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RESUMO

OBJETIVO

O Trypanosoma cruzi compreende populações altamente heterogêneas classificadas em seis unidades de tipagem discreta (DTU’s)
denominadas Tc-I a Tc-VI e TcBat. A história evolutiva do T. cruzi tem uma associação muito forte com seus hospedeiros mamíferos e
alguns estudos filogenéticos e ecolobiológicos sugerem que ecótopos, hospedeiros e vetores são fatores que determinam as diferentes
linhagens de T. cruzi.

MÉTODOS

Caracterizamos isolados de T. cruzi de indivíduos sinantrópicos de Didelphis virginiana e Rattus rattus capturados na aldeia de
Molas, Yucatan.

RESULTADOS

Quarenta domicílios foram selecionados e armadilhas foram colocadas no quintal de janeiro a maio de 2014. Sessenta e seis
gambás (Didelphis virginiana) e 25 ratos (Rattus rattus) foram capturados e 13 foram diagnosticados como T. cruzi infectados
por microhematócrito e hemocultura. Dez isolados de T. cruzi foram obtidos para análise filogenética com os genes SSU rDNA,
gGAPDH e Citocromo B para descrever as relações entre eles e classificá-los nos diferentes DTU´s.

CONCLUSÕES

Este estudo demonstrou a participação dos animais sinantrópicos D. virginiana e R. rattus como reservatórios do T. cruzi em Yu-
catan_Mexico e os diferentes isolados do parasita pertenceram ao Tc-I. A proximidade dessas espécies com o ambiente doméstico
favorece o contato do tripanossomo com a população humana no ambiente doméstico.
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INTRODUÇÃO

A doença zoonótica Tripanossomíase americana ou doença
de Chagas, tem distribuição que se estende desde o sul dos Es-
tados Unidos até a América do Sul. Atualmente é considerada
uma patologia parasitária que causa danos na saúde pública e
na economia da América Latina1-3.

A análise filogenética do Tripanosoma cruzi baseada em uma
série de marcadores nucleares e mitocondriais indicam que o
gênero Trypanosoma é monofilético4,5. A hipótese da monofilia
sugere que um parasita ancestral deu origem aos tripanosso-
mos de mamíferos na África, América e Austrália. As primeiras
formas do T. cruzi foram associadas aos marsupiais da família
Didelphidae há 80 milhões de anos6,7. Com o passar do tempo,
o T. cruzi se adaptou a diferentes mamíferos e, devido aos
hábitos hematófagos dos vetores8, desenvolveu ciclo digenéti-
co devido as diferentes pressões seletivas, originou extensa
variedade de populações desse parasita9.

Durante anos, os estudos sobre o perfil eletroforético de iso-
enzimas10,11 e outras técnicas moleculares, foram realizados 
para identificar seis unidades de tipagem discreta (DTU) de T. 
cruzi geneticamente relacionados, denominados Tc-I a Tc-VI e 
TcBat que estão presentes em diferentes ecótopos e determi-
nam a ecologia evolutiva do parasita de uma região e associam 
os caracteres biológicos às manifestações clínicas da doença12-14. 

Todos os DTUs são considerados infecciosos para humanos, 
alguns estudos sugerem que Tc-II, Tc-III e Tc-IV estão associa-
dos a ambientes domésticos, com manifestações crônicas da 
doença, Tc-III e Tc-IV estão associados a ambientes selvagens e
Tc -I com ambos os ambientes14-16.

No México, estudos vêm sendo realizados desde 1998 utili-
zando várias técnicas de caracterização molecular e biológica 
do T. cruzi isolados de triatomíneos, mamíferos hospedeiros 
e humanos, estudo que revelam a presença de T. cruzi grupo 
I principalmente no sudeste do México e T. cruzi II no centro 
deste país com variações no comportamento biológico em mod-
elos murinos quanto à parasitemia, mortalidade e tropismo17-22. 

Estudos ainda são escassos, mas revelaram que as popu-
lações de T. cruzi circulam entre os mamíferos hospedeiros, 
vetores e ecótopos de forma seletiva, dependendo da asso-
ciação (hospedeiro-parasita).

O presente estudo foi realizado no município de Molas, Yu-
catan, onde a proximidade entre as espécies silvestres, os an-
imais domésticos e os triatomíneos podem representar risco
para a transmissão do T. cruzi para humanos.

Nesse trabalho, caracterizamos filogeneticamente os isolados
de T. cruzi que circulam na população sinantrópica de D. vir-
giniana e R. rattus da cidade rural de Molas, Yucatán, México.

MÉTODOS

Área de estudo e mamíferos capturados

O estudo foi realizado na cidade de Molas (20 ° 48’00’’N e
89 ° 38’00’’W), localizada 16 km ao sul da cidade de Mérida,
Yucatán, México. Esta cidade tem uma população de 2.014
habitantes e está dentro dos limites da Reserva Ecológica do
Cuxtal. Possui clima sub-úmido quente com chuvas de verão
com temperatura média anual superior a 26°C. Em torno da
zona peri-urbana, fragmentos de vegetação secundária pre-
dominam em diferentes estágios de sucessão, compostos por
espécies nativas de floresta decídua baixa (Ceiba aesculifolia
Bombaceae, Bursera Simaruba Burceraceae e Talisia Olivae-
formis Sapindaceae, entre outras) e pequenos fragmentos com
características desta selva cuja altura varia de 6 a 15 m.

A amostragem foi realizada em um total de 40 domicílios (5m
para casas) no município de Molas (Figura 1) com 20 armadilhas
Tomahawk Inc.®, 20 armadilhas Sherman® foram colocadas

em cada quintal usando frutas da estação e aveia com baunil-
ha, como isca, respectivamente, por três dias consecutivos de
cada mês no período de janeiro a maio de 2014. As armadilhas
foram marcadas no momento de sua colocação com uma et-
iqueta no topo com as seguintes informações: data, número
de indivíduos capturados e o número de residência atribuído.

Figura 1. Localização geográfica da cidade de Molas, Yucatan, México.

Os animais foram sedados com 1–5 mg/kg de cetamina e
limpeza asséptica com solução de etanol 70% antes da cole-
ta das amostras. Duas alíquotas de sangue foram coletadas
por punção cardíaca, uma parte do sangue foi transferida para
tubos estéreis contendo álcool para análise de PCR e a outra
para hemocultura.

Para o teste de microhematócrito, dois tubos capilares hep-
arinizados foram preenchidos com 50 ul e centrifugados a
3000g por 1 min. A camada leucocitária foi colocada em uma
lâmina e coberta com uma lamínula, e toda a área da lâmina
foi analisada sob a luz.

Todos os procedimentos de manuseio dos animais foram re-
alizados de acordo com o Comitê de Ética no Uso de Animais
da Faculdade de Medicina Veterinária da Universidade de São
Paulo, Brasil

Isolamento de Tripanossoma

Para detectar os tripanossomatídeos, amostras de sangue
foram inoculadas em tubos Vacutainer contendo meio bifási-
co consistindo de 15% de hemácias de ovelha na fase sólida
(base de ágar sangue), sobrepostas por meio de triptose de
infusão de fígado líquido (LIT) suplementado com 20% de soro
fetal bovino23. A cultura foi incubada a 28ºC e cultivada em
meio LIT para preparação de DNA, e os isolados foram crio-
preservados em nitrogênio líquido na Coleção Brasileira de
Tripanossomatídeos (CBT), no Departamento de Medicina Vet-
erinária Preventiva e Saúde Animal da Faculdade de Medicina
Veterinária, Universidade de São Paulo, Brasil. As amostras de
sangue foram fixadas em etanol (amostras primárias) para de-
tecção molecular.

Extração e amplificação de DNA de sangue e cultura

Foi extraído DNA das amostras das culturas de tripanos-
soma pelo método do fenol-clorofórmio. A extração do DNA
do sangue foi realizada de acordo com o protocolo sugerido
pelo fabricante do kit Purelink (Thermo Fisher Scientific Inc,
2012, EUA). As amostras de DNA foram submetidas à reação
em cadeia da polimerase convencional (PCR), como resulta-
dos gerou-se fragmentos de ~900 pb correspondente ao rDNA
V7V8 SSU12,23, gGAPDH (~600pb)24 e citocromo B (~400pb)12.
Os produtos da PCR do tamanho esperado foram purificados
e sequenciados em sequenciador automático (ABI Prism 310,
Applied Biosystems, Foster City, CA).
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Análise filogenética

As sequências obtidas foram alinhadas com sequências
previamente determinadas para outras espécies de tripanos-
somatídeos disponíveis no GenBank (Tabela 1) usando o pro-
grama ClustalX25 e foram ajustadas manualmente usando o
programa GeneDoc26. As sequências foram usadas para con-
struir árvores filogenéticas usando o método de Máximo par-
cimônia, por meio do programa PAUP versão 4.0b1027 com 500
réplicas de bootstrap. A análise bayesiana foi realizada usando
MrBayes v3.1.228 com 1.000.000 de réplicas. Os primeiros 25%
das árvores descartadas e as árvores restantes foram usadas
para calcular a probabilidade bayesiana.

RESULTADOS

Um total de 91 mamíferos, entre Rattus novergicus (n = 25)
e Didelphis virginiana (n = 66) foram coletados da área de
estudo e examinados. A taxa geral de infecção dos mamíferos

selvagens foi determinada pelo microhematócrito e hemocul-
tura; 11,83% (13/91) foram positivas das quais 9,1% (10/91)
foram positivadas após o cultivo estabelecido.

As sequências dos genes SSU rDNA, gGAPDH e citocromo B
(CytB) foram obtidas de dez isolados e comparadas com se-
quências depositadas no GenBank e as topologias congruentes
foram obtidas por máxima parcimônia e análise bayesiana.

Os isolados foram agrupados como T. cruzi (100% boostrap
/ probabilidade 1,0 a posteriori). Todos os isolados de T. cruzi
obtidos pertencem ao Grupo TCI (100% boostrap/100% probab-
ilidade a posteriori) (Figura 2A e 2B).

Análises intraespecíficas foram realizadas por meio do gene
Cyt B (Figura 2C) quando comparadas às cepas de referên-
cia do GenBank dos isolados mexicanos oriundos de diferentes
hospedeiros (Triatoma dimidiata, Homo sapiens, Dipetalo-
gaster maxim, Triatoma pallidipennis)29 não mostraram dif-
erenças entre elas (100 %).

Tabela 1: Isolados de tripanossoma, hospedeiro e origem geográfica e sequên-
cias de SSU rDNA, gGAPDH e citocromo B usados para análise filogenética
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a As sequências determinadas neste estudo e depositadas no GenBank estão sublinhadas em negrito. México (MX) e estados brasileiros: Espírito Santo (ES); São Paulo
(SP); Rondônia (RO); Mato Grosso (MT); Bahia (BA); Mato Grosso do Sul (MS); Amazonas (AM); Rio Grande do Norte (RN); Maranhão (MA).
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Figura 2. Árvores filogenéticas inferidas por máxima parcimônia e inferência bayesiana. A. Gene SSU rDNA com 48
sequências de tripanosomatídeos do GenBank com T. rangeli como grupo externo. Os números dos nós são os valores de suporte para os ramos 

principais (Boostrap / probabilidade posterior); Gene B. gGAPDH com 20 sequências de tripanossomatídeos do GenBank com T. dionisii 
como grupo externo. Os números dos nós são os valores de suporte para os ramos principais (Boostrap / probabilidade posterior); C.

Gene Cyt B com 19 sequências de tripanossomatídeos do GenBank. Os números dos nós são os valores de suporte para os ramos principais 
(Boostrap / probabilidade posterior). Os isolados do estudo foram sublinhados.
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DISCUSSÃO

A ocorrência de infecção por T. cruzi no sangue de mamíferos
sinantrópicos é de 11,83% detectada por meio de microhe-
matócrito.Os resultados do nosso estudo mostram semelhanças
com outros estudos realizados em Didelphis30-32, demonstrando
a importância dos gambás do gênero Didelphis em várias zonas
geográficas de Yucatan, como reservatórios de T. cruzi.

As análises filogenéticas de T. cruzi dos isolados de D. vir-
giniana e R. rattus obtidos de Molas foram agrupadas em Tc-I,
o DTU mais comum no México. A positividade do T. cruzi em
mamíferos sinantrópicos de Molas foi de 11,83%. Os resultados
do nosso estudo mostram semelhanças com estudos anteriores
e recentes30-32.

No entanto, os resultados sobre o genótipo de T. cruzi que
está presente na população sinantrópica de D. virginiana e
R. rattus da cidade de Molas, estão de acordo com os relatos
feitos desde 1992 das cepas de Yucatecan de vetores, de an-
imais silvestres e de humanos33,34, bem como outras regiões
do México34,17,19,35,36 relatando que a linhagem 1 (classificação
antiga) está circulando em diferentes ciclos de transmissão
desse parasita.

Bosseno e colaboradores19 obtiveram 56 isolados (T. lon-
gipennis, T. pallidipennis, Humanos, T. barberi, D. virginiana,
T. phyllostoma, T. picturata, D. marsupialis e gambá Philan-
der) de nove estados da República Mexicana (Colima, Guana-
juato, Jalisco, Morelos, Nayarit, Oaxaca, Veracruz, Yucatan e
Zacatecas) de acordo com as análises relatadas, todos os isola-
dos corresponderam à linhagem I exceto 2,4% destes, por esta-
rem agrupados a linhagem II; que corresponderam aos isolados
localizados em Veracruz de D. virginiana e gambá Philander.

Em 2012, o primeiro relato feito no México, detectou difer-
entes DTU circulando nos mesmos ciclos de transmissão, este
estudo foi realizado capturando 300 triatomíneos (T. dimidia-
ta) em residências e peridomicílios das localidades de Orizaba
e Cordova em Veracruz, encontrando infecção natural por T.
cruzi em 13,7% (41/300) e os seguintes UDTs foram detectados
por vários métodos moleculares: Tc- I: 27% (9/33), Tc-II: 12%
(4/33)), Tc-III: 15% (5/33), Tc-IV: 18% (6/33) e Tc-V : 27% (9/33),
indicando nítida diversidade com altas frequências dos difer-
entes DTUs do T. cruzi apesar do número limitado de amostras22. 

Apesar dos diferentes estudos que mostram diferentes DTU 
distribuídas no México, a predominância de Tc-I em nosso estudo 
pode ser devido ao fato de que foi demonstrado que os vetores 
podem atuar como filtros biológicos, selecionando as populações 
do parasita a serem transmitidas por meio de mecanismos es-
pecíficos como fatores imunes intestinais, enzimas digestivas e 
fatores líticos entre outros37,38 dessa forma, determinam a etio-
logia das cepas de T. cruzi envolvidas no ciclo de transmissão39. 

Por outro lado, deve-se mencionar que nossos resultados são 
compatíveis com os estudos de Roelling e colaboradores40,41

que demonstraram a associação genótipo-hospedeiro no sud-
este dos Estados Unidos com duas espécies de marsupiais por 
infecção experimental (Monodelphis domestica e D. virginiana
), onde a associação de Didelphis com DTU I, sugere que a 
dinâmica de infecção das diferentes cepas de T. cruzi pode 
variar consideravelmente em diferentes hospedeiros selvagens. 

No estado de Yucatan, apenas 42 casos humanos foram doc-
umentados com cardiomiopatia chagásica entre 1970-198543,44, 
uma característica predominante do DTU I. Estudos recentes 
mostraram que em Yucatan, a soroprevalência varia entre 1% 
em áreas urbanas e até 4 % em localidades rurais45,46. Neste 
estudo, é possível que o fluxo genético das populações de
T. cruzi seja o mesmo entre D. virginiana e R. rattus, quais
transitam entre o ecótopo silvestre e doméstico devido ao seu
comportamento sinantrópico, estabelecendo abrigos dentro e
fora das moradias humanas, obrigando os vetores (T. dimidia-
ta) à adaptação domiciliar, onde encontram abrigo e alimento

suficiente tanto de sangue humano como de animais domésti-
cos, em consequência, a população humana pode ser exposta
ao T .cruzi e desenvolver Doença de Chagas.

Os ciclos de transmissão do T. cruzi nesta área estão ligados
principalmente por populações sinantrópicas e seus padrões
de movimento. Nos EUA, D. virginiana apresenta comporta-
mento familiar e tem movimentação constante em seu ter-
ritório47-50. Nos ciclos silvestres de transmissão do Trypanosoma
cruzi são mantidos por mamíferos selvagens terrestres e tria-
tomíneos12. No Brasil, populações domésticas de R. rattus são
responsáveis pela manutenção de colônias intradomiciliares
de espécies de Triatoma12. D. virginiana é uma espécie silves-
tre que possui hábitos sinantrópicos para a busca de alimento,
por outro lado, R. rattus é uma espécie totalmente sinantrópi-
ca e sempre associada às ocupações humanas. A proximidade
dessas espécies com o ambiente doméstico favorece o contato
do tripanossomo com a população humana e a domiciliação
das espécies de triatomíneos ao ambiente doméstico.

CONCLUSÃO

Este estudo demonstra a participação ativa de mamíferos
sinantrópicos de alta densidade populacional no ciclo de trans-
missão da doença de Chagas no município de Molas, Mérida,
Yucatán, México
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