
 

 
 
 

Luciana Lima 
 
 

 
Diversidade morfológica, biológica e genética, e 

relações filogenéticas de tripanossomas de 

morcegos do Brasil e Moçambique (África) 

 

 
Tese apresentada ao Programa de 
Pós-Graduação em Biologia da 
Relação Patógeno-Hospedeiro do 
Instituto de Ciências Biomédicas 
da Universidade de São Paulo, 
para a obtenção do título de 
Doutor em Ciências. 

 
Área de concentração: Biologia 
da Relação Patógeno-Hospedeiro 
 
Orientadora: Profa. Dra. Marta 
Maria Geraldes Teixeira 
 
 
 
 
 
 
 

 
São Paulo 

 
2011 

 

sbib-sti-scanner
Texto digitado

sbib-sti-scanner
Texto digitado

sbib-sti-scanner
Texto digitado

sbib-sti-scanner
Texto digitado

sbib-sti-scanner
Texto digitado

sbib-sti-scanner
Texto digitado

sbib-sti-scanner
Texto digitado

sbib-sti-scanner
Texto digitado

sbib-sti-scanner
Texto digitado

sbib-sti-scanner
Texto digitado

sbib-sti-scanner
Texto digitado

sbib-sti-scanner
Texto digitado

sbib-sti-scanner
Texto digitado

sbib-sti-scanner
Texto digitado

sbib-sti-scanner
Texto digitado

sbib-sti-scanner
Texto digitado

sbib-sti-scanner
Texto digitado

sbib-sti-scanner
Texto digitado

sbib-sti-scanner
Texto digitado

sbib-sti-scanner
Texto digitado

sbib-sti-scanner
Texto digitado
Versão Original

sbib-sti-scanner
Texto digitado

sbib-sti-scanner
Texto digitado

sbib-sti-scanner
Texto digitado

sbib-sti-scanner
Texto digitado

sbib-sti-scanner
Texto digitado

sbib-sti-scanner
Texto digitado



RESUMO 
 
Lima L. Diversidade morfológica, biológica e genética, e relações filogenéticas de 
tripanossomas de morcegos do Brasil e Moçambique (África). Tese de Doutorado. Instituto 
de Ciências Biomédicas, Universidade de São Paulo, São Paulo, 2011. 
 

Apesar de conhecido, há mais de 100 anos, que os morcegos albergam uma grande 

variedade de tripanossomas dos subgêneros Schizotrypanum, Megatrypanum e 

Herpetosoma, nosso conhecimento sobre a diversidade genética, variedade de hospedeiros 

e de vetores, ciclos de vida, distribuição e relações filogenéticas é restrito a poucas espécies 

de Schizotrypanum. A maioria dos tripanossomas de morcegos foi classificada 

exclusivamente com base em morfologia. A comparação de padrões eco-geográficos de 

tripanossomas e de morcegos permite avaliar possíveis cenários que expliquem a 

diversidade, relações filogenéticas e distribuição atual dos tripanossomas de morcegos. 

Nessa tese, a diversidade genética e padrões filogeográficos de tripanossomas de 

morcegos brasileiros foi avaliada pelo exame de 1.043 morcegos, de 63 espécies 

pertencentes a 7 famílias, da Amazônia, Pantanal, Cerrado e Mata Atlântica. A prevalência 

de morcegos infectados por tripanossomas foi de 12,9% por hemocultura, resultando em 77 

culturas. A maioria das culturas foi morfológica- e molecularmente identificada como 

Schizotrypanum spp. As análises filogenéticas dos genes SSUrRNA, gGAPDH e Cytb 

revelaram três clados, T. dionisii, T. c. marinkellei e T. cruzi, que juntos formam o clado 

Schizotrypanum. T. dionisii (32,4%) foi encontrado em morcegos pertencentes a 4 famílias, 

em todos os biomas; T. c. marinkellei (49,3%) apenas em filostomídeos da Amazônia e 

Pantanal. T. cruzi (18,2%) pricipalmente em morcegos vespertilionídeos e filostomídeos do 

Pantanal/Cerrado e da Mata Atlântica, com poucos isolados da Amazônia. Os clados de 

tripanossomas de morcegos foram relacionados com os vetores, história evolutiva, ecologia 

e filogeografia dos morcegos. 

T. cruzi é um complexo de isolados geneticamente heterogêneo distribuídos em seis 

DTUs (TcI-VI), mais relacionadas com T. c. marinkellei do que com T. dionisii. Todos os 

isolados de morcegos da Amazônia foram genotipados como TcI, enquanto os das regiões 

Central e Sudeste revelaram um novo genótipo, que denominamos Tcbat, que não é 

virulento para camundongos. Tcbat foi encontrado em ambientes antrópicos, confirmando 

que morcegos são importantes como reservatórios e fontes de T. cruzi para o homem. A 

descoberta desse novo genótipo indica que a complexidade de T. cruzi é maior do que 

conhecemos.  

Apenas Schizotrypanum spp. de morcegos da América do Sul e da Europa foram 

analisados molecularmente, espécies descritas em morcegos africanos necessitam de 

evidências filogenéticas. Caracterizamos 6 isolados de uma nova espécie de T. cruzi-like 

parasita de morcegos (Molossidae) de Moçambique (África), com morfologia típica de T. 
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cruzi-like. Esses isolados formaram um clado homogêneo no sugênero Schizotrypanum em 

inferências com SSUrRNA, gGAPDH, ITS1rDNA e SL, mais relacionado com T. c. 

marinkellei do que com T. dionisii, e separado por maiores distâncias de T. cruzi. Análises 

com todos esses genes mostraram que esses isolados constituem uma nova espécie, T. 

erneyi, a primeira espécie de Schizotrypanum de morcegos africanos molecularmente 

caracterizada. Os tripanossomas do subgênero Schizotrypanum e os morcegos estão 

intimamente unidos, sendo um exemplo impressionante de relação parasita-hospedeiro e 

longa história evolutiva compartilhada. A existência de T. erneyi na África lança nova luz 

sobre a diversidade, dispersão e evolução de Schizotrypanum, fornecendo novas pistas 

sobre a a origem de T. cruzi, que pode ter divergido de um tripanossoma exclusivo de 

morcego ou vice-versa.  

T. rangeli é um parasita não patogênico do homem, animais domésticos e silvestres 

nas Américas Central e do Sul. Essa espécie compartilha vetores, hospedeiros e distribuição 

com T. cruzi, porém, nunca foi comprovada em morcegos. Estudos prévios demonstraram 

que T. rangeli é composto por 4 linhagens filogenéticas (A-D). Nessa tese, caracterizamos 

dois isolados em morcegos brasileiros, um da linhagem A e outro de uma nova linhagem 

(E). Estes são os primeiros isolados de T. rangeli de morcegos molecularmente 

caracterizados. 

Dentre os isolados de morcegos de Moçambique, caracterizamos morfologica-, 

biologica- e filogeneticamente 12 isolados de rhinolophides, com tripomastigotas sanguíneos 

típicos do subgênero. Entretanto, filogenias baseadas em SSUrRNA e gGAPDH 

posicionaram esses isolados distantes de todos os demais tripanossomas, permitindo a 

descrição de uma nova espécie (T. zambesiensis) que não foi posicionada em nenhum 

subgênero, corroborando a polifilia de Megatrypanum, que tem sido revisto e revalidado 

filogeneticamente. 

A enzima CATL tem um papel fundamental na invasão celular, diferenciação, 

imunidade e patogenicidade dos tripanossomas, sendo explorada como alvo para drogas e 

vacinas. A análise de genes CATL de 17 isolados de T. rangeli, representativos da 

diversidade genética e distribuição geográfica, comprovaram as linhagens previamente 

definidas por outros genes, corroborando ciclos de transmissão independentes associados 

com espécies simpátricas de Rhodnius. Esse gene se mostrou excelente para diagnóstico e 

genotipagem de T. rangeli. Análises de repertório e genealogia dos genes codificadores 

dessas enzimas podem ajudar a esclarecer o papel delas nos ciclos de vida e na patologia. 

Em um estudo bastante abrangente, comparamos genes codificadores de cruzipaína (CATL 

de T. cruzi) de isolados T. cruzi representantes da diversidade biológica, genética e 

patológica. Esses genes são conservados intra- e inter-isolados da mesma DTU, exceto nas 

DTUs TcV e VI que apresentam sequências polimórficas, concordante com origem por 
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hibridização entre TcII e TcIII. Comparando os genes de cruzipaína e homólogos de T. cruzi-

like e T. rangeli, detectamos polimorfismos espécie e linhagem-específicos. As genealogias 

inferidas corroboraram as relações filogenéticas entre as diferentes espécies de 

tripanossomas. 

Novas análises, com mais isolados e diversos genes, são ainda necessárias para se 

obter filogenias bem resolvidas, que são importantes para inferir as hipóteses prováveis da 

história evolutiva dos tripanossomas de morcegos. 

 

 

Palavras-chave: Trypanosoma, Morcegos, Schizotrypanum, Megatrypanum, Filogenia, 
Taxonomia 
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ABSTRACT 

 

Lima L. Morphological, biological and genetic diversity, and phylogenetic relationships of bat 
trypanosomes from Brazil and Mozambique (Africa). Tese de Doutorado. Instituto de 
Ciências Biomédicas, Universidade de São Paulo, São Paulo, 2011. 

 

Although it has been known for more than 100 years that bats harbour a variety of 

trypanosomes from the subgenera Schizotrypanum, Megatrypanum and Herpetosoma, our 

knowledge regarding the genetic diversity, host range, vectors, life cycles, geographical 

distribution and phylogenetic relationships of these trypanosomes is restricted to a few 

species. Because the majority of bat trypanosomes were classified exclusively based on 

morphology, their taxonomy remains problematic and have been phylogenetically revised. 

Comparison of eco-geographical patterns of trypanosomes and bats can be helpful in 

evaluating scenarios that could account for the diversity, relationships and current distribution 

of bat trypanosomes. 

In this study, the genetic diversity and phylogeographical patterns of trypanosomes 

that infect Brazilian bats were evaluated by examining 1043 bats from 63 species of 7 

families captured in Amazonia, the Pantanal, Cerrado and the Atlantic Forest. The 

prevalence of trypanosome-infected bats as estimated by haemoculture was 12.9%, resulting 

in 77 cultures. Most cultures were morphologically and molecularly identified as 

Schizotrypanum spp. Phylogenetic analyses of SSUrRNA, gGAPDH and Cyt b genes 

revealed three subclades, T. dionisii, T. c. marinkellei and T. cruzi, all clustering together 

forming the clade Schizotrypanum. T. dionisii (32.4%) infected bats from 4 families captured 

in all biomes; T. c. marinkellei (49.3%) was restricted to phyllostomids from Amazonia to the 

Pantanal. T. cruzi (18.2%) was found mainly in vespertilionids and phyllostomids from the 

Pantanal/Cerrado and the Atlantic Forest, with a few isolates from Amazonia. Therefore, bat 

trypanosomes were related to theirs vectors, and the evolutionary history, ecology and 

phylogeography of the hosts. 

T. cruzi is a complex of genetically heterogeneous isolates distributed in six discrete 

typing units (DTUs TcI-VI), more phylogenetically related to T. c. marinkellei than to T. 

dionisii. Phylogenetic relationships positioned all Amazonian bat isolates into TcI while 

isolates from Central and Southeast regions constituted the new genotype Tcbat, which 

lacked virulence and yielded low parasitaemias in mice. Tcbat was found only in bats from 

anthropic environments, confirming bats as important reservoirs and potential source of T. 

cruzi infections to humans. Our findings corroborated that the complexity of T. cruzi is larger 

than currently known.  

Only bat Schizotrypanum spp. from South America and Europe have been 

characterised, alleged species from Australia and Africa still lack phylogenetic evidence. We 
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characterized 6 isolates from bats (Molossidae) captured in Mozambique. Morphological and 

behaviour features were all typical of T. cruzi-like. All the isolates constituted a homogenous 

clade within the Schizotrypanum by phylogenetic analysis of SSUrRNA, gGAPDH, ITS1 

rDNA and SL sequences. Comparable distances separated this new species from their 

closest species, T. c. marinkellei and T. dionisii, while T. cruzi was separated by larger 

distances. These findings supported these trypanosomes as a new species, T. erneyi, the 

first molecularly characterised from African bats. Schizotrypanum trypanosomes and bats are 

tightly united in a striking example of an ancient and intimate host-parasite partnership. The 

existence of T. erneyi in Africa sheds new light on the diversity and evolutionary history of 

Schizotrypanum, providing new insights into the understanding of the origin and evolution of 

T. cruzi, which speculatively could have evolved from a bat-restricted trypanosome or vice 

versa 

 T. rangeli is a non-pathogenic parasite of man and domestic and wild animals in 

Central and South America transmitted by triatomines, which share hosts and overlapped 

distribution with T. cruzi. This species has never confidently been described in bats. Previous 

analyses demonstrated that T. rangeli comprised 4 phylogenetic lineages (A-D). Here, we 

characterized two isolates of T. rangeli from Brazilian bats, one assigned to lineage A and 

other to the new lineage E. These isolates are the earliest T. rangeli from bats molecularly 

characterized, and the reference-isolates of the lineage E.  

We also characterized morphologically, biologically and phylogenetically 12 isolates 

from African rhinolophid microbats from Mozambique. The isolates showed blood 

trypomastigotes typical of the subgenus Megatrypanum, which have been questioned 

phylogenetically. However, culture and biological features separated the new bat isolates 

from Schizotrypanum, and SSUrRNA and gGAPDH phylogenies revealed that they are 

distant from all trypanosomes, prompting the description of a new species that could not be 

positioned within any subgenus.  

 Cathepsin L-like (CATL) enzymes are cysteine proteases that play a vital role in the 

metabolism, infectivity, cell differentiation, immunity and pathogenicity of trypanosomes, and 

have been exploited as potential targets for drugs, vaccines and diagnoses. An 

understanding of CATL evolutionary relationships can assist in clarifying the role of these 

enzymes in the parasite life cycles and pathogeneses. Phylogenetic analysis of CATL 

sequences from 17 isolates representative of the genetic diversity and geographical range of 

T. rangeli supported the lineages previously established, corroborating independent cycles 

and divergence associated with sympatric species of Rhodnius. In addition, CATL proved to 

be excellent targets for diagnosis and genotyping of T. rangeli. We also compared cruzipain 

(major CATL from T. cruzi) encoding genes from T. cruzi isolates representative of the 

overall biological, genetic and pathological diversity. Conserved genes are found within and 
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among isolates of the same DTU, excepting TcV-VI that showed polymorphic sequences 

supporting hybridization origin. Analyses of cruzipain from T. cruzi DTUs and homologues 

from T. cruzi-like disclosed species- and lineage-specific polymorphisms valuable to 

understand host-parasite interactions and crucial for evaluation of cruzipain as target for 

diagnostic, drugs and vaccine approaches. Genealogies of cruzipain encoding genes agree 

with the diversity and phylogenetic relationships of trypanosome species and T. cruzi DTUs.  

Further analyses aiming better-resolved phylogenies and reliable molecular-clock 

model to estimate divergence times are required to infer the most likely hypothesis for the 

evolutionary history of bat trypanosomes. 

 

Keywords: Trypanosoma, Bats, Schizotrypanum, Megatrypanum, Phylogeny, 
Taxonomy 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 8

1. INTRODUÇÃO 

 

1.1 O genêro Trypanosoma: história evolutiva 
 

O gênero Trypanosoma pertence à Família Trypanosomatidade que compreende 

protozoários flagelados pertencentes à ordem Kinetoplastida, atualmente classe 

Kinetoplastea. Os cinetoplastídeos juntamente com os euglenóides e os diplonemídeos 

formam o filo Euglenozoa. Análises filogenéticas abrangentes do filo Euglenozoa apóiam a 

hipótese de que os cinetoplastídeos são mais relacionados com os diplonemídeos, e que os 

tripanossomatídeos formam um grupo monofilético que evoluiu de bodonídeos de vida livre 

(Busse e Preisfeld, 2002; 2003; Hughes e Piontkivska, 2003; Simpson et al., 2006; Roger e 

Simpson, 2009). A monofilia do filo Euglenozoa está bem estabelecida, porém, as análises 

filogenéticas ainda têm sido insuficientes para resolver a filogenia do filo, assim como sua 

relação com os demais filos de protozoários (Keeling et al., 2005; Moreira et al., 2007; Yoon 

et al., 2008; Hampl et al., 2009; Roger e Simpson, 2009). 

A classe Kinetoplastea, que tradicionalmente compreende as subordens 

Trypanosomatina e Bodonina, se caracteriza pela presença do cinetoplasto, uma região 

especializada da mitocôndria constituída por moléculas de DNA circulares concatenadas 

(Simpson et al., 2006; Stevens, 2008). Um sistema de classificação recente propôs a 

separação da classe Kinetoplastea em duas subordens: Prokinetoplastina, que contêm 

ectoparasitas de peixes e endossimbiontes de protozoários amebóides e Metakinetoplastina 

que consiste em 4 grupos principais, três clados de bodonídeos (Neobodonida, 

Parabodonida e Eubodonida) e o clado dos tripanossomatídeos (Trypanosomatida) (Moreira 

et al., 2004). Os tripanossomatídeos formam um grupo monofilético que corresponde à 

família Trypanosomatidae. Esses organismos são parasitas obrigatórios de invertebrados, 

plantas e de, virtualmente, todas as ordens de vertebrados (Vickerman, 1976; Simpson et 

al., 2006, Stevens, 2008).  

A família Trypanosomatidae apresenta uma grande diversidade de hospedeiros, 

desde plantas a animais invertebrados e vertebrados de praticamente todas as ordens, com 

ampla distribuição nos diferentes continentes. Essa família compreende parasitas 

monoxênicos, que apresentam apenas um hospedeiro vertebrado, ou heteroxênicos, 

quando participam do seu ciclo biológico dois hospedeiros, sendo um invertebrado e um 

vertebrado (Wallace, 1966, 1979; Vickerman, 1994; Simpson et al., 2006; Stevens, 2008). 

De acordo com parâmetros morfológicos, hospedeiro de origem e ciclo de vida, os 

tripanossomatídeos estão atualmente distribuídos em 12 gêneros. Oito gêneros 

compreendem protozoários monoxênicos de insetos (Herpetomonas, Crithidia, 

Blastocrithidia, Leptomonas, Wallaceina, Sergeia, Strigomonas e Angomonas). Quatro 
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gêneros albergam espécies heteroxênicas em cujos ciclos há uma alternância entre 

hospedeiros invertebrados (artrópodes hematófagos) e vertebrados (Trypanosoma, 

Leishmania e Endotrypanum) ou entre insetos fitófagos e plantas (Phytomonas) (Wallace, 

1966, 1979; Wallace et al., 1983; Hoare, 1972; Vickerman, 1976; Camargo, 1998; Merzlyak 

et al., 2001; Svobodová et al., 2007; Teixeira et al., 2011). 

Hipóteses fundamentadas em reconstruções filogenéticas tentam explicar a origem 

dos tripanossomatídeos e dos ciclos heteroxênicos de Trypanosoma, Leishmania, 

Endotrypanum e Phytomonas. Esses estudos propõem diferentes histórias evolutivas, 

dependendo dos táxons e grupos externos utilizados, dos genes e dos métodos de 

inferências filogenéticas. As espécies de Trypanosoma do clado aquático, parasitas de 

peixes e anuros, não foram os primeiros tripanossomatídeos a divergir dos ancestrais de 

vida livre, contrariando a hipótese de que o ancestral teria sido um parasita de peixe 

transmitido por sanguessugas e relacionado com bodonídeos parasitas de peixes, como 

Cryptobia ou Trypanoplasma (Hamilton et al., 2004, 2007; Simpson et al., 2006).  

Análises filogenéticas recentes de um grande número de espécies dos diferentes 

grupos de tripanossomatídeos têm gerado filogenias bem resolvidas que permitiram levantar 

a seguinte hipótese: Um bodonídeo de vida livre pode ter sido ingerido por insetos e se 

adaptado ao habitat intestinal originando os tripanossomatídeos monoxênicos. Com a 

aquisição da hematofagia, insetos passaram a inocular esses parasitas em vertebrados e 

alguns se adaptaram ao parasitismo passando, então, a circular entre insetos hematófagos 

e vertebrados terrestres. Essa hipótese sugere que as espécies heteroxênicas se originaram 

das monoxênicas, mais relacionadas com os bodonídeos (Stevens et al., 2001; Lukes et al., 

2002; Hamilton et al., 2004, 2007; Simpson et al., 2006; Stevens, 2008).  

Insetos hematófagos existentes há milhões de anos, como as moscas tsétsé e os 

flebotomíneos, podem ter participado desse processo dando origem, respectivamente, aos 

tripanossomas dos clados T. brucei e aos gêneros Leishmania e Endotrypanum (Stevens et 

al., 1999a, 2001; Poinar e Poinar 2004, 2008). A hipótese mais recente sugere que o gênero 

Trypanosoma evoluiu de um tripanossomatídeo (provavelmente ancestral de Blastocrithidia 

triatomiae) parasita de hemípteros (Stevens et al., 2001; Hamilton et al., 2004, 2007; 

Simpson et al., 2006; Stevens, 2008). Essas hipóteses poderão ser reforçadas, ou novas 

hipóteses poderão surgir, com a inclusão de novas espécies nos estudos filogenéticos assim 

como com análises combinadas de diversos genes e análises filogenômicas de 

tripanossomatídeos e outros membros do filo Euglenoza. 
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1.2 Filogenia e taxonomia do gênero Trypanosoma 
 

As espécies do gênero Trypanosoma infectam diversas espécies de vertebrados de 

todas as classes, peixes, anfíbios, répteis, aves e mamíferos. Apenas T. brucei gambiense e 

T. b. rhodesiense, na África, e T. cruzi e T. rangeli, nas Américas Central e do Sul, infectam 

o homem e são considerados patogênicos, com exceção de T. rangeli. Estes tripanossomas 

não estão restritos a infecções humanas e se mantêm na natureza no ciclo silvestre, 

infectando diversas ordens de mamíferos (antropozoonoses). A maioria das espécies de 

tripanossomas circula apenas no ciclo silvestre (zoonoses) e não é patogênica para seus 

hospedeiros (Hoare, 1972; Simpson et al., 2006; Hamilton et al., 2007).  

Durante os ciclos de vida com alternância entre vertebrados e invertebrados 

hematófagos, os tripanossomas apresentam várias formas presentes em diferentes 

combinações no sangue e/ou tecidos dos hospedeiros. As formas tripomastigotas são 

encontradas nos hospedeiros vertebrados (tripomastigotas sanguíneos) e invertebrados 

(tripomastigotas metacíclicos). As demais formas são espécies-dependentes, ocorrendo nos 

vertebrados (amastigotas intracelulares) e invertebrados (promastigotas e epimastigotas). 

Estas formas são definidas em função da posição do cinetoplasto em relação ao núcleo e da 

presença ou não de flagelo livre e membrana ondulante (Hoare, 1972; Wallace, 1979; 

Vickerman, 1994).  

A maioria das espécies de tripanossomas se desenvolve ciclicamente nesses 

hospedeiros e é transmitida por artrópodes hematófagos incluindo moscas, hemípteros 

(triatomíneos e cimicídeos), mosquitos, pulgas e carrapatos. Algumas espécies são 

transmitidas por sanguessugas, entre elas os parasitas de peixes, anfíbios e répteis 

aquáticos. Sanguessugas terrestres também podem transmitir tripanossomas (Hoare, 1972; 

Stevens et al., 2001; Hamilton et al., 2005a, 2007).  

A morfologia foi o primeiro parâmetro taxonômico dos tripanossomatídeos. Para as 

espécies heteroxênicas dos gêneros Trypanosoma e Leishmania, além da morfologia eram 

acrescentadas informações sobre ciclos biológicos e patogenia. O local de desenvolvimento 

e diferenciação das formas infectantes nos invertebrados determina a via de transmissão 

dos tripanossomas, que pode ser com as fezes (transmissão contaminativa) ou com saliva 

(transmissão inoculativa). De acordo com o desenvolvimento no hospedeiro invertebrado e, 

consequentemente, com a via de eliminação das formas infectantes pelo vetor, as espécies 

parasitas de mamíferos do gênero Trypanosoma foram divididas nas Secções Salivaria e 

Stercoraria (Hoare, 1964, 1972) (Figura 1). 
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Gênero Trypanosoma 

Secção Stercoraria 

(transmissão contaminativa) 

Secção Salivaria 

(transmissão inoculativa) 

Subgêneros (espécie-referência) Subgêneros (espécie-referência) 

Megatrypanum (T. theileri) Duttonella (T. vivax) 

Schizotrypanum (T. cruzi) Nannomonas (T. congolense)  

Herpetosoma (T. lewisi) Trypanozoon (T. brucei) 

 Pycnomonas (T. suis) 

Figura 1. Diagrama de classificação das espécies de tripanossomas de mamíferos. (Hoare,1972) 

 

A Secção Salivaria compreende apenas tripanossomas de origem africana que se 

desenvolvem ciclicamente exclusivamente em moscas tsétsé (Glossina). Esse 

desenvolvimento pode ocorrer no tubo digestivo e glândulas salivares (T. brucei), apenas no 

tubo digestivo (T. congolense) ou no caso de T. vivax ser restrito à probóscide. T. evansi e 

T. equiperdum são apenas mecanicamente transmitidos, respectivamente, por insetos 

hematófagos ou pelo coito. Esta Secção compreende os subgêneros Duttonella, 

Trypanozoon, Pycnomonas e Nannomonas, que abrangem todos os tripanossomas 

africanos geralmente patogênicos para seus hospedeiros (Hoare, 1972; Stevens et al., 2001; 

Hamilton et al., 2007; Stevens, 2008). T. vivax (Duttonella), T. evansi e T. equiperdum 

(Trypanozoon) se adaptaram à transmissão mecânica e, por esta razão, são as únicas 

espécies deste grupo que ocorrem fora do continente Africano, inclusive na Ásia e nas 

Américas Central e do Sul (Hoare, 1972; Ventura et al., 2001; Cortez et al., 2006; Lai et al., 

2008; Lun et al., 2010). 

Na Secção Stercoraria, que compreende os subgêneros Schizotrypanum (espécie-

tipo T. cruzi), Herpetosoma (T. lewisi) e Megatrypanum (T. theileri) (Hoare, 1972), estão 

classificadas as espécies que se desenvolvem exclusivamente no tubo digestivo do inseto 

vetor, sendo transmitidas pela contaminação com formas tripomastigotas metacíclicas 

eliminadas com as fezes dos vetores. Os tripanossomas desta Secção apresentam ampla 

distribuição geográfica.  

Para as descrições de espécies de tripanossomas, os parâmetros tradicionais são 

morfologia e morfometria. Hoare (1972), na última revisão taxonômica do gênero 

Trypanosoma, criou subgêneros, identificou inúmeras sinonímias e propôs parâmetros para 

a identificação de espécies parasitas de mamíferos com base na morfologia das formas do 

sangue. Porém, as formas encontradas no sangue de diversas espécies, geralmente, não 

apresentam características que permitam identificar espécies ou mesmo subgêneros de 

tripanossomas. Esses organismos apresentam grande pleomorfismo e formas diferentes 

podem corresponder a espécies diferentes ou a estágios de diferenciação de uma mesma 
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espécie. Além da morfologia, os vetores, a origem geográfica e o hospedeiro de origem são 

outros parâmetros taxonômicos utilizados. Esses parâmetros partem do pressuposto de que 

cada espécie de hospedeiro alberga uma só espécie, e que a separação geográfica originou 

espécies diferentes de tripanossomas. Porém, apesar de associações entre algumas 

espécies e seus hospedeiros vertebrados e vetores, são raras as espécies restritas a um só 

hospedeiro. A distribuição da maioria das espécies não é conhecida, ainda assim, espécies 

cosmopolitas, assim como espécies restritas as Américas ou a África são bem conhecidas. 

Portanto, esses parâmetros foram totalmente invalidados (Stevens et al., 1999a,b, 2001; 

Maia da Silva et al., 2004a, 2010; Rodrigues et al., 2006, 2008; Hamilton et al., 2004, 2007, 

2009; Ferreira et al., 2007, 2008; Viola et al., 2008, 2009).  

A taxonomia molecular tem facilitado enormemente a análise da diversidade dos 

tripanosomatídeos. Atualmente, a adoção de parâmetros taxonômicos moleculares é 

obrigatória para os tripanossomatídeos em geral. Entretanto, ainda é difícil classificar os 

tripanossomatídeos em gêneros e espécies devido à falta de parâmetros confiáveis e de 

fácil utilização. Uma grande limitação tem sido a necessidade de aumentar o número de 

espécies e isolados analisados. O conhecimento abrangente da diversidade de espécies é 

uma condição indispensável para que sejam inferidas relações filogenéticas consistentes 

que, por sua vez, serão a base da nova taxonomia desses organismos. Um dos principais 

problemas nas revisões taxonômicas desses organismos tem sido a falta de critérios 

objetivos, estabelecidos com base em estudos filogenéticos e aceitos pelos pesquisadores 

da área. 

Atualmente, análises filogenéticas são obrigatórias para o posicionamento 

taxonômico dos tripanossomatídeos. A criação de gêneros e descrição de uma nova espécie 

de tripanossomatídeo deve partir de uma hipótese gerada por análises filogenéticas. Os 

estudos filogenéticos vêm permitindo identificar novas espécies e sinonímias, e definir 

grupos que podem corresponder a novos gêneros (Stevens et al. 1999a,b, 2001; Maia da 

Silva et al. 2004a,b; Hamilton et al., 2004, 2005a,b, 2007, 2009; Rodrigues et al. 2006, 2008; 

Ferreira et al. 2007, 2008; Viola et al., 2008, 2009a,b; Teixeira et al., 2011).  

As análises filogenéticas têm questionado a validade da maioria dos gêneros e 

subgêneros de tripanossomas definidos por parâmetros taxonômicos fenotípicos. Todos os 

estudos indicam gêneros e subgêneros artificiais, além de uma enorme sinonímia de 

espécies. Quase todos os gêneros são polifiléticos, exceto Trypanosoma (apesar de 

controvérsias recentes), Leishmania (apesar do relacionamento conflitante com 

Endotrypanum) e Phytomonas (Maslov et al. 1996; Hollar e Maslov 1997; Lukes et al. 1997; 

Stevens et al. 2001; Hamilton et al., 2004, 2005a, 2007; Simpson et al. 2006; Stevens, 

2008).  
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Alguns estudos filogenéticos sugeriram que o gênero Trypanosoma era polifilético 

(Maslov et al., 1996; Hughes e Piontkivska, 2003; Piontkivska e Hughes 2005), porém, 

estudos posteriores com um número muito maior de taxa e novos “outgroups” demonstraram 

a monofilia desse gênero (Haag et al., 1998; Stevens et al., 1999a,b, 2001; Wright et al., 

1999; Hamilton et al., 2004, 2007; Ferreira et al., 2007; Viola et al., 2009a,b). Recentemente, 

um estudo multigênico com mais de 50 genes corroborou, mais uma vez, com a monofilia 

dos tripanossomas (Leonard et al., 2011). 

De acordo com as topologias das árvores filogenéticas baseadas nos genes SSU 

rRNA e gGAPDH (Hamilton et al., 2004, 2007; Simpson et al., 2006) foram definidos 

diversos clados que têm se mantido estáveis em todas as análises. Até o momento, foram 

estabelecidos pelo menos 9 clados principais: 1) clado aquático com tripanossomas de 

peixes e anuros; 2) clado de tripanossomas de crocodilianos; 3) clado T. theileri associado 

com ruminantes; 4) clado de tripanossomas de lagartos e cobras; 5) clado T. brucei, 

tripanossomas de mamíferos de origem africana transmitidos por tsétsé); 6) clado de 

tripanosomas de aves; 7) clado T. lewisi de tripanossomas, principalmente, de roedores; 8) 

clado T. rangeli; 9) clado Schizotrypanum (T. cruzi e T. cruzi-like) (Stevens et al., 1999a,b, 

2001; Rodrigues et al., 2006, 2008; Hamilton et al., 2004, 2005a,b, 2007, 2008; Ferreira et 

al., 2007, 2008; Viola et al., 2008, 2009a,b) (Figura 2) 

Apenas a ordem de divergência dos três clados principais, aquático, T. brucei e T. 

cruzi/T. rangeli, está bem estabelecida. Alguns desses clados compreendem subgêneros 

que estão sendo revalidados. Entretanto, diversos clados não correspondem a nenhum 

subgênero proposto, e diversas espécies não foram posicionadas em nenhum desses 

clados. Portanto, além da revisão das espécies, novos subgêneros deverão ser criados para 

acomodar a diversidade de tripanossomas que tem sido descoberta com os estudos 

filogenéticos de um grande número de tripanossomas de hospedeiros e regiões geográficas 

distintas. A maioria dos tripanossomas de mamíferos tem sido posicionada nas árvores 

filogenéticas junto com as espécies da Secção Stercoraria. 

Nos últimos anos, diversas novas espécies, linhagens e genótipos de tripanossomas 

de mamíferos têm sido descritos em ruminantes (Adams et al., 2008, 2010; Rodrigues et al., 

2006; Gibson et al., 2010), roedores (Sato et al., 2007; Jittapalapong et al., 2008; Maia da 

Silva et al., 2010; Guan et al., 2011) e marsupiais Autralianos (McInnes et al., 2009, 2011; 

Averis et al., 2009). Desde a última revisão dos tripanossomas de mamíferos, apenas uma 

nova espécie de tripanossoma de morcego foi descrita, T. desterrensis em Santa Catarina, 

Brasil (Grisard et al., 2003). Entretanto, os morcegos são conhecidos há mais de 110 anos 

como hospedeiros de dezenas de espécies de tripanossomas classificadas em diversos 

subgêneros (Hoare, 1972; Molyneux, 1991).  
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Figura 2. Árvore de máxima 
verossimilhança (ML) baseada no 
gene de SSU rDNA (1986 caracteres) 
utilizando sequências de 
tripanossomas e tripanossomatídeos. 
Os números correspondem aos 
valores de suporte por “bootstrap” em 
ML e parcimônia, e probabilidade a 
posteriori (Bayesiana). (*) corresponde 
a valores iguais a 100% em todos os 
testes e (-) a valores menores que 
50%.  
Fonte: Modificada de Hamilton et al. 
(2007). 
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1.3 Tripanossomas de morcegos 
 

Pouco se sabe sobre o desenvolvimento de tripanossomas nos morcegos e em seus 

vetores naturais. Morcegos de diferentes famílias, espécies e hábitos alimentares têm sido 

encontrados infectados na África, Europa, Ásia, Austrália e Américas por tripanossomas da 

Secção Stercoraria (subgêneros Herpetosoma, Schizotrypanum e Megatrypanum) e 

Salivaria (Trypanozoon). Uma espécie de tripanossoma pode infectar mais de uma espécie 

de morcego, assim como são comuns morcegos com infecções mistas com mais de uma 

espécie de tripanossoma. Embora a ocorrência de tripanossomas em morcegos seja muito 

frequente, a maioria das espécies descritas não foi cultivada e os relatos são baseados 

apenas em dados morfológicos e nos hospedeiros de origem. As infecções mais frequentes 

são causadas por espécies dos subgêneros Megatrypanum e Schizotrypanum e os 

quirópteros insetívoros são os mais frequentemente infectados (Hoare, 1972; Marinkelle, 

1976; Molyneux, 1991). 

O número de tripanossomas isolados de morcegos caracterizados molecularmente é 

muito pequeno. Estudos filogenéticos sobre tripanossomas de morcegos são escassos e 

apenas T. dionisii, T. vespertilionis, T. sp bat (isolado na África) e T. cruzi marinkellei foram 

incluídos em árvores filogenéticas. As espécies deste subgênero validadas em filogenias 

moleculares são: T. cruzi, T. cruzi marinkellei e T. dionisii. Essas espécies formam um clado 

que corresponde ao subgênero Schizotrypanum (Stevens et al., 1999a, 2001; Hamilton et 

al., 2007). O posicionamento filogenético de T. vespertilionis sugere que esta espécie não 

pertence a este subgênero, ou que o isolado analisado foi classificado erroneamente 

(Stevens et al., 1999b, 2001). Os tripanossomas mais relacionados com T. cruzi formam um 

clado que compreende T. rangeli, T. vespertilionis (Europa), T. conorhini (Brasil) e os 

tripanossomas africanos T. sp HochNdi1 (macaco), T. sp NanDoum1 (carnívoro) e T. sp bat 

(morcego). Um tripanossoma isolado de canguru da Austrália (T. sp H25) foi posicionado 

como “outgroup” de todas essas espécies (Stevens et al., 1999b, 2001; Hamilton et al., 

2007).  

A ausência de parâmetros taxonômicos confiáveis, o pequeno número de espécies 

incluídas em estudos filogenéticos impede o conhecimento da diversidade e da história 

evolutiva dos tripanossomas em geral.  

 

1.3.1 Subgênero Schizotrypanum 

 

O subgênero Schizotrypanum compreende tripanossomas que infectam o homem e 

outros mamíferos. Com exceção de T. cruzi, as demais espécies desse subgênero são 

restritas aos quirópteros. Enquanto T. dionisii e T. vespertilionis foram descritos no Novo e 
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no Velho Mundo, T. cruzi é restrito a América Latina e T. c. marinkellei ocorre apenas nas 

Américas Central e do Sul (Hoare, 1972; Molyneux, 1991). Outras espécies deste subgênero 

foram descritas na América do Norte (T. hedricki e T. myoti), América Central (T. 

phyllostomae) e Austrália (T. pteropi e T. hipposideri) (Hoare, 1972; Marinkelle, 1976).  

Os ciclos biológicos dos tripanossomas do subgênero Schizotrypanum são 

basicamente iguais, diferindo necessariamente nas espécies de hospedeiros mamíferos e 

vetores (Figura 3).  

 
Figura 3. Representação do ciclo biológico de T. cruzi e de duas espécies exclusivas 
de morcegos: T. c. marinkellei e T. dionisii. Fonte: Modificado de Molyneux, 1991 e 
http://www.who.int/tdr/diseases/chagas/lifecycle.htm. 
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Os representantes do subgênero Schizotrypanum formam um grupo homogêneo, 

sendo as formas encontradas no sangue dos mamíferos praticamente indistinguíveis 

morfologicamente, todas muito semelhantes a T. cruzi (Figura 4). Por este motivo, todas as 

espécies desse subgênero são denominadas T. cruzi-like (Marinkelle, 1976; Molyneux, 

1991). 

 

 
Figura 4. Morfologia por microscopia óptica, das espécies de tripanossomas do 
subgênero Schizotrypanum (T. cruzi-like): (a,b,c) formas tripomastigotas 
encontradas no sangue de morcegos naturalmente infectados; (d,e,f) formas 
epimastigotas e tripomastigotas metacíclicos em meio cultura (LIT). Ambos 
corados com Giemsa. Espécies: (a,d) T. cruzi; (b,e) T. c. marinkellei e (c,f) T. 
dionisii. 
 

 

As espécies de Schizotrypanum são as únicas descritas até o momento que infectam 

células de mamíferos e se multiplicam no interior destas como amastigotas. A capacidade 

de infectar camundongos pode ser utilizada para separar T. cruzi das demais espécies 

desse subgênero, que são todas espécies exclusivas de morcegos. O desenvolvimento 

desses tripanossomas em vetores (triatomíneos e cimicídeos) pode ser utilizado para 

distinguir espécies (Hoare, 1972; Baker, 1985; Molyneux, 1991).  

Análises de zimodemas foram utilizadas na identificação de espécies de 

Schizotrypanum (Miles et al., 1978, 1981a,b; Baker e Miles, 1979; Tibayrenc, 2003; Telleria 

et al., 2004). Glicoconjugados de superfície (aglutinação com lectinas), GIPLs (glicoinositol 

fosfolipídeos), perfís de polipeptídeos e reatividade com anticorpos monoclonais 

distinguiram tripanossomas de morcegos (Taylor et al., 1982; Schotellius et al., 1983; Petry 

et al., 1986, 1987; Barreto-Bergter et al., 1996; Branquinha et al., 1999).  

Trypanosoma cruzi compreende populações bastante heterogêneas que diferem em 

características morfológicas, biológicas, patológicas, clínicas, imunológicas, bioquímicas e 

moleculares (Miles et al., 2009). Essa espécie apresenta uma estrutura populacional 
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complexa, com isolados distribuídos em seis grupos infragenéricos (DTUs - discrete typing 

units) denominados TcI-TcVI (Zingales et al., 2009). Os isolados pertencentes às DTUs TcI, 

III e IV predominam no ciclo silvestre, enquanto isolados das DTUs II, V e VI estão 

associados principalmente com o ciclo doméstico e peridoméstico de transmissão (Gaunt e 

Miles, 2000; Yeo et al., 2005; Westenberger et al., 2005; 2006; Llewellyn et al., 2009a,b; 

Marcili et al., 2009a,b; Lewis et al., 2009; Miles et al., 2009).  

A maioria dos isolados de T. cruzi que foram caracterizados por diversos marcadores 

moleculares foi obtida de casos humanos de Doença de Chagas, de triatomíneos de áreas 

endêmicas e de animais do peridomicílio, especialmente de gambás (D. marsupialis). O ciclo 

silvestre do T. cruzi ainda é pouco estudado e apenas recentemente passou a ser alvo de 

estudos moleculares abrangendo diversas espécies de mamíferos, inclusive morcegos e 

vetores silvestres, com resultados que mostram uma grande complexidade (Miles et al, 

1983; Lisboa et al., 2004, 2006, 2008, 2009; Herrera et al., 2008, 2009; Valente et al., 2009).  

Tem sido sugerido que a história evolutiva do T. cruzi está historicamente associada 

com a de seus hospedeiros naturais e seus respectivos ecótopos e triatomíneos associados. 

Diversos eventos, aparentemente, participam dessas histórias evolutivas: associações de 

linhagens com ordens/espécies de mamíferos e de triatomíneos preferenciais, especiação 

simpátrica (nichos ecológicos) e alopátrica, transferência de isolados entre mamíferos que 

compartilham ecótopos mediado por vetores etc. Evidências filogenéticas e biogeográficas 

indicam que as linhagens TcI e TcIV circulam entre primatas na Amazônia e são 

transmitidas por triatomíneos do gênero Rhodnius. A associação das linhagens com 

hospedeiros e nichos ecológicos revelou uma sobreposição dos ciclos naturais de 

transmissão de TcI e TcIV no ecótopo arbóreo (Gaunt e Miles, 2000; Maia da Silva et al., 

2008; Marcili et al., 2009a; Llewellyn et al., 2009a; Miles et al., 2009).  

Estudos de isolados de T. cruzi da linhagem TcIII de mamíferos e de triatomíneos 

silvestres capturados do Norte a Sul do Brasil tem confirmado a ampla distribuição 

geográfica de TcIII, assim como a associação com ecótopos terrestres. Tatús, didelfídeos, 

roedores terrestres e cães domésticos foram encontrados infectados por TcIII, e 

triatomíneos terrestres dos gêneros Panstrongylus e Triatoma foram confirmados como 

vetores (Gaunt e Miles, 2000; Yeo et al., 2005; Martins et al., 2008; Marcili et al., 2009b; 

Llewellyn et al., 2009b).  

Apesar do estudo de um número muito limitado de isolados de animais silvestres, os 

resultados dos estudos sobre isolados de T. cruzi dos ciclos silvestres corroboram a 

complexidade de T. cruzi (Yeo et al., 2005; Lewis et al., 2009; Llewellyn et al., 2009a; Miles 

et al., 2009). Todos os estudos apontam para a necessidade da utilização de análises 

filogenéticas, além da genotipagem, para compreender a história evolutiva de T. cruzi em 

associação com seus hospedeiros mamíferos e vetores, em diferentes ecótopos. Devido à 
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falta de estudos moleculares de isolados de T. cruzi de mamíferos e vetores de diferentes 

espécies, de origens geográficas distintas, a diversidade e as relações filogenéticas 

intraespecíficas de T. cruzi apenas começa a ser entendida. 

Infecções causadas por T. cruzi em morcegos foram descritas por diversos 

pesquisadores (Dias, 1936; Funayama et al., 1970 a,b; Funayama, 1973; Barreto et al., 

1974). Porém, a diversidade biológica e genética desses tripanossomas ainda é pouco 

conhecida (Steindel et al., 1998; Grisard et al., 2003; Barnabé et al., 2003; Lisboa et al., 

2008). Triatomíneos que vivem em buracos de árvores e cavernas, telhados de folhas de 

palmeiras, tocas de animais silvestres, palmeiras, forros de residências e outros abrigos de 

morcegos podem ser vetores de T. cruzi entre os morcegos. A maioria dos morcegos 

infectados é insetívoro, devendo a infecção ocorrer principalmente por via oral com a 

ingestão dos vetores infectados (Marinkelle, 1976).  

De todos os tripanossomas conhecidos até o momento, T. c. marinkellei é o mais 

filogeneticamente relacionado com T. cruzi. Apesar da semelhança morfológica e do 

compartilhamento de morcegos hospedeiros, esses tripanossomas diferem em vários 

aspectos, todos ainda muito pouco estudados. T. c. marinkellei, aparentemente, se restringe 

a morcegos da família Phyllostomidae e é transmitido apenas por triatomíneos do gênero 

Cavernicola (Marinkelle, 1982a). Entretanto, in vitro, T. c. marinkellei infecta e se desenvolve 

em células de diversos mamíferos semelhante a T. cruzi. T. c. marinkellei foi confirmado 

como uma espécie distinta por características biológicas, bioquímicas, imunológicas e 

moleculares (Baker et al., 1978; Mainkelle, 1982a; Ebert, 1983; Schotellius et al., 1983; 

Tibayrenc e Le Ray, 1984; Petry et al., 1986; Steindel et al., 1998; Barnabé et al., 2003; 

Telleria et al., 2010).  

São poucos os isolados dessa espécie analisados, existem dúvidas sobre o ciclo de 

vida e não se conhece os mecanismos envolvidos na restrição de T. c. marinkellei aos 

morcegos nem aos triatomíneos do gênero Cavernicola. A grande proximidade de T. c. 

marinkellei com T. cruzi foi recentemente corroborada por estudos proteômicos que não 

permitiram distinguir essas duas espécies (Telleria et al., 2010). Apesar de compartilharem 

muitos antígenos, camundongos imunizados com T. c. marinkellei, ou outro T. cruzi-like, não 

foram protegidos de infecção por T. cruzi (Marinkelle; 1982a,b; Nascentes et al., 2008, 

2010).  

Trypanosoma dionisii é a espécie do subgênero Schizotrypanum mais distante 

filogeneticamente de T. cruzi. Formas amastigotas, similares as de T. cruzi, foram 

encontradas no músculo esquelético de morcegos infectados com essa espécie (Gardner e 

Molyneux, 1988 ). Entretanto, diferente das demais espécies de Schizotrypanum, além de 

“ninhos” de amastigotas nos músculos cardíaco, estriado e do estômago, T. dionisii produz 

“pseudocistos” contendo formas epimastigotas no coração, diafragma, músculos do esterno, 
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mucosa intestinal e ovário dos morcegos. O desenvolvimento de T. dionisii em cultura é 

semelhante ao de T. cruzi. Este parasita, cuja capacidade de invadir células não fagocíticas 

é inibida por tratamento dessas com citocalasina e pela imobilização dos parasitas por 

aquecimento, invade estas células sem serem interiorizados por pseudópodes, 

provavelmente, utilizando a mesma estratégia de T. cruzi (Baker et al., 1972; Glauert et al., 

1982; Baker, 1985; Molyneux, 1991; Oliveira et al., 2009). 

Como as demais espécies de Schizotrypanum, exceto T. cruzi, T. dionisii não infecta 

o homem, e alguns mecanismos de morte deste parasita foram propostos: morte 

extracelular de parasitas revestidos por anticorpos, citotoxicidade mediada por linfócitos e 

mediada por complemento. Foi demonstrado que T. dionisii é interiorizado e destruído no 

interior de fagossomas, sendo os neutrófilos mais eficientes que monócitos, que ocorre na 

presença ou não de anticorpos específicos (Mkwananzi et al., 1976; Thorne et al., 1979, 

1981, Glauert et al., 1982; Molyneux, 1991).  

Na Europa e no Canadá, Cimex pipistrelli é o vetor natural de T. dionisii e de T. 

vespertilionis e o desenvolvimento no vetor é semelhante ao de T. cruzi em triatomíneos 

(Bower e Woo, 1982; Gardner e Molyneux, 1988).  

 

1.3.2 Subgênero Herpetosoma 

 

As espécies de tripanossomas tradicionalmente classificadas no subgênero 

Herpetosoma com base na morfologia de formas do sangue (Figura 5) não são patogênicas 

para seus hospedeiros mamíferos. Essas espécies podem ser divididas em dois grupos: T. 

lewisi (parasitas principalmente de roedores) e T. rangeli (Hoare, 1972; D'Alessandro e 

Saraiva, 1999). Com base em filogenias moleculares, esse subgênero foi revisto uma vez 

que se mostrou polifilético em todas as análises inferidas (Stevens et al., 1999a,b; Maia da 

Silva et al., 2004b; 2007; Hamilton et al., 2004, 2007). Análises filogenéticas baseadas nos 

genes SSU rRNA e gGAPDH indicaram que T. rangeli é mais relacionado com T. cruzi do 

que com os tripanossomas africanos, apesar de ser transmitido de forma inoculativa como 

os membros do clado T. brucei (Salivaria) (Stevens et al., 1999a,b, 2001; Maia da Silva et 

al., 2004a,b, 2007). Todos esses estudos validam nesse subgênero apenas o grupo T. 

lewisi, excluindo T. rangeli que deverá ser revalidado no subgênero Tejeraia proposto há 

muitos anos para esse grupo (Añez, 1984; Maia da Silva et al., 2004b).  

T. rangeli ocorre da América Central ao sul da América do Sul, compartilhando com 

T. cruzi a distribuição geográfica e a capacidade de infectar mamíferos de praticamente 

todas as ordens. Essa espécie parasita principalmente primatas, inclusive o homem, 

roedores, marsupiais e edentados (D`Alessandro e Saraiva, 1999; Guhl e Vallejo, 2003; 

Maia da Silva et al., 2007). As infecções humanas causadas por T. rangeli são comuns na 
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América Central, Colômbia e Venezuela, onde acarretam sérios problemas para o 

diagnóstico de T. cruzi (Guhl e Vallejo, 2003). No Brasil, T. rangeli foi descrito em diferentes 

mamíferos e triatomíneos (gênero Rhodnius), principalmente na Amazônia, onde foram 

descritos os únicos casos humanos brasileiros (Miles et al., 1983; Coura et al., 1996; Maia 

da Silva et al., 2004a,b, 2007).  

 

 
Figura 5. Morfologia, por microscopia óptica, de T.rangeli-like. (a) Forma 
tripomastigota no sangue de um morcego naturalmente infectado; (b,c) formas 
epimastigota e tripomastigotas metacíclicos em cultura. Coloração por Giemsa. 
 

 

Diferente de T. cruzi, T. rangeli não é patogênico para mamíferos, mas sim para o 

inseto vetor, acarretando dificuldades no repasto sanguíneo e na ecdise, muitas vezes 

sendo letal para triatomíneos com grande número de parasitas. T. cruzi tem todo seu 

desenvolvimento restrito ao tubo digestivo, enquanto T. rangeli multiplica-se no tubo 

digestivo e completa seu desenvolvimento (metaciclogênese) nas glândulas salivares do 

inseto vetor; sua transmissão se dá por inoculação durante o repasto sanguíneo de 

triatomíneos do gênero Rhodnius (Añez, 1984; Guhl e Vallejo, 2003). No ciclo silvestre, a 

infecção por via oral pode ser um mecanismo muito importante, que deve acorrer com a 

ingestão de triatomíneos por diversos animais silvestres (Maia da Silva et al., 2008). 

Estudos moleculares comparativos de isolados de diferentes hospedeiros mamíferos 

e espécies de Rhodnius, de regiões geográficas demonstraram que T. rangeli é um taxon 

complexo formado por diferentes linhagens. Trabalhos baseados em padrões de RAPD e 

análises filogenéticas do gene ribossômico (SSU e ITS) e de SL de isolados de T. rangeli de 

diferentes hospedeiros e regiões geográficas dividiram essa espécie em 4 linhagens (A-D) 

(Maia da Silva et al., 2004a, b, 2007). Estudos baseados no gene de mini-exon e em 

padrões de minicírculos de kDNA revelaram apenas duas linhagens (Grisard et al., 1999; 

Vallejo et al., 2003, 2009; Urrea et al., 2005). 

A congruência filogeográfica das linhagens de T. rangeli com os complexos das 

espécies de Rhodnius corroborou a hipótese de uma extensa associação entre as linhagens 

de T. rangeli e espécies de Rhodnius, sugerindo uma longa história compartilhada do 

parasita com seu vetor. A segregação dos isolados de T. rangeli de vetores de distintos 
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complexos, independente do hospedeiro mamífero, sugere que a evolução das linhagens de 

T. rangeli está relacionada a ciclos de transmissão independentes, provavelmente ligados a 

ecótopos específicos de seus vetores (Maia da Silva et al., 2007). 

De acordo com todos os marcadores analisados, a linhagem A é constituída por 

isolados da Venezuela, Colômbia, Honduras, Guatemala e Brasil (região oriental e ocidental 

da Amazônia). Esta linhagem foi associada ao complexo R. prolixus (R. robustus e R. 

neglectus), e encontrada em humanos, cães, macacos e gambás. A linhagem B, que 

contém isolados humanos e de macacos da Amazônia brasileira, está relacionada com o 

complexo R. brethesi. A linhagem C, compreende isolados de R. pallescens da Colômbia e 

Panamá e isolados humanos de diversos países da América Central. O isolado SC-58, de 

um roedor da região Sul do Brasil é o único representante da linhagem D, cujo vetor é 

deconhecido. Portanto, T. rangeli é um complexo de linhagens distintas bastante 

relacionadas com os complexos de espécies da tribo Rhodinii que, por sua vez, apresentam 

uma acentuada estrutura geográfica (Maia da Silva et al., 2004b, 2007; Vallejo et al., 2009).  

A primeira descrição de Herpetosoma em morcegos foi na Colômbia: T. rangeli-like 

em Artibeus lituratus e Glossophaga soricina. Entretanto, o xenodiagnóstico de morcegos 

infectados com esse tripanossoma com Rhodnius prolixus e Cavernicola pilosa revelou a 

presença de formas epimastigotas somente na ampola retal dos triatomíneos (Marinkelle, 

1966). Recentemente, estudos moleculares de parasitas em morcegos do Brasil (Lisboa et 

al., 2008) e Panamá (Cottontail et al., 2009) revelaram a presença de T. rangeli em 

infecções mistas com T. cruzi e T. c. marinkellei (Cottontail et al., 2009).  

Infecções experimentais com Rhonius prolixus previamente infectados com um 

isolado de T. rangeli e que, posteriormente, se alimentaram em morcegos confirmaram que 

as formas infectantes encontradas nas glândulas salivares do triatomíneo eram infectantes 

para morcegos: Carollia perpicillata se mostrou mais suscetível a infecção por esse 

tripanossoma do que Glossophaga soricina (Thomas et al., 2007).  

Existem apenas alguns relatos não confirmados de formas T. lewisi-like descritas em 

morcegos (Marinkelle, 1966; Molyneux, 1991). Outras espécies classificadas no subgênero 

Herpetosoma foram descritas em morcegos: T. longiflagellum em Thaphozous nudiventris 

no Iraque (Marinkelle, 1977); T. lineatum em Vampyrops lineatum na Venezuela (Hoare, 

1972) e T. aunawa, descrito em Miniopterus tristis da Nova Guiné (Ewers, 1974). Essas 

descrições são baseadas na morfologia das formas tripomastigotas sanguíneas e pouco se 

sabe sobre os possíveis vetores para esse tripanossomas. Ewers (1974) encontrou 

sanguessugas terrestres (Philaemon) infectadas por tripanossomas na mesma caverna de 

onde foi capturado o morcego infectado com T. aunawa. Porém, não foi possível concluir se 

os tripanossomas encontrados nas sanguessugas eram os mesmos do morcego.  
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1.3.3 Subgênero Megatrypanum 

  

O subgênero Megatrypanum foi definido por Hoare (1972) apenas com base em 

parâmetros morfológicos. De acordo com essa classificação tradicional, esse subgênero se 

caracteriza pela grande diversidade de espécies de tripanossomas e de hospedeiros 

mamíferos e vetores. Estes tripanossomas infectam mamíferos domésticos e silvestres, de 

praticamente todas as ordens, especialmente ruminantes, morcegos, carnívoros, roedores e 

marsupias. A espécie-tipo é T. theileri, encontrada em bovinos no mundo todo. As espécies 

classificadas nesse subgênero foram agrupadas com base exclusivamente na presença das 

maiores formas tripomastigotas observadas no sangue de mamíferos. Devido a aparente 

restrição pela espécie-hospedeira, as espécies desse subgênero são nomeadas de acordo 

com o hospedeiro de origem. Nenhuma espécie desse grupo foi encontrada no homem 

(Hoare, 1972).  

As espécies do subgênero Megatrypanum não são patogênicas para seus 

hospedeiros, que apresentam baixas parasitemias e infecções crônicas. T. theileri se 

multiplica na corrente sanguínea sob formas epimastigotas que se diferenciam em 

tripomastigotas e seus vetores são principalmente tabanídeos (Wells, 1976; Rodrigues et al., 

2003).  

As análises filogenéticas realizadas utilizando sequências de SSU rRNA mostraram 

que este é um taxon artificial (Stevens et al, 1999a,b, 2001). Esse táxon foi recentemente 

revisado pelo nosso grupo e passou a compreender exclusivamente tripanossomas de 

animais silvestres e domésticos da ordem Artiodactyla que se posicionam em um clado 

muito homogêneo junto com T. theileri (Rodrigues et al., 2003, 2006, 2010a). Com o estudo 

de isolados de bovinos de diversas regiões do Brasil demonstramos a existência de duas 

grandes linhagens e diversos genótipos associados com a origem geográfica e espécie do 

hospedeiro, definidas com sequências de SSU rRNA, ITS rDNA e dos genes SL e Catepsina 

L (Rodrigues et al., 2006, 2010a,b). Todas as espécies posicionadas nesse subgênero 

isoladas de hospedeiros das ordens Rodentia, Marsupialia, Chiroptera, Edentata e Primata 

devem ser taxonomicamente revistas (Stevens et al., 1999b, 2001; Maia da Silva et al., 

2004b; Rodrigues et al., 2006; Hamilton et al., 2005b, 2007, 2009).  

Até o momento, apenas uma espécie de tripanossoma de morcego (T. sp bat) 

classificada morfologicamente no subgênero Megatrypanum foi posicionada na árvore 

filogenética do gênero Trypanosoma, o que mostrou que essa espécie não pode ser 

classificada em nenhum dos subgêneros tradicionalmente estabelecidos (Stevens et al., 

1999b). Análises filogenéticas baseadas em sequências dos genes SSU rRNA e gGAPDH 

mostraram que o subgênero Megatrypanum é artificial e que apenas as espécies parasitas 
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de ruminantes (Artiodactyla) devem ser mantidas neste táxon (Stevens et al, 1999a; 

Rodrigues et al., 2006).  

A maioria dos tripanossomas descritos em morcegos pertence ao subgênero 

Megatrypanum. Tripanossomas classificados neste subgênero têm sido descritos em 

morcegos na África, Europa, Ásia e Américas Central e do Sul. Porém, as informações 

sobre esses tripanossomas se restringem ao encontro de grandes formas tripomastigotas no 

sangue do hospedeiro (Figura 6). Embora a parasitemia das infecções causadas por essas 

espécies possa ser relativamente alta, comparada às espécies de Schizotrypanum, esses 

tripanossomas dificilmente são isolados em cultura. Consequentemente, a classificação das 

espécies de tripanossomas neste subgênero foi baseada apenas em critérios morfológicos e 

hospedeiro de origem, portanto, precisa ser analisada com marcadores moleculares.  

 

 
Figura 6. Espécies de tripanossomas do Subgênero Megatrypanum, encontradas no sangue 
dos morcegos. (a) Trypanosoma megadermae de Lavia frons; (b,c) T. heybergi de Nycteris 
hispida; (d) T. heybergi-like de um morcego frugívoro; (e) T. heybergi de Nycteris capensis; (f) T. 
thomasi de Nycteris macrotis; (g,h) T. pessoai de Desmodus rotundus; (i) T. incertum de 
Pipistrellus pipistrellus; (j) T. mpapuense de Nycteris aethiopica; (l) T morinorum de Asellia 
tridens; (m) T. leleupi de Hipposideros caffer. Fonte: Modificado de Hoare, 1972 e Gardner e 
Molyneux, 1988. 
 

 
Nas Américas foram descritas as seguintes espécies: T. pessoai em Desmodus 

rotundus e Carollia perspicillata no Brasil e em outros dois morcegos do gênero Artibeus na 

Costa Rica; T. leonidasdeanei em Saccopteryx bilineata (Costa Rica); T. pifanoi em Artibeus 

lituratus e Phyllostomus hastatus (Colômbia) e T. megadermae-like em Myotis nigricans e 
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Glossophaga soricina na Venezuela e no Brasil, respectivamente (Deane e Sugay, 1963; 

Esquivel et al., 1967; Zeledon e Rosabal, 1969; Marinkelle e Duarte, 1968; Dias e Pifano, 

1941; Dias, 1942). 

Na Ásia foram descritas quatro espécies de tripanossomas: T. scotophili em 

Scotophilus heati na China (Liao, 1982); T. megadermae em Rhinolophus hipposideros no 

Irã (Edrissian et al., 1976); T. magnusi encontrado em Pipistrellus kuhli e Taphozus 

nudiventri do Iraque (Shamsuddin e Mohammed, 1978) e T. rhinopoma em Rhinopoma 

harwickei na Índia (Bandyopadhyay et al., 1980).  

Apenas uma espécie, T. incertum foi descrita em Pipistrellus pipistrellus na Europa 

(Gardner e Molyneux, 1988). Por outro lado, o continente africano possui a maior parte das 

descrições de tripanossomas deste subgênero: T. megadermae em Lavia frons do Sudão 

(Wenyon, 1909); T. mpapuense em Nycteris aeothipica da Tanzânia (Reichenow, 1940); T. 

lizae em Hipposideros cyclops do Gabão (Miltgen e Landau, 1979); T. morinorum (Senegal e 

Congo) e T. leleupi (Congo e Burundi) são descritos em morcegos do gênero Hipposideros 

(Rhodhain, 1951; Hoare, 1972); T. heybergi encontrado em morcegos do gênero Nycteris no 

Congo, Quênia e Liberia (Rodhain, 1923; Heisch e Garnham, 1953; Bray, 1964) e descrito 

também em Pipistrellus kuhli e Rhinolophus spp do norte da África e na Zâmbia, 

respectivamente (Sergent e Sergent, 1905; Keymer, 1971) e T. thomasi descrito em Nycteris 

macrotis no Congo (Lips e Rodhain, 1956). 

Apenas duas espécies foram descritas, na África, em morcegos da subordem 

Megachiroptera: T. megachiropterum descrito em Pteropus tonganus de Toga e 

Trypanosoma sp bat (T. sp bat) em Rousettus aegyptiacus do Gabão (Marinkelle, 1979; 

Stevens et al., 1999b).  

Os vetores responsáveis pela transmissão das espécies de Megatrypanum entre os 

morcegos e os ciclos de vida nos seus vetores ainda não foram totalmente esclarecidos 

(Hoare, 1972; Marinkelle, 1976). Alguns trabalhos descrevem os cimicídeos como vetores, 

uma vez que foi demonstrado que T. incertum se desenvolve em C. lectularius e C. pipistrelli 

experimentalmente infectados e que a transmissão desse tripanossoma ocorre através da 

contaminação com as fezes dos cimicídeos (Gardner e Molyneux, 1988).  

Em 1963, Berge e colaboradores encontraram diferentes formas de T. leleupi no 

estômago (tripomastigotas sanguíneos) e no intestino (formas metacíclicas) do cimicídeo 

Stricticimex brevispinosus. Anciaux de Faveaux (1965) encontrou formas epimastigotas 

desse mesmo tripanossoma em cimícideo do gênero Afrocimex. Além desses cimicídeos 

específicos de morcegos, ácaros aderidos em um morcego infectado com T. heybergi, 

apresentaram flagelados no intestino. Esta mesma espécie de tripanossoma também foi 

encontrada no intestino de ácaros do gênero Ornithonyssus. Entretanto, carrapatos, ácaros 
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e moscas (Strebilidae) coletadas de um morcego infectado com T. heybergi-like não 

apresentaram tripanossomas (Rodhain, 1923; Heisch e Garnham, 1953).  

T. incertum não se desenvolveu em triatomíneos (Gardner e Molyneux, 1988). 

Tentativas de xenodiagnóstico com T. pifanoi e T. pessoai não obtiveram sucesso com 

triatomíneos como Rhodnius prolixus, Triatoma dimidiata, T. phyllosoma e T. pallidipennis 

(Marinkelle e Duarte, 1968; Deane e Sugay, 1963). Apenas T. leonidasdeanei apresentou 

temporariamente algumas formas epimastigotes em triatomíneos do gênero Rhodnius 

(Zeledon e Rosabal, 1969). Flebotomíneos foram incriminados como vetores de T. pessoai e 

T. leonidasdeanei (Deane et al., 1978; Zeledon e Rosabal, 1969).  

 

1.3.4 Subgênero Trypanozoon 

 

O subgênero Trypanozoon compreende espécies patogênicas para o homem (T. 

brucei gambiense e T. b rhodesiense) e para animais de importância econômica (T. b. 

brucei, T. evansi e T. equiperdum). Apenas T. evansi e T. equiperdum, que podem ser 

mecanicamente transmitidos, ocorrem fora da África. Morcegos não foram encontrados 

naturalmente infectados por T. brucei. Experimentalmente, T. brucei induziu infecções muito 

mais crônicas em morcegos insetívoros (Tadarida condylura) do que em camundongos. Já 

em morcegos frugívoros, como Epomophorus anurus, essas infecções são agudas, matando 

os morcegos em aproximadamente três dias (Woo e Hawkins, 1975). 

T. evansi é muito comum no Pantanal do Brasil onde infecta cavalos e animais 

silvestres como capivaras e quatis (Ventura et al., 2001; Herrera et al., 2004, 2008). 

Desmodus rotundus, morcego hematófago comum nesta região, além de um importante 

reservatório desta infecção, pode ser também transmissor do parasita durante o seu repasto 

sanguíneo (Hoare, 1965, 1972). Um levantamento realizado em morcegos do Pantanal 

brasileiro detectou T. evansi em morcegos frugívoros e insetívoros apenas por PCR, 

indicando que a parasitemia é muito baixa nestes animais (Herrera et al, 2004).  

 

1.4 Ordem Chiroptera 
 

A ordem Chiroptera possui 18 famílias, 200 gêneros e cerca de 1.100 espécies, 

aproximadamente um quarto de toda a diversidade de mamíferos do mundo (Simmons, 

2005). Se considerássemos as espécies já extintas, acrescentaríamos mais seis famílias, 

aumentando o número de gêneros para 250 (McKenna e Bell, 1997). Essa ordem apresenta 

uma distribuição mundial, ausente somente nas regiões polares e algumas ilhas oceânicas 

isoladas. Embora sejam encontrados em regiões de clima temperado, grande parte das 

espécies de morcegos habitam regiões tropicais e subtropicais. Estes animais têm vida 
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longa e vivem em colônias que variam muito de tamanho, de poucos indivíduos a milhares, 

dependendo da espécie e raramente são solitários (Nowak, 1991).  

De acordo com caracteres morfológicos, a ordem Chiroptera foi tradicionalmente, 

com base em características morfológicas, dividida em duas subordens: Megachiroptera 

(morcegos sem sistema de ecolocalização) e Microchiroptera (apresentam ecolocalização). 

A subordem Megachiroptera é representada apenas pela família Pteropodidae, cujas 

espécies são frugívoras e utilizam visão e o olfato para localizar seu alimento. Esses 

morcegos são encontrados apenas no Velho Mundo, geralmente vivendo em grandes 

colônias em árvores, na África, Ásia e Oceania (Simmons e Geisler, 1998).  

A subordem Microchiroptera está distribuída no Novo e Velho Mundo, com centenas 

de espécies de 17 famílias organizadas em 4 superfamílias: Rhinolophoidea (Rhinolophidae, 

Rhinopomatidae, Megadermatidae e Craseonycteridae); Emballonuroidea (Emballonuridae e 

Nycteridae); Noctilionoidea (Phyllostomidae, Noctilionidae, Mormoopidae, Thyropteridae, 

Furipteridae, Mystacinidae e Myzopodidae) e Vespertilionoidea (Vespertilionidae, 

Molossidae e Natalidae) (Jones et al., 2002; Teeling et al., 2005). Os morcegos dessa 

subordem são preferencialmente insetívoros, porém existem espécies que se alimentam de 

frutas, néctar, pólen, brotos de plantas, pequenos vertebrados (peixes, sapos, lagartos), 

morcegos e sangue. Existem apenas três espécies de morcegos hematófagos no mundo 

(Desmodus rotundus, Diaemus youngi e Diphylla ecaudata), todas da família Phyllostomidae 

que é restrita das Américas Central e do Sul. Seus abrigos incluem cavernas, cavidades em 

rochas e árvores, pontes, folhagens, telhados, etc. (Kunz, 1982; Lewis, 1995). 

Durante muito tempo existiram muitas controvérsias sobre a monofilia da ordem 

Chiroptera. Um estudo baseado em caracteres morfológicos visuais sugeriu que 

megaquirópteros eram mais relacionados com primatas (lêmures) do que com os 

microquirópteros (Pettigrew, 1986). Contudo, estudos moleculares rejeitaram esta hipótese e 

apoiaram a monofilia da ordem Chiroptera (Simmons e Geisler, 1998; Jones et al., 2002; 

Teeling et al., 2000, 2002, 2005). 

A classificação atual da ordem Chiroptera, baseada em inferências filogenéticas, não 

validou a separação dos morcegos em Micro- e Megachiroptera. Estudos paleontológicos e 

filogenéticos baseados em sequências de genes nucleares e mitocondriais demonstraram 

que a subordem Microchiroptera não é monofilética, pois alguns morcegos com capacidade 

de ecolocalização são mais relacionados com morcegos da subordem Megachiroptera 

(Teeling et al., 2002, 2005; Van Den Bussche e Hoofer, 2004). Com a confirmação desse 

relacionamento por diversos estudos, foram criadas duas novas subordens: 

Yinpterochiroptera e Yangochiroptera. A subordem Yinpterochiroptera é composta pelos 

morcegos da família Pteropodidae (Megachiroptera) e Rhinolophidea, Megadermatidae e 

Rhinopomatidae (Microchiroptera). A subordem Yangochiroptera é compreendida por todas 
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as outras famílias de morcegos da antiga subordem Microchiroptera (Teeling et al., 2005; 

Teeling, 2009) (Figura 7). 

 

 
Figura 7. Árvore evolutiva dos morcegos (Chiroptera). Fonte: Teeling, 2009 

 
 

Diversos estudos tentam esclarecer a origem dos morcegos, com evidências de que 

surgiram na América do Norte ou na África no Cretáceo (~65mya) (Telling, 2009). Análises 

filogenéticas e biogeográficas sugerem a África como o centro de origem e grande dispersão 

dos morcegos no Eoceno (~45mya). Existem evidências de que a rota principal foi da 

Eurásia para as Américas, via Beríngia, no Mioceno (~20mya) (Simmons, 2005; Eick et al., 

2005). Endemismos são muito comuns em Chiroptera, sugerindo que a separação dos 

continentes criou uma barreira importante no movimento dos morcegos, sendo raras as 

famílias existentes nas Américas e no Velho Mundo (Stadelmann et al., 2007; Teeling, 2009)  

Existem poucas famílias e gêneros com distribuição no Velho e Novo Mundos, como 

Emballonuridae, Vespertilionidae e Molossidae. Acredita-se que morcegos do gênero Myotis 

(Vespertiolionidae), que são distribuídos em todos os continentes, foram um dos últimos a 

colonizar o Novo Mundo quando ainda podiam atravessar o estreito de Beringer (~12mya) 

(Stadelmann et al., 2007). E muito difícil sugerir hipóteses evolutivas para esses mamíferos 
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uma vez que, raramente são encontrados fosseis antigos. (Eisenberg e Redford,1999; 

Teeling et al., 2005). Os registros fósseis mais antigos e preservados (Icaronycteris index e 

Onichonycteris finneyi) são da América do Norte (Green river em Wyoming) e foram datados 

no Eoceno (~52mya). 

 

1.5 Genes utilizados para filogenia e taxonomia de tripanossomas  
 

A ausência de critérios taxonômicos confiáveis têm levado a inúmeros erros de 

classificação dos tripanossomatídeos em geral. Embora exista hoje um consenso que os 

critérios devem ter como base a filogenia molecular, essa conduta tem sido pouco adotada 

ou utilizada de forma incorreta. Desde as primeiras análises filogenéticas baseadas em 

sequências de genes ribossômicos (Sogin et al., 1986; Fernandes et al., 1993), o uso de 

sequências gênicas tem sido valioso na reconstrução da história evolutiva desses 

organismos.  

Marcadores moleculares têm sido utilizados por diversos grupos, porém, muitas 

vezes os resultados não são facilmente comparáveis. Entretanto, esse é um requisito 

indispensável na utilização de marcadores moleculares em taxonomia. A análise de um 

número limitado de espécies, concentrado em poucos grupos de tripanossomas impediu, até 

recentemente, inferências de árvores filogenéticas bem resolvidas. Atualmente, diversos 

genes, sequências e marcadores vêm sendo utilizados para análises de polimorfismo 

genético e inferências filogenéticas, sendo os mais utilizados os genes ribossômico (SSU 

rRNA), gGAPDH, "spliced leader”, genes mitocondriais e, mais recentemente, genes 

codificadores de Catepsina L-like. 

 

1.5.1 Gene ribossômico 

 

Sequências do gene ribossômico têm sido amplamente utilizadas para inferir 

relações filogenéticas entre espécies do filo Euglenozoa. Os tripanossomatídeos possuem 

uma dos mais complexos padrões de moléculas maduras de RNA. Os genes de RNA 

ribossômico (rRNA) consistem de unidades de repetição compostas por unidades de 

transcrição (cistrons ribossômicos) e são intercalados por um espaçador intergênico (IGS), 

que se repete em "tandem" mais de 100 vezes no genoma. Estes genes são processados 

em uma única unidade de transcrição conhecida como pré-rRNA. Após várias etapas de 

processamento o pré-rRNA dá origem a três moléculas de RNA maduros: 18S (SSU ou 

subunidade menor), 5.8S e 24S (LSU ou subunidade maior), que nestes organismos é 

constituída por dois fragmentos de alto peso molecular, 24Sα e 24Sβ e quatro subunidades 

de rRNAs de baixo peso molecular (S1, S2, S4 e S6). As subunidades SSU e LSU são 
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constituídas por sequências altamente conservadas e intercaladas por espaçadores de 

conservação intermediária ITS (ITS 1 e 2, espaçadores internos transcritos) e ETS 

(espaçador externo transcrito) que são flanqueados pelo espaçador intergênico (IGS), que 

apresenta sequências altamente variáveis (Sogin et al., 1986; Hernández et al., 1990) 

(Figura 8).  

 
Figura 8. Representação esquemática do cistron ribossômico de rRNA precursores de 
tripanossomatídeos. 

 
 

Esses genes são utilizados para inferências de relacionamentos filogenéticos porque 

ocorrem e são funcionalmente equivalentes em todos os organismos, e apresentam 

domínios com diferentes graus de conservação (Sogin et al., 1986; Hernández et al., 1990). 

A presença de diversas regiões, transcritas ou não, que exibem diferentes graus de 

conservação, faz desses genes excelentes alvos para identificação de gêneros, espécies, 

linhagens e genótipos (Souto et al., 1996, Zingales et al., 1998; Brisse et al., 2001; Stevens 

et al., 2001; Maia da Silva et al., 2004b; Hamilton et al., 2004, 2007; Rodrigues et al, 2006; 

Cortez et al., 2006; Ferreira et al., 2007, 2008; Viola et al., 2008, 2009a,b). 

As sequências do gene SSU rRNA são as mais utilizadas devido a características 

importantes, tais como: a) o pequeno tamanho que permite fácil obtenção por amplificação 

por PCR; b) a presença de regiões variáveis flanqueadas por regiões conservadas que 

permitem alinhamentos altamente confiáveis, com oito regiões universalmente conservadas 

(U1-U8) e nove regiões variáveis (V1-V9) (Hernández et al., 1990). Além disso, existem 

dezenas de sequências de SSU rRNA de diferentes espécies e isolados do gênero 

Trypanosoma depositadas em bancos, permitindo identificar novas espécies e inferir com 

facilidade o relacionamento de novas espécies, linhagens e isolados.  

Os espaçadores IGS e ITS são muito mais variáveis que as regiões SSU e LSU. As 

sequências do ITS rDNA contêm três regiões: ITS1, 5.8S (que é altamente conservado) e 

ITS2. As sequências de ITS1 e ITS2 diferem inter e intra-especificamente, sendo excelentes 

para análises de organismos filogeneticamente próximos assim como alvos para 

diagnóstico. Análises do tamanho e de sítios de restrição de ITS rDNA, especialmente ITS1, 

diferenciaram linhagens de T. cruzi (Fernandes et al., 1999; Mendonça et al., 2002; Cuervo 
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et al., 2002; Santos et al., 2002), T. rangeli (Maia da Silva et al., 2004b) e T. theileri 

(Rodrigues et al., 2006), além de espécies de tripanossomas Africanos (Desquenes et al., 

2001; Njiru et al., 2005; Rodrigues et al., 2008) e tripanossomas de anuros (Ferreira et al., 

2007).  

 

1.5.2 Gene codificador da enzyma Gliceraldeído 3-fosfato desidrogenase glicossômica 

(gGAPDH)  

 

As espécies da família Trypanosomatidae apresentam uma organela denominada 

glicossoma que contém enzimas envolvidas no metabolismo da glicose e glicerol (via 

glicolítica), sendo essa compartimentalização de enzimas da via glicolítica diferente de 

outros eucariotos cujas enzimas são citosólicas. A glicose é a principal fonte de energia 

utilizada pelos estágios dos tripanossomas no sangue dos mamíferos (Hannaert et al., 

1992). Nos tripanossomas, foram encontrados dois genes que codificam a enzima 

glicossômica (gGAPDH), semelhante a dos eucariotos em geral, e um gene que codifica 

uma enzima citosólica (cGAPDH), mais relacionada com genes bacterianos. (Michels et al. 

1986; Kendall et al. 1990). Divergências nas sequências desses genes permitiram o 

desenho de primers para a amplificação específica de gGAPDH (Hamilton et al., 2005a,b; 

2007). (Figura 9) 

 

 
Figura 9. Representação esquemática dos genes de GAPDH. 

 

Os genes de gGAPDH apresentam duas cópias praticamente idênticas e como são 

codificadores de proteínas estão sujeitos a diferentes pressões seletivas e apresentam taxas 

de evolução diferentes comparadas as dos genes ribossômicos. Esses genes são 

excelentes marcadores para estudos filogenéticos de tripanossomatídeos, permitindo 

alinhamentos confiáveis de sequências de organismos geneticamente distantes. Outra 

vantagem é a compatibilidade entre os genes gGAPDH e SSU rRNA para análises com 

sequências concatenadas (Hamilton et al., 2004, 2005a,b, 2007; Stevens, 2008).  

Estudos filogenéticos de um grande número de espécies de tripanossomatídeos com 

sequências de gGAPDH e SSU rRNA geraram topologias congruentes e as análises 

independentes e combinadas desses genes têm sido recomendadas na descrição de 

gêneros, subgêneros e espécies de tripanossomatídeos (Hamilton et al., 2004, 2005a, 2009; 

Viola et al., 2009b; Maslov et al., 2010; Teixeira et al., 2011). 
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1.5.3. Gene "spliced leader" ou de mini-exon 

 

A maioria dos genes dos cinetoplastídeos não apresentam introns e seus transcritos 

são RNAs policistrônicos sendo, em geral, o mecanismo pós-transcricional de "trans-

splicing" responsável pela maturação dos mRNAs unitários. Esse processamento resulta na 

adição, na extremidade 5' dos mRNAs maduros, da sequência de 39 nucleotídeos 

denominada "spliced leader" RNA (SLRNA) ou "mini-exon derived RNA" (Agabian, 1990; 

Campbell e Sturm, 2000; Campbell et al., 2003; Liang et al., 2003; Mayer e Floeter-Winter, 

2005; Hury et al., 2009). 

Devido à presença de mais de 200 cópias do gene SL, repetidas em tandem no 

genoma dos tripanossomatídeos, e de regiões com diferentes graus de conservação, esses 

genes têm sido utilizados com finalidades taxonômicas e diagnósticas. Cada unidade de 

repetição do gene SL pode ser dividida basicamente em três partes: um exon altamente 

conservado de 39 nucleotídeos, um intron de 50-100 nucleotídeos moderadamente 

conservado, e uma região intergênica que varia de tamanho e de sequência entre espécies 

e linhagens de tripanossomatídeos e linhagens de tripanossomas (Figura 10). 

 

 
Figura 10. Representação esquemática da unidade de repetição do gene 
“Spliced leader” 

 

Algumas espécies de tripanossomatídeos apresentam o rRNA 5S, que é composto 

por sequências altamente conservadas, inserido na região intergênica do gene SL (Gibson 

et al., 2000).  

A comparação de sequências do gene SL na identificação de diferentes gêneros da 

família Trypanosomatidae revelou regiões com diferentes graus de conservação entre 

gêneros e espécies. Essa variabilidade tem sido favorável na identificação de marcadores 

úteis para espécies de praticamente todos os gêneros de tripanossomatídeos: Leishmania 

(Fernandes et al., 1994; Serin et al., 2007; Sukmee et al., 2008); Endotrypanum (Fernandes 

et al., 1993); Phytomonas (Serrano et al., 1999; Teixeira et al., 2000; Godoi et al., 2002); 

Crithidia (Fernandes et al., 1997; Yurchenko et al., 2009); tripanossomas africanos (Sturm et 

al., 1998; Ventura et al., 2001); T. theileri (Rodrigues et al, 2010a); linhagens de T. rangeli 

(Grisard et al., 1999; Maia da Silva et al., 2007) e linhagens e genótipos de T. cruzi (Souto et 
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al., 1996; Fernandes et al., 1998, 2001; Brisse et al., 2001, O´Connor et al., 2007; Herrera et 

al., 2007; Falla et al., 2009). Entretanto, o gene SL apresenta limitações que devem ser 

consideradas quando são utilizados: a) o polimorfismo das regiões espaçadores que impede 

que mesmo isolados de uma mesma espécie (exemplo T. cruzi) e espécies muito 

relacionadas sejam alinhadas (Gibson et al., 2000); b) o polimorfismo de cópias de um 

mesmo isolado/espécies, que exige análises de diversas sequências e pode gerar 

resultados difíceis de interpretar e que não representam as relações entre os organismos 

estudados (Tomasini et al., 2011).  

 

1.5.4. Genes mitocondriais 

 

Os genes mitocôndrias dos tripanossomatídeos estão organizados nas moléculas de 

DNA circular denominadas maxicírculos de kDNA, que fazem parte da rede enovelada de 

DNA (maxi- e minicírculos) que constituem o kDNA (DNA do cinetoplasto). A ausência de 

recombinação faz com que os genes mitocondriais sejam excelentes marcadores para 

estudos populacionais. As taxas de divergência dos genes mitocôndriais divergem bastante, 

mas em, em geral, são maiores do que as de gene nucleares de cópia única (cerca de 10 

vezes superior). Alguns genes acumulam mais mutações, como os genes codificadores das 

subunidades da NADH desidrogenase e citocromo oxidase c (CO), enquanto os genes de 

citocromo b (Cyt b) são mais conservados (Meyer, 1993). 

Sequências de Cyt b e COII têm sido as mais analisadas para estudos de 

tripanossomatídeos, principalmente T. cruzi, agrupando os isolados em clados congruentes 

com os gerados por sequências ribossômicas (Machado e Ayala, 2001; Brisse et al., 2003; 

Westenberger et al., 2006; Freitas et al., 2006; Baptista et al., 2006; D’Avila et al., 2009, 

Pena et al., 2009). Um estudo baseado no gene Cyt b permitiu separar T. rangeli das 

espécies do subgênero Schizotrypanum (T. cruzi, T. c. marinkellei e T. dionisii), confirmando 

a monofilia de T. cruzi e T. c. marinkellei e segregou os isolados de T. c. marinkellei em dois 

grupos (Barnabé et al., 2003).  

Os maxicírculos de T. cruzi possuem cerca de 22 kb e 20 genes presentes em uma 

única cópia por maxicírculo (Figura 11) (Westenberger et al., 2006). 
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Figura 11. Representação esquemática do maxicírculo de kDNA com o 
gene de citocromo b (Cyb) em destaque. 

 

 

1.5.5 Genes codificadores de enzimas Catepsina L- like 

 

Durante o ciclo de vida dos tripanossomas diversas proteases são expressas e 

reguladas ao longo do desenvolvimento nos hospedeiros vertebrados e vetores, sendo as 

cisteíno-proteases Catepsina L-like (CATL-like), denominadas cruzipaínas em T. cruzi, as 

mais estudadas (Tomas et al., 1997; Aparício et al., 2004; Duschak et al., 2006; Mckerrow et 

al., 2006, 2009; Caffrey e Steverding, 2009).  

Os genes codificadores de cruzipaína (~1404pb) fazem parte de uma família 

multigênica e estão organizados em repetições em tandem geradas por sucessivas 

duplicações gênicas. As unidades de repetição contêm uma região intergênica de ~500bp e 

regiões codificadoras constituídas por pré- e pró-domínios, domínio central e extensão C-

terminal. A porção C-terminal, que sofre auto-hidrólise e não é encontrada na enzima 

madura, somente foi encontrada nos tripanossomatídeos (Cazzulo, 2001). (Figura 12).  

 

 

Figura 12. Representação do gene da Catepsina L – like em tripanossomas. 

 

Genes codificadores de CATL e CATB (genes de cópia única) têm sido utilizados em 

análises filogenéticas de parasitas. A maioria dos estudos tem sido baseados em 

sequências de CATB de helmintos, os estudos filogenéticos de genes codificadores de 

catepsinas, e proteases em geral, são mais escassos em protozoários (Robinson et al., 
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2008; Dacks et al., 2008). Alguns estudos analisaram genes codificadores de catepsinas de 

espécies de Leishmania (Sakanari et al., 1997; Kuru et al., 2007). Genes homólogos ao 

gene codificador da cruzipaína foram caracterizados nos tripanossomas de mamíferos: T. 

brucei, T.b. rhodesiense, T. congolense, T. rangeli e T. theileri, e no tripanossoma de peixe 

T. carassii. Estudos recentes revelaram variantes de congopaina, a principal CATL-like de T. 

congolense (Mendoza-Palomares et al., 2008; Pillay et al., 2010) e polimorfismo de CATL 

entre genótipos de T. vivax (Cortez et al., 2009) e de T. theileri (Rodrigues et al., 2010b; 

Garcia et al., 2011).  

Genes de bodonídeos, Cryptobia salmositica e Trypanoplasma borreli, também foram 

analisados filogeneticamente (Jesudhasan et al., 2007; Ruszczyk et al., 2008a,b; Cortez et 

al., 2009; Rodrigues et al., 2010b). 

Apesar de múltiplas cópias, as filogenias inferidas têm gerado clados que refletem a 

filogenia das espécies de tripanossomas inferidas com base em seqüências de SSU rRNA e 

gGAPDH, sugerindo que esses genes evoluem em concerto e, assim, são bons marcadores 

para estudos evolutivos (Jackson, 2007). 

A presença de múltiplas cópias de genes de CATL-like nos genomas dos 

tripanossomas, a facilidade de amplificação por PCR, e o polimorfismo entre genes de 

diferentes espécies fazem desses genes alvos interessantes para o desenvolvimento de 

métodos diagnósticos espécie-específicos (Tanaka, 1997; Cortez et al., 2009; Rodrigues et 

al., 2010b)  
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4. Resultados e Discussão  
 

Os resultados obtidos durante o trabalho desenvolvido para essa tese estão 

resumidamente apresentados e discutidos abaixo. Optamos por apresentar apenas 

resultados já publicados, ou em fase de publicação, que constituem os artigos e manuscritos 

anexados no final da tese e listados abaixo. 

  

4.1. Tripanossomas do subgênero Schizotrypanum de morcegos brasileiros e 
africanos (Moçambique) 

 
 
4.1.1 Padrões filogeográficos, ecológicos e biológicos demonstrados por genes nucleares 

(ssrRNA e gGAPDH) e mitocondriais (Cyt b) de tripanossomas do subgênero 

Schizotrypanum parasitas de morcegos brasileiros 

 
Anexo 1. Phylogeographical, ecological and biological patterns shown by nuclear 

(ssrRNA and gGAPDH) and mitochondrial (Cyt b) genes of trypanosomes of the 

subgenus Schizotrypanum parasitic in Brazilian bats 

 
Manzelio Cavazzana Jr., Arlei Marcili, Luciana Lima, Flávia Maia da Silva, Ângela C.V. 
Junqueira,Heloisa H. Veludo, Laerte B. Viola, Marta Campaner, Vânia L.B. Nunes, Fernando 
Paiva, José R. Coura,Erney P. Camargo, Marta M.G. Teixeira. 
 
International Journal for Parasitology, 2010; 40(3):345-55.  
 

A ordem Chiroptera é composta por diversas famílias de morcegos com diferentes 

hábitos alimentares e ecótopos encontrados em todos os continentes, exceto na Antártida. 

Esses mamíferos albergam tripanossomas das Secções Stercoraria (subgêneros 

Schizotrypanum, Megatrypanum e Herpetosoma) e Salivaria (Trypanozoon). Uma espécie 

de tripanossoma pode infectar mais de uma espécie de morcego, assim como são comuns 

morcegos com infecções mistas com duas ou mais espécies, inclusive espécies de 

diferentes subgêneros. Os morcegos insetívoros são os mais frequentemente infectados e 

as espécies mais prevalentes pertencem aos subgêneros Megatrypanum e Schizotrypanum. 

A diversidade genética e os padrões filogeográficos e biogeográficos das espécies 

de tripanossomas do subgênero Schizotrypanum, que infectam morcegos brasileiros foram 

avaliados com o exame de amostras de sangue de 1043 morcegos, 63 espécies de sete 

famílias, capturados em quatro biomas brasileiros: Amazônia, Pantanal, Cerrado e Mata 

Atlântica. A prevalência dos tripanossomas que infectam morcegos foi estimada por 

hemocultura (12,9%) e resultou em 77 culturas. A maioria das culturas foi morfologicamente 

caracterizada como T. cruzi-like e identificadas por marcadores moleculares como T. cruzi 

(14), T. c. marinkellei (37) e T. dionisii-like (25). Análises filogenéticas baseadas na região 
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V7-V8 do gene SSU rRNA, gGAPDH e cytocromo b demonstraram que os isolados obtidos 

formam um grupo monofilético que compreende apenas espécies do subgênero 

Schizotrypanum. Os isolados desse subgênero foram segregados em três clados 

correspondentes as três espécies de tripanossomas identificadas nos morcegos.  

As diferentes espécies de tripanossomas puderam ser associadas com distintos 

padrões biogeográficos e filogeográficos. Morcegos de hábitos alimentares e ecótopos 

distintos foram encontrados infectados pela mesma espécie de tripanossoma. T. dionisii-like 

(32.4%) foi encontrado em 12 espécies pertencentes a quatro famílias de morcegos 

capturadas em todos os biomas estudados, de Norte a Sul do Brasil e ficaram agrupados 

com dois isolados de T. dionisii da Europa, apesar de separados por uma pequena distância 

genética. T. c. marinkellei (49.3%) foi encontrado apenas em morcegos da família 

Phyllostomidae, que apresentam diferentes hábitos alimentares, todos capturados da 

Amazônia ao Pantanal. Em menor prevalência (18.2%), os isolados de T. cruzi são 

provenientes de morcegos da família Vespertilionidae e Phyllostomidae capturados no 

Pantanal/Cerrado, Mata Atlântica e com poucos isolados da Amazônia. 

 

 

4.1.2 Identificação de um novo genótipo de Trypanosoma cruzi associado à morcegos e 

caracterizado através de análises filogenéticas dos genes SSU rRNA, citocromo b, Histona 

H2B e genotipagem baseada em ITS1 rDNA 

 
Anexo 2. A new genotype of Trypanosoma cruzi associated with bats evidenced by 

phylogenetic analyses using SSU rDNA, cytochrome b and Histone H2B genes and 

genotyping based on ITS1 rDNA 

 
Marcili A., Lima L., Cavazzana M. Jr., Junqueira A.C.V., Veludo H.H., Maia da Silva F., 

Campaner M., Paiva F., Nunes V.L.B., Teixeira M.M.G. 
 
Parasitology, 2009; 136(6):641-55.  
 

T. cruzi é a unica espécie do subgênero Schizotrypanum capaz de infectar espécies 

de praticamente todas as ordens de mamíferos, inclusive o homem, as demais espécies 

pertencentes a este subgênero parasitam exclusivamente morcegos. O ciclo silvestre do T. 

cruzi ainda é pouco estudado e apenas recentemente passou a ser alvo de estudos 

abrangendo diversas espécies de mamíferos e vetores silvestres. Pouco se sabe sobre a 

diversidade biológica e genética, e as consequências das infecções causadas por T. cruzi 

em morcegos. Neste trabalho foram caracterizados 15 isolados de T. cruzi de morcegos 

capturados nas regiões Norte, Central e Sudeste do Brasil. Relações filogenéticas entre os 

isolados de T. cruzi inferidas com sequências dos genes SSU rRNA, citocromo b e Histona 
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H2B posicionaram todos os isolados da Amazônia na linhagem T. cruzi I (TcI). Entretanto, 

isolados das outras regiões, genotipados como T. cruzi II com a utilização de marcadores 

tradicionais baseados nos genes ribossômico e de mini-exon, não foram agrupados com 

nenhuma linhagem de T. cruzi, e se posicionaram como um novo genótipo diferente de 

todos os estabelecidos até o momento para T. cruzi. Esses isolados formaram um novo 

genótipo que foi provisoriamente denominado TCbat até que sejam estabelecidos os 

critérios para descrição de novas linhagens (DTUs). Análises filogenéticas confirmaram que 

TCbat está posicionado no clado que contém todos os isolados de T. cruzi, que se 

apresenta sempre separado das espécies altamente relacionadas filogeneticamente e 

exclusivas de morcegos do subgênero Schizotrypanum, T. c. marinkellei e T. dionisii.  

Nesse trabalho, foi padronizado um método de genotipagem baseado no 

polimorfismo de gene ITS1 rDNA capaz de distinguir TCbat dos outros genótipos de T. cruzi, 

assim como de outras espécies do subgênero Schizotrypanum. Em infecções experimentais 

em camundongos, TCbat apresentou baixas parasitemia e virulência. Os isolados do 

genótipo TCbat apresentaram características morfológicas e comportamento em 

triatomíneos distintos dos demais genótipos de T. cruzi. TCbat compreende somente 

isolados de morcegos capturados em ambientes antrópicos das regiões Central e Sudeste 

do Brasil. Os resultados desse trabalho comprovam que a complexidade de T. cruzi é maior 

do que a que conhecemos e confirmam que os morcegos são importantes reservatórios e 

uma potencial fonte de infecção por T. cruzi para o homem. 

 

 

4.2. Trypanosoma rangeli em morcegos brasileiros 
 
4.2.1 Trypanosoma rangeli em morcegos da região central do Brasil: genotipagem e 

análises filogenéticas baseadas em sequências do gene de mini-exon revelaram uma nova 

linhagem 

 
Anexo 4. Trypanosoma rangeli isolates of bats from Central Brazil: genotyping and 

phylogenetic analysis enable description of a new lineage using spliced-leader gene 

sequences 

 
Maia da Silva F., Marcili A., Lima L., Cavazzana M., Ortiz P.A., Campaner M., Takeda G.F., Paiva F., 

Nunes V.L., Camargo E.P., Teixeira M.M.G. 

 
Acta Tropica 2009; 109(3):199-207.  

 

Trypanosoma rangeli é uma espécie de tripanossoma americano infectante para 

diversas ordens de mamíferos, inclusive o homem. Porém, apesar de alguns relatos, essa 
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espécie nunca foi comprovada em morcegos, embora morcegos de diferentes espécies 

sejam comumente encontrados parasitados por várias espécies de tripanossomas. Neste 

trabalho foram caracterizados tripanossomas de morcegos capturados na região central do 

Brasil (Mato Grosso do Sul), classificados como T. rangeli, T. dionisii, T. cruzi marinkellei e 

T. cruzi. Apenas dois isolados; Tra643 de Platyrrhinus lineatus e Tra1719 de Artibeus 

planirostris foram identificados como T. rangeli por parâmetros morfológicos, biológicos e 

moleculares, e confirmados nessa espécie por análises filogenéticas com diversas espécies 

de tripanossomas.  

Análises filogenéticas baseadas em sequências do gene ribossômico (SSU rDNA) 

agruparam os dois isolados de morcegos no mesmo clado de isolados de T. rangeli de 

outros mamíferos silvestres, humanos e triatomínios. Esses isolados de T. rangeli formaram 

um clado separado dos demais tripanossomas de morcegos (T. cruzi, T. c. marinkellei e T. 

dionisii) capturados na mesma região. Genotipagem baseada no polimorfismo de tamanho e 

de sequência do gene de mini-exon demonstrou que o isolado Tra1719 pertence à linhagem 

A de T. rangeli. Por outro lado, Tra643 não se posicionou em nehuma das linhagens (A-D) 

previamente descritas para T. rangeli, portanto, pertence a um novo genótipo que nós 

denominamos linhagem E. Os dois isolados de T. rangeli deste estudo são os primeiros 

isolados de morcegos do Brasil Central caracterizados molecularmente. Os vetores de T. 

rangeli nessa região são desconhecidos. Entretanto nesse estudo, foram coletados na 

região de onde foram capturados os morcegos, triatomíneos da espécie Rhodnius stali que 

se revelaram infectados com T. rangeli e T. cruzi. Estes dados contribuem para o melhor 

entendimento dos isolados de T. rangeli e compreensão da alta complexidade que as 

populações dessa espécie apresentam e que podem ser melhor esclarecidas com a busca 

de novos isolados de hospedeiros mamíferos e espécies de triatomíneos do genêro 

Rhodnius de diferentes origens geográficas. 

 

 

4.4. Genes codificadores de enzimas CatpesinaL-like: caracterização, genealogia e 
utilização como marcadores taxonômicos e filogenéticos  

 

4.4.1. Genes de proteases como catepsina L-like em isolados de Trypanosoma rangeli: 

marcadores para diagnóstico, genotipagem e inferências filogenéticas 

 
Anexo 6. Genes of cathepsin L-like proteases in Trypanosoma rangeli isolates: 

Markers for diagnosis, genotyping and phylogenetic relationships 

 
P.A. Ortiz, F. Maia da Silva, A.P. Cortez, L. Lima, M. Campaner, E.M.F. Pral, S.C. Alfieri, M.M.G. 

Teixeira 
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Acta Tropica, 2009; 112(3):249-59. 

Nesse trabalho, foram sequenciados genes que codificam enzimas cisteíno-

proteases do tipo catepsina L-like (CATL-like) de isolados de T. rangeli do homem, de 

mamíferos silvestres e diversas espécies de triatomínios do gênero Rhodnius. Foram 

comparadas sequências de isolados da América Central e do Sul.  

Análises filogenéticas de sequências codificadoras do domínio catalítico de CATL de 

T. rangeli e genes homólogos de outros tripanossomas, espécies de Leishmania e 

bodonídeos posicionaram as sequências de T. rangeli (rangelipaína) mais próximas da 

cruzipaína, CATL majoritária de T. cruzi.  

Análises filogenéticas com sequências do domínio catalítico de CATL de 17 isolados 

representantes da diversidade filogenética e distribuição de T. rangeli, confirmaram as 5 

linhagens (A-E) previamente definidas com os genes de mini-exon e ribossômico. A 

comparação da atividade proteolítica de isolados de T. rangeli em gel de gelatina, revelou 

diferentes perfis de bandas de cisteíno-proteases entre as linhagens de T. rangeli e entre 

isolados de uma mesma linhagem.  

Sequências de CATL se mostraram excelentes como alvos para o diagnóstico e 

genotipagem de T. rangeli por PCR. Os dados de genes que codificam CATL-like 

concordam com os resultados de estudos anteriores com marcadores de kDNA, e os genes 

de mini-exon e ribossômicos. Os resultados corroboram a evolução clonal, ciclos de 

transmissão independentes e a divergência das linhagens de T. rangeli associados às 

espécies simpátricas de Rhodnius.  

A topologia da árvore filogenética baseada em sequências do gene CATL apresentou 

total congruência com as topologias das árvores geradas pelos genes de SSU rDNA e 

gGAPDH para os tripanossomatídeos analisados. Portanto, esse trabalho demonstrou que 

esses genes podem ser utilizados como alvos para diagnóstico, taxonomia e estudos 

filogenéticos de espécies de tripanossomas, inclusive na genotipagem de isolados de uma 

mesma espécie. 
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