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RESUMO 

 

A tripanossomose equina é uma doença ocasionada por hemoprotozoários flagelados 

pertencentes ao gênero Trypanosoma, capaz de infectar uma ampla variedade de 

hospedeiros vertebrados, incluindo os humanos. Dentre as diversas espécies, as de 

maior relevância são Trypanosoma cruzi, Trypanosoma evansi e Trypanosoma vivax, 

presentes em países da África, Oriente Médio e América Latina. A espécie T. cruzi é 

responsável por causar a doença de Chagas, uma antropozoonose considerada pela 

Organização Mundial da Saúde como doença tropical negligenciada. A doença 

denominada popularmente como “mal das cadeiras” ou “surra” é ocasionada pelo 

parasito T. evansi, uma enfermidade debilitante que acomete uma ampla gama de 

animais domésticos e selvagens. A tripanossomose animal causado pelo agente T. 

vivax, é caracterizado principalmente por distúrbios hematológicos e neurológicos, 

podendo ser fatal. Apesar de sua importância, até o momento, não existem relatos na 

literatura sobre a ocorrência de tripanossomose equina no estado de São Paulo. Desta 

forma, o objetivo desta pesquisa foi investigar a ocorrência de Trypanosoma spp. por 

meio de técnica molecular em equinos localizados na região Noroeste do estado de 

São Paulo. Um total de 207 amostras sanguíneas foram colhidas de equinos de ambos 

os sexos e diferentes faixas etárias, em nove municípios (Araçatuba, Birigui, 

Dolcinópolis, Fernandópolis, Guararapes, Nhandeara, Pontalinda, Turmalina e Vitória 

Brasil) localizados na região Noroeste do estado de São Paulo, Brasil. A extração do 

DNA foi realizada por meio do uso de fenol/clorofórmio/álcool isoamílico (25:24:1). A 

reação em cadeia pela polimerase (PCR) foi a técnica utilizada, com a amplificação 

das regiões kDNA, DNA satélite do minicromossomo  e cdCatL-like para a detecção 

de T. cruzi, T. evansi e T. vivax, respectivamente. Neste estudo não foram detectadas 

a presença de T. cruzi, T. evansi e T. vivax em equinos em municípios do Noroeste 

do estado de São Paulo. Este é um estudo inédito, visto que até o momento não 

existem dados de investigações prévias na literatura destes tripanossomatídeos 

nesses animais nesta localidade. 

 

Palavras-chave: cavalo; ocorrência; PCR; protozoários; tripanossomose. 

 



 

ABSTRACT 

 

Equine trypanosomiasis is a disease caused by flagellated hemoprotozoa belonging 

to the genus Trypanosoma, capable of infecting a wide variety of vertebrate hosts, 

including humans. Among the various species, the most relevant are Trypanosoma 

cruzi, Trypanosoma evansi, and Trypanosoma vivax, present in countries in Africa, the 

Middle East, and Latin America. The species T. cruzi is responsible for causing Chagas 

disease, an anthropozoonosis considered by the World Health Organization to be a 

neglected tropical disease. The disease popularly known as "mal das cadeiras" or 

"surra" is caused by the parasite T. evansi, a debilitating illness that affects a wide 

range of domestic and wild animals. Animal trypanosomiasis caused by the agent T. 

vivax is characterized mainly by hematological and neurological disorders, and can be 

fatal. Despite its importance, to date, there are no reports in the literature on the 

occurrence of equine trypanosomiasis in the state of São Paulo. Therefore, the 

objective of this research was to investigate the occurrence of Trypanosoma spp. using 

molecular techniques in horses located in the Northwest region of the state of São 

Paulo. A total of 207 blood samples were collected from horses of both sexes and 

different age groups in nine municipalities (Araçatuba, Birigui, Dolcinópolis, 

Fernandópolis, Guararapes, Nhandeara, Pontalinda, Turmalina, Vitória Brasil) located 

in the Northwest region of the state of São Paulo, Brazil. DNA extraction was performed 

using phenol/chloroform/isoamyl alcohol (25:24:1). Polymerase chain reaction (PCR) 

was the technique used, with amplification of kDNA, minichromosome satellite DNA, 

and cdCatL-like regions for the detection of T. cruzi, T. evansi, and T. vivax, 

respectively. In this study, the presence of T. cruzi, T. evansi, and T. vivax was not 

detected in horses in municipalities in the Northwest of the state of São Paulo. This is 

a novel study, since to date there are no data from previous investigations in the 

literature on these trypanosomatids in these animals in this location. 

 

Keywords: horse; occurrence; PCR; protozoa; trypanosomiasis. 
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1 INTRODUÇÃO 

 

A equideocultura possui uma grande relevância sócio-econômica no Brasil, 

país com a quarta maior tropa de cavalos no mundo segundo a Organização das 

Nações Unidas para a Agricultura e Alimentação (FAO, 2025). Atualmente os equinos 

são utilizados não apenas na agropecuária, mas também em esportes e equoterapia, 

apresentando um íntimo contato com os humanos (Associação Brasileira de Criadores 

de Cavalo Quarto de Milha - ABQM, 2022). Dessa forma, é fundamental a atenção à 

saúde destes animais, uma vez que a manutenção de sua sanidade exerce impacto 

direto também na Saúde Pública (Organização Pan-Americana da Saúde - OPAS, 

2026). 

A tripanossomose equina é uma enfermidade infecciosa causada por um 

protozoário flagelado do gênero Trypanosoma, o qual possui a capacidade de infectar 

uma ampla variedade de hospedeiros vertebrados, incluindo os humanos (Kaufer et 

al., 2017). Estes hemoparasitos apresentam uma ampla distribuição na América 

Latina, África e Ásia (Büscher et al., 2019; Cecchi  et al., 2014). Dentre as várias 

espécies já descritas em equinos, as mais importantes clinicamente são Trypanosoma 

cruzi, Trypanosoma evansi, e Trypanosoma vivax (Araújo-Neto et al., 2023, 

Golombieski, 2023; Suganuma et al., 2022). 

O protozoário T. cruzi é responsável por causar a doença de Chagas, uma 

enfermidade que acomete tanto humanos como animais domésticos e selvagens 

(Silvestrini et al., 2024). Esta enfermidade apresenta uma casuística estimada em sete 

milhões de pessoas no mundo, em especial na América Latina, no entanto é 

classificada pela Organização Mundial da Saúde (OMS) como uma doença tropical 

negligenciada (World Healyh Organization - WHO, 2025). A principal forma de 

transmissão deste parasito ocorre por meio do contato de fezes de triatomíneos 

infectados, conhecidos popularmente como “barbeiros” (Chagas, 1909). 

Apesar da sua importância, os estudos efetuados em equinos são 

escassos, e não é sabido se estes animais são potenciais hospedeiros reservatórios 

(Araújo-Neto et al., 2023; Bryan et al., 2016; Limeira et al., 2023). Recentemente foram 

relatados os primeiros casos em equinos no Brasil, no estado do Rio Grande do Norte 

(Araújo-Neto et al., 2023), e em asininos e muares, em Pernambuco (Limeira et al., 

2023), todos assintomáticos. Houve um caso nos Estados Unidos, no estado do 
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Texas, no qual um cavalo infectado com T. cruzi apresentou sinais neurológicos 

(Bryan et al., 2016). 

A espécie T. evansi é o agente da doença denominada como “mal das 

cadeiras” nos países da América do Sul, ou “surra” em países na África e Ásia, 

presente em regiões tropicais e subtropicais do mundo (Desquesnes et al., 2013; 

Fagundes-Moreira  et al., 2024; Souza et al., 2025). É uma enfermidade debilitante, e 

ocasiona elevada taxa de óbitos em animais anualmente, com alguns casos raros 

reportados em humanos (Aregawi et al., 2019; Sengupta et al., 2022). A transmissão 

deste parasito ocorre mecanicamente durante o repasto sanguíneo de moscas dos 

gêneros Stomoxys e Tabanus (Odeniran et al., 2019). No Brasil a doença  é 

considerada enzoótica no Pantanal, região Centro-Oeste do país (Parreira et al., 

2016), mas já foi descrita em outros estados no Norte, Sul e Sudeste (Golombieski et 

al., 2023; Nunes et al., 2012; Rodrigues et al., 2009; Silva, J. et al., 2016). No entanto, 

até o presente momento, não há descrição na literatura da sua ocorrência em equinos 

no estado de São Paulo. 

A tripanossomose animal causada por T. vivax, também denominada 

Nagana, é uma doença de grande relevância na Medicina Veterinária presente na 

América Latina e África, ocasionando problemas reprodutivos, distúrbios 

hematológicos e neurológicos, mortalidade e perdas econômicas (Fetene et al., 2021; 

Morrison et al., 2016; Vieira et al., 2017). No continente africano, a transmissão deste 

parasito ocorre por meio do repasto sanguíneo dos dípteros do gênero Glossina spp., 

popularmente conhecido como moscas tsé-tsé (Suh et al., 2017). Na América Latina 

não estão presentes seus vetores cíclicos, sendo então transmitidos mecanicamente 

por moscas hematófagas, como Stomoxys calcitrans e Haematobia irritans (Cadioli et 

al., 2012; Heller et al., 2024; Suh et al., 2017), ou por meio de fômites contaminados, 

como agulhas (Bastos et al., 2020; Melo Junior et al., 2022). Até o presente momento 

esta enfermidade foi relatada no Brasil apenas no estado do Rio Grande do Sul (Silva 

et al., 2011), no entanto pode ocorrer uma subnotificação devido os sinais clínicos 

serem inespecíficos, e por vezes confundido com infecção por T. evansi, que 

apresenta uma maior casuística no país, porém não são realizados diagnósticos 

laboratoriais confirmatórios (Silva et al., 2011). 

Diferentes técnicas de diagnóstico de tripanossomose podem ser adotadas, 

como método direto, com a identificação do agente, ou indireto, por meio da detecção 

do nível de anticorpos no hospedeiro (Lopez-Albizu et al., 2023). Para uma escolha 
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correta da técnica ideal, é necessário conhecer as vantagens e limitações de cada 

uma. A detecção por microscopia é comumente utilizada, devido seu baixo custo e 

facilidade, porém sua sensibilidade depende do nível de parasitemia do indivíduo 

infectado (Desquesnes et al., 2022). As técnicas moleculares, como a reação em 

cadeia pela polimerase (PCR), apresentam uma sensibilidade maior, além de ter a 

capacidade de diferenciar as espécies e subespécies de Trypanosoma com o uso de 

primers específicos, no entanto apresenta um custo financeiro acentuado (Lopez-

Albizu et al., 2023; Mulenga et al., 2021). Os testes sorológicos identificam anticorpos 

circulantes específicos contra Trypanosoma spp., apresentam alta sensibilidade e 

especificidade, porém pode ocorrer reações cruzadas entre espécies de Trypanosoma 

e com protozoários do gênero Leishmania (Desquesnes et al., 2022). 

 

1.1  Trypanosoma spp. 

   

O gênero Trypanosoma abrange protozoários flagelados pertencentes à 

Ordem Kinetoplastea, Família Trypanosomatidae (Vickerman, 1976), que possuem 

como característica a presença de cinetoplasto, uma estrutura que contém DNA 

extracelular condensado (kDNA) (Hannaert et al., 2003). Estes hemoparasitos são 

capazes de infectar uma ampla gama de hospedeiros vertebrados, bem como os seres 

humanos (Kaufer et al., 2017). As tripanossomoses, doenças causadas por esses 

agentes, apresentam uma ampla distribuição na América Latina, África e Ásia 

(Büscher et al., 2019; Cecchi  et al., 2014) 

Os tripanossomas primitivos eram parasitos monoxênicos restritos a 

insetos não hematófagos. Contudo, com a aquisição do hábito hematofágico por seus 

hospedeiros invertebrados, esses protozoários passaram por adaptações 

morfológicas e funcionais significativas, culminando no desenvolvimento de um flagelo 

e de uma membrana ondulante, estruturas que lhes conferiram capacidade de 

locomoção e sobrevivência no sistema circulatório de hospedeiros vertebrados 

(Hoare, 1972). 

Esses parasitos podem ser classificados em duas categorias, de acordo 

com o seu ciclo biológico, em Stercoraria e Salivaria (Desquesnes et al., 2013). Os 

tripanossomas estercorários se desenvolvem na região posterior do trato digestivo de 

artrópodes, e os tripanossomas salivares estão presentes na região anterior do trato 
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digestivo dos vetores (Coura; Borges-Pereira, 2010; Desquesnes et al., 2013; 

Rodgers, 2009). 

Os protozoários deste gênero possuem morfologia típica composta por 

células alongadas e fusiformes, com núcleo central, cinetoplasto localizado na 

extremidade posterior e um único flagelo que se origina na bolsa flagelar posterior, 

estendendo-se ao longo do corpo celular até a região anterior (Zajac et al., 2021). Vale 

destacar que durante seu ciclo de vida pode sofrer alterações de morfologia, 

metabolismo e expressão gênica. Assim, respectivamente, epimastigotas e 

amastigotas são as formas replicativas encontradas no intestino médio do inseto e nas 

células de mamíferos; enquanto tripomastigota metacíclico presente no artrópode e o 

tripomastigota da corrente sanguínea do hospedeiro vertebrado são os estágios 

infecciosos (Gonçalves et al., 2018; Hoare; Wallace, 1966) (Figura 1). 

 

Figura 1 - Ilustração das formas de tripomastigota (A), epimastigota (B) e amastigota 
(C) das espécies de protozoário do gênero Trypanosoma. 

 

Fonte: Elaborado pela autora, por meio da plataforma BioRender. 

 

A superfície deste parasito é recoberta por glicoproteína de superfície 

variante (VSG), que são os principais antígenos de superfície que serão reconhecidos 

pelo sistema imunológico do hospedeiro durante a infecção (Cross, 1975; Vickerman, 

1969). Estes parasitos utilizam como um mecanismo de evasão a variação antigênica 

dessa porção, desta forma impedindo uma imunidade duradoura no hospedeiro 

(Pereira; Jackson; Figueiredo, 2022). 

As principais espécies descritas em equinos são T. cruzi e T. evansi 

(Araújo-Neto et al., 2023, Golombieski, 2023), que apresentam uma relevância em 

Saúde Pública (Florentino et al., 2021; Sengupta et al., 2022). Também existem relatos 

esporádicos da ocorrência de T. vivax nesses animais (Suganuma et al., 2022). 
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1.2  Trypanosoma cruzi 

  

O hemoprotozoário antropozoonótico T. cruzi é responsável por causar a 

doença de Chagas ou tripanossomíase americana, uma enfermidade crônica e 

sistêmica que acomete os humanos e uma vasta gama de animais domésticos e 

selvagens (Silvestrini et al., 2024). Apesar de sua importância na Saúde Pública, com 

casos estimados em sete milhões de pessoas infectadas no mundo, principalmente 

na América Latina (Figura 2), ainda é classificado pela Organização Mundial da Saúde 

(OMS) como uma doença tropical negligenciada (WHO, 2025). 

 

Figura 2 - Mapa adaptado da distribuição global de casos de doença de Chagas, com 
base em estimativas oficiais, 2018. 

 

Fonte: WHO, 2025. 

   

A principal forma de transmissão do parasito, um tripanossoma 

estercorário, é por meio do contato com as fezes de triatomíneos infectados 

(Reduviidae: Triatominae), que são conhecidos popularmente como "barbeiros" 

(Chagas, 1909). Atualmente, já foram relatadas aproximadamente 157 espécies 

desse inseto hematófago, no qual 68 foram identificadas no Brasil (Ferreira; Diotaiuti; 

Belisário, 2022), contudo as de maior importância na transmissão domiciliar da doença 

são Triatoma infestans, Triatoma brasiliensis, Triatoma pseudomaculata, Triatoma 
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sordida  e  Panstrongylus megistus (Galvão, 2014; Paiva et al., 2022). No Brasil, a 

implementação do Programa Nacional de Controle da Doença de Chagas resultou em 

uma expressiva redução das populações de T. infestans, um dos principais vetores 

do parasito no país, permanecendo atualmente apenas focos residuais registrados no 

estado da Bahia e Rio Grande do Sul (Dias et al., 2016; Ribeiro Jr et al., 2019). A 

espécie P. megistus tem tido uma maior destaque na epidemiologia desta 

enfermidade, devido à alta taxa de infecção T. cruzi por este vetor, e sua adaptação 

em formação de colônias intra e/ou peridomicílio, como observado em municípios da 

região metropolitana de São Paulo (Silva et al., 2020). 

A espécie T. cruzi é, portanto um parasito digenético, apresentando 

estágios de desenvolvimento morfologicamente distintos nos hospedeiros vertebrados 

e invertebrados, denominados de tripomastigotas, epimastigotas e amastigotas 

(Gonçalves et al., 2018; Hoare; Wallace, 1966). Durante o repasto sanguíneo do 

triatomíneo em um hospedeiro infectado ocorre a ingestão das formas tripomastigotas, 

que estão presentes na corrente sanguínea dos animais vertebrados, bem como nos 

humanos (Chagas, 1909; Onyekwelu, 2019). No interior dos triatomíneos, ao alcançar 

a porção do intestino médio ocorre sua transformação em epimastigotas, que se 

replicam por fissão binária (Chagas, 1909; Onyekwelu, 2019). As epimastigotas 

migram para a região da ampola retal do inseto, onde se tornam tripomastigotas 

metacíclicos, que serão por fim expelidos junto com as fezes dos triatomíneos 

(Chagas, 1909; Onyekwelu, 2019). Ao penetrar em um novo hospedeiro vertebrado, 

as formas tripomastigotas tem a capacidade de invadir as células, e no interior destas 

se diferenciam em amastigotas, que se dividem até ocorrer a ruptura celular, liberando 

novas tripomastigotas na corrente sanguínea (Chagas, 1909; Onyekwelu, 2019). 

Outras formas de transmissão são por meio de transfusão sanguínea, 

transplante de órgãos, transmissão sexual e transplacentária (Coura, 2014; 

Kemmerling; Bosco; Galanti, 2010). Nos últimos anos, houve um aumento na 

ocorrência da infecção por T. cruzi por meio da transmissão oral, atribuído ao 

manuseio inadequado de alimentos, como açaí e cana-de-açúcar, contaminados por 

vetores infectados (Xavier et al., 2014; Zapparoli et al., 2022). 

A enfermidade nos humanos é caracterizada por uma fase aguda, no qual 

ocorre a parasitemia, ou seja, a circulação e replicação significativa do parasito na 

corrente sanguínea do indivíduo (Nunes et al., 2013). Na maioria dos casos, os 

pacientes neste estágio são assintomáticos ou apresentam sintomas leves, como dor 



19 

de cabeça, tontura e febre, que desaparecem espontaneamente após alguns dias ou 

semanas (Prata, 2001). Quando a infecção ocorre por via conjuntival, observa-se o 

desenvolvimento de edema palpebral unilateral, envolvendo as pálpebras superior e 

inferior, manifestação clínica classicamente denominada sinal de Romaña (Prata, 

2001). Após quatro a oito semanas da infecção por T. cruzi, ocorre uma diminuição 

de tripomastigotas na circulação, predominando as formas amastigotas se replicando 

lentamente nos tecidos, característico do estágio crônico da doença (Nunes et al., 

2013). Durante esta fase, os hospedeiros podem permanecer assintomáticos por 

anos, porém em alguns casos ocorrem complicações clínicas, relacionadas 

principalmente a alterações cardíacas, digestivas ou neurológicas, podendo ser fatal 

(Álvarez-Hernández et al., 2018). A maioria dos diagnósticos da doença são 

realizados na fase crônica da infecção, quando já estão presentes danos irreversíveis 

(Fuentes-Vicente et al., 2023). 

A primeira descrição de T. cruzi foi realizada em 1908 por Carlos Chagas, 

quando conduzia uma campanha contra a malária no Brasil. Ele encontrou esses 

organismos flagelados ao analisar o conteúdo fecal de um triatomíneo, e 

posteriormente enviou alguns insetos para seu mentor Oswaldo Cruz, que foi 

homenageado com o nome do novo micro-organismo descoberto. Posteriormente foi 

detectado também uma forma tripomastigota semelhante no sangue de uma menina 

de dois anos de idade, que apresentava febre, hepatomegalia e esplenomegalia, 

sendo o primeiro caso da doença (Chagas, 1909). Atualmente, no Brasil, o número de 

casos humanos notificados são maiores na região Norte do país (Tabela 1), em 

especial no estado do Pará (Brasil, 2023). 

  

Tabela 1 - Distribuição de casos de T. cruzi em humanos por região de infecção e 
anos do início de sintomas de acordo com o Ministério da Saúde do governo 
do Brasil. 

Região 

Ano 

2019 2020 2021 2022 2023 

Norte 350 162 324 387 501 
Nordeste 32 1 9 16 8 
Sudeste 0 4 1 7 3 
Sul 0 0 4 2 4 
Centro-Oeste 3 1 2 3 0 

Total 385 168 340 415 516 
 Fonte: Elaborado pela autora. 

  



20 

Os cães domésticos constituem os principais reservatórios deste parasito 

em ambientes urbanos e desempenham o papel de sentinelas, uma vez que 

frequentemente são infectados antes dos seres humanos, contribuindo de forma 

significativa para a vigilância e investigação epidemiológica da doença (Cardinal et al., 

2014; Castillo-Neyra et al., 2015; Jaimes-Dueñez et al., 2017). Entretanto, os equinos 

também podem atuar como potenciais hospedeiros reservatórios de T. cruzi na 

América Latina e nos Estados Unidos (Bryan et al., 2016). Contudo, os estudos 

existentes sobre a ocorrência desse protozoário nessa espécie são escassos e, em 

geral, apresentam tamanhos amostrais reduzidos (Araújo-Neto et al., 2023; Bryan et 

al., 2016; Limeira et al., 2023). 

A primeira descrição da ocorrência de T. cruzi em equinos no Brasil foi 

realizada recentemente, no estado do Rio Grande do Norte, no qual estavam 

assintomáticos (Araújo-Neto et al., 2023). Uma alta ocorrência foi descrita de forma 

inédita, no mesmo ano, em asininos e muares assintomáticos no estado de 

Pernambuco, na zona semiárida do Nordeste do país (Limeira et al., 2023).  Em um 

relato da infecção realizado no estado do Texas, Estados Unidos, foi observado um 

cavalo quarto de milha apresentando sinais neurológicos e presença de formas 

amastigotas de T. cruzi na medula espinhal (Bryan et al., 2016). Vale ressaltar que os 

diagnósticos supramencionados foram realizados por meio de reação em cadeia pela 

polimerase (PCR), uma técnica molecular. As técnicas sorológicas, como o ensaio 

imunoenzimático (ELISA), tem baixa especificidade na diferenciação dos protozoários 

da família Trypanosomatidae, podendo ocorrer reações cruzadas entre outras 

espécies, como T. evansi e T. vivax (Desquesnes et al., 2001). 

Em 2009, um comitê de especialistas, considerando a variabilidade 

genética de T. cruzi, estabeleceu seis unidades de tipagem discretas (DTUs), 

classificando as cepas do parasito em TcI a TcVI (Zingales et al, 2009). 

Posteriormente, uma sétima tipagem foi incluída, denominada TcBat, inicialmente 

restrita apenas a espécies de morcegos (Lima et al., 2015; Marcili et al., 2009; Zingales 

et al., 2012). No Brasil, as principais DTUs descritas são TcI, associada ao ciclo 

selvagem, e TcII, relacionada principalmente ao ciclo de transmissão doméstico e aos 

casos humanos,  detectada em pacientes da região Centro-oeste e Sudeste (Oliveira 

et al., 2015; Souza et al., 2022; Limeira et al., 2023). 
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1.3  Trypanosoma evansi 

  

 O hemoprotozoário flagelado T. evansi é o agente responsável por causar 

a doença debilitante denominada comumente como “mal das cadeiras” nos países da 

América do Sul, ou “surra” em países na África e Ásia (Desquesnes et al., 2013). Essa 

tripanossomíase pode acometer uma ampla gama de animais domésticos e 

selvagens, e está presente em regiões tropicais e subtropicais no mundo (Fagundes-

Moreira  et al., 2024; Souza et al., 2025). 

É uma doença que causa alta taxa de óbitos em animais anualmente, e em 

casos raros este parasito está associado à tripanossomíase humana atípica, podendo 

ser fatal (Aregawi et al., 2019; Sengupta et al., 2022). Na literatura já foram descritos 

inúmeros casos, principalmente na América do Sul, África, Ásia e Oriente Médio, e 

alguns surtos em países da Europa (Aregawi et al., 2019; Gutierrez et al., 2010). No 

Sistema Mundial de Informação de Saúde Animal da OMS, as únicas notificações 

realizadas entre os anos 2016 a 2025, foram no Uruguai e na Argentina. A doença é 

de notificação obrigatória pela Organização Mundial da Saúde Animal (WAHIS) desde 

2009 (World Organisation for Animal Health - WOAH, 2023), porém existem 

divergências entre os casos notificados e os casos descritos na literatura (Figura 3), o 

que demonstra uma provável subnotificação (Aregawi et al., 2019). 
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Figura 3 - Mapa adaptado sobre a discordância entre os países que notificaram a 
ocorrência da doença “Mal das Cadeiras” ou “Surra” à OIE e distribuição geográfica 
desta enfermidade com base na literatura publicada.  

 

 

Fonte: Aregawi et al., 2019. 

  

A introdução deste parasito nas Américas ocorreu durante a colonização 

espanhola no século XVI, através de cavalos infectados trazidos da Europa e do Norte 

de África (Hoare, 1972). Os primeiros registros da doença foram realizados no Brasil 

entre os anos de 1827 a 1830, na Ilha de Marajó, estado do Pará, com o primeiro 

relato clínico compatível com T. evansi (Jansen, 1941), e foi nomeado por Steel no 

ano de 1885, na Ásia (Steel, 1885). 

Esta espécie pertence ao subgênero Trypanozoon, que inclui também 

Trypanosoma brucei, os quais são morfologicamente indistinguíveis entre si, porém 

caracterizadas por divergências genéticas significativas que refletem adaptações 

ecológicas distintas (Carnes et al., 2015). Seu ancestral, T. brucei, um tripanossoma 

salivar presente na África, depende da transmissão cíclica por meio da mosca do 

gênero Glossina spp., mais conhecida como tsé-tsé (Zíková, 2022). Porém, durante 

sua evolução, o protozoário T. evansi perdeu  de forma gradual ou completa 

componentes essenciais do DNA do cinetoplasto (kDNA), particularmente 

maxicírculos, o que permitiu uma adaptação à transmissão mecânica, não estando 
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mais restrito apenas em países africanos onde estão presentes as moscas tsé-tsé, se 

disseminando para outros continentes (Carnes et al., 2015; Lai et al., 2008; Lun; 

Desser, 1995). Essa adaptação é caracterizada por alterações mitocondriais 

relevantes, incluindo modificações na ATP sintase, sem comprometer a virulência em 

hospedeiros mamíferos, resultando na transição de um ciclo de vida complexo para 

um mecanismo de transmissão mais simples e direto (Carnes et al., 2015; Lai et al., 

2008; Lun; Desser, 1995). 

A transmissão deste hemoparasito ocorre mecanicamente durante o 

repasto sanguíneo de moscas dos gêneros Stomoxys e Tabanus (Odeniran et al., 

2019). Um fator importante é que quanto menor o intervalo de sucção de sangue entre 

um animal infectado e um novo hospedeiro, maior o sucesso de transmissão, devido 

o tempo de sobrevivência destes protozoários na cavidade oral do vetor (Aregawi et 

al., 2019). Na América do Sul, a transmissão pode ocorrer pelo morcego hematófago 

Desmodus rotundus, que irá atuar como vetor da doença ou hospedeiro (Hoare, 1965; 

Silva-Iturriza et al., 2013). Também pode ocorrer a transmissão vertical (Campigotto 

et al., 2017); oral, ao ingerir sangue ou carne de animais infectados (Mandal et al., 

2017); e iatrogênica, por meio de uso de fômites contaminados, como agulhas 

compartilhadas entre animais durante administração de fármacos (Kim et al., 2024). 

A infecção causada por esse agente pode manifestar-se de forma aguda, 

frequentemente associada à elevada taxa de mortalidade, ou evoluir para uma forma 

crônica, levando a distúrbios como desenvolvimento de neuropatias, 

imunossupressão e anemia, podendo ser fatal em semanas a meses (Desquesnes et 

al., 2013; Rodrigues et al., 2009). Os sinais clínicos característicos observados nos 

equinos são perda progressiva de peso, letargia, incoordenação, instabilidade da 

marcha envolvendo os membros pélvicos, atrofia dos músculos dos membros 

posteriores, fraqueza muscular, palidez das membranas mucosas, edema subcutâneo 

das porções ventrais do tronco e membros, e abortos (Rodrigues et al., 2005). 

Contudo, em infecções subclínicas, equinos infectados podem ser assintomáticos 

(Golombieski et al., 2023), representando um problema na disseminação da doença. 

Os tripomastigotas de T. evansi tem a capacidade de penetrar a barreira 

hematoencefálica, e permanecer em vasos sanguíneos nos espaços perivasculares 

ou parênquima cerebral, levando a meningoencefalite linfoplasmocitária com edema 

acentuado e necrose variável (Rodrigues et al., 2009). Os sinais observados 

decorrentes da lesão no sistema nervoso central são ataxia, cegueira, andar em 
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círculos, hiperexcitabilidade, depressão, déficits proprioceptivos, inclinação da cabeça 

e movimentos de remo (Rodrigues et al., 2009). Importante mencionar que a ataxia 

pode ser resultado também de dano muscular, que ocasiona miosite, atrofia e perda 

de fibras musculares, o que também explica a perda de peso progressiva, mesmo com 

o hospedeiro em normorexia ou até com apetite aumentado (Silva et al., 2012). As 

causas da anemia ainda não são totalmente elucidadas, sendo provavelmente 

consequente à hemólise, hemodiluição, sangramento, bem como danos mecânicos 

aos eritrócitos decorrente da motilidade e adesão dos flagelos do protozoário à sua 

superfície (Rossi et al., 2017). 

A tripanossomose em equinos por este agente já foi descrita em países da 

América do Sul, no Brasil (Golombieski et al., 2023); África, no Egito (Shoraba et al., 

2024) e Etiópia (Birhanu et al., 2015); Ásia, na Índia (Laha; Sasmal, 2008), Malásia 

(Mohd Rajdi et al., 2021) e Palestina (Ereqat et al., 2020); e Europa na Espanha e 

França (Gutierrez et al., 2010). A ocorrência global desta enfermidade nesta espécie 

variou de acordo com a técnica diagnóstica empregada, sendo 2,42% (67/2.772), 

14,66% (1.138/7.761) e 7,53% (165/2.190), por meio de métodos parasitológicos, 

sorológicos e moleculares, respectivamente (Aregawi et al., 2019). 

A chegada de T. evansi no continente americano ocorreu durante o século 

XVI, provavelmente por meio da introdução de equinos e bovinos trazidos por 

colonizadores europeus (Luckins, 1988). No Brasil, o primeiro registro oficial deste 

protozoário foi realizado em equinos no estado do Pará, região Norte do país (Carini; 

Maciel, 1909). Posteriormente foi descrito em outras localidades no Norte, Sul e 

Sudeste do país (Golombieski et al., 2023; Nunes et al., 2012; Rodrigues et al., 2009; 

Silva, J. et al., 2016), mas é considerado enzoótico no Pantanal, localizado na região 

Centro-Oeste,  (Parreira et al., 2016), no qual equinos se destacam como os principais 

hospedeiros investigados nas pesquisas sobre o agente. Vale destacar que o único 

caso relatado na literatura na região Sudeste, no estado de Minas Gerais, envolveu 

dois equinos diagnosticados com T. evansi por meio de técnicas de biologia molecular, 

sendo um deles um garanhão que havia sido transportado para o Sul do país, em área 

próxima a localidades onde anteriormente foram registrados surtos da enfermidade 

(Nunes et al., 2012). 

Até o presente momento foram relatados raros casos humanos de infecção 

por T. evansi (Powar et al., 2006; Chau et al., 2016; Sobhy et al., 2017). No entanto, 

apenas um estudo na Índia foi mais aprofundado, no qual foi realizado diagnóstico 
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sorológico e molecular em um paciente, confirmando a presença deste agente 

infeccioso (Powar et al., 2006). Alguns sinais clínicos mencionados foram febre cíclica 

intermitente, desconforto e sonolência por mais de cinco meses. Neste paciente foi 

descoberto uma mutação de ambos os alelos APOL1, uma lipoproteína localizada no 

plasma capaz de eliminar os tripanossomas, deixando mais suscetível a ter a infecção 

(Vanhollebeke et al., 2006). Posteriormente, na mesma região, foram identificados 

humanos soropositivos, porém sem a detecção do parasito, indicando uma frequente 

exposição ao T. evansi (Shegokar et al., 2006). O contato humano com animais 

infectados com este protozoário pode aumentar o risco do seu potencial zoonótico, 

causando a doença denominada tripanossomíase humana não africana ou a 

tripanossomíase humana atípica (Kim et al., 2023). Desta forma, é essencial o 

conhecimento epidemiológico da tripanossomose, para avaliar os riscos, e se 

necessário, implementação de medidas de controle, visando a manutenção da saúde 

animal e humana. 

 

 1.4  Trypanosoma vivax 

  

A espécie T. vivax é capaz de infectar animais domésticos e selvagens, 

causando doença denominada Nagana ou tripanossomíase animal (Cadioli et al., 

2012; Dagnachew; Bezie, 2015; Magang et al., 2023; Silva et al., 2011). É uma das 

enfermidades de grande relevância na Medicina Veterinária, ocasionando perdas 

econômicas relacionadas à morbidade, mortalidade, problemas reprodutivos e 

diminuição de produção na pecuária (Vieira et al., 2017). Assim, existem relatos da 

presença deste parasito em países africanos e latino-americanos, detectados em 

animais domésticos, como bovinos, bubalinos, equídeos, camelos, dromedários, 

suínos e ovinos, e selvagens, como antílopes, hipopótamo, rinoceronte-negro, 

pangolim e javali (Fetene et al., 2021) (Figura 4). No WAHIS, a única notificação da 

doença foi realizada em março de 2024 em Burkina Faso, na África, porém sem 

confirmação da espécie de Tripanosoma por meio de biologia molecular, o que pode 

sugerir uma subnotificação dos casos (WOAH, 2024). 
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Figura 4 - Mapa adaptado da distribuição global de T. vivax com base em revisão 
sistemática incluindo publicações entre 1958 e 2019  
 

 

Fonte: Fetene et al., 2021. 

  

No continente africano, a transmissão de T. vivax ocorre por meio do 

repasto sanguíneo do díptero do gênero Glossina spp., popularmente conhecido como 

mosca tsé-tsé, no qual se multiplicam e permanecem infecciosos durante toda a vida 

do inseto (Suh et al., 2017). O parasito completa todo o seu ciclo na probóscide desses 

vetores, finalizando seu desenvolvimento em tripomastigotas metacíclicos, que são 

formas infectantes para o hospedeiro vertebrado, que são inoculados com a saliva 

durante o repasto sanguíneo da mosca (Silva et al., 2013). Contudo, na América Latina 

não estão presentes os vetores cíclicos, sendo então transmitidos mecanicamente por 

moscas hematófagas, como Stomoxys calcitrans e Haematobia irritans, conhecidas 

como mosca-dos-estábulos e mosca-dos-chifres, respectivamente (Cadioli et al., 

2012; Heller et al., 2024; Suh et al., 2017). No entanto, esse meio de transmissão 

ainda necessita de investigações científicas, não tendo confirmação da capacidade 

de transmissão destes vetores. Em um estudo recente, foi possível identificar 

capacidade de infecção de S. calcitrans com triatomíneos de T. vivax, mas não foi 

detectada a transmissão para um grupo de bezerros (Heller et al., 2024). Outra forma 

de transmissão mecânica é por meio de fômites contaminados, como o uso da mesma 
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agulha durante a administração de medicamentos, hormônios reprodutivos e vacinas 

nos animais (Bastos et al., 2020; Melo Júnior et al., 2022). 

A doença causada por esse agente é comumente assintomática, mas 

eventualmente apresenta sinais clínicos como emagrecimento, pelagem áspera, 

secreção nasal e ocular, diminuição da produção de leite e distúrbios reprodutivos, 

podendo levar ao aborto ao final da gestação, além de sintomatologia ocasionada por 

quadro de anemia, e até culminar com o óbito (Reis et al., 2019). A anemia é 

considerada como distúrbio mais característico desta enfermidade, decorrente de 

hemólise intravascular nos estágios iniciais, e extravascular na fase crônica (Boada-

Sucre et al., 2016). Deste modo, há descrições de equinos infectados mucosas 

pálidas, febre, perda de peso e aumento de volume na região ventral do corpo, 

incluindo prepúcio ou vulva, que evoluiu para a forma crônica e óbito (Silva et al., 

2011). Em alguns surtos os animais que se recuperam da forma aguda da infecção 

tornaram-se portadores crônicos, nos quais foram observados alguns indivíduos com 

distúrbios hematológicos e neurológicos, o que resulta em alta taxa de mortalidade 

(Morrison et al., 2016). Desta forma, há descrições de equinos infectados 

apresentando mucosas pálidas, febre, perda de peso e aumento de volume na região 

ventral do corpo, incluindo prepúcio ou vulva, que evoluiu para a forma crônica e óbito 

(Silva et al., 2011). Por outro lado, em um estudo recente no Paraguai, com uma 

ocorrência de T. vivax de 23,5% (70/298), todos os equinos positivos pela PCR eram 

assintomáticos (Suganuma et al., 2022). 

A ocorrência mundial de T. vivax em equinos varia de acordo com a técnica 

diagnóstica empregada, sendo de 1,5% (20/2.471), 5,6% (251/1.425) e 50% (3/6), por 

meio de método parasitológico, molecular e sorológico, respectivamente (Fetene et 

al., 2021). Este parasito foi descrito em equinos principalmente em países na África 

(Etiópia, Gâmbia, Quênia, Nigéria, Senegal, Sudão) (Dhollander et al., 2006; Ehizibolo 

et al., 2012; Eyob et al., 2010; Kihurani et al., 1994; Pinchbeck et al., 2008; Ravel et 

al., 2015; Salim; Bakheit; Sugimoto, 2014), mas também em outros países, como 

Brasil, Paraguai e Venezuela, na América do Sul (Garcia et al., 2005; Silva et al., 2011; 

Suganuma et al., 2022). 

No Brasil, a ocorrência de T. vivax foi primeiramente relatada em bovinos 

no ano 1946, no estado do Pará, região norte do país, porém a primeira publicação 

científica foi realizada apenas em 1972, em bubalinos localizados no mesmo estado 

(Shaw; Lainson 1972). Em seguida, muitos outros casos foram descritos em 
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ruminantes em diversos estados brasileiros, embora seja altamente prevalente nas 

regiões norte, na Amazônia, e central, no Pantanal (Jones; Dávila 2001; Osório et al., 

2008). No entanto, a infecção por este protozoário foi relatada em equinos, até o 

presente momento, apenas no Rio Grande do Sul (Silva et al., 2011). Contudo, é 

importante destacar que pode ocorrer uma subnotificação, em razão de os sinais 

clínicos da tripanossomíase ocasionada por este agente serem inespecíficos, e por 

vezes confundido com infecção por T. evansi, que apresenta uma casuística maior no 

Brasil, porém sem a realização de um diagnóstico laboratorial confirmatório (Silva et 

al., 2011). 

    

1.5  Diagnóstico 

   

Os sinais clínicos das tripanossomoses são inespecíficos, desta forma são 

necessários exames laboratoriais para a confirmação do diagnóstico, bem como para 

realização de estudos epidemiológicos (Desquesnes et al., 2022). O método 

diagnóstico ideal para a tripanossomose deve ser rápido, preciso, de fácil aplicação e 

amplamente acessível (Lopez-Albizu et al., 2023), além de possibilitar a identificação 

da espécie de Trypanosoma presente no hospedeiro infectado. Existem diferentes 

métodos, seja por diagnóstico direto, pela identificação do agente, ou indireto, pela 

detecção dos níveis de anticorpos específicos contra o micro-organismo (Lopez-Albizu 

et al., 2023). 

A detecção por microscopia é um método direto, no qual se pesquisa a 

presença do parasito com auxílio de um microscópio, geralmente realizando 

previamente técnicas de concentração destes agentes, que maximiza a sensibilidade 

do diagnóstico (Desquesnes et al., 2022; Lopez-Albizu et al., 2023). O diagnóstico é 

realizado principalmente por meio de esfregaço sanguíneo e/ou gota espessa corado 

com derivados do Romanowsky (Giemsa, 1902), Técnica do microhematócrito 

(Devignat; Dresse, 1955; Woo, 1969); Buffy Coat (Murray, M.; Murray P.; McIntyre, 

1977). As amostras utilizadas são principalmente sangue, mas também pode ser 

utilizado líquido cefalorraquidiano (LCR), líquido peritoneal, bem como biópsia de pele 

e outros tecidos corados com hematoxilina-eosina e Giemsa (Lopez-Albizu et al., 

2023). Estas técnicas requerem poucos equipamentos e tem um custo baixo, por isso 

são frequentemente utilizadas para determinar uma infecção por Trypanosoma spp. 

(Desquesnes et al., 2022). 



29 

Importante destacar que para realizar um diagnóstico parasitológico direto, 

principalmente por meio de amostra de sangue, o hospedeiro precisa estar na fase de 

aguda de parasitemia, no qual as formas tripomastigotas estão presentes na corrente 

sanguínea, caso contrário esse método terá menor capacidade diagnóstica (Lopez-

Albizu et al., 2023).  Desta forma, a sensibilidade das técnicas parasitológicas variam 

de muito alta na infecção inicial (Desquesnes et al., 2011; Holland et al., 2005), baixa 

em infecções crônicas, e até considerada nula em portadores assintomáticos ou em 

focos extravasculares (Camara et al., 2021; Desquesnes, 2004). Outros pontos que 

podem interferir na detecção pela microscopia são a experiência do avaliador e as 

condições do equipamento disponível (Lopez-Albizu et al., 2023). 

Existem outros métodos parasitológicos, que possuem uma sensibilidade 

maior, pois realiza a amplificação do número de parasitos (Desquesnes et al., 2022). 

Essas técnicas utilizadas são hemocultura (Mora et al., 2005), inoculação em 

camundongos (Ndungu et al., 2019) ou xenodiagnóstico com triatomíneos (Saavedra 

et al., 2016). Contudo, apesar de suas vantagens, são métodos que exigem um 

ambiente laboratorial adequado, profissionais treinados e longo período de tempo de 

incubação ou desenvolvimento do ciclo do parasito, além de um custo mais elevado 

(Desquesnes et al., 2022; Lopez-Albizu et al., 2023). Atualmente, esses métodos são 

realizados apenas para fins de pesquisa (Lopez-Albizu et al., 2023). 

Os métodos moleculares de diagnóstico representam ferramentas recentes 

e eficazes para a identificação de espécies de tripanosomatídeos em populações 

acometidas, com destaque para a Reação em Cadeia pela Polimerase (PCR) e suas 

variações, incluindo PCR-RFLP (Geysen et al., 2003), PCR-FFLB (Hamilton et al., 

2008), PCR convencional (Cortez et al., 2009), PCR em tempo real (Silbermayr et al., 

2013) e LAMP (Cadioli et al., 2015). Diversos pares de primers foram desenvolvidos 

para a realização da PCR visando à amplificação do gênero Trypanosoma, com 

alguns exemplos dos principais utilizados descritos na Tabela 2. 
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Tabela 2. Principais primers utilizados na PCR para amplificação de protozoários do 
gênero Trypanosoma. 

PRIMER INDICAÇÃO REFERÊNCIA 

121 e 122 T. cruzi Viettri et al., 2018 
TcZ-F e Tcz-R T. cruzi Schijman et al., 2011 
TBR1 e TBR2 Subgênero Trypanozoon, 

como T. evansi 
Kamyingkird et al., 2020 

Tvi2 e DTO156 T. vivax Cortez et al., 2009 
TVW1 e TVW2 T. vivax Masiga et al., 1992 

ITS1 Espécies de Trypanosoma Khuchareontaworn et al., 2007 
Fonte: Elaborado pela autora. 

 

As técnicas moleculares possuem um maior nível de sensibilidade, além de 

oferecer maior precisão diagnóstica e ter a capacidade de determinar seus genótipos 

e variações antigênicas, o que permitem identificar diferenças entre as cepas/isolados 

em relação a sua patogenicidade (Garcia et al., 2014; Mulenga et al., 2021; Rodrigues 

et al., 2010). No entanto, os suprimentos para essa técnica apresentam um custo 

financeiro elevado, além da necessidade de instalações laboratoriais adequadas para 

sua realização, sendo empregada atualmente em pesquisas (Lopez-Albizu et al., 

2023). 

O método de diagnóstico indireto é realizado por meio de testes 

sorológicos, com o objetivo de identificar e/ou anticorpos circulantes específicos 

contra as espécies de Trypanosoma (Lopez-Albizu et al., 2023).  Estes métodos 

fornecem evidências do contato entre o hospedeiro e o parasito, possuindo uma alta 

sensibilidade, porém não determinam a ocorrência de uma infecção ativa 

(Desquesnes et al., 2022). A OIE validou dentre esses métodos para o diagnóstico de 

tripanossomoses a reação de imunofluorescência indireta (RIFI) (Camargo, 1966), o 

ELISA (Engvall; Perlmann, 1971; Madruga et al., 2006), o teste de fixação de 

complemento e o teste de aglutinação em cartão para tripanossomoses (CATT/T. 

evansi®), sendo apenas este último disponível comercialmente (WHO, 2025). Esses 

métodos são importantes em casos de levantamentos epidemiológicos ou em animais 

suspeitos, e apresentam alta sensibilidade e especificidade (Desquesnes et al., 2022). 

Contudo, uma importante limitação é a ocorrência de reações cruzadas entre espécies 

de Trypanosoma, não permitindo a identificação de qual espécie o agente infeccioso 

pertence (Desquesnes et al., 2001), além de uma reação cruzada com o gênero 

Leishmania, pertencente à mesma Família (Telleria; Tibayrenc, 2017; Zanette et al., 

2014). 
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1.6  Objetivo 

   

Nesta pesquisa o objetivo foi investigar a ocorrência de Trypanosoma spp. 

por meio de técnica molecular em equinos localizados na região Noroeste do estado 

de São Paulo. 
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