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RESUMO 

GIANFRANCISCO, Olivia Zen. Diagnóstico molecular de hemoparasitos de 

primatas não humanos no estado do Rio de Janeiro. 2023. 64p. Dissertação (Mestrado 

em Ciências Veterinárias), Instituto de Veterinária, Universidade Federal Rural do Rio de 

Janeiro, Seropédica, RJ, 2023.  

 

O Brasil é o país com o maior número de primatas não humanos conhecidos e estes 

animais, assim como toda fauna silvestre, tem potencial para serem hospedeiros de 

diversos hemoparasitos, incluindo os de caráter zoonótico. Temos relatos de primatas não 

humanos infectados por Plasmodium spp., Leishmania spp. e Trypanosoma spp., 

hemoparasitos de relevancia mundial para saúde pública, sendo que o Brasil alberga os 

vetores responsáveis pela transmissão desses agentes. O objetivo deste estudo foi detectar 

hemoparasitos através da análise molecular de amostras de sangue de diferentes espécies 

de primatas mantidos sob cuidados humanos, oriundos do estado do Rio de Janeiro, 

realizando um levantamento de dados e identificando a ocorrência desses agentes nesses 

animais. As origens das amostras foram o Centro de Primatologia do Rio de Janeiro 

(CPRJ), Centro de Triagem de Animais Silvestres - Ibama, Seropédica, biotério de 

animais silvestres do Instituto de Biofísica Carlos Chagas Filho da Universidade Federal 

do Rio de Janeiro e Bioparque do Rio. Foi realizada a extração de DNA das amostras de 

sangue para posterior análise molecular, utilizando diferentes iniciadores responsáveis 

pela amplificação de genes específicos das famílias Trypanosomatidae e 

Anaplasmataceae, ordem Haemosporida e gêneros Babesia spp. e Borrelia spp. Sete 

amostras oriundas do CPRJ (7/178) amplificaram produtos para o gene 18S rRNA da 

família Trypanosomatidae e, após sequenciamento, foram alinhadas e submetidas a 

análise filogenética. A análise do sequenciamento resultou as sete amostras exibindo 

sequências com similaridade genética de 99% a 100% para Trypanosoma minasense em 

seis Leontopithecus chrysomelas (3,9%) e um Alouatta puruensis (0,56%), ambas 

espécies exóticas ao estado do Rio de Janeiro, sedo a área de distribuição natural na Bahia 

e na Amazônia respectivamente. Não houveram amplificações das amostras quando 

submetidas aos testes moleculares para a pesquisa de genes dos demais hemoparasitos 

deste estudo.  

 

Palavras-chave: Hemoparasitoses, Trypanosoma, PNH, Mata Atlântica, Saúde Pública  
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ABSTRACT 

GIANFRANCISCO, Olivia Zen. Molecular diagnosis of hemoparasites in non-human 

primates in the state of Rio de Janeiro. 2023. 64p. Dissertation (Master's Degree in 

Veterinary Sciences), Veterinary Institute, Federal Rural University of Rio de Janeiro, 

Seropédica, RJ, 2023. 

 

Brazil is the country with the largest number of known non-human primates and these 

animals, like all wild fauna, have the potential to be hosts for various hemoparasites, 

including those of a zoonotic nature. There have been reports of non-human primates 

infected with Plasmodium spp., Leishmania spp. and Trypanosoma spp., hemoparasites 

of global relevance to public health, and Brazil harbors the vectors responsible for 

transmitting these agents. The purpose of this study was to detect hemoparasites through 

molecular analysis of blood samples from different species of primates from the state of 

Rio de Janeiro kept under human care, carrying out a data survey and identifying the 

occurrence of such agents in these animals. The sources of the samples were the 

Primatology Center of Rio de Janeiro (CPRJ), the Wild Animal Screening Center - Ibama, 

Seropédica, the wild animal vivarium of the Carlos Chagas Filho Biophysics Institute of 

the Federal University of Rio de Janeiro and Rio Biopark. DNA was extracted from the 

blood samples for subsequent molecular analysis, using different primers responsible for 

amplifying specific genes from the Trypanosomatidae and Anaplasmataceae families, the 

Haemosporida order and the Babesia spp. and Borrelia spp. genera. Seven samples from 

the CPRJ (7/178) amplified products for the 18S rRNA gene from the Trypanosomatidae 

family and, after sequencing, were aligned and subjected to phylogenetic analysis. The 

sequencing analysis resulted in the seven samples showing sequences with 99% to 100% 

genetic similarity to Trypanosoma minasense in six Leontopithecus chrysomelas (3.9%) 

and one Alouatta puruensis (0.56%), both exotic species to the state of Rio de Janeiro, 

whose natural distribution area is in Bahia and the Amazon respectively. There was no 

amplification of the samples when they were submitted to molecular tests for the genes 

of the other hemoparasites in this study. 

 

Keywords: Hemoparasitosis, Trypanosoma, PNH, Atlantic Forest, Public Health 
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1. INTRODUÇÃO 

 

O Brasil é conhecido mundialmente pela sua biodiversidade, possuindo cerca de 

20% da biota mundial (EMBRAPA, 2016), tendo mais de 8 mil animais vertebrados e, 

dentre esses, 730 espécies de mamíferos distribuídas em 11 ordens, presentes nos biomas 

Mata Atlântica, Cerrado, Pantanal, Amazônia, Pampa e Caatinga (ICMBIO, 2023). O 

Brasil também é o país com o maior número de primatas não humanos (PNH) conhecidos, 

com 152 táxons (espécies e subespécies) distribuídos em 5 famílias e 19 gêneros (IUCN, 

2023). 

Apesar da considerável biodiversidade de fauna e flora, as atividades antrópicas 

crescentes têm levado a perda e a fragmentação dos ecossistemas naturais (MMA, 2003; 

Souza e Silva, 2009). Com o impacto da proximidade humana, invasão e destruição dos 

biomas naturais, temos o declínio considerável do tamanho das populações de diversos 

animais silvestres (Silva, 2022), afetando principalmente as condições necessárias para o 

acasalamento desses animais, levando a uma considerável redução do número de proles 

geradas a cada ano (Seoane, 2007). Outra consequência importante deste cenário, tem 

sido a disseminação de zoonoses, o estreito contato entre animais silvestres, animais 

domésticos e o ser humano pode favorecer a disseminação de patógenos e vetores 

(Macpherson, 2005; Rodrigues et al., 2017). Além do impacto social e ecológico, as 

doenças zoonóticas requerem grande investimento econômico para controle e tratamento 

das populações afetadas (Cascio, 2011), destacando que, a maioria das zoonoses tem 

origem em animais silvestres (Jones et al, 2008), sendo de grande relevância em temas 

que abordam saúde pública.  

Dentre as zoonoses de importância temos as hemoparasitoses, causadas por 

bactérias e protozoários. Os hemoparasitos são organismos que possuem tropismo pelo 

tecido sanguíneo de seus hospedeiros e sua transmissão, de forma geral, se dá por meio 

de um vetor artrópode como moscas, mosquitos, pulgas e carrapatos (Colwell et al, 2011; 

Fonseca, 2020). Os agentes causadores das hemoparasitoses tem distribuição cosmopolita 

e a ocorrência das infecções mudam constantemente devido a migração, transporte de 

vetores e hospedeiros, ações antrópicas e mudanças climáticas (Macpherson, 2005; 

Geiger et al, 2015). Temos alguns relatos de hemoparasitos como Trypanosoma spp., 

Anaplasma spp., Rickettsia spp., Babesia spp., Ehrlichia spp. e Plasmodium spp.  

(Nakayima et al., 2014; Aalvarenga, 2019; Guimarães et al., 2022) encontrados em 

animais silvestres, incluindo primatas neotropicais, tanto de vida livre como os mantidos 

sob cuidados humanos. Devido à proximidade filogenética dos PNH com seres humanos, 

pode haver uma ponte de compartilhamento de possíveis hemoparasitos entre ambos 

(Fuentes e Hockings, 2010; Miniz et al., 2021), sendo relevante o conhecimento dos 

patógenos, zoonóticos ou não, circulantes entre esses animais. 

Contribuindo para o levantamento de dados dos possíveis hemoparasitos 

encontrados em PNH, de interesse tanto para a biodiversidade da fauna como para 

preservação da saúde humana, esta pesquisa objetivou realizar a detecção molecular de 

agentes das famílias Trypanossomatidae e Anaplasmataceae, da ordem Haemosporida e 

dos gêneros Borrelia spp. e Babesia spp., em sangue de PNH pertencentes ao estado do 

Rio de Janeiro e mantidos sob cuidados humanos. 
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2. REVISÃO DE LITERATURA 

 

2.1. Primatas neotropicais no cenário brasileiro 

O Brasil é o país com o maior número de primatas neotropicais conhecidos, com 

152 espécies e subespécies já catalogadas das 723 existentes no mundo (ICMBio, 2022). 

Dos 152 táxons de PNH encontrados no Brasil, pouco mais de 50% são endêmicos 

(Brasil, 2005), sendo que a maior parte é encontrada habitando o bioma Amazônia, com 

105 espécies, seguido pelo bioma Mata Atlântica, o qual está inserido todo o território do 

estado do Rio de Janeiro, com 24 espécies (Paglia et al., 2012). Apesar da grande riqueza 

de primatas do Brasil, muitas dessas espécies se encontram em situação vulnerável, em 

perigo de extinção ou em estado crítico, segundo estudo realizado pelo Centro Nacional 

de Pesquisa e Conservação de Primatas Brasileiros em 2022. 

Com a proximidade e as intervenções antrópicas, as interações entre humanos e 

PNH têm se tornado cada vez mais frequentes por toda área de distribuição dessas 

espécies (Fuentes, 2012; Van Doreen; Rose, 2012), tanto em ambiente rural como em 

ambiente urbano.  Os PNH, comumente, interagem com humanos em busca de alimentos 

(Lousa, 2013; Batista et al., 2017), e acabam, por vezes, sendo capturados e tomados 

como animais de estimação (Riley, 2006; Damasceno, 2022). Além disso, a fragmentação 

e a degradação do habitat natural, juntamente com a caça ilegal (Fuentes, 2006; Mendes, 

2020), o comércio de animais silvestres e a introdução de espécies exóticas, constituem 

importantes desafios encontrados para a sobrevivência dessas espécies (Almeida, 2014; 

Silva et al., 2022).  

Outra consequência da antropização e da fragmentação florestal é o aumento do 

número de animais silvestres em cativeiros, incluindo diversas espécies de PNH, em 

parques, zoológicos e centro de triagem de animais silvestres (Nascimento et al., 2017; 

Gonzalez et al., 2017; Artigas et al, 2019), muitas vezes devido à dificuldade ou 

impossibilidade da reabilitação desses animais nos centros e reintrodução na natureza. 

Sob outra perspectiva, atualmente, muitas espécies de PNH são utilizadas para estudos 

em ambientes laboratoriais e biotérios, devido a estreita relação filogenética entre os 

humanos e esses animais, o que os tornam um modelo experimental altamente relevante 

(Fuentes; Hockings, 2010; Muniz et al., 2021). 

No contexto de zoonoses compartilhadas entre PNH e humanos, esteve em foco 

no Brasil em 2016 e 2017 a febre amarela (Souza et al., 2019), uma doença infecciosa 

transmitida por mosquitos dos gêneros Aedes na África, e Haemagogus e Sabethes na 

América, causada por um arbovírus da família flaviviridae e gênero Flavivírus. 

Atualmente, são reconhecidos o ciclo urbano, simples, do tipo humano-mosquito-humano 

e o ciclo silvático epizoonótico, mais complexo, no qual PNH atuam como amplificadores 

virais (Cavalcante et al, 2016). Outra zoonose importante envolvendo os PNH, é a 

malária, considerada a protozoose de maior impacto do mundo, e em 2018, no Brasil, 

foram registrados mais de 190 mil casos e a grande maioria foi relatada na região 

amazônica (Vieira et al., 2021). A malária é uma doença causada por agentes do gênero 

Plasmodium spp. e, atualmente, são consideradas 5 espécies capazes de infectar seres 

humanos: Plasmodium vivax, Plasmodium falciparum, Plasmodium malariae, 

Plasmodium ovale e o mais recente Plasmodium knowlesi. A transmissão desse agente 

ocorre através da picada de um vetor fêmea de mosquitos do gênero Anopheles.  

Além dessas zoonoses de grande relevância mundial, temos também diversas 

helmintoses e hemoparasitoses (Antonucci, et al., 2019; Coimbra, 2020; Santos, 2022) 

que podem acometer humanos e os PNH, o que ressalta a relevância de um 

monitoramento e conhecimento das doenças circulantes entre estes animais. 
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2.2. Hemoparasitoses em primatas não humanos 

 

2.2.1. Família Trypanosomatidae  

A Família Trypanosomatidae é constituída por dezenas de espécies de 

protozoários de diversos gêneros, tendo significativa relevância tanto para a fauna 

silvestre como para saúde pública, uma vez que compreende espécies zoonóticas 

(Rodrigues et al., 2020; Santos et al., 2021). Esses organismos são capazes de infectar 

mais de 900 espécies de vertebrados e, também, infectam mais de 500 invertebrados que 

participam do ciclo biológico desses agentes, atuando como vetores e disseminadores 

(Podlipaev, 1990).  

Esses protozoários estão inseridos no filo Euglenozoa e na classe Kinetoplastea, a 

qual possui como apomorfia o cinetoplasto, que são corpúsculos de DNA em formato 

circular, organizados e localizados na origem do corpo flagelar. Advindos da ordem 

Trypanosomatida, a qual possui uma única família: Trypanosomatidae e, seus 

representantes, possuem como característica um único flagelo (Vickerman, 1976; Lom, 

1976; Kostygov et al., 2020).  

A família Trypanosomatidae é subdividida em dois grupos, em função dos 

hospedeiros envolvidos em seu ciclo de vida, sendo eles: monoxênico e heteroxênico. Os 

tripanosomatídeos do grupo monoxênico possuem apenas um hospedeiro durante todo o 

ciclo de vida, comumente um inseto e, não são zoonóticos, porém, possuem similaridade 

bioquímica com os demais membros patogênicos dessa família (d’Avila-Levy et al., 

2004). Os gêneros representantes deste grupo são: Angonomas, Lafontella, 

Herpetomonas, Blastocrithidia, Novymonas, Rhynchoidomonas, Leptomonas, Zelonia, 

Wallacemonas, Sergeia, Kentomonas, Jaenimonas, Strigomonas, Lotmaria, 

Blechomonas, Paratrypanosoma e Crithidia (Vickerman, 1976; Votýpka et al., 2013; 

d’Avila-Levy et al., 2015). Já os tripanosomatídeos heteroxênicos alternam o ciclo de 

vida entre hospedeiros invertebrados e vertebrados, sendo representados pelos gêneros 

Trypanosoma, Leishmania, Phytomonas e Endotrypanum (Maslov et al., 2013; Porcel et 

al., 2014; Kaufer et al., 2017). Os dois primeiros gêneros citados neste grupo, se destacam 

com sua importância para saúde pública, pois, ambos possuem o potencial de infectar 

humanos, animais domésticos e silvestres (Rodrigues et al., 2020; Santos et al., 2021). 

 Os representantes da família Trypanosomatidae apresentam diferentes 

morfologias durante o ciclo de vida, tanto na natureza como em cultivo no laboratório 

(d’Avila-Levy et al., 2015), tendo, por definição, sete morfotipos principais (Figura 2), 

sendo eles com formas esféricas e arredondadas denominados amastigotas, 

esferomastigotas e coanomastigostas e, formatos mais alongados e fusiformes, chamados 

de promastigotas, epimastigotas, tripomastigotas e opistomastigotas (Hoare 1964; Hoare 

e Wallace, 1966).  
 



 

 

4 
 

Figura 1. Esquema de representação dos diferentes morfotipos encontrados nos diversos estágios 

da família Trypanosomatidae. Imagem reproduzida de d’Avila-Levy et al., 2015. 

 

Os tripanossomatídeos possuem diversos vetores invertebrados sugadores de 

sangue como sanguessugas, carrapatos e insetos (Zingales et al., 2012; Souza et al., 2022; 

Cecílio et al., 2022), e são bem adaptados a várias espécies de vertebrados como 

hospedeiros, incluindo, espécies aquáticas (Virgilio et al., 2021). Os vetores de maior 

impacto na literatura são os flebotomíneos e os triatomíneos, pois, transmitem 

Leishmania spp. e Trypanosoma cruzi, respectivamente, sendo estes agentes zoonóticos 

e em muitas regiões do Brasil, são endêmicos (Ribeiro et al., 2019; Costa et al., 2021; 

Pinto et al., 2022). Os flebotomíneos são dípteros amplamente distribuídos pelo mundo, 

pertencentes a família Psychodidae e a subfamília Phlebotominae (Galati e Rodrigues, 

2023), e a maior diversidade desses insetos se encontra em regiões neotropicais, sendo 

descritas mais de 530 espécies (Galati, 2018), são os unicos vetores para as leishmanioses. 

Já o  os vetores do gênero Trypanosoma spp.,  podem ser dividido em dois subgrupos: 

Salivaria e Stercoraria (Hoare, 1972). Salivaria estão incluídos os tripanosomas  dos 

quais, parte do seu ciclo biológico, ocorre no interior de glândulas salivares dos insetos 

vetores, sobretudo dípteros, sendo transmitidos para animais vertebrados durante o 

repasto sanguíneo. Stercoraria é representado por protozoários que são transmitidos via 

conteúdo fecal ou urnário do inseto vetor, após o repasto sanguíneo (Stevens e Gibson, 

1999), destacando, neste caso, os triatomíneos, insetos hematófagos da ordem Hemiptera, 

popularmente conhecidos como “barbeiros”, capazes de transmitir T. cruzi. 

Diversas espécies de animais silvestres podem se infectar com os agentes da 

família Trypanosomatidae, atuando como potenciais reservatórios e contribuindo para a 

disseminação desses protozoários (Santiago et al., 2007; Brandão, 2021). Os primatas, 

por sua vez, também são susceptíveis a essas infecções (Lisboa et al., 2000; Nogueira, 

2023). Barreto (1967) demonstrou que os PNH podem ser considerados reservatórios 

silvéstres de T. cruzi e, posteriormente, Chagas (1909) utilizou um Callithrix penicillata 

(Sagui-de-Tufo-Preto) como exemplar para a execução de um dos primeiros 

experimentos realizados, no intuito de observar a infecção intencional desse agente a 

partir de triatomíneos, sendo verificado, transcorrido alguns dias, formas evolutivas de T. 

cruzi no sangue do animal. Além do T. cruzi, outras espécies desse gênero como 

Trypanosoma minasense,  Trypanosoma rangeli (agente zoonótico) e Trypanosoma 

devei, já foram descritas infectando naturalmente os PNH, tanto os mantidos sob cuidados 

humanos como os de vida livre (Ziccardi et al., 2000).  

Em uma pesquisa realizada por Coimbra e colaboradores. (2020), foi utilizado 

amostras de sangue de quinze Callithrix spp. de vida livre, advindos do Jardim Botânico 

do Rio de Janeiro e, foi observado em esfregaços sanguíneos dessas amostras, espécimes 

de Trympanosoma spp. em cinco lâminas (33,3%). Posteriormente, através de análises 

moleculares, foi possível detectar apenas três amostras (20%) que amplificaram para o 
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gene 18S rRNA, sendo então sequenciadas e análisadas, mostrando identidade com T. 

minasense. Guimarães e colaboradores. (2022), realizou uma pesquisa com 34 PNH, dos 

gêneros Sapajus spp. e Callithrix spp. do estado do Rio de Janeiro, encontrando uma 

ocorrência de T. minasense, de 30,8% e 12,5% para os respectivos gêneros mencionados, 

sendo semelhante ao relatado por Coimbra e colaboradores. (2019), demonstrando a 

circulação desse agente em PNH do estado do Rio de Janeiro. Esta espécie já foi relatada 

infectando primatas neotropicais de algumas regiões do Brasil e, devido a sua alta 

especificidade por PNH, sugere-se que seu potencial zoonótico seja baixo (Coimbra et 

al., 2019). Ainda não se sabe informações aprofundadas sobre seu ciclo de vida ou 

possíveis hospedeiros e vetores, uma vez que, esta espécie não infecta triatomíneos 

(Ziccardi et al., 1996).  

Temos relatos ainda de PNH infectados por Leishmania spp. em diversas regiões 

do país. As leishmanioses são doenças consideradas um sério problema de saúde pública, 

principalmente por serem negligenciadas (Abraão et al., 2020), são endêmicas em 102 

países (PAHO, 2019) e a estimativa do número de novos casos por ano aproxima-se de 1 

milhão, tendo em média 20 a 30 mil casos de óbto a cada ano, estando classificada em 

nono lugar dentre as doenças infecciosas de maior relevância em saúde pública (WHO, 

2018).  

Apesar dos poucos estudos envolvendo o monitoramento de PNH infectados por 

Leishmania spp., temos alguns trabalhos como o de Guirald (2020), que encontrou em 

PNH mantidos sob cuidados humanos advindos de 5 regiões do Brasil, 11 animais 

infectados naturalmente por Leishmania infantum e 5 positivos para Leishmania 

braziliensis. O trabalho de Paiz e colaboradores (2015) demonstrou evidência sorológica 

de animais silvestres naturalmente infectados por L. Infantum, dentre eles a espécie 

Callithrix jacchus (Sagui-de-Tufos-Brancos).  Esses relatos destacam a importância do 

monitoramento das doenças circulantes em animais silvestres, incluindo os primatas não 

humanos.  

 

2.2.2. Família Anaplasmataceae 

A família Anaplasmataceae, que pertence a ordem Rickettsiales, é constituída por 

alfa-proteobactérias gram negativas, intracelulares obrigatórias, que se replicam dentro 

de vacúolos citoplasmáticos de células hospedeiras como: células fagocíticas, eritrócitos, 

células retículo-endoteliais, tecidos reprodutivos de helmintos e artrópodes. Possuem 

distribuição cosmopolita e são capazes de causar doenças nos animais e no ser humano, 

sendo transmitidas através de vetores invertebrados, principalmente carrapatos (Walker; 

Dumler, 1996; Dumler et al., 2001).  

Por um longo período, as espécies da família Anaplasmataceae, foram 

classificadas com base na célula parasitada, pela severidade do adoecimento do 

hospedeiro e distribuição geográfica (Smith et al., 1976). No entanto, Dumler e 

colaboradores (2001) propuseram uma nova classificação, envolvendo além de 

informações biológicas e morfométricas como patogenicidade, especificidade pelo 

hospedeiro, local de parasitismo, formas de transmissão, período pré-patente e patente, 

os autores também classificaram as informações genéticas contidas em cada indivíduo 

dessa família, avaliando as diferenças nucleotídicas das sequências de genes bem 

específicos, como genes codificantes de proteínas estruturais e funcionais e, também, 

RNA ribossomal. Devido a esses estudos moleculares houve modificações nas posições 

de algumas bactérias pertencentes a ordem Rickettsiales, sendo incluídas nesta família 

espécies dos genêros Wolbachia, Erhlichia e Neorickettsia, mantendo Anaplasma e 

Aegyptianella. Gofton e colaboradores (2016) propuseram um sexto gênero potencial: 
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Candidatus Neoehrlichia, caracterizado molecularmente a partir de carrapatos do gênero 

Ixodes. 

Os gêneros Anaplasma spp. e Ehrlichia spp, se destacam nesta família, possuindo 

uma ampla diversidade de espécies que acometem humanos, animais domésticos e 

silvestres, incluindo aves e répteis (Almeida, 2011; Dolz, et al., 2013; Calchi et al., 2020; 

Magalhães, 2020; Bernardes, 2022). São bactérias pequenas e pleomórficas (cocóides a 

elipsoidais) que residem em vacúolos individualmente ou em inclusões compactas, 

firmemente envoltas por uma membrana, as chamadas mórulas (Mendonça et al., 2005).  

Temos relatos de primatas não humanos infectados por agentes do gênero 

Ehrlichia spp., como descreve Mafra e colaboradores (2015) em seu trabalho, no qual, 

através de análises moleculares, encontra o primeiro Callithrix sp. (Sagui) infectado por 

Ehrlichia canis, sendo este, um animal de vida livre capturado em um fragmento de Mata 

Atlântica no município de Viçosa, Minas Gerais. Os autores ressaltaram o grande 

potencial de transmissão ao ser humano, devido ao crescente contato dessa espécie com 

a população. Recentemente, Candido e colaboradores. (2023) realizaram a detecção 

molecular e caracterização filogenética de Ehrlichia canis e Ehrlichia chaffeensis 

infectando PNH das espécies Sapajus apella (Macaco-Prego-Castanho) e Mico 

melanurus (Sagui-do-Cerrado) respectivamente, no estado do Mato Grosso. Os autores 

ressaltaram que, estudos envolvendo a interação entre primatas neotropicais e os agentes 

desta família são escassos e, a realização de monitoramentos e pesquisas envolvendo este 

assunto, se fazem necessários. O gênero Anaplasma spp. foi detectado em alguns animais 

silvestres e em carrapatos coletados desses animais (Mazzotti et al., 2018; Calchi et al, 

2020) porém, com a escassez de estudos sobre esses agentes em animais silvestres, ainda 

não temos relatos de primatas não humanos infectados por Anaplasma spp.  

 

2.2.3. Ordem Haemosporida  

Os hemosporídeos, parasitas pertencentes a ordem Haemosporida, fazem parte de 

um grupo filogeneticamente bem estabelecido, tendo distribuição cosmopolita, são 

protozoários heteróxenos obrigatórios, necessitando de mais de um hospedeiro para 

finalizar seu ciclo biológico, utilizando de insetos dípteros (classe Insecta e ordem 

Diptera) como vetores (Valkiunas, 2005). São agentes que apresentam zigoto móvel com 

conóide, microgametas flagelados produzidos por merogonia e oocisto com esporozoítos 

(Valkiunas, 2005; Perkins e Schaer, 2016). A distinção dos gêneros pertencentes a essa 

ordem, se dá com base na localização do desenvolvimento endógeno do parasito no 

hospedeiro vertebrado, na morfologia do estágio eritrocítico e no tipo de vetor 

invertebrado. Os vertebrados (anfíbios, répteis, aves e mamíferos) são considerados 

hospedeiros intermediários, uma vez que, nestes animais ocorre o estágio de merogonia, 

enquanto que, o estágio de esporogonia ocorre amplamente em dípteros hematófagos, 

sendo estes considerados os hospedeiros definitivos (Garnham, 1966; Martinsen; Perkins 

e Schall, 2008; Perkins e Schaer, 2016). Dentro da ordem Haemosporida encontram-se 

quatro famílias seguidas de seus hospedeiros vertebrados, sendo elas: Haemosporidae 

(aves e répteis), Plasmodiidae (répteis, aves e mamíferos), Leucocytozoidae (aves) e 

Garniidae (répteis).  

Dentro desta ordem, mais especificadamente na família Plasmodiidae e gênero 

Plasmodium spp., encontram-se os agentes responsáveis por causar a malária humana, 

são transmitidos por fêmeas de mosquitos do gênero Anopheles spp., e conduz a uma 

doença aguda com risco de morte, sendo considerada uma notável ameaça à saúde global. 

De acordo com dados da Organização Mundial de Saúde (OMS), em 2018, foram 

notificados cerca de 228 milhões de casos de malária e 405 mil mortes em todo o mundo, 

sendo a África o local com maior número, tanto de casos como de mortes (WHO, 2019). 

https://www.sciencedirect.com/topics/immunology-and-microbiology/ehrlichia-chaffeensis
https://www.sciencedirect.com/topics/immunology-and-microbiology/sapajus-apella
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Atualmente, temos 5 espécies deste gênero capazes de infectar humanos, Plasmodium 

vivax, Plasmodium falciparum, Plasmodium malariae, Plasmodium ovale e Plasmodium 

knowlesi, sendo o mais frequente o P. vivax e o P. falciparum o mais relevante por causar 

maior número de óbtos (Ollomo, 2009). P. knowlesi, um dos últimos descritos deste 

gênero, capaz de infectar seres humanos, tem como principais hospedeiros Macaca 

fascicularis (primata do velho mundo), Macaca nemestrina (Macaco-de-cauda-de-porco 

do-sul) e Presbytis melalophos (Langur-de-Sumatra-de-Crista-Negra), reconhecido 

atualmente após um surto de casos em seres humanos na Malásia (Amir, et al., 2008; 

Naserrudin, 2022).  

Primatas não humanos são os hospedeiros mais vulneráveis a infecção por 

Plasmodium spp., tanto primatas do Velho Mundo como do Novo Mundo (Coatney, 

1971) e, atualmente, temos 65 espécies desses animais detectadas com infecção natural 

por Plasmodium spp. (Cormier, 2011). No cenário brasileiro, a região amazônica é a mais 

endêmica para esses agentes causadores da malária, registrando 99% de casos autóctones. 

Nas demais regiões do país cerca de 20% dos casos notificados são autóctones e, 

principalmente em áreas de Mata Atlântica (Rio de Janeiro, São Paulo, Espirito Santo e 

Minas Gerais), existem casos de transmissão residual de malária (MS, 2023). Em uma 

pesquisa realizada no estado de Rondônia, Araújo e colaboradores (2013) observaram 

que, de 184 primatas não humanos, 19 estavam infectados por Plasmodium spp., sendo 

mais frequente em animais de vida livre do que de cativeiro, neste trabalho a maioria dos 

agentes detectados eram Plasmodium brisilianum e, 3 casos eram P. falsiparum. 

Figueiredo e colaboradores (2017) detectaram parasitemia através da microscopia 

eletrônica, observando 5 animais positivos para Plasmodium spp. de 171 amostras de 

sangue, coletadas de animais silvestres da região da Amazônia maranhense, sendo um 

Callithrix jacchus (Sagui-de-Tufos-Brancos), um desses animais positivos, confirmando 

posteriormente, através da análise molecular, uma prevalência das amostras positivas de 

29,81% para Plasmodium malariae e 34,16% para Plasmodium brasilianum, 

demonstrando a provável circulação desses agentes em PNH da região.  

Recentemente, Alvarenga (2019) coletou, aproximadamente, 360 amostras de 

PNH, oriundos de fragmentos de Mata Atlântica das cidades de Guapimirim/RJ, 

Joinville/SC, Indaial/SC, Porto Rico/PR e Taquarassu/MS, e, após análise molecular das 

mesmas, foi detectado infecção por Plasmodium Simium em Cebus (Macaco-de-Cauda- 

Longa) e Sapajus (Macaco-Prego), e Plasmodium brasilianum em Callitrichidae dos 

gêneros Callithrix (Sagui), Leontopithecus (Mico-Leão) e Mico, sendo o primeiro relato 

desses protozoários encontrados nesses animais. A autora ressalta que, apesar da 

importância destes parasitos em decorrência do seu potencial zoonótico, há um número 

limitado de estudos sobre a circulação de Plasmodium spp. em primatas brasileiros, bem 

como, a escassez de notificação de casos autóctones em regiões de Mata Atlântica. 

Apesar dos diversos estudos envolvendo a malária humana no mundo e da 

relevância dessa zoonose, não existe uma vacina licenciada contra os agentes causadores 

dessa doença e, embora tenham mais de 30 antígenos identificados como candidatos 

vacinais, nenhum deles proporcionou uma perspectiva sólida da possibilidade de se ter 

uma significativa imunização nos próximos anos, dessa forma, diversos estudos são 

realizados a partir de exemplares recomendados dos gêneros Saimiri (Macacos-de-

Cheiro) e Aotus nigriceps (Macaco-da-Noite), uma vez que, espécies destes gêneros, são 

capazes de se infectar por plasmódios humanos. No Brasil, uma parceria entre o 

Laboratório de Pesquisa em Malária e o Centro Nacional de Primatas (CENP) do Instituto 

Evandro Chagas, vem desenvolvendo estudos para elucidar e desenvolver uma possível 

vacina contra a malária humana (Pratt-Riccio et al., 2021). 
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2.2.4. Gênero Borrelia spp.  

O gênero Borrelia spp. pertence a ordem Spirochaetales e família Spirochaetaceae 

(Quinn, 1994), são bactérias espiroquetas que possuem formato helicoidal, protoplasma 

cilíndrico envolto pela membrana celular (da qual partem flagelos) e, possuem uma 

membrana externa que contém diversas proteínas de superfície. Sendo diferenciadas, 

morfologicamente, dos demais gêneros dessa família por possuírem maior número de 

flagelos periplasmáticos, por serem maiores e possuírem menor número de espiras 

(Babour e Hayes, 1986; Quinn et al., 1994). Causadoras das chamadas borrelioses, são 

capazes de infectar diversas espécies de vertebrados através de carrapatos vetores 

(FARIAS et al., 2023; SÁNCHEZ et al., 2020). Estudos consideram que, carrapatos 

pertencentes ao gênero Ixodes, são os principais vetores responsáveis pela transmissão 

das borrélias (Soares et al., 2000 e Kassab et al., 2020). Esses carrapatos desempenham 

um papel significativo na disseminação dessas espiroquetas, tanto para animais silvestres, 

que são considerados potentes reservatórios e amplificadores desses agentes (Hasle, 2013 

e Norte et al., 2013), quanto para animais domésticos, que podem favorecer a transmissão 

para seres humanos. Além disso, outras espécies de carrapatos foram identificadas como 

potenciais transmissoras desse agente, incluindo Amblyomma brasiliense (Santos et al., 

2020), Amblyomma americanum, Dermacentor variabilis (Mather et al., 1994) e 

argasídeos, que têm a capacidade de transmitir praticamente todas as espécies de Borrelia 

spp. (Hoogstraal et al., 1985). 

 Atualmente, temos quatro grupos distintos de enfermidades causadas pelas 

borrélias, a Febre recorrente, primeira borreliose descrita, uma zoonose que tem como 

agentes borrélias do grupo Borrelia recurrentis sensu lato (s.l.), composto por mais de 20 

espécies, no qual os vetores são carrapatos do gênero Ornithodorus e piolhos do gênero 

Pediculus (Barbour e Hayes, 1986). Na sequência, foi descrita a borreliose aviária 

causada pela Borrelia anserina, cujos vetores são carrapatos argasídeos (Quinn et al, 

1994) e a espiroquetose bovina, causada pela Borrelia theileri, agente que, além de causar 

doença em bovinos, também são capazes de infectar equinos e ovinos, através de vetores 

carrapatos do gênero Ixodes, principalmente Rhipicephalus microplus (Matton e 

Melckebeke 1990; Quinn et al., 1994). E, por fim, a borreliose de Lyme, acometendo 

animais domésticos, silvestres e o ser humano, uma doença multissistêmica e de ampla 

distribuição geográfica, tendo como agentes borrélias pertencentes ao grupo Borrelia 

burgdorferi sensu lato (s.l), com pelo menos dezoito genoespécies (Nascimento, 2012). 

A doença de Lyme tem grande relevância, principalmente, nos Estados Unidos da 

América (EUA), Europa e Ásia, representando um grave problema de saúde pública 

(Kugeler et al., 2021; Marques et al., 2021). Nos EUA predomina-se a Borrelia 

burgdorferi sensu stricto, diferentemente da Europa onde três espécies do complexo B. 

burgdorferi s.l. são patogênicas para humanos (B. burgdorferi stricto sensu, Borrelia 

garinii, e Borrelia afzelii) e, na Ásia, foram identificadas sete espécies de borrelias, sendo 

duas patogências: B. garinii, e B. afzelii (Ataliba, 2006). No Brasil, Filgueirae 

colaboradores (1989) descreveram o que, possivelmente, seria o primeiro relato da 

doença de Lyme em pacientes com quadros dermatológicos e, posteriormente outros 

relatos foram descritos no Rio de Janeiro (Azulay et al., 1991) e Manaus (Talhari et al., 

1992). Porém, até o momento, não foi possível realizar o isolamento do agente etiológico 

em território nacional (Soares et al., 2000; Fonseca et al. 2005). Não se pode descartar a 

ocorrência desses patógenos do complexo B. burgdorferi s.l., porém, estudos com 

detecção molecular e tentativa de isolamento e cultivo se fazem necessários para 

fundamentar a hipótese da existência desses agentes. 

  A detecção de bactérias do gênero Borrelia spp. já foi descrita em alguns animais 

silvestres como cervídeos, que, apesar de, na maioria dos casos, não expressarem 
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sintomatologia clínica, atuam como reservatórios, principalmente das borrélias do grupo 

B. burgdorferi s.l. (Magnarelli et al., 1995), roedores que, atualmente, são considerados 

os principais reservatórios e carreadores da Borrelia recurrentis, uma vez que, 

transportam esses agentes do ambiente silvestre para ambientes urbanos e, dificilmente 

adoecem (Barbour e Hayes, 1986) e aves migratórias que, atuam como potentes 

reservatórios e disseminadoras de B. burgdorferi (Oslen et al., 1995), já que transportam 

carrapatos vetores infectados de uma região para outra (Hubalek et al., 1996).  

Em primatas, no Brasil, temos apenas um trabalho relatando a infecção natural 

por Borrelia burgdorferi em Leontopithecus chrysomelas (Mico-Leão-da-Cara-Dourada) 

de vida livre do estado do Rio de Janeiro, descrito por Santos (2018), no qual, através da 

análise molecular do gene 16SRNA e posterior sequenciamento, evidenciou 32 animais 

de um total de 200 animais (16%), positivos para esse agente, com similaridade de 98% 

a 99% com B. burgdorferi (CP005925) disponível no GenBank. Entretanto, a frequência 

de animais infectados por B.burgdoferi descrita nesta pesquisa, não está compatível com 

os achados pela literatura científica envolvendo este agente no Brasil, além disso, até o 

momento, não foi possível realizar o isolamento desta espécie no país (Soares et al., 2000; 

Fonseca et al. 2005). Não se pode descartar a ocorrência desses patógenos do complexo 

B. burgdorferi s.l., porém, a análise molecular deve ser feita de maneira criteriosa, 

detectando, de preferência, mais de um gene do agente encontrado, além de descartar 

possíveis contaminações das amostras com o controle positivo, que neste caso, foi 

utilizado a própria espécie B. burgdorferi como controle, utilizar borrélias de outras 

espécies proporcionaria mais segurança ao detectar agentes deste complexo B. 

burgdorferi s.l nas amostras analisadas.  

 

2.2.5. Gênero Babesia spp.  

O gênero Babesia spp., protozoários hemoparasitos pertencentes ao filo 

Apicomplexa, ordem Piroplasmida e família Babesiidae, são transmitidos por carrapatos 

da família Ixodidae, estes agentes necessitam deste vetor para completar seu ciclo 

biológico, uma vez que, todo desenvolvimento sexual ocorre dentro dos carrapatos e, a 

posterior transmissão ao hospedeiro vertebrado, ocorre através da saliva do vetor. Os 

gêneros de Ixodidae que atuam como principais vetores para Babesia spp. são 

Rhipicephalus, Boophilus, Dermacentor, Ixodes, Haemaphysalis, Hyalomma (Genchi, 

2007; Pietrobelli et al. 2007). A fase assexuada destes agentes é completada com os 

merozoítos dentro do eritrócito de hospedeiros vertebrados que, após várias replicações 

do protozoário, se rompe, causando febre, anorexia, perda de peso, anemia hemolítica, 

hemoglobinúria, podendo levar ao óbito do hospedeiro (Telford, 1993; Genchi, 2007). Os 

hospedeiros do gênero Babesia spp. são animais silvestres e domésticos como: canídeos, 

felídeos, equinos, bovídeos, ovinos, suínos, roedores, além de ter um potencial zoonótico, 

podendo infectar seres humanos (Pietrobelli et al. 2007). 

Em primatas, até o momento, temos relatos de agentes do gênero Babesia spp., 

infectando naturalmente, apenas primatas do Velho Mundo (Wel et al. 2008; Maamun et 

al. 2011), tanto animais mantidos sob cuidados humanos como de vida livre e, 

experimentalmente, foi demonstrada a infecção por esse agente em Saimiri sciureus 

(macaco-de-cheiro-comum) e Cebus apella (Macaco-prego-das-guianas). 
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3. MATERIAL E MÉTODOS 

 

3.1. Aspectos éticos e legais da pesquisa científica 

Todas as amostras utilizadas nessa pesquisa obtiveram aprovação pelo Comitê de 

Ética no Uso de Animais (CEUA) da Fundação Universidade de Passo Fundo, sob o 

número de protocolo nº 006/2022 (Anexo 1). Além disso, a captura dos primatas, a coleta 

e transporte de todas as amostras foram autorizadas previamente pelo Sistema de 

Autorização e Informação em Biodiversidade (SISBIO) sob o nº 82109-1 (Anexo 2). 

 

3.2. Delineamento do estudo 

Parte das amostras de sangue de primatas não humanos utilizadas neste estudo, 

foram coletadas pela equipe de pesquisa do Laboratório de Doenças Parasitárias (LDP) 

da Universidade Federal Rural do Rio de Janeiro, em parceria com a Fundação 

Universidade de Passo Fundo, sendo, 11 amostras oriundas do Zoológico Municipal de 

Volta Redonda (ZooVR), Volta Redonda, RJ, 33 do Centro de Triagem de Animais 

Silvestres (CETAS) – Ibama, Seropédica, RJ e 12 amostras coletadas no biotério de 

animais silvestres do Instituto de Biofísica Carlos Chagas Filho da Universidade Federal 

do Rio de Janeiro (UFRJ), Rio de Janeiro, RJ. As demais amostras foram cedidas ao LDP 

pelo BioParque do Rio, localizado no Rio de Janeiro, RJ e Centro de Primatologia do Rio 

de Janeiro (CPRJ), localizado em Guapimirim, RJ, que contribuíram para esse estudo 

com 69 e 53 amostras, respectivamente. As amostras oriundas do Bioparque do Rio foram 

mantidas em tubos a vácuo contendo ácido etilenodiamino tetra-acético (EDTA) e as 

amostras oriundas do CPRJ em tubos secos contendo coágulos cardíacos, uma vez que a 

coleta desse material foi realizada posterior a morte natural dos animais através de 

necropsia.  

 

3.3. Metodologia de captura e contenção dos primatas não humanos 

Os animais das espécies Sapajus apela (macaco-prego) e Callithrix spp. (sagui) 

foram capturados em seus recintos com puçá feito de cordão de algodão trançado e, em 

seguida, contidos fisicamente (figura 2), brevemente e sempre respeitando o bem-estar de 

cada indivíduo, com auxílio de luvas de raspa de punho longo, e então identificados por 

meio da leitura de microship individual, nome e recinto. Em seguida realizado o exame 

físico de todos os animais e, por fim, a coleta de 1 mL do sangue através da veia femural, 

que foi colocado em tubos contendo EDTA. Ao final, os animais foram devolvidos para 

seus respectivos recintos e ficaram sob observação de um médico veterinário responsável.  

Para a coleta de sangue dos animais das espécies Papio anubis (babuíno) e 

Alouatta guariba clamitans (bugio ruivo) foi necessária a realização de contenção 

química, com os fármacos cloridrato de cetamina 10 % na dose 10-20 mg/kg associado 

ao midazolam na dose 1 mg/kg. Esses animais foram acompanhados pelo médico 

veterinário responsável durante todo o procedimento e devolvidos ao seu recinto e grupo 

somente após plena recuperação anestésica.  
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Figura 2. Primata do gênero Callithrix spp. advindo do CETAS-RJ, contido fisicamente para 

coleta de sangue. Fonte: arquivo pessoal. 

 

3.4. Armazenamento das amostras de sangue coletadas  

As amostras foram identificadas e mantidas em sob refrigeração a uma 

temperatura de aproximadamente 4ºC. Para o transporte das amostras até o Laboratório 

de Doenças Parasitárias, foi utilizado caixa isotérmica e placas de gelo reciclável, de 

modo que, as amostras permaneceram entre o gelo, o que garantiu a refrigeração durante 

todo o transporte, com acompanhamento de um termômetro digital, sem haver quaisquer 

prejuízos para as amostras. 

 

 

3.5. Extração de DNA do sangue 

Para a extração do DNA das amostras de sangue total, foi utilizado o Wizard 

Genomic DNA Purification Kit (Promega®, USA), seguindo as recomendações do 

fabricante, a partir de 300 µL de sangue das amostras já homogeneizadas. Para a extração 

das amostras dos coágulos, foi utilizado o Biospin vírus DNA/RNA extraction kit 

(BioFlux®), seguindo as recomendações do fabricante. 

 

3.6. Reação em Cadeia da Polimerase (PCR) 

Para avaliar a viabilidade das amostras extraídas para testes biomoleculares, todas 

as amostras foram submetidas a uma triagem realizada através da amplificação parcial do 

gene endógeno GAPDH, que detecta a enzima gliceraldeído-3-fosfato desidrogenase 

(GAPDH ou G3PD), presente em células de animais mamíferos, répteis, aves, crustáceos 

e alguns coleópteros (Sarri et al., 2014; Cassia-Pires et al., 2017). Para realizar a PCR 

convencional do gene GAPDH foi obtido um produto, em microtubos de 200 µL, com 

volume final de 25 µL, contendo 2 µL do DNA extraído acrescidos de 23 µL do Master 

Mix [0,2 µL de Taq polimerase a 1U (GoTaq DNA Polymerase, Promega®), 2 µL de 
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cada iniciador a 10 µM (GAPDH-F e GAPDH-R), 2 µL de dNTP a 2,5 mM, 1,5 µL de 

MgCl2 a 25 mM (Promega® MgCl2 Solution), 5 µL de tampão 5X (Colorless GoTaq®, 

Promega®) e 10,3 µL de água ultrapura livre de DNases]. As reações no termociclador 

foram realizadas com seguinte protocolo: 95ºC por 2 minutos e 30 segundos (ativação da 

Taq polimerase), seguidos de 35 ciclos de 95ºC por 30 segundos (desnaturação), 55º por 

30 segundos (anelamento) e 72º por 25 segundos (extensão) e, por fim, um ciclo de 72º 

por 5 minutos (extensão final). 

Posteriormente à amplificação de todas as amostras para o gene GAPDH, foram 

então realizadas PCR buscando agentes do gênero Borrelia spp. e Babesia spp., das 

famílias Anaplasmataceae e Trypanosomatidae, e da ordem Haemosporida (Tabela 1). 

 

Tabela 1. Sequência dos iniciadores (primers) utilizados neste estudo. 

Especificidade/ 

Gene/Primer 

Sequência dos oligonucleotídeos PB Referência 

Anaplasmataceae    

23S     

Ana23S-212f ATAAGCTGCGGGGAATTGTC 515pb Dahmani et al., 2015 
Ana23S-723r TGCAAAAGGTACGCTGTCAC   

Trypanosomatidae    
18S    

TRY927F GAAACAAGAAACACGGGAG   
TRYP927R CTACTGGGCAGCTTGGA 680pb Smith et al, 2008 
SSU561F TGGGATAACAAAGGAGCA   
SSU561R CTGAGACTGTAACCTCAAAGC   

Haemosporida    
CytB    
CytBF GAGAATTATGGAGTGGATGGTG 815pb Harrison et al., 2013 
CytBR TGGTAATTGACATCCAATCC   

Borrelia spp    
FlaB    
FlaLL ACATATTCAGATGCAGACAGAGGT 665pb  
FlaRL GCAATCATAGCCATTGCAGATTGT  Stromdahl et al., 2003 
FlaLS AACAGCTGAAGAGCTTGGAAT 354pb  
FlaRS CTTTGATCACTTATCATTCTAATAGC   

Babesia spp    
18S    

BTF1 GGCTCATTACAACAGTTATAG   
BTR1 CCCAAAGACTTTGATTTCTCTC ±800pb Jefferies et al., 2007 

BTF2 CCGTGCTAATTGTAGGGCTAATAC   

BTR2 

 

 

GGACTACGACGGTATCTGATCG   

Chordata    

GAPDH    

GAPDHF ACCACAGTCCATGCCATCAC 200pb Cassia-Pires et al., 2017 

GAPDHR GTCAGGTCCACCACTGACAC   
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3.6.1. Análise molecular para os gêneros Borrelia spp. e Babesia spp.  

Para a detecção dos agentes do gênero Borrelia spp foi utilizado nested-PCR para 

amplificação do gene flaB (flagelina), como demostrado por Stromdahl e colaboradores 

(2003). Para realizar a primeira reação da nested-PCR foi adicionado em microtubo de 

200 µL um produto com volume final de 25 µL contendo 3 µL do DNA extraído acrescido 

de 22 µL do Master Mix [0,2 µL de Taq polimerase a 1U (GoTaq DNA Polymerase, 

Promega®), 2 µL de cada iniciador a 10 µM (FLARL e FLALL), 2 µL de dNTP a 2,5 

mM, 1,5 µL de MgCl2 a 25 mM (Promega® MgCl2 Solution), 5 µL de tampão 5X 

(Colorless GoTaq®, Promega®) e 9,3 µL de água ultrapura livre de DNases]. No 

termociclador a primeira reação ocorreu seguindo o protocolo de 95ºC por 2 minutos e 

30 segundos (ativação da Taq polimerase), seguidos de 35 ciclos de 95ºC por 30 segundos 

(desnaturação), 55º por 30 segundos (anelamento) e 72º por 35 segundos (extensão) e, 

por fim, um ciclo de 72º por 5 minutos (extensão final). Já para a segunda reação da 

nested-PCR para Borrelia spp. foi adicionado a um tubo de 200 µL 2 µL do amplicon 

gerado na primeira reação acrescido de 23 µL do Master Mix [0,2 µL de Taq polimerase 

a 1U (GoTaq DNA Polymerase, Promega®), 2 µL de cada iniciador a 10 µM (FLARS e 

FLALS), 2 µL de dNTP a 2,5 mM, 1,5 µL de MgCl2 a 25 mM (Promega® MgCl2 

Solution), 5 µL de tampão 5X (Colorless GoTaq®, Promega®) e 10,3 µL de água 

ultrapura livre de DNases]. Para a segunda reação, utilizou-se o protocolo de 95ºC por 2 

minutos e 30 segundos (ativação da Taq polimerase), seguidos de 35 ciclos de 95ºC por 

30 segundos (desnaturação), 55º por 30 segundos (anelamento) e 72º por 30 segundos 

(extensão) e, por fim, um ciclo de 72º por 5 minutos (extensão final). Como controles 

positivos foram utilizadas amostras previamente analisadas e sequenciadas, positivas para 

Borrelia anserina.  

Para detecção dos agentes do gênero Babesia spp. foi realizado nested-PCR pra 

amplificação do gene 18S, como demonstrado por Jefferies e colaboradores (2007). Para 

a primeira reação da nested-PCR foi adicionado em microtubo de 200 µL um produto 

com volume final de 25 µL contendo 3 µL do DNA extraído acrescido de 22 µL do Master 

Mix [0,2 µL de Taq polimerase a 1U (GoTaq DNA Polymerase, Promega®), 2 µL de 

cada iniciador a 10 µM (BTF1 e BTR1), 2 µL de dNTP a 2,5 mM, 1,5 µL de MgCl2 a 25 

mM (Promega® MgCl2 Solution), 5 µL de tampão 5X (Colorless GoTaq®, Promega®) 

e 9,3 µL de água ultrapura livre de DNases]. No termociclador a primeira reação ocorreu 

seguindo o protocolo de 95ºC por 2 minutos e 30 segundos (ativação da Taq polimerase), 

seguidos de 30 ciclos de 94ºC por 30 segundos (desnaturação), 58º por 20 segundos 

(anelamento) e 72º por 30 segundos (extenção) e, por fim, um ciclo de 72º por 5 minutos 

(final). Já para a segunda reação da nested-PCR para Babesia spp. foi adicionado a um 

tubo de 200 µL 2 µL do amplicon resultado da primeira reação acrescidos de 23 µL do 

Master Mix [0,2 µL de Taq polimerase a 1U (GoTaq DNA Polymerase, Promega®), 2 

µL de cada iniciador a 10 µM (BTF2 e BTR2), 2 µL de dNTP a 2,5 mM, 1,5 µL de MgCl2 

a 25 mM (Promega® MgCl2 Solution), 5 µL de tampão 5X (Colorless GoTaq®, 

Promega®) e 10,3 µL de água ultrapura livre de DNases]. Para o termociclador, na 

segunda reação, utilizou-se o protocolo de 95ºC por 2 minutos e 30 segundos (ativação 

da Taq polimerase), seguidos de 30 ciclos de 94ºC por 30 segundos (desnaturação), 62º 

por 20 segundos (anelamento) e 72º por 30 segundos (extensão) e, por fim, um ciclo de 

72º por 5 minutos (extensão final).  

Como controles positivos foram utilizadas amostras previamente analisadas e 

sequenciadas, positivas para Babesia canis. Tanto para Babesia spp. como para Borrelia 

spp para o controle negativo foi utilizado água ultrapura livre de DNases aplicadas dentro 

e fora do fluxo laminar de preparação do Master Mix.  
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3.6.2. Análise molecular das famílias Anaplasmataceae e Trypanosomatidae 

Para a detecção dos agentes da família Anaplasmataceae foi utilizado PCR 

convencional para amplificação do gene 23-S rRNA como demonstrado por Dahmani e 

colaboradores (2015). Para a reação de PCR convencional foram utilizados tubos de 200 

µL, aos quais foram adicionados um produto com volume final de 25 µL, contendo 3 µL 

do DNA extraído acrescidos de 22 µL do Master Mix [0,2 µL de Taq polimerase a 1U 

(GoTaq DNA Polymerase, Promega®), 2 µL de cada iniciador a 10 µM (Ana23S-212f e 

Ana23S-723r), 2 µL de dNTP a 2,5 mM, 1,5 µL de MgCl2 a 25 mM (Promega® MgCl2 

Solution), 5 µL de tampão 5X (Colorless GoTaq®, Promega®) e 9,3 µL de água ultrapura 

livre de DNases]. O protocolo utilizado na etapa do termociclador foi de 95ºC por 2 

minutos e 20 segundos (ativação da Taq polimerase), seguidos de 40 ciclos de 94ºC por 

40 segundos (desnaturação), 55º por 40 segundos (anelamento) e 72º por 48 segundos 

(extensão) e, por fim, um ciclo de 72º por 5 minutos (extensão final). Como controles 

positivos foram utilizadas amostras previamente analisadas e sequenciadas, positivas para 

Anaplasma marginale. 

Já para a detecção dos agentes da família Trypanosomatidae foi utilizado nested-

PCR para amplificação do gene 18-S rRNA, como demonstrado por Smith e 

colaboradores (2008). Para a primeira reação da nested-PCR foi adicionado em microtubo 

de 200 µL um produto com volume final de 25 µL, contendo 3 µL do DNA extraído 

acrescido de 22 µL do Master Mix [0,2 µL de Taq polimerase a 1U (GoTaq DNA 

Polymerase, Promega®), 2 µL de cada iniciador a 10 µM (TRY927F e TRYP927R), 2 

µL de dNTP a 2,5 mM, 1,5 µL de MgCl2 a 25 mM (Promega® MgCl2 Solution), 5 µL 

de tampão 5X (Colorless GoTaq®, Promega®) e 9,3 µL de água ultrapura livre de 

DNases]. No termociclador a primeira reação ocorreu seguindo o protocolo de 94ºC por 

2 minutos (ativação da Taq polimerase), seguidos de 35 ciclos de 94ºC por 15 segundos 

(desnaturação), 55º por 30 segundos (anelamento) e 72º por 60 segundos (extensão) e, 

por fim, um ciclo de 72º por 5 minutos (extensão final). Já para a segunda reação da 

nested-PCR para a família trypanosomatidae foi adicionado a um tubo de 200 µL 2 µL 

do amplicon resultado da primeira reação acrescido de 23 µL do Master Mix [0,2 µL de 

Taq polimerase a 1U (GoTaq DNA Polymerase, Promega®), 2 µL de cada iniciador a 10 

µM (SSUF e SSUR), 2 µL de dNTP a 2,5 mM, 1,5 µL de MgCl2 a 25 mM (Promega® 

MgCl2 Solution), 5 µL de tampão 5X (Colorless GoTaq®, Promega®) e 10,3 µL de água 

ultrapura livre de DNases]. Para o termociclador, na segunda reação, utilizou-se o 

protocolo de 94ºC por 2 minutos (ativação da Taq polimerase), seguidos de 35 ciclos de 

94ºC por 15 segundos (desnaturação), 55º por 30 segundos (anelamento) e 72º por 60 

segundos (extensão) e, por fim, um ciclo de 72º por 5 minutos (extensão final). Como 

controles positivos foram utilizadas amostras previamente analisadas e sequenciadas, 

positivas para Trypanosoma cruzi. 

Como controle negativo para as reações citadas, foi utilizado água ultrapura livre 

de DNases aplicadas dentro e fora do fluxo laminar de preparação do Master Mix.  

 

3.6.3. Análise molecular para a ordem Haemosporida 

Para a detecção de agentes da ordem Haemosporidae, foi utilizado PCR 

convencional para amplificação do gene CytB, como demonstrado por Harrison e 

colaboradores, (2013). Para realizar a PCR convencional foi obtido um produto, em 

microtubos de 200 µL, com volume final de 25 µL, contendo 3 µL do DNA extraído 

acrescido de 22 µL do Master Mix [0,2 µL de Taq polimerase a 1U (GoTaq DNA 

Polymerase, Promega®), 2 µL de cada iniciador a 10 µM (CytBR e CytBF), 2 µL de 

dNTP a 2,5 mM, 1,58 µL de MgCl2 a 25 mM (Promega® MgCl2 Solution), 5 µL de 
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tampão 5X (Colorless GoTaq®, Promega®) e 9,232 µL de água ultrapura livre de 

DNases]. As reações no termociclador foram realizadas com seguinte protocolo: 95ºC por 

2 minutos e 30 segundos (ativação da Taq polimerase), seguidos de 35 ciclos de 94ºC por 

30 segundos (desnaturação), 62º por 30 segundos (anelamento) e 72º por 50 segundos 

(extensão) e, por fim, um ciclo de 72º por 5 minutos (extensão final).  

Para controle positivo foram utilizadas amostras previamente analisadas e 

sequenciadas, positivas para Plasmodium justanucleare. Como controle negativo foi 

utilizado água ultrapura livre de DNases aplicadas dentro e fora do fluxo laminar de 

preparação do Master Mix. Todas as reações realizadas nesta dissertação foram utilizados 

termocicladores da Bio-rad®, modelo T100.  

3.7. Eletroforese e análise dos resultados 

Um volume de 10 μL dos produtos de PCR foram aplicados em gel de agarose a 

1,5% (UltraPureTM LMP Agarose, Invitrogen®), separados por eletroforese (5V/cm), 

corado com DSview nucleic stain 20.000X e visualizados em transiluminador de luz UV 

(L-PIX Sti, Loccus). Para se estimar o tamanho dos fragmentos amplificados, os mesmos 

foram comparados com um padrão de peso molecular de 100pb (100bp Ladder Plus, 

Ready To Use - Sinapse Inc - M1071). 

 

3.8. Sequenciamento genético 

Do produto de PCR das amostras que amplificaram no gel de agarose, 5L foram 

separados e purificados, sendo tratados com Exo-Sap-IT (GE Healthcare®), seguindo o 

protocolo e recomendações do fabricante. Os fragmentos do DNA foram então 

sequenciados em ambas as direções por um analisador genético automatizado (ABI 3730 

DNA Analyser, Thermo Fisher Scientific®) na Plataforma de Sequenciamento de DNA 

– RPT01A PDTIS/FIOCRUZ. Os resultados das sequências obtidas foram alinhados 

através do programa DNA Baser® e então submetidas a pesquisa de homologia com 

outras sequências depositadas no GenBank, utilizando a ferramenta BLASTn.  

 

3.9. Análise Filogenética 

O alinhamento de múltiplas sequências foi realizado com as sequências obtidas 

neste estudo e sequências do GenBank utilizando o programa MAFFT, implementado no 

software Jalview v.2.11 (Katoh et al., 2013, Waterhouse et al., 2009). O modelo evolutivo 

mais adequado foi determinado usando o MEGA versão 11, utilizando o critério 

bayesiano (Tamura et al., 2021). As relações filogenéticas foram estimadas usando a 

inferência filogenética por Máxima Verossimilhança (ML) com o programa PhyML, que 

está implementado no SeaView v.5 (Gouy et al., 2021). O suporte estatístico dos clados 

foi medido por meio de uma busca heurística com 1000 replicatas de bootstrap. 
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4. RESULTADOS 

 

Todas as amostras deste estudo foram coletadas ao longo do ano de 2022 (tabela 

2). Na análise molecular, a qualidade da extração foi confirmada com a amplificação do 

gene endógeno GAPDH em todas as amostras utilizadas para o estudo (figura 3).  

 

Figura 3. Representação dos produtos da PCR para o gene GAPDH (200pb – seta vermelha), 

aplicados em gel de agarose a 2% (UltraPureTM LMP Agarose, Invitrogen®) corado com 

DSview nucleic stain 20.000X (Sinapse Inc®) e separados por eletroforese (5V/cm), visualizados 

em transiluminador UV. Poço 1-27: amostras positivas. Poço 28-29: controles negativos. Poço 

30: ladder. 
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Tabela 2. Relação das espécies de primatas coletados, seus respectivos nomes populares 

e quantidade de   indivíduos por espécie, de acordo com cada local de coleta. 

Origem das Amostras Espécie Nome Popular N 

 

CETAS 

Sapajus apella Macaco-Prego 13 

Callithrix spp. Sagui 20 

 

 

Zoológico 

De Volta Redonda 

Papio anubis Babuíno 3 

Sapajus apella Macaco-Prego 7 

Alouatta guariba Bugiu-Ruivo 1 

Biotério - UFRJ Sapajus apella Macaco-Prego 12 

 

 

 

 

 

Bioparque 

Do Rio 

 

 

 

 

 

 

 

Sapajus xanthosternos Macaco-Prego 27 

Aotus nigriceps Macaco-da-Noite 1 

Sapajus apella 

 

Macaco-Prego 12 

Aotus azarae Macaco-da-Noite 2 

Cebus albifrons Cairara-de-Fronte-Branca 2 

Alouatta caraya Bugio-Preto 1 

Sapajus flavius Macaco-Prego 7 

Ateles paniscus Macaco-Aranha 7 

Ateles marginatus Macaco-Aranha 1 

Ateles chamek Macaco-Aranha 2 

Pithecia irrorata Parauaçu 2 

Sapajus robustos Macaco-Prego 1 

Macaca fascicularis Macaco-Cinimolgo 1 

Alouatta seniculus Bugiu 2 

Mandrillus sphinx Mandril 1 

 

 

 

CPRJ 

Leontopithecus chrysomelas Mico-Leão-de-Cara-

Dourada 

49 

Saguinus midas Sagui-de-Mãos-Amarelas 1 

Cebuella pygmaea 

 

Sagui-Pigmeu 2 

Alouatta puruensis 

 

Bugiu-Vermelho-do-Rio-

Purus 

1 

Total de Amostras   178 

N = Quantidade de espécimes coletados. 
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De todas as 178 amostras de sangue de PNH analisadas pelos testes moleculares, 

7 amostras (3,9%) advindas do CPRJ amplificaram para o gene 18S rRNA de 

Trypanossomatidae (figura 5), sendo que, 6 dessas amostras correspondem a primatas da 

espécie Leontopithecus chrysomelas (3,37 %, 6/178) e 1 corresponde a espécie Alouatta 

puruensis (0,56%, 1/178), popularmente conhecidos como Mico-Leão-de-Cara-Dourada 

e Bugio-Vermelho-do-Rio-Purus, respectivamente. Todas as amostras foram purificadas 

e sequenciadas. Posterior a análise das sequências obtidas, foi possível identificar que as 

7 amostras exibiram sequências de Trypanosoma spp., agrupados dentro do mesmo clado 

onde se encontra Trypanosoma minasense na árvore filogenética (figura 5) e, quando 

analisadas pelo BLAST (Bacic Local Alignment Search Tool), obtiveram 99% a 100% 

de identidade entre as sequências e a espécie de Trypanosoma minasense depositada 

(GenBank AB362411.1).  

Todas as amostras foram submetidas a análise molecular para a pesquisa dos 

agentes da ordem Haemosporidae, família Anaplasmataceae e gêneros Borrelia spp. e 

Babesia spp. porém, nenhuma amostra amplificou para os genes testados destes agentes.  

Figura 4. Representação dos produtos da PCR para o gene 18S (680pb – seta vermelha), aplicados 

em gel de agarose a 2% (UltraPureTM LMP Agarose, Invitrogen®) corado com DSview nucleic 

stain 20.000X (Sinapse Inc®) e separados por eletroforese (5V/cm), visualizados em 

transiluminador UV. Poço 1-7: amostras positivas. Poço 12: controle positivo (Trypanosoma 

cruzi). Poço 13: controle negativo. Poço 15: ladder. 
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Figura 5. Árvore filogenética baseada nas sequências a partir do gene 18S rRNA das amostras 

obtidas neste estudo e outras sequências de diferentes partes do mundo (os números de acesso do 

GenBank são indicados após o nome da espécie). Essa árvore filogenética foi construída usando 

o método de Maximum Likelihood (PhyML). O suporte estatístico dos clados foi medido por meio 

de uma busca heurística com 1000 replicatas de bootstrap.  
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5. DISCUSSÃO 

 

Esta pesquisa realizou o diagnóstico molecular para diversos hemoparasitos, de 

importância tanto para a biodiversidade da fauna como para saúde pública, a partir de 

amostras de sangue de PNH mantidos sob cuidados humanos advindos do estado do Rio 

de Janeiro. O número amostral e a diversidade de espécies de primatas utilizadas neste 

trabalho é bem expressivo quando comparado com os achados na literatura científica. 

Além disso, este é o primeiro trabalho relatando a detecção de Trypanosoma minasense 

na espécie Alouatta puruensis. Há relatos deste agente infectando outras espécies de 

primatas brasileiros, de vida livre ou não, de forma natural e experimental (Deane e 

Damasceno, 1961; Dunn et al., 1963; Deane 1979; Resende et al., 1994; Ziccardi et al., 

2000; Coimbra et al., 2020; Guimarães et al., 2022).  

O primeiro isolamento de Trypanosoma minasense ocorreu a partir de amostras 

de um Callithrix penicillata naturalmente infectado do Brasil (Ziccardi et al., 1996). Este 

agente não é capaz de infectar triatomíneos e nada se sabe sobre seus vetores, além disso, 

ainda não está claro se causa doença em PNH, devido à escassez de estudos envolvendo 

a interação de T. minasense com seus hospedeiros (Ziccardi et al., 1996; Ziccardi e 

Oliveira, 1999; Sato et al., 2008).  

A alta especificidade deste protozoário por hospedeiros primatas neotropicais, 

sugere um agente não zoonótico (Coimbra et al., 2020), no entanto, os relatos de 

Trypanosoma minasense infectando diferentes famílias de primatas neotropicais (Deane 

e Damasceno, 1961) somado com a proximidade filogenética dos PNH em relação ao ser 

humano, podem sugerir uma possibilidade de infecção zoonótica futura. Estudos 

envolvendo a biologia e patogenia deste protozoário podem contribuir com a elucidação 

das diversas lacunas existentes atualmente na literatura e, ainda, se houver similaridade 

bioquímica, complementar dados a respeito de outras espécies mais patogênicas desse 

gênero (d’Avila-Levy et al., 2004). 

Neste estudo foi encontrado uma baixa ocorrência de Trypanosoma minasense em 

PNH do estado do Rio de Janeiro (3,9%), quando comparado com trabalhos anteriores e 

recentes, desenvolvidos com PNH da mesma região, dos quais a ocorrência deste 

patógeno se encontra entre 12% e 30% em animais dos gêneros Callithrix spp. e Sapajus 

spp, tanto de vida livre como os que estão mantidos sob cuidados humanos (Coimbra et 

al., 2020; Guimarães et al., 2022). A baixa ocorrência observada neste estudo, pode estar 

associada à baixa parasitemia dos indivíduos no momento da coleta, já que a grande 

maioria das coletas foram realizadas pela manhã e a espécie de Trypanosoma minasense 

tem uma relação da parasitemia com ciclo cicardiano, expressando diferentes níveis ao 

longo do dia, tendo seu pico parasitêmico as 16h e, mantendo, após isso, uma parasitemia 

baixa e constante (Deane et al. 1974; Sato et al. 2008).  

Estudos envolvendo primatas não humanos e hemoparasitos se concentram em 

torno dos locais que desenvolvem este tipo de pesquisa, limitando o entendimento da 

epidemiologia desses agentes, mostrando-se necessário mais pesquisas em regiões pouco 

ou nunca estudadas, complementando o conhecimento ecológico do agente estudado e 

realizando o levantamento epidemiológico das diversas regiões (Guimarães et al., 2022). 

Além da pesquisa de agentes da família Trypanosomatidae, as amostras foram 

submetidas a análises moleculares para a detecção de agentes da ordem Haemosporida, 

família Anaplasmataceae e gêneros Borrelia spp. e Babesia spp. Não houve amplificação 

das amostras para esses genes testados, sugerindo pouca ou nenhuma circulação desses 

hemoparasitos nos locais de origem desses animais utilizados no presente estudo. No 

entanto, a constante mudança da ocorrência das infecções devido a migração e transporte 
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de vetores e patógenos, somado com mudanças climáticas e a sazonalidade, requerem 

monitoramentos constantes para a obtenção de dados epidemiológicos mais atualizados 

(Macpherson, 2005; Geiger et al, 2015).  

Ainda que, nas amostras analisadas por este estudo, não houve a detecção 

molecular dos demais hemoparasitos além de Trypanosoma minasense, PNH são 

hospedeiros e podem se infectar e albergar diversos hemoparasitos de importância para 

saúde pública sendo, inclusive, os hospedeiros mais vulneráveis as infecções por 

Plasmodium spp. (Coatney, 1971), agentes responsáveis por causar a malária humana, 

doença com ocorrência de milhões de casos e milhares de mortes ao redor do mundo a 

cada ano (OMS, 2018). Outro agente causador de doença zoonótica negligenciada e de 

grande relevância mundial, a Leishmania spp. (Abraão et al., 2020), também é capaz de 

infectar PNH, tendo relatos tanto da detecção molecular como de análises sorológicas 

positivas desse agente nesses animais (Guiraldi, 2020; Paiz et al., 2015). No município 

de Viçosa-MG foi descrito o primeiro Callithrix spp. infectado por Ehrlichia canis (Mafra 

et al., 2015), e, recentemente (Candido et al., 2023), no estado do Mato Grosso, um 

Sapajus apella e um Mico melanurus foram detectados com Ehrlichia canis e Ehrlichia 

chaffeensis, respectivamente. Os gêneros Anaplasma spp., Babesia spp. e Borrelia spp., 

em função do reduzido número de estudos realizando o monitoramento desses agentes 

em PNH, ainda não se tem relatos fundamentados descrevendo a ocorrência desses 

hemoparasitos nesses animais.  

Com a antropização atingindo regiões de mata e promovendo a fragmentação dos 

biomas, tornam-se mais frequentes as interações entre animais silvestres, domésticos e o 

ser humano (Fuentes, 2012; Van Doreen e Rose, 2012; Lousa, 2013; Batista et al., 2017). 

Primatas também estão cada vez mais susceptíveis a esse estreito contato com a 

população, sendo comum, em algumas regiões do país, estes animais serem capturados e 

tomados como animais de estimação (Riley, 2006; Damasceno, 2022). Com esse cenário 

acontecendo, realizar pesquisas envolvendo levantamento de dados epidemiológicos, 

monitoramento de vetores e agentes infecciosos circulantes nas diversas regiões do país, 

podem servir como bioindicadores de qualidade do ambiente (Farias et al., 2023), 

principalmente para regiões de matas antropizadas, possibilitando mapear os locais de 

risco, proporcionar medidas preventivas e alertar a população dos cuidados profiláticos 

para cada caso, tendo a possibilidade de reduzir o investimento econômico para controle 

e tratamento das populações afetadas por surtos (Cascio, 2011). 
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6. CONCLUSÃO 

 

O presente estudo relatou a detecção molecular de Trypanosoma minasense nas 

espécies Leontopithecus chrysomelas e Alouatta puruensis advindos do CPRJ, sendo a 

primeira detecção desse agente na espécie Alouatta puruensis. Mais estudos são 

necessários para elucidar as lacunas do ciclo biológico de T. minasense e avaliar o papel 

dos PNH na ecologia do agente.  

Os demais hemoparasitos avaliados neste trabalho, dos quais não houveram 

amplificações do produto da PCR, podem ocorrer em outro momento. O monitoramento 

constante dos vetores e dos animais silvestres pode contribuir para a elaboração de um 

panorama mais realista sobre o cenário das hemoparasitoses ao longo do tempo.  
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ANEXO I 

 

- Protocolo de aprovação do Comitê de Ética no Uso de Animais (CEUA), para 

execução do trabalho. 
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ANEXO II 

 

- Protocolo de aprovação do Instituto Chico Mendes de Conservação da 

Biodiversidade (ICMBio) por meio do Sistema de Autorização e informação em 

Biodiversidade (Sisbio) 
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ANEXO III 

 

- Sequências do gene 18S rRNA para identificação da família Trypanosomatidae, 

obtidos a partir das amostras de sangue de primatas não humanos, que ainda não 

foram depositadas no Genebank. 

 

TrypanosomaSP.CPRJ133 

TCTGAGACTGTAACCTCAAAGCTTTCGCGTGAAGAAGTCAGATAACGTGCT

GAGGATATTCCCGTTAAAGGCCCCCTTGCGAGGACCGTAAAGAATATGCAC

GTAAATTGATATCCATTGGCGAGACGAGGAGCGAGATGAACCCGACCCCGC

CTACGACCAAAAACTCCCCAATTCATGGGTGTCATCGTTTGCAGTGTGGACT

ACAATGGTCTCTAATCATCTTCGATCCCCACACTTTGGTTCTTGATTGAGGA

AGGTATCCTTGAAGAATGCCTTCGCTGTAGTTCGTCTTGGTGCGGTCTAAGA

ATTTCACCTCTGACGCACCAGTACGTTCTCCCCCGAACTACCCTCCTTCATTC

CTGGAAGCCGCGAGTTGAGGGAAGACGCCAAGCTAACGAACCGAAGCACG

CAGCAAGGACGCGGATTTCCCACAAAGGCGACGGATGCAACCCGAAGGAA

GACACCCAGTCACTTGTCGCACAGCCCCATAATCTCCAATGGACTTTTAAAA

CCAACAAAAGCCGAAACGGTGGCCCATAGGCTGCTCCTTTGTTATCCCAA 

 

TrypanosomaSP.CPRJ147 

AACCTCAAAGCTTTCGCGTGAAGAAGTCAGATAACGTGCTGAGGATATTCC

CGTTAAAGGCCCCCTTGCGAGGACCGTAAAGAATATGCACGTAAATTGATA

TCCATTGGCGAGACGAGGAGCGAGATGAACCCGACCCCGCCTACGACCAAA

AACTCCCCAATTCATGGGTGTCATCGTTTGCAGTGTGGACTACAATGGTCTC

TAATCATCTTCGATCCCCACACTTTGGTTCTTGATTGAGGAAGGTATCCTTG

AAGAATGCCTTCGCTGTAGTTCGTCTTGGTGCGGTCTAAGAATTTCACCTCT

GACGCACCAGTACGTTCTCCCCCGAACTACCCTCCTTCATTCCTGGAAGCCG

CGAGTTGAGGGAAGACGCCAAGCTAACGAACCGAAGCACGCAGCAAGGAC

GCGGATTTCCCACAAAGGCGACGGATGCAACCCGAAGGAAGACACCCAGTC

ACTTGTCGCACAGCCCCATAATCTCCAATGGACTTTTAAAACCAACAAAAG

CCGAAACGGTGGCCCATAGGCTGCTCCTTTGTTATCCCA 

 

TrypanosomaSP.CPRJ150 

CCTCAAAGCTTTCGCGTGAAGAAGTCAGATAACGTGCTGAGGATATTCCCG

TTAAAGGCCCCCTTGCGAGGACCGTAAAGAATATGCACGTAAATTGATATC

CATTGGCGAGACGAGGAGCGAGATGAACCCGACCCCGCCTACGACCAAAA

ACTCCCCAATTCATGGGTGTCATCGTTTGCAGTGTGGACTACAATGGTCTCT

AATCATCTTCGATCCCCACACTTTGGTTCTTGATTGAGGAAGGTATCCTTGA

AGAATGCCTTCGCTGTAGTTCGTCTTGGTGCGGTCTAAGAATTTCACCTCTG

ACGCACCAGTACGTTCTCCCCCGAACTACCCTCCTTCATTCCTGGAAGCCGC

GAGTTGAGGGAAGACGCCAAGCTAACGAACCGAAGCACGCAGCAAGGACG

CGGATTTCCCACAAAGGCGACGGATGCAACCCGAAGGAAGACACCCAGTCA

CTTGTCGCACAGCCCCATAATCTCCAATGGACTTTTAAAACCAACAAAAGCC

GAAACGGTGGCCCATAGGCTGCTCCTTTGTTATCCCA 
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TrypanosomaSP.CPRJ156 

GGAACCTCAAAGCTTTCGCGTGAAGAAGTCAGATAACGTGCTGAGGATATT

CCCGTTAAAGGCCCCCTTGCGAGGACCGTAAAGAATATGCACGTAAATTGA

TATCCATTGGCGAGACGAGGAGCGAGATGAACCCGACCCCGCCTACGACCA

AAAACTCCCCAATTCATGGGTGTCATCGTTTGCAGTGTGGACTACAATGGTC

TCTAATCATCTTCGATCCCCACACTTTGGTTCTTGATTGAGGAAGGTATCCTT

GAAGAATGCCTTCGCTGTAGTTCGTCTTGGTGCGGTCTAAGAATTTCACCTC

TGACGCACCAGTACGTTCTCCCCCGAACTACCCTCCTTCATTCCTGGAAGCC

GCGAGTTGAGGGAAGACGCCAAGCTAACGAACCGAAGCACGCAGCAAGGA

CGCGGATTTCCCACAAAGGCGACGGATGCAACCCGAAGGAAGACACCCAGT

CACTTGTCGCACAGCCCCATAATCTCCAATGGACTTTTAAAACCAACAAAA

GCCGAAACGGTGGCCCATAGGCTGCTCCTTTGTTATCCCAA 

 

TrypanosomaSP.CPRJ160 

TTTGTTGGTTTTaAAAGTCCATTGGAGATTATGGGGCTGTGCGACAAGTGAC

TGGGTGTCTTCCTTCGGGTTGCATCCGTCGCCTTTGTGGGAAATCCGCGTCC

TTGCTGCGTGCTTCGGTTCGTTAGCTTGGCGTCTTCCCTCAACTCGCGGCTTC

CAGGAATGAAGGAGGGTAGTTCGGGGGAGAACGTACTGGTGCGTCAGAGG

TGAAATTCTTAGACCGCACCAAGACGAACTACAGCGAAGGCATTCTTCAAG

GATACCTTCCTCAATCAAGAACCAAAGTGTGGGGATCGAAGATGATTAGAG

ACCATTGTAGTCCACACTGCAAACGATGACACCCATGAATTGGGGAGTTTTT

GGTCGTAGGCGGGGTCGGGTTCATCTCGCTCCTCGTCTCGCCAATGGATATC

AATTTACGTGCATATTCTTTACGGTCCTCGCAAGGGGGCCTTTAACGGGAAT

ATCCTCAGCACGTTATCTGACTTCTTCACGCGAAAGCTTTGAGGTTAC 

 

TrypanosomaSP.CPRJ162 

TTTCCACTTCCTTGCGGAACGTACTTCCATTTTGGGGCTTCCTCAAAGCTTTC

GCGTGAAGAAGTCAGATAACGTGCTGAGGATATTCCCGTTAAAGGCCCCCT

TGCGAGGACCGTAAAGAATATGCACGTAAATTGATATCCATTGGCGAGACG

AGGAGCGAGATGAACCCGACCCCGCCTACGACCAAAAACTCCCCAATTCAT

GGGTGTCATCGTTTGCAGTGTGGACTACAATGGTCTCTAATCATCTTCGATC

CCCACACTTTGGTTCTTGATTGAGGAAGGTATCCTTGAAGAATGCCTTCGCT

GTAGTTCGTCTTGGTGCGGTCTAAGAATTTCACCTCTGACGCACCAGTACGT

TCTCCCCCGAACTACCCTCCTTCATTCCTGGAAGCCGCGAGTTGAGGGAAGA

CGCCAAGCTAACGAACCGAAGCACGCAGCAAGGACGCGGATTTCCCACAA

AGGCGACGGATGCAACCCGAAGGAAGACACCCAGTCACTTGTCGCACAGCC

CCATAATCTCCAATGGACTTTTAAAACCAACAAAAGCCGAAACGGTGGCCC

ATAGGCTGCTCCTT 

 

TrypanosomaSP.CPRJ180 

CTGAGACTGTAACCTCAAAGCTTTCGCGTGAAGAAGTCAGATAACGTGCTG

AGGATATTCCCGTTAAAGGCCCCCTTGCGAGGACCGTAAAGAATATGCACG

TAAATTGATATCCATTGGCGAGACGAGGAGCGAGATGAACCCGACCCCGCC

TACGACCAAAAACTCCCCAATTCATGGGTGTCATCGTTTGCAGTGTGGACTA

CAATGGTCTCTAATCATCTTCGATCCCCACACTTTGGTTCTTGATTGAGGAA

GGTATCCTTGAAGAATGCCTTCGCTGTAGTTCGTCTTGGTGCGGTCTAAGAA

TTTCACCTCTGACGCACCAGTACGTTCTCCCCCGAACTACCCTCCTTCATTCC
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TGGAAGCCGCGAGTTGAGGGAAGACGCCAAGCTAACGAACCGAAGCACGC

AGCAAGGACGCGGATTTCCCACAAAGGCGACGGATGCAACCCGAAGGAAG

ACACCCAGTCACTTGTCGCACAGCCCCATAATCTCCAATGGACTTTTAAAAC

CAACAAAAGCCGAAACGGTGGCCCATAGGCTGCTCCTTTGTTTATCCCA 

 


