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INSTITUTO OSWALDO CRUZ 

 

 Avaliação de taxas de infecção, carga parasitária e tipagem molecular de 

Trypanosoma cruzi em triatomíneos provenientes do Ceará (Caatinga) e Rio Grande do 

Sul (Pampa) 

 

RESUMO 

DISSERTAÇÃO DE MESTRADO EM BIOLOGIA PARASITÁRIA 

Thaiane de Sousa Verly  

 

Embora o Brasil mantenha constante a operação de vigilância e controle dos principais vetores 

da doença de Chagas, o risco de transmissão do Trypanosoma cruzi ainda persiste. Estimativas 

de taxas de infecção natural por T. cruzi em triatomíneos são importantes para avaliar um 

possível risco de transmissão vetorial. Deste modo, o objetivo do presente estudo é estimar 

taxas de infecção natural, carga parasitária e caracterização de linhagens de T. cruzi 

diretamente de triatomíneos capturados em dois biomas brasileiros: Caatinga e Pampa. A 

técnica de PCR convencional multiplex, por apresentar maior sensibilidade, reprodutibilidade e 

fidedignidade, comparada à observação microscópica direta do parasito, foi utilizada para a 

detecção simultânea do DNA cinetoplástico de T. cruzi e da subunidade 12S do gene 

ribossomal de triatomíneos. Para a estimativa da carga parasitária por qPCR, foram realizados 

ensaios de quantificação absoluta utilizando o sistema TaqMan multiplex, com o mesmo alvo 

para triatomíneos e empregando o DNA nuclear satélite de T. cruzi. A caracterização molecular 

do parasito foi realizada a partir de adaptações dos algoritmos de PCR preconizados 

previamente. A PCR convencional multiplex demonstrou sensibilidade superior à microscopia 

para o diagnóstico de triatomíneos coletados. No Ceará o percentual de positividade para T. 

cruzi, por PCR, foi maior em P. lutzi (6/7; 85,7%), seguido de T. brasiliensis (29/158; 18,4%) e 

T. pseudomaculata (28/230; 12,2%). As maiores cargas parasitárias observadas foram em T. 

pseudomaculata e T. brasiliensis (9,1 × 10
7
 e 1,9 × 10

7
 equivalentes de parasito, 

respectivamente), e a menor em P. lutzi (1,2 × 10
-2

 equivalentes de T. cruzi). O genótipo TcI foi 

detectado em T. brasiliensis, T. pseudomaculata e P. lutzi; e as DTUs TcV, TcII e TcVI em T. 

brasiliensis. Coinfecções por TcIII+V e TcI+II/V/VI foram observadas em P. lutzi e em T. 

brasiliensis, respectivamente. T. brasiliensis infectados com TcII e TcVI apresentaram cargas 

parasitárias mais altas (1,8 × 10
7
 e 1,9 × 10

7
 equivalentes de parasito, respectivamente). No Rio 

Grande do Sul a taxa de infecção natural foi superior em T. rubrovaria (4/8; 50%), seguido de 

T. circummaculata (3/9; 33,3%), T. infestans (10/123; 8,1%) e T. carcavalloi (2/33; 6,1%). 

Entre os Triatoma sp., 4,8% (11/228) foram positivas para T. cruzi. A maior carga parasitária 

foi observada em T. rubrovaria (3 × 10
7
 equivalentes de parasito) e as mais baixas em 

Triatoma sp. e T. infestans (1,5 × 10
1
 e 2,1 × 10

1
 equivalentes de T. cruzi, respectivamente). 

TcI foi encontrada em T. rubrovaria, T. infestans e Triatoma sp.. T. circummaculata continha 

coinfecção por TcI+IV. A presença de triatomíneos infectados por T. cruzi nos ambientes 

domiciliar e peridomiciliar sugerem um possível risco de transmissão em humanos nas regiões 

estudadas. Além disso, os dados apresentados demonstram que o ciclo de transmissão de T. 

cruzi nos diferentes ecótopos é altamente complexo e que a distribuição geográfica dos 

genótipos do parasito é subestimada no Brasil, sendo necessárias novas investigações para uma 

melhor compreensão acerca da interação parasito-vetor-hospedeiro-reservatório. O presente 

estudo confirmou a fidedignidade das técnicas moleculares empregadas para a avaliação de 

triatomíneos naturalmente infectados por T. cruzi. 
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INSTITUTO OSWALDO CRUZ 

 

Evaluation of infection rates, parasitic load and molecular molecular typing of 

Trypanosoma cruzi in triatomines in naturally infected triatomines in two Brazilian biomes 

through of use of molecular assays based on PCR 

 

ABSTRACT 
 

MASTER DISSERTATION IN BIOLOGY PARASITIC 
 

Thaiane de Sousa Verly 

 

Although Brazil steady maintains the surveillance and control operation of the main Chagas 

disease vectors, the risk of Trypanosoma cruzi transmission still persists. Estimatives of natural 

infection indexes by T. cruzi in triatomines are important for evaluating possible risk of vector 

transmission. The aim of the present study is to evaluate natural infection indexes, parasite load 

and to characterize T. cruzi lineages directly from triatomine bugs captured in two Brazilian 

biomes: Caatinga and Pampa. Conventional multiplex PCR assay, due to its higher sensitivity, 

reproducibility and reliability, compared to direct microscopic observation of the parasite, was 

used for the simultaneous detection of T. cruzi kinetoplast DNA and the 12S subunit of 

triatomine ribossomal gene. For the estimative of parasite load by qPCR, absolute 

quantification assays were carried out using the multiplex TaqMan system directed 

simultaneously to the same triatomine target and to the T. cruzi satellite nuclear DNA. 

Molecular characterization of the parasite was performed from adaptations of PCR algorithms 

previously preconized. The conventional multiplex PCR presented higher sensitivity than 

microscopy for the diagnosis of collected triatomines. In Ceara, the proportion of PCR positive 

results for T. cruzi was higher in P. lutzi (6/7, 85.7%), followed by T. brasiliensis (29/158, 

18.4%) and T. pseudomaculata (28/230, 12.2%). The highest parasite loads were observed in T. 

pseudomaculata and T. brasiliensis (9.1 × 10
7
 and 1.9 × 10

7
 parasite equivalents, respectively) 

and the lower was found in P. lutzi (1.2 × 10
-2

 T. cruzi equivalents). The TcI genotype was 

identified in T. brasiliensis, T. pseudomaculata and P. lutzi, while DTUs TcV, TcII and TcVI 

were found in T. brasiliensis. Coinfections by TcIII+V and TcI+II/V/VI were observed in P. 

lutzi and T. brasiliensis, respectively. T. brasiliensis infected with TcII and TcVI have the 

highest parasite loads (1.8 × 10
7
 and 1.9 × 10

7
 T. cruzi equivalents, respectively). In Rio 

Grande do Sul, the natural infection rate was higher in T. rubrovaria (4/8, 50%), followed by T. 

circummaculata (3/9, 33.3%), T. infestans (10/123, 8.1%) and T. carcavalloi (2/33, 6.1%). 

Among the Triatoma sp., 4.8% (11/228) were positive for T. cruzi. The highest parasite load 

was observed in T. rubrovaria (3 × 10
7
 parasite equivalents) and the lower ones were found in 

Triatoma sp. and T. infestans (1.5 × 10
1
 and 2.1 × 10

1
 T. cruzi equivalents, respectively). TcI 

was registered in T. rubrovaria, T. infestans and Triatoma sp. Coinfection with TcI+IV was 

observed in T. circummaculata. The presence of T. cruzi infected triatomines, in the domestic 

and peridomestic environments, suggests a possible transmission risk to humans in the studied 

areas. Beyond that, these data indicate a high complexity of the parasite transmission cycle in 

different ecotopes and an underestimation of the geographycal distribution of T. cruzi 

genotypes in Brazil, requiring new studies for a better comprehension of the parasite-vector-

host-reservoir interaction. The present investigation corroborated the reliability of molecular 

techniques for evaluating triatomine bugs naturally infected by T. cruzi parasites.   
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 1 INTRODUÇÃO 

 1.1 A doença de Chagas 

 

Em 1909, o sanitarista Oswaldo Cruz anunciou formalmente à Academia Nacional de 

Medicina a descoberta de uma nova doença pelo médico e pesquisador do Instituto Oswaldo 

Cruz (IOC), Carlos Justiniano Ribeiro Chagas, intitulada Tripanossomíase Americana ou 

doença de Chagas (CHAGAS, 1909). Dois anos antes, Carlos Chagas viajou para Lassance no 

estado de Minas Gerais e observou um inseto hematófago que se alimentava no período 

noturno e picava, sobretudo, o rosto dos moradores de casebres de barro (KROPF, 2009; DIAS 

et al., 2013). Tratava-se do vetor da doença, o triatomíneo. Chagas identificou no intestino de 

tal hemíptero, em 1908, o protozoário Trypanosoma cruzi (CHAGAS, 1909). Inoculou o 

parasito em macacos por suspeitar que ele pudesse ser transmitido ao homem e a outros 

animais, e verificou o desenvolvimento de parasitemia e uma doença febril (DIAS et al., 2013). 

Assim, investigou a relação entre o parasito recém-descoberto e as condições mórbidas da 

população. A descoberta de Carlos Chagas é considerada única na história da medicina, 

comemorada como um grande feito da ciência nacional, por incluir todos os aspectos básicos 

da doença: o agente etiológico em todas as suas formas evolutivas, o inseto vetor e seus hábitos 

de vida, os reservatórios domésticos e silvestres, a descrição da doença e o seu diagnóstico 

(KROPF, 2009; REY, 2011). O primeiro caso clínico humano diagnosticado e estudado, na 

mesma área endêmica, ocorreu no ano seguinte à identificação do vetor (REY, 2011). 

Com o advento da paleoparasitologia, alguns autores acreditam que os humanos foram 

introduzidos acidentalmente no ciclo de transmissão do parasito na região Andina em 

populações pré-históricas, 8.000 a 6.000 anos atrás, após a domesticação de animais, como 

pequenos roedores utilizados para o consumo ou rituais (ROTHHAMMER et al., 1985; 

COIMBRA JR., 1988; STEVENS; GIBSON, 1999), o que propiciou a domiciliação do 

Triatoma infestans Klug, 1934 nessa área (SCHOFIELD et al., 1994). Com a introdução de 

técnicas moleculares que detectam a presença de DNA de minicírculos do cinetoplasto do T. 

cruzi, através da técnica de Reação em Cadeia da Polimerase (PCR), a doença de Chagas foi 

confirmada em múmias chilenas datadas em 4.000 anos (GUHL et al., 1999, 2000; FERREIRA 

et al., 2000; MADDEN et al., 2001). A possibilidade do encontro de DNA de T. cruzi em 

múmias de sítios arqueológicos descortina uma nova hipótese, a de que a doença seja tão antiga 

no continente quanto os humanos. Os vestígios arqueológicos mostraram a presença de animais 

reservatórios e vetores em áreas ocupadas pelos primeiros habitantes da região (GONÇALVES 
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et al., 2002). A antiguidade da infecção por T. cruzi em humanos foi confirmada com o 

resultado de PCR-positiva em múmias mais antigas, as múmias Chinchorro do deserto do 

Atacama, que data de 9.000 anos atrás, bem antes dos hábitos sedentários da espécie humana 

(GUHL et al., 1997, 1999, 2000; FERREIRA et al., 2000; AUFDERHEIDE et al., 2004). 

Assim, sugere-se, que os primeiros sul-americanos a serem infectados foram os habitantes de 

cavernas, pois o ambiente no qual viviam era favorável à presença dos vetores, já que também 

era o habitat de pequenos mamíferos e de outros primatas (ARAÚJO et al., 2009).  

Originalmente, o mal de Chagas correspondia à uma enzootia de animais silvestres, 

afetando marsupiais, quirópteros, roedores, edentados, carnívoros, logomorfos e primatas 

(DIAS et al., 2013). Nos últimos 200-300 anos se estabeleceu como uma zoonose devido ao 

desmatamento das áreas de mata para a implantação da agricultura e da criação de gado 

(COURA; BORGES-PEREIRA, 2010). Com a degradação do ambiente natural do inseto vetor 

em torno das cidades e a diminuição de animais silvestres disponíveis como fonte de 

alimentação pôde-se observar a sua invasão e colonização nos domicílios e peridomicílios 

humanos, tendo como fontes alimentares os animais domésticos e o homem (DIAS, 2000; 

COURA, 2003; COURA; BORGES-PEREIRA, 2010; DIAS et al., 2013). 

A doença de Chagas constitui a doença parasitária responsável pelo maior número de 

mortes na América Latina, superando a malária (SOUZA, 2010), sendo classificada na década 

de 90 como a de maior impacto na América do Sul e Central em termos socioeconômicos 

(SCHOFIELD; DIAS, 1999). Mesmo com os avanços alcançados no controle da infecção 

vetorial e da transfusão sanguínea, estima-se que, a nível mundial, há cerca de 6 a 7 milhões de 

pessoas infectadas, sobretudo nos países latino-americanos (OMS, 2015). Nas Américas, a cada 

ano há 28.000 novos casos, cerca de 65 milhões de pessoas sob o risco de adquirir a 

enfermidade e 18.000 recém-natos infectados durante a gestação (OPAS, 2014). O método 

mais útil de prevenção do aumento da incidência é o controle vetorial, seguido de controle dos 

bancos de sangue para evitar a transmissão transfusional e por transplante de órgãos, além da 

realização de exames em mulheres grávidas para prevenir a transmissão vertical (OMS, 2015). 

A doença de Chagas possui duas fases. A fase aguda, decorrente da infecção inicial pelo 

T. cruzi, pode persistir até dois meses após a infecção (OMS, 2015), correspondendo ao período 

de elevada parasitemia e, na maioria das vezes, é oligossintomática (COURA; BORGES-

PEREIRA, 2010; REY, 2011; OMS, 2015). Em 5% dos casos (STANAWAY; ROTH, 2015) é 

caracterizada por febre, astenia, poliadenite, aumento relativamente pequeno do fígado e baço, 

e sinal de Romaña ou de outros tipos de chagoma de inoculação (REY, 2011). Eventualmente, 

o parasito e o hospedeiro alcançam um equilíbrio imunológico e a doença evolui para a fase 
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crônica. Nesta fase, a parasitemia é intensamente reduzida e a maioria dos pacientes torna-se 

assintomáticos. A fase crônica pode seguir imediatamente após o período agudo ou o intervalo 

assintomático pode durar anos (REY, 2011). Entre 50 a 70% dos indivíduos crônicos 

permanecem na forma indeterminada (latente) da doença por toda a sua vida e não 

desenvolvem qualquer sintoma crônico (BARRETT et al., 2003; COURA; BORGES-

PEREIRA, 2010; REY, 2011). Porém, os protozoários podem se estabelecer no coração e nos 

músculos digestivos (OMS, 2015), representando as duas formas clínicas de grande 

importância devido a sua gravidade, a cardiopatia chagásica crônica e megaesôfago e 

megacólon (REY, 2011). Assim, até 30% das pessoas infectadas desenvolvem a forma 

cardíaca, e até 10% a forma digestiva, neurológica ou mista da doença (OMS, 2015). Isso 

acontece, geralmente, 10 a 25 anos após a infecção inicial (BARRETT et al., 2003). 

Inicialmente, a enfermidade era circunscrita à região das Américas, principalmente na 

América Latina, mas atualmente tem se propagado para outros continentes (Figura 1) (OMS, 

2010, 2015). 

 

Figura 1: Rotas migratórias de indivíduos latino-americanos infectados por T. cruzi para regiões não 

endêmicas. 

(Retirado de COURA & VIÑAS, 2010) 

 

A estimulação pela repressão política e/ou pela estagnação econômica das crescentes 

migrações internacionais de 21 países latino-americanos endêmicos (Argentina, Belize, Bolívia, 

Brasil, Chile, Colômbia, Costa Rica, Equador, El Salvador, Guiana Francesa, Guatemala, 

Guiana, Honduras, México, Nicarágua, Panamá, Paraguai, Peru, Suriname, Venezuela e 

Uruguai) (SCHMUNIS; YADON, 2010; OMS, 2015) para países desenvolvidos de áreas não 

endêmicas, fizeram com que a doença passasse a ser um problema emergente na América do 
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Norte, Europa, Japão e Austrália (OMS, 2010, 2015; SCHMUNIS; YADON, 2010). Em estudo 

realizado por Schmunis e Yadon (2010), observou-se que no ano de 2005, 15 países da Europa 

(exceto a Espanha) receberam 483.074 imigrantes latino-americanos dos quais 2,9% estariam 

infectados com T. cruzi. Em 2006, dos 80.522 indivíduos que imigraram de 17 países 

endêmicos para a Austrália, 3,8% estavam possivelmente infectados com o parasito. No mesmo 

ano, 156.960 latinos imigraram para o Canadá com taxa estimada em 3,5% de infecção por T. 

cruzi. No Japão, em 2007, havia 80.912 imigrantes do Brasil, 15.281 do Peru e 19.413 de 

outros países da América do Sul, uma parte dos quais também pode ter sido infectada. Em 

2008, a Espanha recebeu 1.678.711 latinos de países endêmicos e, destes, 5,2% estavam 

potencialmente infectados e 17.390 sob o risco de desenvolver a doença de Chagas. Acredita-se 

que, em 2007, 24 a 92 recém-nascidos na Espanha de imigrantes sul-americanas grávidas, 

infectadas, também adquiriram congenitamente o protozoário. Nos EUA estima-se que 1,9% 

dos cerca de 13 milhões de imigrantes da América Latina, em 2000, e 2% de 17 milhões, em 

2007, estavam parasitados. Destes, 49.157 e 65.133, em 2000 e 2007, respectivamente, podem 

ter ou podem desenvolver sintomas e sinais da doença de Chagas crônica (SCHMUNIS; 

YADON, 2010).  

Entre 1975 e 1983, o programa de controle da doença de Chagas teve início no Brasil 

devido à infestação domiciliar pelo vetor epidemiologicamente mais relevante da espécie 

Triatoma infestans Klug, 1834 em 700 municípios de 12 estados brasileiros (SILVEIRA et al., 

1984). Acredita-se que, nestes anos, 4,2% da população brasileira estava infectada pelo T. cruzi 

e cerca de 100.000 novos casos foram registrados a cada ano (CAMARGO et al., 1984). Em 

1991, o Brasil aderiu ao consórcio internacional do Cone Sul com o objetivo de reduzir a 

transmissão por vetores através do uso de inseticidas contra a principal espécie de triatomíneo 

(DIAS et al., 2002; GURGEL GONÇALVES et al., 2012). Esta iniciativa teve um grande 

impacto sobre a doença nos países pertencentes ao Cone Sul, ocorrendo uma redução de 94% 

da incidência após 10 anos de medidas realizadas (OMS, 2002). E, em 2006, o Ministério da 

Saúde do Brasil recebeu a Certificação Internacional de Eliminação da Transmissão de T. cruzi 

pelo T. infestans, conferida pela Organização Pan-Americana da Saúde (FERREIRA; SILVA, 

2006).  

Quando o sistema de controle de vigilância em saúde for falho, a interação parasito-

vetor-hospedeiro-reservatório pode ser mantida em regiões onde espécies de triatomíneos 

autóctones são comuns. Com a descentralização do sistema de saúde no Brasil, as medidas de 

controle vetorial passaram a ser de responsabilidade dos governos municipais que se deparam 

com dificuldades operacionais e políticas, e carecem de recursos financeiros (COUTINHO et 
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al., 2014). Além disso, em locais onde triatomíneos silvestres são freqüentes, o baixo efeito 

residual de inseticidas juntamente com as alterações nos biomas induzidas pela devastação do 

ecótopo natural em torno das cidades, facilitam a invasão e colonização de triatomíneos em 

ambientes domiciliar e peridomiciliar (DIAS, 2000), aumentando o potencial de importância 

epidemiológica de outras espécies deste hemíptero na transmissão de T. cruzi ao homem.  

É importante destacar que, diferente da erradicação em que a transmissão é 

definitivamente interrompida, mesmo na ausência de qualquer ação de controle, a certificação 

de eliminação representa uma interrupção momentânea da transmissão do parasito, 

especificamente por determinada espécie de triatomíneo, e depende da manutenção de alguma 

ação de controle e vigilância (SILVEIRA, 2002). Assim, pode haver repovoamento do T. 

infestans quando tais medidas epidemiológicas (Tabela 1) são interrompidas, principalmente 

em regiões mais pobres e politicamente menos representativas. Existe certa preocupação com 

as espécies que habitam preferencialmente o peridomicílio: Triatoma brasiliensis, Triatoma 

pseudomaculata, Triatoma sordida e Panstrongylus megistus (DIAS, 2000; RAMOS JR; 

CARVALHO, 2001; FERREIRA; SILVA, 2006; BRASIL, 2009). Porém, esse processo de 

adaptação domiciliar triatomínica é lento e dependerá da genética, do comportamento e da 

biologia do vetor (FERREIRA; SILVA, 2006). 

 

Tabela 1: Principais situações e respectivas estratégias de vigilância epidemiológica da 

doença de Chagas humana. 

(Retirado de DIAS, 2000) 

 

 No Brasil, cerca de 2 a 3 milhões de pessoas estão infectadas pelo T. cruzi 

(AKHAVAN, 2000; DIAS, 2007; RAMOS JR. et al., 2010; MARTINS-MELO et al., 2014) 
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com cerca de 6.000 mortes por ano (MARTINS-MELO et al., 2012a,b,c). A doença de Chagas 

transmitida por via oral é geralmente responsável pela ocorrência de surtos esporádicos de 

infecção aguda em áreas desprovidas de insetos vetores domiciliados, resultando em 

apresentação clínica aguda mais severa e altas taxas de mortalidade (PEREIRA et al., 2009). 

Situações imprevisíveis na região da Amazônia Brasileira e mais raramente, em áreas que não 

apresentam endemicidade, têm revelado casos emergentes de doença de Chagas (SHIKANAI-

YASUDA; CARVALHO, 2012). No Brasil, os registros de óbitos por doença de Chagas aguda 

ocorreram entre 2005 e 2013. A elevada letalidade (20,0%), em 2005, ocorreu em decorrência 

do surto por transmissão oral em Santa Catarina. Em 2006, a letalidade foi de 5,9%, com 

posterior redução, que se manteve relativamente constante nos anos subsequentes (BRASIL, 

2015) (Figura 2).  

 

Figura 2: Letalidade anual da doença de Chagas aguda. Brasil, 2005 a 2013. 

(Retirado de BRASIL, 2015) 

 

Até meados da década de 1970, o risco de transmissão por T. cruzi estava diretamente 

ligado à pobreza e às más condições de moradia da população em áreas endêmicas. Entretanto, 

o crescente êxodo rural nas décadas de 70 e 80 deu início a uma mudança dos padrões 

tradicionais de epidemiologia da doença para uma infecção também urbana, podendo ocorrer 

transmissão por transfusão sanguínea (DIAS, 2002; OMS, 2008). Nas décadas de 80 e 90 este 

tipo de transmissão foi a principal forma de disseminação da doença em áreas endêmicas do 

Brasil. Com uma melhor cobertura na triagem de doadores de sangue e controle vetorial houve 

uma drástica redução na taxa de transmissão por essa via (MORAES-SOUZA; FERREIRA-

SILVA, 2011). Com relação à transmissão vertical, em estudo realizado por Ostermayer et al. 

(2011), o estado do Rio Grande do Sul possui alta taxa de transmissão congênita, 

correspondendo a 60% do total de casos de infecção incluídos na pesquisa. Por fim, a 

transmissão oral tornou-se evidente devido aos casos de infecção humana por ingestão de 
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alimentos contaminados com a forma infectante do parasito, estando geralmente relacionada à 

presença de vetores e/ou reservatórios infectados nas imediações do evento. Diversos casos de 

doença aguda têm sido registrados no Brasil (Tabela 2), com prevalência maioritária na região 

Amazônica (principalmente no Pará), seguida do Nordeste, Sul, Centro Oeste e Sudeste, 

causados por ingestão de água (DIAS et al., 2008), consumo de alimentos (NEVES et al., 

1968), de cana-de-açúcar (SHIKANAI-YASUDA et al., 1991) e açaí (DA SILVA VALENTE 

et al., 1999; VALENTE, 2005; NÓBREGA, 2009) contaminados com T. cruzi.  A região 

amazônica era considerada uma área não endêmica, mas, atualmente, é responsável pelo maior 

número de casos de doença de Chagas aguda, principalmente por transmissão oral, 

incentivando medidas de vigilância que visam à pasteurização dos produtos, o controle da 

exportação de sucos não tratados e outros produtos (PINTO et al., 2008; DIAS; AMATO 

NETO, 2011); e a participação da comunidade na notificação da presença do vetor (ABAD-

FRANCH et al., 2011), a partir de medidas educativas. 

Segundo dados do Ministério da Saúde, no período de 2000 a 2013, houve o registro de 

1.570 novos casos da doença de Chagas aguda no Brasil. Aproximadamente 70% destes casos 

foram decorrentes de transmissão oral, em cerca de 7% a transmissão ocorreu por via vetorial e 

em 23,7% dos casos não se identificou a forma de transmissão (BRASIL, 2015) (Tabela 2). 

Tabela 2: Casos confirmados de doença de Chagas aguda, segundo ano de notificação e forma de 

transmissão. Brasil, 2000 a maio de 2014. 

(Retirado de BRASIL, 2015) 

 

Entre os fatores que dificultam o controle da doença está o enfraquecimento do sistema 

de vigilância epidemiológica, pois a notificação de ocorrência de casos novos é obrigatória 

somente na fase aguda (Tabela 2 e 3) que, frequentemente, é oligossintomática, podendo 

ocorrer a subnotificação da incidência da enfermidade.  Sua detecção é de grande importância, 

não apenas pela necessidade de tratamento precoce dos doentes, mas também para as ações de 

vigilância epidemiológica. No Brasil, o Ministério da Saúde tem discutido a possibilidade de 

notificação compulsória também da fase crônica (MARTINS-MELO et al. 2012a), 

considerando que a reativação da doença de Chagas crônica pode ocorrer em 20% dos 
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pacientes co-infectados com HIV/T. cruzi, caracterizada por altos níveis de parasitemia 

(RAMOS JR., 2004; DE FREITAS et al., 2011). Ressalta-se que mais de 90% dos indivíduos 

infectados pelo T. cruzi encontram-se na fase crônica da infecção. Além disso, o país possui 

uma peculiaridade por conter uma ampla diversidade de espécies de vetores e seus respectivos 

habitats, principalmente na região nordeste. De acordo com Dias (2000), os maiores desafios 

quanto à luta antivetorial estão na “sustentação da participação comunitária, manutenção da 

vontade política, manejo do peridomicílio e detecção de triatomíneos em baixas densidades”. 

Conforme Coura e Borges-Pereira (2010) há uma grande ameaça à reintrodução de espécies de 

triatomíneos em regiões onde o controle vetorial foi alcançado. Ademais, não existe vacina 

disponível para prevenir a doença e, embora as infecções agudas possam ser tratadas com 

sucesso, a ausência ou a baixa manifestação de sintomas nesta fase leva ao diagnóstico tardio e 

faz com que a rotina de vigilância epidemiológica seja dificultada (BWITITI; BROWNE, 

2012).  

Tabela 3: Casos confirmados de doença de Chagas aguda, segundo Região, Unidade da Federação 

de residência e forma de transmissão. Brasil, 2000 a maio de 2014. 

(Retirado de BRASIL, 2015) 

 

 

Em 1970, foi originalmente proposto o termo ‘Doenças Negligenciadas’ por um 

programa da Fundação Rockefeller (SOUZA, 2010). Segundo a Agência Nacional de 

Vigilância Sanitária (ANVISA) (2007) as doenças negligenciadas são as que “não apresentam 
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atrativos econômicos para o desenvolvimento de fármacos, quer seja por sua baixa prevalência, 

ou por atingir população em região de baixo nível de desenvolvimento”. Assim, as empresas 

farmacêuticas multinacionais não veem nessas enfermidades compradores potenciais de novos 

medicamentos. As seguintes doenças foram incluídas neste conceito: doença de Chagas, doença 

do Sono, Leishmanioses, Malária, Filarioses, Esquistossomose, Hanseníase, Tuberculose, 

Dengue, Febre Amarela, SIDA, Ascaríase, Tricuríase, Necatoríase, Ancilostomíase, Tracoma, 

Dracunculíase e Úlcera de buruli (SOUZA, 2010).  

A Figura 3 mostra os gastos do Ministério da Saúde, entre 2004 e 2008, com fármacos 

para os programas de assistência farmacêutica para tuberculose, hanseníase, leishmanioses, 

malária e doença de Chagas (GARCIA et al., 2011). Entre 2004 e 2007, não foram registrados 

gastos com medicamentos para o tratamento da doença de Chagas. Apenas em 2008, houve 

repasse de recursos para a produção de medicamentos. No ano anterior, o laboratório fabricante 

havia doado ao governo brasileiro os direitos e a tecnologia de fabricação do Benzonidazol, que 

representa o único medicamento disponível no país, gratuitamente, para combater a doença 

(GARCIA et al., 2011), apesar de seus efeitos colaterais e toxicidade. Este medicamento foi 

introduzido há mais de 40 anos e não é eficaz para a fase crônica. Além disso, a necessidade de 

longos períodos de tratamento e de possuírem efeitos colaterais potenciais, pode gerar 

abandono do tratamento por parte dos pacientes levando a uma redução da eficácia do 

medicamento. Ademais, algumas cepas de T. cruzi são resistentes a estes fármacos 

(CLAYTON, 2010). Neste contexto, a doença de Chagas necessita urgentemente de mais 

opções de tratamento. 

  
Figura 3: Gastos do Ministério da Saúde do Brasil com medicamentos para os programas de assistência 

farmacêutica, de 2004 a 2008. 

(Retirado de GARCIA, 2011) 
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 1.2 Os vetores: Triatomíneos 

Os triatomíneos são vulgarmente chamados no Brasil de Barbeiros, Chupanças, Fincões, 

Chupões, Bicudos, Procotós, Prorocotós, Percevejões, Bichos-de-parede, Bichos-de-parede 

pretos, Percevejo-do-sertão, Percevejos franceses, Percevejos grandes, Percevejos gaudérios, 

Baratão, Bruxas, Piolhos-de-piaçava, Quiches do sertão, Rondões, Vunvuns, Cascudos 

(LENKO; PAPAVERO, 1979). E ainda são conhecidos, em outros países, como Vinchucas, 

Chinchorros, Chipos, Chinches, Chirimachas, Pitos, Kissing-bugs... (LENKO; PAPAVERO, 

1979; REY, 2011; DIAS et al., 2013).  

São vetores invertebrados do T. cruzi e pertencem à subfamília Triatominae (Hemiptera: 

Heteroptera: Reduviidae) (LENT; WYGODZINSKY 1979). Esta subfamília divide-se em cinco 

tribos (Rhodniini, Triatomini, Cavernicolini, Bolboderini e Alberproseniini), incluindo 18 

gêneros e 148 espécies (DIAS et al., 2013; JUBERG et al., 2014; GALVÃO, 2015). No Brasil 

foram registradas 65 espécies (Tabela 4) (GALVÃO, 2015). Destas, cerca de dez espécies e 

três gêneros (Triatoma Laporte 1832, Panstrongylus Berg 1879 e Rhodnius Stal 1859) são 

epidemiologicamente mais importantes devido às suas características comportamentais (REY, 

2011; JUBERG et al., 2014). A inserção das antenas nos tubérculos anteníferos auxilia na 

diferenciação destes principais gêneros (Figura 4).  

 

Figura 4: Diferenciação dos gêneros Panstrongylus, Rhodnius e Triatoma pelo ponto de inserção das 

antenas no tubérculo antenífero (indicado pela seta). 

(A) Panstrongylus: as antenas encontram-se inseridas junto à margem anterior dos olhos; (B) Rhodnius: 

as antenas apresentam-se no ápice da cabeça; (C) Triatoma: as antenas inserem-se na metade da 

distância entre o ápice da cabeça e a margem anterior dos olhos. (Adaptado de ARGOLO et al., 2008) 

 

 

Apesar da descrição da subfamília Triatominae preconizar a realização do 

hematofagismo em animais vertebrados, sabe-se que os triatomíneos podem se alimentar da 

hemolinfa de outros insetos, e realizar a coprofagia e a cleptohematofagia, em que o T. cruzi é 

excepcionalmente transmitido de vetor a vetor (LENT; WYGODZINSKY, 1979; DIAS et al., 

2013; NEVES, 2012). Este fato corrobora com a hipótese de que este inseto evoluiu de outros 

reduviídeos, predadores ou fitófagos, a partir de mudanças morfológicas, fisiológicas, 
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comportamentais e demográficas para a adaptação da hematofagia sobre os vertebrados e 

dependência destes para se dispersar passivamente (SCHOFIELD; DIAS, 1999). Podem ser 

levados para o interior das casas de forma passiva por meio dos animais, dos moradores quando 

estes trazem objetos do seu quintal/terreiro para o interior do domicílio ou, até mesmo, através 

do vento.  

O tamanho das populações e a dispersão das diversas espécies de triatomíneos em seus 

habitats naturais dependem da disponibilidade da fonte alimentar, uma vez que, quanto maior o 

número de insetos numa determinada área, estes terão menores quantidades disponíveis de 

sangue. Quando há essa limitação alimentar, muitas vezes relacionadas às ações antrópicas no 

ambiente, eles se dispersam a procura de novos hospedeiros, aspecto importante para a 

manutenção das medidas de controle. Entre os fatores que influenciam a distribuição das 

diferentes espécies de triatomíneos estão a diversidade de habitats e as condições de 

temperatura e umidade. Outra questão importante na elaboração de estratégias de controle 

vetorial é a resistência ao jejum. Após o repasto sanguíneo os triatomíneos iniciam a digestão 

do sangue, produzindo o corpo gorduroso. Este tecido é responsável por acumular reservas 

nutritivas, fazendo com que os insetos permaneçam por tempo razoável sem se alimentar 

quando não há hospedeiros disponíveis. Assim, os insetos vetores alimentados podem 

permanecer longe de habitações que foram borrifadas e voltar a recolonizar o domicílio após o 

término do poder residual do inseticida (OPAS, 2015). 

Os triatomíneos são hemípteros de hábitos noturnos e durante o dia permanecem em 

seus abrigos (DIAS et al., 2013). A maioria das espécies vive nos ecótopos silvestres e estão 

associados aos mamíferos, aves e répteis. Porém, com as crescentes mudanças ocorridas no 

habitat natural destes insetos, houve a adaptação e instalação destes no ecótopo artificial 

ocupado pelo homem, tanto no ambiente domiciliar quanto no ambiente peridomiciliar, 

especialmente em frestas e rachaduras das casas, galinheiros, currais, amontoados de telhas, 

tijolos, lenhas e em paióis. Cada gênero possui sua especificidade. As espécies de Rhodnius 

estão associadas a palmeiras (babaçu, buriti, inajá...) onde são encontrados pássaros, pequenos 

roedores e lacertídeos, as de Panstrongylus são predominantemente encontradas em tocas ou 

cavidades de árvores, e as do gênero Triatoma estão associadas com rochas e tocas de roedores, 

com espécies exclusivamente encontradas em cavidades das árvores ou em ninhos, enquanto 

outras em rochas e cavernas com morcegos (GAUNT; MILES, 2000; OPAS, 2015).  
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Tabela 4: Distribuição das 65 espécies de triatomíneos conhecidas nas 27 unidades da federação do Brasil.  

A última linha indica o total de espécies registradas na unidade da federação e a última coluna indica o número 

total. 

(Retirado de GALVÃO, 2015) 
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Estes insetos medem de 1 a 4 cm de comprimento. Podem ser facilmente 

distinguidos de outros hemípteros por serem hematófagos em todas as fases de vida, se 

alimentando preferencialmente de sangue de pássaros e mamíferos, e por possuírem 

uma probóscida retilínea com apenas três segmentos (REY, 2011). Os triatomíneos 

vivem por volta de 1 a 2 anos. São hemimetábolos (metamorfose incompleta) e as 

alterações morfológicas são gradativas ao longo do seu crescimento e desenvolvimento. 

Sendo muito semelhantes aos adultos, as ninfas dos insetos hemimetábolos possuem 

peças bucais iguais às dos adultos (ARGOLO et al., 2008; MESSIAS, 2011; 

OLIVEIRA, 2013). Por este motivo, todos os estádios se nutrem da mesma fonte 

alimentar e vivem no mesmo nicho ecológico. Seu ciclo de vida é representado por ovo, 

cinco estádios ninfais (N1 a N5) e uma fase adulta, havendo nesta o surgimento das asas 

e a completa diferenciação sexual (ARGOLO et al., 2008) (Figura 5). 

Figura 5: Ciclo de vida de um triatomíneo – Triatoma brasiliensis brasiliensis. 

 (Retirado de ARGOLO et al., 2008) 

 

 

Dependendo da espécie o ciclo biológico completo ocorre entre seis meses e 

dois anos, e dependerá da temperatura e da umidade relativa do ambiente (OPAS, 

2015). O conhecimento da biologia do inseto é relevante para as medidas de controle, 

uma vez que as borrifações nas habitações humanas devem atuar de modo que os 

insetos não cheguem à fase adulta, diminuindo as chances de recolonização do ambiente 

que foi tratado. 

De modo geral, a fêmea realiza a postura entre 20 e 30 dias após a cópula, 

produzindo uma ou duas centenas de ovos (ARGOLO et al., 2008; DIAS et al., 2013). 

Na ovoposição o ovo pode estar solto ou preso ao substrato, como nos pelos de animais 
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ou materiais de peridomicílio que são levados para as habitações humanas, fatores 

importantes para a dispersão passiva das espécies. 

Os triatomíneos são vetores biológicos em que o agente etiológico se multiplica 

e se desenvolve em seu interior antes de ser transmitido para um hospedeiro vertebrado. 

Na transmissão biológica há especificidade entre o vetor e o patógeno decorrente de 

condições fisiológicas e bioquímicas próprias dos tecidos do hospedeiro invertebrado, 

onde ocorre a interação parasito-vetor. Historicamente, estes vetores são classificados, 

segundo a sua importância epidemiológica, como vetor primário ou vetor secundário. 

Um vetor primário é capaz de disseminar o protozoário entre os indivíduos suscetíveis 

numa determinada área, possuindo alta capacidade vetorial (OLIVEIRA, 2013). Esta 

capacidade vetorial irá depender da sua boa reprodução em ambientes artificiais e 

longevidade, da suscetibilidade à infecção pelo parasito e este dispor de ampla 

capacidade de metaciclogênese; além da capacidade de ingerir volume sanguíneo 

expressivo, e apresentar curto período de repasto e reduzido intervalo entre o repasto e a 

defecação, já que a transmissão vetorial se dá pela penetração das formas infectantes do 

parasita, eliminadas nas fezes do triatomíneo durante a sua alimentação no hospedeiro 

vertebrado (ARGOLO et al., 2008; DIAS et al., 2013).  

O T. infestans foi o principal vetor primário no Brasil, até que em 2006 recebeu 

a certificação internacional de eliminação da transmissão de T. cruzi por este vetor, 

contribuindo com a redução drástica da doença por transmissão vetorial no nosso país. 

No entanto, por razões desconhecidas, focos residuais deste vetor ainda são encontrados 

na Bahia e Rio Grande do Sul (GURGEL GONÇALVES et al., 2012; PESSOA et al., 

2015; BRANDÃO et al., 2015). Vetores secundários possuem capacidade vetorial 

menor do que a de vetores primários, no entanto, podem auxiliar na transmissão do 

agente etiológico numa determinada área onde a transmissão é mantida por um vetor 

primário (OLIVEIRA, 2013). Dentre estas espécies secundárias estão T. sordida, T. 

rubrovaria, T. pseudomaculata, T. brasiliensis, P. megistus e R. neglectus, que vêm 

ocupando em algumas regiões do Brasil os nichos que foram liberados pelo T. infestans 

(ZELEDÓN; RABINOVICH, 1981; CARBAJAL DE LA FUENTE; CATALÁ, 2002; 

COSTA et al., 2003; BRASIL, 2009; CORTEZ et al., 2010). Atualmente, estão 

relacionadas aos surtos orais por meio de alimentos contaminados com a forma 

infectante do parasito, principalmente na região da Amazônia Brasileira (DA SILVA 

VALENTE et al., 1999; VALENTE, 2005; NÓBREGA, 2009). É importante ressaltar 

que a definição do papel primário ou secundário das diferentes espécies de triatomíneos 
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não pode ser um conceito generalista, devendo-se considerar o potencial de 

domiciliação local da espécie e a pressão que as modificações ambientais podem 

exercer sobre este processo de domiciliação. Assim, um vetor secundário em uma região 

pode ser considerado primário em outra devido às diferenças relacionadas à capacidade 

vetorial, às espécies crípticas e à devastação do ecótopo natural, aumentando o contato 

com seres humanos e outras fontes susceptíveis.   

 1.3     O parasito: Trypanosoma cruzi 

O T. cruzi é um protozoário flagelado e unicelular da ordem Kinetoplastida e 

família Trypanosomatidae, caracterizado pela existência de um único flagelo que se 

origina de uma invaginação, conhecida como bolsa flagelar, além de um cinetoplasto 

capaz de auto-replicação, que possui uma condensação de DNA (DNA do cinetoplasto 

ou kDNA) localizada no interior dessa mitocôndria única (CLAYTON, 2002). 

Ao longo do seu ciclo biológico complexo, o T. cruzi assume diferentes formas 

evolutivas: amastigota, epimastigota e tripomastigota (BRENER, 1971, 1973). Estas 

diferentes formas evolutivas são diferenciadas morfologicamente pelo aspecto geral da 

célula, pela posição do cinetoplasto em relação ao núcleo e pela região de emersão do 

flagelo (BRENER, 1971, 1973; DE SOUZA, 2002; REY 2011, 2013) (Figura 6).  

Mesmo apresentando diferenças relacionadas à quantidade de DNA e tamanho 

do genoma, o cariótipo do T. cruzi apresenta-se estável nas diferentes subpopulações 

(WAGNER; SO, 1990). T. cruzi evolui alternadamente entre um hospedeiro 

invertebrado, representado por numerosas espécies de triatomíneos, e um hospedeiro 

vertebrado (mamíferos silvestres ou domésticos), sendo classificado como heteroxênico. 

Seu ciclo evolutivo nos insetos hematófagos ocorre no intestino médio e posterior. O 

triatomíneo se infecta com as formas tripomastigotas sanguícolas ao sugar o sangue de 

um mamífero infectado. No intestino médio, os tripomastigotas transformam-se em 

epimastigotas. Alguns epimastigotas, após multiplicação ativa, sofrem uma nova 

diferenciação no intestino posterior, na ampola retal, adotando a forma tripomastigota 

metacíclica. Esta constitui a forma infectante para os vertebrados e é eliminada pelas 

fezes após o repasto sanguíneo, podendo penetrar no vertebrado por meio de lesões 

cutâneas, mucosas ou conjuntiva. As formas tripomastigotas metacíclicas são altamente 

infectantes, podendo invadir diferentes tipos celulares que encontram no hospedeiro 

vertebrado, incluindo macrófagos, fibroblastos ou células epiteliais, entre outras. Ao 

invadir estas células, os tripomastigotas metacíclicos se diferenciam em amastigotas, 
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que se proliferam intracelularmente por fissão binária. Depois de intensa divisão, as 

formas amastigotas recuperam as formas tripomastigotas sanguícolas que rompem a 

célula, as quais podem então invadir novas células localizadas no sítio de infecção ou 

podem atingir a via linfática e sanguínea, e potencialmente atingir diferentes tecidos do 

hospedeiro, invadindo os mais diversos tipos celulares, em especial células musculares 

(cardíaca, lisa e esquelética) e ganglionares (Figura 7) (ARGOLO et al., 2008; REY, 

2011, 2013; CDC, 2015). 

Figura 6: Principais formas evolutivas do T. cruzi. 

(Modificado de REY, 2013) 
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Figura 7: Ciclo de vida do T. cruzi em hospedeiros invertebrado e vertebrado. 
(Modificado de CDC, 2015) 

 
  

A plasticidade genômica do T. cruzi pode conferir mecanismos para sua 

sobrevivência ao estresse ambiental (por exemplo, temperatura e pH), além de 

promover a elevada heterogeneidade genética observada entre as diferentes linhagens do 

parasito, podendo de certa forma contribuir para a diversidade de espectro clínico 

relatado na doença de Chagas (McDANIEL; DVORAK, 1993). 

T. cruzi é uma espécie heterogênea, representada por subgrupos de cepas, 

estoques ou isolados que circulam entre hospedeiros mamíferos e insetos vetores. Os 

primeiros estudos de genética de populações de T. cruzi foram realizados pelo grupo de 

Michael Miles a partir do final da década de 1970. Os isolados foram reunidos em três 

grupos principais, zimodemas, a partir da análise dos perfis eletroforéticos de 

isoenzimas (MILES et al., 1978; 1980). Os zimodemas Z1 e Z3 estariam associados ao 

ambiente silvestre e Z2 ao ambiente doméstico. No entanto, o estudo de um número 

maior de loci genéticos em um número maior de isolados ampliou a diversidade para 43 

zimodemas (TIBAYRENC; AYALA, 1988). A classificação das diferentes cepas e 

isolados em esquizodemas foi possível por meio de estudos que se baseiam nos perfis 

de restrição do kDNA (MOREL et al., 1980; ÁVILA et al.,1990). Estes estudos 

revelaram um elevado polimorfismo genético, resultante de um longo período clonal na 

evolução do T. cruzi (TIBAYRENC et al. 1986; TIBAYRENC; AYALA, 1988). 
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Através de um conjunto de marcadores genéticos foi possível classificar os clonets, 

clones/cepas que apresentam o mesmo perfil de marcadores genéticos, em subdivisões 

estáveis conhecidas como DTU I e II (Discrete Typing Unit ou Unidade Discreta de 

Tipagem) (TIBAYRENC; AYALA 1991; TIBAYRENC, 1995; SOUTO et al., 1996; 

TIBAYRENC, 1998). 

Em 1999, a comunidade científica reuniu os isolados de T. cruzi em dois grupos 

denominados por consenso, grupos T. cruzi I e T. cruzi II (ANONYMOUS, 1999). As 

cepas do grupo T. cruzi I predominam no ciclo silvestre e cepas do grupo T. cruzi II 

predominam no ciclo doméstico da transmissão do parasita (BRIONES et al., 1999). A 

ligação entre os dois ciclos é feita por vetores que albergam TcII e que invadem os 

domicílios. Posteriormente, com base na análise de outros marcadores genéticos, foi 

proposta a substituição do grupo T. cruzi II em cinco sub-grupos (BRISSE et al., 

2000a), ficando então a nova classificação denominada DTUs I, IIa, IIb, IIc, IId, IIe. 

Apesar de não ter sido oficialmente recomendada, esta nomenclatura vinha sendo citada 

pela comunidade científica. Em 2006, Freitas et al. propuseram a existência de uma 

terceira linhagem principal em T. cruzi, designada de T. cruzi III, a partir da análise de 

microssatélites e DNA mitocondrial (FREITAS et al., 2006). Foi também evidenciada a 

presença de isolados híbridos originados por trocas genéticas entre cepas parentais. É 

interessante salientar que o clone CL Brener, organismo de referência do projeto 

genoma de T. cruzi, é um isolado híbrido (EL-SAYED et al., 2005). Mais recentemente, 

a nomenclatura sub-específica de T. cruzi foi revisada, visando o entendimento de 

questões de biologia básica do parasito. Esta nova revisão inclui seis DTUs (T. cruzi I - 

VI), baseada em diferentes marcadores moleculares e características biológicas do 

parasito (ZINGALES et al., 2009, 2012). O termo DTU é definido como o conjunto de 

isolados geneticamente semelhantes e que podem ser identificados por marcadores 

moleculares ou imunológicos comuns (TIBAYRENC, 1998).  

A extensa diversidade intraespecífica em T. cruzi resulta provavelmente de uma 

combinação entre clonalidade predominante e eventos de hibridização/troca genética 

(GAUNT et al., 2003), sustentando a hipótese da associação dos distintos genótipos do 

parasito com a epidemiologia clínica heterogênea da doença de Chagas (MILES et al., 

2003; MACEDO et al., 2004). O conhecimento da distribuição geográfica das 

populações de T. cruzi torna-se fundamental para melhor compreender os aspectos 

epidemiológicos da doença, uma vez que tem sido sugerido haver associação entre os 

genótipos do parasito e as formas clínicas da doença de Chagas (MILES et al., 2009; 
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STURM; CAMPBELL 2010; ZINGALES et al., 2012). Nos países que integram o Cone 

Sul, as DTUs TcII, TcV e TcVI são as principais responsáveis pela doença de Chagas, 

sendo que TcII predomina nos estados do leste e centro do Brasil, TcV na Argentina, 

Bolívia e Paraguai, e TcVI no Gran Chaco. TcI está relacionada com a doença humana 

na Amazônia, países Andinos, América Central e México (ZINGALES et al., 2012). A 

partir da revisão de literatura sobre a distribuição das DTUs em humanos indica-se que 

as DTUs apresentam distribuições geográficas distintas; que todas as DTUs são capazes 

de promover a doença de Chagas, sendo a TcIII observada, recentemente, infectando 

humanos no Nordeste do Brasil (MARTINS et al., 2015); que a DTU I não favorece a 

forma digestiva e que as DTUs II e V seriam mais virulentas, promovendo as 

manifestações cardíaca e digestiva (CARRANZA et al., 2009; ZINGALES, 2011). A 

Tabela 5 apresenta a correspondência entre as DTUs atuais e as nomenclaturas 

anteriores. 

Tabela 5: Correspondência entre as DTUs atuais e as nomenclaturas anteriores. 

(Adaptado de ZINGALES et al., 2009) 

 

 

 

A DTU TcI apresenta grande diversidade genética, sendo a mais abundante e a 

mais dispersa geograficamente de todas as DTUs de T. cruzi nas Américas. ZINGALES 

et al. (2012) descrevem que a infecção humana com esta DTU está concentrada no norte 

da América do Sul e na América Central, e está associada com cardiomiopatia 

chagásica. No entanto, no ano passado, Martins et al. observaram que tanto pacientes 

infectados por TcI quanto por TcII,  estavam associados com as formas clínicas da 

doença: cardíaca, digestiva e indeterminada (MARTINS et al., 2015). Pode ser 

encontrada em uma ampla variedade de mamíferos e triatomíneos associados aos ciclos 

domésticos e silvestres. Foram descritos mais de 52 gêneros de mamíferos naturalmente 

infectados com esta DTU, com representantes de Marsupialia, Rodentia, Primata, 

Chiroptera, Xenartha, Carnivora e Artiodactyla, bem como os principais gêneros de 

triatomíneos (ZINGALES et al., 2012). No trabalho realizado por Jansen et al. (2015) 

também observou-se uma maior predominância do isolado TcI em reservatórios 



 

20 

silvestres; e que Didelphis spp. infectados por TcI são capazes de manter parasitemia 

alta e de longa duração.  

Já a TcII é predominantemente encontrada na região sul e central da América do 

Sul. Está associada com manifestações cardíacas, megaesôfago e megacólon, ou mistas 

(ZINGALES et al., 2012). Jansen et al. (2015) verificaram que Didelphis spp. mantém e 

controla rapidamente, em níveis quase indetectáveis, a parasitemia causada por TcII. No 

entanto, as espécies de mico Leontopithecus rosalia e L. chrysomelas mantém altos 

níveis de TcII no sangue e de longa duração, semelhante ao marsupial Philander sp. O 

quati Nasua nasua possui elevadas parasitemias, de forma constante, tanto por TcI/TcII 

quanto por TcII/TcIV. Infecções mistas por TcI+TcII foi comum em quatis e em 

Didelphimorphia. O grupo relata que, apesar de ser significativamente menos frequente 

que TcI, o TcII também está amplamente distribuído. Esses achados em reservatórios 

silvestres faz cair por terra o pensamento de que a DTU TcII está envolvida 

principalmente com o ciclo de transmissão doméstico e que possui uma distribuição 

restrita, como citado por ZINGALES et al. (2012). Ainda com relação à ecologia de 

TcII, Pinho et al. (2000) detectou infecção por TcII em Didelphis aurita e Philander 

frenatus, coletados na costa da Floresta Atlântica. Após este estudo, TcII foi encontrado 

em vários outros táxons de mamíferos em biomas e habitats distintos (SHIKANAI-

YASUDA; CARVALHO, 2012; LIMA et al, 2014; HERRERA et al, 2015).  

No Brasil e em países adjacentes, a TcIII é geralmente associada com o ciclo 

silvestre, e infecções em humanos foram reportadas em 2015 por Martins et al. O grupo 

realizou o primeiro relato de infecção por TcIII em pacientes com a forma 

indeterminada da doença de Chagas no Nordeste do Brasil. Além disso, também 

encontraram essa DTU em triatomíneos da espécie P. lutzi, em Galea spixii e 

Euphractus sexcinctus, indicando uma conexão entre os ciclos silvestres e domésticos 

nesta região (MARTINS et al., 2015). TcIII está relacionada com nichos terrestres e 

com Dasypus novemcinctus, do oeste da Venezuela ao Chaco Argentino 

(LLEWELLYN et al., 2009a; MARCILI et al., 2009a). Ocasionalmente, também é 

isolado de cães domésticos (CHAPMAN et al., 1984; CARDEAL et al., 2008).  

O padrão de distribuição da DTU TcIV na América do Sul é semelhante a da 

TcIII, exceto com relação ao Chaco. Ocorre com maior frequência em humanos sendo o 

agente secundário da doença de Chagas na Venezuela (MILES et al.,1981). Acredita-se 

que esta DTU poder estar circulando no ecótopo arbóreo por ter sido isolado de 

primatas e de R. brethesi na bacia amazônica (MARCILI et al., 2009b). Além de já ter 
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sido observado como o segundo padrão de coinfecção mais comum (TcI+TcIV) no 

estudo realizado recentemente, encontrado em Chiroptera, Didelphimorphia e Primatas 

(JANSEN et al., 2015). As TcV e TcVI são DTUS híbridas de TcII e TcIII associadas 

com a doença de Chagas na América Central e América do Sul. Os isolados silvestres 

são praticamente desconhecidos (ZINGALES et al., 2012).  

Os sistemas de interação parasita-hospedeiro e as estratégias de transmissão de 

T. cruzi na natureza são altamente complexos e multivariáveis (JANSEN et al., 2015). O 

aumento dos trabalhos de campo, com a investigação da presença do parasito em 

reservatórios e vetores, tem desconstruído várias associações anteriormente propostas 

pela comunidade científica, demonstrando que o nosso conhecimento acerca da ecologia 

de T. cruzi ainda é muito limitado. Não se pode definir todo um complexo sistema ao 

estudar somente uma pequena parte dele. Não se pode tentar associar uma subpopulação 

de T. cruzi com uma determinada espécie, com base apenas em um estudo realizado, 

ignorando os inúmeros tipos de interação destes com outras espécies e habitat. A 

ecologia de T. cruzi só poderá ser realmente compreendida quando todas as peças deste 

quebra-cabeça (parasito, vetor, hospedeiro e reservatório) forem unidas. Este sistema 

precisa ser estudado como um todo, lembrando que os fenômenos naturais estão em 

constante mudança e não são estáticos. 

A variação genética intraespecífica de T. cruzi é bastante complexa, levando à 

sua subdivisão em duas subespécies: T. c. cruzi e T. c. marinkellei, sendo esta última 

quase que exclusivamente associada a morcegos (BAKER et al., 1978). Várias espécies 

do gênero Trypanosoma estão presentes em espécies de Chiroptera em todo o mundo. 

Morcegos insetívoros são infectados com mais frequência e podem abrigar 

tripanosomas da seção Stercoraria ou Salivaria (ZINGALES et al., 2012). T. c. 

marinkellei é restrito a morcegos, não infecta camundongos de laboratório e acredita-se 

que seja transmitido exclusivamente por triatomíneos do gênero Cavernicola 

(MARINKELLE 1976, 1982). Recentemente foi reportada a associação de um novo 

genótipo em morcegos das espécies Noctilio spp., Myotis spp. e Artibeus spp., tanto em 

regiões da Amazônia (Brasil) quanto no Panamá (MARCILI et al., 2009a; PINTO et al., 

2012). Em 2011, somente isolados de morcegos capturados em ambientes antrópicos 

das regiões Central e Sudeste do Brasil estavam infectados por esse novo isolado 

(LIMA, 2011), indicando que esses animais são importantes reservatórios e potenciais 

fontes de infecção por T. cruzi para o homem. Esse grupo de isolados ganhou o título 
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provisório de ‘TcBat’ e aguarda melhor caracterização para definir se constituiria uma 

nova DTU (MARCILI et al., 2009c).  

Diferentemente das outras seis DTUs, Tcbat não se desenvolve nas espécies de 

triatomíneos comumente criadas em colônias no laboratório: T. infestans, R. prolixus e 

P. megistus. Até o momento, o inseto vetor de TcBat é desconhecido. Os possíveis 

vetores são espécies de triatomíneos associadas aos refúgios de morcegos, ou 

cimicídeos (vetores do Trypanosoma dionisii na Europa), ou ectoparasitas de morcego 

(CAVAZZANA et al., 2010). No entanto, TcBat se desenvolve no interior das células 

de mamíferos, in vitro, semelhante a outras DTUs (MARCILI et al., 2009c). Ramírez et 

al., em 2014, identificaram pela primeira vez o genótipo TcBat em humanos. O 

indivíduo era uma criança colombiana de 5 anos de idade que apresentava infecção 

mista com TcI. Supõe-se que a transmissão deste caso foi por via vetorial ou oral, a 

forma mais comum de doença de Chagas aguda na Colômbia. Estes pesquisadores 

acreditam que as infecções por T. cruzi atribuídas ao TcBat sejam subestimadas, pois 

estão associadas aos casos assintomáticos da doença.  

 1.4 Avaliação de infecção natural por Trypanosoma cruzi em 

triatomíneos 

 1.4.1 Reação em Cadeia da Polimerase (Qualitativa) 

A determinação da taxa de infecção natural por T. cruzi nos vetores triatomíneos 

em regiões com diferentes índices de endemicidade é relevante para o melhor 

conhecimento acerca da epidemiologia da doença de Chagas, assim como para a 

vigilância epidemiológica e para a elaboração de programas de controle da 

disseminação da doença. Taxas de infecção do vetor em regiões endêmicas para a 

doença de Chagas é significativamente variável, alcançando 5% no Brasil (DIAS, 2002) 

e até 79% na Bolívia (Cochabamba) (MEDRANO-MERCADO et al., 2008).    

Programas de controle monitoram periodicamente a prevalência da infecção pelo 

T. cruzi, nos insetos triatomíneos, através da microscopia óptica de suspensões do 

conteúdo intestinal fresco dos insetos vetores, em busca de tripanosomos ativos. 

Contudo, esta metodologia apresenta algumas limitações, tais como: baixa sensibilidade 

em amostras com números reduzidos de parasitos, somada à perda de especificidade 

devido às infecções com outros tripanosomatídeos, como Trypanosoma rangeli e 

Blastocrithidia triatomae (CERISOLA et al. 1971; CHIURILLO et al. 2003), baixa 
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reprodutibilidade, dificuldade no processamento de ninfas muito pequenas, necessidade 

da análise em insetos frescos, além da microscopia ser um procedimento laborioso e 

subjetivo, variando de observador para observador. Em adição, por muitas vezes nas 

regiões endêmicas, os insetos são coletados por agentes de saúde em comunidades 

rurais isoladas; até estes espécimes chegarem a um laboratório para análise, 

frequentemente, já se encontram mortos, o que inviabiliza ou dificulta o exame 

microscópico. Isso pôde ser observado em um trabalho realizado por Bustamante e col. 

(2014), em que 71% dos triatomíneos coletados em dois municípios da Guatemala 

morreram durante o transporte, devido à alta temperatura ambiental. Outra desvantagem 

desta metodologia é a impossibilidade de identificação da espécie do tripanosomatídeo 

somente pela observação ao microscópio.  

Neste contexto, ensaios de biologia molecular baseados na Reação em Cadeia da 

Polimerase qualitativa ou convencional (PCRc) têm sido desenvolvidos para detectar o 

DNA de T. cruzi em amostras biológicas, como o conteúdo intestinal dos triatomíneos, 

pois apresentam várias vantagens com relação ao método tradicional, como a maior 

sensibilidade, reprodutibilidade e fidedignidade no diagnóstico. Os resultados 

provenientes da PCR são obtidos em um tempo mais curto quando comparado aos 

métodos parasitológicos indiretos, como o xenodiagnóstico e a hemocultura, que 

apresentam resultados após semanas ou até meses (LUQUETTI; RASSI, 2000; YANG; 

ROTHMAN, 2004). Também é possível o exame em insetos mortos e em ninfas de 1º 

estádio, por exemplo, além da repetição dos testes em caso de resultados inconclusivos, 

uma vez que esta técnica faz uso de pequenos volumes de amostra (YANG; 

ROTHMAN, 2004).  

A utilização da PCR para a detecção de DNA de T. cruzi em triatomíneos já vem 

sido descrita na literatura por diversos autores (SILBER et al., 1997; VALLEJO et al., 

1999; CHIURILLO et al., 2003; CORONADO et al., 2006; LIARTE, 2006; MARCET 

et al., 2006; BACIGALUPO et al., 2012; PINHO, 2012; VILLACIS et al., 2015). 

Contudo, o uso de ensaios moleculares em amostras biológicas complexas, como 

intestino de insetos triatomíneos, pode gerar uma série de limitações devido 

principalmente à presença de produtos derivados da digestão que podem degradar o 

DNA, além da copurificação de potenciais inibidores (SCHRADER et al., 2012), tais 

como polissacarídeos (os que são produzidos pela microbiota do inseto, por exemplo 

(MADDRELL, 1964), hemoglobina (produzida por hemólise no intestino médio 
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anterior do triatomíneo), hemozoína (agregado de heme, a qual é produzida no intestino 

médio posterior (OLIVEIRA et al., 1999) e, eventualmente, ácido úrico (um produto 

final do metabolismo da purina que é altamente abundante no intestino posterior). 

 1.4.1.1  kDNA de T. cruzi como alvo de detecção 

 

A seleção de um fragmento de DNA cuja sequência seja conservada em todas as 

cepas e isolados do parasito é necessária para a realização do ensaio da PCR para a 

detecção do T. cruzi. A partir disso e da busca por uma seqüência alvo que esteja 

presente em inúmeras cópias no genoma do T. cruzi, o DNA do cinetoplasto (kDNA), 

que representa o genoma mitocondrial, tem sido usado com sucesso por diferentes 

pesquisadores no diagnóstico de infecção por T. cruzi em amostras biológicas, como 

sangue (AVILA et al., 1991, 1993; BRITTO et al., 1993, 1995, 2001; WINCKER et al., 

1994; BRITTO, 2009), tecidos (ANDRADE et al., 2002) e fezes de triatomíneos 

(RUSSOMANDO et al., 1996; BRITO et al., 2008; PINHO, 2012; GRIJALVA et al., 

2014; CANTILLO-BARRAZA et al., 2015).  

O kDNA representa a maior quantidade de DNA extranuclear já identificada em 

células eucarióticas, consistindo de 20 a 25% do DNA total da célula (RAY, 1989; 

WESTENBERGER et al., 2006). É representado por uma rede altamente compactada 

formada por milhares de moléculas circulares de DNA entrelaçadas entre si, os 

minicírculos, com tamanhos de 1.400 pb e presentes em cerca de 10.000 a 20.000 

cópias por rede, perfazendo 95% do kDNA (DEGRAVE et al., 1988; KLINGBEIL; 

ENGLUND, 2004; THOMAZ et al., 2007). Estas moléculas codificam RNAs pequenos 

(RNAs guia) que participam do processo de edição dos transcritos de maxicírculos 

(OCHSENREITER, 2007). Os maxicírculos são moléculas maiores localizadas na 

periferia da rede, com tamanhos que variam entre 20.000 – 40.000 pb e são 

representados em número de cópias bem menores (25 - 50 cópias idênticas por célula; 

5% do kDNA). São moléculas análogas funcionais ao DNA mitocondrial de outros 

eucariotos, codificando para proteínas da cadeia de transporte de elétrons e RNA 

ribossômico mitocondrial (VERLAG & VERLAG, 2001; KLINGBEIL, ENGLUND, 

2004; PIMENTEL, 2012). 

A estrutura concatenada da rede de kDNA pode ser desfeita in vitro a partir de 

um tratamento com a enzima Topoisomerase II, possibilitando a visualização dos 

maxicírculos e minicírculos (KLINGBEIL et al., 2001), como demonstrado na Figura 8 

(LIU et al., 2005).  
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Figura 8: Micrografia eletrônica do kDNA. 

(a) Rede concatenada de kDNA com a presença dos minicírculos e dos maxicírculos (seta). (b) 

kDNA decatenado pela ação da Topoisomerase II. Vários minicírculos livres e um maxicírculo 

(seta) (Retirado de LIU et al., 2005). 

 

 
 

Os minicírculos apresentam classes de sequencias heterogêneas (JUNQUEIRA 

et al., 2005), entretanto, apresentam em comum uma organização molecular peculiar 

com quatro regiões de DNA conservado, localizadas a 90° de distância entre elas e 

intercaladas por sequência de DNA variável (Figura 9). Nas porções conservadas 

existem três motivos altamente preservados que são comuns entre os minicírculos, os 

blocos de seqüências conservadas (CSB – conserved sequence blocks) (DEGRAVE et 

al., 1988; RAY, 1989) (Figura 9). Com a utilização de iniciadores específicos 

previamente desenhados para estes blocos conservados, é possível amplificar as regiões 

conservadas (120 pb) e variáveis (330 pb) do DNA de minicírculos de T. cruzi 

(DEGRAVE et al., 1988; STURM et al., 1989; AVILA et al., 1991; BRITTO et al., 

1993; WINCKER et al., 1994; SIMPSON, 1997; JUNQUEIRA et al., 2005), tornando 

os minicírculos do kDNA um excelente alvo para a detecção molecular do parasito para 

fins de diagnóstico. 
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Figura 9: Representação esquemática do minicírculo de T. cruzi. 

Organização das quatro regiões conservadas (retângulos em azul), com aproximadamente 120pb 

cada, contendo os blocos de seqüências mais conservadas da molécula: BSC-1, BSC-2 e BSC-3 

(retângulos em preto). As regiões de seqüências hipervariáveis dos minicírculos de 330 pb (seta em 

vermelho) encontram-se intercaladas com as regiões conservadas (Modificado de STURM et al., 

1989). 

 

 
 

Apesar da sua comprovada sensibilidade diagnóstica, a especificidade da PCR-

kDNA para a pesquisa de T. cruzi em triatomíneos foi desafiada quando a sequência 

completa do DNA de minicírculos de Trypanosoma (Tejeraia) rangeli foi 

disponibilizada, o que poderia confundir o diagnóstico em se tratando de infecções 

mistas por T. cruzi e T. rangeli, em áreas onde ambos os parasitos coexistam, 

compartilhando vetores e hospedeiros (GRISARD et al., 1999; GUHL; VALLEJO, 

2003). Muito embora T. rangeli tenha a capacidade de infectar mamíferos e 

triatomíneos, em especial do gênero Rhodnius (VALLEJO et al., 2002) nas Américas 

Central e do Sul, o seu potencial patogênico ao homem ainda é muito controverso. Há 

controvérsias nas informações acerca da presença ou não de formas reprodutivas de T. 

rangeli no hospedeiro vertebrado. As formas tripomastigotas do parasita são 

encontradas no sangue, no entanto, não são observadas células infectadas in vivo com 

este parasito, ainda que em experimento de infecção celular in vitro seja possível a 

visualização das formas intracelulares de T. rangeli (OSORIO et al., 1995; ZÚÑIGA et 

al., 1997; PALÁU et al., 2001). Alguns autores têm evidenciado a ausência de 

multiplicação do parasito in vitro em diferentes tipos celulares (MOLYNEAUX, 1997; 

TANOURAKA et al., 1989), enquanto outros autores relatam a presença de parasitos 

intracelulares (Cepa colombiana) e sua multiplicação em células Vero (ZÚÑIGA et al., 

1997). Ao que parece, as características biológicas e a fonte de obtenção (cultivo 

axênico, hemolinfa ou glândula salivar) de cada cepa de T. rangeli estão relacionadas 

com o comportamento em infecção celular in vitro (MENESES, 2004). 
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Os iniciadores para a PCR-kDNA descritos para a detecção de T. cruzi também 

reconhecem sequencias conservadas de minicírculos do kDNA de T. rangeli, embora os 

fragmentos gerados possam ser diferenciados entre as espécies por apresentarem 

tamanhos relativamente diferentes visualizados em gel de poliacrilamida (VALLEJO et 

al., 1999). Considerando que o exame microscópio direto para a pesquisa de 

tripanosomos em triatomíneos mostra-se limitado em diferenciar T. cruzi de T. rangeli, 

pela similaridade morfológica entre as espécies (D’ALESSANDRO-BACIGALUPO; 

SARAIVA, 1992), alguns grupos vêm empregando a PCR-kDNA para a identificação 

diferencial destas espécies, a partir do conteúdo intestinal do inseto (VALLEJO et al., 

1999; GURGEL GONÇALVES et al., 2004; VILLACÍS et al., 2015). Um fragmento de 

330 pb é esperado para amostras infectadas com T. cruzi (Figura 9) e um fragmento de 

760 pb, junto a uma possível série de fragmentos entre 300 – 450 pb são esperados para 

as infecções por T. rangeli (VALLEJO et al., 1999).  

 1.4.1.2  DNA nuclear satélite de T. cruzi como alvo de detecção 

 

O T. cruzi possui em seu genoma nuclear, cerca de 10
5
 cópias de uma repetição 

de 195 pb, chamada DNA satélite, que corresponde a cerca de 10% do DNA total do 

parasito (ELIAS et al., 2003). O DNA nuclear satélite são arranjos não codificantes de 

DNA, constituídos de repetições diretas (em tandem) da mesma sequência de 

nucleotídeos. Essas sequências são altamente conservadas (ELIAS et al., 2003, 2005; 

VARGAS et al., 2004; LIARTE, 2006; MARTINS et al., 2008).  O número de cópias é 

variável entre as cepas do parasito. Em estudo realizado por Elias et al. (2003) 

verificou-se que o DNA satélite é de quatro a seis vezes mais abundante em cepas Y e 

CL Brener, em comparação com Silvio X10 cl1. Estudos posteriores observaram que 

isolados de TcI apresentam menor número de cópias de DNA nuclear satélite quando 

comparado a isolados de outras DTUs (DUFFY et al., 2009; IENNE et al., 2010). 

Apesar disso, as unidades repetidas são organizadas de forma semelhante. As unidades 

de repetições satélite são agrupadas, no genoma nuclear, em conjuntos que 

compreendem cerca de 30 a ±10 kb (ELIAS et al., 2003). A análise de sequências de 

várias unidades de repetição de DNA satélite das três cepas (Y, CL Brener e Silvio X10 

cl1) revelou uma semelhança notável com blocos de nucleotídeos conservados 

separados por regiões mais variáveis (ELIAS et al., 2003). Assim, sugere-se que o DNA 

satélite tenha um papel estrutural nos cromossomos de T. cruzi. Em cromossomos 
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típicos de mamíferos, os DNAs satélite estão representados em grandes agrupamentos, 

localizados em regiões heterocromáticas, que muitas vezes são centroméricas (LIARTE, 

2006). Embora tenha sido postulado que esse elemento esteja localizado em 

minicromossomos, experimentos demonstraram que tais minicromossomos não existem 

em T. cruzi, e as sequências de DNA satélite estão distribuídas em alguns, mas não em 

todos, cromossomos do parasito (REQUENA et al., 1996; ELIAS et al., 2003). 

 O DNA nuclear satélite é dividido em três classes. Microsatélites estão 

organizados em repetições de 2 - 5 pb, com arranjos de tamanho médio de 100 pb. 

Minisatélites são constituídos por arranjos com repetições em torno de 15 pb e 

tamanhos hipervariáveis entre 0,5 - 3,0 kb. A terceira classe, as sequências satélites (ou 

macrossatélites), compreendem unidades de repetição de 5 – 200 pb, tipicamente 

organizadas como grupos de megabases localizados em regiões heterocromáticas dos 

cromossomos (REQUENA et al., 1996). 

Machado et al. (2000) apresentaram uma metodologia simples e prática de 

detecção do DNA satélite de T. cruzi, através da PCR, a partir de amostras de fezes de 

triatomíneos. Os resultados encontrados pelos autores confirmam a alta sensibilidade e 

especificidade do DNA satélite do parasito. Em 2003, Virreira et al. compararam a 

sensibilidade de alguns conjuntos de iniciadores usados para detecção do T. cruzi por 

PCR (para os alvos DNA nuclear satélite, região conservada do elemento de repetição 

E13 [REQUENA et al., 1996], kDNA e proteína flagelar F29). Concluíram que os 

iniciadores que amplificam o DNA satélite detectaram DNA do parasito em todas as 

linhagens testadas e com a mesma sensibilidade, e exceto o kDNA, os demais 

iniciadores foram menos sensíveis e variaram de acordo com as linhagens.  

Assim como os minicírculos do kDNA, a abundância do número de repetições 

das sequencias de DNA satélite do núcleo de T. cruzi, tornam este um alvo de elevada 

sensibilidade e especificidade para pesquisa diagnóstica por PCR em sangue, amostras 

de tecidos e nas fezes do vetor (MOSER et al., 1989; OLIVARES-VILLAGÓMEZ et 

al., 1998; DIAZ et al., 1992; MACHADO et al., 2000; MARCON et al., 2011; DE 

FREITAS et al., 2011).  

 1.4.2 Reação em Cadeia da Polimerase em Tempo Real (Quantitativa) 

Para os estudos em triatomíneos, a técnica clássica de contagem usando câmara 

de Neubauer, tem sido amplamente empregada para quantificar T. cruzi em 

homogenatos ou conteúdo intestinal, assim como em amostras de fezes (MELLO et al., 
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1996; KOLLIEN; SCHAUB, 1998; ARAUJO et al., 2008, 2014). Embora útil para 

quantificação rápida de amostras contendo cargas parasitárias elevadas, o método não é 

acurado para amostras que apresentam um número reduzido de parasitos, o que é de 

ocorrência comum na natureza. Em adição, a quantificação de parasitos em amostras de 

intestino de insetos, por contagem em microscópio, é frequentemente dificultada pela 

presença de elevada concentração de eritrócitos, agregados heme e cristais; além de ser 

complicado diferenciar parasitos imóveis de resíduos de tecidos e a contagem do 

número exato de parasitos que formam rosetas.     

A Reação em Cadeia da Polimerase em Tempo Real quantitativa (qPCR) tem 

mostrado ser um método preciso para estimativa da carga parasitária por T. cruzi em 

sangue periférico de pacientes infectados, assim como em amostras de conteúdo 

intestinal de triatomíneos. Sua aplicação já vem sendo descrita por diversos grupos para 

inferir parasitemia em humanos (MORA et al., 2005; PIRON et al., 2007; DUFFY et 

al., 2009, 2013; DE FREITAS et al., 2011; BUA et al., 2012; QVARNSTROM et al., 

2012; MOREIRA et al., 2013; MELO et al., 2015), em ensaios de interação parasito-

inseto vetor (UEHARA et al., 2012) e para monitorar a colonização por T. cruzi em 

diferentes segmentos do trato digestivo de R. prolixus (DIAS et al., 2015).  

A qPCR é capaz de monitorar a amplificação do DNA no momento em que a 

reação está ocorrendo. Esta técnica utiliza o momento do ciclo da reação no qual a 

amplificação de um alvo é detectada pela primeira vez, ao invés da quantidade de alvo 

acumulado após um número fixo de ciclos. O ensaio de quantificação mede a 

quantidade de ácido nucléico alvo a cada ciclo de amplificação da qPCR (HIGUCHI et 

al., 1993). Quanto mais elevado o número de cópias iniciais do ácido nucléico alvo, 

mais rápido (menor valor de Ct) será observado o aumento significativo na 

fluorescência (VITZHUM et al., 1999; NOVAIS, 2004; VELASCO et al., 2006). A 

Applied Biosystems desenvolveu dois sistemas de detecção de seqüência: o Sistema 

SYBR
®
Green e o Sistema Taqman

®
. 

 O sistema SYBR utiliza o corante SYBR Green, que é um intercalante de DNA 

dupla-fita, para detectar o produto da PCR conforme este se acumule durante os ciclos 

da reação (ZIPPER et al., 2004; BENGTSSON et al., 2003). Durante a PCR, a DNA 

Polimerase amplifica a sequência alvo, a partir dos iniciadores específicos, gerando os 

amplicons. O corante SYBR Green se liga a qualquer nova cópia de DNA dupla-fita. 

Assim, o resultado é tido como o aumento na intensidade da fluorescência proporcional 

à quantidade de produto gerado pela PCR (RUTLEDGE & COTE, 2003). As vantagens 
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desse sistema são o monitoramento da amplificação de qualquer sequência de DNA 

dupla-fita e o fato de não ser necessário o uso de sonda interna fluorescente, o que reduz 

a configuração do ensaio e os custos de execução. Uma desvantagem com relação ao 

sistema anterior (TaqMan), é que o SYBR Green detectará todo DNA dupla-fita, 

inclusive produtos de reação não específicos, como dímeros de iniciadores, podendo 

gerar falso-positivos (NOVAIS, 2004). 

O sistema TaqMan detecta um produto específico da PCR conforme o seu acúmulo 

durante os ciclos da reação a partir de uma sonda fluorescente, desenhada internamente 

para o alvo amplificado (HEID et al., 1996). Esta sonda contém um corante fluorescente 

reporter na extremidade 5´ e um quencher (inibidor da fluorescência) na extremidade 

3´. Enquanto a sonda está intacta (não hibridizada ao alvo específico), a proximidade do 

quencher reduz bastante a fluorescência emitida pelo corante reporter (Efeito FRET, 

Fluorescence Resonance Energy Transfer) (ALBERTS et al., 2002). Se a seqüência 

alvo estiver presente, a sonda se anela logo após um dos iniciadores e é clivada através 

da atividade nucleásica 5´ da Taq DNA polimerase enquanto o iniciador é estendido. 

Com a clivagem da sonda, o reporter é separado do quencher, aumentando o sinal do 

corante reporter (HEID et al., 1996). A sonda é removida da fita alvo, permitindo que a 

extensão do iniciador continue até o final da fita molde. Assim, moléculas do corante 

reporter são clivadas em suas respectivas sondas, resultando em um aumento na 

intensidade de fluorescência, de acordo com a quantidade de amplicon produzido. Esse 

sistema tem como vantagens a hibridização específica entre a sonda e o alvo para gerar 

sinal fluorescente, o que aumenta a especificidade da reação (HOLLAND et al., 1991); 

as sondas podem ser marcadas com corantes reporter distintos, os quais permitem a 

amplificação de duas seqüências distintas ou mais em um mesmo tubo de reação (reação 

em multiplex). A principal desvantagem seria a necessidade de síntese de diferentes 

sondas para sequências distintas (alvos distintos) (NOVAIS, 2004).  

 

De maneira geral, o bom desempenho das técnicas de PCR exige alta qualidade 

da extração de DNA das amostras a serem estudadas. A presença de inibidores da PCR 

pode reduzir a sua eficiência, resultando em falso negativo na PCR convencional ou 

quantificação subestimada ou ausência de quantificação da carga parasitária na qPCR. 

Devido a isso, todos os ensaios de PCR para diagnóstico devem incluir um controle 

interno ou exógeno que possibilite controlar a qualidade do DNA recuperado e eventual 

presença de inibidores nas amostras.  
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Em 2012, nosso grupo demonstrou pela primeira vez a aplicação acurada do 

sistema SYBR Green de qPCR para a quantificação dos níveis de carga parasitária por 

T. cruzi em amostras de intestino e reto de R. prolixus mantidos em laboratório, 

objetivando investigar o papel da cruzipaína na interação do parasito com o hospedeiro 

triatomíneo (UEHARA et al., 2012). Os ensaios foram realizados independentemente 

para dois alvos moleculares: DNA satélite de T. cruzi (PIRON et al., 2007) e gene para 

o RNA ribosomal 12S de R. prolixus (novo iniciador desenhado pelo nosso grupo), 

como controle interno da reação (UEHARA et al., 2012). Mais recentemente, DIAS et 

al. (2015) desenvolveram um sistema TaqMan de qPCR, também direcionado para o 

DNA satélite de T. cruzi, para monitorar a colonização do trato digestivo de R. prolixus 

pelo parasito durante o estabelecimento da infecção no vetor, a fim de gerar maior 

conhecimento sobre a dinâmica de colonização no intestino do inseto. Como padrão 

interno de normalização, amostras de extratos de inseto foram previamente 

contaminadas com DNA heterólogo exógeno, para a quantificação precisa da carga 

parasitária em cada segmento de intestino do inseto. Neste estudo, os autores concluem 

que uma reduzida taxa de infecção deve ser mantida no vetor. 
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 2 JUSTIFICATIVA 

 O risco de transmissão do Trypanosoma cruzi em áreas rurais endêmicas, depende 

principalmente da densidade de insetos triatomíneos e da prevalência da infecção por T. 

cruzi nos vetores invertebrados, humanos e animais reservatórios. O controle da doença 

de Chagas inclui a ação combinada do diagnóstico e tratamento de casos da doença em 

humanos, associada ao controle vetorial e, em focos zoonóticos, ao monitoramento de 

reservatórios animais. Embora o Brasil mantenha constante a operação de vigilância e 

controle dos principais vetores da doença de Chagas, o risco de transmissão do T. cruzi 

persiste devido a fatores como: devastação ambiental descontrolada por ação antrópica, 

baixas condições de vida da população, presença de reservatórios infectados pelo T. 

cruzi e de triatomíneos autóctones, e a pré-adaptação e adaptação dos vetores à 

habitação humana. Estimativas da taxa de infecção natural tornam-se importantes para 

avaliar um possível risco de transmissão vetorial da doença de Chagas em regiões nas 

quais há a presença, nos ambientes doméstico e peridoméstico, de triatomíneos. 

Contudo, a maior parte dos estudos a cerca do índice de infecção por T. cruzi é realizada 

com base na pesquisa microscópica de encontro do parasito no vetor, o que pode refletir 

na subnotificação das taxas de infecção vetorial devido a menor sensibilidade do 

método. Em condições naturais, a presença do parasito no inseto vetor pode variar de 

acordo com a origem destes hospedeiros invertebrados; estas taxas aumentam quando 

animais susceptíveis (mamíferos) participam do ciclo de transmissão e diminuem 

consideravelmente quando os insetos estão proximamente associados com animais 

refratários, tais como aves. 

  O Rio Grande do Sul é um dos estados brasileiros (o outro é a Bahia) que ainda 

mantém a persistência de focos residuais de T. infestans, apesar de ter recebido a 

certificação de área livre de transmissão intradomiciliar do parasito por este vetor. Neste 

estado, o programa de controle da doença de Chagas existe desde 1975, porém a 

vigilância deve ser permanente para que seja evitada a reincidência da transmissão 

domiciliar. Além da persistência de infestação por vetores introduzidos, espécies nativas 

e silvestres estão gradualmente ocupando o espaço domiciliar antes ocupado pelo T. 

infestans; espécies como Triatoma rubrovaria, Panstrongylus megistus, Triatoma 

circummaculata e Panstrongylus tupynambai. A fim de comparar dois biomas 

brasileiros, triatomíneos provenientes do estado do Ceará também foram analisados. 

Diversos municípios cearenses apresentam altos índices de infestação triatomínica 
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decorrentes de fatores como precária condição de vida da população e a presença de 

espécies nativas e de difícil controle, como o Triatoma brasiliensis, Triatoma 

pseudomaculata e Panstrongylus lutzi. O T. brasiliensis é a espécie autóctone de maior 

relevância no nordeste brasileiro, encontrada especialmente na região semiárida. O seu 

controle é dificultado devido à capacidade de invadir habitações, mesmo após quatro 

meses de borrifação com inseticidas de ação residual, principalmente no peridomicílio. 

 Neste contexto, a partir das abordagens moleculares propostas pelo presente 

trabalho, foi possível determinar as taxas de infecção natural por T. cruzi em diversas 

espécies de triatomíneos, além da estimativa da carga parasitária nos insetos infectados 

e da caracterização molecular das linhagens (DTUs) dos parasitos circulantes. Espera-se 

assim, contribuir para uma maior compreensão da dinâmica de transmissão de T. cruzi 

nas áreas estudadas, buscando auxiliar na elaboração de planos estratégicos para 

controles cada vez mais eficazes da doença de Chagas no país.  
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 3 OBJETIVOS 

 3.1 Objetivo geral 

Estimar taxas de infecção natural, carga parasitária e caracterização das 

linhagens de Trypanosoma cruzi em triatomíneos capturados em dois biomas 

brasileiros, a fim de contribuir para o maior entendimento dos ciclos de transmissão do 

parasito nas localidades de estudo. 

 3.2     Objetivos específicos  

 Avaliar as taxas de infecção natural por T. cruzi em triatomíneos capturados 

em municípios do Rio Grande do Sul (Bioma Pampa) e em municípios do Ceará 

(Bioma Caatinga).  

 Comparar a taxa de positividade entre a PCR convencional e o exame 

parasitológico por microscopia. 

 Estimar a carga parasitária nos vetores que se mostraram positivos para 

infecção pelo T. cruzi. 

 Identificar as Unidades Discretas de Tipagem (DTUs) de T. cruzi nos 

triatomíneos com PCR positiva. 
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 4 MATERIAL e MÉTODOS 

 4.1 Captura de triatomíneos 

As capturas foram conduzidas pela equipe parceira do Laboratório 

Interdisciplinar de Vigilância Entomológica em Diptera e Hemiptera (LIVEDIH) do 

Instituto Oswaldo Cruz (Fiocruz), com a participação da aluna no trabalho de campo de 

2015, no Rio Grande do Sul. Os insetos foram capturados nos anos de 2014 e 2015, 

através da utilização de pinças manuais à procura dos insetos por busca ativa em 

diversos ecótopos. No estado do Rio Grande do Sul a captura manual ocorreu no 

ambiente silvestre (sob rochas), em peridomicílio (paiol) e no intradomicílio (Figura 

10). Já no Ceará, no ambiente peridoméstico (amontoado de lenhas e telhas, galinheiros, 

poleiros e cunicultura) e no intradomicílio. O transporte dos espécimes foi realizado em 

tubos plásticos, com pequenos furos na tampa, contendo papel de filtro em seu interior. 

Posteriormente, foram encaminhados para o LIVEDIH onde foi realizada a 

identificação da espécie por critérios taxonômicos preconizados por Lent & 

Wygodzinsky (1979).  

Eventualmente, as Secretarias Estaduais da Saúde do Rio Grande do Sul e do 

Ceará enviavam triatomíneos encontrados nos municípios estudados para o laboratório 

colaborador. 
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Figura 10: Coleta de triatomíneos no Rio Grande do Sul. 

1, 2 e 3: Busca ativa em ambientes intradomiciliares; 4, 5 e 6: Peridomicílios com presença de 

galinheiro (4), amontoados de galhos e troncos (5) e de telhas (6); 7, 8 e 9: Ambiente silvestre 

com presença de fezes de possíveis hospedeiros (7) e coleta de triatomíneos presentes sob as 

rochas (8 e 9). 

 

 4.2 Áreas de coleta  

 4.2.1 Rio Grande do Sul  

Os insetos foram capturados nos municípios de Caçapava do Sul (Localidades - 

Rincão Nossa Senhora das Graças: 30°31'44,2"S, 53°30'50,2"O; Campo do Triângulo: 

30°50'38,8"S, 53°38'06,0"O; Rincão dos Ventura: 30°31'44,2"S, 53°30'50,2"O), 

Encruzilhada do Sul (30°32'38"S, 52°31'19"O), Lavras do Sul (Localidades - 

Cordilheira I: 30°36'14,3"S, 53°48'48,2"O; Cordilheira II: 30°36'11,9"S, 53°47'54,0"O), 

Cachoeira do Sul (30°50'58,9"S, 53°37'05,3"O), Canguçu (31°23'58,1"S, 

52°43'08,9"O), São Jerônimo (29°57'32"S, 51°43'19"O), Santa Rosa (27°52'15"S, 

54°28'51"O) e Bagé (31°19'51"S, 54°06'25"O) (Figura 11A). Estas localidades estão 

presentes no bioma Pampa, que ocupa 63% do território estadual. O Pampa é 
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caracterizado por uma vegetação rasteira formada por gramíneas e pequenos arbustos. O 

clima da região é subtropical úmido. 

 4.2.2 Ceará 

A captura dos triatomíneos foi realizada em Santa Quitéria (04°19'55"S, 

40°09'25"O) e em outros nove municípios que compõem a 20ª Célula Regional da 

Saúde, no sul do Ceará, localizados na região do Cariri:  Nova Olinda (07°05'31"S, 

39°40'51"O), Potengi (07°05'27"S, 40°01'37"O), Alto Alegre (03°50'05"S, 

38°36'34"O), Farias Brito (06°55'38"S, 39°34'22"O), Araripe (07°12'46"S, 

40°02'45"O), Várzea Alegre (06°47'20"S, 39°17'45"O), Assaré (06°52'26"S, 

39°52'30"O), Tarrafas (06°41'02"S, 39°45'39"O) e Altaneira (06°00'07"S, 39°44'27"O) 

(Figura 11B).O bioma Caatinga está presente em 92% do território cearense, cuja 

vegetação é representada por árvores e arbustos espinhosos, densos, baixos, retorcidos, 

de aspecto seco, de folhas pequenas, xerófilas e raízes muito desenvolvidas, com 

grandes áreas de degradação. O clima é quente semiárido com prolongadas estações 

secas.  
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Figura 11: Localização geográfica dos municípios estudados (em cores), nos estados do Rio Grande do Sul 

(A) e do Ceará (B). 

 
 

 4.3 Exame a fresco das fezes de triatomíneos de campo 

 

Para detectar o T. cruzi pelo método convencional em triatomíneos vivos, as 

fezes foram obtidas por compressão abdominal com o auxílio de pinça, diluídas em 
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solução salina (NaCl a 0,85%) e observadas entre lâmina e lamínula por microscopia 

óptica (aumento de 400 vezes). Para os insetos mortos o intestino médio posterior e o 

intestino posterior foram dissecados e embebidos em placas de Petri estéreis contendo 

20µl de solução fisiológica e 100 µg/mL 5- fluorocitosina. O homogenato foi observado 

entre lâmina e lamínula para a visualização do parasito por microscopia óptica (aumento 

de 400 vezes).  

Parte da análise do exame parasitológico por microscopia óptica foi realizada no 

LIVEDIH e a outra parte no LABIMDOE (Laboratório de Biologia Molecular e 

Doenças Endêmicas do Instituto Oswaldo Cruz). No entanto, as amostras analisadas 

pelo LIVEDIH também foram encaminhadas para o LABIMDOE para a realização da 

pesquisa molecular. 

 4.4 Extração de DNA 

Após o exame parasitológico por microscopia óptica, o intestino médio posterior 

e o intestino posterior de cada triatomíneo foram dissecados (Figura 12) e transferidos 

para tubo eppendorf de 1,5mL contendo 200µL da mistura de 970µL de tampão de lise 

1X (Tris-HCl a 1 mM, EDTA a 1 mM, pH 9,2) e 30µL de Proteinase K (150 µg/mL, 

SIGMA-Aldrich
®
, São Paulo, Brasil). As preparações foram incubadas (2 horas, 56ºC), 

com agitações constantes, e o DNA foi extraído em colunas de sílica, utilizando o kit de 

extração QIAamp DNA Mini kit (Qiagen, Valencia, CA), seguindo o protocolo do 

fabricante com modificações na etapa final de eluição do DNA (eluído em 100µL). O 

DNA eluído foi armazenado a -20°C para os posteriores ensaios de PCR convencional 

(qualitativo) e qPCR. 
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Figura 12: Dissecção do intestino médio posterior e intestino posterior de triatomíneos, após a 

análise parasitológica por microscopia óptica. 

 

  

4.5 Avaliação das taxas de infecção natural e da carga parasitária de               

T. cruzi em triatomíneos de campo 

 

Todos os procedimentos realizados obedeceram às Boas Práticas de Laboratório 

para evitar contaminações nas realizações das técnicas, tanto pela divisão física das 

etapas de extração de DNA e PCRs (pré-reação e pós-reação), quanto pela 

descontaminação prévia de todos os materiais e capelas/fluxos laminares utilizados com 

o uso de hipoclorito de sódio a 2% ou DNAZap™ PCR DNA Degradation Solutions 

(AMBION, Austin, TX), no caso dos equipamentos. Todas as ferramentas utilizadas na 

dissecção do inseto eram descartáveis e submetidas aos mesmos processos. Para 

monitorar eventual contaminação, foram utilizados controles negativos para a etapa de 

extração de DNA (tubo contendo todos os reagentes na ausência de intestino de 

triatomíneo) e PCR (tubo contendo todos os reagentes na ausência de DNA e um tubo 

contendo apenas água estéril).  
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 4.5.1 Reação em Cadeia da Polimerase Qualitativa (PCRc) 

 

 Para a amplificação bioquímica de sequências específicas foram utilizados os 

iniciadores 121 e 122 para os minicírculos do kDNA de T. cruzi (Tabela 6), descritos 

por STURM et al. (1989) e modificados por WINCKER et al. (1994), que hibridizam 

com as sequências flanqueadoras das regiões conservadas das moléculas de 

minicírculos, amplificando produtos de 330 pb, correspondentes às regiões 

hipervariáveis (AVILA et al., 1991; BRITTO et al., 1993; WINCKER et al., 1994). No 

mesmo ensaio, em formato duplex, foram introduzidos os iniciadores P2B e P6R 

(Tabela 6), desenhados previamente pelo nosso grupo (UEHARA et al., 2012), com 

alvo no gene que codifica a região 12S do RNA ribosomal, que amplificam uma 

sequência genômica conservada de 163 pb em espécies pertencentes aos gêneros 

Rhodnius, Triatoma e Panstrongylus. As reações ocorreram em um volume final de 

50µL contendo 5µL de DNA, 5µL de solução tampão 10X [100 mM de Tris-HCl pH 

8,3 contendo 500 mM de KCl], 9µL MgCl2 (4,5 mM), 0,4µL Platinum Taq DNA 

polimerase (Solução estoque: 5U/µL) (Life Technologies, USA), 2µL dNTPs (0,4 mM, 

Life Technologies, USA), 1µL de cada iniciador 121 e 122 (200 nM) e 0,5µL de cada 

iniciador P2B e P6R (100 nM) e 19,6µL de H2O ultra-pura. A ciclagem térmica foi 

realizada no aparelho modelo GeneAmp PCR System 9700 (Life Technologies, USA), 

com a seguinte programação: Hot Start (12 min, 94
o
C), seguido por 36 ciclos de 

desnaturação (30s, 94
o
C), anelamento (30s, 55

o
C), extensão (30s, 72

o
C) e extensão final 

(10 min, 72
o
C).  

 Em todas as reações foram incluídos os controles positivos: DNAs de T. rangeli 

(Cepa Macias), de T. cruzi (Cepa Cl-Brener) e amostra reconstituída experimentalmente 

(Controle positivo de infecção: DNA de lisado de R. prolixus não infectado misturado a 

DNA de T. cruzi Cl-Brener), sendo este último necessário para confirmar a eficiência da 

reação em multiplex. Também foram incluídos os controles negativos da reação de PCR 

(todos os reagentes sem o DNA e um tubo contendo apenas água ultra-pura) e da etapa 

de extração de DNA (tubo contendo todos os reagentes na ausência de intestino de 

triatomíneo). 
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 4.5.1.2 Eletroforese em gel de agarose  

 

Após a PCRc, 12µL dos produtos amplificados foram misturados com 2,4µL do 

tampão de amostra 1X (0,25% de azul de bromofenol; 0,25% de xileno-cianol; 30% de 

glicerol), e aplicados em gel de agarose a 2% imerso em tampão TBE 1X (Trizma base 

a 89 mM, Ácido Bórico a 88 mM e EDTA a 2 mM, pH=8) corado com Nancy-520 DNA 

Gel Stain (SIGMA-Aldrich
®
, São Paulo, Brasil). A corrida eletroforética foi realizada 

por cerca de 20 min a 80V (até todo o conteúdo amostral sair do poço de aplicação), 

seguida de 40min a 1 hora em 110V. O peso molecular dos produtos de PCR foi 

determinado em comparação ao marcador de peso molecular de 100pb (DNA Ladder - 

Invitrogen, California, USA) incluído nos géis.  

Os fragmentos amplificados foram visualizados por transiluminação em luz 

ultravioleta e registrados digitalmente pelo sistema de fotodocumentação de imagens em 

gel – UVP Bioimaging Systems (Upland, CA, USA).  

 4.5.2 Reação em Cadeia da Polimerase Quantitativa (qPCR) 

Para estimar a carga parasitária de triatomíneos que se mostraram positivos para 

T. cruzi pela PCRc, foram realizados ensaios de quantificação absoluta utilizando o 

sistema TaqMan de qPCR. Assim como na PCR convencional, os ensaios TaqMan 

foram realizados em multiplex, contendo na mesma reação, os iniciadores para o gene 

que codifica a região 12S do RNA ribosomal de triatomíneos (iniciadores P2B e P6R) e 

sonda Taqman para triatomíneos (Triat) desenhada pelo nosso grupo (manuscrito em 

preparação), e para o alvo DNA nuclear satélite de T. cruzi (iniciadores Cruzi1 e 

Cruzi2), desenhados para amplificar uma região de 166pb e a sonda Cruzi3 (PIRON et 

al, 2007) (Tabela 6). As reações ocorreram em um volume final de 20μL contendo 2μL 

DNA, 10μL TaqMan® Universal PCR Master Mix 2X (Applied Biosystems), 1,2µL de 

cada iniciador Cruzi1 e Cruzi2 (600 nM) e 1µL sonda Cruzi 3 (FAM/NFQ-MGB) (250 

nM), 0,6µL iniciador P2B (300 nM), 1µL iniciador P6R (500 nM) e 0,3µL sonda Triat 

(VIC/NFQ-MGB - Applied Biosystems) (150 nM) e 2,7µL H2O ultra-pura. Os ensaios 

foram realizados no equipamento ABI Prism 7500 Fast (Sequence Detector System – 

Applied Biosystems), albergado pela plataforma PDTIS RPT-09ª/Fiocruz, com a 

seguinte programação: atividade inicial da enzima amperase (1 min, 50 ºC), 

desnaturação inicial/ativação Taq Polimerase Hot start (10 min, 95 ºC), 40 ciclos de 

desnaturação (15s, 95 ºC) e anelamento/extensão (1 mim, 58 ºC).  
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Tabela 6: Sequências e iniciadores para os ensaios de PCRc e qPCR 

Alvos Iniciadores/Sondas 

Produtos 

amplificados 

(pb) 

Sequência (5’ – 3’) 

kDNA de 

T. cruzi   

121 (Forward) 
330 

AAATAATGTACGGG(T/G)GAGATGCATGA 

122 (Reverse) GGTTCGATTGGGGTTGGTGAATATA 

DNA 

Satélite de 

T. cruzi 

 

Cruzi 1 (Forward) 

166 

ASTCGGCTGATCGTTTTCGA 

Cruzi 2 (Reverse) AATTCCTCCAAGCAGCGGATA 

Cruzi 3 (Sonda) FAM-TTGGTGTCCAGTGTGTG-NFQ-MGB 

12S RNAr 

de 

triatomíneo 

 

P2B (Forward) 

163 

AAAGAATTTGGCGGTAATTTAGTCT 

P6R --(Reverse) GCTGCACCTTGACCTGACATT 

*Triat (Sonda) VIC-TCAGAGGAATCTGCCCTGTA-NFQ-MGB 

*Manuscrito em preparação  

 4.5.2.1 Curva padrão 

As curvas padrão de calibração para os alvos T. cruzi e triatomíneo, foram 

construídas a partir de diluições seriadas de DNA extraído de um pool de cinco 

intestinos de triatomíneos não infectados (R. prolixus de laboratório, de 5º estádio) 

previamente contaminado com formas epimastigotas de T. cruzi (CL-Brener), variando 

de 10
7 

a 0,5 equivalentes de parasito a partir do pool de cinco intestinos de triatomíneos 

no primeiro ponto da curva. O DNA das amostras reconstituídas foi recuperado a partir 

do método descrito no item 4.4. Para as diluições seriadas das amostras reconstituídas, 

extrato de intestino de triatomíneo não infectado foi usado como diluente, como 

controle interno para verificar a qualidade do DNA extraído e a possível presença de 

inibidores da PCR nas amostras. 

Cada diluição foi correspondente a um ponto que compôs a curva padrão para 

quantificação absoluta de T. cruzi nos triatomíneos. A curva padrão foi incluída em 

todos os ensaios quantitativos, em duplicatas para cada ponto da curva. Todas as 

amostras foram quantificadas em duplicatas e todas as placas de ensaios de qPCR 

contiveram controle positivo (10 fg DNA de T. cruzi CL-Brener/μL) e controles 

negativos (NTC: Negative Template control - 2 μL água ultrapura e controle negativo 

para T. cruzi: 2 μL DNA extraído a partir de 100 μL de extrato de intestino de 

triatomíneo não infectado).  
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 4.5.2.2  Cultivo de células para curva padrão e controles da PCR 

Células de T. cruzi CL- Brener, Dm28c, Y, INPA 3663, INPA 4167, LL014 e T. 

rangeli (cepa Macias), foram cultivadas em BOD (B.O.D. Mod. 347) (Fanem, São 

Paulo, Brasil) a 28°C em cultura axênica em meio BHI (Brain Heart Infusion) (BD, 

Maryland, USA) suplementado com 10% de soro fetal bovino termodesativado 

(Cultilab, Campinas/SP, Brasil). As células foram cultivadas até atingirem a fase 

logarítmica de crescimento, após sucessivas passagens. No meio da fase logarítmica de 

cultivo, os parasitos foram centrifugados a 800 g durante 10 min, lavados três vezes 

com PBS (Tampão salina: Na2HPO4 10 mM, NaCl 150 mM, pH 7.2) e ressuspensos em 

1 mL de PBS. Os epimastigotas foram submetidos a contagem em câmara de Neubauer 

e ajustados para uma concentração final na ordem de 10
6 

células/mL. As células foram 

armazenadas a -20°C até o momento de uso. 

 4.5.2.3  Análise estatística 

 

 Os dados da qPCR foram expressos como médias aritméticas ou mediana ± 

desvio padrão. Foram utilizados os testes Mann–Whitney Rank Sum ou One-way 

ANOVA para analisar a significância estatística das diferenças observadas. Um p-value 

menor ou igual a 0.05 foi considerado estatisticamente significante. Todas as análises 

foram conduzidas com o programa GraphPad Prism versão 5.0. 

 4.6  Tipagem molecular de T. cruzi em DNA extraído de amostras de 

conteúdo intestinal de triatomíneos 

 

A caracterização molecular do T. cruzi em DTUs foi realizada utilizando o DNA 

extraído (item 4.4) diretamente de amostras de intestino médio posterior e intestino 

posterior de triatomíneos, adaptada de BURGOS et al. (2010), RAMIREZ et al. (2010) 

e DOS SANTOS-RODRIGUES (2015), baseada em reações de PCR convencional 

multilocus (Tabela 7). A identificação subsequente dos genótipos se baseia no conjunto 

dos perfis dos produtos de PCR apresentados para cada alvo, utilizando os seguintes 

marcadores moleculares (como ilustrado na Figura 13): A região intergênica do gene de 

Spliced Leader (SL-IRac) utilizando os iniciadores UTCC e TCac (descrito por Burgos 

et al., 2007) para distinguir Tc I (150 pb), Tc II/V/VI (157 pb) e Tc III/IV (200 pb), e 

para SL-IR I e II, os iniciadores TCC, TC1 e TC2 (descrito por SOUTO et al., 1996, 

adaptado por MARCET et al., 2006), usados simultaneamente, diferenciando Tc I (350 
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pb), Tc II/V/VI (300 pb) e Tc III/IV (não são amplificados). O domínio variável D7 do 

gene da subunidade 24Sα do RNA ribossomal, utilizando os iniciadores D75, D76 e 

D71 em semi-nested PCR, para distinguir Tc II/VI (140 pb), Tc III (125 pb), Tc IV 

(140/145 pb) e Tc V (125/140 pb) (BRISSE et al., 2000a). A região do fragmento 

nuclear A10 utilizando em semi-nested, os iniciadores Pr1, Pr6 e Pr3 (BRISSE et al., 

2000b) para diferenciar Tc II (690/580 pb) e Tc VI (630/525 pb). Todas as reações de 

PCR foram realizadas para um volume final de 30µL.  

Para os alvos SL-IRac (iniciadores UTCC e TCac) e SL-IRI e II (TCC, TC1 e 

TC2), os ensaios obedeceram às seguintes condições: 2µL de DNA, 3µL de solução 

tampão 10X [100 mM de Tris-HCl pH 8,3 contendo 500 mM de KCl], 0,15µL Platinum 

Taq DNA polimerase (Solução estoque: 5U/µL) (Life Technologies, USA), 1,8µL 

MgCl2 (3 mM), 0,12µL de cada dNTP (0,02 mM), 1µL de cada primer (1,66 µM) e 

20,57 µL de H2O ultra-pura (19,57µL de H2O para o alvo SL-IRI e II).  

As condições de reação para o alvo 24sα foram: Primeira rodada (iniciadores 

D75, D76) - 2µL de DNA, 3µL de solução tampão 10X [100mM de Tris-HCl pH 8,3 

contendo 500 mM de KCl], 0,12µL Platinum Taq DNA polimerase (Solução estoque: 

5U/µL) (Life Technologies, USA), 1,8µL MgCl2 (3 mM), 0,12µL de cada dNTP (0,02 

mM), 2,4µL de cada primer (1,66 µM) e 17,8µL de H2O. Para a segunda rodada 

(iniciadores D71, D76): 1µL de produto amplificado na primeira rodada, 3µL de 

solução tampão 10X [100mM de Tris-HCl pH 8,3 contendo 500 mM de KCl], 0,15µL 

Platinum Taq DNA polimerase (Solução estoque: 5U/µL) (Life Technologies, USA), 

1,2µL MgCl2 (3 mM), 0,12µL de cada dNTP (0,02 mM), 3µL de cada primer (1,66 

µM) e 18,17µL de H2O. 

A primeira rodada da reação para o alvo do fragmento nuclear A10 (iniciadores 

Pr1 e Pr6) consistiu de 2µL de DNA, 3µL de solução tampão 10X [100mM de Tris-HCl 

pH 8,3 contendo 500 mM de KCl], 0,15µL Platinum Taq DNA polimerase (Solução 

estoque: 5U/µL) (Life Technologies, USA), 1,8µL MgCl2 (3 mM), 0,75µL de cada 

dNTP (0,02 mM), 0,3µL de cada primer (1,66 µM) e 19,45µL de H2O ultra-pura. Para a 

segunda rodada (iniciadores Pr1 e Pr3): 2µL de produto amplificado na primeira rodada, 

3µL de solução tampão 10X [100mM de Tris-HCl pH 8,3 contendo 500 mM de KCl], 

0,15µL Platinum Taq DNA polimerase (Solução estoque: 5U/µL) (Life Technologies, 

USA), 1,8µL MgCl2 (3 mM), 0,75µL de cada dNTP (0,02 mM), 1µL de cada primer 

(1,66 µM) e 18,05µL de H2O ultra-pura. 
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Os isolados de referência utilizados como controles positivos nas reações foram: 

Dm28c (TcI), Y (TcII), INPA 3663 (TcIII), INPA 4167 (TcIV), LL014 (TcV) e CL 

(TcVI), provenientes da Coleção de Protozoários do Instituto Oswaldo Cruz 

(COLPROT). Os controles negativos da reação de PCR (tubo contendo todos os 

reagentes na ausência de DNA) e de triatomíneo (inseto não infectado mantido em 

laboratório - Laboratório de Bioquímica e Fisiologia de Insetos/IOC) também foram 

incluídos. 

Tabela 7: Condições da PCRc para a tipagem molecular 

Alvo Iniciadores Sequência Concentração   Termociclagem 

    Hot 

Start 

D A E Ef C 

 

SL-IRac 

 

UTCC 

TCac 

 

CGTACCAATATAGTACAGAAACTG 

CTCCCCAGTGTGGCCTGGG 

 

1,66 µM 

1,66 µM 
 

 

 

94º/10’ 

94°C/30’’ 

94°C/30’’ 

94°C/30’’ 
94°C/30’’ 

94ºC/30’’ 

70°C/30’’ 

68°C/30’’ 

66°C/30’’ 
64°C/30’’ 

62ºC/30’’ 

72°C/30’’ 

72°C/30’’ 

72°C/30’’ 
72°C/30’’ 

72ºC/30’’ 

 

 

72ºC/10’ 

3 

3 

4 
6 

34 

 

SL-IR I 

SL-IR II 

 
TCC 

TC2 

TC1 

 
CCCCCCTCCCAGGCCACACTG 

CCTGCAGGCACACGTGTGTG 

TCCGCCACCTCCTTCGGGCC 

 
1,66 µM 

1,66 µM 

1,66 µM 

 
 

94ºC/5’ 

94°C/1’ 
94°C/1’ 

94°C/1’ 

94°C/1’ 

67°C/1’ 
65°C/1’ 

63°C/1’ 

61°C/1’ 

72°C/1’ 
72°C/1’ 

72°C/1’ 

72°C/1’ 

 
 

72ºC/10’ 

5 
5 

5 

30 

24Sα-

rDNA 

Primeira 

rodada 

 

Segunda 

rodada 

 

D76 

D75 
 

D76 

D71 

 

GGTTCTCTGTTGCCCCTTTT 

GCAGATCTTGGTTGGCGTAG 
 

GGTTCTCTGTTGCCCCTTTT 

AAGGTGCGTCGACAGTGTGG 

 

1,66 µM 

1,66 µM 
 

1,66 µM 

1,66 µM 

 

 

 
94ºC/3’ 

94°C/30’’ 

94°C/30’’ 

94°C/30’’ 
94°C/30’’ 

94°C/30’’ 

94°C/30’’ 
94°C/30’’ 

64°C/45’’ 

65°C/45’’ 

60°C/45’’ 
58°C/45’’ 

60°C/30’’ 

57°C/30’’ 
55°C/30’’ 

72°C/1’ 

72°C/1’ 

72°C/1’ 
72°C/1’ 

72°C/30’’ 

72°C/30’’ 
72°C/30’’ 

 

 

 
72ºC/5’ 

5 

5 

5 
35 

6 

6 
30 

Fragmento 

A10 

Primeira 

rodada 

 

 

Segunda 

rodada 

 

 
Pr1 

Pr6 

 
Pr1 

Pr3 

 

 
CCGCTAAGCAGTTCTGTCCATA 

GTGATCGCAGGAAACGTGA 

 
CCGCTAAGCAGTTCTGTCCATA 

CGTGGCATGGGGTAATAAAGCA 

 

 
1,66 µM 

1,66 µM 

 
1,66 µM 

1,66 µM 

 

 
 

94ºC/3’ 

 

 
94°C/1’ 

 

 
94°C/1’ 

 

 
65°C/1’ 

 

 
60°C/1’ 

 

 
72°C/1’ 

 

 
72°C/1’ 

 

 
 

72ºC/10’ 

 

 
35 

 

 
35 

Hot Start: Ativação da enzima, D: Desnaturação, A: Anelamento, E: Extensão, Ef: Extensão final, C: Ciclos. 

 

 

 

 

 

 

 



 

47 

Figura 13: Fluxograma para a identificação das Unidades Discretas de Tipagem (DTUs) diretamente do 

conteúdo intestinal de triatomíneos, baseada em quatro marcadores, utilizando a técnica de PCRc. 

Adaptado de Burgos et al. (2010), Ramírez et al. (2010) e Dos Santos-Rodrigues (2015) 

 
 

4.6.1 Eletroforese em gel de agarose  

 
Após a PCRc, 20µL dos produtos amplificados foram misturados com 4µL do 

tampão da amostra 1X (0,25% de azul de bromofenol; 0,25% de xileno-cianol; 30% de 

glicerol), e aplicados em gel de agarose a 3% imerso em tampão TBE 1X (Trizma base 

a 89 mM, Ácido Bórico a 88 mM e EDTA a 2 mM, pH 8,0) corado com Nancy-520 

DNA Gel Stain (SIGMA-Aldrich
®
, São Paulo, Brasil). A corrida eletroforética foi 

realizada por cerca de 30 min a 80V (até todo o conteúdo amostral sair do poço de 

aplicação), seguida por 1 hora a 1:30h a 110V. O peso molecular dos produtos de PCR 

foi determinado em comparação ao marcador de peso molecular de 100pb (DNA Ladder 

- Invitrogen, California, USA) incluído nos géis.  

Os fragmentos amplificados foram visualizados por transiluminação em luz 

ultravioleta e registrados digitalmente pelo sistema de fotodocumentação de imagens em 

gel – UVP Bioimaging Systems (Upland, CA, USA).  
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 5 RESULTADOS 

 5.1 Descrição das localidades, espécies e estádios evolutivos dos 

triatomíneos coletados 

No total, foram coletados 796 triatomíneos, dos quais 401 exemplares são 

provenientes do Rio Grande do Sul e 395 do Ceará, cuja distribuição por localidade 

pode ser verificada na Figura 14. No estado gaúcho 277 triatomíneos foram coletados 

no ambiente silvestre (sob-rochas); 123 em peridomicílio (paiol), espécimes de T. 

infestans coletados no município de Santa Rosa; e 1 no intradomicílio, da espécie T. 

rubrovaria (em Bagé) (Figura 15). No Ceará 389 insetos estavam presentes no 

ambiente peridomiciliar (amontoado de lenhas e telhas, galinheiros, poleiros e 

cunicultura) e outros 6 no intradomicílio, somente da espécie T. brasiliensis (3 

exemplares em Assaré e outros 3 em Alto Alegre) (Figura 16). A classificação dos 

insetos através da morfologia foi realizada antes da análise molecular, resultando na 

identificação de T. pseudomaculata (N=270), T. brasiliensis (N=118) e P. lutzi (N=7), 

no estado do Ceará; e de T. infestans (N=123), T. carcavalloi (N=33), T. 

circummaculata (N=9) e T. rubrovaria (N=8), no estado do Rio Grande do Sul. Não foi 

possível identificar a espécie de mais da metade dos triatomíneos do Rio Grande do Sul 

(N=228). 
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Figura 14: Distribuição das espécies de triatomíneos coletados, de acordo com os municípios estudados no 

Ceará (A) e Rio Grande do Sul (B).  
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Figura 14: Ambientes em que os triatomíneos foram coletados, de acordo com as espécies (A) e os municípios (B) 

do Rio Grande do Sul.  
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Figura 15: Ambientes em que os triatomíneos foram coletados, de acordo com as espécies (A) e os municípios 

(B) do Ceará. 
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Os triatomíneos foram coletados em dez localidades do estado do Ceará: 

Altaneira – T. pseudomaculata (N=1); Araripe – T. pseudomaculata (N=103); Assaré 

– T. brasiliensis (N=12); Alto Alegre – T. brasiliensis (N=49); Farias Brito – T. 

brasiliensis (N=13), T. pseudomaculata (N=73) e P. lutzi (N=1); Nova Olinda – T. 

pseudomaculata (N=1) e P. lutzi (N=1); Potengi – T. brasiliensis (N=13) e T. 

pseudomaculata (N=58); Santa Quitéria – T. brasiliensis (N=8), T. pseudomaculata 

(N=1) e P. lutzi (N=5); Tarrafas – T. brasiliensis (N=21) e T. pseudomaculata (N=7) e 

Várzea Alegre – T. brasiliensis (N=2) e T. pseudomaculata (N=26). Já no Rio Grande 

do Sul os triatomíneos estudados eram provenientes de oito municípios: Bagé – T. 

rubrovaria (N=1); Caçapava do Sul – T. carcavalloi (N=4) e Triatoma sp. (N=53); 

Cachoeira do Sul - T. carcavalloi (N=3) e NI (N=26); Canguçu - T. carcavalloi 

(N=23) e NI (N=28); Encruzilhada do Sul – NI (N=12), Lavras do Sul – T. 

rubrovaria (N=7) e NI (N=95), Santa Rosa – T. infestans (N=123) e São Jerônimo - T. 

carcavalloi (N=3), T. circummaculata (N=9) e NI (N=14).  

A distribuição das espécies conforme os seus estádios evolutivos é apresentada 

na Figura 17. T. brasiliensis: Macho (N=24), Fêmea (N=19), N5 (N=46), N4 (N=17), 

N3 (N=8) e N2 (N=4); T. pseudomaculata: Macho (N=50), Fêmea (N=60), N5 

(N=134), N4 (N=8), N3 (N=11), N2 (N=5) e N1 (N=2); P. lutzi: Macho (N=5) e Fêmea 

(N=2). T. carcavalloi: Macho (N=6), Fêmea (N=7), N5 (N=15), N4 (N=1), N3 (N=2), 

N2 (N=1) e N1 (N=1); T. circummaculata: Macho (N=2), Fêmea (N=5), N5 (N=1) e N3 

(N=1); T. infestans: Macho (N=28), Fêmea (N=21), N5 (N=46), N4 (N=8), N3 (N=14) e 

N2 (N=6); T. rubrovaria: Macho (N=6) e Fêmea (N=2); e Triatoma sp. : Fêmea (N=2), 

N5 (N=92), N4 (N=51), N3 (N=34), N2 (N=43) e N1 (N=6). 
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Figura 17: Distribuição de triatomíneos coletados nos estados do Ceará (A) e do Rio Grande do Sul (B)  de 

acordo com os estádios evolutivos e as espécies estudadas.  
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5.2 PCRc multiplex e exame parasitológico por microscopia óptica 

Na Tabela 8 pode-se observar a comparação entre a PCR convencional 

multiplex e a análise microscópica para detectar T. cruzi em triatomíneos. O parasito 

não foi detectado por exame a fresco em nenhum exemplar coletado no Ceará, em 

contraste com as 63 amostras positivas pela PCR. Já com relação aos insetos 

provenientes do Rio Grande do Sul, só foi possível o encontro de T. cruzi por 

microscopia em dois (6,7%) espécimes de T. infestans entre as 30 amostras PCR 

positivas. Trezentos e trinta e dois e 371 insetos do Ceará e do Rio Grande do Sul, 

respectivamente, com microscopia-negativa também foram negativos para a PCR. 

Tabela 8: Pesquisa de T. cruzi em triatomíneos: comparação entre a PCRc e o exame a fresco 

 

                     Triatomíneos de campo (Ceará) 

PCR + (%) PCR – (%) 

Microscopia + - - 

Microscopia - 63 332 

Total 63 (15,9) 332 (84,1) 

 

           Triatomíneos de campo (Rio Grande do Sul) 

PCR + (%) PCR – (%) 

Microscopia + 2  - 

Microscopia - 28  371  

Total 30 (7,5) 371 (92,5) 

Dos 401 triatomíneos coletados no Rio Grande do Sul, o DNA de T. cruzi foi 

detectado em 30 amostras (7,5%); no Ceará, dos 395 insetos coletados, 63 (15,9%) 

foram positivos pela PCR. No Rio Grande do Sul, a razão entre o número de exemplares 

naturalmente infectados pelo protozoário e o número de espécimes coletadas de uma 

determinada espécie, foi superior entre aqueles pertencentes à espécie T. rubrovaria 

(4/8; 50%), seguido de T. circummaculata (3/9; 33,3%), T. infestans (10/123; 8,1%) e T. 

carcavalloi (2/33; 6,1%). Entre as 228 espécies não identificadas, 11 foram positivas 

para DNA de T. cruzi, perfazendo uma taxa de 4,8%. No Ceará, o maior percentual de 

positividade da PCR em função da espécie de triatomíneo, foi em indivíduos da espécie 

P. lutzi (6/7; 85,7%), seguido de T. brasiliensis (29/118; 24,6%) e T. pseudomaculata 

(28/270; 10,4%) (Figura 18). 
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Figura 168: Distribuição do número de exemplares coletados das diferentes espécies de triatomíneos e o número 

de espécimes naturalmente infectados pelo T. cruzi, analisados por PCRc a partir do conteúdo intestinal.  

(A) Ceará; (B) Rio Grande do Sul. 

 

 

 
 

É importante salientar que um total de 11 exemplares de triatomíneos (4 

espécimes do Ceará e 7 do Rio Grande do Sul) não amplificaram o gene constitutivo do 
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triatomíneo, que é o nosso controle interno, na PCR convencional multiplex. Por este 

motivo, eles não foram incluídos nas análises moleculares posteriores.  

Em todas as amostras incluídas neste estudo, o fragmento amplificado de 163pb 

correspondente a região 12S do RNA ribosomal de triatomíneos foi observado, 

validando as amostras negativas, livres de infecção pelo T. cruzi (representado pelo 

fragmento de 300pb) e indicando a não inibição da reação. Em adição, não foi detectada 

a presença de kDNA de T. rangeli nos triatomíneos capturados em ambos os estados, 

considerando o perfil de bandas observado no controle positivo para este 

tripanosomatídeo (Cepa Matias) em nosso estudo (300pb, 360pb e 760pb) (Figura 19).  

 

Figura 17: Exemplo de revelação dos resultados da PCR convencional para avaliar infecção natural 

em triatomíneos. Gel de agarose 2% corado com Nancy. 

 
(A): Triatomíneos coletados no Ceará – M: Marcador de peso molecular (100pb); 1 e 2: Controles negativos da PCR (tubo 

contendo todos os reagentes na ausência de DNA e um tubo contendo apenas água estéril); 3: Controle negativo da extração 

(tubo contendo todos os reagentes na ausência de intestino de triatomíneo); Município de Santa Quitéria – 4, 5, 8, 11: P. lutzi 

infectados; 7, 10: T. brasiliensis infectados; 9: T. brasiliensis não infectado; 12: T. pseudomaculata infectado; Município de 

Nova Olinda – 6: P. lutzi infectado; 13: Controle positivo de infecção (DNA de lisado de R. prolixus não infectado misturado 

a DNA de T. cruzi Cl-Brener, 10
5
 parasitos/mL); 14: Controle positivo de T. cruzi (DNA extraído de epimastigotas Cl-

Brener, 10
5
 parasitos/mL); 15: Controle positivo de T. rangeli (DNA extraído Cepa Macias, 10

5
 parasitos/mL). (B): 

Triatomíneos coletados no município de Lavras do Sul, Rio Grande do Sul – M: Marcador de peso molecular (100pb); 1 e 2: 

Controles negativos da PCR (tubo contendo todos os reagentes na ausência de DNA e um tubo contendo apenas água estéril); 

3: Controle negativo da extração (tubo contendo todos os reagentes na ausência de intestino de triatomíneo); 4, 5, 8 a 11: 

Insetos não infectados; 6 e 7: T. rubrovaria infectados; 12: Controle positivo de infecção (DNA de lisado de R. prolixus não 

infectado misturado a DNA de T. cruzi Cl-Brener, 10
5
 parasitos/mL); 13: Controle positivo de T. cruzi (DNA extraído de 

epimastigotas Cl-Brener, 10
5
 parasitos/mL); 14: Controle positivo de T. rangeli (DNA extraído Cepa Macias, 10

5
 

parasitos/mL). 

 

 

Em oito municípios do Ceará foram encontradas espécies naturalmente 

infectadas por T. cruzi, tais como: Araripe (T. pseudomaculata, N=5), Assaré (T. 

brasiliensis, N=3), Alto Alegre (T. brasiliensis, N=20), Farias Brito (T. 

pseudomaculata, N=8; T. brasiliensis, N=2; P. lutzi, N=1), Nova Olinda (P. lutzi, 

N=1), Potengi (T. pseudomaculata, N=13; T. brasiliensis, N=2), Santa Quitéria (T. 

brasiliensis, N=2; P. lutzi, N=4) e Várzea Alegre (T. pseudomaculata, N=1). Em 

contraste com o Rio Grande do Sul, em que espécies infectadas foram coletadas em 
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cinco municípios: Caçapava do Sul (T. carcavalloi, N=1 e Triatoma sp., N=3), 

Canguçú (T. carcavalloi, N=1; NI, N=3), Lavras do Sul (T. rubrovaria, N=4; NI, 

N=5), Santa Rosa (T. infestans, N=10) e São Jerônimo (T. circummaculata, N=3) 

(Figura 20). 

 
Figura 18: Distribuição de espécies de triatomíneos naturalmente infectados pelo T. cruzi, de acordo com o 

município em que foram coletadas no Ceará (A) e no Rio Grande do Sul (B).  
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A Figura 21 indica os habitats em que os triatomíneos positivos para a detecção 

de kDNA de T. cruzi foram encontrados. No Rio Grande do Sul, dos insetos positivos 

pela PCR (30/401), os dez espécimes de T. infestans estavam em peridomicílio (paiol), 

dois T. carcavalloi encontravam-se em área silvestre, assim como os três T. 

circummaculata e quatro T. rubrovaria. Os espécimes Triatoma sp. (N=11), que 

continham o parasito, também estavam presentes em ecótopo silvestre. Todos estes 

insetos vetores, do ambiente silvestre, foram coletados sob-rochas (insetos rupestres). 

No Ceará, somente quatro insetos (T. brasiliensis), entre os 63 positivos para T. cruzi, 

foram coletados no intradomicílio. Os demais indivíduos com infecção natural foram 

coletados no ambiente peridomiciliar: T. pseudomaculata (N=28), T. brasiliensis 

(N=25) e P. lutzi (N=6).  
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Figura 191: Distribuição por espécies de triatomíneos infectados por T. cruzi de acordo com o ambiente em 

que foram coletados, no Ceará (A) e no Rio Grande do Sul (B).  
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5.3 Avaliação da carga parasitária: qPCR multiplex  

Para quantificar a carga parasitária de amostras de triatomíneos considerados 

positivos a partir da detecção de kDNA de T. cruzi por PCRc, foi utilizado um ensaio de 

qPCR multiplex com base no sistema TaqMan, tendo como alvo o gene que codifica a 

região 12S do RNA ribosomal de triatomíneos e o DNA nuclear satélite de T. cruzi. A 

Figura 22 demonstra um exemplo de curva padrão de calibração construída a partir de 

DNA diluído em série, extraído de um pool de cinco intestinos de triatomíneos (R. 

prolixus livres de infecção) contaminado artificialmente com epimastigotas de T. cruzi 

CL Brener. A faixa de detecção de DNA de T. cruzi foi linear, variando de 10
5
 a 0,5 

equivalentes de parasito, a partir de amostras reconstituídas de intestinos de 

triatomíneos infectados com o parasito. Da mesma forma, a detecção de DNA de 

triatomíneos foi linear, na faixa de 5 a 0,002 equivalentes de triatomíneo. Para o alvo T. 

cruzi a equação da reta foi Y= - 3,36x + 32,80, o que resultou uma eficiência de 98,3% 

e coeficiente de linearidade (R
2
) de 0,99 (Figura 22). 
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Figura 202: Ensaio de qPCR TaqMan: Curva padrão representativa construída a partir de DNA diluído 

em série, extraído de um pool de cinco intestinos de triatomíneos não infectados, contaminado 

artificialmente com epimastigotas de T. cruzi CL-Brener. 

A inclinação (slope), coeficiente de regressão (R
2
) e a eficiência de amplificação (Eff) estão indicados nos 

gráficos. 

 
 

Na Figura 23 estão representadas as curvas de amplificação (amplification plot) 

geradas pelo equipamento ABI Prism 7500 Fast durante os ensaios de quantificação. 

Pode-se observar uma expressiva variação dos valores de CT para o alvo em triatomíneo 

(CT = 20 a CT = 36), considerando a heterogeneidade dos triatomíneos capturados 

quanto aos estádios evolutivos dos espécimes (Figura 17). Ressalta-se que as amostras 

de DNA de triatomíneos que foram quantificadas, foram aquelas que deram resultados 

positivos para a presença de DNA de T. cruzi pela PCR convencional multiplex e que 

revelaram o fragmento de 163pb correspondente a região 12S do RNA ribosomal de 

triatomíneos, confirmando assim a qualidade do DNA extraído e ausência de inibidores 

nas amostras. Da mesma forma, pode ser observada a variação dos valores de CT para o 

alvo em T. cruzi (CT = 10 a CT = 37), demonstrando a diferença de carga parasitária 

entre as diferentes amostras de triatomíneos.  
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Figura 23: Curvas de amplificação do ensaio de qPCR – sistema TaqMan. 

(A) Alvo triatomíneo. (B) Alvo T. cruzi.  Eixo X: número de ciclos. Eixo Y: variação de 

fluorescência normalizada gerada pela clivagem da sonda TaqMan (Rn). A linha horizontal nos 

gráficos (em rosa/azul) corresponde ao Threshold selecionado no software, o que permite indicar o 

ciclo (CT) no qual a fluorescência de cada amostra ultrapassa a linha Threshold, estipulado em 0,02 

em todos os ensaios. 

 
 

 

No Rio Grande do Sul, dos 30 insetos positivos para T. cruzi por PCRc, 29 

foram quantificados por qPCR. A carga parasitária variou entre 2,3 × 10
7
 (um único 

exemplar) a 1,5 × 10
1 

equivalentes de parasito, com uma mediana de 10
4 

equivalentes de 

parasito. Quando a carga foi analisada por espécie, T. rubrovaria apresentou a maior 

quantidade de parasitos (2,3 × 10
7
 equivalentes de parasito). Em contraste, Triatoma sp. 

e T. infestans apresentaram infecções mais baixas (1,5 × 10
1 

e 2,1 × 10
1
 equivalentes de 

T. cruzi, respectivamente). Os dois exemplares de triatomíneos que foram positivos para 

T. cruzi por microscopia óptica pertenciam à espécie T. infestans (ninfas de 5º estádio). 

A carga parasitária destes foi de 5,8 × 10
2
 e 2,1 × 10

1
 equivalentes de T. cruzi. No 

Ceará, das 63 amostras PCRc-positivas, 58 puderam ser avaliadas quantitativamente por 

qPCR. Neste estado, a carga parasitária variou entre 9,1 × 10
7
 a 1,2 × 10

-2 
equivalentes 

de parasito, com mediana de 0,9 × 10
3
 equivalentes de parasito. A análise por espécie 

revelou que as maiores cargas parasitárias observadas foram em T. pseudomaculata e T. 

brasiliensis (9,1 × 10
7
 e 1,9 × 10

7
 equivalentes de parasito, respectivamente). A menor 

carga foi encontrada em P. lutzi (1,2 × 10
-2 

equivalentes de T. cruzi) (Figura 24, Tabela 
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9). A distribuição das cargas parasitárias entre os estados foi estatisticamente 

significante (P-valor=0.0008) e entre as espécies não foi significante (P-valor=0.9680). 

 

Figura 24: Distribuição da carga parasitária por T. cruzi em triatomíneos coletados nos estados do Rio 

Grande do Sul e Ceará. 

(A): Distribuição da carga parasitária por estado. (B): Distribuição da carga parasitária por espécie de 

triatomíneo. O valor da mediana está indicado pela linha horizontal.  
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5.4 Genotipagem de T. cruzi em triatomíneos naturalmente infectados 

 

A tipagem molecular de T. cruzi em triatomíneos naturalmente infectados foi 

baseada em reações de PCR convencional multilocus, a partir de algoritmos adaptados 

de BURGOS et al. (2010), RAMIREZ et al. (2010) e DOS SANTOS-RODRIGUES 

(2015) (Figura 13). 

A caracterização das linhagens de T. cruzi pôde ser realizada em 30% (9/30) e 

28,6% (18/63) das amostras positivas para infecção coletadas nos estados do Rio 

Grande do Sul e Ceará, respectivamente (Tabela 9). Quanto às DTUs encontradas, a 

mais abundante no estado do Ceará foi TcI (8/18, 44,4%), além da ocorrência de TcV 

(3/18, 16,7%), TcII (1/18, 5,6%) e TcVI (1/18, 5,6%). Algumas coinfecções também 

foram observadas, sendo duas ocorrências de TcIII+V (2/18, 11,1%), além de uma 

infecção mista de TcI+II/V/VI (1/18, 5,6%), não sendo possível identificar ao certo qual 

a linhagem estava presente junto com TcI. E, em dois casos de infecção (TcIII/IV) em 

T. pseudomaculata, a DTU não foi totalmente definida (11,1%). A DTU TcI foi 

encontrada em espécies T. brasiliensis (N=3, fêmeas) coletadas no município de Alto 

Alegre; em T. pseudomaculata (N=4), sendo duas fêmeas e uma ninfa N5 (N=3) em 

Potengi, e um inseto macho em Santa Quitéria; além de P. lutzi (N=1, macho) de Farias 

Brito. A DTU TcII foi identificada em T. brasiliensis (N=1) de 5º estádio de Assaré; 

TcV em T. brasiliensis (N=3), correspondente a um espécime macho de Assaré e duas 

ninfas N5 de Alto Alegre; TcVI em um espécime de T. brasiliensis (macho) de Assaré. 

As duas coinfecções por TcIII+V foram encontradas em P. lutzi (macho), de Santa 

Quitéria; e a coinfecção TcI+II/V/VI foi observada em um único exemplar de T. 

brasiliensis (N5) de Alto Alegre. Com relação às DTUs encontradas no estado do Rio 

Grande do Sul, a mais predominante também foi a TcI (5/9, 55,5%), além da ocorrência 

de TcV em uma amostra (11,1%). Um caso de coinfecção por TcI+IV foi verificada 

(11,1%). E em 22,2% (2/9) das amostras não foi possível definir a DTU, sendo 

classificada como III/IV e II/V/VI.  A DTU TcI foi encontrada na espécie T. rubrovaria 

(N=3, duas fêmeas e um macho) coletados no município de Lavras do Sul; em T. 

infestans (N=1, ninfa N5) de Santa Rosa; e em Triatoma sp. (N=1, ninfa N2) de 

Caçapava do Sul. TcV foi identificada em um exemplar de espécie NI (ninfa N2) de 

Canguçu; e coinfecção por TcI+IV em um inseto fêmea da espécie T. circummaculata, 

de São Jerônimo. Um exemplar de 5º estádio e outro exemplar macho de T. infestans, 

do município de Santa Rosa, não tiveram a confirmação da DTU, sendo essa 
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caracterizada como II/V/VI e III/IV, respectivamente. O mapa da Figura 25 demonstra 

a distribuição das DTUs nos dois estados estudados.  

 

Tabela 9: Distribuição dos municípios, espécies, estádios evolutivos e as DTUs correspondentes nos estados do Ceará 

e do Rio Grande do Sul.  

Ceará 

Municípios Espécies 

Estádios 

evolutivos DTUs 

Carga parasitária 

(equivalentes de parasito) 

Assaré Triatoma brasiliensis N5 II 1,8 × 10
7
 

Assaré Triatoma brasiliensis Macho VI 1,9 × 10
7
 

Assaré Triatoma brasiliensis Macho V 4,3 × 10
1
 

Alto Alegre Triatoma brasiliensis N5 V 1,9 × 10
3
 

Alto Alegre Triatoma brasiliensis N5 I+II/V/VI 4,7 × 10
3
 

Alto Alegre Triatoma brasiliensis N5 V 2,6 × 10
2
 

Alto Alegre Triatoma brasiliensis Femea I 9,0 × 10
0
 

Alto Alegre Triatoma brasiliensis Femea I 4,0 × 10
-1

 

Alto Alegre Triatoma brasiliensis Femea I 2,8 × 10
2
 

Farias Brito Triatoma pseudomaculata N5  III/IV 2,8 × 10
3
 

Farias Brito Triatoma pseudomaculata N5  III/IV 3,9 × 10
4
 

Farias Brito Panstrongylus lutzi Macho I 8,3 × 10
1
 

Potengi Triatoma pseudomaculata N5 I 4,0 × 10
3
 

Potengi Triatoma pseudomaculata Femea I 9,1 × 10
3
 

Potengi Triatoma pseudomaculata Femea I 6,6 × 10
0
 

Santa Quiteria Panstrongylus lutzi Macho III+V 4,2 × 10
4
 

Santa Quiteria Triatoma pseudomaculata Macho I 1,1 × 10
4
 

Santa Quiteria Panstrongylus lutzi Macho III+V 6,4 × 10
6
 

 

Rio Grande do Sul 

Municípios Espécies 

Estádios 

evolutivos DTUs 

Carga parasitária 

(equivalentes de parasito) 

Canguçu Triatoma sp. N2 V 1,5 × 10
1
 

Caçapava do Sul Triatoma sp. N2 I 5,4 × 10
1
 

Lavras do Sul Triatoma rubrovaria Macho I 6,4 × 10
2
 

Lavras do Sul Triatoma rubrovaria Femea I 1,3 × 10
5
 

Lavras do Sul Triatoma rubrovaria Femea I 2,3 × 10
7
 

Santa Rosa Triatoma infestans N5 I 2,1 × 10
1
 

Santa Rosa Triatoma infestans N5 II/V/VI 5,8 × 10
2
 

Santa Rosa Triatoma infestans Macho III/IV X 

São Jeronimo Triatoma circummaculata Femea I+IV 2,4 × 10
2
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Figura 215: Distribuição das DTUs de T. cruzi em triatomíneos naturalmente infectados 

coletados nos estados do Ceará (em bege) e do Rio Grande do Sul (em cinza).  

O número de amostras em que determinada DTU foi encontrada em cada região está 

indicado dentro dos hexágonos. 

 

 

 

As DTUs puderam ser distinguidas através da análise do perfil eletroforético dos 

fragmentos obtidos, visualizados em gel de agarose a 3% (Figura 26).  
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Figura 226: Gel representativo da tipagem molecular de T. cruzi em amostras de triatomíneos naturalmente 

infectados. 

 

 
A. Região intergênica do Spliced Leader (SL-IRac). M: Marcador de peso molecular de 100 pb; 1: Controle negativo 

da PCR (tubo contendo todos os reagentes na ausência de DNA); 2: Controle negativo de triatomíneo (inseto não 

infectado mantido em laboratório - Laboratório de Bioquímica e Fisiologia de Insetos/IOC); 3-12: Amostras de 

triatomíneos; 13: Controle positivo Tc I (Cepa Dm28c, 150pb), 14: Controle positivo Tc II/V/VI (Cepa Y, 157pb); 

15: Controle positivo Tc III/IV (Cepa 4167, 200pb). B. Região intergênica do Spliced Leader (SL-IRI e II). M: 

Marcador de peso molecular de 100 pb; 1: Controle negativo da PCR (tubo contendo todos os reagentes na ausência 

de DNA); 2: Controle negativo de triatomíneo (inseto não infectado mantido em laboratório - Laboratório de 

Bioquímica e Fisiologia de Insetos/IOC); 3-21: Amostras de triatomíneos; 22: Controle positivo Tc I (Cepa Dm28c, 

350pb); 23: Controle positivo Tc II/V/VI (Cepa Y, 300pb); 24: Controle positivo Tc III/IV (Cepa 4167, não 

amplifica). C. Região do gene da subunidade 24S-. M: Marcador de peso molecular de 100 pb, 1: Controle negativo 

da PCR (tubo contendo todos os reagentes na ausência de DNA); 2-12: Amostras de triatomíneos; 13: Controle 

positivo Tc II/VI (Cepa Y, 140pb); 14: Controle positivo Tc V (Cepa LL014, 125/140pb); 15: Controle positivo Tc III 

(Cepa 3663, 125pb). D. Região correspondente ao Fragmento nuclear A 10. M: marcador de peso molecular de 100 

pb; 1: Controle negativo da PCR (tubo contendo todos os reagentes na ausência de DNA); 2: Controle negativo de 

triatomíneo (inseto não infectado mantido em laboratório - Laboratório de Bioquímica e Fisiologia de Insetos/IOC); 3-

16: Amostras de triatomíneos; 17: Controle positivo Tc II (Cepa Y, 690/580pb); 18: Controle positivo Tc VI (Clone 

CL-Brener, 630/525pb). 

 

 

5.4.1 Comparação entre genótipos de T. cruzi e carga parasitária no inseto 

vetor 

Com o objetivo de verificar uma possível correlação entre carga parasitária e 

linhagem genética de T. cruzi, foi feita a comparação entre o número estimado de 

parasitos presentes nos triatomíneos infectados do Ceará e Rio Grande do Sul, e as 

DTUs de T. cruzi (Tabela 9). A Figura 27a mostra o resultado obtido no Ceará, em que 
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triatomíneos da espécie T. brasiliensis (N=2), infectados com TcII e TcVI apresentaram 

cargas parasitárias mais altas (1,8 × 10
7
 e 1,9 × 10

7
 equivalentes de parasito, 

respectivamente). As amostras que apresentaram infecção por TcI tiveram uma 

distribuição mais ampla dos valores de carga parasitária, variando entre 4 × 10
-1

 (T. 

brasiliensis) a 1,1 × 10
4
 (T. pseudomaculata) equivalentes de parasito. Com relação à 

quantificação de parasitos nos triatomíneos que apresentaram infecções mistas, o valor 

estimado da mediana para os dois espécimes de P. lutzi infectados por TcIII+V foi de 

6,4×10
6 

equivalentes de parasito, em comparação ao único exemplar de T. brasiliensis 

coinfectado com TcI+II/V/VI, o qual apresentou 4,7 × 10
3 

equivalentes de parasito. As 

duas amostras infectadas de T. pseudomaculata, que não tiveram a DTU identificada 

(sendo TcIII ou IV) continham 3,9 × 10
4
 e 2,8 × 10

3 
equivalentes de parasito.  

As análises obtidas no Rio Grande do Sul estão representadas na Figura 27b, 

em que a maior e mais diversa carga parasitária foi encontrada em amostras infectadas 

por TcI, variando entre 2,1 × 10
1 

(T. infestans) a 2,3 × 10
7 

(T. rubrovaria) equivalentes 

de parasito. Uma ninfa N2 de Triatoma sp. continha 1,5 × 10
1
 equivalentes de TcV. A 

coinfecção TcI+IV em T. circummaculata apresentou 2,4 × 10
2  

equivalentes de T. cruzi. 

E em um espécime de T. infestans que não foi possível classificar a DTU ao certo, 

podendo ser TcII, V ou VI, a carga parasitária foi de 5,8 × 10
2 

equivalentes de parasito. 

Infelizmente, não foi possível quantificar o parasito em uma amostra da espécie T. 

infestans infectado por TcIII ou TcIV, por insuficiência no volume de DNA eluído para 

posterior uso na qPCR.  

As análises estatísticas não apresentaram diferenças significativas quanto à 

possível associação entre carga parasitária e DTUs de T. cruzi nos estados do Ceará e 

Rio Grande do Sul (P-valor=0,6255 e P-valor=0,4400, respectivamente). 
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Figura 237: Relação entre cargas parasitárias e DTUs. (A): Ceará. (B): Rio Grande do Sul. 

O valor da mediana está indicado pela linha horizontal. 
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6 DISCUSSÃO 

 

Para a ocorrência de transmissão do T. cruzi para o homem, no domicílio através 

do vetor, é necessário que o triatomíneo invada (somente para o repasto sanguíneo) ou 

colonize a habitação humana vulnerável e que esteja infectado com o parasito. A 

colonização do vetor pode estar relacionada ao baixo efeito residual de inseticidas, 

somado às alterações nos biomas induzidas pela devastação do ecótopo natural por ação 

antrópica, além de atribuições intrínsecas do inseto vetor, como fatores genéticos e 

comportamentais (FERREIRA; SILVA, 2006). Ademais, atenção especial deve ser dada 

às espécies de triatomíneos autóctones de importância secundária, que podem invadir 

novamente e recolonizar domicílios submetidos a tratamento químico com inseticidas, 

não sendo possível sua eliminação definitiva (SILVEIRA, 2000). É importante ressaltar 

que a capacidade vetorial de cada espécie, para a transmissão do parasito ao homem, 

depende de uma série de fatores, tais como, alto grau de antropofilia, ingestão de 

volume sanguíneo expressivo e apresentar um curto período de repasto, elevada 

suscetibilidade ao parasito e dispor de ampla capacidade de metaciclogênese, além do 

tempo reduzido entre repasto e defecação (FORATTINI, 1980; SILVA et al., 1993; 

ARGOLO et al., 2008; DIAS et al., 2013).  

Atualmente, os principais métodos para o controle da doença de Chagas são o 

controle do inseto vetor, a proteção de alimentos contra contaminação com fezes de 

triatomíneos e a triagem de sangue e órgãos para a presença de T. cruzi 

(HOLLINGSWORTH et al., 2015). As estratégias para interromper a transmissão do T. 

cruzi pela via vetorial incluem a aplicação de inseticidas residuais no interior das 

habitações, uso de mosquiteiros e melhoria das habitações (HOLLINGSWORTH et al., 

2015). Inseticidas devem ser aplicados regularmente a fim de se evitar a re-infestação, 

porém isso tem levado ao desenvolvimento de resistência em algumas espécies de 

triatomíneos (HOLLINGSWORTH et al., 2015). Por outro lado, melhorias das 

habitações podem ser efetivas, embora dispendiosas (HOLLINGSWORTH et al., 2015).   

Quando o controle vetorial for falho, a interação parasito-vetor-hospedeiro-reservatório 

pode ser mantida (COUTINHO et al., 2014) e, assim, a enfermidade permanece sendo 

um problema de saúde pública no Brasil, mesmo com a Certificação Internacional de 

Eliminação da Transmissão de T. cruzi pelo T. infestans.  
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Nesse contexto, para efetivos programas de controle, torna-se importante a busca 

de métodos mais acurados para avaliar taxas de infecção natural por T. cruzi em 

triatomíneos, e que possibilitem, concomitantemente, estimar a carga parasitária nos 

vetores, além da identificação da linhagem do parasito, contribuindo assim para a 

identificação de possíveis riscos de transmissão vetorial da doença de Chagas em 

regiões onde há presença de insetos vetores nos ambientes doméstico e peridoméstico. 

Contudo, a maior parte da análise acerca do índice de infecção por T. cruzi é realizada 

com base na pesquisa microscópica de encontro do parasito nas fezes, o que pode 

refletir na subnotificação das taxas de infecção vetorial, devido a menor sensibilidade 

do método parasitológico clássico. 

6.1 Comparação entre PCRc multiplex e exame parasitológico por 

microscopia óptica: 

Onze exemplares de triatomíneos (4 espécimes do Ceará e 7 do Rio Grande do 

Sul) não amplificaram o gene constitutivo do triatomíneo na PCR convencional 

multiplex. Essa inibição pode ter ocorrido devido a co-purificação de vários inibidores 

potenciais (SCHRADER et al., 2012), tais como polissacarídeos (os que são produzidos 

pela microbiota do inseto, por exemplo (MADDRELL, 1964), hemoglobina (lançado 

pela hemólise no intestino médio anterior), hemozoína (agregado de heme, a qual é 

produzida no intestino médio posterior (OLIVEIRA et al., 1999) e, eventualmente, 

ácido úrico (um produto final do metabolismo da purina que é altamente abundante no 

intestino posterior).  

Entretanto, no presente estudo, pôde-se observar a maior sensibilidade da PCR 

convencional multiplex quando comparada à análise microscópica para a detecção de T. 

cruzi em triatomíneos (Tabela 8). Dos 401 triatomíneos coletados no Rio Grande do 

Sul, o DNA de T. cruzi foi detectado em 30 amostras (7,5%); no Ceará, dos 395 insetos 

coletados, 63 (15,9%) foram positivos pela PCR. Este resultado é contrastante quando 

comparado ao exame microscópico, em que o parasito foi encontrado somente em dois 

exemplares do Rio Grande do Sul, não sendo identificado em nenhum exemplar 

coletado no Ceará. Estes resultados demonstram as diversas limitações do exame 

parasitológico clássico para a análise de insetos de campo, como baixa sensibilidade em 

amostras com números reduzidos de parasitos, somada à perda de especificidade devido 

às infecções com outros tripanosomatídeos, baixa reprodutibilidade, dificuldade no 

processamento de ninfas muito pequenas, necessidade da análise em insetos frescos, 
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além da microscopia ser um procedimento laborioso e subjetivo, variando de 

observador para observador. Parte dos exemplares coletados (222/796, 27,9%) eram 

ninfas muito pequenas, além da alta frequência de espécimes mortos ou ressecados que 

foram submetidos ao exame a fresco, dificultando a análise. Outros estudos corroboram 

estes dados de comparação de sensibilidade entre os métodos.  

Em 1995, Breniere et al. testaram a aplicabilidade da PCR para o alvo kDNA de 

T. cruzi, em quatro espécies de triatomíneos autóctones da Bolívia. Os autores 

observaram concordância de 85,3% na positividade entre a PCR e microscopia, para as 

análises em T. infestans. Porém, nas espécies Rhodnius pictipes, Eratyrus mucronatus e 

T. sordida, cujos conteúdos intestinais foram todos negativos ao exame microscópico, 

foram obtidos 52,8%, 19,1% e 12,5% de resultados positivos, respectivamente, pela 

PCR (BRENIERE et al., 1995).  

No ano seguinte, outro estudo utilizou a técnica molecular para detectar a 

presença de DNA do protozoário em fezes secas de T. infestans coletadas em papel 

filtro, em insetos infectados artificialmente pela alimentação em macacos na fase 

crônica da doença (parasitemia baixa) e em triatomíneos coletados em áreas endêmicas 

do Paraguai (RUSSOMANDO et al., 1996). Os resultados sugeriram que a avaliação 

por PCR pode reduzir o tempo necessário para o exame de insetos utilizados em 

xenodiagnóstico. Ademais, os autores relatam uma positividade de 84% pela PCR e 

26% pela microscopia óptica em triatomíneos de campo. Isso pode ser explicado devido 

à falta de mobilidade dos protozoários flagelados nas fezes secas depositadas em papel 

filtro, que também pode ocorrer quando o inseto se encontra morto, sendo este um viés 

do método clássico de microscopia (RUSSOMANDO et al., 1996).  

Dorn et al. (1999) compararam as sensibilidades da PCR e microscopia óptica 

em diversos compartimentos do tubo digestivo dos dois principais vetores da 

Guatemala, T. dimidiata e R. prolixus. Para amostras do intestino posterior de T. 

dimidiata, a positividade por PCR foi de 39.1% e por microscopia foi de 24.6%, não 

sendo observadas diferenças significativas. Entretanto, em R. prolixus a PCR 

demonstrou ter maior sensibilidade (57.6% amostras positivas) comparada à 22.7% de 

positividade por exame a fresco. Os autores enfatizam ainda a necessidade de se analisar 

o conteúdo de diferentes sítios anatômicos do tubo digestivo do inseto, intestino 
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anterior, médio e posterior (reto), como forma de aumentar a sensibilidade dos ensaios 

diagnósticos (DORN et al., 1999).  

Em 2006, Marcet et al. compararam a técnica de PCR e o exame miscroscópico, 

em lisados fecais obtidos de T. infestans coletados em área rural da Argentina. Os 

ensaios de PCR detectaram o kDNA do parasito em 91% das amostras positivas e em 

7,5% das amostras negativas ao exame microscópico direto. Porém, a PCR não foi 

capaz de detectar a presença do parasito em duas amostras positivas obtidas de T. 

guasayana e em duas amostras também positivas de T. garciabesi. No entanto, a partir 

da abordagem molecular com o uso de outro alvo, o gene 24Sα do DNA ribosomal, foi 

revelado que estas amostras PCR-negativas e microscopia-positivas estavam infectadas 

com outros tripanosomatídeos. Assim, os autores advertem para o cuidado que se deve 

ter ao realizar um diagnóstico de infecção pelo T. cruzi com base apenas na microscopia 

óptica de fezes frescas não coradas, a fim de se evitar resultados falso-positivos 

(MARCET et al., 2006).  

Um estudo realizado por PINHO (2012) demonstrou diferenças de sensibilidade 

entre as técnicas de microscopia óptica e PCR, para diagnóstico da infecção por T. cruzi 

no conteúdo intestinal de triatomíneos capturados em dois municípios do estado do 

Ceará. Observou-se uma sensibilidade de 100% para a PCR e de apenas 28,6% para a 

microscopia óptica. VILLACIS et al. (2015), avaliaram taxa de infecção natural em 

Panstrongylus howardi coletados em dez municípios do Equador. A presença de T. 

cruzi foi confirmada em 29,8% e 61,7% dos insetos analisados por microscopia e por 

PCR, respectivamente.  

A partir deste conjunto de dados que validam a elevada sensibilidade do ensaio 

molecular, podemos sugerir a aplicação da PCR em inquéritos epidemiológicos de 

campo para estimativa de taxas de infecção natural por T. cruzi em distintas espécies de 

vetores coletadas em diferentes ecótopos. 

6.2 Infecção natural por T. cruzi e DTUs identificadas nos triatomíneos 

provenientes do Ceará – Bioma Caatinga: 

 

No presente trabalho foi observada uma maior taxa de infecção natural por T. 

cruzi em triatomíneos presentes no Ceará (15,9%), em comparação com Rio Grande do 

Sul (7,5%).  A Caatinga representa uma vegetação característica da região semiárida do 
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Nordeste brasileiro como, por exemplo, o Ceará. Este bioma ocupa a terceira posição 

em diversidade de triatomíneos (GURGEL GONÇALVES et al 2012). A agricultura de 

subsistência é a principal atividade dos habitantes, além de pecuária, principalmente 

cabras e galinhas, que vivem livres no ambiente peridoméstico (SARQUIS et al., 2012), 

atraindo insetos vetores hematófagos ao redor das habitações humanas. No Ceará, 

encontramos o maior percentual de positividade da PCR em função da espécie de 

triatomíneo, sendo de 85,7% para a espécie P. lutzi, seguido de T. brasiliensis (18,4%) e 

T. pseudomaculata (12,2%) (Figura 18). Em relação à P. lutzi, a elevada positividade 

encontrada pode estar superestimada, pelo fato de ter sido coletado um reduzido número 

de exemplares desta espécie e a grande maioria estar infectada. Para as outras duas 

espécies coletadas no Ceará, ressalta-se que compõem o grupo das cinco espécies de 

maior importância epidemiológica no Brasil, por ordem de relevância: T. infestans, P. 

megistus, T. brasiliensis, T. sordida e T. pseudomaculata (GALVÃO, 2015).  

T. brasiliensis Neiva, 1911 é a espécie autóctone de maior importância no 

Nordeste brasileiro, encontrada principalmente em regiões semiáridas (SILVEIRA; 

VINHAES, 1999; DIAS, 2000), possuindo ampla distribuição em onze estados 

brasileiros (Alagoas, Bahia, Ceará, Goiás, Maranhão, Paraíba, Pernambuco, Piauí, 

Sergipe, Tocantins e Rio Grande do Norte) (GALVÃO, 2015). É considerada a espécie 

de triatomíneo mais adaptada a temperaturas mais elevadas e a climas mais secos 

(FORATTINI, 1980). O complexo T. brasiliensis é considerado um grupo monofilético, 

compreendendo quatro espécies (T. brasiliensis Neiva, 1911; T. juazeirensis Costa & 

Felix, 2007; T. melanica Neiva & Lent, 1941; T. sherlocki Papa et al., 2002) e duas 

subespécies (T. brasiliensis brasiliensis Neiva, 1911; T. brasiliensis macromelasoma 

Galvão, 1956), que podem ser identificadas por características morfológicas externas e 

pela chave taxonômica (DE SOUZA et al., 2015). A subespécie T. b. brasiliensis, 

encontrada também no Ceará, tem sido considerada como a principal preocupação para 

a transmissão do T. cruzi, por possuir ampla distribuição geográfica e hábitos 

sinantrópicos, com alto índice de domiciliação e de infecção natural por T. cruzi, em 

comparação com outras espécies vetoras, além da sua capacidade em ocupar uma 

enorme variedade de ecótopos, sendo encontrada nos ambientes domiciliar e 

peridomiciliar (COSTA et al., 1998; 2003). Estes fatores alertam para a necessidade de 

manutenção da vigilância entomológica e medidas contínuas de controle contra o vetor. 

No ambiente silvestre a espécie pode ser encontrada principalmente sob rochas, 

associada a roedores (Kerodon rupestris) (COSTA et al, 1998; GALVÃO, 2015). 
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Diversos estudos apontam para a variação entre as taxas de infecção por T. cruzi 

em T. brasiliensis no estado do Ceará, como mostrado em seguida. Por meio da 

microscopia óptica das fezes, um estudo realizado em domicílio e peridomicílio por 

Costa et al., em 2003, verificou que menos de 1% dos insetos da espécie T. brasiliensis 

estava infectado por T. cruzi. Em contraste, exemplares coletados no Rio Grande do 

Norte apresentaram taxa de 4,5%, em Alagoas 4,3%, na Bahia e em Pernambuco o 

percentual de infecção foi de 2,7% (COSTA et al., 2003). Em outro estudo, as fezes de 

triatomíneos da espécie T. brasiliensis foram visualizadas ao microscópio óptico, e em 

10,7% e 15,7% dos insetos coletados no intradomicílio e peridomicílio (município de 

Jaguaruana), respectivamente, foi possível detectar a presença do protozoário flagelado 

(SARQUIS et al., 2004). No município de Tauá, SARQUIS et al. (2010) realizaram a 

investigação de infecção natural em espécimes de T. brasiliensis em ambiente silvestre, 

em variados períodos de coleta. A taxa de infecção foi de 5,3% em abril, de 10,9% em 

julho, de 0% em setembro, e de 3% em dezembro. Em outro estudo do mesmo grupo, 

também usando o método clássico de microscopia, foi observada uma taxa de infecção 

de 2,8% em amostras de T. brasiliensis capturados em galinheiros, chiqueiros, currais, 

amontoados de telhas e madeiras, na localidade Nova Morada (SARQUIS et al., 2012). 

BEZERRA et al. (2014) conduziram um estudo no município de Tauá, utilizando o 

exame parasitológico das fezes dos vetores em busca do parasito. Observaram que o 

ambiente peridomiciliar foi o local no qual os insetos (T. brasiliensis) tiveram a maior 

taxa de infecção natural (14%), embora os ecótopos mais infestados fossem galinheiros. 

Os espécimes coletados no ambiente silvestre tiveram uma taxa de 1,2%. COUTINHO 

et al. (2014), por exame a fresco das fezes de triatomíneos coletados no município de 

Russas, verificaram uma alta taxa de positividade em T. brasiliensis (27,3%). Com o 

ensaio de PCR para detectar a presença de kDNA do protozoário em triatomíneos 

coletados no peridomicílio, no município de Jaguaruana, foi possível observar que 

17,9% de T. brasiliensis estavam naturalmente infectados (PINHO, 2012). Esses dados 

são congruentes com os resultados obtidos no presente trabalho, em que T. brasiliensis 

apresentou uma positividade de 18,4%, todos também coletados no peridomicílio. A 

partir da detecção de T. cruzi por amplificação do DNA de mini-exon em triatomíneos 

coletados no peridomicílio (município Russas), em 2015, foi verificado que 90% dos 

insetos da espécie T. brasiliensis capturados (N=20) estavam infectados com o 

protozoário (GUMIEL et al., 2015). A maior taxa de infecção natural presente em T. 

brasiliensis pela PCR, comparada com a maioria dos estudos que empregaram a 
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metodologia clássica de microscopia, pode ser explicada pela sensibilidade mais 

elevada da técnica molecular. 

A espécie T. pseudomaculata Correa & Espínola 1964, é tipicamente encontrada 

na região Nordeste do Brasil, distribuída geograficamente pelos estados de Alagoas, 

Bahia, Ceará, Distrito Federal, Goiás, Maranhão, Minas Gerais, Mato Grosso, Mato 

Grosso do Sul, Paraíba, Pernambuco, Piauí, Rio Grande do Norte, Sergipe e Tocantins 

(GALVÃO, 2015). T. pseudomaculata ocorre em simpatria com T. brasiliensis, 

compartilham diferentes ecótopos da mesma região, com grande capacidade de 

adaptação aos ambientes artificiais (DIAS, 1995; ASSIS et al., 2007). Ambas as 

espécies são consideradas os principais vetores em zonas semiáridas do Nordeste, 

devido às suas características ecológicas, sua distribuição generalizada e quanto aos 

níveis de infecção natural (SILVEIRA; VINHAES, 1999), apresentando um importante 

papel epidemiológico (OLIVEIRA-LIMA et al., 2000; FREITAS et al., 2004; 

CARBAJAL-DE-LA FUENTE et al., 2007). Essas espécies podem ser coletadas no 

peridomicílio e em ecótopos naturais de vegetação xerófila, já sendo observadas 

colônias em domicílio no estado do Ceará (FREITAS et al., 2005). Porém, T. 

pseudomaculata ocorre em menor número no domicílio quando comparado a T. 

brasiliensis, espécie já domiciliada no Nordeste brasileiro. O T. pseudomaculata é 

facilmente encontrado no peridomicílio, principalmente em galinheiros (ASSIS et al., 

2007) e sob casca de árvores e em ninhos de aves (CARCAVALLO et al., 1988). Neste 

caso, quando existe uma associação alimentar com animais refratários ao parasito, esta 

espécie de vetor não apresentará infecção (DIAS, 2000). T. pseudomaculata é 

considerada espécie secundária, pois ainda não foi registrada infecção natural por T. 

cruzi em habitações humanas, além de apresentar baixas taxas de diferenciação para as 

formas tripomastigotas metacíclicas, infectantes para vertebrados, fato este que se 

reflete em sua capacidade vetorial (FORATTINI et al., 1981; PERLOWAGORA-

SZUMLEWCZ; MOREIRA, 1994, GONÇALVES et al., 1997). Porém, está entre as 

cinco espécies de maior importância na transmissão do parasito (GALVÃO, 2015) e, 

progressivamente, vem se instalando nos ecótopos artificiais e aumentando a sua taxa de 

colonização no peridomicílio, tornando-se assim uma espécie em transição (FREITAS 

et al. 2004).  

Alguns estudos de identificação de infecção natural por T. cruzi em T. 

pseudomaculata foram realizados no estado do Ceará, como descritos a seguir. 
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SARQUIS et al. (2004) observaram uma taxa de positividade de 18,3%, por meio da 

microscopia óptica, somente em insetos coletados no peridomicílio no distrito de 

Jaguaruana. Nos municípios de Assaré e Salitre foi observada a presença do protozoário 

através do exame a fresco em 1,6% dos espécimes de T. pseudomaculata coletados no 

peridomicílio (FREITAS et al., 2005). Pinho (2012), em pesquisa realizada no 

município de Jaguaruana, observou que triatomíneos coletados no peridomicílio da 

espécie T. pseudomaculata apresentavam 87,5% de positividade para T. cruzi a partir da 

detecção de kDNA por PCR (PINHO, 2012). Uma alta taxa de infecção natural (39,5%) 

em amostras de T. pseudomaculata coletadas no peridomicílio, no município de Russas, 

foi observada por COUTINHO et al. (2014). Em 2015, a partir da detecção de T. cruzi 

por amplificação do DNA de mini-exon em triatomíneos coletados no peridomicílio 

(município Russas), foi verificado que 80% dos insetos da espécie T. pseudomaculata 

estavam infectados com o protozoário. Essa elevada taxa pode ser explicada pelo 

pequeno número de exemplares capturados (N=12) (GUMIEL et al., 2015). No nosso 

estudo, empregando a PCR para o alvo kDNA, observamos que dos 230 espécimes 

coletados no peridomícilio de distintos municípios do Ceará, 29 foram positivos para T. 

cruzi (12,6%). 

P. lutzi Neiva & Pinto, 1923 é uma das espécies nativas do Nordeste brasileiro. 

Sua distribuição geográfica coincide com a distribuição do bioma Caatinga, 

compreendendo os estados: Alagoas, Bahia, Ceará, Minas Gerais, Paraíba, Pernambuco, 

Piauí, Rio Grande do Norte e Sergipe (GALVÃO, 2015). Apesar de serem encontrados 

em tocas de tatus (E. sexcinctus e D. novemcinctus) e rochas habitadas por mocós 

(Kerodon rupestris), possui uma dieta alimentar muito eclética no ambiente domiciliar e 

apresenta níveis elevados de infecção natural (CARANHA et al., 2006). Especialmente 

no Ceará e em Pernambuco, tem se observado cada vez mais a presença de adultos no 

intradomicílio (GALVÃO, 2015). Freitas et al. (2004) foram os primeiros a registrarem 

a ocupação de P. lutzi no peridomicílio nos municípios de: Altaneira, com presença de 

um adulto em galinheiro; Salitre, onde havia um adulto voando; e em Várzea Alegre, 

onde encontraram 18 ninfas (13 foram coletadas em amontoado de tijolos e cinco em 

amontoado de telhas), sendo observada a colonização no peridomicílio. Os autores 

relatam que a presença de indivíduos adultos no peridomicílio pode sugerir uma 

resposta à destruição do habitat natural e escassez de fonte alimentar, acarretando na 

dispersão dos vetores à procura de outros vertebrados. Da mesma forma, o encontro de 

ninfas demonstra a adaptação do inseto neste ecótopo. Ressaltam, também, que a 
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presença destes insetos no ecótopo artificial se deve à proximidade das casas ao 

ambiente silvestre, na região do Cariri, favorecendo a atração dos triatomíneos devido à 

diversidade de hospedeiros ao redor das habitações humanas (FREITAS et al., 2004).  

Estudos acerca da positividade de P. lutzi por T. cruzi no estado do Ceará já 

foram publicados utilizando o exame parasitológico clássico. Entre 1989 e 2001 a taxa 

de infecção natural por T. cruzi em P. lutzi variou entre 1,8% a 5,3%, sendo o 

percentual de positividade no último ano de 1,8%, correspondente a seis adultos e uma 

ninfa (quatro espécimes infectados dentro do domicílio e três no peridomicílio) 

(GARCIA et al., 2005). No estudo realizado no município de Jaguaruana por Sarquis et 

al. (2004), não foi observada a presença de T. cruzi no único exemplar de P. lutzi 

analisado. Em 2006, Caranha et al. analisaram o conteúdo estomacal por microscopia 

óptica de insetos coletados no intradomicílio, de vinte municípios do Ceará, e 

observaram uma alta taxa de positividade de 29,1% (CARANHA et al., 2006). Estudos 

realizados por Freitas et al. (2004) e Bezerra (2013) não foi observada a presença do 

protozoário flagelado por microscopia óptica em exemplares coletados no peridomicílio 

dos municípios de Tauá e Jaguaruana, respectivamente. No presente estudo, o maior 

percentual de positividade da PCR em função da espécie de triatomíneo, foi em 

indivíduos da espécie P. lutzi (6/7; 85,7%), todos coletados no peridomicílio. Como 

citado anteriormente, a elevada positividade encontrada pode ter sido superestimada, 

devido à coleta de um reduzido número de exemplares desta espécie e a grande maioria 

estar infectada. 

Quanto às linhagens genéticas ou DTUs de T. cruzi, TcI é o genótipo mais 

amplamente distribuído no Brasil. Em 2008, Araújo et al. avaliaram as densidades de T. 

cruzi I (isolado de Didelphis aurita proveniente da Mata Atlântica), nas três porções do 

intestino de ninfas de T. brasiliensis. Após infecção experimental, observaram que a 

densidade do isolado TcI foi significativamente maior no reto do que no intestino 

médio, além de altas taxas de metaciclogênese no intestino posterior e competência do 

isolado TcI em completar seu ciclo de vida neste inseto vetor. Os resultados também 

mostraram que T. cruzi foi capaz de se multiplicar e se diferenciar em T. brasiliensis de 

regiões geográficas diferentes, demonstrando a complexidade da interação parasito-

vetor (ARAÚJO et al., 2008). Também em 2008, a subpopulação TcI foi observada em 

T. pseudomaculata presentes em ambientes peridomiciliares e silvestres, no município 

de Jaguaruana. Os autores relatam a importância da circulação de TcI nesta espécie, em 



 

79 

diferentes ambientes, e o possível risco de transmissão doméstica do parasito (BRITO et 

al., 2008). Anteriormente, TcI também havia sido isolado de T. brasiliensis capturados 

nos ecótopos intradomiciliar e peridomiciliar, em Jaguaruana (PACHECO et al., 2005). 

No mesmo município, Lima et al. 2012, através  de PCR convencional multiplex para o 

gene de mini-exon, identificaram a linhagem TcI em T. pseudomaculata provenientes 

de peridomicílio. Ademais, encontraram os genótipos TcI em Rattus rattus e em D. 

albiventris, e TcII em D. albiventris (LIMA et al., 2012). 

No presente estudo, a DTU mais abundante no estado do Ceará foi TcI (8/18, 

44,4%), além da ocorrência de TcV (3/18, 16,7%), TcII (1/18, 5,6%) e TcVI (1/18, 

5,6%) (Tabela 9 e Figura 26). Foi possível identificar TcI em T. brasiliensis (N=3) 

coletados no município de Alto Alegre, em T. pseudomaculata (N=4), de Potengi, além 

de P. lutzi (N=1) de Farias Brito. Segundo Zingales et al. (2012), no estado do Ceará, 

TcI é uma subpopulação que participa do ciclo de transmissão doméstico (ZINGALES 

et al., 2012). O que está de acordo com os resultados obtidos, pois os insetos foram 

capturados no ambiente peridomiciliar, indicando que estão se alimentando de 

hospedeiros infectados presentes ao redor das habitações humanas ou, até mesmo, 

dentro das mesmas, levando em consideração o grau de domiciliação e antropofilia de 

T. brasiliensis.   

Em estudo realizado por Jansen et al. (2015) foram observados no Ceará, em 

reservatórios silvestres, os genótipos TcI (Rattus rattus – N=3) e TcIII (D. novemcinctus 

– N=1). No mesmo ano, Gumiel et al.  classificaram as DTUs de T. cruzi presentes em 

espécies de triatomíneos no município de Russas. Dos indivíduos T. pseudomaculata, 

60% continham TcII e 20% apresentaram infecção mista TcI+TcII. Entretanto, em T. 

brasiliensis 10% dos insetos adultos apresentaram infecção por TcI e 10% por TcII, e 

70% apresentaram infecção mista com TcI+TcII. Em contraste, a infecção em ninfas 

ocorreu, majoritariamente, por TcI (70%), sendo observada coinfecção  por TcI e TcII 

em 20% dos casos. O grupo relata que a elevada percentagem de infecção por T. cruzi 

observada em T. brasiliensis e T. pseudomaculata deve ser cuidadosamente considerada 

pelas autoridades de saúde, por estes triatomíneos serem encontrados nos ecótopos 

peridomiciliares (GUMIEL et al., 2015).  

No presente trabalho também foi identificada a DTU TcII em apenas um 

exemplar de T. brasiliensis, coletado no município de Assaré; e coinfecção com TcI e 

II, V ou VI também em um único exemplar desta espécie, de Alto Alegre. 
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Curiosamente, também foram encontrados em T. brasiliensis, os genótipos TcV (em 

Assaré e Alto Alegre) e TcVI (em Assaré). Para a espécie P. lutzi, coletada em Santa 

Quitéria, foram identificadas duas infecções mistas por TcIII+V. De acordo com 

Zingales et al. 2012, o genótipo TcV não é esperado no Brasil, e a distribuição 

geográfica de TcVI limita-se a região Sul, Sudeste e Centro-oeste do país; sendo as duas 

DTUs presentes no ciclo doméstico (ZINGALES et al., 2012). No entanto, já foi 

observada a presença de TcV em hospedeiros vertebrados no Cerrado e na Caatinga 

(ARAUJO et al., 2011), e os dados obtidos no nosso estudo podem indicar a dispersão 

desta DTU para o Nordeste do Brasil.  

6.3 Infecção natural por T. cruzi e DTUs identificadas nos triatomíneos 

provenientes do Rio Grande do Sul – Bioma Pampa: 

 

O Rio Grande do Sul, representado por planícies subtropicais do Pampa, abriga 

uma grande fauna triatomínica, representada por 12 espécies, a saber: P. megistus 

Burmeister, 1835; P. tupynambai Lent, 1942; T. delpontei Romañae Abalos, 1947; T. 

infestans; T. sordida Stäl, 1859; T. platensis Neiva, 1913 e as espécies pertencentes ao 

subcomplexo T. rubrovaria (GALVÃO, 2015). O subcomplexo T. rubrovaria é 

composto por T. carcavalloi Jurberg, Rocha e Lent, 1998; T. circummaculata Stål, 

1859; T. klugi Carcavallo, Jurberg, Lent e Galvão, 2001; T. oliveirai Neiva, Pinto e 

Lent, 1939; T. rubrovaria Blanchard, 1843 (SCHOFIELD; GALVÃO, 2009); e, o mais 

recentemente descrito, T. pintodiasi Jurberg, Cunha e Rocha, 2013, sendo considerada 

uma espécie críptica com relação a T. circummaculata (JURBERG et al., 2013). Os 

triatomíneos rupestres, no território gaúcho, podem ser classificados como espécies 

introduzidas de hábitos sinantrópicos (T. infestans e T. sordida) e espécies autóctones 

de hábitos silvestres (demais espécies) (BARRETTO, 1976; BEDIN et al., 2009). A 

espécie T. rubrovaria é a mais importante epidemiologicamente devido a sua ampla 

distribuição geográfica e capacidade de transmissão de T. cruzi, seguida de T. 

circummaculata e T. carcavalloi (CARDOZO-DE-ALMEIDA et al., 2014). São 

espécies simpátricas, presentes em ambientes silvestres rochosos (consideradas espécies 

rupestres) e exibem hábito alimentar eclético (ALMEIDA et al., 2002; CARDOZO-DE-

ALMEIDA, 2007). Interessantemente, T. circummaculata realiza a hemolinfagia sobre 

baratas silvestres (Blastódeos) para seguir o seu desenvolvimento até adultos (RUAS-

NETO; CORSEUIL, 2002). Por outro lado, é comum a associação de T. rubrovaria com 

diversos lagartos e lagartixas em cercas e pedregais do Rio Grande do Sul 
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(SCHOFIELD et al., 1994), além de poder desenvolver-se na fase ninfal a partir da 

hemolinfagia sobre baratas do gênero Blaptica (RUAS-NETO; CORSEUIL, 2002). Esta 

espécie tem sido encontrada frequentemente em áreas domiciliares e peridomiciliares 

(ALMEIDA et al., 2002; COSTA et al., 2009), o que comprova as características de 

adaptação do inseto aos ambientes antrópicos. No ambiente peridomiciliar pode ser 

capturada em cercas, muros ou paredes construídas com pedras sobrepostas e, 

ocasionalmente, no interior de habitações próximas aos criadouros (SHERLOCK, 

1979). Em 2002, Ruas-Neto & Corseuil observaram que a espécie T. rubrovaria estava 

presente em todas as regiões com rochas graníticas ou areníticas do Rio Grande do Sul 

(RUAS-NETO; CORSEUIL, 2002). Pressupõe-se que devido aos micro-habitats e às 

fontes alimentares que ali vivem (anfíbios, répteis e artrópodes), as espécies de hábitos 

rupestres possuem maior proteção contra as intempéries e um ciclo biológico mais 

equilibrado (JUBERG et al., 2013). Bedin et al. (2009) relataram que, no Rio Grande do 

Sul, a espécie T. carcavalloi tem sido observada nos municípios de Canguçu, Dom 

Feliciano, Pinheiro Machado e São Jerônimo, sendo encontrada no domicílio (BEDIN et 

al., 2009). Em 2002, no entanto, em Encruzilhada do Sul, Almeida et al. capturaram 50 

exemplares de T. carcavalloi (ALMEIDA et al., 2002). Já no presente estudo, esta 

espécie foi capturada nos municípios de Cachoeira do Sul e Caçapava do Sul, regiões 

nas quais não havia indícios de distribuição de T. carcavalloi, além dos locais em que o 

encontro já era esperado, como Canguçu e São Jerônimo. 

Em nosso estudo, não foi possível identificar taxonomicamente mais da metade 

das espécies coletadas no Rio Grande do Sul, uma vez que a maior parte dos insetos 

capturados eram ninfas. Estas espécies não identificadas estão inseridas no 

Subcomplexo T. rubrovaria, representado por espécies crípticas que apresentam 

coloração e características morfológicas semelhantes, além de serem simpátricas, 

dificultando a identificação dos exemplares. Tentamos realizar a identificação 

taxonômica por técnica molecular (Barcoding), antes da escrita da dissertação, com a 

parceria do Dr. Márcio Pavan (Laboratório de Epidemiologia e Sistemática Molecular - 

IOC), padronizando as condições de reação e sequenciando as amostras. Porém, o 

seqüenciamento não foi satisfatório e pelo curto prazo de tempo para a defesa, não 

conseguimos os resultados a tempo. Contudo, estamos repetindo os experimentos, 

paralelamente à preparação da dissertação, e uma de nossas perspectivas é a de terminar 

o DNA Barcoding dos insetos vetores não identificados por taxonomia clássica. 
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No presente trabalho foi encontrada uma taxa de infecção natural por T. cruzi de 

7,5% em triatomíneos coletados no Rio Grande do Sul. A razão entre o número de 

exemplares naturalmente infectados pelo protozoário e o número de espécimes 

coletadas de uma determinada espécie foi superior entre aqueles pertencentes à espécie 

T. rubrovaria (4/8; 50%), seguido de T. circummaculata (3/9; 33,3%), T. infestans 

(10/123; 8,1%) e T. carcavalloi (2/33; 6,1%) (Figura 19). Porém, esses dados devem 

ser interpretados com cautela, já que não foi possível identificar mais da metade das 

espécies (N=228) coletadas no Rio Grande do Sul. Outros estudos apontam para a 

presença do tripanosomatídeo nas espécies rupestres, a partir de exames parasitológicos 

por microscopia. Os municípios localizados no noroeste do estado possuem resíduos de 

infestação de T. infestans, que podem ser explicados pela biologia do vetor e pelos 

hábitos culturais dos moradores de manterem em desuso, em suas propriedades, vários 

anexos no peridomicílio (BEDIN et al., 2009). Na primeira metade do século XX eram 

observados altos índices de infecção por T. cruzi em T. infestans nos inquéritos 

entomológicos: 67,3% (SIMÕES; TUPINAMBÁ, 1942), 56,75% (COUTINHO et al., 

1952), 29,6% (BARUFFA; ALCÂNTARA FILHO, 1985). Mais recentemente, tem se 

observado uma taxa de infecção média de 4% nesta espécie (BEDIN et al., 2009). 

Porém, os resultados do presente estudo apontam um índice duas vezes maior, de 8,1%, 

para T. infestans coletados no peridomicílio, demonstrando a sensibilidade da técnica de 

PCR empregada.  

Em 2003, Martins et al. observaram, na região de Quaraí, que 1,6% de T. 

rubrovaria coletados no ambiente silvestre estavam infectados pelo protozoário 

(MARTINS et al., 2003). Dois anos mais tarde, no mesmo município, Martins observou 

que 4,2% dos T. rubrovaria coletados estavam parasitados. Nenhum dos 26 exemplares 

coletados de T. circummaculata continha o parasito (MARTINS, 2005). Dados da 

Secretaria Estadual de Saúde do Rio Grande do Sul apontam que, no período de 2000 a 

2008, o índice médio de infecção de T. rubrovaria foi de 0,4% (BEDIN et al., 2009). 

Entre 2002-2009, ecótopos naturais foram investigados em diversos municípios do Rio 

Grande do Sul. Nos munícipios de Caçapava do Sul e Lavras do Sul nenhum espécime 

de T. circummaculata examinado estava infectado por T. cruzi. Com relação aos insetos 

T. rubrovaria capturados nos municípios de Santana do Livramento, Quaraí e Lavras do 

Sul a taxa de infecção natural foi de 60%, 23% e 0%, respectivamente (RIBEIRO et al., 

2014). Interessantemente, apesar de não conseguirmos identificar taxonomicamente 

uma boa parte dos espécimes coletados em Lavras do Sul, quatro exemplares de T. 
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rubrovaria de oito coletados neste município, em ecótopos silvestres, estavam 

infectados com T. cruzi (50%). Quanto à espécie T. circummaculata, observamos 

positividade para a pesquisa de DNA do parasito em três indivíduos entre nove 

coletados (33,3%), todos provenientes de São Jerônimo encontrados em ambiente 

silvestre (Figura 20). Já foi reportado que T. circummaculata é encontrado infectado 

por T. cruzi com menos frequência por estar menos associado a mamíferos (RUAS-

NETO; CORSEUIL, 2002). Sobre a espécie T. carcavalloi, Almeida et al. (2009) 

ressaltam que ainda são escassas as informações acerca da filogenia, ecologia e 

competência vetorial (ALMEIDA et al., 2009). Apesar da busca incessante na literatura 

por estudos que tenham encontrado algum espécime de T. carcavalloi naturalmente 

infectado por T. cruzi, não foi identificada nenhuma informação a respeito. 

Possivelmente, o presente trabalho tenha encontrado o primeiro relato de infecção pelo 

tripanosomatídeo nesta espécie. Dos 33 exemplares coletados, dois se mostraram 

positivos para a presença de DNA do parasito (6,1%), coletados em área silvestre, sendo 

um espécime de Caçapava do Sul e outro de Canguçú (Figura 20). 

Martins (2005) caracterizou geneticamente cinco isolados de T. cruzi obtidos de 

T. rubrovaria coletados no ambiente silvestre de Quaraí, município do Rio Grande do 

Sul. A análise do DNA que codifica a fração 24Sα do rRNA mostrou fragmentos de 

110pb, agrupando-os em TcI. Anteriormente, duas cepas de T. cruzi de T. rubrovaria 

foram isoladas nessa mesma região e foram classificadas molecularmente como também 

sendo TcI (MARTINEZ; ROSA, 2003; MARTINEZ, 2004). Estes resultados estão de 

acordo com os obtidos neste trabalho, em que a DTU mais predominante foi a TcI (5/9, 

55,5%), sendo encontrada em T. rubrovaria (N=3) coletados no município de Lavras do 

Sul; em T. infestans (N=1) de Santa Rosa; e em espécie não identificada “NI” (N=1) de 

Caçapava do Sul. Foi observado ainda um caso de coinfecção por TcI+IV em um 

espécime de T. circummaculata, em São Jerônimo. Como já mencionado, TcI é a mais 

abundante e a mais dispersa geograficamente de todas as DTUs de T. cruzi nas 

Américas. Pode ser encontrada em uma ampla variedade de mamíferos e triatomíneos 

associados aos ciclos silvestres, no Rio Grande do Sul (ZINGALES et al., 2012). Para 

Martinez (2004), o encontro de TcI em T. rubrovaria já era esperado, por ser 

considerado um triatomíneo silvestre, embora alguns estudos terem demonstrado um 

aumento da frequência dessa espécie de triatomíneo no domicílio (ALMEIDA et al., 

2002).  
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No entanto, em 2008, a partir da análise do domínio variável D7 do gene da 

subunidade 24Sα do rRNA e do espaçador não transcrito de genes de mini-exon de T. 

cruzi, Martins et al. realizaram a primeira descrição da linhagem TcIIc (TcIII) de T. 

cruzi em T. rubrovaria no ciclo silvestre da região sul do Brasil (MARTINS et al., 

2008). Esses dados corroboram com o estudo de Gaunt e Miles (2002) que mostra os 

indícios de que TcIIc tenha evoluído num habitat terrestre (tocas) e em ambientes 

rochosos com triatomíneos dos gêneros Panstrongylus e Triatoma, em associação com 

mamíferos edentados e/ou marsupiais (GAUNT; MILES, 2002), concordando com o 

comportamento ecológico de T. rubrovaria. No presente estudo, não identificamos esta 

DTU em T. rubrovaria, porém um exemplar de T. infestans, do município de Santa 

Rosa, foi classificado como infectado por TcIII ou TcIV. Se realmente esta espécie 

estava infectada por TcIII, indica que essa linhagem também está circulando em outras 

espécies de triatomíneos da região Sul do país que, apesar de participar do ciclo 

silvestre, não é esperada nesse local (ZINGALES et al., 2012). Levando em 

consideração a infecção por TcIV, o encontro desta no sul do Brasil também não é 

esperado, sendo relatada no Norte e Nordeste do país, em sua maioria no ciclo silvestre 

(ZINGALES et al., 2012). TcIV também está associada aos surtos de doença de Chagas 

aguda na Amazônia Brasileira Ocidental e foi encontrada em R. robustus presente nessa 

região (MONTEIRO et al., 2012). A possibilidade do encontro de TcIII em T. infestans 

é maior, devido a distribuição desta DTU próxima à região Sul e por já ter sido 

reportado a infecção por TcIII em triatomíneos do território gaúcho.  

Curiosamente, foi encontrado TcV em um espécime NI em Canguçu. É muito 

conhecida a distribuição desta DTU no ciclo de transmissão doméstico em outros países 

do Cone Sul, porém ARAUJO et al. (2011) observaram a presença de TcV em 

hospedeiros vertebrados nos biomas brasileiros Cerrado e Caatinga. Os autores sugerem 

que o padrão de distribuição é maior do que o descrito anteriormente. Também relatam 

que TcV tem sido identificada em T. infestans na Argentina, Bolívia e Paraguai 

(ARAUJO et al., 2011). Pode-se supor que a dispersão desta linhagem do parasito esteja 

ocorrendo destes países para a região Sul do Brasil, pela proximidade com os territórios 

em que circula. Como o triatomíneo coletado no presente estudo (sem a identificação de 

espécie) tem hábitos silvestres, capturado sob rochas, talvez a TcV aqui identificada, já 

esteja circulando nesse ambiente. Outro exemplar de T. infestans, do município de Santa 

Rosa, também não teve a subpopulação do parasito confirmada, sendo esta caracterizada 

como TcII, TcV ou TcVI. As DTUs TcII e TcVI até são esperadas no ciclo doméstico 
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de transmissão no território gaúcho (Zingales et al., 2012), e está de acordo com o 

comportamento ecológico de T. infestans, espécie vetora com alto grau de domiciliação 

e antropofilia, ainda sendo observada em focos residuais no noroeste do Rio Grande do 

Sul, onde está inserido o município de Santa Rosa, local em que o inseto foi capturado. 

Um estudo de 2013, na Argentina, demonstra que a DTU predominante em T. infestans 

foi a TcVI (MAFFEY et al., 2012). Ao contrário do que era proposto (LISBOA et al 

2006, 2008; HERRERA et al. 2005; ZINGALES et al., 2012), o TcII tem demonstrado 

ter uma ampla distribuição geográfica, sendo observado em reservatórios dos biomas 

Cerrado, Pantanal, Floresta Atlântica, Floresta Amazônica e Caatinga, não parecendo 

estar associado a um bioma ou habitat em particular (JANSEN et al., 2015). No entanto, 

não podemos descartar a possibilidade de essa espécie estar infectada por TcV.  

Há muitos equívocos quando tentamos generalizar fenômenos biológicos, 

principalmente quando estão associados às doenças humanas. Buscamos respostas a 

partir de uma compreensão limitada do assunto. É importante levar em consideração 

que esses processos biológicos na natureza são extremamente complexos e que a 

transmissão das diferentes subpopulações de T. cruzi depende de diversas variáveis. 

Dificilmente teremos um vetor ou reservatório infectado por uma única DTU. Os 

animais estão constantemente expostos à infecção única ou múltipla de T. cruzi, que 

pode ocorrer uma ou diversas vezes. Com a predação, os animais carnívoros se infectam 

com T. cruzi pela transmissão oral, principalmente. Animais que fazem parte do topo da 

cadeia alimentar, possuem maior probabilidade de acumular diversos parasitos, pois 

necessitam se alimentar mais vezes devido às suas necessidades energéticas, além de 

animais do nível trófico abaixo já ter adquirido T. cruzi de outras presas, podendo ter 

inúmeros parasitismos. E esta cadeia alimentar não pode ser entendida como uma 

associação alimentar unilateral, os organismos estão interligados por uma rede 

alimentar, que representa as diversas relações que estes possuem entre si no 

ecossistema. Assim, as seis DTUs de T. cruzi podem circular de forma mais abrangente 

em diversas espécies de reservatórios, possibilitando enormemente às coinfecções. 

Outro fator importante a ser considerado é que a dispersão do parasito de hospedeiro a 

hospedeiro é mantida por diversas espécies de triatomíneos que, por sua vez, não são 

hematófagos restritos unicamente a uma determinada fonte alimentar, pelo contrário, é 

um inseto generalista, se nutrindo de diversas espécies de animais. As interações 

ecológicas, o encontro do vetor com sua fonte alimentar infectada, serão moduladas pela 

composição da fauna, que dependerá do habitat em que esses indivíduos vivem. A 
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inserção ou remoção de um único elemento dessa fauna poderá resultar em um perfil 

diferenciado de interação, gerando um novo cenário de transmissão do parasito, a partir 

de alterações dos ambientes em que as diversas espécies ocupam os seus nichos 

ecológicos. É interessante também pensar que cada espécie de mamífero exerce uma 

pressão seletiva sobre as subpopulações do parasito de forma única e seus padrões de 

infecções são distintos, seja pelas condições ambientais em que estão inseridos, seja por 

peculariedades inerentes ao indivíduo. Essas características resultam em uma 

complexidade imensa na transmissão e na distribuição geográfica das linhagens de T. 

cruzi, em diversos habitats e nichos. Todos esses aspectos devem ser levados em conta 

na interpretação dos dados obtidos por toda comunidade científica que busca a melhor 

compreensão da dinâmica de transmissão do agente etiológico da doença de Chagas.  

Todos os insetos do Rio Grande do Sul examinados neste trabalho foram 

coletados no ambiente silvestre. Lorosa et al. (2008) relatam a importância do estudo de 

triatomíneos silvestres para o maior conhecimento acerca dos seus ecótopos naturais, do 

mecanismo de interação entre o ecótopo natural e artificial, e da sua associação com 

hospedeiros vertebrados, que possibilita o entendimento da circulação do parasito T. 

cruzi entre esses ambientes, e do eventual estabelecimento ou restabelecimento do ciclo 

doméstico de transmissão (LOROSA et al., 2008). 

As taxas de infecção natural dos triatomíneos por T. cruzi variam enormemente 

entre as espécies e de acordo com o contato com os reservatórios parasitados. Segundo 

Coura e Borges Pereira, entre a maioria dos triatomíneos domésticos, não mais de 5% 

estão infectados (Coura; Borges-Pereira 2010). Um dos fatores que explicam o baixo 

percentual de infectividade nos insetos vetores é a probabilidade do parasito estar 

presente na corrente sanguínea quando há baixa parasitemia nas fontes alimentares no 

momento do repasto, além da associação alimentar dos triatomíneos com animais 

refratários (aves, anfíbios e répteis), apesar destes exercerem um importante papel na 

manutenção populacional (fontes de nutrientes) e na dispersão dos insetos vetores, 

através da plumagem de aves silvestres (SCHOFIELD et al., 1994).  

A sobreposição da distribuição geográfica e o compartilhamento dos mesmos 

reservatórios animais entre os tripanosomatídeos T. rangeli e T. cruzi permitem a 

ocorrência de coinfecções ou infecções únicas nos hospedeiros vertebrados e 

invertebrados de uma mesma área geográfica (MARINKELLE, 1972; 

D’ALESSANDRO-BACIGALUPO; SARAIVA, 1992). O T. rangeli apresenta 
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diferentes graus de patogenicidade nos hospedeiros invertebrados (BRECHER; 

WIGGLESWORTH, 1944; LAKE; FRIEND, 1967; D’ALESSANDRO, 1976; 

HECKER et al. 1990; EICHLER; SCHAUB, 1998). Muito pouco ainda se sabe sobre o 

curso de infecção por este parasito no hospedeiro mamífero. Os dados a respeito da 

existência ou não de formas em divisão nos tecidos e no sangue são escassos e 

controversos (MENESES et al., 2004). No entanto, a similaridade genética já observada 

na composição das sequências conservadas dos minicírculos de kDNA entre as duas 

espécies (GUHL et al. 2002) deve ser levada em consideração. Assim, a diferenciação 

entre estas espécies para fins de diagnóstico é extremamente importante para evitar 

resultados falso-positivos para T. cruzi. Devido a isso, em todos os ensaios de PCR 

realizados no presente estudo, foram utilizados como controles positivos da reação 

DNA de T. cruzi e de T. rangeli para diferenciar a(s) espécie(s) de tripanosomatídeo(s) 

presente(s) nos vetores. Como mostrado na Figura 20, não foi possível detectar a 

presença de kDNA de T. rangeli nos triatomíneos capturados em ambos os estados, não 

sendo observados produtos de amplificação deste parasito em gel de agarose a 2%. 

Estes dados podem ser explicados devido ao desenvolvimento completo do parasito no 

intestino, na hemolinfa e nas glândulas salivares ocorrer, principalmente, em espécies do 

gênero Rhodnius (TOBIE, 1970; WATKINS, 1971; HOARE, 1972; GUHL; VALLEJO, 

2003; DIAS et al., 2007). Nos outros gêneros, quando há infecção, esta parece ser limitada 

ao trato intestinal do triatomíneo. Gregório e Ratcliffe observaram que o intestino de T. 

infestans, em comparação ao de R. prolixus, possui maiores níveis de aglutininas contra 

T. rangeli. Ademais, relatam que a saliva de T. infestans apresenta atividade lítica 

contra T. rangeli, e uma vez que parte da saliva é ingerida pelo inseto durante o repasto 

sanguíneo, esta atividade também poderia conferir uma maior resistência ao 

desenvolvimento deste tripanosoma em T. infestans (GREGÓRIO; RATCLIFFE, 1991). 

Em infecções naturais, a porcentagem de triatomíneos com presença de T. rangeli no 

trato intestinal, na hemolinfa e nas glândulas salivares, varia de 2 a 50% (GROOT, 

1954; MARINKELLE, 1968; TOBIE, 1965, 1970; AÑEZ et al., 1987; HECKER et al., 

1990; FERREIRA et al., 2010). 

6.4 Comparação entre genótipos de T. cruzi e carga parasitária no inseto 

vetor: 

Quanto à distribuição da carga parasitária por T. cruzi nos insetos positivos, 

observamos no Ceará que triatomíneos da espécie T. brasiliensis, infectados com TcII e 
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TcVI apresentaram as cargas parasitárias mais altas (1,8 × 10
7 

e 1,9 × 10
7
 equivalentes 

de parasito, respectivamente). As amostras que apresentaram infecção por TcI tiveram 

uma distribuição mais ampla dos valores de carga parasitária, variando entre 4 × 10
-1

 (T. 

brasiliensis) a 1,1 × 10
4
 (T. pseudomaculata) equivalentes de parasito. O valor estimado 

da mediana para os dois espécimes de P. lutzi infectados por TcIII+V foi de 6,4 × 10
6
 

equivalentes de parasito, em comparação ao único exemplar de T. brasiliensis 

coinfectado com TcI+II/V/VI, o qual apresentou 4,7 × 10
3
 equivalentes de parasito. As 

duas amostras infectadas de T. pseudomaculata, que não tiveram a DTU identificada 

(sendo TcIII ou IV) continham 3,9 × 10
4 

e 2,8 × 10
3
 equivalentes de parasito. As 

análises obtidas no Rio Grande do Sul indicaram que a maior e mais diversa carga 

parasitária foi encontrada em amostras infectadas por TcI, variando entre 2,1 × 10
1
 (T. 

infestans) a 2,3 × 10
7
 (T. rubrovaria) equivalentes de parasito. Uma espécie não 

identificada continha 1,5 × 10
1
 equivalentes de TcV. A coinfecção TcI+IV em T. 

circummaculata apresentou 2,4 × 10
2
 equivalentes de T. cruzi. E em um espécime de T. 

infestans que não foi possível classificar a DTU ao certo, podendo ser TcII, V ou VI, a 

carga parasitária foi de 5,8 × 10
2
 equivalentes de parasito. Infelizmente, não foi possível 

encontrar na literatura dados sobre estimativas de carga parasitária em insetos de 

campo, para fins de comparação. Este fato demonstra quão atual e inovadora é a 

abordagem molecular para a quantificação da carga parasitária nos triatomíneos 

coletados na natureza.  

Vários aspectos podem influenciar a carga parasitária no inseto vetor, como a 

origem e quantidade de sangue ingerido, os fatores hemolíticos, a presença de 

membrana perimicrovilar, a ação de aglutininas e lectinas e a imunidade inata do 

triatomíneo (PERLOWAGORA-SZUMLEWICZ et al., 1990; PERLOWAGORA-

SZUMLEWICZ; MOREIRA, 1994; CARVALHO-MOREIRA et al., 2003; 

AZAMBUJA et al., 2005; GARCIA et al., 2007). Sabe-se que a cepa Y (TcII) é lisada 

por fatores hemolíticos presentes no intestino médio anterior de R. prolixus, ao passo 

que outras cepas se desenvolvem com sucesso neste vetor, como a Dm28c (TcI) 

(MELLO et al., 1996; CORTEZ et al., 2002). TcI é capaz de modular as respostas 

imunes no intestino do inseto para diminuir a microbiota, sendo essa mudança crucial 

para o desenvolvimento do parasito no trato digestivo do vetor (CASTRO et al., 2012).  

A manutenção do parasito no hospedeiro invertebrado também é determinada pelas 

características específicas das diferentes cepas de T. cruzi, período de infecção e número 

total de flagelados inoculados (DVORAK et al., 1980; ZELEDÓN; RABINOVICH, 
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1981; GARCIA; AZAMBUJA, 1991; GARCIA et al., 1993). Ademais, o estado 

nutricional do inseto é outro parâmetro que afeta diretamente o desenvolvimento do 

parasito no lúmen intestinal deste hemíptero (SCHAUB; LÖSCH, 1989). A qPCR é 

uma técnica promissora em termos de avaliação de competência de infectividade do T. 

cruzi e poderá auxiliar ainda mais em pesquisas futuras sobre a viabilidade do parasito 

no trato digestivo do inseto vetor (UEHARA et al., 2012; MELO et al, 2015).
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7 CONCLUSÕES 

 

Gerais: 

 A PCR convencional demonstrou sensibilidade superior à microscopia óptica 

para o diagnóstico da infecção natural por T. cruzi em triatomíneos coletados em 

campo. 

 A técnica de qPCR apresentou boa eficiência e coeficiente de linearidade, 

tornando possível a estimativa de carga parasitária nos insetos de campo. 

 

No estado do Ceará: 

 O maior número de exemplares coletados foi da espécie Triatoma 

pseudomaculata, seguido de Triatoma brasiliensis e Panstrongylus lutzi. 

 A presença de triatomíneos no ambiente intradomiciliar só foi observada para 

a espécie T. brasiliensis, demonstrando a sua adaptação aos ecótopos artificiais. 

 O peridomicílio foi o local com maior infestação, colonização e infecção por 

T. cruzi, sendo este ambiente o principal responsável por amplificar o potencial 

epidemiológico das três espécies de triatomíneos aqui estudadas. 

 O maior percentual de positividade para T. cruzi, por PCR, foi em indivíduos 

da espécie P. lutzi, seguido de T. brasiliensis e T. pseudomaculata.  

 A carga parasitária de T. cruzi foi altamente variável, sendo as maiores cargas 

observadas em T. pseudomaculata e em T. brasiliensis, espécies que possuem grande 

importância epidemiológica no estado. 

 TcI foi o genótipo encontrado com maior frequência, e apresentou uma 

distribuição mais ampla dos valores de carga parasitária. Diversas outras DTUs também 

foram identificadas, além de coinfecções, demonstrando a complexidade da transmissão 

do parasito. 

 

 No Rio Grande do Sul: 

 O maior número de exemplares coletados foi da espécie T. infestans, seguido 

de Triatoma carcavalloi, Triatoma circummaculata e T. rubrovaria. 

 Espécimes de T. infestans foram encontrados no peridomicílio, e de T. 

rubrovaria no intradomicílio, alertando a importância de controles de vigilância 
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entomológica para evitar a recolonização de T. infestans e a introdução de espécies 

secundárias em habitações humanas. 

 A taxa de infecção natural por T. cruzi foi superior entre aqueles pertencentes 

à espécie T. rubrovaria, seguido de T. circummaculata, T. infestans, T. carcavalloi e 

Triatoma sp.  

 Este estudo é o primeiro relato de detecção de T. cruzi em T. carcavalloi.  

 A quantificação apresentou uma ampla variação da carga parasitária, sendo a 

maior carga observada em T. rubrovaria.  

 Devido ao encontro cada vez mais frequente de T. rubrovaria dentro de 

habitações humanas e os dados obtidos no presente estudo, pode-se observar a 

importância epidemiológica desta espécie no território gaúcho, merecendo atenção 

adequada pelas autoridades de saúde. 

 A DTU predominante no estado foi a TcI, apresentando a maior e mais 

diversa carga parasitária. 

 

8 PERSPECTIVAS 

 

 Finalizar o Barcoding dos insetos vetores do Rio Grande do Sul que não 

foram identificados por taxonomia clássica; 

 Pesquisar as fontes alimentares dos triatomíneos coletados; 

 Investigar a correlação entre taxas de infecção natural por T. cruzi, cargas 

parasitárias, DTUs encontradas e as respectivas fontes alimentares; 

 Notificar às Secretarias de Saúde do Ceará e do Rio Grande do Sul sobre os 

dados obtidos no presente estudo, para que sejam elaborados planos estratégicos de 

medidas de controle da doença de Chagas nestas regiões. 
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