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RESUMO 
 
 
 

Embora reportada uma vasta riqueza de serpentes no mundo, os estudos que 

envolvem a diversidade parasitária desse grupo e possíveis relações ecológicas com 

o efeito do parasitismo ainda são escassos. Dessa forma, o presente estudo teve 

como objetivo investigar a riqueza de tripanosomatídeos em 33 Bothrops moojeni e 

73 Crotalus durissus resgatadas no Estado de Mato Grosso do Sul e mantidas em 

cativeiro no Biotério UCDB. O sangue dos animais foi coletado para cultura, exame a 

fresco, diagnóstico molecular e esfregaço sanguíneo. A extração de DNA ocorreu a 

partir do coágulo. O DNA foi utilizado no diagnóstico molecular com alvo específico 

para a família Trypanosomatidae que revelou 36 animais parasitados (apenas uma B. 

moojeni) em 106 avaliados. As amostras das serpentes infectadas foram enviadas 

para sequenciamento de nova geração (NGS), que revelou a presença de 

Trypanosoma cruzi TcII/TcVI, Leishmania sp., Leishmania infantum, Trypanosoma 

cascavelli, Trypanosoma sp. DID e uma nova Unidade Taxonômica Operacional 

Molecular (MOTU), Trypanosomatidae sp. CROT. Além disso, análise filogenética 

revelou a presença de Neobodo sp. Todos os testes parasitológicos foram negativos. 

Não houve diferença estatística quanto a infecção em relação aos machos e fêmeas. 

Apesar da relação com marsupiais, a rede haplotípica sugere que as serpentes foram 

hospedeiras originais de T. cascavelli. As serpentes apresentam a capacidade de 

manter infecção por T. cruzi e L. infantum por até 20 anos. Além disso, a utilização de 

NGS (sequenciamento de nova geração) contribui significativamente para o 

conhecimento da diversidade de Kinetoplastea e de seus hospedeiros, entretanto 

essa diversidade ainda é subestimada. 

 

Palavras-chave: tripanosomatídeos, Viperidae, NGS, serpentes  

 

 

 
 



 
 

 

 
 
 
 
 

ABSTRACT 
 
 
 

Although a large richness of snakes is reported in the world, studies involving the 

parasitic diversity of this group and possible ecological relationships with the effect of 

parasitism are still scarce. Therefore, the present study aimed to investigate the 

richness of trypanosomatids in 33 Bothrops moojeni and 73 Crotalus durissus rescued 

in the State of Mato Grosso do Sul and kept in captivity at the UCDB bioterium. Blood 

samples was collected for culture, thick blood smear, molecular diagnosis and blood 

smear. DNA was extracted from blood clots and used in molecular diagnosis with a 

specific target for the Trypanosomatidae family, which revealed 36 parasitized animals 

(only one B. moojeni) out of 106 assessed. Samples from parasitized snakes were sent 

for Next Generation Sequencing (NGS), which revealed the presence of Trypanosoma 

cruzi TcII/TcVI, Leishmania sp., Leishmania infantum, Trypanosoma cascavelli, 

Trypanosoma sp. DID and a new Molecular Operational Taxonomic Unit (MOTU), 

Trypanosomatidae sp. CROT. Additionally, phylogenetic analysis revealed the 

presence of Neobodo sp. All parasitological tests were negative. There was no 

statistical difference regarding infection in males and females. Despite the relationship 

with marsupials, the haplotypic network suggests that snakes were the original hosts 

of T. cascavelli. Snakes have the capacity to maintain infection by T. cruzi and L. 

infantum for up to 20 years. Furthermore, the use of NGS (next generation sequencing) 

significantly contributes to the knowledge of the diversity of Kinetoplastea and their 

hosts, however this diversity is still underestimated. 

 

Keywords: trypanosomatids, Viperidae, NGS, snakes 
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INTRODUÇÃO 
 
 
 

Atualmente há descrito em literatura 4.038 espécies de serpentes (Uetz et al., 

2022), sendo 430 espécies encontradas no Brasil (Costa et al., 2022). As serpentes 

desempenham um importante papel ecológico, seja como predadores ou presas 

dentro da estrutura da teia alimentar, além da importância no fluxo de energia devido 

à sua abundância e tamanho considerável (Pomianowska-Pilipiuk, 1974). Além disso, 

muitas espécies podem ser utilizadas como bioindicadoras da condição ambiental 

devido às suas associações com microhabitats específicos (Burger et al. 2007). 

Répteis são conhecidos hospedeiros de uma grande variedade de parasitos, 

(Davies; Johnston, 2000; Telford, 2009) que variam de protozoários cinetoplastídeos 

(Killick-Kendrick et al., 1986; Telford, 1995) e apicomplexos (Levine, 1988; Viana et 

al., 2013; O’donoghue, 2017), à nematoides microfilarídeos (Thoisy et al., 2000; Halla 

et al., 2014), assim como vírus e bactérias (Telford, 2009). Esses microrganismos 

estão ecologicamente envolvidos em mecanismos que regulam as populações 

silvestres, como especiação e extinção de espécies (Tompkins; Begon 1999, Thomas 

et al., 2000), porém, existe uma escassez de trabalhos com répteis, que pode estar 

relacionada com a dificuldade na captura e manejo dos animais (Cubas et al., 2014). 

Dentre os hemoparasitas, os tripanossomatídeos constituem um táxon com 

grande sucesso evolutivo por parasitar diferentes grupos de hospedeiros como 

plantas (Jaskowska et al., 2015), insetos (Runckel et al., 2014) e mamíferos (Roque; 

Jansen, 2014) ao redor do mundo. Embora existam alguns estudos acerca da 

investigação de tripanossomatídeos em serpentes (Viola et al., 2008 e 2009; Halla et 

al., 2014; Chen et al., 2019), a utilização de ferramentas moleculares com maior poder 

analítico vem revelando em hospedeiros vertebrados que a riqueza de 

tripanosomatídeos é bem maior do que se tinha conhecimento, como observado em 

Alves et al. (2023) e Santos et al. (2022a). 

Hipótese: o tempo de cativeiro de B. moojeni e C. durissus possui uma relação 

inversa à riqueza de tripanosomatídeos, ou seja, quanto maior o tempo de cativeiro 

menor a riqueza de tripanosomatídeos. 
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OBJETIVOS 
 
 
 

Objetivo Geral 

 

Identificar as espécies de tripanossomatídeos que infectam Bothrops moojeni 

e Crotalus durissus resgatadas no Estado de Mato Grosso do Sul e mantidas em 

cativeiro entre 2000 e 2022. 

 

Objetivos Específicos 

 

1) Padronizar a nested PCR do gene 18S rDNA para amostras de coágulo de 

serpentes;  

 

2) Investigar se existe diferença de riqueza e/ou taxa de infecção por 

tripanossomatídeos entre Bothrops moojeni e Crotalus durissus mantidas em 

cativeiro; 

3) Determinar se existe diferença na taxa de infecção por tripanossomatídeos 

entre machos e fêmeas de Crotalus durissus mantidas em cativeiro; 

 

4) Verificar se o tempo de cativeiro pode influenciar na riqueza de 

tripanossomatídeos em Bothrops moojeni e Crotalus durissus; 

 

5) Coletar e identificar flebotomíneos no Biotério UCDB e seu entorno. 
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REVISÃO BIBLIOGRÁFICA 
 

 
 

1. SERPENTES 

O táxon de serpentes, em sua totalidade, inclui todas as espécies modernas e 

extintas, independentemente de serem ancestrais diretos ou não. Já o grupo crown 

snakes inclui as serpentes modernas e seu ancestral comum mais recente, focando 

no seu ramo evolutivo direto. Sendo assim, a origem do grupo total de serpentes pode 

ter ocorrido há aproximadamente 128,5 milhões de anos durante o Cretáceo Inferior 

Médio e o grupo crown snakes 20 milhões de anos depois (Hsiang et al., 2015). 

Embora o grupo crown snakes tenha provável surgimento no supercontinente 

de Gondwana (Vidal et al. 2009), Hsiang et al. (2015) sugerem a possibilidade de que 

o grupo total de serpentes tenha se originado na Laurásia. Ainda, segundo Hsiang et 

al. (2015), a família Viperidae tem origem datada há cerca de 50 milhões de anos 

durante o Eoceno (Figura 1).  

De acordo com a reconstrução de Hsiang et al. (2015), o táxon ancestral do 

grupo crown snakes (Figura 2) devia ter hábitos noturnos e terrestres, caçando por 

emboscada e sem o uso de constrição, com provável consumo de vertebrados e 

invertebrados que eram inferiores ao tamanho da sua cabeça. 

Atualmente, as serpentes compreendem um grupo com mais de mais de 4000 

espécies (Uetz et al., 2022). Com exceção da Antártida, são encontradas em todos os 

continentes e são capazes de utilizar diferentes ambientes (subterrâneo, arbóreo, 

terrestre e aquático), além de climas que vão desde desertos áridos ao oceano aberto 

(Scanlon; Lee, 2011), como visto na figura 3. A subordem Serpentes é dividida em 

duas infraordens: Scolecophidia e Alethinophidia (Scanlon; Lee, 2011) e 30 famílias 

(Uetz et al., 2022). 
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Figura 1. Origem evolutiva do clado Serpentes por tempo de divergência inferida usando 
topologia restrita. A linha vermelha que separa as eras Mesozóica e Cenozóica marca a 
fronteira Cretáceo-Paleógeno (K-Pg) em 66 Ma. A escala de tempo é em milhões de anos. As 
caixas coloridas indicam os principais clados. Os táxons fósseis são marcados com uma 
adaga (†). Os nomes dos táxons acinzentados indicam espécies existentes que são incluídas 
exclusivamente com base em dados fenotípicos (Hsiang et al., 2015). 
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Figura 2. Reconstrução da serpente ancestral do “crown-group” de acordo com o estudo de 
Hsiang et al. (2015). Arte: Julius Csotonyi. 

 
 
 

Figura 3. Distribuição das espécies de serpentes conhecidas até dezembro de 2020 através 
do globo (Uetz et al., 2021). 
 

Em relação ao tipo de dentição as serpentes podem ser divididas em quatro 

grupos: 1) áglifa – não apresentam dentição capaz de inocular veneno (Figura 4A); 2) 

opistóglifa - na parte superior, região posterior, existe um dente com um sulco que 
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permite que o veneno escorra (Figura 4B); 3) proteróglifa - na parte superior, região 

anterior, existe um dente sulcado que permite que o veneno escorra (Figura 4C); 4) 

solenóglifa: na parte superior, região anterior, existe um dente oco e móvel por onde 

o veneno escorre (Figura 4D) (Marques et al., 2015). 

 

Figura 4. Ilustração dos tipos de dentição encontrados nas serpentes: ágliga (A), opistóglifa 
(B), proteróglifa (C) e solenóglifa (D). 

 
 

Os predadores de um modo geral, são categorizados em dois tipos de 

forrageamento: ativo – que saem em busca da sua presa; e por emboscada – que 

escolhem um local e esperam pela presa (Schoener, 1971; Huey; Pianka, 1981). Em 

relação às especializações predatórias das serpentes, o subjugamento de suas 

presas ocorre através de dois mecanismos eficientes, constrição e envenenamento 

(Pough et al., 2003; Marques et al., 2015). 

O veneno das serpentes pode ser classificado em três categorias principais de 

acordo com a sua composição química: 1) citotóxico - causa efeito direto nas células 

e tecidos podendo ocasionar necroses; 2) hemotóxico - causa hemorragias através 

da modificação da capacidade coagulatória do sangue; 3) neurotóxico – altera o 
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funcionamento do sistema nervoso central e, em humanos, afeta a capacidade 

respiratória e podendo até levar à morte (Ceríaco; Marques, 2021). 

 
 

1. 2. SERPENTES NO BRASIL 

No Brasil, as 430 espécies de serpentes descritas estão distribuídas em 83 

gêneros e 11 famílias, sendo as famílias Elapidae (representada por dois gêneros: 

Leptomicrurus e Micrurus) e Viperidae (representada por quatro gêneros: 

Bothrocophias, Bothrops, Crotalus e Lachesis) de interesse por causarem acidentes 

ofídicos (Costa et al., 2022).  

O grupo das jararacas (gênero Bothrops) é composto por 28 espécies, sendo 

que Bothrops bilineatus apresenta duas subespécies, enquanto que para cascavel 

(gênero Crotalus) encontramos uma única espécie, Crotalus durissus, com seis 

subespécies (Costa et al., 2022). Dentre as mais abundantes no centro-oeste 

brasileiro, podemos citar B. moojeni e C. durissus. 

A distribuição geográfica da jararaca caiçaca (B. moojeni) (Figura 5A), engloba 

as regiões Sul, Sudeste, Centro-Oeste, Nordeste e na porção noroeste do Paraná 

(Campbell; Lamar, 2004). É uma serpente tipicamente terrestre que ocupa campos 

abertos do Cerrado (Nogueira et al., 2003) e que pode superar 150cm de comprimento 

(Melgarejo, 2009). Possui hábito alimentar generalista e entre suas presas descritas 

estão roedores, anfíbios, anuros, lagartos, outras serpentes, pássaros e centopeias 

(Bernarde, 2014). 

A C. durissus é uma espécie de cascavél exótica no Brasil e possui ampla 

distribuição geográfica (Figura 5B), sendo presentes no Norte, Cerrado, Sudeste e 

algumas regiões do Nordeste e Sul (Melgarejo, 2003). São animais que medem até 

180cm com dieta baseada em roedores e marsupiais, mas também podendo predar 

lagartos (Cadle, et al., 1987; Lema, 2002; Bernarde, 2014). 

Os estudos em serpentes neotropicais em relação à tripanossomatídeos são 

principalmente voltados para bioprospecção de veneno das espécies de Bothrops e 

Crotalus, principalmente com ação antiparasitária (Carone et al., 2017; Grabner et al., 

2017; Bandeira et al., 2018; Alfonso et al., 2019; Valentim et al., 2020; Katz et al., 

2020; Barbosa et al., 2021; Dematei et al., 2021). 
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Figura 5. Distribuição geográfica das serpentes Bothrops moojeni (A) (Giraudo et al., 2021) e 
Crotalus durissus (B) (Cacciali et al., 2021) na América do Sul.   

 

Embora existam alguns estudos recentes quanto ao parasitismo de uma forma 

geral em viperídeos no Brasil (De Oliveira Toledo et al., 2022; De Oliveira Simões et 

al., 2022; Lobão et al., 2023), sabe-se que tripanossomas de serpentes são incomuns, 

apesar de alguns relatos de infecção em diferentes famílias e ambientes ao redor do 

mundo e a patogenicidade desses tripanosomatídeos nesse grupo de réptil ainda é 

pobremente conhecida (Telford, 1995). Outros tripanosomatídeos são ainda mais 

incomuns. 

 

2. FLEBOTOMÍNEOS 

 Os dípteros da família Psychodidae Newman, popularmente conhecidos como 

mosca-dos-filtros ou mosquitos-palha, constituem um grupo cosmopolita, com cerca 

de 3400 espécies descritas (Cordeiro; Wagner, 2018; Galati, 2018; Curler et al., 2019; 

Andrade et al., 2022). Possuem distribuição pantropical com encontros pontuais de 

algumas espécies em regiões temperadas (Lewis, 1971).  

A atividade dos flebotomíneos é crepuscular ou noturna, embora algumas 

espécies possam se alimentar durante o dia. Os locais de descanso durante o dia são 

frescos e úmidos, incluindo: casas, estábulos, vegetação densa, buracos de árvores, 

tocas de roedores e outros mamíferos e ninhos de pássaros (Killick-Kendrick, 1999). 

Quanto à capacidade de voo, os flebotomíneos se dispersam por até 200m 

(Alexander; Young, 1992; Morrison et al., 1993), sendo que fêmeas de Lutzomyia 
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longipalpis se voam por até 100m (Galvis-Ovallos et al., 2018) e Lutzomyia neivai por 

até 128m (Casanova et al., 2005). 

Apenas as fêmeas são hematófagas, enquanto os machos são nectarívoros. 

As fêmeas de Phlebotominae e Sycoracinae possuem probóscide e mandíbulas 

alongadas. As duas primeiras subfamílias citadas são hematófagas; Sycoracinae se 

alimentam em anfíbios (Bravo; Salazer-Valenzuela, 2009, Ježek et al., 2015) e as 

fêmeas de Phlebotominae se alimentam em animais homeotérmicos e pecilotérmicos 

(Chaniotis, 1967; Lewis, 1975), estando inclusive, associadas a transmissão de vírus, 

bactérias e tripanossomatídeos, entre vertebrados (Depaquit et al., 2010; Maroli et al., 

2013; Shaw et al., 2018). 

 

3. CLASSE KINETOPLASTEA 

A classe Kinetoplastea pode parasitar vertebrados (Stevens et al., 1998; Viola 

et al., 2009; Costa et al., 2015), invertebrados (Svobodová et al., 2007) e plantas 

(Jaskowska et al., 2015; Seward et al., 2017). Esse táxon é composto pelas ordens 

Prokinetoplastida, Neobodonida, Parabodonida, Eubodonida e Trypanosomatida 

(Moreira et., 2004; Yazaki et al., 2017; Kostygov et al., 2021). 

A ordem Prokinetoplastida é representada por dois gêneros: Ichthyobodo e 

Perkinsela (Moreira et al., 2004; Adl et al., 2019). O gênero Ichthyobodo é composto 

por parasitas flagelados presentes em água salgada e doce que infectam células 

epiteliais causando manifestação clínica em peixes (Lom; Diková, 1992). Já 

Perkinsela é um endossimbionte obrigatório de Neoparamoeba, vivendo no 

citoplasma da ameba em uma relação considerada mutualística (Dyková et al., 2003).  

A ordem Neobodonida é formada por espécies de vida livre (algumas 

possivelmente endocomensais) dos gêneros Actuariola, Azumiobodo, Cruzella, 

Cryptaulax, Dimastigella, Klosteria, Neobodo, Phanerobia, Rhynchobodo, 

Rhynchomonas (Moreira et al., 2004). As espécies Neobodo designis, N. saliens e 

Rhynchomonas nasuta estão entre os 20 flagelados heterotróficos mais frequentes 

em amostras naturais no mundo (Patterson; Lee, 2000). 

Fagotróficos ou osmotróficos, os representantes da ordem Parabodonida são 

de vida livre ou comensal/parasitária. Para esse grupo são descritos os seguintes 

gêneros: Cryptobia, Jarrellia, Parabodo, Procryptobia, Trypanoplasma (Moreira et al., 

2004; Adl et al., 2019). 
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A ordem Eubodonida é formada por espécies de vida livre, representadas pelo 

gênero Bodo, família Bodonidae (Moreira et al., 2004). Essa família é comum em 

ambientes aquáticos, e desempenha papel fundamental nas redes alimentares 

microbianas consumindo bactérias e outros pequenos eucariotos (Arndt et al., 2000), 

entretanto Alves et al. (2023) detectaram a presença de Bodo sp. em coágulo 

sanguíneo de Artibeus lituratus (Stenodermatinae, Phyllostomidae).  

Por fim, a ordem Trypanosomatida que compreende espécies exclusivamente 

parasitas, divididas em ciclos monoxênicos (p.e.: Leptomonas, Paratrypanosoma e 

Sergeia) e heteroxênicos (p.e.: Phytomonas, Leishmania e Trypanosoma) e é 

representado uma única família, Trypanosomatidae. Além disso, possuem um único 

flagelo (Moreira et al., 2004; Adl et al., 2019). 

 

3.1 FAMÍLIA TRYPANOSOMATIDAE 

A família Trypanosomatidae Doflein, 1951 (Trypanosomatida Hollande, 1952), 

é composta por protozoários flagelados (Sobhy et al., 2017) predominantemente 

monoxênicos, mas que também apresentam espécies heteroxênicas (Overath et al., 

2001). Os tripanosomatídeos são compostos por 25 gêneros que apresentam 

diferentes tipos de hospedeiros e ciclos evolutivos (D’avila-Levy et al., 2015; Kaufer et 

al., 2017; Maslov et al., 2019; Kostygov et al., 2020; Lukeš et al., 2021).  

Os tripanosomatídeos são caracterizados pela presença de uma estrutura 

denominada cinetoplasto, uma organela que contém numerosas cópias de DNA 

extranuclear (kDNA) (Vickman et al., 1976). Provavelmente foram um dos primeiros a 

divergir das linhagens celulares eucarióticas ancestrais, sendo considerados 

organismos eucariotos primitivos (Stevens et al., 2001; Moreira et al., 2004). O 

cinetoplasto é localizado próximo ao corpo basal do flagelo e a posição organela-

flagelo em relação ao núcleo é uma importante ferramenta para classificação dos 

diferentes estágios do ciclo de vida desses protozoários (Hoare; Wallace, 1966) 

(Figura 6). 

O DNA do cinetoplasto, ou kDNA, consiste em uma rede de moléculas 

circulares entrelaçadas classificadas em dois tipos: minicírculos (de 0.5 a 10kb – 

dependendo da espécie) e maxicírculos variando de 20 a 40kb (Shapiro; Englund, 

1995; Jensen; Englund, 2012). Os minicírculos codificam RNAs guias (gRNAs) que 

participam da edição dos transcritos produzidos pelos maxicírculos, responsáveis pela 

produção de rRNAs e proteínas da cadeia respiratória (Jensen; Englund, 2012). 
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Dentre os tripanosomatídeos, podemos destacar: i) Crithidia, protozoário que 

até recentemente era conhecido com ciclo de vida monoxênico restrito a insetos 

(Runckel et al., 2014; Olsen, 1986), porém recentemente foi relatada a infecção por 

Crithidia mellificae em morcegos (Rangel et al., 2019) e outros mamíferos (Dario et 

al., 2021); ii) Phytomonas, com ciclo de vida heteroxênico, é relatado infectando 

plantas em diferentes tecidos (Jaskowska et al., 2015) e transmitido por insetos 

(Camargo, 1999; De Oliveira et al., 2017); iii) Leishmania, transmitida por 

flebotomíneos, pode infectar aproximadamente 70 espécies de animais, incluindo 

répteis (Chen et al., 2019), roedores (Rose et al., 2004), cães (Best et al., 2014) e 

outros mamíferos (Dougall et al., 2009; Roque; Jansen, 2014); iv) Trypanosoma, 

transmitido por insetos hematófagos (Campos-Soto et al., 2020) e sanguessugas 

(Corrêa et al., 2016) , infecta peixes (Hayes et al., 2014), anuros (Leal et al., 2009), 

répteis (Dvořáková et al., 2015), aves (Sehgal et al., 2001) e mamíferos (Aregawi et 

al., 2019). 

 

 
Figura 6. Reposicionamento da bolsa flagelar (BF - em laranja) em 
relação ao cinetoplasto (kDNA - em verde) e ao núcleo (em roxo) em 
diferentes formas de um flagelado (ilustração criada a partir da figura de 
Field; Carrington, 2009).  
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3.1.1. GÊNERO Trypanosoma 

As espécies do gênero Trypanosoma Gruby, 1843 são transmitidas por 

diversos hospedeiros invertebrados hematófagos, variando de mutucas e barbeiros a 

sanguessugas (Who, 2012; Fermino et al., 2015) e já foram descritos em mais de 500 

espécies de diferentes grupos de hospedeiros (Spodareva et al., 2018), como 

mamíferos (Herrera et al., 2011; Jansen et al., 2018; Barros et al., 2020), anuros 

(Lemos et al., 2008; Attias et al., 2016), peixes (Hayes et al., 2014; Corrêa et al., 2016; 

Smit et al., 2020), répteis (Viola et al., 2009; Fermino et al., 2019) e aves (Votýpka et 

al., 2012; Cooper et al., 2017; Pornpanom et al., 2019; Galen et al., 2020). 

As espécies do gênero Trypanosoma que infectam mamíferos foram 

classificadas por Hoare (1972) em dois grandes grupos: seção Salivaria e seção 

Stercoraria. O primeiro, compreende os protozoários com parte de seu ciclo de vida 

no interior de glândulas salivares do inseto vetor, sendo transmitido durante o repasto 

sanguíneo das formas adultas nos vertebrados. O segundo grupo corresponde 

àqueles cuja transmissão ocorre através da deposição do conteúdo intestinal do inseto 

vetor sobre a pele do vertebrado durante o repasto sanguíneo daquele (Stevens; 

Gibson, 1999). 

De acordo com árvores filogenéticas construídas a partir dos genes 18S (rRNA) 

e gGAPDH, a família e, portanto o gênero Trypanosoma, são monofiléticos (Stevens 

et al., 1999; Hamilton et al., 2004), mas a ausência de registros fósseis e a falta de 

especificidade com os hospedeiros não permite datação por coevolução, o que 

dificulta explicar o surgimento de determinadas linhagens. Porém, a divergência do 

clado T. brucei e T. cruzi foi associada à divisão de Gondwana durante o Cretáceo há 

cerca de 100 milhões de anos (Stevens et al., 1999).  

Atualmente, o gênero Trypanosoma pode ser dividido em 11 clados principais 

por meio de uma análise dos genes 18S (SSU rDNA) e gGAPDH (Acosta et al., 2013; 

Botero et al., 2013; Ferreira et al., 2017; Hamilton; Stevens, 2017; Ortiz et al., 2018) 

(Figura 7). 

Clado Aquático: compreende tripanossomas de ornitorrinco (Mackerras, 1959; 

Noyes et al., 1999; Paparini et al., 2014), quelônios (Ray, 1987; Dvořáková et al., 

2015), isolados de peixes, anuros e outros vertebrados aquáticos (Maslov et al., 1996; 

Stevens et al., 2001; Ferreira et al., 2007). A transmissão ocorre através de 
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sanguessugas e flebotomíneos (Simpson et al., 2006; Hamilton et al., 2007; Paparini 

et al., 2014). 

Clado de Aves: agrupa os tripanosomas que infectam diversas espécies de 

aves, entre eles Trypanosoma corvi, Trypanosoma avium e Trypanosoma bennetti 

(Nandi; Bennett, 1994; Zídková et al., 2012). Porém, segundo Averis et al. (2009) e 

Cooper et al. (2017), esse clado mostrou baixa especificidade quanto ao hospedeiro, 

já que T. avium, Trypanosoma sp. AAT e outros genótipos do clado foram reportados 

infectando marsupiais na Austrália. 

Clado T. brucei: neste agrupamento estão presentes espécies que ocorrem 

principalmente no continente africano, incluídas nos subgêneros Trypanozoon (T. 

brucei, T. equiperdum e T. evansi), Duttonella (T. vivax), Pycnomonas (T. suis) e 

Nannomonas (T. congolense e T. simiae) (Hoare, 1972). Ainda no subgênero 

Nannomonas, é reportado T. godfreyi, espécie que infecta moscas tsé-tsé e o único 

relato de hospedeiros vertebrados foi uma infecção experimental em porcos 

(Mcnamara et al., 1994). A infecção por espécies deste clado ocorre através da 

transmissão pela via anterior do tubo digestivo de moscas dos gêneros Glossina 

(Adams et al., 2010), Stomoxys ou Tabanus (Abebe et al., 2017). 

Clado T. theileri: apesar da inclusão de espécies como T. cyclops descrito em 

primatas (Macaca nemestrina e Macaca ira) (Weinman, 1972), esse grupo é 

característico pela espécie Trypanosoma theileri que infecta búfalos, veados e gado 

(Rodrigues et al. 2006), sendo que bois e búfalos podem apresentar diferentes 

genótipos (Garcia et al., 2011). Além disso, Ramírez et al. (2014) encontraram T. 

theileri em Desmodus rotundus, um morcego hematófago.  

Clado de tripanosomas de marsupiais australianos: incluía isolados em coala 

(Phascolarctos cinereus), como T. gilletti (Mcinnes et al., 2011) e T. copemani (Noyes 

et al., 1999; Austen et al., 2009). Outras espécies foram adicionadas a esse grupo, 

como Trypanosoma sp. KG1 isolado em carrapato (Haemaphysalis hystricis) no Japão 

(Thekisoe et al., 2007) e T. pestanai com isolados em diferentes espécies de 

mamíferos da Europa (Rioux et al., 1966; Peirce; Neal, 1974; Dyachenko et al., 2017; 

Sgroi et al., 2021). 

Clado T. lewisi: é composto por espécies isoladas em coelho (Oryctolagus 

cuniculus) como T. nabiasi (Railliet, 1895; Merino-Espinosa et al., 2016), e isolados 

em roedores como T. microti (Beldomenico et al., 2009). Além disso, a espécie que 

dá nome ao clado, T. lewisi, é globalmente distribuída e já foi reportada em roedores 
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(Cassan et al., 2018), primatas não-humanos (Da Silva et al., 2010) e humanos (Truc 

et al., 2013; Lin et al., 2015). 

Clado T. cruzi: inclui espécies do subgênero Schizotrypanum como a espécie-

tipo, T. cruzi, encontrada em centenas de espécies de mamíferos de diferentes ordens 

e transmissão associada à diversas espécies de triatomíneos (Noireau et al., 2009; 

Jansen et al., 2015).  Muitas espécies desse clado foram reportadas em morcegos, 

entre as quais, T. dionisii (Mafie et al., 2018; Austen et al., 2020), T. vespertilionis 

(Baker; Thompson, 1971; Molyneux, 1991) e T. livingstonei (Lima et al., 2013), além 

de T. minasense em primatas (Coimbra et al., 2020). As inferências filogenéticas de 

T. rangeli, também isolado em morcegos (Da Silva et al., 2009), e de T. cruzi deram 

origem à “The Bat Seeding Hypothesis” (Hamilton et al. 2012). Uma vez que a maioria 

das espécies desse clado foram descritas em morcegos, atualmente é aceito que 

esses animais podem ter sido os hospedeiros ancestrais do clado. 

Clado T. terrestris: inclui unicamente a espécie Trypanosoma terrestris descrito 

em Tapirus terrestris (anta) na Floresta Atlântica (Acosta et al., 2013). Atualmente, 

sabe-se que T. terrestres também é capaz de estabelecer infecção em capivara 

(Hydrochoerus hydrochaeris) (Torres et al., 2018). 

Clado T. irwini: é composto pela espécie-tipo Trypanosoma irwini descrita em 

coalas (Mcinnes et al., 2009) e T. bennetti isolado de um falcão (Falco sparverius) 

(Kirkpatrick et al., 1986). 

Clado de tripanosomas crocodilianos: inclui espécies como T. ralphi isolado de 

Melanosuchus niger, T. terena isolado de Caiman yacare (Fermino et al., 2013) e T. 

grayi (Hoare, 1929). Moscas tsé-tsé e sanguessugas são relatadas como vetores de 

tripanosomas em crocodilianos (Hoare, 1931; Fermino et al., 2015). 

Clado de tripanosomas de serpentes-lagartos/marsupiais-roedores: antes 

exclusivo de hospedeiros reptilianos, como Pseudoboa nigra de onde foi descrito T. 

serpentis (Viola et al., 2009), o clado conta com espécies como T. freitasi, descrito em 

Didelphis (Rêgo et al., 1957), T. gennari descrito em Monodelphis domestica (Ferreira 

et al., 2017) e T. cascavelli descrito por Pessôa e De Biasi (1972) e redescrito por 

VIOLA et al. (2009). Apesar de descrito em Crotalus durissus, T. cascavelli já foi 

encontrado em Monodelphis americana por Dario et al. (2017). Esses protozoários 

apresentam uma ampla distribuição geográfica (Jansen et al., 2018; Rodrigues, 

2019a; Galen et al., 2020) e são transmitidos predominantemente por dípteros (Viola 

et al., 2008; Telford, 2009; Mantilla et al., 2017), sifonápteros (Lizundia et al., 2011), 
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hemípteros (Siqueira, 2016) e anelídeos (Telford, 2009; Correa et al., 2016). Os 

vetores de tripanossomas de serpentes são insuficientemente conhecidos, pois a 

maioria dos ciclos de vida não foram totalmente elucidados (Telford, 2009). As 

espécies de Trypanosoma que parasitam as serpentes aquáticas são, provavelmente, 

transmitidas por meio de sanguessugas (Brumpt, 1914; Telford, 2009). No caso de 

répteis terrestres, segundo Telford (1995), os parasitas são, aparentemente, 

transmitidos por flebotomíneos. 

 

Figura 7. Clados de espécies do gênero Trypanosoma. Fonte: Rodrigues (2019b), adaptado 
de Botero et al., 2013 e Ferreira et al., 2017. 
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3.1.2. GÊNERO Leishmania 

O gênero Leishmania remete a um grupo de protozoários parasitas que 

infectam principalmente mamíferos, com exceção do subgênero Sauroleishmania, 

que infecta lagartos (Klatt et al., 2019) e serpentes (Chen et al., 2019). Esse subgênero 

possui os flebotomíneos do gênero Sergentomyia como vetores (Lewis, 1987), 

entretanto ainda há controvérsias quanto ao papel dos répteis na propagação da 

infecção (Belova, 1971).  

No homem, a leishmaniose é uma doença preocupante, mas ainda 

negligenciada em regiões tropicais, subtropicais e temperadas (Otranto; Dantas-

Torres, 2013), com 20 espécies do gênero associadas à infecção em humanos 

(Okwor; Uzonna, 2016) e transmissão através da picada de flebotomíneos infectados, 

dos quais cerca de 166 espécies são prováveis vetores em todo o mundo (Akhoundi 

et al., 2016) com destaque para os gêneros Phlebotomus no Velho Mundo (Maroli et 

al., 2013) e Lutzomyia no Novo Mundo (Dantas-Torres et al., 2012). No cão, a infecção 

por L. infantum pode resultar em uma doença de caráter víscero-dermotrópica que 

pode levar o animal à morte. Esses animais são reconhecidos reservatórios naturais 

de L. infantum (Roque; Jansen, 2014). 

Recentemente, os membros do gênero Leishmania foram divididas em quatro 

subgêneros: Leishmania, Viannia, Sauroleishmania e Mundinia; (Espinosa et al., 

2016; Solana et al., 2022) e seis complexos: complexo L. tropica, complexo L. major, 

complexo L. donovani, complexo L. mexicana, complexo L. guyanensis e complexo L. 

braziliensis (Figura 8) (Solana et al., 2022). 

Complexo Leishmania tropica: inclui espécies bastante heterogêneas com 

cepas que podem ser distinguidas geneticamente (Schönian et al., 2001), 

bioquimicamente (Mebrahtu et al., 1992) e sorologicamente (Schnur et al., 2004). A 

espécie que dá nome ao complexo é responsável pela leishmaniose cutânea na Ásia 

e Oriente Médio, porém, em raros casos podem também ser associada a um quadro 

visceral em humanos e cães (Mebrahtu et al. 1989; Magill et al. 1993; Sacks et al. 

1995; Guessous-Idrissi et al. 1997; Mohebali et al. 2005; Alborzi et al. 2006).  

Complexo Leishmania major: L. major é distribuída desde a África Subsaariana 

ao Sul do subcontinente Indiano - Ásia Central, sendo uma das responsáveis pelos 

casos de leishmaniose cutânea nessas regiões (Elfari et al., 2005; Al-Jawabreh et al., 

2008). A L. major está associada à roedores do gênero Gerbillus nessas regiões, 
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sendo considerada uma zoonose por também infectar humanos (Benallal et al., 2023; 

Azizi et al., 2011). 

Complexo Leishmania donovani: compreende as espécies responsáveis pelos 

casos de leishmaniose visceral humana (manifestação potencialmente fatal da 

infecção), causada pela L. donovani no Leste da África e Índia e pela L. infantum no 

Médio Oriente e na Ásia Central, em toda a bacia do Mediterrâneo e na América Latina 

(Who, 2023). No Brasil, a L. infantum já foi descrita em diversos hospedeiros 

vertebrados além do cão e do homem: Lycalopex vetulus  

(Deane e Deane, 1954), Cerdocyon thous (Roque; Jansen, 2014), Didelphis albiventris 

(Humberg et al., 2012), Nasua nasua (De Macedo et al., 2023) e Rattus rattus (Caldart 

et al., 2017).    

Complexo Leishmania mexicana: L. mexicana é a principal espécie responsável 

pelos casos de leishmaniose cutânea na América do Norte e Central (Kevric et al., 

2015; Pace, 2014). Leishmania amazonenses infecta mamíferos silvestres de 

diferentes ordens (Roque; Jansen et al., 2014) e também é responsável por diferentes 

manifestações cutâneas da leishmaniose no homem (Silveira et al., 2004), sendo 

distribuída principalmente pela América do Sul, como Brasil, Venezuela e Bolívia 

(Steverding, 2017). Ainda, leishmaniose visceral provocada por L.  amazonensis já foi 

reportada em cães (Tolezano et al., 2007) e humanos (De Souza et al., 2018) no 

Brasil.  

Complexo Leishmania guyanensis: L. guyanensis é distribuída no Brasil, 

Bolívia, Colômbia, Guiana Francesa, Peru, Suriname e Venezuela (Borges et al., 

2018), sendo responsável pela manifestação da forma tegumentar da doença em 

humanos (Steverding, 2017). Vários mamíferos são considerados reservatórios 

naturais para essa espécie, como Choloepus didactylus (preguiça), Tamandua 

tetradactyla (tamanduá), marsupiais e roedores (Lainson et al., 1981). Outra espécie 

pertencente ao complexo é Leishmania panamensis, principal responsável por 

leishmaniose tegumentar na Colômbia (Ramírez et al., 2016) e no Panamá (Vásquez 

et al., 1998). 

Complexo Leishmania braziliensis: L. braziliensis é a espécie mais difundida 

nas Américas, sendo presente em 18 países (Paho, 2019). É capaz de infectar 

diferentes mamíferos de diversas ordens, porém, não há descrito uma espécie de 

mamífero que atue como reservatório, provavelmente é o conjunto de mamíferos 

infectados que atua como sistema complexo de reservatório para L. braziliensis. A 
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outra espécie do complexo, L. peruviana, está limitada às regiões dos vales 

interandinos do Peru e causa no homem lesões cutâneas, raramente afetando a 

mucosa (Davies et al., 2000; Perez et al., 2007; Kato et al., 2019). 

 

Figura 8. Análise evolutiva da família Trypanosomatidae baseada na região de codificação 
da sequência do maxicírculos (Solana et al., 2022). 

 

 

4. TRYPANOSOMATIDAE EM SERPENTES 

 Atualmente são reconhecidas 24 espécies de Trypanosoma parasitando 

serpentes africanas (Wenyon, 1909; Bouet, 1909; Macfie, 1919; Fantham; Porter, 

1950; Brygoo, 1965; Sato et al., 2009; Halla et al., 2014), americanas (Wenyon, 1908; 
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Brumpt, 1914; Pessôa, 1928; Arantes; Fonseca, 1931; Fonseca, 1935; Fantham; 

Porter, 1953; Pessôa, 1968; Pessôa; Fleury, 1969; Pessôa; De Biasi, 1972; Pessôa et 

al., 1974; Ayala et al., 1983; Viola et al., 2008; Telford, 2009; Viola et al., 2009; Halla 

et al., 2014) e asiáticas (Mathis; Léger, 1909; Sinha; Mandal, 1976; Lun, 1985). Na 

China, Chen et al. (2019) detectaram DNA de Leishmania donovani, L. turanica, L. 

infantum e L. (Sauroleishmania) sp. em tecidos de diferentes espécies de serpentes. 

Dos trabalhos de descrição de tripanossomatídeo em serpentes citados acima, 

até o ano de 1985 as espécies foram descritas a partir de dados morfométricos, 

possibilitando que, de acordo com Telford (2009), algumas delas sejam sinônimas. 

Somente a partir de 2008 os trabalhos tiveram a inserção da biologia molecular como 

ferramenta auxiliar para descrição, utilizando como alvo os genes cyt b, HSP70, ITS1 

(Chen et al., 2019), gGAPDH e SSU (Sato et al., 2009; Viola et al., 2009). O 

sequenciamento de nova geração ainda não foi utilizado como ferramenta para 

descrição de riqueza de tripanossomatídeos em amostras de serpentes até o 

presente. 

No Brasil, poucos grupos de pesquisa desenvolvem trabalhos envolvendo a 

investigação de tripanossomatídeos em serpentes, sendo os trabalhos de Viola et al. 

(2008) e Viola et al. (2009) os mais recentes e ainda assim já se passaram quase 15 

anos desde suas publicações. Entre os motivos que explicam as ausências desses 

estudos, destaca-se que: i) serpentes são animais de difícil captura e manejo e; ii) 

tripanossomas de serpentes supostamente não infectavam hospedeiros mamíferos; e 

iii) não havia a consciência da importância da inclusão de parasitos em estudos de 

biodiversidade. 
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METODOLOGIA 
 
 
 

Animais 

Foram utilizados animais resgatados no Estado de Mato Grosso do Sul e 

mantidos em cativeiro no Biotério da Universidade Católica Dom Bosco (Campo 

Grande-MS). Foi selecionada uma espécie de cada gênero de Viperidae que ocorrem 

no Mato Grosso do Sul, jararaca-caiçaca (Bothrops moojeni, n=33) e cascavel 

(Crotalus durissus, n=73). Todos os indivíduos com peso mínimo de 300g. As 

serpentes são mantidas em cativeiro intensivo, acondicionadas individualmente em 

caixas de polietileno (39 cm x 59 cm x 31 cm) com tampas perfuradas, alimentação 

mensal com roedores de padrão sanitário convencional, provenientes do próprio 

Biotério UCDB e água ad libitum. Os animais amostrados foram agrupados de acordo 

com o tempo de cativeiro no Biotério UCDB: G1 (2000-2005), G2 (2006-2011), G3 

(2012-2017) e G4 (2018-2022). 

 

Procedimentos éticos 

Todos os procedimentos foram conduzidos de acordo a licença concedidas 

pelo Sistema de Autorização e Informação em Biodiversidade (SISBIO) do Instituto 

Chico Mendes de Conservação da Biodiversidade (ICMBio) (78932-1) e Comissão de 

Ética para o Uso de Animais da Universidade Católica Dom Bosco (nº de protocolo 

006/2021), Campo Grande, MS. 

 

Coleta de Sangue 

O animal foi manejado com o auxílio de um gancho herpetológico, sendo 

retirado do cativeiro intensivo (caixas de polietileno com 39cm x 59cm x 31cm) e 

contido com o uso de um tubo de PVC transparente. Após esse processo a serpente 

era encaminhada para a mesa de coleta. 

Seguindo Redrobe e MacDonald (1999), foi coletado até 10% do volume total 

de sangue do animal de acordo com o peso de cada espécime. A antissepsia foi 
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realizada com sabão antisséptico, álcool 70% iodado e álcool 70% (na respectiva 

ordem, com três aplicações para cada) e o sangue coletado por punção da veia caudal 

(Campbell, 2006) com seringas de 1 mL e agulha (13x0,45mm-26G). O sangue 

coletado foi direcionado para hemocultura (500μL), para o exame a fresco, esfregaço 

sanguíneo e o restante acondicionado em tubo sem anticoagulante para posterior 

análise molecular. 

 

Diagnóstico das espécies de Tripanosomatídeos 

Testes parasitológicos 

O cultivo de 250μL de sangue total foi realizado em meios bifásicos NNN 

(Nicole, Novy, McNean) + LIT (Liver Infusion Triptose) e NNN/Schneider. Os 

procedimentos foram realizados dentro do campo de segurança de um fogareiro. Os 

tubos foram incubados a 27ºC e monitorados quinzenalmente por quatro meses.  

Foi realizado esfregaço sanguíneo em duplicata para cada animal e a coloração 

utilizada foi com solução comercial pronta para uso (Panótico Rápido – Laborclin, 

código 620529) com três corantes em série. As lâminas foram submersas em pé no 

fixador por 20 segundos; logo após retirar a lâmina do fixador, o excesso foi retirado 

e a mesma colocada no corante I por 20 segundos; em seguida a lâmina era removida 

do corante I e colocada no corante II por 30 segundos. Após esse processo as lâminas 

foram dispostas em uma estante para secagem e posterior armazenamento em caixas 

porta-lâmina.  

Além disso foi realizado exame de sangue a fresco, sendo adicionado 

aproximadamente 5μl de sangue em uma lâmina e coberto com uma lamínula. Tanto 

o exame a fresco, como o esfregaço sanguíneo foram examinados em microscópio 

óptico de luz sob a objetiva de 100x para busca do protozoário. 

 

Diagnóstico molecular 

Extração de DNA 

O DNA foi extraído a partir de coágulo (diferentes pedaços do mesmo coágulo 

foram selecionados na tentativa de uma amostragem heterogênea) com base no 

protocolo de precipitação por acetato de amônio como descrito previamente por 

Bruford et al. (1998).  
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Padronização da concentração de DNA para PCR de sangue animais com hemácias 

nucleadas 

O DNA de coágulo de uma serpente comprovadamente parasitada por 

Trypanosomatidae foi diluído em água ultrapura nas seguintes razões: 1) 1:1; 2) 1: 

0,500; 3) 1: 0,250; 4) 1: 0,125 e 5) 1: 0,0625 e a quantificação foi realizada no 

Fluorômetro Qubit com dsDNA broad range kit (Thermo Fisher Scientific, Wal-tham, 

MA, EUA). O critério de escolha foi a concentração que não inibisse a reação da PCR, 

que não apresentasse rastros durante a visualização em gel de agarose e que 

apresentasse uma banda nítida correspondente a presença de DNA de 

tripanossomatídeos.  

 
Reação em cadeia da polimerase (PCR) 

Para detecção de tripanosomatídeos foi utilizado como alvo uma região variável 

do gene 18S rDNA, com primers externos TRY927F e TRY927R, e primers internos 

SSU561F e SSU561R, de acordo com Smith et al. (2008). Para cada reação foram 

incluídas amostras de controles negativo e positivo. Os produtos da PCR foram 

visualizados em gel de agarose a 1,5% após coloração com GelRed (Biotium, Inc., 

California, USA).  

 

Clonagem 

A clonagem do produto amplificado na nPCR foi realizada em uma amostra de 

um indivíduo de C. durissus (UCDB696), sendo selecionada pela qualidade da banda 

correspondente a ~650 pb observada no gel de agarose. O procedimento foi realizado 

diretamente no pGEM-T easy vector (Promega, Madison, WI, USA), de acordo com 

as instruções do fabricante. Foram escolhidas quatro colônias aleatoriamente para 

sequenciamento. Os minipreps foram realizados com o Wizard Plus SV Minipreps 

DNA Purification System (Promega, Madison, Wisconsin, USA) de acordo com as 

instruções do fabricante. 

 

Sequenciamento 

Os produtos amplificados por nPCR foram quantificados no Fluorômetro Qubit 

com dsDNA broad range kit (Thermo Fisher Scientific, Wal-tham, MA, EUA) e 

preparados para sequenciamento convencional (Sanger)  e sequenciamento de nova 

geração (NGS) de acordo com os protocolos recomendados para o Illumina (Illumina 
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Demonstrated Protocol: Metagenomic Sequencing Library Preparation) e 

sequenciadas no Illumina HiSeq2500 (PE250) de acordo com os primers descritos por 

Barbosa et al. (2017). 

 

Análise de bioinformática 

 Os dados gerados pelo NGS foram importados e analisados no software R (R 

Development Core Team, 2021). As sequências foram analisadas usando o pacote 

DADA2 v1.14.0 de acordo com o tutorial (https://benjjneb.github.io/dada2/tutorial.html 

(acessado em 02 de março de 2023)) (Callahan et al., 2016). Além disso, a taxonomia 

das ASVs (Amplicon Sequence Variant) geradas foram atribuídas a partir de uma base 

de dados adaptada de SILVA v132., e as informações foram combinadas em phyloseq 

object de acordo com McMurdie e Holmes (2013). O total de leituras obtido por 

amostra na tabela ASV foi normalizado para 100.000 leituras e as ASVs que 

apresentaram ≤50 leituras na amostra foram excluídas da análise como parâmetro de 

determinação de ocorrência de espécies por amostra (Dario et al., 2022). 

 

Análises estatísticas 

Um teste Chi-quadrado foi utilizado para verificar se havia diferenças 

significativas entre em machos e fêmeas quanto à infecção por tripanosomatídeos 

através do software R (R Development Core Team, 2021). 

 

Análise filogenética 

Para identificação de espécies/genótipos de cinetoplastídeos e agrupamento 

genético, as leituras de ASV foram alinhadas às sequências de espécies de rDNA 18S 

de cinetoplastídeos recuperadas do banco de dados GenBank usando o algoritmo L-

INS-I, disponível no software MAFFT v.7.0 (Japão) (KATOH et al., 2013). O 

alinhamento foi inspecionado e editado manualmente no MEGA7 (Kumar et al., 2016). 

As análises de máxima verossimilhança (ML) e inferência bayesiana (BI) foram 

realizadas. Os melhores modelos de substituição de base foram escolhidos de acordo 

com o critério de informação Akaike corrigido em jModelTest-2.1.10 para cada modelo 

(Darriba et al., 2012). A reconstrução ML foi realizada usando o software IQ-Tree 

(Viena, Áustria) (Nguyen et al., 2015). O bootstrap ultrarrápido (Hoang et al., 2018) foi 

realizado com 5.000 réplicas com 1.000 interações máximas e coeficientes de 

correlação mínimos de 0,99 para suporte de ramificação, e o teste de ramificação SH-
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aLRT foi realizado com 5.000 réplicas para validar o resultado da inicialização 

ultrarrápida. O método de busca heurística utilizado foi o padrão do programa, e o 

algoritmo para obtenção da árvore final foi o Neighbor Joining. A inferência bayesiana 

foi realizada no programa MrBayes (Huelsenbeck et al., 2001; Ronquist et al., 2003), 

usando o método de Cadeias Markov Monte Carlo (MCMC) para atribuir 

tripanosomatídeos antes da informação. Quatro execuções independentes foram 

realizadas para 20 milhões de cadeias MCMC, com amostragem a cada 2.000 

gerações e 25% de burn-in de cada execução. Todos os programas foram 

disponibilizados na plataforma Phylosuite v1.2.2 (China) (Zhang et al., 2020) e as 

árvores de reconstrução foram visualizadas no software FigTree v.1.4.3. 

Para verificar a intraespecificidade de Trypanosoma cascavelli, foi construída 

uma rede de haplótipos por median-joining (Bandelt et al., 1999) e máxima parcimônia 

(Polzin; Daneshmand, 2003). 

 

Coleta de flebotomíneos e identificação 

Para excluir a possibilidade de transmissão vetorial por Lutzomyia, único vetor 

com tamanho suficiente para entrar na caixa que as serpentes são mantidas, foi 

realizada coleta de flebotomíneos em dois pontos na Universidade Católica Dom 

Bosco (Campo Grande/MS), dentro e fora do setor Biotério UCDB (20° 24’ 33” S e 54° 

36’ 56” O) e no entorno da reserva Surucuá (20°24’39” S e 54°36’54” O) (Figura 9). 

Foram utilizadas seis armadilhas luminosas tipo CDC-LT (Centers for Disease Control 

and Prevention, Atlanta, GA, USA), armadas entre 1m e 1,5m de altura do solo. As 

coletas ocorreram entre dezembro de 2022 e maio de 2023, com instalação entre 17h 

e 8h. A montagem da lâmina para fixação do flebotomíneo foi realizada conforme 

Forattini (1973) e a identificação da espécie seguiu a classificação proposta por Galati 

(2021). 
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Figura 9. Pontos de instalação de armadilhas luminosas tipo CDC-LT (ícones) o Biotério 
UCDB e no entorno da reserva Surucuá. A: ampliação da estrutura física do Biotério 
evidenciando os pontos de instalação das armadilhas na parte interna e externa do prédio; B: 
ampliação da sala em que as serpentes eram mantidas com duas armadilhas instaladas no 
interior; C: armadilha instalada na parte externa do prédio. 
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RESULTADOS 
 
 

 
Padronização da concentração de DNA para PCR de sangue animais com 

hemácias nucleadas 

 

 A padronização da concentração de DNA de coágulo sanguíneo de serpentes 

está contida na Tabela 1 e resultou em reconhecer, somada a visualização em gel de 

agarose, que a concentração de aproximadamente 100 ng/μL foi a ideal para 

realização do diagnóstico molecular. 

 
 

Tabela 1. Valores dos testes de diluição de DNA 
genômico de serpente com concentração em ng/μL 
e os valores de absorbância (A260/A280). 

Diluições ng/μL A260/A280 

Original 2593.2 1.559 

1:1 1818.9 1.792 

1: 0,500 908.8 1.833 

1: 0,250 510.4 1.860 

1: 0,125 261.2 1.837 

1: 0,0625 86.49 1.648 

 

Diagnóstico molecular de Trypanosomatidae 

O diagnóstico molecular revelou que 33,96% (36/106) dos animais 

apresentaram DNA de tripanosomatídeos, sendo 47,94% (35/73) em C. durissus e 

somente um indivíduo entre 33 de B. moojeni. Das 36 amostras que apresentaram 

DNA de Trypanosomatidae, cinco apresentaram sobreposição de picos no 

sequenciamento Sanger, tratando-se de uma infecção mista, tornando necessário 

uma nova abordagem para classificação específica. 

Das 35 cascavéis que apresentaram DNA de tripanosomatídeos, 23 eram 

fêmeas e 12 eram machos, entretanto não houve diferença significativa quanto a 

infecção em relação ao sexo em C. durissus. Todas as hemoculturas, exames à fresco 

e esfregaços sanguíneos realizados foram negativos. A variação do tempo de cativeiro 
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das serpentes no Biotério UCDB e presença de DNA de tripanosomatídeos podem ser 

observadas na Tabela 2. 

 

Tabela 2. Amostras de Bothrops moojeni e Crotalus durissus positivas para 
Trypanosomatidae e o período dos registros de entrada no Biotério UCDB. 

GRUPO 
INTERVALO DE 

TEMPO 
n 

TOTAL 
n POSITIVOS 

18S rDNA 
OCORRÊNCIA 

(%) 

1 2000-2005 14 07 50 

2 2006-2011 16 05 31,2 

3 2012-2017 30 12 40 

4 2018-2022 41 12 29,2 

 

 

Clonagem - Trypanosomatidae sp. CROT 

 

A clonagem do produto amplificado, resultou em quatro sequências de 568pb. 

A análise dessas sequências por BLASTn revelou que essas compartilhavam uma 

cobertura que variou de 99.99 a 100% e identidade de 97.02 a 97.90% com uma 

sequência de Trypanosomatidae sp. depositada no GenBank (número de acesso: 

AF071866.1), nomeada ‘strain EVA’ (em referência a Lutzomyia evansi, espécie de 

flebotomíneo que foi coletado na Venezuela e que apresentou o DNA desse 

tripanossomatídeo). No entanto, posteriormente essas sequências de DNA foram 

confirmadas, em conjunto com a análise filogenética, como constituindo um novo 

gênero. Essa nova Unidade Taxonômica Operacional Molecular (MOTU) foi 

denominada “CROT” (Trypanosomatidae sp. CROT) em referência ao hospedeiro 

mais numeroso (C. durissus).  

 

Sequenciamento de nova geração 

 

Todas as amostras de coágulo sanguíneo de serpentes que apresentaram DNA 

de Trypanosomatidae para o gene 18S rDNA descritas na Tabela 2 foram enviadas 

para sequenciamento de nova geração (NGS), sendo uma desconsiderada por não 

apresentar o número mínimo de reads.  

Nossos resultados mostraram que, independentemente do tempo de cativeiro, 

as serpentes podem manter tanto a presença de DNA de tripanosomatídeos de 

mamíferos como de serpentes por até 20 anos (Figura 10). Assim, em 37 das 106 
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serpentes examinadas (Bothrops e Crotalus), foi possível demonstrar a presença de 

DNA de ao menos uma espécie de tripanossomatídeo.  

O NGS mostrou a presença de DNA de quatro espécies de tripanosomatídeos 

classicamente reconhecidas como de hospedeiros mamíferos: Trypanosoma cruzi 

TcII/VI, Leishmania sp., L. infantum, Trypanosoma sp. DID. Além dessas, 

identificamos DNA de T. cascavelli e Trypanosomatidae sp. CROT em B. moojeni e 

C. durissus. 

Três indivíduos, todos da espécie C. durissus, apresentaram DNA de uma única 

espécie de tripanossomatídeo (respectivamente, L. infantum, Trypanosomatidae sp. 

CROT e Trypanosoma sp. DID). Contudo, DNA desses três protozoários também 

foram encontrados simultaneamente com DNA das demais espécies de 

tripanosomatídeos nas outras amostras de serpentes analisadas (Figura 10). 

Sequências de DNA de T. cruzi TcII/VI e Trypanosoma sp. DID foram 

encontradas na maioria das serpentes, 30/35 e 33/35 respectivamente, 

independentemente de seu tempo de cativeiro. O terceiro tripanossomatídeo mais 

comum (21/35), Trypanosomatidae sp. CROT, foi encontrado em todos os períodos 

amostrados (Figura 10). 

Sequências de DNA de L. infantum foram detectadas em 18 de 35 indivíduos, 

independentemente do período amostrado. Sequências de DNA de Leishmania sp. 

foram encontradas em somente seis serpentes, não ocorrendo no grupo com 12 a 17 

anos de cativeiro. 
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Figura 10. Representação gráfica da detecção de DNA de Kinetoplastea através do 
sequenciamento de nova geração (NGS) por indivíduo (todos C. durissus - exceção de 
UCDB687, único B. moojeni) e separados por tempo de cativeiro.  

 

 

 

Análise filogenética baseada nas sequências obtidas no NGS 

 

Clado cruzi 

A análise filogenética mostrou que as sequencias de T. cruzi (ASV2) e T. cruzi 

TcII (ASV1) ficaram muito próximas, de forma que ambas devem ser tratadas como 

T. cruzi TcII/TcVI, pois não foi possível a separação desses genótipos como 

observado na figura 11. Além disso, observou-se que a sequência de Trypanosoma 
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sp. DID (ASV3) se agrupou com as outras sequencias de Trypanosoma sp. DID já 

previamente depositadas no GenBank. 

 

 
 

Figura 11. Árvore filogenética do clado Trypanosoma cruzi baseada no gene 18S rDNA para amostras de DNA de 
serpentes. As árvores foram inferidas com duas abordagens: ML - Máxima Verossimilhança (TIM2 + G) e BI - 
Inferência Bayesiana (SYM + I + G). O número de nós corresponde a ML (ultrabootstrap e SH-aLRT) e BI 
(probabilidade posterior). A barra de escala mostra o número de substituições de nucleotídeos por sítio. Os traços 
representam os valores ultrabootstrap/SH-aLRT ausentes ou inferiores (<60). O fundo verde indica o grupo formado 
por T. cruzi DTU TcII/TcVI e o fundo azul indica as sequências identificadas como Trypanosoma sp. DID. 

 
 
 

 
Leishmania spp. 

 

A sequência ASV6, previamente identificada como L. infantum através do 

sequenciamento de nova geração, confirmou seu status taxonômico na árvore 

filogenética de Leishmania spp. (Figura 12). A sequência ASV7 foi agrupada no 

complexo Leishmania Leishmania, sendo assim classificada como Leishmania sp.  
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Figura 12. Árvore filogenética de Leishmania spp. baseada no gene 18S rDNA para amostras de DNA de serpentes. 
As árvores foram inferidas com duas abordagens: ML - Máxima Verossimilhança (TN93e) e BI - Inferência 
Bayesiana (K80e). O número de nós corresponde a ML (ultrabootstrap e SH-aLRT) e BI (probabilidade posterior). 
A barra de escala mostra o número de substituições de nucleotídeos por sítio. Os traços representam os valores 
ultrabootstrap/SH-aLRT ausentes ou inferiores (<60). Os quadrados vermelho, amarelo e azul correspondem aos 
complexos L. infantum/donovani, Leishmania (Leishmania) e L. (Viannia), respectivamente. A ASV6 ficou agrupada 
com sequências de Leishmania do complexo L. infantum/donovani¸ enquanto que AV7 ficou agrupada com 
sequências do complexo Leishmania (Leishmania).   

 
 

Rede de haplótipos de T. cascavelli 

 

A rede haplotípica mostrou três haplogrupos em T. cascavelli, sendo: 1) 

exclusivos de serpentes (n=4); 2) exclusivos de marsupiais (n=7) e 3) encontrado em 

marsupiais e serpentes (n=6). A sequência ASV4 de T. cascavelli, do presente estudo, 

está incluída no haplogrupo 3 (Figura 13). 
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Figura 13. Rede de haplótipos de Trypanosoma cascavelli construída com sequências do 

gene 18S rDNA de amostras de diferentes vertebrados. O tamanho de cada nó é proporcional 

à frequência da sequência. O círculo preto pequeno representa o vetor mediano. O fundo 

vermelho representa T. cascavelli que ocorre apenas em marsupiais; o fundo azul representa 

T. cascavelli que ocorre em serpentes e marsupiais; o fundo verde representa T. cascavelli 

que ocorre apenas em serpentes. O ponto cinza representa Trypanosoma sp. 910 

(EU095838), intimamente relacionado à tripanossomatídeo de serpentes que ocorrem em 

flebotomíneo (grupo externo). As sequências de T. cascavelli utilizadas na análise foram: 

PCE51 (MH411650); PCE53 (MH411651); PCE55 (MH411652); PCE384 (MH411653); 

PCE410 (MH411656); COLTRYP00624 (MF141867); 693 (EU095845); 632 (EU095844); 631 

(EU095843); 630 (EU095842); 629 (EU095841); 621 (EU095840); 425 (EU095837); 

LBT12589 (OP508234); LBT12598 (OP508235); ASV6 (OQ282855); ASV4 (presente estudo 

- OR434344). 

 

Trypanosomatidae sp. CROT, um novo gênero  

 

A análise filogenética das quatro sequências de DNA de Trypanosomatidae sp. 

CROT não as agrupou com nenhum outro gênero da família Trypanosomatidae, 

formando um grupo independente que apresentou pequenas variações intragrupo 

(Figura 14). As variações observadas sinalizam se tratar ao menos de genótipos 

distintos, quiçá, novas espécies. 
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Figura 14. Árvore filogenética da ordem Trypanosomatida baseada no gene 18S rDNA para 
amostras de DNA de serpentes. As árvores foram inferidas com duas abordagens: ML - 
Máxima Verossimilhança (TIM2 + I + G) e BI - Inferência Bayesiana (GTR + I + G). O número 
de nós corresponde a ML (ultrabootstrap e SH-aLRT) e BI (probabilidade posterior). A barra 
de escala mostra o número de substituições de nucleotídeos por sítio. Os traços representam 
os valores ultrabootstrap/SH-aLRT ausentes ou inferiores (<60). O fundo vermelho representa 
um novo gênero de tripanossomatídeo estreitamente relacionado à Trypanosomatidae sp. 

 

Análise filogenética de Kinetoplastea 

 

Os primers utilizados na nPCR com alvo para gene 18S rDNA são específicos 

para a família Trypanosomatidae, entretanto uma sequência de DNA gerada no NGS 

(ASV5) não gerou uma classificação específica, indicando a necessidade de uma 

análise complementar. Dessa forma, a análise filogenética agrupou a sequência ASV5 

no gênero Neobodo (Figura 15), porém, a distância filogenética sugere ser uma nova 

espécie. 
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Figura 15. Árvore filogenética da classe Kinetoplastea baseada no gene 18S rDNA para 
amostras de DNA de serpentes. As árvores foram inferidas com duas abordagens: ML - 
Máxima Verossimilhança (GTR + I +G) e BI - Inferência Bayesiana (GTR + I + G). O número 
de nós corresponde a ML (ultrabootstrap e SH-aLRT) e BI (probabilidade posterior). A barra 
de escala mostra o número de substituições de nucleotídeos por sítio. Os traços representam 
os valores ultrabootstrap/SH-aLRT ausentes ou inferiores (<60). As cores de fundo 
representam as seguintes ordens: azul -Trypanosomatida; verde – Eubodonida; amarelo – 
Neobodonida; roxo – Parabodonida. A ASV5 agrupou-se com sequências de Neobodo da 
ordem Neobodonida. 

 
 
 
Coleta de flebotomíneos no entorno do serpentário 

 

O esforço amostral foi de 15 horas armadilha/dia, totalizando 990 horas. A 

amostragem por área foi de 360 horas no Biotério UCDB e 630 horas no entorno da 

mata Surucuá. Um único flebotomíneo foi capturado no entorno da mata há 137m do 

Biotério UCDB, sendo classificado como Psathyromyia campograndensis.  
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DISCUSSÃO 
 
 
 
DNA DE PARASITOS NOS TECIDOS: INFECÇÃO OU NÃO? 

Existem diversos conceitos de infecção disponíveis (Barreto et al., 2006; Silva; 

Angerami et al., 2008; Brussow et al., 2019), todos tem a ideia comum de que se trata 

da invasão de um microrganismo e seu desenvolvimento no corpo de um animal 

causando ou não doença. No entanto, na era da genômica, faltam definições no 

vocabulário que reflitam o significado da presença de DNA de microrganismos em 

tecidos de animais.  

A técnica de PCR tem sido defendida como ferramenta de identificação de 

organismos que não podem ser cultivados in vitro ou em casos em que as técnicas de 

cultura existentes são insensíveis e/ou precisam de tempos de incubação prolongados 

(Yang; Rothman, 2004), inclusive novas tecnologias como a PCR Digital têm sido 

descritas como ferramentas de diagnóstico de infecções parasitárias (Pomari et al., 

2019).  

A presença de DNA de parasitas em hospedeiros não usuais tem sido 

recentemente documentada pela biologia molecular, Martínez-Hernandés et al. (2022) 

utilizaram o termo infecção para a presença de DNA de T. cruzi em diferentes tecidos 

(coração, intestino, fígado e peito) de coruja Tyto furcata. Chen et al. (2019) relataram 

como infecção natural a presença de DNA de Leishmania spp. em amostras de fígado 

de serpentes. No Brasil, Dario et al. (2016) também descreveram como infecção a 

presença de DNA de T. cruzi (DTUs I, II, III e IV) e Trypanosoma dionisii em tecido 

cardíaco humano fixado em parafina. Pelo exposto, a presença de DNA deve ser 

interpretada como evidência de infecção. 

  

DIAGNÓSTICO MOLECULAR 

A técnica de PCR com primers específicos para família Trypanosomatidae em 

conjunto com o sequenciamento de nova geração mostrou ser uma estratégia 

eficiente e sensível para a detecção de tripanossomatídeos em serpentes. Contudo, 

alguns ajustes foram necessários para alcançar esses  
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resultados. O DNA extraído de amostras de coágulo de serpentes revelou uma 

concentração muito elevada em relação a, por exemplo, DNA de mamíferos extraído 

com a mesma técnica e isso se deve ao fato de répteis apresentarem hemácias 

nucleadas. Essa concentração média de 2000 ng/μl inibe a reação da PCR, sendo 

necessário testar uma concentração de DNA que permita a reação da PCR e a 

detecção dos tripanossomatídeos. As diluições foram testadas com a utilização de 

DNA total de uma serpente comprovadamente parasitada por Trypanosomatidae. Foi 

concluído que a concentração de ~100 ng/μl permitiu a detecção de 

tripanossomatídeos sem inibição da reação por excesso de DNA. Esse procedimento 

provavelmente resultou em que a riqueza amostrada seja subestimada. Mesmo assim, 

foi possível observar seis táxons diferentes de Kinetoplastea nas amostras de 

serpentes, portanto, sugere-se que essa riqueza seja ainda maior. 

A expressiva diferença na taxa de infecção em C. durissus (35/73) em relação 

à B. moojeni (01/33), pode representar a existência de micro diferenças ecológicas 

ainda não descritas (tanto na serpente, como no parasito), possibilitando esse 

resultado discrepante, ou uma maior resistência de B. moojeni à infecção por 

tripanosomas de serpentes. A infecção experimental de um isolado de T. cascavelli 

mostrou que B. moojeni apresentou parasitemia mais baixas em comparação à C. 

durissus (Viola et al., 2008). 

Era esperado que o grupo de serpentes com menor tempo de cativeiro, por 

estarem expostos à infecção no ambiente natural recentemente, apresentasse maior 

riqueza de tripanosomatídeos em relação à animais com maior tempo de cativeiro, o 

que não aconteceu. Observamos que a capacidade de serpentes manterem DNA de 

tripanosomatídeos de mamíferos estendeu-se por mais de 20 anos.  

Embora a passagem de moléculas de DNA do interior do tubo digestivo para 

outros tecidos já tenha sido comprovada (Spisák et al., 2013), para que ocorra uma 

dispersão sistêmica de microrganismos ou moléculas é necessária uma condição de 

lesão do muco externo e do epitélio para acesso da barreira vascular intestinal interna 

(Paone; Cani, 2020; Takiishi et al., 2017). Além disso, o tempo de permanência de 

DNA livre no sangue é curto: por volta de uma a duas horas (Xing et al., 2022; Thierry 

et al., 2010), podendo ser reduzido entre quatro (Rumore et al., 1992) e 30 minutos 

(Moreira et al., 2006) em condições patológicas. Portanto, é improvável que o DNA de 

tripanosomatídeos que encontramos nas serpentes seja remanescente da aquisição 
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de DNA por via oral há 20 anos. Sendo assim, hipotetizamos que esses animais se 

infectaram na natureza antes do cativeiro e mantiveram essa infecção até o presente.  

Lutzomyia longipalpis (Diptera: Psychodidae) é reportada como um dos 

principais vetores de L. infantum nas Américas (Cabrera et al., 2023; Thomaz-Soccol 

et al., 2023). No Mato Grosso do Sul, além de Lu. longipalpis, outras espécies também 

podem ser encontradas esporadicamente infectadas por Leishmania spp., são elas:  

Lu. cruzi, Lu. almerioi (Savani et al., 2009), Lu. forattinii (Pita-Pereira et al., 2008) e 

Nyssomyia whitmani (Ribeiro et al., 2015), entretanto, não se sabe o papel das 

mesmas na epidemiologia das leishmanioses. O único espécime capturado no 

presente estudo foi através de uma armadilha que estava a 137m do Biotério UCDB 

e a limitação da distância de voo descrita em literatura é de até 100m (Galvis-Ovallos 

et al., 2018), descartando assim a hipótese de transmissão vetorial nas serpentes 

avaliadas. 

A hipótese da ocorrência de algum ciclo de transmissão dentro do serpentário 

não deve ser levada em consideração, pois seria necessário provar a entrada de 

possíveis vetores desses tripanosomatídeos (p.e. Lutzomyia spp.) dentro do biotério, 

o que não pôde ser comprovado como descrito na seção resultados. 

Os resultados consistentemente negativos dos testes parasitológicos (exames 

de sangue à fresco, hemocultura e esfregaço sanguíneo corado) indicaram a ausência 

de flagelados circulantes no momento de coleta, mas não invalidam a possibilidade 

de que esses flagelados estivessem presentes em um outro momento da infecção. 

A presença de T. cruzi nas serpentes examinadas é interessante pelo fato de 

que até então aves e répteis eram considerados refratários para infecção por esse 

protozoário (Kierszenbaum et al., 1976; Urdaneta-Morales; Mclure, 1981). Entretanto, 

essa refratariedade possa ter evitado outras investigações com aplicação de novas 

ferramentas de diagnóstico não disponíveis na época. O elevado número de serpentes 

positivas por T. cruzi em nosso estudo, juntamente com os recentes achados da 

infecção em Tyto furcata (coruja-da-igreja ou suindara) (Martinéz-Hernandés et al., 

2022) e em quatro espécies de lagartos, sendo que uma delas (Liolaemus platei) teve 

a habilidade de transmitir o protozoário para um barbeiro (Mepraia spinolai) não 

infectado (Botto-Mahan et al., 2022), sugere que T. cruzi pode estar se estabelecendo 

em novos hospedeiros. 

A infecção por L. infantum em répteis já foi confirmada através da PCR de 

formas amastigotas de medula de lagarto (Tarentola mauritanica) (Mendoza-Roldan 
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et al., 2022) e por PCR de fígado nas serpentes Psammophis lineolatus e Gloydius 

halys (Chen et al., 2019). A ocorrência simpátrica de répteis, animais domésticos e 

humanos em áreas de transmissão, segundo Mendoza-Roldan et al. (2022), podem 

facilitar a transmissão de L. infantum, contudo os autores não apresentam uma 

hipótese explicativa. Campo Grande é uma região endêmica e enzoótica para 

leishmaniose e outras cidades do Estado já apresentaram surtos da doença em 

humanos. Esses dados mostram a expressiva dispersão de L. infantum no Estado do 

Mato Grosso do Sul, no entanto, a importância ou não das serpentes no ciclo 

enzoótico de transmissão ainda precisa ser estudado.  

Tripanosomas de serpentes apresentam baixa especificidade quanto a seus 

hospedeiros (Viola et al., 2008) e T. cascavelli não é exceção, uma vez que, além de 

C. durissus (Viola et al., 2009), já foi reportado ainda em marsupiais: Monodelphis 

domestica (Santos et al., 2022a), D. albiventris, Marmosa demerarae (Rodrigues et 

al., 2019a), M. americana (Dario et al., 2017) e agora em outra espécie de serpente, 

a B. moojeni. Diferente de outros mamíferos, os marsupiais nascem ectotérmicos e 

desenvolvem gradualmente a endotermia durante a lactação dentro do marsúpio 

termicamente estável (Ikonomopoulou; Rose, 2006; Gaughan et al., 2015) e esses 

animais tendem a apresentar uma baixa temperatura corporal (25°C à 33°C) em 

relação a outros mamíferos (Dawson; Olson, 1988; Busse et al., 2014). Embora 

ectotérmicas, as serpentes apresentam comportamento termo regulatório em busca 

de temperaturas ideais. Foi observado em B. insularis preferência por temperaturas 

oscilando entre 24.9°C e 26.3°C (Bovo et al., 2012). Nesse sentido, pode-se 

considerar que tanto viperídeos, como marsupiais, apresentam uma faixa de 

temperatura comum, fator que pode ser crucial para estabelecimento de T. cascavelli 

em dois grupos tão distintos. A capacidade adaptativa de tripanosomatídeos às 

variações de temperatura já foi observada, por exemplo, em C. mellificae que resistiu 

à três temperaturas diferentes e apresentou curvas de crescimento em 27°C e 36°C 

(Dario et al., 2021). 

A rede haplotípica de T. cascavelli, que utilizou como grupo externo um isolado 

de flebotomíneo (Trypanosoma sp. 910) muito próximo filogeneticamente de 

tripanosomas de serpentes (Viola et al., 2008), mostrou três clados distintos: um clado 

exclusivo de serpentes, outro exclusivo de marsupiais e um terceiro clado, capaz de 

infectar ambos, serpentes e marsupiais. O haplogrupo exclusivo de serpentes 

mostrou-se filogeneticamente mais próximo ao grupo externo (Trypanosoma sp. 910). 
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O haplogrupo exclusivo de marsupiais está mais distante filogeneticamente do grupo 

externo (Trypanosoma sp. 910). O haplogrupo comum a marsupiais e serpentes 

estava inserido na rede haplotípica entre os dois grupos citados anteriormente. Dessa 

forma, sugere-se que as serpentes foram os hospedeiros originais de T. cascavelli e 

que o processo de adaptação a mamífero esteja acontecendo lentamente como 

visualizado na rede haplotípica através do posicionamento filogenético do haplogrupo 

de serpentes e marsupiais. Possivelmente, o potencial de infectar mamíferos já era 

pré-existente em T. cascavelli, um fenômeno conhecido como pré-adaptação 

ecológica (Agosta; Klemens, 2008). Esses três clados podem ser explicados através 

do processo que pode ter ocorrido há milhões de anos quando ambos os ancestrais 

dos hospedeiros utilizavam o mesmo habitat ou por um processo recente devido à 

ação antrópica em ambientais naturais e consequente proximidade entre os dois 

táxons de hospedeiros. Vale lembrar que serpentes do grupo crown e marsupiais 

didelfídeos tem sua origem datada em 100 milhões de anos a.p.  

Heterogeneidade genética de T. cascavelli já havia sido descrita por Viola et al. 

(2008). O mesmo autor descreveu que Crotalus durissus nascidas em laboratório e 

infectadas experimentalmente com T. cascavelli isolado 621, apresentaram 

parasitemias significativas mantidas por um mês, apresentaram sinais clínicos e 

vieram à óbito após quatro meses. No entanto, quando infectadas com T. cascavelli 

isolado 425, também apresentaram parasitemia patente, porém sem registro de óbito. 

A rede haplotípica (Figura 13) mostra que o isolado 621, que causou óbito, pertence 

ao haplogrupo exclusivo de serpentes enquanto que o isolado 425, que não resultou 

em óbito, pertence ao haplogrupo de serpentes e marsupiais. 

Dos animais que apresentaram DNA de Kinetoplastea em coágulo sanguíneo 

(n=35), Trypanosoma sp. DID esteve presente em amostras de 32 serpentes das duas 

espécies. Esse é o primeiro registro dessa MOTU em répteis (C. durissus e B. 

moojeni). Trypanosoma sp. DID é uma MOTU que foi relatada até aqui, pelo encontro 

de DNA em marsupiais e roedores. Utilizando como alvo o gene 18S e posterior 

clonagem, DNA de Trypanosoma sp. DID foi encontrado em D. albiventris de Goiás e 

D. aurita do Rio de Janeiro (Rodrigues et al., 2019b). Seguindo a mesma metodologia, 

Nantes et al. (2021) encontraram a mesma MOTU em D. albiventris de Campo 

Grande/MS. A partir do uso do gene 18S e sequenciamento de nova geração (NGS), 

Santos et al., (2022a) encontraram Trypanosoma sp. DID na espécie marsupial T. 

macrurus e nas espécies de roedores Clyomys laticeps e Oecomys mamorae do 
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Pantanal Sul-mato-grossense. Nenhuma diferença filogenética entre as MOTUs foi 

observada na análise realizada pelos mesmos autores e no presente estudo.  

Todas as informações disponíveis para Trypanosoma sp. DID são de amostras 

de DNA de animais examinados no centro-oeste e sudeste do país, logo, não é 

possível concluir nada sobre essa aparente homogeneidade do táxon, que de fato é 

possível que se trate de uma MOTU geneticamente homogênea ou nossa 

amostragem não foi ampla suficiente para amostrar outros genótipos caso existam. 

O táxon descrito nesse trabalho como Trypanosomatidae sp. CROT ficou 

agrupado em um clado de tripanossomatídeos descritos em invertebrados: 

Trypanosomatidae sp. ‘strain EVA’ derivada de um exemplar de Lutzomyia evansi da 

Venezuela e Sergeia podlipaevi originário de Culicoides festivipennis e Culicoides 

truncorum da República Tcheca (Svobodová et al., 2007). A análise filogenética da 

família Trypanosomatidae, incluindo Trypanosomatidae sp. CROT (Figura 14) mostra 

que esse táxon está inteiramente à parte dos outros gêneros da família, sugerindo se 

tratar de um novo gênero de tripanossomatídeo que inclui quatro genótipos 

(OR371592, OR371593, OR371594, OR371595).  

A presença de DNA de Neobodo sp., um cinetoplastídeo de vida livre, em 

coágulo sanguíneo de um vertebrado (roedor) foi relatada pela primeira vez em 2022 

(Santos et al., 2022a), também por NGS. Embora a análise filogenética tenha 

mostrado que o posicionamento da sequência de DNA Neobodo sp. estivesse 

agrupado junto de uma sequência de Neobodo sp. de Glossina fuscipes, foi observada 

uma diferença significativa no posicionamento de ambas, mostrando que que a 

sequência encontrada nesse trabalho se trata de uma nova MOTU. 

A detecção de DNA de Neobodo sp. no sangue de uma serpente, sugere que 

essa espécie de protozoário de vida livre é capaz de se estabelecer nesse tecido como 

já descrito em Bodo sp. em sangue de Artibeus lituratus e Neobodo sp. em sangue de 

Oecomys mamorae (Alves et al., 2023; Santos et al. 2022a). Também foi observada, 

por microscopia óptica, a presença de Bodo em amostra de saliva humana (Knowles; 

Gupta, 1924) e Parabodo caudatus em amostra de urina e sangue de cães domésticos 

(Vandersea et al., 2015; Huggins et al., 2019). A identificação de Neobodo sp. em um 

único animal pode estar associada a não utilização de um primer específico para esse 

grupo (p.e. Mukherjee et al., 2015) e caso isso fosse realizado, provavelmente poderia 

ter sido descrita uma maior taxa de infecção por outros Kinetoplastea nos animais 

amostrados.  
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A presença de Neobodo sp. em C. durissus pode ser considerada como 

infecção, pois mesmo que seja um flagelado heterotrófico comum em água (Patterson; 

Lee, 2000), seria necessário um conjunto de condições patológicas no intestino do 

hospedeiro que permitisse que o parasito tivesse acesso ao sangue por essa via 

(Paone; Cani, 2020; Takiishi et al., 2017). Também, é preciso considerar que o DNA 

permanece viável no sangue por um período de até duas horas em condições normais 

(Xing et al., 2022; Thierry et al., 2010).  

Deste modo, é mais provável que Neobodo sp. tenha acessado a corrente 

sanguínea do hospedeiro já antes de chegar ao intestino, por exemplo através de uma 

lesão na mucosa oral. Assim, esse flagelado teria ficado viável até, ao menos, o 

momento da coleta de sangue tendo conseguido sobreviver aos mecanismos da 

resposta imune inata.  

O presente estudo trouxe resultados considerados inesperados, como a 

infecção por tripanossomatídeos considerados como exclusivos de mamíferos em 

serpentes. Embora esses animais tenham apresentado a capacidade de manter esses 

tripanossomatídeos associados à mamíferos por mais de 20 anos em cativeiro 

intensivo, não se sabe qual o papel epidemiológico que esses répteis poderiam 

desenvolver na natureza. Mamíferos e répteis apresentam diferentes mecanismos de 

termorregulação, dessa forma, percebe-se que existe um ponto comum entre os 

grupos que, somada à plasticidade adaptativa desses tripanossomatídeos, permite o 

estabelecimento desses flagelados em diferentes grupos de hospedeiros. 

O encontro de um parasito é frequentemente associado à alguma manifestação 

clínica por parte do hospedeiro; no entanto, é preciso levar em consideração que 

raramente um hospedeiro de vida livre é parasitado por uma única espécie, ao 

contrário do que acontece nas infecções experimentais. Assim sendo, qualquer 

manifestação clínica provavelmente resulta do sistema complexo resultante da 

interação do conjunto de parasitos desse hospedeiro. Os resultados mostraram que 

serpentes podem manter infecções mistas por até cinco táxons de tripanossomatídeos 

por até duas décadas e, ainda assim, permaneceram sem sinais clínicos aparentes 

em cativeiro com as condições em que estavam. Esse achado mostra que a hipótese 

formulada nesse trabalho foi rejeitada, já que as infecções mistas foram observadas 

em todos os grupos independente de seu tempo de cativeiro. 

Adicionalmente, a identificação de novos táxons que possivelmente incluem um 

gênero e cinco espécies reforçam a noção da complexidade desse sistema 
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Kinetoplastea-hospedeiro como um modelo representativo do fenômeno parasitismo. 

Interpretar esses achados é um desafio, porém o encontro de outros Kinetoplastea 

classicamente não associados à vertebrados evidencia a importância de esclarecer 

esse fenômeno em trabalhos futuros. 
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CONCLUSÕES 
 
 
 

• É possível extrair DNA parasitário de sangue de animais que apresentam 

hemácias nucleadas a partir de diluições seriadas; 

 

• A utilização de NGS (sequenciamento de nova geração) contribui 

significativamente para o conhecimento da diversidade de Kinetoplastea e de 

seus hospedeiros; 

 

• Trypanosomatidae infecta indistintamente machos e fêmeas de C. durissus; 

 

• As infecções mistas por tripanosomatídeos na natureza são a maioria dos 

casos e não a exceção; 

 

• A diversidade de Kinetoplastea ainda é subestimada, como comprova o 

encontro de novas unidades moleculares taxonômicas operacionais (MOTUs); 

 

• Serpentes apresentam a capacidade manter infecção por T. cruzi e L. infantum 

por até 20 anos; 

 

• O DNA de T. cruzi nas serpentes infectadas por esse táxon foi identificado 

como sendo do genótipo TcII/TcVI; 

 

• Trypanosoma sp. DID, reportado até o presente somente em mamíferos, é 

capaz de infectar serpentes dos gêneros Crotalus e Bothrops; 

 

• A rede haplotípica de T. cascavelli reconheceu três grupos: 1) exclusivo de 

serpentes, 2) exclusivo de marsupiais e 3) ambos, serpentes e marsupiais;  
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• Trypanosomatidae sp. CROT constitui um novo gênero que inclui quatro 

genótipos/espécies; 

 

• O encontro de DNA de Neobodo sp. no coágulo de uma C. durissus sugere 

fortemente que esse gênero pode infectar vertebrados. 
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