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RESUMO 
 
 

DETECÇÃO MOLECULAR DE PROTOZOÁRIOS APICOMPLEXA EM TECIDOS 
DE BUGIO RUIVO (Alouatta guariba clamitans) 

 
 

AUTORA: Aline Ludwig 
ORIENTADORA: Fernanda Silveira Flores Vogel 

 
 

Neospora caninum, Toxoplasma gondii e Sarcocystis spp. são protozoários 
intracelulares obrigatórios pertencentes ao filo Apicoplexa. Esses parasitos possuem 
ciclo heteroxeno, necessitando de hospedeiro definitivo (em que ocorre reprodução 
sexuada) e hospedeiro intermediário (reprodução assexuada) e por isso possuem a 
caraterística de afetar um grande número de hospedeiros durante o ciclo de vida. O 
bugio ruivo (Alouatta guariba clamitans) é um primata não humano bastante 
presente e bem distribuído no Brasil e na América do Sul em geral. Devido à 
expansão das cidades e com isso a possibilidade de contato entre humanos e 
animais selvagens e também devido à similaridade genética entre bugios e 
humanos, diversos patógenos podem ser compartilhados entre humanos e primatas 
não humanos. Existe uma carência de estudos sobre protozoários em bugios ruivos 
no Brasil. Portanto, o objetivo desse estudo foi pesquisar, através de Reação em 
Cadeia da Polimerase, a presença de ácidos nucléicos (DNA) de Neospora caninum, 
Toxoplasma gondii e Sarcocystis spp. em amostras de coração, pulmão, fígado, 
baço, encéfalo e intestino de seis A. guariba clamitans provenientes da região 
central do Rio Grande do Sul, Brasil. As análises permitiram a detecção de DNA de 
protozoários Apicomplexa em tecidos dos seis animais do estudo: T. gondii dois dos 
animais e Sarcocystis spp. quatro animais. Ainda, foi possível fazer determinação 
genotípica de T. gondii, sugerindo genótipo atípico. Os resultados encontrados são 
importantes pois reforçam a importância de bugios como hospedeiros de 
protozoários com caráter zoonótico e apontam para a circulação de genótipo atípico 
de T. gondii na região central do Rio Grande do Sul. 
 
 
 

Palavras chave: Bugio Ruivo. Toxoplasma. Sarcocystis. Genótipo atípico.  
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ABSTRACT 

 

MOLECULAR DETECTION OF APICOMPLEXA PROTOZOA IN TISSUES FROM 
ALOUATTA GUARIBA CLAMITANS 

 

 

AUTHOR: Aline Ludwig 

ADVISOR: Fernanda Silveira Flores Vogel 
 
 

Neospora caninum, Toxoplasma gondii and Sarcocystis spp. are obligate 
intracellular protozoa belonging to the phylum Apicoplexa. These parasites have 
heteroxene cycle, requiring definitive host (where sexual reproduction occurs) and 
intermediate host (asexual reproduction) and therefore have the characteristic of 
affecting a large number of hosts during the life cycle. The brown howler monkey 
(Alouatta guariba clamitans) is a very present nonhuman primate and well distributed 
in Brazil and South America in general. Due to the expansion of cities and thus the 
possibility of contact between humans and wildlife and also due to the genetic 
similarity between howler monkeys and humans, several pathogens can be shared 
between humans and nonhuman primates. There is a lack of studies on protozoa in 
brown howler monkeys in Brazil. Therefore, the aim of this study was to investigate, 
through Polymerase Chain Reaction, the presence of Neospora caninum, 
Toxoplasma gondii and Sarcocystis spp. in samples of heart, lung, liver, spleen, brain 
and intestine from six A. guariba clamitans from central Rio Grande do Sul, Brazil. 
The analyzes allowed the detection of DNA of Apicomplexa protozoa in tissues of the 
six animals of the study: T. gondii in two of the animals and Sarcocystis spp. in the 
other four animals. Also, it was possible to make genotypic determination of the T. 
gondii sample, suggesting an atypical genotype. The results are important because 
they reinforce the importance of howler monkeys as hosts of protozoa with zoonotic 
character and point to the circulation of atypical T. gondii genotype in the central 
region of Rio Grande do Sul. 

 

Key words: Brown howler monkey. Toxoplasma. Sarcocystis. Atypical 

genotipe. 
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ESTRUTURA E ORGANIZAÇÃO 

Os materiais e métodos, resultados e discussão que fazem parte desta monografia 

estão apresentados sob a forma de artigo científico e encontram-se na seção 

MANUSCRITO, assim como as referências citadas no artigo. O manuscrito será 

submetido à Acta Parasitologica e está redigido de acordo com as normas da 

revista. As referências bibliográficas encontradas no final deste trabalho referem-se 

às citações contidas nos itens INTRODUÇÃO e REVISÃO DA LITERATURA. 
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1 INTRODUÇÃO 

 

 

Os protozoários do filo Apicomplexa apresentam papel importante como 

agentes etiológicos, determinando diferentes enfermidades, tanto em animais como 

em humanos (CORLISS, 1994). Neste filo estão incluídos os gêneros Besnoitia, 

Cystoisospora, Hammondia, Neospora, Sarcocystis e Toxoplasma. Este filo 

caracteriza-se pela presença de uma estrutura chamada complexo apical, localizada 

no pólo anterior do corpo dos parasitos, que contém elementos estruturais e 

secretores e é destinada à fixação e penetração nas células hospedeiras (BAUM et 

al., 2008; GUBBELS   & DURAISINGH, 2012). 

Os gêneros Neospora, Sarcocystis e Toxoplasma são protozoários 

obrigatoriamente intracelulares que apresentam ciclo de vida heteroxeno, 

necessitando de hospedeiros intermediários (herbívoro ou onívoro) e hospedeiros 

definitivos (geralmente carnívoros) para completarem seu ciclo (TENTER, 1995). No 

hospedeiro intermediário, acontecem os estágios de reprodução assexuada, 

enquanto no hospedeiro definitivo ocorre a reprodução sexuada desses protozoários 

(DUBEY & LINDSAY, 2006). 

Sabe-se que a saúde dos animais silvestres tem sido prejudicada pela 

fragmentação e degradação de habitats, pelo isolamento de populações, e pela 

maior proximidade com humanos e seus animais domésticos (DASZAK et al., 2000). 

Além disso, a semelhança filogenética entre primatas não humanos e humanos 

permite a susceptibilidade a vários agentes etiológicos em comum (BENNETT et al., 

1995). 

Os animais do gênero Alouatta são conhecidos popularmente como bugios, 

barbados, roncadores e guaribas, são primatas neotropicais amplamente 

distribuídos na América do Sul e são os mais bem estudados (NEVILLE et al., 1988; 

MENDES, 1989). No entanto, são poucos os estudos parasitológicos relacionados 

diretamente ao Alouatta guariba clamitans (bugio ruivo), seja em ambiente natural ou 

cativeiro (HIRANO et al.,1997). 

Considerando a importância destes patógenos para a saúde animal e para a 

saúde pública, além da carência de estudos regionais sobre endoparasitas em 

primatas, este trabalho teve por objetivo avaliar, através de detecção molecular, a 
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presença de T. Gondii, N. caninum e Sarcocystis spp. em tecidos de bugio ruivo 

oriundos da região central do estado do Rio Grande do Sul, Brasil. 
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1.2 PROPOSIÇÃO 

 

O objetivo geral deste trabalho foi avaliar a presença de protozoários 

apicomplexa em tecidos de bugio ruivo. 

Os objetivos específicos foram: 

 - Verificar a presença de ácido desoxirribonucleico (DNA) dos protozoários 

Toxoplasma gondii, Sarcocystis spp. e Neospora caninum em encéfalo, pulmão, 

fígado, coração, baço e intestino de seis Alouatta guariba clamitans (bugio ruivo) por 

meio da técnica de Reação em Cadeia da Polimerase (PCR). 

 - Determinar o genótipo de T. gondii presente nos tecidos de Alouatta guariba 

clamitans pela técnica de Análise de Polimorfismo de Fragmentos de Restrição 

(RFLP). 
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2 REVISÃO DA LITERATURA 

 

2.1 Neospora caninum  

  

A ocorrência do gênero Neospora foi reconhecido pela primeira vez em 1984 

em cães da Noruega (BJERKÅS et al., 1984) e descrito como um novo gênero e 

espécie (Neospora caninum) em 1988 por DUBEY et al.(1988). O gênero Neospora 

compreende duas espécies: N. caninum e N. hughesi, este último tendo apenas 

equinos como hospedeiros intermediários. Atualmente, são reconhecidos como 

hospedeiros definitivos deste gênero os cães (MCALLISTER et al., 1998), coiotes 

(GONDIM et al., 2004) e dingos (Canis lupus dingo) (KING et al., 2010).  

Os hospedeiros definitivos excretam oocistos do protozoário nas fezes, que 

após esporulação são ingeridos pelos hospedeiros intermediários. A infecção pós-

natal pode ser observada quando há o consumo de água e alimento contaminados 

com oocistos do hospedeiro definitivo. Nos hospedeiros intermediários, ocorrerá a 

formação de cistos teciduais, com o ciclo completando-se quando algum hospedeiro 

definitivo ingerir tecidos do hospedeiro intermediário que contenham os cistos 

(PARÉ et al., 1996; SARTOR et al., 2005). 

O ciclo do protozoário envolve três estágios infecciosos: bradizoítos, 

taquizoítos e oocistos contendo esporozoítos. Os taquizoítos e os bradizoítos são 

estágios intracelulares encontrados nos hospedeiros intermediários e definitivos, 

enquanto os oocistos se desenvolvem apenas nos hospedeiros definitivos, e são 

excretados junto às fezes destes animais. Os oocistos se tornam infectantes após 

esporulação no meio ambiente. (DUBEY, 2003). 

O protozoário N.caninum é um parasita intracelular obrigatório, importante 

agente causador de abortos em bovinos em todo mundo (DUBEY & LINDSAY, 

1996). Em cães o parasito é responsável por desordens neurológicas severas 

(DUBEY et al., 1988; DUBEY et al., 1999). Ocasionalmente pode causar infecções 

clínicas em equinos, caprinos, ovinos, cervos, búfalos e galinhas. 

 Além disso, anticorpos para N. caninum, foram encontrados em raposas, 

coiotes, camelos, veados, cervo, zebra, búfalo africano, gazela, alce, impala, javali-

africano, corça, bison, entre outros (DUBEY, 2003; LINDSAY et al., 1999; GONDIM, 

2006). Por meio de técnicas moleculares, DNA de N. caninum foi detectado em 
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capivaras no Paraná (TRUPPEL eu al., 2010) e raposas da Paraíba (NASCIMENTO 

et al.,2015), no Brasil.  

O espectro de hospedeiros de N. caninum na fauna silvestre tem aumentado 

significativamente, o que dificulta o controle da transmissão do parasito para animais 

domésticos como bovinos e cães, uma vez que algumas espécies de animais 

silvestres cohabitam com animais domésticos (GONDIM et al., 2004). O primeiro 

diagnóstico de neosporose na vida selvagem ocorreu em um Veado-de-cauda-preta 

(Odocoileus hemionus columbianus) da Califórnia encontrado morto na natureza 

(WOODS et al., 1994).  

Atualmente, não há evidências de potencial zoonótico de N. caninum, embora 

os anticorpos em humanos tenham sido encontrados em pacientes normais e 

imunocomprometidos em diferentes partes do mundo (DUBEY et al., 2017). 

Com relação aos primatas não humanos, as informações são limitadas quanto 

à ocorrência e à importância da infecção pelo protozoário. Entretanto, há relatos de 

infecção experimental por Neospora em macacos (BARR et al., 1994; HO et al., 

1997) e recentemente Costa e colaboradores (2018) reportaram um caso brasileiro 

de neosporose em macaco da noite (Aotus azarae infulatus). 

 

2.2 Sarcocystis spp. 

 

O gênero Sarcocystis pertence ao filo Apicomplexa, família Sarcocystidae, e 

possui mais de 100 espécies que infectam mamíferos, aves, marsupiais e animais 

pecilotérmicos (DUBEY & LINDSAY, 2006). Existem algumas diferenças no ciclo de 

vida e patogenicidade das espécies que constituem esse gênero, no entanto a 

formação de cistos teciduais é uma aptidão que diz respeito a todas elas, e sendo 

assim é a principal característica do gênero Sarcocystis (TENTER, 1995). 

Este gênero foi isolado pela primeira vez em 1843, pelo cientista suíço 

Miescher, a partir de cistos filiformes em um rato. Apenas em 1882 surgiu o nome do 

gênero Sarcocystis, o qual deriva do grego sarkos, que significa carne e kystis, que 

significa cisto (DUBEY, 1983). 

Sarcocystis apresenta um ciclo heteroxeno, necessitando de hospedeiros 

definitivos e intermediários para completar seu ciclo biológico (MORÉ et al., 2013). 

Os estágios assexuados desenvolvem-se no hospedeiro intermediário, que, na 

natureza, é frequentemente a presa. Enquanto os estágios sexuados desenvolvem-
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se apenas no hospedeiro definitivo (DUBEY & LINDSAY, 2006). Uma variedade de 

carnívoros, especialmente canídeos e felídeos, répteis, aves de rapina e marsupiais 

americanos estão incluídos como hospedeiros definitivos (DUBEY, 2001). 

O hospedeiro definitivo ingere tecidos contendo cistos maduros de 

Sarcocystis. Esses cistos liberam os bradizoítos que penetram na mucosa do 

intestino delgado e se transformam em gametas masculino (microgametas) e 

feminino (macrogametas). Os microgametas liberados se movem ativamente para a 

periferia do macrogameta e após a fertilização, desenvolve-se uma parede em volta 

do zigoto, o que determina a formação do oocisto. (GUÇLU, 2004). O processo de 

gametogonia e fertilização pode ocorrer em até 24 horas (DUBEY e LINSDAY, 

2006). Os oocistos do gênero Sarcocystis esporulam na lâmina própria do intestino 

do hospedeiro, e se dividem em dois esporocistos com quatro esporozoítos cada. 

Esse oocisto esporulado será liberado nas fezes do hospedeiro definitivo, sendo a 

fase infectante para o hospedeiro intermediário (GUÇLU, 2004). Os oocistos são 

primeiramente liberados nas fezes entre 7 e 14 dias após a ingestão do cisto 

(DUBEY, 1976). 

A infecção nos hospedeiros intermediários ocorre pela ingestão de alimentos 

ou água contaminados com oocistos, dando inicio ao ciclo assexuado (DUBEY e 

LINSDAY, 2006). Os esporozoítos dentro dos esporocistos se rompem no intestino 

delgado e 7 a 15 dias após a inoculação é formada a primeira geração de 

esquizontes. Estes esquizontes podem se desenvolver em uma variedade de 

células, incluindo células endoteliais vasculares, células neuronais, dependendo da 

espécie de Sarcocystis. A segunda geração de esquizontes ocorre de 19 a 46 dias 

após a inoculação (DUBEY et al., 1989). O número de gerações de esquizogonia e o 

tipo de célula hospedeira em que esquizogonia pode ocorrer variam com cada 

espécie de Sarcocystis (DUBEY e LINSDAY, 2006).  

Os merozoítos resultantes da formação dos esquizontes penetram nas células 

musculares e se encistam (sarcocisto). Os cistos se desenvolvem em qualquer parte 

do tecido muscular, no entanto, os órgãos afetados com mais frequência são o 

coração, esôfago, diafragma e a língua (DOMENIS et al., 2011). 

O sarcocisto consiste de uma parede que rodeia os bradizoítos. A estrutura e 

espessura da parede variam entre as espécies de Sarcocystis (DUBEY et al., 1989). 

Estes cistos se tornam infecciosos aproximadamente 75 dias após a infecção, mas 

há considerável variação entre espécies. Sarcocistos imaturos contendo apenas 
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merócitos e esquizontes não são infecciosos para o hospedeiro definitivo (DUBEY e 

LINSDAY, 2006). Os sarcocistos variam em tamanho e forma, dependendo da 

espécie do parasito. Alguns sempre permanecem microscópicos, variando de longos 

e estreitos a curtos e largos, enquanto outros tornam-se macroscópicos, com 

aparência filamentosa e globular (DUBEY, 1992). 

Os cistos de Sarcocystis spp. no músculo normalmente não causam sinais 

clínicos, ao passo que a maturação dos esquizontes de segunda geração pode ser 

acompanhada por doença grave, frequentemente resultando em morte (ROMMEL, 

1985). Sendo a gravidade da doença e dos sinais clínicos mais frequentes variáveis 

de acordo com o grau de infecção, no entanto a infecção pelo S. hominis em bovinos 

foi ocasionalmente associado à miosite eosinofílica e a presença de S. hirsuta 

macroscópica leva a condenação de partes da carcaça bovina (WOUDA et al., 

2006).  

O protozoário pode causar uma doença debilitante podendo levar à morte e 

tem como sinais clínicos febre, anorexia, prostração, palidez das mucosas, 

corrimento nasal e ocular, dispneia, salivação e opstótono. Além desses sinais 

clínicos observados tanto em animais jovens como em adultos, pode ser encontrado 

em fêmeas, queda da produção leiteira, retenção de placenta e nascimentos de 

animais fracos (LOPES, 2004). Os animais sobreviventes à infecção geralmente se 

recuperam rapidamente (ROMMEL, 1985). 

Humanos são hospedeiros definitivos de S. hominis e S. suihominis e também 

podem ser hospedeiros intermediários acidentais de várias outras espécies. Os 

sintomas variam com a espécie infectante e o órgão parasitado. (DUBEY et al., 

1989).  

Sarcocystis spp. são geralmente encontrados nos tecidos de diversos 

mamíferos, aves e répteis. Sarcocystis spp. já foi detectado em muitas espécies 

silvestres e os primatas podem servir como hospedeiros intermediários e definitivos, 

dependendo das espécies de Sarcocystis (FRENKEL, 1997). Existem vários relatos 

de cistos de Sarcocystis spp. encontrados em primatas (MANDOUR, 1969; KARR, 

1975; MEHLHORN & HEYDORN, 1978; KAN et al., 1979; HERNANDEZ-JUAREGUI 

et al., 1983; KIMURA et al., 1987; YANG et al., 2005). Porém, não há informações 

na literatura sobre sarcocistose em primatas no Brasil.  
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2.3 Toxoplasma gondii   

 

O gênero Toxoplasma foi primeiramente descrito por Splendore (1908), que 

isolou o parasita em um coelho de laboratório em São Paulo, no Brasil, 

classificando-o como Toxoplasma cuniculli. No mesmo período Nicolle & Manceaux 

(1908) no Instituto Pasteur de Túnis na Tunísia descreveram em um roedor da África 

do Sul, e classificaram inicialmente como Leishmania gondii e em 1909, 

reclassificaram como Toxoplasma gondii (NICOLLE & MANCEAUX, 1909).  

Toxoplasma gondii é um protozoário intracelular obrigatório, pertencente ao 

filo Apicomplexa, classe Sporozoa, subclasse Coccidia, família Sarcocystidae, sub-

família Toxoplasmatinae (DUBEY et al., 2002). Na década de 1970 foram descritos 

os hospedeiros definitivos e intermediários de T. gondii (FRENKEL et al., 1970). O 

protozoário tem como hospedeiro definitivo os felídeos (domésticos e selvagens) e 

como hospedeiros intermediários animais de sangue quente, dos quais incluem 

pássaros, herbívoros, primatas e carnívoros terrestres (roedores, animais de caça, 

animais de produção e o homem), além de mamíferos marinhos (baleias e golfinhos) 

(DUBEY, 2002). Acredita-se que T. gondii provavelmente pode infectar todos os 

animais de sangue quente, incluindo humanos, e é prevalente na maior parte do 

mundo (DUBEY, 2008). 

Existem três estágios de infecção de T. gondii: taquizoítos, bradizoítos e 

oocistos. Os taquizoítos são o estágio de multiplicação rápida do protozoário, 

responsáveis pela fase aguda da infecção, ocorrendo a invasão de vários tecidos 

pelos taquizoítos, sendo estes, capazes de atravessar barreiras teciduais como a 

hematoencefálica e placentária, atingindo o feto. Os bradizoítos são considerados 

como o estágio latente do parasito, a fase que marca o início da infecção crônica, na 

qual sua multiplicação diminui drasticamente e o parasito pode manter a infecção 

por um longo período em cistos teciduais (DUBEY, 1998). Os felídeos são os únicos 

hospedeiros que apresentam a forma sexuada, dessa maneira excretam oocistos 

que contaminam areia e solo e quando esporulados são fontes duradouras de 

infecção (ARAUJO et al., 1998). 

A fase de taquizoítos ocorre dentro de 8 a 12 dias pós-infecção, com a 

invasão de vários tecidos (TENTER et al., 2000). O taquizoito entra na célula 

hospedeira por penetração ativa da membrana celular. Dentro dessa célula forma-se 

um vacúolo parasitóforo que o protege do sistema imune do hospedeiro (DUBEY & 
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LINDSAY, 2006). O taquizoíto multiplica-se assexuadamente por divisões binárias 

repetidas até a célula hospedeira se romper. Depois de um número desconhecido de 

divisões, taquizoítos de T. gondii dão origem a outro estágio chamado cisto tecidual 

e passam a ser denominados bradizoítos (DUBEY & LINDSAY, 2006). 

A partir da formação destes cistos, começa a fase crônica da infecção. Os 

cistos crescem, porém permanecem dentro da célula. Eles variam em tamanho de 5 

a 70 mm e estão repletos de bradizoítos. Os cistos teciduais podem se desenvolver 

em diversos órgãos e tecidos, como os pulmões, fígado e rins. No entanto, são mais 

prevalentes no tecido muscular esquelético e cardíaco, e no sistema nervoso central, 

incluindo cérebro e os olhos (DUBEY et al., 1998). 

Os felídeos, hospedeiros definitivos, podem infectar-se através da ingestão 

dos bradizoítos (cistos) de tecidos de roedores, por carne crua de outras espécies 

animais, pela ingestão de oocistos esporulados ou ainda por meio de transmissão 

transplacentária (DUBEY, 2003). Os felídeos liberam oocistos nas fezes 3 a 10 dias 

após a ingestão de bradizoítos, sendo necessários, mais de 18 dias quando ingerem 

oocistos (DUBEY, 1998). Os hospedeiros intermediários podem se infectar por três 

vias, sendo: ingestão de oocistos esporulados; ingestão de cistos teciduais viáveis, e 

infecção transplacentária (FRENKEL, 1971). 

Os oocistos são liberados nas fezes e estão presentes no solo, onde são 

necessárias condições ideais de umidade, oxigenação e temperatura para que 

ocorra a esporulação, podendo então o oocisto permanecer infectante por até 18 

meses (FRENKEL, 1971). O hábito que os felinos tem de cobrir suas fezes, aumenta 

ainda mais as condições de sobrevivência do oocisto no ambiente. Geralmente, 

cerca de 1% dos gatos em uma população são encontrados liberando grande 

quantidade de oocistos, além disso essa forma do parasita é eliminada por um curto 

período (1 a 2 semanas) na vida do gato (DUBEY & BEATTIE, 1988). Ainda assim, a 

grande quantidade de oocistos liberados nesse período é capaz de assegurar a 

contaminação generalizada do ambiente (HILL & DUBEY, 2002). 

O parasita T. gondii é a única espécie deste gênero, porém existem 

diferenças genotípicas entre os isolados. Os primeiros estudos demonstravam haver 

três linhagens clonais (I,II,III), sendo que os tipos II e III são geralmente associados 

com a doença em animais e o tipo I é predominantemente encontrado em humanos 

(HOWE & SIBLEY, 1995; KHAN et al., 2006). No entanto hoje sabe-se da grande 
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diversidade genética do protozoário, com genótipos recombinantes entre as três 

linhagens, denominados atípicos (SOUSA & RUBENS, 2014). 

No Brasil, existem muitas cepas atípicas (DUBEY & SU, 2009). Esta situação 

pode estar relacionada a vários fatores, como a distribuição geográfica, o clima 

tropical, fauna rica e diversas rotas de transmissão possíveis (FERREIRA et al., 

2008). Quatro genótipos com ampla circulação e descritos em diferentes 

hospedeiros no Brasil foram propostos como linhagens clonais brasileiras. Estas 

linhagens são denominadas BRI, BRII, BRIII e BRIV e são distintas das linhagens 

arquetípicas tipos I, II e III (PENA et al., 2008). Segundo Gilbert et al. (2008), no 

Brasil existe uma predominância de cepas virulentas de T. gondii em comparação 

com a Europa. 

Toxoplasma gondii é um dos parasitas mais estudados, pela sua importância 

tanto em medicina humana, quanto veterinária. As condições ambientais, os hábitos 

culturais de uma população ou etnias e a própria fauna constituem alguns dos 

fatores que podem explicar a variabilidade desta infecção em diferentes áreas 

geográficas de um determinado país (DUBEY, 2009). Sua considerável 

disseminação ao redor do mundo se deve a alta capacidade de adaptação nas 

diferentes regiões e facilidade de transmissão por diversas formas (DUBEY & SU, 

2009). 

Em humanos imunocompetentes as formas assintomáticas da infecção 

constituem a maioria dos casos e figuram como acometimentos benignos, 

geralmente de cura espontânea. Uma manifestação frequente e importante é a 

toxoplasmose ocular. Em gestantes, a infecção congenita pode causar abortos, má 

formação fetal, coriorretinite, hidrocefalia ou microcefalia, calcificações cerebrais e 

alteração neurológica. (TENTER et al., 2000).  

Nos animais de produção, a toxoplasmose tem como principal característica 

os distúrbios reprodutivos, e gera perdas econômicas, principalmente em ovinos, 

caprinos e suínos, que são consideradas as espécies mais susceptíveis (GARCIA et 

al., 1999). Diversas espécies de aves também são infectadas pelo parasito, 

entretanto, na maioria das vezes, a infecção cursa de forma assintomática (DUBEY, 

2002). 

Em suínos, animais extremamente sensíveis à infecção por T. gondii, a 

importância está relacionada principalmente às perdas reprodutivas e às implicações 

em saúde pública, uma vez que a ingestão de cistos em carne crua ou mal cozida é 
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uma importante via de transmissão de T. gondii para o homem (FIALHO & ARAÚJO, 

2003). 

Um estudo sorológico conduzido com animais silvestres atropelados, 

atendidos em um hospital veterinário em São José do Rio Preto, no Brasil detectou 

anticorpos para T. gondii em seis de 26 animais testados, incluindo bugio preto 

(Alouatta caraia) (DA SILVA et al., 2014). Existem muitos relatos de toxoplasmose 

em primatas do Novo Mundo (HESSLER et al., 1971; CUNNINGHAM et al., 1992; 

VON BRACK et al., 1995; BOUER et al., 1999; EPIPHANIO et al., 2000, 2001, 

2003). 

Toxoplasmose é normalmente considerada aguda e fatal para muitos 

primatas (EPIPHANIO et al., 2000). Em estudo com 33 primatas, morte sem sinais 

clínicos ocorreu em 43,7% dos casos. Os achados clínicos mais comuns foram mal-

estar, dispneia, hipotermia e secreção serossanguinolenta ou espumosa; pneumonia 

e hepatite foram as lesões mais encontradas (EPIPHANIO et al., 2003). Os achados 

de anticorpos contra T. gondii em algumas espécies de capuchinhos e bugios na 

natureza indica que alguns desses primatas do Novo Mundo sobrevivem à 

exposição ao T. gondii (DUBEY et al., 2012). 

 

2.4 BUGIO RUIVO (Alouatta guariba clamitans)  

 

Os primatas do gênero Alouatta são animais arborícolas de grande porte, com 

corpo maciço e longa pelagem. Possuem espessa e vasta barba sob a face nua e 

pele negra, hipertrofia do osso hioide, acentuada nos machos, cauda preênsil e 

esquizodactilia (AURICCHIO, 1995). São conhecidos no Brasil ainda como bugios, 

barbados, roncadores e guaribas, e são os primatas neotropicais mais bem 

estudados (NEVILLE et al., 1988; MENDES, 1989). O gênero é composto por 

catorze espécies, com ampla distribuição geográfica, ocorrendo desde o México 

(SERIO-SILVA et al., 2005) até o Rio Grande do Sul, no Brasil (PRINTES et al., 

2001). 

Entre os representantes deste grupo está Alouatta guariba clamitans, que é 

endêmico da Mata Atlântica e ocorre no Brasil desde o Espírito Santo até a bacia do 

rio Camaquã no Rio Grande do Sul (HIRSCH et al., 1991; RYLANDS et al., 2000; 

PRINTES et al., 2001). A subespécie é considerada como próximo de ameaça, ou 



18 
 

 

seja, com perigo de extinção em médio prazo, pela União Internacional de 

Conservação da Natureza- IUCN (MENDES, 2008). 

Os bugios alimentam-se de frutos, sementes, talos, pecíolos, botões, flores, 

inclusive pólen e néctar (NEVILLE et al., 1988). Porém, folhas maduras e novas 

constituem a maior parte de sua dieta, podendo chegar a mais de 50% (BICCA-

MARQUES & CALEGARO-MARQUES, 1995), sendo caracterizados como os mais 

folívoros dentre os primatas neotropicais (MILTON, 1980).  

A elevada densidade populacional humana da região centro-sul do Brasil e a 

extensiva destruição do hábitat, resultante do processo histórico de ocupação, 

reduziram a ampla distribuição original do bugio-ruivo para umas poucas populações 

remanescentes que se encontram restritas a fragmentos florestais isolados (áreas 

de mata fechada que permanecem intactas em meio a uma plantação ou uma área 

desmatada) (SANTOS et al., 1987; CHIARELLO & GALETTI, 1994; RIBEIRO & 

BICCA-MARQUES, 2005). 

Os bugios por serem arborícolas são menos suscetíveis a infecções do que 

os primatas terrestres, pois os primatas terrestres possuem maior probabilidade de 

entrar em contato com formas infecciosas que se encontram no solo (GILBERT 

1994). Entretanto, fragmentos florestais com insuficiência de comida forçam os 

macacos a irem para o chão para passar de um fragmento a outro, aumentando 

a probabilidade de infecção (SANTA CRUZ et al., 2000) 

Devido à ampla distribuição dos bugios e ao grande contato primata – 

humano, eles possuem uma grande importância zoonótica, pois podem ser 

potenciais dispersores de parasitos aumentando os riscos sanitários para o homem 

(SANTA CRUZ et al., 2000). 

Estudos acerca das infecções parasitárias presentes em primatas são 

importantes pois podem fornecer importantes informações sobre as relações 

evolutivas, ecológicas e para a conservação de espécies (MENDES, 1989; 

STUART & STRIER, 1995). Isso devido à possibilidade de compartilhamento de 

agentes etiológicos entre o homem e os primatas não humanos em decorrência 

de nosso alto grau de parentesco (GREINERT et al., 2007).  

 

2.5 DIAGNÓSTICO MOLECULAR DE PROTOZOÁRIOS APICOMPLEXA 
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As técnicas moleculares têm grande utilidade para a identificação de agentes 

infecciosos em tecidos, secreções, excreções e fluidos corporais de animais, 

trazendo informações que não podem ser obtidas por meio dos testes imunológicos 

ou morfológicos (SINGH, 1997).  

As técnicas moleculares, como a Reação em Cadeia da Polimerase (PCR) e 

as suas variantes com base em alterações na sequência nucleotídica, tem sido 

utilizadas e consideradas sensíveis e a rápidas para determinar diversidade genética  

entre muitos parasitas, auxiliando de forma fundamental em estudos filogenéticos, 

taxonômicos, e no mapeamento epidemiológico (GONZALEZ et al., 2006). Para 

obtenção de maior especificidade de diagnóstico é possível realizar a Nested-PCR, 

a qual consiste de duas amplificações consecutivas. Essa técnica é importante para 

detecção e identificação em situações nas quais a PCR simples não é suficiente 

para chegar a um diagnóstico conclusivo (HECKEROTH & TENTER, 1999). 

A PCR é altamente específica, mas em alguns casos, é difícil realizar 

extração de DNA e atingir as concentrações desejadas nas amostras, o que limita a 

sensibilidade da técnica (ALFONSO et al., 2009). Os cistos de protozoários 

apicomplexa são distribuídos aleatoriamente nos tecidos dos hospedeiros 

(PIERGILI, 2004). Além disso, a estrutura da parede dos cistos compreende uma 

barreira que dificulta a ruptura dos cistos, reduzindo significativamente o rendimento 

de DNA extraídos deles (TENTER, 1995; NANTAVISAI et al. 2007; BABAEI et al. 

2011). A etapa de extração de DNA é, portanto, muito importante para o sucesso da 

detecção molecular. Estudos mostraram que utilização de kit comercial com 

modificações na etapa de lise foi adequado para extração de DNA de cistos de 

Sarcocystis spp. (MORÉ et al., 2011; BRÄUNIG et al., 2016). 

Para detecção de DNA de T. gondii vários genes alvos são usados, como 

gene SAG1, gene B1 (LIN et al., 2000), 18S DNA ribossomal (KIJLSTRA et al., 

2008). Atualmente, muitos estudos utilizam a sequência não codificadora repetitiva 

de 529 pares de base que apresenta de 200 a 300 cópias no genoma do parasito, 

sendo altamente específico do ponto de vista analítico (HOMAN et AL., 2000). Esse 

é um dos alvos mais usandos em detecção molecular de T. gondii. 

A técnica ainda mais utilizada e aceita na comunidade científica para a 

caracterização genética das linhagens de T. gondii é a Análise de Restrição de 

Fragmentos Polimórficos (RFLP) (HOWE & SIBLEY, 1995). A PCR-RFLP utiliza 

endonucleases de restrição, as quais são uma classe de enzimas que cortam ou 
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digerem apenas DNA dupla fita quando ocorre uma sequência específica de quatro 

ou mais bases. Dessa forma, a técnica é capaz de detectar pequenas variações em 

um gene, quando essas variações criam um sítio capaz de ser digerido por enzimas 

de restrição, ou quando excluem a existência de sítios de restrição (HOWE & 

SIBLEY, 1995; SINGH, 1997).  

O alvo de diagnóstico molecular e diferenciação entre as espécies de 

Sarcocytis mais comum é a pequena subunidade do gene de RNA ribossomal (18S 

rDNA), que é repetitiva e demonstra ter variabilidade considerável entre as espécies 

de Sarcocystis (MORÉ et al., 2013). Outras regiões alvo do DNA ribossomal, como 

ITS1 ou o gene 28S rRNA; bem como gene da subunidade I do citocromo C oxidase 

mitocondrial (CoxI) também são usadas para detectar espécies de Sarcocystis 

(GJERDE, 2016). 

Para Neospora caninum, sequências do gene NC5 do protozoário são 

bastante utilizadas como alvo para PCR. O par de primer Np21 / Np6, que tem como 

alvo gene NC5,  foi considerado sensível suficiente para detectar um único parasita 

misturado em 2mg de tecido cerebral (YAMAGE et al., 1996). 
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Abstract  

Purpose: The genus Neospora, Sarcocystis, and Toxoplasma are heteroxene 

protozoa of the Apicomplexa phylum and affect a large number of animals throughout 

their life cycle. Alouatta guariba clamitans (brown howler monkey) is a primate 

species widely distributed in South America. In primates, protozoan infections are 

common, but there are few studies in Brazil. Due to the scarcity of studies on these 

protozoa in primates in Brazil, the goal of this study was to investigate, through 

molecular detection, Neospora caninum, Sarcocystis and Toxoplasma gondii in 

Alouatta guariba clamitans tissues. 

Methods: DNA extraction was performed from tissue samples from the heart, brain, 

liver, spleen, lung and intestine of six Alouatta guariba clamitans from the Central 

Region of Rio Grande do Sul, Brazil. After, we performed conventional PCR to detect 

DNA from N. caninum, Sarcocystis spp and T. gondii. Positive sample for T. gondii 

was genotypically characterized by restriction fragment length polymorphism (PCR-

RFLP) . 

Results: The research showed the presence of Sarcocystis DNA in the tissues of 

four animals belonging to at least two species and T. gondii DNA from an atypical 

genotype was detected in two animal. 

Conclusion: The presence of apicomplexan protozoans in all tested samples 

highlight the importance of brown howler monkeys as maintainers of pathogens in 

nature. 
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Introduction   

The Apicomplexa phylum comprises several genera of pathogenic parasites 

[1] as Toxoplasma gondii, Neospora caninum, and Sarcocystis spp. These 

apicomplexan parasites have heteroxenous life cycle infecting multiple hosts and 

predator-prey relationships facilitate their transmission. In the intermediate hosts 

(often herbivorous or omnivorous), infectious stages are formed by tissue cysts that 

can be ingested by the definitive host (usually a carnivorous predator) [2]. 

Protozoal infections in nonhuman primates are common and native 

populations of primates host an amazing diversity of parasites and infectious agents, 

reinforcing the role of wild animals as reservoirs for zoonosis [3, 4].  

Primates from genus Alouatta are the New World monkeys most widely 

distributed and Alouatta guariba clamitans (brown howler monkey) is endemic at the 

Atlantic Forest in Brazil and Argentina [5]. Because of this wide distribution, howler 

monkeys have great zoonotic importance, becoming a potential parasite carrier. 

There are few studies about endoparasites in primates in Brazil; therefore this 

study aimed to evaluate the presence of Toxoplasma gondii, Sarcocystis spp., and 

Neospora caninum in different tissues of Alouatta guariba clamitans increasing the 

knowledge about protozoa infecting local primates.  

 

Material and methods 

Samples 

Tissue samples of Alouatta guariba clamitans (brown howler monkey) were 

obtained after necropsy at the Núcleo de Estudos e Pesquisas em Animals Silvestres 

from the Laboratório Central de Diagnóstico de Patologias Aviárias from 
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Universidade Federal de Santa Maria. All animals came from a wild fauna maintainer 

located in Santa Maria, Rio Grande do Sul and were sent for necropsy after death. 

There is no information about the time and place of birth and how long they lived in 

the maintainer. Fragments of brain, heart, liver, lung, spleen and intestine were 

collected from six brown howler monkeys arising from the central region of Rio 

Grande do Sul in Southern Brazil (n=35, since the brain of one animal was not 

provided). The samples were stored at -20ºC until the processing.  

DNA extraction 

An amount of 20 to 50 mg of collected tissues was macerated for DNA 

extraction using Wizard Genomic DNA Purification kit (Promega), following the 

instructions of the manufacturer, with modification in the lysis step according to Moré 

et al. (2011) [6]. Conventional polymerase chain reaction (PCR) technique was 

performed for molecular detection of DNA from each protozoans.  

Molecular detection of Toxoplasma gondii 

For detection of T. gondii DNA PCR was performed using a 529-base pairs 

(bp) genetic marker that repeats approximately 300 times in the T. gondii genome, 

thus presenting high sensitivity [7] using the primer forward (Tox4) 5’-

CGCTGCAGGGAGGAAGACGAAAGTTG-‘3 and primer reverse (Tox5)  5’-

CGCTGCAGACACAGTGCATCTGGATT-3’. The reaction was run in a final volume of 

25 µl mixture containing 2.5 µl 10X PCR Buffer with MgCl2, 10 mM dNTP, 10 pmol of 

each primer, 0,7 U JumpStart Taq DNA Polymerase (Sigma Aldrich), 100 ng DNA. 

DNA from  T. gondii RH and ultrapure water were used as positive and negative 

controls, respectively. Amplification was conducted in a thermal with initial 

denaturation for 5 min at 94ºC, followed by 35 cycles of 30 seconds at 95ºC, 1 min at 

55ºC, 1 min at 72ºC and a final extension of 5 min at 72ºC. Amplification products 
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were visualized in transilluminator after 1.5% agarose gel electrophoresis using gel 

red as DNA dye. 

 Determination of T. gondii genotype was performed by restriction fragment 

length polymorphism (PCR-RFLP) using six genetic markers, SAG1, SAG3, BTUB, 

GRA6, L358 and PK1 as previously described [8, 9]. DNA target sequences were 

first amplified by PCR-multiplex using external primers of all markers, followed by a 

nested PCR using internal primers individually for each marker. The nested PCR 

products were then cleaved by restriction enzymes under certain specific 

temperature and time conditions. The primers sequences and enzymes are 

described in  Su et al., 2010 [9]. Positive controls of type I (GTI), II (PTG) and III 

(CTG) strains were used in the reactions. After that, samples were submitted to 2.5-

3% agarose gel electrophoresis and visualized in Ultraviolet light transilluminator. 

The images were compared with controls for genotype determination. 

 

Molecular detection of Neospora caninum 

PCR was performed using a primer set for specific amplification of N. caninum 

Nc-5 gene: forward (Np21), 5’-CCCAGTGCGTCCAATCCTGTAAC-3’; and reverse 

(Np6), 5’-CTCGCCAGTCAACCTACGTCTTCT-3’ with a 328 bp expected product 

according to Yamage et al. (1996) [10]. The reaction was conducted containing 25µl 

final volume using 0.7 U JumpStart Taq DNA Polymerase (Sigma Aldrich); 2.5 µl 10X 

PCR Buffer with MgCl2; 5 pmol from each primer, 6 mM dNTPs and 50 ng template 

DNA. For amplification of the genetic material in a thermal cycler, a protocol was 

performed using 35 cycles, with initial denaturation 95°C for 5 minutes, denaturation 

95°C for 1 minute, annealing 50°C for 1 minute, extension 72°C for 1 minute, 

followed by final extension at 72°C for 10 minutes. Amplification products were 
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visualized in transilluminator after 1.5% agarose gel electrophoresis. DNA from N. 

caninum NC1 and ultrapure water were used as positive and negative controls, 

respectively. 

 

Amplification and sequencing of apicomplexan 18S rRNA 

The presence of Sarcocystis spp  and potentially other apicomplexan were 

detected by amplification of 18S ribosomal RNA gene (18S rRNA). Nested PCR of 

18S rRNAwas performed using the general primers for Apicomplexa,external primers 

Tg18s48F( 5’CCATGCATGTCTAAGTATAAGC-3’) and Tg18s359R (5’-

GTTACCCGTCACTGCCAC-3’), and internal primers Tg18s58F 

(5’CTAAGTATAAGCTTTTATACGGC-3’) and Tg18s348R (5’-

TGCCACGGTAGTCCAATAC-3’) [11]. The PCR mix contained 25 mM of external 

primers or 50 mM of internal primers. It also contained 0.7 U JumpStart Taq DNA 

Polymerase; 2.5 µl 10X PCR Buffer with MgCl2, 10 mM dNTP and 50 ng DNA. 

Amplifications were conducted with initial denaturation for 5 min at 94ºC, followed by 

35 cycles of 45 seconds at 94ºC, 45 seconds at 55ºC, 45 seconds at 72ºC and a final 

extension of 3 min at 72ºC. Amplification products were visualized in transilluminator 

after 1.5% agarose gel electrophoresis. Amplification can generate distinct amplicon 

sizes, such as about 290 bp product for Sarcocystis neurona, N. caninum, 

Hammondia hammondi and T. gondii, and 310 bp for other Sarcocystis spp. As this 

test is not species-specific, the nested-PCR amplicons were subjected to sequencing 

for genus confirmation. The amplified DNA product was purified using QIAquick PCR 

Purification Kit (Qiagen) according to the manufacturer’s instructions and subjected 

to DNA sequencing by ACTGene - Sequencing Service, Brazil, with internal forward 

and reverse primers. The sequences obtained were filtered by quality using Staden 
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Package[12] and the identity of the sequences was confirmed using blastn [13] 

against the Genbank nucleotide collection. Sequences identified as Sarcocystis spp 

were aligned using MUSCLE [14] and the alignment was visualized in the Genedoc 

2.7  [15]. 

Results and discussion 

The most common parasite found in New World primates are nematodes, 

followed by protozoa. Among primates, Alouatta is one of the most studied genera, 

although parasitological knowledge is still limited. Therefore, parasitologic 

screenings, both by morphological and molecular analysis, are crucial to improve our 

understanding in this field. [16]. In this study, we performed molecular detection of 

three protozoan genus in six different tissues from six brown howler monkeys. All 

animals were infected by at least one parasite. PCR results are shown in Table 1 and  

the genetic sequencing analysis is shown in Table 2. 

N. caninum DNA was not detected in any of the samples tested in this study 

(thus, the results were omitted from Table 1). There is little information in the 

literature about the occurrence and importance of N. caninum in primates. However, 

experimental infection in non-human primates by Neospora has been confirmed [17, 

18]  and a case of natural infection in Night Monkey (Aotus azarae infulatus) has 

been reported [19]. The differential diagnosis is relevant due to the similarity of 

tachyzoites, the close phylogenetic relationship between T. gondii and N. caninum 

[20], and the lack of information on the consequences of neosporosis in primates. 

T. gondii DNA was found in one animal (animal 4) with the specific primers 

and in two (animals 4 and 5) with the 18S rRNA marker. The identity of T. gondii 

sequences was confirmed by blastn. Although, both genes are repeated in the 
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genome, differences in amplification sensitivity among primers is expected mainly if a 

low amount of parasite DNA is present in the sample [21, 22]. 

T. gondii is widespread in the world, affecting man and many warm-blooded 

animals [23]. In the present study, this parasite was found in two brown howler 

monkey. New Word Monkeys, like howler monkeys, in general, are very susceptible 

to toxoplasmosis [24–26] and the disease is often acute and fatal [27]. The presence 

of infected herbivores indicates environmental contamination by oocysts. In the 

natural environment, wild felids (definitive hosts) cohabit with other animals and may 

spread T. gondii to the wild population [28]. 

The T. gondii genotypic analysis of animal 4 suggested an atypical genotype 

since different markers indicated distinct genotypes: SAG1 = type 1; SAG3 = type 1; 

PK1 = type 1; BTUB = type 1; GRA6 = type 1, L358 = type 3. This finding is 

consistent with previous studies that show a large circulation of atypical genotypes in 

Brazil, different than what is found in North America and Europe[29–32]. Recently, an 

outbreak of fatal toxoplasmosis in chickens in Rio Grande do Sul (Brazil) has been 

reported, and the genotype has been characterized as atypical [33]. An atypical 

genotype also seems to be responsible for the recent largest brazilian outbreak of 

human toxoplasmosis in Santa Maria, Rio Grande do Sul [34]. Moreover, atypical 

genotype has been reported in primates in Argentina [35]. 

Sarcocystis spp. DNA was detected in four animals, as could be confirmed by 

Blastn of the amplified fragment of the 18S rRNA gene. At least two different species 

of Sarcocystis were detected. Sequencing results from animals 1, 2 and 3 showed 

99.4% similarity with S. gigantia and from animal 6 indicated 99.3% similarity with S. 

neurona. The alignment of the sequences clearly stated the difference in size and 

composition sequence of animal 6 sequence and the others (76% identity) 
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(Suplementary figure 1). The 18S rRNA was previously confirmed as a powerful tool 

for species-specific differentiation of the ovine Sarcocystis species [36]. Thus, we can 

state the presence of S. gigantia and S. neurona or very closely related species 

infecting Alouatta guariba clamitans. 

Sarcocystis spp. has already been detected in many wildlife species and 

primates may serve as both intermediate and definitive hosts, depending on the 

species of Sarcocystis. There are several reports of Sarcocystis spp. cysts found in 

primates [37–44]; however, to the best of our knowledge, this is the first report of 

Sarcocystis spp. infection in primates in Brazil.  

 Felids are the definitive hosts of S. gigantea and the known intermediate 

hosts are small ruminants [45]  so this is the first report of molecular detection of the 

species in primates. Macroscopic cysts of S. gigantea were previously detected in 

sheep in southern Brazil [46], confirming the circulation of this protozoan in the 

region. In the three animals in our study that S. gigantea was detected, no cysts were 

found during necropsy. 

Molecular analysis confirmed S. neurona in one animal. Didelphis sp. 

opossums are the definitive host of S. neurona and several intermediate and/or 

accidental hosts are known, such as domestic cat, raccoon, seal, otter, armadillo, 

horses [47]. In horses it causes myeloencephalitis; and this condition has also been 

reported in a rhesus monkey[48]. Positive serology for S. neurona has also been 

reported in other primates [49]. 

Alouatta spp. are herbivores, their diet is basically composed of leaves, fruits 

and flowers [50] thus, they become infected by ingesting oocyst present in water or 

food contaminated with definitive host feces. Also, geophagy has already been 

reported in these animals [50] and this habit can increase the contact of animals with 
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feces contaminated with oocysts. It is important to note that the animals from this 

study lived in a wild fauna maintainer, in which there were also several other species 

of animals, including wild felids. This environment may have provided the source of 

infection for brown howler monkeys. 

The natural habitat of howler monkeys is fragmented and, at the same time, 

cities have expanded, increasing the contact between these animals and humans 

contributing to the transmission of many diseases [51]. Toxoplasmosis and 

sarcocystosis are zoonoses; therefore, studies focused on the presence and 

consequences of these protozoa in primates are important to understand the role of 

brown howler monkeys in the epidemiology of T. gondii, N. caninum and Sarcocystis. 

In conclusion, our analyses detected the presence of Sarcocystis spp. and T. 

gondii DNA in samples of brown howler monkeys from the Central Region of Rio 

Grande do Sul. Even with the small sample size and the lack of information about 

animals history, our findings are much relevant because it confirms the role of brown 

howler monkeys as hosts of protozoa with zoonotic potential and also by reinforcing 

the circulation of atypical T. gondii genotypes in southern Brazil. Further studies 

should be conducted in order to confirm the epidemiological role of A. guariba 

clamitans in the life cycle of these protozoans. 
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Table 01. Results of PCR for detection of T. gondii marker and 18S rRNA gene. 

 

T. gondii marker 

 

18S rRNA gene 

Animals Heart Brain Liver Spleen Intestine Lung Heart Brain Liver Spleen Intestine Lung 

1 - - - - - - + + + + - - 

2 - - - - - - + - + + - + 

3 - - - - - - - + + + - - 

4 + NA + - - + + NA + + + + 

5 - - - - - - + + - - + - 

6 - - - - - - - + - - + + 

Note: NA Tissue not available; + Positive; - Negative. 

 

Table 02. Result of blastn searches of sequenced samples. Only the first hit is shown.  

Animals/sample ID Species Coverage/Identity (%) 

1/brain MK420020.1 Sarcocystis gigantea 
isolate OS13 

100/99.4 

2/heart MK420020.1 Sarcocystis gigantea 
isolate OS13 

100/99.4 

3/brain MK420020.1 Sarcocystis gigantea 
isolate OS13 

100/99.4 

4/heart KX008033.1 Toxoplasma gondii 
isolate Tg10 

100/100 

5/heart KX008033.1 Toxoplasma gondii 
isolate Tg10 

100/100 

 

6/brain AH009986.2 Sarcocystis neurona 100/99.3 
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Supplementary figure 1: 

 

Supplementary Figure 1: Alignment of Sarcocystis spp. sequences amplified from 
different samples. 

 

Note: The order of samples is: animal 6/ brain, animal 1/Brain, animal 2/heart and animal 3/brain. 
Polymorphic positions were identified in the sequences from animals 1 and 2 (position 90, R= A or G; 
position 129, R= A or G ) and animal 3 (position 90, R= A or G; position 112, Y= C or T ). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

            

            

An6_Brain : 

An1_Brain : 

An2_Heart : 

An3_Brain : 

            

                                                                               

         *        20         *        40         *        60         *        8

AATACAGTACCGTCGAAAGCTGATAGGTCAGAAACTTGAATGATCCATCGCCGACC----AAAAGGCCATA-----ATG

AATACACTACCGTCGAAAGCTGATAGGTCAGAAACTTGAATGATCTATCGCCAATCACCGAAATGATTATAATATGATG

AATACACTACCGTCGAAAGCTGATAGGTCAGAAACTTGAATGATCTATCGCCAATCACCGAAATGATTATAATATGATG

AATACACTACCGTCGAAAGCTGATAGGTCAGAAACTTGAATGATCTATCGCCAATCACCGAAATGATTATAATATGATG

AATACAcTACCGTCGAAAGCTGATAGGTCAGAAACTTGAATGATCtATCGCCaAtCaccgAAAtGattATAatatgATG

      

      

 :  70

 :  79

 :  79

 :  79

      

            

            

An6_Brain : 

An1_Brain : 

An2_Heart : 

An3_Brain : 

            

                                                                               

0         *       100         *       120         *       140         *       1

CGATCCGTTCGGTTACTATGAATCACCTG----------AGGACCACCCGAAGGTGG---------GTTGGTTCTGTAT

CGATCCGTTCRGTTACTATGAATCACCTTCTCTTTTGACACCACCACTARAAAGTGATGGCGCACTGTTGGTTCTGTAT

CGATCCGTTCRGTTACTATGAATCACCTTCTCTTTTGACACCACCACTARAAAGTGATGGCGCACTGTTGGTTCTGTAT

CGATCCGTTCRGTTACTATGAATCACCTTCTCYTTTGACACCACCACTAGAAAGTGATGGCGCACTGTTGGTTCTGTAT

CGATCCGTTCrGTTACTATGAATCACCTtctc tttgacAccACCACta AAaGTGatggcgcactGTTGGTTCTGTAT

      

      

 : 130

 : 158

 : 158

 : 158

      

            

            

An6_Brain : 

An1_Brain : 

An2_Heart : 

An3_Brain : 

            

                                                                               

60         *       180         *       200         *       220         *       

CTAATAAACACTACCCTTCCACGAGGGAAGA-----------GGCATGTGCGCATGTATTAGCCATAGAATTACCACGG

CTAATAAACACTACTGTACAATCATAATAAATATGATTATACAGTATTTGCGCATGTATTAGCCATAGAATTACCACGG

CTAATAAACACTACTGTACAATCATAATAAATATGATTATACAGTATTTGCGCATGTATTAGCCATAGAATTACCACGG

CTAATAAACACTACTGTACAATCATAATAAATATGATTATACAGTATTTGCGCATGTATTAGCCATAGAATTACCACGG

CTAATAAACACTACtgTaCaAtcAtaatAaAtatgattatacaGtATtTGCGCATGTATTAGCCATAGAATTACCACGG

      

      

 : 198

 : 237

 : 237

 : 237

      

            

            

An6_Brain : 

An1_Brain : 

An2_Heart : 

An3_Brain : 

            

                                                                              

240         *       260         *       280         *       300         *     

TTATCCATGTAGTAAA----GACCATCAAATAAACTATAACTGTTTTAATGAGCCATTCGCAGTTTCGCCGTATAAAA

TTATCCATGTAGTAAAAATCGACTATCAAATAAACTATAACTGTTTTAATGAGCCATTCGCAGTTTCGCCGTATAAAA

TTATCCATGTAGTAAAAATCGACTATCAAATAAACTATAACTGTTTTAATGAGCCATTCGCAGTTTCGCCGTATAAAA

TTATCCATGTAGTAAAAATCGACTATCAAATAAACTATAACTGTTTTAATGAGCCATTCGCAGTTTCGCCGTATAAAA

TTATCCATGTAGTAAAaatcGACtATCAAATAAACTATAACTGTTTTAATGAGCCATTCGCAGTTTCGCCGTATAAAA

      

      

 : 272

 : 315

 : 315

 : 315
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4 CONCLUSÕES  

 

Os resultados obtidos no presente estudo permitiram concluir que: 

- Foi possível a detecção de DNA de protozoários apicomplexa em amostras 

dos seis animais testados, sendo Sarcocystis spp. em quatro animais e T. gondii em 

dois animais; 

- Não foi encontrado DNA de N. caninum nas amostras de bugio ruivo 

testadas; 

- A classificação genotípica de T. gondii sugere a presença de genótipo 

atípico em bugios da Região Central do Rio Grande do Sul; 

- Os resultados encontrados ressaltam a importância de trabalhos envolvendo 

esses protozoários em primatas no Brasil. 
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