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Infecção experimental de Rhodnius robustus Larrousse, 1927 (Hemiptera, 

Reduviidae, Triatominae) por Trypanosoma cruzi Chagas, 1909 (Kinetoplastida, 

Trypanosomatidae) IV 
 

RESUMO 

Introdução: A maioria das espécies de triatomíneos pode ser natural ou experimentalmente 

infectada por Trypanosoma cruzi, agente etiológico da doença de Chagas. Entretanto, a 

competência vetorial dos triatomíneos para transmissão do T. cruzi depende da interação da 

parasito-vetor e da constituição do parasito. Rhodnius robustus e R. brethesi têm sido 

frequentemente encontradas albergando T. cruzi I e T. cruzi IV na Amazônia brasileira e R. 

pictipes e R. pallescens (Colômbia) somente T. cruzi I. O objetivo deste estudo foi avaliar a 

suscetibilidade e competência vetorial de T. cruzi IV em Rhodnius robustus 

experimentalmente infectado. Materiais e Métodos: Foram utilizadas ninfas de 3º e 5º 

estádios alimentadas com sangue de camundongo contendo formas tripomastigotas 

metacíclicas de cultura (TMC) ou tripomastigotas sanguíneas (TS), em alimentador artificial 

ou em camundongos. Após a alimentação em camundongo não infectado, realizado a cada 20 

dias, as excretas dos insetos eram examinadas por exame a fresco e pela contagem global em 

câmara de Neubauer, para avaliação da competência vetorial. A cada 30 dias de infecção 

(dai), um pool de conteúdo intestinal (CI), obtido por dissecação de dois exemplares de cada 

grupo, era examinado para determinar a suscetibilidade à infecção. A contagem diferencial 

nas excretas e no CI foi realizado para se determinar a taxa de metaciclogênese. Resultados: 

Ninfas de 5º estádio alimentadas com TMC (G2) ingeriram maior volume de sangue (média 

de 74,5 uL) e maior quantidade de formas parasitárias (média de 149.000 TMC/µL). Ninfas 

de 3º estádio (G1) apresentaram maior positividade (33,3%) no exame a fresco das excretas e 

as do grupo G2 no conteúdo intestinal, seguido pelo grupo TSC (25,0%). Aos 20 dias após 

infecção (dai), predominaram formas tripomastigotas metacíclicas infectantes nas excretas 

dos insetos de 3/4 grupos experimentais (G1, G2 e G3) e aos 30 dai formas parasitárias eram 

visualizadas no conteúdo intestinal de todos os grupos. Maiores porcentagens de 

tripomastigotas metacíclicos foram observadas nas excretas do grupo G2 (84,1%) e no 

conteúdo intestinal de G1 (80,0%). Conclusão: R. robustus apresentou alta suscetibilidade ao 

TcIV, pois todas as ninfas estágio se infectaram com tripomastigotas de cultura ou sanguíneo 

independentemente do método utilizado para o repasto sanguíneo. R. robustus demostrou 

competência vetorial para TcIV, pois altas taxas de metaciclogênese (84,1 e 80,0%) foram 

observadas nas excretas e no CI. 

Palavras-chave: Rhodnius robustus, T. cruzi IV, suscetibilidade e capacidade vetorial.  



 

Experimental infection of Rhodnius robustus Larousse, 1927 (Hemiptera, 

Reduviidae, Triatominae) by Trypanosoma cruzi Chagas, 1909 

(Kinetoplastida, Trypanosomatidae) IV 

ABSTRACT 

Introduction: Most triatomine species may be natural or experimentally infected with 

Trypanosoma cruzi, the etiological agent of Chagas disease. However, the vectorial 

competence of triatomines for T. cruzi transmission depends on the interaction of the 

parasite-vector and the constitution of the parasite. Rhodnius robustus and R. brethesi have 

been frequently found harboring T. cruzi I and T. cruzi IV in the Brazilian Amazon and R. 

pictipes and R. pallescens (Colombia) only T. cruzi I. The aim of this study was to evaluate 

the susceptibility and vectorial competence of T. cruzi IV in experimentally infected 

Rhodnius robustus. Materials and Methods: Nymphs of the 3rd and 5th stages fed with 

mouse blood containing culture-derived metacyclic trypomastigotes (CMT) or blood 

trypomastigotes (BT), in artificial feeder (BTX) or in mice (BTM). After feeding on 

uninfected mice, every 20 days, insect excreta were examined by fresh examination and by 

the global counting in the Neubauer chamber, to evaluate vector competence. Every 30 days 

of infection (dai), a pool of intestinal contents (IC) obtained by dissecting two exemplar of 

each group was also examined to determine susceptibility to infection. Differential counts in 

excreta and IC were performed to determine the rate of metacyclogenesis. Results: Fifth 

stage nymphs fed with CMT (CMT2 group) ingested a larger blood volume (mean of 74.5 

uL) and greater amount of parasite forms (mean 149.000 CMT/μL). Nymphs of the 3rd stage 

(CMT1 group) presented higher positivity (33.3%) in the fresh examination of excreta and 

the CMT2 group in the intestinal contents, followed by the BTM group (25.0%). Metacyclic 

trypomastigote forms predominated in the excreta of insects of 3/4 experimental groups 

(CMT1, CMT2 and BTX) as early as 20 days after infection (dai) and were visualized in the 

intestinal contents of all experimental groups at 30 dai. Higher percentages of metacyclic 

trypomastigotes were observed in the excreta of the CMT2 group (84.1%) and in the 

intestinal contents of CMT1 (80.0%). Conclusion: R. robustus showed high susceptibility to 

TcIV, since ninphs of all stage became infected with culture or blood trypomastigotes. 

regardless of the method used for blood repellent. R. robustus demonstrated vectorial 

competence for TcIV, since high rates of metacyclogenesis (84.1 and 80.0%) were observed 

in excreta and in IC. 

 

Keywords: Rhodnius robustus; T. cruzi IV; Susceptibility and vectorial competence. 
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CAPÍTULO I 

 

INTRODUÇÃO 

A doença de Chagas (DC) ou tripanossomíase americana, é uma importante zoonose 

que tem como agente etiológico o protozoário Trypanosoma cruzi e como vetores insetos 

hematófagos da família Reduviidae (CHAGAS, 1909, COURA & BORGES-PEREIRA, 

2010). Atualmente, ela afeta cerca de 8 milhões de pessoas em todo o mundo (WHO, 2016). 

Ocorre principalmente na América Latina onde ela é endêmica. No entanto, nas últimas 

décadas, devido à grande mobilidade da população entre essa região e o resto do mundo, tem 

sido cada vez mais detectada nos Estados Unidos da América, Canadá, em muitos países da 

Europa e em alguns países da Ásia (WHO, 2015), portanto é um problema de saúde pública 

de grande abrangência.  

Trypanosoma cruzi é um protozoário hemoflagelado pertencente à ordem 

Kinetoplastida, família Trypanosomatidae (EL-SAYED et al, 2005) que durante o seu ciclo 

biológico se alterna entre hospedeiros invertebrados (Triatominae) e vertebrados, incluindo os 

humanos (LAMBRECH, 1965; ZELEDON & RABINOVICH, 1981; BRASIL, 2009).  

Essa espécie circula em dois ecossistemas diferentes. Um relacionado ao ciclo 

silvestre, que envolve triatomíneos silvestres e mamíferos que residem nesse ambiente como 

marsupiais, quirópteros, carnívoros, edentados, roedores e primatas, e o outro, que depende de 

vetores domiciliados, hospedeiros vertebrados domésticos (cães, gatos e roedores) e humanos, 

classificado como ciclo doméstico (COURA, 2003; FREITAS et al, 2006). A conexão entre 

esses dois ciclos é feita por animais infectados que apresentam comportamento sinantrópico, 

como roedores, morcegos, marsupiais e a pelas ações extrativistas do homem no ambiente 

silvestre (BRIONES et al, 1999). 

Apesar de grande número de triatomíneos serem vetores de T. cruzi, os principais 

transmissores na América Latina são: Triatoma infestans, T. brasiliensis, T. dimidiata, T. 

sordida, Panstrongylus megistus e Rhodnius prolixus (WHO, 2007). 

CICLO BIOLÓGICO DE Trypanosoma cruzi 

Durante o ciclo de vida do protozoário, ocorrem três formas evolutivas principais 

(Figura 1): amastigotas (Fig 1.A) e tripomastigotas sanguíneos, nos hospedeiros vertebrados; 

epimastigotas (Fig 1.B) e tripomastigotas metacíclicos (Fig 1.C), nos hospedeiros 
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invertebrados (ARAGÃO, 2013). A transição entre essas formas envolve modificações 

morfológicas e em sua expressão gênica que são desencadeadas por fatores extrínsecos 

(HEATH et al, 1990; TYLER & ENGMAN, 2001; BURLEIGH & WOOLSEY, 2002; 

SMIRCICH et al, 2015). 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 1. Desenho esquemático dos diferentes estágios de desenvolvimento de Trypanosoma 

cruzi: amastigota (A), epimastígota (B) e tripomastigota (C). Fonte: ARAGÃO (2013). 

 

Figura 2. Ciclo biológico de Trypanosoma cruzi no hospedeiro invertebrado (triatomíneo) e 

vertebrado (homem). Fonte: Infográfico: VENÍCIO RIBEIRO, ICICT/Fiocruz 

(https://goo.gl/VO9f5H).  
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O triatomíneo durante o repasto sanguíneo ingere as formas tripomastigotas 

sanguíneas no hospedeiro vertebrado. No intestino médio desses insetos, os parasitos se 

diferenciam e se multiplicam assexuadamente sob a forma de epimastigotas (FERREIRA, 

2014). Essas migram para ampola retal do vetor onde, por meio da metaciclogênese, se 

transformam em tripomastigotas metacíclicos, que poderão ser transmitidos a outros 

mamíferos no próximo repasto sanguíneo (Figura 2) (BRENER, 1973, 1997). 

O processo de metaciclogênese desperta grande interesse já que envolve a 

transformação de uma forma não infectante em outra infectante. Esse processo ocorre 

naturalmente no intestino do inseto quando as formas epimastigotas de T. cruzi são expostas a 

um ambiente pobre em nutrientes in vivo (CONTRERAS et al, 1985, 1988; BONALDO et al, 

1988; KOLLIEN & SCHAUB, 2000).  

A transmissão vetorial de T. cruzi ocorre pela deposição das excretas (fezes/urina) 

contaminadas com as formas tripomastigotas metacíclicas na mucosa ou na lesão tecidual 

causada pela picada, durante ou logo após o repasto sanguíneo. No entanto, cada vez mais, a 

transmissão oral, devido à ingestão de alimentos (polpa de açaí e suco de cana-de-açúcar) 

contaminados com excretas ou o próprio inseto triturado durante a moagem, vem sendo 

considerada a forma mais importante de infecção por T. cruzi nos mamíferos (CALVO et al, 

1992; ROQUE et al, 2008; SÁNCHEZ & RAMÍREZ, 2013). 

 

TRIATOMÍNEOS 

Os vetores da doença de Chagas (DC) ou tripanossomíase americana, são artrópodes 

pertencentes à classe Insecta, ordem Hemiptera, família Reduviidae e subfamília 

Triatominae (LENT & WYGODZINSKY, 1979). Os insetos hemípteros são caracterizados 

por apresentar dois pares de asas, sendo as anteriores, metade coriácea e metade 

membranosa (hemiélitro) e os membros da subfamília Triatominae, probóscide articulada, 

dividida em três seguimentos e retilínea adaptada para a sucção (SCHOFIELD, 1994; 

GURGEL GONÇALVES et al, 2012).   

Todos os estágios evolutivos do vetor são suscetíveis a infecção por Trypanosoma 

cruzi, agente etiológico da DC (CHAGAS, 1909), visto que, após a eclosão dos ovos, todas 

as formas evolutivas são hematófagas (NOIREAU et al, 2009; ALEVI et al, 2012b). No 

entanto, devido ao fato de não ocorrer transmissão transovariana, a infecção dos mesmos 

ocorre após ingestão de sangue de hospedeiros vertebrados contendo formas 

tripomastigotas de T. cruzi (SCHOFIELD, 1979).  
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Além disso, todas as espécies de triatomíneos possuem competência para transmitir 

T. cruzi (NOIREAU et al, 2009), sendo que esses insetos podem ser classificados em três 

categorias de acordo com a importância epidemiológica: 1) - Domiciliares: Colonizam 

domicílios humanos em alta densidade, antropofílicos e com alta suscetibilidade a infecção 

natural por T. cruzi como Rhodnius prolixus (STAL, 1859) e Triatoma infestans (KLUG, 

1834). Com exceção de Triatoma rubrofasciata, que é exclusivamente domiciliado, os 

demais insetos dessa categoria são passíveis de serem encontrados em habitats silvestres 

(FORATTINI, 1980; DIAS, 1987; SILVEIRA & REZENDE, 1994). 2) - Peridomicíliares: 

Geralmente são silvestres, mas costumam invadir as habitações humanas, onde podem 

formar pequenas colônias. As espécies Triatoma brasiliensis (NEIVA, 1911), 

Panstrongylus megistus (BURMEISTER, 1835), Triatoma sordida (STAL, 1859) e 

Triatoma pseudomaculata (CORRÊA & ESPÍNOLA, 1964) apresentam esse 

comportamento peridomiciliar (FORATTINI, 1980; DIAS, 1987; SILVEIRA & 

REZENDE, 1994). 3) - Estritamente silvestres: Espécies que mantêm os focos naturais da 

protozoose em ecótopos silvestres, portanto, só transmitem T. cruzi para homem quando 

este invade esses locais, como ocorre durante as atividades extrativistas. Dentro dessa 

categoria destaca-se Panstrongylus geniculatus (LATREILLE, 1811), que é encontrado nas 

tocas de tatu do gênero Dasypus sp. apresentando ampla distribuição em áreas endêmicas 

da DC. Porém outros podem ser encontrados, entre eles o Triatoma rubrovaria 

(BLANCHARD, 1843) Triatoma vitticeps (STAL, 1859) e Rhodnius domesticus (NEIVA 

& PINTO, 1923) (FORATTINI, 1980; DIAS, 1987; SILVEIRA & REZENDE, 1994). 

Normalmente as espécies silvestres de triatomíneos são encontradas em tocas de 

mamíferos e também colonizando ninhos de aves em palmeiras. As espécies que se 

alimentam preferencialmente de sangue de aves são menos propensas a transmitir T. cruzi 

pelo fato das aves serem refratárias à infecção por esse parasito (LENT & 

WYGODZINSKY, 1979). No entanto, algumas espécies como T. infestans (principal 

vetor), R. prolixus, P. megistus, T. sordida e T. brasiliensis, foram introduzidas nos 

ecótopos artificiais e se adaptaram aos ambientes peridomicíliares (como galinheiros, 

chiqueiros e currais) e o intradomicílio (COURA et al, 2002).   

Ao ocupar ecótopos artificiais, as fontes alimentares desses triatomíneos passaram a 

ser sangue de animais e de humanos presentes nesses ambientes (SCHOFIELD, 1994; 

NOIREAU et al, 2002; NOIREAU et al, 2005). Em diversas regiões da América Latina, os 

mesmos podem ser encontrados com alta densidade populacional, principalmente nas 
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moradias rurais, onde ocasionalmente podem transmitir o parasito para humanos (NOIREAU 

et al, 2005). Atualmente, a subfamília Triatominae é composta por 152 espécies das quais, as 

descritas no parágrafo anterior, são definidas como vetores principais, devido à: grande 

capacidade de colonização de habitações humanas, altos índices de infecção natural pelo T. 

cruzi e relevância epidemiológica na transmissão do parasito ao homem (SCHOFIELD, 

1994; NOIREAU et al, 2005; BRASIL, 2006; ALEVI et al, 2012a; GALVÃO, 2015; 

MENDONÇA et al, 2016; SOUZA et al, 2016).  

  

COMPORTAMENTO DOS TRIATOMÍNEOS 

Os triatomíneos são insetos hematófagos e possuem hábitos noturnos portanto, durante 

o dia, costumam se abrigar em fendas e outros nichos e, no período noturno, buscam 

alimentos e parceiros para reprodução. Eles utilizam de estímulos químicos, térmicos e 

visuais para se orientar e detectar fonte de alimento e predadores (BELINATO, 2014).  

Os estímulos químicos podem ser intraespecíficos (feromônios sexuais, de agregação 

e de alarme) e interespecíficos (aleloquímicos), os quais são utilizados para reconhecimento 

do ambiente, dos hospedeiros e de locais para oviposição (BELINATO, 2014). Já a radiação 

infravermelha emitida pelos vertebrados endotérmicos, serve para os insetos distinguirem as 

alterações de temperatura na superfície da pele, pela diferença do calibre dos vasos 

(FLORES & LAZZARI, 1996; FERREIRA et al, 2007; LAZZARI, 2009; FRESQUET & 

LAZZARI, 2011).   

Além disso, a picada desses insetos é indolor, porém em algumas pessoas podem 

causar reações alérgicas, e a alimentação pode durar 20 minutos ou mais, dependendo do 

estádio evolutivo e da espécie. A defecação costuma ocorrer durante ou após o repasto 

sanguíneo, sendo esse um fator determinante para transmissão do T. cruzi, algumas espécies, 

como o T. infestans, R. prolixus e P. megistus, normalmente defecam durante o repasto 

(COMINETTI, 2010).  

 

GÊNERO Rhodnius spp. 

O gênero Rhodnius, é constituído por 19 espécies: Rhodnius amazonicus (Almeida, 

Santos & Sposina, 1973), R. barretti (Abad-Franch, Palomeque & Monteiro, 2013), R. 

brethesi (Matta, 1919), R. dalessandroi (Carcavallo & Barreto, 1976), R. domesticus (Neiva 
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& Pinto, 1923), R. ecuadoriensis (Lent & León, 1958), R. milesi (Carcavallo, Rocha, 

Galvão & Jurberg, 2001), R. marabaensis (Souza et al. 2016), R. montenegrensis (Rosa et 

al., 2012), R. nasutus (Stal, 1859), R. neglectus (Lent, 1954), R. neivai (Lent, 1953), R. 

pallescens (Barber, 1932), R. paraensis (Sherlock, Guitton & Miles, 1977), R. pictipes 

(Stal, 1872), R. prolixus (Stal,1859), R. robustus (Larrousse, 1927), R. stali (Lent, Jurberg 

& Galvão, 1993) e R. zeledoni (Jurberg, Rocha & Galvão, 2009; (GALVÃO, 2015; 

MENEGUETTI et al, 2015; SOUZA et al, 2016).  

Rhodnius robustus é uma espécie de triatomíneo predominantemente de ambientes 

silvestres podendo habitar diferentes espécies de palmeiras (Scheelea maracaibensis, 

Attalea speciosa e Acrocomia sclerocarpa) (ABAD-FRANCH et al, 2009) apresentando 

ampla distribuição geográfica na região Amazônica e significativas taxas de infecção por 

tripanosomatídeos (MILES et al, 1983; ROCHA et al, 2001; GURGEL-GONCALVES et 

al, 2009; ABAD-FRANCH et al, 2015). Porém por serem atraídos pelas luzes e se 

adaptarem nas habitações humanas, essas espécies podem se tornar importante vetor na 

transmissão do parasito, através da contaminação de alimentos e equipamentos de 

processamento de alimentos, representando risco de transmissão oral da DC (SILVEIRA et 

al, 1994; FEITOSA, 1995; BARRETO-SANTANA et al, 2011).  

Apesar dos esforços para controlar a transmissão vetorial da DC, a complexa relação 

entre vetores e mamíferos dificulta o controle da doença nas Américas (COMINETTI et al, 

2010; ABAD-FRANCH et al, 2015). 

 

CONTROLE VETORIAL  

O principal vetor responsável pela transmissão da DC nos países do Cone Sul da 

América do Sul (Argentina, Bolívia, Brasil, Chile, Paraguai e Uruguai) é o Triatoma 

infestans (DIAS et al, 2007). Essa espécie de triatomíneo, nativa dos Andes bolivianos, foi 

introduzida no Brasil através das migrações (junto aos pertences humanos ou por deposição 

dos ovos em pelos de animais ou pena de aves), onde se adaptou ao ambiente domiciliar 

(COUTINHO et al, 2012).  

Em 2006, o Brasil recebeu o “Certificado Internacional de Interrupção da 

Transmissão vetorial da doença de Chagas por Triatoma infestans”, conferida pela 

Organização Pan-Americana da Saúde (OPAS, 2006). Embora a transmissão por T. infestans 

tenha sido controlada no Brasil, espécies secundárias de triatomíneos coletados no 
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peridomicílio, passaram a assumir maior relevância na transmissão da doença 

(WOLLMANN et al, 2015).  

O risco de domiciliação de espécies secundárias, como T. brasiliensis, T. 

pseudomaculata e T. sordida é preocupante (TOLEDO et al, 1997; COUTINHO et al, 2012), 

assim como a presença de vetores silvestres em domicílios, pois esses insetos são atraídos 

pela luz durante seu voo, podendo contaminar alimentos e equipamentos de processamento 

de alimento como tem ocorrido com Rhodnius spp e P. megistus (BURMEISTER, 1835) na 

região Norte e Nordeste do país (COUTINHO et al, 2012). 

 

VARIABILIDADE GENÉTICA de T. cruzi 

Trypanosoma cruzi compreende populações amplamente heterogênicas, tanto do 

ponto de vista biológico quanto do ponto de vista genético (ZINGALES et al, 2009). Toyé 

(1974) por meio de análise de isoenzimas e as observações de Chagas em 1909? foi o 

primeiro a observar a variabilidade populacional do protozoário, demonstrando a existência 

de populações distintas do parasita nos ambientes silvestre e domiciliar contribuindo para um 

maior conhecimento da epidemiologia da DC. Desde então, os parasitos que apresentam o 

mesmo perfil de isoenzimas foram classificados em zimodemas (Z). Por meio de análises do 

perfil isoenzimático de 645 amostras de T. cruzi foram identificados 43 zimodemas, 

demonstrando a grande variabilidade da espécie (TIBAYRENC et al, 1986; TIBAYRENC 

&AYALA 1988). 

Além da análise de isoenzimas, outras técnicas moleculares como Polimorfismo de 

Comprimento de Fragmentos de Restrição (RFLP), Pulsed Field Electrophoresis, DNA 

fingerprinting, Randomly Amplified Polymorfic DNA (RAPD) para análise do kDNA e as 

sequências 24Sα rRNA e genes do mini-exon, também mostraram uma elevada diversidade 

genética de T. cruzi (VALLEJO et al, 2009). 

Um consenso internacional, com base em estudos que utilizaram diversos marcadores 

moleculares, propôs a divisão da espécie em duas linhagens principais ou dois grandes grupos 

genéticos: T. cruzi I e T. cruzi II (ANONYMOUS, 1999). Porém observou-se que algumas 

cepas não se enquadravam completamente em nenhuma dessas duas linhagens iniciais, 

sugerindo a existência de um terceiro grupo (SOUTO et al, 1996). Na sequência dos estudos, 

subdivisões na linhagem T. cruzi II (IIa, IIb, IIc, IId e IIe) foram propostas por Brisse et al, 

(2000, 2001) e uma terceira linhagem, T. cruzi III, foi posteriormente descrita por Freitas et 



19 
 

al, (2006). Porém em 2009, no Second Satellite Meeting, foi proposto uma nova revisão da 

nomenclatura, onde se chegou a um consenso de que esse parasito deve ser referido como seis 

unidades de tipagens distintas (discrete typing units-DTUs) de TcI a TcVI como mostra a 

Tabela 1 (ZINGALES et al, 2009).  Recentemente foi descrita a sétima DTU, o TcBat isolada 

de morcegos que também é capaz de infectar humanos (ZINGALES et al., 2012). 

 

Tabela 1. Nomenclatura para as divisões de Trypanosoma cruzi conforme o consenso de 

2009. 

DTU Abreviatura Equivalência 

T. cruzi I TcI T. cruzi I a e DTU I b 

T. cruzi II TcII T. cruzi II a e DTU IIbb 

T. cruzi III TcIII Z3/Z1 ASAT c, Z3-A d, DTU IIcb e T. cruzi III e 

T. cruzi IV TcIV Z3 c, Z3-B d e DTU IIab 

T. cruzi V TcV Z2 Boliviano c, rDNA 1/2 f, clonet 39 g e DTU IIdb 

T. cruzi VI TcVI Z2 Paraguaio h e DTU IIeb 

a: Anonymous (1999); b: Brisse et al, (2000); c: Miles et al, (1981); d: Mendonça et al, (2002); e: Freitas et al, 

(2006); f: Souto et al, (1996); g: Tibayrenc e Ayala (1988); h: Chapman et al, (1984). Adaptado de Zingales et al, 

(2009). Algumas publicações têm sugerido uma subdivisão da DTU TcI em quatro subgrupos (Ia, b, c e d) 

(Herreira et al, 2007; Falla et al, 2009).  

 

TcI apresenta ampla distribuição geográfica, sendo isolado desde o Sul dos Estados 

Unidos até a Argentina. Essa DTU é encontrada em várias espécies de triatomíneos e animais 

silvestres, pertencentes, aos gêneros Rhodnius spp e Didelphis spp na região Amazônica 

(Marcilli et al, 2009; MONTEIRO et al, 2012) podendo estar associada ao ciclo silvestre e 

doméstico. Foi isolada tanto de casos agudos provenientes de surtos no Pará quanto de 

pacientes crônicos no Amazonas (SANTANA et al, 2014).  

TcII, embora seja significativamente menos frequente, é também amplamente 

difundida por toda área endêmica. Porém, é a DTU predominantemente encontrada nos países 

do Cone Sul, sendo isolada de pacientes na fase crônica e associada ao ciclo doméstico 

(SPITZNER et al, 2007; ABOLIS et al, 2011; ZINGALES et al, 2012).  

Na região Amazônica, TcI tem sido isolado em diferentes espécies do gênero 
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Rhodnius e TcIV somente nas espécies R. robustus e R. bretthesi (MARCILLI et al, 2009; 

MONTEIRO et al, 2012). TcIV, assim como TcIII, é associada ao ciclo silvestre e 

responsável por surtos de infecção oral. TcV e TcVI são consideradas linhagens híbridas, 

pouco isoladas do ambiente silvestre mas, comumente encontrada em pacientes ao sul da 

América do Sul (ZINGALES et al, 2012). 

O comportamento biológico de isolados de T. cruzi obtidos de dois surtos de DC 

adquirida por via oral nos municípios de Coari e Santa Isabel do Rio Negro no Estado do 

Amazonas, Amazônia Ocidental brasileira, vem sendo estudado pelo nosso grupo. Esses 

isolados, quando inoculados por via intraperitoneal (IP) em camundongos, apresentaram uma 

parasitemia precoce (pico máximo em torno do 7º dia) e baixa, e mortalidade que variou de 

0,0 a 100,0%, enquanto que cepas do Paraná (Sul do Brasil), causam parasitemias mais longas 

e elevadas, e mortalidade nula (Reis et al, 2012). 

Esses isolados do Amazonas foram genotipados como TcI e TcIV (Monteiro et al, 

2012) e, quando inoculados pela via IP, apresentaram suscetibilidade variada ao benzonidazol 

(BZ), fármaco utilizado no tratamento da DC (Teston et al, 2013). Algumas dessas cepas 

(AM14, AM18 e AM57) apresentaram-se naturalmente resistente a este fármaco in vivo. 

Com relação à patogenicidade, camundongos inoculados pela via IP com TcIV do 

Amazonas, cujos tripomastigostas sanguíneos são predominantemente delgados (Abegg et al, 

2017), apresentaram menor número de órgãos com processo inflamatório em relação ao TcII 

do Paraná, sugerindo menor patogenicidade para a primeira DTU (Meza et al, 2014). DNA de 

T. cruzi foi detectado em todos os tecidos analisados desses animais e a proporção de órgãos 

parasitados variou com a DTU. O tratamento com BZ reduziu o parasitismo tecidual, tanto na 

fase aguda quanto na fase crônica da infecção experimental pelas DTU TcI, TcII e TcIV. No 

entanto, o número de reduções significativas variou com a DTU e fase de infecção 

(Gruendling et al, 2015).  

Mais recentemente, utilizando a via oral (VO) para a inoculação de camundongos com 

quatro dessas cepas, classificadas como TcIV, foram observados níveis elevados de 

parasitemia e maior taxa de mortalidade (3,8%) em relação aos animais inoculados por via IP, 

sugerindo maior virulência do TcIV quando inoculado oralmente (Teston et al, 2017). A 

maior severidade da infecção oral pelo TcIV pode estar associada, dentre outros fatores, à 

expressão diferenciada das glicoproteínas de superfícies gp82 e gp90, envolvidas na invasão 

da mucosa gástrica (Maeda et al, 2016). 
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Estudos in vitro com as cepas TcI, TcII e TcIV mostraram que a taxa de 

metaciclogênese pode variar tanto com a cepa quanto com a DTU do parasito, e TcIV 

apresentou as menores taxas (Abegg et al, 2017).  

DNA DO CINETOPLASTO DE T. cruzi 

  Trypanosoma cruzi possui uma região da mitocôndria diferenciada chamada de 

cinetoplasto, que está localizada próximo ao corpo basal do flagelo e alberga o DNA 

mitocondrial ou DNA do cinetoplasto (kDNA). A forma e estrutura do cinetoplasto pode 

variar de acordo com o estágio evolutivo do parasito (BRENER, 1992; SOUZA, 2009). O 

kDNA é complexo em sua organização e função, consistindo de uma grande rede entrelaçada 

de moléculas de DNA circular, os maxicírculos e minicírculos, que corresponde de 15 a 30% 

do DNA total do parasito (FIDALGO et al, 2011; TEXEIRA et al. 2011). 

Os maxicírculos apresentam fragmentos de 20 a 40 kb, são compostos por 50 cópias 

de DNA e codificam os rRNA e subunidades dos complexos respiratórios da citocromo b 

oxidase, adenosina trifosfato sintase e unidades da NADH de-hidrogenase (TEIXEIRA et al, 

2011).  Enquanto que os minicírculos, estão representados em milhares de cópias com 

tamanho aproximado de 1,4 kb, são compostos por quatro regiões conservadas e quatro 

regiões variáveis (TOMAZ, et al 2007). Quando amplificadas, a região variável gera 

fragmentos de 330 pares de base (pb), e a região conservada fragmentos de 120 pb 

(TEIXEIRA et al, 2011) (Figura 3.) 

  

 

 

 

 

 
 

 

 

 

 

 

 

Figura 3. Esquema do minicírculo do kDNA de T. cruzi mostrando as quatro regiões 

conservadas (de 120 pares de base cada) na cor cinza escuro e as quatro regiões variáveis (de 

330 pares de base cada) em cinza claro. Fonte: PIMENTEL, 2012.  
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PCR/RFLP-COII   

 

As análises por reação em cadeia da polimerase (PCR) do polimorfismo de tamanho 

dos fragmentos de restrição (RFLP) do gene da citocromo oxidase subunidade II (COII) 

vêm sendo utilizadas para detectar e genotipar simultaneamente, isolados de T. cruzi e T. 

rangeli. Descrito por Freitas et al. (2006) e modificado por Abolis et al. (2011), esse 

método molecular utiliza a enzima de restrição AluI e pode ser aplicado em vetores, animais 

silvestres e pacientes com DC. A PCR/RFLP-COII permite a detecção desses 

tripanosomatídeos, mesmo em infecções mistas, e a identificação dos seus principais grupos 

circulantes na América Latina, ou seja, TcI – TcVI (para T. cruzi) e KP1+ / KP1- (para T. 

rangeli). O uso de iniciadores especificos para T. cruzi e T. rangeli impede a ocorrência de 

reações cruzadas com outros tripanosomatídeos circulantes na natureza como Leishmania 

braziliensis, L. amazonensis, L. infantum, T. vivax e T. evansi (Sá et al, 2013; 2016). 

 

JUSTIFICATIVA 

 

Em 2006, o Brasil recebeu o Certificado Internacional de Eliminação da Transmissão 

da doença de Chagas por Triatoma infestans, o principal vetor da DC no país, conferida pela 

Organização Pan-Americana da Saúde (OPAS, 2006). Embora a transmissão de T. cruzi pelo 

T. infestans tenha sido controlada no Brasil, não se pode esquecer da grande diversidade de 

espécies de triatomíneos nativos vetores e do risco de invasão de domicílios por espécies 

secundárias como T. brasiliensis, T. pseudomaculata e T. sordida em nosso país.  

Rhodnius spp têm como habitat natural espécies de palmeiras, muitas vezes 

localizadas no peridomicílio, o que aumenta a chance de contato com os seres humanos e 

consequentemente de transmissão da DC. É também preocupante o encontro de vetores 

silvestres no interior de domicílios, atraídos pela luz, como tem ocorrido com Rhodnius spp e 

Panstrongylus megistus em áreas consideradas não endêmicas para DC (BARRETO-

SANTANA et al, 2011).  

Para ser considerado vetor da DC, o triatomíneo deve ser antropofílico, apresentar 

curto intervalo de tempo entre o repasto e a defecação, e elevada densidade populacional 

(COMINETTI, 2010). Outras características também devem ser consideradas tais como: 

suscetibilidade a infecção pelo T. cruzi ou por suas DTU; competência vetorial, ou seja, 

capacidade de produzir e eliminar junto com suas excretas, formas infectantes do parasito; e 

ser encontrado naturalmente infectado.  

Uma vez que tanto TcI quanto TcIV já foram encontrados em diferentes espécies de 
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Rhodnius e que essas duas DTU já foram isoladas das espécies R. robustus e R. brethesi 

naturalmente infectados, coletadas em áreas onde ocorreram surtos de DC oral da região 

Amazônica (Marcili et al. 2009; Monteiro et al. 2012), o estudo da infecção experimental de 

R. robustus por TcIV pode fornecer informações importantes sobre a interação de cepas dessa 

DTU com essa espécie de triatomíneo. 

 

OBJETIVOS 

 

GERAL 

 

Verificar a suscetibilidade e competência vetorial de Rhodnius robustus 

experimentalmente infectado pelo T. cruzi IV do Amazonas, Amazônia Ocidental Brasileira. 

 

ESPECÍFICOS 

 

Verificar a infecciosidade das formas metacíclicas e sanguíneas do protozoário em 

triatomíneos alimentados em alimentador artificial e em camundongos; 

Determinar a competência vetorial dessa espécie de triatomíneo verificando a presença de 

formas infectantes do parasito em suas excretas. 

 Determinar a taxa de metaciclogênese, tanto no conteúdo intestinal quanto nas excretas. 
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Artigo 1: “Infecção experimental de Rhodnius robustus Larrousse, 1927 

(Hemiptera, Reduviidae, Triatominae) por Trypanosoma cruzi Chagas, 1909 

(Kinetoplastida, Trypanosomatidae) IV”. 
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Resumo 30 

Introdução: A maioria das espécies de triatomíneos pode ser natural ou experimentalmente 31 

infectada por Trypanosoma cruzi, agente causador da doença de Chagas. Entretanto, a 32 

competência vetorial dos triatomíneos para transmissão do T. cruzi, depende da interação da 33 

parasito-vetor e da constituição do parasito. Rhodnius robustus e R. brethesi têm sido 34 

frequentemente encontradas albergando T. cruzi I e T. cruzi IV na Amazônia brasileira e R. 35 

pictipes e R. pallescens (Colômbia) somente T. cruzi I. O objetivo deste estudo foi avaliar a 36 

suscetibilidade e competência vetorial de T. cruzi IV em Rhodnius robustus 37 

experimentalmente infectado. Materiais e Métodos: Foram utilizadas ninfas de 3º e 5º 38 

estádios alimentadas com sangue de camundongo contendo formas tripomastigotas 39 

metacíclicas de cultura (TMC) ou tripomastigotas sanguíneas (TS), em alimentador artificial 40 

ou em camundongos. Após a alimentação em camundongo não infectado, as excretas dos 41 

insetos eram examinadas por exame a fresco e pela contagem global em câmara de Neubauer, 42 

para avaliação da competência vetorial. A cada 30 dias de infecção (dai), um pool de 43 

conteúdo intestinal (CI), obtido por dissecação de dois exemplares de cada grupo, era também 44 

examinado, para determinar a suscetibilidade à infecção. A contagem diferencial nas excretas 45 

e no CI foi realizado para se determinar a taxa de metaciclogênese. Resultados: Ninfas de 5º 46 

estádio alimentadas com TMC (G2) ingeriram maior volume de sangue (média de 74,5 uL) e 47 

maior quantidade de formas parasitárias (média de 149.000 TMC/µL). Ninfas de 3º estádio 48 

(G1) apresentaram maior positividade (33,3%) no exame a fresco das excretas e as do grupo 49 

G2 no conteúdo intestinal, seguido pelo grupo G4 (25,0%). Aos 20 dias após infecção (dai), 50 

predominaram formas tripomastigotas metacíclicas infectantes nas excretas dos insetos de 3/4 51 

grupos experimentais (G1, G2 e G3) e aos 30 dai formas parasitárias eram visualizadas no 52 

conteúdo intestinal de todos os grupos. Maiores porcentagens de tripomastigotas metacíclicos 53 

foram observadas nas excretas do grupo G2 (84,1%) e no conteúdo intestinal de G1 (80,0%). 54 

Conclusão: R. robustus apresentou alta suscetibilidade ao TcIV, pois todas as ninfas estágio 55 

se infectaram com tripomastigotas de cultura ou sanguíneo. Essas ninfas se infectaram 56 

independentemente do método utilizado para o repasto sanguíneo. R. robustus demostra 57 

competência vetorial para TcIV, pois altas taxas de metaciclogênese (84,1 e 80,0%) foram 58 

observadas nas excretas e no CI. 59 

 60 

Palavras-chave: Rhodnius robustus, T. cruzi IV, suscetibilidade e capacidade vetorial.  61 

 62 

Introdução 63 
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 Trypanosoma cruzi, agente etiológico da doença de Chagas (DC) [CHAGAS, 1909], 64 

acomete cerca de 8 milhões de pessoas, principalmente na América Latina, onde a doença é 65 

endêmica [WHO 2016]. Esse protozoário hemoflagelado é largamente distribuído na 66 

natureza, circulando entre insetos vetores (Hemíptera, Reduviidae, Triatominae) e várias 67 

classes de mamíferos, inclusive o homem [COURA 2003; DIAS 2006]. A infecção de seres 68 

humanos e de outros mamíferos ocorre pelo contato da pele lesada e mucosa íntegra do 69 

hospedeiro vertebrado com as fezes/urina do triatomíneo naturalmente infectado por T. cruzi 70 

[FERREIRA FILHO et al. 2011].   71 

Atualmente, infecção por via oral constitui o principal mecanismo de transmissão da 72 

DC, correspondendo de 70-80% dos novos casos da doença no Brasil [SHIKANAI-YASUDA 73 

& CARVALHO, 2012]. As DTU TcI e TcIV têm sido isoladas de surtos de DC na região 74 

Amazônica brasileira, associadas a infecção oral em seres humanos [MARCILI et al. 2009; 75 

ZINGALES et al. 2009, 2012; MONTEIRO et al. 2012]. 76 

Em estudos realizados em nosso laboratório foi evidenciado que cepas TcIV do 77 

Amazonas apresentaram variada suscetibilidade ao benzonidazol (BZ) [TESTON et al. 2013], 78 

as formas sanguíneas são predominantemente delgadas e apresentou a menor taxa de 79 

metaciclogênese em relação ao TcI e TcII [ABEGG et al. 2017], tem a menor patogenicidade 80 

em camundongo em relação ao TcII do Paraná [MEZA et al. 2014], e foi detectado em 81 

diferentes tecidos desses animais tanto na fase aguda quanto na fase crônica [GRUENDLING 82 

et al. 2015].  Foi evidenciado que à infecção oral de camundongo é mais severa do que via IP, 83 

caracterizada por uma parasitemia mais tardia e elevada [TESTON et al. 2017].  84 

As espécies do gênero Rhodnius estão entre os principais vetores de T. cruzi na 85 

América Central e norte da América do Sul. Rhodnius robustus é majoritariamente 86 

relacionado ao ambiente silvestre, habita diferentes espécies de palmeiras, tendo ampla 87 

distribuição na região Amazônica e apresentando taxas elevadas de infecção por 88 
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tripanosomatídeos [ROCHA et al. 2001; BARRETO-SANTANA et al. 2011]. Na Amazônia 89 

brasileira, R. robustus e R. brethesi têm sido frequentemente encontrados albergando as DTU 90 

TcI e TcIV enquanto que R. pictipes e R. pallescens (Colômbia) somente TcI [MARCILI et 91 

al. 2009, MONTEIRO et al. 2012; 2013]. 92 

No estudo da interação de diferentes cepas de T. cruzi com as principais espécies de 93 

vetor, foi observada variação tanto na densidade populacional do protozoário quanto nas taxas 94 

de infeção dos insetos [GARCIA et al. 1991, ALVARENGA & BRONFEN 1997, COURA & 95 

BORGES-PEREIRA 2012]. A taxa de positividade média entre diferentes espécies de 96 

triatomíneos variou de 9,8% (Triatoma dimidiata) a 91,4% (T. pseudomaculata), com uma 97 

média de 67,3% [COURA & BORGES-PEREIRA 2012].  98 

A suscetibilidade à infecção por T. cruzi e a metaciclogênese, ou seja, transformação 99 

de formas não infectantes do parasito em formas infectantes, que ocorre no tubo digestivo do 100 

vetor, são desconhecidas para R. robustus, tanto natural quanto experimentalmente infectado. 101 

Neste contexto, o estudo da interação entre TcIV e esta espécie pode fornecer subsídios sobre 102 

a sua capacidade vetorial, contribuindo para o conhecimento da epidemiologia da DC 103 

adquirida por via oral na região Amazônica. Portanto, nosso objetivo foi estudar a 104 

suscetibilidade e competência vetorial de R. robustus experimentalmente infectados por T. 105 

cruzi IV.  106 

 107 

Materiais e métodos  108 

Aspectos éticos 109 

 O uso da cepa de T. cruzi obtida de humano foi aprovado pelo comitê de ética da 110 

Fundação de Medicina Tropical Dr. Heitor Vieira Dourado (parecer número 360/07). O uso, 111 

manutenção e cuidados com os camundongos seguiram as diretrizes do Conselho Nacional de 112 
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Controle de Experimentação Animal (CONCEA) e aprovados pelo Comitê de Conduta Ética 113 

no Uso de Animais em Experimentação (CEUA) da UEM (parecer número 023/2014). 114 

Cepa de T. cruzi 115 

Foi utilizada a cepa AM14 (TcIV) [MONTEIRO et al, 2012] proveniente de paciente 116 

em fase aguda de um surto de doença de Chagas oral em Coarí, no Amazonas, que se 117 

encontra criopreservada em nitrogênio líquido na coleção de tripanosomatídeos do 118 

Laboratório de doença de Chagas (LDCh) da UEM.  119 

Triatomíneos e sua manutenção 120 

Foram utilizadas ninfas de 3o e 5o estádio de triatomíneos da espécie R. robustus, vetor 121 

da DC no Amazonas [MILES et al. 1983]. Colônias destes insetos foram gentilmente cedidas 122 

pelo Dr. José Jurberg do Laboratório Nacional e Internacional de Referência em Taxonomia 123 

de Triatomíneos do Instituto Oswaldo Cruz (IOC)/Fiocruz, e estão sendo mantidas no 124 

insetário em condições controladas de temperatura (~26 oC), umidade (~60%) e ciclo 125 

claro/escuro (12/12 h), no Setor de Parasitologia/Departamento de Ciências Básicas da 126 

Saúde/Universidade Estadual de Maringá. 127 

Grupos experimentais e Repasto infectante 128 

Foram utilizados 40 ninfas de R. robustus. Esses insetos foram divididos em quatro 129 

grupos experimentais contendo 10 ninfas cada. Grupo 1 (G1): Ninfas de 3º estádio de R. 130 

robustus infectadas com tripomastigotas metacíclicos de cultura experimento 1 em 131 

alimentador artificial; Grupo 2 (G2): Ninfas de 5º estádio de R. robustus infectadas com 132 

tripomastigotas metacíclicos de cultura experimento 2 em alimentador artificial. Grupo 3 133 

(G3): Ninfas de 5º estádio de R. robustus infectadas com tripomastigotas sanguíneo em 134 

alimentador artificial; Grupo 4 (G4): Ninfas de 5º estádio de R. robustus infectadas com 135 

tripomastigotas sanguíneo diretamente no camundongo previamente infectado. 136 
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O repasto infectante dos insetos foi realizado da seguintes formas: 1) alimentador 137 

artificial (Figura 1) contendo sangue coletado com heparina e contaminado com 2x106 138 

tripomastigotas metacíclicos derivados de cultura (TMC) / mL de cultura, utilizando meio 139 

LIT (Liver Infusion and Tryptose) [CAMARGO, 1964]; 20 ninfas foram alimentadas 140 

individualmente, para definir o volume de sangue ingerido antes e após o hematofagismo 141 

(Figura 1); 2) alimentador artificial contendo sangue infectado com 2.800 tripomastigotas 142 

sanguíneo (TS) / 0,1 mL de sangue [ALVARENGA & BRONFEN, 1997]; 3) Repasto 143 

infectante em camundongo infectado por T. cruzi (1400 TS/0,1 mL) [BRENER, 1962]. Na 144 

alimentação com sangue de camundongos infectados, tanto no alimentador como diretamente 145 

no camundongo, foram utilizados grupos contendo 10 triatomíneos cada. 146 

Avaliação do volume ingerido 147 

As ninfas foram pesadas em balança semi-analítica (BK 300 GEHAKA) antes e após o 148 

repasto infectante. Foi considerado alimentado os insetos que tiveram ganho de peso ≥ 1 mg 149 

durante o repasto. Para determinar a estimativa do volume /número de parasitos ingeridos foi 150 

considerado que 1 mg = 1 μL (1mg de peso = 1 µL de sangue ingerido). 151 

Análises das excretas 152 

Os triatomíneos foram alimentados por um período total de 100 dias. A alimentação 153 

foi feita a cada 20 dias com sangue de camundongo não infectado e anestesiado com 154 

quetamina (100 mg/kg) + xilazina (5-10 mg/kg) (1:2), seguindo as diretrizes do CONCEA. 155 

Durante ou após o repasto sanguíneo, as excretas foram coletadas e diluídas em 100 μL de 156 

PBS 0,15 M (pH 7,2).  Alíquotas de 5 μL de excretas (fezes/urina) foram coletados por inseto 157 

para os grupos 1 e 2 e nos grupos 3 e 4 coletados do pool para realização do exame a fresco 158 

em microscópio óptico com aumento de 400x [BRENER et al. 1962] e 10 μL de excretas para 159 

contagem global [ALVARENGA & BRONFEN, 1997]. Para determinar a percentagem de 160 
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insetos positivos na contagem global (%CG+) e percentagem de insetos positivos no Exame a 161 

Fresco (%EF+) foi determinado pelo método de Brener et al. [1962].  162 

Foram retirados 10 µL do pool excretas para a confecção dos esfregaços corado com 163 

Giemsa para contagem diferencial (CD) e assim determinar o número e a proporção (%) de 164 

formas tripomastigotas metacíclicas (TM), epimastigotas (EP) e atípicas (AT) por inseto. Na 165 

contagem diferencial ao invés de utilizar a contagem das 500 formas parasitarias descrito por 166 

Camargo [1964], foi realizada a contagem do esfregaço inteiro em microscópio com objetiva 167 

de imersão (x 100), devido à baixa quantidade de formas parasitarias visualizadas no 168 

esfregaço. 169 

Determinação das taxas de Infecciosidade e Mortalidade 170 

A taxa de infecciosidade foi obtida pela razão entre o número de insetos infectados e o 171 

número de insetos submetidos ao repasto sanguíneo X 100.  Foi considerado infectado o 172 

inseto que apresentou resultado positivo em pelo menos uma das técnicas empregadas (EF, 173 

CG, CD e PCR/RFLP do gene da citocromo oxidase subunidade II (COII).  174 

A mortalidade foi avaliada durante todo o experimento para se determinar a taxa de 175 

mortalidade cumulativa. 176 

Análise do conteúdo intestinal 177 

A cada 30 dias, durante um período de 120 dias, dois exemplares de cada grupo eram 178 

dissecados e seus intestinos retirados e macerados em pool com 100 μL de PBS 0,15 M. 179 

Cinco microlitros desse macerado eram utilizados para realizar a técnica de Brenner et al. 180 

[1962], 10 μL para contagem global e 10 μL para confecção do esfregaço corado pelo Giemsa 181 

para contagem diferencial. Foram analisados os mesmos parâmetros descritos anteriormente. 182 

Às amostras foram adicionados 500 μL de álcool 70º as quais eram armazenadas em freezer a 183 

– 20 ºC para posterior extração de DNA. 184 
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Reação em Cadeia da Polimerase-Polimorfismo de Tamanho do Fragmento de 185 

Restrição (PCR/RFLP) 186 

O DNA do T. cruzi foi extraído do pool de excretas e de conteúdo intestinal (CI) dos 187 

insetos, pelo método convencional de fenol/clorofórmio descrito por Macedo et al. [1992].  O 188 

polimorfismo de tamanho do fragmento de restrição (RFLP) foi analisado por reação em 189 

cadeia da polimerase (PCR) do gene da citocromo oxidase subunidade II (COII) segundo Sá 190 

et al. [2013]. 191 

 A reação em cadeia de polimerase foi realizada em um volume final de 15 uL, 192 

contendo 3,1 pmol de iniciadores Tcmit-10 (5'-CCA TAT ATT GTT GCA TTA TT-3′) e 193 

Tcmit-21 (5'-TTG TAA TAG GAG TCA TGT TT-3'), 2 ng de DNA, 2,5 uM de dNTP, 3,5 194 

mM de MgCl2, 1 UI da Platinum Taq DNA polimerase (Invitrogen) e tampão fornecido pelo 195 

fabricante. A amplificação foi processada no termociclador Techne TC-512 com desnaturação 196 

inicial a 94 °C durante 1 min, seguido por 30 ciclos (94 °C durante 30 s, 48 °C durante 2 min, 197 

e 72 °C durante 2 min) e a extensão final a 72 °C durante 10 min. Os fragmentos de 198 

aproximadamente 400 pares de bases (pb) para T. cruzi foram analisados em gel de 199 

poliacrilamida a 6%, revelados pela prata e gravados digitalmente [SOUTO et al. 1996; 200 

FREITAS et al. 2006; VALENTE et al. 2009; SÁ et al. 2013]. A genotipagem da cepa foi 201 

realizada através da técnica PCR/RFLP (Polimorfismo de Tamanho do Fragmento de 202 

Restrição), onde 10 μL do produto da amplificação foi digerido com 10 U (1 μL) da enzima 203 

de restrição AluI (New England BioLabs) no tampão (1 μL) fornecido pelo fabricante, a 204 

duração da incubação foi 16 h a 37ºC [SÁ et al. 2013; 2016]. A PCR/RFLP foi empregada 205 

para verificar a infecção dos insetos do grupo 4 e confirmar a DTU do T. cruzi. 206 

Análises estatísticas 207 

Os dados obtidos foram digitados em planilha do programa Microsoft Excel 2010 e 208 

analisados estatisticamente com o auxílio do software Statistica 13.1 e R 3.0.2. Foi realizada 209 



40 
 

avaliação de médias e os desvios padrão para as variáveis quantitativas. Foi utilizado o teste 210 

não paramétrico de Mann-Whitney para comparação entre dois grupos. Já para as variáveis 211 

qualitativas foi utilizado tabelas de frequências com percentual seguidas do teste exato de 212 

Fisher. O nível de significância adotado nos testes foi de 5%, ou seja, foram consideradas 213 

significativas as associações cujo p<0,05.  214 

 215 

Resultados 216 

Volume e número médio de tripomastigotas ingeridos por inseto 217 

Para as ninfas de 3º (G1- n=10) não foi possível calcular o volume e número de formas 218 

parasitárias ingeridos, uma vez que elas apresentaram peso inferior à capacidade mínima de 219 

detecção da balança semi-analítica. As ninfas de 5º estádio (G2 -n=10) apresentaram 220 

diferenças no peso de antes e após o repasto infectante (p=0,0010), ingerindo em média 74,5 221 

mg de sangue, o que corresponde, em média, a 149.000 TMC/µL. 222 

A eficiência da infeção dos insetos por meio de alimentação artificial e em 223 

camundongo previamente infectado foi comparada. No alimentador artificial utilizou-se um 224 

pool de sangue de camundongos previamente inoculados acrescidos de sangue de animal não 225 

infectado, ambos coletados com heparina, obtendo-se uma parasitemia de 2.800 TS/ 0,1 mL. 226 

Na alimentação em camundongo previamente, todos os insetos foram alimentados 227 

diretamente em um mesmo animal com uma parasitemia de 1.400 TS/ 0,1 mL. Os insetos 228 

alimentados no alimentador artificial (G3) ingeriram em média 198,0 mg de sangue, o que 229 

corresponde a uma média de 555,5 TS/ µL, e os insetos alimentados em camundongo (G4) 230 

ingeriram em média 130,0 mg de sangue, o que corresponde a uma média de 92,2 TS/ µL.  231 

A média, desvio padrão, mediana e valores mínimo e máximo do ganho de peso para 232 

os grupos G2 e G3 após o repasto em alimentador artificial são apresentados na Tabela 1. 233 

Comparações estatísticas mostraram diferença (p=0,0073) entre os grupos e o G3 apresentou 234 
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maior ganho de peso (0,20 mg, em média). Esse maior ganho do peso do grupo 3 pode estar 235 

relacionado com a diluição do sangue com meio LIT.  236 

 Infecciosidade e mortalidade 237 

Os insetos dos grupos G1 e G2 foram alimentados e examinados individualmente, 238 

sendo possível determinar a taxa de infecciosidade que foi de 100,0%. Esse parâmetro não foi 239 

obtido para os grupos G3 e G4, uma vez que era examinado um pool dos materiais biológicos 240 

dos insetos.  241 

Em relação à mortalidade, os grupos G1 e G2 apresentaram taxas de 30,0 e 20,0% 242 

respectivamente, enquanto que para os grupos G3 e G4 essas taxas foram 20,0 e 30,0%, 243 

também respectivamente, não apresentando diferenças estatísticas.  244 

Fezes/urina 245 

A positividade do EF nas excretas variou entre os quatro grupos experimentais 246 

(p=0,0023), sendo a maior (33,3%) para o G1 e nula (0,0%) para o G3 (Tabela 2). Os insetos 247 

dos grupos G1 e G2 foram submetidos a um menor número de EF, porque esse método só foi 248 

empregado nos grupos a partir do 60º dai. Além disso, a variação no número total de exames 249 

realizados por grupo ocorreu devido a mortes e dissecações ao longo dos experimentos. Já a 250 

positividade da CG não variou entre G1 e G2.  251 

O número médio de formas parasitárias encontradas na CD variou nos quatro grupos 252 

experimentais ao longo de 100 dias. No 20º dia após a infecção (dai) observou-se um 253 

predomínio de formas tripomastigotas metaciclicas para G1, G2 e G3 (Figura 2). Já no grupo 254 

G4 nenhuma forma parasitaria foi detectada neste mesmo período. Uma diminuição na 255 

quantidade de TM foi observda nos grupos G1 e G2, a partir do 20º dai, que continuou até o 256 

60º dai, voltando a se elevar e atingindo um pico aos 80 dai. O que não ocorreu para o grupo 257 

G3. O maior número de TM para o grupo 4 ocorreu no 40 dai não sendo detectado formas 258 

parasitárias no 100º dai para nenhum grupo (Figura 2).   259 
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A proporção média de TM nas excretas foi 74,2% para as ninfas de 3º estádio 260 

alimentadas em alimentador artificial com TMC (G1), 84,1% ninfas de 5º estádio alimentadas 261 

em alimentador artificial com TMC (G2), 75,8% ninfas de 5º estagio alimentadas em 262 

alimentador artificial com TS (G3) e 69,4% ninfas de 5º estagio alimentadas diretamente no 263 

camundongo (G4), respectivamente, variando significativamente (p=0,0022). 264 

Conteúdo intestinal 265 

No conteúdo intestinal (CI) houve variação na positividade do EF para os quatro 266 

grupos experimentais (p=0,0001), sendo maior (33,3%) para G2 e nula (0,0%) para G1 267 

(Tabela 3). Assim como ocorreu com as excretas, os insetos dos grupos G1 e G2 foram 268 

submetidos a um menor número de EF, pois esse método só foi empregado nestes grupos a 269 

partir do 60º dai. Além disto, a variação no número total de exames realizados por grupo 270 

ocorreu devido as mortes e dissecações ao longo dos experimentos (Tabela 3). A positividade 271 

da CG não variou entre os grupos G1 e G2. 272 

Após as dissecações do trato digestivo dos insetos era possível observar tanto formas 273 

tripomastigotas metacíclicas (TM) quanto epimastigotas (EP) concomitantemente, 274 

independente do dia de infecção em que era examinado o inseto (Figura 3). 275 

Nos quatro grupos experimentais acompanhados no período de 120 dias ocorreu uma 276 

variação do número de formas parasitárias encontradas no CI. No 30º dai, dia em que era 277 

realizado o primeiro exame do CI, foram visualizados TM para todos os grupos, com maior 278 

quantidade para o grupo G2 (Figura 4). No entanto, do 30º dai para o 60º dai, houve redução 279 

no número de TM para os grupos G2, G3 e G4 e ligeiro aumento para G1. No 90º dai todos os 280 

grupos apresentaram o menor número de formas parasitárias, que permaneceu baixo, exceto 281 

para G2 que apresentou ligeiro aumento do 120º dai. Uma elevação significativa no número 282 

de formas epimastigotas, chegando a atingir mais de 350 formas, ocorreu no 60 dai no grupo 283 

G2 (Figura 4). 284 
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Um novo pico de TM foi observado para os grupos G1, G2 e G3 aos 120 dai. Não 285 

sendo detectado no G4 (Figura 4).  286 

A proporção média de TM no CI foi de 80,0% para as ninfas de 3º estádio alimentadas 287 

em alimentador artificial com TMC (G1), 42,0% ninfas de 5º estádio alimentadas em 288 

alimentador artificial com TMC (G2), 22,0% ninfas de 5º estádio alimentadas em alimentador 289 

artificial com TS (G3) e 39,0% ninfas de 5º estádio alimentadas diretamente no camundongo 290 

previamente infectado (G2), respectivamente, variando significativamente (p=0,0002). 291 

PCR/RFLP-COII 292 

A amplificação por PCR-RFLP do gene da citocromo oxidase subunidade II (COII) a 293 

partir de excretas e CI foi realizada somente para o grupo TSC. Foi possível detectar a 294 

presença do DNA de T. cruzi através da visualização dos fragmentos de 400 pb. A DTU da 295 

cepa AM14 utilizada foi confirmada através da digestão dos fragmentos amplificados pela 296 

enzima de restrição AluI, sendo observados fragmentos de 80 e 325 pb específicos para TcIV. 297 

Nas excretas só foi possível detectar o DNA do parasito no 80º dai, devido à baixa 298 

concentração de formas parasitárias nesse material.  No entanto, no CI foi possível detectar o 299 

DNA do parasito em todos os dias (30, 60, 90 e 120 dai) em que foi realizada a dissecação do 300 

trato digestivo do inseto.  301 

 302 

Discussão 303 

No presente estudo foi possível observar que as ninfas de 3º e 5º estádios, alimentadas 304 

tanto por meio de alimentador artificial contendo formas tripomastigotas metacíclicas de 305 

cultura (TMC) ou tripomastigotas sanguíneos (TS), quanto por alimentador em camundongo, 306 

se infectaram após o repasto. Independentemente do estádio ninfal, Rhodnius robustus 307 

mostrou suscetibilidade à infecção por T. cruzi IV em condições controlados em laboratório 308 

uma vez que todos os insetos analisados estavam infectados (100% de infecciosidade). 309 
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A quantidade de tripomastigotas metacíclicos ingeridos foi mais elevada no grupo G2 310 

(média de 149.000 TMC/µL). Entretanto, sem influenciar o número de formas parasitárias 311 

encontradas posteriormente no inseto que foi semelhante aos demais grupos, corroborando 312 

com Alvarenga & Brofen (1997), uma vez que o tamanho da população de formas 313 

metacíclicas geradas apresenta tendência à estabilização ao longo do trato intestinal do inseto 314 

[GARCIA et al. 1991]. 315 

A metaciclogênese, que é a capacidade de diferenciação de formas epimastigotas (EP) 316 

do parasito em tripomastigotas metacíclicos (TM), ocorre naturalmente no tubo digestivo do 317 

inseto vetor, sendo um importante parâmetro biológico no estudo das cepas de T. cruzi por ser 318 

um processo que envolve a transformação de uma forma não infectante em uma forma 319 

infectante [BRENER, 1979; CONTRERAS et al. 1985; GONZALES et al. 1994; 320 

ALVARENGA & BRONFEN 1997; DIAS, 2006], relacionando-se diretamente com a 321 

epidemiologia da infecção. A taxa de metaciclogênese nas excretas foi de 84,1% no 20 dai e 322 

no 30 dai %MC foi de 80,0% no conteúdo intestinal, respectivamente. Esses dados confirmam 323 

tanto a elevada suscetibilidade à infecção quanto a capacidade vetorial de R. robustus para a 324 

DTU TcIV, já observadas na natureza, uma vez que exemplares dessa espécie de triatomíneo 325 

já foram encontrados naturalmente infectados com esta DTU capturados próximos às 326 

localidades onde ocorreram surtos de infecção oral da doença de Chagas tanto no Amazonas 327 

[MONTEIRO et al. 2012] quanto no Estado do Pará [MARCILLI et al. 2009], na região 328 

Amazônica brasileira.  329 

Nesse estudo foram observadas formas epimastigotas (EP), tripomastigotas 330 

metacíclicas (TM) e atípicas (AT) de T. cruzi, tanto no conteúdo intestinal quanto nas excretas 331 

do inseto vetor. Nas porções iniciais e médias do tubo digestivo geralmente são observadas as 332 

formas EP e AT, já nas porções distais e nos tubos de Malpighi, as formas predominantes são 333 

os TM [BRENER, 1979; DIAS, 2006].  334 
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Estudando as taxas de metaciclogênese (%MC) in vitro de cepas pertencentes às DTU 335 

TcI, TcII e TcIV, incluindo a cepa AM14 utilizada neste estudo, empregando os meios de 336 

cultura LIT e M16 foi observado que a %MC in vitro varia com a cepa e DTU do parasito e 337 

que a cepa TcIV, diferentemente do que foi obtido no triatomíneo experimentalmente 338 

infectado (≥ 80%) neste estudo, apresentou baixas %MC in vitro, as quais variaram de 2,7% 339 

(M16) a 4,6% (LIT) [ABEGG et al. 2017]. Esses dados mostram que, além da linhagem do 340 

parasito e da espécie de triatomíneo, a metaciclogênese é influenciada por outros fatores.  Ela 341 

pode estar diretamente relacionada com as alterações fisiológicas que ocorrem no tubo 342 

digestivo do inseto vetor, uma vez que o parasito se nutre de hemoglobina e de outras 343 

substâncias presente no sangue ingerido. Além disso, a quantidade de hemoglobina presente 344 

no sangue e a ação das enzimas digestivas e hemolíticas influenciam no processo de 345 

diferenciação do parasito, estimulando ou inibindo o seu desenvolvimento [GARCIA et al. 346 

1991, 1995; ALVARENGA & BRONFEN 1984, 1997].  347 

Ao avaliar o número de formas parasitárias presentes nas ninfas ao longo de 120 dias 348 

observou-se uma tendência à redução do número dessas a partir do 60º dai e os insetos do 349 

grupo TG2 diferiu dos demais apresentando maior número tanto de formas EP quanto de TM, 350 

com um pico aos 60 dai e ainda apresentando formas infectantes aos 120º dai. Esse declínio 351 

na densidade populacional de T. cruzi pode ser explicado pelos mecanismos imunológicos 352 

presentes no lúmen intestinal dos triatomíneos que, quando ativados, atuam na eliminação do 353 

parasito, como observado em infecções experimentais de R. prolixus com TcII (cepa Y) 354 

[GARCIA et al. 1991; 2010].  355 

Os resultados das análises moleculares por PCR/RFLP-COII do CI das ninfas de 5º 356 

estádio de R. robustus infectadas com tripomastigotas sanguíneos diretamente no 357 

camundongo (G4), foram positivos em todos os dias em que foram realizadas as dissecações 358 

(30, 60, 90 e 120 dai). Porém, nas excretas o DNA do T. cruzi só foi detectado no 80º dai. Isso 359 
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pode ser devido à baixa quantidade de DNA presente nas excretas dos triatomíneos, ou baixa 360 

sensibilidade do marcador utilizado que, como já demonstrado por Sá et al. [2013], a 361 

quantidade de DNA ideal para detecção pelo gene da COII é de 2 ng. Esses dados ainda 362 

comprovam o potencial desse marcador, já demonstrado anteriormente, para a detecção e 363 

genotipagem das seis DTU de T. cruzi e de T. rangeli em R. prolixus [SÁ et al. 2016].  No 364 

estudo atual, o mesmo perfil de bandas foi observado para TcIV em R. robustus 365 

experimentalmente infectado após análise dos amplicons submetidos à digestão enzimática: 366 

fragmentos de ~ 80 pb (presentes em todas as cepas de T. cruzi) e de ~325 pb (presente na 367 

DTU TcIV).  368 

As técnicas utilizadas neste estudo mostraram altas taxas de positividade, no entanto, a 369 

especificidade e a sensibilidade apresentada pelo esfregaço corado com Giemsa, o credencia 370 

como o melhor método parasitológico para este tipo de estudo, pois, além da contagem 371 

numérica, permite a contagem diferencial das formas evolutivas de T. cruzi. Por outro lado, a 372 

PCR/RFLP-COII confirmou a infecção pela DTU TcIV de todos os insetos, quando se 373 

utilizava o CI nas análises, por apresentar maiores volume de material biológico (50 μL X 20 374 

μL) e quantidade de DNA em comparação às excretas em R. robustus. 375 

 376 

Conclusão 377 

Rhodnius robustus apresentou elevada suscetibilidade à infecção experimental pelo T. 378 

cruzi IV, demonstrada pela presença de formas proliferativas (epimastigotas) em seu conteúdo 379 

intestinal. Demonstrou também capacidade vetorial, caracterizada pelo encontro de formas 380 

infectantes (metacíclicas) em suas fezes e urina, além de elevadas taxas de metaciclogênese 381 

(de até 84,1%). Neste modelo experimental, com 20 dias de infecção já era possível observar 382 

formas metacíclicas infectantes nas excretas das ninfas de 5º estádio alimentadas com 383 

tripomastigotas de cultura em alimentador artificial. 384 
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Nossos dados laboratoriais confirmam o potencial da técnica de PCR/RFLP-COII para 385 

ser utilizada em estudos epidemiológicos em áreas de ocorrência simpátricas de TcIV e R. 386 

robustus permitindo, simultaneamente, a detecção de T. cruzi e genotipagem de suas DTU na 387 

natureza.  388 
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Tabela 1.  Ganho de peso médio (em mg) para as ninfas de 5º estádio de Rhodnius robustus 

alimentadas com tripomastigotas metacíclicos de cultura (G2) e sanguíneos (G3) por meio de 

alimentador artificial.  

Grupos n Média ± 

Desvio 

padrão 

Mediana Mínimo Máximo p* 

G2 10 0,07 ± 0,07 0,04 0,02 0,21 

0,0073 

G3 10 0,20 ± 0,08 0,22 0,00 0,28 

* valor de p significativo pelo teste Mann-Whitney considerando nível de significância de 

5% 
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Tabela 2. Positividade do exame a fresco (EF+) e da contagem global (CG+) nas excretas de 

ninfas de 3º estádio (G1) e 5º estádio (G2) de R. robustus alimentadas com tripomastigotas 

metacíclicos de cultura e sanguíneos por meio de alimentação artificial (G3) e em 

camundongo (G4). 

Número de exames positivos/ Total de exames realizados (%) 

Grupos G1 G2 G3 G4 
Valor de p* 

EF+ 2/6 (33,3) 2/10 (20,0) 0/25 (0,0) 2/30 (7,0) 0,0023 

CG+ 3/18 (16,7) 5/25 (20,0) NR NR NR 

*Teste Exato de Fisher, considerando nível de significância de 5%; NR = não realizado. 
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Tabela 3. Positividade do exame a fresco (EF+) e da contagem global (CG+) no conteúdo 

intestinal de ninfas de 3º estádio (G1) e 5º estádio (G2) de R. robustus alimentadas com 

tripomastigotas metacíclicos de cultura e sanguíneos em alimentador artificial (G3) e em 

camundongo (G4). 

Número de exames positivos/ Total de exames realizados (%) 

Grupos G1 G2 G3 G4 
Valor de p* 

EF+ 0/4 (0,0) 2/6 (33,3) 1/8 (13,0) 2/8 (25,0) 0,0001 

CG+ 3/5 (60,0) 3/8 (38,0) NR NR NS 

*Teste Exato de Fisher, considerando nível de significância de 5%; NR = não realizado. 
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Figura 1. Alimentador artificial: A- Câmara onde o sangue é colocado; B- tubo de borracha 

adaptado à entrada do Banho-Maria (C); C- Banho- Maria 37 ºC; D- tubo de borracha 

adaptado à saída do Banho-Maria (C); E- Bomba de aquário; F- Câmara de contenção de 

triatomíneos; G- Película de borracha (luva de látex sem talco), através da qual os 

triatomíneos farão a sucção; H- Malha de tecido para facilitar a sucção e contenção dos 

triatomíneos; I- Suporte com garra. Foto: ABREU, A.P. Arquivo pessoal, 2016. 
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Figura 2 - Número de formas parasitárias (epimastigotas (EP), tripomastigotas (TM) e atípicas 

(AT)) nas excretas de ninfas de 3º (G1) e 5º estádios (G2) de Rhodnius robustus alimentadas 

com tripomastigotas metacíclicos de cultura e sanguíneos em alimentador artificial (G3) e em 

camundongo (G4) após repasto infectante por T. cruzi IV. 
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Figura 3.  Formas evolutivas de Trypanosoma cruzi IV encontradas no conteúdo 

intestinal de Rhodnius robustus. A) Ninfa de 5º estádio; B) tripomastigota metacíclico; C) 

epimastigota; e D) forma atípica. Foto: ABREU, A.P. Arquivo pessoal, 2015.   

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

A B 

C D 



59 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 4 - Número de formas parasitárias (epimastigotas (EP), tripomastigotas (TM) e atípicas 

(AT)) no conteúdo intestinal de ninfas de 3º (G1) e 5º estádios (G2) de R. robustus 

alimentadas com tripomastigotas metacíclicos de cultura e sanguíneos em alimentador 

artificial (G3) e em camundongo (G4) após repasto infectante por T. cruzi IV.  
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Lista de abreviações 511 

Ácido desoxirribonucléico – DNA 512 

Atípicas - AT 513 

Contagem Global – CG 514 

Contagem Diferencial –CD 515 

Conteúdo intestinal – CI 516 

Doença de Chagas – DC 517 

Dias após a infecção– dai 518 

Desoxirribonucleotídeos – dNTP 519 

DNA do cinetoplasto – kDNA 520 

Exame a fresco – EF 521 

Epimastigotas – EP 522 

Gene da citocromo oxidase subunidade II – COII 523 

Grama – g 524 

Liver infusion triptose – LIT 525 

Meio de cultura M16 – M16 526 

Microlitro - µL 527 

Miligrama – mg 528 

Mililitro – mL 529 

Milimolar - mM 530 

Grupo 1: Ninfas de 3º estádio de Rhodnius robustus infectadas com Tripomastigotas 531 

Metacíclicos de Cultura Experimento 1 em alimentador artificial - G1 532 

Grupo 2: Ninfas de 5º estádio de R. robustus infectadas com Tripomastigotas Metacíclicos de 533 

Cultura Experimento 2 em alimentador artificial – G2 534 

Grupo 3: Ninfas de 5º estádio de R. robustus infectadas com Tripomastigotas Sanguíneos em 535 

alimentador artificial – G3 536 

Grupo 4: Ninfas de 5º estádio de R. robustus infectadas com Tripomastigotas Sanguíneos 537 

diretamente no camundongo infectado – G4 538 

Nanograma - ng  539 

Pares de base – pb 540 

Picomol - pmol 541 
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Phosphate Buffer Solution - PBS 542 

Porcentagem de insetos positivos no exame de sangue a fresco - %ESF+ 543 

Porcentagem de insetos positivos na contagem global - %CG+ 544 

Porcentagem de insetos positivos na contagem diferencial - %CD+ 545 

Reação em cadeia da polimerase – PCR 546 

Polimorfismo de Tamanho do Fragmento de Restrição - RFLP 547 

Tripomastigotas metacíclicos – TM 548 

Tripomastigotas Metacíclicos derivados de Cultura – TMC 549 

Tripomastigotas Sanguíneos – TS 550 

Taxa de metaciclogênese - %MC 551 

Unidades de Tipagem Distintas – DTU 552 

Vezes - X  553 
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CAPÍTULO III 

 

CONCLUSÕES 

 

Este estudo sobre infecção experimental de Rhodnius robustus por Trypanosoma cruzi 

IV mostrou que: 

1) R. robustus alta suscetibilidade ao T. cruzi IV, pois todas as ninfas de 3º e 5º estádio se 

infectaram com tripomastigotas de cultura ou sanguíneo;  

2) A susceptibilidade foi confirmada pela visualização de formas proliferativas 

(epimastigotas), atípicas e formas infectantes (tripomastigotas metacíclicos) no conteúdo 

intestinal dos insetos;  

3) Essas ninfas se infectaram independente do método utilizado para o repasto 

(alimentador artificial ou em camundongo previamente infectado); 

4) Rhodnius robustus demonstrou capacidade vetorial para T. cruzi IV, pois altas taxas de 

metaciclogênese (84,1 e 80,0%) foram observadas nas excretas e no conteúdo intestinal;  

5) A interação observada em laboratório entre a DTU TcIV e R. robustus produziu taxas 

de metaciclogênese elevadas, sugerindo forte associação entre elas, como já observado na 

natureza.  

6) A alta suscetibilidade à infecção e competência vetorial de R. robustus e o seu 

encontro naturalmente infectado por T. cruzi IV, sugerem que essa espécie está envolvida nos 

surtos de infecção oral por TcIV, contaminando alimentos como vem ocorrendo na região 

Amazônica. 
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PERSPECTIVAS  

Os resultados obtidos com este modelo experimental, onde se observou elevadas taxas 

de metaciclogênese, mostram a necessidade de aprofundar os estudos para compreender 

melhor a interação entre parasito/vetor, promovendo a infecção por outras cepas da mesma ou 

de diferentes DTU em R. robustus. 

Avaliar a interação de diferentes linhagens genéticas de T. cruzi com outras especeis 

de triatomíneos em infecções experimentais puras e mistas. 

O uso de técnicas parasitológicas e moleculares (PCR/RFLP-COII) para detecção e 

genotipagem de T. cruzi em triatomíneos naturalmente infectados, poderá levar à uma melhor 

compreensão do atual cenário epidemiológico da DC, aprimorando as ações de controle. 

Permitem também propor o uso de R. robustus na realização do xenodiagnóstico e 

inferir como a DTU TcIV interage com R. robustus na natureza. Com isto, pode-se aprimorar 

as medidas de controle vetorial em áreas onde esse vetor é encontrado em diferentes espécies 

de palmeiras e residências, atraídos pela luz, podendo contaminar alimentos, possibilitando a 

ocorrência de surtos de doença de Chagas oral como tem ocorrido na região Amazônica. 


