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RESUMO 

Os tripanossomas já foram reportados em diversas espécies de peixes de água salgada e 
doce, sendo a maioria das espécies descritas com base nas características morfológicas. 
Tripanossomas parasitas de peixes são heteroxenos e são transmitidos por hirudíneos. O 
presente trabalho teve por objetivo conhecer a diversidade de Trypanosoma em peixes 
capturados, provenientes de municípios de São Bento e Bacurituba na Baixada 
Maranhense, por meio de parâmetros moleculares. Foram realizadas duas coletas 
totalizando 103 amostras envolvendo quatro espécies, Hoplias malabaricus (traíra), 
Hoplerythrinus unitaeniatus (jeju), Pygocentrus nattereri (piranha vermelha) e Tilapia sp 
(tilápia). O sangue foi coletado por punção cardíaca para a confecção de esfregaços 
sanguíneos, que foram fixados com metanol e corados por Giemsa para a pesquisa de 
tripanossomas. A frequência geral de tripanossomas foi de 51/103 (49, 51%). Com o 
intuito de identificar as espécies de tripanossomas por método molecular, os esfregaços 
sanguíneos positivos foram utilizados para extração de DNA. Este foi utilizado para 
amplificação por PCR de dois segmentos gênicos considerados barcode deste grupo de 
parasitas, um fragmento de 800-900pb correspondente a região variável V7 e V8 do gene 
que codifica a subunidade menor do RNA ribossômico, e um fragmento de 600-700pb 
correspondente ao gene que codifica a enzima gliceraldeído 3-fosfato desidrogenase 
glicossômica (gGAPDH). Das 51 amostras positivas em esfregaço sanguíneo, 37 foram 
positivas para ambos ou um dos segmentos gênicos, os quais foram submetidos a 
clonagem em plasmídeo pGEM-T. Desta forma foram obtidos clones de 17 amostras, 
sendo 6 para a região V7V8 e 11 para gGAPDH. Nos seqüenciamentos foram encontradas 
7 sequências de tripanossomas das espécies Hoplias malabaricus (Traíra), 
Hoplerythrinus unitaeniatus (Jeju) e Pygocentrus nattereri (Piranha Vermelha). Deste 
modo, foi demonstrado que os peixes apresentaram sequências de uma espécie única e 
foram identificados como uma espécie próxima a Trypanosoma clandestinus por análises 
através do BLAST. Este é o primeiro estudo com Trypanosoma em peixes do Nordeste 
do Brasil e os resultados do presente estudo reforçam a necessidade de caracterização 
molecular usando abordagens sensíveis para avaliar o repertório de espécies de 
tripanosoma que infectam esses hospedeiros. 
 

Palavras-chave: Filogenia. Baixada Maranhense. Trypanosoma 

 

 

 

 

 

 

 

http://www.cpt.com.br/artigos/peixes-de-agua-doce-do-brasil-piranha-vermelha-pygocentrus-nattereri
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ABSTRACT 

Trypanosomes have been reported in several freshwater and freshwater fish species, with 
most species being described based on morphological characteristics. Fish parasitic 
trypanosomes are heteroxenes and are transmitted by hirudines. The present work had as 
objective to know a diversity of Trypanosoma in captured fishes, participation of 
municipalities of São Bento and Bacurituba in the Baixada Maranhense, through 
molecular parameters. Two collections were carried out, totaling 103 samples involving 
four species, Hoplias malabaricus (traíra), Hoplerythrinus unitaeniatus (jeju), 
Pygocentrus nattereri (red piranha) and Tilapia sp (tilapia). Blood was collected by 
cardiac puncture for the preparation of blood smears, which were fixed with methanol 
and stained by Giemsa for trypanosomes. The general frequency of trypanosomes was 
51/103 (49, 51%). In order to identify as trypanosome species by molecular method, 
positive blood smears are used for DNA extraction. This was used for PCR amplification 
of two gene segments, such as bar code, parasite group, an 800-900pb fragment 
corresponding to the V7 and V8 variable region of the gene encoding a minor subunit of 
ribosomal RNA, a 600- 700 bp corresponding to the gene encoding glyceraldehyde 3-
phosphate glycosidic dehydrogenase (gGAPDH). Of the 51 blood smear positive 
specimens, 37 were positive for both or the gene segments, which were cloned into 
plasmid pGEM-T. In this way clones of 17 samples were obtained, being 6 for the region 
V7V8 and 11 for gGAPDH. In the sequencing, 7 sequences of trypanosomes of the 
species Hoplias malabaricus (Traíra), Hoplerythrinus unitaeniatus (Jeju) and Pygocentrus 
nattereri (Red Piranha) were found. Thus, the fish were shown to have sequences of a 
single species and as identified as a species close to Trypanosoma clandestinus by BLAST 
analyzes. This is the first study with Trypanosoma in fish from Northeast Brazil and the 
results of the present study reinforce the need for molecular characterization using 
sensitive approaches to evaluate the repertoire of trypanosome species that infect these 
hosts. 
Keywords: Phylogeny. Baixada Maranhense. Trypanosoma 
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1 INTRODUÇÃO 

A procura mundial por peixes e derivados tem sofrido um significativo aumento 

nas últimas décadas, devido principalmente ao crescimento populacional e a demanda dos 

consumidores por alimentos mais saudáveis (FAO, 2016). Neste contexto, faz-se 

necessária a pesquisa de agentes patogênicos nestes animais, visando a segurança 

alimentar. Os peixes, como qualquer outro vertebrado, apresentam uma fauna parasitária 

particular, que inclui inúmeras espécies e cuja relação de equilíbrio parasito/hospedeiro 

estão vinculadas às condições abióticas como temperatura, a intensidade e a periodicidade 

de luz, a composição química da água (pH, alcalinidade, condutividade), a 

disponibilidade de espaço, além de localização geográfica, fauna presente no habitat e 

estação do ano. Um desequilíbrio nessa relação influencia no aparecimento de 

enfermidades (NIKOLSKY, 1963; DOGIEL, 1970; LUQUE, 2004). 

Os parasitos geralmente respondem às mudanças ambientais mais rapidamente do 

que seus hospedeiros, assim, o conhecimento da fauna parasitária fornece um meio de 

avaliar os níveis de estresse ambiental e pode influenciar nas restrições quanto a 

exploração do meio ambiente, como a descarga de efluentes, pois se acredita que a 

frequência de parasitos pode ter ligação com o aumento de nível de poluição da água, ou 

diminuição da qualidade do ambiente. Aliado a este fato, admite-se que o peixe, sob 

estresse, é mais suscetível ao parasitismo e menos eficiente para sobreviver no ambiente 

natural (SILVA-SOUZA et al., 2006). 

Dentre os parasitas que infectam peixes, diversas espécies de Trypanosoma têm 

sido descritas, tanto em peixes de água doce quanto naqueles de água salgada. Os estudos 

de tripanossomas de peixe podem ajudar a encontrar soluções a problemas importantes 

que são comuns aos estudos da patogenicidade causada por esses parasitas em mamíferos. 

Entretanto, a grande variedade de hospedeiros e a ampla distribuição geográfica dos 

parasitas representam problemas para a descrições de novas espécies de tripanossomas de 

peixe. Além disso, a identificação taxonômica de espécies de tripanosomas de peixes é 

em grande parte das vezes realizada através da taxonomia tradicional, que é baseada em 

diferenças nas características morfológicas de formas tripomastigotas na corrente 

sanguínea e na morfometria, o que dificulta a identificação de novas espécies porque uma 

mesma espécie de Trypanosoma pode exibir um grande polimorfismo (MOLINA et al., 

2016). 

Assim, como ferramenta para auxiliar a taxonomia tradicional das espécies de 

Trypanosoma, as técnicas moleculares têm se mostrado eficazes quando aplicadas às 
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determinações taxonômicas para identificação de tripanossomas, contribuindo para o 

posicionamento filogenético do grupo (FIGUEROA et al., 1999; KARLSBAKK; 

NYLUND, 2006; GU et al., 2007a, b). 

Na Baixada Maranhense, a pesca artesanal é realizada como forma de subsistência 

pelas famílias (SILVA et al., 2016). São Bento e Bacurituba foram os municípios 

selecionados para estudo por apresentarem a pesca artesanal como principal atividade de 

sustento e geração de emprego, sendo a principal fonte de subsistência. 

As espécies Hoplias malabaricus (Traíra), Hoplerythrinus unitaeniatus (Jeju), 

Pygocentrus nattereri (Piranha Vermelha) e Tilapia sp (Tilápia) apresentam grande 

importância comercial e a sua abundância em áreas dulciaquícolas faz com que sejam 

utilizados como complemento alimentar. Além disso, essas espécies são encontradas em 

ampla distribuição na Baixada Maranhense, principalmente em São Bento e Bacurituba 

onde são pescadas e comercializadas nos municípios de São Vicente de Férrer, Cajapió, 

Palmeirândia, São João Batista, municípios circunvizinhos, da Baixada Maranhense e 

também na capital de São Luís, MA. 

A ocorrência de Trypanosoma em peixes sob condições naturais pode ser 

inofensivo e não causar alterações patogênicas. Contudo, a complexidade ecológica nos 

campos da Baixada Maranhense em conformidade com a estação do ano, aliadas a 

interferência humana, pode afetar a saúde dos peixes e predispô-los às infecções 

parasitárias, que dependendo do grau, pode levá-los a morte e consequentemente reduzir 

a fonte de complemento alimentar e financeiro das comunidades, que praticam a pesca 

com fins comerciais e de subsistência, dessa forma, é importante conhecer os principais 

tripanossomas que infectam peixes, para o entendimento e prevenção das formas de 

contaminação do pescado e o efeito causado pela ação parasitária. 

Dessa forma, tendo em vista a importância social e econômica do peixe de água 

doce para a microrregião da Baixada Maranhense, o presente estudo tem por objetivo 

pesquisar Trypanosoma em peixes capturados, provenientes de municípios de São Bento 

e Bacurituba da Baixada Maranhense, contribuindo com as pesquisas da cadeia 

produtiva da pesca extrativa na região servindo de subsídio aos serviços de inspeções 

estadual e municipal. 

 

 

 

 

http://www.cpt.com.br/artigos/peixes-de-agua-doce-do-brasil-piranha-vermelha-pygocentrus-nattereri
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2 OBJETIVOS 

2.1 Geral 

Pesquisar Trypanosoma em peixes capturados, provenientes de municípios de São 

Bento e Bacurituba da Baixada Maranhense. 

2.2 Específicos 

• Identificar a presença de Trypanosoma sp. nos peixes da espécie Hoplias 

malabaricus (Traíra), Hoplerythrinus unitaeniatus (Jeju), Pygocentrus nattereri 

(Piranha Vermelha) e Tilapia sp (Tilápia), provenientes dos municípios de São 

Bento e Bacurituba da Baixada Maranhense; 

• Caracterizar através de parâmetros moleculares os tripanossomas identificados 

dos peixes provenientes da Baixada Maranhense. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

http://www.cpt.com.br/artigos/peixes-de-agua-doce-do-brasil-piranha-vermelha-pygocentrus-nattereri
http://www.cpt.com.br/artigos/peixes-de-agua-doce-do-brasil-piranha-vermelha-pygocentrus-nattereri
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3 REFERENCIAL TEÓRICO 

3.1 Trypanosoma 

O filo Euglenozoa é conhecido por ser um dos maiores grupos de eucariotos 

incluindo organismos unicelulares flagelados de vida-livre e parasitas de todas as classes 

de vertebrados, invertebrados e plantas, pertencendo a três ordens principais: 

Euglenoidea, Diplonemea e Kinetoplastida (CAVALIER-SMITH, 1981; MOREIRA et 

al., 2001; BUSSE; PREISFELD, 2003; BREGLIA et al., 2007). 

A ordem Kinetoplastida possui como principal característica a presença do 

cinetoplasto, constituído de DNA localizado na base do flagelo, onde encontra-se o Ácido 

desoxirribonucleico (DNA) mitocondrial (kDNA). Segundo parâmetros taxonômicos 

tradicionais, que diz respeito às características morfológicas e ciclos de vida, os 

cinetoplastídeos foram classificados em duas subordens: Bodonina, que apresentam dois 

flagelos localizados em lados opostos, e inclui espécies de vida livre e parasitária 

(ectoparasitas ou endoparasitas de animais aquáticos); e Trypanosomatina, que apresenta 

apenas a família Trypanosomatidae, compreendendo protozoários uniflagelados, 

endoparasitas obrigatórios (HOARE, 1972; VICKERMAN, 1976; STUART; FEAGIN, 

1992; DOLEZEL et al., 2000; MOREIRA et al., 2004; SIMPSON et al., 2006; 

CAVALIER-SMITH, 2004, 2010). 

A família Trypanosomatidae engloba parasitas de plantas, invertebrados e todas as 

ordens de vertebrados, incluindo agentes causadores de várias enfermidades tanto 

humana quanto animal (SIMPSON; ROGER, 2004), os quais se encontram divididos em 

14 gêneros, definidos de acordo com a utilização de parâmetros clássicos (morfologia, 

hospedeiro de origem e ciclo de vida) e filogenéticos (monofilia): Parasitas monoxênicos 

de insetos (Leptomonas, Herpetomonas, Crithidia, Blastocrithidia, Wallaceina, 

Angomonas, Strigomonas, Kentomonas, Blechomonas, Sergeia,); gênero Phytomonas 

contém parasitas heteroxênicos de insetos e plantas e gêneros que albergam espécies 

heteroxênicas que circulam entre hospedeiros invertebrados (vetores) e vertebrados: 

Leishmania, Endotrypanum, Trypanosoma (HOARE, 1972; BRANDÃO et al., 2001; 

PODLIPAEV et al., 2004; SVOBODOVÁ et al., 2007; SANTOS et al., 2007; MAIA DA 

SILVA et al., 2010; VOTYPKA et al., 2012;). 

A primeira descrição do gênero Trypanosoma, foi em 1843, por Gruby, para 

classificar um hemoflagelado de rã que foi nomeado Trypanosoma sanguinis, porém 

como esse parasito apresentava uma estrutura semelhante à do protozoário Amoeba 
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rotatória, essa espécie passou, portanto, a ser conhecida como Trypanosoma rotatorium 

(SATO, 2015). 

O gênero Trypanosoma é constituído por espécies de parasitas que infectam 

hospedeiros vertebrados de todas as classes (mamíferos, peixes, anfíbios, répteis e aves), 

são heteroxênicos com ciclos de vida que alternam entre invertebrados e vertebrados, 

sendo que a maioria das espécies se desenvolve em artrópodes hematófagos pertencentes 

a diversas ordens e famílias. Estudos de inferências filogenéticas revelaram que os 

tripanossomas estão agrupados em clados. Inicialmente, apenas três clados do gênero 

Trypanosoma, foram formados, sendo o clado T. cruzi, T. brucei e o clado aquático. 

Posteriormente, com o auxílio de análise filogenéticas mais profundas, um grande número 

de táxons propiciou constituir novos clados (STEVENS et al., 1998; 1999; 2001; 

HAMILTON et al., 2004; 2007). 

Dessa forma, estão estabelecidos nove clados principais: 1) clado aquático que é 

formado predominantemente por tripanossomas de anuros, peixes e outros vertebrados 

aquáticos, incluindo um isolado de ornitorrinco e um isolado de tartaruga e isolados de 

jacarés (FERREIRA et al., 2007; FERMINO et al., 2015); 2) clado de tripanossomas de 

crocodilianos (FERREIRA et al., 2007) ); 3) clado T. theileri associado a tripanossomas 

isolados de mamíferos da ordem Artiodactyla e que apresentam significativa 

especificidade pelo hospedeiro vertebrado, onde os tabanídeos são os principais vetores 

(RODRIGUES et al., 2006); 4) clado de tripanossomas de lagartos e cobras (FERREIRA 

et al., 2007; HAMILTON et al., 2007; VIOLA et al., 2008a,b); 5) clado T. brucei, 

tripanossomas de mamíferos de origem africana transmitidos por tsétsé (STEVENS et al., 

1999; 2001); 6) Clados T. avium e T. corvi: formado por tripanossomas de aves e 

artrópodes de vários grupos, aparentemente, sem restrição a espécie do hospedeiro 

(SEHGAL et al., 2001); 7) clado T. lewisi de tripanossomas, principalmente, que 

parasitam as ordens Rodentia, Lagomorpha e Insetívora. Os organismos desse grupo são 

transmitidos por pulgas e apresentam especificidade pelo hospedeiro vertebrado 

(HAMILTON et al., 2005); 8) clado T. rangeli; 9) clado Schizotrypanum (T. cruzi e T. 

cruzi-like) (HAMILTON et al., 2004, 2005a, b; RODRIGUES et al., 2006; HAMILTON 

et al., 2007; FERREIRA et al., 2008; VIOLA et al., 2009 a, b). 

No que se refere aos peixes, há mais de cem anos, a ocorrência de Trypanossoma 

vem sendo documentada, entretanto, a quantidade de trabalhos ainda é pequena se 

comparado com os de outras espécies que acometem mamíferos (SALGADO et al., 

2016). 
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3.2 Clado aquático 

Tradicionalmente, as filogenias de Trypanosoma spp. são baseadas na sequência 

dos genes que codificam a subunidade menor do RNA ribossômico (SSU rRNA) e da 

enzima gGAPDH, as quais permitem a segregação das espécies em diferentes clados que 

exibem associações com hospedeiros e origem geográfica (STEVENS et al., 2001; 

HAMILTON et al., 2004; MARCILI et al., 2013). O Clado aquático é formado por 

espécies de tripanosomas isoladas de peixes, anfíbios, tartarugas e ornitorrinco, sendo 

agrupados em dois subclados, um formado pelos tripanossomas de anuros, aparentemente 

transmitidos por flebotomíneos e o outro constituído por tripanossomas de peixes, 

ornitorrinco e tartarugas, sendo provavelmente transmitidos por sanguessugas (Figura 1) 

(STEVENS et al., 2001; HAMILTON et al., 2004; SIMPSON et al., 2006; FERREIRA 

et al., 2007, 2008, 2015). 

O número de estudos filogenéticos de tripanosomas de peixe têm aumentado nos 

últimos anos, e esses estudos concentraram-se nos continentes europeu (GIBSON et al., 

2005; KARLSBAKK et al., 2006; GRYBCHUK-IEREMENKO, 2014), africano 

(DAVIES et al., 2005; HAYES et al., 2014) e asiático (GU et al., 2007; 2010; SU et al., 

2014) em peixes marinhos e de água doce, sendo justificado esta ocorrência pelo fato de 

que nesses continentes a principal fonte de alimentação é o peixe, uma vez que segundo 

a Fao (2016) dos 140,8 milhões de toneladas disponíveis para consumo humano em 2013, 

a Ásia foi responsável por mais de dois terços partes do total, com 99 milhões de toneladas 

(23,0 kg per capita), tendo crescido o consumo consideravelmente na Ásia Oriental (10,8 

kg em 1961 para 39,2 kg em 2013), sudeste da Ásia (de 13,1 kg a 33,6 kg) e norte da 

África (de 2,8 kg a 16,4 kg), sendo assim amplamente estudado por ter importância na 

saúde pública. Esses tripanosomas segregam, em geral, em dois grupos dentro de um 

clado principal, um para peixes de água doce e um para peixes marinhos (GIBSON et al., 

2005; DAVIES et al., 2005; KARLSBAKK et al., 2006, GU et al., 2007b; 2010; SU et 

al., 2014; HAYES et al., 2014; GRYBCHUK-IEREMENKO, 2014). 

No Brasil é necessária uma revisão molecular das espécies de tripanossomas de 

peixe, pois poucos estudos têm sido incluídos em análise filogenética molecular, tornando 

escasso o conhecimento acerca desses parasitos. 
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Figura 1 - Barcoding e relações filogenéticas de tripanossomas de peixe. 

 

Fonte: Lemos (2015). 

 

3.3 Tripanossomas em peixes 

A primeira descoberta de Trypanosoma de peixe ocorreu em 1841, por Valentin, 

no sangue de truta (Salmo fario). A partir disso, foram identificadas mais de 200 

espécies de tripanossomas (LEMOS et al., 2015). 

Os conhecimentos de tripanossomas infectando peixes de água doce na África, 

antes de 1960, foram limitados a aproximadamente treze publicações que descrevem 

estas espécies, sendo estes registros de peixes da África Ocidental Francesa, Congo, 

Sudão, Uganda e Moçambique (BAKER, 1960; 1961). Desde 1961, novas espécies de 

tripanossomas de peixes de água doce foram descritas na África do Sul e Egito (NEGM-

ELDIN, 1997; 1998). 

Na Europa, Letch (1979), descobriu infecções por tripanossomas em populações 

britânicas de seis espécies de peixes de diferentes gêneros, porém com uso de critérios 

morfológicos, estes tripanossomas apresentavam-se morfologicamente indistinguíveis. 
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No Brasil, há mais de 60 espécies de tripanossomas descritas infectando peixes 

de água salgada e doce, como Trypanosoma hypostomi, Trypanosoma chagasi, 

Trypanosoma guaibensis e Trypanosoma lopesi, sendo que as famílias de peixes 

afetadas pelo parasito são diversas, como: Loricariidae (Cascudo), Pimelodidae (Bagre), 

Doradidae (Peixe-gato), Erythrinidae (Traíra), Synbranchidae (Mussum), Serrasalmidae 

(Tambaqui), Anostomidae (Piau), Prochilodontidae (Curimatá), Mugilidae (Tainha) e 

Serranidae (Garoupa) (RIBEIRO et al.,1993; FIGUEROA et al., 1999; SMIT et al., 

2004; GU et al., 2007a; KONAS et al., 2010; LEMOS et al., 2015). 

Apesar de já existirem no mínimo 200 espécies descritas de tripanossomas que 

infectam peixes de água doce e marinhos, algumas dessas espécies podem ser sinônimas 

por serem identificadas com base no hospedeiro de origem em vez da morfologia dos 

tripomastigotas sanguíneos ou outros métodos moleculares, levando a uma ausência de 

característica morfométrica e de informação molecular deste grupo de hospedeiros 

(KARLSBAKK;  NYLUND, 2006; GU et al., 2007b; GUPTA; GUPTA, 2012). 

Os tripanossomas isolados de peixes apresentam um ciclo heteroxeno envolvendo 

um hospedeiro vertebrado e um invertebrado. A transmissão destes hemoflagelados 

entre os peixes têm sido atribuída a diferentes espécies de sanguessugas aquática (vetor), 

onde o parasita se multiplica e sofre transformações morfológicas. O local de predileção 

d e s t a s  sanguessugas são as nadadeiras, pele, mucosas e brânquias de peixes de 

diferentes espécies, onde se encontram fixadas. Apesar de pouco se conhecer sobre as 

relações parasito-hospedeiro, sabe-se que a infecção do peixe pelo tripanossoma 

o c o r r e  durante o repasto sanguíneo do hospedeiro invertebrado, não existindo 

evidências de infecções do peixe pela ingestão de uma sanguessuga infectada 

(MOLINA et al., 2016). 

O vetor se infecta ao ingerir os tripanossomas presentes no sangue dos peixes. 

Os hemoflagelados, assim que ingeridos, sofrem um processo de excessiva divisão no 

estômago dos hirudíneos. De início, os parasitas exibem um tamanho reduzido e um 

pequeno flagelo, se comparado com o comprimento do corpo, após isto, ocorrem 

razoáveis “alongamentos” até surgirem as formas bem longas. A partir disto, os 

tripanossomas começam a se mover, para a região anterior dos hirudíneos, atingem a 

forma tripomastigota metacíclico - forma infectante- e migra para o aparelho bucal do 

animal, processo este que pode ter duração de três a dezenove dias (KHAN, 1976; 

MOLINA et al., 2016). A sequência de formas é diretamente associada com a 

quantidade e com o nível de digestão do sangue ingerido, uma vez que, dos casos em 
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geral, a forma tripomastigota aparece somente quando o sangue foi digerido em sua 

totalidade (MOLINA et al., 2016). 

Logo após o repasto do hirudíneo, se inicia o desenvolvimento do parasita no 

hospedeiro vertebrado. Na fase inicial, chamada de pré-patente, os tripanossomas 

encontram-se ausentes no sangue periférico, não obtendo assim, conhecimento do local 

onde os parasitas se encontram. A fase patente caracteriza-se pelo aparecimento dos 

parasitas no sangue periférico, ocorrendo um aumento no número de p a r a s i t a s , 

atingindo valores máximos, podendo até a alcançar níveis elevados (Figura 2) 

(MOLINA et al., 2016). No ambiente natural, a taxa de prevalência destes parasitas 

sanguíneos é frequentemente alta (SMIT et al., 2004; KONAS et al., 2010). As 

condições de estresse (alimentação, nutrição, temperatura da água, e competição) 

induzem o curso da parasitemia em peixes (BARROW, 1958) sendo altamente 

patogênicos, em alguns casos, levando a graves alterações no sangue, como aumento 

da concentração de hemoglobina corpuscular média, aumento na porcentagem de 

linfócitos, aumento do hematócritos e eritrócitos, diminuição das proteínas plasmáticas 

totais, entre outras alterações, e pode ocasionar até mesmo a morte do peixe 

hospedeiro. Apesar disso, ainda não são bem compreendidos, os efeitos destes parasitas 

na fisiologia do peixe hospedeiro (ISLAM; WOO, 1991; AHMED et al., 2011; 

FUJIMOTO et al.,  2013; LEMOS et al., 2015; MAQBOOL; AHMED, 2016). 

 

Figura 2 – Ciclo biológico da Tripanossomíase em peixes. 
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Em relação à patogênese das tripanossomíases de peixes, ainda não há muito 

conhecimento. Quando com baixos níveis de parasitemia, os parasitas vivem em 

equilibrio relativo com seus hospedeiros, todavia, já foram observadas mudanças nos 

parâmetros hematológicos dos peixes. No caso de parasitemias alta, a infecção pode ser 

grave, tendo como principais sinais clínicos anemia, leucocitose, hipoglicemia e 

esplenomegalia, apesar de em sua grande maioria, ser assintomática em peixes infectados 

(LEMOS et al., 2015; MOLINA et al., 2016). 

As relações filogenéticas entre esses hemoflagelados ainda não estão bem 

definidas, assim como o ciclo de vida dos tripanossomas. Isto ocorre pelo fato de que 

há poucos estudos para estes parasitas e, deste modo, poucos dados de sequência de 

DNA para oferecer informações sobre as designações de espécies (LEMOS et al., 2015). 

Sendo assim, o conhecimento mais aprofundado destes hematozoários permanece 

limitado. 

Pelo fato de os tripanossomas possuírem polimorfismos, a identificação de novas 

espécies se torna difícil. Um grande entrave que também influencia em novas 

identificações é a grande variedade de hospedeiros e sua ampla distribuição geográfica. 

A taxonomia tradicional não é um método confiável para a determinação de novas 

espécies de Trypanosoma, contudo técnicas moleculares demonstraram-se mais eficientes 

(MOLINA et al., 2016). 

Em relação às análises filogenéticas moleculares de tripanossomas de peixes 

brasileiros, ainda há muito que ser feito, uma vez que esta prática vem sendo utilizada 

como uma técnica de eleição para a descrição de espécies de tripanossomas (LEMOS et 

al., 2015). 

3.4 Genes tradicionalmente utilizados em analises filogenéticas de tripanossomas: 

SSU rRNA e gGAPDH 

Com a ausência de critérios taxonômicos confiáveis, inúmeros erros de 

classificação dos tripanossomatídeos em geral tem ocorrido, tendo assim 

incompatibilidade com evidencias demonstradas por dados moleculares. Mesmo que nos 

dias atuais haja um consenso a respeito de que os critérios devem ter como base a filogenia 

molecular, esta visão tem sido pouco adotada ou utilizada de forma incorreta. Desde as 

primeiras análises filogenéticas baseadas em sequências de genes ribossômicos, o uso das 

sequências gênicas tem sido valioso na reconstrução da história evolutiva desses 

organismos (SOGIN et al., 1986; FERNANDES et al., 1993). 
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Diversos grupos têm utilizado os marcadores moleculares, todavia os resultados 

não são facilmente comparáveis. Inferências de árvores filogenéticas bem resolvidas, até 

recentemente, foram impedidas pela análise de um número limitado de espécies, 

concentrados em poucos grupos de tripanossomas. Nos dias atuais, vários genes 

sequências e marcadores vem sendo utilizados para análise de polimorfismo genético e 

inferências filogenéticas, sendo os mais utilizados os genes ribossômicos (SSU rRNA), 

gGAPDH, “spliced leader”, genes mitocondriais e genes codificadores de Catepsina L-

like, mais recentemente (LIMA, 2011). 

3.4.1 Gene que codifica a subunidade menor do RNA Ribossômico (SSU rRNA) 

As sequências do gene ribossômico têm sido amplamente utilizadas para inferir 

relações filogenéticas entre espécies do filo Euglenozoa. Os tripanossomatídeos possuem 

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

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

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

(IGS), que se repete em “tandem” em mais de 100 vezes no genoma. Estes genes são 

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

algumas etapas de processamento o pré-rRNA dá origem a três moléculas de RNA 

maduros: 18S (SSU ou subunidade menor), 5.8S e 24S (LSU ou subunidade maior), que 

nestes organismos é constituída por dois fragmentos de alto peso molecular, 24Sα e 24Sβ 

e quatro subunidades de rRNAs de baixo peso molecular (S1, S2, S4 e S6). As 

subunidades SSU e LSU são constituídas por sequências altamente conservadas e 

intercaladas por espaçadores intermediários ITS (ITS 1 e 2, espaçadores internos 

transcritos) e ETS (espaçador externo transcrito) que são flanqueados pelo espaçador 

intergênico (IGS), que apresenta sequências altamente variáveis (SOGIN et al., 1986; 

HERNÁNDEZ et al., 1990) (Figura 3). 

Figura 3 - Representação esquemática do cistron ribossômico de rRNA precursores 
de triponossomatídeos. 
 

 
Fonte: Lima (2011). 
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Análises da ITS rDNA revelaram variabilidade de T. cruzi (FERNANDES et al., 

1999; MENDONÇA et al., 2002; MARCILI et al., 2009 a, b, c) e T. rangeli (MAIA DA 

SILVA et al., 2004 a,b; BELTRAME-BOTELHO et al., 2005), espécies de tripanossomas 

africanos (DESQUENES et al., 2001; NJIRU et al., 2005; CORTEZ et al., 2006). T. lewisi 

(MAIA DA SILVA et al., 2010) e T. theileri (subgênero Megatrypanum) (RODRIGUES 

et al., 2006; GARCIA et al., 2011 a, b). 

Esses genes são utilizados para inferências de relacionamentos filogenéticos porque 

ocorrem e são funcionalmente equivalentes em todos os organismos e apresentam 

domínios com diferentes taxas de evolução (SOGIN et al., 1986; HERNÁNDEZ et al., 

1990). A presença de diversas regiões, transcritas ou não, que exibem diferentes graus de 

taxas de evolução, faz desses genes excelentes alvos para identificação de gêneros, 

espécies, linhagens e genótipos (SOUTO et al., 1996; ZINGALES et al., 1998; BRISSE 

et al., 2001; STEVENS et al., 2001; MAIA DA SILVA et al., 2004 b; HAMILTON et al., 

2004, 2007; RODRIGUES et al., 2006; CORTEZ et al., 2006; FERREIRA et al., 2007, 

2008; VIOLA et al., 2008a, 2009 a,b). 

As sequências do gene SSU rRNA são as mais utilizadas devido as seguintes 

características: pequeno tamanho que permite fácil obtenção por amplificação através do 

Reação em Cadeia da Polimerase (PCR), presença de regiões variáveis flanqueadas por 

regiões conservadas que permitem alinhamentos muito confiáveis, com oito regiões 

universalmente conservadas (U1-U8) e nove regiões variáveis (V1-V9) (HERNÁNDEZ 

et al., 1990). Além do mais, existem muitas sequências de SSU rRNA de diferentes 

espécies e isolados do gênero Trypanosoma depositadas em bancos de dados públicos, 

permitindo assim identificação de novas espécies e a inferência do relacionamento de 

novas espécies, linhagens e isolados (LIMA, 2011). 

3.4.2 Gene codificador da enzima Gliceraldeído 3-fosfato desidrogenase glicossômica 

(gGAPDH) 

As espécies da família Trypanosomatidae apresentam uma organela denominada 

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

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

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

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

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

glicossômica (gGAPDH), semelhante à dos eucariotos em geral, e um gene que codifica 
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uma enzima citosólica (cGAPDH), mais relacionada com genes bacterianos (MICHELS 

et al., 1986; KENDALL et al., 1990). Divergências nas sequências desses genes 

permitiram o desenho de primers para a amplificação especifica de gGAPDH 

(HAMILTON et al., 2005 a,b; 2007) (Figura 4). 

Figura 4 - Representação esquemática dos genes de GAPDH. 

 
Fonte: Lima (2011). 

 

Os genes codificadores de gGAPDH apresentam duas cópias praticamente idênticas 

e por codificarem proteínas, estão sujeitos a diferentes pressões seletivas e taxas de 

evolução se comparados aos genes ribossômicos. Os genes que codificam gGAPDH são 

excelente marcadores para estudos filogenéticos de tripanossomatídeos, permitindo 

alinhamentos confiáveis de sequências de organismos geneticamente distantes 

(HAMILTON et al., 2004, 2005 a,b, 2007; STEVENS, 2008). 

Estudos filogenéticos utilizando sequências de gGAPDH e da região variável V7 e 

V8 correspondentes a SSU rRNA de um grande número de espécies de 

tripanossomatídeos geraram topologias congruentes e análises independentes e 

combinadas desses genes tem sido recomendada na descrição de gêneros, subgêneros e 

espécies de tripanossomatídeos (HAMILTON et al., 2004, 2005 a, 2009; VIOLA et al., 

2009b; MASLOV et al., 2010). 

3.5 Baixada Maranhense 

Com uma área de 1.775.035,6 hectares de extensão, a Baixada Maranhense, é 

conhecida por corresponder ao nome a umas das sete regiões ecológicas do Estado do 

Maranhão e constitui também uma Área de Proteção Ambiental – APA (Decreto n° 

11.900 de 11 de julho de 1991). 

É composta por um ecocomplexo, de rios, lagos, estuários, agroecossistemas, e 

também de campos naturais, que é definido com um grande sistema de áreas inundáveis, 

exclusivo desta região do Estado do Maranhão. Possui como principais rios o Turiaçu, 

Pericumã, Pindaré e Mearim, no qual formam bacias hidrográficas que inundam as 

planícies baixas regionais, que extravasam anualmente (SOUZA et al., 2007). 
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Há uma complexidade ecológica nos campos da Baixada Maranhense, que são áreas 

inundáveis, composta por sistemas de estrutura e funcionamento com diferenciação, 

constituídos por lagos rasos temporários ocupando os campos abertos quando extravasam 

dos rios, há também lagoas marginais e sistemas lacustres permanentes (PINHEIRO, 

2003). 

A dinâmica anual ocorrida nos campos da Baixada Maranhense, é relacionada a 

topografia, precipitação pluviométrica, escoamento das águas e acúmulo de sedimentos e 

matéria orgânica (LAFONTAINE et al., 2009). 

Na Baixada Maranhense há uma dinâmica com dois ciclos de troca de energia que 

engloba dois períodos diferentes, em conformidade com a estação do ano. Durante os 

meses de janeiro a junho, que é conhecido como período chuvoso na região, os lagos 

perenes e rios extravasam, enchendo assim os campos e modificando-os em extensos 

lagos com pouca profundidade. Já nos meses de julho a dezembro, conhecido como 

período de estiagem, os campos se tornam secos facilitando o aparecimento da vegetação 

(COSTA NETO, 1990). 

Há uma abundância de peixes no momento em que o nível do rio começa a baixar, 

pelo fato do grande acúmulo de água e matéria orgânica no fundo dos lagos. Os cardumes 

de peixes, que ficaram presos por não terem conseguido retornar ao rio, ficam localizados 

nas poções, que são as áreas mais profundas dos lagos. Com isso, estes peixes acabam 

por se tornar alvos fáceis para os predadores e pescadores locais (LAFONTAINE et al., 

2009). 
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4 MATERIAL E MÉTODOS  

4.1 Comitê de Ética 

O presente estudo foi submetido e aprovado pelo Comitê de Ética do Curso de 

Mestrado em Ciência Animal da Universidade Estadual do Maranhão, processo número 

24/2017. 

4.2 Área de estudo 

A microrregião da Baixada Maranhense está localizada na Amazônia Legal 

Maranhense; uma zona de transição entre os biomas Amazônia e Cerrado, com influência 

dos ambientes costeiros e marinhos, representando o maior conjunto de bacias lacustres 

do Nordeste, composta por 32 municípios (BRASIL, 2010). O trabalho foi desenvolvido 

nos municípios de São Bento (Latitude: 02º 41' 45" S e Longitude: 44º 49' 17" W) e 

Bacurituba (Latitude: 2° 42' 22'' S e Longitude: 44° 44' 18'' W). (Figura 5) 

 

Figura 5– Mapa do Estado do Maranhão demonstrando a localização da Baixada 
Maranhense. 
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Esses municípios apresentam como fonte principal de alimentação os peixes que 

são obtidos de forma artesanal dos rios. Estes rios transbordam as planícies da região 

durante o período chuvoso (Figuras 6 e 7). A Baixada Maranhense é caracterizada por 

relevo plano suavemente ondulado contendo extensas áreas rebaixadas que são alagadas 

durante o período chuvoso, dando origem a extensos lagos interligado por um sistema de 

drenagem com canais divagantes, associados aos baixos cursos dos rios Mearim, Grajaú, 

Pindaré e Pericumã e outros menores. A região fica seis meses seca e seis meses alagada 

(FREIRE et al., 2014). 

Figura 6- Campos inundáveis no município de São Bento-MA. 

 
Fonte: Reentrâncias (2010). 

 

Figura 7- Campos inundáveis na Baixada Maranhense-MA 

 
Fonte: Mendes (2013). 



30 
 

4.3 Obtenção das amostras 

Foram realizadas duas coletas, agosto de 2016 e fevereiro de 2017, de exemplares 

de peixes de rios e lagos nos municípios de São Bento e Bacurituba. A captura foi 

realizada através de pesca por rede. Em seguida, os peixes eram encaminhados, ainda 

vivos, para o Laboratório da Fazenda Escola (FESB)/UEMA. 

4.4 Coleta de sangue 

Após a insensibilização por hipotermia com duração de 5 minutos, os peixes foram 

numerados, examinados para a verificação da presença de hirudíneos na superfície do 

corpo e na boca com auxílio de uma lupa e foram realizadas coletas de sangue, 

individualmente, com auxílio de uma seringa de 1ml através da punção cardíaca. 

4.5 Esfregaço sanguíneo 

O sangue obtido foi utilizado para a confecção de cinco lâminas de esfregaços 

sanguíneos, por amostra, em camada delgada. Os esfregaços sanguíneos foram fixados 

com metanol, corados com Giemsa (2:30 por 15 minutos) em laboratório e analisados no 

microscópio óptico no aumento de 1000x. As lâminas de esfregaço foram percorridas por 

completo em busca de formas tripomastigotas do parasito. 

4.6 Isolamento de tripanossomatídeos 

Para o isolamento das espécies de tripanossomas as amostras de sangue coletadas 

foram semeadas em tubos com meio bifásico constituído por fase sólida BAB (blood ágar 

base com 15% sangue de carneiro desfibrinado) e fase líquida de meio BHI (Brain Heart 

Infusion) acrescidos de soro fetal bovino 10% e antibióticos. O material semeado foi 

analisado por microscopia óptica comum com objetiva de 40X durante 30 dias uma vez 

por semana. 

4.7 Extração de DNA genômico 

O DNA foi extraído através de raspagens de lâminas de esfregaços sanguíneos de 

peixes identificados positivos para a presença de Trypanosoma sp, após avaliação das 

lâminas por microscopia óptica. 

A raspagem das lâminas foi realizada, com auxilio de lâmina de bisturi, em um 

fluxo laminar. Cada lâmina foi raspada, “lavada” com 200 µl de tampão de digestão e o 
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material armazenado em tubo de microcentrifuga de 1,5 ml. O tampão de digestão era 

composto por 200 mM Tris HCl pH 7.5; 250 mM NaCl; 25 mM EDTA; 1% de Dodecil 

Sulfato de Sódio e 400ug de Proteinase K por ml. Em seguida, todos os tubos foram 

colocados na incubadora a 56 ºC “overnight” (16 horas). 

As amostras foram purificadas segundo o protocolo do GeneJet PCR Purification 

Kit da Thermo scientific. Para verificação da qualidade e quantificação do DNA, 5ul do 

material eluído da coluna cromatográfica foi adicionado a 2ul de tampão de corrida 

(10mM de Tris-HCl pH 7,5; 1mM de EDTA pH 8.0; 65% de sacarose e 0,1% corante 

laranja G) contendo GelRed diluído na proporção de 1:500, para análise por  eletroforese 

em Gel de Agarose a 1% em tampão TBE 0,5X (TBE 1X contém 89mM Tris-base; 89mM 

de ácido bórico e 20mM de EDTA pH 8.0) O DNA genõmico foi visualizado em 

transiluminador de luz ultravioleta e fotografado. 

4.8 Reação em cadeia pela polimerase (PCR) 

A caracterização molecular foi realizada por meio da técnica de PCR utilizando 

oligonucleotídeos descritos na literatura para amplificação de fragmentos dos genes que 

codificam a região V7V8 da subunidade menor do rRNA; (ULIANA et al., 1991; MAIA 

DA SILVA et al., 2004b; 2007; RODRIGUES et al., 2006; MARCILI et al., 2009a,b,c) e 

do gene que codifica o gGAPDH de tripanosomatídeos (HAMILTON et al., 2004, 2007, 

2009). O tamanho esperado para cada um dos fragmentos de PCR é de 800-900pb para a 

região V7V8 da subunidade menor do rRNA e de 600-700pb para o gene que codifica o 

gGAPDH (LEMOS et al., 2015). 

Com volume final de 50 µl foram utilizados os seguintes componentes para a 

amplificação da região V7V8 SSU rDNA: 31, 8 µl de H2O; 5 µl de 10x PCR Buffer + 

MgCl2; 5 µl de dNTPs a2Mm (10x); 0,2 µl (1unidade) de Taq Polimerase (Hot Start); 2 

µl do oligonucleotídeo 609F a 10 µM; 2 µl do oligonucleotídeo 706R a 10 µM e 4 µl de 

DNA genômico (até 100ng). Em relação a região gGAPDH foram utilizados também 50 

µl como volume final, os mesmos componentes utilizados na reação descrita acima, 

modificando-se os oligonucleotídeos que GAP3F e GAP5R. 

A sequência dos oligonucleotídeos utilizados e as condições da reação de PCR estão 

descritas abaixo: 

 Forward: 609F 5’ – CAC CCG CGG TAA TTC CAG C – 3’ 

 Reverse: 706R 5’- TCT GAG ACT GTA ACC TCA A – 3’ 

 Forward: GAP3F 5’ – GTG AAG GCG CAG CGC AAC 3’ 
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 Reverse: GAP5R 5’ – CCG AGG ATG YCC TTC ATG – 3’ 

 As condições para amplificação do gene V7V8 SSU rDNA foram: 

 1 ciclo 94ºC por 3 minutos; 

 35 ciclos: 94ºC por 2 minutos;48ºC por 2 minutos;72ºC por 2 minutos; 

 1 ciclo 72ºC por 7 minutos 

 4ºC ∞ 

Como controle de especificidade do produto amplificado, foram realizadas reações 

de PCR com dois controles positivos (T. cruzi e Leishmania infantum chagasi) e um 

negativo com ausência de DNA (H2O). 

 As condições para amplificação do gene gGAPDH foram: 

 1 ciclo 94ºC por 3 minutos; 

 40 ciclos 94ºC por 30 segundos; 60ºC por 30 segundos; 72ºC por 1 minuto; 

 1 ciclo 72ºC por 7 minutos; 

 4ºC ∞ 

Como controle de especificidade do produto amplificado, foram realizadas reações 

de PCR com dois controles positivos (T. cruzi e Leishmania infantum chagasi) e um 

negativo sem  DNA (H2O). 

10ul dos produtos amplificados por PCR foram avaliados por eletroforese em gel 

de agarose a 1%, em tampão TBE 0,5X, após adição de tampão de corrida contendo Gel 

Red, e posteriormente, visualizados em transiluminador de luz ultravioleta e fotografado. 

4.9 Purificação e sequenciamento de nucleotídeos 

Os produtos da PCR foram purificados segundo o protocolo do GeneJet PCR 

Purification Kit da Thermo scientific. 

Para verificação da qualidade e quantificação dos produtos de PCR purificados, 

cinco uL foram submetidos à eletroforese em gel de agarose a 1% em tampão TBE 0,5X, 

após adição do tampão de corrida contendo Gel Red. Os fragmentos foram visualizados 

em transiluminador de luz ultravioleta e fotografados. 

4.10 Clonagem 

Para a etapa de clonagem foi utilizado o kit pGEM-T Easy (Promega) conforme o 

fabricante, que é definido como um vetor de clonagem linearizado que contém uma timina 

em ambas extremidades 3’. Com essa característica no sítio de inserção, a eficiência da 

ligação dos produtos de PCR aumenta, evitando assim a re-circularização do vetor. Além 
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do mais, acaba por proporcionar uma extremidade compatível com os produtos de PCR 

gerados por algumas polimerases termoestáveis. (Figura 8) 

 

Figura 8 - Representação esquemática do vetor de clonagem pGEM-T easy. Em destaque 
o sítio múltiplo de clonagem. 

 
Fonte: Siqueira (2013). 

 

As sequências codificantes dos genes de interesse, amplificadas e adeniladas, foram 

inseridas no vetor pGEM-T easy através de uma reação de ligação, seguindo o protocolo 

do fabricante. 

Os produtos de ligação foram utilizados na etapa de transformação por método de 

cloreto de cálcio de bactérias MachT1 (Thermo Scientific/Invitrogen), seguindo o 

protocolo do fabricante. As células foram preparadas para transformação conforme 

descrito por Inoue et al. (1990) e estocadas em nitrogênio líquido. Foram realizados 

plaqueamentos em placas de Petri contendo 20mL de meio seletivo LB/AGAR sólido 

(LB: 8g e AGAR: 6g) suplementado com antibiótico de seleção ampicilina a 50 µg/ml, 

X-gal a 20 µg/ml e IPTG a 100 µM e incubadas a 37ºC “overnight” em estufa. 

Após o período de incubação, dez colônias brancas resistentes foram selecionadas 

e transferidas para um tubo de 1,5ml contendo 50 µl de LB com 50 µg/ml de ampicilina, 

e deixadas em temperatura ambiente “overnight” para o crescimento dos clones. Para 

verificar a presença e o tamanho do inserto de cada clone, 2ul da cultura de bactérias 

foram utilizados para PCR com oligonucleotídeos flanqueadores da região de clonagem, 

M13F e M13R. As reações de PCR foram feitas em volume final 20 µl e utilizando os 

seguintes componentes: 12, 3 µl de H2O; 2 µl de 10x PCR Buffer + MgCl2; 2 µl de dNTPs 
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– 2mM (10x); 0,1 µl (0,5 unidades) de Taq Polimerase (Hot Start); 0,8 µl de M13F; 0,8 

µl de M13R e 2 µl da cultura de bactérias. 

 Abaixo, segue a sequência de nucleotídeos dos iniciadores M13F e M13R:  

 Forward: M13F 5’ – CCC AgT CAC gAC gTTg TAAAA - 3’ 

 Reverse: M13R 5’ – AgC ggA TAA CAA TTT CACACAgg – 3’ 

 As condições para amplificação do M13 foram: 

 1 ciclo 94ºC por 3 minutos; 

 40 ciclos 94ºC por 30 segundos; 55ºC por 30 segundos; 72ºC por 1 minuto; 

 1 ciclo 72ºC por 7 minutos; 

 4ºC ∞ 

Os produtos de PCR foram resolvidos em gel de agarose a 1% após adição de 

tampão de corrida e GelRed, sendo posteriormente fotografados em transiluminador de 

luz ultravioleta. Os clones que apresentaram amplificação de fragmento de PCR com 

tamanho esperado para os genes que codificam a região V7V8 da fração menor do rRNA 

de tripanossomatídeos e gGAPDH, foram selecionados e 10 µl da cultura das bactérias 

correspondentes foram cultivadas em 3ml de meio LB contendo ampicilina. 

4.11 Extração dos plasmídeos 

As culturas de bactérias recombinantes tiveram seus DNAs plasmidiais extraídos 

através do Kit GeneJet Plasmid Miniprep da Thermo Scientific, conforme o fabricante. 

Posteriormente a solução contendo plasmídeos foi devidamente acondicionada para 

analises destes DNAs com enzimas de restrição e sequenciamento pelo método de Sanger. 

4.12 Análise de restrição dos plasmídeos recombinantes 

Para confirmação dos clones recombinantes foi realizada a digestão dos plasmídeos 

com a enzima EcoRI. Foi utilizado 5 µl da solução contendo os plasmídeos, 1 µl de 10x 

Buffer da enzima EcoRI, 3,5 µl de H2O e 0,5 µl da nzima EcoRI. A reação foi 

homogeineizada por centrifugação e incubada por 1 hora a 37ºC na estufa. Os produtos 

da digestão foram resolvidos em gel de agarose a 1% em tampão TBE 0,5X, após adição 

de 2 µl do tampão de corrida contendo Gel Red e fotografados em transiluminador de luz 

ultravioleta. 

4.13 Sequenciamento de nucleotídeos 

Após confirmação por digestão com enzima de restrição, os clones recombinantes 

foram submetidos à reação de sequenciamento utilizando o kit de sequenciamento da 
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Applied Byosystems, BigDye terminator 3.1. A reação de sequenciamento foi consituida 

por 3 µl de 5x sequencing buffer (400mM Tris-HCl pH 9.0, 10mM MgCl2), 1 µl de primer 

M13F ou M13R a 100 mM, 2 µl de Big Dye e 9 µl (aproximadamente 200ng) de 

plasmídeo.  

As condições para a reação de sequenciamento foram: 

 1 ciclo 96ºC por 2 minutos; 

 39 ciclos de 96ºC por 15 segundos; 50ºC por 15 segundos; 60ºC por 4 minutos; 

 4ºC ∞ 

Após o sequenciamento, foi realizada a precipitação dos fragmentos produzidos, no 

qual foram utilizados os seguintes componentes: 1,5 µl de 3M de NaOAc pH 5,2; 1,5 µl 

de Glicogênio (1 mg/ml) e 36 µl de etanol absoluto. Foram então misturados todos os 

componentes por inversão e incubados 15 minutos na geladeira. Posteriormente, a solução 

de precipitação foi centrifugada a 13.400 rpm a 4ºC por 15 minutos, o sobrenadante foi 

descartado, e o precipitado foi lavado com 150 µl de etanol a 70%. Após centrifugação 

por 15min a 13.400 rpm a 4ºC, o sobrenadante foi descartado e a amostra de DNA foi 

incubada por 20 minutos a 37ºC para secagem. As amostras assim preparadas foram 

enviadas para separação em sequenciador automático ABI Prism 310 (Applied 

Biosystems), no servição de sequenciamento do Instituto de Química da USP-SP. As 

sequências foram analisadas no programa Seqman do pacote de programas DNAstar 

(NICHOLAS et al., 1997). As sequências de nucleotídeos foram comparadas com 

sequências depositadas no GeneBank. 
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5 RESULTADOS E DISCUSSÃO 

Foram coletados 103 exemplares de quatros espécies de peixes, pescados de forma 

artesanal. Destes, 21 foram traíras, 22 jejus, 30 tilápias e 30 piranhas vermelhas. 

No momento da inspeção dos peixes, não foi encontrado a presença de hirudíneos, 

embora tenha sido relatado a identificação destes parasitas nos peixes destas espécies 

pelos ribeirinhos, em outras ocasiões. 

Apesar disto, as sanguessugas são apontadas como vetor de transmissão de 

trypanosoma sp. em peixes, uma vez que o ambiente de água doce em que se encontram 

é propício para a sua sobrevivência e reprodução. As sanguessugas tem sido sugerida 

como o mais importante vetor de hemoflagelado para peixes (CORRÊA et al., 2016). 

Diversas pesquisas, realizadas no Brasil e no mundo tem relatado a presença de 

hirudíneos parasitando peixes, como na pesquisa realizada por Molina (2010) em São 

Paulo, onde foram encontrados hirudíneos aderidos na boca, nadadeiras e nas brânquias 

de 22,9% dos 256 peixes coletados no rio Mogi-Guaçu, localizado no município de 

Pirassunga, SP. Lemos et al. (2015) também encontraram hirudíneos em seus estudos 

realizados na cidade de Guarani, no Estado de Minas Gerais, Brasil, onde foram 

removidos 29 hirudíneos encontrados na pele, boca e barbatanas dos peixes analisados. 

Em Tapajós no estado do Pará, Corrêa et al. (2016) encontraram hirudíneas nas 

espécies de Hypostomus spp., apresentando frequência de 55,3% de 47 peixes avaliados 

e no Sul da África. Hayes et al. (2014) encontraram também presença de hirudíneos em 

sua pesquisa, com frequência de 16% de 92 peixes avaliados. 

Com relação aos esfregaços sanguíneos, foram observadas formas compatíveis 

com Trypanosoma sp., demonstradas nas figuras 9 e 10, em 51 peixes no total, 

resultando em uma frequência de 49,51%, sendo 5/21 (23,8%) da espécie Hoplias 

malabaricus (Traíra), 11/22 (50%) de Hoplerythrinus unitaeniatus (Jeju), 18/30 (60%) 

de Pygocentrus nattereri (Piranha Vermelha) e 17/30 (56,6%) de Tilapia sp (Tilápia) 

(Tabela 1). 
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Tabela 1 – Frequência de Trypanosoma sp. em peixes dos municípios São 
Bento e Bacurituba – Maranhão. 

Espécies Frequência (%) 

Pygocentrus nattereri (piranha 

vermelha) 

18/30 (60,00%) 

Tilapia sp (tilápia) 17/30 (56,60%) 

Hoplerythrinus unitaeniatus (jeju) 11/22 (50,00%) 

Hoplias malabaricus (traíra) 5/21 (23,80%) 

Total 51/103 (49,51%) 

 

Estes resultados corroboram com os trabalhos de Molina et al. (2016), que 

avaliaram 256 peixes, oriundos do Rio Mogi Guaçu, localizado na cidade de 

Pirassununga, no estado de São Paulo, Brasil, em que obtiveram em suas pesquisas 

com os peixes Hypostomus albopunctatus, Hypostomus regani, e Hypostomus 

strigaticeps, uma prevalência de 47,6% de positividade para Trypanosoma sp. Ferreira 

et al (2013) também encontraram uma prevalência em seu estudo na Província de 

Limpopo na África do Sul, com 34% de positividade para Trypanosoma sp. de 186 

peixes avaliados. Pádua et al (2011) encontraram resultado parecido com 30% de 

prevalência de Trypanosoma sp. em seu estudo realizado em peixes coletados no Rio 

Paraguay, localizado no Pantanal, Mato Grosso do Sul, Brasil. No estudo de Su et al 

(2014) foi encontrado a prevalência de 80% de Trypanosoma sp. em peixes coletados 

na China. 
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Figura 9 - Trypanosoma sp. em esfregaço sanguíneo de Hoplerythrinus unitaeniatus (Jeju). 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 10 - Trypanosoma sp. em esfregaço sanguíneo de Hoplias malabaricus (Traíra). 
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Com relação ao isolamento, nenhuma cultura foi estabelecida, entretanto, dos 103 

frascos de cultura utilizados, em 14,56% (15/103) ocorreu contaminação por bactérias 

e fungos. Para Lemos et al. (2014) vários fatores podem afetar o crescimento da cultura 

em meios, dentre eles fatores intrínsecos como a não adaptação do parasita ao meio, a 

ocorrência de cultura mista, ou extrínseco como a contaminação. 

Lemos et al. (2014), conseguiram realizar o isolamento, obtendo isolados que 

foram mantidos por seis meses sob cultura, oriundos de peixes capturados do rio 

Pomba, cidade de Guarani, estado de Minas Gerais, Brasil, isto aconteceu em função de 

terem sido testados vários meios líquidos até chegar ao que tivesse bom resultado. 

Kovacevic et al. (2015) também obtiveram êxito ao tentar isolar Trypanosoma carassii, 

uma vez que utilizaram protocolo diferente como NMGFL-15 contendo 100 U/mL de 

penicilina/100 mg/ml de estreptomicina, em peixes oriundos de importações aquáticas 

de Alberga, Canadá. 

Na ausência de culturas, novas espécies de tripanosomas de peixe foram descritas 

com base na combinação de dados morfológicos e filogenéticos moleculares de 

flagelados de sangue (GU et al., 2007b; 2010; SU et al., 2014, HAYES et al., 2014). 

Entretanto, essa abordagem exige uma avaliação cuidadosa para excluir a possibilidade 

de infecções mistas, que impedem a associação clara entre sequências de tripanosoma e 

morfotipos de parasitas encontrados no sangue de peixe, como relatado por Lemos et al. 

(2015). 

Com o intuito de verificar a especificidade dos tripanossomas encontrados por 

microscopia óptica, o DNA das células do sangue coletado e dos esfregaços sanguíneos 

de peixes foi extraído. A qualidade e quantidade do DNA obtida foi avaliada por 

eletroforese em gel de agarose (figuras 11 e 12). A presença de bandas de alto peso 

molecular demonstra a boa qualidade do DNA. 
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As amostras de DNA foram utilizadas para detecção por PCR do gene que codifica 

a região variável V7V8 da subunidade menor do rRNA dos tripanossomatídeos, bem 

como do gene que codifica o gGAPDH do mesmo grupo de organismos. Após PCR com 

os oligos que amplificam a região V7V8 da subunidade menor do rRNA de 

1000pb 

250pb 

1000pb 

250pb 

1000pb 

250pb 

M  1   2    3    4   5  6   7   8   9  10 11 12 13 14 15 16 17 18  

M 19 20 21 22 23  24  25 26 27 28 29  30 31 32 33 34  35 36 

M 37  38 39 40 41 42 43  44  45 46 47 

 

Figura 11 - Eletroforese em gel de agarose 1% contendo DNA genômico extraído de 
47 amostras de esfregaços sanguíneos. M- Gene Ruler 1Kb Ladder (Thermo 
Scientific)  

1000pb 

250pb 

1    2   3    4     5  M 

 

Figura 12 - Eletroforese em gel de agarose 1% contendo DNA genômico extraído de 
cinco amostras de sangue total. M- Gene Ruler 1Kb Ladder (Thermo Scientific) 
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tripanossomatideos, 15 amostras apresentaram o fragmento de DNA de 800-900pb, 

conforme apresentado na figura 13. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

  

 

 

 

 

 

Figura 13 - Eletroforese em gel de agarose para análise dos produtos de PCR para 
amplificação do fragmento de 800-900pb correspondente ao gene que codifica a região 
V7V8 da subunidade menor do rRNA de tripanossomatídeos. A-D. Diferentes géis de 
eletroforese; M-Gene Ruler 1 Kb ladder (Thermo Scientific); Tc – Trypanosoma cruzi; 
Lc – Leishmania infantum chagasi; C-: controle negativo; fragmentos submetidos à 
clonagem. 
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 Já na amplificação do gene gGAPDH, 22 amostras foram positivas conforme 

exemplificado na figura 14. 

Figura 14 - Eletroforese em gel de agarose para análise dos produtos de PCR para 
amplificação do fragmento de 600-700pb correspondente ao gene que codifica o 
gGAPDH de tripanossomatídeos. A, B. Diferentes géis de eletroforese; M-Gene Ruler 1 
Kb ladder (Thermo Scientific); Tc – Trypanosoma cruzi; Lc – Leishmania infantum 
chagasi; C-: controle negativo; A seta indica o tamanho dos fragmentos submetidos à 
clonagem. 

 
 

 Os fragmentos de PCR que apresentaram tamanho esperado de aproximadamente 

800-900pb e 600-700pb para os genes que codificam a região V7V8 da subunidade menor 

do rRNA e o gGAPDH, respectivamente, foram purificados e submetidos à clonagem em 

vetor pGEM-T. No total foram 37 amostras positivas na PCR, obtendo-se clones de 17 

amostras, sendo 6 para a região V7V8 e 11 para gGAPDH. O tamanho dos fragmentos 

clonados pode ser observado na figura 15, após digestão dos clones recombinantes com 

a enzima de restrição EcoRI. Gu et al. (2010) em sua pesquisa com peixes oriundos da 

Província de Hubei, China, também utilizaram como metodologia a clonagem com a 
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finalidade de obter um sequenciamento de suas amostras mais fidedigno possível, uma 

vez que com a clonagem, se consegue aumentar o número de cópias de um único 

segmento gênico, tornando o resultado do sequenciamento se torna mais preciso. 

 

Figura 15 - Eletroforese em gel de agarose 1% para análise dos clones recombinantes 
para os genes que codificam a região V7V8 da subunidade menor do rRNA (1, 6, 9-11, 
14) e o gGAPDH (2,4,5,7,15,16) dos tripanossomatídeos. M. Gene Ruler, 1Kb ladder 
(Thermo Scientific). 

 

Nos resultados obtidos nos sequenciamentos foram encontradas sete sequências 

de tripanossomas, de três espécies pesquisadas (Hoplias malabaricus, Hoplerythrinus 

unitaeniatus, Pygocentrus nattereri). O hospedeiro, gene, localização, identidade e 

número de acesso encontram-se na tabela 2. 

As análises das sequências de tripanossoma de V7V8 SSU rRNA e gGAPDH 

obtida a partir de amostras de sangue ou esfregaço sanguíneo de 17 peixes revelou que os 

peixes apresentaram sequências de uma espécie única e foram identificados como uma 

espécie próxima a Trypanosoma clandestinus por análises através do BLAST. 

Segundo Fermino et al. (2015), T. clandestinus é uma espécie descrita em Jacarés 

e sanguessugas, filogeneticamente mais relacionada aos tripanossomas de peixes, mais 

especificamente para tripanosomas de peixes de água doce brasileiros que para qualquer 

outro tripanossoma do clado aquático ou terrestre. Se tivesse sido encontrado a presença 

das mesmas espécies de tripanosoma em peixes e jacarés e sanguessugas dos municípios 

de São Bento e Bacurituba, isto indicaria que haviam ciclos de transmissão entre estas 

espécies evidenciando uma exposição ao mesmo vetor. Entretanto, embora uma única 

seqüência tenha sido obtida de cada peixe positivo, elas não combinaram completamente 

http://www.cpt.com.br/artigos/peixes-de-agua-doce-do-brasil-piranha-vermelha-pygocentrus-nattereri
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com qualquer sequência no GenBank. A sequência de Trypanosoma de peixe 

determinado neste estudo teve uma divergência entre 3 a 7% da sequência relativa mais 

próxima, sugerindo que podem representar uma espécie de tripanossoma de peixe que 

ainda não possuem um DNA barcode, ou seja, uma nova espécie.  

Estudos futuros com isolamento, morfometria e análises filogenéticas usando 

sequências V7V8 SSU rRNA e gGAPDH são necessários para confirmar a presença de 

novas espécies de tripanossomas de peixes dentro do clado aquático. 

Este é o primeiro estudo com Trypanosoma em peixes do Nordeste do Brasil e os 

resultados do presente estudo reforçam a necessidade de caracterização molecular usando 

abordagens sensíveis para avaliar o repertório de espécies de tripanosoma que infectam 

esses hospedeiros. 
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Tabela 2 – Hospedeiro, gene, identidade e número de acesso de tripanossomas de peixes dos municípios de São Bento e Bacurituba da Baixada 
Maranhense - Maranhão. 

Número do 
Clone 

Hospedeiro Gene Descrição Identidade Acesso 

1 T20_4.5 V7V8 Trypanosoma clandestinus isolate TSC03 
18S ribosomal RNA gene, partial sequence 

94% KP768287.1 

3 T20_4.9 V7V8 Trypanosoma sp. isolate TSC62 18S 
ribosomal RNA gene, partial sequence 

93% KP768289.1 

5 J41_5.3 V7V8 Trypanosoma sp. isolate BSC388 18S 
ribosomal RNA gene, partial sequence 

93% KP768286.1 

32 J41_28.7 GAPDH Trypanosoma clandestinus isolate BSC388 
glycosomal glyceraldehyde 3-phosphate 

dehydrogenase (gGAPDH) gene, partial cds 

97% KP768262.1 

34 J43_30.1 GAPDH Trypanosoma sp. isolate BSC97 
glycosomal glyceraldehyde 3-phosphate 

dehydrogenase (gGAPDH) gene, partial cds 

96% KR107955.1 

35 J43_30.4 GAPDH Trypanosoma sp. isolate BSC97 
glycosomal glyceraldehyde 3-phosphate 

dehydrogenase (gGAPDH) gene, partial cds 

97% KR107955.1 

39 PV35_31.8 GAPDH Trypanosoma sp. isolate BSC97 
glycosomal glyceraldehyde 3-phosphate 

dehydrogenase (gGAPDH) gene, partial cds 

96% KR107955.1 
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6 CONCLUSÃO 

Os resultados obtidos neste estudo permitiram concluir que: 

• Os peixes da espécie Hoplias malabaricus (traíra), Hoplerythrinus unitaeniatus 

(jeju), Pygocentrus nattereri (piranha vermelha) e Tilapia sp (tilápia), 

provenientes dos municípios de São Bento e Bacurituba estudados são infectados 

por parasitos do gênero Trypanosoma; 

• Os parasitos do gênero Trypanosoma obtidos dos peixes provenientes dos 

municípios de São Bento e Bacurituba foram caracterizados através de parâmetros 

moleculares com uma espécie próxima a Trypanosoma clandestinus, sugerindo 

que podem representar uma nova espécie de tripanossoma de peixe. 
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