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RESUMO 

 

O controle da doença de Chagas, que é causada pelo protozoário Trypanosoma 
cruzi, concentra-se principalmente na eliminação de vetores com comprovada 
adaptação aos domicílios humanos. Ainda que insetos vetores domiciliados sejam 
os de maior importância epidemiológica, vetores autóctones de importância 
secundária são coletados constantemente em ambientes antrópicos, proporcionando 
risco de transmissão do parasito para humanos. Este estudo propôs identificar 
espécies do subcomplexo Triatoma rubrovaria por taxonomia molecular (Cyt b) e 
analisar seu potencial vetorial na transmissão do parasito no bioma Pampa. 
Diferentes aspectos relacionados à capacidade vetorial foram avaliados, como fonte 
alimentar, taxa de infecção e genotipagem parasitária. Em paralelo, parâmetros 
bionômicos de T. rubrovaria após infecção por T. cruzi foram analisados 
experimentalmente. Um total de 1.724 triatomíneos foi coletado no Rio Grande do 
Sul, dos quais 927 insetos tiveram o DNA de seus intestinos extraídos para as 
análises moleculares. A filogenia do subcomplexo agrupou as 92 amostras 
sequenciadas com sucesso para o fragmento de Cyt b em nove clados. Das 
amostras sequenciadas, 19 (20,7%) foram identificadas como T. carcavalloi, 17 
(18,5%) como T. circummaculata e 12 (13,04%) como T. rubrovaria.   As restantes 
foram agrupadas em cinco clados sem sequência-referência, sendo quatro no clado 
1, três no clado 2, cinco no clado 3, quinze no clado 4 e dezessete no clado 5. Dada 
a baixa divergência entre as sequências do subcomplexo e a sobreposição das 
divergências intra e interclados (K2P = 0,0-2,6% e 0,7-5,0%), é provável que os 
membros do subcomplexo estejam em processo de especiação e que ainda haja 
fluxo gênico interespecífico. Foram observadas no campo uma taxa de infecção por 
T. cruzi de 2,8% (26/927), com variação de carga parasitária de 1,5 × 101 a 2,3 × 107 
equivalentes de parasito/intestino e a presença de TcI, TcV e coinfecção por TcI + 
TcIV. A partir de iniciadores universais para vertebrados, doze espécies de 
mamíferos foram identificadas, além de aves e insetos, sendo Homo sapiens a fonte 
alimentar detectada com maior frequência (73,5%), seguida de Gallus gallus 
(33,1%). Para análises de competência vetorial, ninfas N5 de T. rubrovaria e T. 
infestans foram alimentadas em camundongos infectados com T. cruzi (TcVI), em 
condições de laboratório. Comparamos a presença e o número de formas evolutivas 
do parasito nas excretas de ambas as espécies de triatomíneos aos 30, 60 e 90 dias 
pós-infecção. Triatoma rubrovaria e T. infestans apresentaram resultados 
semelhantes nas taxas de infecção e metaciclogênese de T. cruzi TcVI. Em relação 
ao comportamento vetorial, confirmamos que o triatomíneo tende a se afastar do 
local de picada após o repasto sanguíneo. Diferenças interespecíficas foram 
observadas quanto ao volume de sangue ingerido e proporção de indivíduos que 
excretaram após alimentação de sangue, revelando a maior eficiência alimentar e 
taxa de dejeção de T. infestans. O volume de sangue ingerido e o comportamento 
de picada de T. rubrovaria parecem ser influenciados pela infecção por TcVI. 
Espécimes infectados tendem a ingerir ~25% a mais de sangue e a picar mais a 
cabeça do hospedeiro. Comportamentos de cleptohematofagia e de coprofagia 
também foram observados em T. rubrovaria. Os resultados obtidos aqui sugerem a 
necessidade urgente de uma revisão taxonômica do grupo. Ademais, nossas 
análises evidenciam que T. rubrovaria é um vetor potencial de T. cruzi, 
apresentando parâmetros bionômicos associados à sua capacidade vetorial 
semelhantes ao do vetor T. infestans, principalmente quando infectados, alertando 
para a importância da vigilância entomológica constante nas áreas estudadas. 
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ABSTRACT 

 

The control of Chagas disease, which is caused by the protozoan Trypanosoma 
cruzi, focuses mainly on the elimination of vectors with proven adaptation to human 
dwellings. Although domiciled insect vectors are the most important 
epidemiologically, autochthonous vectors of secondary epidemiological relevance are 
constantly collected in anthropic environments, providing a risk of transmission of the 
parasite to humans. This study proposed to identify species of the subcomplex 
Triatoma rubrovaria through molecular taxonomy (Cyt b) and to analyze their vector 
potential on the transmission of the parasite in the Pampa biome. Different aspects 
related to vectorial capacity were evaluated, such as food source, infection rate and 
parasitic genotyping. In parallel, bionomic parameters of T. rubrovaria after infection 
by T. cruzi were analyzed experimentally. A total of 1.724 triatomines were collected 
in Rio Grande do Sul, of which 927 insects had DNA from their intestines extracted 
for molecular analysis. The phylogeny of the subcomplex grouped the 92 samples 
successfully sequenced for the Cyt b fragment in nine clades. Of the sequenced 
samples, 19 (20.7%) were identified as T. carcavalloi, 17 (18.5%) as T. 
circummaculata and 12 (13.04%) as T. rubrovaria.  The remaining samples were 
grouped into five clades without reference sequence, four in clade 1, three in clade 2, 
five in clade 3, fifteen in clade 4 and seventeen in clade 5. Given the low divergence 
between the subcomplex sequences and the overlapping of intra and interclade 
divergences (K2P = 0.0-2.6% and 0.7-5.0%), it is likely that the members of the 
subcomplex are in speciation process and that there is still an interspecific gene flow. 
We observed an infection rate by T. cruzi of 2.8% (26/927) in the field, with parasitic 
load variation ranging from 1.5 × 101 to 2.3 × 107 parasite equivalents/intestine and 
the presence of TcI, TcV and coinfection by TcI + TcIV. Using universal vertebrate 
primers, twelve species of mammals were identified, in addition to birds and insects, 
being Homo sapiens the most frequently detected food source (73.5%), followed by 
Gallus gallus (33.1%). For vector competence analyses, N5 nymphs of T. rubrovaria 
and T. infestans were fed on mice infected with T. cruzi (TcVI), in laboratory 
conditions. We compared the presence and number of evolutionary forms of the 
parasite in the excreta of both species of triatomines at 30, 60 and 90 days post-
infection. Triatoma rubrovaria and T. infestans presented similar results in infection 
rates and of T. cruzi TcVI metacyclogenesis. Regarding vectorial behavior, we 
confirm that the triatomine tends to move away from the bite site after the blood 
meal. Interspecific differences were observed in the volume of ingested blood and in 
the proportion of individuals who excreted after blood feeding, revealing the higher 
feeding efficiency and rate of T. infestans dejection. The volume of blood ingested 
and the bite behavior of T. rubrovaria seem to be influenced by TcVI infection. 
Infected specimens tend to ingest ~25% more blood and to bite more frequently the 
host's head. Kleptohematophagy and coprophagy behaviors were also observed in T. 
rubrovaria. The results obtained here suggest the urgent need for revising the 
taxonomy of the group. Furthermore, us analyzes show that T. rubrovaria is a 
potential vector of T. cruzi, having bionomic parameters associated with its vectorial 
capacity similar to the primary vector T. infestans, especially when infected, thus 
alerting to the importance of constant entomological surveillance in the studied areas. 
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1 INTRODUÇÃO 

1.1 Doença de Chagas 

Em 1909, foi anunciada a descoberta de uma nova doença pelo médico e 

pesquisador Carlos Justiniano Ribeiro Chagas, intitulada Tripanossomíase 

Americana, também conhecida como doença de Chagas (DCh) (CHAGAS, 1909). A 

descoberta é considerada única na história da medicina, porque além de caracterizar 

o agente causador da infecção – o protozoário parasito Trypanosoma cruzi – 

Chagas identificou o inseto transmissor, o triatomíneo, reservatórios domésticos e 

silvestres, e pôde ainda fazer a descrição da doença e o diagnóstico parasitológico 

de fase aguda (KROPF, 2009; REY, 2011).  

A via clássica de transmissão do T. cruzi para o hospedeiro vertebrado é por 

meio da eliminação das fezes/urina contaminadas do triatomíneo durante o repasto 

sanguíneo. A transmissão também pode ocorrer por ingestão de bebidas ou 

alimentos contaminados com as excretas do vetor ou com o próprio inseto macerado 

– transmissão oral (SHIKANAI-YASUDA & CARVALHO, 2012); por transfusão 

sanguínea; transplante de órgãos (SCHMUNIS, 2007; KUN et al. 2009; GONTIJO et 

al., 2009; FIORELLI et al., 2011); transmissão congênita ou vertical (da mãe 

infectada para o recém-nascido) (HOWARD et al., 2014; CARLIER & TRUYENS, 

2017);  e por acidentes de laboratório (DIAS & COURA, 1997; COURA et al., 2005). 

A transmissão por via oral é geralmente responsável pela ocorrência de surtos 

esporádicos de infecção aguda em áreas onde ocorrem vetores naturalmente 

infectados, resultando em apresentação clínica aguda mais severa e altas taxas de 

mortalidade (PEREIRA et al., 2009). Os primeiros casos de DCh transmitidos por via 

oral foram descritos no Brasil por Silva et al. (1968) no estado do Rio Grande do Sul, 

e por Shaw et al. (1969) no estado do Pará, e ambos ocorreram devido à ingestão 

de alimentos contaminados (SHIKANAI-YASUDA & CARVALHO, 2012).  

Existem situações que levam a DCh a ser considerada uma infecção 

reemergente a depender do modo de transmissão. Como exemplo, a migração de 

humanos infectados assintomáticos para áreas não endêmicas, e que podem 

transmitir o parasito no ato de doarem sangue ou órgãos, em países que não 

rastreiam a infecção por T. cruzi em bolsas de sangue (BONNEY, 2014). 

Similarmente, dificuldades no diagnóstico e tratamento de mulheres grávidas 
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infectadas e assintomáticas, tornam as infecções congênitas uma fonte potencial 

para disseminação contínua da infecção em países endêmicos e não endêmicos 

(BARONA-VILAR et al., 2012). E, finalmente, a transmissão oral de T. cruzi em 

áreas endêmicas demonstra que o controle vetorial nas moradias não é suficiente 

para evitar a transmissão (SHIKANAI-YASUDA & CARVALHO, 2012).    

Esta parasitose pode ser dividida em duas fases no ser humano: (i) fase 

aguda: estágio de infecção inicial pelo T. cruzi e pode persistir por até dois meses 

após o contato com o parasito (OMS, 2018), correspondendo ao período de elevada 

parasitemia e, na maioria das vezes, oligossintomática (COURA & BORGES-

PEREIRA, 2010; REY, 2011; OMS, 2018). Em 5% dos casos (STANAWAY & ROTH, 

2015) é caracterizada por febre, astenia, poliadenite, aumento do fígado e do baço, 

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

podendo ser fatal em casos muito raros, em crianças, relacionados a complicações 

associadas com meningocefalite e/ou miocardite (PINTO et al., 2004; RASSI et al., 

2001); e (ii) fase crônica, que pode resultar em três potenciais formas clínicas, onde 

cerca de 60 - 70% dos indivíduos infectados nunca apresentarão sintomas da 

infecção crônica e permanecerão na forma clínica indeterminada (latente) 

(BARRETT et al., 2003; COURA & BORGES-PEREIRA, 2010; RASSI & MARIN-

NETO, 2010; REY, 2011). Os 30% restantes poderão apresentar disfunção de 

órgãos decorrente da colonização, pelo parasito, do miocárdio e/ou músculos do 

sistema digestório (OMS, 2018), relacionados à cardiopatia chagásica crônica e ao 

megaesôfago ou megacólon (MARIN-NETO et al., 2007; PINAZO et al., 2010; REY, 

2011; NUNES et al., 2013). Deste modo, até 30% das pessoas infectadas 

desenvolvem a forma cardíaca e até 10% a forma digestiva, neurológica ou mista da 

doença (VAGO et al., 2000; OMS, 2018). Isso acontece, geralmente, 10 a 30 anos 

após a infecção inicial (BARRETT et al., 2003), dificultando as investigações 

epidemiológicas quanto às formas e locais de transmissão (MINISTÉRIO DA 

SAÚDE, 2019). Pacientes na fase crônica indeterminada que apresentam quadro de 

imunosupressão (coinfecção com HIV, transplantados) podem ser sintomáticos 

(revisto por GUARNER, 2019).     

A DCh constitui a doença parasitária responsável pelo maior número de 

mortes na América Latina, superando a malária (DE SOUZA, 2010), tendo sido 

classificada na década de 90 como a de maior impacto na América do Sul e Central 

em termos socioeconômicos por representar a principal causa de doença cardíaca 

em adultos jovens e economicamente produtivos, tratando-se de anos de vida 
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perdidos por morte ou incapacidade (SCHOFIELD & DIAS, 1999). Estima-se que 6 a 

7 milhões de pessoas no mundo estejam infectadas pelo T. cruzi, sobretudo em 21 

países latino-americanos (OMS, 2018). Os métodos de prevenção do aumento da 

incidência da doença são o controle vetorial, controle dos bancos de sangue, e a 

realização de exames em mulheres grávidas para prevenir a transmissão congênita 

(OMS, 2018). Porém, os desafios ampliam-se diante de estimativas nas quais mais 

de 80% das pessoas acometidas pela DCh no mundo não possuem acesso a 

diagnóstico ou tratamento, o que sustenta o elevado impacto de morbimortalidade e 

a associação com o custo social. A despeito dos avanços no controle vetorial e na 

garantia de qualidade das transfusões de sangue em vários países endêmicos, o 

que levaram à redução de novos casos da doença, é ainda inequívoca a relevância 

desta doença como problema de saúde pública, permanecendo milhões de pessoas 

cronicamente infectadas e mais de 10 mil mortes anuais relacionadas à DCh (OMS, 

2018). Somado a isso, a taxa de transmissão congênita permanece inalterada, entre 

1 a 8%, sendo responsável por 1/5 dos novos casos nas Américas, e é atualmente a 

principal causa de transmissão da DCh na Argentina e em países não-endêmicos 

(BUEKENS et al., 2018). Ações de vigilância e controle na América do Norte, 

Europa, Japão e Austrália têm sido necessárias em função do aumento migratório 

que eleva o risco de transmissão do T. cruzi por transfusão de sangue, doação de 

órgãos e transmissão congênita (SCHMUNIS & YADON, 2010; COURA & VIÑAS, 

2010; CONNERS et al., 2016; SIMÕES et al., 2018; LIDANI et al., 2019; OMS, 2018) 

(Figura 1).  
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Figura 1: Estimativa mais recente do número de imigrantes com infecção por T. cruzi em países não 
endêmicos. 
(Modificado de LIDANI et al., 2019) 
 

No Brasil, as estimativas mais atuais sugerem que haja entre 1 e 4,6 milhões 

de pessoas infectadas pelo T. cruzi, correspondendo a 1,0 - 2,4% da população 

mundial (HOTEZ & FUJIWARA et al., 2014; MARTINS-MELO et al., 2014; SIMÕES 

et al., 2018), com cerca de 6.000 mortes por ano (MARTINS-MELO et al., 2016). A 

DCh é a quarta causa de morte entre doenças infecciosas e parasitárias no país no 

período de 1999 a 2007 (MARTINS-MELO et al. 2012), e no período de 2000 a 

2011, representou 76,7% de todas as mortes por Doenças Tropicais Negligenciadas, 

atingindo a maior carga de morbimortalidade (COSTA DE ALBUQUERQUE et al., 

2017).  

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

devido à infestação domiciliar pelo vetor epidemiologicamente mais relevante, 

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 tenham sido 

registrados a cada ano (CAMARGO et al., 1984). Neste mesmo inquérito sorológico 

a maior prevalência foi encontrada no estado do Rio Grande do Sul (8,84%), seguido 

de Minas Gerais (8,83%), Goiás (7,40%), Sergipe (5,97%) e Bahia (5,44%) 

(CAMARGO et al., 1984). Em 1991, o Brasil aderiu ao consórcio internacional do 

Cone Sul com o objetivo de reduzir a transmissão do parasito por vetores através do 
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uso de inseticidas (DIAS et al., 2002; GURGEL-GONÇALVES et al., 2012) e 

melhoria habitacional (DIAS, 2007). 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, a 

Organização Pan-Americana da Saúde conferiu ao Ministério da Saúde do Brasil a 

Certificação Internacional de Eliminação da Transmissão de T. cruzi pelo T. infestans 

(FERREIRA & SILVA, 2006). Apesar disso, alguns estudos têm mostrado a 

persistência da transmissão vetorial, provavelmente devido à existência de vetores 

silvestres em ambientes peridomiciliares e intradomiciliares. Isto evidencia que esta 

transmissão continua apresentando risco, possivelmente devido à existência de 

vetores autóctones com alto potencial de colonização, bem como focos residuais de 

T. infestans (SILVEIRA & DIAS, 2011; VINHAES et al., 2014).  

Nas décadas de 80 e 90 a transfusão sanguínea foi a principal via de 

transmissão do parasito em áreas endêmicas do Brasil (DIAS, 2002; OMS, 2008). 

Com uma melhor cobertura na triagem de doadores de sangue, 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 e colaboradores (2011), o estado do Rio Grande do Sul possuia alta 

taxa de transmissão congênita, correspondendo a 60% do total de casos de infecção 

incluídos na pesquisa. Já o aumento da incidência de transmissão oral no Brasil 

tornou-se evidente com a ingestão de alimentos contaminados com T. cruzi, 

podendo estar associado à presença de vetores e/ou reservatórios infectados nas 

imediações do local de ocorrência. Mais de 5.000 casos de DCh aguda foram 

notificados no Brasil entre 2001 – 2018 (SANTOS et al., 2020), com prevalência 

majoritária na região Amazônica (estados do Pará e Amapá), 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.  Apesar de a região Amazônica não 

ser considerada uma área endêmica, atualmente, é responsável pelo maior número 

de casos de DCh aguda, principalmente por transmissão oral, incentivando medidas 

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

sucos e outros produtos não tratados (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.  
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Quando o sistema de controle de vigilância em saúde for falho, a interação 

parasito-vetor-vertebrado pode ser mantida em regiões onde espécies de 

triatomíneos autóctones são comumente encontradas. As medidas de controle de 

vetores autóctones passaram a ser aplicadas pelos governos municipais, após a 

descentralização do sistema de saúde no Brasil, porém se deparam com 

dificuldades operacionais, políticas e falta de investimentos (COUTINHO et al., 

2014). Além disso, em locais onde triatomíneos silvestres são frequentes, o baixo 

efeito residual de inseticidas juntamente com as alterações nos biomas facilitam a 

invasão e colonização de triatomíneos em ambientes domiciliar e peridomiciliar 

(DIAS, 2000), aumentando o risco de contato entre vetores autóctones infectados 

por T. cruzi e o homem. Ainda de acordo com Dias (2000), os maiores desafios 

quanto à luta antivetorial são a “sustentação da participação comunitária, 

manutenção da vontade política, manejo do peridomicílio e detecção de triatomíneos 

em baixas densidades”.  

1.2 O agente etiológico 

O agente etiológico da DCh, como dito anteriormente, é o T. cruzi, um 

protozoário flagelado e unicelular da ordem Kinetoplastea e família Trypanosomatida 

(MOREIRA et al., 2004). Esse parasito é 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) 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 

formas 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 2).  
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Figura 2: Principais formas evolutivas do T. cruzi. 
(Modificado de REY, 2013) 
 

Este parasito heteroxênico se desenvolve alternadamente entre um 

hospedeiro invertebrado, representado por numerosas espécies de triatomíneos, e 

um hospedeiro vertebrado, mamíferos silvestres ou domésticos, incluindo o homem. 

Seu ciclo evolutivo nos insetos hematófagos ocorre nos intestinos médio posterior e 

posterior (ampola retal/reto) (Figura 3). O triatomíneo se infecta com as formas 

tripomastigotas sanguícolas ao sugar o sangue de um mamífero infectado. No 

intestino médio posterior, os tripomastigotas transformam-se em epimastigotas e em 

algumas formas transitórias. Após multiplicação ativa, os epimastigotas sofrem uma 

nova diferenciação na ampola retal adotando a forma tripomastigota metacíclica. 

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

urina, podendo penetrar no vertebrado por meio de lesões cutâneas, mucosas ou na 

conjuntiva (GARCIA et al., 2007; ARGOLO et al., 2008; REY, 2011, 2013; CDC, 

2019). É importante destacar que as formas metacíclicas de T. cruzi também estão 

presentes na glândula de cheiro de marsupiais (DEANE et al., 1984; URDANETA-

MORALES & NIRONI, 1996). 
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Figura 3: Esquema do desenvolvimento de T. cruzi em seu inseto vetor.  
Ao realizar o repasto sanguíneo de um vertebrado infectado o triatomíneo ingere 
as formas tripomastigotas sanguícolas que irão se diferenciar em formas 
epimastigotas e em algumas formas transitórias no intestino médio anterior (A). No 
intestino médio posterior as formas epimastigotas se multiplicarão (B) aumentando 
a população de parasitos. Na ampola retal (intestino posterior) os epimastigotas 
irão se transformar em tripomastigotas metacíclicos (C) que serão eliminados com 
as fezes e urina do inseto. (Modificado de Garcia et al., 2007). 
. 

 

No hospedeiro vertebrado, as formas tripomastigotas metacíclicas podem 

invadir diferentes tipos celulares, incluindo macrófagos, fibroblastos ou células 

epiteliais. Ao invadir estas células, os tripomastigotas metacíclicos se diferenciam 

em amastigotas, que se proliferam intracelularmente por fissão binária. Depois de 

intensa divisão, as formas amastigotas se transformam nas 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 colonizar diferentes tecidos do hospedeiro, em especial células 

musculares (cardíaca, lisa e esquelética) e ganglionares (Figura 4) (ARGOLO et al., 

2008; REY, 2011, 2013; CDC, 2019). 
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Figura 4: Ciclo de vida do T. cruzi nos hospedeiros invertebrado e vertebrado (Modificado de 
CDC, 2019). 

  

 A plasticidade genômica (ganho, perda ou rearranjo de fragmentos do DNA) 

do T. cruzi pode conferir mecanismos para sua sobrevivência ao estresse ambiental 

(por exemplo, temperatura e pH), além de promover diversidade genética entre 

linhagens do parasito (McDANIEL & DVORAK, 1993). T. cruzi é uma espécie 

heterogênea representada por subgrupos de cepas ou isolados que circulam entre 

hospedeiros vertebrados e insetos vetores. Visando o entendimento de questões de 

biologia básica do parasito, a nomenclatura sub-específica de T. cruzi foi revisada. 

Esta nova revisão inclui seis Unidades Discretas de Tipagem (DTUs), T. cruzi I - VI 

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

que podem ser identificados por marcadores moleculares ou imunológicos comuns 

(TIBAYRENC, 1998; ZINGALES et al., 2012). Além destas DTUs, foi identificado um 

novo genótipo de T. cruzi, ‘TcBat’, infectando morcegos (MARCILI et al., 2009) e, 

mais recentemente, humanos (RAMÍREZ et al., 2014). Lima e colaboradores (2015) 

propuseram TcBat como uma DTU independente.  

O conhecimento da distribuição geográfica das populações de T. cruzi torna-

se fundamental para melhor compreender os aspectos epidemiológicos da doença, 
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uma vez que tem sido sugerida a associação entre os genótipos do parasito e as 

formas clínicas da DCh (STURM & CAMPBELL 2010; ZINGALES et al., 2012; 

RODRIGUES-DOS-SANTOS et al., 2018; MONJE-RUMI et al., 2020; BIZAI et al., 

2020). A partir da revisão de literatura sobre a distribuição das DTUs I a VI em 

humanos, é reconhecido que estas apresentam distribuições geográficas distintas e 

que todas estão envolvidas com a ocorrência da DCh (ZINGALES et al., 2012). Nos 

países que integram o Cone Sul, as DTUs TcI, TcII, TcV e TcVI são as principais 

responsáveis pela manifestação da doença, sendo que TcII predomina na maior 

parte dos estados do Sul, Centro-Oeste, Sudeste e Nordeste do Brasil, TcV na 

Argentina, Bolívia e Paraguai, e TcVI no Gran Chaco (Argentina, Bolívia, Paraguai e 

Brasil). A DTU TcI está relacionada com a DCh na Amazônia, países Andinos 

(Bolívia, Peru, Equador, Colômbia, Chile e Venezuela), América Central e México 

(ZINGALES et al., 2012). Acredita-se que a DTU TcI não favoreça a forma digestiva 

e que as DTUs TcII e TcV promovem as manifestações cardíaca e digestiva 

(CARRANZA et al., 2009; ZINGALES, 2011). A TcIII está associada ao ciclo silvestre 

no Brasil e em países adjacentes (ZINGALES et al., 2012), já foi isolada em cães 

domésticos (CHAPMAN et al.,1984; CARDINAL et al., 2008) e, mais recentemente, 

foi observada infectando humanos no Nordeste do Brasil (K MARTINS et al., 2015). 

A distribuição geográfica da DTU TcIV, na América do Sul, é semelhante à de TcIII 

(ZINGALES et al., 2012), ocorrendo frequentemente em humanos (MILES et al., 

1981), tendo sido ainda identificada em surtos de transmissão oral na Venezuela 

(RAMIREZ et al., 2010).  

A ampliação dos trabalhos de campo e uma investigação em laboratório mais 

acurada acerca da identificação das fontes alimentares dos vetores e das diferentes 

DTUs de T. cruzi que circulam em triatomíneos de uma determinada região são 

necessárias para aumentar o nosso conhecimento acerca da ecologia desse 

parasito. 

1.3 Rastreamento de infecção natural por T. cruzi em triatomíneos  

1.3.1 Reação em Cadeia da Polimerase Convencional - PCRc (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 DCh, assim como para a vigilância 
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epidemiológica e elaboração de programas de controle da disseminação da doença. 

Taxas de infecção do vetor em regiões endêmicas para a DCh são variáveis, 

alcançando 5% a 10% no Brasil (DIAS, 2002; RIBEIRO JR. et al. 2019) e até 79% na 

Bolívia (Cochabamba) (MEDRANO-MERCADO et al., 2008).    

O monitoramento realizado pelos programas de controle da prevalência de 

infecção por T. cruzi nos triatomíneos, quando há, ocorre por meio da microscopia 

óptica de suspensão do conteúdo intestinal fresco destes vetores, em busca de 

tripanosomatídeos ativos. Esta metodologia possui algumas vantagens como baixo 

custo, fácil execução e utilização de poucos equipamentos, sendo acessível para 

qualquer laboratório (CDC, 2018), no entanto, apresenta algumas limitações, tais 

como: baixa sensibilidade em amostras com números reduzidos de parasitos, perda 

de especificidade devido a dificuldade de diferenciar o parasito de outras infecções 

por tripanosomatídeos, como Trypanosoma rangeli e Blastocrithidia triatomae 

(CERISOLA et al. 1971; CHIURILLO et al. 2003), baixa reprodutibilidade, dificuldade 

no processamento de ninfas muito pequenas, necessidade da análise em insetos 

frescos, além da microscopia ser um procedimento laborioso quanto a análise de um 

elevado número de insetos. Além disso, 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.  

Neste contexto, ensaios de biologia molecular baseados na Reação em 

Cadeia da Polimerase Convencional ou Qualitativa (PCRc) para a detecção de DNA 

de T. cruzi em triatomíneos já vêm sendo descritos 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; MOREIRA et al., 2017; RIBEIRO JR. et al. 

2019). Nestes estudos, o DNA do parasito pode ser detectado diretamente em 

amostras biológicas, como o conteúdo intestinal dos triatomíneos, apresentando 

algumas vantagens com relação ao método tradicional parasitológico, como uma 

maior sensibilidade e reprodutibilidade no diagnóstico (MOREIRA et al., 2017). Os 

resultados provenientes da PCR são obtidos em um tempo mais curto quando 

comparados ao método parasitológico indireto, por hemocultura, que apresenta 

resultados somente 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 possibilidade de repetição dos testes em caso de 
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resultados inconclusivos, uma vez que esta técnica faz uso de pequenos volumes de 

amostra (YANG & ROTHMAN, 2004). Vale ressaltar que o uso da PCR para a 

avaliação de infecção natural em triatomíneos de campo permite o rastreio de um 

grande número de exemplares simultaneamente, fornecendo maior agilidade para o 

monitoramento da prevalência de infecção pelo T. cruzi em áreas endêmicas, sendo 

uma ferramenta importante para estudos da dinâmica de transmissão do parasito. 

Porém, a diversidade genética de T. cruzi deve ser considerada no desenvolvimento 

de testes diagnósticos moleculares (SCHIJMAN, 2018). 

 

O 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 e que esteja presente em inúmeras cópias é 

necessária para a realização de ensaios da PCR para detecção de T. cruzi. As 

moléculas de minicírculos que constituem majoritariamente a rede de kDNA ou DNA 

do cinetoplasto, que representa o genoma mitocondrial, têm sido usadas com 

sucesso desde a década de 90 por diferentes grupos de pesquisa para o diagnóstico 

molecular de infecção por T. cruzi em amostras biológicas de humanos, como 

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

1994; JUNQUEIRA et al., 1996; SCHIJMAN et al., 2003; BRITTO, 2009; 

FERNANDES et al., 2009; RAMÍREZ et al., 2010; MURCIA et al., 2010; SCHIJMAN 

et al., 2011), em diferentes tecidos de modelo experimental murino (ANDRADE et 

al., 2002), e em excretas (RUSSOMANDO et al., 1996; BRITO et al., 2008; PINHO, 

2012; GRIJALVA et al., 2014; CANTILLO-BARRAZA et al., 2015) e intestinos de 

triatomíneos (VALLEJO et al., 1999; GURGEL-GONÇALVES et al., 2004; VILLACÍS 

et al., 2015; MOREIRA et al., 2017).  

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 guias), que participam no processo de edição dos transcritos 

de maxicírculos (OCHSENREITER, 2007). Os maxicírculos são moléculas maiores 
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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 proteínas da cadeia de transporte de elétrons e 

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

ENGLUND, 2004; PIMENTEL, 2012). 

Os minicírculos apresentam classes de sequências altamente heterogêneas 

(JUNQUEIRA et al., 2005; TELLERIA et al., 2006), entretanto, se organizam em 

quatro regiões de sequências conservadas de DNA, dispostas a 90° uma das outras, 

e são intercaladas por sequências variáveis de DNA (Figura 5). Com a utilização de 

iniciadores específicos previamente desenhados para os blocos de sequências 

conservadas, é possível amplificar fragmentos conservados (120 pb) e variáveis 

(330 pb) do DNA de minicírculos de T. cruzi (DEGRAVE et al., 1988; RAY, 1989; 

STURM et al., 1989; AVILA et al., 1991; BRITTO et al., 1993; WINCKER et al., 1994; 

SIMPSON, 1997; JUNQUEIRA et al., 2005). 
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Figura 5: Representação esquemática do minicírculo do kDNA 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 de 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. As sequências, a ordem e a distância dos blocos de sequências 

conservadas dos minicírculos de T. cruzi e T. rangeli revelaram alta similaridaed 

entre estes parasitos (VALLEJO et al. 1999; GUHL & VALLEJO, 2003), 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 

espécies do gênero Rhodnius (VALLEJO et al., 2002) – apesar de ter sido 

detectado, recentemente, em Triatoma brasiliensis (LIMA-OLIVEIRA et al., 2020) – 

nas Américas Central e do Sul, o seu potencial patogênico ao homem ainda é muito 

controverso (OSORIO et al., 1995; ZÚÑIGA et al., 1997; PALÁU et al., 2001). 

Os iniciadores para a PCR-kDNA descritos para a detecção de T. cruzi 

também se anelam nas sequências conservadas de minicírculos do kDNA de T. 

rangeli, embora os fragmentos amplificados sejam facilmente diferenciados pelo 

tamanho em gel de poliacrilamida (VALLEJO et al., 1999) e de agarose (MOREIRA 

et al., 2017). Um fragmento de 330 pb é esperado para amostras infectadas com T. 

cruzi (Figura 5) 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., 
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1999; MOREIRA et al., 2017). Considerando que o exame microscópico direto para 

a pesquisa de tripanossomos 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; MOREIRA et al., 2017).  

 

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

 

O genoma nuclear de T. cruzi possui cerca de 105 cópias de uma repetição de 

195 pb (DNA satélite), que equivale, aproximadamente, a 10% do DNA total do 

parasito (ELIAS et al., 2003). O DNA nuclear satélite representa arranjos não 

codificantes de DNA, constituídos de repetições diretas (in tandem) da mesma 

sequência de nucleotídeos. Apesar da conservação de sequências (ELIAS et al., 

2003, 2005; VARGAS et al., 2004; LIARTE, 2006; MARTINS et al., 2008), 

polimorfismos nas sequências de DNA satélite devido a diferenças entre as DTUs de 

T. cruzi devem ser considerados, a fim de se obter um aumento da sensibilidade da 

PCR direcionada a este alvo (RAMIREZ et al., 2017). Em estudo inicial realizado por 

Elias e colaboradores (2003), verificou-se que o DNA satélite é de quatro a seis 

vezes mais abundante nas cepas Y e CL-Brener, em comparação com Silvio X10 cl1 

(ELIAS et al., 2003). Posteriormente, foi observado que isolados de TcI apresentam 

menor número de cópias de DNA nuclear satélite quando comparados a isolados de 

outras DTUs (DUFFY et al., 2009; IENNE et al., 2010; RAMIREZ et al., 2017). 

Apesar disso, as unidades de repetições satélite são agrupadas, no genoma nuclear, 

em conjuntos que compreendem cerca de 30 bases 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 (ELIAS et al., 2003).  

Machado et al. (2000) apresentaram uma metodologia 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 da PCR direcionada ao DNA satélite do parasito. Em 2003, Virreira e 

colaboradores compararam a sensibilidade de alguns conjuntos de iniciadores 

usados para detecção de T. cruzi pela PCR utilizando como alvos o DNA nuclear 
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satélite, região conservada do elemento de repetição E13 (REQUENA et al., 1996), 

kDNA e proteína flagelar F29. Os iniciadores que amplificam o DNA satélite 

detectaram DNA do parasito em todas as linhagens testadas com maior 

sensibilidade que os marcadores E13 e F29 (VIRREIRA et al., 2003).  

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

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

elevada sensibilidade e especificidade para pesquisa diagnóstica por PCR em 

sangue e amostras de tecidos em humanos, 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; HERNÁNDEZ et al., 2016).  

1.3.2 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., 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.  

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; RAMÍREZ et 

al., 2015; HERNÁNDEZ et al., 2016), ensaios de interação parasito-inseto vetor 

(UEHARA et al., 2012), cinética de colonização por T. cruzi em diferentes segmentos 

do trato digestório de Rhodnius prolixus (DIAS et al., 2015) ou ainda em estimativas 

de carga parasitária de insetos coletados no campo (MOREIRA et al., 2017).  

A partir da qPCR é possível monitorar a amplificação do DNA no momento em 

que a reação está ocorrendo, isto é, em tempo real. Para estimar a quantidade de 

DNA alvo presente em uma amostra, a técnica utiliza o ciclo limiar de detecção (Ct 

ou ciclo threshold), cuja amplificação de um alvo é detectada pela primeira vez por 

emissão de sinal fluorescente que ultrapassa o valor pré-definido de limite 
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(threshold). O ensaio de quantificação mede a quantidade de ácido nucléico alvo 

presente em determinada amostra, 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 visualizado o crescimento significativo da 

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

Applied Biosystems desenvolveu dois sistemas de detecção de sequência: o 

Sistema SYBR® e o Sistema Taqman® (APPLIED BIOSYSTEMS, 2002). 

 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). A vantagem desse sistema incide no fato de não ser 

necessário o uso de sonda interna fluorescente, o que reduz a configuração do 

ensaio e os custos de execução. A desvantagem é que o SYBR®Green detectará a 

amplificação de qualquer sequência de DNA dupla-fita, inclusive produtos de reação 

não específicos, como dímeros de iniciadores, podendo gerar resultados falso-

positivos ou ainda superestimativas de DNA total (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 (Figura 6), 

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 de Transferência de Energia de Ressonância 

de Fluorescência, do inglês Fluorescence Resonance Energy Transfer ou FRET) 

(ALBERTS et al., 2002). Se a sequência-alvo de DNA estiver presente, a sonda se 

anela logo após a 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 de DNA, 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 
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fluorescência, de acordo com a quantidade de amplicon produzido. Esse sistema 

tem como vantagens (i) a hibridização específica entre a sonda e o alvo para gerar 

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

1991); e (ii) as sondas podem ser marcadas com corantes Reporter distintos, os 

quais permitem a amplificação de duas ou mais sequências distintas em uma única 

reação (reação em multiplex). A principal desvantagem é a necessidade de síntese 

de diferentes sondas para alvos distintos, o que eleva os custos da reação (NOVAIS, 

2004).  

 

 

Figura 6: Esquema do sistema TaqMan. 
A sonda TaqMan contém um corante fluorescente Reporter na extremidade 5´ (em 
verde) e um Quencher (em vermelho) na extremidade 3´. Enquanto a sonda está 
intacta ocorre o Efeito FRET. A sonda se anela à sequência alvo 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 fluorescente do corante Reporter. A 
sonda é removida da fita alvo e, 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 (Modificado 
de GIUSTI, 2012). 
 

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. Sendo assim, todos os ensaios de PCR para diagnóstico 
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devem incluir um controle interno ou exógeno que possibilite controlar a qualidade 

do DNA recuperado e eventual presença de inibidores nas amostras.  

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 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). Em 2015, DIAS e colaboradores desenvolveram um sistema TaqMan® de 

qPCR, também direcionado para o DNA satélite de T. cruzi, para monitorar a 

colonização do parasito no trato digestório de R. prolixus durante o estabelecimento 

da infecção no vetor, a fim de gerar maior conhecimento sobre a dinâmica de 

colonização no intestino do inseto (DIAS et al., 2016). Mais recentemente, em 2017, 

publicamos o artigo “Development of conventional and real-time multiplex PCR-

based assays for estimation of natural infection rates and Trypanosoma cruzi load in 

triatomine vectors” (MOREIRA et al., 2017), fruto do meu Trabalho de Conclusão de 

Curso (TCC) quando eu ainda era aluna de Iniciação Científica. Neste estudo, 

desenvolvemos metodologias altamente sensíveis baseadas na PCR para monitorar 

a infecção por T. cruzi em intestinos de diferentes espécies de triatomíneos 

coletados no campo. Esse ensaio possibilitou avaliar a carga parasitária e 

possivelmente poderá ser útil como um biomarcador promissor da competência 

vetorial de triatomíneos em áreas endêmicas da DCh. 

1.4 O inseto vetor 

Os triatomíneos são insetos vetores 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 153 espécies atuais e 3 

fósseis (SOUZA et al., 2016; BARGUES et al., 2017; JUSTI & GALVÃO 2017; ROSA 

et al., 2017; DORN et al., 2018; OLIVEIRA et al., 2018; LIMA-CORDÓN et al., 2019; 

NASCIMENTO et al., 2019; POINAR Jr. 2019; ALEVI et al., 2020; ZHAO et al., 

2021). No Brasil, já foram registradas 66 espécies de triatomíneos com 
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potencialidade para transmitir o parasito nas 27 unidades federativas (GALVÃO & 

GURGEL-GONÇALVES, 2014; SOUZA et al., 2016). Cerca de dez espécies e três 

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

são epidemiologicamente mais importantes devido aos seus aspectos 

comportamentais (REY, 2011; JURBERG et al., 2014). A inserção das antenas nos 

tubérculos anteníferos auxilia na diferenciação destes principais gêneros (Figura 7).  

 

 

Figura 7: Diferenciação dos gêneros Panstrongylus, Rhodnius e Triatoma pelo ponto de inserção das 
antenas no tubérculo antenífero (indicado pela seta). (A) Panstrongylus lignarius: as antenas 
encontram-se inseridas junto à margem anterior dos olhos. (B) Rhodnius neglectus: as antenas 
apresentam-se no ápice da cabeça. (C) Triatoma maculata: as antenas inserem-se na metade da 
distância entre o ápice da cabeça e a margem anterior dos olhos. Imagens utilizadas da Coleção de 
Triatominae UNESP Araquara - https://www2.fcfar.unesp.br/#!/triatominae. Acesso em 28 de abril de 
2021. 

Estes insetos têm hábitos noturnos, permanecendo em seus abrigos durante 

o dia (DIAS et al., 2013). São hematófagos estritos em todas as fases de vida, 

possuindo uma probóscida retilínea com apenas três segmentos (REY, 2011). A sua 

metamorfose é incompleta (hemimetábolos) e as alterações morfológicas são 

gradativas ao longo do seu crescimento e desenvolvimento (ARGOLO et al., 2008; 

MESSIAS, 2011; OLIVEIRA, 2013). O seu ciclo de vida é representado por ovo, 

cinco estádios ninfais (N1 a N5) e uma fase adulta (macho ou fêmea), havendo 

nesta o surgimento das asas e a completa diferenciação sexual (ARGOLO et al., 

2008) (Figura 8). Na maioria dos triatomíneos, esses ovos são depositados 

livremente no substrato, mas em algumas espécies o ovo contém uma substância 

adesiva, podendo ficar preso em pelos e penas de animais ou materiais presentes 

no peridomicílio que são levados para as habitações humanas, fatores importantes 

para a dispersão passiva desses vetores (SOLER et al., 1969; SCHOFIELD & DIAS, 

1999; OPAS, 2020). O ciclo biológico completo em Triatominae pode variar de 6 a 24 

meses, e essa variação pode estar relacionada a fatores bióticos (OPAS, 2020). 
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Conhecer a biologia do inseto é importante para a elaboração de medidas de 

controle, já que a aplicação de inseticidas nos domícilios deve evitar que os insetos 

cheguem à fase adulta, diminuindo as chances de recolonização do ambiente que foi 

tratado (DIAS, 1991; OPAS, 2020). 

 

Figura 8: Ciclo de vida de um triatomíneo – Triatoma 
brasiliensis brasiliensis. 

(ARGOLO et al., 2008) 

 

A família Reduviidae inclui diversas subfamílias, sendo a subfamília 

Triatominae a única que realiza a hematofagia obrigatória em animais vertebrados 

para a conclusão do ciclo de vida do inseto (ALMEIDA et al., 2014). Algumas 

espécies, como Belminus herreri (SANDOVAL et al., 2004) e Triatoma 

circummaculata Stål, 1859 (LOROSA et al., 2000a; RUAS-NETO et al., 2001), 

conseguem se desenvolver realizando a hemolinfagia em baratas no laboratório. 

Sabe-se que os triatomíneos podem se alimentar da hemolinfa de outros insetos 

para sobreviver à estarvação (LOROSA et al., 2000a; RUAS-NETO et al., 2001; 

ANGULO & SANDOVAL et al., 2001; ALMEIDA et al., 2002a; DURÁN et al., 2016) e 

realizar a coprofagia (ingestão das fezes/urina) e a cleptohematofagia (sangue 

retirado do intestino de outro triatomíneo) (RYCKMAN, 1951; LAZZARI et al., 2018) 

em que o T. cruzi é excepcionalmente transmitido de vetor a vetor (SCHAUB, 1988; 

JURBERG & GALVÃO, 2006). Além destas, em 2016, DÍAZ-ALBITER et al. 

descreveram o primeiro relato de alimentação experimental com açúcar e fitofagia 

em triatomíneos.  

A maioria das espécies vive em ecótopos silvestres e está associada a 

mamíferos, aves e répteis. Porém, com as crescentes mudanças ocorridas no 
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habitat natural destes insetos e a alta disponibilidade de alimentação sanguínea, 

houve a adaptação e instalação de algumas espécies no ecótopo artificial ocupado 

pelo homem, no ambiente domiciliar e peridomiciliar, especialmente em frestas e 

rachaduras das casas, galinheiros, currais, amontoados de telhas, tijolos, lenhas e 

em paióis (GAUNT & MILES, 2000; ALMEIDA et al., 2014).  

Cada um dos três gêneros de triatomíneo de alta importância epidemiológica 

possui sua especificidade ecológica. As espécies de Rhodnius estão normalmente 

associadas a palmeiras, nas quais são encontrados pássaros, pequenos roedores e 

lagartos (LIMA & SARQUIS, 2008); as de Panstrongylus são predominantemente 

encontradas em tocas ou cavidades de árvores; e as espécies do gênero Triatoma 

são comumente encontradas em frestas de rochas e tocas de roedores. Dentro 

deste gênero, há ainda espécies exclusivamente encontradas em cavidades das 

árvores ou em ninhos, enquanto outras em cavernas com morcegos (GAUNT & 

MILES, 2000; COSTA et al. 2003; SARQUIS et al. 2006; FREITAS et al. 2004; 

ALMEIDA et al., 2014). 

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.  

A capacidade vetorial está relacionada aos parâmetros ecológicos, 

comportamentais e fisiológicos de um vetor biológico e é definida como a velocidade 

com que o parasito pode ser disseminado entre os indivíduos susceptíveis de uma 

área por meio deste vetor (FORATTINI, 1992; LOURENÇO-DE-OLIVEIRA, 2005; 

OLIVEIRA, 2013). Esta capacidade do vetor de disseminar o parasito irá depender 

de diversos fatores, como: (i) a eficiência de reprodução do vetor em ambientes 

artificiais e sua longevidade; (ii) a suscetibilidade à infecção pelo parasito e este 

dispor de (iii) ampla capacidade de metaciclogênese; (iv) além da capacidade de 

ingerir volume de sangue  expressivo; e (v) apresentar curto período de repasto e 

(vi) intervalo reduzido entre o repasto e a dejeção, já que a transmissão vetorial se 

dá pela penetração das formas infectantes do parasito, eliminadas nas fezes e urina 

do triatomíneo durante a sua alimentação no hospedeiro vertebrado (ARGOLO et al., 

2008; DIAS et al., 2013). Vale ressaltar que a competência vetorial é um dos fatores 

que fazem parte da capacidade vetorial, uma vez que é preciso que o vetor se 

infecte, propiciando a multiplicação e a transmissão do parasito a um hospedeiro 
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vertebrado. Esta habilidade é influenciada por fatores genéticos, pela carga 

parasitária no hospedeiro vertebrado infectado, fatores ambientais e climáticos, 

barreiras fisiológicas (como a diferença de pH em cada porção do intestino do 

inseto) e a microbiota do inseto vetor (BENNETT et al., 2002; OLIVEIRA, 2013; DIÁZ 

et al., 2016; VIEIRA et al., 2018; WALTMANN et al., 2019). 

Triatoma infestans foi (e permanece sendo, juntamente com R. prolixus) o 

principal vetor na América do Sul e Central. Em 2006, o Brasil recebeu a Certificação 

Internacional de Eliminação da Transmissão de T. cruzi por este vetor. 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). Adicionalmente, muitas espécies, como Triatoma 

sordida Stäl, 1859; Triatoma rubrovaria Blanchard, 1843; Triatoma pseudomaculata 

Corrêa & Espínola, 1964; T. brasiliensis Neiva, 1911; Panstrongylus megistus 

Burmeister, 1835 e Rhodnius neglectus Lent, 1954 vêm ocupando em algumas 

regiões do Brasil os nichos que foram liberados pelo T. infestans no peridomicílio e 

intradomicílio, aumentando os riscos de infecção por T. cruzi ao homem (ZELEDÓN; 

RABINOVICH, 1981; CARBAJAL DE LA FUENTE; CATALÁ, 2002; COSTA et al., 

2003; BRASIL, 2009; CORTEZ et al., 2010).  

O Rio Grande do Sul, área de estudo do presente trabalho, abriga uma ampla 

fauna de triatomíneos, representada por 13 espécies, a saber: P. megistus, 

Panstrongylus tupynambai Lent, 1942; Triatoma delpontei Romañae Abalos, 1947; 

T. infestans, T. sordida, Triatoma platensis Neiva, 1913 e as espécies pertencentes 

ao subcomplexo T. rubrovaria (GALVÃO & GURGEL-GONÇALVES, 2014), foco 

deste estudo. O subcomplexo T. rubrovaria é composto por Triatoma carcavalloi 

Jurberg, Rocha e Lent, 1998; T. circummaculata, Triatoma klugi Carcavallo, Jurberg, 

Lent e Galvão, 2001; Triatoma oliveirai Neiva, Pinto e Lent, 1939; T. rubrovaria 

(SCHOFIELD & GALVÃO, 2009), Triatoma limai Del Ponte, 1929 (PITA et al., 2016), 

Triatoma pintodiasi Jurberg, Cunha e Rocha, 2013 (JURBERG et al., 2013), 

Triatoma patogonica Del Ponte, 1929 e Triatoma guaysana Wygodzinsky & Abalos, 

1949 (KIERAN et al., 2021). No território gaúcho os triatomíneos podem ser 

classificados como espécies introduzidas de hábitos sinantrópicos (T. infestans e T. 

sordida) e espécies autóctones de hábitos silvestres (as demais 12 espécies) 

(GALVÃO, 2014). Triatoma rubrovaria tem sido encontrada no interior de habitações 

e em áreas peridomiciliares (ALMEIDA et al., 2000; COSTA et al., 2009; SILVEIRA & 

MARTINS, 2014), o que sugere adaptação do inseto ao ambiente antrópico. No 
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peridomicílio, essa espécie pode ser capturada sob as rochas, cercas, muros ou 

paredes construídas com rochas sobrepostas (SHERLOCK, 1979; SILVEIRA & 

MARTINS, 2014). Triatoma rubrovaria é a espécie mais importante 

epidemiologicamente do subcomplexo T. rubrovaria devido a sua capacidade de 

transmissão de T. cruzi, seguida de T. circummaculata e T. carcavalloi (CARDOZO-

DE-ALMEIDA et al., 2014). Essas três espécies são simpátricas, presentes em 

ambientes silvestres rochosos (consideradas espécies rupestres), e exibem hábito 

alimentar eclético (ALMEIDA et al., 2002a; CARDOZO-DE-ALMEIDA, 2007).  

1.5 Identificação taxonômica de triatomíneos 

A primeira descrição taxonômica de Triatominae foi a de um macho de 

Triatoma rubrofasciata realizada por De Geer (1773). A partir do século XX, com a 

descoberta dos triatomíneos como vetores do agente etiológico da DCh, diversos 

estudos de descrição das espécies foram publicados (NEIVA, 1911; PINTO, 1925; 

DEL PONTE, 1930; NEIVA & LENT, 1936, 1941; USINGER, 1944; ABALOS & 

WYGODZINSKY, 1951; RYCKMAN, 1962; GALVÃO, 2003), culminando com a 

importante revisão sistemática de LENT & WYGODZINSKY (1979). A taxonomia 

clássica baseia-se na morfologia para descrever, nomear e classificar os seres vivos 

(GODFRAY, 2002; MONTEIRO et al., 2018). Com o intuito de solucionar problemas 

taxonômicos, uma nova abordagem tem sido utilizada nos últimos anos, a chamada 

Taxonomia Integrativa, que reúne dados de morfologia, genética, biogeografia, 

ecologia e comportamento (DAYRAT, 2005; MONTEIRO et al., 2018). Com o 

advento da biologia molecular e utilização de marcadores moleculares para 

identificação taxonômica foi possível observar que algumas espécies: (i) 

compartilham características morfológicas, mas são geneticamente distintas 

(NOIREAU et al., 1998; NOIREAU et al., 2002; PAVAN & MONTEIRO, 2007); (ii) são 

morfologicamente distintas, mas representam uma mesma espécie (DUJARDIN et 

al., 1999; NOIREAU et al., 2000a,b).  

As limitações taxonômicas como polimorfismo cromático intrapopulacional e 

ocorrência de espécies crípticas dificultam o desenvolvimento de estratégias 

acuradas de eliminação e vigilância entomológica eficientes para triatomíneos 

(NOIREAU et al. 1998, 1999; SCHROEDER et al. 2003; MONTEIRO et al., 2018), 

uma vez que as espécies crípticas podem ter importâncias epidemiológicas distintas 

– como é o caso, por exemplo, de R. prolixus e Rhodnius robustus. Desta forma, 
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órgãos ligados à saúde pública incentivam projetos integrando a taxonomia 

morfológica com a molecular, a fim de garantir respostas mais rápidas e acuradas 

(AMORIM, 2002; MONTEIRO et al. 2013; MESQUITA et al. 2015). Métodos com 

base em sequências de DNA tendem a produzir uma maior compreensão da 

biodiversidade, detectando, por exemplo, divergência interespecífica em indivíduos 

reconhecidos erroneamente como uma única morfoespécie (SMITH et al., 2005).  

Os marcadores moleculares mais utilizados em insetos, incluindo para 

triatomíneos, são os mitocondriais. O DNA mitocondrial (mtDNA) contém genes 

essenciais ao processo celular de fosforilação oxidativa, está presente em quase 

todos os eucariotos e possui herança exclusivamente materna (LANG et al., 1999; 

GRAY et al., 2004; BULLERWELL & GRAY, 2004; PAVAN & MONTEIRO, 2014). O 

mtDNA apresenta taxa de mutação muito maior quando comparada à taxa do DNA 

nuclear (PAVAN & MONTEIRO, 2014). Marcadores mitocondriais são adequados 

para análises populacionais e filogeográficas, mas não são aconselháveis em 

estudos sobre híbridos e àqueles contendo espécies filogeneticamente distantes 

(com exceção dos genes 12S e 16S) (PAVAN & MONTEIRO, 2014). Em 2003, 

Monteiro e colaboradores revelaram que R. robustus é um táxon distinto de R. 

prolixus e que compõe um complexo de espécies crípticas. Mais tarde, Pavan & 

Monteiro (2007) desenvolveram uma PCR multiplex com base em fragmentos de Cyt 

b para diferenciar em géis de agarose amostras de R. prolixus das linhagens de R. 

robustus, ao gerar amplicons com tamanhos distintos. Além de R. robustus, outros 

estudos envolvendo complexos de espécies crípticas, a partir do sequenciamento de 

fragmentos do Cyt b foram realizados, como por exemplo, T. brasiliensis 

(MONTEIRO et al. 2004, ALMEIDA et al. 2008, MENDONÇA et al. 2009) e T. rubida 

(PFEILER et al. 2006). O Cyt b também foi utilizado em estudos populacionais com 

as espécies T. infestans (GIORDANO et al. 2005), R. prolixus (FITZPATRICK et al. 

2008) e T. dimidiata (BLANDÓN-NARANJO et al. 2010). 

Desde a década de 90, autores chamam a atenção para o uso de diferentes 

metodologias para a identificação de novas espécies (NOIREAU et al., 1998; 

DUJARDIN et al., 1999; MONTEIRO et al., 2018). As variações cromáticas, no 

tamanho e na forma das estruturas morfológicas dos triatomíneos podem dificultar 

ou gerar erros na descrição de espécies pela taxonomia clássica (SCHOFIELD & 

GALVÃO, 2009; MONTEIRO et al., 2018). O polimorfismo cromático 

intrapopulacional foi observado pela primeira vez em T. rubrovaria por Almeida e 

colaboradores (2002b). Espécimes de T. rubrovaria foram coletados em quatro 
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municípios com distância entre 75 e 322 km e analisados por padrões de cores e 

isoenzimas. O estudo mostrou a existência de, pelo menos, duas populações 

distintas de T. rubrovaria no RS com diferentes padrões fenotípicos e genéticos.  

O subcomplexo T. rubrovaria foi objeto de estudo em dois projetos de 

doutorado no ano de 2017 que tinham como objetivo geral identificar as espécies 

deste subcomplexo utilizando a taxonomia integrativa. Coutinho (2017) combinou 

diferentes metodologias, como morfometria geométrica dos adultos, 

quimiotaxonomia (hidrocarbonetos cuticulares) e marcadores moleculares (Cyt b). A 

morfometria geométrica diferenciou as espécies T. carcavalloi, T. circummaculata, T. 

pintodiasi e T. klugi dos diferentes morfotipos de T. rubrovaria. O perfil de 

hidrocarbonetos cuticulares permitiu a comparação das espécies T. circummaculata, 

T. pintodiasi e T. rubrovaria, indicando ser uma ferramenta útil na descrição desse 

grupo de espécies de triatomíneos. No entanto, os dados de biologia molecular para 

esse grupo foram inconclusivos, pois a divergência observada foi insuficiente para a 

resolução da filogenia (COUTINHO, 2017). O estudo realizado por Silva (2018) 

utilizou a microscopia eletrônica de varredura para descrever os caracteres da 

cabeça, tórax e abdômen, possibilitando a distinção de T. carcavalloi, T. 

circummaculata, T. klugi, T. pintodiasi e T. rubrovaria. As análises morfométricas de 

14 parâmetros da cabeça, tórax e abdomen possibilitaram a distinção de T. 

carcavalloi, T. circummaculata, T. klugi, T. pintodiasi e T. rubrovaria; e as de dois 

caracteres da cabeça de fêmeas e de dois caracteres da cabeça de machos 

permitiram distinguir T. circummaculata de T. pintodiasi. Já a partir da análise de 

morfometria geométrica do tamanho do centroide, da análise discriminante e do 

dendograma de similaridade morfométrica, foi possível observar que T. carcavalloi, 

T. circummaculata, T. klugi, T. pintodiasi e T. rubrovaria formam um único 

agrupamento. Por fim, as análises dos genes mitondriais COI, Cyt b e do gene 

ribossomal 16S confirmaram que T. carcavalloi, T. circummaculata, T. klugi, T. 

pintodiasi e T. rubrovaria constituem um subcomplexo; e que T. circummaculata e T. 

pintodiasi, embora distintas, são espécies irmãs (SILVA, 2018).  

A identificação taxonômica de complexos de espécies semelhantes 

morfologicamente e simpátricas torna-se essencial para a melhoria do controle de 

vetores e estratégias de vigilância, principalmente se as espécies pertencentes ao 

complexo possuírem diferenças em suas capacidades vetoriais. 



 

27 

1.6 Competência vetorial e comportamento do inseto vetor 

A incidência de uma doença cujo agente etiológico é transmitido por um 

inseto vetor pode ser determinada por vários fatores, incluindo a densidade de 

vetores com ampla capacidade vetorial, eficiência de replicação e infectividade do 

parasito em hospedeiros vertebrados e invertebrados, além da presença de 

hospedeiros (COLLEY, 2000; JANSEN et al., 2018). A dispersão dos parasitos 

depende do comportamento de seus vetores artrópodes (MARLIÉRE et al., 2015). 

Embora a gama de conhecimento acerca da competência vetorial de triatomíneos 

seja escassa quando comparado a outros vetores, como carrapatos e mosquitos, 

estudos relevantes sobre a fisiologia, comportamento, genética, distribuição 

geográfica, ecologia e padrões de alimentação têm sido descritos, desde a 

comprovação do papel dos triatomíneos como vetores de T. cruzi por Carlos Chagas 

(RABINOVICH et al., 2011).    

O T. cruzi é transmitido principalmente através da urina/fezes de triatomíneos 

(GARCIA et al., 2007). Segundo LENT & WYGODZINSKY (1979), alguns fatores 

devem ser considerados na avaliação de uma determinada espécie atuando como 

um vetor potencial para a transmissão do T. cruzi: (i) sua habilidade em colonizar o 

interior de moradias; (ii) sua capacidade de estabelecer populações em habitats 

domésticos ou peridomésticos; (iii) sua habilidade em adquirir infecção pelo T. cruzi 

e a taxa de infecção natural na população de triatomíneos; (iv) tempo e taxa de 

dejeção durante e após a alimentação. Os comportamentos de busca de 

hospedeiros e de alimentação / excreção são alguns dos parâmetros chave para 

determinar a capacidade vetorial destes insetos (LENT & WYGODZINSKY, 1979). 

Dados recentes mostram que o T. cruzi causa impactos negativos na aptidão do 

vetor (GUARNERI & LORENZO, 2017), como por exemplo, prejudicando a 

fertilidade, o desenvolvimento e a sobrevivência (OLIVEIRA et al., 2010; 

NOUVELLET et al., 2011; FELLET et al., 2014; ELLIOT et al., 2015; CORDERO-

MONTOYA et al., 2019). No entanto, os fenótipos comportamentais dos triatomíneos 

infectados podem ser discrepantes, com um aumento na atividade locomotora de 

Triatoma pallidipennis Stal 1945 (RAMÍREZ-GONZÁLEZ et al., 2019) ou uma 

redução da atividade de R. prolixus (MARLIÉRE et al., 2015). Considerando o 

comportamento de alimentação / excreção, parece que a infecção por T. cruzi não 

influencia na quantidade de sangue ingerido por R. prolixus ou no período de tempo 

entre a alimentação sanguínea e a excreção (TAKANO-LEE & EDMAN, 2002), mas 
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em T. infestans esses parâmetros comportamentais são influenciados pela presença 

do parasito no trato digestório do vetor (PEREYRA et al., 2020). Na verdade, o 

impacto da infecção por T. cruzi no fenótipo do comportamento do inseto é pouco 

estudado, requerendo mais atenção (LAZZARI et al., 2013). Ademais, mudanças no 

comportamento do vetor devido à infecção pelo parasito podem contribuir para um 

melhor entendimento da dinâmica de transmissão de patógenos.  

Os programas de controle da DCh são baseados na eliminação de vetores 

domiciliados por meio de pulverização com inseticida em ambientes fechados 

(ABAD-FRANCH et al., 2010). Quando a vigilância entomológica cessa, os vetores 

nativos voltam a invadir as habitações, o que pode levar à transmissão do parasito 

(GÜRTLER et al., 2007; ABAD-FRANCH et al., 2013). A eliminação do vetor T. 

infestans no Brasil, em grande parte, reduziu a incidência e a carga da doença 

(ABAD-FRANCH et al., 2013). No entanto, espécimes nativos de T. rubrovaria têm 

sido constantemente coletados no interior de habitações humanas e ecótopos 

peridomiciliares no sul do Brasil (ALMEIDA et al., 2000; SILVEIRA & MARTINS, 

2014). Além disso, esta espécie (i) possui alimentação sanguínea eclética, sendo 

capaz de se alimentar em humanos (ALMEIDA et al., 2002); (ii) já foi coletada 

naturalmente infectada com T. cruzi (MARTINS et al., 2008); (iii) excreta 

tripomastigotas metacíclicos em condições de laboratório (PERLOWAGORA-

SZUMLEWICZ & MOREIRA, 1994); e também (iv) possui características bionômicas 

que podem ser favoráveis para contrair a infecção e transmitir o parasito ao homem 

(ALMEIDA et al., 2005). 

1.6.1 Hábito alimentar de triatomíneos 

O interesse na identificação das fontes alimentares de insetos hematófagos 

foi ampliado a partir de novos conhecimentos relacionados com o envolvimento 

destes insetos na veiculação de patógenos causadores de doenças. Estabelecer o 

padrão alimentar de insetos hematófagos é de suma importância para o 

entendimento de sua biologia e de sua participação nos ciclos de transmissão dos 

diversos patógenos na natureza, o que pode afetar humanos, animais silvestres e 

animais domésticos (DUARTE, 1997; RABINOVICH et al., 2011). Através dos 

estudos de fonte alimentar, é possível conhecer o comportamento dos insetos 

hematófagos, uma vez que foi observado que tal comportamento pode se modificar 

segundo as alterações do ambiente e de acordo com a oferta alimentar existente 

(BHEHAM & GARRET-JONES 1973; DUARTE, 1997). 



 

29 

  A hematofagia é um hábito obrigatório de triatomíneos durante todo o ciclo de 

vida desses insetos, sendo uma fonte de energia e nutrientes (LEHANE, 2005). 

Populações de triatomíneos estão intimamente relacionadas à disponibilidade de 

alimentos e, portanto, à distribuição (na maioria das vezes) dos mamíferos e aves na 

natureza. A acessibilidade de hospedeiros é o principal fator que modula os padrões 

de alimentação sanguínea dos triatomíneos (RABINOVICH et al., 2011), e os 

primeiros trabalhos descrevem a importância e a amplitude de suas dietas 

(BRUMPT, 1927). Porém, ainda hoje, existem poucos dados acerca das fontes de 

alimentação de sangue e preferências tróficas (caso existam) das populações 

silvestres de espécies de triatomíneos (BUITRAGO et al., 2016). A identificação de 

fontes alimentares de triatomíneos é importante para entender a dinâmica de 

transmissão do parasito nos ambientes domiciliar, peridomiciliar e silvestre 

(RABINOVICH et al., 2011). ARAGÃO (1983) sugeriu que a colonização de novos 

ecótopos pelo vetor está associada aos hospedeiros vertebrados a eles 

relacionados. Esta hipótese pode ser avaliada com estudos de fontes alimentares e 

análises filogenéticas. Assim, o melhoramento das habitações humanas está entre 

as estratégias mais eficazes para o controle da DCh (RABINOVICH et al., 2011).   

 A identificação de fontes de alimentação de insetos hematófagos, sob 

condições naturais, pode ser realizada por métodos imunológicos - teste de 

precipitina (RODRIGUEZ 1966; LOROSA et al. 1999, 2003), imunoenzimático (DE 

COLMENARES et al., 1995; AFONSO et al., 2012) ou por ferramentas moleculares –

baseadas na PCR (MOTA et al., 2007; PIZARRO & STEVENS 2008; HAMER et al., 

2009; MALEKI-RAVASAN et al., 2009; KENT, 2009; CHAVES et al., 2010; 

GONZÁLEZ et al., 2015). Embora as técnicas imunológicas sejam sensíveis e de 

menor custo, ainda assim possuem desvantagens como a necessidade de mão-de-

obra especializada; alguns reagentes podem degradar-se com facilidade, com 

exposição à luz do sol ou a elevadas temperaturas; e por ser uma técnica sensível e 

específica, é muito susceptível a erros de pipetagem, variações nos tempos de 

incubação e lavagens e alterações nos reagentes (SENA, 2010). A abordagem 

molecular tem sido amplamente utilizada, apresentando maior precisão para a 

pesquisa do hábito alimentar de diversos vetores hematófagos (KIRSTEIN & GRAY, 

1996; SANT'ANNA et al., 2008; DANABALAN et al., 2014). Assim, diferentes alvos 

moleculares têm sido empregados para identificar a fonte alimentar de insetos 

vetores, como citocromo b (Cyt b), citocromo oxidase I (COI) e prepronoci-ceptina 
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(PNOC) (KOCHER et al., 1989; HEOUAS et al., 2007; ABASSI et al., 2009; PEÑA et 

al., 2012; AZIZI et al., 2016; ARAUJO-PEREIRA et al., 2020).  

1.7 Justificativa 

O Rio Grande do Sul abriga diversas espécies de triatomíneos. Com a 

modificação ambiental devido às atividades agropecuárias e à eliminação de T. 

infestans (existindo somente focos residuais no noroeste do RS e na Bahia), 

espécimes de T. rubrovaria, embora silvestres, têm sido coletados constantemente 

dentro de casas, aumentando o risco da transmissão vetorial de T. cruzi para 

humanos. Portanto, esta espécie de vetor é considerada atualmente a mais 

importante em termos epidemiológicos no território gaúcho, se alimentando de 

diversos hospedeiros vertebrados e invertebrados.  

Parâmetros bionômicos de T. rubrovaria já foram avaliados em condições de 

laboratório. Esta espécie é capaz de transmitir o T. cruzi ao homem e apresenta 

características biológicas semelhantes aos principais vetores desse parasito, tais 

como excreção em um curto período de tempo pós-alimentação e próxima ao local 

de picada, alta resistência ao jejum, ingestão de grandes volumes de sangue e 

ecletismo alimentar. No entanto, até então, não existem estudos que demonstrem a 

competência vetorial através de parâmetros biológicos somado à possível 

modulação do comportamento de T. rubrovaria frente à infecção experimental por T. 

cruzi. Além disso, são escassos os estudos que avaliam (concomitantemente) a taxa 

de infecção natural por T. cruzi, a estimativa da carga parasitária no vetor, a 

identificação do genótipo do parasito e as fontes alimentares de triatomíneos 

coletados no Rio Grande do Sul. 

Sendo assim, neste estudo observamos os principais aspectos relacionados a 

capacidade vetorial destas espécies provenientes do Rio Grande do Sul: (i) infecção 

natural por T. cruzi, (ii) carga parasitária de T. cruzi, (iii) caracterização genética das 

subpopulações (DTUs) de parasitos circulantes, (iv) fonte alimentar, (v) capacidade 

da espécie T. rubrovaria em infectar-se em laboratório e (vi) comportamento de 

alimentação e excreção desta espécie. Além disso, buscamos identificar 

molecularmente as espécies do subcomplexo. 

A abordagem interdisciplinar deste trabalho poderá proporcionar o 

conhecimento fundamental para o desenvolvimento de vigilância entomológica e 

estratégias de controle destes vetores nas áreas de estudo. 
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2 OBJETIVOS  

2.1 Objetivo Geral 

Avaliar parâmetros bionômicos e moleculares associados à capacidade 

vetorial de T. rubrovaria na dinâmica de transmissão de T. cruzi no bioma Pampa 

(Rio Grande do Sul). 

2.2 Objetivos Específicos 

 Identificar molecularmente as espécies do subcomplexo T. rubrovaria.  

 Identificar as fontes alimentares de triatomíneos de campo. 

 Avaliar as taxas de infecção natural por T. cruzi no subcomplexo T. 

rubrovaria. 

 Estimar carga parasitária de T. cruzi, além de identificar as DTUs do parasito 

presentes nos vetores. 

 Infectar experimentalmente e avaliar a suscetibilidade de T. rubrovaria à 

infecção por T. cruzi (isolado TcVI). 

 Analisar o comportamento alimentar e de dejeção de T. rubrovaria infectado 

por TcVI em condições de laboratório.  
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3 MATERIAL E MÉTODOS 

3.1 Captura, identificação morfológica de triatomíneos e área de estudo 

O trabalho de campo foi realizado pela aluna em colaboração com o 

Laboratório Interdisciplinar de Vigilância Entomológica em Diptera e Hemiptera 

(LIVEDIH) do Instituto Oswaldo Cruz (Fiocruz) e com os agentes de saúde dos 

municípios ligados a Coordenação de Vigilância Epidemiológica do Rio Grande do 

Sul, em seis municípios nos períodos de Janeiro/2015, Agosto/2016 e Março/2017.  

Os insetos foram capturados nos municípios de Caçapava do Sul 

(30º36'14''S, 53º48'49''O), Encruzilhada do Sul (30º32'38''S; 52º26'51''O), Lavras do 

Sul (30º36'12''S; 53º47'54''O), Cachoeira do Sul (30º20'49,4''S; 52º45'04''O), 

Canguçu (31º23'58''S; 052º43'06''O) e São Jerônimo (29º57'32''S; 51º43'19''O) 

(Figura 9). Estas localidades estão presentes no bioma Pampa, que ocupa 63% do 

território estadual. O Pampa é caracterizado por uma vegetação rasteira formada por 

gramíneas e pequenos arbustos. O clima é do tipo subtropical úmido com verões 

quentes e uma pequena área, localizada na região nordeste, em altitudes mais 

elevadas, com verões amenos. As temperaturas médias anuais variam entre 15°C e 

18°C. A precipitação pluviométrica é bem distribuída ao longo do ano e situa-se 

entre 1.200 a 1.800 mm anualmente (SRS, 2020).  

A vigilância entomológica foi realizada por busca ativa no intradomicílio, no 

peridomicílio e no ambiente silvestre (Figura 10). Foi considerado peridomicílio a 

área existente ao redor do domicílio em um raio não superior a 100 m, e o ambiente 

silvestre aquele com distância superior a 100 m da residência (OLIVEIRA-LIMA et 

al., 2000). A maioria das unidades domiciliares dos municípios estudados era 

construída por madeira, sendo avaliadas 30 casas em cada município, com exceção 

de Encruzilhada do Sul, onde foram vistoriados apenas 3 domicílios. A busca por 

triatomíneos foi feita debaixo de colchões, atrás de quadros pendurados nas 

paredes, frestas nas paredes, atrás de mobílias, além de procura por possíveis 

vestígios da presença destes insetos, como fezes e urina, exúvia e ovos. Já no 

peridomicílio foram examinados os currais de animais, amontoados de telhas, tijolos 

e madeiras, casinha de cachorro e sob rochas. E no ambiente silvestre sob as 

rochas. 
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Os triatomíneos de campo foram levados vivos (sempre que possível) para o 

LIVEDIH em tubos plásticos devidamente identificados e georreferenciados (GPS 

Garmin), com pequenos furos na tampa, contendo papel de filtro em seu interior. 

Posteriormente, os insetos adultos e algumas ninfas foram identificadas por meio da 

chave dicotômica preconizada por Lent & Wygodzinsky (1979) e Galvão (2014).  
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Figura 9: Mapas do Estado do Rio Grande do Sul destacando os municípios de Cachoeira do Sul 
(a), Caçapava do Sul (b), Canguçu (c), Encruzilhada do Sul (d), Lavras do Sul (e) e São Jerônimo 
(f). 
(LIMA, 2017) 
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Figura 10: Coleta por busca ativa de triatomíneos no Rio Grande do Sul.  
A, B, C: Intradomicílio. D, E, F: Peridomicílio. G, H, I: Ambiente silvestre. 

 

3.2 Extração de DNA 

O intestino médio posterior e o intestino posterior de cada triatomíneo foram 

dissecados (Figura 11) e transferidos para um tubo eppendorf de 1,5 mL contendo 

200 μL da mistura: 194 μL de tampão de lise 1X (Tris-HCl 1 mM, EDTA 1 mM, pH 

9,2) e 6 μL de Proteinase K (150 μg/mL, SIGMA-Aldrich®, São Paulo, Brasil). As 

preparações foram incubadas (2 horas, 56 ºC), 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 modificação na 

etapa final de eluição do DNA (eluído em 100 μL). O DNA eluído foi dosado no 

espectrofotômetro Pico200 (PicodropTM) e armazenado a -20° C para posteriores 

ensaios de PCRc, qPCR, hábito alimentar e identificação de espécies por meio da 

taxonomia molecular.  
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Figura 11: Dissecção.  
Retirada do intestino médio posterior e intestino posterior de triatomíneos para extrair DNA. 

3.3 Taxonomia molecular 

3.3.1 PCRc e sequenciamento  

Para a identificação molecular das espécies, utilizamos o DNA genômico 

obtido dos intestinos médio posterior e posterior do inseto, como descrito no item 

3.2. O DNA genômico das amostras foi submetido à PCR utilizando dois pares de 

iniciadores que flanqueiam o gene mitocondrial citocromo b (Cyt b): CYTB7432F 5’ 

GGACGWGGWATTTATTATGGATC 3’ e CYTB7433R 5’ 

GCWCCAATTCARGTTARTAA 3’, amplificando um fragmento de 682 pb 

(MONTEIRO et al., 2003); e CYTB105-27F 5’ GGACAAATATCCCTYTGAGGAGC 3’ 

e CYTB622-45R 5’ TCCTTGRAACTTTCTCTTRTTAGT 3’, desenhados pelo nosso 

grupo para este estudo, gerando um produto de 500 pb. Os ensaios foram 

padronizados com as seguintes condições de reação: volume final de 50 μL, 

contendo 5 μL de DNA (20 a 25 ng), 5 μL de tampão GoTaq® Flexi Buffer (0,5X), 1,6 

μL de MgCl2 (0,8 mM), 0,5 μL de enzima PCR GoTaq® Hot Start (0,02 U), 0,6 μL de 

dNTPs (0,12 mM, Life Technologies, USA), 1,2 μL de cada iniciador 7432F e 7433R 

ou Cytb105-27F e Cytb622-45R (0,24 mM) e 33,1 μL de água ultra-pura. A ciclagem 

térmica foi realizada no aparelho modelo GeneAmp PCR System 9700 (Life 

Technologies, USA), com a seguinte programação: Hot Start (3 min, 94º C), seguido 

por 35 ciclos de desnaturação (30 s, 94º C), anelamento (45 s, 56º C), extensão (45 

s, 72º C) e extensão final (7 min, 72º C). 

Após a amplificação, 20 μL do amplicon foram misturados com 4 μL do 

tampão da amostra 1X (0,25% de azul de bromofenol; 0,25% de xileno-cianol; 30% 
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de glicerol), e aplicados em gel de agarose a 1,5% corado com Nancy-520 DNA Gel 

Stain (SIGMA-Aldrich®, São Paulo, Brasil) e imerso em tampão TBE 1X (Trizma 

base a 89 mM, Ácido Bórico a 88 mM e EDTA a 2 mM, pH 8,0). A corrida 

eletroforética foi realizada por cerca de 1:00-1:30h a 80V. O tamanho dos produtos 

da PCR foi determinado em comparação ao marcador de peso molecular de 100 pb 

(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). 

Os produtos obtidos para o gene Cyt b foram purificados utilizando o kit 

Wizard SV PCR Clean-up System kit (Promega), utilizando as recomendações do 

fabricante. A reação de sequenciamento foi realizada para ambas as fitas senso e 

antisenso de cada um dos amplicons com uso do kit BigDye™ Terminator v3.1 Cycle 

Sequencing Ready Reaction (Applied Biosystems, Califórnia, EUA), com os mesmos 

iniciadores usados na amplificação, e as amostras foram submetidas no 

termociclador GeneAmp PCR System 9700 (Life Technologies, USA) à 30 ciclos de 

96 °C por 10 s, 50 °C por 5 s e 60 °C a 4 min. Os produtos da reação de 

sequenciamento foram purificados, seguindo o protocolo de precipitação com 

isopropanol para remoção dos dideóxi-nucleotídeos excedentes 

(http://webserver.mbi.ufl.edu/~rowland/protocols/ isopropprecip.pdf). Os produtos 

purificados foram ressuspensos em formamida Hi-Di® (Applied Biosystems) e 

sequenciados pelo método de Sanger (SANGER et al. 1975) na Plataforma 

Genômica – Sequenciamento de DNA RPT01A - PDTIS/Fiocruz (ABI 3730XL 

Applied Biosystem). 

 

3.3.2 Análise filogenética 

A edição das sequências das fitas senso e antisenso de cada amostra e a 

geração da sequência consenso de cada indivíduo foram feitas a partir da 

observação no programa SEQMAN LASERGENE v.7 (DNAStar, Inc.) dos 

eletroferogramas gerados no sequenciamento pelo método de Sanger. Todos os 

sítios ambíguos (e.g. formação de picos duplos ou regiões de repetições 

nucleotídicas) foram verificados visualmente, para que fossem corrigidos os 

possíveis erros de leitura durante o sequenciamento. As sequências foram alinhadas 

na ferramenta MUSCLE (EDGAR, 2004), implementada no programa MEGA-X 
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v10.2.2 (KUMAR et al., 2018). Para a identificação taxonômica das amostras de 

campo, foram incluídas nas análises amostras identificadas morfologicamente como 

T. rubrovaria, T. carcavalloi, T. circummaculata, T. klugi e T. pintodiasi e mantidas 

em colônias no laboratório de Referência Nacional e Internacional em Triatomíneos. 

Infelizmente para esse estudo não foi possível obter amostras de T. oliveirai e de T. 

limai.  

A determinação inicial das espécies coletadas foi realizada com base na 

aplicação do conceito filogenético de espécies (MISHLER & BRANDON, 1987), na 

qual indivíduos agrupados em clados monofiléticos foram considerados como 

pertencentes a uma mesma espécie. Adicionalmente, foram calculadas as distâncias 

intra e interclados monofiléticos no programa MEGA-X v10.2.2 (KUMAR et al., 2018), 

a partir de comparações par-a-par das sequências de Cyt b utilizando o modelo de 

substituição nucleotídica Kimura 2 parâmetros (K2P) (KIMURA, 1980) e 500 

replicações de bootstrap como método de reamostragem. Espera-se que clados que 

contenham a mesma espécie apresentem valores de divergência entre sequências 

inferiores àqueles provenientes de comparações entre clados contendo sequências 

de espécies distintas, e ainda que não haja uma sobreposição entre as divergências 

intra e interespecíficas (em analogia ao Barcoding Gap; cf. ČANDEK & KUNTNER, 

2015).   

As reconstruções filogenéticas das sequências de Cyt b foram realizadas a 

partir do método bayesiano no BEAST v2.6.3 (BOUCKAERT et al., 2019). Foram 

testados dois modelos de árvore filogenética a priori, o modelo coalescente de 

população constante, que assume que todas as sequências derivam de uma mesma 

espécie e que suas populações permaneceram constantes ao longo do tempo, e o 

modelo Birth-Death, que assume que os nós dos ramos representam eventos de 

especiação. Para cada análise foram realizadas três corridas independentes com 

6x107 cadeias de Markov e Monte Carlo (MCMC), das quais 10% foram 

consideradas como burn-in e descartadas. O modelo de substituição nucleotídica 

utilizado foi o Hasegawa-Kishino-Yano (HKY), determinado a partir do critério de 

informação bayesiano no programa jModelTest v2.1.1 (DARRIBA, 2012). O 

programa Tracer (http://beast.bio.ed.ac.uk/tracer) foi utilizado para confirmar a 

convergência das MCMC, a partir da inspeção visual e do cálculo de tamanho 

amostral efetivo (ESS). Foram encontrados valores acima de 200 (ESS > 500) para 

cada parâmetro calculado e, portanto, considerados satisfatórios. As árvores 

filogenéticas geradas foram editadas no programa FigTree v1.4.4 
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(http://tree.bio.ed.ac.uk/software/figtree/). A probabilidade dos clados serem 

verdadeiros foi estimada a partir do cálculo das probabilidades a posteriori (PP). 

3.4 Pesquisa de hábito alimentar 

Para avaliação do hábito alimentar dos triatomíneos capturados no Rio 

Grande do Sul, o DNA extraído (item 3.2) diretamente do conteúdo intestinal foi 

submetido a PCRc utilizando os iniciadores que amplificam o gene citocromo b (Cyt 

b): 5’ CCCCTCAGAATGATATTTGTCCTCA 3’ e 5’ CCATCCAACATCTCAGCATGA 

TGAAA 3’ (BOAKYE et al., 1999; PEÑA et al., 2012). As reações ocorreram em um 

volume final de 50 µL, consistindo de GoTaq® Green Master Mix (Promega®) 1X, 

0,2 µM de cada primer, 5 µL de DNA (20 a 25 ng) e água ultrapura para completar o 

volume. A ciclagem térmica consistiu de 36 ciclos e foi realizada no aparelho modelo 

Gene Amp® PCR System 9700, com a seguinte programação, por ciclo: 

desnaturação (30 s, 95 °C), anelamento (1 min, 55 °C) e extensão (1:30 min, 72 °C). 

Este programa foi precedido de uma etapa (2 min, 95 °C) para ativação da enzima e 

após os 36 ciclos foi incluído um passo de extensão final (5 min, 72 °C). 

Após a PCRc, 12 μL dos produtos amplificados foram misturados com 2,4 μL 

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 8,0) e corado 

com Nancy-520 DNA Gel Stain (SIGMA-Aldrich®, São Paulo, Brasil). A eletroforese 

foi realizada por cerca de 20 min a 80V (até todo o conteúdo amostral sair do poço 

de aplicação), seguida de 40 min a 1 h em 110V. O tamanho dos produtos da PCR 

foi determinado em comparação ao marcador de peso molecular de 100 pb (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), sendo submetidos a 

purificação utilizando o kit comercial illustra GFX PCR DNA and Gel Band 

Purification Kit (GE, Fairfield, Connecticut, EUA). O material purificado foi submetido 

ao sequenciamento de DNA pelo método de Sanger como apresentado em 3.3.1. As 

sequências foram alinhadas com ClustralW10, editadas com BioEdit 7.0.5 e 

comparadas com as depositadas no banco de dados de Ferramenta Básica de 

Pesquisa de Alinhamento Local (do inglês Basic Local Alignmen Search Tool ou 
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BLAST:<http://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi>), utilizando o algoritmo Blast N na 

base de dados de nucleotídeos. 

3.5 Diagnóstico de infecção natural e carga parasitária de T. cruzi em 

triatomíneos de campo 

Os procedimentos moleculares realizados obedeceram às Boas Práticas de 

Laboratório para evitar contaminações durante os ensaios baseados em PCR:  

separação física das etapas de extração de DNA e PCRs (pré-reação e pós-reação) 

e a descontaminação prévia de todos os materiais e capelas/fluxos laminares 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 as 

etapas de extração de DNA (dissecção de triatomíneo mantido em insetário do 

Laboratório de Bioquímica e Fisiologia de Insetos/IOC, livre de infecção, e 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). 

3.5.1 Reação em Cadeia da Polimerase Qualitativa (PCRc) 

Para a amplificação pela PCR convencional do material genético de T. cruzi 

presente nas amostras de triatomíneos, foram utilizados os iniciadores 121 e 122 

que flanqueiam o fragmento de 330 pb das regiões hipervariáveis do kDNA do 

parasito (STURM et al., 1989; AVILA et al., 1991; BRITTO et al., 1993; WINCKER et 

al., 1994) (ver figura 5). No mesmo ensaio, em formato duplex, foram introduzidos os 

iniciadores P2B e P6R, desenhados previamente pelo nosso grupo (UEHARA et al., 

2012) e que flanqueiam um fragmento conservado de 163 pb do gene 12S do RNA 

ribossomal das espécies pertencentes aos gêneros Rhodnius, Triatoma e 

Panstrongylus. As reações da PCR ocorreram em um volume final de 50 μL 

contendo 5 μL de DNA (20 a 25 ng), 5 μL de solução tampão 10X (100 mM de Tris-

HCl pH 8,3 contendo 500mM de KCl), 9 μL MgCl2 (4,5 mM), 0,4 μL Platinum Taq 

DNA polimerase (2 U, Life Technologies, Carlsbad, CA, USA), 2 μL dNTPs (0,2 mM, 

Life Technologies, USA), 1 μL de cada iniciador 121 e 122 (200 nM) e 0,5 μL de 

cada iniciador P2B e P6R (100 nM), e 19,6 μL de água ultra-pura. A ciclagem 
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térmica foi realizada no aparelho modelo GeneAmp PCR System 9700 (Life 

Technologies, USA), com a seguinte programação: Hot Start (12 min, 94 oC), 

seguido por 36 ciclos de desnaturação (30 s, 94 oC), anelamento (30 s, 55 oC), 

extensão (30 s, 72 oC) e extensão final (10 min, 72 oC). 

Em todas as reações foram incluídos os seguintes controles positivos (os 

parasitos foram doados pelo LIVEDIH): DNAs de T. rangeli (Cepa Macias), T. cruzi 

(Cepa Dm28c) e amostra reconstituída experimentalmente (DNA de lisado de R. 

prolixus não infectado misturado a DNA de T. cruzi Dm28c), sendo este último 

necessário para confirmar a eficiência da reação em multiplex. Também foram 

incluídos os controles negativos da reação de PCR. Os produtos amplificados foram 

submetidos a eletroforese assim como em 3.4. 

3.5.2 Reação em Cadeia da Polimerase Quantitativa (qPCR) 

Para estimar a carga parasitária de triatomíneos positivos para kDNA de T. 

cruzi pela PCRc, foram realizados ensaios de quantificação absoluta utilizando o 

sistema TaqMan® de qPCR. Assim como na PCRc, os ensaios TaqMan® foram 

realizados em multiplex, contendo na mesma reação os iniciadores para o gene que 

codifica a região 12S do RNA ribossomal de triatomíneos (iniciadores P2B e P6R) e 

sonda Taqman® para triatomíneos (Triat) desenhada pelo nosso grupo (MOREIRA 

et al., 2017), além dos iniciadores para o alvo DNA nuclear satélite de T. cruzi 

(Cruzi1 e Cruzi2), desenhados para amplificar uma região de 166 pb e a sonda 

Cruzi3 (PIRON et al, 2007) (Tabela 1). As reações ocorreram em um volume final de 

20 μL contendo 2 μL de DNA (8 a 10 ng), 10 μL do TaqMan® Universal PCR Master 

Mix 2X (Applied Biosystems), 1,2 μL de cada iniciador Cruzi1 e Cruzi2 (600 nM) e 1 

μL da sonda Cruzi 3 (FAM/NFQ-MGB - Applied Biosystems) (250 nM), 0,6 μL do 

iniciador P2B (300 nM), 1 μL do iniciador P6R (500 nM) e 0,3 μL da sonda Triat 

(VIC/NFQ-MGB - Applied Biosystems) (150 nM), além de 2,7 μL de água ultra-pura. 

Os ensaios foram realizados no equipamento ABI Prism 7500 Fast (Sequence 

Detector System – Applied Biosystems), da 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 (15 s, 95 ºC) e anelamento/extensão (1 min, 58 ºC). 
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Tabela 1: Sequências dos iniciadores e sondas para os ensaios de PCRc e qPCR. 

Alvos Iniciadores/Sondas 
Produtos 

amplificados 
(pb) 

Sequência (5’ – 3’) 
 

Referência 

kDNA de  
T. cruzi 

121 (Forward) 

330 

AAATAATGTACGGG(T/G)GAGATGCATG 
Sturm et 
al., 1989 

Wincker et 
al., 1994 

122 (Reverse) GGTTCGATTGGGGTTGGTGA ATATA 

DNA 
Satélite de 

T. cruzi 
 

Cruzi 1 (Forward) 

166 

ASTCGGCTGATCGTTTTCGA  
Piron et al., 

2007 Cruzi 2 (Reverse) AATTCCTCCAAGCAGCGGATA 

Cruzi 3 (Sonda) FAM-TTGGTGTCCAGTGTGTG-NFQ-MGB 

12S RNAr 
de 

triatomíneo 
 

P2B (Forward) 

163 

AAAGAATTTGGCGGTAATTTAGTCT  
Moreira 
et al., 
2017 

P6R (Reverse) GCTGCACCTTGACCTGACATT 

Triat (Sonda) VIC-TCAGAGGAATCTGCCCTGTA-NFQ-MGB 

 

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, 5º estádio) e 

misturados com formas epimastigotas de T. cruzi (CL-Brener), variando de 107 a 0,5 

equivalentes de parasito. O DNA destas amostras reconstituídas foi extraído de 

acordo com o método descrito no item 3.2, porém a etapa de lavagem (AW2) foi 

realizada duas vezes para que não saturasse a coluna com os 5 intestinos de 

triatomíneos utilizados na curva. O DNA de intestino de triatomíneo não infectado foi 

usado como diluente e ainda como controle interno para verificação da qualidade do 

DNA extraído e a possível presença de inibidores da PCR nas amostras. 

Cada diluição correspondeu a um ponto da 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 em cada placa (corrida) foram incluídos controle 

positivo (20 fg DNA de T. cruzi CL-Brener) e controles negativos (NTC: Negative 

Template Control da reação de qPCR – 2 μL de água ultrapura ao invés de DNA, e 

controle para T. cruzi - 2 μL de DNA extraído a partir de 100 μL de extrato de 

intestino de triatomíneo não infectado). 

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, admitindo-se um índice de significância de 5%. Todas as análises foram 

conduzidas com o programa GraphPad Prism versão 5.0.  
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3.6 Tipagem molecular de T. cruzi  

A caracterização molecular do T. cruzi em DTUs foi realizada utilizando o 

DNA extraído (item 3.2) diretamente do conteúdo intestinal de triatomíneos. Foi 

utilizada a metodologia adaptada de BURGOS et al. (2010), RAMIREZ et al. (2010) e 

DOS SANTOS-RODRIGUES (2015), baseada em reações de PCR convencional 

multilocus (Figura 12).  

 

 

Figura 12: Fluxograma de PCR Convencional Multilocus para genotipagem de T. cruzi diretamente 
do conteúdo intestinal de triatomíneos, com base em quatro marcadores moleculares. 
O fluxograma indica o tamanho do produto de PCR em pb. SL-IRAc e SL-IR I e II: Região intergênica 
do gene de spliced-leader (SL) ou mini-exon. 24Sα: Amplificação semi-nested do domínio D7 dos 
genes do RNA ribossomal 24Sα. A10: Reação semi-nested para o fragmento nuclear A10. 

 

A identificação subsequente dos genótipos se baseia no conjunto dos perfis 

de produtos da PCR apresentados para cada alvo, utilizando os seguintes 

marcadores moleculares: (i) região intergênica do gene Spliced Leader (SL) ou mini-

exon SL-IRac utilizando os iniciadores UTCC e TCac (descrito por BURGOS et al., 

2007) para distinguir TcI (150 pb), TcII/V/VI (157 pb) e TcIII/IV (200 pb); (ii) 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 TcI (350 pb), 

TcII/V/VI (300 pb) e TcIII/IV (sem amplificação); (iii) domínio variável D7 do gene da 

subunidade 24Sα do RNA ribossomal, utilizando os iniciadores D75, D76 e D71 em 

PCR semi-nested, para distinguir TcII/VI (140 pb), TcIII (125 pb), TcIV (140/145 pb) e 

TcV (125/140 pb) (BRISSE et al., 2000a); (iv) região do fragmento nuclear A10, com 

o emprego dos iniciadores Pr1, Pr6 e Pr3 (BRISSE et al., 2000b) para diferenciar 
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TcII (690/580 pb) e TcVI (630/525 pb), em semi-nested (Figura 12). Todas as 

reações de PCR foram realizadas para um volume final de 30 μL.  

Para os alvos SL-IRac e SL-IRI e II os ensaios obedeceram às seguintes 

condições de reação: 5 μL de DNA (20 a 25 ng), 3 μL de solução tampão 10X (100 

mM de Tris-HCl pH 8,3 contendo 500 mM de KCl), 0,15 μL de Platinum Taq DNA 

polimerase (0,75 U) (Life Technologies, USA), 1,8 μL de MgCl2 (3 mM), 0,12 μL de 

cada dNTP (400 µM), 1 μL de cada primer (1,66 μM) e 17,57 μL de água ultra-pura 

(16,57 μL de água para o alvo SL-IRI e II, pois utilizam-se três iniciadores nessa 

etapa).  

As condições de reação para o alvo 24Sα foram: primeira ciclagem 

(iniciadores D75, D76) – 5 μL de DNA (20 a 25 ng), 3 μL de solução tampão 10X 

[100 mM de Tris-HCl pH 8,3 contendo 500mM de KCl], 0,12 μL de Platinum Taq 

DNA polimerase (0,6 U) (Life Technologies, USA), 1,8 μL de MgCl2 (3 mM), 0,12 μL 

de cada dNTP (400 µM), 2,4 μL de cada primer (3,98 μM) e 14,8 μL de água ultra-

pura. Para a segunda ciclagem (iniciadores D71, D76), 1 μL de produto amplificado 

na primeira ciclagem, 3 μL de solução tampão 10X [100 mM de Tris-HCl pH 8,3 

contendo 500 mM de KCl], 0,15 μL Platinum Taq DNA polimerase (0,75 U) (Life 

Technologies, USA), 1,2 μL MgCl2 (2 mM), 0,12 μL de cada dNTP (400 mM), 3 μL de 

cada iniciador (4,98 μM) e 18,17 μL de água ultra-pura. 

A primeira ciclagem para o alvo do fragmento nuclear A10 (iniciadores Pr1 e 

Pr6) consistiu de 5 μL de DNA (20 a 25 ng), 3 μL de solução tampão 10X (100 mM 

de Tris-HCl pH 8,3 contendo 500 mM de KCl), 0,15 μL de Platinum Taq DNA 

polimerase (0,75 U) (Life Technologies, USA), 1,8 μL de MgCl2 (3 mM), 0,12 μL de 

cada dNTP (400 µM), 0,3 μL de cada iniciador (0,49 μM) e 18,97 μL de água ultra-

pura. Para a segunda ciclagem (iniciadores Pr1 e Pr3), utilizou-se 2 μL de produto 

amplificado na primeira ciclagem, 3 μL de solução tampão 10X (100 mM de Tris-HCl 

pH 8,3 contendo 500 mM de KCl), 0,15 μL de Platinum Taq DNA polimerase (0,75 U) 

(Life Technologies, USA), 1,8 μL de MgCl2 (3 mM), 0,12 μL de cada dNTP (400 µM), 

1 μL de cada iniciador (1,66 μM) e 20,57 μL de água ultra-pura.  

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 para T. cruzi (DNA extraído a partir de 100 μL de 

extrato de intestino de triatomíneo não infectado mantido em laboratório - 
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Laboratório de Bioquímica e Fisiologia de Insetos/IOC) também foram incluídos. As 

sequências de iniciadores e as condições da reação para a tipagem molecular de T. 

cruzi estão representadas na Tabela 2. 

 

 

Tabela 2: Iniciadores e condições para a tipagem molecular de Trypanosoma cruzi. 
Alvo Iniciadores Sequência (5’ -  3’) Concentração Termociclagem 

    Hot 
Start 

D A E EF C 

 
SL-IRac 

 
UTCC 
TCac 

 
CGTACCAATATAGTACAGAAACT

G 
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 
1ª ciclagem 

 
2ª ciclagem 

 
D76 
D75 

 
D76 
D71 

 
GGTTCTCTGTTGCCCCTTTT 
GCAGATCTTGGTTGGCGTAG 

 
GGTTCTCTGTTGCCCCTTTT 

AAGGTGCGTCGACAGTGTGG 

 
1,66 µM 
1,66 µM 

 
1,66 µM 
1,66 µM 

 
 

 
94ºC/10’ 

94°C/30’’ 
94°C/30’’ 
94°C/30’’ 
94°C/30’’ 
94°C/30’’ 
94°C/30’’ 
94°C/30’’ 

64°C/45’’ 
62°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/10’ 

3 
3 
3 
35 
6 
6 
30 

Fragmento 
A10 

1ª ciclagem 
 
 

2ª ciclagem 

 
 

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. 

 

Os produtos amplificados foram submetidos a eletroforese assim como em 

3.4.1, porém utilizando 20 μL dos produtos amplificados com 4 μL do tampão de 

amostra 1X, aplicados em gel de agarose a 3%. 

 

3.7 Competência vetorial de T. rubrovaria  

3.7.1 Competência vetorial de T. rubrovaria em condições de laboratório 

Cultura do parasito 

A cepa CL de T. cruzi (TcVI) usada neste ensaio foi isolada das excretas de 

T. infestans coletado no Rio Grande do Sul e foi cultivada em meio Triptose de 

Infusão de Fígado (LIT), contendo 10% de soro fetal bovino (FBS) a 28 °C 

(CAMARGO, 1964). A cepa foi doada pelo Laboratório de Triatomíneos e 

Epidemiologia da Doença de Chagas – Centro de Pesquisa René Rachou – Fiocruz. 

No Laboratório de Ultraestrutura Celular - IOC/FIOCRUZ, tripomastigotas 
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metacíclicos, coletados de cultura LIT na fase estacionária, foram usados para 

infectar células Vero. Formas tripomastigotas liberadas de células Vero infectadas 

por T. cruzi em quatro dias pós-infecção (dpi) foram usadas para infectar 

camundongos Swiss webster.  

Hospedeiros experimentais 

Camundongos Swiss webster machos pesando entre 18 e 20 g, fornecidos 

pelo Instituto de Ciência e Tecnologia em Biomodelos (ICTB / Fiocruz), foram 

mantidos em gaiolas (19,56 x 30,91 x 13,34 cm, com quatro animais / gaiola), sob 

umidade e temperatura controladas (55% ± 5% e 22 ± 1° C, respectivamente) e 

ciclos claro-escuro (12:12h), sem restrição alimentar. Os animais foram infectados 

intraperitonealmente com tripomastigotas da cepa CL derivados de tecido (1 x 104 

parasitos / 0,1 mL NaCl 0,9%). A parasitemia foi avaliada diariamente após 4 dpi 

pelo método Pizzi-Brener (BRENER, 1962). Ao atingir o nível de parasitemia de 1 x 

105 parasitos / mL, os animais foram usados para alimentar espécimes de quinto 

estádio de T. rubrovaria e de T. infestans. 

 

Alimentação e infecção de T. rubrovaria e T. infestans 

Ninfas de quinto estádio recém-mudadas de T. rubrovaria (geração F3) e T. 

infestans (geração F20) foram obtidas da colônia do Laboratório Nacional e 

Internacional de Referência em Taxonomia de Triatomíneos, Instituto Oswaldo Cruz, 

Fiocruz, e mantidas sob condições de temperatura e umidade relativa (UR) 

controladas, a 26 ± 2° C e 70%, respectivamente. Escolhemos este estádio de 

desenvolvimento devido à baixa taxa de mortalidade (OSCHEROV et al., 2005), alta 

eficiência de alimentação (BAR et al., 2003; ALMEIDA et al., 2003) e fácil manuseio. 

Para fins de comparação de infecção e parâmetros comportamentais de T. 

rubrovaria, o vetor T. infestans foi incluído na análise, devido à sua alta capacidade 

de infecção e transmissão do T. cruzi (controle positivo). Como controle negativo, 

usamos espécimes de T. rubrovaria não infectados. Espécimes de T. infestans não 

infectados com TcVI não foram incluídos nas análises, uma vez que sua bionomia e 

comportamento estão bem estabelecidos na literatura (LAZZARI et al., 2013; 

PEREYRA et al., 2020). 

Dez dias após a muda até o 5º instar, os insetos foram alimentados em 

camundongos Swiss webster anestesiados (combinado de cloridrato de cetamina 

100 mg/kg e cloridrato de xilazina 10 mg/kg), infectados ou não com a cepa CL de T. 

cruzi (TcVI). Trinta dias após a infecção (30 dpi), triatomíneos em jejum infectados 
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ou não com TcVI foram alimentados novamente em camundongos anestesiados não 

infectados para fins de análises comportamentais. Para cada ciclo experimental, um 

único camundongo foi lateralmente posicionado na presença de cinco triatomíneos 

em um recipiente de plástico arredondado (12 cm de diâmetro x 4 cm de altura) 

coberto no fundo com toalhas de papel. As ninfas foram centralizadas em frente ao 

abdômen do camundongo a 7 cm de distância, e a fonte de sangue foi oferecida por 

30 min, incluindo o tempo de adaptação do triatomíneo ao ambiente (definido pelos 

primeiros 10 min dentro do recipiente para reconhecer o hospedeiro e iniciar o 

repasto sanguíneo, sem qualquer separação entre os insetos e o hospedeiro). Os 

espécimes foram substituídos quando não se alimentavam após este período; não 

obstante, alguns grupos experimentais terminaram com menos de cinco triatomíneos 

alimentando-se do camundongo. O ensaio foi realizado duas vezes, sob iluminação 

artificial baixa e indireta, no início da noite, no tempo Zeitgeber (ZT) 12, que 

representa o pico de atividade dos triatomíneos para alimentação (LAZZARI, 1992). 

A fonte de sangue não infectada foi oferecida novamente em 60 e 90 dpi.  

Os camundongos sobreviventes foram sacrificados após os experimentos por 

injeção peritoneal de cloridrato de cetamina (300 mg/kg) e cloridrato de xilazina (30 

mg/kg) em volume final de 0,5 mL. Os animais mortos foram congelados em um 

saco de descarte biológico e esterilizados a 121 °C por 20 min para descarte final. 

 

Aspectos éticos 

Todos os procedimentos com animais foram aprovados pelo Comitê de Ética 

no Uso de Animais (CEUA) da Instituto Oswaldo Cruz (IOC) / Fiocruz (Licenças 

L015/17, LW-28/15 e L028/18). 

3.7.2 Detecção de T. cruzi TcVI em T. rubrovaria e T. infestans  

Os grupos não infectados (T. rubrovaria) e infectados (T. infestans, como 

controle positivo, e T. rubrovaria) foram alimentados com camundongo em 30, 60 e 

90 dpi. As excretas dos triatomíneos foram coletadas individualmente após 

alimentação sanguínea e dejeção espontânea em até 4h. Vinte microlitros das 

fezes/urina foram diluídos em 100 μL de solução salina tamponada com fosfato 1X 

(Thermo Fisher Scientific, Waltham, EUA) para contagem de parasitos na câmara de 

Neubauer, usando microscópio óptico Primo Star (Zeiss, Oberkochen, Alemanha) 

com uma ampliação de 400 X. A classificação morfológica das formas evolutivas em 

epimastigotas ou tripomastigotas de T. cruzi foi baseada na forma, tamanho, largura 
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e mobilidade da célula (HOARE, 1972). Definimos como "transitórios" todos os 

parasitos que não se ajustaram morfologicamente em nenhuma das duas formas 

evoluivas (KOLLIEN & SCHAUB, 2000). No caso de dúvidas na morfologia, 

mudamos para uma ampliação de 1000 X e classificamos de acordo com a posição 

do cinetoplasto em relação ao núcleo da célula e pela emergência do flagelo 

(HOARE, 1972), sempre que estas estruturas eram visíveis.  

3.7.3 Parâmetros comportamentais 

 

Amostras dos grupos “controle negativo” e “triatomíneos infectados com TcVI” 

foram analisadas individualmente em 30 dpi para os seguintes parâmetros: (i) tempo 

de alimentação (min), que é o período entre a primeira inserção da probóscide na 

pele do camundongo e sua remoção final (ou seja, quando o inseto afasta-se do 

local da picada); (ii) tempo de excreção (até 10 min) após a alimentação (min); (iii) 

distância das fezes em relação ao local da picada (cm); (iv) volume de sangue 

ingerido (μL); (v) eficiência de alimentação (volume de sangue ingerido / tempo de 

alimentação; μL / min); (vi) eficiência de excreção (tempo de alimentação / distância 

das fezes; min / cm); e (vii) local da picada no camundongo (cabeça, dorso, cauda, 

abdômen e pernas). A quantidade de sangue ingerido foi calculada através da 

pesagem de amostras antes e após a alimentação sanguínea em uma escala de 

precisão de cinco dígitos (modelo AY220, Shimadzu Scientific Instruments, Kyoto, 

Japão) e convertido em volume com uma proporção de 1 mg de peso após a 

alimentação com ~ 1 μL de sangue, uma vez que a massa de sangue de 

camundongo é quase igual à da água (VITELLO et al., 2015). Também comparamos 

a proporção de indivíduos que excretaram durante o ensaio entre as espécies (T. 

rubrovaria e T. infestans), com seu estado de infecção (infectados e não infectados), 

e também com o número de tentativas de alimentação. Nós consideramos como um 

evento de tentativa de alimentação quando o vetor inseriu a probóscide na pele do 

camundongo e, em seguida, removeu e se afastou do local da picada. 

3.7.4 Análises estatísticas 

Todas as análises estatísticas foram conduzidas em ambiente R (R TEAM, 

2014) com pacotes apropriados. A infecção e os dados de comportamento não 

apresentaram distribuição normal (testes de Shapiro-Wilk, p < 0,001) e, portanto, 

usamos testes estatísticos que não assumem essa distribuição de probabilidade. As 
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réplicas experimentais não foram significativamente distintas (teste qui-quadrado de 

Pearson (X2) e Kruskal-Wallis não significativos) e, portanto, foram analisadas em 

conjunto.  

 

Infecção 

 As infecções de T. rubrovaria e T. infestans com T. cruzi TcVI foram 

analisadas qualitativa e quantitativamente. Para cada espécie, a presença/ausência 

de triatomíneos infectados em 30, 60 e 90 dpi, além da presença das formas 

tripomastigotas, epimastigotas e transitórias de T. cruzi nas fezes/urina 

contaminadas de triatomíneos foram tratadas como variáveis binárias (análises 

qualitativas). Comparações pareadas entre T. rubrovaria e T. infestans foram 

realizadas com o teste qui-quadrado (χ2), incluindo infecção geral (ou seja, 

independentemente de dpi e das formas de T. cruzi), e diferenças na proporção de 

espécimes com formas parasitárias distintas nos três parâmetros de dpi analisados. 

As cargas parasitárias (análises quantitativas) foram comparadas com o Teste 

de Kruskal-Wallis (H) não paramétrico, seguido pelo Teste de Dunn entre 30, 60 e 90 

dpi. O Teste de Wilcoxon-Mann-Whitney também foi utilizado para comparar as 

cargas parasitárias em T. rubrovaria e T. infestans para cada ponto do tempo. O 

efeito das comparações (r) foi calculado com a fórmula de Rosenthal (ROSENTHAL, 

1994). O valor de r varia de 0 a 1, onde de 0 a 0,14 é considerado um efeito 

pequeno, 0,15 a 0,29 moderado e 0,30 ou superior um efeito grande. O nível de 

significância foi ajustado para múltiplas comparações com um método baseado na 

Taxa de Falsas Descobertas (do inglês False Discovery Rate ou FDR) (BENJAMINI 

& YEKUTIELI, 2001). 

Modelos lineares generalizados (do inglês Generalized Linear Models ou 

GLMs) com distribuição binomial foram desenvolvidos no Pacote “GGally” 

(WICKHAM, 2016) para identificar efeitos significativos de espécies e dpi (variáveis 

independentes ou preditoras) sobre a presença de cada uma das diferentes formas 

de T. cruzi (variável dependente). A redundância entre variáveis preditoras foi 

acessada através do cálculo de Fator de Inflação da Variância (VIF) com o pacote 

“car” (FOX & WEISBERG, 2017). Este fator mede o quanto a variância de um 

coeficiente de regressão é inflada devido à multicolinearidade entre os preditores. 

Problemas de multicolinearidade consistem em incluir, no mesmo modelo, variáveis 

com relações preditivas semelhantes ao resultado. Os valores VIF são inteiros e 

sempre positivos, e VIF < 5 representa ausência de multicolinearidade (YOO et al., 
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2014; JAMES et al., 2014). Portanto, os preditores com VIF > 5 foram excluídos da 

análise, pois representariam redundância e poderiam comprometer a precisão do 

modelo (YOO et al., 2014; BRUCE & BRUCE, 2017). A seleção do modelo foi feita 

através do cálculo de segunda ordem do Critério de Informação de Akaike Corrigido 

(AICc) no pacote “AICcmodavg v.2.2” (MAZEROLLE, 2019). 

Os modelos foram classificados e então comparados com o delta AICc 

(ΔAICc), para o qual ΔAICc > 2 indicou uma escolha de modelo clara. Além disso, 

calculamos os pesos do modelo AICc (Wt), que podem ser interpretados como a 

probabilidade relativa de um modelo, onde Wt próximo a 1,0 significa mais provável 

(BURNHAM & ANDERSON, 2002). A força da associação entre cada variável 

independente foi expressa pela Razão de Odds (OR) com intervalo de confiança de 

95% (IC 95%). 

 

Comportamento 

A proporção de indivíduos que excretaram durante os experimentos 

comportamentais foi comparada entre as espécies (T. rubrovaria e T. infestans) e o 

estado de infecção (T. rubrovaria infectado e não infectado) por meio do Teste χ2. O 

mesmo método estatístico foi utilizado para comparar o número de tentativas de 

alimentação. Comparações par-a-par foram realizadas com o Teste W de Wilcoxon-

Mann-Whitney para analisar os seis parâmetros comportamentais (i a vii, descrito no 

item 3.7.3). Dois testes diferentes foram realizados: T. rubrovaria infectado versus T. 

infestans infectado (W1), para inferir possíveis diferenças entre as espécies; e T. 

rubrovaria não infectado e infectado (W2), para observar se a infecção por T. cruzi 

TcVI alterou os parâmetros de excreção e de alimentação deste vetor. O nível de 

significância foi ajustado para comparações múltiplas com o método FDR 

(BENJAMINI & YEKUTIELI, 2001). Além disso, usamos o mesmo método estatístico 

para inferir se o volume de sangue ingerido foi diferente para os indivíduos que 

excretaram ou não após a alimentação sanguínea.  

GLMs assumindo distribuição Gamma foram realizados no Pacote “GGally” 

(WICKHAM, 2016). Testamos a influência das variáveis "espécie" (T. rubrovaria ou 

T. infestans) e "infecção" (infectado ou não) em cada parâmetro comportamental 

avaliado (item 3.7.3), que resultou em GLMs com sete variáveis dependentes. Além 

disso, os traços comportamentais também foram incluídos como variáveis 

independentes nos GLMs para testar os seus respectivos efeitos nas variáveis 

dependentes distintas (Tabela 3). Apenas os aspectos comportamentais que 
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ocorreram antes ou durante a variável dependente foram incluídos nas análises 

como variáveis independentes para evitar associações espúrias entre 

características. Por exemplo, o “tempo de alimentação” pode explicar a variável 

dependente “volume de sangue”, pois ocorreram ao mesmo tempo, mas a “distância 

das fezes” não poderia explicar a variável dependente "volume de sangue ingerido", 

uma vez que a primeira variável é medida após a ingestão de sangue. Todos os 

preditores foram avaliados quanto à multicolinearidade por meio de VIF, calculado 

com o pacote “car” (FOX & WEISBERG, 2019). Apenas variáveis não redundantes 

foram mantidas para o modelo AICc. Os modelos foram classificados e comparados 

com ΔAICc e Wt. A força de cada parâmetro testado foi expressa pela Razão de 

Odds (OR) com intervalo de confiança de 95% (IC95%). 

 

Tabela 3: Modelos Lineares Generalizados (GLMs) com distribuição Gama testados com diferentes 
características comportamentais como variáveis dependentes.  

Variáveis dependentes Variáveis independentes NM KMAX KBEST ∆AICc 

Tempo de alimentação Espécies, infecção, volume de sangue ingerido 8 5 4 1,26 

Tempo de excreção Espécies, infecção, volume de sangue ingerido, 

distância das fezes, tempo de alimentação 

32 7 5 1,15 

Distância das fezes Espécies, infecção, volume de sangue ingerido, 

tempo de alimentação, tempo de excreção 

32 7 5 0,55 

Volume de sangue ingerido Espécies, infecção, tempo de alimentação 8 5 5 0,04 

Eficiência de alimentação Espécies, infecção, distância das fezes 8 5 4 2,33 

Eficiência de excreção Espécies, infecção, volume de sangue ingerido 8 5 4 0,62 

As variáveis independentes presentes no melhor GLM estão em negrito. NM: número de GLMs testados; KMAX: 

número máximo de parâmetros testados em um único GLM; KBEST: número de parâmetros no melhor GLM; 

ΔAICC: Critérios de Informação delta Akaike corrigidos entre o melhor e o segundo melhor GLM. 

 

Os locais da picada no camundongo referentes aos grupos controle negativo 

(T. rubrovaria não infectado), testado (T. rubrovaria infectado) e controle positivo (T. 

infestans infectado) foram computados como variáveis categóricas divididas em 

cinco grupos: cabeça, cauda, pernas, dorso e abdômen. A Regressão Logística 

Multinomial (MLR) foi realizada com o pacote "nnet" (VENABLES & RIPLEY, 2002) 

para estimar o impacto de variáveis preditoras (locais de picada) em condições 

infectado e não infectado. A significância dos coeficientes de regressão foi acessada 

após os Testes-z bicaudais. 
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4 RESULTADOS 

4.1 Coleta e identificação morfológica dos triatomíneos  

O trabalho de campo ocorreu em seis municípios do Rio Grande do Sul: 

Caçapava do Sul, Cachoeira do Sul, Canguçú, Encruzilhada do Sul, Lavras do Sul e 

São Jerônimo. Um total de 1.724 triatomíneos foram coletados com a seguinte 

distribuição dos ecótopos: i. Peridomicílio: 2 ninfas de 4º estádio (N4) e 1 ninfa de 5º 

estádio (N5) foram encontradas debaixo de uma casinha de cachorro, além de 6 

ninfas (1 N2, 2 N3, 2 N4 e 1 N5) sob rochas, a uma distância de 15 m do domicílio, 

no município de Lavras do Sul, totalizando 9 exemplares (9/1.724; 0,5%). Neste 

ambiente observamos muitos animais, tais como peru, galinha, pato, cavalo, gato, 

cachorro, porco, gado, ovelha, cabra. ii. Silvestre: 1.715 insetos (1.715/1.724; 

99,5%) foram coletados sob rochas a uma distância superior a 100 m da habitação 

mais próxima. Baratas silvestres foram observadas em simpatria com as espécies do 

subcomplexo T. rubrovaria sob as rochas, além de bois, cabras, ovelhas, cavalos e 

cães serem vistos livremente na área silvestre. Mesmo em regiões onde os animais 

não estavam presentes próximos aos pontos de coleta, observamos fezes de gados, 

caprinos e ovinos. Já na busca entomológica de triatomíneos realizada no 

intradomicílio, no entanto, nenhum inseto foi encontrado neste ecótopo, nem 

vestígios de sua possível presença. Do total de insetos coletados em ambos os 

ecótopos (peridomicílio e silvestre), 934 espécimes (934/1.724; 54,2%) foram 

utilizados para as análises moleculares no presente estudo (Tabela 4), e 790 insetos 

do ambiente silvestre (790/1.715; 46,1%) foram transferidos para a manutenção da 

colônia do Laboratório Interdisciplinar de Vigilância Entomológica em Diptera e 

Hemiptera (LIVEDIH). Dentre os insetos utilizados neste estudo (ensaios 

moleculares), a frequência maior de captura foi de N5 (262/934; 28,1%), seguido de 

N2 (240/934; 25,7%), N1 (147/934; 15,7%), N3 (146/934; 15,6%), N4 (95/934; 

10,2%), fêmeas (23/934; 2,5%) e machos (21/934; 2,2%). Em relação aos seis 

municípios do Rio Grande do Sul, aquele que apresentou a maior frequência de 

insetos capturados foi Lavras do Sul (393/934; 42,1%), seguido de Caçapava do Sul 

(247/934; 26,4%), São Jerônimo (98/934; 10,5%), Canguçú (85/934; 9,1%), 

Cachoeira do Sul (73/934; 7,8%) e Encruzilhada do Sul (38/934; 4,1%) (Tabela 4).    
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Tabela 4: Distribuição de triatomíneos submetidos às análises moleculares quanto ao estádio evolutivo e local de 
captura em seis municípios do estado do Rio Grande do Sul, Brasil (2015-2017). 

Município (RS) 

Ecótopo 

 Estádio evolutivo 

N1 N2 N3 N4 N5 ♂ ♀ Total 

Caçapava do Sul  

0 

37 

 

0 

99 

 

0 

39 

 

0 

21 

 

0 

44 

 

0 

3 

 

0 

4 

 

Peridomicílio 0 

Silvestre 247 

Cachoeira do Sul  

0 

19 

 

0 

14 

 

0 

14 

 

0 

4 

 

0 

17 

 

0 

2 

 

0 

3 

 

0 

73 

Peridomicílio 

Silvestre 

Canguçú  

0 

13 

 

0 

28 

 

0 

5 

 

0 

10 

 

0 

23 

 

0 

3 

 

0 

3 

 

0 

85 

Peridomicílio 

Silvestre 

Encruzilhada do Sul  

0 

8 

 

0 

8 

 

0 

5 

 

0 

4 

 

0 

13 

 

0 

0 

 

0 

0 

 

0 

38 

Peridomicílio 

Silvestre 

Lavras do Sul   

0 

63 

 

1 

62 

 

2 

69 

 

4 

52 

 

2 

124 

 

0 

8 

 

0 

6 

 

9 

384 

Peridomicílio 

Silvestre 

São Jerônimo  

0 

7 

 

0 

28 

 

0 

12 

 

0 

0 

 

0 

39 

 

0 

5 

 

0 

7 

 

0 

98 

Peridomicílio 

Silvestre 

Total 147 240 146 95 262 21 23 934 

  

A classificação por espécies de algumas ninfas e de alguns adultos através da 

morfologia (LENT & WYGODZINSKY, 1979) foi realizada antes da análise molecular, 

resultando na identificação de Triatoma carcavalloi (N=52), Triatoma rubrovaria 

(N=27) e Triatoma circummaculata (N=29). Quando não foi possível a identificação 

por taxonomia clássica, os espécimes foram enviados para a análise de taxonomia 

molecular (N=826) e os resultados estão apresentados a seguir. 

4.2 Análises moleculares 

4.2.1 Taxonomia molecular 

Sequenciamento de DNA mitocondrial e análise filogenética  
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Testamos a utilização dos iniciadores 7432F e 7433R em triatomíneos adultos 

provenientes do insetário do Laboratório Nacional e Internacional de Referência em 

Taxonomia de Triatomíneos do subcomplexo T. rubrovaria: T. rubrovaria, T. 

carcavalloi, T. circummaculata, T. pintodiasi e T. klugi. Triatoma oliveirai e T. limai 

foram as únicas espécies pertencentes ao subcomplexo que não foram incluídas nos 

ensaios moleculares de taxonomia, devido à dificuldade de coletar e manter em 

colônia de laboratório. 

O fragmento de 682 pb do Cyt b foi amplificado com sucesso em quatro das 

cinco espécies analisadas com exceção do T. pintodiasi (Figura 13). 

 

 

Figura 13: Gel representativo da eficiência dos iniciadores 7432F e 7433R para o alvo 
Cyt b de espécies referências do subcomplexo T. rubrovaria provenientes de insetário.  
Gel de agarose a 1,5% corado com Nancy. M: Marcador de Peso Molecular (100 pb); 1: 
controle negativo (somente os reagentes, sem DNA); 2: T. rubrovaria. 3: T. carcavalloi. 4: 
T. circummaculata. 5: T. pintodiasi. 6: T. klugi. 
 

Após o teste com as amostras de insetário, repetimos as mesmas 

condições da PCR para as amostras coletadas no campo. No entanto, algumas 

amostras apresentaram bandas duplas: uma correspondente a banda de 

interesse (682 pb) e a outra banda referente a, aproximadamente, 100 pb 

(Figura 14A). Sequenciamos alguns destes amplicons e os eletroferogramas 

apresentaram picos duplos. Desta forma, desenhamos um outro par de 

iniciadores (Cytb105-27 e Cytb622-45R) utilizando como base as sequências de 

DNA das espécies referências do subcomplexo T. rubrovaria que tínhamos 

disponíveis. Por meio desta nova dupla de iniciadores foi possível amplificar um 

maior número de amostras contendo apenas o fragmento esperado de 500 pb 

(Figura 14B). Assim, demos prosseguimento ao sequenciamento das 310 
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amostras (de um total de 826) que foram analisadas e que apresentaram 

amplificação do fragmento de interesse. Posteriormente, realizamos as análises 

filogenéticas. 

 

 

Figura 14: Gel representativo de espécimes do subcomplexo T. rubrovaria coletados no campo.  
Gel de agarose a 1,5% corado com Nancy. A: Amplificação com os iniciadores 7432F e 7433R (682 pb e 100 pb) - M: 
Marcador de Peso Molecular (100 pb); 1-15: Insetos de campo. B: Amplificação com os iniciadores Cytb105-27 e Cytb622-
45R (500 pb) - M: Marcador de Peso Molecular (100 pb); 1: controle negativo (somente os reagentes, sem DNA); 2-19: 
Insetos de campo.  
 

 

Ao todo, 92 amostras tiveram o fragmento de 500 pb do Cyt b sequenciado 

(29,7%; 92/310), além das sequências-referência de insetos adultos de T. rubrovaria, 

T. klugi, T. circummaculata e T. carcavalloi. Os modelos de árvores filogenéticas a 

priori de coalescência e Birth-Death não apresentaram diferenças nos valores de 

verossimilhança e em geral apresentaram topologias semelhantes, com exceção do 

clado contendo a sequência-referência de T. klugi. O modelo Birth-Death não 

agrupou nenhuma sequência de triatomíneos provenientes do campo com a 

sequência-referência de T. klugi, enquanto que o modelo coalescente de 

crescimento populacional constante agrupou cinco indivíduos de campo à essa 

sequência de referência. 

A árvore filogenética gerada a partir do modelo Birth-Death agrupou as 92 

amostras em nove clados, dos quais quatro continham as sequências-referência, T. 

rubrovaria formou um clado mais distante das demais sequências-referência e T. 

circummaculata e T. carcavalloi foram as mais proximamente relacionadas.  Das 

amostras sequenciadas, 17 (18,5%) foram identificadas como Triatoma 

circummaculata, 19 (20,7%) como Triatoma carcavalloi e 12 (13,04%) como 

Triatoma rubrovaria. As restantes foram agrupadas em cinco clados sem sequência-

referência, sendo quatro no clado 1, três no clado 2, cinco no clado 3, quinze no 

clado 4 e dezessete no clado 5 (Figura 15).  
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Figura 15: Reconstrução filogenética bayesiana com o modelo Birth-Death.  
As cores indicam os clados cujas amostras foram atribuídas: azul: T. circummaculata; vermelho: T. 
carcavalloi; verde escuro: T. rubrovaria; verde claro: clado 1; rosa: clado 2; lilás: clado 3; laranja: 
clado 4; azul petróleo: clado 5. 

 

Utilizando-se como base a reconstrução filogenética bayesiana, os nove 

clados encontrados foram tratados como sendo nove unidades taxonômicas 

distintas. A partir do cálculo das divergências par-a-par utilizando o modelo de 

substituição nucleotídica K2P, de forma geral, a divergência média intraclados variou 

de 0,001 - 0,003, enquanto a divergência média interclados foi de 0,014 - 0,044. As 
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divergências entre as sequências-referência foram baixas, se comparadas àquelas 

obtidas entre espécies de Rhodnius e Triatoma (K2P < 0,03) (MONTEIRO et al. 

2003, 2004). Algumas divergências intraclados obtiveram valores que se 

assemelhavam àqueles observados em comparações entre sequências de clados 

distintos, como foi o caso das sequências do clado de T. circummaculata, ou ainda 

nos clados 3 e 4 (divergências de até 0,016; 0,011; e 0,017, respectivamente), se 

comparados com as divergências calculadas entre T. klugi e T. carcavalloi (0,016), 

T. circummaculata e T. carcavalloi (0,008), clados 1 e 3 (0,018), e ainda clados 2 e 3 

(0,016). A maior divergência encontrada entre as sequências-referência foi de 0,032, 

na comparação entre T. klugi e T. rubrovaria. Considerando ainda as sequências dos 

demais clados sem sequência-referência, a maior divergência média encontrada foi 

entre o clado de T. rubrovaria e o clado 4 (0,044) (Tabela 5). 

 

Tabela 5: Média das divergências par-a-par utilizando o Modelo de Substituição Nucleotídica K2P.  
Entre parêntesis estão os valores mínimo e máximo de divergência. Em vermelho, são os valores de divergência intra-
clados. 
Clados 1 2 3 4 5 6 7 8 9 

1. T. klugi NA         

2. T. circummaculata 0,022 
(0,017-
0,028) 

0,002 
(0,000-
0,016) 

       

3. T. carcavalloi 0,016 
(0,013-
0,020) 

0,008 
(0,007-
0,011) 

0,003 
(0,000-
0,009) 

      

4. T. rubrovaria 0,032 
(0,029-
0,036) 

0,024 
(0,022-
0,027) 

0,019 
(0,018-
0,022) 

0,001 
(0,000-
0,004) 

     

5. Clado 1 0,022 
(0,020-
0,020) 

0,021 
(0,018-
0,022) 

0,014 
(0,014-
0,014) 

0,020 
(0,019-
0,020) 

0,002 
(0,000-
0,005) 

    

6. Clado 2 0,025 
(0,024-
0,028) 

0,014 
(0,012-
0,017) 

0,015 
(0,014-
0,018) 

0,024 
(0,023-
0,025) 

0,020 
(0,016-
0,020) 

0,001 
(0,000-
0,004) 

   

7. Clado 3 0,028 
(0,022-
0,033) 

0,023 
(0,020-
0,026) 

0,018 
(0,013-
0,022) 

0,028 
(0,025-
0,032) 

0,018 
(0,014-
0,022) 

0,016 
(0,014-
0,020) 

0,007 
(0,003-
0,011) 

  

8. Clado 4 0,043 
(0,039-
0,046) 

0,039 
(0,033-
0,044) 

0,032 
(0,025-
0,036) 

0,044 
(0,035-
0,050) 

0,034 
(0,025-
0,040) 

0,034 
(0,023-
0,040) 

0,030 
(0,018-
0,040) 

0,009 
(0,000-
0,017) 

 

9. Clado 5 0,037 
(0,032-
0,042) 

0,031 
(0,020-
0,038) 

0,027 
(0,017-
0,032) 

0,041 
(0,038-
0,046) 

0,026 
(0,014-
0,035) 

0,025 
(0,015-
0,032) 

0,023 
(0,011-
0,032) 

0,019 
(0,015-
0,032) 

0,003 
(0,000-
0,009) 

 

4.2.2 Hábito alimentar – dos testes preliminares em laboratório aos 

triatomíneos de campo 
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Antes de iniciarmos os experimentos com as amostras de triatomíneos do 

campo, nós testamos a eficiência dos iniciadores H1 e H2 para o gene Cyt b em um 

painel de amostras de DNA de diferentes vertebrados (humano, gambá, morcego, 

gato, cão e rato), seguindo o protocolo de extração de DNA descrito no item 3.2. 

Para evitar erros na análise de identificação de fonte alimentar, buscamos confirmar 

que esses iniciadores não se anelariam em regiões do DNA de tripanosomatídeos 

que poderiam estar presentes nos insetos infectados. Assim, a região 

correspondente à 383 pb (Cyt b) foi amplificada pela PCR nos vertebrados 

examinados, mas não foi observada para DNA de T. cruzi, T. rangeli, Leishmania 

braziliensis e Leishmania chagasi, demonstrando a especificidade dos iniciadores 

para o Cyt b. Neste ensaio, também incluímos espécimes de R. prolixus alimentados 

por meio de um aparato artificial (“mamadeira”) com sangue de coelho e de galinha e 

foi observada a amplificação da região de interesse (383 pb), mostrando uma boa 

eficiência dos iniciadores na detecção de fonte alimentar diretamente dos intestinos 

médio posterior e posterior de triatomíneos alimentados (Figura 16). 

 

 

Figura 16: Teste de eficiência dos iniciadores H1 e H2 (Cyt b).  
Gel de agarose a 2% corado com Nancy. M: Marcador de peso molecular (100 pb); 1: Controle 
negativo da PCR (tubo contendo todos os reagentes na ausência de DNA); 2: Controle negativo da 
extração (tubo contendo todos os reagentes na ausência de intestino de triatomíneo); 3: sangue de 
gambá; 4: sangue de morcego; 5: sangue de gato; 6: sangue de humano; 7: sangue de cão; 8: 
sangue de rato; 9: triatomíneo alimentado artificialmente de coelho; 10: triatomíneo alimentado 
artificialmente de galinha; 11:  DNA de T. cruzi; 12: DNA de T. rangeli; 13: DNA de L. braziliensis; 14: 
DNA de L. chagasi. 
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 As sequências geradas foram analisadas e a confirmação das espécies das 

fontes alimentares foi feita a partir da análise de similaridade entre sequências de 

DNA no algoritmo BLAST, comparando com as sequências disponíveis no GenBank 

(Tabela 6). 

 

Tabela 6: Análise de similaridade das fontes alimentares testadas pelos iniciadores H1 e H2 (Cyt b). 

Alvo Amostra Fonte alimentar  Identidade (%) Nº de acesso 

Cyt b 

Triatomíneo alimentado com 
sangue de coelho 

Oryctolagus cuniculus 89 emb|HG810791.1 

Triatomíneo alimentado com 
sangue de galinha 

Gallus gallus 94 DQ236093.1 

Sangue de humano Homo sapiens 97 gb|KJ801974.1 

Sangue de gambá Didelphis aurita 89 gb|JF280994.1 

Sangue de cão Canis lupus familiaris 85 gb|JX849655.1 

 

Analisamos a cinética de amplificação do alvo Cyt b em diferentes dias pós-

alimentação (dpa) sanguínea, para a detecção do conteúdo alimentar no trato 

digestório de triatomíneos engurgitados. Deste modo, 50 espécimes de R. prolixus 

foram submetidos ao repasto sanguíneo em coelho utilizando um aparato artificial, 

dos quais 34 indivíduos se alimentaram. Este ensaio experimental foi realizado no 

Laboratório de Bioquímica e Fisiologia de Insetos, IOC, Fiocruz. Nos pontos (dpa) 

equivalentes à 8, 15, 22, 29, 37, 43, 49, 52, 55, 62, 72 e 80, os insetos foram 

dissecados e os seus intestinos médio posterior e posterior foram processados para 

extração de DNA e posterior amplificação pela PCR para detecção do gene Cyt b. O 

produto referente ao fragmento de 383 pb foi observado até 80 dias após a 

alimentação em quase todas as amostras analisadas (Figura 17). É importante 

ressaltar que o último ponto de observação foi em 80 dpa por não termos mais 

insetos alimentados disponíveis para a análise.  
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Figura 17: Cinética de detecção do contéudo alimentar no trato digestório de R. prolixus alimentados 
com sangue de coelho.  
Gel de agarose a 2% corado com Nancy. M: Marcador de peso molecular (100 pb); 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 dpa; 6-8: 15 dpa; 9-11: 22 dpa; 12-14: 29 dpa; 15-17: 37 
dpa; 18-20: 43 dpa; 21-23: 49 dpa 24-26: 52 dpa; 27-29: 55 dpa; 30-32: 62 dpa; 33-35: 72 dpa; 36-37: 
80 dpa.  

 

 Das 934 amostras analisadas, 7 não amplificaram o gene constitutivo do 

triatomíneo, que é o nosso controle interno, na PCR convencional multiplex  e, por 

este motivo, estas amostras não foram incluídas nas análises moleculares 

posteriores (carga parasitária, genotipagem do parasito e hábito alimentar).  

Após os testes de eficiência dos iniciadores e da cinética de detecção do DNA 

de fontes alimentares em diferentes dias após o repasto sanguíneo artificial, 

submetemos todas as 927 amostras de triatomíneos coletados no campo à PCR 

convencional com o objetivo de identificar potenciais reservatórios que participam 

do(s) ciclo(s) de transmissão do T. cruzi nas áreas estudadas. Destes, foi possível 

amplificar o fragmento de Cyt b em 577 insetos (62,3%; 577/927) (Figura 18).  
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Figura 18: Detecção do fragmento do gene Cyt b nos triatomíneos coletados no RS.  
Gel de agarose a 2% corado com Nancy. M: Marcador de peso molecular (100 pb); CN: Controles 
negativos da PCR (tubo contendo todos os reagentes na ausência de DNA) e da extração (tubo 
contendo todos os reagentes na ausência de intestino de triatomíneo), respectivamente; 1-21: 
triatomíneos de campo. 

 

Das 577 amostras amplificadas, 341 (59,1%; 341/577) apresentaram 

resultados mais consistentes quando suas sequências foram comparadas com as 

sequências disponíveis no GenBank. As demais amostras ficaram sem identificação 

da fonte alimentar devido à falta de similaridade com as sequências disponíveis no 

banco de dados ou por gerar sequências de baixa qualidade. Assim, consideramos 

somente as amostras que obtiveram identidades entre 80% e 100% e cobertura 

acima de 70% (Anexo 1).  

Dezenove espécies foram observadas nos triatomíneos analisados, 

demonstrando o ecletismo alimentar destes vetores (Tabela 7). Doze espécies de 

mamíferos foram identificadas em 238 das 341 amostras (69,5%), sendo 73,5% 

(175/238) destas sequências correspondentes a Homo sapiens; 6,3% (15/238) a 

Ovis aries; 5,9% (14/238) a Mus musculus; 4,2% (10/238) a Canis lupus familiaris; 

2,9% (7/238) a Capra hircus; 2,1% (5/238) a Planigale maculata; 1,7% (4/238) a Bos 

taurus; 1,3% (3/238) a Conepatus semistriatus; e menos de 1% para as espécies 

Neacomys sp. (2/238), Leopardus tigrinus (1/238), Oryctolagus cuniculus (1/238) e 

Coendou prehensilis (1/238). A espécie Gallus gallus foi a única representante de 

Aves detectada em 113 insetos (33,1%; 113/341),  sendo a segunda espécie com 

maior prevalência (depois de Homo sapiens). Também foi possível detectar 3 

espécies da Classe Insecta em 8 triatomíneos (2,3%; 8/341): Gryllus assimilis (1,2%; 

4/341), Blaptica dubia (0,9%; 3/341) e Blattella germanica (0,3%; 1/341). Por fim, 3 

espécies de répteis em 7 espécimes (2,1%; 7/341) foram observadas: Tupinambis 
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merianae (1,5%; 5/341), Acanthodactylus cf. cantoris (0,3%; 1/341) e Varanus 

griseus (0,3%; 1/341). 

No anexo 1 listamos todos os insetos cuja a identificação da fonte alimentar 

foi realizada, a maioria proveniente do ambiente silvestre, com exceção de uma ninfa 

(N5) de T. rubrovaria alimentada com sangue humano, coletada no peridomicílio em 

Lavras do Sul. Podemos observar possíveis alimentações mistas em 19 insetos 

(5,6%; 19/341), que foram: Homo sapiens + Canis lupus familiaris (31,6%, 6/19), 

Homo sapiens + Canis lupus familiaris + Planigale maculata (21,1%, 4/19), Homo 

sapiens + Planigale maculata (5,3%, 1/19), Homo sapiens + Gallus gallus (5,3%, 

1/19), Homo sapiens + Varanus griseus (5,3%, 1/19), Homo sapiens + 

Acanthodactylus cf. cantoris (5,3%, 1/19), Homo sapiens + Conepatus semistriatus 

(5,3%, 1/19), Homo sapiens + Conepatus semistriatus + Leopardus tigrinus  (5,3%, 

1/19), Homo sapiens + Tupinambis merianae (5,3%, 1/19),  Homo sapiens + Blaptica 

dubia (5,3%, 1/19) e Blaptica dubia + Blattella germanica (5,3%, 1/19).  

Quando analisamos a diversidade de espécies por municípios onde os insetos 

foram coletados, observamos que Homo sapiens foi a fonte alimentar encontrada 

com maior frequência em 4 dos 6 municípios (N=175), seguido de Gallus gallus 

(N=113), Ovis aries (N=15), Mus musculus (N=14), Canis lupus familiaris (N=10), 

Capra hircus (N=7), Planigale maculata e Tupinambis merianae (N=5), Gryllus 

assimilis e Bos taurus (N=4), Conepatus semistriatus e Blaptica dubia (N=3), 

Neacomys sp. (N=2), entre outras. A proporção de espécie de fonte alimentar por 

inseto analisado não foi 1:1 devido às alimentações mistas identificadas nos vetores. 

Deste modo, a mesma espécie de fonte alimentar foi observada em mais de um 

indivíduo analisado, totalizando 366 espécimes (Tabela 7). 

 

Tabela 7: Frequência de espécies identificadas como fonte alimentar por município em que os triatomíneos foram 
coletados. 

 Municípios 

Espécies 

São 

Jerônimo 

Encruzilhada 

do Sul 

Caçapava 

do Sul 

Cachoeira 

do Sul 

Canguçú Lavras 

do Sul 

Total 

 Homo sapiens 13 4 57 21 13 67 175 

 Gallus gallus 16 3 26 13 14 41 113 

 Ovis aries 0 0 1 0 0 14 15 

 Mus musculus 1 0 3 6 3 1 14 

 Canis lupus familiaris 0 1 2 1 1 5 10 

 Capra hircus 0 0 6 0 0 1 7 

 Tupinambis merianae 0 0 1 0 0 4 5 

 Planigale maculata 0 0 0 0 1 4 5 
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 Gryllus assimilis 0 0 2 0 0 2 4 

 Bos taurus 0 0 1 0 0 3 4 

 Conepatus semistriatus 0 0 0 0 0 3 3 

 Blaptica dubia 0 0 1 0 0 2 3 

 Neacomys sp. 0 0 0 0 0 2 2 

 Oryctolagus cuniculus 0 0 0 0 0 1 1 

 Blattella germanica 0 0 0 0 0 1 1 

 Varanus griseus 1 0 0 0 0 0 1 

 Acanthodactylus cf. cantoris 1 0 0 0 0 0 1 

 Leopardus tigrinus 0 0 0 0 0 1 1 

 Coendou prehensilis 0 0 0 0 0 1 1 

Total 19 32 8 100 41 32 153 366 

  

O município Lavras do Sul apresentou a maior diversidade de fontes 

alimentares em triatomíneos (393 insetos analisados; 89,5% das espécies de fontes 

alimentares), ao passo que o município Encruzilhada do Sul apresentou a menor 

diversidade (3 fontes alimentares em 38 triatomíneos analisados). São Jerônimo e 

Canguçú (54% e 44%, respectivamente) foram os únicos municípios em que a 

galinha foi a fonte alimentar mais frequente do que H. sapiens, ainda que os 

humanos tenham sido a segunda maior fonte (43% e 41%, respectivamente) (Figura 

19).  
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Figura 19: Espécies identificadas com maiores frequências no contéudo intestinal de triatomíneos por 
município.  
(A) Lavras do Sul. (B) Caçapava do Sul. (C) Canguçú. (D) São Jerônimo. (E) Encruzilhada do Sul. (F) 
Cachoeira do Sul. 

4.2.3 Infecção natural 

A análise de detecção de kDNA de T. cruzi em triatomíneos de campo foi 

realizada para rastrear possíveis infecções naturais e melhor compreender a 

dinâmica de transmissão do parasito nas regiões de estudo.   

Do total de 927 amostras, 26 tiveram resultados positivos para PCR-kDNA 

(26/927; 2,8%). A razão entre o número de exemplares naturalmente infectados pelo 

protozoário e o número de espécimes coletados de uma determinada espécie foi 

superior para T. rubrovaria (6/27; 22,2%), seguido de T. circummaculata (3/29; 

10,3%) e T. carcavalloi (2/52; 3,8%). As demais 15 amostras positivas para kDNA de 

T. cruzi pertencem ao grupo dos 826 espécimes não identificados (NI) que foram 

submetidos à taxonomia molecular, perfazendo uma taxa de 1,8% de positividade.  
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Como dito anteriormente, o fragmento de 163 pb correspondente a região 12S 

do RNA ribossomal de triatomíneos foi utilizado para validar as amostras kDNA-

negativas, livres de infecção pelo T. cruzi (as quais não amplificaram o fragmento de 

330 pb) e para indicar que não houve inibição da reação de PCR ou falhas na etapa 

de extração de DNA do conteúdo intestinal do triatomíneo (com exceção das 7 

amostras mencionadas anteriormente). Nos nossos resultados não foi detectada a 

presença de kDNA de T. rangeli em nenhum dos exemplares, considerando o perfil 

de bandas (300 pb, 360 pb e 760 pb) observado no controle positivo para este 

tripanossomatídeo (cepa Macias) (Figura 20). 

 

 

 

Figura 20: Exemplo de revelação dos resultados da PCR convencional multiplex para avaliar infecção 
natural em triatomíneos.  
Gel de agarose 2% corado com Nancy. M: Marcador de peso molecular (100 pb); 1 e 2: Controles 
negativos da PCR (tubo contendo todos os reagentes do mix de PCR na ausência de DNA e um tubo 
contendo apenas água estéril); 3: Controle negativo da extração (tubo contendo todos os reagentes do kit 
para extração de DNA na ausência de intestino de triatomíneo); 4-13, 17: Insetos kDNA-positivos; 14-16, 
18, 19: Insetos não infectados; 20: Controle positivo de T. rangeli (DNA extraído de epimastigotas Cepa 
Macias, 105 parasitos/mL); 21: Controle positivo de T. cruzi (DNA extraído de epimastigotas CL-Brener, 
105 parasitos/mL); 22: Controle positivo de infecção (DNA de lisado de R. prolixus não infectado misturado 
a DNA de T. cruzi CL-Brener, 105 parasitos/mL).  

 

 

As espécies de triatomíneos naturalmente infectadas por T. cruzi foram 

encontradas em quatro dos seis municípios estudados: Caçapava do Sul (T. 

carcavalloi, N=1; Triatoma sp., N=3), Canguçú (T. carcavalloi, N=1; Triatoma sp., 

N=3), Lavras do Sul (T. rubrovaria, N=6; Triatoma sp., N=9) e São Jerônimo (T. 

circummaculata, N=3). Cachoeira do Sul e Encruzilhada do Sul foram os únicos 

municípios em que nenhum inseto kDNA-positivo foi encontrado. Todos os insetos 

infectados estavam presentes no ambiente silvestre (sob rochas). 
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4.2.4 Carga parasitária  

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 ribossomal de triatomíneos e o DNA nuclear satélite 

de T. cruzi. A Figura 21 mostra 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 detecção de DNA de triatomíneos foi linear, 

na faixa de 5 a 0,001 equivalentes de triatomíneo. A equação da reta foi Y = -2,60X 

+ 28,77, o que resultou em eficiência (Eff%) de 142% e coeficiente de linearidade 

(R2) de 0,99 (Figura 21A). A faixa de detecção de DNA de T. cruzi também foi linear, 

variando de 105 a 10 equivalentes de parasito (Y= -3,28X + 42,11, Eff%= 101, R2= 

0,97) a partir de amostras reconstituídas de intestinos de triatomíneos contendo o 

parasito (Figura 21B). Nestes ensaios, a detecção de até 1 equivalente de parasito 

foi possível com valor de CT=40. 

 

 

Figura 21: Ensaio de qPCR TaqMan.  
Curvas padrões representativas para as quantificações absolutas de DNA de triatomíneos e de DNA de T. 
cruzi construída a partir de DNA diluído em série, extraído de um pool de cinco intestinos de triatomíneos 
não infectados e contaminados artificialmente com epimastigotas de T. cruzi CL-Brener. Eixo X: 
Quantidade (Intestino de triamíneo / Equivalentes de parasito). Eixo Y: Número de ciclos (CT). A inclinação 
(slope), coeficiente de regressão (R2) e a eficiência de amplificação (Eff%) estão indicados nos gráficos A: 
Curva padrão de DNA de triatomíneo, B: Curva padrão de DNA de T. cruzi. 
 

A seguir 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 (eixo 

X) para o alvo em triatomíneo (CT = 20 a CT = 36), considerando a heterogeneidade 

do conteúdo de DNA de intestino dos triatomíneos capturados, que está 
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relacionada aos distintos estádios evolutivos dos espécimes (Figura 22A). 

Ressalta-se que as amostras 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 163 pb 

correspondente a região 12S do RNA ribossomal 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 ampla variação de carga parasitária 

entre as diferentes amostras de triatomíneos (Figura 22B). 

 

 
Figura 22: Curvas de amplificação representativas 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, estipulada em 0,02 em todos os ensaios. 

 

Todos os 26 insetos positivos para kDNA de T. cruzi por PCRc foram 

quantificados pela qPCR. A carga parasitária variou entre 2,3 × 107 (um único 

exemplar, T. rubrovaria) a 1,5 × 101 equivalentes de parasito (Triatoma sp.), com 

uma mediana de 104 equivalentes de parasito (Figura 23, Tabela 8).  

 

 



 

69 

 

Figura 23: Quantificação absoluta da carga parasitária de T. cruzi por PCR em 
Tempo Real multiplex de 26 triatomíneos kDNA-positivos coletados no RS.  
A mediana (linha horizontal) foi de 104 equivalentes de parasito. 

 

4.2.5 Genotipagem de T. cruzi em DTUs 

A caractezição molecular de T. cruzi em triatomíneos naturalmente infectados 

foi baseada em reações de PCR convencional multilocus. Como demonstrado na 

figura 12, utilizamos quatro marcadores moleculares: (i) Spliced Leader (SL) ou mini-

exon a partir de três regiões intergênicas (IRac, IRI e II). IRac diferencia TcI (150 pb) 

de TcII/V/VI (157 pb) e TcIII/IV (200 pb); (ii) IRI e II diferenciam as mesmas DTUs de 

IRac, mas com um padrão de pares de bases diferenciado (350 pb para TcI, 300 pb 

para TcII/V/VI, e sem amplificação para TcIII/IV). (iii) 24S-α diferencia TcII/VI (140 

pb) de TcV (125/140 pb), mas não separa as DTUs TcII e TcVI. Para isso, utilizamos 

a (iv) região correspondente ao fragmento nuclear A10 gerando uma amplificação 

de 580 pb ou 690 pb para TcII e de 525 pb ou 630 pb para TcVI. A confirmação da 

DTU só foi realizada quando os três primeiros alvos do algoritmo (IRac, IRI e IRII e 

24S-α) foram amplificados. As DTUs puderam ser distinguidas através da análise do 

perfil eletroforético dos fragmentos obtidos, visualizados em gel de agarose a 3% 

(Figura 24). 

Conseguimos identificar o genótipo de T. cruzi em apenas 23,1% (6/26) das 

amostras kDNA-positivas coletadas no Rio Grande do Sul (Tabela 8). A DTU mais 

abundante foi TcI (5/6; 83,3%), sendo que em uma destas amostras foi identificada 

coinfecção por TcI + IV (1/6; 16,7%). A ocorrência de TcV foi verificada em um 

exemplar (1/6; 16,7%). A DTU TcI foi encontrada na espécie T. rubrovaria (N=3, 



 

70 

duas fêmeas e um macho) no município de Lavras do Sul, e em Triatoma sp. (N=1, 

ninfa N2) de Caçapava do Sul. A DTU TcV foi detectada em um exemplar de T. 

carcavalloi (ninfa N2) de Canguçu; e a coinfecção por TcI + IV em uma fêmea da 

espécie T. circummaculata, de São Jerônimo (Tabela 8).  

 

 

 

Figura 24: Géis representativos da tipagem molecular de T. cruzi em amostras de triatomíneos 
naturalmente infectados.  
A. Região intergênica do Spliced Leader (SL) ou mini-exon (SL-IRac). M: Marcador de peso molecular 
de 100 pb; 1: Controle negativo da PCR (tubo contendo todos os reagentes do mix da PCR na 
ausência de DNA); 2: Controle negativo da extração (tubo contendo todos os reagentes do kit para 
extração de DNA na ausência de intestino de triatomíneo); 3-12: Amostras de triatomíneos kDNA-
positivos; 13: Controle positivo TcI (Cepa Dm28c, 150 pb), 14: Controle positivo TcII/V/VI (Cepa Y, 
157 pb); 15: Controle positivo TcIII/IV (Cepa 4167, 200 pb). 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 kDNA-positivos; 22: Controle positivo TcI (Cepa Dm28c, 350 pb); 23: Controle positivo 
TcII/V/VI (Cepa Y, 300 pb); 24: Controle positivo TcIII/IV (Cepa 4167, não amplifica esse alvo). C. 
Região do gene ribossomal subunidade 24S-α. 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 kDNA-positivos; 13: Controle positivo TcII/VI (Cepa Y, 140 pb); 14: Controle positivo 
TcV (Cepa LL014, 125/140 pb); 15: Controle positivo TcIII (Cepa 3663, 125 pb). D. Região 
correspondente ao fragmento nuclear A10. 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 kDNA-positivos; 17: Controle positivo TcII (Cepa Y, 
580/690 pb); 18: Controle positivo TcVI (Clone CL-Brener, 525/630 pb). 
 

 

 A tabela abaixo apresenta todos os 26 insetos que continham DNA de T. 

cruzi. Neste estudo detectamos, pela primeira vez, a infecção por T. cruzi na espécie 
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T. carcavalloi (em 2 exemplares), sendo que um dos espécimes havia se alimentado 

de sangue humano. Também observamos alimentação mista (Conepatus 

semistriatus + Homo sapiens) em T. rubrovaria infectado e coinfecção (Tc I+IV) em 

uma fêmea de T. circummaculata, mesmo com a identificação de Gallus gallus como 

fonte alimentar nesse espécime, considerando que aves são refratárias à infecção 

por T. cruzi. Entre os 15 triatomíneos kDNA-positivos cujas fontes alimentares 

puderam ser identificadas, a maioria (86,7%; 13/15) se alimentou de sangue de 

galinha. É importante mencionar que encontramos estádios evolutivos mais jovens, 

como o de 2º estádio, infectados por T. cruzi, sendo estes os que apresentaram 

menor carga parasitária. 

 

Tabela 8: Correlação entre espécie, estádio evolutivo, carga parasitária, DTU, fonte alimentar e município 
em que os triatomíneos kDNA-positivos foram coletados. 

Espécie 
Estádio 

evolutivo 

Carga parasitária 

(Equivalentes de parasito) 
  DTU 

Fonte 

alimentar 
Município 

T. rubrovaria N4 1,7 × 103 - - Lavras do Sul 

T. rubrovaria N5 1,5 × 103 - 

Conepatus 

semistriatus + 

Homo sapiens 

Lavras do Sul 

T. rubrovaria MACHO 1,0 × 103 - - Lavras do Sul 

T. rubrovaria MACHO 6,4 × 102 I Gallus gallus Lavras do Sul 

T. rubrovaria FÊMEA 1,3 × 105 I - Lavras do Sul 

T. rubrovaria FÊMEA 2,3 × 107 I Gallus gallus Lavras do Sul 

T. circummaculata FÊMEA 2,4 × 102 I+IV Gallus gallus São Jerônimo 

T. circummaculata FÊMEA 1,6 × 105 - Gallus gallus São Jerônimo 

T. circummaculata MACHO 1,0 × 105 - Gallus gallus São Jerônimo 

T. carcavalloi N5 1,9 × 104 - Homo sapiens Canguçú 

T. carcavalloi N2 1,5 × 101 V Gallus gallus Canguçú 

Triatoma sp. N4 1,0 × 104 - Gallus gallus Canguçú 

Triatoma sp. N4 4,6 × 103 - - Lavras do Sul 

Triatoma sp. N4 2,4 × 104 - Gallus gallus Caçapava do Sul 

Triatoma sp. N4 3,5 × 104 - - Canguçú 

Triatoma sp. N4 4,9 × 104 - Gallus gallus Lavras do Sul 

Triatoma sp. N5 1,4 × 104 - - Lavras do Sul 

Triatoma sp. N2 5,4 × 101 I Gallus gallus Caçapava do Sul 

Triatoma sp. MACHO 5,8 × 103 - - Caçapava do Sul 

Triatoma sp. N4 1,8 × 105 - Gallus gallus Caçapava do Sul 

Triatoma sp. N5 9,9 × 103 - Gallus gallus Lavras do Sul 

Triatoma sp. N5 5,5 × 104 - Gallus gallus Lavras do Sul 

Triatoma sp. N5 4,1 × 103 - - Lavras do Sul 
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Triatoma sp. N4 6,3 × 102 - - Lavras do Sul 

Triatoma sp. N5 5,3 × 102 - - Lavras do Sul 

Triatoma sp. N2 1,0 × 102 - - Lavras do Sul 

 

4.3 Competência vetorial de T. rubrovaria  

Infecção experimental por T. cruzi 

Os resultados da infecção revelaram que tanto T. rubrovaria quanto T. 

infestans apresentaram taxas semelhantes de infecção por T. cruzi TcVI, 

independente de dpi ou forma evolutiva do parasito (X2 = 3,5 x 10−31, df = 1, p> 

0,05). Vinte de 24 espécimes (20/24; 83,3%) de T. rubrovaria alimentados em 

camundongos infectados excretaram o parasito, assim como 22 de 27 T. infestans 

(22/27; 81,5%). O número de triatomíneos infectados e a carga parasitária nas 

fezes/urina foram semelhantes entre as espécies quando tripomastigotas e formas 

transitórias de T. cruzi TcVI foram considerados (formas tripomastigotas: X2 = 0,09, p 

= 0,77, eW = 0,03, p = 0,86; formas transitórias: X2 = 3,27, p = 0,051 eW = 3,08, p = 

0,054). No entanto, o número de insetos com tripomastigotas metacíclicos aumentou 

nos últimos dias após a infecção, independentemente da espécie do vetor (GLM: 

Tripomastigota ~ dpi, AICc = -91,57, com 72% de probabilidade de ser o melhor 

modelo). O número crescente de tripomastigotas nas excretas contaminadas 

apresentou uma forte associação positiva em relação ao tempo, em 60 e 90 dpi (OR 

= 4,73 e 9,73, respectivamente; Tabela 9). As cargas mais altas de formas 

tripomastigotas metacíclicas nas fezes/urina dos triatomíneos foram também 

encontradas nestes pontos de tempo (H = 18,66, p < 0,0001; Post-hoc de Dunn 30-

60 dpi com p = 0,021 e 30-90 dpi com p <0,0001; Figura 25A). 

 

Tabela 9: Modelo Linear Generalizado para a presença de formas tripomastigotas metacíclicas de T. 
cruzi TcVI nas fezes/urina de T. rubrovaria e de T. infestans em diferentes dias após a infecção (dpi). 

Parâmetros OR Estimativa SE IC 95% P-value 

(Intercepto) - -0,97 0,41 -1,78 -0,15 0,02* 

60dpi 4,73 1,55 0,41 0,43 2,68 0,006** 

90dpi 9,73 2,26 2,26 0,75 3,78 0,003** 

Observe que 30 dpi não é mostrado, pois foi usado como Intercepto. IC: Intervalo de Confiança; 

OR: Razão de Chances (do inglês Odds Ratio); SE: Erro Padrão. 
* 0,01 < p < 0,05; 
** 0,001 ≤ p ≤ 0,01. 
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Figura 25: Cargas de T. cruzi TcVI tripomastigotas metacíclicos (A) e epimastigotas (B) nas fezes/urina de T. infestans (em 
vermelho) e T. rubrovaria (em azul).  
O número de infectados e o número total de espécimes analisados para cada condição são apresentados acima de cada 
coluna do gráfico de pontos. As diferentes letras na parte superior indicam diferenças estatisticamente significativas (teste 
de Kruskal-Wallis; A: p (a, b) <0,05; testes W de Wilcoxon-Mann-Whitney B: p (a, b) = 0,002 ep (c, d) = 0,02). dpi = dias 
após infecção. 
 

Em relação às formas epimastigotas, embora o GLM não tenha indicado 

diferenças entre as espécies ou dpi para taxa de infecção das excretas, a 

quantidade de parasitos T. cruzi TcVI em T. infestans foi maior do que a observada 

em T. rubrovaria em 30 e 60 dpi (W = 173 e 106, r = 0,56 e 0,41, com p = 0,002 e p 

= 0,02, respectivamente) (Figura 25B). 

 

Comportamento do vetor 

 

Comparações por pares: Os pesos dos espécimes antes dos experimentos 

não tiveram diferença significativa quando o status de infecção (T. rubrovaria não 

infectado e infectado) e espécie (T. rubrovaria e T. infestans) foram comparados 

(Rank-sum test W, p> 0,1). Portanto, não houve necessidade de normalizar os 

dados de volume de sangue ingerido (mediana ± erro padrão 84,0 ± 24,2, 102,5 ± 

14,7 e 109 ± 16,39 mg, para T. rubrovaria infectado e não infectado e T. infestans 

infectado, respectivamente). 

O número de indivíduos de T. infestans que excretou durante os experimentos 

de comportamento foi proporcionalmente maior do que o observado para ninfas de 

T. rubrovaria (34/49 = 69,4% e 43/114 = 37,7%, respectivamente; X2 = 12,55, df = 1, 

p <0,001). O status de infecção não influenciou na proporção de indivíduos de T. 
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rubrovaria que excretaram até 10 minutos após a ingestão de sangue (24/58 = 

41,4% e 19/56 = 33,9% para amostras não infectadas e infectadas, respectivamente; 

X2 = 0,39, df = 1, p = 0,53). Para T. infestans infectado com T. cruzi e T. rubrovaria 

não infectado, não houve diferença no volume de sangue ingerido entre indivíduos 

da mesma espécie que excretou ou não após o repasto sanguíneo (W = 304,5, p = 

0,29 eW = 332,5, p = 0,24); contudo, indivíduos de T. rubrovaria infectados por T. 

cruzi que excretaram após a ingestão de sangue ingeriram mais sangue do que 

aqueles que não excretaram (W = 133, p <0,001; Figura 26). 

 

 

Figura 26: Volume de sangue ingerido e status de excreção.  
(0: Não excretado, 1: Excretado) de T. rubrovaria não infectado (NINF), T. rubrovaria 
infectado (INF) e T. infestans infectado (INF). O número de amostras analisadas para 
cada condição está apresentado acima de cada coluna do gráfico de pontos. Letras 
minúsculas diferentes indicam diferenças estatisticamente significativas (Wilcoxon-Mann-
Whitney W-test <0,001). 

 

O número de tentativas de alimentação não foi significativo quando as espécies 

(X2 = 2,49, df = 1, p = 0,11) ou estado de infecção (X2 = 4,25, df = 2, p = 0,12) foram 

comparados, uma vez que a grande maioria das ninfas realizou uma única tentativa 

de se alimentar de sangue de camundongos (98,3%, 89,9% e 92,3% para T. 

rubrovaria não infectado, T. rubrovaria infectado e T. infestans infectado, 
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respectivamente). Os seis parâmetros de excreção e de alimentação foram usados 

para avaliar possíveis diferenças comportamentais entre T. rubrovaria e T. infestans 

e definir quais aspectos do comportamento mudaram devido à infecção por T. cruzi 

TcVI em T. rubrovaria (Tabela 10).  

 

 

Tabela 10: Estatísticas resumidas e testes de Wilcoxon-Mann-Whitney (W) entre T. rubrovaria não 
infectado e infectado e T. infestans infectado por T. cruzi TcVI. 

Parâmetros de comportamento N Mediana  

(IC 95%) 

W1 W2 

Tempo de alimentação (min) NNR= 58 20,5 (17,0–24,0) 1531 1850 

 NIR = 69 23,9 (18,0–28,0)   

 NII = 52 19,0 (15,0–22,0)   

Volume de sangue ingerido (µL) NNR = 58 100.0 (75,0–105,3) 733,5*** 1208* 

 NIR = 56 126.5 (113,8–198,8)   

 NII = 49 282,2 (239,4–301,3)   

Distância das fezes/urina (cm) NNR = 24 3,3 (1,5–6,0) 283,5 225,5 

 NIR = 21 3,0 (1,0–5,5)   

 NII = 28 2,0 (2,0–3,5)   

Tempo de excreção (min) NNR = 27 5,0 (1,0–8,0) 268 281,5 

 NIR = 21 3,0 (1,0–6,0)   

 NII = 36 6,0 (4,0–13,0)   

Eficiência de alimentação (µL/min) NNR = 58 4,7 (3,3–5,8) 595*** 1388 

 NIR = 56  6,8 (3,9–9,8)   

 NII = 49 16,7 (12,8–18,8)   

Eficiência de excreção (min/cm) NRR = 24 1.2 (0.5–8.8) 291 184,5 

 NIR = 21 0.8 (0.3–2.0)   

 NII = 28 0.7 (0.4–2.0)   

Os resultados estatisticamente significativos são destacados em negrito. N: número de amostras; NNR: 

número de T. rubrovaria não infectados; NIR: número de T. rubrovaria infectados; NII: número de T. 

infestans infectados; W1: Testes-W entre T. rubrovaria e T. infestans infectados; W2: Testes-W entre T. 

rubrovaria infectado e não infectado. 

 

Triatoma rubrovaria infectados e não infectados, e também T. infestans 

infectados tiveram tempo de alimentação semelhantes (mediana IC 95%: 15-28 min; 

testes W, p> 0,05), realizaram a excreção em um período semelhante após a 

alimentação de sangue (mediana IC 95%: 1-13 min; testes W, p > 0,05) e a distância 

das fezes/urina em relação ao local da picada também foi semelhante (mediana IC 
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95%: 1-6cm; testes W, p > 0,05), resultando em eficiência de excreção similares 

(mediana IC 95%: 0,3–8,8 min/cm). 

Dois parâmetros comportamentais foram diferentes para as duas espécies de 

triatomíneos (Figura 27 e Tabela 11). Espécimes de T. infestans infectados ingeriram 

mais sangue do que os espécimes de T. rubrovaria infectados (mediana ICs 95%: 

239,4–301,3 μL e 113,8–198,8 μL, respectivamente; W = 733,5, p <0,0001) e, 

portanto, tiveram maior eficiência de alimentação (mediana ICs 95%: 12,8–18,8 

μL/min e 3,9–9,8 μL/min, respectivamente; W = 595, p <0,0001). Embora a mediana 

da eficiência de alimentação para T. rubrovaria infectado tenha sido ligeiramente 

maior do que aquela observada em indivíduos de T. rubrovaria não infectados (6,8 

contra 4,7 μL/min), essa diferença não foi estatisticamente significativa (W = 1388, p 

= 0,18). Curiosamente, a ingestão de sangue parece ser influenciada pela infecção 

por T. cruzi TcVI, com maior ingestão de sangue por espécimes T. rubrovaria 

infectados do que para não infectados (mediana ICs 95%: 113,8–198,8 μL e 75,0–

105,3 μL, respectivamente; W = 1208, p = 0,016). 

 

 

Figura 27: Parâmetros de alimentação de T. rubrovaria não infectado (NINF), e T. rubrovaria (INF) e T. 
infestans (INF) infectados - volume de sangue ingerido (A) e eficiência de alimentação (B).  
O número de amostras analisadas para cada condição é apresentado acima de cada coluna do gráfico de 
pontos. Letras minúsculas diferentes indicam diferenças estatisticamente significativas (testes-W de 
Wilcoxon-Mann-Whitney; A: p (ab) <0,05, p (bc, ac) <0,0001; B: p (ab) <0,0001. 

 

Modelos Lineares Generalizados: Construímos 96 GLMs para avaliar quais 

variáveis de excreção e de alimentação explicam melhor os fenótipos de 

comportamento observados em T. infestans e T. rubrovaria. Três a quatro modelos 

diferentes foram comparáveis (ΔAICc < 2; Wt cumulativo = 0,53–0,91) para explicar 

a maioria das variáveis dependentes, com exceção de "eficiência de excreção", em 

que dois modelos foram escolhidos ("espécie + volume de sangue" e "espécie" 
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apenas, como variáveis independentes; ΔAICc = 0,62; Wt cumulativo = 0,53), e 

"eficiência de alimentação", para a qual um único modelo foi selecionado ("espécie + 

distância das fezes/urina" como variáveis independentes; ΔAICc = 2,33, quando 

comparado ao segundo melhor modelo; Wt = 0,73). Portanto, por uma questão de 

clareza, nós decidimos mostrar apenas os resultados de GLM para o modelo com a 

maior probabilidade relativa (Wt). 

A variável resposta "tempo de alimentação" pôde ser explicada por três GLMs 

diferentes usando como variáveis explicativas “espécie”, “infecção” e “volume de 

sangue ingerido”; no entanto, nenhum dos coeficientes de GLM foi estatisticamente 

significativo (p > 0,05). Quando a variável dependente “tempo de excreção” foi 

analisada, a variável independente “distância das fezes/urina” apareceu em três dos 

quatro GLMs com maior Wt e foi positivamente correlacionada (GLM IC 95%: 0,03, 

0,21; p = 0,009) com influência causal leve (OR = 1,13; Figura 28 e Tabela 11). O 

oposto também foi observado, com correlação significativa entre a variável 

independente “tempo de excreção” e a variável dependente “distância das 

fezes/urina” (GLM IC 95%: -0,02, -0,002; p = 0,017). No entanto, uma vez que o 

coeficiente de GLM foi próximo de zero (ou seja, entre -0,1 e 0,1), não houve 

influência causal aparente na variável dependente (OR = 0,99) (Figura 28 e Tabela 

11). 

Triatoma rubrovaria ingeriu menos sangue do que T. infestans (GLM IC 95%: 

-0,83, -0,19; p = 0,001; OR = 0,59) e, consequentemente, teve menor eficiência na 

alimentação de sangue (coeficiente de GLM IC 95%: -1,04, -0,23; p = 0,002; OR = 

0,52), além de ter menor eficiência na excreção (coeficiente de GLM IC 95%: -1,23, -

0,05; p = 0,037; OR = 0,53). Na verdade, um impacto negativo da "espécie" (T. 

rubrovaria) no "tempo de excreção" foi observado (OR = 0,71), mas o coeficiente de 

GLM não foi significativo (IC 95%: -0,85, 0,17; p = 0,194) (Figura 28 e Tabela 11). 

Um impacto positivo de infecção em T. rubrovaria em relação ao volume 

sanguíneo foi observado (OR = 1,20), o que significaria que os espécimes infectados 

desta espécie ingeriram mais sangue do que os não infectados. Vale ressaltar, no 

entanto, que o coeficiente de GLM também não foi significativo (IC 95%: -0,12, 0,49, 

p = 0,238) (Tabela 11). 
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Tabela 11: Resultados dos parâmetros comportamentais dos melhores Modelos Lineares Generalizados 
com diferentes variáveis dependentes. 

Variáveis OR Coeficiente SE IC 95% P-value 

Tempo de excreção ~ espécie + distância das fezes/urina + volume de sangue (N = 69) 

Espécie (T. rubrovaria) 0,71 -0,34 0,26 -0,85 0,17 0,194 

Distância das fezes/urina 1,13 0,12 0,05 0,03 0,21 0,009** 

Volume de sangue 1,00 6,02E-04 7,78E-04 -9E-04 2E-03 0,438 

Intercepto NA 1,24 0,34 0,58 1,90 4,5E-04*** 

Distância das fezes/urina ~ infecção + tempo de excreção + volume de sangue (N = 69) 

Infecção 1,08 7,75E-02 5,82E-02 -0,04 0,19 0,188 

Tempo de excreção 0,99 -9,7E-03 3,93E-03 -0,02 -2E-03 0,017* 

Volume de sangue 1,00 1,67E-05 1,60E-04 -3E-04 3E-03 0,917 

Intercepto NA 3,04E-01 5,68E-02 0,19 0,42 1,2E-06*** 

Volume de sangue ~ espécie + infecção + tempo de alimentação (N = 163) 

Espécie (T. rubrovaria) 0,59 -0,51 0,16 -0,83 -0,19 0,001** 

Infecção 1,20 0,18 0,15 -0,12 0,49 0,238 

Tempo de alimentação 1,01 6,75E-03 3,43E-03 3,2E-05 1,3E-02 0,051 

Intercepto NA 5,28 0,21 4,87 5,68 2,0E-16*** 

Eficiência de alimentação ~ espécie + distância das fezes/urina (N = 69) 

Espécie (T. rubrovaria) 0,52 -0,64 0,21 -1,04 -0,23 0,002** 

Distância das fezes/urina 1,02 0,02 0,04 -0,05 0,09 0,566 

Intercepto NA 2,83 0,20 2,43 3,22 2,0E-16*** 

Eficiência de excreção ~ espécie + volume de sangue (N = 80) 

Espécie (T. rubrovaria) 0,53 -0,64 0,30 -1,23 -0,05 0,037* 

Volume de sangue 0,99 -1,03E-03 9,62E-04 -3E-03 8E-04 0,287 

Intercepto NA -0,49 0,34 -1,15 0,17 0,153 

IC: Intervalo de Confiança; SE: Erro Padrão; OR: Razão de Chances (do inglês Odds Ratio); NA: 

Não analisado. 

* 0,01 < p < 0,05; 

** 0,001 ≤ p ≤ 0,01; 

*** p < 0,001. O til (~) entre os nomes das variáveis significa “interagir com”. OR > 1,1 ou 

OR < 0,9 são destacados em negrito. 
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Figura 28: Coeficientes da média (± IC 95%) das variáveis independentes (pontos brancos) e 
os interceptos (pontos pretos) de Modelos Lineares Generalizados.  
Tempo de excreção após alimentação de sangue (A), distância das fezes/urina do local de 
picada (B), volume de sangue ingerido (C), eficiência de alimentação (D) e eficiência de 
excreção (E). A linha tracejada mostra o eixo y = 0.  

 

Regressão Logística Multinomial: Triatoma rubrovaria não infectados (N = 

58) picaram mais frequentemente o abdômen do camundongo (31,6%), seguido pela 

cabeça (23,5%) e dorso (18,4%). Triatoma rubrovaria infectados (N = 69) tiveram um 

comportamento diferente, picando mais a cabeça (36,4%) do que o dorso (30,1%) ou 

o abdômen (17,6%) (Figura 29).  
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Figura 29: Gráfico de radar exibindo a porcentagem de picadas de T. rubrovaria não 
infectado (NINF) e infectado (INF) em diferentes partes do corpo do camundongo (cabeça, 
dorso, rabo, abdômen e pernas). 

 

As variáveis "espécie" e "infecção" foram testadas em quatro modelos MLRs 

diferentes com o objetivo de explicar a variável dependente “local da picada”. O 

melhor modelo considerou apenas a infecção como um preditor importante (MLR: 

local da picada ~ infecção; ΔAIC = 5,93 quando comparado com o segundo modelo; 

Wt = 90%). Foi observada uma associação forte e positiva entre a infecção por T. 

cruzi e o comportamento do triatomíneo de picar a cabeça (OR = 2,94) e o dorso 

(OR = 2,80), mas apenas o primeiro foi considerado estatisticamente significativo no 

modelo (coeficiente MLR 1,08 ± 0,55, p = 0,03; Tabela 12). Esses resultados 

sugerem que o comportamento de picada de espécimes de T. rubrovaria mudou 

devido à infecção por T. cruzi TcVI.  

Destaca-se, em duas ocasiões, a cleptohematofagia (indivíduo não 

alimentado ingeriu 100,2 uL de sangue e, possivelmente, hemolinfa de outro 

indivíduo alimentado de camundongo); e comportamentos de coprofagia observados 

em ninfas de quinto estádio de T. rubrovaria. 
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Tabela 12: Coeficientes de Parâmetros para Regressão Logística Multinomial de locais de picada. 

Local de 

picada 

Coeficiente de 

interceptação 

Intercepto 

SE 

Coeficiente 

de infecção 

Infecção 

SE 

P-value OR 

Dorso -0,55 0,68 1,03 0,50 0,05 2,80 

Cabeça -0,56 0,64 1,08 0,55 0,03* 2,94 

Pernas -1,06 1,10 -0,55 0,78 0,48 0,58 

Rabo -0,79 0,82 0,44 0,66 0,51 1,55 

Observe o local de picada “abdômen” não é mostrado, pois foi usado como Intercepto. SE: Erro padrão; 

OR: Razão de Chances (do inglês Odds Ratio).  

 * 0,01 < p < 0,05. Em negrito, OR > 2. 
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5 DISCUSSÃO 

Para ocorrer a transmissão vetorial do T. cruzi ao homem, no intradomicílio, é 

necessário que o triatomíneo invada ou colonize a habitação vulnerável, que esteja 

infectado e que elimine nas fezes o T. cruzi, e que este penetre na corrente 

sanguínea do homem. 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 reinvadir e recolonizar domicílios submetidos 

a tratamento químico com inseticidas, não sendo possível sua eliminação definitiva 

do ambiente silvestre (SILVEIRA, 2000). É importante ressaltar que diversos fatores 

influenciam positivamente na capacidade vetorial de uma determinada espécie de 

triatomíneo, tais como: alto grau de antropofilia, ingestão de volume sanguíneo 

expressivo e apresentar um curto período de repasto, elevada suscetibilidade ao 

parasito e este dispor de ampla capacidade de metaciclogênese, além do tempo 

reduzido entre o repasto e a dejeção (FORATTINI, 1980; SILVA et al., 1993; 

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

A campanha no Brasil de controle de triatomíneos (1983-1988) e o sucesso da 

Iniciativa do Cone Sul envolvendo outros países da América do Sul (1991-2000) 

tiveram como objetivo a eliminação de T. infestans por meio de mapeamento e 

pulverização de inseticidas em peridomicílios e habitações infestadas (SCHOFIELD 

& DIAS, 1999; DIAS et al., 2002). No sul do Brasil, essas estratégias juntamente com 

a vigilância baseada na melhoria das residências, alcançaram um declínio 

acentuado nas populações domésticas desta espécie, porém, também seguido por 

um aumento na captura de ninfas e adultos de T. rubrovaria em ecótopos antrópicos, 

sugerindo que esta espécie passasse a estabelecer populações peridomésticas e 

domésticas somente após a redução de populações de T. infestans (ALMEIDA et al., 

2000; SILVEIRA & MARTINS, 2014). Portanto, é de suma importância entender a 

biologia de T. rubrovaria e a sua participação nos ciclos de transmissão de T. cruzi 

na natureza. 

 

 



 

83 

5.1 Taxonomia molecular do subcomplexo T. rubrovaria 

Marcadores moleculares mitocondriais vêm sendo utilizados em insetos, 

incluindo triatomíneos, para resolver questões taxonômicas envolvendo espécies 

filogeneticamente próximas (FERRIS et al., 1983). Entre as vantagens da utilização 

do gene mitocondrial Cyt b estão: é um gene de cópia única (i.e. não há 

necessidade de etapas de clonagem), está presente em abundância nos tecidos, e 

possui alta quantidade de sequências disponíveis no GenBank, permitindo 

comparação extensa entre as espécies (PERKINS & SCHALL, 2002). No entanto, 

algumas limitações são observadas quando somente marcadores mitocondriais são 

utilizados em estudos de sistemática molecular, como a alta taxa de substituição 

nucleotídica, podendo levar à homoplasia; identificação errônea de espécies pela 

presença no genoma nuclear de pseudogenes mitocondriais; a possibilidade de 

introgressão do material genético mitocondrial de uma espécie em outra (MAS-

COMA & BARGUES, 2009), além de se definir uma espécie com base em poucas 

centenas de pares de base. Trabalhos utilizando alguns genes mitocondriais (Cyt b, 

COI e COII) para separação filogenética de espécies proximamente relacionadas, já 

foram realizados com R. prolixus e R. robustus s.l. (MONTEIRO et al., 2003; 

MÁRQUEZ et al., 2011), T. rubida e T. recurva (PFEILER et al., 2006), espécies dos 

complexos T. brasiliensis (MONTEIRO et al., 2004; MENDONÇA et al., 2009), R. 

pictipes (PAVAN, 2009) e espécies do gênero Mepraia (CALLEROS et al., 2010). 

Estes genes também já foram empregados em análises populacionais de T. 

sanguisuga (DE LA RUA et al., 2011) e T. infestans (GIORDANO et al., 2005; 

CEBALLOS et al., 2011).  

Alguns estudos têm sido conduzidos com o objetivo de identificar 

taxonomicamente as espécies do subcomplexo T. rubrovaria. Estas espécies podem 

apresentar características fenotípicas muito semelhantes entre si ou apresentarem 

variações morfológicas e/ou cromáticas mesmo quando consideradas um único 

morfotipo. Assim, a definição de uma espécie não pode estar baseada unicamente 

na morfologia, tornando necessário o entendimento acerca do polimorfismo 

intrapopulacional, com a associação de diferentes abordagens taxonômicas 

(NOIREAU et al., 1998).  

A plasticidade fenotípica de T. rubrovaria e T. circummaculata já foi observada 

por alguns autores (LENT, 1942; DI PRIMIO, 1962; LENT & WYGODZINSKY, 1979; 

COUTINHO, 2017). Até o momento já foram encontrados 16 polimorfismos 
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cromáticos em T. rubrovaria. Sua coloração geral pode ainda variar em amarela, 

laranja, vermelha ou rosada, ou ainda haver uma mistura de cores como asas 

alaranjadas, pronoto totalmente negro e conexivos amarelos (LENT, 1942; LENT & 

WYGODZINSKY, 1979; COUTINHO, 2017). Triatoma pintodiasi apresenta 

semelhança morfológica com a T. circummaculata (JURBERG et al., 2013), de 

acordo com os padrões cromáticos (DI PRIMIO, 1962). Além disso, os ovos destas 

espécies compartilham similaridades estruturais na configuração exocorial (LAMAS 

JR et al., 2018). Suas principais diferenças, em relação à T. circummaculata e à T. 

carcavalloi, estão na pigmentação do lobo posterior do pronoto, na morfologia da 

genitália do macho, nas proporções morfométricas da cabeça e na dosagem de 

proteínas presentes na hemolinfa (JURBERG et al., 2013; LAMAS JR et al., 2018). 

Triatoma circummaculata, por sua vez, apresenta pelo menos 4 padrões cromáticos 

do lobo posterior do pronoto, variando do totalmente negro ao vermelho, de modo 

similar a T. rubrovaria (JURBERG et al., 2013), além de quatro padrões cromáticos 

distintos de conexivo, variando do laranja ao amarelo. Triatoma carcavalloi foi 

descrita como espécie afim de T. rubrovaria e T. circummaculata, tendo como base 

aspectos cromáticos e distribuição geográfica, mas se difere pelo tamanho reduzido 

e coloração (JURBERG et al., 2008; SANTOS-MALLET et al., 2008). Já T. pintodiasi 

apresenta pelo menos dois padrões distintos de pronoto (COUTINHO, 2017), 

distinguindo-se pela cor laranja do lobo posterior do pronoto, do cório e do ângulo 

anterior do pronoto, do comprimento e da largura da cabeça, do rostro, do tamanho 

dos olhos e do abdomen menor (JURBERG et al., 2013). 

Em nosso trabalho aqui apresentado, lançamos mão da taxonomia molecular, 

tendo como alvo o mtDNA, para tentar elucidar a problemática de identificação 

taxonômica das espécies do subcomplexo T. rubrovaria. Das 310 amostras 

analisadas por PCR convencional, 92 apresentaram sequências de qualidade e 

puderam ser identificadas. Possivelmente, o fato de termos utilizado os intestinos, e 

não a perna dos insetos, pode ter influenciado na qualidade das sequências. A partir 

da reconstrução filogenética bayesiana com o modelo Birth-Death as amostras de 

campo foram agrupadas em 9 clados, sendo possível separar T. circummaculata, T. 

carcavalloi, T. klugi e T. rubrovaria. As amostras que agruparam com a sequência-

referência de T. rubrovaria formaram um clado mais distante das demais 

sequências-referência, e T. circummaculata e T. carcavalloi foram as espécies mais 

proximamente relacionadas. Adicionalmente, foram observados ainda outros cinco 

clados sem a presença de uma sequência referência.  
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A partir do cálculo das divergências par-a-par utilizando o modelo de 

substituição nucleotídica K2P, as divergências entre as sequências-referência foram 

baixas. Houve a sobreposição de valores de divergências para comparações entre 

sequências intra (0,0-2,6%) e interclados (0,7-5,0%), assim como COUTINHO 

(2017), que observou que a divergência intraespecífica variou de 0-6% e a 

interespecífica de 2 a 6%. Em nosso estudo, a maior divergência encontrada entre 

as sequências-referência foi na comparação entre T. klugi e T. rubrovaria. Além 

disso, a divergência intraespecífica dentro do clado de T. circummaculata foi maior 

que a divergência entre as sequências dos clados de T. circummaculata e T. 

carcavalloi, colocando em cheque a validade taxonômica dessas espécies – é claro, 

com base apenas em Cyt b. Considerando ainda as sequências dos demais clados 

sem sequência-referência, a maior divergência média encontrada foi entre o clado 

de T. rubrovaria e o clado 4 (Tabela 5). É importante ressaltar que três espécies 

pertencentes ao subcomplexo (T. pintodiasi, T. oliveirai e T. limai) não foram 

incluídas nas análises.  

A relação entre padrões fenotípicos e genéticos em T. rubrovaria foi observada 

pela primeira vez por Almeida e colaboradores (2002b). O estudo analisou padrões 

de cores e isoenzimas e mostrou a existência de, pelo menos, duas populações 

distintas de T. rubrovaria no RS com diferentes padrões fenotípicos e genéticos. 

Mais tarde, em 2007, Pacheco e colaboradores utilizaram análises de sequência de 

DNA ribossomal e RAPD (do inglês Random Amplified Polymorphic DNA) para 

avaliar a estrutura genética das populações de T. rubrovaria do Brasil, da Argentina 

e do Uruguai. As análises genéticas inferidas pela observação dos perfis de bandas 

provaram que as populações estudadas são facilmente diferenciáveis e que ocorre 

heterogeneidade dentro de cada população. Os autores concluíram que a 

variabilidade intraespecífica reflete as amplas plasticidades genética e fenotípica 

observadas nas populações de T. rubrovaria (PACHECO et al., 2007).  

Rocha (2012) observou em seu estudo resultados diferentes daqueles obtidos 

aqui, no qual a partir da análise filogenética de sequências de COI e Cyt b 

concatenadas de espécimes de T. rubrovaria com três padrões cromáticos (distintos 

no pronoto) e provenientes de sete localidades, pôde concluir que essa espécie é 

parafiletica com relação a T. circummaculata, apresentando baixa divergência 

genética entre as sequências. Apesar de T. klugi e T. carcavalloi terem formado 

clados distintos, essas sequências divergiram pouco entre si e entre T. rubrovaria e 
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T. circummaculata (< 3,0%). Já as análises filogenéticas com ITS-1 e ITS-2 não 

separaram as quatro espécies do subcomplexo analisadas em clados monofiléticos. 

Outros estudos mais recentes utilizaram a taxonomia integrativa na tentativa de 

validar as espécies do subcomplexo. Análises morfométricas não diferenciaram as 

espécies T. rubrovaria, T. carcavalloi, T. circummaculata e T. pintodiasi e resultados 

de análises de hidrocarbonetos de cutícula foram insuficientes para resolver o 

relacionamento evolutivo das espécies do subcomplexo (COUTINHO, 2017). Ao 

sequenciar um fragmento menor de Cyt b (400pb), Coutinho (2017) observou 

resultados similares aos nossos, com espécimes morfologicamente identificados 

como T. rubrovaria agrupando em cinco clados distintos, sem que houvesse um 

padrão fenotípico associado a cada clado. Ademais, T. pintodiasi agrupou com T. 

circummaculata e T. klugi em um único clado. 

Silva (2018) utilizou a microscopia eletrônica de varredura para a distinção de 

T. carcavalloi, T. circummaculata, T. klugi, T. pintodiasi e T. rubrovaria. As análises 

morfométricas de 14 parâmetros da cabeça, tórax e abdomen possibilitaram a 

distinção de T. carcavalloi, T. circummaculata, T. klugi, T. pintodiasi e T. rubrovaria; 

e as de dois caracteres da cabeça de fêmeas e de dois caracteres da cabeça de 

machos permitiram distinguir T. circummaculata de T. pintodiasi. Já a partir da 

análise de morfometria geométrica do tamanho do centroide, da análise 

discriminante e do dendograma de similaridade morfométrica, assim como em 

Coutinho (2017), foi possível observar que T. carcavalloi, T. circummaculata, T. klugi, 

T. pintodiasi e T. rubrovaria formam um único agrupamento. Por fim, a partir das 

análises dos genes mitocondriais COI, Cyt b e do gene ribossomal 16S, Silva 

observou uma baixa divergência genética entre as espécies do subcomplexo, 

evidenciada pelos tamanhos pequenos dos ramos e, assim como observado nesse 

presente estudo, T. rubrovaria foi a espécie mais distante em relação as demais 

(SILVA, 2018).  

Diante dos nossos resultados, temos a possibilidade das amostras que 

agruparam em outros clados sem sequência-referência serem as três espécies que 

não amostramos (T. oliveirai, T. pintodiasi e T. limai). No entanto, apesar de T. 

oliveirai e T. klugi serem consideradas as espécies do subcomplexo 

morfologicamente mais próximas (CARCAVALLO et al., 2001; NOIREAU et al., 

2002), nenhuma de nossas amostras foram agrupadas no clado de T. klugi (clado 

que tinhamos sequência-referência). Coutinho (2017) observou que as sequências 

de T. pintodiasi se agrupavam mais proximamente de T. klugi e T. circummaculata 
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do que de T. rubrovaria. Como nesse estudo a autora identificou morfologicamente 

todos os espécimes utilizados e obteve cinco clados distintos de T. rubrovaria, existe 

uma grande chance de que nossos espécimes também sejam morfologicamente 

semelhantes à essa espécie. 

Nossos resultados poderiam ainda refletir cruzamentos interespecíficos 

evolutivamente recentes, com a presença de híbridos e assim o gene Cyt b não seria 

o melhor marcador para analisar o subcomplexo, por ser exclusivamente de 

linhagem matrilinear. Entretanto, marcadores moleculares de evolução mais lenta 

que mtCytb, como 16S e ainda marcadores nucleares como ITS-1 e ITS-2 também 

falharam em separar as espécies do subcomplexo (ROCHA 2009, 2012). 

Outra possível explicação para os nossos dados seria a de que o 

subcomplexo T. rubrovaria é um complexo de espécies em status nascendi, ou seja, 

ainda em processo de especiação, sendo composta por mais membros. Outro 

exemplo de espécies de triatomíneo em processo de status nascendi são R. 

robustus II, III, IV e sp. nov. (PAVAN, 2013). Os trabalhos que demonstram a 

variabilidade fenotípica e genética das populações de T. rubrovaria corroboram em 

parte com essa hipótese (ALMEIDA et al., 2002b; PACHECO et al., 2007; ROCHA, 

2009, 2012), ainda que Coutinho (2017) não tenha observado esse padrão. O uso 

de ferramentas genômicas se faz necessário para corroborar essa hipótese e nos 

fazer entender melhor os processos evolutivos por detrás do subcomplexo T. 

rubrovaria (ROCHA, 2009, 2012; ALEVI et al., 2017). 

5.2 Hábito alimentar 

Investigações sobre a biologia e o comportamento de insetos vetores são 

importantes para o maior entendimento da interação hospedeiro-vetor e dos riscos 

epidemiológicos que uma espécie representa (FORATTINI, 1973). Conhecendo as 

fontes alimentares dos triatomíneos pode-se ter indícios dos possíveis reservatórios 

que estariam atuando na manutenção do ciclo zoonótico, além de melhor avaliar a 

capacidade de dispersão e o grau de antropofilia da espécie vetora e quais os riscos 

de transmissão do parasito aos seres humanos (OLIVEIRA et al., 2008; AFONSO et 

al., 2012).  

 Métodos imunológicos para a detecção de sangue ingerido por artrópodes são 

utilizados desde 1900 quando a técnica de precipitina foi adaptada para a 
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determinação da fonte alimentar em mosquitos e outros insetos (EDRISSIAN & 

HAFIZI, 1982). O Ensaio Imunoenzimático Indireto (ELISA) foi posteriormente 

adaptado ao estudo do hábito alimentar em culicídeos, tornando-se uma alternativa 

para identificação da origem do sangue ingerido (EDRISSIAN & HAFIZI, 1982). Os 

ensaios imunológicos (teste de precipitação, difusão em gel e ELISA) são 

comumente utilizados para identificar ao nível de espécie a fonte alimentar dos 

insetos, mas por possuírem baixa especificidade, muitas vezes reagem de forma 

cruzada com espécies de uma mesma família. Adicionalmente, esses procedimentos 

são demorados e dispendiosos devido à preparação prévia de anticorpos 

específicos para cada hospedeiro vertebrado envolvido no ciclo de transmissão, e 

ainda são incapazes de apontar reservatórios não esperados (CHOW et al., 1993; 

HAOUAS et al., 2007).  

Técnicas moleculares tem sido usadas para a detecção de fontes alimentares 

de diversos artrópodes vetores, incluindo carrapatos (ESTRADA-PEÑA et al., 2005), 

triatomíneos (BOSSENO et al., 2006), flebotomíneos (HAOUAS et al., 2007), 

culicídeos, entre outros (KENT & NORRIS, 2005; MOLAEI et al., 2008). A PCR é um 

método mais específico e, geralmente, mais fácil de executar, embora seja 

necessário o desenho de iniciadores para os hospedeiros envolvidos nos cenários 

de transmissão do parasito. Vários grupos utilizam sequências de fragmentos de 

genes mitocondriais, tais como o Cyt b, para a detecção da fonte alimentar de vários 

insetos vetores (COULSON et al., 1990; KIRSTEIN & GRAY, 1996; BOAKYE et. al., 

1999; KENT & NORRIS, 2005; MOLAEI, et al., 2008), possibilitando a identificação 

de diferenças nas sequências de DNA entre as distintas espécies que possam estar 

atuando como fontes alimentares na natureza.  

Em triatomíneos, os métodos utilizados para a investigação de suas fontes 

alimentares incluem os sorológicos, as técnicas moleculares baseadas na PCR e, 

mais recentemente, o “High Resolution Melting” (PEÑA et al., 2012), sendo o ELISA 

o exame mais utilizado na investigação da alimentação sanguínea dos vetores de T. 

cruzi (ZELEDÓN et al., 1973; JIRÓN & ZELEDÓN, 1982; GURTLER et.al., 1997; 

SASAKI et al., 2003; PINEDA et al., 2008; LIMA, 2017).  

Almeida et al. (2002a) submeteram o conteúdo fecal de T. rubrovaria às 

análises de precipitina e observaram o ecletismo alimentar dessa espécie, apesar de 

o soro anti-roedor ter apresentado a maior positividade na maioria das localidades 

estudadas (Santana do Livramento, Santiago, Canguçu e Encruzilhada do Sul). 

Apenas foi observado 1,3% de positividade para sangue humano em amostras 
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coletadas em Santiago. Os autores sugerem que essa reatividade ao sangue 

humano pode estar associada às atividades de pastagem no campo (ALMEIDA et 

al., 2002a). Entretanto, cabe ressaltar que 17,5% das amostras foram não reativas 

aos oito tipos de anti-soros usados no estudo, evidenciando a necessidade de um 

painel de anti-soros extenso como comparação (controles) ao que pode ser 

encontrado no campo, o que muitas vezes não é possível de se obter. Em 2006, 

Martins e colaboradores realizaram o teste de precipitina do conteúdo intestinal de T. 

rubrovaria positivos para T. cruzi e demostraram que 30,8% reagiram para ambos os 

soros anti-roedor e anti-cabra em amostras independentes, 7,7% foram reativos para 

os anticorpos contra humanos e contra porcos (alimentação mista) e 30,8% não 

reagiram para nenhum dos anti-soros testados (MARTINS et al., 2006). É importante 

destacar que na ausência da oferta de sangue os triatomíneos podem utilizar a 

hemolinfa como fonte de alimento (SALVATELLA et al., 1994; ALMEIDA et al., 

2002a). Em 2000, Lorosa e colaboradores observaram que T. rubrovaria é capaz de 

completar o seu ciclo de vida alimentando-se apenas de B. dubia, 

experimentalmente (LOROSA et al., 2000a; ALMEIDA et al., 2002a). 

Os nossos resultados, utilizando um par de iniciadores que flanqueia uma 

região conservada do cytb para vertebrados, mostraram que as espécies do 

subcomplexo T. rubrovaria são generalistas e se alimentam de uma ampla variedade 

de vertebrados e invertebrados corroborando com os estudos em T. rubrovaria de 

Salvatella et al. (1994) no Uruguai e Almeida et al. (2002a) no Brasil. Sabe-se que 

ninfas de 1º estádio de T. circummaculata podem realizar a hemolinfagia em baratas 

silvestres para seguir o seu desenvolvimento até a fase adulta (RUAS-NETO & 

CORSEUIL, 2002) e até então, não há estudos demonstrando o seu potencial como 

vetor de T. cruzi. No entanto, observamos que entre as espécies identificadas, T. 

circummaculata teve como a principal fonte alimentar o homem, seguido de galinha, 

rato-doméstico e porco-espinho. Este comportamento antropofílico nos alerta sobre 

a importância dessa espécie como possível vetor de T. cruzi, juntamente com T. 

rubrovaria e T. carcavalloi. Em T. carcavalloi, fragmentos do gene Cyt b de humanos 

e de galinhas foram igualmente os mais detectados, seguidos de rato-doméstico. Já 

em T. rubrovaria, a maior prevalência foi o encontro de sangue humano em 

alimentações únicas e em duas alimentações mistas, uma com cão e outra com 

gambá. Além disso, também observamos a presença de galinha e de lagarto. Os 

roedores são apontados por Salvatella e colaboradores (1994, 1995), possivelmente, 

como os principais reservatórios silvestres de T. cruzi. Observamos alimentação 
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mista em 5,6% das amostras, muito semelhante ao que foi identificado em estudo 

anterior no RS - 5,8% (ALMEIDA et al., 2002). No entanto, no Uruguai, T. rubrovaria 

apresentou positividade de 63% para mais de uma fonte de sangue (SALVATELLA 

et al., 1994). 

Obtivemos uma maior identificação de espécies de mamíferos provavelmente 

por serem os hospedeiros mais disponíveis nos ecótopos estudados. O sangue 

humano foi a fonte alimentar mais observada nas amostras analisadas, tanto em 

alimentação única quanto em alimentação mista (Tabela 7, Anexo 1). Este resultado 

foi discordante com o estudo de Almeida e colaboradores (2002) que observaram 

somente uma amostra com a presença de sangue humano + sangue de carneiro. O 

nosso achado sugere que os humanos estão sendo picados fora de suas casas, em 

atividades de pastoreio ou atividades recreativas ao ar livre (já que não foram 

encontradas colônias e nem vestígios da presença destes triatomíneos no domicílio). 

É provável que haja grande quantidade de atividades ao ar livre dada a grande 

quantidade de insetos com sangue humano, o que aumentariam as chances de 

encontro com vetores silvestres autóctones, como os do subcomplexo T. rubrovaria. 

Também encontramos em alguns municípios, como Lavras do Sul, vestígios da 

presença humana nos ambientes silvestres onde os insetos foram coletados (sob as 

rochas). Havia a presença de garrafas de bebidas vazias, sacolas de biscoitos e 

outros utensílios. Portanto, não podemos descartar a possibilidade destes 

triatomíneos terem se alimentado no momento de lazer da população local. 

Importante relembrar que apenas o município de Lavras do Sul foi positivo para 

ninfas de Triatoma sp. no peridomicílio, dentro da casinha de cachorro e em rochas 

próximas às residências, demonstrando a presença de espécies do subcomplexo T. 

rubrovaria no ambiente antrópico e proximidade do homem e animais domésticos. 

5.3 Infecção natural 

A análise de infecção natural pelo T. cruzi nos triatomíneos por meio da 

microscopia óptica de suspensão do conteúdo intestinal a fresco, pode subestimar 

as verdadeiras taxas de infecção (CECERE et al., 1999). Metodologias baseadas na 

PCR para a detecção de kDNA de T. cruzi em triatomíneos de campo têm se 

mostrado bastante eficazes e sensíveis para o rastreamento de possíveis infecções 

naturais e para a compreensão da dinâmica de transmissão do parasito. Diferentes 

estudos têm mostrado taxas variáveis de infecção do triatomíneo por T. cruzi. A 
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prevalência de infecção estimada através de exame a fresco das fezes de uma 

amostra mista de Triatoma guasayana e T. sordida foi de 0,6%. Esse valor atingiu 

10,9% quando os grupos de insetos foram examinados por PCR (SCHWEIGMANN 

et al., 1995). Em 1995, Breniere e colaboradores testaram a aplicabilidade da PCR 

para o alvo kDNA de T. cruzi em T. infestans, Rhodnius pictipes, Eratyrus 

mucronatus e T. sordida, espécies autóctones da Bolívia, e observaram uma 

concordância de 85,3% na positividade entre a PCR e microscopia para as análises 

em T. infestans. Porém, nas espécies R. pictipes, E. mucronatus e T. sordida, cujos 

conteúdos intestinais foram todos negativos ao exame microscópico, foram obtidos 

52,8%, 19,1% e 12,5% de positividade, 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, após a infecção artificial destes triatomíneos com sangue de macacos na fase 

crônica da doença (parasitemia baixa) e prosseguiram com a avaliação de infecção 

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, e relataram uma 

positividade de 84% pela PCR e 26% pela microscopia óptica em triatomíneos de 

campo. Isso pode ser explicado pela falta de mobilidade dos protozoários flagelados 

presentes nas fezes secas depositadas em papel filtro, e que também pode ocorrer 

quando o inseto se encontra morto, sendo este um viés do método clássico de 

microscopia para a pesquisa direta de parasitos (RUSSOMANDO et al., 1996).  

Dorn et al. (1999) compararam as sensibilidades da PCR e microscopia óptica 

em diversos compartimentos do tubo digestório de T. dimidiata e R. prolixus, os dois 

principais vetores da Guatemala. Amostras que tiveram o intestino posterior (reto) 

dissecado apresentaram as maiores taxas de infecção, seguidas por amostras de 

intestino médio posterior e intestino médio anterior. Para as amostras do intestino 

posterior de T. dimidiata e de R. prolixus, as positividades por PCR foram de 39.1% 

e 57.6% e por microscopia foram de 24.6% e 22.7%, respectivamente. As infecções 

em R. prolixus não teriam sido detectadas, se apenas a amostra retal tivesse sido 

analisada, enfatizando a necessidade de se analisar o conteúdo de diferentes sítios 

anatômicos do tubo digestório do inseto como forma de aumentar a sensibilidade 

dos ensaios diagnósticos (DORN et al., 1999). Nos ensaios de comparação das 

técnicas de PCR e exame miscroscópico em lisados fecais obtidos de T. infestans 

coletados em área rural da Argentina, foi possível detectar o kDNA do parasito em 
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91% das amostras positivas e em 7,5% das amostras negativas ao exame 

microscópico direto (MARCET et al., 2006). Um estudo realizado por Pinho (2012) 

demonstrou uma sensibilidade de 100% para a PCR e de apenas 28,6% para a 

microscopia óptica, a partir do conteúdo intestinal de triatomíneos capturados em 

dois municípios do estado do Ceará. Villacis et al. (2015), avaliaram a 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. Em 2017, o nosso grupo 

publicou um artigo de desenvolvimento e aplicação da técnica de PCR multiplex para 

a detecção de kDNA de T. cruzi (o mesmo protocolo que aplicamos no presente 

estudo), em triatomíneos coletados em áreas rurais de 26 municípios, abrangendo 

três biomas brasileiros distintos: Caatinga, Cerrado e Mata Atlântica. Observamos 

uma positividade por PCR de 21% e por microscopia ótica de 7,0%. A maior taxa de 

infecção foi observada em P. lutzi (85,7%), seguido por T. pseudomaculata (57,7%), 

T. brasiliensis (54,5%), T. vitticeps (28,6%), T. wygodzinskyi (6,3%) e T. sordida 

(5,3%) (MOREIRA et al., 2017). Mais recentemente, em 2020, um estudo utilizou 

como alvo o kDNA de T. cruzi para monitorar a infecção em pequenos mamíferos e 

em triatomíneos presentes em três ilhas do Chile, os autores detectaram 28,9% e 

10,2% de taxas de infecção em triatomíneos das Ilhas de Santa Maria e de Pan de 

Azúcar, respectivamente (CAMPOS-SOTO et al., 2020). 

A estimativa da taxa de infecção natural de espécimes do subcomplexo T. 

rubrovaria foi realizada em alguns estudos. Em 1957, Di Primio estudou os índices 

de infecção pelo T. cruzi em triatomíneos no RS por exame a fresco, tendo como 

resultados: 40,4% para T. infestans, 25,5% para T. rubrovaria e zero para T. 

circummaculata (DI PRIMIO, 1957). Espécimes de T. rubrovaria coletados em 2003 

em Quaraí, RS, também foram submetidos à microscopia óptica de seu conteúdo 

fecal. A taxa de infecção natural observada foi de 4,2 % (MARTINS et al., 2006). 

Posteriormente, Martins et al. (2008) realizaram a caracterização molecular e 

biológica de cinco isolados obtidos de T. rubrovaria coletados em Quaraí em que 

1,6% das amostras foram positivas para T. cruzi. Já em 2014, após a compressão 

abdominal dos insetos, Ribeiro e colaboradores isolaram cepas de T. cruzi a partir 

de espécimes de T. rubrovaria capturados nos municípios de Quaraí e Santana do 

Livramento, perfazendo uma taxa de 17,4% de infecção (RIBEIRO et al., 2014).  

Em nosso estudo, por meio da PCR usando os intestinos médio posterior e 

posterior de espécies do subcomplexo T. rubrovaria, observamos uma taxa de 
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infecção natural por T. cruzi de 2,8% (Figura 20), sendo a maior taxa detectada em 

T. rubrovaria (22,2%), seguido por T. circummaculata (10,3%) e T. carcavalloi 

(3,8%). Porém, esses dados devem ser interpretados com cautela, já que não foi 

possível identificar diversos espécimes coletados. Quinze amostras kDNA-positivas 

não tiveram a sua espécie identificada, perfazendo uma taxa de 1,8% de 

positividade. As taxas de infecção natural dos triatomíneos por T. cruzi variam 

enormemente entre as espécies de vetores. Esta variabilidade é diretamente 

influenciada por fatores, tais como, taxas de prevalência de infecção nos possíveis 

hospedeiros vertebrados e quão frequentes estes hospedeiros estão em contato 

com o inseto vetor atuando como fontes alimentares; grau de associação do inseto 

vetor com animais refratários ao T. cruzi, como as aves; local de captura dos insetos 

e ecótopos onde estão inseridos e a competência vetorial da espécie de vetor 

(SARQUIS et al., 2004). Adicionalmente, como já mencionado, o tipo de abordagem 

usada para o rastreamento da infecção por T. cruzi em espécimes de campo, pode 

gerar resultados variáveis nos índices de detecção do parasito nos triatomíneos. 

Segundo Coura & Borges-Pereira não passa de 5% o índice de triatomíneos 

domésticos infectados (COURA & BORGES-PEREIRA, 2010). O baixo índice de 

infecção por T. cruzi que encontramos nos triatomíneos coletados no campo pode 

ter sido influenciado pelo tipo de fonte alimentar identificada em algumas espécies 

do subcomplexo, como exemplos: baratas silvestres, nas quais o T. cruzi não se 

desenvolve, como T. circummaculata que parece depender destes para que ninfas 

de 1º estádio possam se desenvolver (RUAS-NETO & CORSEUIL, 2002; LOROSA 

et al., 2000b); galinhas, que são refratárias ao T. cruzi. Como vimos no item anterior, 

Gallus gallus foi a segunda fonte alimentar mais detectada nos insetos examinados 

(33,1%) (Tabela 7). As aves, apesar de serem refratárias à infecção pelo 

protozoário, exercem um importante papel na manutenção populacional (fontes de 

nutrientes) e na dispersão dos insetos vetores por meio da plumagem de aves 

silvestres (SCHOFIELD et al., 1994). Interessantemente, 13 das 15 amostras kDNA-

positivas que tivemos resultados de fonte alimentar, continham o fragmento de Cyt b 

de galinha em seu conteúdo intestinal (Anexo 1). No entanto, isso não impede que 

esses insetos possam ter adquirido a infecção por fontes alimentares anteriores, se 

considerarmos os nossos ensaios preliminares de detecção de fonte alimentar em 

triatomíneos alimentados artificialmente, onde a detecção de sangue foi possível até 

o 80º dia pós-alimentação; e de humanos. A fonte alimentar mais detectada entre os 

triatomíneos foi o Homo sapiens (73,5%) e duas amostras kDNA-positivas 
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apresentaram sangue humano como fonte de alimentação (Tabela 7 e Anexo 1). 

Apesar da antropofilia representar um alto risco de transmissão do parasito ao 

homem, o contrário, ou seja, o risco de um inseto se infectar a partir de Homo 

sapiens pode ser baixo em nossa área de estudo. O último registro de DCh aguda 

no RS foi em 2014, de um único indivíduo (SINAN, 2020). Assim, boa parte da 

população que está infectada por T. cruzi corresponde à indivíduos portadores da 

fase crônica da doença, e por apresentarem parasitemias baixas e intermitentes, o 

risco de transmitirem o parasito pode ser reduzido. 

5.4 Carga parasitária 

Vários aspectos podem influenciar a carga parasitária no inseto vetor, como a 

suscetibilidade da infecção dependente da espécie de vetor e DTU do parasito, 

origem e a 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). A DTU TcI é capaz de modular a resposta imune no 

intestino do inseto, reduzindo a microbiota, sendo uma forma de escape crucial para 

o desenvolvimento do parasito no trato digestório 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, desenvolvimento do 

parasito no inseto vetor e o número total de flagelados inoculados (DVORAK et al., 

1980; ZELEDÓN & RABINOVICH, 1981; GARCIA & AZAMBUJA, 1991; GARCIA et 

al., 1993). Ademais, o estado nutricional do inseto vetor pode influenciar no 

desenvolvimento e na multiplicação do parasito, além da metaciclogênese (MELO et 

al., 2020).  

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 digestório do inseto vetor (UEHARA et al., 2012; 

MELO et al, 2015). O monitoramento da colonização do trato digestório de R. 

prolixus por T. cruzi usando uma estimativa acurada da carga parasitária por qPCR 
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juntamente com fluorescência e imagem de bioluminescência, foi realizado por Dias 

et al. (2016). A combinação destas técnicas revelou que há um controle dinâmico da 

população de T. cruzi no intestino do inseto para manter um equilíbrio entre as 

formas epimastigotas e tripomastigotas metacíclicas do parasito, o que é crucial para 

a competência do vetor (DIAS et al., 2016).  

O xenodiagnóstico (XD) é uma ferramenta parasitológica na qual os insetos 

vetores atuam como meio de cultura biológica para amplificar e detectar a infecção 

por T. cruzi em mamíferos. Alguns estudos quantificaram por PCR em Tempo Real 

(qPCR-XD) a carga de T. cruzi em triatomíneos alimentados por XD em indivíduos 

com DCh crônica. Em estudo realizado por Enriquez et al. (2014), cães e gatos 

infectados foram expostos ao XD com T. infestans criados em laboratório, não 

infectados, que foram posteriormente examinados individualmente para infecção por 

microscopia óptica. A concentração do parasito também foi estimada por qPCR-XD, 

obtendo uma carga média de 8,1 equivalentes de parasito/mL em cães e 9,7 

equivalentes de parasito/mL em gatos (ENRIQUEZ et al., 2014). Saavedra e 

colaboradores (2016), verificaram que em casos de XD positivos, a qPCR-XD 

permitiu estimar que em 42,9% dos casos, cargas parasitárias variaram entre 100 e 

1.000 equivalentes de parasito/mL. No entanto, em 40,5% dos casos de XD 

negativos, as cargas parasitárias foram bem menores, entre 1 e 10 equivalentes de 

parasito/mL. Em 2019, Apt e colaboradores demonstraram o potencial uso da qPCR 

para estimar a carga de T. cruzi em dejeções de triatomíneos alimentados por XD 

em indivíduos com DCh crônica não tratados. A carga parasitária variou entre 0,1 e 

9,9 equivalentes de parasito/mL (APT et al., 2019).  

Em um estudo do nosso grupo, desenvolvemos um ensaio de qPCR, para 

medir a carga parasitária diretamente do intestino médio posterior e reto de 

triatomíneos coletados em campo, de diferentes procedências geográficas. Uma 

ampla distribuição de carga parasitária foi observada, variando de 8,05 × 10-2 a 6,31 

× 1010 equivalentes de parasito, com mediana de 2,29 × 103. Quando a carga do 

parasito foi analisada por espécies de triatomíneos, uma mediana significativamente 

maior foi encontrada para P. lutzi em comparação com T. brasiliensis (MOREIRA et 

al., 2017). No presente estudo, utilizando o mesmo protocolo de Moreira et al. 

(2017), observamos uma variação de carga parasitária entre 1,5 × 101 equivalentes 

de parasito a 2,3 × 107, com mediana de 104 equivalentes de parasito, nas espécies 

do subcomplexo T. rubrovaria (Figura 23). A maior quantidade de parasitos foi 

detectada em T. rubrovaria. A concentração de DNA de parasitos expressa como 
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“equivalentes de parasito” corresponde à quantidade representativa de parasitos 

detectados já que, na verdade, estamos detectando o kDNA deste protozoário e não 

o parasito viável. Para inferir a viabilidade do parasito no inseto vetor, torna-se 

necessária a detecção do RNA parasitário, que por ser menos estável e com tempo 

de duração menor do que o DNA, possibilita a identificação de parasitos vivos.   

5.5 Genotipagem de T. cruzi em DTUs 

A maior parte dos insetos examinados provenientes do RS 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, dos mecanismos de interação entre os ecótopos natural e artificial, e da 

associação destes vetores com hospedeiros vertebrados. Assim, o conjunto de 

dados gerados fornece uma maior compreensão sobre a circulação do parasito T. 

cruzi nestes ambientes e do eventual estabelecimento ou restabelecimento do ciclo 

doméstico de transmissão (LOROSA et al., 2008). A identificação dos genótipos de 

T. cruzi mais frequentes de uma determinada área, possibilita uma maior 

compreensão sobre o envolvimento destes em infecções humanas e o potencial de 

causar danos orgânicos, o que representa condições fundamentais para incrementar 

o manejo destes pacientes (NIELEBOCK et al., 2020). Estudos acerca da 

distribuição atual das linhagens ou DTUs do T. cruzi ao longo do país, prevalência 

das linhagens por área geográfica e a possível associação entre genótipos do 

parasito e formas clínicas da DCh em indivíduos residentes em áreas endêmicas são 

necessários (IBÁÑEZ-CERVANTES et al., 2013). Neste estudo aplicamos uma 

metodologia baseada em quatro alvos moleculares que permite identificar o genótipo 

do parasito diretamente do conteúdo intestinal do vetor, sem a necessidade do 

isolamento prévio de T. cruzi em meio de cultura. É reconhecido, que o método de 

hemocultivo para isolamento de parasitos pode selecionar uma subpopulação 

específica, mais adaptada ao meio de cultura, não permitindo assim a identificação 

de infecções mistas (VOLPATO ET AL., 2017; D’ ÁVILA ET AL., 2018; NIELEBOCK 

ET AL., 2020). Em 2020, publicamos um artigo em colaboração com a Fiocruz-Piauí 

e identificamos as DTUs TcI e TcII em insetos coletados em comunidades rurais de 

São João do Piauí (DOS SANTOS et al., 2020). 
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No RS alguns estudos de identificação de genótipos de T. cruzi foram 

conduzidos. Martins (2005) caracterizou geneticamente cinco isolados de T. cruzi 

obtidos de T. rubrovaria coletados no ambiente silvestre de Quaraí. A análise do 

DNA que codifica a fração 24Sα do rRNA apresentou fragmentos de 110 pb, 

agrupando-os em TcI (MARTINS, 2005). Trabalhos anteriores com duas cepas 

isoladas de T. rubrovaria da mesma região, também foram classificadas como TcI 

(MARTINEZ & ROSA, 2003; MARTINEZ, 2004). Estes resultados estão de acordo 

com os obtidos neste trabalho em que a DTU mais predominante foi TcI, sendo a 

maioria observada em T. rubrovaria (Lavras do Sul), mas também foi encontrada em 

Triatoma sp. (Caçapava do Sul), além de coinfecção por TcI + TcIV em T. 

circummaculata (São Jerônimo). A ocorrência de TcV foi verificada em um único 

exemplar de espécie não identificada de Canguçu. A TcI é a mais abundante e a 

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

ser encontrada em uma ampla variedade de mamíferos e triatomíneos associados 

aos ciclos silvestres (ZINGALES et al., 2012). Para Martinez (2004), o encontro de 

TcI em T. rubrovaria já era esperado, por este ser considerado um triatomíneo 

silvestre; embora alguns estudos terem demonstrado um aumento da frequência 

dessa espécie de triatomíneo no domicílio (ALMEIDA et al., 2002; MARTINEZ, 

2004). A presença de infecções mistas é mais comum em ecótopos que apresentam 

elevadas taxas de infecção ou uma maior diversidade de mamíferos que abrigam 

diferentes linhagens de T. cruzi (CAMPOS-SOTO et al., 2016). Apesar do nosso 

estudo revelar uma taxa de infecção reduzida (cf. item 5.3) entre as espécies do 

subcomplexo, detectamos a coinfecção de TcI + TcIV. Sabemos que estas espécies 

possuem hábito alimentar eclético, se alimentando de diversas espécies de 

hospedeiros, apesar de termos detectado apenas o fragmento de Cyt b de galinha 

em T. circummaculata coinfectada (TcI + TcIV). Até o presente momento, a DTU 

TcIV nunca havia sido identificada em espécies do subcomplexo T. rubrovaria, no 

entanto ocorre com bastante frequência em humanos (ZINGALES et al., 2012) e tem 

sido identificada em surtos de transmissão oral na Venezuela (RAMÍREZ et al., 

2010), além de ser encontrada em R. robustus na Amazônia Brasileira Ocidental 

(MONTEIRO et al., 2012).  

Curiosamente, identificamos o genótipo TcV em um dos insetos analisados. A 

distribuição desta DTU no ciclo de transmissão doméstico é muito conhecida em 

outros países do Cone Sul (ZINGALES et al., 2012). ARAUJO et al. (2011) 

observaram a presença de TcV em hospedeiros vertebrados nos biomas brasileiros 
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Cerrado e Caatinga. Os autores sugerem que o padrão de distribuição deste 

genótipo é mais abrangente do que se conhece, e ainda relatam a identificação de 

TcV 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, possivelmente a TcV aqui identificada, 

já esteja circulando nesse ambiente.  

Não identificamos a DTU TcIII em nenhum espécime analisado, no entanto, 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) em T. rubrovaria presente no ciclo 

silvestre, na região sul do Brasil (MARTINS et al., 2008). Esses dados corroboram o 

estudo de Gaunt e Miles (2002), onde os autores sugerem que tenha evoluído em 

um habitat terrestre (tocas) e em ambientes rochosos, na presença de triatomíneos 

dos gêneros Panstrongylus e Triatoma, e em associação com mamíferos edentados 

e/ou marsupiais (GAUNT & MILES, 2002), o que está de acordo com os aspectos 

ecológicos comportamentais de T. rubrovaria.  

5.6 Competência vetorial de T. rubrovaria  

Nós avaliamos alguns parâmetros relacionados à competência vetorial de T. 

rubrovaria e identificamos características comportamentais que podem ser 

influenciadas pela infecção pelo T. cruzi. Os resultados foram comparados com T. 

infestans, um dos principais vetores do T. cruzi no Cone sul da América do Sul 

SCHOFIELD et al., 2006). A infecção por T. cruzi (TcVI isolado de T. infestans no 

Rio Grande do Sul) e as taxas de metaciclogênese, e também parâmetros de 

excreção e de alimentação foram avaliados em ninfas de quinto instar. Encontramos 

evidências convincentes de que T. infestans e T. rubrovaria tiveram taxas de 

infecção por T. cruzi semelhantes, e também diferenças não significativas na maioria 

dos parâmetros de alimentação e de excreção (tempo de alimentação, tempo de 

excreção após o repasto sanguíneo, distância das fezes e urina do local de picada e, 

portanto, eficiência de excreção). Espécimes de T. infestans, no entanto, ingeriram 

mais do que o dobro da quantidade de sangue que T. rubrovaria ingeriu, 
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confirmando assim uma maior eficiência de alimentação, bem como taxas de 

excreção mais elevadas após se alimentar de sangue. Nossas descobertas também 

sugeriram que os indivíduos T. rubrovaria infectados com T. cruzi TcVI ingeriram 

mais sangue do que os não infectados (~ 25%) e também mudaram seu 

comportamento de picada. 

A metaciclogênese é uma diferenciação adaptativa do T. cruzi devido a 

fatores nutricionais e estresse oxidativo no intestino do triatomíneo (FIGUEIREDO et 

al., 2000). Portanto, não é surpreendente que vetores e parasitos circulando em um 

mesmo biótopo possam ter uma melhor interação devido à coevolução 

(LAMBRECHTS et al., 2006), incluindo maiores taxas de metaciclogênese 

(DWORAK et al., 2017). Para triatomíneos e T. cruzi, esta coevolução resulta em 

infecções e ciclos de transmissão bem-sucedidos (por exemplo, presença de formas 

tripomastigotas nas excretas dos insetos). Infecções experimentais de Mepraia 

pallidipennis de Morelos, México, com duas diferentes cepas de TcI - uma de 

Morelos e outra de Chilpancingo, Guerrero, México, revelou que o parasito da área 

geográfica diferente (Chilpancingo) causou mais efeitos debilitantes sobre o vetor, 

tais como alteração do seu tamanho, aumento na parasitemia e diminuição da taxa 

de sobrevivência (CORDERO-MONTOYA et al., 2019), evidenciando assim o 

possível papel das interações genótipo-por-genótipo (LAMBRECHTS et al., 2006) 

em populações de triatomíneos e cepas de T. cruzi na mesma área geográfica. 

Portanto, aqui nós usamos um parasito (cepa CL, TcVI) isolado da excreta de T. 

infestans capturado no campo no Rio Grande do Sul, mesmo local onde T. infestans 

e T. rubrovaria foram coletados, para garantir que os desfechos aqui observados não 

fossem causados por deficiências genotípicas entre a população de vetores e a cepa 

do parasito. 

Neste estudo, as infecções experimentais de T. rubrovaria e T. infestans com 

T. cruzi TcVI revelaram diferenças interespecíficas não significativas no número de 

triatomíneos infectados ou na carga parasitária nas excretas quando consideradas 

as formas tripomastigota e transitória (Figura 27A). O número de triatomíneos com 

tripomastigotas metacíclicos foi significativamente maior, assim como as cargas de 

tripomastigotas nas excretas nos dias posteriores à infecção (60 e 90 dpi), 

independentemente da espécie do vetor (Figura 27A e Tabela 9). Portanto, os 

nossos resultados alertam sobre o grande potencial de T. rubrovaria para transmitir 

T. cruzi TcVI. Diferenças interespecíficas foram observadas na Bolívia para três 

diferentes espécies vetoras infectadas com T. cruzi TcVI (cepa Tulahuén). Embora a 
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porcentagem de excreta com formas tripomastigotas foi semelhante para T. 

infestans, T. sordida e Triatoma guasayana (espécie silvestre/peridoméstica na 

Bolívia), T. infestans apresentou maiores cargas de tripomastigotas (LOZA-

MURGUÍA & NOIREAU, 2010). Em relação à forma epimastigota, T. infestans 

apresentou aqui um maior número desta forma evolutiva em 30 e 60 dpi (Figura 

27B). Este resultado, possivelmente, foi porque o T. infestans ingeriu mais sangue 

do que T. rubrovaria (Tabelas 10 e 11, Figura 28) e o heme (uma molécula pró-

oxidante liberado em grandes quantidades após a degradação da hemoglobina 

durante a digestão do sangue) parece ser responsável pela proliferação de 

epimastigotas de forma dose-dependente (LARA et al., 2007). 

Os efeitos da infecção pelo T. cruzi no comportamento dos triatomíneos são 

pouco investigados e poucos os estudos disponíveis focaram no fitness do vetor, no 

comportamento de excreção e de alimentação, agregação/geotaxia e 

dispersão/locomoção (GUARNERI & LORENZO, 2017; DEPICKÈRE et al., 2019; 

CORDERO-MONTOYA et al., 2019; PEREYRA et al., 2020). Os parâmetros 

comportamentais de excreção e de alimentação são de suma importância, uma vez 

que determinam a eficiência de transmissão de T. cruzi para hospedeiros 

vertebrados (LENT & WYGODZINSKY, 1979). Em nosso estudo, T. rubrovaria 

infectado e não infectado, e também T. infestans infectado, tiveram o tempo de 

alimentação e de excreção após a alimentação de sangue semelhante, e também 

excretaram a uma distância semelhante do local de picada. Anteriormente, não foi 

observada diferença nos dois primeiros parâmetros entre R. prolixus não infectado e 

infectado coletado na Venezuela com uma cepa de T. cruzi TcI da Bacia Amazônica. 

Não obstante, resultados discrepantes foram observados para T. infestans não 

infectados e infectados do Chaco, Argentina, com uma cepa de T. cruzi TcVI de 

Tulahuén, Chile. Espécimes infectados excretaram mais rápido e em maior 

quantidade do que os não infectados (PEREYRA et al., 2020). Excreção mais rápida 

também foi observada para Mepraia spinolai (espécie responsável pela transmissão 

do T. cruzi no árido e semi-árido do Chile) da Reserva Nacional Las Chinchillas, 

Chile, infectado com isolado de T. cruzi da mesma localidade (BOTTO-MAHAN et 

al., 2006). 

A quantidade de sangue ingerido parece ser positivamente influenciada pela 

infecção por T. cruzi TcVI, com um maior volume ingerido por T. rubrovaria infectado 

(mediana 126,5 μL) do que por amostras não infectadas (mediana de 100 μL) 

(Tabela 10). Além disso, espécimes de T. rubrovaria infectados com T. cruzi que 
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excretaram durante os experimentos ingeriram o dobro do volume de sangue 

quando comparado à T. rubrovaria infectado ou não infectado que não defecou 

(Figura 26). O efeito de infecção no volume de sangue ingerido foi marginalmente 

observado no GLM, que embora o coeficiente de infecção não foi significativo, o 

odds ratio revelou um efeito moderado (Tabela 11). Trypanosoma cruzi não afetou o 

tempo de alimentação e procura pelo hospedeiro em R. prolixus (TAKANO-LEE & 

EDMAN, 2002). Botto-Mahan et al. (BOTTO-MAHAN et al., 2006) observaram um 

aumento da taxa de picadas em M. spinolai infectado com T. cruzi em comparação 

com espécimes não infectados, embora o parasito não tenha interferido no intervalo 

de tempo até a primeira tentativa de alimentação (BOTTO-MAHAN et al., 2006), ou 

no volume de sangue ingerido (BOTTO-MAHAN, 2009). Estay-Olea et al. (ESTAY-

OLEA et al., 2020) observaram para as mesmas espécies de triatomíneos que o 

estado nutricional de triatomíneos não infectados foi superior ao de infectados, 

reforçando a hipótese de que os triatomíneos infectados com T. cruzi precisam de 

mais sangue para realizar a muda e a excreção durante/após o repasto sanguíneo 

do que os indivíduos não infectados, provavelmente para compensar os nutrientes 

consumidos pelos tripanossomos (ESTAY-OLEA et al., 2020). 

Os triatomíneos são capazes de reconhecer e serem atraídos por diferentes 

sinais do hospedeiro, como odores do hospedeiro e dióxido de carbono, além de sua 

extrema sensibilidade ao calor devido à percepção de calor e radiação infravermelha 

emitida pelo hospedeiro (LAZZARI et al., 2013). Em um estudo recente, T. 

pallidipennis e T. longipennis de terceiro instar infectados com isolado de T. cruzi 

Chilpancingo (TcI) foram mais atraídos por compostos que imitam o odor liberado 

pelo rosto humano do que por insetos não infectados (RAMÍREZ-GONZÁLEZ et al., 

2019. Esses dados estão de acordo com os nossos achados de que T. rubrovaria 

infectado picou com mais frequência na cabeça (36,4%) do que em outras regiões 

do corpo dos camundongos, enquanto as picadas dos espécimes não infectados 

foram mais frequentes no abdômen (31,6%) (Figura 29). Diferentes modelos 

multinomiais foram testados para avaliar as variáveis "espécie" e "infecção" como 

preditores do local da picada e o modelo que considera apenas a infecção como um 

preditor importante foi o mais informativo. Apesar da regressão logística multinomial 

ter mostrado uma forte associação entre infecção por T. cruzi e comportamento do 

triatomíneo de picar a cabeça (OR = 2,93) e o dorso (OR = 2,80), apenas o primeiro 

foi estatisticamente significativo no modelo (Tabela 12). As análises resultantes 
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sugerem uma mudança no comportamento de picada de T. rubrovaria causada pela 

infecção por T. cruzi TcVI. 

Diferenças interespecíficas foram observadas em relação à proporção de 

indivíduos que excretaram durante o experimento, para o qual foi maior para T. 

infestans (Figura 26), e o volume de sangue ingerido, em que esta espécie ingeriu 

mais de duas vezes o volume de sangue daquele observado para T. rubrovaria 

(Figura 27A). Consequentemente, a primeira espécie revelou maior eficiência de 

alimentação (Figura 27B). Na verdade, as correlações negativas entre T. rubrovaria 

e a quantidade de sangue ingerido e a eficiência de ingestão de sangue foram 

consideráveis  (Tabela 11 e Figura 28). Características estruturais e fisiológicas já 

estavam associadas à eficiência alimentar dos triatomíneos. A sucção de sangue, 

por exemplo, depende da bomba cibarial (uma estrutura de câmara com músculos 

na cabeça) que promove uma pressão negativa, puxando o sangue de dentro do 

vaso. Já foi observado que T. infestans é capaz de ingerir maiores quantidades de 

sangue por contração da bomba cibárica quando comparado a T. brasiliensis e T. 

pseudomaculata (GUARNERI et al., 2000). Além disso, diferenças na atividade 

vasodilatadora e na enzima apirase (inibidor da agregação plaquetária) presente nas 

glândulas salivares (RIBEIRO et al., 1998; ARAUJO et al., 2009) e na 

hemaglutinação e atividades anticoagulantes no conteúdo intestinal durante a 

alimentação (ARAUJO et al., 2009; PAIM et al., 2011) também influenciam o volume 

de sangue ingerido e, portanto, a eficiência de alimentação de triatomíneos em 

hospedeiros vertebrados. A maior taxa de ingestão de sangue provavelmente 

explica o menor tempo de muda de ninfas de quinto estádio de T. infestans sobre T. 

rubrovaria (64-83 e 110-131 dias, respectivamente) (DAMBORSKY et al., 2005; 

DURÁN et al., 2016) e também uma alta densidade populacional de T. infestans 

dentro de habitações humanas (PEREIRA et al., 2006). Uma vez que a quantidade 

de sangue ingerido está positivamente correlacionada com o volume da excreta 

(PIESMAN & SHERLOCK, 1983), também é altamente provável que o T. infestans 

libere mais parasitos do que T. rubrovaria durante a excreção. 

A associação positiva observada no GLM entre a distância da excreção e o 

local de picada e tempo de excreção após a alimentação de sangue (Tabela 11) é 

uma comportamente de excreção e de alimentação de senso comum dos 

triatomíneos, mas raramente testado. Nossos resultados aqui confirmam que a 

tendência do triatomíneo é de se afastar da região da picada após uma refeição de 

sangue, provavelmente para evitar ser notado/predado pelo hospedeiro vertebrado, 
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o que reforça as estimativas de baixa probabilidade de transmissão direta de T. cruzi 

de triatomíneos para humanos (NOUVELLET et al., 2013). Triatoma rubrovaria 

tendeu a excretar mais tardiamente do que T. infestans; no entanto, o coeficiente 

GLM não foi estatisticamente significativo, provavelmente devido à grande variação 

de medidas para este parâmetro comportamental. Outro resultado discrepante entre 

as espécies foi observado para o parâmetro de eficiência de excreção, em que os 

resultados do GLM mostraram que T. rubrovaria é significativamente menos eficiente 

(OR = 0,53), mas os testes W não foram significativos (Tabelas 10 e 11). Nossos 

resultados diferiram de um trabalho anterior (LOZA-MURGUÍA & NOIREAU, 2010) 

que mostrou que T. infestans excretou durante o repasto sanguíneo cerca de cinco 

minutos antes de terminar a ingestão de sangue. No entanto, algumas diferenças 

nas configurações experimentais devem ser destacadas, da seguinte forma: (i) 

analisamos T. infestans infectado com T. cruzi, enquanto Loza-Murguia e Noireau 

(LOZA-MURGUÍA & NOIREAU, 2010) analisaram apenas amostras não infectadas; 

e (ii) cinco triatomíneos foram alimentados ao mesmo tempo em um único 

hospedeiro neste estudo (levando a algumas interrupções na alimentação de 

sangue), enquanto no outro trabalho eles individualizaram os vetores para se 

alimentarem do camundongo. Portanto, enfatizamos a importância de incluir uma 

espécie epidemiologicamente relevante em experimentos ao analisar uma espécie 

não-modelo para fins de comparação. 

Os triatomíneos requerem numerosas alimentações de sangue para 

completar o seu ciclo de vida. Apesar de ser raro (DURÁN et al., 2016; RYCKMAN, 

1951), coprofagia (ingestão de fezes), cleptohematofagia (sangue retirado do 

intestino de outro triatomíneo) e hemolinfagia (para ingerir hemolinfa de outros 

artrópodes) têm há muito tempo sido relatados por vários autores (JURBERG & 

GALVÃO, 2006). Já foi observado T. circummaculata e T. rubrovaria sugando a 

hemolinfa de baratas selvagens (Blaptia dubia) em pilhas de rochas naturais 

(LOROSA et al., 2000; RUAS-NETO et al., 2001). Ainda não está claro, no entanto, 

se a hemolinfa como a única fonte de alimento disponível é o suficiente para 

completar o seu ciclo de desenvolvimento. É importante destacar que em nosso 

estudo, em duas ocasiões, uma ninfa não alimentada perfurou o intestino para obter 

sangue de uma ninfa recentemente alimentada, além de ter sido observada em uma 

única vez uma ninfa se alimentando dos excrementos de outro indivíduo. Esses 

comportamentos foram observados enquanto a fonte de alimento (camundongos 

Swiss webster) estava sendo oferecida aos insetos. Pelo que sabemos, esses são 
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os primeiros relatos de coprofagia e cleptohematofagia em T. rubrovaria. Mesmo 

com a disponibilidade de fonte de alimento, as ninfas de quinto estádio se 

alimentaram do sangue presente em uma ninfa ingurgitada. Uma hipótese recente 

para este comportamento canibal é que a rápida ingestão de sangue quente do 

hospedeiro vertebrado pelo triatomíneo aumenta a temperatura corporal do inseto e, 

consequentemente, levando à atração de indivíduos não alimentados para obtenção 

de sangue (LAZZARI et al., 2018). Em um contexto epidemiológico, o canibalismo 

pode aumentar a possibilidade de ingestão do parasito e a sua posterior transmissão 

de inseto a inseto (SCHAUB, 1988). 

Este trabalho contém algumas ressalvas que devem ser levadas em 

consideração ao interpretar nossos resultados. Primeiro, sempre haverá limitações 

no que os dados gerados em condições de laboratório podem revelar sobre o 

comportamento dos insetos no campo. Os insetos são submetidos em campo às 

oscilações ambientais diárias de luz, umidade e temperatura, bem como à 

agregação de vetores que pode moldar padrões de atividade diferentes daqueles 

observados em ambientes de laboratório (RIVAS et al., 2018; DEPICKÈRE et al., 

2019; VANIN et al., 2012). Além disso, os insetos criados em laboratório podem 

perder a variabilidade genética observada no campo, provavelmente devido a 

endogamia e processos estocásticos, como efeitos fundadores e, portanto, não 

representam completamente as populações de campo (GÓMEZ-SUCERQUIA et al., 

2009). Evidências convincentes com dados experimentais que suportam os impactos 

sobre o comportamento de insetos criados em condições de laboratório para muitas 

gerações são escassas. Embora haja uma redução no tamanho corporal e 

dimorfismo sexual de triatomíneos criados em laboratório, que pode refletir no 

aumento de densidade de vetores em pequenos recipientes e suprimento limitado de 

sangue (DUJARDIN et al., 1999), populações de insetos criadas em laboratório 

parecem exibir desempenho semelhante às populações de campo. Ross et al. 

(ROSS et al., 2019) observaram apenas mudanças insignificantes no tempo de 

desenvolvimento, sobrevivência até a idade adulta, fecundidade e proporção de 

eclosão dos ovos ao comparar populações de Aedes aegypti de 2ª e 22ª gerações. 

Em triatomíneos, Ortiz et al. (ORTIZ et al., 2011) observaram que espécimes de R. 

prolixus mantidos por mais de 30 anos alimentados com sangue de galinha foram 

atraídos por extratos de pele humana de forma semelhante que os insetos F1 

fizeram. Experimentos envolvendo T. rubrovaria de campo (ou recentemente 

capturado em campo) em condições naturais ou semi-naturais devem ser 
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conduzidas para avaliar o impacto das condições de laboratório nos dados 

comportamentais. 

Segundo, as infecções foram confirmadas e quantificadas por meio de 

observações diretas de tripanossomas nas excretas, e não por meio de ferramentas 

sensíveis como qPCR. Portanto, é possível que tenhamos detectado como positivos 

apenas triatomíneos com altas infecções. Apesar disso, acreditamos que esta 

limitação não interferiu nas comparações entre T. rubrovaria e T. infestans, 

provavelmente excluímos das análises os indivíduos com infecções baixas que 

podem ter resultados comportamentais diferentes. Terceiro, embora tenhamos 

usado uma cepa de T. cruzi isolado de um indivíduo de T. infestans coletado na 

mesma localidade dos espécimes de T. rubrovaria utilizados neste estudo, não há 

evidências de que a linhagem T. cruzi TcVI esteja infectando T. rubrovaria no 

campo. Até o momento, apenas indivíduos de T. rubrovaria infectados com T. cruzi 

TcI e TcIII foram capturados na região (MARTINEZ & ROSA, 2003; MARTINEZ, 

2004; MARTINS, 2005; MARTINS et al., 2008; BRENIÈRE et al., 2016). Estudos de 

vigilância entomológica juntamente com infecções experimentais de T. rubrovaria 

com T. cruzi TcI e TcIII são necessárias para identificar as cepas de T. cruzi que 

circulam nesta espécie de vetor e os possíveis efeitos desta cepa do parasito sobre 

o comportamento de alimentação-excreção. 

Quarto, analisamos os parâmetros de alimentação e de excreção em 

triatomíneos apenas em 30 dpi, quando o número de vetores com formas 

tripomastigotas em seus excrementos foi significativamente menor do que observada 

em 60 e 90 dpi. Portanto, se as mudanças comportamentais observadas aqui 

fossem resultado fenotípicos da infecção ou uma manipulação de triatomíneos pelo 

T. cruzi (RAMÍREZ-GONZÁLEZ et al., 2019), esperaríamos observar mudanças de 

comportamento mais significativas em 60 ou 90 dpi. Estudos moleculares e 

histológicos são abordagens úteis e necessárias para compreender os mecanismos 

subjacentes de possível manipulação comportamental (HUGHES & LIBERSAT, 

2019). Por fim, resultados contraditórios quanto à influência da infecção do parasito 

no comportamento dos triatomíneos provavelmente estão associados à variação da 

cepa de T. cruzi ou linhagem genética usada em ensaios de infecção e em espécies 

de vetores testadas (GARCIA & AZAMBUJA, 1991). Além disso, diferenças nos 

ensaios experimentais também podem ter uma contribuição importante (PEREYRA 

et al., 2020). Portanto, existe uma necessidade urgente de padronizar as condições 

metodológicas em estudos futuros sobre aspectos comportamentais de insetos 
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parasitados para entender melhor o papel de cada tipo de T. cruzi nas alterações 

dos parâmetros comportamentais do vetor. 
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6 CONSIDERAÇÕES FINAIS 

Segundo Jansen e colaboradores (2015), os sistemas de interação parasito-

hospedeiro e as estratégias de transmissão de T. cruzi na natureza são altamente 

complexos e multivariáveis. Existem numerosas espécies de triatomíneos que, por 

sua vez, são insetos generalistas, se nutrindo de diversas espécies de animais, 

formando uma rede de interação (JANSEN et al., 2018). Assim, os insetos e os 

mamíferos estão expostos constantemente à múltiplas infecções por T. cruzi, 

possibilitando a circulação das seis DTUs e aumentando as chances de coinfecções 

em uma escala espaço-temporal (JANSEN et al., 2015, 2018, 2020). O estudo da 

presença do parasito em reservatórios e vetores em seu habitat tem demonstrado 

que o nosso conhecimento acerca da ecologia de T. cruzi ainda é muito limitado 

(JANSEN et al., 2015).  

Lent e Wygodzinsky (LENT & WYGODZINSKY, 1979) destacaram que 

embora a maioria dos triatomíneos seja vetores potenciais de T. cruzi, algumas 

condições devem ser cumpridas para incriminar uma espécie como "vetor efetivo" 

para humanos, tais como: (i) ampla distribuição geográfica, (ii) ser capaz de viver 

em habitações humanas, (iii) comportamento antropofílico e (iv) curto intervalo entre 

alimentação e excreção. Triatoma rubrovaria está restrito ao norte da Argentina, 

Uruguai e sul do Brasil (LENT & WYGODZINSKY, 1979) e embora haja uma invasão 

domiciliar e peridomiciliar crescente de T. rubrovaria (ALMEIDA et al., 2000; 

SILVEIRA & MARTINS, 2014), não há evidência consistente de colonização 

intradomiciliar, uma vez que apenas algumas ninfas foram capturadas dentro de 

habitações (ALMEIDA et al., 2000). Juntos, esses aspectos bionômicos enfatizam os 

achados epidemiológicos de que T. infestans estabeleceu colônias maiores no sul 

do Brasil e provavelmente deslocou T. rubrovaria dos peridomicílios. No entanto, a 

semelhança entre essas espécies quanto às taxas de infecção e metaciclogênese 

por T. cruzi TcVI em condições de laboratório e quanto ao comportamento de 

alimentação-excreção suscitam preocupações epidemiológicas. A eliminação 

"virtual" de T. infestans provavelmente desencadeou um processo de recolonização 

de hábitats modificados por humanos, pelas espécies nativas (SILVEIRA & 

MARTINS, 2014), como observado para outras espécies autóctones, como T. 

brasiliensis e P. megistus no nordeste e sudeste do Brasil (PEREIRA et al., 2006); e, 
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portanto, T. rubrovaria deve ser mantido sob constante vigilância entomológica no 

Rio Grande do Sul. 
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7 CONCLUSÕES 

 A taxonomia molecular baseada no alvo Cyt b possibilitou agrupar amostras do 

subcomplexo T. rubrovaria nos clados correspondentes às sequências-referência: T. 

rubrovaria, T. carcavalloi e T. circummaculata. 

 Há baixa divergência entre as sequências das espécies do subcomplexo T. 

rubrovaria e muitas sequências formaram clados não identificados. 

 Por conta da sobreposição entre os valores de divergência intra e interclados, faz-

se necessário analisar no nível genômico das espécies do subcomplexo para definir 

suas classificações taxonômicas. 

 Confirmamos o ecletismo alimentar das espécies pertencentes ao subcomplexo T. 

rubrovaria e observamos alto grau de antropofilia. 

 A taxa de infecção natural por T. cruzi foi superior em T. rubrovaria, seguido de T. 

circummaculata, T. carcavalloi e Triatoma sp. 

 Ampla variação de carga parasitária nas amostras kDNA-positivas foi observada, 

sendo a maior carga em T. rubrovaria. 

 A DTU predominante nas amostras analisadas foi a TcI, seguida de TcI + IV e 

TcV.  

 A coinfecção por duas DTUs de T. cruzi (TcI + IV) foi observada em uma amostra, 

demonstrando a complexidade da dinâmica de transmissão do parasito na natureza. 

 Sugere-se que a infecção experimental por T. cruzi TcVI alterou o comportamento 

alimentar de T. rubrovaria, tendo sido capazes de ingerir mais sangue comparados 

aos não infectados e picarem com mais frequência a cabeça do camundongo. 

 Apesar de uma menor porcentagem de T. rubrovaria ter defecado logo após a 

alimentação de sangue e do menor volume de sangue ingerido quando comparado 

ao T. infestans, essas espécies de vetores apresentaram perfis de infecção e taxas 

de tripomastigotas metacíclicas de T. cruzi TcVI semelhantes em seus excrementos, 

além de compartilharem pontuações semelhantes para a maioria dos parâmetros de 

excreção e de alimentação analisados em condições de laboratório. 

 O encontro de T. rubrovaria próximo aos domicílios se alimentando de humanos e 

os dados obtidos no presente estudo enfatizam a importância epidemiológica desta 

espécie no território gaúcho, merecendo devida atenção pelas autoridades de 

saúde. 
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8 PERSPECTIVAS 

 Finalizar a taxonomia molecular dos insetos vetores do Rio Grande do Sul que 

não tiveram as suas espécies identificadas e, quiçá análises no nível genômico. 

 Padronizar e validar a metodologia de identificação molecular da microbiota 

presente em insetos de campo do subcomplexo T. rubrovaria e correlacionar com a 

infecção por T. cruzi. 

 Notificar à Secretaria de Saúde 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. 
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10 ANEXO 1 

 

Tabela: Correlação de espécies e estádios evolutivos de triatomíneos, municípios em que foram coletados e a fonte alimentar 

detectada. Em negrito: alimentações mistas. (*): amostras positivas para k-DNA de T. cruzi. Silv: Silvestre. Peri: Peridomicílio. Id: 

Identidade. 

Espécie de 

triatomíneo 

Estádio 

evolutivo 

Fonte alimentar Análise no BLAST Município Ecótopo 

Nº de acesso    E-value      Id (%) 

T. circummaculata* Fêmea Gallus gallus FM205718.1 3,00E-120 93 São Jerônimo Silv 

T. rubrovaria* Macho Gallus gallus DQ512917.1 2,00E-83 85 Lavras do Sul Silv 

T. rubrovaria* N5 Gallus gallus DQ236093.1 2,00E-103 91 Lavras do Sul Silv 

Triatoma sp.* Macho Gallus gallus DQ512917.1 1,00E-98 88 Lavras do Sul Silv 

T. circummaculata* Macho Gallus gallus KP211422.1 1,00E-95 88 São Jerônimo Silv 

T. carcavalloi Macho Gallus gallus FM205718.1 1,00E-94 87 Caçapava do Sul Silv 

Triatoma sp. N3 Homo sapiens KF161283.1 4,00E-29 80 Lavras do Sul Silv 

T. carcavalloi N5 Homo sapiens DQ236097.1 8,00E-57 81 Canguçú Silv 

Triatoma sp. N5 Homo sapiens MG272613.1 6,00E-123 95 Canguçú Silv 

T. carcavalloi* N5 Homo sapiens KY410029.1 5,00E-153 99 Canguçú Silv 

T. carcavalloi Macho Mus musculus AK131583.1 5,00E-123 95 Canguçú Silv 

Triatoma sp. N4 Homo sapiens MF278018.1 5,00E-138 98 Canguçú Silv 

T. carcavalloi Macho Mus musculus HQ180173.1 2,00E-121 95 Cachoeira do Sul Silv 

Triatoma sp. Macho Homo sapiens MF278018.1 3,00E-155 99 Cachoeira do Sul Silv 

T. carcavalloi Fêmea Mus musculus KY018919.1 9,00E-166 100 Canguçú Silv 

Triatoma sp. Macho Mus musculus KY018919.1 2,00E-147 97 Cachoeira do Sul Silv 

T. carcavalloi* N2 Gallus gallus AB044986.1 3,00E-86 88 Canguçú Silv 

Triatoma sp. N5 Gallus gallus DQ236093.1 3,00E-100 88 Caçapava do Sul Silv 

Triatoma sp. Macho Mus musculus KY018919.1 1,00E-163 99 Cachoeira do Sul Silv 

T. carcavalloi N5 Homo sapiens MF598731.1 3,00E-120 94 Canguçú Silv 

T. carcavalloi Fêmea Mus musculus HQ180173.1 3,00E-130 94 Cachoeira do Sul Silv 

T. circummaculata N3 Mus musculus HQ180173.1 2,00E-137 97 São Jerônimo Silv 

T. carcavalloi Macho Gallus gallus DQ512917.1 7,00E-112 93 Cachoeira do Sul Silv 

T. carcavalloi N5 Mus musculus KT376849.1 8,00E-161 99 Canguçú Silv 

Triatoma sp. Macho Mus musculus HQ180173.1 1,00E-146 99 Cachoeira do Sul Silv 

Triatoma sp. N4 Gallus gallus DQ512917.1 2,00E-97 88 Canguçú Silv 

Triatoma sp. N2 Gallus gallus KP211424.1 2,00E-67 83 Caçapava do Sul Silv 

Triatoma sp. N4 Gallus gallus DQ512917.1 2,00E-126 92 Canguçú Silv 

T. carcavalloi N3 Gallus gallus DQ512917.1 1,00E-113 91 Canguçú Silv 

Triatoma sp. N2 Gallus gallus MG027614.1 7,00E-137 97 Caçapava do Sul Silv 

Triatoma sp. N2 Gallus gallus DQ512917.1 2,00E-131 94 Caçapava do Sul Silv 

Triatoma sp.* N4 Gallus gallus DQ236093.1 4,00E-84 86 Caçapava do Sul Silv 

Triatoma sp. N4 Gallus gallus DQ512917.1 2,00E-111 84 Lavras do Sul Silv 

Triatoma sp. N5 Gallus gallus KF964328.1 2,00E-82 88 Cachoeira do Sul Silv 

Triatoma sp. N2 Gallus gallus DQ236093.1 1,00E-130 94 Caçapava do Sul Silv 
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Triatoma sp. N2 Gallus gallus DQ236093.1 7,00E-82 86 Caçapava do Sul Silv 

Triatoma sp. N2 Gallus gallus MG027618.1 5,00E-79 85 Caçapava do Sul Silv 

Triatoma sp. N2 Gallus gallus FM205716.1 1,00E-149    98 98 Caçapava do Sul Silv 

Triatoma sp.* N4 Gallus gallus DQ512917.1 1,00E-114 91 Caçapava do Sul Silv 

Triatoma sp. N2 Gallus gallus DQ512917.1 1,00E-153 98 Caçapava do Sul Silv 

Triatoma sp. N2 Gallus gallus AY509649.1 1,00E-126 96 Lavras do Sul Silv 

Triatoma sp. N4 Gallus gallus DQ512917.1 4,00E-126 96 Lavras do Sul Silv 

Triatoma sp. N5 Gallus gallus FM205718.1 1,00E-93 90 Cachoeira do Sul Silv 

Triatoma sp. N5 Gallus gallus KX534431.1 5,00E-37 83 Lavras do Sul Silv 

Triatoma sp. N5 Gallus gallus KF964328.1 3,00E-110 93 Lavras do Sul Silv 

Triatoma sp. N3 Gallus gallus KF964328.1 2,00E-97 95 Cachoeira do Sul Silv 

Triatoma sp. N2 Gallus gallus FM205718.1 2,00E-106 95 Lavras do Sul Silv 

Triatoma sp. N2 Gallus gallus DQ512917.1 1,00E-138 95 Caçapava do Sul Silv 

Triatoma sp. N2 Mus musculus KT376849.1 2,00E-153 99 Caçapava do Sul Silv 

Triatoma sp. N4 Gallus gallus FM205716.1 3,00E-130 95 Lavras do Sul Silv 

Triatoma sp. N1 Gallus gallus KX987152.1 1,00E-70 83 Canguçú Silv 

Triatoma sp. N2 Gallus gallus FM205718.1 3,00E-116 92 Canguçú Silv 

Triatoma sp. N5 Gallus gallus KP211424.1 6,00E-118 93 Lavras do Sul Silv 

Triatoma sp. N5 Gallus gallus DQ512917.1 5,00E-124 92 Lavras do Sul Silv 

Triatoma sp. N5 Gallus gallus KF964328.1 5,00E-103 90 Lavras do Sul Silv 

Triatoma sp. N3 Gallus gallus FM205716.1 1,00E-128 94 Cachoeira do Sul Silv 

Triatoma sp. N4 Gallus gallus AJ401080.1 2,00E-151 98 Lavras do Sul Silv 

Triatoma sp. N5 Gallus gallus DQ512917.1 2,00E-146 97 Cachoeira do Sul Silv 

Triatoma sp. N4 Gallus gallus AJ401080.1 2,00E-147 97 Cachoeira do Sul Silv 

Triatoma sp. N5 Gallus gallus AJ401080.1 8,00E-136 95 Caçapava do Sul Silv 

Triatoma sp. N5 Gallus gallus AJ401080.1 5,00E-125 93 Caçapava do Sul Silv 

Triatoma sp. N5 Gallus gallus KF964328.1 4,00E-121 93 São Jerônimo Silv 

Triatoma sp. N3 Gallus gallus AJ401080.1 2,00E-147 97 Cachoeira do Sul Silv 

Triatoma sp. N5 Gallus gallus FM205718.1 2,00E-148 98 Caçapava do Sul Silv 

Triatoma sp.* N2 Gallus gallus FM205716.1 2,00E-101 89 Caçapava do Sul Silv 

T. carcavalloi N5 Gallus gallus FM205718.1 3,00E-155 98 Canguçú Silv 

T. circummaculata N5 Gallus gallus AJ401080.1 5,00E-119 92 São Jerônimo Silv 

Triatoma sp. N5 Gallus gallus FM205718.1 2,00E-127 93 Encruzilhada do Sul Silv 

Triatoma sp. N4 Gallus gallus FM205718.1 2,00E-126 97 Lavras do Sul Silv 

Triatoma sp. N5 Gallus gallus DQ512917.1 2,00E-109 90 Cachoeira do Sul Silv 

Triatoma sp. N5 Gallus gallus KF964328.1 2,00E-97 89 Lavras do Sul Silv 

Triatoma sp. N5 Gallus gallus AJ401080.1 2,00E-131 94 Caçapava do Sul Silv 

T. carcavalloi N5 Gallus gallus AJ401080.1 5,00E-154 99 Canguçú Silv 

Triatoma sp. N5 Gallus gallus FM205718.1 2,00E-112 91 Lavras do Sul Silv 

Triatoma sp. N2 Gallus gallus KX947009.1 2,00E-83 87 Caçapava do Sul Silv 

Triatoma sp. N1 Gallus gallus KX987152.1 2,00E-33 82 Cachoeira do Sul Silv 

Triatoma sp. N5 Gallus gallus FM205716.1 3,00E-150 99 Cachoeira do Sul Silv 

Triatoma sp. N4 Gallus gallus FM205718.1 2,00E-103 90 Caçapava do Sul Silv 

Triatoma sp. N2 Gallus gallus AJ401080.1 9,00E-116 92 Caçapava do Sul Silv 

Triatoma sp. N1 Gallus gallus FM205716.1 7,00E-112 91 Canguçú Silv 
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Triatoma sp. N1 Gallus gallus FM205716.1 1,00E-88 87 Canguçú Silv 

Triatoma sp. N4 Gallus gallus AJ401080.1 1,00E-154 99 Lavras do Sul Silv 

Triatoma sp. N5 Gallus gallus AJ401080.1 5,00E-149 98 Lavras do Sul Silv 

Triatoma sp. N5 Gallus gallus KX987152.1 2,00E-52 81 São Jerônimo Silv 

Triatoma sp. N5 Gallus gallus KX534431.1 3,00E-51 80 Cachoeira do Sul Silv 

Triatoma sp. N5 Gallus gallus AJ971340.1 4,00E-90 90 Lavras do Sul Silv 

Triatoma sp. N5 Gallus gallus AJ401080.1 2,00E-128 94 Caçapava do Sul Silv 

Triatoma sp. N5 Gallus gallus DQ236093.1 7,00E-152 98 Lavras do Sul Silv 

Triatoma sp. N5 Gallus gallus DQ512917.1 8,00E-83 86 Caçapava do Sul Silv 

Triatoma sp. N5 Gallus gallus DQ512917.1 3,00E-155 98 Lavras do Sul Silv 

Triatoma sp. N3 Gallus gallus MG027618.1 8,00E-47 80 Caçapava do Sul Silv 

Triatoma sp. N5 Gallus gallus DQ512917.1 9,00E-126 96 Lavras do Sul Silv 

Triatoma sp. N5 Gallus gallus DQ512917.1 3,00E-150 95 São Jerônimo Silv 

Triatoma sp. N5 Gallus gallus DQ236093.1 3,00E-116 91 São Jerônimo Silv 

Triatoma sp. N5 Gallus gallus DQ512917.1 6,00E-108 91 São Jerônimo Silv 

Triatoma sp. N5 Gallus gallus DQ236093.1 7,00E-87 87 São Jerônimo Silv 

Triatoma sp. N5 Gallus gallus DQ512917.1 4,00E-139 96 São Jerônimo Silv 

Triatoma sp. N5 Gallus gallus DQ512917.1 2,00E-136 94 São Jerônimo Silv 

Triatoma sp. N5 Gallus gallus DQ512917.1 9,00E-111 91 São Jerônimo Silv 

Triatoma sp. N5 Gallus gallus DQ512917.1 5,00E-158 98 São Jerônimo Silv 

Triatoma sp. N5 Gallus gallus DQ512917.1 7,00E-122 94 Cachoeira do Sul Silv 

Triatoma sp. N5 Gallus gallus DQ512917.1 1,00E-144 96 Cachoeira do Sul Silv 

Triatoma sp. N5 Gallus gallus FM205718.1 6,00E-118 92 Lavras do Sul Silv 

Triatoma sp. N5 Gallus gallus DQ512917.1 3,00E-130 96 Lavras do Sul Silv 

Triatoma sp. N5 Gallus gallus DQ512917.1 3,00E-106 92 Lavras do Sul Silv 

Triatoma sp. N5 Gallus gallus AY509649.1 7,00E-142 96 Lavras do Sul Silv 

Triatoma sp.* N4 Gallus gallus AY509649.1 1,00E-19 84 Lavras do Sul Silv 

Triatoma sp. N5 Gallus gallus MG605671.1 1,00E-15 82 Lavras do Sul Silv 

Triatoma sp. N2 Gallus gallus DQ512917.1 3,00E-116 92 Lavras do Sul Silv 

Triatoma sp. N2 Gallus gallus DQ512917.1 1,00E-114 92 Caçapava do Sul Silv 

Triatoma sp. N3 Gallus gallus DQ236093.1 2,00E-117 92 Lavras do Sul Silv 

Triatoma sp. N3 Gallus gallus DQ512917.1 1,00E-134 94 Lavras do Sul Silv 

Triatoma sp. N3 Gallus gallus DQ236093.1 3,00E-121 92 Lavras do Sul Silv 

Triatoma sp. N3 Gallus gallus MG027618.1 2,00E-108 91 Lavras do Sul Silv 

Triatoma sp. N3 Gallus gallus DQ512917.1 6,00E-103 89 Lavras do Sul Silv 

Triatoma sp. N4 Gallus gallus DQ512917.1 2,00E-113 91 Lavras do Sul Silv 

Triatoma sp. N4 Gallus gallus MG027593.1 2,00E-137 95 Lavras do Sul Silv 

Triatoma sp. N5 Gallus gallus DQ512917.1 2,00E-123 93 Lavras do Sul Silv 

Triatoma sp. N5 Gallus gallus DQ512917.1 4,00E-129 94 São Jerônimo Silv 

Triatoma sp.* N5 Gallus gallus DQ512917.1 2,00E-108 90 Lavras do Sul Silv 

Triatoma sp. N4 Gallus gallus DQ512917.1 1,00E-114 91 Encruzilhada do Sul Silv 

Triatoma sp. N4 Gallus gallus DQ512917.1 3,00E-155 98 Canguçú Silv 

Triatoma sp. N4 Gallus gallus DQ236093.1 9,00E-156 97 Encruzilhada do Sul Silv 

Triatoma sp.* N4 Gallus gallus AJ971340.1 4,00E-45 82 Canguçú Silv 

T. circummaculata* Fêmea Gallus gallus KP211422.1 3,00E-66 86 São Jerônimo Silv 
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T. carcavalloi N4 Gallus gallus KJ505835.1 2,00E-43 80 Canguçú Silv 

Triatoma sp. N2 Homo sapiens LC088151.1 8,00E-102 90 São Jerônimo Silv 

T. carcavalloi N2 Homo sapiens  MK165676.1 1,00E-75 88 São Jerônimo Silv 

Triatoma sp. N2 Homo sapiens  

Gallus gallus  

MG273012.1 

DQ512917.1 

8,00E-57 

6,00E-48 

87 

83 

São Jerônimo Silv 

Triatoma sp. N2 Homo sapiens  MH553733.1 9,00E-57 87 São Jerônimo Silv 

Triatoma sp. N3 Homo sapiens MK434282.1 2,00E-28 79 São Jerônimo Silv 

Triatoma sp. N3 Homo sapiens KP126150.1 3,00E-126 97 São Jerônimo Silv 

T. carcavalloi N5 Homo sapiens LC088151.1 1,00E-64 90 São Jerônimo Silv 

Triatoma sp. N3 Homo sapiens 

Varanus griseus 

DQ236097.1 

HM921207.1 

2,00E-58 

2,00E-58 

86 

86 

São Jerônimo Silv 

T. carcavalloi N1 Homo sapiens KP126143.1 1,00E-90 97 São Jerônimo Silv 

Triatoma sp. N2 Acanthodactylus cf. 

cantoris 

Homo sapiens 

KX753553.1 

 

LC088151.1 

3,00E-52 

 

2,00E-78 

84 

 

92 

São Jerônimo Silv 

T. rubrovaria Macho Tupinambis 

merianae 

AF151181.1 5,00E-129 99 Lavras do Sul Silv 

T. circummaculata Fêmea Homo sapiens KY645724.1 1,00E-39 80 Cachoeira do Sul Silv 

Triatoma sp. N3 Gallus gallus KY039437.1 3,00E-41 87 Lavras do Sul Silv 

Triatoma sp. N4 Homo sapiens LC088151.1 6,00E-18 81 Lavras do Sul Silv 

T. rubrovaria* N5 Conepatus 

semistriatus 

Homo sapiens 

KM047818.1 

 

KT587622.1 

5,00E-54 

 

4,00E-50 

89 

 

86 

Lavras do Sul Silv 

Triatoma sp. N4 Bos taurus EU365345.1 1,00E-129 96 Lavras do Sul Silv 

Triatoma sp. N5 Homo sapiens KU131206.2 2,00E-68 92 Lavras do Sul Silv 

Triatoma sp. N4 Bos taurus HQ184040.1 1,00E-79 91 Lavras do Sul Silv 

Triatoma sp. N5 Homo sapiens KF161899.1 5,00E-08 89 Caçapava do Sul Silv 

Triatoma sp. N2 Homo sapiens MH981900.1 6,00E-98 94 Caçapava do Sul Silv 

Triatoma sp. N3 Homo sapiens MH981896.1 1,00E-84 88 Caçapava do Sul Silv 

Triatoma sp. N2 Homo sapiens KX697544.1 2,00E-107 96 Caçapava do Sul Silv 

T. rubrovaria N3 Homo sapiens KY410079.1 4,00E-50 86 Caçapava do Sul Silv 

Triatoma sp. N3 Homo sapiens MG273012.1 3,00E-66 87 Lavras do Sul Silv 

T. circummaculata N5 Homo sapiens EU597503.1 2,00E-127 94 Lavras do Sul Silv 

T. rubrovaria N2 Gallus gallus DQ512917.1 6,00E-118 98 Lavras do Sul Silv 

Triatoma sp. N2 Ovis aries AJ971339.1 3,00E-141 96 Lavras do Sul Silv 

Triatoma sp. N3 Homo sapiens KY509039.1 6,00E-78 95 Lavras do Sul Silv 

T. circummaculata N2 Homo sapiens KU683219.1 5,00E-129 99 Lavras do Sul Silv 

Triatoma sp. N2 Gallus gallus KY039419.1 3,00E-41 87 Lavras do Sul Silv 

T. circummaculata N2 Homo sapiens KU683219.1 2,00E-132 99 Lavras do Sul Silv 

Triatoma sp. N2 Homo sapiens MH981902.1 5,00E-104 90 Lavras do Sul Silv 

T. circummaculata N3 Homo sapiens KY509039.1 1,00E-100 94 Lavras do Sul Silv 

T. circummaculata N2 Homo sapiens MF362915.1 1,00E-15 85 Lavras do Sul Silv 

T. circummaculata N1 Homo sapiens MG571125.1 2,00E-43 97 Lavras do Sul Silv 

Triatoma sp. N1 Homo sapiens KY509039.1 1,00E-134 97 Lavras do Sul Silv 

T. carcavalloi N4 Homo sapiens KY509039.1 8,00E-102 95 Encruzilhada do Sul Silv 
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Triatoma sp. N1 Homo sapiens KY509039.1 6,00E-153 99 Canguçú Silv 

Triatoma sp. N2 Homo sapiens KU683578.1 2,00E-62 91 Caçapava do Sul Silv 

Triatoma sp. N1 Homo sapiens KU683219.1 8,00E-102 96 Lavras do Sul Silv 

Triatoma sp. N1 Homo sapiens MK434283.1 1,00E-140 99 Lavras do Sul Silv 

Triatoma sp. N3 Homo sapiens KX697544.1 4,00E-115 97 Lavras do Sul Silv 

T. rubrovaria N5 Homo sapiens DQ512917.1 9,00E-112 93 Lavras do Sul Peri 

Triatoma sp. N5 Homo sapiens MG773616.1 2,00E-67 93 Lavras do Sul Silv 

Triatoma sp. N5 Homo sapiens LC088157.1 2,00E-123 99 Lavras do Sul Silv 

Triatoma sp. N5 Ovis aries DQ851982.1 1,00E-105 91 Lavras do Sul Silv 

Triatoma sp. Fêmea Homo sapiens MH449449.1 2,00E-72 91 Lavras do Sul Silv 

Triatoma sp. N5 Tupinambis 

merianae 

AF151181.1 3,00E-141               100 Lavras do Sul Silv 

Triatoma sp. N5 Conepatus 

semistriatus 

KM047815.1 1,00E-144 99 Lavras do Sul Silv 

Triatoma sp. N5 Ovis aries JX545998.1 1,00E-129 96 Lavras do Sul Silv 

Triatoma sp. N5 Homo sapiens 

Conepatus 

semistriatus 

Leopardus 

tigrinus 

KP126162.1 

 

KM047808.1 

 

KP202287.1 

2,00E-143 

 

6,00E-133 

 

2,00E-82 

98 

 

97 

 

87 

Lavras do Sul Silv 

Triatoma sp. N5 Homo sapiens KP126162.1 2,00E-143 98 Lavras do Sul Silv 

Triatoma sp. N5 Homo sapiens MH981900.1 4,00E-55 85 Lavras do Sul Silv 

Triatoma sp. N5 Oryctolagus 

cuniculus 

MH985853.1 6,00E-143 98 Lavras do Sul Silv 

Triatoma sp. N3 Homo sapiens  

Tupinambis 

merianae  

MH981900.1 

 

AF151181.1 

2,00E-97 

 

8,00E-92 

94 

 

93 

Lavras do Sul Silv 

Triatoma sp. N5 Homo sapiens KY509039.1 1,00E-144 98 Lavras do Sul Silv 

Triatoma sp. Fêmea Bos taurus EU365345.1 5,00E-149 99 Lavras do Sul Silv 

T. circummaculata N2 Coendou 

prehensilis 

MG775435.1 3,00E-04 97 Lavras do Sul Silv 

Triatoma sp. N2 Homo sapiens MG182528.1 1,00E-120 97 Lavras do Sul Silv 

Triatoma sp. N2 Homo sapiens KY509039.1 1,00E-115 98 Lavras do Sul Silv 

Triatoma sp. N1 Homo sapiens MH120736.1 3,00E-11 78 Lavras do Sul Silv 

Triatoma sp. N1 Homo sapiens KY509039.1 6,00E-143 99 Lavras do Sul Silv 

Triatoma sp. N5 Homo sapiens KX697544.1 2,00E-127 98 Lavras do Sul Silv 

Triatoma sp. N5 Homo sapiens MH043569.1 4,00E-140 99 Lavras do Sul Silv 

Triatoma sp. N5 Homo sapiens MH981841.1 1,00E-135 99 Lavras do Sul Silv 

Triatoma sp. N5 Homo sapiens DQ236097.1 1,00E-119 94 Lavras do Sul Silv 

T. rubrovaria N1 Tupinambis 

merianae 

AF151181.1 2,00E-43 81 Lavras do Sul Silv 

Triatoma sp. N5 Ovis aries MG407510.1 4,00E-70 84 Caçapava do Sul Silv 

Triatoma sp. N5 Homo sapiens MH981900.1 4,00E-120 99 Caçapava do Sul Silv 

Triatoma sp. N5 Homo sapiens MH981900.1 8,00E-102 95 Caçapava do Sul Silv 

Triatoma sp. N5 Tupinambis AF151181.1 4,00E-125 97 Caçapava do Sul Silv 
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merianae 

Triatoma sp. N5 Homo sapiens KP126162.1 1,00E-144 98 Caçapava do Sul Silv 

Triatoma sp. N4 Homo sapiens KX697544.1 2,00E-123 98 Caçapava do Sul Silv 

Triatoma sp. N5 Capra hircus FM205715.1 4,00E-160 99 Caçapava do Sul Silv 

Triatoma sp. N4 Capra hircus FM205715.1 2,00E-148 99 Caçapava do Sul Silv 

Triatoma sp. N3 Homo sapiens MK128896.1 5,00E-64 87 Caçapava do Sul Silv 

Triatoma sp. N2 Homo sapiens 

Blaptica dubia 

KY411465.1 

KU684410.1 

1,00E-130 

9,00E-37 

98 

82 

Caçapava do Sul Silv 

Triatoma sp. N3 Homo sapiens MH981900.1 2,00E-112 94 Caçapava do Sul Silv 

Triatoma sp. N2 Homo sapiens KY509039.1 1,00E-150 99 Caçapava do Sul Silv 

Triatoma sp. N5 Homo sapiens KU683538.1 7,00E-13 95 Lavras do Sul Silv 

Triatoma sp. N5 Ovis aries LC088157.1 2,00E-128 98 Lavras do Sul Silv 

Triatoma sp. N5 Ovis aries LC088157.1 2,00E-137 97 Lavras do Sul Silv 

Triatoma sp. N4 Homo sapiens MG571125.1 2,00E-34 98 Lavras do Sul Silv 

Triatoma sp. N3 Homo sapiens KY509039.1 1,00E-125 100 Lavras do Sul Silv 

Triatoma sp. N5 Ovis aries KU899146.1 5,00E-134 98 Lavras do Sul Silv 

Triatoma sp. N5 Homo sapiens KX697544.1 5,00E-139 100 Lavras do Sul Silv 

Triatoma sp. N5 Homo sapiens DQ236097.1 1,00E-120 99 Lavras do Sul Silv 

Triatoma sp. N3 Homo sapiens KX697544.1 2,00E-137 100 Lavras do Sul Silv 

Triatoma sp. N3 Homo sapiens KY509039.1 1,00E-139 100 Lavras do Sul Silv 

Triatoma sp. N5 Homo sapiens KY509039.1 6,00E-148 99 Lavras do Sul Silv 

Triatoma sp. N4 Homo sapiens KY509039.1 1,00E-149 100 Lavras do Sul Silv 

Triatoma sp. N1 Homo sapiens KX697544.1 5,00E-114 99 Lavras do Sul Silv 

Triatoma sp. N1 Homo sapiens KY509039.1 2,00E-152 100 Lavras do Sul Silv 

Triatoma sp. N4 Capra hircus GU120393.1 4,00E-140 97 Lavras do Sul Silv 

Triatoma sp. N4 Ovis aries KX397294.1 2,00E-123 96 Lavras do Sul Silv 

Triatoma sp. N2 Homo sapiens 

Canis lupus 

familiaris 

MG571125.1 

 

JX849653.1 

5,00E-69 

 

1,00E-69 

100 

 

100 

Lavras do Sul Silv 

Triatoma sp. N3 Homo sapiens KX697544.1 5,00E-139 100 Lavras do Sul Silv 

Triatoma sp. N2 Homo sapiens KX457306.1 2,00E-132 97 Lavras do Sul Silv 

T. rubrovaria N5 Homo sapiens KY509039.1 5,00E-150 99 Lavras do Sul Silv 

Triatoma sp. N5 Ovis aries AY879467.1 6,00E-163 99 Lavras do Sul Silv 

Triatoma sp. N1 Gryllus assimilis AF248657.1 1,00E-135 98 Lavras do Sul Silv 

Triatoma sp. N1 Gryllus assimilis AF248657.1 1,00E-136 97 Lavras do Sul Silv 

Triatoma sp. N1 Blaptica dubia KU684410.1 9,00E-57 85 Lavras do Sul Silv 

Triatoma sp. N1 Blaptica dubia 

Blattella 

germanica 

KU684410.1 

EU854321.1 

4,00E-75 

4,00E-65 

84 

83 

Lavras do Sul Silv 

Triatoma sp. N5 Ovis aries LC088157.1 6,00E-138 98 Lavras do Sul Silv 

Triatoma sp. N5 Ovis aries LC088157.1 5,00E-134 98 Lavras do Sul Silv 

Triatoma sp. N5 Ovis aries MG407524.1 8,00E-82 91 Lavras do Sul Silv 

Triatoma sp. N5 Homo sapiens MH120823.1 4,00E-150 98 Lavras do Sul Silv 

Triatoma sp. N3 Ovis aries LC088159.1 4,00E-125 94 Lavras do Sul Silv 

Triatoma sp. N5 Neacomys sp. MG262334.1 2,00E-21 89 Lavras do Sul Silv 



 

148 

Triatoma sp. N3 Ovis aries JX567783.1 1,00E-149 99 Lavras do Sul Silv 

T. rubrovaria N3 Homo sapiens 

Canis lupus 

familiaris 

KY825013.1 

 

JX849653.1 

4,00E-95  

 

1,00E-95 

96 

 

96 

Lavras do Sul Silv 

Triatoma sp. N4 Homo sapiens KY509039.1 2,00E-108 96 Lavras do Sul Silv 

Triatoma sp. N4 Homo sapiens MF523115.1 7,00E-123 94 Lavras do Sul Silv 

Triatoma sp. N3 Homo sapiens KY509039.1 2,00E-142 99 Caçapava do Sul Silv 

Triatoma sp. N4 Homo sapiens KY595649.1 1,00E-124 99 Caçapava do Sul Silv 

Triatoma sp. N4 Homo sapiens MH981639.1 7,00E-113 98 Caçapava do Sul Silv 

Triatoma sp. N4 Homo sapiens KY509039.1 4,00E-95 98 Caçapava do Sul Silv 

Triatoma sp. N3 Homo sapiens KY509039.1 2,00E-142 98 Caçapava do Sul Silv 

Triatoma sp. N2 Homo sapiens KY941905.1 1,00E-109 96 Caçapava do Sul Silv 

Triatoma sp. N1 Gryllus assimilis AF248658.1 1,00E-139 97 Caçapava do Sul Silv 

Triatoma sp. N2 Gryllus assimilis AF248657.1 9,00E-122 96 Caçapava do Sul Silv 

Triatoma sp. N1 Homo sapiens KP126157.1 4,00E-145 98 Caçapava do Sul Silv 

Triatoma sp. N1 Capra hircus GU120393.1 1,00E-119 92 Caçapava do Sul Silv 

Triatoma sp. N1 Homo sapiens KX697544.1 8,00E-157 100 Caçapava do Sul Silv 

Triatoma sp. N1 Homo sapiens KY509039.1 5,00E-139 100 Caçapava do Sul Silv 

Triatoma sp. N1 Homo sapiens KY509039.1 2,00E-158 100 Caçapava do Sul Silv 

Triatoma sp. N1 Homo sapiens KX697544.1 1,00E-155 100 Caçapava do Sul Silv 

Triatoma sp. N1 Homo sapiens KY509039.1 5,00E-154 99 Caçapava do Sul Silv 

Triatoma sp. N1 Homo sapiens KX697544.1 2,00E-132 99 Caçapava do Sul Silv 

Triatoma sp. N5 Homo sapiens KX697544.1 2,00E-137 98 Caçapava do Sul Silv 

Triatoma sp. N5 Homo sapiens KY509039.1 6,00E-153 99 Caçapava do Sul Silv 

Triatoma sp. N3 Homo sapiens KY509039.1 1,00E-140 99 Caçapava do Sul Silv 

Triatoma sp. N3 Homo sapiens KX697544. 8,00E-157 100 Caçapava do Sul Silv 

Triatoma sp. N3 Homo sapiens KX697544.1 4,00E-132 99 São Jerônimo Silv 

Triatoma sp. N5 Homo sapiens MG660742.1 5,00E-95 89 São Jerônimo Silv 

Triatoma sp. N2 Homo sapiens MG660718.1 3,00E-62 83 São Jerônimo Silv 

Triatoma sp. N3 Bos taurus EU365345.1 3,00E-147 99 Caçapava do Sul Silv 

Triatoma sp. N3 Homo sapiens MK936800.1 6,00E-141 98 Caçapava do Sul Silv 

Triatoma sp. N2 Homo sapiens KP126157.1 5,00E-150 100 Caçapava do Sul Silv 

Triatoma sp. N2 Homo sapiens MN540499.1 6,00E-84 90 Caçapava do Sul Silv 

Triatoma sp. N2 Homo sapiens MF695892.1 2,00E-104 93 Caçapava do Sul Silv 

Triatoma sp. N1 Homo sapiens KX697544.1 2,00E-153 100 Caçapava do Sul Silv 

Triatoma sp. N2 Homo sapiens KP126162.1 2,00E-139 98 Caçapava do Sul Silv 

Triatoma sp. N2 Homo sapiens MK936800.1 1,00E-56 87 Caçapava do Sul Silv 

Triatoma sp. N2 Homo sapiens MK936800.1 1,00E-151 100 Caçapava do Sul Silv 

Triatoma sp. N3 Homo sapiens MG660718.1 2,00E-48 85 Caçapava do Sul Silv 

Triatoma sp. N2 Homo sapiens MK936800.1 5,00E-130 96 Caçapava do Sul Silv 

Triatoma sp. N2 Homo sapiens KX697544.1 6,00E-159    99 99 Caçapava do Sul Silv 

Triatoma sp. N2 Homo sapiens KP126157.1 2,00E-68 89 Caçapava do Sul Silv 

Triatoma sp. N1 Homo sapiens KX697544.1 6,00E-139 100 Caçapava do Sul Silv 

Triatoma sp. N1 Homo sapiens KX023905.1 8,00E-128 95 Caçapava do Sul Silv 

Triatoma sp. N5 Capra hircus MK656968.1 6,00E-164 100 Caçapava do Sul Silv 
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Triatoma sp. N5 Capra hircus MK656968.1 2,00E-164 100 Caçapava do Sul Silv 

Triatoma sp. N5 Capra hircus MK656968.1 2,00E-164 100 Caçapava do Sul Silv 

Triatoma sp. Fêmea Homo sapiens KC252383.1 5,00E-35 82 Caçapava do Sul Silv 

Triatoma sp. N1 Homo sapiens MK248333.1 1,00E-100 89 Caçapava do Sul Silv 

Triatoma sp. N1 Homo sapiens KP126150.1 2,00E-33 95 Caçapava do Sul Silv 

Triatoma sp. N5 Homo sapiens MK936800.1 6,00E-164 100 Canguçú Silv 

Triatoma sp. N5 Homo sapiens MK936800.1 4,00E-156 98 Canguçú Silv 

Triatoma sp. Macho Homo sapiens MK936800.1 5,00E-160 98 Canguçú Silv 

Triatoma sp. N3 Homo sapiens KX697544.1 3,00E-162 100 Cachoeira do Sul Silv 

Triatoma sp. N1 Homo sapiens MK936800.1 6,00E-159 99 Cachoeira do Sul Silv 

Triatoma sp. N1 Homo sapiens MK936800.1 8,00E-143 96 Cachoeira do Sul Silv 

Triatoma sp. N1 Homo sapiens MK930370.1 6,00E-99 91 Cachoeira do Sul Silv 

Triatoma sp. N1 Homo sapiens MK936800.1 8,00E-153 97 Cachoeira do Sul Silv 

Triatoma sp. N1 Homo sapiens MK936800.1 6,00E-149 98 Cachoeira do Sul Silv 

Triatoma sp. N1 Homo sapiens MK936800.1 1,00E-156 99 Cachoeira do Sul Silv 

Triatoma sp. N1 Homo sapiens LC088150.1 2,00E-129 93 Cachoeira do Sul Silv 

Triatoma sp. N5 Homo sapiens KX697544.1 2,00E-164 100 Cachoeira do Sul Silv 

Triatoma sp. N3 Homo sapiens KX697544.1 3,00E-162 100 Cachoeira do Sul Silv 

Triatoma sp. N5 Homo sapiens MF437219.1 5,00E-130 98 Cachoeira do Sul Silv 

Triatoma sp. N5 Homo sapiens 

Canis lupus 

familiaris 

KX697544.1 

JX849653.1 

3,00E-137 

6,00E-149 

100 

99 

Cachoeira do Sul Silv 

Triatoma sp. N1 Homo sapiens MK049277.1 6,00E-68 91 Cachoeira do Sul Silv 

Triatoma sp. N1 Homo sapiens MK936800.1 5,00E-37 95 Cachoeira do Sul Silv 

Triatoma sp. N5 Homo sapiens AY509658.1 5,00E-145 100 Cachoeira do Sul Silv 

Triatoma sp. N1 Homo sapiens KX697544.1 2,00E-129 100 Cachoeira do Sul Silv 

Triatoma sp. N1 Homo sapiens DQ236097.1 2,00E-148 99 Cachoeira do Sul Silv 

Triatoma sp. N1 Mus musculus KF697004.1 5,00E-84 92 Cachoeira do Sul Silv 

Triatoma sp. N1 Homo sapiens MK936800.1 1,00E-157 100 Cachoeira do Sul Silv 

Triatoma sp. N1 Homo sapiens KP126162.1 2,00E-139 98 Cachoeira do Sul Silv 

Triatoma sp. N1 Homo sapiens 

Canis lupus 

familiaris 

MK936800.1 

JX849653.1 

2,00E-88 

2,00E-88 

98 

98 

Encruzilhada do Sul Silv 

Triatoma sp. N1 Homo sapiens MK936800.1 1,00E-120 95 Encruzilhada do Sul Silv 

Triatoma sp. N5 Homo sapiens MK936800.1 2,00E-149 100 Encruzilhada do Sul Silv 

Triatoma sp. N1 Homo sapiens NG_041830.

1 

5,00E-60 89 Canguçú Silv 

Triatoma sp. N1 Homo sapiens MF991434.1 6,00E-55 84 Canguçú Silv 

Triatoma sp. N1 Homo sapiens 

Planigale maculata 

Canis lupus 

familiaris 

MK936800.1 

KX604037.1 

JX849653.1 

2,00E-149 

2,00E-149 

2,00E-148 

100 

100 

99 

Canguçú Silv 

Triatoma sp. N1 Homo sapiens LC088150.1 2,00E-113 93 Canguçú Silv 

Triatoma sp. N2 Homo sapiens MK936800.1 6,00E-119 98 Lavras do Sul Silv 

Triatoma sp. N1 Homo sapiens MK936800.1 1,00E-81 92 Lavras do Sul Silv 
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Canis lupus 

familiaris 

Planigale maculata 

JX849653.1 

KX604037.1 

1,00E-81 

3,00E-82 

92 

92 

Triatoma sp. N2 Homo sapiens 

Planigale maculata 

MK936800.1 

KX604037.1 

3,00E-147 

3,00E-147 

99 

99 

Lavras do Sul Silv 

Triatoma sp. N3 Homo sapiens 

Canis lupus 

familiaris 

Planigale maculata 

DQ236097.1 

JX849653.1 

KX604037.1 

8,00E-138 

1,00E-135 

1,00E-136 

98 

97 

97 

Lavras do Sul Silv 

Triatoma sp. N3 Homo sapiens MK936800.1 2,00E-113 95 Lavras do Sul Silv 

Triatoma sp. N1 Homo sapiens MF437280.1 2,00E-119 95 Lavras do Sul Silv 

Triatoma sp. N3 Ovis aries AJ971339.1 4,00E-131 96 Lavras do Sul Silv 

Triatoma sp. N1 Homo sapiens DQ236097.1 2,00E-134 97 Lavras do Sul Silv 

Triatoma sp. N3 Homo sapiens MK936800.1 3,00E-67 91 Lavras do Sul Silv 

Triatoma sp. N5 Homo sapiens 

Canis lupus 

familiaris 

Planigale maculata 

MK936800.1 

JX849653.1 

KX604037.1 

7,00E-114 

7,00E-114 

7,00E-114 

99 

99 

99 

Lavras do Sul Silv 

Triatoma sp. N2 Homo sapiens MK936800.1 6,00E-149 100 Lavras do Sul Silv 

Triatoma sp. N1 Homo sapiens MK936800.1 5,00E-155 100 Lavras do Sul  

Triatoma sp. N5 Neacomys sp. MG262334.1 6,00E-20 88 Lavras do Sul Silv 

Triatoma sp. N4 Homo sapiens MH981900.1 8,00E-83 96 Lavras do Sul Silv 

Triatoma sp. N1 Mus musculus MN627229.1 3,00E-122 99 Lavras do Sul Silv 

Triatoma sp. N1 Homo sapiens KY645732.1 4,00E-86 92 Lavras do Sul Silv 

Triatoma sp. N2 Homo sapiens MK134334.1 4,00E-35 88 Lavras do Sul Silv 

Triatoma sp. N2 Homo sapiens MH553891.1 5,00E-55 89 Caçapava do Sul Silv 

Triatoma sp. N3 Mus musculus  KF697020.1 2,00E-64 92 Caçapava do Sul Silv 

Triatoma sp. N3 Homo sapiens MH981900.1 8,00E-143 98 Caçapava do Sul Silv 

Triatoma sp. N1 Mus musculus KT376853.1 4,00E-51 89 Caçapava do Sul Silv 

Triatoma sp. N1 Homo sapiens EF657578.1 6,00E-64 91 Caçapava do Sul Silv 

Triatoma sp. N2 Homo sapiens MK936800.1 3,00E-107 96 Caçapava do Sul Silv 

Triatoma sp. N2 Homo sapiens 

Canis lupus 

familiaris 

MK936800.1 

JX849653.1 

1,00E-111 

1,00E-111 

99 

99 

Caçapava do Sul Silv 

Triatoma sp. N2 Homo sapiens KX697544.1 6,00E-114 98 Caçapava do Sul Silv 

Triatoma sp. N4 Homo sapiens 

Canis lupus 

familiaris 

MK491411.1 

JX849653.1 

8,00E-108 

8,00E-108 

97 

97 

Caçapava do Sul Silv 

Triatoma sp. N3 Homo sapiens MK936800.1 5,00E-125 96 Caçapava do Sul Silv 

Triatoma sp. N3 Homo sapiens KX697544.1 2,00E-129 98 Caçapava do Sul Silv 
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11 ANEXO 2 
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