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RESUMO 

 

Considerando que algumas espécies de tripanossomatídeos são capazes de serem transmitidas por 

via sexual e pelo colostro. Estas vias de transmissão ainda não foram comprovadas na 

tripanossomose provocado por Trypanosoma vivax, o presente estudo teve como objetivos, 

pesquisar através da reação em cadeia da polimerase (PCR) a presença do DNA do T. vivax no 

sêmen de caprinos infectados experimentalmente, no colostro de cabras infectadas no terço final 

da gestação, investigar a possibilidade da transmissão em caprinos do parasita pela via sexual do 

macho para a fêmea  e das cabras infectadas para bezerros saudáveis através da amamentação. No 

experimento para testar a transmissão sexual foram utilizados seis caprinos machos, os quais foram 

infectadas por via intravenosa com 0,5 ml de sangue contendo aproximadamente 1,25 × 105 

tripomastigotas de T. vivax e seis caprinos machos que não foram infectados para serem um grupo 

controle.  Foram coletadass de amostras de sêmen, para a pesquisa do DNA do T. vivax no sêmen 

através da realização do exame de reação em cadeia da polimerase (PCR). Seis cabras da raça 

saanen não infectadas por T. vivax foram acasaladas com os machos infectados.  Para avaliar a 

transmissão do T. vivax pela via sexual, após o acasalamento as cabras foram submetidas a exames 

parasitológicos (esfregaço sanguíneo) e moleculares (PCR). No experimento para testar a 

transmissão pelo colostro foram usadas doze cabras da raça saanen, onde seis foram infectadas e 

seis foram usadas como controle, para observar a presença do DNA do parasita no colostro coletado 

após o parto, posteriormente o colostro foi ministrado para filhotes recém-nascidos de outras cabras 

saudáveis, depois os mesmos foram submetidos a exames parasitológicos e moleculares. A 

detecção do DNA de T. vivax (TviCatL-PCR) em amostras de sêmen pela técnica de PCR 

revelaram-se positivas em todos os animais e em todos períodos de observação. Também foi 

observado a presença do DNA do parasita em algumas amostras de colostro das cabras. Porém os 

resultados para as possibilidades da transmissão mostraram negativas tanto nas cabras cobertas do 

primeiro experimento como dos filhotes amamentados do segundo experimento. Apesar dos 

resultados negativos na transmissão, não podemos anular a possibilidade de transmissão sexual e 

pelo colostro já que outros fatores podem estar envolvidos.. 
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ABSTRACT 

 

Whereas some species of trypanosomatids are capable of being transmitted by sexual intercourse 

and colostrum, these ways of transmission have not been proved yet through the trypanosomiasis 

caused by trypanosoma vivax. The actual study aimed to research trough the polymerase chain 

reaction (PCR) the presence of DNA of T. vivax on semen from goats infected by experiments and 

in the colostrum of infected goats at the last trimester of gestation. It also investigates the possibility 

of transmission in goats from the parasite through sexual intercourse between the male and female 

infected goats to those proles by breastfeeding six male goats were used in the experiment to test 

sexual transmission, which were intravenously infected with 0.5 ml of blood containing 

approximately 1.25 × 10⁵ trypomastigotes of T. vivax and 6 male goats that were not infected for 

being a group control. It was collected some samples of semen to the T. Vivax DNA analysis through 

a polymerase chain reaction (PCR). Six not infected goats by T. vivax, the ones of the Saanen breed, 

were mated with infected males. In order to analyze the transmission of T. vivax through sexual 

intercourse, after mating, the goats were submitted to parasitological (blood smear) and molecular 

(PCR) tests. At the experiment to test the transmission by colostrum were used twelve goats of the 

Saanen breed were assessed at the trial transmission by colostrum. from this analysis, six goats 

were infected and the other six ones were analyzed as control to observe the presence of the parasite 

DNA in the colostrum collected after calving, and later, this colostrum was ministered to newborns 

from others healthy goats. Then, the same ones were submitted to parasitological and molecular 

tests. The detection of T. vivax DNA (TviCatL-PCR) on samples of semen by the PCR technique 

proved to be effective in all those animals and periods of observations. It was also observed the 

presence of the parasite DNA in some colostrum samples from goats. However, the results for the 

transmission trials on goats of the first experiment and on newborns breastfeed of the second 

experiment were negative. Despite the negatives results on transmission, we cannot eliminate the 

possibility of transmission by sexual intercourse and colostrum since others factors may be 

involved. 
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1.INTRODUÇÃO 

 

A tripanossomose por Trypanosoma vivax (T. vivax) é uma doença hemoparasitária que 

promove impacto negativo na saúde e produtividade em bovinos e pequenos ruminantes na África 

(GUTIERREZ et al., 2006). Nesse continente, a transmissão do parasita ocorre principalmente pelo 

vetor biológico, a mosca tsé-tsé, através da saliva. Na ausência do vetor natural, T. vivax se adaptou 

à transmissão mecânica por outros hematófagos, como tabanídeos e a mosca-de-estábulos, e com 

o deslocamento de animais provenientes de regiões endêmicas para não endêmicas, contribuiu para 

a expansão do T. vivax fora da África, como Américas Central e do Sul (SILVA et al., 2002). Além 

da transmissão por dípteros hematófagos, a transmissão mecânica de tripanosomas, pode ainda 

ocorrer de modo iatrogênico, através da utilização indevida de agulhas contaminadas com sangue 

infectado em vários animais durante a aplicação de medicamentos ou em vacinações (JONES; 

DÁVILA, 2001). 

No semiárido do Nordeste brasileiro a transmissão transplacentária de T. vivax e a manifestação 

perinatal da tripanossomose parecem ser de relevância epidemiológica, uma vez que as altas 

temperaturas e baixa umidade do ar no período seco não favorecem o desenvolvimento da 

população de insetos vetores transmissores do parasita. Entretanto, se observa alta incidência da 

enfermidade, com elevadas taxas de mortalidade e letalidade, em bezerros e neonatos filhos de 

mães infectadas por T. vivax no período seco (BATISTA et al., 2012). Com isso, foram realizadas 

pesquisas para comprovar a transmissão transplacentária por T. vivax, com cepas isoladas durante 

surtos ocorridos no semiárido do Nordeste brasileiro, no qual se detectou DNA de T. vivax por 

Reação em cadeia da polimerase (PCR) no sangue e tecidos de fetos abortados e neonatos mortos, 

filhos de ovelhas infectadas experimentalmente com o parasita (SILVA et al., 2013). 

Pesquisas demonstraram que algumas espécies de tripanossomatídeos são transmitidas por 

via sexual (DIAS et al., 2011; BITTAR et al., 2015). No entanto, não existem relatos que 

demonstrem essa via de transmissão por T. vivax. O primeiro relato de identificação de T. vivax no 

parênquima de órgãos reprodutivos foi feito por Bezerra et al. (2008), quando revelaram mediante 

a técnica da PCR, presença do DNA de T. vivax nos testículos de ovinos infectados 

experimentalmente. Os autores também observaram lesões histológicas caracterizadas por 

degeneração testicular, epididimite e hiperplasia epitelial epididimária nos mesmos animais e 

sugeriram a participação do parasita no mecanismo etiopatogênico de danos reprodutivos 
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frequentemente relatados em animais infectados.  

Outros trabalhos mostram a transmissão de outros parasitas pelo leite materno (DIAS et al. 

2011; HAMMER et al. 2016). Mas até hoje não foi verificada a presença do T. vivax no leite no 

colostro de animais, sendo assim uma possível via de transmissão ainda não estudada e uma forma 

de permanência do parasita no rebanho, diminuindo a produtividade. 

Este projeto tem como objetivo verificar novas vias de transmissão do Trypanosoma vivax. 
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2.REVISÃO DE LITERATURA  

 

2.1 Trypanosoma vivax 

 

As espécies de trypanosomas de alta patogenicidade para animais domésticos são 

Trypanosomacongolense, Trypanosoma vivax e Trypanosoma brucei (ANOSA, 1983). Esses 

agentes são responsáveis por doenças em mamíferos de grande interesse econômico, especialmente 

bovinos, bubalinos, ovinos, caprinos, equinos e suínos na África, Ásia, Américas Central e do Sul, 

sendo todas de origem africana, onde circulam entre ungulados selvagens, que agem como 

reservatórios e raramente apresentam sinais clínicos da doença (STEVENS et al., 2001; SIMPSON 

et al., 2006; HAMILTON et al., 2007). Dentre essas espécies, acredita-se que T. vivax tenha sido 

introduzido na América do Sul em 1830, através de um carregamento de zebus oriundo do Senegal 

(DÁVILA; SILVA, 2000). Entretanto, o primeiro relato da enfermidade no Brasil foi registrado no 

Pará, onde o parasita foi identificado mediante esfregaço sanguíneo em um búfalo com 

sintomatologia de febre e perda de peso (SHAW; LAINSON, 1972). A tripanossomose bovina por 

T. vivax, recentemente, tem sido reportada em várias regiões do país.  

A transmissão de T. vivax ocorre principalmente através das moscas tsé-tsé, que infestam 

10 milhões de quilômetros quadrados e afetam 37 países, principalmente na África, onde é 

conhecida como nagana. A doença infecta várias espécies de mamíferos, mas, do ponto de vista 

econômico, a tripanossomose transmitida por essa espécie de mosca é particularmente importante 

em bovinos (RADOSTITIS et al., 2000). 

A tripanossomose por T. vivax é uma enfermidade debilitante e comumente fatal nos 

animais domésticos. Acarreta perdas econômicas por provocar crescimento retardado, 

abortamento, infertilidade, orquite, anemia, perdas na produtividade, altos custos de tratamento e 

morte dos animais afetados (LOSOS, 1986; ANOSA, 1988; MARTINS et al., 2008). 

A subfertilidade está presente em muitos dos rebanhos acometidos pela doença. Em fêmeas, 

T. vivax provoca abortamento, repetição de cio, queda na produção de leite, natimortos ou 

nascimento de crias fracas e anestro temporário ou permanente (BATISTA et al., 2008; 

RODRIGUES et al., 2013; SILVA et al., 2013). Em machos, patologias reprodutivas ocasionadas 

por T. vivax estão especialmente ligadas a lesões testiculares e epididimárias e à queda na qualidade 

do sêmen (BEZERRA et al., 2008). Nos casos crônicos da doença, infertilidade ou mesmo 
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esterilidade podem estar presentes (GUTIERREZ et al., 2006). 

 

2.2 Taxonomia de Trypanosoma vivax 

Trypanosoma vivax é um hemoprotozoário eucariótico, flagelado, da ordem Kinetoplastida, 

família Trypanosomatidae e subgênero Duttonella (HOARE, 1972). A sua forma de transmissão ao 

hospedeiro definitivo está classificada na seção Salivaria, que engloba todos os trypanosomas 

transmitidos através da saliva contaminada das moscas tsé-tsé, pertencentes ao gênero Glossina. 

As principais espécies pertencentes a essa seção são: T. vivax, T. congolense, T. brucei e 

Trypanosoma suis (STEPHEN, 1986). 

Esses trypanosomas são ciclicamente transmitidos pelas moscas tsé-tsé ou mecanicamente 

por diversas espécies de moscas hematófagas. Os trypanosomas patogênicos para ungulados 

pertencem à seção Salivaria, subgêneros Duttonella (T. vivax), Trypanozoon (T. brucei, 

Trypanosoma evansi e Trypanosoma equiperdum) e Nanomonas (T. congolense e Trypanosoma 

simiae). Todas essas espécies foram agrupadas em um só clado (clado T. brucei) em estudos 

filogenéticos moleculares, formando um grupo monofilético exclusivo de espécies africanas e 

transmitidas por mosca tsé-tsé (STEVENS et al., 2001; HAMILTON et al., 2007). 

 

2.3 Morfologia Trypanosoma vivax 

As diversas espécies de Trypanosoma podem diferir no tamanho, forma do corpo, na 

posição do núcleo e cinetoplasto, bem como no grau de desenvolvimento da membrana ondulante 

e do flagelo (LEVINE, 1973). 

As formas tripomastigotas de T. vivax encontradas na corrente sanguínea apresentam 

cinetoplasto grande em forma de meia lua, localizado na porção terminal, um único flagelo livre 

(Figura 1) e comprimento que varia de 16 a 26μm (HOARE, 1972). Apresentam forma lancetada 

com corpo alongado, achatado, extremidades afiladas e membrana ondulante reduzida (DÁVILA 

et al., 1997). 

T. vivax é um parasito de ruminantes, também reportado em equinos (LOSOS; IKEDE, 

1972; LEVINE, 1973), que se caracteriza morfologicamente por apresentar comprimento entre 18 

e 31μm, incluindo o flagelo livre posterior, membrana ondulante inconspícua, extremidade 

posterior arredondada e cinetoplasto bem evidente, subterminal e lateral (HOARE, 1972). Isolados 

brasileiros também apresentam essas características morfológicas (DÁVILA et al., 1997). 
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Em estudo, Linhares et al. (2006) encontrou uma média de 19,42μm ±3,35, referente ao 

comprimento total dos trypanosomas encontrados em bovinos, que está próxima aos valores 

indicados por Fairbairn (1953) de 21,4 a 24,6μm para caracterizar as formas curtas de T. vivax, em 

contraste com as formas longas de 23,6 a 27,0μm. 

 

Figura 1 – Principais organelas do tripanosoma. C: Cinetoplasto; N: Núcleo;F: Flagelo. (T. vivax) 

 
Fonte: SILVA, 2002. p.25 

 

2.4 Epidemiologia 

 

T. vivax é um parasito originário da África, de onde se difundiu para outras regiões do 

mundo como Ásia, América do Sul, América Central e Caribe (HOARE, 1972; MELÉNDEZ et al., 

1995). Na África, a tripanossomose nos animais é conhecida como nagana ou secadeira, termo 

genérico que abrange a infecção por T. vivax, T. congolense e T. brucei (GARDINER et al., 1989). 

Esse parasita causa a mais importante forma de tripanossomose em bovinos no Oeste da África e 

surtos agudos têm sido relatados no Leste da África (LOSOS; IKEDE, 1972).  

A ampla dispersão geográfica de T. vivax fora do continente africano é atribuída a sua 

habilidade de adaptação à transmissão mecânica por insetos hematófagos (ANOSA, 1983; 

CORDOVES et al., 1982; OTTE; ABUABARA, 1994). Esse parasita tem sido identificado na 
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América do Sul desde 1919 (LEGER; VIENNE, 1919), a teoria mais aceita é a que foi introduzido 

por um rebanho vindo do Senegal (África) em 1830, depois difundiu-se de um país a outro por 

meio de traslados de bovinos (CURRASON, 1943). 

Na América do Sul, a transmissão da infecção por T. vivax é mecânica e atribuída, 

principalmente, a tabanídeos. Esta tripanossomose é altamente prevalente nas regiões Norte e 

Central (Pantanal) do Brasil, onde é, geralmente, assintomática (SHAW; LAINSON, 1972; PAIVA 

et al., 2000; JONES; DÁVILA, 2001; CORTEZ et al., 2009). Até 1976 a sua distribuição abrangia 

todos os países da costa Norte do Oceano Atlântico, além do Panamá, Brasil e as Ilhas de 

Guadalupe e Martinica (WELLS et al., 1982). Anticorpos sanguíneos contra T. vivax foram 

encontrados em vários países da América do Sul: El Salvador, 15%; Costa Rica, 22,9%; Colômbia, 

48,2%; Equador, 22,5%; Peru, 14,3%; Paraguai, 40% e Brasil, 54%, sendo que foram coletados, 

respectivamente, 100, 192, 3.324, 310, 49, 15 e 666 bovinos (SILVA, 2004). 

No Brasil, a ocorrência de T. vivax (figura 2) foi mencionada por Boulhosa (1946) em 

bovinos da zona bragantina no estado do Pará. Posteriormente Shaw e Lainson (1972) descreveram 

o parasita em um búfalo (Bubalus bubalis) nas proximidades da cidade de Belém, Pará. Outros 

relatos sobre T. vivax foram feitos também em ovinos e bovinos no Oiapoque, Amapá (SERRA 

FREIRE, 1981), em búfalos no Amapá (SERRA FREIRE, 1983), em bovinos do Pantanal e nos 

estados do Mato Grosso (SILVA et al., 1996), Mato Grosso do Sul (PAIVA et al., 2000), Tocantins 

(LINHARES et al., 2006) e Paraíba (BATISTA et al., 2007). 

Em Oiapoque, Amapá, Serra Freire (1981) relatou que 25% (8/32) dos búfalos examinados 

parasitologicamente apresentaram infecção por T. vivax, com diferentes índices de parasitemia, 

bem como relatos de casos de morte entre os animais. Por essa razão, o autor considerou como 

sendo patogênico o isolado encontrado. Em outros estudos no Amapá, foram descritas prevalências 

de 8,9% em bubalinos e 7,6% em bovinos infectados com T. vivax nas localidades de Curiaú, Lagoa 

de Fora e Rio Pedreiras nos municípios de Macapá, Magazão Velho e Magazão Novo, sendo que 

na maior parte dos rebanhos havia animais importados dos estados do Mato Grosso e do Pará 

(SERRA FREIRE, 1981). 

No Pantanal, estudos de Barros e Foil (1999) demonstraram que a época com mais 

tabanídeos ocorre na primeira metade da estação chuvosa, de setembro/outubro a 

dezembro/janeiro. Contudo, os tabanídeos ainda permanecem em grande número até o final da 

estação chuvosa. Essa estação representa o período de maior risco de transmissão de trypanosomas 
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por esses insetos devido a sua abundância, pique populacional de Tabanus importunus, espécie com 

alto potencial vetorial. 

 

Figura 2 – Anos das primeiras detecções do T. vivax nos estados brasileiros 

 

 

Fonte: Acervo autor. 

 

Originalmente, no Velho Mundo, T. vivax é transmitido ciclicamente pelas moscas tsé-tsé, 

enquanto que no Novo Mundo conseguiu se manter na ausência do vetor biológico, adaptando-se 

à transmissão mecânica por insetos nativos do grupo dos tabanídeos (mutucas) e por Stomoxys 

calcitrans (SILVA et al., 1997; PAIVA et al., 2000). A transmissão mecânica também pode ocorrer 

de forma iatrogênica (SILVA et al., 1997). 

Esse agente etiológico possui a capacidade de parasitar principalmente ungulados, 

incluindo ruminantes domésticos, silvestres e equídeos (NJIOKOU et al., 2004; PINCHBECK et 

al., 2008; DUFFY et al., 2009). Desses hospedeiros vertebrados susceptíveis, a tripanossomose por 

T. vivax tem importância relevante em ruminantes domésticos, pois a infecção por esse parasita 

causa perdas produtivas e reprodutivas em bovinos, ovinos e caprinos, seguida de manifestações 

de sinais clínicos e aparecimento de lesões da doença (BATISTA et al., 2007). 

No Brasil, é importante ressaltar as diferenças das características epidemiológicas da 
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tripanossomose por T. vivax verificadas no pantanal e no semiárido nordestino. No pantanal, 

verifica-se o fato de que animais domésticos possuem um alto nível de proteção contra infecção 

aguda. Essa proteção determina a ausência de sinais clínicos ou uma doença muito branda, que não 

representa risco importante ao animal, embora possa ter repercussões na produtividade do rebanho 

(PAIVA et al., 2000). 

A exposição prévia e constante ao parasita parece ser responsável por conferir esse nível de 

proteção, já que animais de regiões não endêmicas, como verificado no caso da região semiárida, 

são altamente susceptíveis e manifestam doença clínica severa durante uma infecção primária, com 

altos picos parasitêmicos. No entanto, fatores inerentes ao hospedeiro (raça, idade, sexo, prenhes, 

estado nutricional, estresse de produção e infecções intercorrentes), fatores ambientais e de manejo 

animal são todos de grande importância na prevalência e severidade das manifestações clínicas da 

doença (BATISTA et al., 2011b). 

A detecção de um caso isolado de T. vivax no centro do Rio Grande do Sul, distante das 

áreas endêmicas do Brasil, sugere que esse parasita pode ter sido introduzido e está distribuído 

nessa região há muito tempo, não tendo sido previamente diagnosticado devido ao 

desenvolvimento, até este estudo, apenas de quadros clínicos assintomáticos (SILVA et al., 2009). 

Até recentemente, os estudos sobre T. vivax no Brasil foram conduzidos somente em áreas 

endêmicas, principalmente após surtos de doença aguda, como ocorridos no Pantanal (SILVA et 

al., 1996; VENTURA et al., 2001; MADRUGA et al., 2006; CORTEZ et al., 2009). Desde então, 

esse parasita estava restrito ao norte do país, quando em 1995 foi observado em bovinos na região 

de Poconé, Pantanal do Mato Grosso. Os animais exibiram sintomatologia de febre, letargia, perda 

de apetite com substancial perda de peso em pouco tempo, fraqueza, lacrimejamento, disenteria e 

abortamento. Alguns animais que estavam na fase crônica por quatro ou seis meses apresentaram 

edemaciação e severa caquexia (SILVA et al., 1996). 

Na Região Nordeste, o primeiro surto de tripanossomose por T. vivax foi diagnosticado em 

2002, no município de Catolé do Rocha, sertão da Paraíba. Os animais afetados apresentaram febre, 

anemia, perda de peso, hipoglicemia e sinais nervosos caracterizados por incoordenação, tremores 

musculares, cegueira transitória e/ou permanente, hipermetria, além de lesões histológicas 

caracterizadas por meningoencefalite não-supurativa e malácia (BATISTA et al., 2007). A 

patogenicidade do isolado foi confirmada através da reprodução experimental da doença em 4 

ovinos inoculados com 1mL de sangue contendo 1,85 × 105 tripomastigotas. Os animais infectados 
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apresentaram febre, anemia, leucopenia, perda de peso e miocardite (BATISTA et al., 2006).  

 

2.5 Patogenia e sinais clínicos 

 

A patogenia da tripanossomose por T. vivax é associada a fatores inerentes ao hospedeiro e 

ao parasita, como susceptibilidade do animal, virulência do isolado que pode provocar infecções 

graves com alterações hematológicas (trombocitopenia e hemólise dos eritrócitos) e migração 

extravascular do parasita, causando danos teciduais severos, como verificados nos testículos, 

epidídimo, coração e no sistema nervoso central (ANOSA, 1983; BEZERRA et al., 2008; BATISTA 

et al., 2011a). 

Ao invadir e interagir com o hospedeiro vertebrado, T. vivax estimula a resposta imune do 

hospedeiro, que responde à infecção com a produção de anticorpos específicos. Os antígenos que 

estimulam a reposta imunológica são de dois tipos: de formas procíclicas (inseto), possuem uma 

abundante proteína invariante de superfície denominada prociclina e os estágios infectivos 

apresentam antígenos variáveis, também denominados de antígenos variáveis de superfície (VATs), 

os quais são formados por glicoproteínas, situadas na superfície externa dos tripanossomas, 

denominadas de glicoproteínas variáveis de superfície (VSGs) (GARDINER, 1989; MYLER, 

1993; MICHAEL; TURNER, 1997; BARRY; McCULLOCH, 2001). 

O enorme repertório de VSGs promove o escape do sistema imune, que é de extrema 

importância na relação parasita/hospedeiro dos tripanossomas africanos, T. brucei, T. vivax e T. 

congolense (MYLER, 1993; BARRY; MCCULLOCH, 2001). Assim, os tripomastigotas 

sanguíneos que expressam uma determinada VSG se multiplicam enquanto o hospedeiro 

desenvolve uma resposta imune bastante efetiva. Esta resposta elimina a maioria dos 

tripanossomas, exceto uma pequena população que já substituiu a sua capa de VSG, constituída 

por novas glicoproteínas, que permitem a multiplicação desta nova população. Estas trocas ocorrem 

contínua e espontaneamente e o sistema imune do hospedeiro responde sucessivamente aos novos 

antígenos de superfície. Esse fenômeno contribui para a flutuação nos níveis parasitêmicos 

(MYLER, 1993; BARRY; MCCULLOCH, 2001), bem como é responsável por induzir a fase 

crônica e aumentar a probabilidade de transmissão a outros hospedeiros mamíferos através de 

insetos vetores (MICHAEL; TURNER, 1997). 

Os sinais clínicos observados em surtos por T. vivax em ruminantes domésticos, foram 
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caracterizados por exibirem febre, anemia, letargia, perda de apetite com substancial perda de peso 

em pouco tempo, fraqueza, lacrimejamento, diarreia, abortamento, edemaciação severa, caquexia, 

sinais nervosos caracterizados por incoordenação, ataxia, tremores musculares, cegueira transitória 

ou permanente e hipermetria (SILVA et al., 1996; BATISTA et al., 2007). 

A anemia geralmente se desenvolve em animais afetados e é seguida pela perda da condição 

corporal, a diminuição da produtividade e, muitas vezes, a mortalidade. Os sinais podem incluir 

emagrecimento, aumento dos linfonodos, aumento do fígado e do baço, líquido ascítico e 

hemorragias petequiais. Em animais que morreram durante a fase crônica da doença é encontrado 

miocardite e os órgãos linfóides estão geralmente aumentados (SILVA et al.,  2013). 

Paiva et al. (2000) consideraram que, pelas características debilitantes da tripanossomose, 

as infecções secundárias podem ocorrer, dificultando o diagnóstico e determinando casos mais 

graves. Gonzáles et al. (2003) reportaram os riscos de perdas econômicas em decorrência da 

movimentação de animais suscetíveis, procedentes de áreas livres, para áreas enzoóticas. 

Em estudo que relatou aspectos clínicos e epidemiológicos da infecção por T. vivax 

diagnosticado no Estado do Tocantins, em um rebanho de bovinos composto de 189 animais da 

raça Brahman provenientes do estado de São Paulo, Linhares et al. (2006) constatou em nove 

animais sinais clínicos como emagrecimento, edema de barbela, febre e palidez de mucosa. Embora 

a tripanossomose por T. vivax não apresente sintomatologia patognomômica, os sinais clínicos 

observados nos animais do rebanho foram compatíveis com o que consta na literatura referente às 

infecções naturais e experimentais (PAIVA et al., 2000; SCHENK et al., 2001). 

Tanto machos quanto fêmeas acometidas pela tripanossomose por T. vivax apresentam 

várias desordens reprodutivas, quer seja em infecções naturais ou experimentais. Tais alterações 

são reportadas quase que exclusivamente em ruminantes domésticos, os principais susceptíveis à 

doença (ANOSA, 1983). 

A patogenicidade do isolado de T. vivax foi confirmada através da inoculação experimental 

do sangue parasitado em uma ovelha, que morreu 83 dias após a infecção (SHAW; LAINSON, 

1972). Quanto ao isolado existente no Brasil, sabe-se que está filogeneticamente mais relacionado 

com o isolado do Oeste africano do que com a existente no Leste desse país (CORTEZ et al., 2009). 

O período entre a infecção e o aparecimento da parasitemia (período pré-patente) varia em função 

da resistência inata do hospedeiro, nível de anticorpos, estado nutricional, infecções intercorrentes 

e exposição a drogas terapêuticas, bem como por fatores relacionados ao parasita, tais como: 
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frequência de passagem cíclica ou mecânica e quantidade de tripanossomos inoculados 

(STEPHEN, 1986). 

O curso da infecção experimental por T. vivax nos ovinos pode ser dividido em duas fases: 

a fase aguda, que persiste por aproximadamente duas semanas, caracterizada por parasitemia e 

febre alta; e a fase crônica, caracterizada por temperatura normal, anemia, leucopenia com 

linfocitose, ausência de ganho de peso e parasitemia baixa ou ausente (BATISTA et al., 2006). 

Apesar da multiplicação de T. vivax ocorrer na corrente sanguínea, o período septicêmico é 

seguido pela migração extravascular do parasita (GARDINER et al., 1989), o que influi 

sobremaneira na fisiopatogenia das lesões inflamatórias e degenerativas descritas no coração 

(MASAKE, 1980) e sistema nervoso (WHITELAW et al., 1988), bem como nos órgãos 

reprodutivos de caprinos infectados experimentalmente por T. vivax (BEZERRA et al., 2008). Além 

disso, foram encontradas em bovinos, ovinos e caprinos alterações hematológicas e nervosas, que 

podem levar à morte, abortamentos e alterações na reprodução (SILVA et al., 1996; BATISTA et 

al., 2006, 2007, 2008). 

O curso da infecção por T. vivax varia entre os isolados de parasitas, as espécies e raças de 

ruminantes hospedeiros (CORTEZ et al., 2009; BATISTA et al., 2006, 2007, 2008). Em bovinos 

infectados naturalmente com T. vivax no Brasil (Pantanal), foram observados sinais clínicos como 

anemia, leucopenia, lacrimejamento e fraqueza progressiva, marcada por perda de peso e 

abortamentos (PAIVA et al., 2000). No primeiro surto no Nordeste do Brasil (Paraíba), em gado 

leiteiro, com diagnóstico de T. vivax, os animais infectados apresentaram febre, anemia e perda de 

peso. Todos os bovinos com sinais nervosos morreram e outros abortaram ou pariram um bezerro 

que morreu logo após o parto (BATISTA et al., 2007). 

T. vivax pode provocar uma doença fatal associada a uma alta e persistente parasitemia, 

observando resposta imune reduzida, hemorragias e anemias em animais infectados (LOSOS; 

IKEDE, 1972; WHITELAW et al., 1979; ILRAD, 1984). Na forma aguda, os animais morrem 

dentro de cinco semanas (entre 37 e 58 dias após a infecção experimental) e apresentam alta 

temperatura, letargia, fraqueza, anemia, leve perda na condição física, lacrimação e diarreia 

(SILVA, 2004). 

Contudo, cada enfermidade pode ser controlada efetivamente com quimioterapêuticos ou 

quimioprofiláticos e através do controle dos artrópodes vetores (PEREGRINE, 1994). 
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2.6 Alterações hematológicas e bioquímicas 

 

T. vivax é encontrado parasitando tecidos dos hospedeiros vertebrados e tem a capacidade 

de se multiplicar no sangue, onde encontra todos os elementos necessários para sobrevivência. 

Durante a infecção pode provocar diferentes graus de alterações hematológicas, que são 

principalmente caracterizados pela diminuição de eritrócitos, concentração de hemoglobina e 

hematócrito (ANOSA, 1983). 

A anemia é o parâmetro hematológico mais comumente associado à tripanossomose por T. 

vivax (FACER et al., 1982; ANOSA, 1983; OLUBAYO; MUGERA, 1985). Gardiner et al. (1989) 

verificaram queda do hematócrito para 9% cinco semanas após a infecção em bovinos, que 

desenvolveram síndrome hemorrágica quando infectados com um isolado queniano de T. vivax. 

Estudos em bovinos infectados experimentalmente por T. vivax e T. congolense demonstraram o 

desenvolvimento de anemia macrocítica-hipocrômica, associado à trombocitopenia e leucopenia 

(MAXIE et al., 1979). Outros estudos demonstraram redução dos níveis de hematócrito em bovinos 

infectados com um isolado do Leste da África, que desenvolveram síndrome hemorrágica, e em 

caprinos, que continuaram com anemia mesmo após o desaparecimento da parasitemia (SAROR, 

1980; GARDINER et al., 1989). A severa trombocitopenia decorre do consumo de plaquetas para 

a formação de microtrombos induzidos pelo parasita, sendo o principal fator responsável pela 

síndrome hemorrágica (OLUBAYO; MUGERA, 1985). Emeribe et al. (1990) observaram que o 

principal mecanismo indutor de diátese hemorrágica em ovelhas foi a diminuição da agregação 

plaquetária. 

A diminuição nos níveis plasmáticos de glicose, quanto aos valores bioquímicos, tem sido 

apontada como um importante achado laboratorial em animais infectados experimentalmente por 

T. vivax (KADIMA et al., 2000). 

Observa-se modificações importantes induzidas pela tripanossomose no nível sérico 

proteico, juntamente com a necessidade do aumento de energia para mantença após infecção, 

aumento sérico de ureia, excreção urinária de creatinina e perda de peso dos animais, além da 

elevação das proteínas plasmáticas totais (VERTEGEN et al., 1991; PAIVA et al., 2000). 

 

2.7 Alterações anatomopatológicas 

Das alterações anatomopatológicas mais comuns ocasionadas por T. vivax destacam-se 
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palidez na carcaça, atrofia gelatinosa dos depósitos de gordura corporal, aumento de volume do 

coração, esplenomegalia, acúmulo de líquido nas cavidades torácica e abdominal, no saco 

pericárdico e aumento de volume dos gânglios linfáticos (STEPHEN, 1986). Importante referir que 

em infecções por T. vivax pode não ocorrer alterações anatomopatológicas, e quando ocorrem são 

geralmente inespecíficas (LOPES et al, 2016). 

A distribuição e severidade das lesões provocadas por T. vivax em bovinos e caprinos são 

similares às de outras tripanossomoses, como, por exemplo, o comprometimento cardíaco é 

semelhante ao observado na cardiopatia chagásica humana, caracterizado por acentuado edema 

intersticial, miocardite mononuclear multifocal, degeneração e necrose de miofibrilas e do tecido 

de condução do coração (MASAKE, 1980). A severidade das lesões inflamatórias pode estar 

correlacionada com a localização extravascular do parasita (KIMETO et al., 1990). 

A tripanossomose africana em bovinos pode causar inflamação com infiltração de células 

mononucleares em praticamente todos os tecidos (JONES et al., 2000). Em infecções naturais por 

T. vivax os animais são, em sua maioria, assintomáticos com raros sintomas hematológicos e no 

sistema nervoso central (JONES; DÁVILA, 2001; BATISTA et al., 2007). Em alguns casos, a 

presença dos trypanosomas na corrente sanguínea é seguida da invasão do sistema nervoso central 

e líquido cefalorraquidiano, que resulta em lesões caracterizadas por meningoencefalite não-

supurativa e malácia, atingindo diversas estruturas que podem ser acompanhadas de sintomatologia 

nervosa e ocasionalmente óbito (LOSOS; IKEDE, 1972; WHITELAW et al., 1988; CADIOLI, 

2006; BATISTA et al., 2007, 2011b). Lesões semelhantes não têm sido descritas na tripanossomose 

por T. vivax em infecções naturais (LOPES et al., 2016). No entanto, em infecção experimental, 

Whitelaw et al. (1988) constataram meningoencefalite em cabras que apresentavam sintomatologia 

nervosa durante a fase aguda da infecção por T. vivax. 

Embora o sítio de multiplicação de T. vivax seja preferencialmente no sangue, 

ocasionalmente, o período septicêmico é seguido pela migração extravascular do parasita 

(GARDINER et al., 1989). Este fato tem grande importância na fisiopatogenia das lesões 

inflamatórias e degenerativas descritas no coração (MASAKE, 1980), sistema nervoso 

(WHITELAW et al., 1988; BATISTA et al., 2007, 2011b), testículos e epidídimo (BEZERRA et 

al., 2008). Em infecções com isolados de alta virulência, a fase aguda pode ser acompanhada de 

síndrome hemorrágica, coagulação intravascular disseminada e consequentes alterações 

isquêmicas, degenerativas e necróticas. Hemorragias generalizadas das vísceras e superfícies das 



27 

 

mucosas são manifestações patológicas graves em ruminantes com síndrome hemorrágica na fase 

aguda (ISOUN, 1975; MWONGELA et al., 1981; ANOSA, 1983; OLUBAYO; MUGERA, 1985; 

GARDINER et al., 1989). Em conjunto, essas características são as principais causas de morte dos 

animais (MURRAY et al., 1979). 

A base histológica da lesão provocada por T. vivax em bovinos é a presença generalizada 

de trombos de fibrina e êmbolos formados por trypanosomas, localizados nos vasos do coração, 

pulmão, baço e cérebro (ISOUN, 1975). A presença de microtrombos nos pulmões, rins, fígado e 

nódulos linfáticos foi observada por Masake (1980) como importante característica da infecção em 

cabras que morreram acometidas pelo parasita. 

 

2.8 Diagnóstico 

 

O diagnóstico de infecções causadas por T. vivax é rotineiramente realizado por métodos 

parasitológicos, como esfregaços de sangue total e da camada leucocitária, que são pouco sensíveis, 

particularmente, em animais na fase crônica que apresentam baixa parasitemia (SILVA, 2013). 

Existem ainda os métodos de diagnóstico indireto, através da detecção de anticorpos no 

soro sanguíneo. Esses testes sorológicos são especialmente indicados em inquéritos 

epidemiológicos quando há infecção subclínica nos rebanhos (HOPKINS et al., 1998). A Reação 

de Imunofluorescência Indireta (RIFI) e Ensaio Imunoenzimático (ELISA) são os métodos 

sorológicos mais comumente utilizados para o diagnóstico de tripanossomoses em seres humanos 

e animais, e apresentam sensibilidade variável que, na maioria das vezes, não identifica as 

diferentes espécies de trypanosomas (HOPKINS et al., 1998; DESQUESNES; TRESSE, 1996; 

MASAKE et al., 1997), fato que segundo Jones e Dávila (2001) diminui o valor dessas provas na 

América do Sul, devido a resultados falsos-positivos provocados por reações cruzadas de T. vivax 

com T. evansi e Trypanosoma theileri. 

Recentemente, foi desenvolvido um ensaio de Reação em Cadeia da Polimerase (PCR) 

baseado no gene que codifica a enzima catepsina L-like, capaz de detectar todos os genótipos de T. 

vivax. Esse método se mostrou específico e sensível na detecção do parasita em amostras de sangue 

de ruminantes do Brasil e do oeste e leste da África e na detecção do parasita em tecidos de animais 

infectados experimentalmente (CORTEZ et al., 2009; BATISTA et al., 2011a). Portanto, o 

diagnóstico deve contar com técnicas diretas que confirmem a presença de tripanosomas, como a 
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visualização microscópica ou com técnicas sorológicas indiretas e PCR (LOPES et al., 2016). 

Clinicamente, a tripanossomose pode ser confundida com babesiose, anaplasmose, 

teileriose, haemonchosi, raiva ou intoxicações por plantas. O diagnóstico diferencial é orientado 

por observações clínicas, pela evolução e contexto epidemiológico, mas que se baseia 

essencialmente no diagnóstico laboratorial (SILVA, 2012). 

O diagnóstico direto pode ser realizado pelos métodos do aspirado do linfonodo, da gota 

espessa, da lâmina delgada, pelo método do micro-hematócrito e da técnica de Woo, consistindo 

na observação direta das formas sanguíneas reveladas em preparações coradas e examinadas 

através da microscopia ótica (SILVA; DÁVILA, 1998; SILVA et al., 2002). Entretanto, muito 

cuidado deve ser tomado no diagnóstico diferencial de espécies baseado apenas na morfologia das 

formas dos parasitas no sangue, uma vez que três espécies de trypanosomas podem ser encontradas 

com frequência em ruminantes no Brasil, muitas vezes em infecções mistas: T. vivax, T. evansi e T. 

theileri (LUCHEIS, 2014). 

Outro fator bastante limitante no diagnóstico das tripanossomoses em bovinos é o número 

reduzido desses parasitas no sangue, exigindo a utilização de métodos sensíveis e específicos como 

a PCR para a detecção desses parasitas (VENTURA et al., 2001; DÁVILA et al., 2003; 

RODRIGUES et al., 2013; CORTEZ et al., 2009). 

 

2.9 Fisiologia da produção do sêmen 

 

 Nos testículos, são observados dois compartimentos principais que diferem entre si, tanto 

anatomicamente quanto funcionalmente: o compartimento dos túbulos seminíferos e o espaço 

intersticial. O tecido intersticial é responsável pela função endócrina, onde estão localizadas as 

células de Leydig, vasos sanguíneos e linfáticos, nervos, células e fibras do tecido conjuntivo e 

uma população variável de outras células. A maior parte do parênquima testicular é composta por 

túbulos seminíferos, no caso de caprinos ele corresponde a cerca de 80% do total (THIBAULT; 

LEVASSEUR, 1992). 

 Nos túbulos seminíferos, constituindo o chamado epitélio seminífero, encontram-se as 

células germinativas em seus vários estágios de desenvolvimento e as células de suporte, 

denominadas de células de Sertoli. É no interior desses túbulos que ocorre a espermatogênese 

(CASTRO et al., 1997). 
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 As células de Sertoli são interconectadas por tight junctions localizadas em regiões basais 

dos túbulos seminíferos, formando uma barreira hemato-testicular funcional, delimitando assim 

dois compartimentos anatômicos e funcionais nos túbulos seminíferos: um compartimento basal 

contendo gametas em estágios iniciais e um compartimento preenchido por gametas em estágios 

posteriores. Durante o processo de maturação, os gametas do compartimento basal deslocam-se 

para o compartimento central. (BANKS, 1992) 

 Segundo (CUNNINGHAM, 2014), o sêmen é a suspensão celular líquida contendo 

espermatozoides e secreção dos órgãos acessórios do trato genital masculino. A porção fluida dessa 

suspensão que é formada na ejaculação é conhecida como plasma seminal. 

 

2.10 Desordens reprodutivas 

 

A tripanossomose na África é uma das enfermidades que tem maior implicação sobre o 

processo reprodutivo e produtividade dos rebanhos. É uma doença que causa uma série de 

desordens reprodutivas em rebanhos bovinos, como a degeneração do hipotálamo, das glândulas 

pituitárias e das gônadas, com consequentes alterações nas concentrações plasmáticas e nas 

secreções dos hormônios necessários para a reprodução em ambos os sexos (SEKONI, 1994). 

No Pantanal mato-grossense e na Bolívia, Silva et al. (2004) relataram abortamentos em 

bovinos e observaram que a anemia acompanhada de abortamentos no terço final da gestação é um 

sinal clínico característico da tripanossomose nessas regiões. Ovinos e caprinos também podem 

apresentar abortamentos e elevada mortalidade em cordeiros, quando infectados por T. vivax 

(OSAER et al., 1999). Em touros, T. vivax produz lesões de vários graus no sistema reprodutor, 

especialmente no testículo e epidídimo, onde em casos crônicos leva à séria infertilidade podendo 

culminar com esterilidade (SEKONI et al., 1990; ADAMU et al., 2007). Sekoni et al. (2004) 

estudaram os efeitos da infecção experimental por T. vivax sobre as características do sêmen de 

zebus. Os autores relataram queda na qualidade do sêmen, manifestada por uma drástica redução 

da concentração espermática (oligozoospermia ou mesmo azoospermia), diminuição do volume do 

sêmen, bem como aumento do número de teratozoospermias. 

Bezerra et al. (2008) estudaram a anatomopatologia de testículos e epidídimos de ovinos 

experimentalmente infectados por T. vivax. Os animais foram orquiectomizados 30 dias após a 

infecção. Macroscopicamente os testículos apresentaram-se flácidos e pálidos. Na histologia, 
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observaram degeneração testicular moderada a acentuada, com redução significativa da altura do 

epitélio seminífero e espessamento da membrana basal, epididimite perivascular intersticial e ainda 

hiperplasia do epitélio epididimário. 

Em fêmeas bovinas infectadas naturalmente por T. vivax, várias desordens reprodutivas já 

foram reportadas. Abortamentos, repetição de cio, natimortos ou nascimento de crias fracas e 

anestro temporário ou permanente são alterações relatadas com frequência (SILVA et al., 2004; 

BEZERRA et al., 2008; BATISTA et al., 2007, 2008). Além disso, Trypanosoma induz a morte 

fetal, distocia, abortamento, morte neonatal e outros efeitos patogênicos no feto e no recém-nascido 

(SEKONI, 1994). 

 

2.11 Transmissão sexual de tripanossomatídeos 

 

  A questão da transmissão sexual de tripanossomatídeos é um assunto discutido desde sua 

descoberta, entretanto há poucos trabalhos publicados.  O primeiro relato foi feito por Vianna 

(1911), quando observou que os testículos são afetados pelo T. cruzi, descrevendo diversas 

alterações histológicas.  

 A migração dos tripanossomatídeos para o fluido seminal pode ocorrer pela contração das 

células mióides, havendo a liberação de formas amastigotas para os ductos seminíferos 

(CARVALHO  et al., 2009). 

 Em 2010, Hecht et al. demonstraram a presença de DNA nuclear do T. cruzi no sêmen de 

indivíduos infectados, fortalecendo a hipótese de transmissão via sexual do parasita. 

 

2.12 Fisiologia da produção colostro 

 

O colostro pode ser definido como uma forma de leite de baixo volume que começa a ser 

produzido nas últimas semanas de gestação e que será secretado nos primeiros dias da 

amamentação pós-parto. Entre outros fatores, o colostro representa a única fonte de água, 

anticorpos, proteínas, carboidratos, lipídeos e vitaminas que o recém-nascido terá acesso durante 

seus primeiros dias de vida. O colostro contém ainda fatores precursores de enzimas que possuem 

alta capacidade de degradar proteínas, e um outro fator que impede a ação destas enzimas sobre os 

anticorpos, garantindo, dessa maneira, que as imunoglobulinas sejam absorvidas intactas, 
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preservando sua função biológica (SANTANA et al., 2003). 

No entanto, para que as crias possam se beneficiar dos efeitos imunológicos do colostro o 

consumo deve ser realizado nas primeiras horas após o nascimento. Segundo Cunningham (2014), 

os neonatos têm um tempo limitado de 24 a 36 horas após o parto durante o qual as imunoglobulinas 

do colostro podem ser absorvidas através do intestino dos recém-nascidos. Passado esse período 

inicial ocorre o bloqueio da absorção intestinal, culminando com a falha na transferência de 

imunidade da mãe para os filhotes. 

De uma forma geral, ovinos e caprinos devem receber de 5% a 15% do seu peso vivo de 

colostro fresco e de boa qualidade durante as primeiras 12 horas de vida. Como salientado 

anteriormente, a absorção de anticorpos se reduz drasticamente em função do tempo, sendo que 

provavelmente não ocorra uma transferência eficiente de imunoglobulinas quando a cria mama 

após 24 horas do nascimento (MOBINI et al., 2002).  

 

2.13 Alterações do colostro 

 

 O primeiro relato da transmissão oral do T. cruzi em humanos foi descrito em 1936 por 

Mazza, depois outras pesquisas confirmaram a transmissão de tripanossomatídeos através do 

colostro e leite materno (AMATO NETO et al., 1992; DIAS et al., 2011; CAMPIGOTTO et al., 

2015). No entanto, não existem relatos que demonstrem presença de tripomastigotas de T. vivax 

no colostro de animais infectados ou que comprovem a transmissão de infecção através do colostro. 

A possibilidade da transmissão oral de T. vivax foi demonstrada em 1971 por Diaz-Ungria. Nesse 

estudo, sangue contendo Trypanosoma vivax foi administrado via oral a algumas cabras, as quais 

ficaram infectadas e chegaram a óbito. Dessa forma, o risco do lactente adquirir a infecção por esta 

via, precisa ser investigada. 
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3. OBJETIVOS 

 

3.1 Geral 

 

-Verificar novas vias de transmissões do Trypanosoma vivax na espécie caprina.  

  

3.2 Específicos 

 

-Identificar através da técnica Reação em Cadeia de Polimarase (PCR) a presença do DNA 

do Trypanosoma vivax no sêmen de caprinos infectados. 

  

-Investigar a possibilidade da transmissão do T. vivax pela via sexual do macho para a fêmea 

de caprinos durante a cópula. 

 

-Identificar através da técnica Reação em (PCR) a presença do DNA do T. vivax no colostro 

de cabras infectadas. 

 

-Investigar a possibilidade da transmissão do T. vivax em neonatos amamentados com 

colostro de cabras infectadas. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



33 

 

4. METODOLOGIA 

 

4.1 Comitê de ética  

 

 Este estudo foi conduzido sob aprovação do Comitê de Ética em Uso Animal (CEUA) da 

Universidade Federal Rural do Semiárido (UFERSA) - número 41/2011 e respeitou todos os 

princípios éticos de proteção animal, conforme recomendação do Colégio Brasileiro de 

Experimentação Animal (COBEA) e Auroca Lei N °. 11.794. 

 

4.2 Instalações 

 

O experimento foi realizado no Núcleo de Pesquisas de Ovinocaprinos da Universidade 

Federal Rural do Semi-Árido - UFERSA, Mossoró/RN. As fases do experimento foram dividas de 

acordo com os objetivos específicos traçados, conforme adiante. 

 

4.3 Experimento I  

 

4.3.1 Pesquisa do DNA do T. vivax no sêmen   

 

Foram utilizados 12 caprinos machos, sem raça definida, com idade aproximada de um ano. 

Os animais foram mantidos em baias do Hospital Veterinário da Universidade Federal Rural do 

Semi-Árido (UFERSA). Por 14 dias antes da inoculação do T. vivax, os caprinos foram avaliados 

através de exames clínicos e hematológicos e dosificados com anti-helmínticos. Os animais foram 

sorteados aleatoriamente para a composição dos grupos experimentais, assim caracterizados: grupo 

experimental, formado por seis caprinos infectados experimentalmente por T. vivax, com 1ml de 

sangue, por via intravenosa, contendo aproximadamente 1,25x105 tripomastigotas de T.vivax. O 

grupo controle foi composto por seis caprinos não infectados.  

Todos os animais foram submetidos a condições de manejo idênticas, alimentados com água 

à vontade, feno de capim tifton e ainda suplementados com ração comercial na quantidade de 1,5% 

de peso do animal por dia. 

 Nos caprinos dos grupos experimental e controle foram realizados diariamente a 
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determinação da parasitemia de acordo com o método de Brener (1961), bem como exames clínicos 

para avaliar a temperatura retal, aspectos das mucosas aparentes e análise dos linfonodos 

periféricos. Concomitante aos exames clínicos foi colhido sangue através de punção da veia 

jugular, acondicionados em tubos esterilizados contendo 1mg/ml de EDTA para determinação do 

hematócrito.  

Antes da infecção (para confirmação do estado sanitário dos animais) e nos dias 7 o, 14 o e 

21o dias após a infecção (DPI) foram realizados nos animais dos dois grupos coletas de amostras 

de sêmen, pelo método artificial, com o uso de um eletroejaculador (Eletrojet®, Eletrovet, São 

Paulo, SP, Brasil), conectado a uma fonte de 12V, promovendo-se três ciclos sucessivos de 

estimulação, com 5min de intervalo entre ciclos. 1,0ml do ejaculado de cada animal foi transferido 

para tubos Eppendorf estéreis misturados a 1ml de álcool a 99% para a pesquisa do DNA do T. 

vivax no sêmen através da realização do exame de reação em cadeia da polimerase (PCR). 

 

4.3.2 Diagnóstico  do DNA do T. vivax pelo PCR 

 

As preparações de DNA foram submetidas a um ensaio altamente específico para T. vivax 

que foi descrito por Cortez et al., 2009. Este método PCR baseia-se em sequências repetidas do 

gene que codifica a cisteína proteases (catepsina L) e foi realizado usando os oligonucleotídeos 

Tvi2 (forward: 5 'GCCATCGCCAAGTACGCCCTCAG 3') e DTO156 (reverse: 5' 

TTAGAATTCCCAGGAGTTCTTGATGATCCAGTA 3 ') como primers. O diagnóstico foi 

confirmado através do PCR, amplificando um fragmento de DNA de aproximadamente 177 pb 

(pares de base), que também é observado no DNA de T. vivax (isolado do Pantanal), que foi 

utilizado como controle positivo. Para controle negativo foram selecionados previamente amostras 

de DNA do sangue de cabras não infectadas (CORTEZ et al., 2009). 

 Uma alíquota de 25µl de cada amostra amplificada foi examinada em gel de agarose a 2,0%, 

corado com Brometo de Etídio e fotografado usando um sistema de documentação de gel sob luz 

ultra-violeta. Foi usado como marcador do peso molecular 100pb DNA-ladder. 

 

4.3.3 Avaliação da transmissão do T. vivax pela via sexual do macho para a fêmea  

 

Foram utilizadas 6 cabras da raça Saanen, com idade média de 24 meses e peso médio de 
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52,4 Kg, sorologicamente negativas para o anti-T. vivax (IFAT) e com ausência de patologias 

reprodutivas comprovadas por exames ginecológicos. Para confirmar a transmissão de T. vivax pela 

via sexual, os animais foram distribuídos em 3 grupos sendo duas fêmeas colocadas para acasalar 

com dois machos infectados experimentalmente, o primeiro grupo no 8o DPI, o segundo 15o DPI e 

o terceiro no 22o DPI. 

As cabras foram submetidas ao tratamento hormonal clássico para a indução e 

sincronização de estro, utilizando esponjas intravaginais impregnadas com 60mg de progesterona 

sintética (acetato de medroxiprogesterona), conforme descrito por Castilho et al. (2013). Depois da 

retirada dos dispositivos intravaginais e detectados sinais evidentes de estro, as cabras foram 

transportadas para as baias contendo os machos, para a realização da cobertura pelo reprodutor, 

com intervalo de aproximadamente 12 horas, durante dois dias, afim de aumentar as possibilidades 

de ejaculações. 

O comportamento sexual dos machos infectados por T. vivax foi avaliado individualmente 

no momento da cópula, sendo verificados os seguintes parâmetros: cheirada da região urogenital 

da fêmea, reflexo de Flehmen, exposição de pênis, tentativa de monta e monta completa. 

Posteriormente, cada animal recebia de acordo com suas atitudes, escores que variaram de 0 a 5, 

em que 0 corresponde a nenhum interesse pela fêmea e 5 a monta completa, de acordo com a 

metodologia proposta por Almeida et al. (2010). 

Para diagnosticar a infecção das cabras, após o acasalamento foram coletadas diariamente, 

por um período de 21 dias, amostras de sangue da veia jugular e realizado giemsa-stained smears 

of leukocyte layers in the buffy coat technique (BCT). Realizou-se também, pesquisa do DNA de 

T. vivax no sangue das cabras coletadas no 21o dia pós monta (DPM) using a T. vivax-specific PCR 

assay as described before (CORTEZ et al., 2009). 

 

4.4 Experimento II  

 

4.4.1 Pesquisa do T. vivax no colostro  

 

Foram utilizadas 12 cabras, no terço final da gestação, SRD, com idade aproximada de 24 

meses. Os animais foram alojados em duas baias, sendo uma baia destinada aos caprinos do grupo 

infectado experimentalmente, devidamente telada, e outra destinada ao grupo controle. Foram 
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realizados exames ultrassonográficos para verificação da gestação. 

O diagnóstico do período de gestação foi realizado através de exames ultrassonográficos 

com equipamento de ultrasson GE Logiq Pro 100 (GE Medical System, Wisconsin, USA) acoplado 

a um transdutor convexo de 3.5 MHz, ressaltando-se que as cabras selecionadas se apresentavam 

entre 100 e 120 dias de gestação. 

Aproximadamente 15 dias antes da inoculação do T. Vivax, todos os animais foram 

submetidos a exames clínicos, hematológicos, parasitológico e testados com ELISA para detecção 

por anticorpos anti-igG por ensaio indireto de imunofluoroscência (IFA) de acordo com a 

metodologia de Silva er al. (2002). As cabras comprovadas clinicamente saudáveis e 

sorologicamente saudáveis para a pesquisa anti-T.vivax, foram distribuídas randomicamente em 

dois grupos: o grupo das cabras infectadas (cabras 1 a 6) e o controle de cabras não infectadas 

(cabras 7 a 12). Todos os animais foram submetidos a condições de manejo idênticas, água e sal 

mineral ad libidum, alimentados com capim tifton (Cynodon spp.) e suplementados com ração 

comercial na quantidade de 1,5% de peso do animal, por dia. 

  O isolado de T. vivax que foi empregado na infecção experimental das cabras prenhas é 

proveniente de um surto de infecção natural, no município de Catolé do Rocha, Paraíba/PB. O 

sangue foi colhido em um tubo com ácido etileno diamino tetracético (EDTA) a 10%. Foi 

acrescentado 8% de glicerol e armazenado em palhetas de 0,5ml, submetido ao congelamento em 

nitrogênio líquido (-196°C).  

Imediatamente antes da inoculação, foi realizado o descongelamento do isolado 

criopreservado. Em cada animal do grupo infectado foi inoculado por via intravenosa 0,5ml de 

sangue contendo aproximadamente 1,25 x 105 tripomastigotas de T. vivax, estimados de acordo 

com o método de Batista et al. (2007). 

Diariamente foram realizados nos animais dos grupos controle e infectado exames clínicos, 

sendo avaliados temperatura retal, aspecto das mucosas aparentes e volume dos linfonodos 

externos à palpação. Concomitante aos exames clínicos, foi determinado pesquisa do tripanosoma 

no sangue coletado de pequenas veias localizadas no pavilhão auricular, usando uma gota espessa 

de sangue entre a lâmina e lamínula, de acordo com a técnica descrita por Batista et al. (2007). 

O colostro das cabras do grupo infectado por T. vivax foi coletado entre 12, 24 e 48 horas 

após o parto, acondicionado em tubos estéreis, devidamente rotulados e identificados com o 

número do animal. 
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Para averiguação da presença de T. vivax no colostro, realizou-se uma alíquota de 5μ de 

colostro disperso em lâmina de microscopia, sob lamínula de 22 x 22 mm e pesquisado formas 

tripomastigotas em 100 campos microscópicos, sob objetiva de 40x, conforme descrito por Brener 

(1961). Também se realizou o preenchimento de um tubo capilar com a amostra do colostro de 

cada cabra, os quais foram centrifugados a 10.000 rotações por minuto por cinco minutos e 

realizada a leitura em microscópio de luz para visualização dos parasitos, na interfase entre a parte 

líquida e sólida do colostro. 

Foi coletado 1,0ml de colostro de cada animal, posteriormente acondicionados em 

microtúbulos estéreis misturados a 1,0 ml de álcool a 99%, para a pesquisa do DNA de T. vivax 

através da realização da PCR. 

As preparações de DNA foram submetidas a um ensaio altamente específico para T. vivax 

que foi descrito por Cortez et al. (2009). A PCR foi usada para amplificar uma região de 177 pb 

(pares de bases) no domínio catalítico do gene da Catepsina L, específica para T. vivax e conservada 

entre diferentes amostras do parasita, através dos primers Tvi2 (forward) e DTO156 (reverse). As 

PCRs foram realizadas de acordo com o método previamente descrito por Ventura et al. (2001). 

 

4.4.2 Transmissão do T. Vivax pelo colostro 

 

Foram utilizados seis caprinos neonatos, SRD, filhos de cabras do grupo controle, 

sorologicamente negativo para anti-T. vivax (IFA). Este procedimento teve por finalidade medir 

possível infecção do feto por T. vivax por via hematogênica através da placenta. 

Os cabritos foram alimentados por via oral, através de mamadeiras contendo colostro obtido 

das cabras do grupo infectado por T. vivax. Todos os cabritos foram alimentados nas primeiras 

horas após o nascimento, administraram-se para cada animal a quantidade de 20% de seu peso 

vivo. No total, cada cabrito recebeu quatro mamadeiras de colostro, com três horas de intervalo 

entre elas, sempre das mesmas doadoras. Após o período de alimentação com colostro, as crias 

receberam um sucedâneo lácteo para cabritos. 

Para confirmação da infecção dos cabritos via colostro, foram coletadas diariamente por 

um período de 30 dias amostras de sangue por meio da veia jugular, cada animal foi diagnosticado 

por exame de esfregaço manchados com giemsa de camadas leucocitárias na técnica de 

revestimento leucocitário (BCT). O diagnóstico parasitológico dos animais foi confirmado usando 
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a T. vivax- especifico PCR o ensaio foi descrito por (CORTEZ et al., 2009). 

 

4.5 Estatística 

 

 Os dados foram submetidos a estatística descritiva sendo expressos em média ±, desvio 

padrão bem como frequência, valores mínimos e máximos avaliados pelo programa estatístico 

Statistical Package for Social Science (SPSS), versão 22.0 (SPSS. Inc, Chicago, IL, EUA). 

 Diferenças estatísticas quanto a presença de Tripanossoma no sêmen, colostro, entre o 

grupo experimental e controle foi feito pelo teste exato de Fisher. Para análise do perfil do sêmen, 

os dados foram avaliados quanto a normalidade pelo teste de Shapiro Wilk e homocedasticidade 

por Levene 

 Sempre quando necessário foi utilizado transformação logarítmica para garantir os 

pressupostos paramétricos.  
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5 RESULTADOS  

 

5.1 Experimento I 

 

5.1.1 Exames clínicos e determinação da parasitemia 

 

Todos os caprinos do grupo G1 apresentaram do 09º DPI até o final do período 

experimental: anorexia, palidez das mucosas, hipertrofia dos linfonodos e perda progressiva de 

peso. Um caprino pertencente a este grupo apresentou agravamento do quadro clínico sendo 

observado prostração, fraqueza, letargia, anemia severa e posteriormente veio a óbito no 17º DPI.  

A presença de trypanosomas no sangue periférico foi observada em todos os animais do 

grupo experimental, a partir do 06º dia pós infecção (DPI). Os maiores picos parasitêmicos foram 

observados entre o 09º e 13º DPI. No 17º houve uma diminuição da parasitemia. A partir desse 

período, houve redução drástica da parasitemia, tornando-se de baixa intensidade com redução 

gradual, de modo que a partir do 21º DPI não foi detectado parasitemia em nenhum dos animais 

do referido grupo (Figura 3). 

 

Figura 3 –Valores médios da parasitemia e do grupo experimentalmente infectado por 

Trypanosoma vivax e do grupo controle durante o período experimental. 
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Os caprinos do G1 apresentaram aumento significativo (P<0,05)  da temperatura retal em 

relação ao grupo controle (G2) entre o 09º e o 17º DPI. Nos outros períodos, a temperatura retal 

manteve-se dentro dos parâmetros normais para a espécie e não diferiu significativamente quando 

comparado com o grupo G2 (P>0,05) (Figura 04). A partir 05º DPI, os caprinos do grupo 

experimental apresentaram redução significativa dos valores médios de hematócrito, que persistiu 

até o final do período experimental. Os valores do hematócrito nos animais do grupo G2 

permaneceram dentro da normalidade para a espécie durante o período experimental (Figura 5). 

 

Figura 4 – Valores médios das temperaturas retais (TR) em °C em bodes do grupo 

experimentalmente infectado por Trypanosoma vivax e do grupo controle durante o período 

experimental 

 

 

 

Dois caprinos do grupo experimental (animal n. 5 e 6) apresentaram respectivamente, a 

partir 13º e 12º DPI anemia severa (hematócrito de 10,0%), além de prostração, fraqueza, letargia, 

permanência em decúbito e relutância em caminhar. Houve agravamento do quadro clínico, sendo 

que um dos animais morreu no 15º DPI (animal n. 6) e o outro no 17o DPI (animal n. 5). 
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Figura 5 – Valores médios do hematócrito em bodes do grupo experimentalmente infectado por 

Trypanosoma vivax e do grupo controle durante o período experimental. 

 

 
 

 

5.1.2 Pesquisa do DNA de Trypanosoma vivax no sêmen 

 

A detecção do DNA de Trypanosoma vivax (TviCatL-PCR) em amostras de sêmen pela 

técnica de PCR revelaram-se positivas em todos os caprinos sobreviventes do grupo G1 (tabela 1) 

no 21º DPI, ou seja, fragmentos de DNA com 177pb, específico para T. vivax, e retirado do domínio 

do gene Catepsina L, foram visualizado em gel de agarose a 2% (Figura 6). 

 

Tabela 1 - Resultado da presença do DNA de Trypanosoma vivax nas amostras de sêmen coletadas 

dos caprinos infectados 

Animais Dia 00 Dia 07 Dia 14 Dia 21 

01 - + + + 

02 - + + + 

03 - + + + 

04 - + + + 

05 - + + x 
- =  Caprinos negativos na PCR para T.  vivax . + = Caprinos positivo na PCR para T.  vivax . x =  Óbito de caprinos. 

 

Enquanto os animais do G2 todos apresentaram resultados negativos no PCR, confirmando 

a ausência de sinais clínicos mencionados anteriormente 
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Figura 6 – Fragmentos de DNA com 177 pb, especifico para Trypanosoma vivax (TviCatL-PCR) e 

retirado do domínio do gene Catepsina L, em amostras de sêmen de caprinos do grupo infectado, 

visualizado em gel de agarose a 2%. 

 

 
Fonte: Acervo autor. Amostras de coletas do dia 00 estão marcadas com as setas A5 = animal 1, A11 = 

animal 2 , A12 = animal 3, A16 = animal 4 e A18 = animal 5. Amostras de coletas do dia 07 estão marcadas 

com as setas A4 = animal 1, A10 = animal 2,  A1 = animal 3, A2 = animal 4 e A3 = animal 5. Amostras de 

coletas do dia 14 estão marcadas com as setas A6 = animal 1, A7 = animal 2,  A8 = animal 3, A9 = animal 

4 e A13 = animal 5. Amostras de coletas do dia 21 estão marcadas com as setas A14 = animal 1, A15 = 

animal 2,  A17 = animal 3 e A19 = animal 4. 

 

 

5.1.3 Transmissão sexual de Trypanosoma vivax 

 

Três caprinos pertencentes ao grupo experimental (animais n. 1, 2, 4) apresentaram escore 

5, quando expostos à presença da fêmea em cio, ou seja, os animais demonstraram interesse pelas 

fêmeas, indicando reconhecimento das fêmeas no estro, tentativa de monta e monta completa. Dois 

caprinos do referido grupo (animais 3 e 5), apresentaram escore 0, pois não demonstraram interesse 

pela fêmea, com ausência de montas. 

Na pesquisa diária para detectar T. vivax no sangue das cabras que foram cobertas pelos 

machos infectados experimentalmente, verificou-se que T. vivax estava ausente nos esfregaços da 

camada leucocitária coradas com giemsa. Resultados da PCR no sangue dos referidos animais 

também se revelaram negativas.   
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5.2 Experimento II 

 

5.2.1 Exames clínicos e determinação da parasitemia 

 

A presença de trypanosomas no sangue periférico foi observada em todos os animais do 

grupo infectado a partir do 4º DPI. A parasitemia aumentou progressivamente, alcançando picos 

no 13° e 21° DPI (figura 7).  

 

Figura 7 –Valores médios da parasitemia de cabras do experimento II do grupo experimentalmente 

infectado por Trypanosoma vivax e do grupo controle durante o período experimental. 

 

 

 

As cabras do referido grupo apresentaram hipertermia ciclicamente interrompida por 

períodos de temperatura normal (figura 8), além de redução do escore corporal e mucosas 

hipocoradas, com diagnóstico da anemia confirmado com a centrifugação (figura 9). Três cabras 

pariram cabritos pequenos e fracos, sendo que dois morreram nos primeiros dias de vida. As cabras 

do grupo controle apresentaram temperatura retal dentro da normalidade para a espécie e não 

manifestaram os sinais clínicos descritos para as cabras do grupo infectado. 
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Figura 8 – Valores médios das temperaturas retais (TR) em °C em cabras do experimento II do 

grupo experimentalmente infectado por Trypanosoma vivax e do grupo controle durante o período 

experimental 

 

 

 

Figura 9 – Valores médios do hematócrito em cabras do experimento II do grupo 

experimentalmente infectado por Trypanosoma vivax e do grupo controle durante o período 

experimental. 
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5.2.2 Pesquisa de Trypanosoma vivax no colostro 

 

Não se observou no exame parasitológico direto presença de tripomastigotas em amostras 

do colostro, montado entre lâmina e lamínulas, bem como não se visualizou o parasita na interfase 

da parte líquida e sólida do colostro após centrifugação em tubos de microhematócrito e observação 

em microscopia ótica. 

A detecção do DNA de T. vivax (TviCatL-PCR) das amostras de colostro pela técnica de 

PCR revelaram-se positivas em todas as cabras, ou seja, fragmentos de DNA de 177pb, específico 

para T. vivax e retirado do domínio do gene Catepsina L,  foram visualizados em gel de agarose a 

2% (figura 10). 

 

Figura 10 – Fragmentos de DNA com 177pb, especifico para Trypanosoma vivax (TviCatL-PCR) 

e retirado do domínio do gene Catepsina L, em amostras de colostro de caprinos sobreviventes do 

grupo. 

 
Fonte: Acervo autor. Amostras de coletas do colostro de 12h estão marcadas com as setas C1 = cabra 1, 

C2= cabra 2, C3 = cabra 3, C4 = cabra 4, C5 = cabra 5 e C6 = cabra 6. Amostras de coletas do colostro de 

24h estão marcadas com as setas C7= cabra 1, C8= cabra 2, C9 = cabra 3, C10 = cabra 4, C11 = cabra 5 e 

C12 = cabra 6. Amostras de coletas do colostro de 48h estão marcadas com as setas C13 = cabra 1, C14 = 

cabra 2, C15 = cabra 3, C16 = cabra 4, C17 = cabra 5 e C18 = cabra 6 
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O colostro de cinco animais que foram coletados 12h após o parto revelou-se positivo. Nos 

colostros coletados 24h após o parto, uma cabra apresentou resultado positivo sendo que o referido 

animal apresentou PCR negativo na avaliação anterior. Quanto às amostras analisadas com 48h 

todas se revelaram negativas (Tabela 02). 

 

Tabela 02 - Resultados do PCR para o T. Vivax no Colostro de cabras contaminadas do grupo 

experimental 
Cabra Colostro 12h Colostro 24h Colostro 48h 

1 + - - 

2 + - - 

3 - + - 

4 + - - 

5 + - - 

6 + - - 
+ = positivo, - = negativo 

 

5.2.3Transmissão de Trypanosoma vivax através do colostro 

 

Na avaliação diária realizada no decorrer de 30 dias nos cabritos que mamaram o colostro 

de doadoras infectadas, verificou-se que T. vivax estava ausente nos esfregaços da camada 

leucocitária coradas com giemsa. Resultados da PCR realizada no sangue dos referidos animais 

também se revelaram negativas 
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6 DISCUSSÃO 

 

6.1 Experimento I 

 

Estudos recentes descreveram importantes aspectos clínicos patológicos e epidemiológicos 

da infecção natural por Trypanosoma vivax, ainda não relatados em surtos na América do Sul 

(BATISTA et al. 2007). Uma característica importante da tripanossomose por T. vivax que vem 

sendo observada refere-se ao fato de que animais domésticos das regiões endêmicas possuem um 

alto nível de proteção contra infecção aguda. Essa proteção determina a ausência de sinais clínicos 

ou uma doença muito branda, que não representa risco importante na saúde animal, embora possa 

ter repercussões na produtividade do rebanho. A exposição prévia e constante ao parasita parece 

ser responsável por conferir esse nível de proteção (DESQUESNES et al, 2004). Uma situação 

diferente tem sido descrita em regiões não endêmicas como no semiárido do Nordeste do Brasil, 

onde com frequência são relatados surtos de infecções agudas, animais manifestam doença clínica 

severa durante uma infecção primária com sinais clínicos e elevadas morbidade e mortalidade 

(RIET-CORREA et al. 2003). 

No presente estudo, as alterações clínicas observadas nos caprinos infectados 

experimentalmente por T. vivax, proveniente de cepas isoladas do sangue de bovinos durante um 

surto de infecção natural no semiárido do Nordeste brasileiro, confirmam a patogenicidade do 

isolado. Neste contexto, o estudo revelou que o progresso da infecção no modelo experimental 

adotado foi bem característico e, portanto, semelhante aos relatados na maioria das pesquisas com 

T. vivax, nas quais a fase aguda da infecção foi caracterizada por altas parasitemias, anorexia e 

hipertermia, seguido pela fase crônica, caracterizada por parasitemia de baixa intensidade ou 

ausência (MORAES 2001, PELLÍN et al. 2003, BATISTA et al. 2006, ALMEIDA et al. 2010). 

Os eventos do comportamento sexual do caprino macho infectado por T. vivax perante 

cabras no estro foram considerados no presente trabalho. O desinteresse dos machos pelas fêmeas 

e a ausência de montas foram observados em dois animais do grupo experimental. Os referidos 

animais também exibiram anemia severa, fraqueza, letargia e prostração. Os resultados obtidos 

permitem sugerir que em algumas ocasiões, as quais variam em função das características 

individuais dos hospedeiros, a tripanossomose é capaz de influenciar na expressão dos eventos 

relacionados ao comportamento sexual. Pesquisas com performance reprodutiva de animais 

acometidos por doenças parasitárias são raras na literatura, e até o momento uma avaliação mais 
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detalhada da interferência da tripanossomose no comportamento sexual não foi realizada. 

Em touros, T. vivax produz lesões de vários graus no sistema reprodutor, especialmente no 

testículo e epidídimo, sendo que em casos crônicos leva à séria infertilidade, podendo culminar 

com esterilidade (ADAMU et al., 2007). Sekoni et al. (2004) estudaram os efeitos da infecção 

experimental com T. vivax sobre as características do sêmen de bovinos zebus. Os autores relataram 

queda na qualidade do sêmen, manifestada por uma drástica redução da concentração espermática 

(oligozoospermia ou mesmo azoospermia), diminuição do volume do sêmen, bem como aumento 

do número de teratozoospermias. Adamu et al. (2007) realizaram infecção experimental em 

zebuínos com T. vivax e constataram que os danos ao testículo e ao epidídimo são progressivos, 

agravando-se com o decorrer da infecção. Os autores descreveram uma drástica redução do número 

de células espermatogênicas, destruição do tecido intersticial com túbulos seminíferos 

hipoplásicos, desaparecimento das células de sertoli e comprometimento do parênquima 

epididimário com áreas de necrose e depleção da reserva espermática. 

Na África, a tripanossomose em bovinos causa consideráveis perdas econômicas devido à 

redução da fertilidade do rebanho (GUTIERREZ et al., 2006). Segundo Sekoni (1994), as 

desordens reprodutivas observadas na tripanossomose são provocadas por degeneração do 

hipotálamo, das glândulas pituitárias e das gônadas, com consequentes alterações nas 

concentrações plasmáticas e nas secreções dos hormônios necessários para a reprodução em ambos 

os sexos. No Brasil, Batista et al. (2008), após constatarem altas prevalências de abortamento, 

anestro, repetição de cio e mortalidade perinatal, observados em animais em que o parasita foi 

identificado em esfregaços da capa leucocitária, sugerem que T. vivax deve ser considerado como 

mais um agente etiológico de alterações reprodutivas no semiárido nordestino. 

A presença do DNA de T. vivax no sêmen por meio da Reação em Cadeia da Polimerase 

(PCR) em caprinos experimentalmente infectados comprova a capacidade de infecção do sêmen 

pelo parasita, o qual ainda não tinha sido identificado no sêmen em outros estudos. É importante 

ressaltar a presença do DNA de T. vivax em todas as amostras de sêmen analisadas, inclusive no 7º 

DPI. Esse fato sugere a invasão precoce do parasita nos órgãos reprodutivos e eliminação contínua 

no sêmen. Outro dado importante deste estudo é a presença do DNA do T. vivax no sêmen dos 

caprinos que apresentavam parasitemia de baixa intensidade ou ausente, indicando que a presença 

do T. vivax no sêmen não está diretamente relacionada à parasitemia.  

A detecção do material genético de T. vivax no sêmen pode apontar para a possibilidade do 
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parasita ser transmitido pela via sexual e ainda ter implicações na disseminação e controle da 

doença. Além disso, o resultado obtido pode contribuir para a constatação de outras possíveis 

formas de transmissão do parasita, uma vez que estudos de rotas alternativas para a infecção pelo 

T. vivax são escassos. Exames parasitológicos (esfregaço sanguíneo) e moleculares (PCR) foram 

utilizados para avaliar a transmissão do T. vivax pela via sexual em cabras não infectadas acasaladas 

com caprinos machos infectados experimentalmente. Os resultados mostraram que embora tenha 

sido possível a constatação do DNA do T. vivax no sêmen, não foram observados tripomastigotas 

no sangue, bem como não foi identificado DNA do parasita por PCR em nenhuma das cabras 

analisadas, indicando que não ocorreu a transmissão sexual. 

A transmissão sexual por microrganismos está relacionada a interações complexas de 

diversos fatores que podem contribuir para aumentar ou reduzir o risco de transmissão 

(LJUBOJEVIĆ et al., 2013; NARDIS et al., 2013). Uma vez que o risco de transmissão venérea de 

microrganismos pelo sêmen está relacionado à sua concentração circulante (UHRIG et al., 2013; 

GÓMEZ-MARTÍN et al., 2015). é provável que a ausência da infecção pelo T. vivax verificado no 

presente estudo, possa estar relacionada à baixa carga de parasitas no sêmen, a qual foi detectada 

por método molecular de alta sensibilidade para a detecção do T. vivax. A ausência da transmissão 

sexual pode também estar relacionada à ausência de formas viáveis do parasita no sêmen.  Sobre 

esse fato Cevallos e Hernández (2014) afirmam que o DNA de microrganismos diagnosticado por 

métodos moleculares não indica, necessariamente, infecção ativa, uma vez que não prova que os 

parasitos são viáveis. Outro fator importante a ser considerado refere-se à integridade ou não da 

mucosa genital (NARDIS et al., 2013). As formas infectantes do T. vivax que poderiam estar 

presentes no sêmen podem não conseguir vencer as barreiras das mucosas genitais da fêmea, e 

assim a infectividade só ocorrer quando houver microtraumas promovidos pela cópula. 

 

6.2 Experimento II 

 

A transmissão vetorial é considerada a via de transmissão de maior relevância 

epidemiológica da tripanossomose (PAIVA et al., 2000; BATISTA et al., 2012). No entanto, 

considerando que alguns agentes infecciosos podem ser transmitidos pelo colostro, sugere-se que 

a transmissão lactogênica de T. vivax pode ocorrer. No presente estudo, focou-se, principalmente, 

na averiguação da presença de formas tripomastigotas de T. vivax no colostro de cabras infectadas 
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experimentalmente e na avaliação da transmissão de T. vivax através do aleitamento. O estudo 

revelou que as cabras infectadas no final da gestação apresentaram evolução clínica semelhante à 

observada por Silva et al. (2013). Ao estudar a patogênese das falhas reprodutivas em ovelhas 

infectadas experimentalmente em diferentes fases da gestação, esses autores constataram que a 

prenhez mudou os aspectos clínicos da tripanossomose por T. vivax, uma vez que houve 

exacerbação da infecção, manifestada por parasitemia elevada e persistente, acompanhada de 

hipertermia, além de mortalidade das ovelhas. 

O exame direto entre lâminas realizado na presente pesquisa mostrou-se negativo mesmo 

quando submetido à centrifugação prévia do colostro em tubos de microhematócrito, na tentativa 

de concentrar os hemoflagelados. A esse respeito, diversos estudos têm demonstrado que exames 

parasitológicos diretos, quando negativos, são insuficientes para assegurar a ausência de parasitas 

(HOPKINS et al., 1998; PAIVA et al., 2000; BASTOS et al., 2015; BITTAR et al., 2015). É possível 

que a metodologia da pesquisa tenha influenciado na negatividade destes resultados, uma vez que 

pela técnica de PCR o colostro de cinco animais, que foi coletado 12h após o parto, revelou-se 

positivo, e das amostras coletadas 24h após o parto, uma cabra apresentou resultado positivo. A 

utilização de método molecular revelou-se uma boa alternativa para complementar ou estabelecer 

o diagnóstico da presença do DNA de T. vivax no colostro. 

A presença do DNA de T. vivax no colostro por meio da Reação em Cadeia da Polimerase 

(PCR) em cabras experimentalmente infectadas comprova a capacidade de infecção do colostro 

pelo parasita, o que ainda não havia sido relatado. Dessa forma, tais dados assumem importância 

valiosa, uma vez que a detecção do material genético de T. vivax pode apontar para a possibilidade 

da transmissão do parasita em neonatos amamentados com colostro de animais infectados. A 

transmissão oral de T. vivax ainda não foi confirmada e esse campo de pesquisa ainda não foi 

explorado de forma sistemática. 

Embora tenha sido possível a constatação da infecção do colostro pelo parasita, bem como 

amostras de sangue dos cabritos tenham sido examinadas exaustivamente por técnicas 

parasitológicas, acrescentando-se PCR, não foram observados tripomastigotas no sangue de 

nenhum dos filhotes, indicando que não houve transmissão da infecção pelo colostro. 

A ausência da transmissão de infecção por T. vivax através do colostro pode estar 

relacionada ao baixo número de formas tripomastigotas presentes no colostro, as quais só foram 

possíveis detectar por métodos moleculares de diagnóstico. Outros fatores importantes já estudados 
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em trabalhos de avaliação da transmissão de Trypanosoma cruzi pelo colostro, nos quais também 

foram obtidos resultados negativos, podem ser válidos para explicar a ausência de contaminação 

dos cabritos verificado no presente estudo. Segundo Araújo e Chiari (1996), um fator importante é 

a transferência de anticorpos anti-T. cruzi das mães para os filhos pelo colostro, estes anticorpos 

conferem uma proteção parcial e temporária contra a doença aos recém-nascidos. Tais resultados 

também podem ser explicados pelas barreiras de proteção presentes no estômago. As formas 

tripomastigotas presentes no colostro podem não conseguir resistir à digestão ácido-proteásica do 

estômago, e, assim, a infectividade não ocorrer (DIAS, 1997). 
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7. CONSIDERAÇÕES FINAIS  

 

A metodologia empregada na realização deste experimento permitiu identificar através da 

reação em cadeia da polimerase (PCR) o DNA de Trypanosoma vivax no colostro de cabras 

experimentalmente infectados e no sêmen de bodes também infectados experimentalmente.  

Apesar de encontrar o DNA do parasita no sêmen e no colostro, não foi possível verificar 

experimentalmente a transmissão sexual do macho para a fêmea, como também a transmissão da 

mãe para o filhote através do colostro. 
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