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RESUMO

Tradicionalmente, os nematoides (Filo Nematoda) séo identificados através de caracteristicas
morfoldgicas, mas essa abordagem nem sempre é suficiente. Além disso, h4 uma potencial
diversidade criptica no filo muito dificil de ser detectada e descrita. Neste trabalho, avaliamos
a efic&cia do gene citocromo c oxidase | (cox1) como DNA barcode para nematoides. Através
de uma ampla amostragem no banco de dados GenBank e de um rigoroso processo de
curadoria, foram obtidas 4.283 sequéncias de cox1 atribuidas a 516 espécies e 196 géneros de
nematoides. A partir do conjunto de dados principal, adicionalmente compilamos 20 conjuntos
de dados secundarios, de modo a representar as categorias de subclasse (2), subordem (3),
familia (8) e género (7). Realizamos calculos de distancia interespecifica e intraespecifica para
verificar se em alguma escala taxonémica do Filo Nematoda existe um barcoding gap que
torne possivel a definicdo de um limiar de distancia genética. Adicionalmente, testamos a
eficacia do gene cox1 como DNA barcode para a identificacdo de nematoides e utilizamos o
software ABGD (Automatic Barcode Gap Discovery) para estimar o numero de espécies
presentes no conjunto de dados compilado. Apenas dois dos 21 conjuntos de dados analisados
mostraram um barcoding gap consistente (Strongyloides e Strongyloididae), embora exista
uma tendéncia forte ao barcoding gap em pelo menos outros sete conjuntos de dados. Nossos
dados mostram que a posicao do barcoding gap (ou da tendéncia a esse gap) varia muito, e que
0 uso de DNA barcoding em niveis taxondmicos inferiores, como género e familia, gera
resultados mais satisfatorios. Os resultados apontam que o gene coxl funciona para a
identificacdo de mais de 75% das espécies amostradas, 0 que sugere que esse marcador é
eficiente para identificacdo de espécimes, embora seja atualmente subutilizado. No entanto,
identificacGes incorretas de sequéncias do GenBank e problemas na delimitacdo de espécies
dificultam a interpretacdo dos dados obtidos. Isso é corroborado pelas analises feitas no ABGD,
que estimaram um ndmero de espécies diferente que o previsto para a maioria dos conjuntos
de dados analisados. Nossos resultados mostram que através da manutencdo de um banco de
dados de referéncia que obedeca a critérios taxondmicos rigorosos, o uso do gene coxl como
cddigo de barras molecular pode se tornar um importante aliado dos caracteres morfolégicos
na taxonomia e sistematica de Nematoda.

Palavras-chave: nematoides; citocromo c oxidase subunidade I; COI; barcoding gap;
Automatic Barcode Gap Discovery; identificacdo de espécimes.



ABSTRACT

Traditionally, nematodes (phylum Nematoda) are identified through morphological
characteristics, but this approach is not always sufficient. In addition, there is a cryptic
nematode diversity that is very difficult to detect and describe. We evaluated the effectiveness
of cytochrome c oxidase subunit | (cox1) as a DNA barcoding gene for nematodes. Through
extensive sampling in GenBank and a rigorous curation process, 4,283 cox1 sequences were
obtained representing 516 species and 196 genera of nematodes. From the main data set, we
compiled 20 sets of secondary data to represent the categories of subclass (2), suborder (3),
family (8), and genus (7). We performed interspecific and intraspecific comparisons in multiple
taxonomic levels of phylum Nematoda to search for a barcoding gap that makes possible the
definition of a threshold. In addition, we tested the effectiveness of the cox1 gene as a species
identifier for nematodes and used ABGD (Automatic Barcode Gap Discovery) software to
estimate the number of putative species present in the compiled datasets. Only two of the 21
datasets analyzed showed a consistent barcoding gap (Strongyloides and Strongyloididae),
although there is a strong tendency to a barcoding gap in at least other seven data sets. Our data
showed that the position of the barcoding gap (or the tendency to it) greatly varies, and that the
use of DNA barcoding at lower taxonomic levels such as genus and family yields more
satisfactory results. Our analysis showed that cox1 successfully identifies more than 75% of
the species sampled, which suggests that this marker is efficient for specimen identification
although it is currently underexplored for this phylum. However, incorrect labeling of GenBank
sequences and problems in species delimitation make it difficult to interpret the obtained data.
As shown in the ABGD results, for most of the analyzed data sets the number of putative
species inferred was different from the taxonomic labels informed on GenBank. Our results
show that through the maintenance of a reference database that obeys rigorous taxonomic
criteria, coxl might be an important ally to morphology in nematode taxonomy and
systematics.

Keywords: nematodes; cytochrome ¢ oxidase subunit I; COI; barcoding gap; Automatic
Barcode Gap Discovery; specimen identification.



CAPITULO |

INTRODUCAO GERAL

1.1. DNA barcoding: uma ferramenta moderna para uma ciéncia tradicional

Ha séculos existe o interesse de se nomear e classificar os seres vivos de nosso planeta.
Essa tarefa, no entanto, demanda um grande esforgo: estimativas recentes apontam que a Terra
abriga em torno de 1 a 6 bilhGes de espécies de organismos (Larsen et al., 2017).
Tradicionalmente, as descricdes taxondmicas sdo realizadas utilizando as caracteristicas
morfoldgicas dos organismos, o que permitiu alcancarmos o nimero aproximado de 1,5 milhdo
de espécies formalmente descritas até hoje (Larsen et al., 2017).

Antes mesmo do Systema Naturae de Linnaeus, as espécies ja eram delimitadas e
reconhecidas com base em diferencas morfoldgicas. Partindo desse principio, caracteristicas
da forma e da estrutura de espécimes preservados permitiam, através de comparacdo, que
espécies e niveis taxondmicos superiores fossem descritos e identificados (Claridge et al.,
1997). As muitas horas de observacdo de espécimes e trabaolho especializado podiam, ainda,
ser compiladas em chaves de identificacdo. O uso da morfologia, enquanto solucdo empirica
para 0 problema pratico de se documentar a biodiversidade, se mantém até os dias de hoje
(Hortal et al., 2015). Tecnologias cada vez mais refinadas tém sido utilizadas para caracterizar
a morfologia dos organismos, 0 que possibilita 0 uso dessas informacdes na construcao de
hipbteses evolutivas de diferentes grupos. Para especialistas, 0 uso da morfologia permite ainda
a identificacdo em campo, critica para muitas areas da biologia além da taxonomia e da
sistematica, como ecologia, etologia, fisiologia, etc. Além disso, informagdes morfoldgicas
também permitem comparagdes entre espécimes atuais e material féssil, o que é fundamental
na compreensdo da dindmica macroevolutiva (Wiens, 2004).

No entanto, o uso da morfologia para descricdo de especies (e, consequentemente,
identificacdo de espécimes) apresenta restricdes. Segundo Hebert et al. (2003a), quatro
importantes limitagcbes dessa metodologia tradicional podem ser citadas: a) a variabilidade
intraespecifica e a plasticidade fenotipica dos caracteres morfoldgicos diagnosticos podem
levar a identificagdes incorretas; b) espécies cripticas, comuns em diversos grupos de seres
Vivos, sdo incorretamente agrupadas; c) chaves de identificacdo taxonémica geralmente séo
eficazes apenas para um dos sexos ou para um estagio de vida (semaforontes), e como

consequéncia muitos espécimes ndo podem ser identificados; d) o uso de chaves de



identificacdo exige um alto conhecimento especializado, o que aumenta a chance de erros
durante o processo de identificacéo.

Por conta dessas limitacOes, se fez necessario o desenvolvimento de técnicas
suplementares para a identificagdo de organismos. Nesse cenario, surge em 2003 a proposta de
uma das metodologias mais utilizadas até o dia de hoje: a do DNA barcoding. Essa técnica, que
se baseia nos conceitos biologico e filogenético de espécie, utiliza uma regido padronizada do
genoma para distingdo entre taxons, partindo do principio que individuos de uma mesma
espécie sdo geneticamente mais proximos entre si do que individuos de uma espécie diferente
(Hebert et al., 2003a). No caso dos animais, a regido mais comumente utilizada como codigo
de barras molecular é a por¢do 5’ do gene mitocondrial que codifica para a primeira subunidade
da citocromo oxidase | (cox1), uma proteina que participa da cadeia respiratoria da mitocéndria
(Hanner, 2009). Esse marcador foi escolhido porque apresenta variabilidade consideravel para
distincdo entre espécies, mas semelhancas suficientes para que primers universais funcionem
em sua amplificacdo (Folmer et al., 1994). Além disso, é um fragmento de sequenciamento
simples devido ao tamanho pequeno (cerca de 650 pares de base) e esta presente em numerosas
cdpias numa mesma célula (Hebert et al., 2003b).

Estudos realizados logo ap6s a formalizacdo do DNA barcoding ja demonstravam o
poder deste método em discriminar inimeros grupos de animais com sSucesso, COmMo aves
(Hebert et al., 2004a), colémbolos (Hogg & Hebert, 2004), peixes (Ward et al., 2006) e
crustaceos (Costa et al., 2007). Criou-se, portanto, um banco de dados para depoésito de
sequéncias de DNA barcodes de referéncia, o BOLD (Barcode of Life Data System —
www.barcodelife.org), mantido pelo Consortium for the Barcode of Life (CBOL)
(Ratnasingham & Hebert, 2007).

O DNA barcode pode ser utilizado para duas finalidades distintas (Hebert et al., 2003a;
Frézal & Leblois, 2008; Collins & Cruickshank, 2012): em primeiro lugar, serve para atribuir
espécimes de identidade desconhecida a uma espécie. Em segundo lugar, é uma ferramenta
exploratéria que fomenta a descoberta de novas espécies, ajudando a elucidar complexos
taxondmicos e detectar diversidade criptica.

A utilizacdo de DNA barcodes para identificagdo de espécimes depende de um banco
de dados de referéncia que contenha sequéncias geradas a partir de espécimes ja identificados.
O barcode de um espécime desconhecido pode, entdo, ter sua identidade confirmada através
de comparacdo com as sequéncias desse banco de dados. Além de ser uma valiosa ferramenta
taxonémica, essa abordagem possui outras inimeras aplicabilidades, como o uso em estudos

ecoldgicos (Valentini et al., 2009), a identificacdo de vetores de doengas e agentes infecciosos



(Rodrigues et al., 2017; Beebe, 2018) e a fiscalizacdo do comércio de alimentos e
medicamentos naturais (Almeron-Souza et al., 2018; Yang et al., 2018).

O uso de DNA barcoding para descoberta de novas espécies baseia-se em comparacoes
de distancia genética entre pares de sequéncias, atraves das quais calcula-se um limiar que
serve de referéncia para a delimitacao de espécies dentro de um grupo (Hebert et al., 2003a).
De maneira geral, esse valor pode ser obtido pela deteccdo de um barcoding gap, ou seja, uma
lacuna na distribuicdo das distancias intra e interespecificas de um determinado conjunto de
dados (Hebert et al., 2003a; Meyer & Paulay, 2005). Essa metodologia ja se provou util na
deteccdo de novos taxons e na resolucdo de complexos de espécies em indmeros grupos de
animais, especialmente insetos (Hebert et al., 2004b; Smith et al., 2006; Yang et al., 2012;
Kanturski et al., 2018). Alternativamente, o limiar de distancia genética pode ser calculado
através da “regra das 10 vezes”, proposta por Hebert et al. (2004), multiplicando por 10 a
distancia intraespecifica média de um conjunto de sequéncias.

No entanto, existem restricGes importantes para o uso do cox1 para DNA barcoding,
conforme discutem Frézal & Leblois (2008): a) a acurdcia de identificacdo pode ser
comprometida pela falta de cuidado na construcao de um banco de dados de referéncia, devido
a uma amostragem pouco representativa do grupo de interesse; b) esse marcador molecular
pode ser afetado por processos que agem sobre a heranca mitocondrial, como endossimbiose e
eventos de hibridacdo, levando a identificagfes incorretas; ¢) copias nao-funcionais de genes
mitocondriais translocadas para o genoma nuclear (Numts) podem ser de dificil deteccdo,
levando a conclusdes equivocadas; d) as taxas evolutivas mitocondriais variam entre diferentes
grupos de metazoarios, e as vezes esse marcador ndo é espécie-especifico; e e) uma espécie
que possui populagbes geograficamente isoladas pode apresentar alta divergéncia

intraespecifica para esse marcador, comprometendo a performance do método.

1.2. O Filo Nematoda

Os nematoides (Filo Nematoda Rudolphi, 1808) estdo entre 0s animais mais numerosos
e diversos da Terra. Em relagdo a sua abundancia, cerca de 80% dos metazoarios de nosso
planeta sdo nematoides, e a densidade populacional de espécies marinhas pode ultrapassar 0s
20 milhdes de individuos por metro quadrado de sedimento (Poinar, 1983; Coomans, 2000). A
historia evolutiva deste filo possibilitou que as espécies viventes estejam virtualmente
representadas em qualquer nicho que contenha uma fonte de carbono organico (Bongers &
Ferris, 1999). S&o organismos-chave na decomposi¢do e reciclagem de nutrientes em



ecossistemas aquaticos e terrestres, e espécies predadoras de microorganismos Sao
indispensaveis na manutencdo de teias alimentares (Goater et al., 2014).

Enquanto organismos parasitos, 0s nematoides estdo associados a uma grande
diversidade de animais e plantas, e € comum que dividam seus hospedeiros com outros
parasitos. Os parasitos podem causar danos de maior ou menor importancia ao seu hospedeiro,
mas raramente causam a morte, uma vez que a sobrevivéncia do parasito depende da
sobrevivéncia de seu hospedeiro (Roberts & Janovy Jr., 2009). Na detalhada revisdo de Hatcher
et al. (2012), os autores discutem que 0s parasitos podem causar um efeito positivo em
comunidades apesar do impacto negativo em seus hospedeiros: estdo relacionados a um
aumento da conectividade de teias alimentares; aumentam a estabilidade das populacdes e a
resiliéncia das comunidades; atuam como espécies engenheiras, modificando propriedades
fisicas dos ecossistemas através de seus hospedeiros; e podem alterar de maneira dramatica o
fluxo de energia dos ecossistemas. Além disso, a exposicdo a parasitos estimula o
desenvolvimento do sistema imune do hospedeiro, o0 que pode impedir ou modular processos
infecciosos concomitantes (McKay, 2005; Tschirren & Richner, 2006).

Além de sua importancia ecoldgica, 0s nematoides parasitos sdo alvo de interesse para
as ciéncias médicas e agrarias. Em paises onde ha fragilidade social e econémica, sdo
responsaveis por doencas negligenciadas que afetam milhdes de pessoas (Roberts & Janovy
Jr., 2009). Na agricultura, sdo problema e solugdo: a0 mesmo tempo em que espécies
galhadoras séo consideradas pragas severas de lavouras, existe um crescente interesse no uso
de nematoides entomopatogénicos como controle bioldgico de insetos (Williamson & Hussey,
1996; Askary, 2009). H4, ainda, uma diversidade de zooparasitos que provocam perda de
produtividade em sistemas de criacdo de animais e doencgas em todo tipo de animal doméstico
(Anderson, 2000). Para pesquisadores, o nematoide de vida livre Caenorhabditis elegans
(Maupas, 1900) é um popular organismo-modelo em estudos de biologia do desenvolvimento
e neurobiologia (Corsi, 2015).

Pouco mais de 25 mil espécies de nematoides ja foram formalmente descritas, e existe
uma discusséo a respeito da real diversidade do filo, pois as estimativas variam entre 40 mil
(Anderson, 2000), 100 mil (Poinar, 2011), 500 mil (Poinar, 1983), 1 milh&o (Hugot et al.,
2001), 10 milhdes (Poinar, 2011), 40 milhdes (Larsen et al., 2017) e até mesmo 100 milhGes
(Lambshead, 1993). Para qualquer um desses cenarios, fica claro que a diversidade conhecida
€ muito menor do que a quantidade de especies existentes, e isso esta relacionado diretamente

a dificuldade de acesso a esses organismos: a0 mesmo tempo em que espécies microscopicas



de vida livre se escondem nos sedimentos de ambientes terrestres e aquaticos, uma vasta
diversidade de nematoides vive dentro de seus hospedeiros, sejam eles plantas ou animais.

Assim como outros grupos de invertebrados, acredita-se que os primeiros nematoides
surgiram em ambiente marinho, durante a explosdo Cambriana ha cerca de 530 milhGes de anos
(Blaxter & Koutsovoulos, 2015). No entanto, o registro fossil de nematoides é escasso, 0 que
impossibilita a realizacdo de uma estimativa precisa a respeito da origem do grupo (Bik et al.,
2010). Enquanto animais que realizam ecdise, o Filo Nematoda est& posicionado no Superfilo
Ecdysozoa Aguinaldo et al., 1997, juntamente com seu grupo irmdo Nematomorpha
Vejdovsky, 1886 (Aguinaldo et al., 1997). As hipdteses filogenéticas entre as diferentes
linhagens de Nematoda sdo discutidas entre especialistas ha muito tempo, e sua sistematica é
considerada “volatil e turbulenta” até mesmo pelos autores da classificacdo do filo mais
utilizada atualmente (De Ley & Blaxter, 2002). Cientistas de diferentes &reas frequentemente
trabalham de maneira independente e inclusive utilizam mais de uma nomenclatura para
estruturas homdlogas, 0 que contribuiu para a confusdo historica na sistematica do grupo —
especialistas em nematoides de solo, por exemplo, ndo incluem em suas revisdes taxonémicas
0s representantes parasitos de animais (e vice-versa) (Roberts & Janovy Jr., 2009).

A dificuldade em se propor uma classificacdo estavel para o Filo Nematoda, no entanto,
tem raiz ainda na identificacdo e descricdo desses organismos. A estrutura basica de um
nematoide € a de um tubo (o sistema digestdrio) dentro de outro tubo (a parede do corpo), e
ndo existem apéndices corporais. Embora essa simplicidade morfoldgica tenha sido uma das
responsaveis pela sua radiacdo evolutiva, a homogeneidade na forma torna esses animais muito
dificeis de serem identificados (Poinar, 2016). A visualizacdo dos caracteres diagnosticos em
microscopia deve ser minuciosa e pode exigir um alto grau de experiéncia. Frequentemente as
descri¢des das espécies sdo pouco detalhadas, superficiais e com lacunas importantes para um
diagndstico preciso das espécies. Além disso, ha caracteres morfolégicos com grande variacao
intraespecifica, e as chaves de identificacdo utilizadas geralmente funcionam apenas para
espécimes adultos e de um dos sexos (Carneiro et al., 2017). Este cenario se agrava frente ao
histdrico de diferentes escolas taxondmicas para o grupo, que favorece sinonimias. Devido a
esses fatores, além das espécies desconhecidas pela ciéncia, existe também uma provavel
diversidade criptica a ser descrita.

Por conta disso, a metodologia de DNA barcoding para a identificacdo de nematoides
surge como uma ferramenta muito atrativa, pois ndo é influenciada pela dificuldade de
visualizagdo de caracteristicas morfoldgicas e pode ser utilizada em qualquer estagio de vida

(ovo, larvas ou adulto). No caso dos nematoides parasitos de outros animais, isso €



especialmente interessante pois € comum que o ciclo de vida conte com a participacdo de
multiplos hospedeiros, e quando apenas se tem acesso aos estagios larvais de nematoides que
infectam os hospedeiros intermediarios, frequentemente a identificacdo sé é possivel até o nivel
de familia.

Em contraste a outros grupos de animais, como insetos e peixes, a técnica de DNA
barcoding para o Filo Nematoda ¢é ainda muito incipiente. Além disso, ha uma preferéncia por
outros marcadores moleculares que ndo o gene cox1, a exemplo das regides ribossomais ITS
(Internal Transcribed Spacers — espagadores internos transcritos), 28S e, especialmente, 18S,
devido ao historico de uso destes marcadores para reconstrucdes filogenéticas. No entanto, a
utilidade do cox1 como barcode ja estd documentada por Derycke et al. (2010) e Armenteros
et al. (2014), que o utilizaram para identificacdo de espécimes e detec¢do de espécies ndo
descritas de alguns grupos de nematoides de vida livre; Ferri et al. (2009) comprovaram a
eficAcia do método para Filarioidea Chabaud & Anderson, 1959; Siddal et al. (2012)
documentam o uso da técnica para identificar larvas de nematoides anisaquideos presentes em
peixes comerciais; Elsasser et al. (2009) determinaram a identidade de espécimes de
Dracunculus; Prosser et al. (2013) empregaram a metodologia em espécies de nematoides
parasitos de vertebrados.

Mesmo com essas aplicac@es, fica claro que existem muitas possibilidades a serem
exploradas no que tange DNA barcoding em Nematoda, considerando a diversidade desse
grupo de organismos. Faltam ainda, evidéncias a respeito da aplicabilidade dessa metodologia
de forma global, considerando varias linhagens dentro do filo. Nessa dissertacdo, utilizamos
sequéncias depositadas no banco de dados GenBank para realizar uma andlise exploratoria a
respeito das aplicacOes e da utilidade do DNA barcoding para o Filo Nematoda. Em nosso
trabalho, redigido em forma de artigo (Capitulo I1), utilizamos célculos de distancia genética
em diferentes niveis taxondmicos para buscar por um barcoding gap que demonstre a
efetividade do DNA barcoding como ferramenta exploratéria da diversidade do filo. Também
testamos 0 sucesso do metodo como recurso para identificacdo de nematoides, de modo a
demonstrar sua aplicabilidade no estudo desse grupo de invertebrados de importancia

ecoldgica, médica, veterinaria e econbmica.
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CAPITULO I

DNA BARCODING EM NEMATODA:
UMA ANALISE EXPLORATORIA UTILIZANDO SEQUENCIAS DE cox1
DEPOSITADAS EM BANCOS DE DADOS

2.1. INTRODUCAO

O Filo Nematoda Rudolphi, 1808 é um dos grupos de metazoarios mais
abundantes e diversos do planeta (Lambshead, 2004). O numero de espécies descritas
ultrapassa os 25 mil (Zhang, 2013), mas estimativas mais recentes estimam que a
diversidade real do filo chega a 40 milhdes de espécies (Larsen et al., 2017). Os
nematoides desempenham papel chave na ciclagem de nutrientes enquanto organismos
detritivoros, além de ocuparem outros niveis troficos em ecossistemas terrestres e
aquaticos (Goater et al., 2013). Também se adaptaram a uma variedade de estilos de vida
parasitarios e, portanto, sdo alvo de interesse em areas de pesquisa como as ciéncias
médicas e agrarias (Overgaauw & Nederland, 1997; Davis, 2005; Scott, 2008).

A identificacéo especifica correta de nematoides € fundamental para dar subsidios
a inventérios de fauna e estudos taxonémicos, sistematicos e ecoldgicos (Powers et al.,
2009; Neher, 2010; Cole & Viney, 2018). No caso dos nematoides de interesse
econbmico, uma determinacdo taxondmica acurada permite a compreensdo dos
mecanismos de transmissdo e o planejamento de estratégias de manejo (Jasmer et al.,
2003; Ortiz et al., 2016). No entanto, nematoides estdo entre os animais mais dificeis de
se identificar por meio de métodos tradicionais. Os caracteres diagnosticos morfologicos
observados ao microscopio podem ser sutis, subjetivos, dependentes de outros caracteres,
mostrar grande variagdo intraespecifica ou estar presentes apenas em um estagio de vida
ou em um dos sexos (Carneiro et al., 2017). Informagdes a respeito do hospedeiro,
essenciais para a determinacdo de espécies parasitas, muitas vezes sdo insuficientes ou
estdo indisponiveis. Embora os métodos tradicionais de identificagdo sirvam para a

maioria dos casos, essas limitagdes podem comprometer sua acuracia.

Com o advento da biologia molecular, surgiram novas ferramentas para auxiliar
na identificacdo de organismos. Entre elas, destaca-se a proposta do DNA barcoding, que

permite a identificacdo precisa de espécimes por meio de um fragmento de sequéncia de
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DNA de uma regido padronizada do genoma (Hebert et al., 2003). O consoércio do
Barcode of Life define como DNA barcode em animais a regido de 648 pares de base (pb)
situada entre as posicdes 58 e 705 do gene citocromo c oxidase subunidade | (coxl),
servindo de referéncia o genoma mitocondrial do camundongo (Hanner, 2009). O gene
cox1 ja foi empregado com sucesso na identificacdo de nematoides, mas seu uso ainda é
pouco explorado, considerando a diversidade do filo (Elsasser et al., 2009; Ferri et al.,
2009; Derycke et al., 2010; Prosser et al., 2013; Siddall et al., 2012; Armenteros et al.,
2014). Em muitos estudos optou-se pela utilizacdo de outros marcadores moleculares,
como as regides ribossomais ITS, 28S e 18S (Floyd et al., 2002; De Ley et al., 2005;
Bhadury et al., 2008; Powers et al., 2009; Armenteros et al., 2014). Embora os trabalhos
de DNA barcoding citados englobem algumas linhagens de Nematoda, ndo se sabe a
eficacia do método quando séo considerados grandes grupos dentro do filo (Abebe et al.,
2011; Prosser et al., 2013).

Além da identificagdo de espécimes, o DNA barcoding pode auxiliar na
descoberta de espécies. Baseando-se nos conceitos bioldgico e filogenético de espécie,
essa metodologia parte da premissa que a variacdo genética entre espécies diferentes é
maior que a variagdo entre individuos de uma mesma espécie. Isso torna possivel a busca
por uma lacuna (em inglés, barcoding gap) entre a maior variacdo intraespecifica e a
menor variacao interespecifica em um conjunto de sequéncias e, a partir dela, definir um
limiar de distancia genética (em inglés, threshold) que sirva de referéncia para a
delimitacdo de espécies (Hebert et al., 2003; Meyer & Paulay, 2005). Hebert et al. (2004)
propuseram que esse valor pode ser calculado através da “regra das 10 vezes”, em que a
variacdo intraespecifica média de um conjunto de sequéncias deve ser multiplicada por
10 para obtencdo do limiar de distancia genética. Essa abordagem ja se mostrou eficaz
em algumas linhagens de nematoides (Ferri et al., 2009; Derycke et al., 2010; Armenteros
et al., 2014), mas se desconhece a eficacia do método para o Filo Nematoda como um

todo, levando em conta 0 maximo de informacao disponivel em banco de dados.

De modo a elucidar a aplicabilidade do DNA barcoding no Filo Nematoda,
analisamos sequéncias do gene coxl recuperadas por meio de ampla amostragem do
banco de dados GenBank. Realizamos célculos de distancia interespecifica e
intraespecifica para diferentes niveis taxondémicos do Filo Nematoda a fim de identificar
a existéncia de um barcoding gap que torne possivel a definicdo de um limiar de distancia

genética entre os diferentes tdxons. Adicionalmente, testamos a eficacia do gene cox1
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como DNA barcode para a identificacdo de nematoides e estimamos o0 nimero de espécies
presentes no conjunto de dados compilado. De modo geral, os resultados obtidos mostram
que o gene coxl é um bom marcador na identificacdo de boa parte das espécies
amostradas, e que seu uso como DNA barcode em niveis taxondmicos inferiores pode ser
um importante subsidio para o estudo de um grupo de seres vivos com morfologia tdo

conservada.
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2.2. MATERIAL E METODOS

O fluxo de trabalho para obtencéo, curadoria e analise das sequéncias deste estudo
foi baseado em Kvist (2014) e Sundberg et al. (2016). As sequéncias de citocromo ¢
oxidase | (cox1) foram adquiridas em outubro de 2018 buscando pelos seguintes termos
no GenBank: "txid6231 [Organism:exp] cox1 [Gene]"; "txid6231 [Organism:exp] col
[Gene]"; "txid6231 [Organism:exp] coi [Gene]". A busca resultou em 13.139 sequéncias
para o Filo Nematoda. De modo a garantir analises de distancia genética mais robustas,
excluimos sequéncias duplicadas, ndo-verificadas (“UNVERIFIED”) e aquelas cuja
identificacdo taxondmica era imprecisa em relacdo a identificacdo da espécie (por

exemplo, “Ascaris sp.”).

Para restringir a analise a regido do gene coxl definida como barcode pelas
diretrizes do consércio do Barcode of Life (Hanner, 2009), incorporamos ao conjunto de
dados uma sequéncia de coxl de camundongo. Alinhamos as sequéncias utilizando a
ferramenta MAFFT (versdo 7) (Katoh et al., 2017). O ajuste de direcdo das sequéncias
foi habilitado e os demais parametros foram mantidos no padrao.

O programa AliView (Larsson, 2014) foi utilizado para conferéncia de alteracdes
de quadro de leitura e realizacdo de ajustes manuais no alinhamento. Realizamos
BLASTN (Altschul et al., 1990) de sequéncias que se comportavam de maneira incomum
no alinhamento; se o melhor resultado (desconsiderando a propria sequéncia) ndo
pertencesse ao Filo Nematoda, a sequéncia era excluida. ApOs esse processo, O

alinhamento foi realizado novamente. Por fim, removemos sequéncias menores que 350

pb.

A partir do banco de dados principal, criamos bancos de dados secundarios para
contemplar quatro niveis taxondmicos inferiores do Filo Nematoda (subclasse, subordem,
familia e género), seguindo o sistema de classificacdo atualmente mais utilizado (De Ley
& Blaxter, 2004). Empregamos os critérios de Sundberg et al. (2016) na compilacdo dos
bancos secundérios: consideramos apenas taxons representados por mais de 100
sequéncias atribuidas a um minimo de trés espécies. Realizamos as analises descritas a

seguir para cada banco de dados, individualmente.

O programa PAUP* 4.0 (Swofford, 2002) foi utilizado para calcular as distancias-
p ndo-corrigidas, ignorando dados faltantes para sitios afetados e considerando taxas

evolutivas iguais para sitios variaveis. Exportamos o resultado em formato de colunas.
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Utilizou-se scripts AWK descritos em Kvist (2014) para separar o arquivo contendo as
distancias, de forma a se obter um arquivo com as comparagdes interespecificas e outro
com as comparacdes intraespecificas. Os valores de distancia foram arredondados para o
maultiplo de 0,5 mais préximo. Construimos graficos no Microsoft Excel para visualizar
a distribuicdo das distancias genéticas e verificar a existéncia de um limiar de distancia

genética (ou seja, um barcoding gap global).

Adicionalmente, seguimos a abordagem visual sugerida por Collins &
Cruickshank (2012) para testar a eficacia de identificacdo de espécimes usando o gene
cox1 como marcador para DNA barcoding. Realizamos essa analise pois 0 sucesso do
DNA barcoding na identificacdo de especimes ndo depende de um limiar de distancia
genético bem definido, mas sim de um barcoding gap local (Collins & Cruickshank,
2012). Plotamos um grafico de pontos que considera, para uma espécie, a maxima
distancia intraespecifica e a menor distancia interespecifica (ou “distancia a espécie-
vizinha mais proxima”). Utiliza-se como referéncia uma reta 1:1 que representa o ponto
no qual a diferenca entre as duas varidveis € zero. Se a maxima distancia intraespecifica
de uma espécie for menor que a minima distancia interespecifica, haveria sucesso na
identificacdo especifica utilizando o gene cox1. Espécies representadas por apenas uma
sequéncia (singletons) foram retiradas desta analise, uma vez que nao é possivel calcular

a distancia intraespecifica.

Como estratégia complementar, empregamos o software Automatic Barcode Gap
Discovery (ABGD) (Puillandre et al., 2011) para verificar a distribui¢do de um potencial
barcoding gap e estimar o nimero de espécies dos conjuntos de dados. Através de duas
etapas e sem considerar hipéteses a priori, 0 ABGD utiliza a distancia genética entre um
grupo de sequéncias para atribui-las a potenciais espécies baseado em um barcoding gap
inferido estatisticamente (particéo inicial) e em seguida usa esses resultados para realizar
a andlise novamente (particdo recursiva). Assim, podemos comparar 0 numero de
espécies previsto pelo ABGD com o nimero de espeécies estipulado pelos dados do
GenBank. Rodamos a anélise em linhas de comando, seguindo os parametros de Kvist
(2014): distancia simples; Pmin = 0,001; Pmax = 0,9; numero de classes (Nb bins) = 100;
distancia relativa (X; relative gap width) = 1.5. Nos casos em que o0 ABGD falhou em

detectar mais de um grupo, utilizamos X = 1.
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2.3. RESULTADOS
2.3.1. Organizacdo do banco de dados

A busca por sequéncias de citocromo c oxidase | resultou em 13.139 sequéncias
para o Filo Nematoda. Durante o processo de curadoria por meio de BLASTn, detectamos
sequéncias que exibiam alto grau de similaridade a registros de moluscos, lepiddpteros e
protistas depositados no GenBank. Em casos mais extremos, sequéncias identificadas
como voucher estavam com identificagcdo incorreta: as entradas EF457734 e EF457738,
por exemplo, estdo classificadas como Cooperia oncophora Railliet, 1898 mas
apresentam alta similaridade a sequéncias do género de borboletas Colias Fabricius,

1807, indicando provavel contaminacao durante o processamento desse DNA.

Apds todas as etapas de filtragem, o banco de dados final resultou em 4.283
sequéncias aptas a participar da analise, atribuidas a 516 espécies e 196 géneros de

nematoides (Anexo 1). O comprimento total dos alinhamentos foi de 648 pb.

A partir dos critérios estipulados para a compilacdo dos bancos de dados
secundarios, obtivemos como resultado 21 conjuntos de dados contendo as sequéncias
dos seguintes taxons: (1) Filo Nematoda; (2) Subclasse Chromadoria Pearse, 1942; (3)
Subclasse Dorylaimia Inglis, 1983; (4) Subordem Rhabditina Chitwood, 1933; (5)
Subordem Spirurina Railliet & Henry, 1915; (6) Subordem Tylenchina Thorne, 1949; (7)
Anisakidae Railliet & Henry, 1912; (8) Aphelenchoididae Skarbilovich, 1947; (9)
Metastrongylidae Leiper, 1908; (10) Onchocercidae Leiper, 1911; (11) Oxyuridae
Cobbold, 1864; (12) Pharyngodonidae Travassos, 1919; (13) Strongyloididae Chitwood
& Mclintosh, 1934; (14) Trichostrongylidae Witenberg, 1925; (15) Angiostrongylus
Kamensky, 1905; (16) Anguillicola Yamaguti, 1935; (17) Bursaphelenchus Fuchs, 1937;
(18) Plectus Bastian, 1865; (19) Spauligodon Skrjabin, Schikhobalova & Lagodovskaja,
1960; (20) Strongyloides Grassi, 1879; (21) Trypanoxyuris Vevers, 1923 (Tabela 1).

2.3.2. Distancias genéticas

A analise de distancia genética para o conjunto total de sequéncias (Filo
Nematoda) resultou em 9.169.903 comparacOes, das quais 8.919.346 foram
interespecificas e 250.557 foram intraespecificas (Tabela 1). A Tabela 1 também mostra
os resultados para os bancos de dados secundarios. Na Tabela 2 é possivel visualizar

média, desvio padrdo e amplitude das distancias-p para cada um dos taxons analisados.
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Conforme pode ser observado, ha um contraste grande entre a média das distancias dos
diferentes niveis taxonémicos analisados, tanto intraespecifica quanto interespecifica
(Tabela 2). A amplitude das distancias abrangeu o intervalo de 0 a 68,73%, e enfatizamos
que os valores médios das distancias intraespecificas foram tdo altos quanto 9,46%

(Pharyngodonidae).

Tabela 1. Resultados do processo de organizacdo do banco de dados e analise das
distancias genéticas, indicando o nimero de sequéncias, espécies e comparagdes
consideradas para cada conjunto de dados. *de acordo com a identificacdo das sequéncias
no GenBank.

Ndmero de
sequéncias Numero de Comparacbes Comparacfes

Conjunto de dados analisadas espécies* intraespecificas interespecificas
Filo

Nematoda 4.283 516 250.557 8.919.346
Subclasse

Chromadoria 4.205 488 250.339 8.588.571

Dorylaimia 78 28 218 2.785
Subordem

Rhabditina 1.016 129 34.733 480.887

Spirurina 2.204 206 178.453 2.249.253

Tylenchina 667 137 12.913 209.198
Familia

Anisakidae 103 15 862 4.391

Aphelenchoididae 241 53 2.552 26.368

Metastrongylidae 242 18 11.563 17.598

Onchocercidae 275 59 1.250 36.425

Oxyuridae 327 20 10.452 42.849

Pharyngodonidae 330 15 18.519 35.766

Strongyloididae 147 8 6.767 3.964

Trichostrongylidae 441 26 19.741 77.720
Género

Angiostrongylus 159 5 10.336 2.225

Anguillicola 592 5 139.464 35.472

Brusaphelenchus 121 32 1.108 6.152

Plectus 284 4 24.157 16.029

Spauligodon 148 11 2.675 8.113

Strongyloides 146 7 6.767 3.818

Trypanoxyuris 185 5 6.719 10.301




Tabela 2. Resultados das comparac6es entre sequéncias para os conjuntos de dados analisados.
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Amplitude Amplitude
Distancia distancias Distancia distancias
Distancia média  intraespecifica  intraespecificas  interespecifica  interespecificas
Conjunto de dados (total) média (%) média (%)
Filo
Nematoda 28,21% + 9,51 1,62% + 3,41 0-20,13  28,96% * 8,50 0-68,73
Subclasse
Chromadoria 27,69% * 9,22 1,62% + 3,41 0-20,13  28,45% + 8,17 0-68,73
Dorylaimia 31,54% + 12,70 2,92% + 4,49 0-14,97 33,78% + 10,15 0,15-46,91
Subordem
Rhabditina 14,92% + 4,05 1,95% + 1,62 0-17,75 15,85% + 2,09 0,53-26,84
Spirurina 27,18% * 10,06 1,60% + 3,79 0-20,13  29,21% + 7,21 0-44,54
Tylenchina 26,40% =+ 13,03 2,87% + 2,99 0-18,25 27,85% + 11,98 0-68,73
Familia
Anisakidae 11,83% £ 5,31 3,11% £ 2,76 0-13,29 13,55% + 3,79 0-22,31
Aphelencoididae 16,02% + 4,85 4,27% + 4,56 0-18,25 17,15% + 3,03 1,27-28,34
Metastrongylidae 8,82% = 6,80 0,57% £ 1,02 0-17,75 14,23% + 1,42 8,39-21,39
Onchocercidae 14,58% + 4,14 0,55% £ 1,43 0-15,46 15,06% + 3,26 0-26,68
Oxyuridae 11,04% + 5,24 1,81% + 1,89 0-10,40 13,30% £ 2,72 0-30,47
Pharyngodonidae 18,81% + 8,56 9,46% + 7,87 0-20,13  23,65% + 3,24 0-30,40
Strongyloididae 9,22% + 7,62 3,60% £ 2,16 0-11,39 18,82% £ 1,72 12,62-24,53
Trichostrongylidae 12,55% + 5,40 2,73% + 1,16 0-12,18 15,05% + 2,34 0,53-21,32
Género
Angiostrongylus 2,45% + 4,47 0,40% + 0,34 0-11,80 12,02% + 1,03 8,39-15,37
Anguillicola 3,08% £ 5,02 0,57% £ 0,65 0-11,11 12,91% £ 1,19 8,01-16,76
Brusaphelenchus 12,19% + 4,62 3,18% + 2,47 0-17,19 13,82% + 2,61 6,92-24,11
Plectus 6,02% + 6,82 0,62% £ 1,90 0-14,44 14,15% + 1,12 12,71-19,53
Spauligodon 16,02% + 6,84 6,66% + 4,20 0-15,47 19,21% + 4,09 0-26,12
Strongyloides 9,14% + 7,64 3,59% + 2,16 0-11,39 18,97% + 1,57 12,62-24,53
Trypanoxyuris 6,94% * 5,34 0,84% = 1,24 0-8,06 10,92% + 2,46 7,49-16,84
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2.3.3. Barcoding gap

Encontramos, de maneira geral, trés padrGes ap0s a analise de barcoding gap para
0s conjuntos de dados considerados: a) conjuntos em que se visualizou um barcoding gap
verdadeiro, ou seja, um intervalo bem definido entre a distribuicdo das distancias intra e
interespecificas; b) conjuntos em que o intervalo entre a distribuicdo das distancias existe,
mas é flanqueado por distancias intra e interespecificas atipicas; c) conjuntos sem

barcoding gap.

Dos 21 conjuntos analisados, apenas Strongyloididae e Strongyloides
apresentaram um barcoding gap verdadeiro. Em ambos existe uma lacuna estreita na
regido dos 12% (Figura 1), e os histogramas gerados pelo ABGD corroboram com esses

resultados (Figura 2).

Detectamos, em sete dos conjuntos analisados, uma lacuna na distribuicdo das
distancias genéticas, mas para algumas comparagdes ha uma sobreposicdo de distancias
inter e intraespecificas. E o caso das sequéncias pertencentes & subclasse Dorylaimia, as
familias Metastrongylidae e Onchocercidae e aos géneros Angiostrongylus, Anguillicola,
Plectus e Typanoxyuris (Figuras 3A e 3B). Tomando o género Angiostrongylus como
exemplo: considerando a distribuicdo das distancias genéticas, existe uma lacuna
marcante entre 6,5 e 8%, mas duas comparacOes intraespecificas exibiram 12% de
distdncia genética (Figura 3A). Conforme mostram os histogramas do ABGD, se
desconsiderarmos hip6teses de espécies a priori, 0 barcoding gap de fato existe para esses
sete conjuntos (Figuras 4A e 4B).

No entanto, ndo ha uma separacao clara entre as distancias intra e interespecifica
nos gréficos de distribuicdo de 12 dos conjuntos analisados, configurando uma auséncia
de barcoding gap. Enquadram-se nesse padrdo os seguintes grupos: Filo Nematoda;
subclasse Chromadoria; subordens Rhabditina, Spirurina e Tylenchina; familias
Anisakidae, Aphelenchoididae, Oxyuridae, Pharyngodonidae e Trichostrongylidae;
géneros Bursaphelenchus e Spauligodon (Figuras 5A e 5B). Também néo visualizamos

barcoding gap nos histogramas gerados pelo ABGD para esses grupos (Figuras 6A e 6B).
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Figura 1. Frequéncia das distancias intraespecificas (preto) e interespecificas (cinza) do
gene cox1 para 0s conjuntos de dados analisados em que se detectou um barcoding gap.
Nesta figura, estdo representados a familia Strongyloididae e o género Strongyloides.
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Figura 2. Resultados do software Automatic Barcode Gap Discovery (ABGD) para o0s
conjuntos de dados analisados em que se detectou um barcoding gap. Nesta figura, estédo
representados a familia Strongyloididae e o género Strongyloides.
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Figura 3A. Frequéncia das distancias intraespecificas (preto) e interespecificas (cinza) do
gene cox1 para os conjuntos de dados analisados em que se observou uma tendéncia ao
barcoding gap. Nesta figura, estdo representados a subclasse Dorylaimia, as familias
Metastrongylidae e Onchocercidae, e o género Angiostrongylus.
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Figura 3B. Frequéncia das distancias intraespecificas (preto) e interespecificas (cinza) do
gene cox1 para os conjuntos de dados analisados em que se observou uma tendéncia ao
barcoding gap. Nesta figura, estdo representados os géneros Anguillicola, Plectus e
Trypanoxyuris.
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Subclasse Dorylaimia Familia Metastrongylidae
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Figura 4A. Resultados do software Automatic Barcode Gap Discovery (ABGD) para 0s
conjuntos de dados analisados em que se observou uma tendéncia ao barcoding gap.
Nesta figura, estdo representados a subclasse Dorylaimia, as familias Metastrongylidae e
Onchocercidae, e o género Angiostrongylus.
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Figura 4B. Resultados do software Automatic Barcode Gap Discovery (ABGD) para 0s
conjuntos de dados analisados em que se observou uma tendéncia ao barcoding gap.
Nesta figura, estdo representados os géneros Anguillicola, Plectus e Trypanoxyuris.



Filo Nematoda Subclasse Chromadoria
300000 - 300000 -
8
S 250000 -| 250000
&
P
g 000
200000 | 260000
g
S
,% 150000 - 130000
o
T
5]
£ 100000 10000
]
4
Shoon 30000
0 - 0
il 10 240 Rill 41 s ol 0 10 20 30 40 S0 60
Subordem Rhabditina Subordem Spirurina
110000
0000 -
% 160060 -
5]
e 000 -
& 20000
= o £0000 -|
j=
g 70000 -
8 Rk 60000 -
g 30000 o
g 20000 - i)
E 30000
10000 - 20000
| | | 10000
od "I"II.I I-II J Illllll . 0
0 5 & s 20 25 a 10 20 30 40
Subordem Tylenchina Familia Anisakidae
600
12000
3 500 -
Q
S 10000
: ™
g ROOH H
A 300
Q 300
T 6000 o
g
200
\g il 00
Z
2000 1001 |
0 04 lll JI||I II'I an
T ” U
0 10 20 30 10 50 0 0 s 10 s 20
Porcentagem de variagio Porcentagem de variacio
. Intraespecifica . Interespecifica

Figura 5A. Frequéncia das distancias intraespecificas (preto) e interespecificas (cinza) do
gene cox1 para os conjuntos de dados analisados em que nédo se detectou barcoding gap.
Nesta figura, estdo representados o Filo Nematoda, a subclasse Chromadoria, as
subordens Rhabditina, Spirurina e Tylenchina, e a familia Anisakidae.
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Figura 5B. Frequéncia das distancias intraespecificas (preto) e interespecificas (cinza) do
gene cox1 para os conjuntos de dados analisados em que nédo se detectou barcoding gap.

Nesta figura,

estdo

representadas as familias Aphelenchoididae,

Oxyuridae,

Pharyngodonidae e Trichostrongylidae, e os géneros Bursaphelenchus e Spauligodon.
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Figura 6A. Resultados do software Automatic Barcode Gap Discovery (ABGD) para 0s
conjuntos de dados analisados em que se ndo se detectou barcoding gap. Nesta figura,
estdo representados o Filo Nematoda, a subclasse Chromadoria, as subordens Rhabditina,
Spirurina e Tylenchina, e a familia Anisakidae.
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Figura 6B. Resultados do software Automatic Barcode Gap Discovery (ABGD) para 0s
conjuntos de dados analisados em que se ndo se detectou barcoding gap. Nesta figura,
estdo representadas as familias Aphelenchoididae, Oxyuridae, Pharyngodonidae e
Trichostrongylidae, e 0s géneros Bursaphelenchus e Spauligodon.
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2.3.4. Sucesso de identificacéo

Participaram do teste de sucesso de identificacdo apenas espécies representadas
por mais de uma sequéncia, abrangendo 246 das 516 especies amostradas nesse estudo.
O gréfico resultante dessa analise mostra que 190 das espécies consideradas (77,24%)
estariam corretamente identificadas, pois estdo acima da linha 1:1 de referéncia (Figura
7). Para essas espécies, as sequéncias conspecificas amostradas sdo mais similares entre
si do que a espécie vizinha mais proxima — sendo essa a premissa para a identificacdo

de espécimes através do DNA barcoding.

—
%]

o

Minima Distancia Interespecifica (%0)

Maxima Distancia Intraespecifica (%)

Figura 7. Comparacdo entre maxima distancia intraespecifica e minima distancia
interespecifica (distancia a espécie-vizinha mais proxima) para 246 especies de
nematoides. Espécies acima da linha 1:1 de referéncia seriam corretamente identificadas.
Pontos extremos ndo foram mostrados no grafico para facilitar a visualizacao.
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2.3.5. Estimativa do numero de espécies

O ABGD gera uma grande quantidade de hipdteses quando utilizado para
estimativa do numero de espécies, e a escolha da hipotese mais confiavel pode ser uma
tarefa dificil (Kekkonen & Hebert, 2014). Interpretamos o resultado do ABGD tendo
como base o valor P = 0,02, pois na maioria dos conjuntos de dados foi nesse ponto que
obtivemos um numero de grupos que se aproximasse ao himero de espécies estipulado
pelo GenBank. Quando havia divergéncia entre as parti¢cGes inicial e recursiva, optamos
pela inicial, uma vez que essa melhor representa 0 nimero de espécies previamente
identificadas por taxonomistas (Puillandre et al., 2011). Escolhemos parametros
diferentes para Trichostrongylidae, pois a parti¢cdo recursiva detectou um numero de
grupos mais proximo do esperado, e para Spauligodon, em que se optou por P=0,0096
pois 0 ABGD agrupou todas as sequéncias em um s6 grupo no valor P padrao.

As particBes produzidas pelo ABGD estdo representadas na Tabela 3. Para
Oxyuridae, Pharyngodonidae e Strongyloididae e Strongyloides o ABGD detectou o
mesmo ndmero de espécies que o estipulado pelo GenBank. O nimero de espécies
detectado pelo ABGD foi menor que o esperado para 0s seguintes grupos: subordem
Rhabditina e familias Anisakidae e Trichostrongylidae. Para todos os demais grupos, a

andlise detectou um maior nimero de espécies que o reconhecido pelo GenBank.
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Tabela 3. Resultado da andlise de estimativa de nimero de espécies do software Automatic Barcode Gap Discovery (ABGD). Os valores assinalados (*) sdo as

hipéteses consideradas mais confiaveis de acordo com os parametros estabelecidos.

Téaxon Particdo Grupos detectados
P=0,0010 P=0,0021 P=0,0045 P=0,0096 P=0,0205 P=0,0437 P=0,0932 P=0.1984
Filo
Nematoda Inicial 1269 1269 645 627 *598 556 1
Recursiva 1269 1269 694 631 598 559 1
Subclasse
Chromadoria Inicial 1234 1234 622 588 *568 528 2 1
Recursiva 1234 1234 670 592 568 531 2 1
Dorylaimia Inicial 34 34 34 34 *34 1
Recursiva 34 34 34 34 34 1
Subordem
Rhabditina Inicial 449 449 357 186 *119 80 1
Recursiva 452 449 357 187 127 82 1
Spirurina Inicial 472 413 271 259 *251 211 1
Recursiva 472 415 298 260 251 214 1
Tylenchina Inicial 224 224 222 157 *154 136 2 1
Recursiva 222 222 222 153 153 136 2 1
Familia
Anisakidae Inicial 10 10 10 10 *10 1
Recursiva 18 18 18 14 11 1
Aphelencoididae  Inicial 64 64 64 64 *64 1
Recursiva 80 80 72 70 64 1
Metastrongylidae  Inicial 21 21 21 21 *21 21 21 1
Recursiva 32 27 27 23 21 21 21 1
Onchocercidae Inicial 65 65 65 65 *65 65 2 1
Recursiva 69 69 67 65 65 65 2 1
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Téxon Particdo Grupos detectados
P=0,0010 P=0,0021 P=0,0045 P=0,0096 P=0,0205 P=0,0437 P=0,0932 P=0.1984
Oxyuridae Inicial 25 25 25 25 *20 2 2 1
Recursiva 31 31 31 25 21 2 2 1
Pharyngodonidae  Inicial 49 49 49 42 *15 15 1
Recursiva 59 57 50 43 16 16 1
Strongyloididae Inicial 8 8 8 8 *8 8 1
Recursiva 23 23 13 9 8 8 1
Trichostrongylidae Inicial 25 25 25 25 19 1
Recursiva 30 30 30 28 *25 1
Género
Angiostrongylus Inicial 6 6 6 6 *6 6 6 1
Recursiva 10 10 10 6 6 6 6 1
Anguillicola Inicial 15 9 9 9 *9 9 9 1
Recursiva 15 9 9 9 9 9 9 1
Brusaphelenchus Inicial 37 37 37 37 *37 1
Recursiva 52 52 47 39 37 1
Plectus Inicial 7 7 7 7 *7 7 7 1
Recursiva 7 7 7 7 7 7 7 1
Spauligodon Inicial 34 34 34 *34 1
Recursiva 49 49 48 35 1
Strongyloides Inicial 7 7 7 7 *7 7 1
Recursiva 22 22 12 8 7 7 1
Trypanoxyuris Inicial 8 8 8 8 *8 8 1
Recursiva 8 8 8 8 8 8 1
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2.4. DISCUSSAO

Neste trabalho, utilizamos varias ferramentas para testar a aplicabilidade do DNA
barcoding no Filo Nematoda. Atraves da analise das sequéncias do gene coxl de
nematoides depositadas no GenBank, construimos um banco de sequéncias principal que
foi avaliado em conjuntos distintos compreendendo categorias inferiores de classificacao.
Utilizando 4.283 sequéncias, ndo encontramos um limiar de distancia genética universal
para o Filo Nematoda. Nossos resultados mostram que a posicdo do barcoding gap na
distribuicdo das distancias genéticas diverge muito: pode ser tdo baixa quanto 4%
(Anguillicola) ou tdo alta quanto 12% (Strongyloides). Essa variacdo mostra que hd uma
divergéncia intrinseca nas taxas de mutacdo do gene coxl de diferentes linhagens de
Nematoda, possivelmente associada a diversidade de histérias de vida dos representantes
desse filo. A discrepancia nos valores de barcoding gap também explicaria a dificuldade
na sua deteccdo em categorias taxondmicas superiores (filo, subclasse e subordem): por
agruparem uma diversidade consideravel de espécies, ha uma sobreposicdo de distancias

genéticas que impossibilita a existéncia de um barcoding gap.

Ressaltamos que generalizagOes a respeito da existéncia de um barcoding gap
para dois de nossos conjuntos de dados devem ser feitas com cuidado. Em primeiro lugar,
apenas uma das sequéncias consideradas para Strongyloididae ndo pertence a
Strongyloides. Logo, a lacuna presente na distribuicdo das distancias dessa familia esta
fortemente relacionada ao barcoding gap detectado para esse género. Em segundo lugar,
a lacuna flanqueada por comparacgdes atipicas no grafico da subclasse Dorylaimia é
provavel fruto de um artefato da analise. Esse conjunto de dados possui 78 sequéncias
atribuidas a 28 espécies, niumero considerado baixo frente a diversidade da subclasse em
questdo (De Ley et al., 2006).

Nossos resultados mostram que a adogdo da “regra das 10 vezes” (Hebert et al.,
2004), que gerou bons resultados para Filarioidea Chabaud & Anderson, 1959 (Ferri et
al., 2009), ndo gera resultados satisfatorios para o Filo Nematoda como um todo. Por
exemplo, a distancia intraespecifica média de Strongyloides é 3,59%, e um limiar de
distancia genética ao redor de 35% falharia em discriminar as espécies desse grupo, como
mostram nossas analises. O limiar de 5% proposto por Derycke et al. (2010) para
nematoides de vida livre, que gerou bons resultados para Armenteros et al. (2014),

também ndo funcionaria para todas as linhagens dentro do filo. Nossos resultados
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demonstram que, aparentemente, um limiar de distancia genética deve ser definido para
categorias taxondmicas inferiores, como familia e género, embora isso ndo se confirme
para todos os tdxons analisados. Essas evidéncias mostram que é necessaria cautela no
uso de DNA barcodes para explorar a diversidade criptica de espécies em grupos pouco

estudados.

A auséncia de barcoding gap mostra apenas que nédo é possivel definir um limiar
universal que auxilie na descoberta de novas espécies, mas 0 DNA barcoding também
pode ser usado para identificacdo de espécimes. No que diz respeito a anélise de sucesso
de identificacéo, 77,24% das espécies analisadas seriam corretamente identificadas se o
gene cox1 fosse empregado como codigo de barras molecular (ver Resultados; Figura 7).
Em um cenério ideal, essa porcentagem ficaria mais proxima dos 100%, como mostram
estudos que realizaram analises semelhantes para 0 mesmo marcador em outros grupos
de metazoérios (Blagoev et al., 2009; Lv et al., 2014; Pérez-Asso et al., 2016; Zheng et
al., 2018). Também detectamos falhas na discriminacdo correta de espécies congéneras,
indicando fortemente que espécimes com mesma identidade taxondmica foram atribuidos
a espécies congéneras distintas, ou que essas espécies fazem parte de um complexo. Esses
resultados mostram que ha problemas de delimitacdo de espécies e/ou identificacdo de
espécimes ou sequéncias, ao menos se considerarmos 0 gene cox1 como unica evidéncia
para fazer essa afirmacdo. Mesmo com limitagdes, no entanto, a maioria das espécies
analisadas seria corretamente identificada, o que mostra grande potencial no uso do gene
cox1 como DNA barcode de nematoides.

Durante o processo de curadoria para a montagem do banco de dados,
encontramos problemas na identificacdo de sequéncias do GenBank, como ja descrito
para diversos grupos de organismos (Vilgalys, 2003; Valkitinas et al., 2008; Kvist, 2014;
Stavrou et al., 2018). Isso pode ocorrer devido a contaminagdo durante o processamento
do DNA mas, principalmente, pela identificacdo incorreta de espécimes: em Nematoda,
além da taxonomia ser inerentemente complexa, ha um alto nimero de espécies cripticas,
grande variacdo morfoldgica dentro da mesma espécie e ainda registros de eventos de
especiacao recentes (Ferri et al., 2009; Palomares-Rius et al., 2014; Khun et al., 2015;
Carneiro et al., 2017; Lee et al., 2017; Nyaku et al., 2018). Problemas na delimitagéo de
especies e identificacdo de espécimes também explicariam os resultados obtidos para as
outras andlises: nos graficos de distancia, existe para alguns taxons variagdo

interespecifica muito baixa e intraespecifica muito alta (Tabela 2); e, para a maioria dos
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grupos analisados, 0 ABGD detectou um numero de potenciais espécies diferente que o
previsto (Tabela 3). No entanto, reconhecemos que essas incongruéncias devem ser

analisadas caso a caso, e merecem discussdes que vao além do escopo deste trabalho.

Apesar das limitacdes, o gene coxl demonstra potencial como codigo de barras
molecular para nematoides, tanto para identificacdo de espécimes quanto para a
descoberta de espécies — ao menos enquanto marcadores mais eficientes ndo forem
descritos. Demonstramos que mais de 75% das espécies amostradas seriam corretamente
identificadas usando o marcador em questdo como DNA barcode. Também detectamos
um limiar de distancia genética de 12% para Strongyloides, 0 que pode ser um recurso
atraente para a descricdo de novas espécies desse género, que esta relacionado a doencas
em humanos e animais domésticos (Siddiqui & Berk, 2001; Thamsborg et al., 2016).
Além disso, observamos uma tendéncia ao barcoding gap em grupos de interesse médico,
veterinario e econémico: a familia Metastrongylidae abriga causadores de doencas
pulmonares de suinos, que ja foram documentadas como zoonoses (Calvopina et al.,
2016); pertencem a familia Onchocercidae os agentes etioldgicos de parasitoses humanas
devastadoras, incluindo a elefantiase, a oncocercose, a loiase e outras filarioses (Chandy
et al., 2011; Antinori et al., 2012); o género Anguillicola inclui espécies parasitas
invasoras que estdo dizimando populacbes de enguias ameacadas, além de serem um

problema na aquicultura de enguias de interesse comercial (Kirk, 2003).

O sucesso da estratégia de DNA barcoding, no entanto, requer a manutencao de
um banco de dados de referéncia que obedeca a critérios taxonémicos rigorosos na hora
da deposicdo de sequéncias, especialmente vouchers, conforme ja discutido por Ekrem et
al. (2007). Além disso, salientamos que toda decisdo taxondmica tomada utilizando dados
de DNA barcoding deve ser validada por outras evidéncias independentes, como ja
discutido por Frézal & Leblois (2008). O uso de marcadores adicionais, a exemplo das
regides ribossomais ja utilizadas, permitira identificacoes através de DNA barcoding mais
confidveis. Por ora, 0 gene coxl pode ser um poderoso aliado na sistematica e taxonomia

de nematoides, servindo para dar mais robustez a outras metodologias de identificacéo.
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CAPITULO 111

CONSIDERACOES FINAIS

Este trabalho teve como objetivo investigar a utilizacdo do gene coxl enguanto
ferramenta para a identificacdo de espécimes e descoberta de espécies no filo Nematoda. Para
isso, realizamos ampla amostragem de sequéncias depositadas no banco de dados GenBank.
ApO6s um processo rigoroso de curadoria, obtivemos 4.283 sequéncias de cox1 representando
516 espécies e 196 géneros de nematoides. Através de calculos de distancia genética em
conjuntos de dados compilados para representar diferentes niveis taxonémicos, buscamos por
uma lacuna na distribuicdo de frequéncia das distancias (barcoding gap) que permitisse a
defini¢do de um limiar de distancia genético.

Né&o encontramos um barcoding gap global para o filo Nematoda. Isso esta relacionado
a grande diversidade de espécies que esse grupo apresenta, o que gera valores de distancias
genéticas com uma grande amplitude e resulta na sobreposicao desses valores no grafico de
distribuicdo. Esse resultado também se aplica a outros grupos analisados neste trabalho,
incluindo a subclasse Chromadoria, as subordens Rhabditina, Spirurina e Tylenchina, as
familias Anisakidae, Aphelenchoididae, Oxyuridae, Pharyngodonidae e Trichostrongylidae e
0s géneros Bursaphelenchus e Spauligodon.

No outro extremo, nossos dados mostraram a existéncia de um barcoding gap em dois
grupos analisados: Género Strongyloides e Familia Strongyloididae. A lacuna encontrada ao
redor dos 12% no gréafico de distancias genéticas para o género Strongyloides pode, portanto,
ser explorada como uma ferramenta para descobertas de novas espécies desse género, que esta
associado a doencas em humanos e animais domésticos (Siddiqui & Berk, 2001; Thamsborg et
al., 2016). Entretanto, generalizagdes dos resultados obtidos para a familia Strongyloididae
devem ser feitas com cautela, pois somente uma sequéncia desse conjunto de dados nao
pertence ao género Strongyloides. Assim, 0 gap encontrado para a familia representa, na
verdade, o gap do género.

A subclasse Dorylaimia, as familias Metastrongylidae e Onchocercidae e 0s géneros
Angiostrongylus, Anguillicola, Plectus e Trypanoxyuris apresentaram uma forte tendéncia ao
barcoding gap, porém houve sobreposi¢do de alguns valores intra e interespecificos. Essa
sobreposicdo ocorre, provavelmente, por conta da identificacdo incorreta de sequéncias em
bancos de dados e de problemas na delimitacdo de espécies, o que acaba dificultando a
interpretacdo dos graficos obtidos. Portanto, é provavel que a correta identificagdo das entradas
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do GenBank evidenciaria um barcoding gap verdadeiro. Por esse motivo, 0 marcador coxl
deve ser melhor explorado para esses grupos, de forma que seja mais utilizado como cédigo de
barras molecular. Destacamos que no caso especifico da subclasse Dorylaimia, em que
observamos uma tendéncia a um barcoding gap, deve-se ter cuidado com as conclusdes
retiradas dos resultados, uma vez que a amostra ndo é verdadeiramente representativa da
diversidade conhecida para o grupo. Assim, a tendéncia ao barcoding gap de Dorylaimia é, na
verdade, um artefato do método.

O problema na identificacdo das entradas do GenBank e na delimitagdo de espécies do
filo também é evidenciado pela estimativa do nimero de espécies realizada com auxilio do
Automatic Barcode Gap Discovery. Nossos resultados mostram que o nimero de espécies
estimadas para a maioria dos conjuntos de dados é diferente do nimero informado pelo
GenBank. Isso mostra que existe uma diversidade criptica a ser descrita entre as espécies ja
conhecidas, ou ao menos que as distancias genéticas atipicas observadas devem ser
investigadas mais a fundo, analisado caso a caso.

Além do DNA barcoding poder ser utilizado como uma ferramenta para descoberta de
novas espécies, € possivel também utiliza-lo como uma forma de identificar espécimes. Para
iss0, € necessario que haja um banco de referéncias com sequéncias corretamente identificadas
para ser feita uma comparacdo com a sequéncia do espécime em questdo, topico ja discutido
amplamente na literatura (por exemplo, Ekrem et al., 2007; Frézal & Leblois, 2008). Essa é
uma ferramenta interessante para estudos com nematoides, ja que torna possivel a identificacao
de individuos em diferentes estagios de vida apenas com um curto fragmento de DNA
mitocondrial.

Nossos dados demonstraram que, para o Filo Nematoda, 77,24% das espécies seriam
corretamente atribuidas a espécie correta. Embora esse nimero seja considerado satisfatério,
um mais rigor no depoésito de sequéncias do GenBank provavelmente aumentaria a
porcentagem de sucesso.

Apesar de ndo ter sido encontrado um barcoding gap global para o filo Nematoda,
tampouco para a maioria dos grupos aqui analisados, o gene coxl mostrou alto sucesso na
identificacdo de espécimes. Alem disso, o uso de sequéncias provenientes de especimes que
passaram por um rigoroso processo de identificacdo pode revelar, de forma mais segura, uma
diversidade criptica a ser descrita. Enquanto ferramenta taxonémica, 0 gene coxl pode ser
utilizado como DNA barcode em conjunto a outras metodologias (como a tradicional
morfologia) para desvendar a diversidade de um filo de invertebrados de tdo grande

importancia.
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ANEXO |

Espécies amostradas no GenBank,
classificadas de acordo com De Ley & Blaxter (2002)



Classe
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Enoplea
Enoplea
Enoplea
Enoplea
Enoplea
Enoplea
Enoplea
Chromadorea
Enoplea
Enoplea
Enoplea
Enoplea
Enoplea
Enoplea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea

Subclasse

Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria

Ordem

Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida

Subordem
Spirurina
Spirurina
Spirurina
Spirurina
Tylenchina
Rhabditina
Rhabditina
Rhabditina
Rhabditina
Rhabditina
Rhabditina
Rhabditina
Rhabditina
Rhabditina
Rhabditina
Rhabditina
Rhabditina
Rhabditina
Rhabditina
Rhabditina
Rhabditina
Spirurina
Spirurina
Spirurina
Spirurina
Spirurina
Tylenchina
Spirurina
Spirurina
Spirurina
Spirurina
Spirurina
Spirurina
Tylenchina
Tylenchina
Tylenchina
Tylenchina
Tylenchina
Tylenchina
Spirurina
Spirurina
Spirurina
Spirurina
Spirurina

Infraordem
Spiruromorpha
Spiruromorpha
Spiruromorpha
Spiruromorpha
Cephalobomorpha

Diplogasteromorpha
Diplogasteromorpha
Diplogasteromorpha

Rhabditomorpha
Rhabditomorpha
Rhabditomorpha
Rhabditomorpha
Rhabditomorpha
Rhabditomorpha
Rhabditomorpha
Rhabditomorpha
Rhabditomorpha
Rhabditomorpha
Rhabditomorpha
Rhabditomorpha
Rhabditomorpha

Tylenchomorpha
Ascaridomorpha
Ascaridomorpha
Ascaridomorpha
Ascaridomorpha
Ascaridomorpha
Ascaridomorpha
Tylenchomorpha
Tylenchomorpha
Tylenchomorpha
Tylenchomorpha
Tylenchomorpha
Tylenchomorpha
Ascaridomorpha
Ascaridomorpha
Ascaridomorpha
Ascaridomorpha
Ascaridomorpha

Superfamilia
Filarioidea
Filarioidea
Filarioidea
Filarioidea
Cephaloboidea
Diplogasteroidea
Diplogasteroidea
Diplogasteroidea
Strongyloidea
Strongyloidea
Strongyloidea
Strongyloidea
Strongyloidea
Strongyloidea
Strongyloidea
Rhabditoidea
Strongyloidea
Strongyloidea
Strongyloidea
Strongyloidea
Strongyloidea
Dracunculoidea
Dracunculoidea
Dracunculoidea
Dracunculoidea
Dracunculoidea
Sphaerularioidea
Ascaridoidea
Ascaridoidea
Ascaridoidea
Ascaridoidea
Ascaridoidea
Ascaridoidea
Aphelenchoidea
Aphelenchoidea
Aphelenchoidea
Aphelenchoidea
Aphelenchoidea
Aphelenchoidea
Heterakoidea
Heterakoidea
Ascaridoidea
Ascaridoidea
Ascaridoidea

Familia
Onchocercidae
Onchocercidae
Onchocercidae
Onchocercidae
Cephalobidae
Diplogasteridae
Diplogasteridae
Diplogasteridae
Metastrongylidae
Metastrongylidae
Molineidae
Ancylostomatidae
Ancylostomatidae
Ancylostomatidae
Ancylostomatidae
Angiostomatidae
Metastrongylidae
Metastrongylidae
Metastrongylidae
Metastrongylidae
Metastrongylidae
Anguillicolidae
Anguillicolidae
Anguillicolidae
Anguillicolidae
Anguillicolidae
Anguinidae
Anisakidae
Anisakidae
Anisakidae
Anisakidae
Anisakidae
Anisakidae
Aphelenchoididae
Aphelenchoididae
Aphelenchoididae
Aphelenchoididae
Aphelenchoididae
Aphelenchoididae
Ascaridiidae
Ascaridiidae
Ascarididae
Ascarididae
Ascarididae

Espécie

Acanthocheilonema delicata
Acanthocheilonema reconditum
Acanthocheilonema spirocauda
Acanthocheilonema viteae
Acrobeles complexus
Acrostichus floridensis
Acrostichus halicti
Acrostichus puri
Aelurostrongylus abstrusus
Aelurostrongylus falciformis
Amphibiophilus mooiensis
Ancylostoma caninum
Ancylostoma ceylanicum
Ancylostoma duodenale
Ancylostoma tubaeforme
Angiostoma margaretae
Angiostrongylus cantonensis
Angiostrongylus chabaudi
Angiostrongylus costaricensis
Angiostrongylus malaysiensis
Angiostrongylus vasorum
Anguillicola australiensis
Anguillicola crassus
Anguillicola globiceps
Anguillicola novaezelandiae
Anguillicola papernai
Anguina agrostis

Anisakis brevispiculata
Anisakis paggiae

Anisakis pegreffii

Anisakis simplex

Anisakis typica

Anisakis ziphidarum
Aphelenchoides besseyi
Aphelenchoides fragariae
Aphelenchoides fujianensis
Aphelenchoides paradalianensis
Aphelenchoides ritzemabosi
Aphelenchoides xylocopae
Ascaridia columbae
Ascaridia galli

Ascaris lumbricoides

Ascaris ovis

Ascaris suum
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Classe

Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea

Subclasse

Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria

Ordem

Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida

Subordem
Spirurina
Spirurina
Spirurina
Spirurina
Spirurina
Rhabditina
Spirurina
Spirurina
Spirurina
Spirurina
Spirurina
Spirurina
Spirurina
Spirurina
Spirurina
Spirurina
Spirurina
Rhabditina
Rhabditina
Tylenchina
Tylenchina
Tylenchina
Tylenchina
Tylenchina
Tylenchina
Tylenchina
Tylenchina
Tylenchina
Tylenchina
Tylenchina
Tylenchina
Tylenchina
Tylenchina
Tylenchina
Tylenchina
Tylenchina
Tylenchina
Tylenchina
Tylenchina
Tylenchina
Tylenchina
Tylenchina
Tylenchina

Infraordem
Oxyuridomorpha
Ascaridomorpha
Ascaridomorpha
Ascaridomorpha
Ascaridomorpha
Rhabditomorpha
Ascaridomorpha
Ascaridomorpha
Ascaridomorpha
Ascaridomorpha
Ascaridomorpha
Ascaridomorpha
Ascaridomorpha
Oxyuridomorpha
Spiruromorpha
Spiruromorpha
Spiruromorpha
Rhabditomorpha
Rhabditomorpha
Tylenchomorpha
Tylenchomorpha
Tylenchomorpha
Tylenchomorpha
Tylenchomorpha
Tylenchomorpha
Tylenchomorpha
Tylenchomorpha
Tylenchomorpha
Tylenchomorpha
Tylenchomorpha
Tylenchomorpha
Tylenchomorpha
Tylenchomorpha
Tylenchomorpha
Tylenchomorpha
Tylenchomorpha
Tylenchomorpha
Tylenchomorpha
Tylenchomorpha
Tylenchomorpha
Tylenchomorpha
Tylenchomorpha
Tylenchomorpha

Superfamilia
Oxyuroidea
Heterakoidea
Heterakoidea
Heterakoidea
Subuluroidea
Strongyloidea
Ascaridoidea
Ascaridoidea
Ascaridoidea
Ascaridoidea
Ascaridoidea
Ascaridoidea
Ascaridoidea
Thelastomatoidea
Filarioidea
Filarioidea
Filarioidea
Strongyloidea
Strongyloidea
Aphelenchoidea
Aphelenchoidea
Aphelenchoidea
Aphelenchoidea
Aphelenchoidea
Aphelenchoidea
Aphelenchoidea
Aphelenchoidea
Aphelenchoidea
Aphelenchoidea
Aphelenchoidea
Aphelenchoidea
Aphelenchoidea
Aphelenchoidea
Aphelenchoidea
Aphelenchoidea
Aphelenchoidea
Aphelenchoidea
Aphelenchoidea
Aphelenchoidea
Aphelenchoidea
Aphelenchoidea
Aphelenchoidea
Aphelenchoidea

Familia
Heteroxynematidae
Aspidoderidae
Aspidoderidae
Aspidoderidae
Subuluridae
Trichostrongylidae
Ascarididae
Ascarididae
Ascarididae
Ascarididae
Ascarididae
Ascarididae
Ascarididae
Travassosinematidae
Onchocercidae
Onchocercidae
Onchocercidae
Ancylostomatidae
Ancylostomatidae
Aphelenchoididae
Aphelenchoididae
Aphelenchoididae
Aphelenchoididae
Aphelenchoididae
Aphelenchoididae
Aphelenchoididae
Aphelenchoididae
Aphelenchoididae
Aphelenchoididae
Aphelenchoididae
Aphelenchoididae
Aphelenchoididae
Aphelenchoididae
Aphelenchoididae
Aphelenchoididae
Aphelenchoididae
Aphelenchoididae
Aphelenchoididae
Aphelenchoididae
Aphelenchoididae
Aphelenchoididae
Aphelenchoididae
Aphelenchoididae

Espécie

Aspiculuris tetraptera
Aspidodera raillieti
Aspidodera scoleciformis
Aspidodera sogandaresi
Aulonocephalus pennula
Austrostrongylus victoriensis
Baylisascaris ailuri
Baylisascaris columnaris
Baylisascaris devosi
Baylisascaris procyonis
Baylisascaris schroederi
Baylisascaris transfuga
Binema korsakowi
Bradynema listronoti

Brugia malayi

Brugia pahangi

Brugia timori

Bunostomum phlebotomum
Bunostomum trigonocephalum
Bursaphelenchus abietinus
Bursaphelenchus africanus
Bursaphelenchus anatolius
Bursaphelenchus arthuroides
Bursaphelenchus borealis
Bursaphelenchus braaschae
Bursaphelenchus conicaudatus
Bursaphelenchus corneolus
Bursaphelenchus debrae
Bursaphelenchus doui
Bursaphelenchus eggersi
Bursaphelenchus fraudulentus
Bursaphelenchus fungivorus
Bursaphelenchus gerberae
Bursaphelenchus hellenicus
Bursaphelenchus hofmanni
Bursaphelenchus hylobianum
Bursaphelenchus kevini
Bursaphelenchus luxuriosae
Bursaphelenchus mucronatus
Bursaphelenchus paraburgeri
Bursaphelenchus paracorneolus
Bursaphelenchus paraluxuriosae

Bursaphelenchus paraparvispicularis
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Classe

Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea

Subclasse
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Dorylaimia
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria

Ordem
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Trichinellida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida

Subordem
Tylenchina
Tylenchina
Tylenchina
Tylenchina
Tylenchina
Tylenchina
Tylenchina
Tylenchina
Rhabditina
Rhabditina
Rhabditina
Rhabditina
Rhabditina
Rhabditina
Rhabditina
Rhabditina
Rhabditina
Rhabditina
Rhabditina
Rhabditina
Rhabditina
Rhabditina
Rhabditina
Rhabditina
Spirurina

Spirurina

Spirurina
Spirurina
Spirurina
Spirurina
Spirurina
Spirurina
Spirurina
Spirurina
Spirurina
Spirurina
Rhabditina
Rhabditina
Spirurina
Spirurina
Spirurina
Spirurina

Infraordem
Tylenchomorpha
Tylenchomorpha
Tylenchomorpha
Tylenchomorpha
Tylenchomorpha
Tylenchomorpha
Tylenchomorpha
Tylenchomorpha
Rhabditomorpha
Rhabditomorpha
Rhabditomorpha
Rhabditomorpha
Rhabditomorpha
Rhabditomorpha
Rhabditomorpha
Rhabditomorpha
Rhabditomorpha
Rhabditomorpha
Rhabditomorpha
Rhabditomorpha
Rhabditomorpha
Rhabditomorpha
Rhabditomorpha
Rhabditomorpha
Spiruromorpha
Spiruromorpha

Spiruromorpha
Spiruromorpha
Spiruromorpha
Spiruromorpha
Spiruromorpha
Spiruromorpha
Spiruromorpha
Spiruromorpha
Spiruromorpha
Spiruromorpha
Rhabditomorpha
Rhabditomorpha
Spiruromorpha
Oxyuridomorpha
Ascaridomorpha
Ascaridomorpha

Superfamilia
Aphelenchoidea
Aphelenchoidea
Aphelenchoidea
Aphelenchoidea
Aphelenchoidea
Aphelenchoidea
Aphelenchoidea
Aphelenchoidea
Rhabditoidea
Rhabditoidea
Rhabditoidea
Rhabditoidea
Rhabditoidea
Rhabditoidea
Rhabditoidea
Rhabditoidea
Rhabditoidea
Rhabditoidea
Rhabditoidea
Rhabditoidea
Rhabditoidea
Rhabditoidea
Rhabditoidea
Rhabditoidea
Camallanoidea
Camallanoidea
Trichinelloidea
Filarioidea
Filarioidea
Filarioidea
Filarioidea
Filarioidea
Filarioidea
Filarioidea
Filarioidea
Filarioidea
Filarioidea
Strongyloidea
Strongyloidea
Filarioidea

Thelastomatoidea

Ascaridoidea
Ascaridoidea

Familia
Aphelenchoididae
Aphelenchoididae
Aphelenchoididae
Aphelenchoididae
Aphelenchoididae
Aphelenchoididae
Aphelenchoididae
Aphelenchoididae
Rhabditidae
Rhabditidae
Rhabditidae
Rhabditidae
Rhabditidae
Rhabditidae
Rhabditidae
Rhabditidae
Rhabditidae
Rhabditidae
Rhabditidae
Rhabditidae
Rhabditidae
Rhabditidae
Rhabditidae
Rhabditidae
Camallanidae
Camallanidae
Capilariidae
Onchocercidae
Onchocercidae
Onchocercidae
Onchocercidae
Onchocercidae
Onchocercidae
Onchocercidae
Onchocercidae
Onchocercidae
Onchocercidae
Chabertiidae
Chabertiidae
Onchocercidae
Travassosinematidae
Anisakidae
Anisakidae

Espécie

Bursaphelenchus platzeri
Bursaphelenchus poligraphi
Bursaphelenchus populi
Bursaphelenchus rufipennis
Bursaphelenchus seani
Bursaphelenchus sexdentati
Bursaphelenchus tusciae
Bursaphelenchus xylophilus
Caenorhabditis afra
Caenorhabditis angaria
Caenorhabditis brenneri
Caenorhabditis briggsae
Caenorhabditis castelli
Caenorhabditis doughertyi
Caenorhabditis elegans
Caenorhabditis macrosperma
Caenorhabditis nigoni
Caenorhabditis nouraguensis
Caenorhabditis plicata
Caenorhabditis remanei
Caenorhabditis sinica
Caenorhabditis tropicalis
Caenorhabditis virilis
Caenorhabditis wallacei
Camallanus cotti
Camallanus kaapstaadi
Capillaria aerophila
Cercopithifilaria bulboidea
Cercopithifilaria crassa
Cercopithifilaria japonica
Cercopithifilaria longa
Cercopithifilaria minuta
Cercopithifilaria multicauda
Cercopithifilaria roussilhoni
Cercopithifilaria rugosicauda
Cercopithifilaria shohoi

Cercopithifilaria tumidicervicata

Chabertia erschowi
Chabertia ovina
Chandlerella quiscali
Chitwoodiella ovofilamenta
Contracaecum muraenesoxi
Contracaecum ogmorhini
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Classe

Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea

Subclasse

Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria

Ordem
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Cromadorida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Monhysterida
Monhysterida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida

Subordem
Spirurina
Spirurina
Rhabditina
Spirurina
Spirurina
Rhabditina
Spirurina
Rhabditina
Rhabditina
Rhabditina
Rhabditina
Rhabditina
Spirurina
Spirurina
Spirurina
Rhabditina
Rhabditina
Tylenchina
Tylenchina
Tylenchina
Tylenchina
Tylenchina

Chromadorina

Rhabditina
Rhabditina
Rhabditina
Rhabditina
Spirurina
Spirurina
Spirurina
Rhabditina
Rhabditina

Monhysterina
Monhysterina

Spirurina
Spirurina
Spirurina
Tylenchina
Tylenchina
Tylenchina
Tylenchina
Spirurina
Spirurina

Infraordem
Ascaridomorpha
Ascaridomorpha
Rhabditomorpha
Ascaridomorpha
Ascaridomorpha
Rhabditomorpha
Ascaridomorpha
Rhabditomorpha
Rhabditomorpha
Rhabditomorpha
Rhabditomorpha
Rhabditomorpha
Spiruromorpha
Spiruromorpha
Spiruromorpha
Rhabditomorpha
Rhabditomorpha
Tylenchomorpha
Tylenchomorpha
Tylenchomorpha
Tylenchomorpha
Tylenchomorpha

Rhabditomorpha
Rhabditomorpha
Rhabditomorpha
Rhabditomorpha
Spiruromorpha
Spiruromorpha
Spiruromorpha

Diplogasteromorpha
Diplogasteromorpha

Spiruromorpha
Spiruromorpha
Spiruromorpha
Tylenchomorpha
Tylenchomorpha
Tylenchomorpha
Tylenchomorpha

Superfamilia
Ascaridoidea
Ascaridoidea
Strongyloidea
Cosmocercoidea
Cosmocercoidea
Strongyloidea
Seuratoidea
Strongyloidea
Strongyloidea
Strongyloidea
Strongyloidea
Strongyloidea
Spiruroidea
Spiruroidea
Spiruroidea
Strongyloidea
Strongyloidea
Sphaerularioidea
Sphaerularioidea
Sphaerularioidea
Sphaerularioidea
Aphelenchoidea
Chromadoroidea
Strongyloidea
Strongyloidea
Strongyloidea
Strongyloidea
Aproctoidea
Filarioidea
Filarioidea
Diplogasteroidea
Diplogasteroidea
Monhysteroidea
Monhysteroidea
Filarioidea
Filarioidea
Filarioidea
Sphaerularioidea
Sphaerularioidea
Sphaerularioidea
Sphaerularioidea
Dracunculoidea
Dracunculoidea

Familia

Anisakidae
Anisakidae
Trichostrongylidae
Cosmocercidae
Cosmocercidae
Metastrongylidae
Cucullanidae
Syngamidae
Strongylidae
Strongylidae
Strongylidae
Strongylidae
Spirocercidae
Spirocercidae
Spirocercidae
Strongylidae
Strongylidae
Sphaerulariidae
Sphaerulariidae
Sphaerulariidae
Sphaerulariidae
Aphelenchoididae
Chromadoridae
Trichostrongylidae
Trichostrongylidae
Trichostrongylidae
Trichostrongylidae
Desmidocercidae
Onchocercidae
Onchocercidae
Diplogasteridae
Diplogasteridae
Monhysteridae
Monhysteridae
Onchocercidae
Onchocercidae
Onchocercidae
Anguinidae
Anguinidae
Anguinidae
Anguinidae
Dracunculidae
Dracunculidae

Espécie

Contracaecum osculatum
Contracaecum rudolphii
Cooperia oncophora
Cosmocerca japonica
Cosmocercoides pulcher
Crenosoma striatum
Cucullanus robustus
Cyathostoma bronchialis
Cyathostomum catinatum
Cyathostomum pateratum
Cylicocyclus insignis
Cylicocyclus nassatus
Cylicospirura felineus
Cylicospirura petrowi
Cylicospirura subaequalis
Cylicostephanus goldi
Cylicostephanus minutus
Deladenus laricis
Deladenus nitobei
Deladenus proximus
Deladenus siricidicola
Devibursaphelenchus eproctatus
Dichromadora geophila
Dictyocaulus capreolus
Dictyocaulus cervi
Dictyocaulus eckerti
Dictyocaulus viviparus
Diomedenema diomedeae
Dipetalonema evansi
Dipetalonema gracile
Diplogasteroides andrassyi
Diplogastrellus metamasius
Diplolaimella dievengatensis
Diplolaimelloides oschei
Dirofilaria immitis
Dirofilaria repens
Dirofilaria ursi
Ditylenchus dipsaci
Ditylenchus gigas
Ditylenchus laurae
Ditylenchus oncogenus
Dracunculus insignis
Dracunculus lutrae
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Classe

Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea

Subclasse

Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria

Ordem
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Monhysterida
Monhysterida
Monhysterida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida

Subordem
Spirurina
Tylenchina
Spirurina
Spirurina
Spirurina
Spirurina
Tylenchina
Tylenchina
Tylenchina
Tylenchina
Spirurina
Spirurina
Spirurina
Tylenchina
Spirurina
Spirurina
Spirurina
Spirurina
Spirurina
Spirurina
Tylenchina
Spirurina
Spirurina
Spirurina
Spirurina
Rhabditina
Rhabditina
Rhabditina
Monhysterina
Monhysterina
Monhysterina
Spirurina
Tylenchina
Tylenchina
Tylenchina
Rhabditina
Rhabditina
Rhabditina
Rhabditina
Spirurina
Spirurina
Spirurina
Tylenchina

Infraordem

Tylenchomorpha
Oxyuridomorpha
Oxyuridomorpha
Oxyuridomorpha
Spiruromorpha
Tylenchomorpha
Tylenchomorpha
Tylenchomorpha
Tylenchomorpha
Spiruromorpha
Spiruromorpha
Spiruromorpha
Tylenchomorpha

Gnathostomatomorpha
Gnathostomatomorpha
Gnathostomatomorpha

Spiruromorpha
Spiruromorpha
Spiruromorpha
Tylenchomorpha
Oxyuridomorpha
Spiruromorpha
Spiruromorpha
Spiruromorpha
Rhabditomorpha
Rhabditomorpha
Rhabditomorpha

Spiruromorpha

Tylenchomorpha
Tylenchomorpha
Tylenchomorpha
Rhabditomorpha
Rhabditomorpha
Rhabditomorpha
Rhabditomorpha
Ascaridomorpha
Ascaridomorpha
Ascaridomorpha
Tylenchomorpha

Superfamilia
Dracunculoidea
Aphelenchoidea
Oxyuroidea
Oxyuroidea
Oxyuroidea
Filarioidea
Sphaerularioidea
Sphaerularioidea
Aphelenchoidea
Aphelenchoidea
Filarioidea
Filarioidea
Filarioidea
Tylenchoidea

Gnathostomatoidea
Gnathostomatoidea
Gnathostomatoidea

Spiruroidea
Spiruroidea
Spiruroidea
Criconematoidea
Thelastomatoidea
Habronematoidea
Habronematoidea
Habronematoidea
Strongyloidea
Strongyloidea
Strongyloidea
Monhysteroidea
Monhysteroidea
Monhysteroidea
Physalopteroidea
Tylenchoidea
Tylenchoidea
Tylenchoidea
Strongyloidea
Strongyloidea
Strongyloidea
Strongyloidea
Heterakoidea
Heterakoidea
Heterakoidea
Tylenchoidea

Familia
Dracunculidae
Aphelenchoididae
Oxyuridae
Oxyuridae
Oxyuridae
Onchocercidae
Neotylenchidae
Neotylenchidae
Aphelenchoididae
Aphelenchoididae
Filariidae
Onchocercidae
Onchocercidae
Heteroderidae
Gnathostomatidae
Gnathostomatidae
Gnathostomatidae
Gongylonematidae
Gongylonematidae
Gongylonematidae
Tylenchulidae
Thelastomatidae
Habronematidae
Habronematidae
Habronematidae
Trichostrongylidae
Trichostrongylidae
Trichostrongylidae
Monhysteridae
Monhysteridae
Monhysteridae
Physalopteridae
Hoplolaimidae
Hoplolaimidae
Hoplolaimidae
Trichostrongylidae
Trichostrongylidae
Trichostrongylidae
Trichostrongylidae
Heterakidae
Heterakidae
Heterakidae
Heteroderidae

Espécie

Dracunculus medinensis
Ektaphelenchus obtusus
Enterobius anthropopitheci
Enterobius macaci
Enterobius vermicularis
Eulimdana clava
Fergusobia camaldulensae
Fergusobia leptospermum
Ficophagus centerae
Ficophagus fleckeri

Filaria martis

Foleyella candezei
Foleyella furcata
Globodera ellingtonae
Gnathostoma doloresi
Gnathostoma nipponicum
Gnathostoma spinigerum
Gongylonema neoplasticum
Gongylonema nepalensis
Gongylonema pulchrum
Gracilacus wuae
Gryllophila basiri
Habronema majus
Habronema microstoma
Habronema muscae
Haemonchus contortus
Haemonchus longistipes
Haemonchus placei
Halomonhystera continentalis
Halomonhystera disjuncta
Halomonhystera halophila
Heliconema longissimum
Helicotylenchus canadensis
Helicotylenchus digonicus
Helicotylenchus oleae
Heligmosomoides americanus
Heligmosomoides glareoli

Heligmosomoides neopolygyrus

Heligmosomoides polygyrus
Heterakis beramporia
Heterakis gallinarum
Heterakis isolonche
Heterodera cardiolata
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Classe

Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea

Subclasse
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Dorylaimia
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Dorylaimia
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria

Ordem
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Mermithida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Dorylaimida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida

Subordem
Tylenchina
Rhabditina
Rhabditina
Rhabditina
Rhabditina
Mermithina
Tylenchina
Rhabditina
Spirurina
Spirurina
Spirurina
Rhabditina
Tylenchina
Tylenchina
Tylenchina
Tylenchina
Spirurina
Spirurina
Spirurina
Spirurina
Spirurina
Spirurina
Spirurina
Spirurina
Spirurina
Dorylaimina
Spirurina
Rhabditina
Spirurina
Rhabditina
Rhabditina
Rhabditina
Spirurina
Spirurina
Spirurina
Spirurina
Spirurina
Rhabditina
Rhabditina
Tylenchina
Rhabditina
Tylenchina
Tylenchina

Infraordem

Tylenchomorpha
Rhabditomorpha
Rhabditomorpha
Rhabditomorpha
Rhabditomorpha

Tylenchomorpha
Rhabditomorpha
Ascaridomorpha
Spiruromorpha

Oxyuridomorpha

Diplogasteromorpha

Tylenchomorpha
Tylenchomorpha
Tylenchomorpha
Tylenchomorpha
Ascaridomorpha
Spiruromorpha
Spiruromorpha
Spiruromorpha
Spiruromorpha
Spiruromorpha
Spiruromorpha
Spiruromorpha
Spiruromorpha

Spiruromorpha
Rhabditomorpha
Spiruromorpha
Rhabditomorpha
Rhabditomorpha
Rhabditomorpha
Spiruromorpha
Spiruromorpha
Spiruromorpha
Spiruromorpha
Spiruromorpha
Rhabditomorpha
Rhabditomorpha
Tylenchomorpha
Rhabditomorpha
Tylenchomorpha
Tylenchomorpha

Superfamilia
Tylenchoidea
Strongyloidea
Strongyloidea
Strongyloidea
Strongyloidea
Mermithoidea
Sphaerularioidea
Strongyloidea
Ascaridoidea
Thelazioidea

Thelastomatoidea

Diplogasteroidea
Aphelenchoidea
Aphelenchoidea
Aphelenchoidea
Aphelenchoidea
Heterakoidea
Filarioidea
Filarioidea
Filarioidea
Filarioidea
Filarioidea
Filarioidea
Filarioidea
Filarioidea
Dorylaimoidea
Filarioidea
Strongyloidea
Filarioidea
Strongyloidea
Strongyloidea
Strongyloidea
Filarioidea
Filarioidea
Filarioidea
Filarioidea
Filarioidea
Strongyloidea
Strongyloidea
Aphelenchoidea
Strongyloidea
Tylenchoidea
Tylenchoidea

Familia
Heteroderidae
Heterorhabditidae
Heterorhabditidae
Heterorhabditidae
Heterorhabditidae
Mermithidae
Allantonematidae
Cloacinidae
Raphidascarididae
Rhabdochonidae
Travassosinematidae
Diplogasteridae
Aphelenchoididae
Aphelenchoididae
Aphelenchoididae
Aphelenchoididae
Aspidoderidae
Onchocercidae
Onchocercidae
Onchocercidae
Onchocercidae
Onchocercidae
Onchocercidae
Onchocercidae
Onchocercidae
Longidoridae
Onchocercidae
Strongylidae
Onchocercidae
Strongylidae
Strongylidae
Strongylidae
Onchocercidae
Onchocercidae
Onchocercidae
Onchocercidae
Onchocercidae
Trichostrongylidae
Trichostrongylidae
Aphelenchoididae
Trichostrongylidae
Meloidogynidae
Meloidogynidae

Espécie

Heterodera glycines
Heterorhabdlitis bacteriophora
Heterorhabditis baujardi
Heterorhabditis indica
Heterorhabditis megidis
Hexamermis agrotis
Howardula aoronymphium
Hypodontus macropi
Hysterothylacium aduncum
Ichthyobronema hamulatum
Isobinema flagellocerca
Koerneria sudhausi
Laimaphelenchus belgradiensis
Laimaphelenchus heidelbergi
Laimaphelenchus preissii
Laimaphelenchus suberensis
Lauroia trinidadensis
Litomosa chiropterorum
Litomosa westi
Litomosoides brasiliensis
Litomosoides galizai
Litomosoides hamletti
Litomosoides sigmodontis
Litomosoides yutajensis

Loa loa

Longidorus vineacola
Loxodontofilaria caprini
Macropicola ocydromi
Madathamugadia hiepei
Mammomonogamus auris
Mammomonogamus ierei
Mammomonogamus laryngeus
Mansonella atelensis
Mansonella dunni
Mansonella ozzardi
Mansonella perforata
Mansonella perstans
Marshallagia marshalli
Marshallagia mongolica
Martininema baculum
Mecistocirrus digitatus
Meloidogyne arenaria
Meloidogyne chitwoodi
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Classe

Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea

Subclasse

Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria

Ordem
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Monhysterida
Desmodorida
Desmodorida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Chromadorida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida

Subordem
Tylenchina
Tylenchina
Tylenchina
Tylenchina
Tylenchina
Tylenchina
Rhabditina
Rhabditina
Spirurina
Spirurina
Spirurina
Spirurina
Spirurina
Rhabditina
Rhabditina
Rhabditina
Rhabditina
Rhabditina
Rhabditina
Rhabditina
Rhabditina
Spirurina
Monhysterina
Desmodorina
Desmodorina
Rhabditina
Rhabditina
Rhabditina
Spirurina
Spirurina
Chromadorina
Rhabditina
Rhabditina
Rhabditina
Rhabditina
Rhabditina
Rhabditina
Rhabditina
Rhabditina
Spirurina
Spirurina
Spirurina
Spirurina

Infraordem
Tylenchomorpha
Tylenchomorpha
Tylenchomorpha
Tylenchomorpha
Tylenchomorpha
Tylenchomorpha
Rhabditomorpha
Rhabditomorpha
Ascaridomorpha
Ascaridomorpha
Ascaridomorpha
Ascaridomorpha
Ascaridomorpha
Diplogasteromorpha
Diplogasteromorpha
Diplogasteromorpha
Diplogasteromorpha
Diplogasteromorpha
Diplogasteromorpha
Diplogasteromorpha
Diplogasteromorpha
Oxyuridomorpha

Rhabditomorpha
Rhabditomorpha
Rhabditomorpha
Ascaridomorpha
Ascaridomorpha

Rhabditomorpha
Rhabditomorpha
Rhabditomorpha
Rhabditomorpha
Rhabditomorpha
Rhabditomorpha
Rhabditomorpha
Rhabditomorpha
Spiruromorpha
Spiruromorpha
Spiruromorpha
Spiruromorpha

Superfamilia
Tylenchoidea
Tylenchoidea
Tylenchoidea
Tylenchoidea
Tylenchoidea
Tylenchoidea
Strongyloidea
Strongyloidea
Heterakoidea
Heterakoidea
Heterakoidea
Heterakoidea
Heterakoidea
Diplogasteroidea
Diplogasteroidea
Diplogasteroidea
Diplogasteroidea
Diplogasteroidea
Diplogasteroidea
Diplogasteroidea
Diplogasteroidea
Thelastomatoidea
Monhysteroidea
Microlaimoidea
Microlaimoidea
Strongyloidea
Strongyloidea
Strongyloidea
Heterakoidea
Heterakoidea
Chromadoroidea
Strongyloidea
Strongyloidea
Strongyloidea
Strongyloidea
Strongyloidea
Strongyloidea
Strongyloidea
Strongyloidea
Filarioidea
Filarioidea
Filarioidea
Filarioidea

Familia
Meloidogynidae
Meloidogynidae
Meloidogynidae
Meloidogynidae
Meloidogynidae
Meloidogynidae
Metastrongylidae
Metastrongylidae
Heterakidae
Heterakidae
Heterakidae
Heterakidae
Heterakidae
Diplogasteridae
Diplogasteridae
Diplogasteridae
Diplogasteridae
Diplogasteridae
Diplogasteridae
Diplogasteridae
Diplogasteridae

Travassosinematidae

Monhysteridae
Monoposthiidae
Monoposthiidae
Ancylostomatidae
Molineidae
Molineidae
Aspidoderidae
Aspidoderidae
Chromadoridae
Trichostrongylidae
Cloacinidae
Cloacinidae
Cloacinidae
Cloacinidae
Cloacinidae
Cloacinidae
Cloacinidae
Onchocercidae
Onchocercidae
Onchocercidae
Onchocercidae

Espécie

Meloidogyne enterolobii
Meloidogyne graminicola
Meloidogyne hapla
Meloidogyne incognita
Meloidogyne javanica
Meloidogyne naasi
Metastrongylus pudendotectus
Metastrongylus salmi
Meteterakis amamiensis
Meteterakis formosensis
Meteterakis ishikawanae
Meteterakis japonica
Meteterakis occidentalis
Micoletzkya buetschlii
Micoletzkya calligraphi
Micoletzkya hylurginophila
Micoletzkya inedia

Micoletzkya japonica
Micoletzkya masseyi
Micoletzkya palliati
Micoletzkya sexdentati
Mirzaiella asiatica
Monhystrella parvella
Monoposthia costata
Monoposthia mirabilis

Necator americanus
Nematodirus oiratianus
Nematodirus spathiger
Nematomystes rodentiphilus
Nematomystes scapteromi
Neochromadora poecilosomoides
Nippostrongylus brasiliensis
Oesophagostomum aculeatum
Oesophagostomum asperum
Oesophagostomum bifurcum
Oesophagostomum columbianum
Oesophagostomum dentatum
Oesophagostomum quadrispinulatum
Oesophagostomum stephanostomum
Onchocerca armillata
Onchocerca boehmi
Onchocerca cervipedis
Onchocerca dewittei

N2 Seq.
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Classe

Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea

Subclasse
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Dorylaimia
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria

Ordem
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Dorylaimida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Plectida
Plectida
Plectida
Plectida
Rhabditida
Rhabditida

Subordem
Spirurina
Spirurina
Spirurina
Spirurina
Spirurina
Spirurina
Spirurina
Spirurina
Spirurina
Spirurina
Spirurina
Spirurina
Rhabditina
Rhabditina
Rhabditina
Spirurina
Tylenchina
Tylenchina
Rhabditina
Rhabditina
Rhabditina
Dorylaimina
Spirurina
Spirurina
Rhabditina
Spirurina
Spirurina
Spirurina
Tylenchina
Rhabditina
Rhabditina
Rhabditina
Spirurina
Rhabditina
Spirurina
Spirurina
Spirurina

Rhabditina
Rhabditina

Infraordem
Spiruromorpha
Spiruromorpha
Spiruromorpha
Spiruromorpha
Spiruromorpha
Spiruromorpha
Spiruromorpha
Spiruromorpha
Spiruromorpha
Spiruromorpha
Spiruromorpha
Ascaridomorpha
Rhabditomorpha
Rhabditomorpha
Rhabditomorpha
Oxyuridomorpha

Panagrolaimomorpha
Panagrolaimomorpha

Rhabditomorpha
Rhabditomorpha
Rhabditomorpha

Oxyuridomorpha
Oxyuridomorpha
Diplogasteromorpha
Ascaridomorpha
Ascaridomorpha
Ascaridomorpha

Panagrolaimomorpha

Rhabditomorpha
Rhabditomorpha
Rhabditomorpha
Oxyuridomorpha
Rhabditomorpha

Spiruromorpha
Spiruromorpha

Rhabditomorpha
Rhabditomorpha

Superfamilia
Filarioidea
Filarioidea
Filarioidea
Filarioidea
Filarioidea
Filarioidea
Filarioidea
Filarioidea
Filarioidea
Filarioidea
Filarioidea
Ascaridoidea
Rhabditoidea
Strongyloidea
Strongyloidea
Oxyuroidea
Panagrolaimoidea
Panagrolaimoidea
Strongyloidea
Strongyloidea
Strongyloidea
Dorylaimoidea
Oxyuroidea
Oxyuroidea
Diplogasteroidea
Ascaridoidea
Ascaridoidea
Heterakoidea
Strongyloidoidea
Strongyloidea
Strongyloidea
Strongyloidea
Oxyuroidea
Rhabditoidea
Dracunculoidea
Physalopteroidea
Filarioidea
Plectoidea
Plectoidea
Plectoidea
Plectoidea
Rhabditoidea
Strongyloidea

Familia
Onchocercidae
Onchocercidae
Onchocercidae
Onchocercidae
Onchocercidae
Onchocercidae
Onchocercidae
Onchocercidae
Onchocercidae
Onchocercidae
Onchocercidae
Ascarididae
Rhabditidae
Trichostrongylidae
Molineidae
Oxyuridae
Panagrolaimidae
Panagrolaimidae
Metastrongylidae
Metastrongylidae
Metastrongylidae
Longidoridae
Pharyngodonidae
Pharyngodonidae
Diplogasteridae
Ascarididae
Ascarididae
Aspidoderidae
Strongyloididae
Metastrongylidae
Metastrongylidae
Metastrongylidae
Oxyuridae
Rhabditidae
Philometridae
Physalopteridae
Onchocercidae
Plectidae
Plectidae
Plectidae
Plectidae
Rhabditidae
Strongylidae

Espécie

Onchocerca eberhardi
Onchocerca flexuosa
Onchocerca gibsoni
Onchocerca gutturosa
Onchocerca lienalis
Onchocerca lupi

Onchocerca ochengi
Onchocerca skrjabini
Onchocerca suzukii
Onchocerca takaokai
Onchocerca volvulus
Ortleppascaris sinensis
Oscheius tipulae

Ostertagia ostertagi
Oswaldocruzia chambrieri
Oxyuris equi

Panagrellus redivivus
Panagrolaimus paetzoldi
Parafilaroides decorus
Parafilaroides gymnurus
Parafilaroides normani
Paralongidorus litoralis
Parapharyngodon cubensis
Parapharyngodon echinatus
Parapristionchus giblindavisi
Parascaris equorum
Parascaris univalens
Paraspidodera uncinata
Parastrongyloides trichosuri
Parelaphostrongylus andersoni
Parelaphostrongylus odocoilei
Parelaphostrongylus tenuis
Passalurus ambiguus
Phasmarhabditis hermaphrodita
Philometroides sanguineus
Physaloptera mirandai
Piratuba scaffi

Plectus acuminatus

Plectus aquatilis

Plectus frigophilus

Plectus murrayi
Poikilolaimus regenfussi
Poteriostomum imparidentatum

N2 Seq.
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Classe

Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea

Subclasse
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Dorylaimia
Chromadoria
Dorylaimia
Dorylaimia
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria

Ordem
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Dorylaimida
Rhabditida
Mermithida
Mermithida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida

Subordem
Tylenchina
Tylenchina
Rhabditina
Rhabditina
Rhabditina
Spirurina
Spirurina
Rhabditina
Spirurina
Spirurina
Spirurina
Spirurina
Spirurina
Spirurina
Spirurina
Tylenchina
Tylenchina
Spirurina
Spirurina
Tylenchina
Tylenchina
Tylenchina
Tylenchina
Tylenchina
Tylenchina
Rhabditina
Spirurina
Spirurina
Spirurina
Dorylaimina
Tylenchina
Mermithina
Mermithina
Tylenchina
Spirurina
Spirurina
Tylenchina
Tylenchina
Tylenchina
Tylenchina
Tylenchina
Tylenchina
Tylenchina

Infraordem
Tylenchomorpha
Tylenchomorpha
Diplogasteromorpha
Diplogasteromorpha
Diplogasteromorpha
Spiruromorpha
Spiruromorpha
Rhabditomorpha
Ascaridomorpha
Ascaridomorpha
Ascaridomorpha
Ascaridomorpha
Ascaridomorpha
Spiruromorpha
Spiruromorpha
Tylenchomorpha
Tylenchomorpha
Ascaridomorpha
Oxyuridomorpha
Panagrolaimomorpha
Panagrolaimomorpha
Panagrolaimomorpha
Panagrolaimomorpha
Panagrolaimomorpha
Panagrolaimomorpha
Rhabditomorpha
Spiruromorpha
Spiruromorpha
Rhigonematomorpha

Tylenchomorpha

Tylenchomorpha
Rhigonematomorpha
Spiruromorpha
Tylenchomorpha
Tylenchomorpha
Tylenchomorpha
Tylenchomorpha
Cephalobomorpha
Panagrolaimomorpha
Panagrolaimomorpha

Superfamilia
Tylenchoidea
Tylenchoidea
Diplogasteroidea
Diplogasteroidea
Diplogasteroidea
Camallanoidea
Physalopteroidea
Strongyloidea
Ascaridoidea
Ascaridoidea
Ascaridoidea
Ascaridoidea
Ascaridoidea
Rictularoidea
Rictularoidea
Tylenchoidea
Tylenchoidea
Ascaridoidea
Oxyuroidea
Strongyloidoidea
Strongyloidoidea
Strongyloidoidea
Strongyloidoidea
Strongyloidoidea
Strongyloidoidea
Rhabditoidea
Thelazioidea
Thelazioidea
Rhigonematoidea
Dorylaimoidea
Aphelenchoidea
Mermithoidea
Mermithoidea
Tylenchoidea
Rhigonematoidea
Filarioidea
Aphelenchoidea
Aphelenchoidea
Aphelenchoidea
Aphelenchoidea
Cephaloboidea
Strongyloidoidea
Strongyloidoidea

Familia
Pratylenchidae
Pratylenchidae
Neodiplogasteridae
Neodiplogasteridae
Neodiplogasteridae
Camallanidae
Physalopteridae
Metastrongylidae
Anisakidae
Anisakidae
Anisakidae
Anisakidae
Anisakidae
Rictulariidae
Rictulariidae
Heteroderidae
Pratylenchidae
Raphidascarididae
Oxyuridae
Rhabdiasidae
Rhabdiasidae
Rhabdiasidae
Rhabdiasidae
Rhabdiasidae
Rhabdiasidae
Rhabditidae
Rhabdochonidae
Rhabdochonidae
Rhigonematidae
Pararhyssocolpidae
Aphelenchoididae
Mermithidae
Mermithidae
Hoplolaimidae
Rhigonematidae
Onchocercidae
Aphelenchoididae
Aphelenchoididae
Aphelenchoididae
Aphelenchoididae
Cephalobidae
Rhabdiasidae
Rhabdiasidae

Espécie N2 Seq.
Pratylenchus vulnus 1
Pratylenchus zeae 23
Pristionchus bucculentus 1
Pristionchus maupasi 1
Pristionchus pacificus 1
Procamallanus spiculogubernaculus 1
Proleptus obtusus 14
Protostrongylus rufescens
Pseudanisakis argentinensis
Pseudoterranova bulbosa
Pseudoterranova cattani
Pseudoterranova decipiens
Pseudoterranova krabbei
Pterygodermatites jagerskioldi
Pterygodermatites zygodontomis
Punctodera chalcoensis
Radopholus similis

Raphidascaris trichiuri
Rauschtineria eutamii

Rhabdias africanus

Rhabdias engelbrechti

Rhabdias lamothei

Rhabdias okuensis

Rhabdias picardiae

Rhabdias tarichae

Rhabditoides inermis
Rhabdochona lichtenfelsi
Rhabdochona mexicana

[or]
P O R NRARRORRRPRWRRRLRRLRRLROR

N
[y

Rhigonema thysanophora
Rhyssocolpus paradoxus
Robustodorus arachidis
Romanomermis culicivorax
Romanomermis nielseni
Rotylenchus uniformis

Ruizia karukerae
Rumenfilaria andersoni
Schistonchus caprifici
Schistonchus guangzhouensis
Schistonchus hirtus
Schistonchus microcarpus
Scottnema lindsayae
Serpentirhabdias atroxi
Serpentirhabdias fuscovenosa
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Classe

Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea

Subclasse

Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria

Ordem

Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida

Subordem
Tylenchina
Tylenchina
Spirurina
Spirurina
Spirurina
Spirurina
Spirurina
Tylenchina
Spirurina
Spirurina
Spirurina
Spirurina
Spirurina
Spirurina
Spirurina
Spirurina
Spirurina
Spirurina
Spirurina
Spirurina
Spirurina
Spirurina
Tylenchina
Tylenchina
Tylenchina
Tylenchina
Tylenchina
Tylenchina
Tylenchina
Tylenchina
Tylenchina
Tylenchina
Tylenchina
Tylenchina
Tylenchina
Tylenchina
Tylenchina
Tylenchina
Tylenchina
Tylenchina
Tylenchina
Tylenchina
Tylenchina

Infraordem
Panagrolaimomorpha
Panagrolaimomorpha
Spiruromorpha
Spiruromorpha
Spiruromorpha
Spiruromorpha
Spiruromorpha
Tylenchomorpha

Oxyuridomorpha
Oxyuridomorpha
Oxyuridomorpha
Oxyuridomorpha
Oxyuridomorpha
Oxyuridomorpha
Oxyuridomorpha
Oxyuridomorpha
Oxyuridomorpha
Oxyuridomorpha
Oxyuridomorpha
Spiruromorpha
Spiruromorpha
Panagrolaimomorpha
Panagrolaimomorpha
Panagrolaimomorpha
Panagrolaimomorpha
Panagrolaimomorpha
Panagrolaimomorpha
Panagrolaimomorpha
Panagrolaimomorpha
Panagrolaimomorpha
Panagrolaimomorpha
Panagrolaimomorpha
Panagrolaimomorpha
Panagrolaimomorpha
Panagrolaimomorpha
Panagrolaimomorpha
Panagrolaimomorpha
Panagrolaimomorpha
Panagrolaimomorpha
Panagrolaimomorpha
Panagrolaimomorpha
Panagrolaimomorpha

Superfamilia
Strongyloidoidea
Strongyloidoidea
Filarioidea
Filarioidea
Filarioidea
Filarioidea
Filarioidea
Aphelenchoidea
Dracunculoidea
Oxyuroidea
Oxyuroidea
Oxyuroidea
Oxyuroidea
Oxyuroidea
Oxyuroidea
Oxyuroidea
Oxyuroidea
Oxyuroidea
Oxyuroidea
Oxyuroidea
Thelazioidea
Thelazioidea
Strongyloidoidea
Strongyloidoidea
Strongyloidoidea
Strongyloidoidea
Strongyloidoidea
Strongyloidoidea
Strongyloidoidea
Strongyloidoidea
Strongyloidoidea
Strongyloidoidea
Strongyloidoidea
Strongyloidoidea
Strongyloidoidea
Strongyloidoidea
Strongyloidoidea
Strongyloidoidea
Strongyloidoidea
Strongyloidoidea
Strongyloidoidea
Strongyloidoidea
Strongyloidoidea

Familia
Rhabdiasidae
Rhabdiasidae
Setariidae
Setariidae
Setariidae
Setariidae
Setariidae
Aphelenchoididae
Skrjabillanidae
Pharyngodonidae
Pharyngodonidae
Pharyngodonidae
Pharyngodonidae
Pharyngodonidae
Pharyngodonidae
Pharyngodonidae
Pharyngodonidae
Pharyngodonidae
Pharyngodonidae
Pharyngodonidae
Thelaziidae
Thelaziidae
Steinernematidae
Steinernematidae
Steinernematidae
Steinernematidae
Steinernematidae
Steinernematidae
Steinernematidae
Steinernematidae
Steinernematidae
Steinernematidae
Steinernematidae
Steinernematidae
Steinernematidae
Steinernematidae
Steinernematidae
Steinernematidae
Steinernematidae
Steinernematidae
Steinernematidae
Steinernematidae
Steinernematidae

Espécie

Serpentirhabdias moi
Serpentirhabdias viperidicus
Setaria cervi

Setaria digitata

Setaria equina

Setaria labiatopapillosa
Setaria tundra
Sheraphelenchus entomophagus
Skrjabillanus tincae
Spauligodon aloisei
Spauligodon anolis
Spauligodon atlanticus
Spauligodon auziensis
Spauligodon cabrerae
Spauligodon carbonelli
Spauligodon extenuatus
Spauligodon lacertae
Spauligodon nicolauensis
Spauligodon occidentalis
Spauligodon saxicolae
Spirocerca lupi

Spirocerca vulpis
Steinernema abbasi
Steinernema affine
Steinernema anatoliense
Steinernema apuliae
Steinernema arenarium
Steinernema bicornutum
Steinernema carpocapsae
Steinernema ceratophorum
Steinernema cubanum
Steinernema diaprepesi
Steinernema feltiae
Steinernema glaseri
Steinernema hermaphroditum
Steinernema intermedium
Steinernema karii
Steinernema kraussei
Steinernema kushidai
Steinernema litorale
Steinernema longicaudum
Steinernema monticolum
Steinernema oregonense
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Classe

Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea

Subclasse
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Dorylaimia
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Dorylaimia
Dorylaimia
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria

Ordem
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Mermithida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Monhysterida
Mermithida
Mermithida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida

Subordem
Tylenchina
Tylenchina
Tylenchina
Tylenchina
Tylenchina
Tylenchina
Tylenchina
Tylenchina
Mermithina
Tylenchina
Tylenchina
Tylenchina
Tylenchina
Tylenchina
Tylenchina
Tylenchina
Spirurina
Rhabditina
Rhabditina
Rhabditina
Rhabditina
Spirurina
Spirurina
Spirurina
Spirurina
Spirurina
Spirurina
Spirurina
Spirurina
Spirurina
Rhabditina
Rhabditina
Linhomoeina
Mermithina
Mermithina
Spirurina
Spirurina
Spirurina
Spirurina
Spirurina
Spirurina
Tylenchina
Spirurina

Infraordem

Panagrolaimomorpha
Panagrolaimomorpha
Panagrolaimomorpha
Panagrolaimomorpha
Panagrolaimomorpha
Panagrolaimomorpha
Panagrolaimomorpha
Panagrolaimomorpha

Panagrolaimomorpha
Panagrolaimomorpha
Panagrolaimomorpha
Panagrolaimomorpha
Panagrolaimomorpha
Panagrolaimomorpha
Panagrolaimomorpha
Ascaridomorpha
Rhabditomorpha
Rhabditomorpha
Diplogasteromorpha
Rhabditomorpha
Spiruromorpha
Oxyuridomorpha
Oxyuridomorpha
Oxyuridomorpha
Oxyuridomorpha
Oxyuridomorpha
Oxyuridomorpha
Oxyuridomorpha
Oxyuridomorpha
Rhabditomorpha
Rhabditomorpha

Oxyuridomorpha
Oxyuridomorpha
Oxyuridomorpha
Spiruromorpha
Spiruromorpha
Spiruromorpha
Tylenchomorpha
Ascaridomorpha

Superfamilia
Strongyloidoidea
Strongyloidoidea
Strongyloidoidea
Strongyloidoidea
Strongyloidoidea
Strongyloidoidea
Strongyloidoidea
Strongyloidoidea
Mermithoidea
Strongyloidoidea
Strongyloidoidea
Strongyloidoidea
Strongyloidoidea
Strongyloidoidea
Strongyloidoidea
Strongyloidoidea
Heterakoidea
Strongyloidea
Strongyloidea
Diplogasteroidea
Strongyloidea
Acuarioidea
Oxyuroidea
Oxyuroidea
Oxyuroidea
Oxyuroidea
Oxyuroidea
Oxyuroidea
Oxyuroidea
Oxyuroidea
Strongyloidea
Rhabditoidea
Siphonolaimoidea
Mermithoidea
Mermithoidea
Oxyuroidea
Oxyuroidea
Thelastomatoidea
Thelazioidea
Thelazioidea
Thelazioidea
Sphaerularioidea
Ascaridoidea

Familia
Steinernematidae
Steinernematidae
Steinernematidae
Steinernematidae
Steinernematidae
Steinernematidae
Steinernematidae
Steinernematidae
Mermithidae
Strongyloididae
Strongyloididae
Strongyloididae
Strongyloididae
Strongyloididae
Strongyloididae
Strongyloididae
Heterakidae
Strongylidae
Strongylidae
Diplogasteridae
Syngamidae
Acuariidae
Oxyuridae
Oxyuridae
Oxyuridae
Oxyuridae
Oxyuridae
Oxyuridae
Oxyuridae
Oxyuridae
Trichostrongylidae
Rhabditidae
Linhomoeidae
Mermithidae
Mermithidae
Pharyngodonidae
Pharyngodonidae
Thelastomatidae
Thelaziidae
Thelaziidae
Thelaziidae
Allantonematidae
Ascarididae

Espécie

Steinernema puertoricense
Steinernema rarum
Steinernema riobrave
Steinernema sangi
Steinernema scapterisci
Steinernema siamkayai
Steinernema silvaticum
Steinernema surkhetense
Strelkovimermis spiculatus
Strongyloides fuelleborni
Strongyloides mirzai
Strongyloides papillosus
Strongyloides planiceps
Strongyloides ratti
Strongyloides stercoralis
Strongyloides venezuelensis
Strongyluris similis
Strongylus equinus
Strongylus vulgaris
Sudhausia floridensis
Syngamus trachea
Synhimantus laticeps
Syphacia agraria

Syphacia emileromani
Syphacia frederici
Syphacia montana
Syphacia muris

Syphacia obvelata
Syphacia ohtaorum
Syphacia stroma
Teladorsagia circumcincta
Teratorhabditis synpapillata
Terschellingia longicaudata
Thaumamermis cosgrovei
Thaumamermis zealandica
Thelandros scleratus
Thelandros tinerfensis
Thelastoma icemi

Thelazia callipaeda
Thelazia gulosa

Thelazia lacrymalis
Thripinema fuscum
Toxascaris leonina
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Classe
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Enoplea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Chromadorea
Enoplea
Enoplea
Enoplea
Enoplea
Enoplea
Enoplea
Enoplea
Enoplea
Enoplea
Enoplea
Enoplea
Enoplea
Enoplea
Enoplea

Subclasse
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Dorylaimia
Dorylaimia
Dorylaimia
Dorylaimia
Dorylaimia
Dorylaimia
Dorylaimia
Dorylaimia
Dorylaimia
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Dorylaimia
Dorylaimia
Dorylaimia
Dorylaimia
Dorylaimia
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Chromadoria
Dorylaimia
Dorylaimia
Dorylaimia
Dorylaimia

Ordem
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Trichinellida
Trichinellida
Trichinellida
Trichinellida
Trichinellida
Trichinellida
Trichinellida
Trichinellida
Trichinellida
Rhabditida
Rhabditida
Monhysterida
Trichinellida
Trichinellida
Trichinellida
Trichinellida
Trichinellida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Rhabditida
Dorylaimida
Dorylaimida
Dorylaimida
Dorylaimida

Subordem
Spirurina
Spirurina
Spirurina
Spirurina
Rhabditina
Rhabditina

Rhabditina
Rhabditina
Monhysterina

Rhabditina
Rhabditina
Rhabditina
Rhabditina
Spirurina
Spirurina
Spirurina
Spirurina
Spirurina
Rhabditina
Rhabditina
Rhabditina
Rhabditina
Spirurina
Spirurina
Dorylaimina
Dorylaimina
Dorylaimina
Dorylaimina

Infraordem

Ascaridomorpha
Ascaridomorpha
Ascaridomorpha
Ascaridomorpha
Rhabditomorpha
Rhabditomorpha

Rhabditomorpha
Rhabditomorpha

Rhabditomorpha
Rhabditomorpha
Rhabditomorpha
Rhabditomorpha
Oxyuridomorpha
Oxyuridomorpha
Oxyuridomorpha
Oxyuridomorpha
Oxyuridomorpha
Rhabditomorpha
Rhabditomorpha
Rhabditomorpha
Rhabditomorpha
Oxyuridomorpha
Spiruromorpha

Superfamilia
Ascaridoidea
Ascaridoidea
Ascaridoidea
Ascaridoidea
Strongyloidea
Strongyloidea
Trichinelloidea
Trichinelloidea
Trichinelloidea
Trichinelloidea
Trichinelloidea
Trichinelloidea
Trichinelloidea
Trichinelloidea
Trichinelloidea
Strongyloidea
Strongyloidea
Sphaerolaimoidea
Trichinelloidea
Trichinelloidea
Trichinelloidea
Trichinelloidea
Trichinelloidea
Strongyloidea
Strongyloidea
Strongyloidea
Strongyloidea
Oxyuroidea
Oxyuroidea
Oxyuroidea
Oxyuroidea
Oxyuroidea
Strongyloidea
Strongyloidea
Strongyloidea
Strongyloidea
Oxyuroidea
Filarioidea
Dorylaimoidea
Dorylaimoidea
Dorylaimoidea
Dorylaimoidea

Familia
Toxocaridae
Toxocaridae
Toxocaridae
Toxocaridae
Trichostrongylidae
Trichostrongylidae
Trichinellidae
Trichinellidae
Trichinellidae
Trichinellidae
Trichinellidae
Trichinellidae
Trichinellidae
Trichinellidae
Trichinellidae
Trichostrongylidae
Trichostrongylidae
Xyalidae
Trichuridae
Trichuridae
Trichuridae
Trichuridae
Trichuridae
Strongylidae
Strongylidae
Strongylidae
Metastrongylidae
Oxyuridae
Oxyuridae
Oxyuridae
Oxyuridae
Oxyuridae
Ancylostomatidae
Trichostrongylidae
Trichostrongylidae
Trichostrongylidae
Oxyuridae
Onchocercidae
Longidoridae
Longidoridae
Longidoridae
Longidoridae

Espécie

Toxocara canis

Toxocara cati

Toxocara malaysiensis
Toxocara vitulorum
Travassostrongylus calis
Travassostrongylus orloffi
Trichinella britovi
Trichinella murrelli
Trichinella nativa
Trichinella nelsoni
Trichinella papuae
Trichinella patagoniensis
Trichinella pseudospiralis
Trichinella spiralis
Trichinella zimbabwensis
Trichostrongylus axei
Trichostrongylus vitrinus
Trichotheristus mirabilis
Trichuris discolor
Trichuris muris

Trichuris ovis

Trichuris suis

Trichuris trichiura
Triodontophorus brevicauda
Triodontophorus nipponicus
Triodontophorus serratus
Troglostrongylus brevior
Trypanoxyuris atelis
Trypanoxyuris atelophora
Trypanoxyuris microon
Trypanoxyuris minutus
Trypanoxyuris multilabiatus
Uncinaria sanguinis
Vexillata convoluta
Viannaia didelphis
Viannaia viannai
Wellcomia siamensis
Wuchereria bancrofti
Xiphinema americanum
Xiphinema brevicolle
Xiphinema pachtaicum
Xiphinema rivesi
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