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RESUMO 
 

Os filarídeos são nematóides parasitas de corpo alongado em forma de fio. Os 

filarídeos parasitas de cães pertencem à Família Onchocercidae, sendo 

representados principalmente pelos gêneros Acanthocheilonema, 

Dipetalonema e Dirofilaria. Estes filarídeos se desenvolvem em locais 

diferentes no hospedeiro vertebrado, necessitando da passagem por um 

hospedeiro invertebrado hematófago para completar seu ciclo. No cão, 

diferentes níveis de infecção podem ocorrer, desde assintomática, até o 

comprometimento cardiovascular, podendo levar à morte. Na Amazônia, pouco 

se sabe sobre a distribuição destes parasitas, e até o momento, não se realizou 

um estudo de diagnóstico diferencial. Este estudo foi realizado em dois 

municípios na Ilha do Marajó (Salvaterra e São Sebastião da Boa Vista), com 

um enfoque epidemiológico (com a pesquisa de microfilárias em amostras de 

sangue de cães domésticos), morfológico (pela análise de características 

taxonômicas de vermes adultos) e molecular (pela comparação entre regiões 

gênicas de microfilárias circulantes em sangue canino e vermes adultos). O 

percentual de cães microfilarêmicos foi de 37,34% em Salvaterra e 6,67% em 

São Sebastião da Boa Vista, resultando numa prevalência total de 32,45%. Os 

filarídeos adultos coletados em ambos os municípios são da Dirofilaria immitis, 

por análise morfolágica. Por análise de fragmentos gênicos, concluímos que as 

microfilárias encontradas na corrente sanguínea dos cães estudados também 

são da espécie D. immitis, e que estes cães não apresentaram infecção mista. 
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ABSTRACT 

 
Filarids are elongate and filiforms nematodes parasites. Canids filarids 

parasites belong to the Onchocercidae Family and are represented mainly by 

Genus Acanthocheilonema, Dipetalonema and Dirofilaria. These filarids 

develop in different places in the vertebrate host, and need for haematophagus 

invertebrate host to complete your cycle. Different infection levels can occur, 

since assintomatic, until the death of dog. The filarids parasites of dogs are 

found mainly in the region between the tropics. In the Amazon region a little is 

known about the distribution of these parasites, and until this moment, a study 

of distinguishing diagnosis was not performed. With this objective, we choose 

two cities in the Marajó Island (Salvaterra and São Sebastião da Boa Vista) and 

carry through a epidemiologic, morphologic and molecular studies. The 

percentage of microfilaremics dogs was of 37.34% in Salvaterra and 6.67% in 

São Sebastião da Boa Vista, resulting in a total prevalence of 32.45%. 

Analyzing the morphologic characteristics of the collected adult filarids, we 

concluded that these worms are of the Dirofilaria immitis species. For analysis 

of genic region, we conclude that the microfilariaes found in the dogs blood 

studied are also D. immitis species, and that these dogs had not presented 

mixing infection. 
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1. INTRODUÇÃO 
 

1.1 FILARÍDEOS 

Os helmintos filarídeos são nematóides parasitas de vertebrados, 

que habitam o tecido conjuntivo e muscular, sistema circulatório e linfático além 

das cavidades serosas dos seus hospedeiros definitivos, sendo que sempre 

apresentam um invertebrado como hospedeiro intermediário (Smith, 1994).  

Diversas famílias agrupam espécies de nematóides filarídeos, mas 

na Família Onchocercidae, que inclui 18 gêneros, estão agrupados as filárias 

parasitas de canídeos. Os membros desta família apresentam características 

morfológicas semelhantes, como: corpo cilíndrico, alongados em forma de fio, 

pseudocelomados e dióicos com dimorfismo sexual, boca simples sem 

ornamentação, espículos desiguais no tamanho e forma e abertura da vulva na 

região do esôfago, logo atrás do anel nervoso (Anderson & Bain, 1976; Vicente 

et al., 1997).  

 

1.2 FILARÍDEOS DE CANÍDEOS 

Diversas espécies de filarídeos já foram descritas parasitando 

órgãos e tecidos de canídeos. Entretanto, trabalhos posteriores propõem que 

algumas espécies parasitas são, na verdade, sinônimos (Canestri-Trotti et al., 

1997). De qualquer modo, os filarídeos de cães podem ser assim classificados: 

Reino Metazoa, Filo Nematoda, Classe Chromadorea, Ordem Spirurida, 

Superfamília Filaroidea, Família Onchocercidae e Gêneros Acanthocheilonema, 

Dipetalonema e Dirofilaria (Vicente et al., 1997). 
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As espécies dos Gêneros Acanthocheilonema e Dipetalonema são 

pouco conhecidas, pois raramente suas formas adultas são observadas em 

necropsias de cães. Estas filárias não são consideradas patogênicas, habitam 

o tecido subcutâneo e muscular do hospedeiro vertebrado, e possuem como 

vetores, carrapatos e pulgas (Bowman, 1990; Olmeda-García et al., 1993).  

O Gênero Dirofilaria é representado principalmente por duas 

espécies: Dirofilaria (Noctiella) repens Railliet e Henry, 1911 e Dirofilaria 

(Dirofilaria) immitis (Leidy, 1856) Railliet e Henry, 1911. Estas são as filárias 

mais comumente encontradas parasitando cães, mas, em locais diferentes 

neste hospedeiro: D. repens é comumente encontrada no tecido subcutâneo e 

D. immitis, no coração (ventrículo direito), artéria pulmonar, pulmões e veia 

cava, o que dá o nome popular deste parasita de “verme do coração”. Estas 

filárias possuem como hospedeiro intermediário mosquitos da Família 

Culicidae. 

Manfredi et al. (2007) descrevem a forma adulta de D. repens como 

ovovivípara e menor que D. imitis, apresentando cutícula com distintas 

estriações longitudinais. A região posterior do macho é espiralada 

ventralmente, apresentando bolsa copuladora com papilas pedunculadas 

arredondadas. Espículos diferentes quanto à forma e fortemente quitinizados. A 

vulva das fêmeas apresenta um fino lábio projetado para fora do corpo.  

Estes mesmos autores descrevem a forma adulta de D. immitis 

como um verme ovovivíparo, longo, filiforme de coloração esbranquiçada. 

Abertura oral terminal, sem lábios, rodeada por pequenas papilas medianas e 

dois anfídeos laterais. O esôfago diferenciado em muscular e glandular, mas 
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sem uma nítida delimitação entre estas regiões. As fêmeas com extremidade 

posterior arredondada, com ânus subterminal e abertura vulvar localizada logo 

após a junção esôfago-intestino. A região posterior do macho espiralada 

ventralmente, apresentando duas asas inconspícuas formando a bolsa 

copuladora, que apresenta papilas pré-, ad-, a pós-cloacais. Os espículos são 

desiguais quanto à forma, alargados na região proximal e afilados na região 

distal. O espículo direito é maior que o esquerdo, não apresentando 

gubernáculo. A cutícula é delgada, apresentando estriações proeminentes 

apenas na região ventral da cauda espiralada do macho. 

 

1.3 CICLO DE VIDA  

Algumas espécies de filarídeos de canídeos, apesar de habitarem 

órgãos e tecidos diferentes no hospedeiro definitivo, apresentam um ponto em 

comum em seus ciclos de vida: o fato das fêmeas liberarem suas larvas 

(microfilárias) na circulação sanguínea do hospedeiro.   

Podemos usar como exemplo o ciclo de vida de D. immitis, se 

desenvolvendo no mosquito Aedes aegypti L., 1762, como hospedeiro 

intermediário: após a cópula dos vermes adultos, as fêmeas liberam larvas de 

primeiro estádio (L1), denominadas microfilárias, na corrente sanguínea do 

hospedeiro. Estas larvas são capturadas pelas fêmeas de mosquitos durante o 

repasto sanguíneo. Nas primeiras 24 horas, estas larvas permanecem no 

intestino médio do mosquito. Durante as próximas 24 horas, as larvas migram 

ativamente para os túbulos de Malpighi, invadem os tecidos desse órgão, onde 
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permanecem por seis ou sete dias. Entre o 9° e 15° dia de infecção, as larvas 

podem ser observadas no lúmen dos túbulos de Malpighi, migram pelo corpo 

do mosquito até a região da cabeça onde repousam nos espaços próximos à 

probóscide. Num próximo repasto sanguíneo, passam para o tecido do 

hospedeiro vertebrado de forma ativa, no local da picada, finalizando o ciclo no 

mosquito num período total de 17 dias, aproximadamente. Nesta fase, as 

larvas encontram-se no terceiro estádio de desenvolvimento (L3) (Taylor, 

1960).  

Ao penetrarem no hospedeiro vertebrado, as larvas permanecem 

no terceiro estádio por um período de cinco a 10 dias no tecido subcutâneo. 

Após este período, estas larvas evoluem para o quarto estádio e podem ser 

observadas ainda no tecido subcutâneo até o 68° dia após a infecção. Durante 

esta fase de desenvolvimento tissular, alterações nos tecidos do hospedeiro 

definitivo não são observadas. A partir deste período, adultos jovens podem ser 

observados no ventrículo direito e artéria pulmonar, até um ano após a infecção 

(Orihel, 1960). Um resumo comparativo dos ciclos de vida de D. immitis e D. 

repens pode ser observado no Quadro 1 e um esquema representativo do ciclo 

de vida de D. immitis também pode ser observado na Figura 1. 

Localizações ectópicas em cães já foram descritas para estes 

parasitos, e formas adultas de D. immitis já foram observadas em bronquíolos, 

tecido subcutâneo, câmara anterior do olho e sistema nervoso central (Hamir, 

1987).  
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Quadro 1: Resumo do ciclo de vida de Dirofilaria immitis e Dirofilaria repens em mosquito e cão. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Adaptado de Manfredi et al. (2007).

Localização 
Estágio Hospedeiro 

Dirofilaria immitis Dirofilaria repens 

Microfilária Cão Sangue Tecido subcutâneo e sangue 

Microfilária Mosquito Trato digestivo Trato digestivo 

Encistado Mosquito Células dos Túbulos de Malpighi Células dos Túbulos de Malpighi 

L2 Mosquito Luz dos túbulos de Malpighi Luz dos túbulos de Malpighi 

L3 Mosquito Probóscide Probóscide 

L3 Cão  Tecido subcutâneo e muscular Tecido conjuntivo subcutâneo 

L4 Cão Tecido subcutâneo e muscular Não determinado 

Adultos jovens Cão  Cavidade abdominal e torácica Não determinado 

Adultos  Cão Cavidade dos órgãos torácicos Tecido subcutâneo 
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Figura 1: Ciclo de vida de D. immitis. Após a cópula dos vermes adultos 
localizados no coração do cão, as fêmeas liberam microfilárias (L1) na 
circulação sanguínea do hospedeiro. Fêmeas de mosquitos ingerem as 
microfilárias durante o hematofagismo. Estas larvas se desenvolvem até L3 no 
corpo do mosquito e são transmitidas para outro cão, durante os próximos 
repastos sanguíneos. O ciclo zoonótico ocorre quando fêmeas de mosquito 
infectadas com L3 de D. immitis realizam repasto sanguíneo em humanos. 
Após a penetração das larvas, estas são levadas pela circulação sanguínea até 
os pulmões, principalmente, onde morrem. 
 

 

L1 
L2 L2 

L3 

L3 

Barra = 5 cm 
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Além de cães domésticos, D. immitis já foi descrita parasitando 

outros animais, como canídeos selvagens (Wixson et al., 1991; Sillero-Zubiri et 

al., 2004), raposas (Gortázar et al., 1998; Magi et al., 2008), felídeos (Furlanello 

et al., 1998; Murata et al., 2003) e pingüim (Sano et al., 2005). 

 

1.3.1 Ciclo Zoonótico 

Eventualmente, filarídeos do gênero Dirofilaria têm sido descritos 

parasitando vários tecidos humanos produzindo tipicamente infecções crípticas 

de difícil diagnóstico. Embora tenha sido considerada uma infecção acidental, 

hoje esta doença está na lista de doenças zoonóticas emergentes, e tem sido 

descrita em vários países (Ciferri, 1982; Orihel & Eberhart, 1998; Stayerman et 

al., 1999; Koltas et al., 2002; Zialdi et al., 2005; Huang et al., 2006; Kramer et 

al., 2007), incluindo o Brasil (Rodrigues-Silva et al., 2004), provocando 

infecções de  diferentes níveis de gravidade, dependendo da localização do 

parasita. 

No homem (por ser um hospedeiro inadequado) raramente estes 

nematóides chegam à fase adulta e não se observa a presença de microfilárias 

no sangue periférico (Simón et al., 2007). As larvas infectantes que penetram 

durante a picada de mosquitos morrem na circulação sanguínea e são 

conduzidas pela artéria pulmonar até os pulmões, na maioria dos casos. Neste 

local, as larvas induzem a embolização pela formação de nódulos não 

calcificados, em “forma de moeda” por imagem radiológica (Figura 1 e 2). 

Normalmente, este quadro não produz ameaça à saúde do homem.  
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Figura 2: Diagnóstico por imagem da infecção por D. immitis em humano. 
A) lesão em forma de “moeda” no pulmão direito observada por raios-X 
torácico. B) lesão nodular de 20 mm X 10 mm, oval, não calcificado, bem-
delimitada no lóbulo superior direito do pulmão por tomografia 
computadorizada. Fonte: Miyoshi et al. (2006). 
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Contudo, devido à semelhança radiológica entre este nódulo citado 

e um tumor primário ou metastásico, são necessários recursos invasivos como 

tracotomia ou biópsia pulmonar para se chegar a um diagnóstico, que muitas 

vezes não é conclusivo (Flieder & Moran, 1999; Muro et al., 1999; Hirano et al., 

2002; Rodrigues-Silva et al., 2004; Simón et al., 2005; Myioshi et al., 2006).  

 

1.4 DIROFILARIOSE CANINA 

As espécies do gênero Dirofilaria apresentam capacidade de 

provocar diversas infecções (dirofilarioses), sendo a mais conhecida a doença 

do “verme-do-coração” que é comum em cães e gatos em áreas em que D. 

immitis é descrita. Outras espécies de Dirofilaria, como D. repens provocam 

infecções consideradas menos graves aos hospedeiros, mas sua distinção com 

D. immitis é fundamental para o diagnóstico (Grandi et al., 2007). 

D. immitis provoca, em cães, uma infecção crônica que apresenta 

diversos sinais clínicos, como cansaço, apatia, indisposição para atividades 

físicas e tosse. A lesão primária ocorre quando este filarídeo atinge a idade 

adulta no interior das artérias pulmonares, pulmões e nas cavidades do lado 

direito do coração. O “enovelamento” de vários vermes, que neste estágio de 

desenvolvimento podem chegar a 30 cm de comprimento, provoca a obstrução 

da circulação sanguínea nestes órgãos, dificultando a passagem do sangue, 

sobrecarregando o coração, além de provocar embolia e extravasamento de 

sangue no tecido pulmonar, pela obstrução de vasos de pequeno calibre pelas 

microfilárias (Furlanello et al., 1998). 
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Esta doença pode ser assintomática quando a infecção ocorre com 

poucos vermes, mas pode levar o animal à morte quando um grande “novelo” 

de vermes adultos é formado (Grandi, et al., 2007).  

Devido à localização das formas adultas, as infecções por D. 

repens ocorrem na pele, levando ao aparecimento de nódulos subcutâneos, 

onde o parasita adulto está inserido. Normalmente, os animais infectados não 

apresentam sintomas graves, e em locais não endêmicos, os casos 

identificados são por achados cirúrgicos (Grandi et al., 2007).  

 

1.5 IMUNIDADE DO HOSPEDEIRO DEFINITIVO 

Infecções por nematóides induzem uma resposta imune do tipo Th2 

no hospedeiro, caracterizada pelos elevados níveis do anticorpo 

imunoglobulina-E (IgE) e interleucina-4 (IL-4), com uma diminuição dos níveis 

de interferon-γ (INF-γ), e a contribuição deste quadro imunológico para a 

longevidade do parasita no hospedeiro.  

Diversas moléculas foram isoladas dos produtos de secreção-

excreção de filarídeos, como as poliproteínas de 15 kDa e 30 kDa de D. immitis 

que parecem estar relacionadas com a modulação do sistema imune do 

hospedeiro. A longa duração da infecção por filarídeos parece estar 

relacionada com a imunosupressão mediada pelos produtos de secreção-

excreção, semelhante ao que ocorre na filariose linfática humana (Tezuka et 

al., 2003; Morchón et al., 2007).  

De fato, Orihel (1960) descreve que não foi observada nenhuma 

reação inflamatória no tecido muscular de cães infectados por larvas L3 e L4 
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de D. immitis, assim como nos tecidos cardíaco e pulmonar, a não ser quando 

estes helmintos foram encontrados mortos. 

  

1.6 DISTRIBUIÇÃO DA DIROFILARIOSE 

Os trabalhos que envolvem estudos epidemiológicos com filárias do 

gênero Dirofilaria mostram cães infectados nas Américas, na Europa, na África 

e na Ásia, principalmente em países localizados entre os trópicos, onde a 

presença de vetores é mais intensa (Genchi et al., 2007a). 

A primeira descrição de filarídeo parasitando um cão no Brasil foi 

feita por Lent & Teixeira-de-Freitas (1937), que identificaram esta espécie como 

D. repens. 

D. immitis foi descrita parasitando cães em vários Estados, com as 

seguintes prevalências: São Paulo (14,2 %) (Duque-Araújo et al., 1995), Rio de 

Janeiro (13,68 %) (Labarthe et al., 1998), Maranhão (46,0 %) (Ahid et al., 

1999), Minas Gerais (9,4 %) (Ferreira et al., 1999), Mato Grosso (5,8 %) 

(Fernandes et al., 2000), Santa Catarina (15,0 %) (Araújo et al., 2003).  

No Estado de Alagoas, Brito, et al. (2001) descreveram cães co-

infectados por microfilárias D. immitis (1,3 %) e A. reconditum (1,3 %). No litoral 

do Paraná, Reifur et al. (2004) verificaram co-infecção em cães por microfilárias 

de D. immitis (3,9 %), A. reconditum (22,6 %) e um tipo de microfilária não 

identificada (4,7 %). Em ambos os trabalhos, a distinção das espécies foi feita 

por análise das características morfológicas das microfilárias observadas na 

circulação sanguínea dos cães. 



   21 

Até o presente momento, apenas dois trabalhos retratam dados 

epidemiológicos da infecção de cães por filarídeos no Norte do Brasil: Souza et 

al. (1997), pesquisando microfilárias circulantes em 540 cães de Belém, 

detectaram uma prevalência de 10,74% e Garcez et al. (2006), pesquisando 34 

cães das vilas União e Pingo D’água (Salvaterra – Ilha do Marajó – Pará), 

descreveram uma prevalência de 53,4%, usando um método de diagnóstico 

imunoenzimático. Nestes dois trabalhos a infecção foi associada à D. immitis, 

sem a realização de um diagnóstico diferencial. 

  

1.7 DIAGNÓSTICO DA DIROFILARIOSE 

Os sinais clínicos manifestados em cães parasitados por filarídeos 

são diversos, e dependem da espécie parasita em questão. Os cães infectados 

por D. immitis apresentam sintomas que não são exclusivos desta infecção. 

Pouco se conhece a respeito da infecção por D. repens em cães, e os sinais 

clínicos relatados se referem à formação de nódulos subcutâneos, ou a 

localização ectópica deste parasita. Deste modo, o diagnóstico laboratorial se 

mostra essencial para a detecção destas infecções (Grandi et al., 2007). 

 

1.7.1 Pesquisa e Quantificação de Microfilárias 

Diversos trabalhos citam que as microfilárias podem ser 

diferenciadas por várias técnicas, como: a) exame a fresco de amostra 

sanguínea para a observação da movimentação das microfilárias entre as 

células sanguíneas; b) concentração de microfilárias por filtração ou 
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centrifugação do sangue em formalina (método de Knott); c) reações 

histoquímicas (Genchi et al., 2007b).   

Existem tabelas que auxiliam a distinção de microfilárias, como a 

descrita por Foreyt (2005), que leva em consideração diversas características 

para se diferenciar as microfilárias de D. immitis e A. reconditum, como o 

número de microfilárias observadas nas amostras sanguíneas, motilidade, 

estruturas cefálicas, tamanho do corpo e a forma da cauda.  

Apesar de ser uma opção de baixo custo (Genchi et al., 2007b), 

Bowman (1990) afirma que é necessário paciência e muita prática para a 

diferenciação de microfilárias por características morfológicas, além do longo 

tempo para a realização de todos os métodos que revelem estas 

características. 

Como a coloração de rotina de distensões sanguíneas com o 

corante Giemsa e o Panótico® (Figura 3A) não evidenciam características que 

possam auxiliar na diferenciação das microfilárias, técnicas de coloração que 

se baseiam na reação histoquímica da fosfatase ácida foram desenvolvidas 

com este propósito. As microfilárias podem ser distinguidas por esta técnica 

pela posição dos pontos de reação da fosfatase ácida (Figura 3B): D. immitis 

mostra dois pontos de atividade (poro excretor e anal), D. repens mostra um 

ponto de atividade (poro anal) e Acantocheilonema sp. apresenta atividade em 

quase todo corpo (Chalifoux e Hunt, 1971).  
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Figura 3: Métodos de diagnóstico de filarídeos em cães. A) Observação de 
microfilária (seta) em distensão sanguínea corada com Giemsa (400X). B) 
Desenho representativo da diferença de coloração após pesquisa da atividade 
da fosfatase ácida em microfilária de espécies diferentes. C) Kit comercial de 
verificação da infecção (Solo Step® CH Heartworm Tests), que se baseia na 
pesquisa de antígenos de fêmeas de filarídeos grávidas. Resultado negativo 
(em cima) e positivo (embaixo). Fotos: LBC – ICB – UFPA. 
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Vários autores destacam que este método se mostra oneroso e 

requer um longo tempo de preparação dos reagentes, os quais facilmente 

perdem a validade, além de necessitar de um profissional suficientemente 

treinado para este tipo de diagnóstico (Rishniw et al., 2006; Nuchprayon et al., 

2006, Genchi, et al., 2007b), ainda que Peribañez et al. (2001) tenha obtido 

resultados semelhantes usando um “kit” comercial para detecção de fosfatase 

ácida em leucócitos. 

O Quadro 2 mostra uma comparação entre microfilárias de diversas 

espécies filarídeos caninos do ponto de vista morfológico e pelo método da 

fosfatase ácida. 

 

1.7.2 Pesquisa de Antígenos e Anticorpos Circulantes 

Testes que envolvem a reação antígeno-anticorpo, como o ELISA e 

os “kits” obtidos comercialmente, também são utilizados rotineiramente para a 

pesquisa de infecção por filarídeos em cães (Figura 3C). Alguns fabricantes 

afirmam que estes testes são capazes de diferenciar espécies de microfilárias.  

Entretanto, a possibilidade de reação imune cruzada com antígenos de outros 

helmintos deixa em dúvida a qualidade dos resultados obtidos por estes 

métodos, tanto para fins epidemiológicos, como para diagnóstico específico 

(Fernandes et al., 2000; Song et al., 2002). Por este motivo, Genchi et al. 

(2007b) alerta que o uso destes testes não é aconselhado em locais em que 

não se conhece as espécies de filarídeos presentes nestas áreas. 
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Quadro 2: Comparação entre microfilárias de diversas espécies filarídeos de cães. Diferenças observadas entre os parâmetros 

morfométricos, resultado da pesquisa de atividade da fosfatase ácida e características morfológicas. 

 

Espécies  Comprimento / Largura (µm) Fosfatase ácida Características  
Dirofilaria immitis 290-300 / 5-7 Poro anal e excretor Sem bainha; extremidade cefálica pontiaguda; 

cauda pontiaguda e reta 
 

Dirofilaria repens 300-360 / 6-8 Poro anal Sem bainha; extremidade cefálica obtusa; cauda 
afilada e encurvada em gancho 
 

Acanthocheilonema 
reconditum 

260-283 / 4 Quase todo o corpo Sem bainha; extremidade cefálica obtusa com um 
gancho cefálico; cauda encurvada em gancho 
 

Acanthocheilonema 
dracunculoides 

190-247 / 4-6,5 Quase todo o corpo Com bainha, extremidade cefálica obtusa, cauda 
afilada e reta. 

 

Adaptado de Manfredi et al. (2007). 
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1.7.3 Biologia Molecular 

A Reação em Cadeia da Polimerase (PCR), a nested PCR e a 

semi-nested PCR, seguida ou não do uso de enzimas de restrição têm sido 

usadas para identificação de espécies de filarídeos. Isto foi observado nos 

trabalhos de Nuchprayoon et al. (2005) e Nuchprayoon et al. (2006) que 

usaram RFLP-PCR na região ITS1 do DNAr e Casiragui et al. (2006) que 

estudaram a região 12S do DNAr usando enzimas de restrição, conseguindo 

diferenciar as espécies D. immitis, D. repens e A. reconditum.  

Apesar de vários pesquisadores considerarem um método oneroso, 

que necessita de um laboratório equipado com recursos de alta tecnologia e 

pessoal especialmente treinado, a caracterização molecular de filarídeos tem 

se mostrado uma ferramenta de extrema importância para os estudos em 

parasitologia, pois além de auxiliar na identificação de parasitas, pode ainda 

auxiliar no entendimento de questões ainda não elucidadas, como o 

mecanismo de ação e resistência de alguns fármacos utilizados no tratamento 

de filarioses (Gasser et al., 1996; Prichard, 1997; Genchi et al., 2007b), além de 

enriquecer os bancos de dados, como o Genbank, com informações que 

podem ser usadas em estudos sobre filogenia molecular, como os que já foram 

desenvolvidos em filarídeos por Xie et al. (1994a), Xie et al. (1994b),  Chansiri 

et al. (1999), Casiraghi et al. (2001), Pradeep-Kumar et al. (2002), Casiraghi et 

al. (2004), Krueger et al. (2007), Fong et al. (2008).  
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1.7.4 Pesquisa de vermes adultos 

A coleta de helmintos, através de cirurgias e necropsias, e o estudo 

morfométrico de suas estruturas ainda é uma ferramenta importante para a 

identificação destes parasitos, incluindo os filarídeos. 

Furlanello et al. (1998) consideram que os métodos de diagnóstico 

por imagem, como raios-X e ultrassonografia, podem auxiliar na localização 

dos vermes adultos nos tecidos dos hospedeiros vertebrados, e na 

identificação de casos de infecção oculta, isto é, quando a infecção por 

filarídeos não é detectada por nenhum dos métodos de rotina, como a pesquisa 

de microfilárias, pesquisa de antígenos e anticorpos ou PCR.   

Kelly (1973) ressaltou a ocorrência de infecção oculta por filarídeos, 

sugerindo vários fatores, como a destruição das microfilárias através de 

mecanismos imunomediados no período pré-patente da doença, presença de 

vermes imaturos, tratamento com drogas apenas microfilaricidas, morte das 

formas adultas e a presença apenas de parasitas do mesmo sexo.  

Além disso, um quadro de reação imune aguda, conhecida por 

Eosinofilia Pulmonar Tropical, pode provocar a diminuição de microfilárias 

circulantes. Este quadro se caracteriza por uma intensa eosinofilia (> 3000/µl), 

maior que a observada normalmente nas infecções helmínticas, além de um 

aumento no número de linfócitos B (50X), que leva a um aumento exagerado 

nos níveis de IgE e IgG, específico para microfilárias. Nestes pacientes, a 

quantidade de microfilárias circulantes é significativamente diminuída, 

chegando a não ser detectada. De fato, indivíduos com Eosinofilia Pulmonar 

Tropical apresentam um número maior de microfilárias em processo de 
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degeneração no parênquima pulmonar, o que leva à intensa reação 

inflamatória no local, além dos danos provocados pela degranulação dos 

eosinófilos. Esta síndrome é mais conhecida em humanos em áreas endêmicas 

para filarioses humanas (Ottesen & Nutman, 1992; Marshall et al., 1998).  

 

1.8 OBJETIVOS 

1.8.1 Objetivo Geral 

Pesquisar a ocorrência da filariose canina na Ilha do Marajó – PA, 

além de identificar os filarídeos responsáveis por esta infecção. 

1.8.2 Objetivos Específicos 

- Realizar levantamento epidemiológico da prevalência de filariose 

canina a partir de amostras sanguíneas obtidas de cães domiciliados, nos 

municípios de Salvaterra e São Sebastião da Boa Vista, ambos localizados na 

Ilha do Marajó - PA. 

- Pesquisar a ocorrência de vermes adultos nos cães domiciliados 

nos municípios de Salvaterra e São Sebastião da Boa Vista, localizados na Ilha 

do Marajó – PA, diagnosticando esta(s) espécie(s) através de características 

morfológicas e moleculares. 

- Realizar estudo filogenético comparando as seqüências gênicas 

dos filarídeos adultos com as seqüências gênicas das microfilárias circulantes 

em cães dos municípios de Salvaterra e São Sebastião da Boa Vista, 

localizados na Ilha do Marajó – PA. 
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2. MATERIAL E MÉTODOS 

 

2.1 LOCAL DE COLETA 

 As coletas foram realizadas nos municípios de Salvaterra 

(00º45’12”S e 48º31’00”W Gr) e regiões adjacentes (Vila União, Pingo D’Água, 

Vila Ceará, Jubim, Joanes, São Vicente e Caldeirão) e São Sebastião da Boa 

Vista (01º43’05”S e 49º31’45”W Gr), ambos localizados na Ilha de Marajó – 

Pará – Brasil (Figura 4).  

Todas as atividades de coleta foram acompanhadas e tiveram o 

apoio das equipes de controle de endemias dos órgãos de Saúde Pública 

Estadual e Municipal, representados pela Secretaria de Saúde do Estado do 

Pará – 7a Regional de Proteção Social do Marajó (SESPA) e Secretarias 

Municipais de Saúde de Salvaterra e São Sebastião da Boa Vista. As coletas 

de amostras deste trabalho ocorreram durante as atividades de coleta de rotina 

de amostras sanguíneas para pesquisa e controle de cães infectados pelo 

Vírus da raiva e por Leishmania sp., durante as campanhas de vacinação 

contra a raiva e o recolhimento e eliminação de cães calazar-positivos (Figura 

5). Alguns cães calazar – positivos, eliminados nestas atividades, foram 

cedidos para nossa equipe para necropsias e pesquisa de filarídeos adultos. 

 

 

 

 

 



   30 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 4: Mapa de localização geográfica dos municípios estudados na 
Ilha do Marajó. Os municípios de Salvaterra e São Sebastião da Boa Vista 
(asteriscos) e sua disposição em relação à capital do Estado do Pará, Belém. 
Insert: área estudada destacada. Fonte: http://maps.google.com.br/ 
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Figura 5: Atividades de coleta no município de Salvaterra, Ilha do Marajó – 
PA. A) Atividades de coleta desenvolvidas neste trabalho acompanhadas pelas 
equipes dos Órgãos de Saúde Pública; B) Entrevista com os donos dos cães 
para obtenção de dados; C) Coleta de sangue por punção da artéria radial de 
cão, para pesquisa de microfilárias circulantes. 
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2.2 PARÂMETROS EPIDEMIOLÓGICOS 

Os valores percentuais referentes à infecção por filária canina 

foram obtidos a partir de coletas de amostras sanguíneas para o diagnóstico de 

microfilaremia e pesquisa de filarídeos adultos em cães dos municípios de 

Salvaterra e São Sebastião da Boa Vista (Ilha do Marajó - PA). 

O teste de X2 (α = 0,05) foi utilizado para análise de significância 

estatística das diferenças encontradas na distribuição entre características 

como sexo e idade dos cães infectados. 

A idade dos cães foi informada pelos donos dos mesmos, durante 

as atividades de entrevista. 

 

2.2.1 Amostras Sangüíneas e Pesquisa da Infecção 

Foram obtidas 188 amostras de sangue (158 do município de 

Salvaterra e 30 de São Sebastião da Boa Vista) a partir da punção venosa da 

veia radial de cães domésticos.  

Todas estas amostras foram submetidas à pesquisa de microfilárias 

circulantes pela análise de duplicatas de distensões sanguíneas, coradas pelo 

método Panótico Rápido® (Laborclin Produtos para Laboratórios LTDA, 

Pinhais, Paraná/Brasil) e pelo método de Knott modificado (9 mL de formalina 

2% adicionado de 1 mL de sangue, seguido de centrifugação a 1500 rpm por 5 

min, sendo o precipitado submetido à coloração com solução aquosa de azul 

de metileno 1% e posterior análise ao microscópio). Foram considerados 

positivos os cães que apresentarem pelo menos uma microfilária em pelo 

menos um dos métodos.  
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2.2.2 Filarídeos Adultos 

Como mencionado anteriormente, nos municípios estudados, 

rotineiramente, cães domésticos calazar-positivos são eutanasiados pelas 

equipes dos órgãos de Saúde Pública. Para o desenvolvimento deste trabalho, 

30 cães (20 em Salvaterra e 10 em São Sebastião da Boa Vista) foram cedidos 

para necropsia e pesquisa de vermes adultos na cavidade cardíaca, artéria 

pulmonar, pulmões e veias cava. Foram considerados positivos os cães que 

apresentaram pelo menos um filarídeo no interior de uma destas estruturas. 

Amostras sanguíneas destes cães também foram submetidas à pesquisa de 

microfilárias e incluídas no total de amostras coletadas. 

Todos os vermes coletados foram lavados em tampão fosfato 

salino (phosphate buffer saline - PBS), pH 7.4 e processados de acordo com 

cada técnica a que foram submetidos: os destinados à microscopia de luz, 

análise histológica e MEV foram fixados imediatamente após a coleta em AFA 

(ácido acético glacial a 2%, formaldeído a 3% e 95% de etanol 70° GL) 

aquecido a 60ºC; os destinados à extração de DNA foram mantidos a 4°C até 

as etapas seguintes do processamento. 

 

2.3 PARÂMETROS MORFOMÉTRICOS 

O estudo morfológico foi feito através da análise de características 

taxonômicas de vermes adultos colhidos em Salvaterra e São Sebastião da 

Boa Vista, submetidos à microscopia de luz, cortes histológicos e Microscopia 

Eletrônica de Varredura (MEV). 
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2.3.1 Microscopia de Luz 

Após a fixação, vermes adultos machos e fêmeas foram 

desidratados em uma série etanólica crescente (30% – 100% / 15 min cada), 

clarificados em lactofenol de Aman por 72 h e observados em microscópio de 

luz Olympus BX41, acoplado a câmara clara, para obtenção de 

fotomicrografias e desenhos taxonômicos. As medidas obtidas neste trabalho 

são apresentadas em milímetros, com exceção do comprimento total 

(centímetros). 

 

2.3.2 Análise Histológica 
 

Foram colhidos fragmentos de um centímetro da região mediana de 

vermes adultos machos e fêmeas fixados em AFA aquecido a 60°C. Estes 

fragmentos foram submetidos à lavagem em PBS (3x, 5 min.) e submetidos à 

desidratação em série etanólica crescente (em concentrações entre 30% – 

100% / 15 min cada) para infiltração e inclusão em Historesina®. Cortes 

transversais de seis micrômetros, feitos em micrótomo Leica EM UC6, foram 

corados com azul de toluidina 1%, observados e fotografados em microscópio 

de luz Olympus BX41, acoplado a câmera fotográfica digital Sony Cyber Shot 

6.0 MP. 

 

2.3.3 Microscopia Eletrônica de Varredura (MEV) 
 

Cerca de um centímetro e meio das extremidades anterior e 

posterior de vermes adultos machos e fêmeas foram pós-fixados em tetróxido 
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de ósmio, desidratados em série etanólica crescente (em concentrações entre 

30% - 100% / 2 h cada) até a secagem ao ponto crítico, metalizados com ouro 

e observados em microscópio eletrônico de varredura modelo LEO 1450 VP.  

2.4 ESTUDO MOLECULAR 

O estudo molecular foi realizado a partir da comparação entre 

regiões gênicas de microfilárias circulantes (presentes nas amostras de sangue 

coletadas) e vermes adultos. Estas amostras foram submetidas à extração de 

DNA, PCR e seqüenciamento de DNA, seguido de estudo filogenético. 

Como controle positivo, foi utilizado um filarídeo adulto fêmea, 

identificado morfologicamente como D. immitis pela equipe do Laboratório de 

Biologia de Helmintos “Otto Wulcherer”, Instituto de Biofísica “Carlos Chagas 

Filho”, Universidade Federal do Rio de Janeiro. Este exemplar foi submetido 

por nossa equipe aos métodos de estudo molecular aplicados nas amostras da 

Ilha do Marajó, Estado do Pará.  

 

2.4.1 Extração de DNA 

Para a extração do DNA das microfilárias, todas as amostras 

sanguíneas consideradas positivas (ou seja, que apresentaram pelo menos 

uma microfilária detectável pelos métodos descritos anteriormente) foram 

submetidas ao método de fenol-clorofórmio, segundo Sambrook e Russell 

(2001). Amostras consideradas negativas (ou seja, que não apresentaram 

microfilárias detectáveis pelos métodos descritos anteriormente) também foram 
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submetidas à extração de DNA pelo mesmo método, sendo utilizadas como 

controle negativo. 

A extração de DNA dos vermes adultos seguiu o protocolo e 

reagentes indicados no ChargeSwicth gDNA Mini Tissue Kit (Invitrogen Life 

Technologies, Gaithersburg, MD, EUA), que consiste na lise dos tecidos dos 

helmintos, seguido do acréscimo de Beads Magnéticas ® que, por afinidade 

eletrostática, se ligam ao DNA extraído. O tubo contendo esta mistura é 

colocado em um suporte contendo um ímã, que atrai as Beads Magnéticas ® 

ligadas ao DNA para um lado do tubo, ficando livres os restos celulares que 

podem ser retirados do tubo com consecutivas etapas de lavagens, seguido da 

mudança de pH do meio, que provoca a mudança de carga das Beads 

Magnéticas ®, que se desligam do DNA. 

  

2.4.2 Reação em Cadeia da Polimerase (PCR) 

 Foram utilizados os primers específicos para filarídeos DIDR-F1 

(AGTGCGAATTGCAGACGCATTGAG) e DIDR-F2 (AGCGGGTAATCACGACT 

GAGTTGA) descritos por Rishniw et al., (2006) que amplificam a região 5.8S – 

ITS2 – 28S do rDNA. A reação foi feita com 2 µL de DNA extraído, 1,5 mM de 

MgCl2, 250 µM de dNTP (Invitrogen Life Technologies, Gaithersburg, MD, 

EUA), tampão 1X (20 mM Tris – HCl, pH 8.4, 50 mM KCl), 1 U de Platinum Taq 

DNA polimerase (Invitrogen Life Technologies, Gaithersburg, MD, EUA) e 10 

µM de cada primer, em um volume final da reação de 20 µL.  

A PCR foi processada com uma etapa inicial de desnaturação a 

94ºC por 2 min, seguido de 35 ciclos de desnaturação (94ºC por 30 seg), 
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hibridização (60ºC por 30 seg) e extensão (72ºC por 30 seg), e uma etapa final 

de 72ºC por sete minutos. A visualização dos fragmentos amplificados foi feita 

após eletroforese em gel de agarose 2,5%, impregnado com brometo de etídio 

e visualizado sobre luz ultravioleta, utilizando DNA Leadder de 100 pb. 

 

2.4.3 Seqüenciamento dos Fragmentos Amplificados 

Os fragmentos amplificados foram submetidos ao seqüenciamento 

direto de acordo com o protocolo da ABI Prism Dye Terminator Cycle 

Sequencing Ready kit (PerkinElmer Cetus, Noortwalk, CA, USA), usando o 

primer DIDR-F1 e o produto da reação foi levado ao seqüenciador de DNA ABI 

Prism™ 310, Genetic Analizer. 

 

2.4.4 Estudo Filogenético 

Para o estabelecimento de relações filogenéticas, as seqüências 

obtidas a partir das amostras da Ilha do Marajó e Rio de Janeiro foram 

alinhadas entre si e com seqüências de filarídeos previamente depositadas no 

Genbank (http://www.ncbi.nlm.nih.gov/Genbank/) por outros autores.  

O alinhamento das seqüências foi realizado usando o software 

Clustal W (Thompson et al., 1994). A árvore filogenética foi construída usando 

o software Mega 4.0 (Tamura et al., 2007) e método da Máxima Parcimônia, 

com 1000 réplicas de bootstrap. A amostra Setaria digitata (von Linstow, 1906) 

(Nematoda, Filarioidea: Setariidae) (EF196091) foi utilizada como grupo 

externo. 
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3 RESULTADOS  

 

A análise morfológica não evidenciou nenhuma diferença entre os 

filarídeos adultos coletados em cães dos municípios de Salvaterra e São 

Sebastião da Boa Vista. Resultado semelhante foi observado pelo ponto de 

vista molecular, tanto para os filarídeos adultos quanto para as microfilárias. 

Por este motivo, optamos por agrupar os dados coletados em ambos os 

municípios para a computação dos dados estatístico-epidemiológicos e 

morfométricos. 

 

3.1 ANÁLISE EPIDEMIOLÓGICA 

A prevalência da filariose canina no município de Salvaterra foi de 

37,34%, enquanto que no município de São Sebastião da Boa Vista foi de 

6,67% (Tabela 1). Quando levamos em consideração a somatória das 

amostras coletadas em ambos os municípios, observamos uma prevalência 

total de 32,45% (Tabela 2).  

Foram coletadas mais amostras em cães machos do que de 

fêmeas, e o número de cães machos microfilarêmicos foi maior do que o de 

fêmeas. Entretanto, não foi observada diferença na distribuição da infecção em 

relação ao sexo dos cães (X2 correção de Yates = 0,341; p = 0,559) (Figura 6).  

O número de cães jovens (0 a 1 ano) foi maior do que os cães mais 

velhos. Entretanto, observamos que o número de cães positivos com idade a 

partir de quatro anos foi significativamente maior (X2 = 32,943; p < 0,0001) 

(Tabela 2, Figura 7).  
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Tabela 1: Microfilaremia estimada em 158 cães de Salvaterra e 30 de São Sebastião  
da Boa Vista, distribuídos por idade e sexo. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

* não informado pelos donos dos cães 

Salvaterra São Sebastião da Boa Vista 

Id
ad

e Positivo 

n (%)  

[♀:♂] 

Negativo 

n (%)  

[♀:♂] 

Total 

n (%)  

[♀:♂] 

Positivo 

n (%) 

 [♀:♂] 

Negativo 

n (%)  

[♀:♂] 

Total 

n (%)  

[♀:♂] 

0 a 1 6 (3,80%) 

[5:1] 

53 (33,54%) 

[18:35] 

59 (37,34%) 

[23:36] 

0 (0%) 

[0:0] 

11 (36,67%) 

[5:6] 

11 (36,67%) 

[5:6] 

2 a 3  22 (13,92%) 

[9:13] 

19 (12,03%) 

[9:10] 

41 (25,95%) 

[18:23] 

0 (0%) 

[0:0] 

5 (16,67%) 

[2:3] 

5 (16,67%) 

[2:3] 

4 ou + 23 (14,56%) 

[5:18] 

18 (11,39%) 

[7:11] 

41 (25,95%) 

[12:29] 

1 (3,33%) 

[0:1] 

2 (6,67%) 

[0:2] 

3 (10%)  

[0:3] 

n.i.* 8 (5,06%) 

[2:6] 

9 (5,70%) 

[4:5] 

17 (10,76%) 

[6:11] 

1 (3,33%) 

[1:0] 

10 (33,33%) 

[8:2] 

11 (36,67%) 

[9:2] 

Total 59 (37,34%) 

[21:38] 

99 (62,66%) 

[38:61] 

158 (100%) 

[59:99] 

2 (6,67%) 

[1:1] 

28 (93,33%) 

[15:13] 

30 (100%) 

[16:14] 
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Tabela 2: Microfilaremia estimada em 188 cães dos municípios de Salvaterra e  
São Sebastião da Boa Vista, distribuídos por idade e sexo. 

 

* não informado pelos donos dos cães 

Salvaterra + São Sebastião da Boa Vista 
Id

ad
e 

Positivo 

n (%) [♀:♂] 

Negativo 

n (%) [♀:♂] 

Total 

n (%) [♀:♂] 

0 a 1 6 (3,19%) [5:1] 64 (34,04%) [23:41] 70 (37,23) [28:42] 

2 a 3  22 (11,70%) [9:13] 24 (12,77%) [11:13] 46 (24,44%) [20:26] 

4 ou + 24 (12,77%) [5:19] 20 (10,64%) [7:13] 44 (23,40%) [12:32] 

n.i.* 9 (4,79%) [3:6] 19 (10,11%) [12:7] 28 (14,89%) [15:13] 

Total 61 (32,45%) [22:39] 127 (67,55%) [53:74] 188 (100%) [75:113] 
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Figura 6: Índice de microfilaremia em 188 cães dos municípios de 
Salvaterra e São Sebastião da Boa Vista, distribuídos por sexo. O número 
de amostras coletadas de cães machos foi maior do que o de fêmeas. Não se 
observou relação entre infecção e sexo dos cães (X2 correção de Yates = 
0,341; p = 0,559). 
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Figura 7: Índice de microfilaremia em 188 cães dos municípios de 
Salvaterra e São Sebastião da Boa Vista, distribuídos por idade. Um maior 
número de amostras foi coletado em cães jovens (0 – 1 anos). O número de 
cães positivos com idade de quatro anos ou mais foi significativamente maior 
(X2 = 32,943; p < 0,0001). 
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Dos 30 cães necropsiados (20 em Salvaterra e 10 em São 

Sebastião da Boa Vista), 13 (43,33%) apresentaram filarídeos adultos no 

coração, artéria pulmonar a pulmões (Figura 8), e nestes cães parasitados, foi 

observada infecção oculta em sete (53,84%), ou seja, não apresentaram 

microfilárias circulantes detectáveis por nenhum dos métodos utilizados neste 

trabalho, mesmo apresentando vermes adultos no interior dos órgãos torácicos.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 8: Coração e pulmão de um cão necropsiado em São Sebastião da 
Boa Vista – Ilha do Marajó, Estado do Pará. Observamos um novelo de 
filarídeos adultos emergindo de uma incisão no ventrículo direito. Barra = 5 cm. 
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3.2 ANÁLISE MORFOLÓGICA 

No momento da necropsia, todos os vermes coletados 

apresentavam movimento de contração e relaxamento, indicando que estavam 

vivos. Os vermes coletados apresentaram corpo filiforme, com coloração 

esbranquiçada, fêmeas nitidamente maiores em comprimento do que os 

machos, que possuíam a porção posterior espiralada.  

 

3.2.1 Microscopia de Luz 

Após processamento, a observação por microscopia de luz mostrou 

que os vermes adultos machos e fêmeas apresentaram a região anterior 

arredondada, extremidade cefálica ligeiramente afilada (Figuras 9A, 9B, 10A e 

10B), com estruturas semelhantes, como: pequena abertura oral, terminal, sem 

lábios (Figura 10B), rodeada por quatro pares de pequenas papilas sésseis e 

dois pequenos anfídeos laterais (Figura 10B). Foi observado o anel nervoso 

(Figuras 9A, 9B e 10A) em torno do esôfago (Figuras 9A, 9B, 10A e 10B) 

relativamente curto e tipicamente filarióide, ou seja, sem apresentar uma 

dilatação na junção com o intestino (Figura 10A). Não se observou uma nítida 

divisão entre a região glandular e muscular do esôfago. Contudo, foi observado 

um par de pequenos deirídeos localizadas lateralmente (Figura 10A), posterior 

à posição do anel nervoso. 
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Figura 9: Aspectos microanatômicos por microscopia de luz de filarídeos 
adultos fêmeas e machos obtidos de cães dos municípios de Salvaterra e 
São Sebastião da Boa Vista - Ilha do Marajó, Estado do Pará. A) Visão 
lateral de filarídeo fêmea, destacando-se a região anterior arredondada, com 
extremidade cefálica ligeiramente afilada, onde se observa o anel nervoso (an), 
esôfago (es), intestino (in) e a vulva (v) (Barra = 200 µm). B) Detalhe da 
extremidade anterior de filarídeo fêmea, destacando-se o anel nervoso (an) e o 
esôfago (es) (Barra = 100 µm). C) Detalhe da vulva (v) de filarídeo fêmea em 
visão lateral (Barra = 100 µm). D) Detalhe da última espira da região posterior 
espiralada do macho destacando a área rugosa constituída por estrias (setas) 
(Barra = 200 µm). E) e F) Visão lateral da extremidade caudal de filarídeo 
macho em duas secções ópticas diferentes, onde se observa as papilas pré-
cloacais (ppc), as papilas pós-cloacais (ppsc), o espículo grande (eg), o 
espículo pequeno (ep) e o fasmídeo (fas) (Barra = 100 µm). 
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Figura 10: Aspectos microanatômicos capturados por câmara clara de 
filarídeos adultos fêmeas e machos obtidos de cães dos municípios de 
Salvaterra e São Sebastião da Boa Vista - Ilha do Marajó, Estado do Pará. 
A) Visão lateral de filarídeo fêmea, destacando-se a região anterior 
arredondada, com extremidade cefálica ligeiramente afilada, onde se observa o 
anel nervoso (an), deirídeo (de), esôfago (es), intestino (in) e a vulva (v) (Barra 
= 200 µm). B) Detalhe da extremidade anterior de fêmea, onde se observa a 
abertura oral (ao), papilas cefálicas (pc), anfídeo (anf), esôfago (es) (Barra = 50 
µm). C) Vistão lateral da extremidade posterior de macho de filarídeo, onde se 
observa as papilas pré-cloacais (ppc), papilas pós-cloacais (ppsc), espículo 
maior (eg), espículo menor (ep) e fasmídeo (fas) (Barra = 100 µm). D) Vista 
ventral da extremidade posterior de macho de filarídeo, onde se observa as 
papilas pré-cloacais (ppc), abertura cloacal (c), papilas ad-cloacais (pad), 
papilas pós-cloacais ventrais (ppscv), papilas pós-cloacais ventro-laterais 
(ppscvl) e o par de fasmídeos ventrais (fas) (Barra = 100 µm). 
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As fêmeas eram didelfas e ovovivíparas, e todas apresentaram 

microfilárias no interior do útero, indicando que estavam na fase adulta. O útero 

se apresentou tubular, com várias voltas pela extensão do corpo (da junção 

esôfago-intestino até a região posterior), comunicando-se com o meio externo 

pela abertura da vulva, ventral, localizada logo após a junção esôfago-intestino 

(Figuras 9A, 9C e 10A). O intestino caracterizou-se por um tubo retilíneo que se 

estendia pelo corpo até a extremidade posterior (abertura anal). A extremidade 

posterior da fêmea apresentou-se retilínea e arredondada, com a abertura do 

ânus ventral e subterminal.  

Os machos apresentavam intestino e testículo tubulares e retilíneos 

que se distendiam ao longo do corpo até a abertura cloacal. Foi observada uma 

área rugosa ventral na região posterior espiralada, constituída por estrias 

oblíquas e paralelas (Figura 9D). A última espira apresentou estruturas 

relacionadas à cópula, como papilas, espículos e fasmídeos.  

As papilas cloacais apresentavam tamanhos diferentes e estavam 

assim distribuídas: quatro pares de grandes papilas pedunculadas pré-cloacais 

(eventualmente, uma ou mais papilas não foram observadas nesta região); um 

par de pequenas papilas sésseis ad-cloacais; um par de pequenas papilas 

sésseis pós-cloacais ventrais, logo após a abertura cloacal; três pares de 

papilas pós-cloacais ventro-laterais, sendo o primeiro par constituído de 

grandes papilas pedunculadas e dois pares de papilas sésseis (Figuras 9E, 9F, 

10C e 10D).  

Observamos que os espículos apresentaram tamanhos e forma 

diferentes, com ausência do gubernáculo. O espículo menor localizava-se no 
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lado interno na espiral, apresentando uma concavidade longitudinal formado 

por uma bainha onde se encaixava o espículo maior, quando externalizados 

(Figuras 9E, 10C e 10D). Foi observado um par de fasmídeos ventrais, 

posterior às papilas pós-cloacais (Figuras 9E, 10C e 10D). 

 

3.2.1.1 Morfometria dos Vermes Adultos 

Os dados morfométricos foram colhidos de dezesseis vermes 

fêmeas (oito do município de Salvaterra e oito do município de São Sebastião 

da Boa Vista) e sete vermes machos (cinco do município de Salvaterra e dois 

do município de São Sebastião da Boa Vista) e estão apresentados da 

seguinte forma: menor – maior (média ± desvio padrão). 

Fêmeas: comprimento total: 17,7 cm – 27,2 cm (21,83 cm ± 2,52); 

largura do corpo: 0,40 mm – 0,61 mm (0,49 mm ± 0,06); comprimento do 

esôfago: 1,05 mm – 1,57 mm (1,29 mm ± 0,14); largura do esôfago: 0,09 mm – 

0,17 mm (0,12 mm ± 0,02); posição do anel nervoso, em relação à extremidade 

anterior: 0,33 mm – 0,52 mm (0,41 mm ± 0,08); deirídeos, em relação à 

extremidade anterior: 0,56 mm – 0,97 mm (0,70 mm ± 0,09); posição da vulva, 

em relação à extremidade anterior: 2,23 mm – 3,26 mm (2,68 mm ± 0,25); 

comprimento da cauda (da abertura anal à extremidade posterior): 0,15 mm – 

0,27 mm (0,17 mm ± 0,04). 

Machos: comprimento total: 11,94 cm – 16,23 cm (13,76 cm ± 

1,73); largura do corpo: 0,34 mm – 0,5 mm (0,41 mm ± 0,06); comprimento do 

esôfago: 1,08 mm – 1,46 mm (1,21 mm ± 0,14); largura do esôfago: 0,09 mm – 

0,13 mm (0,11 mm ± 0,02); posição do anel nervoso, em relação à extremidade 
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anterior: 0,35 mm – 0,47 mm (0,40 mm ± 0,05); deirídeos, em relação à 

extremidade anterior: 0,29 mm – 0,77 mm (0,57 mm ± 0,2); comprimento da 

cauda (da abertura cloacal à extremidade posterior): 0,09 mm – 0,11 mm (0,10 

mm ± 0,01); comprimento do espículo maior: 0,31 mm – 0,39 mm (0,34 mm ± 

0,03); comprimento do espículo menor: 0,15 mm – 0,19 mm (0,17 mm ± 0,01).  

A Tabela 3 apresenta a morfometria dos vermes adultos coletados 

neste trabalho, comparando com os dados previamente apresentados por 

Leidy, 1856 (apud Lent e Teixeira-de-Freitas, 1937), López-Neyra (1947), 

Murata et al. (2003) e Sano et al. (2005).  

 

3.2.2 Análise Histológica 

Secções transversais de vermes adultos mostraram uma cutícula 

altamente basofílica, sem protuberâncias que indicassem a presença de 

estriações cuticulares longitudinais (Figuras 11A e 11B). A histologia também 

evidencia grandes fibras musculares e o cordão lateral apresentando o canal 

excretor foram observados em ambos os sexos, assim como o intestino 

(Figuras 11A e 11B). As fêmeas apresentaram várias alças do útero contendo 

microfilárias no seu interior (Figura 11A), e os machos apresentaram o 

testículo, formado por um parênquima compacto e basofílico (Figura 11B).  
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Tabela 3: Dados morfométricos dos vermes adultos coletados nos municípios de Salvaterra e São Sebastião da Boa Vista. 
Valores coletados neste trabalho (*) comparados com medidas de D. immitis previamente descritas por outros autores. 

 

Furtado et al. (2008) (*) Leidy, 1856 apud Lent e 
Teixeira-de-Freitas, 1937 

López-Neyra, 1947 Murata et al., 
2003 

Sano et al., 
2005 

 
Parâmetros Taxonômicos 

Fêmea Macho Fêmea Macho Fêmea Macho Fêmea Macho 
Comp. Total (cm) 
 
 

17,7 – 27,2 
(21,83 ± 2,52) 

11,94 – 16,23 
(13,76 ± 1,73) 

15,0 - 30,0 12,0 - 18,0  21,0 - 31  12,0 - 20,0  19,0 - 28,0  10,5 

Larg. do Corpo (mm) 
 
 

0,40 – 0,61  
(0,49 ± 0,06) 

0,34 – 0,5    
(0,41 ± 0,06) 

1,0 - 1,3 0,6 - 0,9  1,0 - 1,3  0,6 - 0,69  0,77 - 0,99  0,58 

Comp. do Esôfago (mm) 
 
 

1,05 – 1,57  
(1,29 ± 0,14) 

1,08 – 1,46  
(1,21 ± 0,14) 

  1,25 - 1,5   1,75 – 1,78  1,28 

Larg. do Esôfago (mm) 
 
 

0,09 – 0,17  
(0,12 ± 0,02) 

0,09 – 0,13  
(0,11 ± 0,02) 

      

Anel Nervoso (mm) 
 
 

0,33 – 0,52  
(0,41 ± 0,08) 

0,35 – 0,47  
(0,40 ± 0,05) 

    0,33 - 0,54  0,36 

Deirídeo (mm) 
 
 

0,56 – 0,97  
(0,70 ± 0,09) 

0,29 – 0,77  
(0,57 ± 0,2) 

     0,64 

Vulva (mm) 
 
 

2,23 – 3,26  
(2,68 ± 0,25) 

 2,35 - 3,4  2,15 - 3,4   2,78 - 4,45 
  

 

Cauda (mm) 
 
 

0,15 – 0,27  
(0,17 ± 0,04) 

0,09 – 0,11  
(0,10 ± 0,01) 

  0, 18 - 0,21 0,09 - 0,10  0,24  0,11 

Espículo Grande (mm) 
 
 

 0,31 – 0,39  
(0,34 ± 0.03) 

 0,3 - 0,35  0,3 - 0,33   0,37 

Espículo Pequeno (mm) 
 

 0,15 – 0,19  
(0,17 ± 0,01) 

 0,17 - 0,22   0,17 - 0,26   0,19 
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Figura 11: Cortes histológicos transversais na região mediana do corpo 
de filarídeos coletados na Ilha do Marajó, Estado do Pará. A) Filarídeos 
adulto fêmea, evidenciando a cutícula (cu), útero (u) com microfilárias, intestino 
(i), cordão lateral (cl) e o tecido muscular (mus) (Barra = 200 µm). B) Filarídeo 
adulto macho, evidenciando a cutícula (cu), testículo (t), cordão lateral (cl) e o 
tecido muscular (mus) (Barra = 100 µm). 
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3.2.3 Microscopia Eletrônica de Varredura 

A extremidade cefálica dos vermes adultos apresentou-se 

constituída por estruturas semelhantes em ambos os sexos. Esta região 

apresentou-se discretamente afilada e arredondada (Figura 12A), com abertura 

oral terminal, circular, não estando delimitada por lábios (Figuras 12B, 12C e 

12D). Destacaram-se ao redor da abertura oral, quatro pares de pequenas 

papilas cefálicas e dois anfídeos laterais, representados por uma elevação 

cuticular (Figuras 12B, 12D, 12E e 12F). Os anfídeos apresentaram uma 

abertura basal, voltada para a região posterior do corpo (Figuras 12G e 12H).  

Pequenos deirídeos estavam localizados no centro de uma 

depressão cuticular (de forma variando entre circular e oval), próximos à linha 

lateral e ligeiramente deslocados para a região ventral (Figura 13A). Os 

deirídeos se mostraram constituídos por uma estrutura filamentosa, de base 

mais larga que o ápice, apresentando uma concavidade longitudinal em forma 

de “calha” (Figura 13B). O ápice desta estrutura se apresentava trifurcado, 

variando de formato, dependendo do nível de exteriorização (Figura 13C).  

A superfície do corpo apresentou delicadas estrias transversais 

paralelas (Figura 14C). Na região cefálica (em torno das papilas, anfídeos e 

abertura oral) e na extremidade posterior das fêmeas (em torno dos fasmídeos) 

estas estrias não apresentaram uma disposição transversal, mas sim, 

dispostas aleatoriamente (Figuras 14 A e 14B). Foi observada uma alteração 

no padrão de distribuição das estriações cuticulares no entorno dos deirídeos, 

abertura vulvar e ânus da fêmea (Figuras 13A, 15B e 16B).  
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Figura 12: Aspectos da superfície do corpo, por MEV, dos filarídeos 
obtidos em cães dos municípios de Salvaterra e São Sebastião da Boa 
Vista - Ilha do Marajó, Estado do Pará. A) Visão geral da extremidade 
cefálica discretamente afilada e arredondada de filarídeo macho (Barra = 200 
µm). B) Detalhe da extremidade cefálica de filarídeo macho, onde se observa a 
abertura oral terminal (ao), quatro pares de pequenas papilas cefálicas (pc) 
dispostas redialmente, dois anfídeos laterais (anf) (Barra = 20 µm). C) Detalhe 
da abertura oral (ao) (Barra = 2 µm). D) Detalhe da disposição das papilas 
cefálicas (pc) e anfídeo (anf) em relação à abertura oral (ao) (Barra = 10 µm). 
E) Detalhe de uma papila cefálica (pc) proximal à abertura oral (Barra = 5 µm). 
F) Detalhe de uma papila cefálica (pc) distal à abertura oral (Barra = 5 µm). G) 
Detalhe de um anfídeo (anf) evidenciando a abertura basal fechada (Barra = 5 
µm). H) Detalhe de um anfídeo (anf) evidenciando a abertura basal aberta 
(Barra = 5 µm).  
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Figura 13: Aspectos do deirídeo, por MEV, localizado na superfície do 
corpo dos filarídeos obtidos em cães dos municípios de Salvaterra e São 
Sebastião da Boa Vista - Ilha do Marajó, Estado do Pará. A) Disposição de 
um deirídeo (de) em relação à linha lateral (ll) (Barra = 10 µm). B) Detalhe de 
um deirídeo (de) totalmente evertido, evidenciando o formato semelhante a 
uma calha e o ápice trifurcado distendido, localizado no centro de uma 
depressão cuticular (Barra = 2 µm). C) Detalhe de um deirídeo (de) 
parcialmente evertido, com ápice trifurcado globoso, localizado no centro de 
uma depressão cuticular (Barra = 5 µm). 

 

 

 

 

 

de 

ll 

de 

de 

A B 

C 



   55 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 14: Variação das alterações cuticulares observadas em filarídeos 
coletados nos municípios de Salvaterra e São Sebastião da Boa Vista – 
Ilha do Marajó, Estado do Pará. A) Disposição aleatória das estriações 
cuticulares na extremidade anterior, em torno da abertura oral, papilas cefálicas 
e deirídeos (Barra = 10 µm). B) Disposição aleatória das estriações cuticulares 
na extremidade posterior de um filarídeo fêmea, em torno da abertura dos 
fasmídeos (fas) (Barra = 5 µm). C) Detalhe das estriações cuticulares 
transversais (Barra = 5 µm). D) Linha lateral inconspícua longitudinal (seta) 
(Barra = 100 µm). E) Detalhe da linha lateral constituída por linhas paralelas 
contínuas (Barra = 50 µm). F) Detalhe da linha lateral constituída por discretas 
linhas descontínuas, próximo à região posterior (Barra = 5 µm). 
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Duas linhas laterais inconspícuas foram observadas 

longitudinalmente (Figura 14D), as quais se apresentaram formadas por 

discretas linhas descontínuas próximo à região anterior e posterior (Figuras 

14F), e nas outras regiões do corpo, por duas ou três linhas paralelas e 

contínuas (Figura 14E).  

As fêmeas apresentaram a vulva relativamente próxima à 

extremidade anterior (Figura 15A), com abertura vulvar elíptica, 

transversalmente disposta em relação ao eixo do corpo, delimitada por lábios 

não proeminentes, e sem estruturas como papilas ou franjas (Figuras 15B, 15C 

e 15D). A abertura anal era subterminal em relação à extremidade posterior, 

apresentando-se encurvada, formando uma “meia-lua” (Figuras 16A, 16B e 

16C). Na extremidade posterior, foram observados dois fasmídeos latero-

ventrais, constituídos por duas aberturas circulares (Figura 16D). A linha lateral 

também foi observada nesta região, formada por discretas linhas descontínuas 

(Figura 16E). 

A região posterior espiralada dos machos (Figura 17A) apresentou 

ventralmente uma área rugosa, constituída por elevações cuticulares paralelas 

entre si, em forma de cristas de comprimento variado (Figuras 17B e 17C), 

podendo apresentar bifurcações (Figura 17D insert). Estas cristas 

apresentaram-se acompanhando o eixo longitudinal das espiras maiores 

(Figuras 17B e 17D), deslocando-se gradativamente para a posição transversal 

nas espiras menores (Figuras 17C e 17E).  Na região onde se apresentaram 

longitudinalmente dispostas, o número de cristas variou de sete a onze, 

dependendo do segmento observado e da volta da espiral.  
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Figura 15: Detalhes da vulva de filarídeo fêmea coletada no município de 
São Sebastião da Boa Vista, Ilha do Marajó, Estado do Pará. A) Visão geral 
da extremidade anterior, evidenciando a posição a vulva (v) (Barra = 500 µm). 
B) Detalhe da vulva (v), evidenciando a abertura vulvar elíptica, a posição 
transversal em relação ao corpo e a alteração no padrão de estriações 
cuticulares transversais em torno desta estrutura (Barra = 50 µm). C) Detalhe 
da abertura vulvar (v) delimitada por lábios não proeminentes inconspícuos 
(Barra = 10 µm). D) Detalhe da abertura vulvar (v) delimitada por lábios não 
proeminentes inconspícuos (Barra = 10 µm).  
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Figura 16: Detalhes da abertura anal e fasmídeos de filarídeo fêmea 
coletada no município de São Sebastião da Boa Vista, Ilha do Marajó, 
Estado do Pará. A) Visão geral da extremidade posterior, evidenciando a 
posição subterminal do ânus (a) (Barra = 50 µm). B) Detalhe do ânus (a), 
evidenciando a abertura anal encurvada para a extremidade posterior e a 
alteração no padrão de estriações cuticulares transversais em torno desta 
estrutura (Barra = 10 µm). C) Detalhe do ânus (a), evidenciando a abertura anal 
(Barra = 5 µm). D) Detalhe da extremidade posterior evidenciando um par de 
fasmídeos ventro-laterais (Barra = 10 µm), insert: detalhe da abertura de um 
fasmídeo (Barra = 2 µm). E) Detalhe da linha lateral (ll) finalizando na 
extremidade posterior (seta), constituídas por discretas linhas descontínuas 
(Barra = 10 µm). 
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Figura 17: Aspectos das alterações cuticulares observadas na região 
posterior espiralada dos filarídeos machos dos municípios de Salvaterra e 
São Sebastião da Boa Vista, Ilha do Marajó, Estado do Pará. A) Visão geral 
da região posterior espiralada dos filarídeos machos (Barra = 500 µm). B) 
Disposição longitudinal das cristas na área rugosa da espira maior (área 
pontilhada) (Barra = 200 µm). Insert: detalhe de uma crista de menor tamanho 
(Barra = 10 µm). C) Disposição transversal das cristas na área rugosa da 
espira menor (área pontilhada) (Barra = 50 µm). D) Detalhe das cristas 
longitudinais (setas) (Barra = 20 µm). Insert: detalhe de uma bifurcação em 
uma crista (Barra = 5 µm). E) Detalhe das cristas transversais (setas) (Barra = 
20 µm). F) Detalhe da segmentação de uma crista (seta) disposta 
longitudinalmente na área rugosa, constituída por uma elevação cuticular 
cuneiforme, alongada, com base de contorno suavizado e ápice retilíneo (Barra 
= 5 µm).  
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Estas cristas eram descontínuas, constituídas por uma fileira de 

elevações cuticulares cuneiformes, alongadas, com base de contorno 

suavizado e ápice retilíneo (Figura 17F). Possuem comprimento variado, sendo 

mais curtas quando emergem de modo perpendicular às estriações cuticulares 

transversais.  

Além das cristas (elevações cuticulares alongadas), foram 

observadas numerosas elevações cuticulares arredondadas, menos elevadas 

que as cristas, dispostas enfileiradas no final de cada crista (Figura 18G). Estas 

elevações arredondadas também foram observadas formando fileiras que se 

intercalavam nos espaços entre as cristas (Figura 18H). Estruturas 

semelhantes também foram observadas lateralmente à área rugosa, 

constituindo uma área de transição para a região dorsal do verme (Figura 18I e 

18J). Entretanto, nesta região, estas elevações arredondadas não se 

apresentavam enfileiradas, mas sim aleatoriamente dispostas na região lateral, 

até a região dorsal (Figura 18K).   

Na extremidade posterior do corpo do verme foi observada uma 

bolsa copuladora inconspícua (Figura 19A, 19B e 19C), com diversas papilas 

nas regiões próximas à abertura cloacal. As papilas pré-cloacais nem sempre 

se apresentaram pareadas (Figuras 19B e 19C). Um par de pequenas papilas 

ad-cloacais foi observado lateralmente à abertura cloacal (Figura 19D). As 

papilas pós-cloacais não foram observadas em todos os espécimes, variando 

em número, porém, geralmente eram constituídas por um par de pequenas 

papilas pós-cloacais ventrais (Figura 19D) logo após a abertura cloacal, e duas 

grandes papilas ventro-laterais (Figura 19D).  
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Figura 18: Aspectos das alterações cuticulares arredondadas observadas 
na região posterior espiralada dos filarídeos machos dos municípios de 
Salvaterra e São Sebastião da Boa Vista, Ilha do Marajó, Estado do Pará. 
A) Detalhe das elevações cuticulares arredondadas enfileiradas no final de 
cada crista (setas) (Barra = 10 µm). H) Detalhe das elevações cuticulares 
arredondadas enfileiradas no espaço entre as cristas (setas) (Barra = 10 µm). 
C) Visão geral da área de transição (at), entre a área rugosa (ar) e a região 
dorsal (rd) (Barra = 50 µm). D) Detalhe de uma crista da área rugosa (ar) e das 
elevações cuticulares arredondadas dispostas aleatoriamente na área de 
transição (at) (Barra = 10 µm). E) Detalhe das elevações cuticulares 
arredondadas dispostas aleatoriamente na região dorsal (Barra = 50 µm). 
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Figura 19: Detalhe da disposição das estruturas sensitivas localizadas na 
extremidade posterior de filarídeos machos dos municípios de Salvaterra 
e São Sebastião da Boa Vista, Ilha do Marajó, Estado do Pará. A) Visão 
geral da bolsa copuladora inconspícua e a disposição das papilas pré-cloacais 
pareadas (área pontilhada) em relação a abertura cloacal (c) (Barra = 30 µm). 
C) e B) Visão geral da bolsa copuladora inconspícua e a disposição das papilas 
pré-cloacais não-pareadas (área pontilhada) em relação a abertura cloacal (c) 
(Barras = 40 µm e 50 µm resp.). D) Detalhe das papilas ad-cloacais (pad), 
papilas pós-cloacais ventrais (área pontilhada), papilas pós-cloacais ventro-
laterais (ppcvl) e abertura fasmidial (fas) delimitada por uma discreta elevação 
cuticular (Barra = 30 µm). E) Visão geral da extremidade posterior arredondada 
e da localização da papila latero-terminal (plt) (Barra = 20 µm). F) Detalhe da 
papila latero-terminal (plt) (Barra = 5 µm).  
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Um par de fasmídeos ventrais foi observado posterior às papilas 

pós-cloacais, representados por uma abertura fasmidial circular rodeada por 

uma pequena elevação cuticular, também circular (Figura 19D).  

A extremidade posterior do macho apresentou-se arredondada, 

onde foi observado um par de pequenas papilas latero-terminais (Figuras 19E e 

19F).  

Quando apenas o espículo menor apresentava-se evertido, foi 

possível observar a sua concavidade em forma de “calha”, constituído pela 

bainha (Figura 20G). Nesta concavidade, observou-se o espículo maior 

encaixado, quando ambos os espículos sofreram exteriorização (Figuras 20H, 

20I e 20J). Também foi possível observar detalhes da bainha do espículo maior 

(Figura 20J).  

 

3.3 ANÁLISE MOLECULAR 

A amplificação da região 5.8S – ITS2 – 28S do DNAr, utilizando os 

primers DIDR-F1 e DIDR-F2, resultou em uma banda única de 

aproximadamente 500 pb, de acordo com o DNA Leadder (100 pb), em todas 

as amostras analisadas (amostras sanguíneas positivas apresentando 

microfilárias circulantes, vermes adultos dos dois municípios da Ilha do Marajó 

e o verme adulto do município do Rio de Janeiro). Nenhuma das amostras 

sanguíneas negativas para a pesquisa de microfilárias utilizadas como controle 

negativo da PCR apresentaram amplificação de fragmento de DNA (Figura 21).  
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Figura 20: Detalhe da disposição dos espículos dos filarídeos machos 
dos municípios de Salvaterra e São Sebastião da Boa Vista, Ilha do 
Marajó, Estado do Pará. A) Detalhe do espículo pequeno (ep) evertido, 
evidenciando a concavidade em forma de “calha”, constituído pela bainha desta 
estrutura (Barra = 10 µm). B) Detalhe dos espículos menor e maior evertidos 
(Barra = 15 µm). C) Visão geral dos espículos menor (ep) e maior (eg) (Barra = 
30 µm). D) Detalhe dos espículos menor (ep) e maior (eg), evidenciando a 
bainha (b) do espículo maior (Barra = 10 µm). 
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Figura 21: Produto da PCR submetido à eletroforese em gel de agarose a 
2,5% usando primers DIDR-F1 e DIDR-R1. 1) DNA Leadder (100 pb); 2) 
Amostra sanguínea sem microfilárias circulantes (Salvaterra - controle 
negativo); 3) Amostra sanguínea com microfilárias (Salvaterra); 4) Filarídeo 
adulto (Salvaterra); 5) Amostra sanguínea sem microfilárias circulantes (São 
Sebastião da Boa Vista - controle negativo); 6) Amostra sanguínea com 
microfilárias circulantes (São Sebastião da Boa Vista); 7) Filarídeo adulto (São 
Sebastião da Boa Vista); 8) Filarídeo adulto - D. immitis (Rio de Janeiro). 
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As amostras que apresentaram amplificação de aproximadamente 

500 pb foram submetidas ao seqüenciamento direto, e os nucleotídeos das 

regiões 5.8S (parcial) e ITS2 (parcial) do DNAr foram alinhados (Figura 22). A 

árvore filogenética construída a partir destas amostras, e das sequências 

depositadas de DNA previamente no Genbank, usando o método de Máxima 

Parcimônia com 1000 réplicas de bootstrap mostrou que todas as seqüências 

de microfilárias, e de vermes adultos obtidas em Salvaterra (FJ263459, 

FJ263460, FJ263461, FJ263462, FJ263463, FJ263464, FJ263465, FJ263466, 

FJ263467, FJ263468), em São Sebastião da Boa Vista (FJ263456, FJ263458, 

FJ263457) e no Rio de Janeiro (FJ263455) foram agrupadas num clado 

monofilético com 98% de bootstrap, juntamente com a seqüência AF217800, 

pertencente à espécie D. immitis (Figura 23).  
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Figura 22: Alinhamento de 288 nucleotídeos obtidos das amostras de 
microfilárias, de filarídeos adultos obtidos na Ilha do Marajó, do filarídeo 
adulto obtidos do Rio de Janeiro e das seqüências de filarídeos 
depositados no Genbank. Seqüência parcial da região 5.8S (seta vermelha) e 
seqüência parcial da região ITS2 (seta azul). Mf – Salv: microfilária de 
Salvaterra; Va – Salv: verme adulto de Salvaterra; Mf – SSBV: microfilária São 
Sebastião da Boa Vista; Va – SSBV: verme adulto de São Sebastião da Boa 
Vista; Va – RJ: verme adulto do Rio de Janeiro. 

10        20        30 40        50        60        70        80        90     100                  

....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|

1. Mf – Salv (FJ263459)          GTTGATTCC-CGATGGTACGTCTGGTTGAGGGTCAATATCGATCAGATTATCAAATAATATACCAAAA----TTGATACATATG-ATACATATGAATGAT 

2. Mf – Salv (FJ263460)          GTTGATTCC-CGATGGTACGTCTGGTTGAGGGTCAATATCGATCAGATTATCAAATAATATACCAAAA----TTGATACATATG-ATACATATGAATGAT 
3. Mf – Salv (FJ263461)          GTTGATTCC-CGATGGTACGTCTGGTTGAGGGTCAATATCGATCAGATTATCAAATAATATACCAAAA----TTGATACATATG-ATACATATGAATGAT 

4. Mf – Salv (FJ263462)          GTTGATTCC-CGATGGTACGTCTGGTTGAGGGTCAATATCGATCAGATTATCAAATAATATACCAAAA----TTGATACATATG-ATACATATGAATGAT 

5. Mf – Salv (FJ263463)          GTTGATTCC-CGATGGTACGTCTGGTTGAGGGTCAATATCGATCAGATTATCAAATAATATACCAAAA----TTGATACATATG-ATACATATGAATGAT 

6. Mf – Salv (FJ263464)          GTTGATTCC-CGATGGTACGTCTGGTTGAGGGTCAATATCGATCAGATTATCAAATAATATACCAAAA----TTGATACATATG-ATACATATGAATGAT 

7. Mf – Salv (FJ263465)          GTTGATTCC-CGATGGTACGTCTGGTTGAGGGTCAATATCGATCAGATTATCAAATAATATACCAAAA----TTGATACATATG-ATACATATGAATGAT 
8. Va – Salv (FJ263466)          GTTGATTCC-CGATGGTACGTCTGGTTGAGGGTCAATATCGATCAGATTATCAAATAATATACCAAAA----TTGATACATATG-ATACATATGAATGAT 

9. Va – Salv (FJ263467)          GTTGATTCC-CGATGGTACGTCTGGTTGAGGGTCAATATCGATCAGATTATCAAATAATATACCAAAA----TTGATACATATG-ATACATATGAATGAT 

10. Va – Salv (FJ263468)         GTTGCTTCC-CGATGCGACGTCTGGTTGAGGGTCAATATCGATCAGATTATCAAATAATATACCAAAA----TTGATACATATG-ATACATATGAGTGAT 
11. Mf – SSBV (FJ263456)         GTTGATTCC-CGATGGTACGTCTGGTTGAGGGTCAATATCGATCAGATTATCAAATAATATACCAAAG----TTGATACATATG-ATACATATGAATGAT 

12. Va – SSBV (FJ263457)         GTTGATTCC-CGATGGTACGTCTGGTTGAGGGTCAATATCGATCAGATTATCAAATAATATACCAAAA----TTGATACATATG-ATACATATGAATGAT 

13. Va – SSBV (FJ263458)         GTTGATTCC-CGATGGTACGTCTGGTTGAGGGTCAATATCGATCAGATTATCAAATAATATACCAAAA----TTGATACATATG-ATACATATGAATGAT 

14. Va – RJ (FJ263455)           GTTGCTTCC-CGATGGGACGTCTGGCTGAGGGTCAATATCGATCAGATTATCAAATAATATACCAAAA----TTGATACATATG-ATACATATGAATGAT 
15. D. immitis (AF217800)        GTTGATTCC-CGATGGTACGTCTGGTTGAGGGTCAATATCGATCAGATTATCAAATAATATACCAAAA----TTGATACATATG-ATACATATGAATGAT 

16. D. repens (AY693808)         GTTGATTCC-CGATGGTACGTCTGGTTGAGGGTCAATATCTATTAAATTAATAAATAATATATCATTG----ATAGTTTACATTCAAATAATTAATTTTT 
17. B. malayi (AY988599)         GTTGATTCC-CCATGGTACGTCTGGTGGAGGGTCAA--TTAA---AAGTAATAATTGTATTTGCATTG-------ATTTATATTTATTATTATCAAATAA 
18. B. pahangi (AY988600)        GTTGATTCC-CGATGGTACGTCTGGTTGAGGGTCAA--TTAA---AAGTAATAATTGTATTTGCATTG-------ATTTATATTTATTT-----------

19. A. reconditum (AF217801)     GTTGATTCC-CGGTAGTACGTCTGGTTGAGGGTCAATGAAAAAAGTAAACATTGTTTTTATTCGTCAGGTGATGGTTTGATGTG-C----TGCTGTCATT 
20. D. dracunculoides (DQ018785) GTTGATTCC-CGGTAGTACGTCTGGTTGAGGGTCAATGAAAGAAGTAAATGTTATTTTTATTCGTCAGGTGATGATTTGATGAT-AGATATGTTGTCATT 

21. O. volvulus (AF228575)       GAAGATAAAGCGATAGCTTAATTAATTTTAAGTAGAC-TTAATAAGCATTTTAGCTAGTATGCTGCCA----ACAAAACAAATA--CACACACAAACTAT 

22. S. digitata (EF196091)       GTTGATTCC-CGATGGTACGTCTGGTTGAGGGTCAA--TTAAT-AAAATAACAAGCAAAATAGTAGAGGAAGAGAAGAAAAATTTCTTCCCCTAAAACTA 

110       120       130 140       150       160       170       180       190    200          

....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|
1. Mf – Salv (FJ263459)          ATATGTTT---------TGGATATATTATTTGTTAAAATT------AATTCAT----CAGGTGATGATGTGAT---GATAATCATTGAAAAATG-ACAAA 

2. Mf – Salv (FJ263460)          ATATGTTT---------TGGATATATTATTTGTTAAAATT------AATTCAT----CAGGTGATGATGTGAT---GATAATCATTGAAAAATG-ACAAA 

3. Mf – Salv (FJ263461)          ATATGTTT---------TGGATATATTATTTGTTAAAATT------AATTCAT----CAGGTGATGATGTGAT---GATAATCATTGAAAAATG-ACAAA 

4. Mf – Salv (FJ263462)          ATATGTTT---------TGGATATATTATTTGTTAAAATT------AATTCAT----CAGGTGATGATGTGAT---GATAATCATTGAAAAATG-ACAAA 
5. Mf – Salv (FJ263463)          ATATGTTT---------TGGATATATTATTTGTTAAAATT------AATTCAT----CAGGTGATGATGTGAT---GATAATCATTGAAAAATG-ACAAA 

6. Mf – Salv (FJ263464)          ATATGTTT---------TGGATATATTATTTGTTAAAATT------AATTCAT----CAGGTGATGATGTGAT---GATAATCATTGAAAAATG-ACAAA 

7. Mf – Salv (FJ263465)          ATATGTTT---------TGGATATATTATTTGTTAAAATT------AATTCAT----CAGGTGATGATGTGAT---GATAATCATTGAAAAATG-ACAAA 

8. Va – Salv (FJ263466)          ATATGTTT---------TGGATATATTATTTGTTAAAATT------AATTCAT----CAGGTGATGATGTGAT---GATAATCATTGAAAAATG-ACAAA 
9. Va – Salv (FJ263467)          ATATGTTT---------TGGATATATTATTTGTTAAAATT------AATTCAT----CAGGTGATGATGTGAT---GATAATCATTGAAAAATG-ACAAA 

10. Va – Salv (FJ263468)         ATATGTTT---------TGGATATATTATTTGTTAAAATT------AATTCCT----CAGGTGATGATGTGAT---GATAATCATTGAAAAATG-ACAAA 

11. Mf – SSBV (FJ263456)         ATATGTTT---------TGGATATATTATTTGTTAAAATT------AATTCAT----CAGGTGATGATGTGAT---GATAATCATTGAAAAATG-ACAAA 

12. Va – SSBV (FJ263457)         ATATGTTT---------TGGATATATTATTTGTTAAAATT------AATTCAT----CAGGTGATGATGTGAT---GATAATCATTGAAAAATG-ACAAA 
13. Va – SSBV (FJ263458)         ATATGTTT---------TGGATATATTATTTGTTAAAATT------AATTCAT----CAGGTGATGATGTGAT---GATAATCATTGAAAAATG-ACAAA 

14. Va – RJ (FJ263455)           ATATGTTT---------TGGATATATTATTTGTTAAAATT------AATTCAT----CAGGTGATGATGTGAT---GATAATCATTGAAAAATG-ACAAA 

15. D. immitis (AF217800)        ATATGTTT---------TGGATATATTATTTGTTAAAATT------AATTCAT----CAGGTGATGATGTGAT---GATAATCATTGAAAAATG-ACAAA 

16. D. repens (AY693808)         ATTTGTTTG-------ATTGATATATTATTTGTTGAAAT-------AATTCAT----CAGGTGAT----TTAA---AATTTTATATGAAAAAT---TTAC 
17. B. malayi (AY988599)         TTTTCATTCAAACAAGATTATTTTTCTTTATGCAAATAATTTT---TGTTTGTTTATTAAAAGATTATTTGATGATGATGAATGAAAAAAGATG-ATTGA 

18. B. pahangi (AY988600)        ----------------ATTATTAT--------CAAATAATTTT---TGTTTGTTTGTTAAAAGATTATTTGATGATGATGAATGAAAAAAGATG-ATTGA 
19. A. reconditum (AF217801)     ACATGATCCC-------CTGATAAGTAAATGAAAAAGCAG------TATACAGTTGGCACACAATAATGATATGTGCGTGTTCTGTGTACGTAATACGAC 

20. D. dracunculoides (DQ018785) -CATGATCCC-------CTGATAAGTAAGTGAAAAAGCAG------TATACAATTGGCATACAAT------GTGTATATGTTTTGTGTACGTGATACGAC 
21. O. volvulus (AF228575)       ATGTATTTG-------GTTCAATTTTTCATTATTAACATTTTTTTTAACTCTTA--GCGGTGGATCACTTGGCT-CGTGGATCGATGAAGAACGCAGCTA 

22. S. digitata (EF196091)       TCATTCCTAATATAATATTAGAATGCTAATTACTAATAATATTATATATTGGTATGATGAAAGAG-AGAAGAAATTTTCCATTATTTTGCTATC-GTCAG 

210       220       230 240       250       260       270       280       290    300         

....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|

1. Mf – Salv (FJ263459)          AATCCCCTGATTAA------GTATGATAAAAATAGTAAGTAAAAAAG----GCAAATTCTTTACA--CTCACAAAATATCTACTTGTTGTA---------

2. Mf – Salv (FJ263460)          AATCCCCTGATTAA------GTATGATAAAAATAGTAAGTAAAAAAG----GCAAATTCTTTACA--CTCACAAAATATCTACTTGTTGGA---------
3. Mf – Salv (FJ263461)          AATCCCCTGATTAA------GTATGATAAAAATAGTAAGTAAAAAAG----GCAAATTCTTTTCA--CTCACAAAATATCTACTTGTTGGA---------

4. Mf – Salv (FJ263462)          AATCCCCTGATTAA------GTATGATAAAAATAGTAAGTAAAAAAG----GCAAATTCTTTACA--CTCACAAAATATCTACTTGTTGGA---------

5. Mf – Salv (FJ263463)          AATCCCCTGATTAA------GTATGATAAAAATAGTAAGTAAAAAAG----GCAAATTCTTTACA--CTCACAAAATATCTACTTGTTGGA---------

6. Mf – Salv (FJ263464)          AATCCCCTGATTAA------GTATGATAAAAATAGTAAGTAAAAAAG----GCAAATTCTTTACA--CTTACAAAATATCTACTTGTTGGA---------
7. Mf – Salv (FJ263465)          AATCCCCTGATTAA------GTATGATAAAAATAGTAAGTAAAAAAG----GCAAATACTTTACA--CTTACAAAATATCTACTTGTTGGA---------

8. Va – Salv (FJ263466)          AATCCCCTGATTAA------GTATGATAAAAATAGTAAGTAAAAAAG----GCAAATTCTTTACA--CTCACAATATATCAAATTGGTGGA---------

9. Va – Salv (FJ263467)          AATCCCCTGATTAA------GTATGATAAAAATAGTAAGTAAAAAAG----GCAAATTCTTTACA--CTCACAATATATCTACTTGGGGGA---------

10. Va – Salv (FJ263468)         AATCCCCTGATTAA------GTATGATAAAAATAGTAAGTAAAAAAG----GCAAATTCTTTATA--CTTACAATATATCAAATTGTTGGA---------
11. Mf – SSBV (FJ263456)         AATCCCCTGATTAA------GTATGATAAAAATAGTAAGTAAAAAAG----GCAAATACTTTTTA--CTTACAAAATATTTACTTGTTGGA---------

12. Va – SSBV (FJ263457)         AATCCCCTGATTAA------GTATGATAAAAATAGTAAGTAAAAAAG----GCAAATTCTTTACA--CTTACAAAATATCAAATTGTTGGA---------

13. Va – SSBV (FJ263458)         AATCCCCTGATTAA------GTATGATAAAAATAGTAAGTAAAAAAG----GCAAATTCTTTACA--CTCACAATATTTCAAATTGTAGTA---------

14. Va – RJ (FJ263455)           AATCCCCTGATTAA------GTATGATAAAAATAGTAAGTAAAAAAG----GCAAATTTTTTTCT--TTCACAAAATTTCTACTTGGTGGA---------
15. D. immitis (AF217800)        AATCCCCTGATTAA------GTATAATAAAAATAGTAAGTAAAAAAG----GCAAATTTTT---A--CTTACAAAATAT-TACATATTGGA---------
16. D. repens (AY693808)         TATCCCCTGATTAA------GTATTATATAAATAATATGTAAG----------------TTTTTA--CTTACAATATTTTACATATTGAGA---------
17. B. malayi (AY988599)         AT--CAATGATTAGATACAAAA-TGCATCAGGTGATTTGTAACAGAGAGTGAGAATGAAAAAAT---CTCAAAATGAATCCCCTGATAAGTAATAGATAT 

18. B. pahangi (AY988600)        AT--CAATGATTAGATACAAAAATGCATCAGGTGATTTGTAACAGAGAATGAGAATGAAAAAAT---CTCAAAATAAATCCCCTGATAAGTAATAGATAT 
19. A. reconditum (AF217801)     ACACCATGCGTGTATT-AAGGAATTTCTCATATA-TACATATAGTT-------TTATGCTATGTATGCTACGTGTATAT-AGATAGCAGGAGG-------
20. D. dracunculoides (DQ018785) ACACCATACGTGTATTTAAGGAATTTCTCATATAATACTTGTAGATA------TTATGCTAT--ATGCTACGTGTGTAT-AG----CAGGAGG-------

21. O. volvulus (AF228575)       GCTGCGATAAATAGT---GCGAATTGCAGACGCATTGAGCACAAAGATTTCGAACGCACATTGCA--CCATCGGGTTGATTCCCGATGGTACGTCTGGTT 

22. S. digitata (EF196091)       GTGATAATTATAAAATTATCAATTGTTGTTGTTAGAAGTTAACAACAAACATCTATTGATGAATGTTTTTTATTTTTATCCCCTGATAAGTAATACAT-T 

310       320       330 340   

....|....|....|....|....|....|....|....|.
1. Mf – Salv (FJ263459)          AAAAATTATTT---CTTCCTTCTTTTTAAC-TGCGGACCCC 

2. Mf – Salv (FJ263460)          AAAAATTATTT---CTTCCTTCTTTTTAAC-TGCGGATCCC 

3. Mf – Salv (FJ263461)          AAAAATTATTT---CTTCCTTCTTTTTAAC-TGCGGACCCC 

4. Mf – Salv (FJ263462)          AAAAATAATTT---CTTCCTTCATATTAAC-TGCTGATCCC 
5. Mf – Salv (FJ263463)          AAAAATTATTT---CTTCCTTCTTTTTAAC-TGCGGAACCC 

6. Mf – Salv (FJ263464)          AAAAATAATTT---CTTCTTTCTTTTTAAC-TGCGGAACCC 

7. Mf – Salv (FJ263465)          AAAAATAATTT---CTTCCTTCTTTTTAAC-TGCGGAACCC 

8. Va – Salv (FJ263466)          AAAAATTTTTT---CTTCCTTATATATAAC-TGCGGAACCC 
9. Va – Salv (FJ263467)          AAAAATTATTT---CTTCCTTCTATATAAC-TGCGGAACCC 

10. Va – Salv (FJ263468)         AAAAATTTTTT---CTTCCTTAAAAATAAC-TGCGGAACCC 

11. Mf – SSBV (FJ263456)         ATAAATAATTT---CTTCTTTCATATTTAT-AGCTGATCCT 

12. Va – SSBV (FJ263457)         AAAAATTTTTT---CTTCTTTCTATATAAC-TGCGGAACCC 
13. Va – SSBV (FJ263458)         AAAAATTTTTT---CTTCTATCTATATTAC-TGCTGTACAT 

14. Va – RJ (FJ263455)           AAAAATTTTTT---CTTCCTTCAAAAAAAC-TGCTGCGCCC 

15. D. immitis (AF217800)        ATAAATAATTTAATCTTTCATATATATAAC-TGTGATACAT 
16. D. repens (AY693808)         TAAAATAATTAATCTTTCGTAATATATTATATATTATATAT 
17. B. malayi (AY988599)         GAGTGATATTTTTACCTTATTTAACTTATTGAATATATATA 

18. B. pahangi (AY988600)        GAGTAATATTTTTACCATATTTAACATATTGAATATATATA 

19. A. reconditum (AF217801)     ACGAGAAATTCGAAATA---AGATATACT-TTACTTGTTCA 
20. D. dracunculoides (DQ018785) AGGAGAAATTTCGTATACACACCTCTCCTCTTACTTCATCA 
21. O. volvulus (AF228575)       GAGGGTCAATATCTATCTATTCTTAACATATTATAATATAT 

22. S. digitata (EF196091)       AAATGAAAATGATAATTTTTTTTTTTT-TTGAATTTG-ATC 

5.8S ITS2
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ITS2
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10        20        30 40        50        60        70        80        90     100                  

....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|

1. Mf – Salv (FJ263459)          GTTGATTCC-CGATGGTACGTCTGGTTGAGGGTCAATATCGATCAGATTATCAAATAATATACCAAAA----TTGATACATATG-ATACATATGAATGAT 

2. Mf – Salv (FJ263460)          GTTGATTCC-CGATGGTACGTCTGGTTGAGGGTCAATATCGATCAGATTATCAAATAATATACCAAAA----TTGATACATATG-ATACATATGAATGAT 
3. Mf – Salv (FJ263461)          GTTGATTCC-CGATGGTACGTCTGGTTGAGGGTCAATATCGATCAGATTATCAAATAATATACCAAAA----TTGATACATATG-ATACATATGAATGAT 

4. Mf – Salv (FJ263462)          GTTGATTCC-CGATGGTACGTCTGGTTGAGGGTCAATATCGATCAGATTATCAAATAATATACCAAAA----TTGATACATATG-ATACATATGAATGAT 

5. Mf – Salv (FJ263463)          GTTGATTCC-CGATGGTACGTCTGGTTGAGGGTCAATATCGATCAGATTATCAAATAATATACCAAAA----TTGATACATATG-ATACATATGAATGAT 

6. Mf – Salv (FJ263464)          GTTGATTCC-CGATGGTACGTCTGGTTGAGGGTCAATATCGATCAGATTATCAAATAATATACCAAAA----TTGATACATATG-ATACATATGAATGAT 

7. Mf – Salv (FJ263465)          GTTGATTCC-CGATGGTACGTCTGGTTGAGGGTCAATATCGATCAGATTATCAAATAATATACCAAAA----TTGATACATATG-ATACATATGAATGAT 
8. Va – Salv (FJ263466)          GTTGATTCC-CGATGGTACGTCTGGTTGAGGGTCAATATCGATCAGATTATCAAATAATATACCAAAA----TTGATACATATG-ATACATATGAATGAT 

9. Va – Salv (FJ263467)          GTTGATTCC-CGATGGTACGTCTGGTTGAGGGTCAATATCGATCAGATTATCAAATAATATACCAAAA----TTGATACATATG-ATACATATGAATGAT 

10. Va – Salv (FJ263468)         GTTGCTTCC-CGATGCGACGTCTGGTTGAGGGTCAATATCGATCAGATTATCAAATAATATACCAAAA----TTGATACATATG-ATACATATGAGTGAT 
11. Mf – SSBV (FJ263456)         GTTGATTCC-CGATGGTACGTCTGGTTGAGGGTCAATATCGATCAGATTATCAAATAATATACCAAAG----TTGATACATATG-ATACATATGAATGAT 

12. Va – SSBV (FJ263457)         GTTGATTCC-CGATGGTACGTCTGGTTGAGGGTCAATATCGATCAGATTATCAAATAATATACCAAAA----TTGATACATATG-ATACATATGAATGAT 

13. Va – SSBV (FJ263458)         GTTGATTCC-CGATGGTACGTCTGGTTGAGGGTCAATATCGATCAGATTATCAAATAATATACCAAAA----TTGATACATATG-ATACATATGAATGAT 

14. Va – RJ (FJ263455)           GTTGCTTCC-CGATGGGACGTCTGGCTGAGGGTCAATATCGATCAGATTATCAAATAATATACCAAAA----TTGATACATATG-ATACATATGAATGAT 
15. D. immitis (AF217800)        GTTGATTCC-CGATGGTACGTCTGGTTGAGGGTCAATATCGATCAGATTATCAAATAATATACCAAAA----TTGATACATATG-ATACATATGAATGAT 

16. D. repens (AY693808)         GTTGATTCC-CGATGGTACGTCTGGTTGAGGGTCAATATCTATTAAATTAATAAATAATATATCATTG----ATAGTTTACATTCAAATAATTAATTTTT 
17. B. malayi (AY988599)         GTTGATTCC-CCATGGTACGTCTGGTGGAGGGTCAA--TTAA---AAGTAATAATTGTATTTGCATTG-------ATTTATATTTATTATTATCAAATAA 
18. B. pahangi (AY988600)        GTTGATTCC-CGATGGTACGTCTGGTTGAGGGTCAA--TTAA---AAGTAATAATTGTATTTGCATTG-------ATTTATATTTATTT-----------

19. A. reconditum (AF217801)     GTTGATTCC-CGGTAGTACGTCTGGTTGAGGGTCAATGAAAAAAGTAAACATTGTTTTTATTCGTCAGGTGATGGTTTGATGTG-C----TGCTGTCATT 
20. D. dracunculoides (DQ018785) GTTGATTCC-CGGTAGTACGTCTGGTTGAGGGTCAATGAAAGAAGTAAATGTTATTTTTATTCGTCAGGTGATGATTTGATGAT-AGATATGTTGTCATT 

21. O. volvulus (AF228575)       GAAGATAAAGCGATAGCTTAATTAATTTTAAGTAGAC-TTAATAAGCATTTTAGCTAGTATGCTGCCA----ACAAAACAAATA--CACACACAAACTAT 

22. S. digitata (EF196091)       GTTGATTCC-CGATGGTACGTCTGGTTGAGGGTCAA--TTAAT-AAAATAACAAGCAAAATAGTAGAGGAAGAGAAGAAAAATTTCTTCCCCTAAAACTA 

110       120       130 140       150       160       170       180       190    200          

....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|
1. Mf – Salv (FJ263459)          ATATGTTT---------TGGATATATTATTTGTTAAAATT------AATTCAT----CAGGTGATGATGTGAT---GATAATCATTGAAAAATG-ACAAA 

2. Mf – Salv (FJ263460)          ATATGTTT---------TGGATATATTATTTGTTAAAATT------AATTCAT----CAGGTGATGATGTGAT---GATAATCATTGAAAAATG-ACAAA 

3. Mf – Salv (FJ263461)          ATATGTTT---------TGGATATATTATTTGTTAAAATT------AATTCAT----CAGGTGATGATGTGAT---GATAATCATTGAAAAATG-ACAAA 

4. Mf – Salv (FJ263462)          ATATGTTT---------TGGATATATTATTTGTTAAAATT------AATTCAT----CAGGTGATGATGTGAT---GATAATCATTGAAAAATG-ACAAA 
5. Mf – Salv (FJ263463)          ATATGTTT---------TGGATATATTATTTGTTAAAATT------AATTCAT----CAGGTGATGATGTGAT---GATAATCATTGAAAAATG-ACAAA 

6. Mf – Salv (FJ263464)          ATATGTTT---------TGGATATATTATTTGTTAAAATT------AATTCAT----CAGGTGATGATGTGAT---GATAATCATTGAAAAATG-ACAAA 

7. Mf – Salv (FJ263465)          ATATGTTT---------TGGATATATTATTTGTTAAAATT------AATTCAT----CAGGTGATGATGTGAT---GATAATCATTGAAAAATG-ACAAA 

8. Va – Salv (FJ263466)          ATATGTTT---------TGGATATATTATTTGTTAAAATT------AATTCAT----CAGGTGATGATGTGAT---GATAATCATTGAAAAATG-ACAAA 
9. Va – Salv (FJ263467)          ATATGTTT---------TGGATATATTATTTGTTAAAATT------AATTCAT----CAGGTGATGATGTGAT---GATAATCATTGAAAAATG-ACAAA 

10. Va – Salv (FJ263468)         ATATGTTT---------TGGATATATTATTTGTTAAAATT------AATTCCT----CAGGTGATGATGTGAT---GATAATCATTGAAAAATG-ACAAA 

11. Mf – SSBV (FJ263456)         ATATGTTT---------TGGATATATTATTTGTTAAAATT------AATTCAT----CAGGTGATGATGTGAT---GATAATCATTGAAAAATG-ACAAA 

12. Va – SSBV (FJ263457)         ATATGTTT---------TGGATATATTATTTGTTAAAATT------AATTCAT----CAGGTGATGATGTGAT---GATAATCATTGAAAAATG-ACAAA 
13. Va – SSBV (FJ263458)         ATATGTTT---------TGGATATATTATTTGTTAAAATT------AATTCAT----CAGGTGATGATGTGAT---GATAATCATTGAAAAATG-ACAAA 

14. Va – RJ (FJ263455)           ATATGTTT---------TGGATATATTATTTGTTAAAATT------AATTCAT----CAGGTGATGATGTGAT---GATAATCATTGAAAAATG-ACAAA 

15. D. immitis (AF217800)        ATATGTTT---------TGGATATATTATTTGTTAAAATT------AATTCAT----CAGGTGATGATGTGAT---GATAATCATTGAAAAATG-ACAAA 

16. D. repens (AY693808)         ATTTGTTTG-------ATTGATATATTATTTGTTGAAAT-------AATTCAT----CAGGTGAT----TTAA---AATTTTATATGAAAAAT---TTAC 
17. B. malayi (AY988599)         TTTTCATTCAAACAAGATTATTTTTCTTTATGCAAATAATTTT---TGTTTGTTTATTAAAAGATTATTTGATGATGATGAATGAAAAAAGATG-ATTGA 

18. B. pahangi (AY988600)        ----------------ATTATTAT--------CAAATAATTTT---TGTTTGTTTGTTAAAAGATTATTTGATGATGATGAATGAAAAAAGATG-ATTGA 
19. A. reconditum (AF217801)     ACATGATCCC-------CTGATAAGTAAATGAAAAAGCAG------TATACAGTTGGCACACAATAATGATATGTGCGTGTTCTGTGTACGTAATACGAC 

20. D. dracunculoides (DQ018785) -CATGATCCC-------CTGATAAGTAAGTGAAAAAGCAG------TATACAATTGGCATACAAT------GTGTATATGTTTTGTGTACGTGATACGAC 
21. O. volvulus (AF228575)       ATGTATTTG-------GTTCAATTTTTCATTATTAACATTTTTTTTAACTCTTA--GCGGTGGATCACTTGGCT-CGTGGATCGATGAAGAACGCAGCTA 

22. S. digitata (EF196091)       TCATTCCTAATATAATATTAGAATGCTAATTACTAATAATATTATATATTGGTATGATGAAAGAG-AGAAGAAATTTTCCATTATTTTGCTATC-GTCAG 

210       220       230 240       250       260       270       280       290    300         

....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|

1. Mf – Salv (FJ263459)          AATCCCCTGATTAA------GTATGATAAAAATAGTAAGTAAAAAAG----GCAAATTCTTTACA--CTCACAAAATATCTACTTGTTGTA---------

2. Mf – Salv (FJ263460)          AATCCCCTGATTAA------GTATGATAAAAATAGTAAGTAAAAAAG----GCAAATTCTTTACA--CTCACAAAATATCTACTTGTTGGA---------
3. Mf – Salv (FJ263461)          AATCCCCTGATTAA------GTATGATAAAAATAGTAAGTAAAAAAG----GCAAATTCTTTTCA--CTCACAAAATATCTACTTGTTGGA---------

4. Mf – Salv (FJ263462)          AATCCCCTGATTAA------GTATGATAAAAATAGTAAGTAAAAAAG----GCAAATTCTTTACA--CTCACAAAATATCTACTTGTTGGA---------

5. Mf – Salv (FJ263463)          AATCCCCTGATTAA------GTATGATAAAAATAGTAAGTAAAAAAG----GCAAATTCTTTACA--CTCACAAAATATCTACTTGTTGGA---------

6. Mf – Salv (FJ263464)          AATCCCCTGATTAA------GTATGATAAAAATAGTAAGTAAAAAAG----GCAAATTCTTTACA--CTTACAAAATATCTACTTGTTGGA---------
7. Mf – Salv (FJ263465)          AATCCCCTGATTAA------GTATGATAAAAATAGTAAGTAAAAAAG----GCAAATACTTTACA--CTTACAAAATATCTACTTGTTGGA---------

8. Va – Salv (FJ263466)          AATCCCCTGATTAA------GTATGATAAAAATAGTAAGTAAAAAAG----GCAAATTCTTTACA--CTCACAATATATCAAATTGGTGGA---------

9. Va – Salv (FJ263467)          AATCCCCTGATTAA------GTATGATAAAAATAGTAAGTAAAAAAG----GCAAATTCTTTACA--CTCACAATATATCTACTTGGGGGA---------

10. Va – Salv (FJ263468)         AATCCCCTGATTAA------GTATGATAAAAATAGTAAGTAAAAAAG----GCAAATTCTTTATA--CTTACAATATATCAAATTGTTGGA---------
11. Mf – SSBV (FJ263456)         AATCCCCTGATTAA------GTATGATAAAAATAGTAAGTAAAAAAG----GCAAATACTTTTTA--CTTACAAAATATTTACTTGTTGGA---------

12. Va – SSBV (FJ263457)         AATCCCCTGATTAA------GTATGATAAAAATAGTAAGTAAAAAAG----GCAAATTCTTTACA--CTTACAAAATATCAAATTGTTGGA---------

13. Va – SSBV (FJ263458)         AATCCCCTGATTAA------GTATGATAAAAATAGTAAGTAAAAAAG----GCAAATTCTTTACA--CTCACAATATTTCAAATTGTAGTA---------

14. Va – RJ (FJ263455)           AATCCCCTGATTAA------GTATGATAAAAATAGTAAGTAAAAAAG----GCAAATTTTTTTCT--TTCACAAAATTTCTACTTGGTGGA---------
15. D. immitis (AF217800)        AATCCCCTGATTAA------GTATAATAAAAATAGTAAGTAAAAAAG----GCAAATTTTT---A--CTTACAAAATAT-TACATATTGGA---------
16. D. repens (AY693808)         TATCCCCTGATTAA------GTATTATATAAATAATATGTAAG----------------TTTTTA--CTTACAATATTTTACATATTGAGA---------
17. B. malayi (AY988599)         AT--CAATGATTAGATACAAAA-TGCATCAGGTGATTTGTAACAGAGAGTGAGAATGAAAAAAT---CTCAAAATGAATCCCCTGATAAGTAATAGATAT 

18. B. pahangi (AY988600)        AT--CAATGATTAGATACAAAAATGCATCAGGTGATTTGTAACAGAGAATGAGAATGAAAAAAT---CTCAAAATAAATCCCCTGATAAGTAATAGATAT 
19. A. reconditum (AF217801)     ACACCATGCGTGTATT-AAGGAATTTCTCATATA-TACATATAGTT-------TTATGCTATGTATGCTACGTGTATAT-AGATAGCAGGAGG-------
20. D. dracunculoides (DQ018785) ACACCATACGTGTATTTAAGGAATTTCTCATATAATACTTGTAGATA------TTATGCTAT--ATGCTACGTGTGTAT-AG----CAGGAGG-------

21. O. volvulus (AF228575)       GCTGCGATAAATAGT---GCGAATTGCAGACGCATTGAGCACAAAGATTTCGAACGCACATTGCA--CCATCGGGTTGATTCCCGATGGTACGTCTGGTT 

22. S. digitata (EF196091)       GTGATAATTATAAAATTATCAATTGTTGTTGTTAGAAGTTAACAACAAACATCTATTGATGAATGTTTTTTATTTTTATCCCCTGATAAGTAATACAT-T 

310       320       330 340   

....|....|....|....|....|....|....|....|.
1. Mf – Salv (FJ263459)          AAAAATTATTT---CTTCCTTCTTTTTAAC-TGCGGACCCC 

2. Mf – Salv (FJ263460)          AAAAATTATTT---CTTCCTTCTTTTTAAC-TGCGGATCCC 

3. Mf – Salv (FJ263461)          AAAAATTATTT---CTTCCTTCTTTTTAAC-TGCGGACCCC 

4. Mf – Salv (FJ263462)          AAAAATAATTT---CTTCCTTCATATTAAC-TGCTGATCCC 
5. Mf – Salv (FJ263463)          AAAAATTATTT---CTTCCTTCTTTTTAAC-TGCGGAACCC 

6. Mf – Salv (FJ263464)          AAAAATAATTT---CTTCTTTCTTTTTAAC-TGCGGAACCC 

7. Mf – Salv (FJ263465)          AAAAATAATTT---CTTCCTTCTTTTTAAC-TGCGGAACCC 

8. Va – Salv (FJ263466)          AAAAATTTTTT---CTTCCTTATATATAAC-TGCGGAACCC 
9. Va – Salv (FJ263467)          AAAAATTATTT---CTTCCTTCTATATAAC-TGCGGAACCC 

10. Va – Salv (FJ263468)         AAAAATTTTTT---CTTCCTTAAAAATAAC-TGCGGAACCC 

11. Mf – SSBV (FJ263456)         ATAAATAATTT---CTTCTTTCATATTTAT-AGCTGATCCT 

12. Va – SSBV (FJ263457)         AAAAATTTTTT---CTTCTTTCTATATAAC-TGCGGAACCC 
13. Va – SSBV (FJ263458)         AAAAATTTTTT---CTTCTATCTATATTAC-TGCTGTACAT 

14. Va – RJ (FJ263455)           AAAAATTTTTT---CTTCCTTCAAAAAAAC-TGCTGCGCCC 

15. D. immitis (AF217800)        ATAAATAATTTAATCTTTCATATATATAAC-TGTGATACAT 
16. D. repens (AY693808)         TAAAATAATTAATCTTTCGTAATATATTATATATTATATAT 
17. B. malayi (AY988599)         GAGTGATATTTTTACCTTATTTAACTTATTGAATATATATA 

18. B. pahangi (AY988600)        GAGTAATATTTTTACCATATTTAACATATTGAATATATATA 

19. A. reconditum (AF217801)     ACGAGAAATTCGAAATA---AGATATACT-TTACTTGTTCA 
20. D. dracunculoides (DQ018785) AGGAGAAATTTCGTATACACACCTCTCCTCTTACTTCATCA 
21. O. volvulus (AF228575)       GAGGGTCAATATCTATCTATTCTTAACATATTATAATATAT 

22. S. digitata (EF196091)       AAATGAAAATGATAATTTTTTTTTTTT-TTGAATTTG-ATC 

5.8S ITS2

ITS2

ITS2

ITS2
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Figura 23: Relação filogenética (Máxima Parcimônia, com 1000 réplicas de 
bootstrap) entre amostras de microfilárias, vermes adultos obtidos na Ilha 
do Marajó, vermes adultos obtidos no Rio de Janeiro e seqüências de 
filarídeos depositados no Genbank. Amostras de microfilária (brancos), 
filarídeos adultos (pretos), Salvaterra (circulo), São Sebastião da Boa Vista 
(quadrados) e D. immitis do Rio de Janeiro (triângulo). Valor de cut-off  = 74%. 
Setaria digitata (EF196091) = grupo externo. 
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4 DISCUSSÃO 

Com base nas informações coletadas neste trabalho, identificamos 

que a prevalência de cães domésticos microfilarêmicos foi de 37,34% em 

Salvaterra e 6,67% em São Sebastião da Boa Vista. Brito et al. (2001) 

associaram a maior infecção por microfilárias em regiões litorâneas, sugerindo 

que a maior presença de criadores de vetores estariam relacionados com este 

fato. Entretanto, os municípios de Salvaterra e São Sebastião da Boa Vista 

apresentam condições ambientais semelhantes, como clima tropical úmido e 

regime de chuvas periódicas.  

O percentual de cães microfilarêmicos observado em Salvaterra 

(37,34%) foi menor do que o descrito anteriormente para este mesmo 

município por Garcez et al. (2006). Provavelmente o percentual de cães 

infectados observados neste trabalho seja diferente daquele apresentado por 

Garcez et al. (2006) devido à diferente abordagem metodológica. Estes autores 

usaram um teste imunoenzimático e obtiveram um percentual de positividade 

de infecção de 53,4%. Além de o número amostral ser menor do que o avaliado 

no presente estudo, a eficácia dos testes imunoenzimáticos é questionável, 

como já discutido por outros autores (Song et al., 2002; Vezzani et al., 2008), 

podem indicar cães falsos positivos, devido à reação cruzada com antígenos 

de outros helmintos. 

Labarthe & Guerrero (2005) calcularam que a prevalência total da 

filariose canina no Brasil diminuiu de 7,9% em 1988 para 2% em 2001, 

sugerindo que esta redução estaria associada às campanhas de controle de 

doenças transmitidas por mosquitos aos humanos (arboviroses), à 
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quimioprofilaxia para tratamento da filariose canina e ao controle por 

antibióticos de erlichiose canina.  

Os fatores descritos no parágrafo anterior não se aplicam à 

Salvaterra, uma vez que poucas atividades são executadas com relação aos 

cuidados da saúde dos cães, ficando restritas às campanhas para imunização 

contra o vírus da raiva e a eliminação de cães calazar - positivos.  

Após agruparmos os dados coletados nos dois municípios da Ilha 

do Marajó, considerando a prevalência total de cães microfilarêmicos de 

32,45%, percebemos a Ilha do Marajó como um dos locais de maior 

prevalência de cães microfilarêmicos quando comparadas com outras regiões 

do Brasil visto nos trabalhos de Duque-Araújo et al. (1995), Labarthe et al. 

(1998), Ahid et al. (1999), Ferreira et al. (1999), Fernandes et al. (2000); Brito et 

al. (2001) e Araújo et al. (2003). 

O número de cães machos positivos foi maior do que o de fêmeas, 

mas não se observou uma diferença na distribuição da infecção por 

microfilárias em relação ao sexo (X2 correção de Yates = 0,341; p = 0,559). 

Nossos dados são semelhantes aos descritos por Song et al. (2002), Montoya 

et al. (2006) e Boonyapakorn et al. (2008) que também não acharam 

associação entre sexo do hospedeiro e infecção por filarídeos, mas diferem dos 

dados observados por Montoya et al. (1998) e Bolio-Gonzalez et al. (2007) que 

observaram maior infecção em machos e fêmeas, respectivamente. Segundo 

Nzabanita et al. (1982), cães fêmeas estariam mais protegidas à infecção por 

filarídeos devido aos estrógenos que ativariam o sistema imunológico do 

hospedeiro.  
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A maior parte da população canina estudada foi de cães jovens, 

provavelmente devido à erradicação sistemática de cães calazar - positivos. 

Porém, os cães com idade a partir de quatro anos apresentavam maior 

probabilidade de estarem infectados (X2 = 32.943; p < 0.0001). Cães com 

menos de um ano de idade residentes em áreas endêmicas são menos 

parasitados, provavelmente em decorrência do longo período pré-patente da 

filariose canina, como ressaltado por Rajamanickam et al. (1985). Assim, 

nossos resultados são semelhantes aos descritos por Montoya et al. (1998), 

Song et al. (2003), Montoya et al. (2006), Boonyapakorn et al. (2008) e Bolio-

Gonzalez et al. (2007), mas diferem do descrito por Oge et al. (2003), que não 

observaram diferença de infecção com relação à idade.  

Em relação às necropsias de 30 cães (20 em Salvaterra e 10 em 

São Sebastião da Boa Vista), dos 13 (43,33%) que apresentaram vermes nos 

órgãos torácicos, observamos infecção oculta em sete (53,84%). Apesar de o 

valor absoluto ser pequeno (sete), o percentual de infecção oculta se mostra 

elevado (53,84%). Elevados percentuais de infecção oculta também foram 

observados por Rawlings et al. (1982), Grieve et al. (1986), Reifur et al. (2004) 

e Yildirim et al. (2007) em cães e Labarthe et al. (1997) em gatos. Tasić et al. 

(2008) detectaram um baixo percentual de infecção oculta de filariose canina 

em cães da Sérvia, e sugeriram que este fato seria devido a origem recente do 

foco de infecção nesta região. Deste modo, podemos propor, então, que o foco 

de infecção por filaria canina na Ilha do Marajó não seja recente. 

O estudo morfológico dos vermes adultos encontrados nos órgãos 

torácicos dos cães de Salvaterra e São Sebastião da Boa Vista mostrou que 



   72 

estes filarídeos apresentavam estruturas semelhantes. Por esse motivo, foram 

agrupados para obtenção das médias nas mensurações realizadas. 

Assim, as características morfométricas destes vermes foram 

compatíveis ao descrito por outros autores para D. immitis (Leidy (1856) apud 

Lent e Teixeira-de-Freitas, 1937; López-Neyra, 1947; Murata et al., 2003; Sano 

et al., 2005).  

A descrição morfológica por microscopia de luz das estruturas dos 

vermes adultos coletados neste estudo pode ser comparada com descrições de 

D. immitis em outros trabalhos, como destacado a seguir: 

a) Região anterior: o formato arredondado ligeiramente afilado da 

extremidade cefálica, a posição terminal da abertura oral circular, a posição das 

papilas cefálicas, anfídeos, anel nervoso, papilas cervicais e vulva, e a forma 

do esôfago são semelhantes ao descrito por López-Neyra (1947), Yamaguti 

(1962), Yorke & Maplestone (1962) e Murata et al. (2003).  

b) Superfície do corpo: aspectos cuticulares com finas estriações 

transversais foram semelhante ao descrito por Canestri-Trotti et al. (1997) para 

o subgênero Dirofilaria, pertencente a espécie D. immitis. Segundo estes 

autores, a descrição da superfície cuticular de filarídeos de cães auxilia na 

diferenciação dos subgêneros Dirofilaria (sem estrias cuticulares longitudinais) 

e Nochtiella (com estrias cuticulares longitudinais). No entanto, Murata et al. 

(2003) e Sano et al. (2005) descrevem por microscopia de luz a superfície de 

D. immitis isolada de leopardo e pingüim, respectivamente, com estrias 

cuticulares longitudinais curtas e pouco elevadas.  
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c) Região posterior: a forma arredondada da extremidade posterior 

da fêmea observada neste trabalho também foi descrita por Yamaguti (1962) e 

Yorke & Maplestone (1962). O aspecto geral da bolsa copuladora e da 

disposição das papilas pré-, ad-, e pós-cloacais, incluindo a variação no 

número de papilas pré-cloacais de nossas amostras, estão de acordo com o 

observado por López-Neyra (1947), Yamaguti (1962) e Yorke & Maplestone 

(1962). Apenas Sano et al. (2005) destacam a posição dos fasmídeos. Estes 

autores mostram que estas estruturas são terminais em D. immitis observada 

por microscopia de luz. Entretanto, usando a mesma técnica, visualizamos os 

fasmídeos na posição ventral.  

d) Espículos: a forma e disposição dos espículos e a ausência do 

gubernáculo estão de acordo com o descrito por López-Neyra (1947), Yamaguti 

(1962), Yorke & Maplestone (1962) e Sano et al. (2005). 

As estruturas observadas por cortes histológicos transversais dos 

vermes adultos de ambos os municípios são semelhantes ao descrito por 

Huang et al. (2006) em um exame histopatológico de um caso de dirofilariose 

humana epidérmica provocada por D. immitis. Estes autores ressaltam ainda a 

ausência de protuberâncias cuticulares representativas das estriações 

cuticulares longitudinais. Fato este que também observado neste trabalho com 

filarídeos de cães da Ilha do Marajó. Pampiglione et al. (1999) ressaltam que o 

conhecimento das estruturas de helmintos por cortes histológicos é uma 

importante ferramenta no diagnóstico de dirofilariose humana.  
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Deste modo, os caracteres observados nos filarídeos coletados nos 

municípios de Salvaterra e São Sebastião da Boa Vista poderão ser úteis para 

diagnósticos futuros. 

O aspecto geral da extremidade cefálica, com abertura oral circular 

terminal e sem lábios, o número e a distribuição das papilas cefálicas e dos 

anfídeos e a descrição do padrão de estriações transversais da cutícula 

observados neste trabalho são semelhantes às descrições feitas por Wong & 

Brummer (1978). 

Dois trabalhos publicados anteriormente descrevem a superfície de 

D. immitis por MEV: Wong & Brummer (1978), que compararam a morfologia 

cuticular de cinco espécies de filarídeos do Gênero Dirofilaria, e Rodrigues-

Silva et al. (1999), que descreveram a área rugosa desta espécie de filarídeo e 

a distribuição das papilas cloacais.  

A caracterização da área rugosa no que se refere à posição, 

tamanho e distribuição das cristas observadas nos filarídeos da Ilha do Marajó 

são semelhantes ao descrito por Wong & Brummer (1978) e Rodrigues-Silva et 

al. (1999). Entretanto, somente o trabalho publicado em 1978 descreve as 

elevações cuticulares arredondadas na área de transição da área rugosa para 

a região latero-dorsal, assim como a disposição aleatória destas estruturas 

nesta área, semelhantemente ao que foi observado nos vermes macho obtidos 

na Ilha do Marajó. 

A forma da bolsa copuladora com a disposição não pareada das 

papilas pré-cloacais observadas neste trabalho também são semelhantes ao 

descrito por Wong & Brummer (1978) e Rodrigues-Silva et al. (1999). 
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Deste modo, baseando-se nessas informações morfológicas, que 

incluem a observação dos vermes por microscopia de luz, cortes histológicos e 

a MEV, identificamos os vermes adultos encontrados nos órgãos torácicos dos 

cães dos dois municípios estudados na Ilha do Marajó como Dirofilaria immitis. 

O estudo por MEV das estruturas dos vermes adultos obtidos na 

Ilha do Marajó contribuem para o estudo morfológico de D. immitis, uma vez 

que algumas estruturas são detalhadas pela primeira vez neste trabalho, 

usando esta técnica, como: 

- os detalhes das estriações cuticulares na extremidade anterior e 

posterior; 

- a observação da abertura dos anfídeos; 

- a descrição detalhada dos deirídeos; 

- a visualização da abertura vulvar; 

- a descrição da linha lateral; 

- a descrição da abertura anal, assim como do par de fasmídeos na 

extremidade posterior das fêmeas; 

- a descrição das elevações cuticulares arredondadas na região 

entre as cristas da área rugosa da extremidade posterior espiralada dos 

machos; 

- a confirmação do posicionamento ventral dos fasmídeos nos 

vermes machos. 

- a visualização de um par de pequenas papilas latero-terminais na 

extremidade posterior dos vermes machos. 
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Algumas estruturas anatômicas do corpo dos filarídeos da Ilha do 

Marajó observados neste trabalho por microscopia de luz e MEV foram 

semelhantes, como: o posicionamento das papilas cefálicas, dos anfídeos, 

deirídeos e abertura vulvar; as estriações cuticulares transversais e a ausência 

de estriações longitudinais ao longo do corpo; a visualização da área rugosa na 

região espiralada dos machos; o não pareamento das papilas pré-cloacais; a 

diferença no formato dos espículos. Entretanto, o posicionamento das papilas 

pós-cloacais só foi determinado por microscopia de luz. 

O fato de identificarmos os filarídeos presentes nas cavidades dos 

órgãos torácicos nos cães domésticos da Ilha do Marajó como D. immitis, não 

significa que todas as microfilárias observadas nos exames hemoscópicos 

deste trabalho pertencem a esta mesma espécie, uma vez que a co-infecção 

por filarídeos pode ocorrer, incluindo filarídeos teciduais.  

Desta maneira, levamos em consideração a comparação de 

características moleculares entre vermes adultos obtidos na Ilha do Marajó 

identificados morfologicamente como D. immitis e as microfilárias circulantes 

presentes no sangue dos cães estudados. 

Mar et al. (2002) sugeriram a região ITS1-5.8S-ITS2 do DNAr para 

ser usada na identificação molecular de filarídeos, por ser uma região que 

preserva similaridades dentro deste grupo de seres vivos, mas também 

apresenta diferenças específicas que podem ser levadas em consideração. De 

fato, esta região vem sendo pesquisada por diversos autores que desenvolvem 

estudos filogenéticos por seqüenciamento nucleotídico e, mais recentemente, 



   77 

por análise da estrutura secundária desta região do rDNA de diversos seres 

vivos, como Dassanayake et al. (2008), Keller et al. (2008) e Miao et al. (2008). 

Nos estudos moleculares, utilizamos os primers DIDR-F1 e DIDR-

R1 que, segundo Rishniw et al. (2006), amplificam a região 5.8S-ITS2-28S do 

DNAr, diferenciando espécies de filarídeos pelo tamanho em pb dos 

fragmentos amplificados. 

Como parâmetro de comparação (controle positivo), utilizamos um 

exemplar de filarídeo fêmea obtido de um cão domiciliado no Estado do Rio de 

Janeiro. A PCR com o DNA total extraído deste exemplar e das amostras de 

sangue positivas para microfilárias obtidas na Ilha do Marajó resultaram num 

fragmento único que apresentou um perfil de migração eletroforética em torno 

de 500 pb.  

Resultado semelhante foi observado em todas as amostras de 

vermes adultos obtidos nos municípios da Ilha do Marajó, sugerindo que todas 

estas amostras pertencem à mesma espécie. Deste modo, nossos dados são 

semelhantes ao observado por Rishniw et al. (2006), os autores dos primers 

usados neste trabalho, que mostraram um fragmento amplificado de 542 pb 

para D. immitis. 

Vale ressaltar que a observação de uma banda única nas amostras 

sanguíneas positivas sugere que os cães estudados neste trabalho não 

apresentavam infecção mista. 

Lee et al. (2004) sugerem que a PCR seja o método mais sensível 

para detecção de microfilárias presentes no sangue de cães infectados por 

filarídeos, pois, amostras que apresentaram resultados negativo para a 



   78 

pesquisa de microfilárias pelos métodos convencionais, mostraram-se positivas 

pela análise molecular. Entretanto, no presente estudo, nenhuma das amostras 

sanguíneas negativas para microfilárias da Ilha do Marajó, submetidas a PCR, 

mostrou a formação de banda. 

A árvore filogenética feita a partir das seqüências nucleotídicas 

obtidas neste trabalho e com seqüências de filarídeos depositadas previamente 

no Genbank mostra um clado monofilético, com 98% de bootstrap, que inclui as 

amostras da Ilha do Marajó, do Rio de Janeiro e a seqüência AF217800 (D. 

immitis).  

Assim, concluímos que as microfilárias observadas nas amostras 

de sangue canino que foram submetidas ao seqüenciamento de nucleotídeos 

são da espécie D. immitis.  

Diversos estudos sobre filogenia molecular de filarídeos do ponto 

de vista evolutivo já foram realizados, como os desenvolvidos por: Xie et al. 

(1994a), Xie et al. (1994b),  Chansiri et al. (1999), Casiraghi et al. (2001), 

Pradeep-Kumar et al. (2002), Casiraghi et al. (2004), Krueger et al. (2007), 

Fong et al. (2008). Estes trabalhos foram desenvolvidos utilizando diversas 

regiões do genoma (nuclear e mitocondrial). Entretanto, nenhum destes 

estudos inclui a região ITS2 em suas análises.  

Optamos em não analisar os dados apresentados na árvore 

filogenética neste trabalho sob o ponto de vista evolutivo, pois as seqüências 

obtidas foram pequenas quando comparadas com outros trabalhos. No 

entanto, o estudo filogenético apresentado aqui corrobora a identificação dos 
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vermes adultos coletados na Ilha do Marajó, feita a partir do estudo 

morfológico.  

Segundo Ferri et al. (2009), a identificação clássica de nematóides 

(a partir de características morfológicas) e a identificação molecular (baseada 

no seqüenciamento do DNA) convergem para os mesmos resultados. Estes 

autores propõem a caracterização molecular como uma ferramenta importante 

que deveria se tornar rotina na identificação de nematodas parasitas.  

Mesmo com algumas diferenças morfológicas entre nossos 

resultados e os obtidos por Murata et al. (2003), Sano et al. (2005) e 

Rodrigues-Silva et al. (1999), os resultados apresentados neste trabalho 

apontam a presença de D. immitis infectando cães nos municípios de 

Salvaterra e São Sebastião da Boa Vista. Neste último município, este trabalho 

realiza a primeira descrição de cães infectados por filarídeos.  

As diferenças morfológicas citadas anteriormente podem ser 

artefatuais, uma vez que o estudo molecular mostrou semelhanças moleculares 

entre os filarídeos caninos dos dois municípios da Ilha do Marajó, do Rio de 

Janeiro e de outras partes do mundo. Contudo, estudos moleculares futuros, 

com outras regiões do genoma destes helmintos, podem elucidar essa 

questão. 

Vale ressaltar que, nossos dados descrevem também pela primeira 

vez, seqüências gênicas de D. immitis obtidas no Brasil (Ilha do Marajó e Rio 

de Janeiro).  

A alta prevalência de D. immitis em cães na Ilha do Marajó e a 

possibilidade de infecção humana reforçam a necessidade de estudos 
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contínuos nesta região, incluindo a pesquisa de filarídeos em cães silvestres. 

Até o presente momento, não existem informações nesta região a respeito da 

infecção por filárias em carnívoros silvestres, e devido à diversidade de seres 

vivos encontrados na Região Amazônica, não se pode descartar esta 

possibilidade.  

Em outras partes do mundo, alguns trabalhos propõem que 

espécies de mamíferos silvestres estariam funcionando como reservatório de 

D. immitis, como: Snyder et al. (1989), Wixsom et al. (1991), Marks & 

Bloomfield (1998), Magi et al. (2008). Assim, desde que existe a possibilidade 

de transmissão de infecções entre cães domésticos e selvagens (Sillero-Zubiri, 

et al, 2004), o ciclo de transmissão de filariose canina na Ilha do Marajó pode 

ser mais complexo do que aqueles observados nos centros urbanos de 

grandes cidades e incluir infecção mista de cães por filarídeos ainda 

desconhecidos pela ciência. 
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5 CONCLUSÕES 

- A prevalência total da dirofilariose nos dois municípios 

pesquisados na Ilha do Marajó é elevada, quando comparada com outras 

regiões do Brasil, ressaltando a importância de pesquisas a respeito do ciclo 

zoonótico desta infecção.  

- Os cães domésticos domiciliados nos municípios de Salvaterra e 

São Sebastião da Boa Vista – Ilha do Marajó – PA apresentam filarídeos 

adultos no coração (ventrículo direito), artéria pulmonar, pulmão e veias cava. 

- Os filarídeos adultos encontrados no coração (ventrículo direito), 

artéria pulmonar veias cava e pulmões dos cães domésticos domiciliados nos 

municípios de Salvaterra e São Sebastião da Boa Vista – Ilha do Marajó – PA 

são da espécie D. immitis, identificados por características morfológicas e 

moleculares. 

- As microfilárias circulantes encontradas no sangue periférico de 

cães domésticos domiciliados nos municípios de Salvaterra e São Sebastião da 

Boa Vista – Ilha do Marajó – PA são da espécie D. immitis, identificados por 

características moleculares. 
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