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RESUMO 
 

Os protozoários do gênero Trypanosoma são flagelados do Filo Euglenozoa 

e são parasitas de um grande número de hospedeiros. Os tripanossomas, 

transmitidos por hirudíneos foram reportados em diversas espécies de peixes 

de água salgada e doce, a maioria descrita com base nas características 

morfológicas. Novos estudos moleculares envolvendo marcadores diferentes 

do SSU rRNA estão sendo empregados para resolver a filogenia do grupo, 

bem como uma descrição de novas espécies. Este trabalho tem como 

objetivos caracterizar morfologicamente as diferentes formas de 

Trypanosoma observadas em infecção natural de hirudíneos e peixes do 

gênero Hypostomus coletados no rio Mogi-Guaçu; caracterizar por técnicas 

moleculares os exemplares de Trypanosoma spp. encontradas no sangue 

dos cascudos e hirudíneos; determinar relações filogenéticas entre 

tripanossomas encontrados nesse estudo, entre espécies de tripanossomas 

de outras espécies de peixes com base na sequência dos genes SSU V7V8 e 

gGAPDH; comparar também padrões filogenéticos dos tripanossomas e 

análisar os grupos obtidos com seus hospedeiros e respectivos vetores e 

finalmente identificar os hospedeiros invertebrados. Entre agosto de 2012 e 

setembro de 2014 foram coletados 433 exemplares de cascudos sendo 138 

Hypostomus albopunctatus, 160 Hypostomus regani e 135 Hypostomus 

strigaticeps. O sangue foi coletado e esfregaços foram confeccionados, para 

a determinação da positividade e densidade. A prevalência geral de 

tripanossomas foi de 78% e densidade média geral de 0,8 parasitas/ µl de 

sangue. As análises estatísticas mostraram relação apenas entre a 

prevalência e o ano de coleta. Relações com peso, comprimento dos peixes 

e estação do ano não foram significativas. Hirudíneos do gênero Haementeria 

sp. foram coletados para análises histológicas, morfológicas e moleculares. 

Foram medidos 60 parasitas tripomastigotas, vinte parasitas para cada 

espécie de peixe e os valores foram comparados com os de outras espécies 

de peixes do gênero. Os parasitas encontrados nas três espécies de peixes 



 

 

apresentaram polimorfismo intraespecífico evidente e não foi possível 

separar em espécies. As análises histológicas dos hirudíneos sugerem a 

presença de ninho de amastigota. Os resultados moleculares incluíram um 

grande número de isolados novos na filogenia do gênero Trypanosoma. Os 

estudos moleculares e morfológicos corroboram a existência de pelo menos 

uma espécie nova de tripanossoma em cascudos brasileiros, As análises 

filogenéticas baseadas nos genes SSU rRNA e gGAPDH apoiaram a 

monofilia dos tripanossomatídeos de peixes. 

 

Palavras-chave: Trypanosoma, gGAPDH, V7V8, hirudíneos, cascudos, rio 

Mogi-Guaçu. 
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ABSTRACT 

 

The flagelates of genus Trypanosoma belong to Phylum Euglenozoa and are 

parasites of a large number of hosts. Trypanosomes transmitted by leeches 

have been reported in several species of fish that inhabit salt and fresh 

waters. The majority of these protozoan species are described based on 

morphologic features. New molecular studies involving different markers of 

SSU rRNA are being used to resolve the group phylogeny, as well as the 

description of new species. This work aims to characterize the morphology 

and by molecular techniques Trypanosoma spp. parasites found in infected 

leeches and catfish of the genus Hypostomus from Mogi-Guaçu river, and 

determine phylogenetic relationships among trypanosomes found in this study 

and others, based on the sequence of the SSU gene and V7V8, gGAPDH, 

also compare phylogenetic patterns of trypanosomes and analyze the groups 

obtained with their hosts and their vectors and finally identify the species of 

invertebrate hosts. Between august 2012 and september 2014, 433 

specimens of armored catfish were collected (138 Hypostomus 

albopunctatus, 160 Hypostomus regani, and 135 Hypostomus strigaticeps). 

Blood was collected for blood smears preparation to analysis of positive 

presence and density of trypanosomes. A prevalence of 78,0% with an 

average density of 0,8 parasites/µl of blood was found. Statistical analyzes 

showed a relationship only between prevalence and year of collection. No 

relation between the presence of the parasite and the weight, fish length or 

season were found. Leeches genus Haementeria sp. were collected from the 

body surface of the catfish, for molecular, histological and morphological 

analysis. A total of 60 trypanosomes were measured, twenty of each species, 

and the measurements were compared with those of other parasite species 

found in different species of fish. The parasites found in the three species of 

fish presented evident polimorfism so it was impossible to separate species. 



 

 

The leeches histological analyzes suggested the presence of amastigotes. 

The molecular results included a large number of new isolates of the genus 

Trypanosoma. Molecular and morphological studies support the existence of 

at least one new species of trypanosome in Brazilian catfishes. Phylogenetic 

analyzes based on SSU rRNA genes and gGAPDH supported the monophyly 

of fish trypanosomes.  

 

Keywords: Trypanosoma, gGAPDH, V7V8, leeches, armored catfishes, Mogi- 

Guaçu river.  
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INTRODUÇÃO 
 
Área de estudo 

A bacia do rio Paraná é uma ampla região sedimentar do continente 

sul-americano que inclui porções territoriais do Brasil meridional, Paraguai 

oriental, nordeste da Argentina e norte do Uruguai, totalizando uma área que 

se aproxima dos 1,5 milhão de quilômetros quadrados. A bacia possui uma 

forma ovalada com eixo maior Norte e Sul (Milani et al, 2007). A bacia está 

inserida no segundo maior sistema de drenagem da América do Sul, 

abrigando uma ictiofauna bastante diversa, mas ainda pouco conhecida 

(Lowe- McConnell, 1999). A região do alto Paraná inclui os cursos de água 

de maior porte do Estado de São Paulo e é conhecida pela grande 

diversidade de peixes, com 38 famílias, 236 espécies nativas descritas. 

(Langeani et al, 2007). 

O rio Mogi Guaçu, pertencente à bacia do Paraná, possui 473 km de 

extensão, nasce no Estado de Minas Gerais a 1.594m de altitude no 

município de Bom Repouso (Brigante & Espíndola, 2003). No Estado de São 

Paulo, deságua no rio Pardo a uma altitude de 490 m, no município de Pontal 

(SP), e se junta ao rio Grande, um dos afluentes do rio Paraná, percorrendo a 

maior parte de seu curso (84%) em território paulista (Brigante & Espíndola, 

2003). Em seu trecho médio, o rio Mogi-Guaçu apresenta uma extensa 

planície alagável, com mais de 90 lagoas marginais de dimensões variadas e 

diferentes graus de conectividade com o rio. Este trecho compreende a 

região de Cachoeira de Emas nos municípios de Pirassununga e Luis Antônio 

(SP), onde o gênero de peixe mais encontrado é o Hypostomus (Gonçalves & 

Braga, 2008). 

 

Hospedeiro vertebrado 

Os peixes são os vertebrados mais diversificados e os de maior 

variação genética conhecida (Torres & Pereira, 2008), com aproximadamente 

20.000 espécies descritas (Lowe- McConnell, 1999). Os peixes de água doce 

são responsáveis por 20 a 25% da biodiversidade de vertebrados e há 

indícios de que somente na América do Sul ocorram mais de 8.000 espécies, 

tendo em vista apenas duas ordens descritas (Characiformes e Siluriformes) 
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(Torres & Pereira, 2008). A biota de peixes de água-doce da América do Sul 

e Central são as maiores do mundo, mas a grande diversidade de animais é 

com certeza subestimada. A resposta para tamanha diversidade é ainda 

obscura, algumas hipóteses estão concentradas entre processos geológicos 

e/ou ecológicos (Reis et al, 2003).  

Os peixes desse tipo de ecossitema oferecem uma oportunidade única 

para estudos biogeográficos e, isso acontece, pois, sua dispersão depende 

diretamente das conexões que existem ou se formam entre rios e seus 

afluentes. Com esses estudos é possível entender a geologia e cronologia 

dos eventos ocorridos nos rios de muitos anos atrás (Berminghan & Martin, 

1998; Montoya- Burgos, 2003; Chiachio et al, 2008).  

A ordem Siluriformes compreende mais de 3093 espécies de peixes de 

água-doce e marinha, habitando todos os continentes, exceto a Antártida, 

contudo mais de 50% das espécies, incluindo os loricarídeos vivem na 

América tropical (Da Silva et al, 2014; Silva et al, 2014). 

A família Loricariidae é a mais numerosa da ordem Siluriformes, com 

800 espécies descritas e 300 reconhecidas, mas ainda sem descrição. 

Estudos morfológicos e moleculares suportam a monofilia dos loricarídeos 

(Lucena et al, 2012). A grande maioria dos loricarídeos são peixes de fundo 

(Covain & Fish-Muller, 2007; Ferraris Jr., 2007), geralmente de tamanho 

pequeno a médio (Ferraris jr. 2007; Lucena et al, 2012; Reis et al, 2003). Os 

exemplares pertencentes a essa família apresentam características próprias, 

o corpo coberto por placas ósseas e lábios modificados em uma espécie de 

ventosa. Essas modificações possibilitam a colonização de todos os tipos de 

habitat. Com extenso número de placas ósseas, os loricarídeos possuem a 

maior taxa de fosfato de cálcio em seu corpo, em comparação à todas as 

espécies já analisadas para esse composto (Vanni et al, 2002), característica 

que os tornam importantes ecologicamente na dinâmica de nutrientes de 

muitos rios neotropicais (Knoll et al, 2009). Esta família é composta de seis 

subfamílias: Delturinae, Hypostominae, Hypoptopomatinae, Lithogeneinae, 

Loricariinae e Neoplecostominae (Reis et al, 2006; Ferraris Jr., 2007). 

Dentro dessa família, particularmente no gênero Hypostomus, há uma 

grande semelhança morfológica entre as espécies, o que dificulta sua 

identificação. Os peixes desse gênero são nativos da América do Sul e 
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abrigam espécies ornamentais e de consumo (Da Silva et al, 2014; Silva et 

al, 2014). Somente na Bacia do Paraná existem mais de 16 espécies de 

Hypostomus conhecidas (Agostinho & Julio Jr., 1999). Os peixes da 

subfamília Hypostominae podem respirar facultativamente ar atmosférico, 

caso a taxa de oxigênio dissolvido na água esteja muito baixa. Estes animais 

utilizam o estômago, que possui inúmeros capilares, como órgão respirador 

acessório (Mattias et al, 1998). São peixes obrigatoriamente de fundo e se 

alimentam principalmente de um conjunto de detritos e algas (Buck & 

Sazima, 1995). O gênero Hypostomus é confirmado e considerado 

hospedeiro mais comum de tripanossomatídeos (Ribeiro et al,1990). No 

Brasil mais de 60 espécies de tripanossomas foram descritas em peixes 

marinhos e de água-doce como por exemplo Trypanosoma hypostomi, T. 

chagasi, T. guaibensis, e T.lopesi, descritas em loricarídeos. A alta 

prevalência em cascudos pode ser consequência dos hábitos semi-

sedentários, que possibilita maior infestação por ectoparasitas, que por sua 

vez transmitem os protozoários (Froés et al,1978).  

Os peixes do gênero Hypostomus são popularmente conhecidos como 

cascudos e as espécies de interesse para esse trabalho são: Hypostomus 

albopunctatus (Regan, 1907), que apresenta uma distribuição ao longo da 

bacia do Paraná (Froese & Pauly, 2010), ocorre em trechos lóticos e em 

tributários. Hypostomus regani (Ihering, 1905) uma espécie encontrada nas 

bacias do Paraná, Paraguai e Uruguai (Britto, 2003; Froese & Pauly, 2010) e 

Hypostomus strigaticeps (Regan, 1907), espécie abundante e amplamente 

distribuída na bacia do Paraná, especificamente na bacia do Tietê (Casatti et 

al, 2005).  

 

Gênero Trypanosoma 

O filo Euglenozoa (Eukaryota, Excavata) compreende três ordens: 

Diplomida, Euglenida e Kinetoplastida, abriga animais com estilos de vida 

diversos como: Euglenoza (autótrofos fotossintetizantes), heterótrofos de 

vida-livre como Bodo saltans e parasitas facultativos ou obrigatórios como o 

gênero Trypanosoma (Stevens, 2008). 

Com o aumento do número de espécies descritas e o advento de 

novos parâmetros taxonômicos, características morfológicas, biológicas e 
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moleculares têm havido alterações no posicionamento taxonômico dos 

membros do filo euglenozoa. Os organismos deste filo foram reclassificados 

em 3 classes: Kinetoplastea, Euglenoidea e Diplonemea (Moreira et al, 2001; 

Simpson & Roger, 2004). 

Os membros da classe Kinetoplastea se caracterizam pela presença 

do cinetoplasto, que é uma região especializada da única mitocôndria, 

constituída por moléculas de DNA circular concatenadas, localizada na base 

flagelar e que contém o DNA mitocondrial (Vickerman, 1976). Um estudo 

recente baseado em filogenia molecular dividiu a classe Kinetoplastea em 

duas subclasses: a) Prokinetoplastina, contendo as espécies basais 

Ichtyobodo necator e Perkinsiella amoebae; b) Metakinetoplastina, 

compreendendo a ordem Tripanosomatida e três novas ordens, Eubodonida, 

Parabodonida e Neobodonida. Esta classificação determinou que a ordem 

Trypanosomatida abrigasse 11 gêneros da família Trypanosomatidae: 

Phytomonas, Endotrypanum, Leishmania, Sauroleishmania e Trypanosoma 

(ciclo de vida heteroxênico), Crithidia, Blastocrithidia, Wallaceina, 

Leptomonas, Herpetomonas e (monoxênicos) Serglia, Argomonas, 

Strigomonas, Wallaciomonas, Paratrypanosoma, Norrymonas (Moreira et al, 

2004; Adl et al, 2012).  

De acordo com os parâmetros taxonômicos tradicionais, que envolvem 

características morfológicas e ciclo de vida, os cinetoplastídeos foram 

classificados em duas subordens: Bodonina e Trypanosomatina. As espécies 

da subordem Bodonina apresentam 2 flagelos localizados em lados opostos, 

sendo habitantes de ambientes aquáticos de água doce ou salgada (vida 

livre), ectoparasitas ou endoparasitas de animais aquáticos. A subordem 

Trypanosomatina compreende protozoários uniflagelados, endoparasitas 

obrigatórios e pertencentes a apenas uma famíla, Trypanosomatidae 

(Vickerman, 1976; Moreira et al, 2004; Simpson et al, 2006). A família 

Trypanosomatidae é parasita de todas as classes de vertebrados, incluindo 

seres humanos, plantas e invertebrados, principalmente insetos. Os parasitas 

de plantas (Phytomonas) e vertebrados, gêneros Leishmania e Trypanosoma, 

podem ser patogênicos a seus hospedeiros a quem são transmitidos por 

vetores invertebrados (Viola et al, 2008a e b;Teixeira et al, 2011; Borghesan 

et al, 2013). Os tripanossomatídeos são o grupo de maior sucesso de 
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parasitas na terra, incluindo muitas espécies de importância médica, 

veterinária e econômica (Simpson et al, 2004). 

As espécies de Trypanosoma possuem uma distribuição global e 

variável, abrigando desde espécies hospedeiro-específicas a parasitas 

generalistas. A gama vai de parasitas não patogênicos até aqueles altamente 

patogênicos. Os artrópodes são os vetores de tripanossomas de aves e 

mamíferos, enquanto as sanguessugas transmitem os protozoários entre os 

vertebrados aquáticos ou para hospedeiros que tiveram qualquer parte do 

seu ciclo de vida no ambiente aquático. Os parasitas de anfíbios e répteis 

podem ser transmitidos por sanguessugas, moscas e mosquitos (Hoare, 

1972; Stevens et al, 2001; Hamilton et al, 2004 2007; Ferreira et al, 2007, 

2008; Viola et al, 2008a e b, 2009a e b). 

O gênero Trypanosoma é vasto e diverso, compreendendo mais de 

470 espécies nomeadas, parasitando um vasto número de hospedeiros. São 

de difícil detecção em microscopia óptica quando analisados em hospedeiros 

com baixa carga parasitária. A divergência entre as espécies, a ampla 

variedade de hospedeiros e a distribuição global sugerem que 

tripanossomatídeos teriam ao menos 100 milhões de anos e datariam dos 

primeiros vertebrados habitantes do planeta (Stevens et al, 2001; Hamilton et 

al, 2004, 2007; Viola et al, 2009a). Os Kinetoplastidas são um grupo 

facilmente reconhecido, todos compartilham o fato de serem parasitas de 

vertebrados, além de possuirem uma morfologia característica, na forma 

tripomastigota, no sangue dos vertebrados. Outra característica impar é a 

presença de uma única mitocôndria contendo moléculas de DNA 

concatenadas. (Hoare, 1972; Lake et al, 1988; Vickerman, 1994). Esse kDNA 

pode apresentar diferentes padrões de distribuição, sendo uma massa  

concentrada na base do flagelo (eukinetoplastea), podendo ser  dispersa por 

toda a mitocôndria em pequenas porções de massas de tamanhos iguais 

(polykinetoplastea), ou desigualmente distribuída em porções difusas e de 

diversos tamanhos na mitocôndria (pankinetoplastea). Não somente essas 

características únicas atrairam a atenção de estudiosos para esse grupo, 

mas também a presença de grupos de grande importância médica e o fato de 

kinetoplastídeos de vida livre serem tão abundantes e serem predadores 

microbiológicos de grande importância em ecossistemas aquáticos e 



 

 

22 

terrestres. Todo esse interesse traz um grande desejo de se reconstruir uma 

robusta filogenia do grupo para o melhor entendimento de sua evolução 

genética, bioquímica e estrutural (Moreira et al, 2004). 

Estes organismos apesar de apresentarem a morfologia simples de 

organismos unicelulares, possuem diversas estratégias e são capazes de 

desenvolver as mais diferentes soluções para os problemas comuns de ser 

uma célula eucariotica. As peculiaridades dos kinetoplatidas são inúmeras, 

entre elas, presença de trans-splicing, transcrição policistrônica e glicose 

compartimentalizada (Simpson et al, 2006). 

Embora capazes de recombinação gênica os tripanossomas não se 

beneficiam da troca genética para validar sua taxonomia (Gaunt et al, 2003; 

Borghesan et al, 2013). Diversos estudos têm demonstrado que 

recombinações genéticas (reprodução sexuada) são eventos raros entre os 

tripanossomatídeos que, em geral, se propagam na natureza como 

populações clonais, apesar da formação de híbridos já ter sido sugerida em 

T. cruzi (Gaunt & Miles, 2000). Entretanto, os estudos de diversidade 

genética demonstram que a estrutura populacional dos tripanossomatídeos é 

basicamente clonal e que, se existentes na natureza, recombinações são 

muitos esporádicas (Tibayrenc, 1995). 

 

Evolução dos tripanossomatídeos 

Duas origens evolucionárias tem sido propostas para o gênero. A 

primeira adota que os parasitas tenham vindo de um hospedeiro vertebrado e 

teriam evoluído de um parasita intestinal. Outra teoria traz esses protozoários 

como originados de um Trypanosoma parasita de invertebrado. No centro da 

resolução dessa teoria está uma problemática ainda maior, teriam os 

parasitas uma única origem evolucionária? Seriam eles monofiléticos? O 

primeiro estudo filogenético, baseado na comparação dos genes mitocondrial 

e ribossomal RNAs (rRNA), mostraram o grupo como sendo parafilético. 

Entretanto a inclusão de outros taxons e de uma ampla gama de hospedeiros 

suportaram a teoria do grupo ser monofilético (Maslov et al,1996; Hamilton et 

al, 2004; Stevens, 2008). 

Baker (1963) afirmou que o gênero Trypanosoma gera muitas 

especulações sobre seu surgimento e origem. Afirmou ainda que em 1904 
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Léger propôs que os tripanossomas teriam se originado dos biflagelados 

tripanoplasmas, mais tarde porém nesse mesmo ano ele sugeriu que alguns 

tripanossomas poderiam ter se originado dos uniflagelados Leptomonas, 

parasitas de intestino de invertebrados, com isso ele afirmava o grupo como 

sendo difilético, com alguns se originado de tripanoplasmas e tendo o flagelo 

situado na parte posterior e outros se originando de leptomonas e que 

ficaram com o flagelo situado na parte anterior. Mostrou que em estudo de 

1906 Woodcock expressou suas afirmações sobre os flagelados terem 

derivado de parasitas intestinais de insetos. Em 1908 Brumpt relatou a 

transmissão transovariana de tripanossomas de água doce de sanguessugas 

para seus descendentes, com isso ele sugeriu que as sanguessugas seriam 

os primeiros hospedeiros dos tripanossomas. Essa hipótese foi refutada 

pensando que se os tripanossomas poderiam ser passados de geração para 

geração de hirudíneos não havia necessidade de se parasitar vertebrados e 

por isso a evolução não podia ser explicada. Em mesmo estudo Baker (1963) 

afirmou que em 1910, Hartmann & Jollos publicaram árvores filogenéticas 

mostrando a origem dos tripanossomatideos de um único ancestral comum 

que seriam leptomonas. Com estudos posteriores se chegou ao consenso 

que realmente o ancestral dos flagelados seriam mesmo os parasitas do 

intestino de invertebrados. 

A hipótese de que os flagelados teriam evoluído de parasitas do trato 

intestinal de insetos é aceita, a proximidade morfológica em algum estágio da 

vida de todos os tripanossomatídeos faz com que seja altamente provável 

eles terem evoluído de um grupo ancestral comum. Na história evolutiva é 

difícil imaginar como uma grande variedade de insetos não hematófagos 

teriam se tornado hospedeiros desse grupo de parasitas, isso somente seria 

explicado caso o própio inseto tenha sido o primeiro hospedeiro, qualquer 

tentativa de transferência desses flagelados de vertebrados para esses 

invertebrados parece improvável (Baker, 1963). 

 Em estudos posteriores as evidências sugerem a monofilia do grupo 

que possui uma única origem evolucionária. O ancestral mais provável seria 

um Trypanosoma parasita de inseto. De uma única origem os parasitas 

teriam irradiado para todas as classes de vertebrados e passaram a possuir 

uma larga variedade de vetores. As filogenias propostas até o momento 
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mostram que os tripanossomas de peixes se acumulam todos em um único e 

bem suportado clado, nas árvores filogenéticas de gGAPDH e nas de SSU 

rRNA no chamado “clado aquático”, que inclui todos os hirudíneos 

transmissores de Trypanosoma sp. (Hamilton et al, 2004; Stevens, 2008). 

Concomitante, essa evidência sugere o seguinte cenário: O primeiro 

Trypanosoma provavelmente parasita de um inseto sugador, sofreu uma 

adaptação e se tornou dependente de um hospedeiro vertebrado, dando 

então origem aos outros tripanossomas, como sugerido por Hoare (1972). 

Essa mudança de inseto hospedeiro para inseto transmissor foi 

provavelmente um evento terrestre. A adaptação para a transmissão de 

tripanossomas para peixes e anfíbios, por hirudíneos aquáticos, seria um 

evento secundário como sugeridos por Maslov et al (1996); Hamilton et al 

(2004) e Stevens (2008).  

As análises filogenéticas baseadas na subunidade menor do gene 18S 

(SSU rRNA) e o gene glyceraldehyde 3- phosphate dehydrogenase 

(gGAPDH) unicas e combinadas, mostram os tripanossomas como sendo 

monofiléticos com o gênero dividido em oito clados bem suportados (Figura 1). 

O ”Clado cruzi”, que inclui dois tripanossomas de mamíferos do novo mundo 

(T. cruzi e T. rangeli) além de tripanossomas de morcegos do novo e velho 

mundo e um tripanossoma de canguru australiano e tripanossomas de uma 

grande variedade de roedores, uma espécie em lagomorfos e uma na ordem 

insectivora. O ”Clado brucei”, que abriga tripanossomas de mamíferos 

africanos que são transmitidos por moscas tse-tse, a maioria sendo 

patogênica para animais domésticos (T. brucei, T. congolense, T. evansi, T. 

simiae e T. vivax), sendo que duas espécies de T. brucei são patogênicas 

para o homem. O ”Clado de aves” que possuem tripanossomas de aves e 

artrópodes. O ”Clado lagartos e serpentes” que abriga espécies de 

tripanossomas de cobras e lagartos ”Clado crocodilianos” onde estão os 

tripanossomas de jacarés e crocodilos e finalmente o ”Clado aquático” que 

inclui principalmente tripanossomas de vertebrados aquáticos e anfíbios, 

apesar de pertencerem a esse clado também uma espécie de tripanossoma 

de tartaruga e uma espécie de tripanossoma de ornitorrinco. Dos clados 

aceitos todos, exceto o clado aquático é predominante ou restrito á uma 

classe de hospedeiros vetebrados. No clado aquático existe uma restrição 
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em dois subclados, formados por tripanossomas de anuros e outro por 

tripanossomas de peixes, nesse último porém os hospedeiros não são 

monofiléticos incluindo peixes cartilaginosos e teleosteos. No caso dos 

hospedeiros invertebrados cinco dos oito clados aceitos apresentam restrição 

a um hospedeiro vetor (Hamilton et al, 2007). 

 

 

Figura 1: Filogenia do gênero Trypanosoma baseada nos marcadores moleculares SSU 
rDNA e gGAPDH. Modificado de Fermino et al (2015).  
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Os animais dos filos Annelida e Arthropoda descenderam de um grupo 

ancestral comum e divergiram no curso da evolução no período pré 

cambriano, muito antes do surgimento dos vertebrados. Existem, portanto, 

três explicações para a presença de tripanossomas tanto em insetos como 

em anelídeos, isso levando em conta que os flagelados são monofiléticos e 

teriam sido primeiro parasitas de invertebrados: a primeira seria que os 

tripanossomas de hirudíneos e vertebrados aquáticos teriam todos evoluído 

desses insetos, outra hipótese seria que os tripanossomas de insetos 

evoluíram dos encontrados em sanguessugas e por último a hipótese que os 

dois grupos de tripanossomas seriam descendentes de um parasita 

encontrado no ancestral comum desses animais. As análises das variações 

de desenvolvimento do parasita no seu hospedeiro, bem como os eventos 

evolucionários necessários para explicar sugerem a terceira proposta como a 

mais plausível e passível de aceitação. A conhecida presença de leptomonas 

no intestino de moluscos, nematódeos e rotíferas sugerem que os 

tripanossomatídeos estavam presentes em animais invertebrados muito 

antes da divergência dos grupos de anelídeos e artrópodes, isso pois 

acredita-se que moluscos, nematódeos e rotíferas tiveram seu processo de 

diferenciação anterior aos Annelida e Arthopoda (Baker, 1963). 

 

Hospedeiro invertebrado 

Os hirudíneos pertencem ao filo Annelida e classe Hirudinea, com 

cerca de 500 espécies de sanguessugas encontradas em ambientes 

marinhos e dulcícolas. A Classe Hirudinea é dividida em 3 subclasses: 

Branchiobdellida, Achantobdellida e Euhirunea, a última abrigando a maioria 

das sanguessugas. Existem espécies de hirudíneos consideradas 

predadoras, mas na sua grande maioria, são ectoparasitas sanguíneas de 

um grande número de hospedeiros. Apesar de serem raramente restritas a 

uma espécie de hospedeiro, estudos mostram que as sanguessugas 

parasitam apenas uma classe de vertebrados. As sanguessugas de água 

doce estão distribuídas por várias regiões na America do sul onde 

predominam espécies da família Glossiphoniidae (ordem Rhynchobdellida) e 

da subordem Hirudiniformes (ordem Arhynchobdellida). 
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Desenvolvimento e ciclo biológico 

As formas dos parasitas encontrados nos peixes são as 

tripomastigotas (Eiras, 1994; Woo, 1995).  

Em peixes, o ciclo de vida da maioria dos tripanossomas é 

desconhecida, mas os hirudíneos têm sido identificados como os hospedeiros 

e vetores dos tripanossomas para peixes de água doce (Khan, 1976; Jones & 

Woo, 1991). Hirudíneos também são os vetores prováveis para 

tripanossomas de peixes marinhos, especialmente no hemisfério norte, 

embora muitas vezes, a transmissão não seja comprovada (Hayes et al, 

2014). 

A patogenia das tripanossomíases de peixes é pouco conhecida. Os 

estudos que vêm sendo realizados estão geralmente relacionados a 

infecções experimentais. (Becker, 1977; Eiras et al, 1990; Eiras et al, 2008). 

Apesar da maioria dos peixes infectados serem assintomáticos, a infecção 

severa pode provocar sinais como anemia, esplenomegalia, hipoglicemia 

(Islam & Woo, 1991b; Su et al, 2014). 

Os hirudíneos que parasitam peixes, o fazem apenas temporariamente 

para se alimentarem. Em infestações severas, sanguessugas podem causar 

anemia e até morte do hospedeiro, quadro que pode ser agravado se 

associado ao número elevado de flagelados presentes no sangue do animal 

(Islam & Woo, 1991a; Woo, 1995; Thatcher, 2006). 

O fator de condição representa um indicativo quantitativo do estado de 

saúde do peixe (Vazzoler, 1996). As análises das variações deste fator, 

encontrados entre populações e ou entre indivíduos, podem ser usados para 

demonstrar os efeitos que algumas situações, tais como a qualidade do 

ambiente ou disponibilidade de alimento, podem ter nos organismos (Bolger 

& Conolly, 1989). Por ser uma medida dependente da saúde do animal, 

tembém pode ser efetiva para indicar os efeitos dos parasitas em seus 

hospedeiros, tanto em ambiente natural como artificial (Ranzani-Paiva et al, 

2000). 

O fator de condição e a presença ou abundância de certas espécies de 

parasitas são variáveis (Ranzani-Paiva et al, 2000). Geralmente um peixe é 

naturalmente infectado por algumas espécies de parasitas que coexistem, 

cada hospedeiro abriga uma infracomunidade de parasitas (Bush et al, 1997).  
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O desenvolvimento do parasita nos peixes compreende várias etapas 

com características distintas, com uma fase patente e uma crônica, sendo 

esta última de longa duração. Em espécies polimórficas a forma 

tripomastigota é típica da fase crônica. Estudos mostram que não ocorrem 

divisões ou mudanças de fase do parasitas, sugerindo que os tripanossomas 

de peixes se multiplicam exclusivamente no vetor. (Lom, 1979; Lom & 

Dyková, 1992; Eiras, 1994; Eiras et al, 2008).  

O desenvolvimento de tripanossomas em sanguessugas ocorre 

inicialmente no ceco ou no estômago dos invertebrados com formas 

epimastigotas em divisão, posteriormente ocorre uma migração para a 

probóscide onde são encontradas as formas metacíclicas, que serão depois 

transmitidas ao hospedeiro vertebrado (Martin & Desser, 1991). 

 

Taxonomia de tripanossomatídeos 

Ao contrário dos tripanossomas de mamíferos, existem poucos 

parâmetros taxonômicos claramente definidos e utilizados pela comunidade 

científica para a classificação de tripanossomas de anfíbios, répteis, aves e 

peixes (Hoare & Wallace, 1966). 

O conhecimento de tripanossomas de peixes marinhos na África do 

Sul, em 2006, estava limitada a três espécies nomeadas com base em seus 

hospedeiros vertebrados e, até o momento, os estudos sobre relações 

filogenéticas entre tripanossomas e peixes são limitados a espécies de água 

doce (Hayes et al, 2014). 

Os ciclos de vida de tripanossomas revelam problemáticas frequentes, 

além disso as relações filogenéticas entre estes flagelados são incertas. Em 

espécies de peixes de água doce predominam os estudos filogenéticos de 

tripanossomas, utilizando seqüências de rDNA 18S. Apenas algumas 

espécies marinhas, como Trypanosoma boissoni (Ranque, 1973) e 

Trypanosoma senegalense (Ranque,1973) oriundos do Senegal, 

Trypanosoma pleuronectidium (Robertson,1906) e Trypanosoma 

murmanense (Nikitin,1927), da Noruega, possuem estudos envolvendo 

biologia molecular (Hayes et al, 2014). 
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A descrição de novas espécies de tripanossoma de peixes envolve 

diversos problemas, como a grande variedade de hospedeiros, a grande 

distribuição geográfica e morfometria dos parasitas. 

Existem poucas informações sobre a diversidade genética, relações 

filogenéticas, gama de hospedeiros, vetores, ciclo de vida e distribuição 

geográfica desses parasitas. Consequentemente a taxonomia desse grupo 

continua problemática (Teixeira et al, 2011; Lima et al, 2012). 

Diversas espécies de tripanossomas estão descritas em diversos 

grupos de vertebrados, porém algumas dessas espécies podem ser 

sinônimos. A identificação taxonômica convencional de tripanossomas de 

peixes é baseada nas diferenças das características morfológicas dos 

parasitas (Lopes et al, 1989; Eiras et al, 1990). Outro método inconclusivo é a 

classificação baseada na especificidade do hospedeiro, essa teoria se torna 

fraca pela facilidade em se obter infecção cruzada experimental (Viola et al, 

2008b, Viola et al, 2009b). Até recentemente, identificação de gêneros e 

espécies de tripanossomas eram baseadas na morfologia, comportamento e 

características bioqúimicas dos parasitas, além da análises de seus 

hospedeiros e origem dos mesmos. No caso de tripanossomas com mais de 

um hospedeiro, particularmente a espécie T. cruzi o estudo era facilitado pela 

existência do ciclo de vida envolvendo insetos hematófagos, animais 

silvestres e domésticos bem como seres humanos. Isso não ocorre porém 

com tripanossomatídeos parasitas exclusivamente de insetos por exemplo, 

que são morfológicamente indistinguíveis, os outros fatores comumente 

utilizados para descrição de novas espécies também não funcionam nesse 

caso pois as espécies de tripanossomas, bem como os insetos que as 

abrigam, são encontrados em uma distribuição mundial, além da 

possibilidade de um inseto abrigar mais de uma espécie de 

tripanossomatídeo. Todas essas problemáticas enfraquecem o tradicional 

sistema de taxonomia que vinha sendo proposto (Borghesan et al, 2013) 

A taxonomia tradicional não possibilita a determinação de novas 

espécies com segurança, devido em grande parte ao pleomorfismo dos 

parasitas do gênero Trypanosoma. Técnicas moleculares têm sido mais 

efetivas quando aplicadas nas determinações taxonômicas envolvendo 
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tripanossomas (Figueroa et al, 1999; Karlsbakk & Nylund, 2006; Gu et al, 

2007a; Gu et al, 2007b).  

A taxonomia dos Tripanossomatídeos adquiriu a atual forma depois 

que Hoare & Wallace (1966) propuseram um critério para definição de 

gênero, baseado em fenótipo e ciclo de vida. Esse critério resolveu a 

desordem vigente na taxonomia de tripanossomatídeos, porém ainda mostra 

problemas. Um problema recorrente era resultado da dificuldade no 

reconhecimento dos morfotipos utilizados para definir cada gênero, que 

requeria especialista e treinamento. O critério ainda esbarrava em outra 

problemática, nem todos os novos tripanossomatídeos descritos se 

encaixavam no modelo de gênero propostos por Merzlyak et al (2001), 

Svobodova et al (2007) e Lima et al (2012).  

Vem se tornando evidente que a análise molecular pode promover 

uma reavaliação da taxonomia do grupo de tripanossomatídeos. Uma 

abordagem interessante seria a separação das espécies de Trypanosoma 

baseando-se nas linhagens de seus ancestrais, além dos critérios já 

utilizados como o fenótipo do parasita, especificidade e origem do 

hospedeiro. Análises moleculares, morfologia, informações sobre o 

comportamento e biogeografia do hospedeiro contribuem e são de grande 

valia para designação de uma espécie de Trypanosoma (Borghesan et al, 

2013). 

O conhecido polimorfismo de tripanossomas sanguíneos pode 

facilmente ser efeito da ocorrência de infecções mistas. Estudos moleculares 

tem revelado um grande número de parasitas encontrados na natureza e que 

apresentam formas indistinguíveis. Todos esses fatores impedem a correta 

avaliação de toda a coleção de tripanossomas existentes, sua diversidade, 

seus hospedeiros e seu alcance geográfico (Fermino et al, 2015). 

 

Marcadores moleculares 

Os genes nucleares de DNA ribossomal (rDNA) dos 

tripanossomatídeos possuem uma estrutura complexa e característica, com 

um dos mais complexos padrões de moléculas de RNA. Os genes de rDNA 

(18S e 24S) sempre foram considerados adequados para se realizar testes 

de inferências de relacionamentos filogenéticos, isso ocorre principalmente 
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porque esses genes se apresentam em todos os organismos, além de 

possuírem uma equivalência funcional. A região geralmente escolhida para 

as análises é a subunidade menor (SSU), devido a sua facilidade de 

amplificação por PCR, seu tamanho e o fato de possuir regiões variáveis 

flanqueadas por regiões conservadas. Estudos utilizando sequências de SSU 

rDNA têm contribuído para o esclarecimento de questões filogenéticas e 

evolutivas dos tripanossomas. (Hernández et al, 1990) 

O clado tripanossoma é de difícil determinação em decorrência de 

problemas de alinhamento envolvendo o 18S rDNA com regiões de muita 

variação de nucleotídeos e grande número de inserções e deleções. Por 

esses e outros motivos, análises filogenéticas utilizando a sequência total do 

18S e outros genes vem sendo utilizadas (Hamilton et al, 2004, 2007; Austen 

et al, 2009). Essas sequências de genes adicionais podem vir a resolver a 

filogenia do grupo (Viola et al, 2009a). 

O sequenciamento (barcoding) da região variável V7V8 da SSU rDNA 

(Figura 2) foi confirmada como uma ferramenta poderosa para avaliar a 

diversidade genética dos tripanossomatídeos em geral (Maia da Silva et al, 

2004; Ferreira et al, 2007,2008; Viola et al, 2008a, 2009 a, b e Lima et 

al,2012). 

 

Figura 2: Esquema do fragmento V7V8 (SSU rDNA). 

 

As sequências V7V8 são suficientes para distinguir as espécies, são 

úteis para análises de polimorfismo e relações genéticas entre espécies 

próximas, além de poderem ser incluídas em largas sequências para inferir 

filogenias. Entretanto, apesar de possibilitar a distinção entre espécies de 

Trypanosoma o uso parcial ou total apenas da SSU rDNA é considerada 

insuficiente para analisar nos níveis específicos da filogenia. Por todos esses 



 

 

32 

motivos, o sequenciamento do gGAPDH vem sendo utilizado na filogenia 

desses grupos. (Viola et al, 2009 a, b). 

O gene gGAPDH (Figura 3) aparenta ser um grande candidato para 

reconstrução da filogenia do gênero Trypanosoma, pois evolui lentamente em 

comparação a SSU rDNA. O gene em questão (glyceraldehyde 3- phosphate 

dehydrogenase) é uma enzima glicolítica essencial, por ser um gene de cópia 

única, os genes codificantes de proteínas trabalham com restrições 

evolutivas bem diferentes e por isso o estudo desses genes podem 

complementar as análises baseadas em SSU rDNA. Esse gene possui menor 

taxa de evolução molecular, tornando-se, portanto, uma boa opção para 

estudos evolutivos em escalas de tempo maior. O gene gGAPDH vem sendo 

estudado em membros de todas as três ordens do filo Euglenozoa, incluindo 

os próprios tripanossomatideos, um Bodonida (Wiemer et al, 1995), um 

Euglenida (Henze et al, 1995) e dois diplonemidas (Qian & Keeling, 2001) e 

já existem diversas sequências disponíveis (Hamilton et al, 2004). 

 

Figura 3: Esquema da região gGAPDH.  

 

Filogenia de tripanossomatídeos 

Existe um consenso no estudo do gênero Trypanosoma que o divide 

em dois grandes clados: terrestre e aquático. No clado terrestre estão 

inseridos os tripanossomas de maior interesse médico e veterinário. O clado 

aquático estaria dividido em dois grupos principais, um cujo vetor são 

sanguessugas, isoladas de peixes de água doce e salgada, de ornitorrinco e 

de tartaruga. O outro grupo é formado por tripanossomas de anuros e um 

isolado de camaleão. O posicionamento do clado áquatico nas análises 

filogenéticas do grupo gera algumas questões, alguns trabalhos sugerem que 

este seja o grupo irmão dos demais tripanossomas (Hamilton et al, 2004, 

Stevens et al, 2001) e outros que esse seja uma irradiação interna ao gênero 

(Wright et al, 1999; Martin et al, 2002).  
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A combinação de técnicas moleculares e análises morfológicas é a 

melhor estratégia para identificação de espécies até o momento (Svobodova 

et al, 2007; Yurchenko et al, 2008, 2009; Viola et al, 2009 a, b); Maslov et al, 

2010; Lima et al, 2012). A gradual melhora e mudanças nas classificações é 

uma parte da dinâmica taxonômica que apresenta constantes descobertas. 

Existem estudos que separam as espécies baseando-se em linhagens 

ancestrais descendentes substituindo critérios como fenótipos, geografia e 

hospedeiros de origem, no entanto concomitantemente as informações 

filogenéticas, as características biológicas, morfológicas, comportamentais 

bem como biogeográficas são de extrema importância para a designação de 

novas espécies (Borghesan et al, 2013). 

Em geral, no entanto, apesar dos parasitas de peixes representarem 

modelos importantes para estudos ecológicos e evolutivos, apenas alguns 

deles são atualmente examinados em detalhe, o que limita o conhecimento 

da biodiversidade. (Scholz & Choughury, 2014).  

Interações entre espécies é a forma fundamental de entender os 

padrões macro evolutivos e de diversificação. Um dos mais relevantes 

exemplos de interação inter-específica é o padrão co-evolutivo entre 

hospedeiros e parasitas. Nessas interações, a co-especiação pode surgir se 

os dois organismos dividem uma história evolutiva comum, e nesse caso os 

parasitas seguem os eventos de especiação do seu hospedeiro (Nieberding 

et al, 2008). A história é favorecida pela força da relação parasita-hospedeiro 

bem como o alto nível de especiação entre hospedeiro e parasita e a 

capacidade de transmissão vertical de parasitas entre os hospedeiros. No 

nível filogenético, a história comum entre dois taxons é melhor observado em 

árvores filogenéticas congruentes (Nieberding et al, 2008). 

A co- especiação é um processo em constante evolução, porém a co-

diferenciação entre linhagens de um hospediero e seu parasita devem ser 

detectáveis nos níveis intraespecíficos (Nieberding et al, 2008). Em geral 

hospedeiros simpátricos e filogeneticamente relacionados que dividem o 

mesmo nicho ecológico, exibem comunidades semelhantes de parasitas, 

estas determinadas por semelhança nos recursos e possivelmente pela 

fisiologia do hospedeiro. Entretanto a troca de hospedeiro pode enfraquecer 

esses links evolutivos. Além de que algumas espécies podem infectar 
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hospedeiros entre pouca ou grande distância filogenética. A similaridade 

entre parasitas geralmente diminui com o aumento da distância geográfica 

entre as populações de hospedeiros (Garcia et al, 2011). 

O número de estudos filogenéticos de tripanossomas de peixes tem 

aumentado nos ultimos anos, estes focados em parasitas coletados 

diretamente do sangue de peixes europeus, africanos e asiáticos. Os 

resultados mostram que os estudos moleculares e filogenéticos são 

necessários para a identificação dos tripanossomas de peixes brasileiros 

(Lemos et al, 2015).  

Existe uma crescente evidência de que as histórias evolutivas de 

hospedeiros e parasitas estão associadas e, consequentemente os parasitas 

podem servir como representantes para entender a história evolutiva. 

Filogeografia comparativa e biogeografia de hospedeiros e seus parasitas 

obrigatórios podem revelar as impressões deixadas em espécies 

contemporâneas, de processos evolutivos como a co-evolução, dispersão e 

colonização (Fermino et al, 2013). 

Os tripanossomas de peixes constituem um grupo amplamente 

distribuído, porém, está entre os menos estudados do gênero Trypanosoma. 

Embora estes tripanossomas apresentem um grande número de espécies 

hospedeiras e, desta forma, sejam amplamente distribuídos no mundo, 

apenas poucos isolados foram analisados em estudos filogenéticos. 

Informações mais confiáveis sobre a diversidade de tripanossomas de 

peixes e seu relacionamento com tripanossomas de outros hospedeiros 

necessitam da análise de um grande número de isolados, de diferentes 

regiões e hospedeiros, com a utilização de diversos métodos de análise de 

polimorfismos e filogenia, baseados em genes e seqüências distintas. 
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JUSTIFICATIVA 

A maioria dos estudos sobre tripanossomas de peixes se restringe a 

descrições morfológicas. Embora os parâmetros taxonômicos tradicionais,  

tais como morfologia e hospedeiro de origem, sejam insuficientes, estes são 

ainda adotados na classificação e pouco se conhece sobre variabilidade 

genética, posicionamento taxonômico e filogenia desses tripanossomas. Um 

aspecto muito peculiar e interessante desses tripanossomas é a transmissão 

de suas espécies por sanguessugas (vetores aquáticos). 

As diferentes análises filogenéticas geraram controvérsias sobre o 

posicionamento desse grupo nas filogenias do gênero Trypanosoma. Não 

existem informações sobre a diversidade morfológica e molecular, 

relacionamentos genéticos e filogenia de tripanossomas de peixes sul-

americanos, onde se concentra grande parte da diversidade desses 

hospedeiros. 

Portanto, considerando que existem poucos estudos sobre 

tripanossomas de peixes brasileiros e que a diversidade genética, filogenia e 

taxonomia dos tripanossomas de peixes em geral são aspectos ainda pouco 

explorados e bastante controversos, novos estudos nessa área são de 

grande importância. Com base nesses dados um estudo molecular poderia 

alterar o número de espécies, além de confirmar possíveis novas espécies. 
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OBJETIVOS 

- Caracterizar, baseando-se em dados morfológicos e morfométricos, as 

diferentes formas de Trypanosoma observadas em infecções naturais de 

hirudíneos e peixes do gênero Hypostomus. 

- Caracterizar por técnicas moleculares os exemplares de Trypanosoma 

encontrados no sangue dos cascudos e hirudíneos vetores em infecções 

naturais. 

- Determinar graus de relacionamento genético e inferir relações filogenéticas 

entre tripanossomas encontrados neste estudo e isolados de outras regiões 

do mundo, e entre espécies de tripanossomas de outras espécies de peixes e 

hirudíneos, com base na sequência dos genes V7V8 (SSU rDNA) e 

gGAPDH. 

- Analisar padrões filogenéticos dos tripanossomas e dos respectivos peixes 

hospedeiros.  

- Identificar os hospedeiros invertebrados dos tripanossomas de peixe. 
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MATERIAL E MÉTODOS 
 
Local de coleta 

 As coletas foram realizadas no Rio Mogi-guaçu, (Figura 4 (A)) 

Cachoeira de Emas, município de Pirassununga, SP (21º55'55"S e 

47º22'37"W) (Figura 4 (B)).  

Os parâmetros indicadores de qualidade de água foram: Coloração 

marrom, a quantidade de oxigênio dissolvido variou entre 6 a 9mg/L (padrão 

CONAMA >5), pH entre 6 a 8U. pH (padrão CONAMA 6 até 9), temperatura 

da água entre 20,1ºC a 29,1ºC (sem padrão). Para os parâmetros 

ecotoxicologicos o rio é considerado não tóxico. Em relação aos parâmetros 

físicos e químicos, não atenderam os padrões de qualidade da resolução 

CONAMA em três parâmetros: alumínio dissolvido, ferro dissolvido e fósforo 

total. Os padrões hidrobiológicos (nível de clorofila-a e feofitina-a) e 

microbiológicos (Número de unidades formadoras de colônias de Escherichia 

coli) estão dentro da normalidade exigida pela resolução.  

A B 

Figura 4: Rio Mogi-Guaçu, Cachoeira de Emas, Pirassununga, SP. A: Vista da barragem . B: 
Local da coleta. 

Coleta de peixes 

Três espécies de Hypostomus (Figura 5,Figura 6 e Figura 7) foram 

coletados mensalmente, entre agosto de 2012 e junho de 2014. 
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Figura 5: Exemplar de Hypostomus strigaticeps.  

 

           
 

Figura 6: Exemplar de Hypostomus regani. 
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Figura 7: Exemplar de Hypostomus albopunctatus. 

Os peixes foram coletados com auxílio de tarrafas e mantidos em 

tanques circulares de 1000 L (Figura 8 A)), e ou em tanques retangulares de 

5000L (Figura 8 B)) no Centro de Pesquisa e Gestão dos Recursos 

Pesqueiros Continentais do Instituto Chico Mendes de Conservação da 

Biodiversidade – CEPTA/ICMBio. Em seguida foi realizada a biometria antes 

da coleta de sangue. Após a coleta de sangue, os peixes amostrados foram 

devolvidos ao rio. 

A 

 

B 

Figura 8: Tanques de manutenção do CEPTA/ICMBIO. A: Tanques circulares. B: Tanques 
retangulares. 
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 Coleta de Hirudíneos 

Os ectoparasitas foram coletados em ambiente natural, retirados da 

superfície externa dos peixes com auxílio de pinça (Figura 9). Alguns 

exemplares foram distendidos em concentrações crescentes de etanol, 

fixadas em tampão de formol 10% e depois conservados em etanol 70%, 

para posterior identificação e dissecção para procura de formas 

tripomastigotas no tubo digestório (Moser et al, 2006). Outros hirudíneos 

foram mantidos vivos para diferentes finalidades: criação em laboratório para 

obtenção de gerações livres de infecção, para análises moleculares, 

preparações histológicas e preparações em microscopia eletrônica de 

varredura. 

 

Figura 9: Hirudíneos na superfície externa do cascudo. 

 

Criação e Manutenção de hirudíneos 

Para a manutenção, os hirudíneos foram colocados em recipientes 

pequenos com água declorada, à temperatura ambiente e alimentados com 

fígado de camundongo (fragmentos de fígado fresco adicionados ao aquário 

duas vezes por semana, por períodos de uma a duas horas, e na sequência 

efetuada a troca da água do recipiente). Seguindo Letch (1979, 1980), os 

hirudíneos foram mantidos junto ao progenitor até o momento do primeiro 

repasto sanguíneo. Assim os jovens foram retirados do ventre da 
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sanguessuga adulta com um pincel macio (Letch, 1979) e separados em dois 

grupos, o primeiro mantido em aquários para obtenção de gerações futuras, o 

segundo grupo para se alimentar de peixes infectados obtidos em ambiente 

natural. 

Alguns hirudíneos adultos foram preparados para identificação por 

análise morfológica.  

 

Histologia 

As sanguessugas foram fixadas em formol 10%. As amostras fixadas 

passaram pelo processo de desidratação, utilizando álcool etílico em 

concentrações crescentes (70°GL, 80°GL, 90°GL e Absoluto), em seguida 

foram diafanizadas em xilol e incluídas em parafina.  

O material emblocado foi cortado em micrótomo, com espessura de 5µm. 

As laminas foram desparafinadas, coradas com Hematoxilina e Eosina e 

montadas em bálsamo do Canadá. 

 

Microscopia Eletrônica de Varredura 

As sanguessugas foram colocadas em tubos cônicos e preparadas para 

exame sob microscopia eletrônica de varredura:  

- Lavagem com tampão cacodilato, por 30min (3x10’) 

- Fixação em glutaraldeído 2,5% por 24horas. 

- Segunda lavagem com tampão cacodilato, por 30min (3x10’) 

- Fixação com tetróxido de ósmio por 1 hora. 

- Terceira lavagem com tampão cacodilato, por 30min (3x10’). 

Após essas etapas as amostras passaram pelo processo de desidratação 

em ordem crescente de álcoois do 50°GL a Absoluto com 30min de duração 

para cada álcool. As amostras, após a desidratação, foram submetidas ao 

ponto crítico, montagem em stubs, metalização em ouro e análises ao 

Microscópio Eletrônico de Varredura. 

 

Esfregaço Sanguineo  

O sangue dos peixes foi obtido, por de punção cardíaca (Figura 10) com 

auxílio de uma seringa de 1mL. Foram retiradas cinco alíquotas de 5µl com 
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as quais foram confeccionadas cinco lâminas de extensão em camada 

delgada, que foram fixadas em metanol e coradas com Giemsa para 

pesquisa de flagelados. 

 

Figura 10: Punção cardíaca em Hypostomus strigaticeps. 

 

Análise Morfométrica 

Para avaliação das características morfológicas das formas 

tripomastigotas, imagens dos parasitas foram capturadas em fotomicroscópio 

através do programa Leica Image Manager IM 50®, e medidas (Figura 11) 

seguindo os parâmetros: comprimento do corpo (CC), comprimento do flagelo 

livre (FL), distância da parte posterior até o núcleo (PN), distância da parte 

anterior até o núcleo (AN), largura do corpo (LC), largura do núcleo (LN), 

comprimento do núcleo (CN), área do núcleo (ArN), largura do cinetoplasto 

(LK), comprimento do cinetoplasto (CK), distância do cinetoplasto à 

extremidade posterior (DKP) e área do cinetoplasto (ArK). Para o 

estabelecimento do índice flagelar (IF), índice nuclear (IN), do volume nuclear 

(VN) e volume do cinetoplasto (VK) foram utilizadas fórmulas segundo Lopes 

et al (1989) e Eiras et al (1990). 
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Figura 11: CC: comprimento total do corpo (sem flagelo), FL: comprimento do flagelo 

livre, PN: distância da extremidade posterior ao núcleo, AN: distância da extremidade anterior 

ao núcleo, LC: Largura do corpo, LN: largura do núcleo, CN: comprimento do núcleo, LK: 

largura cinetoplasto, CK comprimento do cinetoplasto, DKP: distância do cinetoplasto à 

extremidade posterior.  

Para o estabelecimento do índice flagelar (IF), índice nuclear (IN), do volume nuclear 

(VN) e volume do cinetoplasto (VK) foram utilizadas as seguintes fórmulas (Lopes et al, 1989; 

Eiras et al, 1990). 

 
IF= 

CC   
IN= 

PN 
FL   NA 

 

VN e/ou VK = 
π 

D1.D2  x  √(D1.D2) 
6 

Onde D1 e D2 são as medidas do comprimento e largura do núcleo e/ou cinetoplato. 

 

Cultura dos parasitas  

Foi testado o meio proposto por Ahmed et al (2014) para o cultivo das 

formas tripomastigotas sanguíneos.  

Foram feitas quatro coletas para os experimentos de cultura, sendo 

utilizados 18 peixes, seis exemplares de cada espécie. Tubos falcon de 15 

mL contendo 1mL de meio de cultura LIT foram levados para o campo, já 

refrigerados. Antes da utilização, os tubos contendo meio foram deixados à 

temperatura ambiente e nesses foram inoculados o mesmo volume de 

sangue (1mL) de peixes, retirado por punção cardíaca. Os tubos foram 

lacrados e mantidos à temperatura ambiente até a chegada ao laboratório 

onde foram armazenados em estufa com temperatura controlada de 25°C. A 

cada quatro dias os meios contendo os parasitas foram examinados e foram 

feitas lâminas para pesquisa de evidência de divisão dos parasitas. 

 

Análise Estatística 
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A prevalência e a densidade foram calculadas segundo os critérios 

definidos por Bush et al (1997).  

Foi realizado o teste qui-quadrado para verificar a assoçiação entre as 

três espécies de peixes e as variáveis: ano de coleta e estação do ano.  

Depois foram calculadas as estatísticas descritivas das variáveis peso 

e comprimento dos peixes, esses valores foram relacionados com a 

prevalência de infecção dos peixes, e utilizados para comparar as diferenças 

entre os parâmetros morfométricos entre as espécies de peixes. 

Com os testes prontos foi ajustado um modelo de regressão logística 

para a probabilidade da prevalência (positividade diferente de 0). O modelo 

foi testado para as variáveis: Ano de coleta, estação do ano, pêso e 

comprimento dos peixes.  

Foi realizado o teste ANOVA para cada variável morfológica (CC, FL, 

PN, AN, LC, LN, CN, LK, CK, DKP, IF, IN, VN, e VK), utilizando uma 

transformação em Log para achar a normalidade. Para as variáveis com 

resultados significativos para diferênciar as espécies obtidos no ANOVA, foi 

aplicado o teste comparação múltipla de Tukey com intervalo de confiança de 

5%.  

Análise multivariada (Johnson & Wichern, 2007) foi realizada utilizando 

PCA (Análise de componentes principais) e análises Cluster. Devido a alta 

porcentagem de valores faltantes (>50%), as variáveis (FF, IF, DKP) foram 

excluídas da análise multivariada. Para obter uma melhor aproximação do 

normal, uma transformação em log de todas as variáveis foi utilizada. É 

importante dizer que cada componente é uma combinação linear de todas as 

variáveis originais, em qual todos os componentes são independentes. 

Todos os testes foram aplicados com intervalo de confiança igual a 

5%. As análises estatísticas foram realizadas com auxílio do programa 

estatístico SAS (SAS Inc., 9.3). 

 

Extração do DNA 

O DNA foi obtido de amostras de sangue fixados em etanol absoluto e 

armazenados à temperatura ambiente, e de hirudíneos inteiros coletados dos 

paixes.  
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Parte do sangue coletado dos peixes foi utilizado para extração do 

sangue total seguindo protocolo segundo Hamilton et al (2004). 

Inicialmente, coletava-se um pouco do sangue total e o conteúdo era 

centrifugado a 13000rpm por 5 minutos. Era então descartado o etanol do 

tubo e adicionado 200 µL de Digsol Buffer (50mM de TRIS-HCL, 200mM 

EDTA, 117mM NaCl 1% SDS), e 10 µL de Proteinase K, o tubo então era 

homogeneizado e incubado por 3 horas a 55oC. Após a incubação 

acrescentava-se 400 µL de acetato de amônia (solução 4M) e o tubo era 

levado ao vortex por 15 minutos. Depois disso o material era centrifugado a 

13000rpm por 15 minutos à temperatura de 10oC, logo após o sobrenadante 

era transferido para outro tubo onde eram adicionados 1ml de etanol 100% 

homogeneizava-se o tubo. Após essa etapa a amostra passava por 

centrifugação à 15000rpm por 15 minutos e então o etanol era descartado e 

era acrescentado 1ml de etanol 70% e centrifugado novamente à 15000rpm 

por 15 minutos, após isso o etanol era descartado e o tubo era deixado para 

secar em temperatura ambiente por 2 dias e finalmente era adicionado 30 µL 

TE (TRIS-HCL e EDTA).  

Foram coletados hirudíneos presentes na superfície do corpo e na 

região oral dos cascudos para extração do DNA utilizando o mesmo método 

referido para extração de sangue, com diferença apenas na primeira etapa, 

no caso das sanguessugas estas foram primeiramente maceradas.  

Foram utilizados 34 peixes para os experimentos moleculares sendo (8 

H. strigaticeps, 12 H. albopunctatus e 14 H. regani) e as sanguessugas 

retiradas desses peixes. 

 

Amplificação do DNA 

Nas reações de PCR foi utilizada a seguinte mistura de reação: 200mM 

de dNTP; 100ng de cada oligonucleotídeo; 100ng de DNA genômico; 5µl de 

tampão (200mM de Tris-HCl, pH 8.4; 500mM de KCl e 1,5mM de MgCl2); 

2,5u de Taq DNA Polimerase e água bidestilada deionizada e autoclavada 

(qsp 50ul).  

Foram utilizados os marcadores V7V8 do SSU rRNA e gGAPDH para 

identificação de tripanossomas em hirudíneos e no sangue dos peixes. A 

amplificação do marcador LCO/HCO (COI), foi feita apenas para as amostras 
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de hirudíneos, para identificação das mesmas.   

PCR da região SSU rRNA foi feita utilizando os primers (609F) 5’CAC 

CCG CGG TAA TTC CAG C3’ e (706R) 5’CTG AGA CTG TAA CCT CAA 3 

(Noyes et al, 1999). 

Nested PCR da sequência gGAPDH foi feita utilizando primeiro round 

de primers (GAPDH SF) 5’ GTG GCG GTK GTY GAC ATG AAC A3’ e 

(GAPDH SR) 5’ TTG GAG TCR TAG ATR GAG CT3’, e o segundo round de 

primers internos (GAP 3F) 5’ GTG AAG GCG CAG CGC AAC 3’ e (GAP 5R) 

5’ CCG AGG ATG YCC TTC ATG 3.  

PCR da região LCO/HCO foi feita utilizando os primers (LCO1490F) 5’ 

GGT CAA CAA ATC ATA AAG ATA TTG G3’ e (HCO2198R) 5’ TAA ACT 

TCA GGG TGA CCA AAA AAT CA 3’. 

De 2 a 5µl do produto da reação foram aplicados em gel de agarose 

2% com tampão TAE 2x, utilizando-se o marcador de peso molecular 1Kb, 

corados com brometo de etídeo e fotografados sob luz U.V. As condições 

para a amplificação do gene foram diferentes para cada região:  

Programa PCR GAPDH- desnaturação inicial a 940C por 3 minutos, 

seguido de mais 35 ciclos com desnaturação (94°C por 1’), anelamento (55°C 

por 1’) e extensão (72°C por 1’) e finalmente extensão final a 72°C por 10 

minutos. 

Programa PCR V7V8- desnaturação inicial a 940C por 5 minutos, 

seguido de mais 35 ciclos com desnaturação (94°C por 45”), anelamento 

(48°C por 45”) e extensão (72°C por 1’) e finalmente extensão final a 72°C 

por 7 minutos. 

Programa PCR LCO/HCO - desnaturação inicial a 940C por 5 minutos, 

seguido de mais 30 ciclos com desnaturação (94°C por 45”), anelamento 

(48°C por 45”) e extensão (72°C por 1’) e finalmente extensão final a 72°C 

por 7 minutos. 

 

Purificação, Clonagem e Sequenciamento 

O DNA obtido foi clonado e 6 clones foram sequenciados para cada 

gene, de cada amostra de Trypanosoma. A clonagem foi feita utilizando o kit: 

pGEM® -T and pGEM -T Easy Vector System (Promega), de acordo com 

protocolo do fabricante.   
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As amostras foram purificadas utilizando e kit: Wizard® Plus SV 

minipreps DNA purification System (Promega). 

O sequenciamento foi realizado no ICBII– USP (setor de 

seqüenciamento de DNA). As reações de sequenciamento foram feitas 

utilizando o BigDye® Terminator v3.1 Cycle Sequencing Kit . As corridas 

foram feitas em capilares de 36cm utilizando o polímero POP7. As 

sequências foram analisadas pelo software Sequencing Analysis 5.3.1 

utilizando o Base Caller KB.  

 

 Filogenia 

Para inferências filogenéticas utilizando análises de Máxima 

Verossimilhança (ML), as sequências foram alinhadas utilizando CLUSTALX 

(Thompson et al, 1997). Dois alinhamentos foram criados, um contendo a 

região V7V8 da SSU rRNA (820 pb), um contendo a região gGAPDH (608 

pb), utilizando alinhamentos prévios incluindo um grande número de taxons 

como guia (Hamilton et al, 2004). As análises ML foram feitas utilizando 

RAxML v.2.2.3 (Stamatakis, 2006) como descrito anteriormente (Ferreira et 

al, 2008, Borghesan et al, 2013). O GTR (general time reversible) modelo de 

substituição de nucleotídeos com a proporção de invariáveis e a distribuição 

Gamma foram escolhidos para as análises genéticas. O modelo GTR foi 

utilizado em cada análise individual. 

As porcentagens de similaridade foram calculadas no programa MEGA5 

(Tamura et al, 2011) pelo método de distância p.  

 

 

Este trabalho foi aprovado pelo Comitê de Ética na Experimentação 

Animal (Atual CEUA/Unicamp) sob protocolo N°2786-1.  
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RESULTADOS E DISCUSSÃO 
 

Foram coletados, entre agosto de 2012 e setembro de 2014, 433 

exemplares de três espécies de cascudos, sendo 138 Hypostomus 

albopunctatus (peso médio 301,5 ± 72,1g e comprimento médio 26,4 ± 

2,2cm), 160 Hypostomus regani (peso médio 297,5 ± 69,8g e comprimento 

médio 28,5 ± 2,9cm) e 135 Hypostomus strigaticeps (peso médio 289,0 ± 

85,4g e comprimento médio 28,2 ± 2,7cm). Dos 433 peixes examinados, 338 

estavam positivos para Trypanosoma sp., equivalendo a uma prevalência 

geral de 78,0%, sendo 76,0% para Hypostomus albopunctatus, 80,0% para 

Hypostomus regani e 77,0% para Hypostomus strigaticeps. A densidade 

média de tripanossomas presentes no esfregaço sanguíneo foi de 0,8 

parasitas/µl de sangue. 

Existem poucos trabalhos relatando prevalência e parasitemia de 

tripanossomas em sague de peixes. Molina et al (2016) em trabalho anterior 

relataram prevalências mais baixas para as mesmas espécies de peixes, 

assim como uma menor prevalência geral (47,6%). As prevalências relatadas 

por Lemos et al (2015) para Hypostomus affinis (100%) e Hypostomus 

luetkeni (90%), encontradas no mesmo gênero de hospedeiro, foram maiores 

do que as encontradas no presente estudo. Quando comparada com 

descrições de prevalências encontradas em outras famílias de hospedeiro, os 

valores do presente estudo são maiores que os valores encontrados por 

Khan (1977) em peixes do Atlântico Norte – Hippoglossoides platessoides 

26%, Limanda ferruginea 11%, Glyptocephalus cynoglossus 11%, Lycoides 

reticulatus 30%, Anarhichas minor 29%, Anarhichas lupus 23% - e Burreson 

(2007) em peixes do Pacífico – Parophrys vetulus (Trypanosoma pacifica 

16,1%), Microstomus pacificus (T. khani 9,8%), semelhante do que Zintl et al 

(1997) encontraram em enguias européias (Anguilla anguilla – 77,7%) maior 

do que os resultados de Davies et al (2005) em peixes de água doce da 

África (53%).  

Em relação à densidade, os valores relatados nesse trabalho 

mostraram que estes resultados ficaram acima daqueles encontrados por 

Khan (1977) – 0,1 parasitas/µL de sangue para Hippoglossoides platessoides 

e para Limanda ferruginea, e abaixo dos valores descritos por Gu et al (2007 
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(b)) em Cyprinus carpio (62,5 parasitas/µL de sangue). Lemos et al (2015) 

relataram uma parasitemia de 0,9 x102parasitas/ml de sangue para 

Hypostomus affinis e 1,0 x102parasitas/ml de sangue para Hypostomus 

luetkeni, resultados maiores do que o encontrado no presente estudo. 

Amostras de sangue obtidas do coração e/ou rins podem garantir uma 

sensibilidade maior na detecção de tripanossomas de peixes, isso pelo fato 

de serem os sítios de infecção mais comuns destes parasitas (Lemos et al, 

2015). 

A literatura sobre descrição de espécies de Trypanosoma em 

Loricariidae é extensa, mas são poucas as  referências de prevalência ou 

densidade destes protozoários em seus hospedeiros (Molina et al, 2016). 

Além da diferença de hospedeiros, fatores físicos, químicos e biológicos da 

água bem como a disponibilidade do hospedeiro invertebrado podem explicar 

essas diferenças nos valores de prevalência e densidade. 

No presente estudo apesar da alta prevalência encontrada nenhuma 

patologia aparente foi observada nos peixes coletados.  

Foi calculado o qui quadrado entre as prevalência das três espécies de 

peixes e as estações do ano e entre o ano de coleta. Para a variável estação 

do ano, não foram encontradas correlações significativas. Para a variável ano 

de coleta foram encotrados valores significativos para Hypostomus regani e 

Hypostomus strigaticeps (Tabela 1). Os resultados obtidos com esse teste 

confirma o obtido com o modelo.  

Tabela 1: Valores de p para Qui-quadrado, entre as a prevalência das três espécies de 
peixes e as variáveis, estação do ano e ano de coleta. 

Espécie de Peixe Ano de coleta Estação do ano 

H. strigaticeps P= <0,0001 P= 0,3830 

H. regani P= 0,6616 P=0,9671 

H. albopunctatus P= 0,0004 P=0,0481 

 

As análises de estatísticas descritivas para as variáveis peso e 

comprimento não encontraram resultados significativos, observando os 

valores encontrados das médias, máximo e mínimo dos valores biométricos é 

possível concluir que não existe relação entre os dados morfométricos dos 

peixes e a prevalência de infecção (Tabela 2).  
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Tabela 2: Valores das estatísticas descritivas das variáveis peso e comprimento, 
relacionadas com a prevalência de infecção. 

Espécie Preval N Obs Variável Médias DP Mínimo Máximo 

H. strigaticeps 

0 31 C 28,00 2,27 22,40 32,00 

0 31 P 301,45 64,50 178,00 414,00 

1 104 C 27,41 2,69 20,00 36,50 

1 104 P 276,01 74,82 104,00 537,00 

Espécie Preval N Obs Variável Média DP Mínimo Máximo 

H. regani 

0 40 C 29,73 2,79 24,50 37,00 

0 40 P 317,13 80,92 210,00 591,00 

1 128 C 29,28 3,13 21,00 35,80 

1 128 P 308,59 85,74 95,00 567,00 

Espécie Preval N Obs Variável Média DP Mínimo Máximo 

H. albopunctatus 

0 29 C 28,09 4,51 12,20 33,00 

0 29 P 288,17 72,12 100,00 396,00 

1 105 C 28,74 2,80 21,00 36,50 

1 105 P 299,37 68,13 95,00 537,00 

Onde: (0) caracteriza prevalência negativa e (1) prevalência positiva, (C) variável 

comprimento e (P) variável peso.  

 

Esses resultados ajudam a suportar a hipótese que a prevalência da 

infecção depende mais de fatores como a disponibilidade de vetor e não das 

características do hospedeiro. Existem poucos relatos de comparação de 

prevalências com características biométricas do hospedeiro, Molina et al 

(2016) também não encontraram relações significativas entre a prevalência e 

os valores morfométricos para as mesmas espécies de peixes. 

Os resultados obtidos com o modelo de regressão logística para as 

quatro variáveis, apresentaram valores significativos apenas para a variável 

ano de coleta, os valores foram significativos apenas para Hypostomus 

strigaticeps e Hypostomus albopunctatus, confirmando o resultado do teste 

qui-quadrado. Para Hypostomus strigaticeps observou-se que a razão de 

chance de ser positivo foi de 5,7 vezes maior em 2012 do que em 2014 e 9,0 

vezes maior de ser positivo em 2013 do que em 2014. Para a espécie 

Hypostomus albopunctatus a relação foi inversa, ou seja, foi obtida uma 

razão de chance de 15,6 vezes maior de os peixes serem positivos em 2014 

do que em 2012 e 6,84 vezes maior que em 2013. Esses resultados podem 

sugerir a ocorrência de eventos externos específicos (temperatura, 
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observaram  formas epimastigotas no ceco estomacal e intestino de 

Haementeria brasiliensis. 

A importância desse achado auxilia na confirmação dos hirudíneos 

como hospedeiros, evidenciando o local onde as divisões dos tripanossomas 

ocorrem, já que não são encontradas outras formas nos peixes, apenas 

tripomastigotas. 

 

 

A 
 

B 

 

C 

 

Figura 14: Cortes histológicos de sanguessugas, espessura 5 micra, coloração por 
hematoxilina-eosina. (A) corte transversal, aumento 10x. (B) corte transversal, aumento 40x. 
(C) corte transversal, aumento 100x. 

 

 





 

 

59 

parasitas vivos, com grande movimentação, com 35 e 22 especimes em 10µl, 

respectivamente. Estes tripomastigotas mantiveram-se nesta forma nas 3 

semanas seguintes. Nesta terceira cultura houve contaminação por bactéria e 

tratados com antibióticos, os parasitas não sobreviveram.  

Na quarta tentativa foram utilizados 18 tubos contendo o meio de 

cultura proposto, 6 tubos para cada espécie de peixe. O mesmo padrão das 

outras tentativas foi observado, foram encontrados parasitas vivos nos tubos, 

nas primeiras semanas, porém nas subsequentes não foi observada a divisão 

dos tripanossomas, até a morte dos mesmos.  

As formas sanguíneas de Trypanosoma de peixes caracteristicamente 

se multiplicam por divisão binária, em dois tripomastigotas iguais, e 

geralmente em formas epimastigotas nos meios de cultura. O produto final do 

metabolismo de protozoários consiste em dióxido de carbono, piruvato, uréia 

e amônia (Bryant, 1982; Larsen et al, 1988). Esses “metabólitos“ são tóxicos 

aos parasitas e são responsáveis pela lise dos flagelados e pela formação de 

formas arredondadas (Li & Woo, 1991). Isso ocorre primeiramente porque as 

culturas se tornam pobres nutricionalmente e também por esses resíduos se 

acumularem no meio (Ahmed et al, 2014). 

 Sessenta tripomastigotas foram fotografados e medidos com auxílio 

do fotomicroscópio, sendo, 20 de cada espécie de peixe do presente estudo. 

Na Tabela 3 encontram-se as médias dos parâmetros de mensuração 

morfológica dos parasitas. A identificação taxonômica tradicional das 

espécies de tripanossomas de peixes baseada nas características 

morfológicas dos parasitas, traz diversos problemas e divergências associado 

ao polimorfismo.  

 

Tabela 3: Valores (em µm) da média das medidas dos tripanossomas encontrados nas três 
espécies de cascudos, entre agosto de 2012 e setembro de 2014.  

Espécie CC FL PN AN LC LK LN CN IN AN DKP CK AK IF VN VK 

Hypostomus 
albopunctatus 

22,02 7,70 10,13 9,30 1.96 0.61 1.43 2.55 1.71 4.07 0,45 1.02 0.55 2.90 5.64 0.28 

Hypostomus 
Regani 

20,60 15.45 11.32 6,89 1.94 0.58 1.59 2.34 1.88 4.72 0,33 0.95 0.52 1.95 5.79 0.24 

Hypostomus 
strigaticeps 

20.10 11.70 10,20 7,20 1.93 0.63 1.50 2.70 1.78 4.08 0,41 0.97 0.65 2.87 5.82 0.29 

Comprimento do corpo (CC), flagelo livre (FL), distância da parte porterior ao núcleo(PN), distância da parte anterior 
ao núcleo(AN), Largura do corpo (LC), largura do núcleo(LN), comprimento do núcleo (CN), área do núcleo (AN), 
largura do cinetoplasto (LK), comprimento do cinetoplasto (CK), índice nuclear (IN), volume do núcleo (VN).  
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Os tripomastigostas sanguíneos encontrados em H. regani, H. 

strigaticeps e H. albopunctatus se mostraram polimórficos, sendo que o 

número e a proporção dos morfotipos variaram entre as amostras de sangue.  

A variação morfológica observada, se utilizada como único critério 

taxonômico, poderia suportar a descrição de um número errado de espécies 

nessas amostras. Uma possibilidade seria que os diferentes morfotipos 

encontrados possam representar distintos estágios de desenvolvimento da 

mesma espécie.  

O pleomorfismo se caracteriza pela presença de várias formas de 

desenvolvimento do parasita no mesmo organismo hospedeiro. Em 

flagelados sanguíneos de peixes, da mesma forma que em outros, o 

pleomorfismo é entendido como uma manifestação fenotípica sequencial de 

um genótipo que aparece no estágio de tripomastigota em hospedeiros 

vertebrados. O pleomorfismo pode se expressar nos seguintes aspectos: 

mudanças no comprimento total e na largura do corpo (formas delgadas ou 

largas), no número de ondulações na membrana ondulante, na presença de 

estrias na superfície do corpo, na presença e no número de vacúolos 

citoplasmáticos, na distância do cinetoplasto da parte posterior, no 

comprimento do flagelo livre (Lom, 1979).  

 Diferente dos resultados obtidos por Molina et al (2016), que 

encontraram difererenças significativas para o comprimento do corpo e a 

largura do núcleo, as análises estatísticas do presente estudo mostraram que 

apenas para os parâmetros LK e VK existiram diferenças significativas (com 

intervalo de significância de 0,05 de Tukey) entre as espécies, onde 

Hypostomus strigaticeps e Hypostomus albopunctatus ficaram iguais 

(agrupado) e Hypostomus regani apareceu diferente. Os valores diferentes 

encontrados para as mesmas espécies de peixe confirma a hipótese de que 

os parâmetros morfológicos das formas tripomastigotas do sangue dos 

peixes são fatores fracos para a diferenciação dos parasitas, considerando o 

alto pleomorfismo (Figueroa et al, 1999; Karlsbakk & Nylund, 2006; Gu et al, 

2007a; Gu et al, 2007b). 

Testes de comparação múltipla foram feitas e os dados não formaram 

grupos. Na matriz de correlação entre os parâmetros medidos é possível 
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visualizar de forma clara e imediata, potenciais relações entre os dados. 

Mostra que os parâmetros analisados não criam relações fortes, ficam 

relacionados apenas variáveis dependentes (Tabela 4). O resultado obtido com 

os testes ANOVA foram os mesmos que os resultados obtidos nas análises 

de componentes principais (PCA). Na Tabela 5 podemos ver que com apenas 

dois componentes do teste PCA, 66% da variabilidade pode ser explicada.  

 

Tabela 4: Matriz de correlação entre as variáveis morfométricas das formas 

tripomastigotas sanguíneas encontradas nas três espécies de cascudos. 

logCC logPN logAN logLC logLK logLN logCN logIN logArN logArK logVN logVK logCK 

logCC 1,00 0,80 0,79 0,51 -0,11 0,35 0,58 -0,24 0,48 0,03 0,51 0,02 0,20 

logPN 0,80 1,00 0,35 0,36 -0,28 0,26 0,39 0,34 0,38 -0,06 0,36 -0,14 0,12 

logAN 0,79 0,35 1,00 0,47 0,05 0,38 0,64 -0,76 0,53 0,03 0,55 0,07 0,06 

logLC 0,51 0,36 0,47 1,00 0,02 0,73 0,45 -0,23 0,62 0,15 0,67 0,09 0,13 

logLK -0,11 -0,28 0,05 0,02 1,00 -0,07 -0,21 -0,25 -0,22 0,78 -0,15 0,90 0,37 

logLN 0,35 0,26 0,38 0,73 -0,07 1,00 0,60 -0,20 0,89 0,09 0,91 -0,05 -0,01 

logCN 0,58 0,39 0,64 0,45 -0,21 0,60 1,00 -0,37 0,82 -0,13 0,87 -0,21 -0,15 

logIN -0,24 0,34 -0,76 -0,23 -0,25 -0,20 -0,37 1,00 -0,27 -0,08 -0,31 -0,17 0,03 

logArN 0,48 0,38 0,53 0,62 -0,22 0,89 0,82 -0,27 1,00 -0,10 0,96 -0,20 -0,12 

logArK 0,03 -0,06 0,03 0,15 0,78 0,09 -0,13 -0,08 -0,10 1,00 -0,01 0,85 0,61 

logVN 0,51 0,36 0,55 0,67 -0,15 0,91 0,87 -0,31 0,96 -0,01 1,00 -0,14 -0,08 

logVK 0,02 -0,14 0,07 0,09 0,90 -0,05 -0,21 -0,17 -0,20 0,85 -0,14 1,00 0,73 

logCK 0,20 0,12 0,06 0,13 0,37 -0,01 -0,15 0,03 -0,12 0,61 -0,08 0,73 1,00 

 

As análises de componentes principais não suportaram a formação de 

grupos entre as três espécies (Figura 16). As análises multivariadas assim 

como os resultados das análises de cluster não mostraram a formação de 

grupos. Nas análises de cluster encontramos 40 grupos de um total de 60 

elementos, o que suportou os achados das outras análises.  

 

Tabela 5: Autovalores da matriz de correlação da análise de componentes principais 
mostrando a porcentagem de explicação da variabilidade dos dados.  

 

No de componentes Autovalores Diferença Proporção Cumulativo 

1 5,31 2,03 0,40 40% 

2 3,28 1,66 0,25 66% 
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Figura 16: Análises de componentes principais dos parâmetros morfológicos dos 
tripanossomas encontrados nas três espécies de cascudos coletados entre agosto de 2012 e 
setembro de 2014, no Rio Mogi-Guaçu, Pirassunuga, São Paulo, Brazil. (Hypostomus regani 
é chamado aqui de (P), Hypostomus albopunctatus (R) e Hypostomus strigaticeps (B). 

Os resultados estatísticos reforçam os resultados moleculares obtidos, 

onde também não foi encontrada uma divisão por espécie de hospedeiro, em 

todos os clados formados nas análises filogenéticas observamos a presença 

de isolados das três espécies de peixes bem como de isolados de hirudíneos 

retirados desses peixes. Os resultados corroboram o encontrado por Fermino 

et al (2013, 2015) e Lemos et al (2015), onde os hospedeiros vertebrados 

abrigam infecções mistas de tripanossomas.  

Os tripanossomas de peixes de água doce encontrados na Europa, 

podem ser agrupados em monomórficos ou polimórficos, sendo que no 

primeiro grupo os parasitas apresentam morfologia similar na fase inicial, 

aguda e crônica da infecção, diferindo apenas no comprimento. No segundo 

grupo, os parasitas também mostram alterações no comprimento, mas 

concomitantemente apresentam variações na largura do corpo na fase 

crônica (Gibson et al, 2005). 
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Em estudo do ciclo de vida do Trypanosoma cobitis, Letch (1980) 

relata que a maioria dos peixes infectados por tripanossomas capturados em 

ambiente natural mostraram grande leque de tripanossomas de diferentes 

morfologias no sangue periférico, os quais podem ser resultados de 

reinfecções. 

 Nas amostras de sangue não foi possível distinguir entre o 

polimorfismo inter e intra específico e por isso a impossibilidade de atribuir 

determinado morfotipo para determinada espécie ou genótipo encontrado. 

Para facilitar a descrição morfológica dos flagelados sanguíneos, 

dados morfológicos foram utilizados para dividir os tripomastigotas 

sanguíneos em três morfotipos, foram escolhidos os parâmetros 

morfológicos: comprimento do corpo, largura do corpo e tamanho do flagelo 

livre.  

Assim como observado por Lemos et al (2015) os morfotipos 

apresentados nesse estudo podem representar a mistura de espécies e ou 

genótipos desses tripanossomas como foi encontrado nas análises das 

sequências moleculares.  

Existe hoje mais de 30 espécies de tripanossomas reportadas em 

loricariídeos brasileiros, sendo pelo menos 25 em cascudos, incluindo 

aproximadamente 15 espécies descritas em Hypostomus spp (Eiras et al, 

2012).  

No entanto nenhuma espécie foi descrita em H. regani, H. strigaticeps 

e H. albopunctatus anteriormente a esse estudo.  

 Na Tabela 6 estão os valores das médias obtidas dos parâmetros 

morfológicos, para as formas tripomastigotas do presente estudo e os valores 

dos parâmetros descritos em outras espécies de peixes, bem como o já 

relatado para as mesmas espécies de peixes e outros que compartilham o 

mesmo gênero.  

Os morfotipos identificados nas amostras de sangue dos cascudos 

desse estudo se assemelham amplamente aos flagelados descritos 

anteriormente em outros cascudos. No entanto, os tripomastigostas 

encontrados nos sangue dos peixes desse estudo foram no geral menores 

em comprimento e largura dos que os encontrados em outras espécies de 

cascudos. Apesar disso, os tripomastigotas encontrados em outras espécies 
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dividem características morfológicas em comum com pelo menos um dos 

morfotipos aqui descritos, por exemplo apresentaram valores para 

comprimento do corpo muito semelhantes a T. pradoi, encontrado em uma 

outra espécie de Hypostomus. T. plecostomi I também divide formas 

sanguíneas similares com os morfotipos aqui descritos. O recém descrito 

Trypanosoma abeli (divididos na tabela em 4 morfotipos) encontrados em 

duas espécies de cascudos apresentaram valores maiores para os 

parâmetros de comprimento do corpo e largura do corpo.  

 No geral os parasitas encontrados nas três espécies de peixes 

estudados apresentaram morfologicamente as seguintes características: 

polimórficos, citoplasma denso, núcleo elíptico bem visível (Figura 19 e Figura 

21), apresentando contornos nítidos, tocando ou não as bordas do corpo e de 

cromatina frouxa, cinetoplasto terminal nítido (Figura 20). O corpo afila-se 

gradualmente para ambas as extremidades. A membrana ondulante é nítida 

na maioria dos exemplares, fazendo em alguns casos muitas ondulações 

(Figura 21) e em outros casos o número de ondulações é menor. Foram 

observados parasitas que apresentaram no final da extremidade anterior um 

flagelo livre longo (Figura 19). Alguns parasitas apresentaram a forma do 

corpo curta (Figura 18) enquanto que outros apresentaram um corpo longo 

(Figura 17). 
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Tabela 6: Morfometria das espécies de Trypanosoma sp. descritos em diferentes 
espécies de peixes. As espécies em destaque referem-se aos do presente estudo. 

 

ESPÉCIE CC LC FL PN AN LK VK LN CN IN VN HOSPEDEIRO Referência 

T. nupelianus 17.60 2.18 12.70 13.77 12.10 0.75 0.28 1.20 3.10 1.14 3.96 Rhinelepis aspera 
Eiras et 
al.,1990 

Morfotipo 1 
20,10 1,93 11,70 10,20 7,20 0,63  1,50 2,70 1,78 5,82 

H. strigaticeps Presente 
estudo 

T. pradoi I 
20.20 1.57 8.77 9.63 10.57 0.67 0.67 1.23 2.10 0.91 2.34 

Hypostomus 
ancistroides 

Ribeiro et 
al., 1993 

Morfotipo 2 
20,60 1,94 15,45 11,32 6,89 0,58 0,24 1,59 2,34 1,88 5,79 

H. regani Presente 
estudo 

T. plecostomi I 
21.50 2.30 14.00 12.00 - 0.50 - 2.10 2.90 - - 

Hypostomus sp. Fonseca & 
Vaz, 1928 

Morfotipo 3 22,02 1,96 7,70 10,13 9,30 0,61 0,28 1,43 2,55 1,71 5,64 
H. albopunctatus Presente 

estudo 
Trypanosoma 

Morf. I 
24.73 1.94 15,45 14,98 8.71 0.58 0.24 1.59 2.96 1.88 5.79 

H. regani Molina et 
al., 2016 

Trypanosoma 
Morf. II 

25.01 1,93 11,70 15,12 9,43 0,63 0,29 1,50 2,81 1,78 5,82 
H. strigaticeps Molina et 

al., 2016 

T. dominguesi 25.50 2.10 9.40 13.70 12.30 0.70 0.18 1.40 3.90 1.10 7.29 
Hypostomus alatus Lopes et 

al., 1989 

T.abeli Morf. 4 28.01 1,58 13,49 - - - - - - - - H.luetkeni/ H. 
affinis 

Lemos et 
al., 2015 

Trypanosoma  
Morf. III 

29.02 1.92 11.50 16.52 10.64 0.61 0.28 1.43 2.85 1.71 5.64 
H. albopunctatus Molina et 

al., 2016 

T. barretoi 36.20 3.87 14.12 19.65 16.65 0.78 0.41 2.65 4.40 1.22 40.37 
Hypostomus 

paulinus 
Lopes et 
al., 1990 

T. birmanii I 57.20 3.80 9.40 30.30 26.90 0.90 0.43 2.50 4.90 1.10 27.30 
Hypostomus 
commersonii 

Ribeiro et 
al., 1991 

T. affonsoi 57.80 3.60 16.70 30.30 27.50 0.80 0.39 2.80 3.80 1.10 19.60 
Hypostomus 

tietensis 
Lopes et 
al., 1992 

T.abeli Morf. 3 61.00 5.5 41.60 - - - - - - - - 
H.luetkeni/ H. 

affinis 
Lemos et 
al., 2015 

T. zungaroi IV 61.50 9.00 0.00 32.00 - 7.00 - 4.50 5,50 - - 
Pseudopmelodus 

zungaro 
Fonseca, 
1928 

T.abeli Morf. 2 64.57 2.73 21.07 - - - - - - - - 
H.luetkeni/ H. 

affinis 
Lemos et 
al., 2015 

T. limae 66.64 3.81 11.22 39.58 27.05 1.33 0.42 3.40 5.49 1.46 41.52 Hoplias lacerdae 
Lopes et 
al., 1996 

T.abeli Morf. 1 67.30 4.08 20.80 - - - - - - - - 
H.luetkeni/ H. 

affinis 
Lemos et 
al., 2015 

T. venustissimum 
II 

71.50 2.60 3.50 - - 1.00 - - 3.00 1.30 - 
Plecostomus 
plecostomus 

Froés et 
al., 1979 

T. immanis II 
114.5

0 
- 6.00 - - 0.70 - - - 1.20 - 

Loricariichthys 
anus 

Froés et 
al., 1978 

Comprimento do corpo (CC), flagelo livre (FL), distância da parte porterior ao 
núcleo(PN), distância da parte anterior ao núcleo(AN), Largura do corpo (LC), largura do 
núcleo(LN), comprimento do núcleo (CN), área do núcleo (AN), largura do cinetoplasto (LK), 
comprimento do cinetoplasto (CK), índice nuclear (IN), volume do núcleo (VN).  
 

Estes achados corroboram o fato de que a morfologia e morfometria 

não são suficientes para distinguir espécies de tripanossomas de peixes, 

porém são de extrema importância e relevância e complementam a descrição 

de qualquer espécie de tripanossoma (Lemos et al, 2015). 
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Figura 17: Forma tripomastigota de Hypostomus strigaticeps evidenciando comprimento do 
corpo (longo). 

 

 

Figura 18: Forma tripomastigota de Hypostomus strigaticeps evidenciando comprimento do 
corpo (curto) 
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de co-evolução destes parasitas e seus vetores. O outro grupo foi formado 

por tripanossomas de anuros e um isolado encontrado em camaleão (T. 

therezieni). Até o momento não havia muita informação sobre esses parasitas 

em peixes da América do sul (Figura 22).  

 

Figura 22: Filogenia do clado aquático baseado em sequências do 18S. Modificado de 
Gibson et al 2005. 

A maioria dos estudos moleculares e filogenéticos de tripanossomas 

de peixes são baseados em análises de sequências do SSU rRNA e mostram 

um grande clado englobando todos os tripanossomas de peixes, dividindo-o 

em dois, tripanossomas de peixes de água doce e tripanossomas de peixes 

marinhos. O posicionamento de tripanossomas de tartarugas e ornitorrincos é 

mal resolvido, porém eles sempre agrupam junto com os tripanossomas de 

peixes em árvores filogenéticas (Gibson et al, 2005; Gu et al, 2007(a); Gu et 

al, 2010; Hayes et al, 2014; Su et al, 2014, Fermino et al, 2015; Lemos et al, 

2015). 

No presente estudo, amplificações obtidas de SSU rRNA e gGAPDH 

obtidas diretamente do sangue de peixes tiveram de ser clonadas antes do 

sequênciamento, devido a presença de mais de uma sequência por amostra, 
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indicando que os hospedeiros examinados no presente estudo possuiam 

infecções mistas de tripanossomas. Os clones amplificados para cada  

marcador bem como sua posição na filogenia proposta estão listados na 

Tabela 7. Apesar de terem sido identificadas mais de um genótipo de 

tripanossoma pelas análises das sequências, a falta de organismos em 

cultura dificulta sua descrição.  
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Tabela 7: Isolados utilizados no estudo, os respectivos marcadores utilizados e posição 
filogenética. 

 

ISOLADO Data HOSPEDEIRO MARCADORES CLONE POSIÇÃO 

1B jun/14 H. strigaticeps V7V8 
1Bc1 Tripanossomas de Loricariidae/Hirudinea 02 
1Bc3 Tripanossomas de Loricariidae/Hirudinea 02 
1Bc4 T. abeli 

1B jun/14 H. strigaticeps GAPDH 1Bc1 Tripanossomas de Loricariidae/Hirudinea 02 

2R jun/14 H. albopunctatus GAPDH/ V7V8 2Rc4/ 2Rc2 T. abeli 

3P jun/14 H. regani GAPDH/ V7V8 3Pc4/ 3Pc2 T. abeli 

5P jun/14 H. regani GAPDH 5Pc1 T. clandestinus 

5P jun/14 H. regani V7V8 5Pc3 T. abeli 

6P jun/14 H. regani GAPDH 6Pc1 T. abeli 

7R jun/14 H. albopunctatus GAPDH/ V7V8 7Rc1/ 7Rc3 Tripanossomas de Loricariidae/Hirudinea 02 

8R jun/14 H. albopunctatus GAPDH/ V7V8 8Rc1/ 8Rc4 Tripanossomas de Loricariidae/Hirudinea 02 

9P jun/14 H. regani GAPDH/ V7V8 9Pc2/ 9Pc3 T. abeli 

10B jun/14 H. strigaticeps GAPDH 10Bc1 Tripanossomas de Loricariidae/Hirudinea 02 

10B jun/14 H. strigaticeps V7V8 10Bc3 T. abeli 

11R jun/14 H. albopunctatus GAPDH/ V7V8 11Rc3 Tripanossomas de Loricariidae/Hirudinea 02 

12B jun/14 H. strigaticeps GAPDH 12Bc3 T. abeli 

12B jun/14 H. strigaticeps V7V8 12Bc6 Tripanossomas de Loricariidae/Hirudinea 02 

13B jun/14 H. strigaticeps GAPDH 
13Bc1 T. abeli 
13Bc4 Tripanossomas de Loricariidae/Hirudinea 02 

14P jun/14 H. regani GAPDH 14Pc2 T. abeli 

14P jun/14 H. regani V7V8 14Pc1 Tripanossomas de Loricariidae/Hirudinea 02 

15B jun/14 H. strigaticeps V7V8 15Bc3 Tripanossomas de Loricariidae/Hirudinea 02 

16P jun/14 H. regani GAPDH/ V7V8 16Pc1/ 16Pc5 T. abeli 

17R jun/14 H. albopunctatus GAPDH 17Rc1 Tripanossomas de Loricariidae/Hirudinea 02 

17R jun/14 H. albopunctatus V7V8 17Rc1 T. abeli 

18B jun/14 H. strigaticeps V7V8 18Pc2 T. abeli 

19P jun/14 H. regani V7V8 
19Pc1 T. abeli 
19Pc3 Tripanossomas de Loricariidae/Hirudinea 02 

20B jun/14 H. strigaticeps GAPDH 20Bc2 T. abeli 

20B jun/14 H. strigaticeps V7V8 20Bc3 Tripanossomas de Loricariidae/Hirudinea 02 

22P fev/15 H. regani GAPDH/ V7V8 
22Pc2/ 22Pc1 e 

22Pc2 
Tripanossomas de Loricariidae/Hirudinea 02 

23P fev/15 H. regani GAPDH 23Pc1 Tripanossomas de Loricariidae/Hirudinea 02 

23P fev/15 H. regani V7V8 
23Pc1 Tripanossomas de Loricariidae/Hirudinea 02 
23Pc2 T. abeli 

26R fev/15 H. albopunctatus V7V8 26Rc1 Tripanossomas de Loricariidae/Hirudinea 02 

27R fev/15 H. albopunctatus V7V8 27Rc1 Tripanossomas de Loricariidae/Hirudinea 02 

28P fev/15 H. regani V7V8 28Pc1 e 28Pc2 T. abeli 

29P fev/15 H. regani V7V8 29Pc1 Tripanossomas de Loricariidae/Hirudinea 02 

33R fev/15 H. albopunctatus V7V8 33Rc1 e 33Rc5 Tripanossomas de Loricariidae/Hirudinea 02 

34B fev/15 H. strigaticeps V7V8 
34Bc1 Tripanossomas de Loricariidae/Hirudinea 02 

34Bc2 
Tripanossomas de Pimelodus sp. 

/Hypostomus sp. 

5ss jun/14 Hirudíneos de H. regani GAPDH/ COI/V7V8 
5SSPc1/ 

5SSPc1 e 
5SSPc2 

Tripanossomas de Loricariidae/Hirudinea 02 

7ss jun/14 Hirudíneos de H. albopunctatus GAPDH 7SSRc2 Tripanossomas de Loricariidae/Hirudinea 02 

7ss jun/14 Hirudíneos de H. albopunctatus V7V8 
7SSRc1 Tripanossomas de Loricariidae/Hirudinea 02 
7SSRc5 T. abeli 

8ss jun/14 Hirudíneos de H. albopunctatus GAPDH 8SSRc2 T. abeli 
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Além de fornecer alinhamentos altamente consistentes, as sequências 

do gene gGAPDH são muito mais polimórficas que as sequências obtidas de 

SSU rRNA para a maioria dos clados de tripanossomas, resultando em 

filogenias com considerável melhora na sua resolução e explicação (Hamilton 

et al, 2004; Viola et al, 2009a; Lima et al, 2012; Fermino et al, 2013; Lima et 

al, 2013). As inferências filogenéticas baseadas nas sequências de gGAPDH 

estão apresentadas na Figura 23.  
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Figura 23: Árvore filogenética de tripanossomas de peixes e sanguessugas desses peixes 
com o posicionamento dos isolados encontrados, os isolados encontrados no presente 
estudo estão representado por (★). Árvore filogenética feita em análise de máxima 
verossimilhança de sequências de gGAPDH de tripanossomas de loricariideos brasileiros 
desse estudo, sequências de T. abeli também de cascudos brasileiros, incluindo sequências 
de tripanossomas de peixes da Europa, África e Ásia, assim como sequências de 
tripanossomas de tartarugas e ornitorrincos também colocados no clado aquático. 
Sequências de outros tripanossomas e tripanossomatídeos não tripanossomas foram 
utilizados como outgroup nessa árvore filogenética. Números dos ramos representam 
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suporte de bootstrap (>50) estimadas com 500 pseudoreplicadas in RaxML, utilizando 
GTRGAMMA. 

 

Nas inferências e análises filogenéticas do marcador gGAPDH é 

possível observar pela árvore que o isolado (5PC1) aparece irmão do 

recentemente descrito Trypanosoma clandestinus (Fermino et al, 2015), 

parasita de jacaré. Esse achado corrobora que mesmo hospedeiros 

vertebrados distantes compartilham o mesmo parasita ou parasitas 

geneticamente semelhantes com divergência genética não relevante. A 

relação provável para o achado estaria relacionado ao possível vetor comum 

para tripanossomas nesses hospedeiros. No continente americano, os 

jacarés e crocodilos encontram oportunidades de troca de tripanossomas na 

natureza, isso por estarem sempre em contato com áreas de pântano que 

moldam as presentes bacias hidrográficas (Fermino et al, 2013). 

Tripanossomas de sapos e serpentes são transmitidos por sanguessugas em 

ambientes aquáticos e por insetos em nichos terrestres (Ferreira et al, 2008; 

Viola et al, 2008 a, b), com isso é possível que insetos e sanguessugas 

possam transmitir Trypanosoma para os jacarés semiaquáticos Caiman sp. 

embora até o momento, o ciclo descrito somente por sanguessugas foi 

relatado (Fermino et al, 2015). Adaptação ecológica a um hospedeiro 

descreve um processo onde organismos são capazes de colonizar novos 

hospedeiros como resultado de traço já existentes. O processo de adequação 

de hospedeiros resultante de adaptações biológicas de tripanossomas, no 

lugar da co- especiação, parece ter grande importância na evolução dos 

tripanossomas. A restrição da maioria dos tripanossomas à alguns 

hospedeiros sugere que a infecção de hospedeiros relacionados é mais 

frequente de que com hospedeiros distantes. A associação entre clados de 

tripanossomas e certos hospedeiros vertebrados e/ou invertebrados 

permitem uma previsão da transmissão natural com base na sua posição 

filogenética, sugerindo possíveis candidatos a hospedeiros em infecções 

experimentais (Hamilton et al, 2007). Dentro do mesmo clado ficaram os 

isolados (TSC09, BSC97 e BSC100) encontrados em sanguessugas que 

foram coletadas de cascudos do pantanal (Fermino et al, 2015). 
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 Ainda nas análises do marcador gGAPDH é observada a formação de 

um clado, aqui denominado clado Tripanossomas de loricariidae/ Hirudinea 

02 (será abreviado no texto como ”clado 02”), com diversas sequências ( 

22PC2, 7SSPC2, 13BC4, 5SSPC1, 1BC1, 23RC1, 17RC1,11RC3, 10BC1, 

7R e 8RC1) e esse clado apresenta similaridade com um grupo de 

tripanossomas de sanguessugas coletadas em cascudos do pantanal 

(TSC11, TSC13) (Lemos et al, 2015). Apesar da proximidade dos 

hospedeiros vertebrados, no caso mesma família, é difícil relacionar o 

compartilhamento ou a proximidade genética dos parasitas encontradas em 

sanguessugas do pantanal e nos peixes e sanguessugas do presente estudo 

coletadas em outras espécies de peixes e outra bacia. Outro isolado que 

agrupou junto no ”clado 02” foi BSC100 sequência retirada de cascudos do 

Pantanal também mostrado por Fermino et al (2015) e Lemos et al (2015). O 

achado mostra que o clado continua sendo apenas de isolados encontrados 

em cascudos e em sanguessugas retiradas desses peixes, porém também 

com isolados de outras bacias, como o pantanal. 

Os outros genótipos apresentados nesses estudo agruparam como 

irmão do descrito Trypanosoma abeli, parasitas de Hypostomus luetkeni e 

Hypostomus affinis, coletados do Rio Pomba, afluente da bacia do Paraíba 

do Sul, Cidade de Guarani em Minas Gerais (Lemos et al, 2015). Os 

genótipos aqui descritos (8RSSC2, 3PC4, 12BC3, 20BC2, 13BC1, 2RC4, 

6PC1, 9PC2, 14PC2, 2RC) compatilham apenas o gênero do hospedeiro 

vertebrado com T. abeli, porém foram coletados em bacias diferentes, 

novamente a relação aparentemente estaria no vetor.  

As análises de divergência, utilizando o marcador gGAPDH, intra-

específica (intraclados) observamos uma baixíssima divergência para o clado 

clandestinus de 0,10% sugerindo provavelmente sequências genéticas quase 

idênticas para os isolados desse grupo. Quando analisado o ”clado abeli” foi 

observado também uma divergência baixa de 1,25% entre as sequências 

desse clado. No ”clado 02” apesar da divergência ser maior, de 2,18%, ainda 

não é suficiente para separar em mais de uma espécie, precisamos fazer 

uma filogenia com mais marcadores e incluir carcterísticas morfológicas e 

biológicas, como ciclo de vida, comportamento em cultura e formas evolutivas 
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no vetor biológico. As análises de gGAPDH costumam resolver melhor as 

filogenias dos tripanossomatídeos em geral.  

Nas análises de divergência entre grupos é possível ver que existem 

bons valores para separar os clados. O ”clado 02” apresentou uma 

divergência de 7,63% para o ”clado clandestinus” e 5,32% para o ”clado 

abeli”, isso corrobora os resultados dos agrupamentos obtidos na filogenia e 

auxilia no entendimento da posição desses isolados. A divergência 

observada entre o ”clado 02” e os isolados descritos para peixes da Europa, 

África e Ásia foi de 8,04%, suportando a monofilia dos tripanossomas de 

peixes brasileiros.  

Os dados apresentados na filogenia suportam fortemente, com valores 

altos, com suporte de 99 para o ”clado abeli” e 98 para o ”clado 02”, o 

posicionamento dos tripanossomas encontrados em cascudos do gênero 

Hypostomus no Brasil, bem como de todo o conjunto de tripanossomas de 

peixes.  

Todas as sequências de gGAPDH obtidas dos tripanossomas de 

cascudos utilizados nesse estudo, agruparam juntas nas inferências 

filogenéticas, suportando a existência de um clado separado exclusivo para 

tripanossomas de cascudos brasileiros e das sanguessugas provenientes 

desses peixes.  

O clado de tripanossomas de cascudos brasileiros ficou dentro do 

“clado aquático” composto por tripanossomas de sapos, peixes, tartarugas, 

jacarés e ornitorrinco e sanguessugas aquáticas (Stevens et al, 2001; 

Hamilton et al, 2004; Gibson et al, 2005; Hamilton et al, 2007). De acordo 

com estudos filogenéticos anteriores, todos os tripanossomas de peixes se 

agrupam em um único clado que também abriga tripanossomas de tartarugas 

e ornitorrincos, esse padrão de ramificação complexa necessita da inclusão 

de mais tripanossomas para melhorar a resolução do grupo (Lemos et al, 

2015) 

Nosso estudo mostra a existência de um grande repertório de espécies 

de tripanossomas e/ou genótipos infectando peixes brasileiros, em especial 

cascudos, e suas sanguessugas. Existem também divergências relevantes 
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distinguindo tripanossomas encontrados em espécies simpátricas de 

Hypostomus e em espécimes da mesma espécie de peixe.  

Os resultados obtidos reforçam a necessidade da caracterização 

molecular utilizando abordagens sensíveis na tentativa de avaliar o repertório 

de espécies antes de conseguir se certificar e comprovar as possíveis 

associações parasita-vetor entre as espécies de tripanossomas de peixe.  

Nas inferências e análises filogenéticas do fragmento V7V8 rDNA, 

(Figura 24) apenas visualizando a árvore é possível afirmar que as sequências 

são mais heterogêneas, foram obtidos uma maior diversidade de genótipos. 

Foi formado um clado (Tripanossomas de Pimelodus sp./Hypostomus sp.) 

(será abreviado no texto como ”clado 01”), onde uma sequência encontrada 

em Hypostomus do presente estudo (34BC2) agrupou com dois isolados 

(BSC97, BSC98) retirados de bagres (Pimelodus sp.) do Pantanal (Fermino 

et al, 2015). Esses achados sugerem que espécies idênticas, ou muito 

similares de tripanossomas infectam diferentes espécies de peixes ao longo 

das bacias hidrográficas da América do Sul. Outros estudos se tornam 

necessários para averiguar se a especificidade de tripanossomas está 

relacionada a espécies próximas de peixes ou podem explorar diferentes 

famílias de uma região geográfica (Poulin et al, 2011, Fermino et al, 2015). 
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Figura 24: Árvore filogenética de tripanossomas de peixes e sanguessugas desses peixes 
com o posicionamento dos isolados encontrados, os isolados encontrados no presente 
estudo estão representado por (★). Árvore filogenética feita em análise de máxima 
verossimilhança de sequências de V7V8 de tripanossomas de loricaríideos brasileiros desse 
estudo, sequências de T. abeli também de cascudos brasileiros, incluindo sequências de 

0.06

T. sp. Esox lucius

T. sp. Carpio

T. sp. Cobitis

T. sp. Sander lucioperca

T. sp. Abramis

T. granulosum Portugal

T. sp. Abramis

T. sp. Abramis
T. sp. Carrasius

T. sp. fulvidraco

T. sp. Perca
T. sp. Marv

T. siniperca

T. sp. Silurus

T. sp. CLAR

T. ophiocephali
65

54

98

95

36 45

88

80

89

T. chelodinae

T. granulosum UK

T. cobitis

T. sp. R6

1Bc3

T. congolense
T. evansi

T. abeli

T. grayi

26Rc1

T. pleuronectidium

1Bc4

22Pc1

9Pc3

1Bc1

5PSSc2

T. boissoni

33Rc1

T. brucei

7RSSc5

SSH2C4

17Rc1

15Bc3

T. erneyi

T. sp. Gecko

20Bc3

23Pc2

T. cruzi marinkellei

BSC100c1

28Pc1

T. sp. Scardinius

T. triglae

14Pc1

T. rotatorium

11Rc3

T. varani

10Bc3

27Rc1

7RSSc1

T. sp. El-CP

3Pc2

34Bc1

T. sp. Ts-Tt-HOD

T. sp. Ts-Se-BL

T. sp. K&A

28Pc2

T. cruzi

19Pc1

29Pc1

8Rc4

T. terena

L460C1

T. sp. Cobitis

T. fallisi

12Bc6

33Rc5

T. sp. Perca

T. sp. Ts-Ab-TB

5Pc3

T. terezieni

T. mega

T. clandestinus

T. epinepheli

BSC97

7Rc3

T. serpentis

T. sp. Abramis

T. ralphi

2Rc2

T. dionisii

T. cascavelli

23Pc1

T. binneyi

L6NBA

5PSSc1

T. murmanense

16Pc5

19Pc3

BSC98

BSC29c1

22Pc2

34Bc2

18Bc2

100

100
100

98

80

100

96

55

90

61

100

97
98

60

42

46

88

75

100

62

100

99

68

68

100

99

49

100

51

76

80

24

99

99

100

90

41

71

89

99

97

100

64

100

62

88

73

72

95

92

T. clandestinus

Tripanossomas de Loricariidae/Hirudinea 02

T. abeli

Tripanossomas de Pimelodus sp./Hypostomus sp.

Grupo externo

Anura/Lagarto

Peixes
Marinhos

Peixes/Hirudinea
de água doce

Quelônios/Ornitorrinco

Clado Terrestre

Clado Aquático



 

 

79 

tripanossomas de peixes da Europa, África e Ásia, assim como sequências de tripanossomas 
de tartarugas e ornitorrincos também colocados no clado aquático. Sequências de outros 
tripanossomas e tripanossomatídeos não tripanossomas foram utilizados como outgroup 
nessa árvore filogenética. Números dos ramos representam suporte de bootstrap (>50) 
estimadas com 500 pseudoreplicadas in RaxML, utilizando GTRGAMMA.  

 

Diversos isolados do estudo ficaram agrupados com o chamado ”clado 

abeli”, onde se encontra o recém descrito T. abeli, ou seja estes isolados 

dividem sequências idênticas ou muito similares com isolados de loricariideos 

de outra bacia. Lemos et al (2015) relataram a espécie de hirudínea vetor de 

T. abeli, (Haementeria brasiliensis), o que ajuda a explicar a possível relação 

existente entre os tripanossomas dessas espécies de peixes, que dividem o 

mesmo gênero de hospedeiro e o mesmo gênero de vetor.  

Nas análises do fragmento V7V8 também ocorreu a formação de um 

grupo exclusivo formado por isolados do presente estudo, na análise 

Tripanossomas de Loricariidae/ Hirudinea 02 (será chamado de ”clado 02”), 

estão inseridos nesse clado isolados das três espécies de cascudos e das 

sanguessugas coletadas desses peixes.  

No estudo realizado observamos uma divergência intra-específica 

(intraclados) nos clados propostos. O chamado ”clado 01” apresentou uma 

divergência de 3,42%, ou seja uma diversidade razoável entre as sequências 

dentro do clado. Existe um consenso no estudo de tripanossomas em geral 

que divergências maiores que 3% são suficientes para separar espécies 

(Hamilton et al, 2004, 2007). Esse achado ajuda a confirmar a 

heterogenicidade entre essas sequências. No chamado ”clado abeli” a 

divergência foi bem menor (1%) sugerindo que alguns dos isolados do 

presente estudo possam ser geneticamente iguais a T. abeli. No chamado 

”clado 02” onde estão inseridos somente isolados do presente estudo 

observamos uma diversidade ainda menor (0,70%).  

Quando analisadas as divergências entreclados observamos que o 

”clado 02” apresenta valores de divergência de 3,48% para o ”clado 01” e 

1,67% para o ”clado abeli”, mostrando uma similaridade maior no segundo 

caso, provavelmente relacionada a proximidade da região geográfica onde 

foram encontrados bem como a maior proximidade do hospedeiro vertebrado. 

A diversidade encontrada entre o clado exclusivo do presente estudo e o 
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”clado clandestinus” foi de 2,80%, corroborando os resultados obtidos com o 

marcador gGAPDH que esses hospedeiros podem compartilhar os vetores 

desses tripanossomas. Analisando essa divergência para o clado de peixes 

marinhos essa divergência aumenta consideravelmente para 6,19% 

confirmando uma separação para os peixes de água doce brasileiros bem 

como a monofilia destes.  

Lemos et al (2015) encontraram nas análises do V7V8, sequências de 

peixes brasileiros e sanguessugas que agruparam em um clado com 

pequena heterogenicidade (media de ~0,8%), no entanto, observaram 

também sequências relevantemente divergentes (> que 3,8%) que  

separaram seus resultados de sequências disponíveis de tripanossomas de 

peixes da Europa, Ásia e África. 

Concomitantemente a isso as análises filogenéticas utilizando as 

sequências de V7V8 e gGAPDH, suportam a identificação de um clado de 

novas espécies de tripanossomas de loricariideos brasileiros diferindo dos 

outros tripanossomas de peixes caracterizados por metodologia molecular, 

incluindo os encontrados em outra espécies de cascudos. Esse clado pode 

estar associado com a história evolutiva dos loricariídeos serem restritos as 

Américas do Sul e Central. Em contraste, estudos filogenéticos de 

tripanossomas de peixes da Europa, África e Ásia não suportam estruturas 

geográficas, restrição de hospedeiros por espécies, gênero ou família 

(Gibson et al, 2005; Grybchuck-leremenko et al, 2014; Hayes et al, 2014). 

Entretanto é possível que esses resultados sejam devido aos estudos terem 

utilizado somente o gene ribossômico como marcador filogenético, e pelo fato 

de serem poucos isolados descritos (seis isolados de peixes e dois isolados 

de sanguessuga) o que acaba por fornecer uma quantidade pequena de 

informação (Fermino et al, 2015).  

A proximidade maior relativa aos tripanossomas de peixes brasileiros 

foi T. sp K&A encontrado em uma sanguessuga Piscicola geometra de água 

doce da Europa (Stevens et al, 1998). A divergência observada entre os 

isolados do estudo foi >7% para ambos os marcadores apresentados o que 

mostra uma divergência alta entre esses tripanossomas. Sequências de 

tripanossomas de diversos peixes de outras ordens e ou famílias, incluindo 

cascudos de outras partes do mundo, não agruparam com os encontrados 
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nos loricariídeos brasileiros ou com as sanguessugas encontradas aderidas 

nesses peixes. Outros estudos são necessários para verificar se os 

tripanossomas de outras famílias de peixes neotropicais também se agrupam 

nesse clado.  

Assim como o observado por Lemos et al, 2015, no presente estudo foi 

encontrado polimorfismo nas sequências entre diferentes amostras da 

mesma espécie de peixe, mas também diferenças entre amostras retiradas 

dos peixes e suas sanguessugas e ainda entre amostras de diferentes 

espécimes dentro da mesma espécie de peixe. Amostras de sangue 

frequentemente abrigam diferentes sequências, indicando infecções mistas 

de tripanossomas, em contraste com os isolados de cultura que em geral, 

apenas uma sequência é recuperada, provavelmente devido a seleção pela 

cultura.  

No presente estudo não houve correspondência total de sequências de 

tripanossomas encontradas em sanguessugas e as encontradas em sangue 

dos peixes parasitados por essa sanguessuga.  

O presente estudo é o trabalho com maior número de genótipos já 

apresentado para tripanossomas de peixe e possibilitou inclusão de uma 

diversidade de representantes na filogenia do grupo, contribuindo muito para 

o entendimento de toda a filogenia do grupo.  
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CONCLUSÕES 
 
- As análises podem sugerir a presença de polimorfismo morfológico nos 

tripanossomas encontrados em Hypostomus albopunctatus, Hypostomus 

regani e Hypostomus strigaticeps; 

 

- Análises filogenéticas revelaram diversos genótipos novos para 

tripanossomas de peixes, que contribuiram para estudo da diversidade do 

grupo; 

 

- Os estudos moleculares e morfológicos corroboram a existência de pelo 

menos uma espécie nova de tripanossoma em cascudos brasileiros; 

 

- As análises filogenéticas baseadas nos genes SSU rRNA e gGAPDH 

apoiaram a monofilia dos tripanossomas de peixe.  
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