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RESUMO 
 

Vultão, JG. Diversidade genética de tripanossomatídeos de mamíferos da Magnaordem Xenarthra no bioma 
Amazônico. [Dissertação (Mestrado em Parasitologia)]. São Paulo: Instituto de Ciências Biomédicas da 
Universidade de São Paulo; 2017.  

 

A magnaordem Xenarthra compreende um grupo de animais que divergiu há ~65 m.a. 
geograficamente isolado no hemisfério sul, atual América do Sul até o fechamento do Istmo do Panamá 
(~3 m.a), quando ocorreu um grande intercâmbio de animais entre as Américas do Norte e do Sul e 
uma variedade de Xenarthra migrou para o norte. Atualmente, Xenarthra das ordens Cingulata (tatus) e 
Pilosa (preguiças e tamanduás) são amplamente distribuídas na América do Sul e Central, enquanto na 
América do Norte, apenas tatus são encontrados. A história evolutiva desse grupo de animais, que é 
um dos mais antigos e endêmico da América do Sul, e a presença de diferentes espécies habitando 
uma diversidade de estratos e nichos ecológicos, fazem desse grupo um dos mais interessantes e 
menos explorados para estudos de diversidade, filogenia e aspectos biogeográficos de 
tripanossomatídeos. Esse estudo é de grande importância para o entendimento da diversidade e 
evolução dessa família. Estudos filogeográficos têm permitido inferir cenários que refletem as 
interações entre esses parasitas e seus hospedeiros vertebrados e vetores ao longo de suas histórias 
evolutivas.  

Nesse trabalho, foram analisadas 407 amostras de sangue e tecidos de Xenarthra da 
Amazônia brasileira (Rondônia, Pará e Mato Grosso), sendo 361 de preguiças, 32 de tamanduás e 14 
de tatus. A fim de comparar o repertório de tripanossomatídeos encontrados nesses animais, com 
parasitas detectados em outras ordens de mamíferos, que compartilham o mesmo bioma, analisamos 
57 amostras de porco-espinho (roedor do gênero Coendou). As amostras obtidas foram caracterizadas 
por DNA barcoding e análises filogenéticas foram realizadas baseadas nos genes SSU rRNA e 
gGAPDH, que permitem classificar os tripanossomatídeos em gêneros, subgêneros, espécies e 
genótipos conhecidos, assim como identificar novas espécies e genótipos.  

Os resultados obtidos revelaram uma grande diversidade de parasitas. Foram encontradas 
preguiças infectadas (34,35%) com os seguintes parasitas: Endotrypanum (N=54), duas novas 
espécies de Trypanosoma identificadas nesse estudo [T. sp1 (N=9) e T. sp2 (N=53)], T. rangeli das 
linhagens A (N=4), B (N=9) e E (N=3) e T. cruzi da DTU TcIII (N=2). As duas novas espécies de 
Trypanosoma foram detectadas em 86 animais: T. sp1, até o momento exclusivo de preguiças (9 
animais), e T. sp2, detectado em todas as espécies de Xenarthra analisadas e também em espécies de 
Coendou. Nos tamanduás (65,63% infectados), foram detectados T. sp2 (N=18), T. rangeli das 
linhagens A (N=1), B (N=2) e E (N=1). Nos tatus (42,86% infectados), foram identificados T. sp2 (N=3) 
e T. cruzi III (N=4).  

Nossos resultados corroboraram estudos anteriores indicando uma forte associação do gênero 
Endotrypanum com preguiças, os únicos animais encontrados infectados por espécies desse gênero no 
nosso estudo. O encontro de T. cruzi TcIII em tatus também corrobora estudos prévios sugerindo uma 
forte associação desses animais com essa DTU. Além disso, pela primeira vez, TcIII foi identi ficado em 
preguiças, expandindo o número de reservatórios silvestres, e confirmando que animais de diversas 
ordens, biomas e estratos ecológicos albergam TcIII. Infecções mistas foram detectadas em 14 
preguiças, um tamanduá e um tatu. Nas preguiças, foram encontradas infecções mistas com diferentes 
espécies do gênero Trypanosoma, diferentes espécies de Endotrypanum e espécies desses dois 
gêneros. Tatus e tamanduás também apresentaram infecções mistas com diferentes espécies de 
tripanossomas. Preguiças, tamanduás e tatus foram encontrados infectados com T. rangeli das 
linhagens A, B e E.  

As espécies de tripanossomas encontrados nos Xenarthra são compartilhadas por animais de 
diferentes ordens, exceto a nova espécie T. sp. 1. A associação do gênero Porcisia com porco-espinho 
(Coendou) foi corroborada com o encontro de animais infectados na Amazônia e Caatinga. Nenhuma 



 
 

 

espécie de Xenarthra foi encontrada infectada por espécies de Porcisia, embora esse gênero seja 
muito relacionado filogeneticamente com Endotrypanum.  

Os resultados aqui apresentados demonstram que os Xenarthra, especialmente as preguiças, 
albergam um dos maiores repertórios descritos em um determinado hospedeiro, composto por 
tripanossomatídeos de gêneros, espécies e genótipos distintos.  

 
Palavras-chave: Preguiça. Xenarthra. Coendou. Trypanosoma. Endotrypanum. Porcisia. Diversidade 
genética. Amazônia. 
  



 
 

 

ABSTRACT 
 

Vultão, JG. Genetic diversity of mammalian trypanosomatids from Magnorder Xenarthra in the 
Amazonian biome. [Masters Thesis (Parasitology)]. São Paulo: Instituto de Ciências Biomédicas da 
Universidade de São Paulo; 2017. 
 

The magnorder Xenarthra comprises a group of animals that diverged ~ 65 mya and evolved 
isolated when the Southern hemisphere was an island, until the complete emergence of the Isthmus of 
Panama during the Pliocene (~3 mya) allowed for dispersal of Xenarthra toward Central and North 
America. Xenarthra of the orders Cingulata (armadillos) and Pilosa (anteaters and sloths) are widely 
distributed in South and Central America, whereas only armadillos are found at present day in North 
America. They are the only group of mammals to evolve exclusively in the New World, and one of the 
oldest mammals in South America. Taken in account the evolutionary history of this group, and the 
presence of Xenarthra in a range of biomas and ecological niches, this group is one of the most 
interesting, but rarely addressed, to investigate diversity, phylogeny and biogeographical patters of 
trypanosomatids.  

Comparative studies of trypanosomatids infecting different species and genera of Xenarthra are 
important to the understanding of diversity and evolution of trypanosomatids in general, and may reflect 
past and recent interactions between these unique vertebrate hosts and their parasites. Here, 407 blood 
and tissue samples obtained from Xenarthra captured in Brazilian Amazonia (states of Rondônia, Pará 
and Mato Grosso) from: 361 sloths, 32 anteaters and 14 armadillos. In order to compare the 
trypanosomatids found in Xenarthra with those of other mammalian orders sharing the same biome and 
ecological niches, 57 samples of porcupine (rodent of the genus Coendou) were included in this study. 

All samples obtained were characterized by DNA barcoding and phylogenetic analyses based 
on sequences of SSU rRNA, and for some groups we also analyzed gGAPDH sequences. These 
approaches permit the detection and classification of trypanosomatids in known genera, subgenera, 
species and genotypes, as well as can disclose new species and genotypes. Results obtained revealed 
a great diversity of parasites. Sloths have been found infected (34.35%) with Endotrypanum spp. (N = 
54), two new species of Trypanosoma, T. sp1 (N = 9) and T. sp2 (N = 53), T. rangeli of lineages A (N = 
4), B (N = 9) and E (N = 3), and T. cruzi of DTU TcIII (N = 2). 

The new species of Trypanosoma were detected in 86 animals: Trypanosoma sp1, exclusively 
in sloths (9 animals) and Trypanosoma sp2 detected in all species of Xenarthra and, in addition, in 
Coendou. Anteaters (65.63% infected) were found infected with T.  sp2 (N = 18), T. rangeli of lineages 
A (N = 1), B (N = 2) and E (N = 1). In armadillos (42.86%), we identified T. sp2 (N = 3) and T. cruzi III (N 
= 4). Our results corroborate previous studies indicating a strong association of the genus 
Endotrypanum with sloths, the only animals found infected by species of this genus in our study. In 
addition, for the first time, TcIII was identified in sloths. Our findings on T. cruzi TcIII corroborates 
previous studies suggesting a strong association of TcIII with armadillos, although also infecting other 
Xenarthra and animals of other orders, in a wide range of biomes and ecological niches. Mixed 
infections were detected in 14 sloths, one anteater and one armadillo. Mixed infections with different 
species of Endotrypanum and Trypanosoma, as well as the lineages A, B and E of T. rangeli were 
detected in sloths. Armadillos and anteaters showed mixed infections with different species of 
trypanosomes, and different lineages of T. rangeli.  

Therefore, excepting for T. sp. 1, species of trypanosomes infecting sloths are shared by other 
Xenarthra, as well as by range of other mammalian orders as reported in previous studies. The 
association between Porcisia and porcupine (Coendou spp.) was strongly supported. In this study, we 
identified species of this genus in porcupines from Amazonia and Caatinga biomes. However, not a 
single Xenarthra was found infected with species of Porcisia, although this genus is very closely related 
to Endotrypanum.  



 
 

 

Altogether, results presented here demonstrated that Xenarthra, especially sloths, harbor one of 
the largest repertoires already described, comprising trypanosomatids of different genera, species and 
genotypes. 
 
Keywords: Sloth. Xenarthra. Coendou. Trypanosoma. Endotrypanum. Porcisia. Genetical diversity. 
Amazon. 
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1 INTRODUÇÃO 
 
1.1 Magnaordem Xenarthra 

 
A magnaordem Xenarthra corresponde a um dos quatro grupos de mamíferos placentários 

identificados pelos taxonomistas: Anfrotheria e Xenarthra, com origem no hemisfério sul (Gondwana), e 

Euarchontoglires e Laurasiatherias, originários do hemisfério norte (Laurasia) (Springer et al., 2004). O 

surgimento dos Xenarthra e Anfrotheria coincide com a separação da América do Sul (origem dos 

Xenathras) da África (origem dos Anfrotheria) há cerca de 100 m.a. (Eizirik et al., 2001; Delsuc et al., 

2004). A maior diversificação do grupo Xenarthra ocorreu na América do Sul, quando ainda estava 

separada da América do Norte e Antártica. A ampliação da distribuição geográfica dos Xenarthra por 

todo o continente Americano, do Alasca à Patagônia, deu-se com a formação do istmo do Panamá, por 

volta de 3 m.a., que uniu todo o continente americano (Stock, 1942; Borrero et al., 1998; Simpson, 

1980; Benton, 2000; McDonald, 2005). 

Há cerca de 10.000 anos, final do Pleistoceno, os Xenarthra formavam um grupo numeroso, 

representado por mais de 200 gêneros fósseis descritos (Patterson, Pascual, 1972). Entretanto, esse 

período foi marcado por um evento drástico de extinção em massa, que diminuiu a diversidade do 

grupo e extinguiu, principalmente, as espécies de grande porte (Simpson, 1980; Koch, Barnsky, 2006; 

Barnsky, Lindsey, 2010). Considera-se como possíveis causas da extinção em massa o aumento das 

florestas úmidas no Holoceno (De Vivo, Carmingnotto, 2004), a predação ou competição por espécies 

norte-americanas (Marshall et al., 1982) e o impacto humano (Lyons et al., 2004). 

A magnaordem Xernathra foi dividida em duas ordens, de acordo com as características 

superficiais do corpo: Cingulata (corpo recoberto por osteodermos) e Pilosa (corpo recoberto por pelos) 

(Gardner, 2005a, 2005b, 2007). A ordem Cingulata é representada por uma única família, 

Dasypodidae, que abriga 21 espécies de tatus. A ordem Pilosa é representada por quatro famílias e 10 

espécies: Cyclopedidae e Myrmecophagidae, representadas por quatro espécies de tamanduás; e 

Bradypodidae e Megalonychidae, que abrigam seis espécies de preguiças (Wilson, Reeder, 2005). 

Os Xenarthra formam um grupo monofilético, apoiado por dados moleculares e morfológicos 

(Engelman, 1985; Murphy et al., 2001a,b; Delsuc et al., 2001, 2002; Moller-Krull et al., 2007). A 

sinapomorfia morfológica do grupo é a presença de articulações adicionais entre as vértebras dorsais e 

lombares, denominadas vértebras xenárticas (Glass, 1985). Recentemente, uma análise baseada no 

genoma mitocondrial de todos os representantes atuais da magnaordem Xernathra (31 espécies) 

mostrou que a divisão entre as ordens Pilosa e Cingulata ocorreu há cerca de 67,7 m.a. e que esta 

última, representada pelos tatus, é a linhagem mais antiga e atualmente mais diversificada. As 
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linhagens de preguiças e tamanduás foram separadas há aproximadamente 58,5 m.a. (Figura 1) (Gibb 

et al., 2016). 

 
Figura 1 – Análise Bayesiana com relógio molecular dos Xenarthra atuais. Linhas verticais delimitam os períodos 
geológicos do Cenozóico, baseados na escala de tempo geológico da Sociedade Americana de Geologia. Barras 
pretas indicam nós usados como restrições de calibração a priori. E = early; M = middle; L = late; Pli. = Pliocene; 

P. = Pleistocene. Fonte: modificada de Gibb et al., 2016. 
 

Das 31 espécies que compõe a magnaordem Xenarthra, 19 ocorrem no Brasil, sendo: 

Cabassous chacoensis, C. tatouay, C. unicinctus, Dasypus hybridus, D. kappleri, D. novemcinctus, D. 

septemcinctus, Euphractus sexcinctus, Priodontes maximus, Tolypeutes tricinctus e T. matacus da 

Ordem Cingulata e Bradypus torquatus, B. tridactylus, B. variegatus, Cyclopes didactylus, Choloepus 

didactylus, C. hoffmanni, Tamandua tetradactyla e Myrmecophaga tridactyla da ordem Pilosa. As 

espécies B. torquatus e T. tricinctus são consideradas endêmicas do Brasil, dos Biomas Mata Atlântica 

e Cerrado e Caatinga, respectivamente (Paglia et al., 2012). Em relação aos hábitos locomotores, 

todos os representantes da ordem Cingulata são semi-fossoriais. Já a ordem Pilosa inclui animais 

arborícolas (preguiças: Bradypus spp. e Choloepus spp. e tamanduaí: Cyclopes didactylus), 

escansoriais (tamanduá-mirim: Tamandua tetradactyla) e terrestres (tamanduá-bandeira: 
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Myrmecophaga tridactyla). No que se refere a dieta, a ordem Cingulata possui gêneros mirmecófagos 

(Cabassous e Priodontes) e insetívoros/onívoros (Dasypus, Euphractus e Tolypeutes). A ordem Pilosa 

apresenta animais também mirmecófagos (todos os tamanduás) e espécies folívoras, representadas 

pelas preguiças (Paglia et al., 2012). A dieta da preguiça do gênero Choloepus também é composta por 

frutas (Chiarello, 2008). 

De acordo com as listas de espécies ameaçadas no âmbito nacional (Brasil, 2014) e 

internacional (IUCN, 2016), quatro espécies (B. torquatus, M. tridactyla, T. tricinctus, P. maximus) foram 

avaliadas com algum grau de ameaça, sendo que três delas (B. torquatus, M. tridactyla e P. maximus) 

aparecem como “vulneráveis” nas duas listas. Tolypeutes tricinctus foi considerada “Vulnerável” pela 

International Union for Conservation of Nature e “Em Perigo” pelo Ministério do Meio Ambiente.  

Neste estudo, voltado a analisar a diversidade de tripanosomatídeos presentes em preguiças, 

tatus e tamanduás, amostras de sangue e tecido foram obtidas de Bradypus variegatus (preguiça-de-

bentinho), Choloepus didactylus (preguiça-real), Tamandua tetradactyla (tamanduá-mirim), Cyclopes 

didactylus (tamanduaí), Cabassous unicinctus (Tatu-de-rabo-mole), Dasypus novemcinctus (tatu-

galinha), espécies cuja distribuição geográfica é apresentada na Figura 2, e também de animais 

identificados como pertencentes aos gêneros Bradypus sp., Choloepus sp. e Dasypus sp..  
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Figura 2 - Distribuição geográfica das espécies de Xenarthra identificadas até nível específico. Modificada da 
Fonte IUCN, 2016.  
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1.2 A Família Trypanosomatidae 
 

Os protozoários flagelados da família Trypanosomatidae formam um grupo monofilético, que 

pertence ao reino Excavata, filo Euglenozoa, subfilo Glycomonada, classe Kinetoplastea (Cavalier-

Smith, 1998, 2004, 2016). A família alberga protozoários flagelados classificados tradicionalmente na 

classe Kinetoplastea, cuja principal característica é a presença do cinetoplasto, uma região 

especializada da sua única mitocôndria, que é constituída por moléculas concatenadas de DNA e 

localizada na base do flagelo (Vickerman, 1976; Cavalier-Smith, 2016). A classe Kinetoplastea é 

subdividida em duas subclasses, Prokinetoplastina e Metakinetoplastina, esta última dividida em duas 

ordens: Bodonida, que apresenta três subordens, Eubodonida, Parabodonida e Neobodonida (Moreira 

et al., 2004), e Trypanosomatida. A ordem Trypanosomatida alberga parasitas monoxênicos ou 

heteroxênicos de plantas e animais invertebrados e vertebrados; já a ordem Bodonida, atualmente um 

grupo parafilético, compreende parasitas de peixes e organismos de vida livre adaptados a diversos 

ambientes aquáticos e terrestres (Simpson et al., 2006; Stevens, 2008; Deschamps et al., 2011). 

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

e dados moleculares, os tripanossomatídeos foram distribuídos em 21 gêneros. Destes, 16 são 

parasitas monoxênicos de insetos (Angomonas, Blastocrithidia, Blechomonas, Crithidia, Herpetomonas, 

Kentomonas, Jaenimonas, Lafontella, Leptomonas, Lotmaria, Novymonas, Paratrypanosoma, Sergeia, 

Strigomonas, Zelonia e Wallacemonas) e cinco são heteroxênicos, com ciclo de vida alternado entre os 

insetos fitófagos e plantas (Phytomonas) ou entre invertebrados, geralmente insetos hematófagos, e 

vertebrados (Leishmania, Trypanosoma, Endotrypanum e Porcisia) (Wallace, 1966; Vickerman, 1976; 

1979; 1983; Camargo, 1999; Merzlyak et al., 2001; Podlipaev, 2001; Svobodova et al., 2007; Teixeira et 

al., 2011; Borghesan et al., 2013; Flegontov et al., 2013; Maslov et al., 2013; Votypka et al., 2013, 2014; 

Kostygov et al., 2014; Lukes et al., 2014; Schwarz et al., 2015; Espinosa et al., 2016; Kostygov et al., 

2016). 

Considerando a morfologia dos tripanossomatídeos, nota-se diferenças acentuadas quanto à 

forma, espessura, comprimento do corpo e flagelo, tamanho e posição do núcleo e cinetoplasto, etc. No 

ciclo de vida, a localização do cinetoplasto em relação ao núcleo e a presença ou não de membrana 

ondulante são características determinantes das diferenças apresentadas por esses flagelados: 

tripomastigota, promastigota, amastigota, opistomastigota, epimastigota e coanomastigota (Wallace, 

1966, Wallace et al., 1983).  
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Diversos estudos filogenéticos buscam entender a origem dos tripanossomátideos e o modo de 

vida dos parasitas com clicos heteroxênicos. A hipótese levantada é que um bodonídeo de vida livre 

tenha sido ingerido por insetos e, então, se adaptado ao trato intestinal, dando origem aos 

tripanossomatídeos monoxênicos. Com o início da hematofagia, os insetos podem ter inoculado esses 

parasitas nos vertebrados e os que se adaptaram a este modo de parasitismo passaram a circular em 

invertebrados e vertebrados (Hamilton et al., 2004, 2007). Recentemente, a descrição de um novo 

gênero, Paratrypanosoma, posicionado na base da irradiação da família Trypanosomatidae em 

análises filogenéticas com os genes gGAPDH e SSU rRNA, apoia essa hipótese (Flegontov et al., 

2013).  

 

1.3 Parasitas da família Trypanosomatidae em Mamíferos Xenarthra 
 

1.3.1 Gênero Trypanosoma 
 

Várias espécies de tripanossomatídeos são conhecidas como agentes de doenças em 

humanos e animais de interesse veterinário, especialmente nas regiões tropicais: Trypanosoma brucei 

gambiense causa tripanossomíase humana africana; T. cruzi causa doença de Chagas na América 

Latina; T. vivax infecta ungulados na África e América do Sul; e as espécies do gênero Leishmania 

causam diferentes formas de leishmanioses no homem no mundo todo.  

As espécies do gênero Trypanosoma infectam diversas espécies de vertebrados de todas as 

classes (mamíferos, peixes, anfíbios, répteis e aves) e são transmitidas por diversos invertebrados 

hematófagos. Esses parasitas apresentam ciclos de vida com alternância entre vertebrados e 

invertebrados, com várias formas presentes, em diferentes combinações, no sangue e/ou tecidos dos 

hospedeiros. Das centenas de espécies de tripanossomas já descritas em mamíferos de praticamente 

todas as ordens, em todos os continentes, 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 (Hoare, 1972; Stevens et al., 1999a,b, 2001; Hamilton et al., 

2004, 2007, 2009; Maia da Silva et al., 2004a, 2010).  

As espécies de Trypanosoma parasitas de mamíferos foram separadas em duas Secções, 

Salivaria e Stercoraria, com base no desenvolvimento no hospedeiro invertebrado e, 

consequentemente, na via de eliminação das formas infectantes pelo vetor (Hoare, 1964; 1972). A 

Secção Salivaria compreende apenas tripanossomas de origem africana, que se desenvolvem 

ciclicamente em moscas tsétsé (Glossina) e são transmitidos mediante inoculação de formas 

metacíclicas presentes nas glândulas salivares, com exceção de T. equiperdum e T. evansi que se 

adaptaram a transmissão mecânica. A Secção Salivaria compreende os subgêneros Duttonella, 
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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).  

A Secção Stercoraria compreende os subgêneros Schizotrypanum (espécie-tipo: T. cruzi), 

Herpetosoma (T. lewisi) e Megatrypanum (T. theileri) (Hoare, 1972). Nesses subgêneros estão 

classificadas as espécies que se desenvolvem exclusivamente no tubo digestório do inseto vetor, 

sendo transmitidas pela eliminação de formas tripomastigotas metacíclicas com as fezes dos vetores, 

permitindo a transmissão contaminativa através da solução de continuidade da pele.  

Hoare (1972), na última revisão taxonômica do gênero Trypanosoma, criou subgêneros, 

identificou inúmeras sinonímias e propôs a identificação de espécies parasitas de mamíferos com base 

em parâmetros tradicionais como morfometria e morfologia das formas presentes no sangue. Porém, 

as formas encontradas no sangue de diversas espécies de hospedeiros 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 espécie. Além da morfologia, os vetores, a 

origem geográfica e o hospedeiro de origem são outros parâmetros taxonômicos utilizados. Esses 

parâmetros partiram do pressuposto de que cada espécie de hospedeiro albergaria uma só espécie e 

que a separação geográfica originaria 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, algumas 

espécies são cosmopolitas e outras restritas às Américas ou à África. Portanto, esses parâmetros 

foram totalmente invalidados durante os últimos anos (Stevens et al., 1999a,b, 2001; Maia da Silva et 

al., 2004a, 2010; Hamilton et al., 2004, 2007, 2009; Rodrigues et al., 2006, 2008; Ferreira et al., 2007, 

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

Inicialmente, os estudos baseados em sequências de SSU rRNA sugeriram a polifilia do gênero 

Trypanosoma (Maslov et al., 1996). Ademais, a monofilia e a possibilidade de compartilhamento de um 

único ancestral comum para tripanossomas de mamíferos, répteis, anfíbios e peixes foi verificada, com 

um número maior de representantes do gênero, em análises filogenéticas, isoladas ou combinadas, 

baseadas em sequências de SSU rRNA e gGAPDH (Stevens et al., 2001; Hamilton et al., 2004, 

Simpson et al., 2006; Lukes et al., 2014).  

Trypanosoma cruzi compreende populações bastante heterogêneas que diferem em 

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

(Miles et al., 2009; Zingales et al., 2009; 2012). Essa espécie apresenta uma estrutura populacional 

complexa, com isolados distribuídos em seis grupos infragenéricos (DTUs - discrete typing units), 
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denominados TcI-TcVI, além de Tcbat, recentemente classificado como uma nova DTU (Zingales et al., 

2009; 2012; Lima et al., 2015; Barnabé et al., 2016; Brenière et al., 2016). 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; Lewis et al., 2009; 

Marcili et al., 2009 a,b; Miles et al., 2009; Zingales et al., 2012).  

A maioria dos isolados de T. cruzi caracterizada por diversos marcadores moleculares foi 

obtida de casos humanos de Doença de Chagas, de triatomíneos de áreas endêmicas e de animais do 

peridomicílio, especialmente gambás (D. marsupialis). O ciclo silvestre do T. cruzi apenas 

recentemente passou a ser alvo de estudos moleculares abrangendo diversas espécies de mamíferos 

e vetores silvestres, com resultados que mostram uma grande complexidade de genótipos, infecções 

mistas, associações parasita-vertebrados-vetor e padrões ecológicos (Miles et al., 1983; Lisboa et al., 

2004, 2006, 2008, 2009; Herrera et al., 2008, 2009; Valente et al., 2009; De Araújo et al., 2012; Rocha 

et al., 2013; Roque et al., 2013; Lima et al., 2014). 

Poucos trabalhos descrevem T. cruzi em preguiças, a maioria dos quais baseia-se apenas em 

características morfológicas (Hoare, 1972). Na Guiana Francesa, uma busca por hemoparasitas em 

vários mamíferos e répteis mostrou que, dos 280 esfregaços de preguiças analisados, 27% apresentou 

infecção por Endotrypanum schaudinii e 5% por T. cruzi-like. Já no caso dos tamanduás e tatus, a 

infecção foi por Trypanosoma legeri (43,2%) (designação atual: T. rangeli B) e T. cruzi (10%), 

respectivamente (Thoisy et al., 2000; Maia da Silva et al., 2004a,b). Outro estudo, nessa mesma região 

da Guiana Francesa, baseado em MLEE detectou infecção por T. rangeli e E. shaudinnii em preguiças 

e T. rangeli em tamanduá-mirim (Dereure et al., 2001). No Panamá, um estudo com um número grande 

de amostras de preguiças mostrou a baixa prevalência de T. cruzi, quando comparada a outros 

parasitas como Leishmania (Viannia) panamensis, Endotrypanum schaudinni e Trypanosoma rangeli 

(Herer e Christensen, 1980). Recentemente, outro estudo no Panamá mostrou a importância das 

preguiças e tamanduás na manutenção da transmissão de T. cruzi em Rodnius pallences, uma vez que 

a análise do sangue no intestino desses triatomíneos revelou sua alta prevalência em diferentes 

habitats (Gottdenker et al., 2012). Além disso, análises com mini-exon, incluindo amostras de Bradypus 

torquatus proveniente do Rio de Janeiro, revelaram infecção de um indivíduo por T. cruzi da Linhagem 

2, atual DTU TcI (Fernandes et al., 1999). 

As espécies de tamanduás também apresentam infecção por T. cruzi, sendo registrados 

através de parâmetros morfológicos e técnicas moleculares. Estudos realizados no Pará detectaram 

nas espécies Cyclopes didactylus e Tamandua tetradactyla infecção pela DTU TcI através de 

eletroforese de enzimas (Z1) e do gene mini-exon (Hoare, 1972; Miles et al, 1981; De Araújo et al., 
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2012; Roque et al., 2013). Há também relatos morfológicos de formas similares a T. cruzi em T. 

tetradactyla no Piauí (Bento et al., 1992).  

Diversos trabalhos relatam T. cruzi nas espécies de tatus com base na morfologia, eletroforese 

de enzimas e através de marcadores moleculares tradicionalmente utilizados (mini-exon, 18S rDNA, 

24Sα rDNA) e ensaios de PCR-RFLP empregando diversas enzimas de restrição nos genes GPI, HSP-

60 e COII. Outros marcadores mais polimórficos, como ITS-1 e SL, também foram utilizados. Os tatus 

apresentaram infecção por diversas linhagens de T. cruzi inicialmente determinadas como zimodemas 

(Z1 e Z3) e diferentes DTUs (TcI, II, III e IV). Além de diversas regiões do Brasil, T. cruzi foi observado 

em tatus na Argentina, Bolívia, Colombia, Paraguai e Venezuela. No Brasil, os estados do Rio de 

Janeiro, Pará, São Paulo, Bahia, Mato Grosso, Rio Grande do Norte, revelaram infecções por Z1 (TcI), 

Z3 (TcIII e IV) e TcIII (Deane, 1961; Hoare, 1972; Miles et al, 1981; Fernandes et al., 1999; Yeo et al., 

2005; Roque et al., 2008; Lisboa et al., 2009; Llewellyn et al., 2009; Alvarado-Otegui et al., 2012; 

Morocoima et al., 2012; Orozco et al., 2013; Ramírez et al., 2013; Tenorio et al., 2014; Martins et al., 

2015; Acosta et al., 2017). 

Trypanosoma rangeli não apresenta restrição de hospedeiros vertebrados, sendo encontrado 

parasitando diversas espécies de mamíferos de diferentes ordens, como Didelphimorphia (Marsupialia), 

Xenarthra, Carnivora, Rodentia, Chiroptera e Primatas não humanos e o homem (Hoare, 1972; 

D’Alessandro e Saravia, 1992, 1999; Cuba Cuba, 1998; Guhl, Vallejo, 2003). As infecções humanas 

causadas por T. rangeli são comuns na América Central, Colômbia e Venezuela (Guhl, Vallejo, 2003; 

Vallejo et al., 2003, 2009). No Brasil, T. rangeli foi descrito em diferentes mamíferos e triatomíneos 

(gênero Rhodnius), principalmente na Amazônia, onde foram descritos casos humanos (Miles et al., 

1983; Coura et al., 1996; Maia da Silva et al., 2004a,b, 2007). 

Estudos moleculares comparativos de isolados de diferentes hospedeiros mamíferos e 

espécies de Rhodnius de regiões geográficas demonstraram que T. rangeli é um táxon complexo 

formado por diferentes grupos (Grisard et al., 1999; Urrea et al., 2005). 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 cinco linhagens (A-

E) filogenéticas (Maia da Silva et al., 2004a,b, 2007, 2009). 

As espécies de Xenarthra são hospedeiros frequentes de T. rangeli. Estudos morfológicos 

revelaram infecções mistas em quatro tamanduás mirins no Panamá, sendo que três apresentaram 

infecções por T. rangeli e T. legeri (espécie originalmente classificada no subgênero Megatrypanum e 

atualmente classificada como T. rangeli B) e um por T. legeri e T. cruzi-like (Walton, Sousa, 1967; Maia 

da Silva et al., 2004a,b). Além do Panamá, T. legeri foi registrado em tamanduá-mirim da Guiana 

Francesa, Honduras e do Brasil e em preguiças da Costa Rica (Hoare, 1972).  
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As espécies T. rangeli-like foram extensivamente descritas nos Xernartha, em estudos 

baseados apenas em parâmetros morfológicos. Dentre essas espécies, nas preguiças foram descritos 

T. preguici, T. leeuwenhoeki e T. mesnilbrimonti e no tamanduá-bandeira T. myrmecophagae (Shaw, 

1969; Hoare, 1972). A inclusão de T. leeuwenhoeki e T. preguici (ambos de preguiça) e T. legeri 

(tamanduá) em filogenias moleculares agrupou essas espécies com T. rangeli das linhagens C, B e B, 

respectivamente (Maia da Silva et al., 2004a,b).  

Através de eletroforese de enzimas foi detectada infecção por T. rangeli em um tamanduá-

mirim coletado em Rondônia (Miles et al., 1983). Recentemente, uma infecção tripla foi descrita em um 

tamanduá-mirim (Tamandua tetradactyla) capturado no Brasil (Pará); análises moleculares detectaram 

a presença de T. cruzi (TcI), T. rangeli e Leishmania infantum neste hospedeiro (De Araújo et al., 

2012).  

 

1.3.2 Gênero Leishmania 
 

Tripanossomatídeos do gênero Leishmania são transmitidos por dípteros hematófagos 

(Psychodidae: Phlebotominae) e parasitam várias espécies de mamíferos (novo e velho Mundo) e 

lagartos (apenas no velho Mundo). Grande parte das espécies de Leishmania de mamíferos causa 

lesões cutâneas, mucocutâneas e viscerais em humanos. Preguiça, tamanduá, tatu, roedores e 

marsupiais são reservatórios importantes de Leishmania por abrigarem várias espécies infectantes 

para o homem (Shaw, 1985). Considerando a morfologia de Leishmania, amastigotas são as formas 

tipicamente encontradas nos hospedeiros vertebrados enquanto que promastigotas são as que 

colonizam o inseto vetor (Hoare, 1976).  

Uma revisão sobre os reservatórios silvestres e sinantrópicos de Leishmania das Américas 

elencou as espécies de Leishmania e seus potenciais reservatórios e hospedeiros vertebrados de 

diversas Ordens da Classe Mammalia (Roque, Jansen, 2014). Desta maneira, para a Ordem Pilosa, as 

preguiças são consideradas hospedeiras de L. colombiensis, L. equatoriensis e L. panamensis (C. 

hoffmanni), L. shawi (B. tridactylus e C. didactylus) e também um potencial reservatório para L. 

guyanensis (C. didactylus); o tamanduá-mirim (T. tetradactyla) é hospedeiro de L. guyanensis, L. 

amazonensis e L. infantum e o tatu-galinha (Dasypus novemcinctus) é hospedeiro de L. guyanensis e 

potencial reservatório de L. naiffi.  

As espécies de Leishmania de mamíferos foram inicialmente divididas em dois subgêneros, 

com base na região do tubo digestório onde o parasita se desenvolve (Lainson, Shaw, 1987, 2005): L. 

(Viannia), restrito a região neotropical; e L. (Leishmania), representado por espécies do Novo e do 
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Velho Mundo. Recentemente, foi proposto um novo subgênero, Mundinia, para abrigar as espécies L. 

enrietti, L. sp. (isolada de um Canguru australiano) e L. martiniquenses (Espinosa et al., 2016).  

Nas árvores filogenéticas, as espécies do gênero Leishmania formam um grupo monofilético. 

Filogenias baseadas em sequências de SSU rRNA agruparam os gêneros Leishmania e 

Endotrypanum, gerando controvérsias em relação à taxonomia de algumas espécies, como L. herreri, 

L. hertigi, L. colombiensis e L. equatoriensis (Cupolillo et al., 1995; Croan et al., 1997; Noyes et al., 

1997, Stevens et al., 2001; Yurchenko et al., 2006). As sequências do gene SSU rRNA mostraram-se 

muito conservadas para diferenciar espécies de Leishmania. No entanto, o polimorfismo do gene ITS 

rDNA mostrou alta variabilidade inter- e intraespecífica (Cupolillo et al., 1995; 1998; Schönian et al., 

2000; Miles et al., 2009).  

Uma revisão, baseada em vários estudos moleculares como PCR-RFLP do gene ITS rDNA, 

MLEE e sequências de SSU rRNA de espécies dos gêneros Leishmania e Endotrypanum, revelou duas 

principais linhagens filogenéticas denominadas Secções: Euleishmania, formada pelos subgêneros 

Leishmania e Viannia, e Paraleishmania formada por espécies de Endotrypanum e leishmanias com 

classificação incerta, denominadas “leishmanias enigmáticas”. Estas últimas incluem: L. herreri, 

parasita de preguiças; L. equatoriensis, parasita de preguiças e esquilos, L. deanei e L. hertigi, de 

porco-espinho, L. colombiensis que infecta preguiça e humanos. O grupo de “leishmanias enigmáticas” 

apresenta relação com as espécies do gênero Endotrypanum e algumas espécies não induzem sinais 

clínicos de leishmaniose (Cupolillo et al., 2000).  

Para resolver a relação filogenética entre as “leishmanias enigmáticas” e as espécies de 

Endotrypanum, Espinosa et al. (2016) analisaram um número significativo de sequências de SSU 

rRNA, gGAPDH e HSP70 de representantes dessas espécies e dos subgêneros de mamíferos (Viannia 

e Leishmania) e répteis (Sauroleishmania). Os resultados permitiram validar o gênero Endotrypanum, 

que além de E. shaudinni e E. monterogei passa atualmente a abrigar as espécies anteriormente 

classificadas como L. herreri, L. equatoriensis e L. colombiensis. Também foi proposta a criação de um 

novo gênero, Porcisia, para abrigar as espécies encontradas em porco espinho (L. hertigi e L. denaei), 

devido a relevante distância genética (12% para gGAPDH e 5% HSP70) do clado irmão contendo as 

espécies de Endotrypanum (Espinosa et al., 2016). 

O clado incluindo as espécies heteroxênicas (Leishmania, Endotrypanum) e monoxênicas 

(Wallaceina e algumas espécies de Leptomonas e Crithidia) foi anteriormente definido como SE 

(“Slowly Evolving”), devido às baixas taxas de divergência da subunidade menor do gene ribossômico 

(SSU rRNA) (Merzlyak et al., 2001). Com base em análises combinadas de gGAPDH e SSU rRNA foi 

proposta a denominação da Subfamília Leishmaniinae, uma vez que o clado SE localizava-se abaixo 

de família e acima de gênero (Jirkú et al., 2012). A recente classificação da subfamília Leishmaniinae, 
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suportada por altos valores de bootstrap em inferências filogenéticas usando sequências de gGAPDH, 

HSP70 e SSU rRNA V7V8 de um número maior de representantes das espécies hetoroxênicas, inclui 

nessa subfamília espécies de Leishmania, Endotrypanum e Porcisia (parasitas heteroxênicos), 

espécies posicionadas no clado do gênero Zelonia (parasitas monoxênicos), denominado no mesmo 

estudo (espécie-tipo: Z. costaricensis, antiga Leptomonas constaricensis), além de Novymonas 

esmeraldas (Espinosa et al., 2016) (Figura 3).  

 

 

Figura 3 - Dendograma de Parcimônia baseado em sequências de SSU rRNA V7V8 com o posicionamento 
filogenético da atual classificação da Subfamília Leishmaniinae. Figura adaptada Espinosa et al., 2016. 

 

1.3.3 Gênero Endotrypanum 
 

Por muito tempo o gênero Endotrypanum compreendeu apenas os parasitas exclusivos de 

preguiças encontradas na Amazônia brasileira, Colômbia, Guiana Francesa e América Central que, 

assim como as espécies de Leishmania, são transmitidos por flebotomíneos. Alguns critérios adotados 

para a sua classificação foram o hospedeiro de origem (preguiça) e a morfologia (epimastigotas no 

sangue, além de relatos raros de tripomastigotas no interior de eritrócitos). Formas tripomastigotas de 

E. schaudinni e epimastigotas de E. monterogeii foram observadas in vivo parasitando hemácias 

(Mesnil, Brimont, 1908; Shaw, 1969), sendo, entretanto, raramente observadas no sangue de 

preguiças. As formas promastigotas, observadas em cultura e nos insetos vetores, são 

morfologicamente idênticas às de Leishmania. O hospedeiro de origem não garantia a classificação de 

Endotrypanum, uma vez que preguiças são reservatórios de Leishmania e de espécies de 

Trypanosoma (T. cruzi, T. rangeli e outras) (Shaw, 1992). A classificação de isolados de flebotomíneos 
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no gênero Endotrypanum é ainda mais difícil. Além de Leishmania, tripanossomas de répteis, anfíbios, 

morcegos e marsupiais são transmitidos por flebotomíneos (Hoare, 1972; Ferreira et al., 2008; Viola et 

al., 2009). 

Conforme já mencionado, diversas análises moleculares foram realizadas mostrando o 

relacionamento das espécies de Endotrypanum com as espécies conhecidas como “leishmanias 

enigmáticas” que não se agrupavam na Secção denominada Euleishmania (Croan et al., 1997; 

Cupolillo et al., 1998, 2000).  

Com base na nova classificação do gênero Endotrypanum, baseada em análises dos genes 

gGAPDH e HSP70, este gênero é composto pelas seguintes espécies: E. colombiensis, E. 

equatoriensis, E herreri, E. monterogei e E. shaudinni. Na árvore filogenética derivada dos genes 

supracitados, foi possível notar a formação de dois subclados: o primeiro composto por E. herreri e 

outros isolados de flebotomíneos do Amazonas e de preguiças do Pará; e o segundo por E. 

colombiensis, isolados de Endotrypanum do Brasil (Rondônia), Panamá e Guiana Francesa, E. 

monterogei, E. shaudinni e E. equatoriensis.  

 
 

1.4 Genes empregados nas análises moleculares e relacionamento genético 
 

1.4.1 Gene Ribossômico 
 

Os genes ribossômicos estão universalmente distribuídos e são funcionalmente equivalentes 

em todos os organismos e tem sido amplamente utilizados nas inferências filogenéticas de 

tripanossomatídeos (Sogin et al., 1986).  

Esse gene apresenta uma estrutura complexa, composta por unidades de transcrição (cistrons 

ribossômicos) intercaladas por um espaçador intergênico (IGS) e que se repetem em “tandem” por 

mais de 100 vezes no genoma (Figura 4). Por uma única unidade de transcrição, conhecida como pré-

rRNA, os genes são processados, originando três moleculas de RNA maduros: 18S (SSU, subunidade 

menor), 5.8S e 24S (LSU, subunidade maior). A subunidade maior é constituída por dois fragmentos de 

alto peso molecular, 24Sα e 24Sβ e quatro subunidades de rRNAs de baixo peso molelular (S1, S2, S4 

e S6). Composto por sequências altamente conservadas, as subunidades 18S e 24S são intercaladas 

por espaçadores ITS (ITS 1 e 2, espaçadores internos transcritos), de conservação intermediária, 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). Já a subunidade 

menor denominada SSU, é composta por oito regiões conservadas (U1-U8) e nove regiões variávies 

(V7-V9), sendo muito utilizada por apresentar características importantes, tais como o pequeno 
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tamanho, a fácil amplificação por PCR e a presença de regiões variáveis por regiões flanqueadas 

(Hernández et al., 1990). Atualmente, há inúmeras sequências de SSU de espécies e isolados de 

tripanossomatídeos depositadas em bancos, o que permite a identificação de novas espécies e a 

inferência de relacionamento de linhagens e genótipos.  

 

Figura 4 - Representação esquemática do cistron ribossômico de rRNAs precursores de tripanossomatídeos. 

 

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

sequências ITS1 e ITS2 diferem inter e intra-especificamente e, por esse motivo, são consideradas 

excelentes para inferir o relacionamento filogenético de organismos próximos, para diagnóstico e como 

marcadores taxonômicos. Análises de ITSrDNA revelaram variabilidade inter e intraespecífica em 

Leishmania sp. e Endotrypanum sp. (Cupolillo et al., 2000), diferenciando também linhagens de T. cruzi 

(Fernandes et al., 1999; Cuervo et al., 2002; Santos et al., 2002; Luna-Marin et al., 2009; Marcili et al., 

2009), de T. rangeli (Maia da Silva et al., 2004a), espécies de tripanossomas Africanos (Desquesnes et 

al., 2001; Njiru et al., 2005; Rodrigues et al., 2008), genótipos de T. theileri (Rodrigues et al., 2006, 

2010) e tripanossomas de anuros (Ferreira et al., 2007, 2008) e de serpentes (Viola et al., 2008, 2009). 

 
1.4.2 Gene Gliceraldeído 3-fosfato desidrogenase glicossomal - gGAPDH  
 

Glicossomos, organelas presentes nos representantes da família Trypanosomatidae, contém 

enzimas envolvidas no metabolismo da glicose e glicerol, diferindo dos eucariotos, nos quais as 

enzimas são citosólicas. Nos tripanososomas, há dois genes que codificam a enzima glicosomal 

(gGAPDH) e um terceiro, que codifica a enzima enzima citosólica (cGAPDH), mais estritamente 

relacionado com os genes bacterianos (Kendall et al., 1990; Hannaert et al., 1992, 1998) (Figura 5).  

 
Figura 5 - Representação esquemática dos genes de gGAPDH. 
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Os genes gGAPDH são codificadores de proteínas e estão sujeitos a diferentes pressões 

seletivas, apresentando menores taxas de evolução quando comparados com os genes ribossômicos. 

Esses genes fornecem alinhamentos confiáveis entre sequências de organismos geneticamente 

distintos e têm se mostrado excelentes marcadores para estudos filogenéticos com tripanossomatídeos 

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

Estudos baseados em sequências concatenadas ou independentes utilizando os genes SSU 

rRNA e gGAPDH apontaram topologias congruentes, sendo recomendados para a descrição e 

inferências filogenéticas de gêneros, subgêneros e espécies de tripanossomatídeos (Hamilton et al., 

2004; 2005a, 2009; Viola et al., 2009; Maslov et al., 2010; Teixeira et al., 2011; Borghesan et al., 2013; 

Fermino et al., 2013;). 
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2 JUSTIFICATIVA E OBJETIVOS 
 

A magnaordem Xenarthra compreende um grupo de animais que divergiu há ~65 m.a. isolado 

no hemisfério sul até o fechamento do Istmo do Panamá (~3 m.a), quando ocorreu um grande 

intercâmbio de animais das Américas do Norte e do Sul e os Xenarthra migraram para o norte. 

Atualmente, espécies das ordens Cingulata (tatus) e Pilosa (preguiças e tamanduás) são amplamente 

distribuídas na América do Sul e Central, mas apenas tatus são encontrados da América do Norte.  

Considerando a história evolutiva desse grupo de animais, um dos mais antigos e endêmico da 

América do Sul, a distribuição das espécies em diferentes biomas e a diversidade de estratos e nichos 

ecológicos ocupados, é provável que a diversidade e evolução de seus parasitas reflita a história 

evolutiva passada e recente, a biologia e distribuição desse grupo de animais. Estudos preliminares de 

parasitas da família Trypanosomatidae sugeriram que esses animais albergam espécies de 

tripanossomatídeos que podem ter evoluído em associação com esses hospedeiros, assim como 

espécies que podem ter sido adquiridas, via vetores compartilhados, de outros animais que habitam os 

mesmos ambientes. Porém, a maioria dos estudos de tripanossomatídeos encontrados em Xenarthra 

foi baseado em morfologia e raramente acompanhado de caracterização molecular.  

Portanto, o estudo comparativo de tripanossomatídeos encontrados em hospedeiros de 

diferentes gêneros e espécies de Xenarthra é de grande importância para o entendimento da 

diversidade e história evolutiva dos tripanossomatídeos na América do Sul. Nesse trabalho, foram 

analisadas amostras de 407 animais, sendo 361 de preguiças, 32 de tamanduás e 14 de tatus. A fim de 

comparar o repertório de tripanossomatídeos encontrados em Xenarthra de diferentes espécies 

capturadas na Amazônia com parasitas de espécies simpátricas de outras ordens, incluímos nesse 

estudo 57 amostras de porco-espinho (roedor do gênero Coendou) capturados, principalmente, na 

Amazônia. Com esses objetivos gerais, as amostras obtidas foram analisadas a fim de: 

1. Detectar tripanossomatídeos em amostras de sangue/tecido de preguiças, tamanduás, tatus e 

porco-espinho com a utilização do método de Nested-PCR do gene SSU rRNA. 

2. Identificar os tripanossomatídeos por análise de sequências da região variável V7V8 do gene 

SSU rRNA - DNA barcoding.  

3. Inferir relações filogenéticas baseadas em sequências do gene SSU rRNA e gGAPDH.  

4. Comparar as espécies, linhagens e genótipos dos tripanossomatídeos encontrados com 

aqueles descritos em Xenarthra em outros estudos e regiões geográficas. 

5. Comparar os tripanossomatídeos encontrados na Amazônia com os descritos em outros 

estudos, de outras regiões, e com os encontrados em Coendou.  
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3 MATERIAL E MÉTODOS 
 
3.1 Amostras 

 
Para o desenvolvimento deste estudo, foram processadas 407 amostras de mamíferos 

Xenartros, sendo 361 de preguiças, 32 de tamanduás e 14 de tatus. Adicionalmente, foram incluídas 57 

amostras de roedores do Gênero Coendou, Ordem Rodentia, conhecidos popularmente como Ouriço-

cacheiro ou porco-espinho arborícola. Deste modo, ao todo 464 amostras foram triadas, incluindo 

amostras sangue (N=430), sangue e cultura (N=20) e tecido (N=14). 

A Tabela 1 apresenta o número de amostras triadas e suas respectivas espécies ou gêneros e 

a Figura 6 apresenta a porcentagem das amostras relacionadas aos seus hospedeiros. 

 Tabela 1 - Número de amostras utilizadas neste estudo e seus respectivos hospedeiros. 

Espécies Nome popular Nº de amostras 

Bradypus variegatus Preguiça-de-bentinho 248 

Bradypus sp. Preguiça 4 

Choloepus didactylus Preguiça-real 5 

Choloepus sp. Preguiça-real 104 

Cyclopes didactylus Tamanduaí 1 

Tamandua tetradactyla Tamanduá-mirim 31 

Cabassous unicinctus Tatu-de-rabo-mole 1 

Dasypus novemcinctus Tatu-galinha 10 

Dasypus sp. Tatu 3 

Coendou baturitensis Porco-espinho-de-baturité 2 

Coendou prehensilis Ouriço-cacheiro 52 

Coendou sp. Ouriço-cacheiro 3 

                  TOTAL   464 

 

 

Figura 6 - Porcentagem das amostras triadas em relação aos hospedeiros utilizados no presente estudo.  

 

Preguiça 
78% 

Tamanduá 
7% 

Tatu 
3% 

Porco-espinho 
12% 
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Como se observa na Tabela 1 e Figura 6, a maioria das amostras pertence às preguiças (78%), 

com representantes dos gêneros Bradypus (N=252) e Choloepus (N=109), seguido dos porcos-

espinhos (12%), representado por indivíduos do gênero Coendou (N=57). Os tamanduás (gêneros: 

Tamandua: N=31 e Cyclopes: N=1) e os tatus (Dasypus: N=13 e Cabassous: N=1), perfazem 10% das 

amostras.  

Além das amostras utilizadas e apresentadas na Tabela 1 e Figura 6, foram incluídos nas 

análises filogenéticas 128 isolados caracterizados em outros estudos, incluindo diversos animais 

silvestres das classes Mammalia e Reptilia, além de isolados de humanos, de animais domésticos e de 

invertebrados (Tabela 2). Isso permitiu a comparação dos resultados obtidos com os Xenarthra e 

representantes do gênero Coendou de outras localidades e também com parasitas de outros grupos de 

hospedeiros. 

 

Tabela 2 - Isolados caracterizados em outros estudos incluídos nas análises inferências filogenéticas.  
 

TCC Isolado Linhagem Hospedeiro Origem geográfica 

Trypanosoma minasense   

- - - Macaco Saguinus midas Tsukuba JP 

Trypanosoma cruzi 

- Arma13 cl1 TcIII Tatu Dasypus novemcinctus Campo Lorro PY 

- Arma18 cl3 TcIII Tatu Dasypus novemcinctus Campo Lorro PY 

862 - TcIII Tatu Euphractus sexcinctus 
Rio Grande do 

Norte 
BR 

863 - TcIII Tatu Euphractus sexcinctus 
Rio Grande do 

Norte 
BR 

864 - TcIII Tatu Euphractus sexcinctus 
Rio Grande do 

Norte 
BR 

1114 - TcIII Tatu Euphractus sexcinctus 
Rio Grande do 

Norte 
BR 

1831 - TcIII Tamanduá Tamandua mexicana - PA 

712 - TcIII Marsupial 
Monodephis 
brevicaudata 

Amazonas BR 

130 - TcIII Marsupial Philander frenata São Paulo BR 

132 - TcIII Marsupial Philander frenata São Paulo BR 

134 - TcIII Marsupial Philander frenata São Paulo BR 

1356 - TcIII Roedor Oxymicterus sp. Pará BR 

1437 - TcIII Roedor 
Proechimys 

longicaudatus 
Pará BR 

1637 - TcIII Roedor Oxymycterus sp. Amapá BR 

844 MT3869 TcIII Humano Homo sapiens Amazonas BR 

- M6241cl6 TcIII Humano Homo sapiens Pará BR 

1457 - TcIII Humano Homo sapiens Pará BR 

845 MT3663 TcIII Triatomíneo 
Panstrongylus 

geniculatus 
Amazonas BR 

1079 - TcIII Triatomíneo Triatoma rubrovaria Rio Grande do Sul BR 
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TCC Isolado Linhagem Hospedeiro Origem geográfica 

1078 - TcIII Triatomíneo Triatoma rubrovaria Rio Grande do Sul BR 

1323 - TcIII Cão Canis familiaris Mato Grosso do Sul BR 

1386 - TcIII Cão Canis familiaris Mato Grosso do Sul BR 

1339 Sylvio X10 cl1 TcI Humano Homo sapiens Pará BR 

- JR cl4 TcI Humano Homo sapiens Venezuela VE 

45 - TcI Marsupial Didelphis aurita São Paulo BR 

30 G TcI Marsupial Didelphis marsupialis Amazonas BR 

269 - TcI Macaco Saguinus midas Amazonas BR 

294 - Tcbat Morcego Myotis levis São Paulo BR 

1994 - Tcbat Morcego Myotis levis São Paulo BR 

597 - Tcbat Morcego Myotis nigricans Mato Grosso do Sul BR 

1122 - Tcbat Morcego Myotis albescens São Paulo BR 

- Esmeraldo clone 3 TcII Humano Homo sapiens Bahia BR 

34 Y TcII Humano Homo sapiens São Paulo BR 

139 - TcII Marsupial Didelphis aurita São Paulo BR 

- Can III TcIV Humano Homo sapiens Pará BR 

1441 - TcIV Humano Homo sapiens Pará BR 

1446 - TcIV Humano Homo sapiens Pará BR 

206 - TcIV Carnívoro Nasua nasua Pará BR 

- 92122102R TcIV Carnívoro Procyon lotor Georgia US 

- StC10R cl1 TcIV Carnívoro Procyon lotor Georgia US 

085 José Julio TcIV Humano Homo sapiens Amazonas BR 

186 - TcIV Triatomíneo Triatoma infestans Santa Cruz BO 

- Sc46 c11 TcV Triatomíneo Triatoma infestans Santa Cruz BO 

- SO3 c15 TcV Triatomíneo Triatoma infestans Potosí BO 

T. cruzi marinkellei 

344 - - Morcego Carollia perspicillata Rondônia BR 

- B7 - Morcego Phyllostomus discolor Bahia BR 

Trypanosoma erneyi 

1293 - - Morcego Tadarida sp. Sofala MZ 

1946 - - Morcego Tadarida sp. Sofala MZ 

Trypanosoma dionisii 

211 - - Morcego Eptesicus brasiliensis São Paulo BR 

495 - - Morcego Carollia perspicillata Rondônia BR 

Trypanosoma rangeli 

202 - TrA Macaco Saimiri sciureus 
Pará - Ilha do 

Marajó 
BR 

220 - TrA Macaco Saimiri sciureus 
Pará - Ilha do 

Marajó 
BR 

- P19 TrA Marsupial Didelphis marsupialis Minas Gerais BR 

- P21 TrA Marsupial Didelphis marsupialis Minas Gerais BR 

1719 - TrA Morcego Artibeus planirostris Mato Grosso do Sul BR 

20 Macias TrA Humano Homo sapiens - VE 
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TCC Isolado Linhagem Hospedeiro Origem geográfica 

31 San Augustin TrA Humano Homo sapiens - CO 

21 Choachi TrA Triatomíneo Rhodnius prolixus - CO 

701 ROR-62 TrA Triatomíneo Rhodnius robustus Rondônia BR 

13 T.preguici TrB Preguiça Choloepus didactylus Pará BR 

32 T. legeri TrB Tamanduá Tamandua tetradactyla Pará BR 

10 T. legeri TrB Tamanduá Tamandua tetradactyla Pará BR 

86 AM80 TrB Humano Homo sapiens Amazonas BR 

261 AM11 TrB Humano Homo sapiens Amazonas BR 

207 - TrB Macaco Cebuella pygmaea Acre BR 

4176 - TrB Macaco Alouatta stramineus Amazonas BR 

- 4176 TrB Triatomíneo Rhodnius brethesi Amazonas BR 

- T. leeuwenhoeki (CH250) TrC Preguiça Choloepus hoffmanni - CO 

- RGB TrC Cão Canis familiaris - VE 

328 1625 TrC Humano Homo sapiens - SV 

14 PG TrC Humano Homo sapiens - PA 

- G5 TrC Triatomíneo Rhodnius pallescens Sucre CO 

- SO29 TrC Triatomíneo Rhodnius pallescens Sucre CO 

23 SC-58 TrD Roedor Echimys dasythrix Santa Catarina BR 

643 - TrE Morcego Platyrrinus lineatus Mato Grosso do Sul BR 

900 - TrE Triatomíneo Rhodnius pictipes Amazonas BR 

902 - TrE Triatomíneo Rhodnius pictipes Amazonas BR 

Trypanosoma lewisi 

34 - - Roedor Rattus rattus Ceará BR 

Trypanosoma microti 

- TRL 132 - Roedor Microtus agrestis - UK 

Trypanosoma livingstonei 

1270 - - Morcego Rhinolophus landeri Chupanga MZ 

1295 - - Morcego Rhinolophus landeri Chupanga MZ 

Trypanosoma noyesi 

- H25 - Canguru Macropus giganteus - AU 

T. sp. 

- D15 - Marsupial Trichosurus vulpecula Dwellingup AU 

- D17 - Marsupial Trichosurus vulpecula Dwellingup AU 

- HochNdi1 - Macaco Cercopithecus nictitans Nditam CM 

- Nandoum - Carnívoro Nandinia binotata Doumé CM 

Trypanosoma conorhini 

025E - - Roedor Rattus rattus Rio de Janeiro BR 

Trypanosoma wauwau 

410 - - Morcego Pteronotus parnellii Rondônia BR 

411 - - Morcego Pteronotus parnellii Rondônia BR 

Trypanosoma vespertilionis 

- P14 - Morcego Pipistrellus pipistrellus - UK 
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TCC Isolado Linhagem Hospedeiro Origem geográfica 

Endotrypanum colombiensis 

586 MHOM/VE/96/PM-H230 - Humano Homo sapiens Lara VE 

Endotrypanum equatorensis 

259 MCHO/EC/82/Lsp-1 - Preguiça Choloepus hoffmanni - EC 

252 MSCI/EC/82/Lsp-2 - Esquilo Sciurus granatensis - EC 

Endotrypanum herreri 

251 MCHO/CR/75/Ch-29 - Preguiça Choloepus hoffmanni Cartago CR 

Endotrypanum schaudinni 

224 MCHO/PA/62/M907 - Preguiça Choloepus hoffmanni Colón  PA 

Endotrypanum monterogeii 

222 MCHO/CR/62/A9 - Preguiça Choloepus hoffmanni Cartago CR 

Endotrypanum sp. 

102 IDEN/BR/98/M17035 - Diptera 
Psanthyromya 
dendrophyla 

Rondonia BR 

889 IPHL/BR/??/Fleb.341 - Diptera 
Psanthyromya 
dendrophyla 

Amazonas BR 

890 IPHL/BR/??/Fleb.28 - Diptera Lutzomyia gomezi Amazonas BR 

250 MCHO/BR/89/M12629 - Preguiça Choloepus didactylus Pará BR 

225 MCHO/BR/80/M6159 - Preguiça Choloepus didactylus Pará BR 

226 MBRA/PA/??/415P01 - Preguiça Bradypus variegatus - PA 

286 MBRA/GF/??/LE 2954 - Preguiça Choloepus didactylus - GF 

230 MCHO/BR/79/M5725 - Preguiça Choloepus didactylus Pará BR 

239 MCHO/BR/67/M595 - Preguiça Choloepus didactylus Pará BR 

231 MCHO/BR/82/M6862 - Preguiça Choloepus didactylus Pará BR 

Porcisia hertigi 

260 MCOE/PA/80/C8 - Roedor Coendou rothschildi - PA 

Porcisia deanei 

250 MCOE/BR/75/M4059 - Preguiça Choloepus sp. Pará BR 

256 MCOE/BR/91/M13291 - Roedor Coendou sp. Pará BR 

255 MCOE/BR/75/M4059 - Roedor Coendou sp. Pará BR 

258 MCOE/BR/91/M13451 - Roedor Coendou sp. Pará BR 

Leishmania. (M.) sp. Roo1 

1063 MMAC/AU/2004/Roo1 - Marsupial Macropus sp. - AU 

Leishmania (M.) enriettii 

2114 MCAV/BR/45/L88 - Roedor Cavia porcellus Paraná BR 

017E RTAR/DZ/49/G10 - Réptil Tarentola mauritanica - DZ 

Leishmania (M.) Martiniquensis 

- MHOM/MQ/92/MAR1 - Humano Homo sapiens - MQ 

Leishmania (S.) adleri 

717 RLAT/KE/57/SKINK-7 - Réptil Latastia longicaudata - KE 

Leishmania (S.) gymnodactali 

722 RGYM/TM/40/ - Réptil Gymnodactylus caspius - TM 

Leishmania (S.) hoogastrali 
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TCC Isolado Linhagem Hospedeiro Origem geográfica 

723 RHEM/SD/63/NG26 - Réptil Hemidactylus turcicus - SD 

Leishmania (V.) naiffi 

109 MDAS/BR/81/M6246 - Tatu Dasypus sp. Pará BR 

Leishmania (V.) panamensis 

- MHOM/CO/81/L13 - Humano Homo sapiens Choco CO 

Leishmania (V.) braziliensis 

- MHOM/BO/??/CUM 180 - Humano Homo sapiens - BO 

Leishmania (L.) mexicana 

- MNYC/BZ/62/M379 - Roedor  Nyctomys sumichrasti - BZ 

Leishmania (L.) infantum 

- MHOM/MT/85/Buck - Humano Homo sapiens - MT 

Leishmania (L.) donovani 

- MHOM/SD/68/1S - Humano Homo sapiens - IN 

Leishmania shawi 

- MCEB/BR/1984/M8408 - Macaco Cebus apella Pará BR 

Zelonia costarricensis 
     

169E IZEL/BR/89/169E - - Zelus sp. Amazônia B R 

2165 IRIC/CR/2003/15EC - - Ri. simillina - CR 

Países: AU (Austrália), DZ (Argélia), BO (Bolívia), BR (Brasil), BZ (Belize), CO (Colômbia), CR (Costa Rica), CM 
(Camarões) EC (Equador), GF (Guiana Francesa), IN (Índia), JP (Japão), KE (Quênia), MT (Malta), MQ (Martinica), MZ 
(Moçambique) PA (Panamá), PY (Paraguai), SD (Sudão), SV (El Salvador), TM (Turcomenistão), UK (Inglaterra), US 
(Estados Unidos) e VE (Venezuela). 
 

3.2 Área de Captura 

 
As amostras utilizadas neste estudo são provenientes dos biomas Amazônico, Caatinga e Mata 

Atlântica (Figura 7). O bioma Amazônico foi o mais representativo, apresentando amostras dos estados 

do Pará, Mato Grosso e Rondônia. Ao todo, 460 amostras foram provenientes deste bioma, sendo 265 

de Rondônia, 182 do Pará e 13 do Mato Grosso. Os biomas Caatinga e Mata Atlântica são 

representados apenas por quatro amostras, sendo duas do Ceará, inserido na Caatinga, e duas da 

Paraíba, inserida na Mata Atlântica.  

O tipo de material biológico utilizado em cada estado foi: Pará, amostras de sangue 

conservadas em etanol 100% (v/v), sendo 20 semeadas em hemoculturas; Ceará e Paraíba, amostras 

de tecido conservadas em etanol 100% (v/v); Mato Grosso, amostras de tecidos (coração e fígado) 

mantidos em etanol 70% (v/v) ou sangue conservado em etanol 100% (v/v). 

Ressalta-se que todas as amostras que foram utilizadas nesse estudo fazem parte da coleção 

DNA/Tecidos (TCC-USP) do laboratório de filogenia e taxonomia molecular de tripanossomatídeos do 

Departamento de Parasitologia, ICB, da Universidade de São Paulo – USP.  

A localização geral das coletas é apresentada na Figura 7. 
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Figura 7 - Mapa com a localização de coleta das amostras utilizadas no presente estudo. Estados Brasileiros: CE 
(Ceará), MT (Mato Grosso), PA (Pará), PB (Paraíba) e RO (Rondônia).  

 

3.3 Isolamento e Cultivo dos tripanossomas 
 

Para a realização das hemoculturas, uma  alíquota de sangue foi inoculada em meio bifásico 

composto por “Blood Agar Base” (BAB) a 4% (fase sólida) e LIT (Liver Infusion Tryptose) acrescido de 

80 µg/ml de gentamicina (fase líquida). As hemoculturas foram incubadas a 28 ºC e analisadas a partir 

de 7-10 dias de semeadas. As culturas positivas foram mantidas em meio BAB/LIT ou, quando 

necessário, co-cultivadas em meio TC-100 (Cultilab) acrescido de 5% de SFB e em monocamadas de 

células de inseto High five (Trichopulsia ni), incubadas a 28 ºC. Os meios de cultura utilizados estão 

descritos na Tabela 3. 

 

Tabela 3 - Meios de Cultura 

Meio de cultura Preparo e Armazenamento Composição 
Quantidade/ 

Litro 

LIT(1)  
Esterilizado em autoclave 
e armazenado a -20 ºC. 

Triptose 5,00 g 

Infuso de fígado 5,00 g 

NaCl 4,00 g 
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Meio de cultura Preparo e Armazenamento Composição 
Quantidade/ 

Litro 

KCl 0,40 g 

Na2HPO4 8,00 g 

Glicose 2,00 g 

Heminaa 0,01 g 

SFB (soro fetal bovino)b 100 ml 

BABb/LiT (2) Armazenado a 4 °C 

Meio BAB (blood Agar base) a 4% 850 ml 

Sangue de coelho estéril e desfibrinado 150 ml 

(1) Camargo (1964); (2) Rodrigues et al. (2003); a hemina dissolvida em NaOH 0.1N; b SFB (Soro Fetal Bovino), inativado à 56 
ºC por 30 minutos e armazenado a -20 ºC. 

 
3.4 Extração do DNA total 

 
Os tripanossomas obtidos em cultura foram lavados 2 vezes com PBS 1X, centrifugados por 10 

minutos a 8.000 g, e os "pellets" obtidos foram estocados a -20 ºC.  

Para extração de DNA genômico das amostras de sangue, figado e coração, inicialmente, parte 

do sangue e figado/coração (previamente cortados) foram transferidos para um tubo eppendorf de 2 ml 

e centrifugado por 10 minutos à 13.000 rpm. Após a centrifugação, foi retirado o excesso de etanol. 

Esse procedimento não é necessário para as amostras de cultura que estão na forma de “pellets”. 

Deste modo, nos tubos contendo sangue, tecido ou “pellet” de cultura foi adicinado 200 µl de uma 

solução de lise chamada Digsol Buffer (50 mM TRIS-HCL, 20 mM EDTA, 117 mM NaCl e 1% SDS) e 

20 µl de Proteinase K (10 mg/ml) (Tabela 4). Esse material foi incubado por 3 horas à 55 – 60 ºC ou 

overnight à 37 ºC. Após esta incubação, foi adicionado 400 µl de acetado de amônio (4 M) e o material 

é homogeneizado (Vortex) por 15 minutos. Logo em seguida, o material foi centrifugado por 15 minutos 

a 13000 - 15000 rpm (preferencialmente a 10 ºC) e o sobrenadante transferido para outro tubo 

eppendorf de 2 ml. Para a precipitação do DNA, foi adicionado 1 ml de etanol 100% e o material foi 

centrifugado por 15 minutos a 15000 rpm. Em seguida, foi descartado o etanol 100% e o DNA foi 

lavado com etanol 70%. Finalmente, após a lavagem, no DNA já seco foi acrescentado de 30 - 50 µl de 

TE ou água. 

Tabela 4- Soluções utilizadas na obtenção de DNA genômico de cultura de tripanossomatídeos e tecido dos 
hospedeiros vertebrados. 

 

Soluções Preparação Volume Recomendações 

Digsol Buffer 
Tris-HCL 50 mM (0.78 g); EDTA 20 mM (0.74 g); 

NaCl 117 mM (0.68 g); SDS 1% (1 g); em H2O 
bidestilada autoclavada. 

100 ml. Autoclavar 120˚C / 30 minutos. 

Acetato de Amônia CH3COONH4 4M (30,83 g). 100 ml. Autoclavar 120˚C / 30 minutos. 

Proteinase K Diluir para uma concentração final de 10 mg/ml - Diluir em água deionizada estéril. 
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3.5 Reações de Amplificação 
 

Foi realizado um levantamento de tripanossomatídeos nas amostras selecionadas utilizando 

um protocolo de Nested-PCR estabelecido por Noyes et al. (1999). Além de ser considerado um 

método muito sensível, esse método amplifica DNA de diversas espécies e gêneros de 

tripanossomatídeos. Após o resultado desta triagem, foi obtida sequências do gene que codifica a 

enzima gGAPDH, presente no genoma de todos os grupos de tripanossomatídeos conhecidos.  

Os resultados de amplificação do gene gGAPDH são parciais, devido à grande dificuldade de 

amplificação, provavelmente, devido a baixas parasitemias. Para o gene de gGAPDH também foi 

realizado o método de Nested-PCR, onde foram empregados os oligonucleotídeos SF e SR na primeira 

amplificação e 3F e 5R na segunda amplificação (Fermino et al., 2015). 

Para as reações de PCR foi utilizada a seguinte mistura de reação: 15-50 ng de DNA 

genômico; 10 ng de cada "primer"; 200 mM de cada dNTP; 20 mM de tampão (Tris-HCl, pH 8,4, 

(NH4)2SO4, MgCl2); 2,5 U de Taq DNA polimerase e água bidestilada deionizada e autoclavada (qsp 

25 µl). Para o PCR do gene gGAPDH acrescentamos 5% do volume total de BSA (1 mg/ml) e 10% do 

volume total de DMSO. 

Os ciclos de amplificação e as temperaturas de anelamento foram definidos de acordo com os 

"primers" empregados (Tabela 5).  

Tabela 5 - Descrição dos oligonucleotídeos e ciclos de amplificação para as reações de PCR. 
 

Gene 
Oligonucletídeos (“primers”) empregados 
Sequencia 5’– 3’ 

Condições de amplificação 

SSU rDNA (V7-V8) 

Primeira reação: 

1 ciclo: 3 minutos 94 °C,  
30 ciclos: 30 segundos 94 °C; 1 minuto 55 °C; 1 
minuto e 30 segundos 72 °C, 
1 ciclo: 10 minutos 72 °C 

TRY927F GAA ACA AGA AAC ACG GGA G 

TRY927R CTA CTG GGC AGC TTG GA 
 

Segunda reação: 

SSU561F TGG GAT AAC AAA GGA GCA 

SSU561R CTG AGA CTG TAA CCT CAA AGC 

gGAPDH 

Primeira reação: 

1 ciclo: 3 minutos 94 °C,  
30 ciclos: 1 minuto 94 °C; 1 minuto  55 °C; 1 
minuto 72 °C, 
1 ciclo: 10 minutos 72 °C 

  

GAPDH SF GTG GCG GTK GTY GAC ATG AAC A 

GAPDH SR TTG GAG TCR TAG ATR GAG CT 
 

Segunda reação: 

GAP 3F GTG AAG GCG CAG CGC AAC 

GAP 5R CCG AGG ATG YCC TTC ATG 

 

 

3.6 Eletroforese de DNA em géis de agarose. 
 

Alíquotas das reações de PCR foram acrescidas de tampão de amostra e submetidos à 

eletroforese em gel de agarose, na concentração de 1,5 a 2% em tampão TAE (40 mM de Tris-acetato; 

2 mM de EDTA, pH 8.0 a 50 V/100 mA), utilizando-se como marcador de peso molecular “GeneRuler 
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DNA Ladder Mix” (Fermentas), e corados com Gel Red NucleicAcid Gel Stain (Biotium) e 

fotodocumentados em ImageQuant 350 (GEHealthcare) sob luz UV.  

 

3.7 Clonagem 
 

Os produtos obtidos da reação de PCR foram clonados em vetor pGEM-T Easy Vector 

(Promega) e utilizados para a transformação de células dH10β. A preparação das células competentes 

foi realizada de acordo com o protocolo descrito por (Sambrook, Russell, 2001), utilizando cloreto de 

cálcio. As células foram transformadas e ampliadas inicialmente em meio SOC e em seguida 

transferidas para placas de meio LB-agar contendo ampicilina em uma concentração final de 100 μg/ml. 

Posteriormente, os clones positivos foram ampliados por cultivo durante 16 horas / 37 ˚C / 120 rpm em 

meio LB líquido contendo a mesma concentração de ampicilina das placas e purificados utilizando o 

sistema "Wizard Plus SV Minipreps DNA purification System" (Promega). Pelo menos 10 clones de 

cada isolado foram analisados por sequenciamento automático. 

Apenas as amostras que revelaram indícios de infeção mista, como, por exemplo, 

cromatogramas com picos duplos, foram submetidas ao processo de clonagem.  

 

3.8 Sequenciamento 
 

Fragmentos de DNA, clonados ou não, foram sequenciados utilizando o Kit “Big Dye 

Terminator v3.1 Cycle Sequencing” (Applied Biosystems). As reações foram submetidas a 30 ciclos: 15 

segundos 96 ºC; 15 segundos 50 ºC; 4 minutos 60 ºC, com um ciclo inicial de 1 minuto 96 ºC, e os 

oligonucleotídeos utilizados estão apresentados na Tabela 5. Após a reação, o DNA foi precipitado e 

analisado no Sequenciador automático Apllied Biosystems 3500 Genetic Analizer. 

 

3.9 Alinhamento das sequências obtidas 
 

Os cromatogramas das sequências foram analisados no programa Seqman (LaserGene versão 

5.0) (DNAstar, 1997). As sequências de nucleotídeos determinadas neste estudo e as obtidas no 

GeneBank (http://www.ncbi.nlm.nih.gov/), foram alinhadas através do programa Clustal X (Thompson et 

al., 1997) alterando os parâmetros relativos à inserção de “indels” (peso de inserção=1, extensão=1). 

As sequências foram manualmente ajustadas no programa GeneDoc v. 2.7.000 (Nicholas et al., 1997). 

 

3.10 Matriz de similaridade 
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A partir do alinhamento das sequências dos genes em estudo, foi determinada uma matriz de 

similaridade/divergência (baseadas em distância p não corrigida) utilizando-se o programa PONTOS 

(ALVES, J.M.), disponível em http://sourceforge.net/projects/pontos/. 

 

3.11 Inferências filogenéticas 
 

As inferências filogenéticas foram determinadas pelos métodos de máxima parcimônia (MP), 

máxima verosimilhança (MV) ("maximum likelihood") e análise bayesiana (B). Desta maneira, as 

análises de MP foram construídas utilizando o programa PAUP* v. 4.0b10 (Swofford, 1998), com 100 

replicatas de adição aleatória dos terminais seguida de troca de ramos (“RAS-TBR Branch-breaking”). 

As análises de suporte por “bootstrap” foram feitas em 100 replicatas com os mesmos parâmetros 

empregados na busca.  

As análises de MV foram executadas no programa RAxML v7.0.4 (Stamatakis, 2006). Foram 

empregadas 500 replicatas usando GTR como modelo de substituição e 4 categorias de gama e 

diagramas obtidos por parcimônia como árvores iniciais. Os parâmetros do modelo de substituição 

empregado foram estimados durante a busca. O suporte de ramos foi estimado com 500 replicatas de 

“bootstrap” no programa RAxML. 

As análises bayesianas foram executadas no programa MrBayes v.3.1.2 (Ronquist, 

Huelsenbeck, 2003). Foram empregadas 500.000 gerações usando GTR como modelo de substituição 

e 4 categorias de gama mais proporção de sítios invariantes. Para a construção do dendrograma final 

foram utilizados apenas os diagramas obtidos nas últimas 75 replicatas. Para a verificação de suporte 

de ramos nas análises bayesianas foram utilizados os valores de probabilidade a posteriori obtidos com 

o programa MrBayes. 

 

3.12 Genealogias 
 

As genealogias de sequências de nucleotídeos foram inferidas por análises de Network, 

utilizando o programa Splitstree v4.11.3 (Huson, Bryant, 2006). Foi utilizado o método de “Neighbor-

net” e os valores de suporte foram estimados através da realização de 100 replicatas de “bootstrap”, 

usando os mesmos parâmetros otimizados pelo método de “Neighbor-net”. 

 

3.13 Escalonamento Multidimensional (MDS). 
 

A análise de escalonamento multidimensional (MDS) foi realizada utilizando-se o pacote 

Bios2MDS escrito em linguagem R. Esta análise permite observar, em um plano com duas ou três 

http://sourceforge.net/projects/pontos/
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dimensões, a distância p entre sequências de DNA ou proteína. Os dados foram visualizados no 

programa RStudio disponível em https://www.rstudio.com/products/Rstudio/. 

 

  

https://www.rstudio.com/products/RStudio/
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4 RESULTADOS E DISCUSSÃO 
 
4.1 Prevalência de tripanossomatídeos por região geográfica  
 

Neste estudo, foram processadas 464 amostras, incluindo sangue (N=430), sangue e cultura 

(N=20) e tecido (N=14). Destas, 407 amostras foram obtidas de mamíferos xenartros (preguiças: 

88,70%; tamanduás: 7,86%; tatus: 3,44%). A fim de comparar espécies de diferentes ordens que vivem 

em simpatria na Amazônia, foram examinadas também amostras de 57 roedores do Gênero Coendou, 

Ordem Rodentia, conhecidos popularmente como ouriço-cacheiro ou porco-espinho arborícola. 

Comparativamente, a prevalência de amostras positivas por região geográfica dos animais examinados 

foi maior nos estados de Rondônia (49%) e Mato Grosso (38,4%), com menor valor sendo observado 

(12,6%) no Estado do Pará. Nos poucos animais amostrados no Ceará (N=2) e na Paraíba (N=2), a 

prevalência de animais infectados por tripanossomatídeos foi de 100% no Ceará, porém nenhuma 

amostra da Paraíba mostrou infecção por tripanossomatídeos. (Tabela 6). 

 

Tabela 6 - Número de amostras analisadas, número de amostras positivas e prevalência por Estado de coleta. 
 

Estado de Coleta Nº de amostras triadas Nº de amostras positivas Prevalência 

Ceará 2 2 100% 

Mato Grosso 13 5 38,46% 

Pará 182 23 12,64% 

Paraíba 3 0 0% 

Rondônia 265 130 49,06% 

TOTAL 464 160   

 

Análises de DNAs das 464 amostras de sangue e tecido, sendo três de cultura (Tabela 1), 

realizada pelo método de Nested-PCR do gene SSU rRNA, detectaram 160 amostras positivas 

(prevalência de 34,48%) para espécies dos gêneros Trypanosoma, Leishmania e Endotrypanum. Foi 

possível identificar 17 amostras mistas, sendo 12 de Choloepus sp., duas de Bradypus variegatus e 

uma de Tamandua tetradactyla, Dasypus novemcinctus e Coendou prehensilis (Figura 8). Uma 

observação interessante revelada neste estudo foi que entre os mamíferos xenartros, apenas as 

preguiças (Choloepus sp. e B. variegatus) apresentaram infecção mista com diferentes espécies dos 

gêneros Trypanosoma e Endotrypanum, e com espécies desses dois gêneros. No entanto, D. 

novemcinctus e T. tetradactyla apresentaram infecções mistas por diferentes espécies de 

tripanossomas, enquanto que em tamanduás foram detectadas infecções mistas com diferentes 

linhagens de T. rangeli. Além disso, na única amostra de Coendou prehensilis com infecção mista 

foram detectadas três linhagens de T. rangeli e uma nova espécie de tripanossoma que será discutida 

adiante.  
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Figura 8 - Diagramas representativos das amostras mistas encontradas neste estudo. *: indica infecção por dois 
genótipos; Gr.: grupo. 

 

O conjunto de resultados obtidos durante o desenvolvimento desta dissertação será 

apresentado em seguida, no formato de tópicos, levando em conta os mamíferos xenartros estudados 

e a diversidade de parasitas encontrados. Também será apresentada a diversidade de parasitas 

encontrados no gênero Coendou (Ordem Rodentia), que foi incluído neste trabalho por compartilhar o 
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estrato arbóreo com as preguiças e tamanduaí (animais arborícolas) e com o tamanduá-mirim, que 

possui hábito de locomoção escansorial, no bioma Amazônico. 

 
4.2 Diversidade de Tripanossomatídeos encontrados nos mamíferos xenartros. 
 

Para o levantamento de tripanossomatídeos em xenartros, 407 amostras foram analisadas, 

sendo 361 de preguiças, 32 de tamanduás e 14 de tatus. Das preguiças, 221 amostras foram coletadas 

no estado de Rondônia, 136 no Pará, três no Mato Grosso e uma na Paraíba. Deste montante, 124 

foram positivas, revelando uma taxa de infecção de 34,35%. Das amostras dos tamanduás, 

provenientes do Mato Grosso (05), Pará (09) e Rondônia (18), 21 foram positivas, resultando em taxa 

de infecção de 65,63%. Em relação aos tatus, 11 amostras foram originárias de Rondônia e três do 

Mato Grosso, sendo seis positivas, gerando uma taxa de infecção de 42,86%. A Tabela 7 mostra as 

espécies hospedeiras estudadas e o respectivo número de amostras coletadas. 

Com as análises de sequências da região V7V8 do gene SSU rRNA (DNA barcoding) foi 

possível identificar mamíferos xenartros infectados por diversos representantes da Família 

Trypanosomatidae. 

 

Tabela 7 – Número de amostras triadas e positivas para parasitas da Família Trypanosomatidae dos mamíferos 
xenartros utilizados neste estudo.  

 

Espécies Nome popular Nº de amostras triadas Nº de amostras positivas 

Bradypus sp. Preguiça 4 1 

Bradypus variegatus Preguiça-de-bentinho 248 52 

Choloepus didactylus Preguiça-real 5 1 

Choloepus sp. Preguiça-real 104 70 

TOTAL   361 124 

Tamandua tetradactyla Tamanduá-mirim 31 21 

Cyclopes didactylus Tamanduaí 1 0 

TOTAL   32 21 

Cabassous unicinctus Tatu-de-rabo-mole 1 0 

Dasypus novemcinctus Tatu-galinha 10 6 

Dasypus sp. Tatu 3 0 

TOTAL   14 6 

TOTAL GERAL   407 151 

 
 

4.2.1 Espécies do gênero Endotrypanum 
 

Com as análises realizadas nesse trabalho, foram encontradas 54 amostras de Endotrypanum, 

revelando uma prevalência de 13,27%. As sequências geradas, quando comparadas com as 

depositadas no GenBank, apresentaram uma alta similaridade para as espécies descritas do gênero 
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Endotrypanum. Por similaridade de sequência, as amostras positivas foram separadas em dois grupos: 

i) Grupo Endotrypanum (Gr. End), para as sequências idênticas às das espécies E. schaudini, E. 

monterogeii e E. colombienses; ii) Grupo E. herreri (Gr. E. her), para as sequências idênticas a E. 

herreri. Os únicos hospedeiros que apresentaram infecção por Endotrypanum foram as preguiças, 

sendo quatro amostras de Bradypus variegatus e 50 de Choloepus sp. (Tabela 8). 

 

Tabela 8 - Amostras de Endotrypanum identificadas pelo método de Nested-PCR do gene SSU rRNA e gGAPDH.  
 

 
Gr.: denominação para os dois grupos pertencentes ao gênero Endotrypanum; * amostras com sequências dos genes SSU 
rDNA (V7V8) e gGAPDH; ** amostra com sequência do gene gGAPDH. Número de campo: em negrito equivalem as 
amostras de Bradypus variegatus e sem negrito as de Choloepus  sp. Colorações: Azul: indica infecção por um único grupo 
de Endotrypanum; Rosa com hachuras: indica infecção mista por um grupo de Endotrypanum e espécie do gênero 
Trypanosoma; Verde com hachura: indica amostras mistas entre os grupos de Endotrypanum; Laranja: indica infecção mista 
entre os grupos de Endotypanum e espécie do gênero Trypanosoma.  
 

Até recentemente, a secção Paraleismania do gênero Leishmania incluía espécies do gênero 

Endotrypanum e também espécies de Leishmania consideradas enigmáticas: L. herreri (preguiças), L. 

equatorensis (preguiças e esquilos), L. deanei e L. hertigi (porco-espinho) e L. colombiensis (preguiças 

e humanos). O termo “leishmanias enigmáticas” foi atribuído considerando a relação dessas espécies 

com as do gênero Endotrypanum e também pelo fato de não produzirem sintomas de leishmaniose na 

maioria dos casos (Cupolillo et al., 2000). 

Uma nova classificação das “leishimanias enigmáticas” e do gênero Endotrypanum foi proposta 

com base em filogenias moleculares inferidas com sequências dos genes SSU rRNA V7V8, gGAPDH e 

Gr.  End. Gr. E. her Gr.  End. Gr. E. her

PV1003*, PV1020*, PV1059*, PV1064*, PV1094*, PV1105*, PV1121*, PV1123*, 

PV1184*, PV1193*, PV125*, PV203*, PV748*, PV898*
14

PV1021, PV1083, PV1120, PV117, PV1175, PV122, PV123, PV158, PV171, PV185, 

PV45, PV48, PV967, TP6, PV390, PV643
16

PV1023, PV1144, PV167, PV197, PV938, PV178, PV365 7

PV1170*, PV1220*, PV1240*, PV756*, PV163* 5

PV1018, PV116, PV216, PV1183 4

PV1019*, PV222* 2

PV1101* 1

PV118* 1

PV218 1

PV1189** 1

PV1016*, PV987* 2

SSU rRNA V7V8 gGAPDH
Nº de campo Nº amostras
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HSP70 (Espinosa et al., 2016). Análises empregando genes isolados ou concatenados indicaram a 

formação de um grupo monofilético bem suportado, revelando três principais linhagens: L. hertigi, L. 

herreri e Endotrypanum. Leishmania hertigi, assim como L. deanei, ambas isoladas de porco-espinho, 

posicionaram-se como grupo irmão do grupo principal composto por Leishmania-like e Endotrypanum. 

Esses dois apresentaram em todas as análises uma considerável distância genética, razão pela qual 

sugeriu-se a criação de um novo gênero, denominado Porcisia. Já as espécies de Endotrypanum e 

Leishmania-like, foram todas classificadas como Endotrypanum, representado por um clado com alto 

valor de suporte, composto por dois grupos: um composto por E. herreri e o outro por E. colombienses 

e E. equatorienses (Espinosa et al., 2016).  

Apesar do posicionamento filogenético de L. colombienses no clado das leishmanias 

enigmáticas, há relatos de manifestações clínicas conhecidas de leishmanioses, incluindo a forma 

visceral (Rodriguez-Bonfant et al., 2003). Entretanto, estudos com maior número de isolados de dessa 

espécie, identificados por marcadores moleculares, ainda são necessários para esclarecer melhor essa 

questão.  

Nenhuma amostra de preguiça examinada nesse estudo foi positiva para Leishmania ssp., 

embora os Xenarthra sejam reservatórios conhecidos de espécies desse gênero: L. guyanensis, L. 

panamensis e L. shawi foram encontradas em preguiças; Leishmania naiffi e L. guyanensis foram 

descritas em tatus; L. guyanensis, L. amazonensis e L. infantum em tamanduás (De Araújo et al., 2012; 

Roque, Jansen, 2014) e L. colombienses, L. equatoriensis e L. herreri, recentemente realocadas no 

gênero Endotrypanum (Espinosa et al., 2016) foram também descritas em preguiça. 

A análise de sequências da região V7V8 do SSU rRNA com o método de Network revelou que 

todos os isolados de preguiças caracterizados neste estudo se agrupam nos dois grupos de espécies 

do gênero Endotrypanum, recentemente redefinidos por Espinosa et al (2016) (Figura 9A). De 54 

sequências obtidas das 407 amostras, 15 sequências de preguiças capturadas em Rondônia 

apresentaram 100% de similaridade com o grupo de isolados composto por E. colombiensis 

(Venezuela), E. monterogeii (Costa Rica), E. shaudinni (Panamá) e Endotrypanum sp. (isolados 

TCC286 e TCC226) de preguiças do Panamá e Guiana Francesa. Nossa análise revelou uma pequena 

divergência (0,2%) quando as sequências obtidas foram comparadas com as sequências de E. 

equatorensis e Endotrypanum sp. TCC102 de Rondônia, único isolado de flebotomíneo (Psathyromyia 

dendrophyla) posicionado nesse grupo.  

As demais amostras examinadas (38 sequências) foram obtidas de 221 preguiças capturadas 

em Rondônia, três no Mato Grosso e 136 no Pará. Suas sequências foram idênticas às do grupo que 

alberga E. herreri (TCC251) e E. sp. (TCC230), ambos isolados de preguiças da Costa Rica e Brasil, 

respectivamente, e Endotrypanum sp. TCC889 isolado de Psathyromyia dendrophyla da Amazônia. As 
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sequências desse grupo de Endotrypanum sp. apresentaram uma divergência de 0,6% do isolado 

TCC890 (Lutzomyia gomezi) da Amazônia (Ferreira et al., 2008). Apesar da clara separação de dois 

grupos do gênero Endotrypanum, a divergência entre ambos é de apenas 0,8%.  

 

Figura 9 - (A) Análise de Network baseada nas sequências da região V7V8 do gene SSU rDNA (561pb) de isolados 
de Endotrypanum caracterizados neste estudo (em negrito); (B) Análise de Network baseada nas sequências do 
gene gGAPDH isolados de Endotrypanum caracterizados neste estudo (em negrito) . Os números correspondem 

aos valores de suporte “bootstrap”. 

 

Espécies dos gêneros Endotrypanum e Leishmania são conhecidas por apresentarem baixas 

taxas de divergência entre as sequências de SSU rRNA (Merzlyak et al., 2001). Por esse motivo, tem 

sido utilizando o gene gGAPDH, que resulta em filogenias congruentes com as geradas por genes 
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ribossômicos, porém, resolvendo melhor o posicionamento e relacionamentos intra-grupo (Borghesan 

et al., 2013; Espinosa et al., 2016).  

Representantes dos dois grupos de Endotrypanum foram selecionados para amplificação e 

sequenciamento do gene gGAPDH. Por ser um gene mais polimórfico, mesmo com um número menor 

de sequências a análise filogenética apresentou uma melhor resolução no posicionamento dos 

isolados, com alto valor de suporte (100% bootstrap) para o gênero Endotrypanum, que foi separado do 

clado que agrupa P. deanei e P. hertigi por ~11% de divergência de sequência (Figura 9B e Figura 10). 

Isolados com sequências SSU rRNA idênticas às de E. herreri apresentam com esse gene divergência 

de 3%. Entretanto, todos esses isolados formam um grupo homogêneo (divergência intra-grupo de 

apenas ~0,3%) mais relacionado com E. herreri com um alto valor de suporte (95% de bootstrap) 

(Figura 9B). No grupo de E. equatoriensis, E. colombiensis, E. monterogeii e E. schaudinni, as 

amostras caracterizadas neste estudo apresentaram uma divergência menor (~ 0,2%) em relação as 

espécies representantes. Mesmo quando comparadas a E. equatorensis, essas sequências 

apresentam uma divergência de 0,9%. 
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Figura 10 -  Árvore filogenética de máxima verossimilhança (ML) da subfamília Leishmaninae, baseada em 
sequências do gene gGAPDH (601 caracteres, -Ln= 2861.976659). Os números correspondem aos valores de 

suporte por “bootstrap” em Parcimônia e ML (500 replicatas), e probabilidade a posteriori (Bayesiana). 
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4.2.2 Espécies do gênero Trypanosoma 
 

 Trypanosoma minasense e T. minasense-like 4.2.2.1
 

As sequências obtidas de 83 amostras, quando comparadas com a espécie mais relacionada 

depositada no GenBank, apresentaram alta similaridade (95-97%) com a sequência de Trypanosoma 

minasense (número de acesso: AB362411). Considerando todas as amostras mistas encontradas 

neste estudo, T. minasense-like foi o tripanossomatídeo mais frequente de preguiças, como pode ser 

observado na Tabela 9. Além de elevada prevalência (20,39%), esses tripanossomas foram 

encontrados em diferentes espécies de preguiças: B. variegatus (37), Bradypus sp. (01), Choloepus sp. 

(23) e C. didactylus (01), totalizando 62 amostras, e também em 18 amostras de tamanduás 

(Tamandua tetradactyla) e três de tatu (Dasypus novemcinctus).  

 

Tabela 9 - Amostras mistas do novo Trypanosoma caracterizado neste estudo e seus respectivos hospedeiros 
detectados  através do método de Nested-PCR do gene SSU rRNA (V7V8).  

 

Hospedeiros Amostras Nº amostras   Parasitas encontrados 

Bradypus variegatus 
PV412 1   T. sp2 (2 genótipos) 

PV422* 1   T. sp2 e T. rangeli E 

Choloepus sp. 

PV116, PV118, PV1018, 
PV1183 

4 
 

T. sp2 e grupo E. herreri 

PV216 1 
 

T. sp1 e grupo E. herreri 

PV149 1 
 

T. sp1 e T. cruzi (TcIII) 

PV218 1   T. sp2, grupo E. herreri e grupo Endotrypanum 

Dasypus novemcinctus PV109 1   T. sp2 e T. cruzi (TcIII) 

Tamandua tetradactyla PA43 1   T. sp2 (2 genótipos) e T. rangeli das linhagens A e B 

 TOTAL  11   

*: o T. rangeli da linhagem E desta amostra foi obtido através do gene gGAPDH. 

 

O posicionamento filogenético inferido com a inclusão dessas sequências na filogenia do 

gênero Trypanosoma, corroborou as análises de similaridade de sequências, agrupando essas 

sequências com a de T. minasense (Figura 11).  

A análise de network baseada em sequências de SSU rRNA (561pb) das 83 amostras que 

apresentaram sequências mais similares à de T. minasense revelou dois grupos, denominados T. 

minasense-like T. sp1 e T. sp2, separados por divergência de sequência de 3,5%. Comparados com T. 

minasense, as divergências variaram de 5% e 3,4% para T. sp1 e T. sp2, respectivamente (Figura 12).  

O grupo T. sp1 é, até o momento, formado somente por isolados de preguiças capturadas em 

Rondônia (9), composto por dois subgrupos separados por divergência de 2%, que representam dois 
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genótipos. Já o grupo T. sp2 é composto por 74 amostras, incluindo isolados de preguiças (53), 

tamanduás (18) e tatus (3), contendo pequenos clusters que, aparentemente, não apresentam relação 

com hospedeiros nem com a região geográfica. Além disso, por apresentarem uma pequena 

divergência intra-grupo (0,6%), foram considerados como genótipos de T. sp2 (Figura 12). 

 

 
Figura 11 – Dendograma de Parcimônia baseado nas sequências do gene V7V8 SSU rRNA (~630 caracteres) de 31 
sequências de  representantes das espécies de tripanossomas caracterizados neste estudo e 40 sequências de 
outros tripanossomas disponíveis na rede. Os números correspondem aos valores de suporte por “bootstrap” 

(500 replicatas). 
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Figura 12 - Análise de Network das sequências de SSU rDNA (561pb) dos novos tripanossomas T. sp 1 e T. sp 2 caracterizados neste estudo. A análise utilizou o programa Splits 
tree com os parametros “Neighbour-Net” e “Uncorrected p-distance”. O valor de suporte “bootstrap” (100 replicatas) foi obtido de acordo com os parâmetros determinados para 

Network. 
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Portanto, nossos resultados indicam que as sequências analisadas são representativas de 

duas novas espécies de tripanossomas diferentes de T. minasense: T. sp1 restrita a preguiças e T. sp2 

com maior diversidade de hospedeiros. A formação de subgrupos internos em T. sp1 e T. sp2 se deve 

à presença de genótipos dessas espécies. Além disso, mediante a clonagem foi possível observar 

infecção mista por dois genótipos em uma amostra de B. variegatus e uma de T. tetradactyla (Figura 12 

e Tabela 9). Infelizmente, não foi possível obter sequências do gene gGAPDH desses tripanossomas.  

Trypasonoma minasense foi encontrado pela primeira vez no Brasil por Chagas (1909), no 

município de Lassance (Minas Gerais), em saguis da espécie Callithrix penicillata. Desde então, vários 

autores registraram a ocorrência desta espécie em diversos macacos da América do Sul (Hoare, 1972; 

Ziccardi e Lourenço de Oliveira, 1997, 1998, 1999; Ziccardi et al., 2000, 2005).  

Análises moleculares utilizando sequências do gene SSU rRNA de um isolado encontrado em 

Saimiri boliviensis identificaram a espécie tida como T. minasense como T. rangeli da linhagem B 

(Stevens et al., 1999a; Maia da Silva et al., 2004b). Trypanosoma saimiri é outro tripanossoma descrito 

em macacos sul-americanos também reclassificado, com base em padrões de RAPD e sequências de 

SSU rRNA e ITS1 rDNA como T. rangeli da linhagem B (Maia da Silva et al, 2004a,b). Essa 

classificação foi corroborada em um estudo posterior baseado em dados morfológicos e perfís de 

polipeptídios como T. rangeli (Ziccardi et al., 2005). 

 A primeira caracterização molecular de T. minasense foi realizada a partir de amostra de 

sangue de um animal da espécie Saguinus midas, durante um estudo conduzido no Japão com animais 

importados de uma região Neotropical. A sequência de SSU rRNA obtida dessa amostra se revelou 

mais relacionada com T. theileri (Sato et al., 2008). Um trabalho recente baseado em sequências de 

ITS1 rDNA de amostras obtidas no Centro de Conservação de Fauna Silvestre, localizado na Ilha 

Solteira no estado de São Paulo, também registrou o encontro de T. minasense em Bugio (Alouatta 

caraya). Entretanto, as sequências geradas não estão disponíveis no GenBank (Tenório et al., 2014). 

Utilizando o gene 24SαrRNA, nove espécimes de A. caraya coletados em quatro regiões do Nordeste 

da Argentina, apresentando diferentes graus de antropização, incluindo dois vilarejos, uma ilha e a 

Estación Biológica Corrientes, apresentaram infecção por T. minasense (Martinez et al., 2016). Estudos 

em andamento no nosso laboratório revelaram uma alta prevalência de T. minasense em macacos do 

Rio de Janeiro. Até o momento, essa espécie foi descrita apenas em macacos Neotropicais. 

 
 Trypanosoma rangeli e T. rangeli-like 4.2.2.2

 
Dos poucos estudos sobre tripanossomas em Xenarthra, a maioria se restringe a descrições 

baseadas apenas na morfologia das formas tripomastigotas encontradas no sangue dos hospedeiros. 
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Trypanosoma legeri, originalmente classificado no subgênero Megatrypanum, foi encontrado em 

tamanduás na Guiana Francesa, Honduras e Brasil. T. preguici e T. leeuwenhoeki, originalmente 

classificados no subgênero Herpetosoma, foram respectivamente encontrados em preguiças do Brasil 

e Panamá (Hoare, 1972). Estudos baseados em sequências de SSU rDNA e ITS1 rDNA posicionaram 

essas três espécies no clado formado por isolados de T. rangeli, sugerindo que podem ser espécies 

sinônimas classificadas erroneamente, ou originadas de culturas mistas com diferentes espécies de 

tripanossomas nas quais o isolamento em meio de cultura favoreceu o crescimento apenas de T. 

rangeli (Maia da Silva et al., 2004a,b).  

Dentre as sequências obtidas de amostras de preguiça, 16 apresentaram sequências similares 

às de T. rangeli, revelando uma prevalência de 4,43% nas duas espécies, Bradypus variegatus e 

Choloepus sp. Quatro amostras de Tamandua tetradactyla (tamanduá-mirim) também apresentaram T. 

rangeli mostrando uma prevalência de 12,5%.  Duas amostras de Choloepus sp. (Preguiça-real) e 

quatro de D. novemcinctus (Tatu-galinha) apresentaram infecção por T. cruzi, prevalência de 0,55% e 

28,57%, (Figura 11). 

A Tabela 10 e Figura 13 apresentam as 20 amostras que apresentaram infecção por T. rangeli 

das linhagens A, B e E. 

 

Tabela 10 - Amostras de T. rangeli identificadas pelo método Nested-PCR do gene SSU rRNA e gGAPDH* e seus 
respectivos hospedeiros.  

 
Número de campo: PV indica as amostras coletadas em Rondônia e PA no Pará. Coloração: Azul indica infecção por uma 
linhagem de T. rangeli; Rosa com hachura indica infecção entre as linhagens de T. rangeli. *: indica que a amostra possui 
sequências do gene SSU rDNA V7V8 e gGAPDH.  
 

 

A B E

PA51, PA83, PA124, PA 130, PA164, PV37*, PV419, PV613 8

PA90, PV164 2

PA128, PV422* 2

PV181, PV219 2

PV1017 1

PV1016 1

PA182, PV364 2

PV608 1

PA43 1

Tamandua tetradactyla

Bradypus variegatus

Choloepus sp.

Hospedeiros Amostras Nº amostras
T. rangeli
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Figura 13: Porcentagem das linhagens de T. rangeli encontradas nas amostras de mamíferos xenartros utilizadas 
no presente estudo.  

 

Estudos anteriores dividiram isolados de T. rangeli de diferentes hospedeiros e regiões 

geográficas em cinco linhagens (A-E), com base em padrões de RAPD e análises filogenéticas do gene 

ribossômico (SSU e ITS), SL e Catepsina L. A linhagem A, associada com o complexo Rhodnius 

prolixus, é constituída por isolados do Brasil (Amazônia), Colômbia, Guatemala, Honduras e 

Venezuela. A linhagem B contém, exclusivamente, isolados de humanos, triatomíneos e de macacos 

da Amazônia Brasileira. A linhagem C é composta por isolados de R. pallescens da Colômbia e 

Panamá, diferentes triatomíneos do Equador e isolados humanos da América Central. Até o momento, 

há apenas um único representante da linhagem D, procedente de um roedor da espécie Echimys 

dasythrix, da região Sul do Brasil (Maia da Silva et al., 2004 a,b; 2007). Finalmente, a linhagem E é 

composta apenas por isolados de T. rangeli de um morcego do Pantanal e R. pictipes da Amazônia 

brasileira (Maia da Silva et al., 2004a,b, 2009; Ortiz et al., 2009; Ocaña-Mayorga et al., 2015). 

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

Rhodnius tem corroborado a hipótese de uma grande associação entre as linhagens de T. rangeli e 

espécies de Rhodnius, sugerindo uma longa história compartilhada pelo parasita e seu vetor. A 

segregação dos isolados de T. rangeli de Rhodnius spp. de distintos complexos, aparentemente 

independente do hospedeiro mamífero, sugere que a evolução das linhagens de T. rangeli está 

relacionada a ciclos de transmissão independentes, provavelmente ligados a estratos específicos de 

seus vetores. (Maia da Silva et al., 2004b; 2007; Urrea et al., 2005; Vallejo et al., 2009). 

De acordo com a Tabela 10, o gênero Choloepus e as espécies B. variegatus e T. tetradactyla 

apresentaram infecção por três linhagens de T. rangeli. Além disso, como mostrado na Figura 13, a 

linhagem B foi a mais frequente (57%), seguida pelas linhagens A (24%) e E (19%).  

T. rangeli B 
57% 

T. rangeli A 
24% 

T. rangeli E 
19% 
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A análise de network baseada nas sequências de SSU rRNA dos isolados de T. rangeli 

posicionou as sequências de 20 isolados caracterizados nesse estudo nas linhagens A, B e E. As 

sequências obtidas em nosso estudo apresentaram 100% de similaridade comparadas com as 

sequências de isolados representantes de cada linhagem (Figura 14B). A análise de MDS de todos 

isolados de T. rangeli corroborou as linhagens e evidenciou as distancias genéticas entre as linhagens 

(Figura 14A).  

 

 

Figura 14 - (A) Análise de Network baseada nas sequências da região V7V8 do gene SSU rRNA (561pb) de 
isolados de T. rangeli caracterizados neste estudo (prefixos PV e PA; indicadas em negrito) . Os números 

correspondem aos valores de suporte “bootstrap”. (B) Análise multidimensional (MDS) em duas (2D) dimensões 
das sequências utilizadas no dendograma. (*) indica a amostra que está mista. 

 

Nenhuma das amostras de tatu analisadas apresentou infecção por T. rangeli. Duas amostras 

apresentaram infecção mista: uma de Tamandua tetradactyla, proveniente do Pará, na qual se detectou 

T. rangeli das linhagens A e B, e também T.sp1 e T.sp2; uma segunda amostra, obtida de B. variegatus 

(Rondônia), apresentou infecção mista com T. rangeli da linhagem E e T. sp2. 
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Poucos estudos mostraram a presença e caracterizaram filogeneticamente T. rangeli em 

espécies de Xenarthra. As primeiras descrições em tamanduá e preguiças foram baseadas na 

morfologia. Com base em diferenças morfológicas e morfométricas, diversas espécies foram descritas 

como T. rangeli-like: Trypanosoma mesnilbrimonti, T. leeuwenhoeki e T. preguici foram descritos em 

preguiças; T. myrmecophagae foi descrito no tamanduá-bandeira (Hoare, 1972). 

Em T. tetradactyla, capturado em local próximo à região de Rondônia examinada no presente 

estudo, Miles et al. (1983) isolaram um tripanossoma e o caracterizaram como T. rangeli pela 

morfologia das formas em cultura. Durante trabalho de campo no Pará, Dias et al (2010) identificaram 

Tamandua tetradactyla como a única fonte de alimento para R. robustus coletados em uma Palmeira, 

demonstrando que este mamífero pode ser um importante reservatório de T. rangeli na Amazônia 

brasileira. Recentemente, um estudo realizado no estado do Pará com um exemplar de Tamandua 

tetradactyla identificou infecção mista com T. cruzi, T. rangeli e Leishmania infantum (De Araújo et al., 

2012); contudo, a linhagem de T. rangeli não foi caracterizada. 

Os isolados previamente identificados pelos critérios taxonômicos tradicionais como T. 

preguici, encontrados em preguiças, e T. legeri, em tamanduá-mirim, assim como os isolados 

identificados como T. saimiri (macacos), foram posicionados filogeneticamente e classificados como T. 

rangeli, todos associados à linhagem B (Maia da Silva et al., 2004a,b).  

Em nosso estudo, encontramos T. rangeli da linhagem B em nove preguiças e três tamanduás-

mirins, corroborando com os dados da literatura para esses hospedeiros e sua origem geográfica. Além 

disso, este é o primeiro encontro de T. rangeli das linhagens A e E em preguiças (Bradypus variegatus 

e Choloepus sp.) e tamanduá-mirim (T. tetradactyla). Esses resultados corroboram alta prevalência da 

linhagem B previamente sugerida na Amazônia brasileira em macacos (Maia da Silva et al., 2004; 

2007), ampliando assim a diversidade de hospedeiros vertebrados dessa linhagem. A linhagem B de T. 

rangeli foi posicionada como a mais basal no clado T. rangeli, divergindo das demais linhagens por 

relevante grau de divergência de sequências de diferentes genes (Maia da Silva et al., 2007, Ortiz et 

al., 2009; Caballero et al., 2015).  

A presença de T. rangeli da linhagem A em preguiças e tamanduá-mirim corrobora a 

ocorrência dessa linhagem na região Amazônica (Maia da Silva et al., 2004, 2007). A linhagem E de T. 

rangeli foi descrita por nosso grupo e, até o momento, encontrada apenas em morcegos do Pantanal 

brasileiro e triatomíneos da região Amazônica (Maia da Silva et al., 2009; Ortiz et al., 2009). Nosso 

estudo demonstrou que essa linhagem pode ser encontrada em preguiças (dois animais de Rondônia e 

um do Pará) e tamanduá-mirim (um animal do Pará). 
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 Trypanosoma cruzi 4.2.2.3
 

Do total de amostras examinadas (N=407) de Xenarthra, Trypanosoma cruzi foi detectado em 

seis (prevalência de 1,47%), sendo duas de preguiça-real e quatro de tatu-galinha (D. novemcinctus), 

todas filogeneticamente posicionadas com alto valor de suporte (bootstrap: 87%) como T. cruzi DTU 

TcIII. Desses isolados, dois isolados de preguiça e três de tatus agruparam com isolados de tatus 

(Arma13cl1 do Paraguai e TCC862 e 864 do Brasil) e triatomíneos (TCC1079 e TCC1437, ambos do 

Brasil), e apenas um isolado de tatu foi posicionado próximo ao isolado humano (MT3869) e 

triatomíneo (MT3663) (Figura 15). Além disso, uma amostra de preguiça e uma de tatu infectados por 

T. cruzi apresentaram infecção mista, no caso, com a nova espécie de Trypanosoma T. sp1 e T. sp2, 

respectivamente, identificada neste estudo.  

São raros os relatos de T. cruzi em preguiças e a maioria baseia-se apenas em características 

morfológicas. Um estudo desenvolvido em uma floresta do Panamá, durante 10 anos, examinou 498 

preguiças. Os resultados indicaram altas taxas de infecção por L. (Viannia) panamensis (19,3%), E. 

schaudinni (29,5%) e T. rangeli (19%), apenas um animal apresentou infecção por T. cruzi  (Herer e 

Christensen,1980). Em busca de hemoparasitas, um estudo realizado durante o resgate de fauna na 

Usina Hidrelétrica de Petit Saut (Guiana Francesa) examinou 1.353 esfregaços sanguíneos de 

mamíferos (incluindo preguiças, tamanduás e tatus) e répteis. Ao todo, 280 esfregaços de preguiças de 

dois e três dedos foram examinados, verificando-se infecção de C. didactylus por E. schaudinii e T. 

cruzi-like em, respectivamente, 27% e 5% dos animais. Quarenta e quatro esfregaços de tamanduás e 

100 de tatus também foram examinados, verificando-se, respectivamente, infecção por T. legeri 

(atualmente classificado como T. rangeli B) em 43,2% e T. cruzi em 10% (Thoisy et al., 2000; Maia da 

Silva et al., 2004a,b). Com amostras da área de influência da Usina Hidrelétrica de Petit Saut, um 

segundo estudo incluindo coleta de sangue e biópsia de pele para identificação de tripanossomatídeos 

por análises de padrões de isoenzimas revelou infecções por T. rangeli em um T. tetradactyla e um B. 

variegatus. E. schaudinii foi identificado em três espécimes de C. didactylus (Dereure et al., 2001). 

Utilizando mini-exon como marcador molecular, um estudo com amostras de Bradypus torquatus 

obtidas no Rio de Janeiro revelou a presença de T. cruzi em um animal (Fernandes et al., 2009). 
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Figura 15 - Análise de Network das sequências de parte da região V7V8 do gene SSU rRNA (561pb) de isolados de 
T. cruzi caracterizados neste estudo (prefixo PV; indicadas em negrito) e isolados representantes de todas DTUs 

de T. cruzi. Os números correspondem aos valores de suporte “bootstrap”. 

 

A linhagem TcIII tem sido associada com tatus e o estrato terrestre, ocorrendo desde o 

nordeste da Venezuela ao Chaco Argentino (Llewellyn et al., 2009a; Marcili et al., 2009; Morocoima et 

al., 2012; Breniere et al., 2016). Em estudo em andamento de nosso grupo, foi obtido um isolado de 

TcIII de Tamandua mexicana (tamanduá-mirim) no Panamá. Além de tatus, essa linhagem também foi 
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encontrada em marsupiais do gênero Monodelphis, em diversos estados do Nordeste e Norte do Brasil 

e no Paraguai (Barrett et al., 1980; Miles et al., 1981; Povoa et al., 1984; Gaunt e Miles, 2000; 

Fernandes et al., 2001; Yeo et al., 2005, Marcili et al., 2009), em Philander sp. da região litorânea de 

São Paulo (Ilha Bela) (Marcili et al., 2009) e Didelphis marsupialis no Bioma Amazônico (Jansen et al., 

2015). 

Também há registros de TcIII em roedores dos gêneros Proechimys e Oryzomys no estado do 

Pará, região Norte do Brasil, Oxymycterus sp. no Amapá e Pará, Proechimys iheringi da região 

litorânea de São Paulo (Marcili et al., 2009b), Galea spixii no Rio Grande do Norte (Martins et al, 2015) 

e Thrichomys laurentius na Caatinga (Jansen et al., 2015). Os carnívoros também apresentam infecção 

por TcIII, sendo encontrado em cães domésticos no Paraguai (Barnabé et al., 2001; Brisse et al., 2000; 

2003), Argentina (Cardinal et al., 2008) e Brasil (Marcili et al., 2009); em cangambás na Argentina 

(Ceballos et al., 2006; Cardinal et al., 2008), em Nasua Nasua (quatis) no Brasil (Rocha et al., 2013; 

Jansen et al., 2015) e em Galictis vittata (furão) na região de Mata Atlântica (Jansen et al., 2015). 

Também foi encontrado em Artiodátilo (Sus scrofa) no Pantanal (Jansen et al., 2015) e em morcegos 

na Colômbia (Ramirez et al., 2014).  

Panstrongylus geniculatus, Triatoma rubrovaria e T. brasiliensis, triatomíneos de hábitos 

terrestres, são os vetores mais associados à transmissão de T. cruzi TcIII (Barrett et al.,1980; Miles et 

al., 1981; Yeo et al., 2005; Cardinal et al., 2008; Martins et al., 2008; Marcili et al., 2009, Da Câmara et 

al., 2013). No Rio Grande do Norte, Panstrongylus lutzi (100%) e T. brasilienses (50%) mostraram-se 

infectados por TcIII (Da Câmara et al., 2010; Martins et al., 2015). No estado do Amazonas, Rhodnius 

brethesi, espécie de hábito arborícola, também apresentou infecção por T. cruzi TcIII (Freitas et al., 

2006).  

Casos humanos associados a DTU TcIII foram descritos na região Amazônica (Coura et al., 

2002; Freitas et al., 2006; Aguilar et al., 2007; Da Câmara et al., 2010; Monteiro et al., 2010), em Belém 

(Brisse et al., 2000; 2003), Minas Gerais (Freitas et al., 2006), Espírito Santo (Dario et al., 2016), Rio 

Grande do Norte, relacionado com formas assintomáticas da Doença de Chagas (Martins et al., 2015) e 

Paraná, associada a um caso crônico da Doença de Chagas (Abolis et al., 2011).  

Nosso estudo é o primeiro a detectar e confirmar filogeneticamente a presença de TcIII em 

preguiças. Preguiças são animais herbívoros com hábitos arborícolas, que frequentam o solo 

pouquíssimas vezes, no caso para defecação e deslocamento. Assim, o encontro de T. cruzi TcIII 

nesses animais sugere transmissão por triatomíneos de hábitos arborícolas. De fato, estudo realizado 

no Panamá demonstrou a preferência de R. pallescens por sangue de preguiças e tamanduás em 

diferentes tipos de habitats (Gottdenker et al., 2012).  
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4.2.3 Diversidade de tripanossomatídeos encontrados em porco-espinho 
 

O presente estudo examinou 57 amostras (37 do Pará, 15 de Rondônia, duas do Mato Grosso 

duas do Ceará e uma da Paraíba) de animais do gênero Coendou (Família Erethizontidae, Ordem 

Rodentia). Conhecidos popularmente como porco-espinho ou ouriço, esses animais são arborícolas e 

compartilham o mesmo estrato com preguiças e tamanduaí, além do tamanduá-mirim, que circula tanto 

no estrato terrestre e quanto no arbóreo. Nove amostras foram positivas, revelando uma prevalência de 

15,79% (Tabela 11) e a presença de três espécies de tripanossomatídeos dos gêneros Porcisia e 

Trypanosoma.  

 

Tabela 11 - Espécies de porco-espinho com os seus respectivos números de amostras triadas e positivas para 
parasitas da Família Trypanosomatidae. 

Espécies Nome popular Nº de amostras triadas Nº de amostras positivas 

Coendou baturitensis Porco-espinho-de-baturité  2 2 

Coendou sp. Ouriço-cacheiro 3 0 

Coendou prehensilis Ouriço-cacheiro 52 7 

TOTAL GERAL   57 9 

 

Nenhuma amostra de Coendou, animal sabidamente hospedeiro de L. lainsoni e L. infantum 

(Roque, Jansen, 2014), foi positiva para Leishmania ssp. Outras espécies, anteriormente alocadas no 

gênero Leishmania e conhecidas como “leishmanias enigmáticas”, foram encontradas em porco-

espinho: L. hertigi em C. rothschildi no Panamá, C. mexicanum laenatum na Costa Rica e C. sp.em 

Brasília (Herrer, 1971; Zeledon et al., 1977; Silva et al., 2013) e L. deanei no Piauí e Pará (Deane et al., 

1974 e Lainson, Shaw, 1977). A primeira descrição no Brasil associada à L. hertigi deu-se no Piauí, em 

Coendou prehensilis prehensilis (Deane et al., 1974). No Pará, Lainson e Shaw (1977) encontraram em 

C. prehensilis parasitas muito similares ao descrito por Deane et al. (1974); sendo ambos morfológica e 

bioquimicamente diferentes de L. hertigi isolada no Panamá, deste modo, uma nova subespécie, L. 

hertigi deanei, foi criada (Lainson, Shaw, 1977). Passados alguns anos, essa subespécie foi 

denominada L. deanei (Lainson, Shaw, 1987). 

O posicionamento filogenético dessas espécies próximo ao gênero Endotrypanum foi verificado 

por análises moleculares utilizando os genes que codificam a DNA polimerase alpha (POLA), a 

subunidade II da RNA polimerase (RPOIILS), SSU rRNA (561 pb) e também pela técnica de RFLP 

(Restriction fragment length polymorphisms) (Croan et al., 1997; Noyes et al., 1997). Além disso, 

análises filogenéticas baseadas em MLEE, ITS rRNA e SSU rRNA mostraram que L. hertigi e L. deanei 

foram as espécies mais divergentes dentro da Secção Paraleishmania, formando um grupo separado 

(Cupollilo et al., 2000).  
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Recentemente foi proposta uma nova classificação das “leishmanias enigmáticas” e dos 

tripanossomatídeos do gênero Endotrypanum, baseada em análises filogenéticas dos genes SSU rRNA 

V7V8, gGAPDH e HSP70, isolados ou concatenados (Espinosa et al., 2016). Essas análises resultaram 

na formação de um grupo monofilético bem suportado, revelando três principais linhagens: L. hertigi, L. 

herreri e Endotrypanum. Leishmania hertigi, assim como L. deanei, ambas isoladas de porco-espinho, 

apresentaram em todas as análises uma considerável distância genética do clado irmão composto por 

Leishmania-like e Endotrypanum e, por isso, foi sugerido o novo gênero denominado Porcisia 

(Espinosa et al., 2016). 

Três amostras, PV187 de Rondônia e FMH11 e FMH12 do Ceará, apresentaram 100% de 

similaridade com Porcisia hertigi (=Leishmania hertigi). Na árvore de Parcimônia (Figura 10) e na 

análise de Network (Figura 16), essas amostras posicionaram-se no grupo das espécies do gênero 

Porcisia com alto valor de suporte (100% e 98% bootstrap, respectivamente). Provavelmente, 

correspondem a espécie P. deanei, visto não ser possível separar as duas espécies do gênero Porcisia 

devido ao alto grau de conservação do 18S rDNA em que as análises se basearam (região SSU rRNA 

V7V8 – 561pb) (Espinosa et al., 2016). Esta mesma observação foi feita para um isolado encontrado 

em Brasília (Espinosa et al., 2016).  

 

Figura 16 - Análise de Network baseada nas sequências da região V7V8 do gene SSU rRNA (561pb) de isolados de 
Porcisia caracterizados neste estudo (em negrito) e isolados representantes do gênero Endotrypanum e Porcisia 

e de todos os subgêneros de Leishmania. Os números correspondem aos valores de suporte “bootstrap”. 

 

Até o momento, só havia sido caracterizados molecularmente isolados de Porcisia ssp. em 

porco-espinho do Panamá, Costa Rica e Brasil (Pará, Piauí e Brasília) (Herrer, 1971; Deane et al., 
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1974; Lainson, Shaw, 1977; Zeledon et al., 1977; Silva et al., 2013). Com base nos resultados obtidos, 

foi possível expandir o encontro de Porcisia no Brasil, incluindo amostras do Ceará e Rondônia.  

Nenhuma das amostras analisadas neste estudo indicou infecção por T. cruzi. Embora existam 

relatos de ocorrência de T. cruzi em porco-espinho desde a década de 1940, a maioria das descrições 

foi baseada apenas na morfologia das formas tripomastigotas sanguíneas e na capacidade de infectar 

camundongos e triatomíneos. Trypanosoma cruzi já foi descrito em Coendou ssp. da Venezuela, Costa 

Rica, Panamá e Brasil (Hoare, 1972). No Brasil, um estudo abrangente examinou 1.197 mamíferos 

silvestres do Pará, mostrando que entre os animais silvestres apresentando as maiores taxas de 

infecção pelo T. cruzi está o Coendou spp. (Lainson, Shaw, 1979). Estudos conduzidos também no 

Pará identificaram a infecção por T. cruzi em um único Coendou sp. capturado (Lanham et al., 1984), 

assim como a linhagem Z1 (TcI), identificada por eletroforese de isoenzimas (Miles et al., 1981). 

A amplificação e sequenciamento do gene SSU rRNA V7V8 indicou quatro amostras, sendo 

duas de Rondônia (PV282 e PV638) e duas do Pará (PA68 e PA120), similares a T. rangeli. A análise 

filogenética posicionou os isolados nas linhagens A, B e E com 100% de similaridade de acordo com os 

representantes de cada linhagem (Figuras 11 e 14). A única amostra mista foi a PA120, de Coendou 

prehensilis proveniente do Pará, que apresentou infecção pelas três linhagens de T. rangeli 

supracitadas e pela nova espécie T. sp2.  

No Brasil, apenas dois estudos mostraram infecção de formas T. rangeli-like em exemplares de 

Coendou sp. (Lainson, Shaw, 1979; Miles et al., 1981). Desta maneira, este trabalho permite inferir a 

ocorrência de T. rangeli em espécies do gênero Coendou e, ainda, a ocorrência de três linhagens 

simultaneamente (A, B e E). As sequências das linhagens A, B e E foram obtidas a partir de coletas 

realizadas no Bioma Amazônico (A: Pará; B e E: Rondônia e Pará), corroborando assim a localização 

na região amazônica já relatada em outros trabalhos (Maia da Silva et al., 2009; Ortiz et al., 2009). 

Entretanto, vale mencionar que a linhagem E foi descrita em uma espécie de morcego (Platyrrinus 

lineatus) do Pantanal e em triatomíneos do gênero Rhodnius, da região Amazônica (Maia da Silva et 

al., 2009; Ortiz et al., 2009). Deste modo, este estudo permitiu ampliar os vertebrados que apresentam 

infecção pela linhagem E, incluindo representantes da Ordem Rodentia (Coendou prehensilis) e da 

Ordem Pilosa discutida anteriormente.  

Em três amostras, PV747 e PV683 de Rondônia e PA120 (mista com T. rangeli) do Pará, foram 

detectadas sequências similares a da nova espécie de Trypanosoma (T. sp2) discutida no ítem 4.2.2.1. 

O posicionamento filogenético com base em sequências SSU rDNA (561pb), utilizando T. minasense 

(número de acesso no GenBank: AB362411.1) como outgroup, posicionou essas sequências no grupo 

formado por T. sp2. Embora existam vários subgrupos dentro de T. sp2, a divergência intra-grupo é 

pequena (0,6%) (Figura 12). Até o momento havíamos encontrado esse tripanossoma apenas nos 



68 
 

 

xenartros (preguiças, tamanduá-mirim e tatus). O encontro de T. sp2 em porco-espinho, que também 

se encontra no estrato arbóreo, sugere que essa espécie seja mais generalista que T. sp1, encontrada 

até o momento em preguiças.  
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5 CONCLUSÕES 
 

Nesse estudo foi realizado um grande levantamento de espécies da família Trypanosomatidae 

em espécies de Xenarthra capturadas nos estados de Rondônia (RO), Pará (PA) e Mato Grosso (MT), 

no bioma Amazônico. Os parasitas identificados foram comparados com os encontrados em Xenarthra 

de outras regiões, assim com aqueles detectados em amostras de porco-espinho (Coendou) também 

capturados na Amazônia.  

Amostras de sangue/tecido foram utilizadas para avaliar a diversidade genética e relações 

filogenéticas dos tripanossomatídeos com base em DNA barcoding e filogenias foram inferidas com 

sequências dos genes SSU rRNA e gGAPDH. Ao todo, 464 amostras foram utilizadas neste estudo, 

sendo 361 de preguiças, 32 de tamanduás e 14 de tatus, além de 57 de Coendou. Dentre as espécies 

de Xenarthra (N=407), foram analisadas preguiças dos gêneros Bradypus (N=251) e Choloepus 

(N=109), tamanduás (Tamandua e Cyclopes) e tatus (Dasypus e Cabassous). Os resultados revelaram 

prevalência de infecção por tripanossomatídeos maiores nas preguiças (30,47%), seguido dos 

tamanduás (5,16%) e tatus (1,47%). Esses resultados corroboram estudos morfológicos que sugerem 

que espécies de Xenarthra são hospedeiras de diferentes gêneros e espécies de tripanossomatídeos.  

As preguiças foram encontradas infectadas (34,35%: 124 infectadas de 361 examinadas) por: 

Endotrypanum (N=54), duas espécies de Trypanosoma sp. descobertas nesse estudo [T. sp1 (N=9) e 

T. sp2 (N=53)], T. rangeli das linhagens A (N=4), B (N=9) e E (N=3), e T. cruzi da DTU TcIII (N=2). Os 

tamanduás apresentaram infeção (65,63%: 21 infectados de 32 examinados) por: T. sp2 (N=18), T. 

rangeli das linhagens A (N=1), B (N=2) e E (N=1). Nos tatus foram detectadas infecções (42,86%: 6 

infectados de 14 examinados) por: T. sp2 (N=3) e T. cruzi III (N=4).  

Os resultados corroboraram estudos anteriores indicando uma forte associação do gênero 

Endotrypanum com preguiças, os únicos animais encontrados infectados por espécies desse gênero 

nesse estudo. Nosso trabalho revelou, pela primeira vez, T. rangeli das linhagens A e E em preguiças e 

tamanduás, e corroborou relatos anteriores de T. rangeli da linhagem B em preguiças e tamanduá-

mirim. Foram detectadas infecções por T. cruzi TcIII em tatus (D. novemcinctus), confirmando estudos 

que associam fortemente tatus com essa DTU. Além disso, pela primeira vez, TcIII foi identificado em 

preguiças, confirmando que animais de diversas ordens e estratos são infectados com TcIII em 

diferentes biomas. 

As duas espécies novas de Trypanosoma identificadas foram, provisoriamente, denominadas 

T. sp1, até o momento exclusiva de preguiças (9 animais) e T. sp2, altamente prevalente, presente em 

todas as espécies de Xenarthra e também em Coendou. A taxa de infecção por tripanossomatídeos em 
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Coendou foi de 15,79%, com infecções por T. sp2 (N=3) e Porcisia (N=2). Porcisia spp. foi encontrada 

em amostras de Coendou da Amazônia e Caatinga.  

Nas preguiças, foram encontradas infecções mistas com diferentes espécies de Trypanosoma, 

de Endotrypanum, e com espécies desses dois gêneros. Tatus e tamanduás apresentaram infecções 

mistas por diferentes tripanossomas, e um tamanduá apresentou diferentes linhagens de T. rangeli. 

Estudos anteriores e resultados obtidos nesse trabalho confirmam que T. cruzi III e T. rangeli são 

comuns em Xenarthra.  

Com o levantamento bastante abrangente de tripanossomatídeos em Xenarthra realizado 

nesse estudo, demostramos que esses animais, especialmente as preguiças, possuem um dos maiores 

repertórios de tripanossomatídeos já encontrado em um determinado hospedeiro mamífero. Nossos 

resultados sugerem que Endotrypanum evoluiu em associação com esses animais, consistente com 

altas taxas de infecção e ausência desse gênero nos outros Xenarthra analisados nesse estudo.  

Resultados aqui obtidos também apoiaram fortemente uma história evolutiva compartilhada 

entre parasitas do gênero Porcisia e roedores do gênero Coendou. Corroborando essas associações, 

não detectamos Porcisia em Xenarthra, nem Endotrypaum em Coendou, embora esses animais 

compartilhem nichos ecológicos na Amazônia.  
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