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RESUMO 

Os parasitos Trypanosoma rangeli e Trypanosoma cruzi entram no tubo digestivo do vetor 

através do repasto sanguíneo e o intestino médio anterior (IMA) é o local onde se dão as 

primeiras interações parasito-hospedeiro. Sendo assim, a colonização do IMA de Rhodnius 

prolixus por T. cruzi (cepa CL) e T. rangeli (cepa CHOACHI) foi avaliada no presente estudo. 

Inicialmente, o estabelecimento da infecção em ninfas infectadas com epimastigotas de 

cultura ou tripomastigotas sanguíneas foi comparativamente avaliado. A avaliação de 

diferentes parâmetros mostrou que a dinâmica de colonização foi diferente dependendo da 

forma do parasito utilizada para a infecção em ambas as espécies. Dessa forma, a avaliação da 

dinâmica de colonização dos parasitos no intestino de insetos infectados foi realizada com 

tripomastigotas sanguíneas, as formas naturalmente presentes no hospedeiro vertebrado. Além 

disso, a porção do trato intestinal onde ocorre a diferenciação das formas tripomastigotas para 

epimastigotas foi determinada para as duas espécies. Para infecções por T. rangeli, a 

diminuição gradativa no número de tripomastigotas no IMA e o concomitante aparecimento 

de formas intermediárias e epimastigotas a partir do primeiro dia pós-infecção (pi) indicaram 

que a sua diferenciação acontece nessa porção do intestino. No caso de infecções por T. cruzi, 

a presença de apenas formas tripomastigotas e intermediárias no IMA e a presença de formas 

intermediárias e epimastigotas no intestino médio posterior (IMP) dos insetos sugere que a 

sua diferenciação ocorre no IMP do vetor. A quantificação dos parasitos mostrou uma 

redução de mais de 80% nas populações de T. cruzi nas primeiras 24 horas pi. A primeira 

hipótese para avaliar esta redução seria a de que os parasitos estariam cruzando rapidamente o 

IMA e estabelecendo a infecção no IMP dos insetos. Entretanto, o reduzido número de 

parasitos encontrado no IMP não corroborou a hipótese. Na segunda hipótese, os parasitos 

poderiam estar aderidos ao epitélio do IMA e por essa razão não teriam sido quantificados nas 

contagens a fresco. A ausência de parasitos no IMA através da quantificação por qPCR, 

associada a análise do epitélio intestinal em miscroscópio, sugerem fortemente que o parasito 

não se adere ao epitélio intestinal do IMA. Finalmente, a possibilidade dos parasitos estarem 

sendo eliminados do IMA nestas primeiras horas pi foi avaliada. A significativa redução no 

número de parasitos incubados com diferentes tecidos de R. prolixus, particularmente com o 

IMA de insetos recém-alimentados, sugere que uma parte significativa da população de T. 

cruzi que entra no vetor juntamente com o repasto é eliminada por fatores presentes no IMA 

do inseto. Em conclusão, o presente estudo mostrou que embora T. cruzi e T. rangeli 

apresentem formas infectivas similares, os parasitos utilizam diferentes estratégias para iniciar 

a infecção nos seus hospedeiros invertebrados. 
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ABSTRACT 

Trypanosoma rangeli and Trypanosoma cruzi enter the vector’s intestinal tract together with 

the bloodmeal and the anterior midgut is the first compartment they interact with. Therefore, 

in the present study, the colonization of Rhodnius prolixus anterior midgut by T. cruzi (CL 

strain) and T. rangeli (CHOACHI strain) was evaluated. Initially, the parasite establishment 

was compared in the anterior midgut of nymphs infected with culture epimastigotes versus 

blood trypomastigotes. The evaluation of different parameters showed that the colonization 

dynamics was different according to the parasite development stage used in the infection, for 

both species. Thereby, the next objective was to evaluate the anterior midgut colonization in 

insects infected with blood trypomastigotes, which are the forms naturally present in the 

vertebrate host. Additionally, the midgut portion where trypomastigotes differentiate into 

epimastigotes was determined for both flagellates. In T. rangeli infections, the gradual 

decrease in trypomastigote numbers and the finding of intermediate and epimastigote forms 

24 hours (pi) in the anterior midgut indicates that the differentiation of the parasite occurs in 

this portion of the midgut. During T. cruzi infections, only trypomastigote and intermediate 

forms were observed in the anterior midgut, and the finding of intermediate and epimastigote 

forms in the posterior midgut suggests that its differentiation occurs in the insect’s posterior 

midgut. The parasite quantification showed that T. cruzi populations in the anterior midgut 

were reduced in about 80% during the first 24 hours pi. The first hypothesis to be tested 

evaluated wheter parasites rapidly crossed the anterior midgut and established infection in the 

posterior midgut. However, the low amount of parasites in the posterior midgut did not 

confirm this hypothesis. The other hypothesis suggests that parasites could be attached to the 

anterior midgut epithelium and, therefore, could not be quantified by the fresh counts. 

However, absence of parasites in the anterior midgut by qPCR and the analysis of the 

intestinal epithelium in the microscope showed that no parasites were attached to the anterior 

midgut at that period time point. Finally, the third hypothesis evaluated the possibility that 

parasites could have been killed in the anterior midgut during the first 24 hours pi. The 

reduction in number of parasites incubated with different tissues of R. prolixus, particularly 

with anterior midguts from blood fed insects indicates that a significant part of the T. cruzi 

population ingested with the blood meal is eliminated by factors present in the vector’s 

anterior midgut. In conclusion, this study showed that although T. cruzi and T. rangeli present 

similar infective forms, the parasites present different strategies to initiate the infection on 

their invertebrate hosts. 
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1 INTRODUÇÃO 

 

 

Atualmente, estima-se que 10 milhões de pessoas ao redor do mundo se encontrem 

infectadas pelo Trypanosoma cruzi, e que mais de 25 milhões se encontrem expostas ao risco 

de infecção na América Latina (Coura e Dias, 2009; WHO, 2013). Esse parasito é transmitido 

aos humanos por insetos vetores da subfamília Triatominae, principalmente pelas espécies 

pertencentes aos gêneros Rhodnius, Triatoma e Panstrongylus (Lent e Wygodzinsky, 1979). 

Atualmente a América Central é reconhecida pela Organização Mundial da Saúde (OMS) 

como livre da transmissão da doença de Chagas pelo vetor doméstico, Rhodnius prolixus. 

Entretanto, essa espécie foi por muitos anos considerada o principal vetor da doença em 

diversos países da América Central e do Sul, e ainda é o principal vetor doméstico na 

Venezuela e Colômbia, tendo capacidade de abrigar e transmitir com eficiência o agente 

etiológico dessa enfermidade (Schofield, 1994; Hashimoto e Schofield, 2012). O 

Trypanosoma rangeli, outro protozoário do gênero Trypanosoma, infecta preferencialmente 

insetos pertencentes ao gênero Rhodnius, o que culmina na capacidade de R. prolixus manter 

infecções mistas de T. cruzi e T. rangeli que podem ser igualmente transmitidas aos 

hospedeiros mamíferos, inclusive o homem (Pifano et al., 1949; Tobie, 1964; D’ Alessandro, 

1972; 1976; Cuba, 1975). 

Tanto o T. rangeli quanto o T. cruzi entram no tubo digestivo do inseto vetor através 

do repasto sanguíneo e enfrentam as mesmas variações micro-ambientais, como enzimas 

digestivas, mudanças no pH, na osmolaridade, na temperatura. Indícios sugerem que na 

interação T. cruzi-inseto no interior do intestino exista uma série de fatores produzidos pelo 

vetor que podem afetar a sobrevivência do parasito (Pereira et al., 1981; Mello et al., 1996; 

Kollien et al., 2004; Terra e Ferreira, 2004; Azambuja et al., 2005; Schaub, 2009). Além dos 

fatores presentes no lúmen e tecidos intestinais, os parasitos ainda estão sujeitos a períodos de 

escassez nutricional, que podem inclusive eliminar a infecção quando os períodos de jejum do 

inseto forem muito prolongados (Schaub et al., 1989). Poucos estudos têm sido publicados, 

entretanto, sobre o início do desenvolvimento desses parasitos no intestino de triatomíneos 

(Watkins,1969; 1971; Gregório e Ratcliffe, 1991; Eichler e Schaub, 2002).  

A maioria dos trabalhos que avaliam o desenvolvimento desses protozoários no 

triatomíneo inicia o período de avaliação após dez ou mais dias da infecção (Tobie, 1961; 

Marinkelle, 1965; D’Alessandro e Mandel, 1969; Garcia e Gilliam, 1980; Añez, 1983; Schaub 



23 

 

e Böker, 1986; Mello et al., 1996; Alvarenga e Bronfen, 1997; Kollien et al., 1998; Kollien e 

Schaub, 1999; Carvalho-Moreira et al., 2003; Araújo et al., 2008; Gonzalez et al., 2011), 

período no qual os parasitos já não se encontram no intestino médio anterior, o primeiro 

ambiente a ser explorado pelos flagelados após o repasto sanguíneo. 

O primeiro trabalho a explorar mais de um aspecto do ciclo de vida do T. cruzi no 

triatomíneo foi o de Dias (1934), seguido por Alvarenga (1979) que descreveu o ciclo de vida 

mais detalhadamente, avaliando as transformações que o parasito sofre ao passar pelo 

intestino do triatomíneo. Outros aspectos do ciclo de vida no vetor também foram 

investigados, como sua capacidade de infectar e se desenvolver em diferentes espécies de 

triatomíneos (Ryckman, 1965; Urdaneta-Morales, 1973; Miles et al., 1975; Zeledón, 1976; 

Perlawagora-Szumlewicz e Muller, 1979), e a comparação das peculiariedades de cepas e/ou 

clones do parasito que ocorrem no processo de metaciclogênsese na ampola retal do inseto 

(Urdaneta-Morales e Rueda, 1977; Garcia e Dvorak, 1982). Garcia e colaboradores (1984), 

observaram a diferenciação de diferentes cepas (W, Costa Rica 510 e Y) e clones (WA-250/1 

e Esmereldo/2) do T. cruzi I no intestino médio anterior de R. prolixus durante cinco dias após 

a alimentação, porém utilizando métodos não esclarecidos no estudo. Añez (1983) por sua 

vez, descreveu a sequência morfológica do desenvolvimento do T. rangeli no canal alimentar 

de R. prolixus, e apesar das observações terem sido feitas no período de 6 horas até 45 dias 

após a infecção, o estudo apresentou um n amostral reduzido (dois insetos para cada período 

de observação) além de estar baseado nos registros biométricos das formas do parasito 

encontradas. Araújo e colaboradores (2008) ao estudarem o desenvolvimento do T. cruzi no 

trato digestivo de T. brasiliensis, determinaram as densidades do flagelado em três regiões do 

intestino em 3, 5 e 10 dias após a alimentação infectiva com parasitos mantidos em meio LIT, 

e o estudo das formas encontradas no intestino foi realizado entre 16-20 dias após a muda dos 

insetos para o quinto estádio. Henriques e colaboradores (2012) utilizaram o gene da 

luciferase integrado ao genoma do clone Dm28c do T. cruzi para analisar, com base na 

morfologia e na bioluminescência emitida pelos parasitos, as formas de desenvolvimento do 

mesmo em diferentes períodos da infecção em R. prolixus. Apesar do grande volume de 

trabalhos avaliando a interação de T. cruzi e T. rangeli com seus hospedeiros invertebrados, 

ainda não existem estudos que avaliem a colonização dos parasitos na fase inicial da infecção 

de forma quantitativa e que permita avaliar o processo de diferenciação dos mesmos no 

intestino médio anterior.  
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Sendo assim, o estudo da fase de colonização do trato intestinal do vetor por T. cruzi e 

T. rangeli se torna relevante, uma vez que a dinâmica populacional e as transformações pelas 

quais os parasitos passam durante o primeiro contato com o vetor determinarão o curso da 

infecção no triatomíneo, e consequentemente, o sucesso da sua transmissão para um novo 

hospedeiro vertebrado. 

R. prolixus é uma espécie que pode ser mantida em laboratório por várias gerações 

(Nuñez e Segura, 1987 Apud Brener e Stoka, 1988), e desde que lhe seja ofertada a fonte 

alimentar que lhe permita uma eficiência reprodutiva elevada, pode chegar até três gerações 

por ano (McGuire et al.,1973; Valle et al., 1987; Gomes et al., 1990). Estudos comparativos 

determinaram que R. prolixus pode ser mantido em laboratório com pelo menos duas 

diferentes fontes alimentares, sangue humano e ovino, resultando na mesma eficiência 

reprodutiva (Gomes, Azambuja e Garcia, 1990). Adicionalmente, a espécie foi o modelo 

experimental utilizado para diversos estudos sobre da anatomia e fisiologia de insetos 

(Wigglesworth 1934, 1936, 1939, 1948, 1962, 1964, 1969; ver revisão Edwards, 1998). Tais 

fatores confirmam a escolha de R. prolixus para os estudos de interação parasito-vetor, bem 

como para pesquisas de diversos processos fisiológicos e comportamentais, o que faz com que 

a espécie seja adequada ao cumprimento dos objetivos que se propõe este trabalho. 

Assim que o genoma do T. cruzi foi publicado (El-Sayed et al., 2005a), seu proteoma 

foi também descrito (Atwood et al., 2005). Na análise por espectrometria de massa foi 

observado que há diferenças nos quatro estádios do ciclo biológico de T. cruzi (epimastigotas, 

tripomastigotas metacíclicos, amastigotas e tripomastigotas). Embora cerca de 30% das 

proteínas identificadas tenham sido observadas em todos os estádios do ciclo de vida do 

parasito, pelo menos 248 proteínas são expressas em apenas um, o que demonstra mudanças 

significativas no perfil proteico do T. cruzi ao longo do seu ciclo biológico que provavelmente 

indicam alterações paralelas em determinados aspectos da sua fisiologia. Minning e 

colaboradores (2009) também salientaram que a expressão da maioria dos genes do parasito é 

alterada de acordo com o estádio de desenvolvimento. 

Dado o contraste observado no perfil de proteínas expressas nas distintas formas do 

parasito, outro ponto de relevância para a execução de estudos de interação parasito-

hospedeiro é a possibilidade de observar diferenças no decorrer da infecção de acordo com a 

forma evolutiva do parasito que é utilizada para infectar o vetor. Enquanto alguns trabalhos 

utilizam tripomastigotas sanguíneos (Eichler e Schaub, 2002; Carvalho-Moreira et al., 2003; 

Whitten et al., 2007; Oliveira et al., 2010; Buarque et al., 2013), a maioria infecta os insetos 
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com epimastigotas originados em meio de cultura (Mello et al., 1996; Ratcliffe et al., 1996; 

Oliveira e Souza, 2001; 2003; Cortez et al., 2002; Gomes et al., 2002; Azambuja et al., 2004; 

Borges et al., 2006; Gonzalez et al., 2006; Araújo et al., 2007; Nogueira et al., 2007; Whitten 

et al., 2007; Gonzalez et al., 2011; Cortez et al., 2012; Uehara et al., 2012). Cabe salientar 

que essa última situação não imita com fidelidade as condições naturais de transmissão do 

parasito. Sendo assim, o estudo do período de colonização do trato intestinal, utilizando-se 

formas sanguíneas dos parasitos se torna relevante para compreender os processos de 

estabelecimento do T. cruzi e do T. rangeli nos seus hospedeiros invertebrados.  
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2 OBJETIVOS 

 

 

2.1 Objetivo Geral  

 

 

Avaliar a dinâmica inicial do processo de colonização por tripanossomas no intestino 

de Rhodnius prolixus. 

 

 

2.2 Objetivos Específicos 

 

 

a)  Avaliar comparativamente a recuperação de parasitos no intestino médio 

anterior de ninfas de R. prolixus infectadas com epimastigotas de cultura ou tripomastigotas 

sanguíneas; 

b) Determinar a porção do trato intestinal do inseto onde ocorre a diferenciação de 

T. cruzi e T. rangeli das suas formas tripomastigotas a epimastigotas;  

c) Quantificar o desenvolvimento de T. rangeli no intestino médio anterior de 

ninfas de R. prolixus em diferentes períodos após a infecção; 

d) Quantificar e avaliar o desenvolvimento de T. cruzi no intestino médio anterior 

e posterior de ninfas de R. prolixus em diferentes períodos após a infecção. 
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3 REVISÃO DA LITERATURA 

 

 

3.1 Sobre a interação Trypanosoma-triatomíneos 

 

 

Centenas de espécies de tripanossomas já foram descritas infectando mamíferos de 

praticamente todas as ordens e em todos os continentes (Hoare, 1972; Stevens et al., 2001; 

Simpson et al., 2006). Entretanto, apenas o T. cruzi, encontrado nas Américas, e o 

Trypanosoma brucei- subespécies T. b. gambiense e T. b. rhodesiense -, encontrado na África, 

são considerados patogênicos para o homem (Chagas, 1909; Bruce et al., 1912; WHO, 2013). 

O T. rangeli é capaz de infectar diversas espécies de mamíferos, inclusive o homem, 

entretanto sem causar doença a ele (Guhl e Vallejo, 2003). T. cruzi e T. rangeli são parasitos 

com ampla distribuição nas Américas Central e do Sul, com sobreposição não somente de 

áreas geográficas como também de hospedeiros vertebrados e invertebrados (Kagan et. al., 

1966; Guhl e Marinkelle, 1982; D’Alessandro, 1976). Apesar de não ser patogênico para o ser 

humano, o T. rangeli é capaz de induzir uma resposta imune humoral com elevados títulos de 

anticorpos, os quais determinam uma elevada reatividade cruzada com antígenos do T. cruzi, 

dificultando o diagnóstico sorológico da doença especialmente em sua fase crônica 

(Schotelius, 1987; Grisard et al., 1999). Essa reatividade cruzada tem sido relacionada com o 

compartilhamento de aproximadamente 60% dos antígenos de superfície entre T. rangeli e T. 

cruzi (Afchain et al., 1979). Além disso, a interpretação dos resultados de xenodiagnóstico é 

frequentemente duvidosa, pois algumas formas de desenvolvimento dos dois parasitos 

presentes no intestino do vetor são indiferenciáveis quando observadas a fresco ou em lâminas 

coradas (D’Alessandro, 1976; Schottelius, 1982; Schottelius e Muller, 1984). 

As duas espécies de tripanossomas circulam no ambiente silvestre como enzootias e 

são transmitidas por triatomíneos associados a hospedeiros vertebrados (Hoare, 1972; Stevens 

et al., 2001; Simpson et al., 2006). Os triatomíneos pertencem à ordem Hemiptera, família 

Reduviidae, sendo a sua hematofagia uma característica presente em todas as espécies e 

estágios da subfamília Triatominae, (Lent e Wygodzinsky, 1979). A infecção pelo T. cruzi se 

transformou em uma antropozoonose nos últimos dois ou três séculos como consequência de 
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ações antrópicas em ambientes naturais nos quais os parasitos circulavam. Tais ações incluem 

a invasão dos ecótopos silvestres, o desmatamento das florestas e a remoção dos animais 

silvestres que atuavam como fonte de alimento dos triatomíneos (Coura, 2007; Coura e Dias, 

2009). Os triatomíneos passaram a colonizar as habitações humanas e os anexos em seu 

peridomicílio, localizados próximo aos seus ecótopos naturais, utilizando o homem e seus 

animais como fonte de alimento, e estabelecendo, dessa forma, três ciclos: o ciclo silvestre, o 

peridoméstico e o doméstico (Barretto, l979; Forattini, 1980). 

Em 1990 foi iniciada uma série de iniciativas buscando o controle e eliminação da 

doença de Chagas nos países endêmicos. Tais ações foram baseadas no controle vetorial, 

triagem dos doadores em bancos de sangue em todos os países endêmicos, e detecção e 

tratamento da transmissão congênita. Essas estratégias têm contribuído para a redução 

significativa do número de pessoas infectadas ao redor do mundo (Dias, 2006). Estima-se, 

entretanto, que atualmente se encontrem infectadas por essa antropozoonose 10 milhões de 

pessoas ao redor do mundo e que mais de 25 milhões se encontrem expostas ao risco de 

infecção na América Latina (Coura e Dias, 2009; WHO, 2013).  

 A epidemiologia da doença humana envolve, além da transmissão vetorial, a infecção 

com T. cruzi através de transfusão sanguínea (Young et al., 2007), do transplante de órgãos de 

indivíduos infectados, da transmissão vertical (Gurtler et al., 2003; Carlier et al., 2011), de 

acidentes de laboratório (Dias, 1987) e da ingestão de comida ou bebida contaminadas, sendo 

esta última via de transmissão esporádica e circunstancial (Barbosa, 2006; Dias, 2006).  

Desde que Carlos Chagas descobriu a tripanosomíase, em 1909, muitos estudos que 

envolvem o parasito, o vetor, os reservatórios silvestres e domésticos e a doença no ser 

humano têm sido desenvolvidos. Esses estudos permitiram compreender que o T. cruzi, 

flagelado heteroxênico, possui um ciclo de vida complexo, que envolve diferentes estádios de 

desenvolvimento, os quais compreendem as formas epimastigota e tripomastigota metacíclica, 

principais formas presentes no inseto vetor e as formas amastigota e tripomastigota sanguínea, 

principais formas presentes no hospedeiro vertebrado (Tanowitz et al., 1992).  
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3.2 Trypanosoma cruzi e suas interações com o hospedeiro invertebrado 

 

 

O T. cruzi foi descoberto pelo médico e pesquisador Carlos Chagas em 1909, em 

Lassance, Minas Gerais. Chagas, em estudos subsequentes, estudou e descreveu diversos 

outros aspectos do parasito e da enfermidade que o mesmo causa no homem. Após a 

descoberta do T. cruzi e seu vetor, o autor encontrou o flagelado parasitando cães e gatos, os 

quais foram, então, considerados como reservatórios domésticos. O mesmo pesquisador 

detectou o ciclo silvestre envolvendo Dasypus novemcinctus e Panstrongylus geniculatus 

(Chagas, 1912) e, posteriormente, envolvendo macacos da espécie Saimiri sciureus na região 

amazônica brasileira (Chagas, 1924). Pouco depois da descoberta de Chritidias no intestino de 

Panstrongylus megistus, Chagas realizou uma série de experimentos em animais de 

laboratório (cobaias, cães e macacos) e no triatomíneo, completando os estudos sobre o ciclo 

de vida do parasito envolvendo seus hospedeiros vertebrados e invertebrados. O pesquisador 

também estudou as fases aguda e crônica da doença, bem como sua patogênese (Chagas, 

1916a,b; Chagas e Villela, 1922). 

O ciclo biológico do T. cruzi no hospedeiro invertebrado inicia-se quando o 

triatomíneo ingere formas tripomastigotas sanguíneas durante um repasto em mamífero 

infectado. O parasito então, se diferencia na forma epimastigota que se divide no intestino do 

inseto. Durante a colonização do intestino, as formas epimastigotas permanecem aderidas às 

membranas perimicrovilares no intestino médio posterior através da ancoragem dos flagelos 

(Nogueira et al., 2007).  Após a fixação dos parasitos no epitélio da ampola retal, a qual 

ocorre através de interações hidrofóbicas e é também favorecida pelas características da 

cutícula do reto, as epimastigotas se transformam em tripomastigotas metacíclicos - formas 

não-replicativas, mas infectivas - as quais normalmente são transmitidas ao vertebrado através 

da contaminação das fezes ou ingestão dos triatomíneos infectados por mamíferos (Kollien e 

Schaub, 2000). É importante ressaltar que apesar de todos os estádios de desenvolvimento 

serem eliminados juntamente com as fezes e urina, apenas as formas tripomastigotas 

metacíclicas são infectivas ao hospedeiro mamífero (Schuster e Schaub, 2000 - figura 1).  
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Figura 1 - Formas de desenvolvimento do T. cruzi no inseto vetor: (A) formas tripomastigotas sanguíneas, 

circulares/esferomastigotas no intestino médio anterior, (B) formas epimastigotas, as quais são as formas 

replicativas no invertebrado, no intestino médio posterior e as (C) formas tripomastigotas metacíclicas, as quais 

são as formas infectantes ao hospedeiro vertebrado, e formas epimastigotas na ampola retal (Garcia et al., 2007). 

 

No hospedeiro mamífero, as formas tripomastigotas são capazes de invadir diversos 

tipos celulares, exceto neutrófilos e eosinófilos (Brener et al., 2000). Uma vez invadindo a 

célula hospedeira, as tripomastigotas irão se diferenciar e se multiplicar sob a forma 

amastigota (Costa et al., 2006) e se dividir gerando as formas tripomastigotas sanguíneas, que 

entram na circulação e são infectantes para o triatomíneo (Brener, 1973; Zeledón, 1987; 

Garcia e Azambuja, 1991, Brener et al., 2000). 

Sabe-se que a taxa de infecção em diferentes vetores é variável (Schaub, 2009) tanto a 

partir de xenodiagnósticos realizados em pacientes sabidamente chagásicos, quanto em 

infecções experimentais, sendo que, inclusive há casos em que os parasitos são 

completamente eliminados no vetor (Garcia e Azambuja, 1991; Kollien et al., 1998; 

Schenone, 1999). Também é observado que as taxas de infecção no vetor podem ser muito 

diferentes entre uma área endêmica e outra, variando, por exemplo, de 79% em regiões da 

Bolívia (Medrano-Mercado et al., 2008) para menos de 5% em um estudo realizado no Brasil, 

no qual foram examinados aproximadamente 500.000 triatomíneos pertencentes a diferentes 

espécies (Dias, 2002).  

O desenvolvimento do T. cruzi no vetor parece estar relacionando a múltiplos fatores, 

dentre eles, a relação entre cepa e espécie de triatomíneo. Variações na taxa de infecção em 

diferentes espécies de triatomíneos são vistas desde 1940, quando Dias observou que a mesma 
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cepa de T. cruzi infectou 90,4% dos P. megistus e apenas 54,7% dos R. prolixus, quando estes 

insetos foram alimentados em animais infectados. Em estudos mais recentes foi observado 

que o clone Dm28c e a cepa CL de T. cruzi são capazes de completar seu ciclo em R. 

prolixus, enquanto a cepa Y rapidamente desaparece do intestino do inseto (Azambuja, Feder 

e Garcia, 2004; Vallejo, Guhl e Schaub, 2009). As variações da fisiologia de diferentes 

espécies de triatomíneos também podem favorecer a transmissão do flagelado na natureza, 

uma variação relevante é, a velocidade de defecação durante e após a alimentação (Borges-

Pereira et al., 1988; Schaub e Losh, 1988; Soares et al., 2000; Cabral et al., 2001). Por 

exemplo, foi observado que ninfas de quarto e quinto estádio de T. pseudomaculata defecam 

imediatamente após a alimentação e com mais frequência que T. brasiliensis (Soares et al., 

2000) e que T. protracta demora, em média, 30,6 minutos enquanto T. rubida demora, em 

média, 0,1 a 6 minutos para defecar após a alimentação (Klotz et al., 2009). 

Uma vez dentro do triatomíneo, o T. cruzi se depara com componentes do intestino do 

inseto, tais como enzimas digestivas, hemolisinas e aglutininas, presentes tanto no intestino 

médio anterior quanto no posterior (Schaub, 2009; Terra e Ferreira, 2004; Kollien et al., 

2004). Os fatores hemolíticos presentes no intestino médio anterior dos triatomíneos possuem 

o papel essencial de lisar os eritrócitos para a liberação da hemoglobina para sua digestão no 

intestino médio posterior, mas podem também afetar as populações de T. cruzi, dependendo 

da cepa avaliada (Azambuja et al., 2005). Estudos anteriores já apontavam para a presença de 

lectinas com diferentes atividades no estômago, intestino e hemolinfa de R. prolixus, e que os 

receptores de lectina seriam detectáveis nas formas epimastigotas mas não nas 

tripomastigotas. Tais fatos sugerem que a presença de lectinas com diferentes atividades no 

intestino de R. prolixus e suas reações seletivas com T. cruzi poderiam representar um papel 

regulatório da interação (Pereira et al., 1981). 

Uma vez que o parasito alcance o intestino médio posterior do inseto, as suas 

interações com as membranas perimicrovilares serão fundamentais para o seu 

desenvolvimento e para seu processo de metaciclogênese (Azambuja et al., 2005; Bonaldo et 

al., 1988). Dentre os fatores que seriam essenciais para a adesão do parasito ao intestino 

médio posterior do triatomíneo está o peptídeo lisossomal mais abundante em epimastigotas 

de T. cruzi, a cruzipaína, que ao ter sua função bloqueada por cinco inibidores diferentes 

diminui significantemente a adesão do parasito ao epitélio intestinal de R. prolixus (Uehara et 

al., 2012). O gp63, outro peptídeo, parece estar envolvido na adesão do parasito pelo 

mecanismo proteolítico-independente, que envolve reconhecimento e ligação a um receptor 
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que ainda não foi identificado (D’Avila-Levy et al., 2006; Santos et al., 2006). Os resultados 

de Gonzales e colaboradores (2011) indicam que os glicosaminoglicanos sulfatados também 

são determinantes tanto para adesão das epimastigotas às células do epitélio do intestino 

médio posterior quanto para a infecção do vetor pelo parasito. Os glicoinositolfosfolipídios 

presentes na superfície celular desses flagelados também têm sido associados a esse processo 

de adesão, uma vez que uma diminuição na expressão dessas moléculas na superfície das 

formas tripomastigotas diminui sua capacidade de adesão (Golgher et al., 1993; Zingales et 

al., 1982; Pereira-Chioccola et al., 2000), fazendo com que estas formas permaneçam livres 

na ampola retal do inseto (Nogueira et al., 2007). Além dos glicoinositolfosfolipídios, 

proteínas hidrofóbicas presentes na superfície de formas epimastigotas, bem como resíduos de 

carboidratos de glicoproteínas (principalmente ácido siálico e D-manose) das membranas 

perimicrovilares também parecem ser importantes fatores na interação parasito/vetor (Alves et 

al., 2007). Em adição, foi demonstrado que o T. cruzi é capaz de incorporar os fosfolipídios 

presentes na membrana perimicrovilar do intestino de R. prolixus (Folly et al., 1999). Além 

disso, recentemente, cisteíno peptidases da família das calpaínas foram relacionadas ao 

processo de adesão ao epitélio intestinal de R. prolixus de formas epimastigotas de T. cruzi, 

bem como ao processo de metaciclogênese (Ennes-Vidal et al, 2011).  

Os triatomíneos são insetos paurometábolos que passam por cinco estádios ninfais até 

atingir a fase imaginal (figura 2). Para completar o seu desenvolvimento são necessários 

repastos sanguíneos, assim como para permitir a sua sobrevivência e sua produção de gametas 

na fase adulta. Sabe-se, entretanto, que os triatomíneos são capazes de resistir em jejum 

durante longos períodos (Friend e Smith, 1985). O T. cruzi parece competir com seu vetor por 

nutrientes, uma vez que em situações de jejum, a resistência dos insetos é reduzida (Schaub, 

1989). O sangue ingerido pelos triatomíneos é constantemente digerido pela ação de 

proteases, que liberam aminoácidos, peptídeos e hemoglobina, sendo que esta última é 

finalmente degradada liberando seu grupo heme. Sabe-se que o T. cruzi utiliza o grupo heme 

como cofator nutricional e na produção de hemeproteínas essenciais para o seu metabolismo. 

Entretanto, o mesmo não possui uma via de biossíntese completa da molécula (Salzman et al., 

1982; Lombardo et al., 2003), o que explica a dependência de heme extracelular presente no 

lúmen do intestino de seus hospedeiros invertebrados, quando alimentados. O estado 

nutricional do inseto pode então influenciar no desenvolvimento do T. cruzi, uma vez que 

diante de longos períodos de escassez nutricional, a infecção pode ser completamente 

eliminada, como já observado para Triatoma infestans infectados pelo parasito (Kollien e 
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Schaub, 1998). Luz e Borba (1968) observaram que apesar do jejum prolongado, T. infestans 

continua eliminando flagelados infectivos mesmo 812 dias após a infecção. Por outro lado, 

Phillips e Bertram (1967) observaram que apenas 45% das ninfas de R. prolixus mantiveram 

sua infecção após a muda para o estádio adulto ou após serem submetidas a um período de 

sete semanas de jejum. Sendo assim, a eliminação do T. cruzi do trato intestinal do inseto vai 

depender da espécie e do estádio de desenvolvimento do triatomíneo, da cepa do parasito, da 

sua dose inicial e da duração da infecção (Schaub e Böker, 1986). 

 

 

Figura 2 - Estádios de desenvolvimento de Rhodnius prolixus: ovos, cincos estádios ninfais e adultos (Foto: 

Newmar Marliére). 

 

Uma vez que a metaciclogênese é um processo crucial no ciclo de vida do T. cruzi, 

esta tem sido amplamente estudada. Atualmente sabe-se de uma variedade de fatores que 

medeiam e podem estimular a metaciclogênese. Dentre estes, podemos citar o pH e a 

osmolaridade, a presença de soro de mamífero (Fraidenraich et al., 1993), de componentes da 

hemolinfa (Mello et al., 1996), de extratos intestinais (Isola et al., 1986), de estresse 

metabólico e de AMPc (Rangel-Aldao et al., 1987). Uma baixa proporção de tripomastigotas 

metacíclicos parece estar correlacionada com cepas que apresentam um desenvolvimento 

mais lento (Schaub, 1989; Lana et al.,1998). Após a infecção de diferentes espécies de 

triatomíneos com a cepa Y de T. cruzi, observou-se que a proporção de formas 

tripomastigotas metacíclicos variou de 50% em Rhodnius neglectus, 37% em R. prolixus, 3% 

em Triatoma brasiliensis e 0% em Triatoma pseudomaculata no trato intestinal das diferentes 

espécies (Perlowagora-Szumlewicz e Moreira, 1994), o que sugere que o processo de 

metaciclogênese também depende da espécie de vetor. Outro fator que parece afetar o 

processo de diferenciação das formas infectantes do parasito é a temperatura, uma vez que 
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esta transformação é atrasada quando o sistema é submetido a temperaturas mais baixas (Asin 

e Catala, 1995). 

Além dos fatores hemolíticos presentes no trato intestinal de triatomíneos, sabe-se que 

os simbiontes dos insetos possuem um papel significativo na promoção da sua sobrevivência 

e desenvolvimento. Wigglesworth (1936) já apontava a importância de duas regiões do 

intestino médio anterior para o desenvolvimento de simbiontes, e mais adiante, em outros 

estudos, a multiplicação dos simbiontes no trato intestinal após o repasto sanguíneo foi 

observada e quantificada (Hill et al., 1976; Ben-Yakir, 1987). Cabe evidenciar os resultados 

de Eicher e Schaub (2002), os quais observaram a preferência dos simbiontes Rhodococcus 

rhodnii e Nocardia sp. pelas porções anteriores do trato intestinal de ninfas de quinto estádio 

de R. prolixus e T. infestans, respectivamente, e a diminuição significativa dos mesmos no 

tubo digestivo de ambas as espécies entre as primeiras 12 horas após a alimentação, 

principalmente nessas regiões anteriores do intestino. Nas demais porções, como na ampola 

retal, a alimentação não afetou as populações das bactérias, e houve um aumento de quase 18 

vezes no tamanho das populações dos simbiontes 10 dias após o repasto sanguíneo (Eicher e 

Schaub, 2002). 

A importância dos simbiontes para a sobrevivência do próprio triatomíneo foi 

retratada por estudos que analisaram as consequências da eliminação de simbiontes sobre a 

fisiologia dos insetos. Foi observado que a ausência dos microorganismos leva a vários efeitos 

deletérios, que incluem o atraso do desenvolvimento (Brecher e Wigglesworth, 1944; Lake e 

Friend, 1967) e o aumento das taxas de mortalidade (Harrington, 1960), problemas durante a 

digestão e a excreção (Brecher e Wigglesworth, 1944; Eichler e Schaub, 1998) e redução do 

sistema traqueal (Eichler e Schaub, 1998). 

Uma vez que o T. cruzi compartilha o microambiente do tubo digestivo do triatomíneo 

com simbiontes, vários estudos tentaram avaliar se o desenvolvimento de um poderia afetar 

ao outro. Muhlpfordt (1959), estudando a influência de Nocardia rhodnii no desenvolvimento 

e diferenciação do flagelado em R. prolixus, mostrou que o parasito se multiplica mais 

intensamente na ausência dos simbiontes. Azambuja e colaboradores (2004) relataram que 

Serratia marcescens produz prodigiosina, pigmento que seria responsável pela atividade 

tripanolítica observada no estômago de R. prolixus após a alimentação infectiva com a cepa Y 

de T. cruzi. Por outro lado, foi observado que o parasito não afeta as taxas de crescimento das 

bactérias ao analisar o desenvolvimento dos simbiontes Nocardia sp. e Rhodococcus rhodnii 

no intestino de T. infestans e R. prolixus, respectivamente, após infecção com formas 
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tripomastigotas sanguíneas do T. cruzi (Eichler e Schaub, 2002). Os autores sugeriram que o 

crescimento dos simbiontes não é alterado pela colonização do parasito devido ao fato de que 

a região do intestino em que o flagelado se desenvolve mais eficientemente, a ampola retal, 

não ser o sítio de colonização dos simbiontes. 

Mais recentemente, Castro e colaboradores (2012) demonstraram que, em comparação 

ao controle não infectado, R. prolixus infectados com epimastigotas do clone Dm28c de T. 

cruzi apresentaram quantidade reduzida de bactérias na microbiota intestinal, quantidade 

aumentada de parasitos, produção reduzida de nitrito e nitrato e atividades fenoloxidase e 

antibacteriana aumentadas, concluindo que a infecção pelo parasito modifica a resposta imune 

do intestino do vetor a fim de diminuir a população da microbiota, e que tais mudanças são 

essenciais para o desenvolvimento do parasito no intestino do inseto vetor. Além disso, foi 

demonstrado previamente que a microbiota pode modular a competência vetorial do 

hospedeiro invertebrado, através da interação direta com os parasitos ou da competição por 

recursos no intestino (Azambuja, et al., 1983; Mello et al., 1996; Garcia et al., 2007, Garcia et 

al., 2010, Garcia et al., 2010). 

 

 

3.3 Trypanosoma rangeli e suas interações com o hospedeiro invertebrado 

 

 

O T. rangeli foi nomeado e descrito por Tejera (1920) a partir de formas encontradas 

no intestino de R. prolixus, na Venezuela. Devido às suas semelhanças morfológicas com o T. 

cruzi e a escassez de estudos a respeito, por muitos anos acreditou-se que seu ciclo de vida no 

vetor estava, como no caso do T. cruzi, restrito ao tubo digestivo, até que Groot (1952) 

publicasse a observação do flagelado na hemolinfa de R. prolixus.  A partir de sua descrição, 

diversos estudos indicaram a presença desta espécie na Colômbia (Rey e Ucros, 1939), 

Guatemala (de Leon, 1946), El Salvador (Zeledón, 1956), Costa Rica (Montero, 1958), 

Panamá (Sousa, 1966), Uruguai (Zeledón, 1954), Paraguai (Canese, 1964), Peru (Ayala, 

1964), Brasil (Lucena e Marques, 1954), Chile e Argentina (Pessoa, 1963). Desde então o 

parasito tem sido observado praticamente em todos os países da América Central e do Sul 

(Grisard et al., 1999b; Guhl e Vallejo, 2003; Maia da Silva et al., 2004a, 2007). 
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As formas de desenvolvimento que participam de parte do ciclo de vida do parasito 

foram descritas e estudadas por muitos autores após a descrição incial de Tejera (Grewal, 

1956; Groot, 1953a; Groot et al., 1953; Herbig-Sandreuter, 1955; Pifano, 1954; Tobie, 1961; 

Zeledón, 1954). Apesar de existirem discordâncias em relação a alguns aspectos do ciclo, tais 

estudos eram consoantes em afirmar que após um repasto sanguíneo em um vertebrado 

infectado o desenvolvimento do parasito se iniciava no canal alimentar do triatomíneo, de 

onde os flagelados posteriormente atravessavam o epitélio intestinal, entravam na hemolinfa e 

finalmente invadiam as glândulas salivares alguns dias depois. 

A transmissão do T. rangeli ocorre no momento em que o triatomíneo com as 

glândulas salivares infectadas se alimenta em um hospedeiro vertebrado (Groot, 1953b; 

Tobie, 14961).  Apesar de hoje ser bem estabelecida na literatura, a transmissão do parasito 

através da picada do inseto não foi sugerida antes de Rey-Matiz (1941) relatar a visualização 

de formas intermediárias de T. rangeli nas glândulas salivares de R. prolixus, enquanto 

trabalhava na Colômbia, e de Pifano e Mayer (1949) relatarem a observação de T. rangeli nas 

glândulas salivares de R. prolixus naturalmente infectados na Venezuela. 

Esses estudos permitiram o entendimento atual sobre o ciclo de vida do T. rangeli no 

hospedeiro invertebrado, o qual se inicia com a ingestão de formas tripomastigotas presentes 

na corrente sanguínea do vertebrado infectado juntamente com o repasto sanguíneo. Uma vez 

no intestino, os parasitos se diferenciam em formas epimastigotas longas e curtas, as quais se 

dividem e atravessam o epitélio intestinal alcançando assim a cavidade celômica. Na 

hemocele, os parasitos se multiplicam continuamente e migram para as glândulas salivares, 

local onde se diferenciam em tripomastigotas metacíclicos, que são transmitidos ao 

hospedeiro vertebrado junto com a saliva no momento da picada (D’Alessandro, 1976; 

D’Alessandro-Bacigalupo e Saravia, 1992 - figura 3).  
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Figura 3 - Formas de desenvolvimento do T. rangeli no inseto vetor: (A e B) formas epimastigotas encontradas 

no trato intestinal e na hemocele, (C) formas tripomastigotas metacíclicas, infectivas para os hospedeiros 

vertebrados, encontradas nas glândulas salivares (adaptado de Garcia et al., 2007; Fellet, 2014). 

 

A persistência do T. rangeli no trato intestinal do triatomíneo, que é restringida ao 

lúmen, pode se prolongar até o fim da vida do vetor (Pifano et al., 1948; D’Alessandro, 1976; 

Cuba, 1975; Hecker et al., 1990) e é dependente de fatores nutricionais diretamente 

relacionados com a digestão do sangue (Vallejo et al., 1988).  Apesar de alguns trabalhos 

indicarem a existência desses parasitos nas fezes de 31 a 70% dos insetos infectados (Pifano 

et al., 1948; D’Alessandro, 1976; Cuba, 1975; Hecker et al., 1990), Rey-Matiz (1941) e 

outros pesquisadores se referem a múltiplas tentativas de inocular T. rangeli em diferentes 

animais junto com fezes de R. prolixus, sempre com resultados negativos (Zeledón, 1954; 

Groot et al., 1951). 

Sabe-se que a porcentagem de T. rangeli capazes de ultrapassar o epitélio intestinal de 

R. prolixus, permitindo assim seu desenvolvimento na hemocele, é baixa (D’Alessandro, 

1963; Tobie, 1965; Ferreira et al., 2010). O desenvolvimento completo do ciclo biológico do 

T. rangeli ocorre preferencialmente em triatomíneos do gênero Rhodnius, conhecimento 

decorrente de estudos realizados envolvendo tentativas de infectar experimentalmente outras 

espécies de triatomíneos com parasitos de cultura ou de hemolinfa de triatomíneo infectado 

(Pifano et al., 1949; Tobie, 1964; D’ Alessandro, 1972; 1976; Cuba, 1975). D’Alessandro 

(1972) observou infecção nas glândulas salivares de 18% de R. prolixus e de 38% de R. 

neglectus infectados experimentalmente com o parasito, mostrando que R. neglectus é uma 
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espécie capaz de albergar o parasito de forma tão eficiente quanto o vetor clássico, R. 

prolixus. 

Diversas tentativas experimentais resultaram na infecção da hemolinfa de Triatoma 

vitticeps, T. infestans e R. prolixus, mas não de P. megistus (Coutinho e Nussenzweig Apud 

Zeledón, 1954). Sabe-se que o intestino de T. infestans - em comparação ao de R. prolixus - 

possui níveis mais altos de aglutininas contra T. rangeli, e embora não tenham sido 

encontradas evidências de atividade lítica contra o parasito, as aglutininas poderiam, 

juntamente com outras moléculas, conferir uma maior resistência ao desenvolvimento do T. 

rangeli no intestino do T. infestans (Gregório e Ratcliffe, 1991). Além disso, a saliva de T. 

infestans apresenta atividade lítica contra T. rangeli e, uma vez que parte da saliva injetada é 

ingerida pelo inseto durante o repasto sanguíneo, esta atividade poderia também estar 

relacionada com o baixo grau de desenvolvimento do parasito no intestino de T. infestans 

(Gregório e Ratcliffe, 1991). 

Uma importante descoberta na interação do T. rangeli com o hospedeiro invertebrado 

foi a influência que a infecção pelo parasito tem sobre as populações de simbiontes do 

intestino de R. prolixus (Eichler e Schaub, 2002). Inicialmente foi demonstrado que formas de 

cultura de T. rangeli são capazes de inibir o crescimento dos simbiontes em placas de ágar 

(Watkins, 1971). Em experimentos in vivo, Watkins (1969) demonstrou que a infecção de R. 

prolixus pelo T. rangeli reduziu a densidade dos simbiontes no intestino dos insetos 

infectados. Em estudo posterior, Eichler e Schaub (2002) relataram que a infecção de R. 

prolixus pelo T. rangeli retardou o desenvolvimento de R. rhodnii presentes no conteúdo 

intestinal dos insetos, sendo essa redução significativa apenas na porção anterior do intestino. 

Normalmente estes parasitos são encontrados livres no lúmen do intestino do 

triatomíneo (Hecker et al., 1990). Todavia, para alcançarem a hemocele do inseto, as 

epimastigotas de T. rangeli interagem com o epitélio intestinal, provavelmente utilizando 

lectinas/ligantes presentes na superfície do parasito e nas células epiteliais do inseto. 

Aparentemente, o protozoário pode se aderir tanto através do flagelo ou da região posterior a 

determinadas células epiteliais da região anterior do intestino médio posterior de R. prolixus. 

Assim, é possível que exista um reconhecimento dessas células pelos parasitos para sua 

subsequente adesão e invasão (Oliveira e Souza, 2001). As membranas perimicrovilares têm 

sido relacionadas como uma importante barreira física para o T. rangeli alcançar a hemocele 

(Gomes et al., 2002). Os autores mostraram que a irradiação gama de R. prolixus infectados 

pelo parasito promoveu mudanças na organização ultraestrutural do intestino do inseto, 
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provocando o agrupamento de microvilos e a desorganização das membranas 

perimicrovilares, o que acelerou a invasão da hemolinfa pelo T. rangeli (Gomes et al., 2002).  

Acreditava-se que o T. rangeli possuía mecanismos para escapar das respostas 

humorais e celulares do inseto, sendo capaz, assim, de se dividir dentro das células fagocíticas 

(Tobie, 1968; 1970; Takle, 1988). Estudos mais recentes demonstraram, entretanto, que o T. 

rangeli é reconhecido e ativa o sistema de defesa do vetor, uma vez que o perfil celular da 

hemolinfa de R. prolixus se modifica após o primeiro dia de infecção por T. rangeli (Oliveira 

e Souza, 2003). Trabalhos dedicados a estudar a interação de R. prolixus e T. rangeli 

mostraram que a variedade de mecanismos humorais e celulares que o vetor apresenta age 

limitando o desenvolvimento do parasito. Dentre estes mecanismos, são apontados como mais 

significantes as lisozimas e os fatores tripanolíticos (Mello et al., 1995, 1999; Gomes et al., 

1999), a ativação do sistema profenoloxidase (Mello et al., 1995; Gomes et al., 1999; Garcia 

et al., 2004), a fagocitose e a microaglutinação de hemócitos (Takle, 1988; Mello et al., 1995; 

Garcia et al., 2004) e a produção de óxido nítrico e superóxido, os quais estariam envolvidos 

na regulação da infecção (Whitten et al., 2001, 2007). 

Mello e colaboradores (1995) inoculando T. rangeli (cepa San Agustin) na hemocele 

de R. prolixus demonstraram que numerosas formas epimastigotas curtas são observadas na 

hemolinfa do triatomíneo até o segundo dia da infecção e que depois desse período as formas 

epimastigotas longas são dominantes. Sabe-se que a fenoloxidase (PO) é uma enzima chave 

no processo de oxidação de fenóis a quinonas tóxicas, o qual é responsável pela melanização 

durante o encapsulamento de patógenos nos insetos (Andersen, 1985). Em R. prolixus a 

ativação da via profenoloxidase (proPO) tem sido observada em insetos inoculados com 

tripanosomatídeos (Azambuja et al., 1989; Mello et al., 1995, 1996; Gomes et al., 1999).  

Gomes e colaboradores (2003) observaram em seu trabalho que a injeção de epimastigotas 

curtas, mas não longas, de T. rangeli (cepa H14) em R. prolixus alimentados com sangue não-

infectado causou altos níveis de atividade PO até 24 horas após a inoculação. Outros trabalhos 

também vêm demonstrando que a resposta imune do inseto é direcionada, particularmente, às 

formas curtas do parasito, enquanto que as formas longas teriam a capacidade de escapar da 

resposta imune do inseto e seriam responsáveis pela manutenção da infecção (Mello et al., 

1995, 1999; Gomes et al., 1999, 2003). 

Uma vez que o parasito consegue colonizar e se manter na hemolinfa, a invasão das 

glândulas salivares é a etapa final para a produção de formas infectivas. Como já salientado 

anteriormente, Rey-Matiz (1941) foi o primeiro a observar formas de desenvolvimento de T. 
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rangeli nas glândulas salivares de R. prolixus, e, mais adiante, o acompanhamento do ciclo 

biológico do parasito no vetor até sua invasão nas glândulas salivares foi elucidado por Groot 

(1953) e Groot e Sanmartin (1953). Groot (1954) em um estudo comparativo de quatro cepas 

de T. rangeli em R. prolixus observou que em uma cepa (ariarii) a invasão das glândulas 

salivares do triatomíneo ocorria apenas em insetos que apresentavam o flagelado na 

hemolinfa, o que já sugeria que a passagem pela hemocele do invertebrado é essencial para o 

que o parasito complete seu ciclo no vetor. Sabe-se, entretanto, que as taxas de infecção das 

glândulas salivares são bastante variáveis quando os insetos são infectados oralmente, ficando 

entre 2-50% (D’Alessandro, 1963; Tobie, 1965; Ferreira et al., 2010). 

A presença do parasito nas glândulas salivares do triatomíneo pode causar uma série 

de alterações fisiológicas e comportamentais no inseto, como alterações nas atividades anti-

hemostáticas salivares, redução das atividades anticoagulantes, redução da eficiência do 

repasto sanguíneo, alterações no pH da saliva, modificações na coloração das glândulas 

salivares e redução dos níveis de proteínas salivares, que pode levar a mudanças no 

comportamento alimentar, tais como o aumento do tempo de sondagem e do número de 

picadas no hospedeiro vertebrado (Anez e East, 1984; Garcia et al.,1994; Paim et al., 2013). 
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4 MÉTODOS 

 

 

4.1 Triatomíneos 

 

 

Os exemplares de R. prolixus utilizados no presente trabalho foram provenientes do 

insetário do Laboratório de Triatomíneos e Epidemiologia da doença de Chagas, de colônia 

iniciada a partir de insetos coletados em Honduras. Os insetos foram alimentados 

semanalmente em galinhas, camundongos suíços anestesiados ou alimentador artificial 

contendo sangue citratado (10%) de coelho proveniente do Centro de Criação de Animais de 

Laboratório da Fundação Oswaldo Cruz (Cecal FIOCRUZ – RJ). A sala do insetário é 

mantida em temperatura de 26+1C, umidade relativa de 65+10% e ciclo natural de 

iluminação. Os protocolos que utilizaram animais seguiram as normas da FIOCRUZ para a 

experimentação animal e foram aprovadas pelo Comitê de Ética na Utilização de Animais 

(CEUA-FIOCRUZ-MG) sob o número LW-61/2012. 

Ninfas de quinto estádio, com 30 dias pós-muda, foram utilizadas nos ensaios 

biológicos. 

 

 

4.2 Parasitos 

 

 

As formas epimastigotas de T. rangeli, cepa CHOACHI, isolada de glândulas salivares 

de R. prolixus na Colômbia, e de T. cruzi, cepa CL, isolada de T. infestans no Rio Grande do 

Sul, foram obtidas a partir de seu crescimento em meio LIT (Liver Infusion Tryptose) 

acrescido de 15% de soro fetal bovino e antibiótico na concentração de 100 unidades de 

penicilina e 100µg de estreptomicina por mililitro, mantidos em BOD à temperatura de 27°C 

e sob repiques semanais. 
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A obtenção das formas tripomastigotas sanguíneas de T. rangeli se deu por meio da 

infecção de camundongos suíços com tripomastigotas diferenciados em meio DMEM 

(Dulbecco's Modified Eagle's Medium). A quantidade de parasitos utilizada foi de 12x10
7
 

parasitos, dos quais 82% se diferenciaram em tripomastigota após 7-10 dias mantido no meio 

de cultura. Uma vez que a morte parasitária é bastante elevada durante esse processo de 

diferenciação in vitro, os camundongos foram inoculados com todo o restante dos parasitos 

ressuspendidos em PBS. As formas tripomastigotas sanguíneas do T. cruzi foram obtidas de 

camundongos B6.129S7 knockout para INF-γ, obtidos do Biotério Central do CPqRR. Os 

animais foram inicialmente inoculados com parasitos de culturas antigas de T. cruzi (de 

aproximadamente 30 dias, contendo formas epimastigotas, mas também tripomastigotas que 

se diferenciaram nessa forma devido ao estresse nutricional a que foram submetidas). A 

manutenção do parasito foi realizada através do inóculo de formas tripomastigotas sanguíneas 

obtidas a partir de punções cardíacas em camundongos anestesiados e previamente infectados, 

em camundongos saudáveis. 

A alimentação artificial foi realizada em alimentadores de vidro conectados a um 

banho-maria com circulação interna e externa de água, o qual possui um sensor de 

temperatura que é regulado para ser mantido a 37+1ºC durante a alimentação dos triatomíneos 

a fim de mimetizar as condições de temperatura de um hospedeiro vertebrado (figura 4). 

 

 

Figura 4 - Alimentador artificial: alimentadores de vidro conectados ao banho-maria com circulação interna e 

externa de água, com sensor de temperatura (Foto: Mª Raquel Fellet). 
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4.3 Ensaios biológicos 

 

 

4.3.1 Avaliação do processo de colonização de T. rangeli e T. cruzi no intestino médio 

anterior de R. prolixus 

 

 

Ninfas de quinto estádio de R. prolixus foram individualizadas em frascos plásticos 

(3,5 x 2cm), contendo papel de filtro como substrato e cobertos com tecido. As ninfas foram 

individualmente pesadas antes e imediatamente após a alimentação, a fim de se estimar a 

quantidade de sangue ingerida no repasto. A alimentação se deu: 

[a] no alimentador artificial contendo sangue de coelho citratado e previamente 

incubado a 56ºC por 30 minutos para a inativação do sistema complemento, para os 

experimentos com as formas epimastigotas de cultura dos parasitos, na concentração de 

1x10
3
parasitos/µl; 

 [b] no camundongo (suíço infectado por T. rangeli e B6.129S7 knockout para INF-γ 

infectado por T. cruzi), previamente anestesiado intraperitonealmente com uma mistura de 

ketamina a 150 mg/kg (Cristalia- Brasil) e xilazina a 10 mg/kg (Bayer- Brasil), para os 

experimentos com as formas tripomastigotas sanguíneas, nos quais a concentração de 

parasitos foi avaliada através de contagem a fresco segundo Brener (1962) imediatamente 

antes do início dos ensaios. 

As ninfas foram alimentadas por pelo tempo necessário para a ingestão de 

aproximadamente 20-30µl de sangue e tiveram o intestino médio anterior (IMA) e intestino 

médio posterior (IMP) dissecados nos tempos: 

[a] 1-7, 10 e 15 dias após a alimentação infectiva, para os ensaios realizados com T. 

rangeli; 

 [b] 3, 24, 48, 96 horas e 7 e 15 dias após a alimentação infectiva, para os ensaios 

realizados com T. cruzi. 

O IMA dos insetos foi dissecado, separado do IMP (figura 5) e macerado em 20µl de 

phosphate buffered saline (PBS; 0.15 M NaCl em 0.01 M de sódio fosfato, pH 7,2). Deste 

conteúdo, 5µl foram utilizados para a confecção de esfregaços corados com Giemsa (usados 

para a avaliação da diferenciação das formas tripomastigotas em epimastigotas), 5µl foram 
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destinados à contagem dos parasitos pelo método de Brener (1962) ou em câmara de 

Neubauer (a fim de se estimar a quantidade dos parasitos recuperados). Para os experimentos 

com T. cruzi, o restante da amostra foi transferido para microtubos de 1,5 mL contendo 20µL 

de PBS estéril e mantidos a -20ºC para posterior extração de DNA e Reação em Cadeia da 

Polimerase Quantitativa em Tempo Real (qPCR), a fim de se quantificar os parasitos 

recuperados e comparar com os resultados obtidos pela contagem a fresco. 

 

 

Figura 5 - Esquema do tubo digestivo de um triatomíneo: (A) intestino médio anterior, (B) intestino médio 

posterior e (C) ampola retal (adaptado de Garcia et al., 2007; Rodrigues, 2013). 

 

A recuperação dos parasitos no IMA das ninfas foi calculada considerando-se o 

volume de sangue ingerido por cada inseto durante o repasto, a concentração dos flagelados 

presentes no sangue que serviu de fonte de infecção dos triatomíneos e a quantificação dos 

parasitos realizada em câmara de Neubauer ou pelo método de Brener (1962). 

Uma vez que a concentração de parasitos no sangue dos camundongos que serviram 

como fonte para a infecção por T. cruzi foi bastante variável, o teste de correlação de 

Spearman foi feito para avaliar se a parasitemia dos camundongos influenciaria na 

porcentagem de parasitos ingeridos. A partir do resultado da correlação foi realizada uma 

análise através do teste de variância (ANOVA) e posterior teste de comparações múltiplas de 

Tukey, para classificar as parasitemias dos camundongos como baixas e altas, sendo as 

diferenças observadas consideradas estatisticamente significativas quando p < 0,05. 
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4.3.2 Quantificação do T. rangeli e T. cruzi no intestino médio anterior de R. prolixus 

através de câmara de Neubauer ou do método a fresco de Brener (1962) 

 

 

As amostras foram quantificadas por contagem em câmara de Neubauer ou pelo 

método a fresco de Brener (1962) dependendo da quantidade de parasitos existente. Nas 

contagens em câmara de Neubauer, uma alíquota de 5µl de cada amostra foi diluída em PBS 

(1:10), enquanto que nas contagens pelo método a fresco de Brener (1962) as amostras 

tiveram 5 µl destinados à contagem. 

 

 

 

4.3.3 Avaliação do processo de diferenciação de formas tripomastigotas de T. 

rangeli e T. cruzi para formas epimastigotas no intestino médio anterior de R. prolixus 

 

 

As amostras de IMA e IMP obtidas nos ensaios biológicos tiveram 5µl destinados para 

a confecção de esfregaços delgados corados pelo método de Giemsa. Foram contados 50 

campos microscópicos ou 100 células de 5 – 10 intestinos para cada tempo avaliado, em 

microscópio óptico no aumento de 1.000x (CX31 - Olympus). A distinção entre os estádios 

evolutivos tripomastigota e epimastigota dos parasitos foi realizada segundo a classificação de 

Hoare e colaboradores (1966) para Trypanosomatidae, considerando-se a posição do 

cinetoplasto e do flagelo no corpo celular do parasito (figura 6). As formas nas quais não era 

possível determinar a posição anterior ou posterior do cinetoplasto foram denominadas formas 

intermediárias. 

 

 

Figura 6 - Desenho esquemático das formas (A) epimastigota e (B) tripomastigota de Trypanosomatidae, com 

(1) cinetoplasto, (2) núcleo, (3) membrana ondulante e (4) flagelo (adaptado de Hoare et al., 1966). 
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4.3.4 Extração de DNA e Reação em Cadeia da Polimerase Quantitativa em Tempo 

Real (qPCR) 

 

 

A extração de DNA foi realizada utilizando-se o Kit Wizard Genomic DNA 

Purification (Promega), segundo instruções do fabricante para extração de DNA de amostras 

de sangue. Para os controles positivo e negativo foram extraídos, respectivamente, DNA de 

parasitos mantidos em meio de cultura e DNA de amostras de intestinos de insetos não 

infectados, utilizando o mesmo kit, segundo o protocolo do fabricante para amostras de 

culturas de células. A qualidade e concentração do DNA extraído foram mensuradas em 

espectrofotômetro Nanodrop 2000c Spectrophotometer (Termo Fisher Scientific Inc.), sendo 

o grau de pureza das amostras averiguado através das absorbâncias a 260 nm e 280 nm. 

Os produtos obtidos nas extrações de DNA foram amplificados por qPCR utilizando 

iniciadores específicos para o gene da TCZ de T. cruzi (Cummings e Tarleton, 2003; Caldas et 

al., 2012) em equipamento ABI Prism 7500 Sequence Detection System (Applied Biosystems). 

A sequência dos iniciadores está mostrada no quadro 1. 

 

 

Quadro 1. Iniciadores utilizados para a amplificação de produtos de DNA extraídos do IMA e IMP de ninfas de 

R. prolixus. 

Iniciador Sequência 

TCZ__F 
5’ GCTCTTGCCCACAMGGGTGC 3’ 

TCZ__R 5’ CCAAGCAGCGGATAGTTCAGG 3’ 

 

A qPCR foi realizada em um volume final de 25µl contendo 300nM de cada iniciador, 

2µl do DNA molde e 12,5µl do Power SYBR Green PCR Master Mix (Applied Biosystems) 

nas seguintes condições: desnaturação inicial a 95ºC por 10 min seguida de 40 ciclos de 

desnaturação a 95ºC por 15 seg, ligação dos iniciadores e extensão a 60ºC por 1 min. Uma 
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curva padrão foi construída a fim de serem utilizadas para estimar o número de cópias de 

DNA do parasito em cada amostra. 

A curva padrão para os experimentos com T. cruzi foi construída segundo Caldas e 

colaboradores (2012), utilizando diluição em série de uma mistura de DNAs de sangue de 

camundongo B6.129S7 knockout para INF-γ não-infectado e parasitos de meio de cultura 

contendo a sequência de 182pb, relacionada ao gene de multicópias TCZ, como descrito por 

Cummings e Tarleton (2003).  

Durante as reações, foram feitas análises das curvas de dissociação dos amplificados 

de cada amostra a fim de verificar se as qPCRs estavam gerando mais de um produto. 

 

 

4.3.5 Avaliação do tempo de viabilidade do DNA de T. cruzi no trato intestinal de R 

prolixus através da qPCR 

 

 

Uma alíquota de epimastigotas foi retirada da cultura, os parasitos quantificados pelo 

método a fresco de Brener (1962), mortos mediante tratamento à 65ºC por cinco minutos e 

transferidos para um microtubo de 1,5ml contendo sangue de coelho citratado. A morte dos 

parasitos foi confirmada em microscópio óptico através da ausência de movimento flagelar e 

da utilização do corante viral Eritrosina. A concentração final dos parasitos no sangue foi 

ajustada para 1x10
3 

parasitos/µl e então o sangue infectado com os parasitos mortos foi 

transferido para o alimentador artificial. Alíquotas do sangue infectado foram mantidas a -

20ºC para posterior extração de DNA e quantificação por qPCR. 

Ninfas foram individualizadas, pesadas antes e imediatamente após a alimentação em 

alimentador artificial pelo tempo necessário para a ingestão de 20-30µl de sangue e tiveram o 

IMA dissecado nos tempos: 3, 24, 48, 96 horas e 7 dias após a alimentação contendo os 

parasitos mortos. O IMA dos insetos foi dissecado, separado do IMP e macerado em 20µl de 

PBS. Deste conteúdo, 5µl foram destinados à contagem dos parasitos pelo método de Brener 

(1962) e o restante foi transferido para microtubos de 1,5 ml contendo 20 µl de PBS estéril e 

mantidos a -20ºC para posterior extração de DNA e qPCR conforme descrito no item 4.3.4. 
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4.3.6 Avaliação da adesão de T. cruzi no intestino médio anterior de R. prolixus 

 

 

Ninfas de R. prolixus foram submetidas às mesmas condições dos ensaios biológicos 

anteriores, alimentadas em camundongo B6.129S7 knockout para INF-γ infectado por T. cruzi 

pelo tempo necessário para a ingestão de 20-30µl de sangue e tiveram o IMA e IMP 

dissecados nos tempos: 3, 24, 48 horas e 15 dias após a alimentação infectiva. 

Os IMA dos insetos foram dissecados, separados, cortados longitudinalmente (a fim 

de expor o lúmen) e lavados individualmente em gotas de 5µl de PBS. Do conteúdo intestinal, 

5µl foram destinados à contagem dos parasitos pelo método a fresco de Brener (1962). A 

membrana intestinal cortada longitudinalmente foi colocada distendida em lâmina e 

observada a fresco em microscópio óptico para a busca de parasitos aderidos ao epitélio 

intestinal (Nogueira et al., 2007). Foram contados 50 campos microscópicos em cada 

segmento intestinal avaliado. 

 

 

4.3.7 Avaliação in vitro da mortalidade de tripomastigotas sanguíneas de T. cruzi 

 

 

Um camundongo B6.129S7 knockout para INF-γ infectado por T. cruzi, previamente 

anestesiado intraperitonealmente com uma mistura de ketamina a 150 mg/kg (Cristalia- 

Brasil) e xilazina a 10 mg/kg (Bayer- Brasil), foi sangrado através de punção cardíaca e teve 

sua parasitemia verificada através de contagem a fresco segundo Brener (1962). O sangue foi 

transferido para microtubos de 1,5 ml contendo: 

(a) um intestino médio anterior de R. prolixus não-alimentado e PBS;  

(b) um intestino médio anterior de R. prolixus recém-alimentado em camundongo 

knockout para INF-γ sem infecção e PBS;  

(c) um par de glândulas salivares de R. prolixus e PBS;  

(d) PBS;  

(e) um intestino médio anterior de R. prolixus não-alimentado e meio RPMI 

(Roswell Park Memorial Institute) sem soro;  
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(f) um intestino médio anterior de R. prolixus recém-alimentado em camundongo 

knockout para INF-γ sem infecção e meio RPMI sem soro;  

(g) um par de glândulas salivares de R. prolixus e meio RPMI sem soro;  

(h) meio RPMI sem soro;  

O IMA dos insetos foram dissecados, separados e tiveram seus lumens expostos. As 

glândulas salivares dissecadas também tiveram seus conteúdos expostos antes de serem 

incubadas com o parasito. A quantidade de parasitos/µl foi verificada através de contagem a 

fresco segundo Brener (1962) nos tempos 0 e 24h após o período de incubação. A viabilidade 

celular foi avaliada através de observação da movimentação flagelar dos parasitos e do 

corante vital Eritrosina.  

 

 

4.4 Análise estatística 

 

 

Todas as análises estatísticas foram realizadas no GraphPad Prism 5. A normalidade 

dos dados foi testada através do teste Kolmogorov-Smirnov. A correlação entre a parasitemia 

dos camundongos e a recuperação dos parasitos no IMA das ninfas foi realizada através da 

correlação de Spearman. As análises dos dados normais foram realizadas através do teste t 

para comparação de duas amostras não pareadas, e a comparação entre mais de duas amostras 

foi realizada através do teste de variância (ANOVA) e posterior teste de comparações 

múltiplas de Tukey. As análises dos dados não-paramétricos foram realizadas através do teste 

Mann Whitney para comparação de duas amostras, e a comparação entre mais de duas 

amostras foi realizada através do teste de Kruskal-Wallis e posterior teste para comparações 

múltiplas de Dunn, sendo as diferenças observadas consideradas estatisticamente 

significativas quando p<0,05. A análise dos dados do ensaio de incubação foi realizada 

através do teste ANOVA e posterior teste de Dunnett para comparações dos grupos testes com 

o grupo controle, sendo as diferenças observadas consideradas estatisticamente significativas 

quando p<0,05. 
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5 RESULTADOS 

 

 

5.1 Colonização do trato intestinal de R. prolixus por T. rangeli  

 

 

5.1.1 Comparação das taxas de recuperação de parasitos no IMA após a infecção de R. 

prolixus com formas epimastigotas ou tripomastigotas de T. rangeli 

 

 

Uma vez que a maioria dos trabalhos publicados utiliza formas epimastigotas de 

cultura de tripanossomos para a infecção dos triatomíneos, o primeiro objetivo do presente 

estudo foi avaliar se a forma de desenvolvimento do parasito utilizada na infecção poderia 

modificar a dinâmica de colonização do IMA de R. prolixus. Inicialmente, a porcentagem de 

recuperação de parasitos em relação à concentração inicial dos mesmos no sangue oferecido 

no alimentador artificial (epimastigotas) e no sangue de camundongos infectados 

(tripomastigotas) foi avaliada (figura 7). A concentração inicial dos parasitos no sangue que 

serviu como fonte para a alimentação foi de 10
4 

epimastigotas/µl e 10
3
+500 

tripomastigotas/µl. A porcentagem de parasitos recuperados no IMA de R. prolixus após 

alimentação com formas epimastigotas de cultura e com formas tripomastigotas sanguíneas de 

T. rangeli apresentou um perfil semelhante (teste t, p=0,93) em três horas pós-infecção (hpi), 

quando 54+12% dos epimastigotas e 55+8% dos tripomastigotas foram encontrados na 

primeira porção do trato digestivo do inseto (figura 7). 
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Figura 7 – Porcentagem de parasitos recuperados no IMA de R. prolixus três horas após a alimentação infectiva 

com formas epimastigotas de cultura e formas tripomastigotas sanguíneas de T. rangeli (n=10 insetos por grupo). 

 

 

5.1.2 Desenvolvimento do T. rangeli no IMA de R. prolixus 

 

 

5.1.2.1 Quantificação do T. rangeli no IMA de R. prolixus ao longo do tempo 

 

 

A fim de determinar por quanto tempo os parasitos permanecem no IMA das ninfas, o 

seu número foi registrado periodicamente após o início de infecções, tanto para aquelas 

iniciadas com formas epimastigotas quanto para as iniciadas com tripomastigotas. A 

quantidade de parasitos ao longo de diferentes dias pós-infecção (dpi) está mostrada na figura 

8. Apesar das semelhantes porcentagens de parasitos recuperados no IMA nas primeiras horas 

da infecção, a dinâmica de crescimento dos flagelados durante o percurso da infecção foi bem 

diferente dependendo da sua forma inicial. O número de epimastigotas variou em função do 

tempo de infecção dos insetos (ANOVA, p=0,0001). Uma redução significativa no número de 

parasitos foi observada no dia 5 pós-infecção (pi) em relação aos outros períodos avaliados 

(figura 8A; Tukey, p<0,05). Os valores médios observados foram de 5.418+1.186, 7.528+443, 
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6.464+593 e 1.478+486 par/µl para os dias 0, 1, 2 e 5 pi, respectivamente. O número de 

parasitos presentes no IMA de insetos alimentados com formas tripomastigotas também 

variou ao longo do período de infecção (ANOVA, p=0,0089). Neste caso foi observado um 

aumento significativo no número de parasitos no dia 2 pi em relação aos dias 0 e 15 pi (figura 

8B; Tukey, p<0,05). Os valores médios observados foram de 716+103, 1.123+298, 

3.564+1.147, 2.714+874, 808+713 e 110+39 par/µl para os dias 1, 2, 7, 10 e 15 pi, 

respectivamente.  

Comparando-se os números de parasitos registrados para os dois grupos para cada dpi, 

foram observadas diferenças significativas entre a concentração de parasitos observados no 

IMA dos insetos em 0, 1 e 2 dpi (figura 8; ANOVA, p<0,0001; Tukey p<0,05). 
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Figura 8 – Perfil temporal da quantidade de parasitos/µl no IMA de R. prolixus após alimentação infectiva em 

(A) alimentador artificial contendo epimastigotas de T. rangeli e (B) em camundongo infectado com T. cruzi, 

quantificados por câmara de Neubauer.  Cada ponto corresponde à quantificação dos parasitos de um inseto e 

cada barra horizontal corresponde à mediana do grupo avaliado (n≥5). 
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5.1.2.2 Diferenciação de tripomastigotas em epimastigotas de T. rangeli no 

IMA de R. prolixus 

 

 

O processo de diferenciação das formas tripomastigotas para formas epimastigotas do 

T. rangeli foi avaliado nos ensaios onde os insetos foram alimentados em camundongos 

infectados (figura 9). Três diferentes formas do parasito foram encontradas no IMA (figura 9): 

formas tripomastigotas sanguíneas (figura 10A e B), formas arredondadas nas quais não foi 

possível determinar a posição do cinetoplasto e, sendo assim, foram denominadas formas 

intermediárias (figura 10C e D) e formas epimastigotas (figura 10E e F). A proporção de 

formas tripomastigotas de T. rangeli foi diminuindo gradativamente ao longo do período 

estudado, desaparecendo completamente a partir do dia 7pi (figura 9). O aparecimento de 

formas intermediárias foi observado a partir do primeiro dpi, já somando cerca de 35% dos 

parasitos encontrados, proporção que se manteve até o sétimo dpi (figura 9). As formas 

epimastigotas de T. rangeli apareceram a partir do primeiro dpi e foram gradativamente 

aumentando sua proporção até serem a única forma presente no IMA no 15º dpi (figura 9). 
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Figura 9 – Perfil temporal de diferenciação (%) das formas tripomastigotas sanguíneas de T. rangeli em formas 

intermediárias e epimastigotas no IMA de R. prolixus. A porcentagem de formas evolutivas presentes foi 

calculada a partir da contagem de 50 campos microscópicos em lâminas coradas pelo método de Giemsa (n=10 

lâminas para cada tempo avaliado). 
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Figura 10 - Formas tripomastigotas (A e B), intermediárias (C e D) e epimastigotas (E e F) de T. rangeli 

encontradas no IMA de R. prolixus. Aumento de 1.000x. 

 

 

5.2 Colonização do trato intestinal de R prolixus por T. cruzi 

 

 

5.2.1 Comparação das taxas de recuperação de parasitos no IMA após a infecção de R. 

prolixus com formas epimastigotas ou tripomastigotas de T. cruzi 

 

 

Da mesma forma que nos ensaios de T. rangeli, o primeiro ensaio de T. cruzi teve 

como objetivo comparar as taxas de recuperação de parasitos em insetos que ingeriram formas 

epimastigotas de cultura ou formas tripomastigotas sanguíneas. As concentrações iniciais de 

parasitos presentes no sangue que serviu como fonte para a infecção dos insetos foram de 10
4
 

epimastigotas/µl ou 10
3
 tripomastigotas/µl. A porcentagem de parasitos recuperados no IMA 

de R. prolixus após alimentação infectiva com formas epimastigotas de cultura não diferiu da 

obtida quando os insetos ingeriram formas tripomastigotas sanguíneas (figura 11; teste t, 

p=0,37). A porcentagem média de parasitos recuperados no IMA após a alimentação foi de 

23,0+3,5% para epimastigotas e 25,0+5,3% para tripomastigotas.  

(C) (D) (E) (F) (A) (B) 
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Figura 11 – Porcentagem de parasitos recuperados no IMA de R. prolixus três horas após alimentação infectiva 

com formas epimastigotas de cultura ou formas tripomastigotas sanguíneas de T. cruzi (n=20 insetos por grupo). 

 

A concentração de parasitos obtida no IMA dos insetos em diferentes momentos após 

a infecção está mostrada na figura 12. Independentemente da forma do parasito que iniciou a 

infecção, a concentração dos mesmos variou ao longo do tempo (Kruskal-Wallis, p=0,0003 

para insetos alimentados com formas epimastigotas e p<0,001 para insetos alimentados com 

formas tripomastigotas). Entretanto, a dinâmica de crescimento dos parasitos foi diferente 

dependendo do tratamento. Para os insetos alimentados com sangue contendo epimastigotas 

de cultura foi observada uma redução significativa no número de parasitos em 72 horas pós-

infecção (hpi) (figura 12A; Dunn, p<0,05; medianas para 3, 24, 48 e 72 hpi: 2077, 1795, 1101 

e 0 par/µl, respectivamente). A partir de 72 hpi não foram mais encontrados parasitos no IMA 

(figura 12A). No caso dos insetos alimentados em camundongos contendo formas 

tripomastigotas sanguíneas, uma redução significativa na concentração de parasitos foi 

observada entre 3 e 48 hpi (figura 12B; Dunn, p<0,05; medianas em 3, 24 e 48 hpi: 755, 142, 

0 par/µl, respectivamente). Não foram encontrados parasitos no IMA nos períodos 

subsequentes (96 e 168 hpi). 

Comparando-se os números das diferentes formas evolutivas para cada dpi, foram 

observadas diferenças significativas na concentração de epimastigotas e tripomastigotas 

observados no IMA dos insetos em 24 e 48 dpi (figura 12; Kruskal-Wallis, p<0,0001; Dunn 

p<0,05). Uma vez que a dinâmica de colonização do T. cruzi foi diferente quando a infecção 
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dos insetos foi realizada com epimastigotas de cultura, os seguintes ensaios foram realizados 

utilizando-se somente insetos alimentados em camundongos infectados. 
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Figura 12 – Perfil temporal da quantidade de parasitos/µl no IMA de R. prolixus após alimentação infectiva em 

(A) alimentador artificial contendo epimastigotas de T. cruzi e (B) em camundongo infectado com T. cruzi, 

quantificados por câmara de Neubauer.  Cada ponto representa a quantificação dos parasitos de um inseto e cada 

barra horizontal corresponde à mediana do grupo avaliado (n≥5). 

 

 

5.2.2 Desenvolvimento do T. cruzi no IMA de R. prolixus 

 

 

5.2.2.1 Diferenciação de tripomastigotas em epimastigotas 

 

 

Para avaliar o processo de colonização de T. cruzi no IMA de R. prolixus, o seguinte 

objetivo foi caracterizar a dinâmica de diferenciação das formas tripomastigotas sanguíneas 

para epimastigotas. Durante o período avaliado, apenas formas tripomastigotas sanguíneas 
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(figuras 14A e B) e intermediárias foram observadas no IMA (figuras 14C, D e E). Além 

disso, foi também possível observar uma gradativa diminuição de formas tripomastigotas e 

um aumento das formas intermediárias do parasito ao longo do tempo (figura 13). Uma vez 

que as formas epimastigotas não foram encontradas nessa porção do intestino, foi necessário 

avaliar o processo de diferenciação também no intestino médio posterior dos insetos. 
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Figura 13 – Perfil temporal da diferenciação (%) de formas tripomastigotas sanguíneas de T. cruzi em formas 

intermediárias no IMA de R. prolixus. A porcentagem de formas de desenvolvimento presentes foi calculada a 

partir da contagem de 50 campos microscópicos de lâminas coradas pelo método de Giemsa (n=5 lâminas para 

cada tempo avaliado). 

 

 

Figura 14 – Formas tripomastigotas (A e B) e intermediárias (C, D e E) de T. cruzi encontradas no IMA de R. 

prolixus. Aumento de 1.000x. 
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5.2.2.2 Avaliação da potencial relação entre a parasitemia do sangue do 

camundongo e o numero de parasitos recuperados no IMA de R. prolixus 

 

 

A parasitemia dos camundongos utilizados para infectar os insetos apresentou uma 

considerável variação entre os ensaios. Sendo assim, inicialmente os dados de parasitemia vs 

parasitos observados em 3 hpi foram avaliados pelo teste de correlação de Spearman. A 

análise mostrou que a porcentagem de parasitos recuperados no IMA de R. prolixus no 

período de três hpi foi diretamente correlacionada com o número de parasitos circulantes no 

camundongo utilizado (figura 15; teste de Spearman, r=0,9148, p<0,0001).  
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Figura 15 - Porcentagem de parasitos recuperados no IMA de R. prolixus três horas após alimentação em 

camundongo infectado com de T. cruzi apresentando diferentes níveis de parasitemia. Cada ponto representa a 

quantificação dos parasitos de um inseto. 

 

Uma vez que a parasitemia dos camundongos influenciou na quantidade de parasitos 

observados no IMA 3 hpi, os dados foram então submetidos à análise de variância (ANOVA, 

p<0,001) e contrastes a posteriori para se definir a partir de qual concentração a parasitemia 

influenciaria na quantidade de parasitos observados. A análise dos contrastes permitiu dividir 
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os ensaios em dois diferentes perfis, um de parasitemias baixas (entre 1.000 e 5.000 par/µl) e 

outro de parasitemias altas (valores acima de 9.000 par/µl) (Tukey, 1.000 vs 5.000 – n.s; 

1.000 vs 9.000, 23.000, 37.000 – p<0,05 para todas as comparações; 5.000 vs 9.000, 23.000, 

37.000 – p<0,05 para todas as comparações). A concentração média de parasitos/µl no IMA 

dos insetos alimentados em camundongos com baixas parasitemias foi de 832 par/µl (figura 

16A), enquanto que a observada para aqueles insetos que se alimentaram em camundongos 

com parasitemias altas foi de 515.929 par/µl (figura 16B). 
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Figura 16 – Quantidade de parasitos/µl detectados no IMA de R. prolixus três horas após a alimentação em 

camundongo infectado com baixas (A) e altas (B) parasitemias de T. cruzi. Cada ponto representa a 

quantificação dos parasitos de um inseto e cada barra horizontal corresponde à mediana do grupo avaliado (n≥5). 

 

 

5.2.2.3 Quantificação do T. cruzi através de contagem a fresco 

 

 

Os insetos alimentados em camundongos com baixas parasitemias apresentaram 

diferenças significativas no número de parasitos/µl ao longo do tempo (figura 17A; Kruskal-

Wallis, p<0,0001), sendo observada uma redução significativa na concentração do parasito de 

3 para 48 hpi, e de 24 para 96 hpi (Dunn, p<0,05). Os valores de mediana encontrados para 

cada período avaliado foram de 832 e 142 par/µl em 3, 24, respectivamente e 0 par/µl em 48, 

96 e 168 hpi (figura 17A). 
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Da mesma forma, os insetos alimentados em camundongos com altas parasitemias, 

também apresentaram diferenças no número de parasitos/µl ao longo do tempo (figura 17B; 

Kruskal-Wallis, p<0,0001), sendo observada uma redução significativa na concentração do 

parasito de 3 para 24 hpi (Dunn, p<0,05). Os valores de mediana para cada p 

eríodo avaliado (3, 24, 48 e 96 hpi) foram 503.352, 252, 290 e 0 par/µl, 

respectivamente (figura 17B). 

Entretanto, independentemente da quantidade inicial de parasitos ingeridos, foi 

observada uma significativa redução no número de flagelados nas primeiras 48 hpi (figura 17; 

Dunn, p<0,05 para parasitemias baixas e altas). Em adição, em nenhum dos tratamentos 

avaliados foram detectados parasitos no IMA dos insetos após 96 horas de infecção (figura 

17). 
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Figura 17 – Perfil temporal da quantidade de parasitos/µl no intestino médio anterior de R. prolixus após 

alimentação infectiva em camundongos infectados com parasitemias baixas (A) e altas (B) de T. cruzi, 

quantificados por câmara de Neubauer. Cada ponto representa a quantificação dos parasitos de um inseto e cada 

linha horizontal corresponde à mediana do grupo avaliado. 

 

 

 



61 

 

5.2.3 Desenvolvimento do T. cruzi no IMP de R. prolixus 

 

 

5.2.3.1 Diferenciação de tripomastigotas em epimastigotas 

 

 

Uma vez que não foram encontradas formas epimastigotas no IMA dos insetos, 

amostras de IMP foram coradas e analisadas em microscópio óptico para determinar a 

possível presença dos parasitos neste órgão. O reduzido número de parasitos encontrado nesta 

porção do intestino somente permitiu a avaliação de 15+6 flagelados em 50 campos avaliados. 

A análise mostrou a presença de raras formas tripomastigotas, a maioria já em processo de 

diferenciação (figura 19A), além de formas intermediárias (figura 19B e C) e epimastigotas 

(figura 19C), as últimas se tornando as formas mais frequentemente observadas 15dpi (figura 

18). 
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Figura 18 – Perfil temporal de diferenciação (%) das formas tripomastigotas sanguíneas em formas 

intermediárias e epimastigotas de T. cruzi no IMP de R. prolixus. A porcentagem de formas evolutivas presentes 

foi calculada a partir da contagem de 50 campos microscópicos de lâminas coradas pelo método de Giemsa (n=5 

lâminas para cada tempo avaliado). 
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Figura 19 – Formas tripomastigotas em processo de diferenciação (A), formas intermediárias (B e C) e 

epimastigotas (D) de T. cruzi encontradas no IMP de R. prolixus. Aumento de 1.000x. 

 

 

5.2.3.2 Quantificação do T. cruzi através de contagem a fresco 

 

 

A figura 20 mostra os números de parasitos registrados 3 e 24 hpi nos ensaios com 

parasitemias altas e baixas (figura 20A e B, respectivamente). Conforme esperado, os insetos 

alimentados em camundongos com parasitemias altas apresentaram mais flagelados 3 hpi 

(figura 20A; Mann-Whitney, p=0,0077). Enquanto os insetos alimentados em camundongos 

com baixas parasitemias não apresentaram parasitos, o valor de mediana observado para 

aqueles alimentados em camundongos com altas parasitemias foi de 1,5 par/µl. Apesar das 

diferenças observadas após as primeiras 3 hpi, não foram observadas diferenças significativas 

entre os tratamentos 24 hpi (Mann-Whitney, p=0,92), sendo o valor de mediana de 0 par/µl 

para insetos alimentados em camundongos com baixas e altas parasitemias (figura 20B).  

(A) (B) (C) (D) 
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Figura 20 – Quantidade de parasitos/µl no IMP de R. prolixus após 3 horas (A) e 24 horas (B) da alimentação em 

camundongos infectados com baixas ou altas parasitemia de T. cruzi quantificados pelo método a fresco de 

Brener (1962). Cada ponto representa a quantificação dos parasitos de um inseto e cada linha horizontal 

corresponde à mediana do grupo avaliado (n≥8). 

 

Da mesma forma que para o IMA, o número de parasitos também foi quantificado ao 

longo do tempo no IMP dos insetos. De maneira semelhante, também foi observada uma 

influência do tempo transcorrido após infecção na quantidade de flagelados registrada (figura 

21; Kruskal-Wallis; p<0,0001). Como esperado, foi observada uma tendência de aumento no 

número de parasitos ao longo do tempo. Entretanto, apenas em 15 dpi foi observado uma 

quantidade de parasitos significantemente maior do que os outros tempos avaliados (figura 

21; Dunn, p<0,05). Os valores de mediana registrados para cada período avaliado foram de 0 

parasitos/µl em 3, 24, 48, 96 hpi e 7 dpi e 54 parasitos/µl em 15 dpi. 
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Figura 21 – Perfil temporal da quantidade de parasitos/µl no IMP de R. prolixus após alimentação infectiva em 

camundongos infectados com parasitemias baixas (A) e altas (B) de T. cruzi, quantificados pelo método a fresco 

de Brener (1962) Cada ponto representa a quantificação dos parasitos de um inseto (proveniente dos ensaios com 

parasitemias baixas e altas) e cada linha horizontal corresponde à mediana do grupo avaliado (n≥8). 

 

 

5.2.4 Quantificação do T. cruzi através de qPCR 

 

 

5.2.4.1 Quantificação do T. cruzi no IMA de R. prolixus através de qPCR  

 

 

Para avaliar a possibilidade dos parasitos estarem aderidos ao epitélio intestinal e que 

devido a isso sua quantificação tivesse sido subestimada na contagem a fresco, parte das 

amostras também foi submetida à quantificação por qPCR. Uma vez que a extração de DNA 

foi realizada a partir de um macerado do IMA, assume-se que a qPCR poderia detectar 

parasitos aderidos ao epitélio. Consistentemente, a quantificação dos parasitos no IMA variou 

ao longo do tempo em ambos os métodos (ANOVA, p=0,0007 e p=0,0026 para quantificação 

através do método a fresco e da qPCR, respectivamente). Os resultados mostraram que 
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enquanto nas contagens a fresco houve uma redução de 5.150+1.707 par/µl para 1.011+419 

par/µl nas primeiras 24 horas (figura 22A; Tukey, p<0,05), a quantificação pela qPCR 

manteve valores semelhantes durante as primeiras 48 horas (Tukey, p>0,05) detectando uma 

redução significativa na quantidade de DNA correspondente ao número de parasitos somente 

de 48 para 96 hpi (figura 22B; Tukey, p<0,05). Dessa maneira, a qPCR continuou detectando 

DNA dos parasitos nos períodos subsequentes quando não mais se observava flagelados nas 

contagens a fresco (figura 22). A quantificação realizada através da contagem a fresco 

mostrou valores médios de 5.150+1.707, 1.011+419 e 477+259 par/µl em 3, 24, 48 hpi e 0 

parasitos em 96 hpi, 7 e 15 dpi, respectivamente (figura 22A). Para a quantificação realizada 

através da qPCR os valores médios foram de 2.227+444, 1.589+412, 2.687+1.161, 256+147, 

109+21, 9+8 par/µl em 3, 24, 48, 96 hpi, e 7 e 15 dpi, respectivamente (figura 22B). 

 

Câmara de Neubauer

3h 24
h

48
h 

96
h 7d 15

d

0

5000

10000

15000

20000

(A)

Tempo pós-infecção

P
ar

as
it
o

s/
µ

l

qPCR

3h 24
h

48
h

96
h 7d 15

d

0

5000

10000

15000

20000

(B)

Tempo pós-infecção
 

Figura 22 – Perfil temporal da quantidade de parasitos/µl no IMA de R. prolixus após alimentação infectiva em 

camundongos infectados com T. cruzi, quantificados através de câmara de Neubauer (A) e qPCR (B). Cada 

ponto representa a quantificação dos parasitos de um inseto e cada barra horizontal corresponde à média de cada 

grupo avaliado (n≥8). 

 

 

 



66 

 

5.2.4.2 Quantificação do T. cruzi no IMP de R. prolixus através de qPCR 

 

 

Da mesma forma que o realizado para o IMA, parte das amostras de IMP foram 

quantificadas a fresco (Brener, 1962) e pela qPCR. Na quantificação a fresco o número de 

parasitos variou ao longo do tempo (Kruskal-Wallis, p=0,0009), e foram observados valores 

de mediana de 349, 0, 0, 0 e 77 par/µl em 3, 24, 48, 96 hpi e 15 dpi, respectivamente. 

Especificamente, foi observada uma redução significativa no número de parasitos de 3 para 

48 hpi, enquanto posteriormente houve um aumento neste parâmetro entre 48 hpi para 15 dpi 

(figura 23A; teste de Dunn, p<0,05;). Curiosamente, a qPCR não mostrou variação 

significativa da quantidade de DNA correspondente ao número de parasitos ao longo do 

tempo (Kruskal-Wallis, p=0,1119). Os valores (medianas) foram de 8, 88, 58, 8 e 35 

parasitos/µl em 3, 24, 48, 96 hpi e 15 dpi, respectivamente.  

A comparação dos resultados obtidos pelos dois métodos mostrou diferenças 

significativas nos períodos de 3-96hpi (figura 23; Mann Whitney, p=0,03, p=0,004, p=0,0001 

e p=0,03 para 3, 24, 48 e 96 hpi, respectivamente), porém em 15 dpi não foram observadas 

diferenças entre os dois métodos de quantificação (figura 23; Mann Whitney, p=0,05). 
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Figura 23 – Perfil temporal da quantidade de parasitos/µl no IMP de R. prolixus após alimentação infectiva em 

camundongos infectados com T. cruzi, quantificados pelo método a fresco de Brener (1962) (A) e qPCR (B). 

Cada ponto representa a quantificação dos parasitos de um inseto e cada barra horizontal corresponde à mediana 

do grupo avaliado (n≥8). 

 

 

5.2.4.3 Avaliação do tempo de viabilidade do DNA de T. cruzi para detecção 

por qPCR no trato intestinal de R. prolixus 

 

 

A molécula de DNA possui uma alta estabilidade química mesmo após longos 

períodos (Breslauer et al., 1986; Thompson et al., 1993; Stryer, 1996; Clausen-Schaumann et 

al., 2000) e uma PCR pode produzir resultados positivos ainda que seja detectado 26% de 

degradação na amostra de DNA (Almeida et al., 2009). Sendo assim, para saber se o DNA 

detectado pela qPCR era proveniente de parasitos vivos, um ensaio foi desenhado com o 

objetivo de avaliar por quanto tempo após a morte dos parasitos o seu DNA poderia ser 

quantificado pela qPCR. A figura 24A mostra a porcentagem de recuperação do DNA no 

IMA das ninfas que se alimentaram de sangue contendo parasitos mortos em relação a 
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concentração inicial do mesmo. Os resultados mostram que a qPCR foi capaz de quantificar o 

DNA dos parasitos mortos, uma vez que foi detectado um valor que corresponderia a 

13.217+1.461 par/µl em 3 hpi (figura 24B), o que representa uma recuperação de 83+24% no 

IMA das ninfas em relação ao que foi oferecido inicialmente as mesmas (figura 24A). Mesmo 

com uma redução significativa nas primeiras 24 hpi (figura 24B; ANOVA, p<0,0001; Tukey, 

p<0,05), os resultados mostram que o DNA de parasitos mortos pode ser detectado mesmo 96 

horas após a ingestão do mesmo. Os valores quantificados pela qPCR foram correspondentes 

a 13.217+1.461, 343+241, 129+49, 3.196+1.495, 77+19 par/µl em 3, 24, 48, 96 hpi e 7 dpi, 

respectivamente. 
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Figura 24 – (A) Porcentagem de DNA de T. cruzi recuperado e (B) perfil temporal da quantidade de DNA que 

corresponde à quantidade de parasitos/µl no IMA de R. prolixus após alimentação com T. cruzi mortos. Cada 

ponto representa a quantificação de DNA de T. cruzi em um inseto e cada barra horizontal corresponde à média 

do grupo avaliado (n≥8). 
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5.2.5 Avaliação da adesão de T. cruzi no epitélio do IMA de R. prolixus 

 

 

Para avaliar o processo de adesão dos parasitos ao epitélio intestinal, o conteúdo e o 

epitélio do IMA foram examinados em microscópio óptico em diferentes tempos após a 

infecção das ninfas. No conteúdo intestinal do IMA foram observados parasitos apenas em 3 e 

24 hpi (tabela 1), sendo observada um redução significativa na concentração de parasitos no 

período de 24 hpi (teste t, p=0,04). Após esse período nenhum flagelado foi detectado. Não 

foram observados parasitos aderidos à membrana em nenhum dos tempos avaliados (tabela 1). 

 

Tabela 1 – QUANTIDADE DE PARASITOS PRESENTES NO CONTEÚDO E ADERIDOS AO 

EPITÉLIO DO IMA DE NINFAS DE R. PROLIXUS ALIMENTADAS EM CAMUNDONGOS 

INFECTADOS POR T. CRUZI, EM DIFERENTES PERÍODOS APÓS A INFECÇÃO  

 

 

 

 

 

 

O conteúdo intestinal foi avaliado através do método a fresco de brener (1962); o epitélio intestinal 

foi distendido em lâmina e teve 50 campos microscópicos analisados; média+erro padrão de 4-5 

insetos por período avaliado. 

 

 

5.2.6 Avaliação in vitro da mortalidade de tripomastigotas sanguíneas de T. cruzi 

 

 

O objetivo deste ensaio foi avaliar se a redução da população de parasitos nas 

primeiras 24 hpi poderia ter sido causada pela eliminação dos mesmos ao entrarem em 

contato com o IMA do vetor. Para isso, a quantidade de parasitos vivos foi avaliada in vitro 

Período pós-

infecção (horas) 

Conteúdo 

Parasitos/µl 

Epitélio 

Parasitos 

3  8.669+7.169 0 

24 808,5+409,8 0 

48 0 0 
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quando em contato com IMA de inseto alimentado (IA), IMA de inseto em jejum (IJ) e 

glândulas salivares (GS) de R. prolixus nos períodos de 12 e 24 horas. 

Inicialmente, os parasitos foram incubados com os diferentes tecidos de R. prolixus 

pelo período de 12h (em PBS). Após este período, o número de parasitos incubados com GS, 

IMA-IJ e IMA-IA diminuiu em 57+1, 65+1 e 75+2% em relação à sua concentração inicial, 

respectivamente. O número de parasitos incubados apenas com PBS apresentou uma redução 

de 7+4% em relação à concentração inicial (figura 25). A análise de variância mostrou que o 

número de flagelados variou significativamente com os tratamentos (ANOVA, p<0,0001). A 

comparação de cada tratamento com o grupo controle mostrou reduções significativas no 

número de parasitos em todos os casos (figura 25; Dunnett, p<0,05 para todos os 

tratamentos). Vinte e quatro horas após o início da incubação todas as amostras, inclusive as 

do tratamento controle, praticamente não apresentaram parasitos (dados não mostrados). 
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Figura 25 – Redução da concentração de T. cruzi (porcentagem) em relação à concentração inicial de 

parasitos/µl após 12 horas de incubação em PBS. As barras correspondem à média+erro-padrão de 5 repetições. 

 

A fim de manter as formas tripomastigotas sanguíneas de T. cruzi vivas pelo período 

de 24 horas, estas foram incubadas com os diferentes tecidos em meio RPMI sem soro por 24 

horas (Chuenkova e Pereira, 2000; Roffê et al., 2011). O número de parasitos mantidos no 

meio RPMI apresentou uma redução média de 6+6% em relação à sua concentração inicial 

(figura 26). Interessantemente, os números de parasitos incubados com GS, IMA-IJ e IMA-IA 
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diminuíram em 15+8, 19+11 e 38+6% em relação à sua concentração inicial, respectivamente. 

Semelhantemente ao resultado do experimento anterior, foram observadas diferenças 

estatisticamente significativas entre os tratamentos analisados (ANOVA, p<0,0001). 

Entretanto, somente o tratamento no qual os parasitos foram incubados com IMA-IA 

apresentou uma redução significativa em relação ao grupo controle (figura 26; Dunnett, 

p<0,05). 
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Figura 26 – Redução da concentração de T. cruzi (porcentagem) em relação à concentração inicial de 

parasitos/µl após 24 horas de incubação em meio RPMI sem soro. As barras correspondem à média+erro-padrão 

de 5 repetições. 
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6 DISCUSSÃO 

 

 

Quando ingeridos juntamente com o repasto sanguíneo, T. cruzi e T. rangeli passam 

rapidamente pela probóscide e pelo intestino anterior do triatomíneo. Sendo assim, o primeiro 

local a ser colonizado pelos parasitos, representando o local de início da sua interação com o 

vetor, é o intestino médio anterior (IMA). O tempo que os parasitos permanecem nesse local 

pode ser determinante para o curso da infecção, pois nele estão presentes vários fatores que 

podem afetar a sobrevivência dos parasitos. Dessa maneira, o tempo de permanência no IMA 

poderia determinar, mesmo que de forma indireta, o estabelecimento da infecção no vetor e 

permitir a posterior transmissão dos parasitos a um novo mamífero. Entretanto, apesar de 

existirem diversos trabalhos sobre o desenvolvimento do T. cruzi e/ou do T. rangeli nos 

triatomíneos, poucos se concentram nessas fases inicias da infecção; a maioria inicia o 

período de avaliação após dez ou mais dias da infecção (Tobie, 1961; Marinkelle, 1965; 

D’Alessandro e Mandel, 1969; Garcia e Gilliam, 1980; Añez, 1983; Schaub e Böker, 1986; 

Mello et al., 1996; Alvarenga e Bronfen, 1997; Kollien et al., 1998; Kollien e Schaub, 1999; 

Carvalho-Moreira et al., 2003; Araújo et al., 2008; Gonzalez et al., 2011), quando, de acordo 

com os nossos dados, os parasitos já deixaram o intestino médio anterior. 

No ciclo de vida dos dois tripanosomatídeos em questão a forma infectante para o 

vetor é a tripomastigota sanguínea, que é transmitida durante o repasto em um mamífero 

infectado. Apesar de alguns trabalhos utilizarem tripomastigotas sanguíneas para infectar o 

vetor (Eicher e Schaub, 2002; Carvalho-Moreira et al., 2003; Whitten et al., 2007; Cordero et 

al., 2008; Botto-Mahan, 2009; Benitez-Hernandez et al., 2010; Oliveira et al., 2010; Buarque 

et al., 2013), a maioria dos estudos publicados infecta os triatomíneos com formas 

epimastigotas de cultura (Mello et al., 1996; Oliveira e Souza, 2001; 2003; Cortez et al., 

2002; Gomes et al., 2002; Azambuja et al., 2004; Borges et al., 2006; Gonzalez et al., 2006; 

Araújo et al., 2007; Nogueira et al., 2007; Whitten et al., 2007; Gonzalez et al., 2011, Cortez 

et al., 2012; Uehara et al., 2012). Sendo assim, o primeiro objetivo do presente estudo foi 

avaliar se a forma de desenvolvimento do parasito utilizada na infecção poderia modificar a 

dinâmica de colonização do IMA de R. prolixus. Para isso, dois parâmetros foram avaliados 

comparativamente. O primeiro foi relacionado à quantidade de parasitos encontrada no IMA 

do inseto após um repasto sanguíneo contendo uma concentração conhecida de parasitos 
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(recuperação de parasitos). O segundo parâmetro foi a quantificação dos parasitos no IMA em 

diferentes tempos pós-infecção (pi).  

Nas infecções por T. rangeli, a porcentagem de recuperação de formas epimastigotas e 

tripomastigotas no IMA de R. prolixus foi semelhante, sendo que aproximadamente 50% dos 

parasitos presentes na dose inicial da dieta foram observados 3 horas pós-infecção (hpi). É 

importante ressaltar que nos ensaios com epimastigotas a alimentação se deu em alimentador 

artificial com uma concentração inicial de 1x10
4
 par/μl enquanto que nos ensaios com formas 

tripomastigotas os insetos se alimentaram em camundongos infectados com parasitemias por 

volta de 1x10
3
 par/μl. Essa diferença fez com que a quantidade de parasitos encontrados no 

IMA dos insetos alimentados com epimastigotas, 3 hpi, fosse 7,5 vezes maior do que a 

encontrada no IMA daqueles insetos alimentados com tripomastigotas. Esta maior quantidade 

de parasitos nos ensaios iniciados com formas epimastigotas foi observada até o segundo dia 

pós-infecção (dpi) (figura 9). A partir desse período, a população de parasitos dos ensaios 

iniciados com epimastigotas diminuiu, provavelmente devido à passagem dos mesmos para o 

intestino médio posterior (IMP) juntamente com o sangue. A análise de lâminas coradas 

(Giemsa) das amostras de conteúdo intestinal nos ensaios iniciados com formas 

tripomastigotas mostrou uma diminuição gradativa no número de parasitos em relação à 

população total de parasitos, as mesmas não sendo mais encontradas a partir do 7º dpi. O 

aparecimento de formas intermediárias e formas epimastigotas a partir do primeiro dpi, sugere 

fortemente que a diferenciação das tripomastigotas de T. rangeli acontece no IMA do inseto. 

O aumento no número de parasitos no 2º dpi que se manteve até o 7º dpi é possivelmente 

devido à diferenciação das formas tripomastigotas em epimastigotas e multiplicação das 

últimas. Interessante ressaltar que as formas diferenciadas no IMA permaneceram por mais 

tempo nesta porção do intestino do que aquelas provenientes de meio de cultura, sugerindo 

diferenças fisiológicas entre as duas. O sangue ingerido por R. prolixus é estocado no IMA 

(Garcia, 1987; Ribeiro, 1987) onde ocorre a absorção de água (Barret, 1982) e lise das 

hemácias (Azambuja et al., 1983). A digestão de proteínas e, provavelmente, a 

disponibilização de nutrientes somente ocorre no IMP (Terra, 1990), o que justificaria a saída 

das epimastigotas do IMA nos primeiros dias após a infecção. Além disso, nossos dados 

também podem sugerir que a interferência no desenvolvimento de simbiontes amplamente 

estudada em infecções por T. rangeli (Watkins, 1969, 1971; Eichler e Schaub, 2002) poderia 

ser uma consequência da manutenção de populações de epimastigotas no IMA nos primeiros 

dias após a infecção, o que seria interessante ser avaliado em estudos posteriores. 
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Existem poucos estudos sobre o desenvolvimento do T. rangeli no trato intestinal do 

vetor durante os primeiros dias da infecção, a maioria se atém ao estudo do seu 

desenvolvimento na hemolinfa ou glândulas salivares do triatomíneo (Zeledón, 1965; 

Ormerod, 1967; Tobie, 1970; Watkins, 1971; Minter-Goedbloed e Oliveira, 1975; Añez, 

1979, 1983; Hecker et al., 1990; Oliveira e de Souza, 2003; Meirelles et al., 2005) e dos 

efeitos patogênicos ou mudanças de comportamento decorrentes da infecção no vetor 

(Watkins, 1971; Añez e East, 1984; Tovar et al., 1989; Garcia et al., 2004). Estudando o 

desenvolvimento de parasitos da cepa Betijoque, (isolada de R. prolixus na Venezuela; Añez, 

1981a), Añez (1983) relatou que no IMA dos insetos apareciam formas intermediárias 

arredondadas entre 6-24 hpi, assim como epimastigotas a partir do 1º dpi o que coincide com 

o observado no presente estudo. Em adição, o autor sugere que há um aumento no número das 

formas epimastigotas ao longo do tempo. Vallejo e colaboradores (1988), estudando o 

desenvolvimento da cepa San Agostin de T. rangeli (isolada de R. prolixus na Colômbia; 

Vallejo et al., 1988) em R. prolixus, também observaram a presença de formas intermediárias 

arredondadas, denominadas de amastigotiformas, que aumentaram em número inicialmente, 

mas depois diminuíram ao longo do tempo e permaneceram no IMA das ninfas por até 7 

semanas após a infecção. Os autores, entretanto, iniciaram a avaliação apenas na 2ª semana de 

infecção e a fizeram em intervalos semanais, não sendo possível a comparação dos dados com 

os resultados do presente estudo. 

Para os ensaios realizados com T. cruzi, a porcentagem de parasitos recuperados no 

IMA de R. prolixus após alimentação com formas epimastigotas de cultura e tripomastigotas 

sanguíneas de T. cruzi (em ensaios com camundongos com parasitemias de 1 x 10
3
 par/μl) 

também foi igual entre os dois tratamentos. Entretanto, em condições semelhantes aos ensaios 

com T. rangeli, os insetos ingeriram apenas 20% dos T. cruzi presentes na dieta inicial, cerca 

de duas vezes menos do que o observado com o primeiro parasito. Sendo assim, estes dados 

sugerem que o T. rangeli parece ser mais facilmente ingerido, mesmo quando os insetos se 

alimentam em camundongos infectados. Esse fato se torna relevante quando se leva em 

consideração o número de parasitos circulantes normalmente encontrados em camundongos 

infectados pelas duas espécies, onde, de maneira geral, as populações circulantes de T. rangeli 

são bastante menores do que as de T. cruzi (Tobie, 1961; Wrightsman, Krassner e Watson, 

1982; Urdaneta-Morales e Tejero, 1985; Vallejo, 1986; Osório et al., 1995; Zuniga et al., 

1997; Marinho et al., 1999; Tanoura et al., 1999; Eger-Mangrich et al., 2001). Os 
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mecanismos de transmissão desses parasitos para os hospedeiros invertebrados merecem ser 

melhor investigados. 

Apesar dos perfis iniciais de recuperação semelhantes, a partir de 24 hpi a dinâmica de 

colonização das duas infecções se modificou consideravelmente. Enquanto nos ensaios 

iniciados com epimastigotas de T. cruzi o número de parasitos sofreu uma redução de 13,6% 

em relação à população de 3 hpi, esses valores chegaram a 82,9% nos ensaios iniciados com 

as formas tripomastigotas. Além disso, os insetos infectados com tripomastigotas sanguíneas, 

não apresentaram mais parasitos nas contagens a fresco a partir de 48 hpi. Nos insetos 

infectados com epimastigotas foi possível encontrar parasitos nas contagens a fresco até o 

período de 72 hpi. Diferentemente do observado para os ensaios com T. rangeli, não foi 

observado um aumento no número de parasitos ao longo do tempo, independentemente do 

tratamento. Tanto nos ensaios iniciados com epimastigotas quanto naqueles iniciados com 

tripomastigotas, a população de flagelados diminuiu ao longo do período avaliado até não ser 

mais possível a sua detecção a fresco. Esses dados sugeriram que a multiplicação de formas 

epimastigotas de T. cruzi não aconteceria no IMA, e que, provavelmente, a diferenciação das 

formas tripomastigotas também não ocorreria nesta porção do intestino. A análise de lâminas 

coradas (Giemsa) apoia essa hipótese, uma vez que não foram encontradas formas 

epimastigotas no IMA de insetos infectados por formas tripomastigotas do parasito. A maioria 

dos trabalhos da literatura assume que após alguns dias no IMA as tripomastigotas se 

diferenciam em esferomastigotas e epimastigotas (Garcia e Azambuja, 1991; Kollien e 

Schaub, 2000; Rey, 2001; Azambuja et al., 2005; Garcia et al., 2010), mas se baseia num 

único estudo de revisão de literatura publicado por Zeledón (1987). A citada revisão inclui 

trabalhos descritivos produzidos na década de 70 que relatam a presença de epimastigotas no 

IMA em situações específicas, sendo mais comum que as formas sanguíneas atinjam a porção 

posterior do intestino médio logo após o repasto sanguíneo, o que corrobora as observações 

do presente estudo. A partir dos nossos dados, que mostraram que não há formas 

epimastigotas de T. cruzi no IMA, sugerimos que a diferenciação das formas tripomastigotas 

sanguíneas ocorra no IMP de R. prolixus. O raro encontro de parasitos no IMP em 3 hpi 

impediu a demonstração consistente de que a diferenciação dos flagelados aconteça no local 

naquele intervalo. Cabe salientar que durante o período mencionado algumas formas 

tripomastigotas foram observadas nesta porção do intestino. No período de 24 hpi, com um 

número maior de parasitos, a presença de formas em processo de diferenciação, formas 

intermediárias e epimastigotas puderam ser consistentemente observadas. Estudos posteriores 
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são necessários para confirmar se a diferenciação ocorre a partir de formas tripomastigotas 

que conseguem cruzar o IMA ou a partir das formas intermediárias, que se diferenciariam 

apenas no IMP em consequência de mudanças químicas detectadas na passagem entre esses 

microambientes. Estas formas intermediárias têm sido detectadas em todo o trato intestinal do 

inseto e são normalmente consideradas como uma forma que se desenvolve sob estresse 

(revisado por Kollien e Schaub, 2000).  

Uma vez que as formas que naturalmente iniciam a infecção no vetor são as 

tripomastigotas sanguíneas, mesmo que seja possível realizar todo o processo de infecção com 

formas epimastigotas (Cortez et al., 2002; Borges et al., 2006; Araújo et al., 2007; Cortez et 

al., 2012; Uehara et al., 2012), a avaliação do processo de colonização somente pode ser 

realizada utilizando-se as primeiras como formas infectivas. Sendo assim, os ensaios 

subsequentemente desenvolvidos no presente estudo foram realizados com formas 

tripomastigotas provenientes de camundongos infectados. Utilizamos camundongos knockout 

para IFN-γ como via para promover parasitemias elevadas. O IFN-γ é uma das citocinas mais 

estreitamente relacionadas com a resistência à infecção pelo T. cruzi e desempenha papel 

central em induzir a ativação de macrófagos e a inibição da replicação intracelular dos 

parasitos (Nogueira e Cohn, 1978; Silva et al., 1991; Gazzinelli et al., 1992). De fato, quando 

administrado in vivo a camundongos aumenta a resistência destes à infecção, levando a uma 

concomitante diminuição de parasitemia e promovendo um aumento da sobrevida (Reed, 

1988). Em infecções agudas com altas parasitemias o processo de diferenciação de 

tripomastigotas-amastigotas-tripomastigotas sanguíneas ocorre em uma velocidade muito alta. 

Esse fato combinado com as características do sistema imune do camundongo knockout para 

INF-γ gerou animais com variações significativas no número de parasitos circulantes, mesmo 

quando o tempo de infecção e inóculo inicial foram controlados. Essa variação inicial, 

consequentemente, levou a uma elevada variação no número de parasitos ingeridos pelos 

triatomíneos, relação esta que foi confirmada pelo teste de correlação de Spearman. A partir 

da identificação desta relação foi possível definir dois perfis diferenciados para o 

estabelecimento da infecção, um sendo decorrente de infecções com parasitemias baixas 

(entre 1.000 e 5.000 par/µl) e outro de infecções com parasitemias altas (acima de 5.000 

par/µl). Sendo assim, os dados obtidos neste estudo demonstraram que o número de parasitos 

circulantes no hospedeiro vertebrado afeta diretamente a quantidade de parasitos que o inseto 

vai ingerir. Consequentemente, este fator poderia afetar o perfil da infecção subsequente, uma 

vez que a quantificação dos parasitos no IMP 3 hpi mostrou um maior número de parasitos 
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naqueles insetos que se alimentaram em camundongos que apresentaram parasitemias maiores 

(figura 20A). 

Entretanto, independentemente da quantidade de parasitos ingerida pelos insetos, foi 

observada uma drástica diminuição na sua população, uma vez que em 24 hpi todos os insetos 

avaliados apresentaram uma redução de mais de 80% na quantidade de parasitos. 

Particularmente, nos ensaios com parasitemias baixas o número de parasitos encontrados no 

IMA sofreu uma redução de 82,9% entre 3 e 24 hpi, enquanto nos ensaios com altas 

parasitemias a redução foi ainda mais acentuada, i.e., 99%. Adicionalmente, nas avaliações a 

fresco, não foram encontrados parasitos após 96 hpi. Borges e colaboradores (2006) avaliaram 

a concentração do clone Dm28c de T. cruzi no IMA, IMP e na ampola retal de ninfas de 

quinto estádio de R. prolixus em 0, 5, 10 e 15 dias após a alimentação. Estes autores 

observaram uma redução de 97,5% na quantidade de parasitos encontrados no IMA das ninfas 

cinco dias após o início da infecção. Outro trabalho utilizando os mesmos organismos 

(parasito e vetor) mostrou uma redução de 99% na população de parasitos do IMA dos insetos 

ao longo de 10 dias após a alimentação infectiva (Cortez et al., 2002). Além disso, estudos 

desenvolvidos com T. brucei também sugerem que 99% dos parasitos ingeridos são 

eliminados na fase inicial do seu desenvolvimento no vetor Glossina morsitans (Abbeele et 

al.,1999). Para explicar esta drástica redução na quantidade de parasitos após as primeiras 24 

horas da infecção, trabalhamos com três diferentes hipóteses no presente estudo. Na primeira, 

os parasitos cruzariam rapidamente o IMA, alcançando o IMP onde se diferenciariam como 

epimastigotas e multiplicariam posteriormente. Neste caso, um número elevado de parasitos 

deveria ser encontrado no IMP nas primeiras horas após a infecção. Entretanto, a 

quantificação dos flagelados no IMP não confirmou essa hipótese, uma vez que, independente 

do tratamento, uma quantidade relativamente pequena de parasitos foi encontrada no IMP em 

24 hpi, período onde se observou a redução populacional no IMA (figura 21). O crescimento 

do número de parasitos somente foi observado após vários dias de infecção, mesmo assim 

sendo bem inferior daquele ingerido inicialmente. A avaliação pela qPCR no IMP corroborou 

a ideia de que os parasitos não estariam colonizando rapidamente o IMP e sim reduzindo suas 

populações no IMA.  

Na nossa segunda hipótese, a diminuição do número de parasitos no IMA de R. 

prolixus poderia ser devida a uma adesão dos mesmos no epitélio intestinal do inseto, gerando 

um viés negativo na contagem dos flagelados pelos métodos de quantificação a fresco. Para 

testar essa hipótese, uma parte das amostras foi avaliada comparativamente por quantificação 
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a fresco e por qPCR. O método tradicional de quantificação de parasitos através de 

microscopia direta é considerado exaustivo, sujeito a erros e com sensibilidade reduzida 

(Uehara et al., 2012). Por outro lado, a qPCR é tida como uma técnica de amplificação 

extremamente sensível, uma vez que hipoteticamente poderia detectar uma única molécula de 

DNA em uma amostra. A multiplicação de uma única cópia de DNA em milhões de cópias 

permite a detecção e a quantificação de agentes etiológicos antes não detectados pelos 

métodos parasitológicos tradicionais (Breniere et al., 1995; Junqueira et al.;1996; Gomes et 

al; 1999). A análise dos dados de IMA mostrou uma gradativa redução no número de 

parasitos entre 3-96 hpi na contagem a fresco enquanto os valores iniciais foram mantidos 

durante este período na quantificação pela qPCR. Estes resultados poderiam sugerir uma 

adesão dos parasitos na parede do IMA a partir do 1º dia de infecção. Entretanto, sabendo-se 

que o DNA se mantém estável por longos períodos (Breslauer et al., 1986; Thompson et al., 

1993; Stryer, 1996; Clausen-Schaumann et al., 2000), ainda existiria a possibilidade da qPCR 

detectar DNA de parasitos mortos. Sendo assim, foi montado um ensaio utilizando-se 

parasitos mortos oferecidos no sangue apresentado no alimentador artificial para determinar 

se a qPCR poderia detectar o DNA dos parasitos mortos e por quanto tempo o DNA poderia 

ser detectado nas amostras. Os dados desse ensaio confirmaram a detecção de DNA de 

parasitos mortos e ainda mostraram uma taxa de recuperação próxima de 80%, bastante 

superior à observada nos ensaios que utilizaram parasitos vivos no alimentador artificial 

(próximas de 20%). Os dados de quantificação ao longo do tempo, apesar de variáveis, 

mostraram claramente que o DNA de parasitos mortos pode ser detectado em até 7 dpi, 

sugerindo que uma porcentagem significativa do DNA detectado pela qPCR possa ser 

proveniente de parasitos mortos no IMA. Entretanto, a presença de DNA de T. cruzi no IMA 

em 15 dpi, mesmo que em número reduzido, merece ser estudada mais detalhadamente no 

futuro. A ausência de adesão dos parasitos foi confirmada através do exame da membrana do 

IMA em diferentes períodos pós infecção após a lavagem do conteúdo intestinal com solução 

de PBS. Para confirmação deste dado, novos ensaios serão realizados utilizando-se técnicas 

de coloração associadas à microscopia.  

Uma vez que os nossos dados indicaram que as tripomastigotas provavalmente não 

cruzam rapidamente o IMA, se diferenciando no IMP, nem ficam aderidas ao epitélio 

intestinal, a última hipótese seria que a maioria das tripomastigotas que entram no IMA seria 

eliminada nas primeiras 24 hpi. Turner, Barry e Vickerman (1988) relatam que a maioria das 

formas sanguíneas de T. brucei são rapidamente mortas no intestino médio anterior e posterior 
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das moscas tse-tse. Para testar essa hipótese, tripomastigotas sanguíneas foram incubadas com 

diferentes tecidos de R. prolixus e soluções de incubação contendo ou não recursos 

nutricionais (RPMI e PBS, respectivamente) para os parasitos, o que permitiu, no caso da 

utilização do meio RPMI sem soro, a avaliação do ensaio por um período mais longo. Foram 

testados separadamente o efeito da adição do IMA de insetos em jejum, suas glândulas 

salivares e o IMA de insetos recém alimentados. As glândulas salivares foram incluídas no 

ensaio, uma vez que Amino e colaboradores (2002) identificaram uma molécula formadora de 

poros na saliva de T. infestans, denominada de trialisina, capaz de lisar formas tripomastigotas 

de T. cruzi. Além disso, uma vez que grande parte da saliva dos triatomíneos é ingerida 

durante a sua alimentação (Ribeiro e Francischetti, 2002; Soares et al., 2006) o IMA de 

insetos alimentados também foi incluído. Os resultados mostraram que independentemente da 

presença de recursos nutricionais, houve uma redução significativa no número de parasitos 

incubados com o intestino de insetos alimentados, o que comprova a hipótese de que as 

formas tripomastigotas são eliminadas quando entram no IMA do inseto vetor. De acordo 

com os dados, fatores produzidos tanto na saliva quanto no IMA têm um papel importante na 

eliminação do parasito nas primeiras horas após a infecção. A presença de nutrientes 

disponíveis para o parasito parece reduzir a sua mortalidade, como observado nos ensaios 

onde o meio RPMI sem soro foi utilizado. Estudos adicionais serão necessários para o 

entendimento dos mecanismos de eliminação do parasito, sendo que alguns possíveis agentes 

já foram descritos na literatura. Uma vez no IMA do triatomíneo, o T. cruzi se depara com 

componentes tais como enzimas digestivas, hemolisinas e aglutininas (Schaub, 2009; Terra e 

Ferreira, 2004; Kollien et al., 2004). Os fatores hemolíticos presentes no IMA dos 

triatomíneos além de lisarem os eritrócitos para a liberação da hemoglobina para sua digestão 

no IMP, podem também afetar as populações de T. cruzi, dependendo da cepa avaliada 

(Azambuja et al., 2005). Além disso, algumas moléculas, tais como os fatores líticos do 

estômago (Azambuja et al., 1983, 1989), as lectinas (Pereira et al., 1981; Mello et al., 1996) e 

os fragmentos de hemoglobina (Garcia et al., 1995) também parecem estar envolvidas no 

estabelecimento da infecção do vetor pelo T. cruzi. Estudos sugerem que a presença de 

lectinas com diferentes atividades no intestino de R. prolixus e suas reações seletivas com T. 

cruzi poderiam representar um papel regulatório nas interações entre o parasito e o vetor 

durante seu ciclo de vida (Pereira et al., 1981).  

Um outro ponto relevante no desenvolvimento do T. cruzi, é sua interação com os 

simbiontes intestinais dos triatomíneos. Eicher e Schaub (2002) observaram um aumento de 
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quase 80 vezes no tamanho das populações de simbiontes Rhodococcus rhodnii e Nocardia 

sp. nas regiões anteriores do trato intestinal das ninfas de quinto estádio de R. prolixus e T. 

infestans, respectivamente, após o repasto sanguíneo, sendo estas porções do intestino os 

locais onde os simbiontes são encontrados em maior número. Uma vez que o T. cruzi 

compartilha o microambiente do tubo digestivo do triatomíneo com os simbiontes, vários 

trabalhos tentaram avaliar se o desenvolvimento de um poderia afetar o crescimento do outro. 

Wigglesworth (1936) demonstrou que um dos simbiontes de R. prolixus, o Rhodococcus 

rhodnii, se desenvolve principalmente no IMA do triatomíneo, e que se multiplica após o 

repasto sanguíneo. Muhlpfordt (1959), estudando a influência de Nocardia rhodnii no 

desenvolvimento e diferenciação do flagelado em R. prolixus, mostrou que o parasito se 

multiplica mais intensamente na ausência dos simbiontes. Azambuja e colaboradores (2004) 

relataram que Serratia marcescens produz prodigiosina, pigmento que seria responsável pela 

atividade tripanolítica observada no estômago de R. prolixus após a alimentação infectiva com 

a cepa Y de T. cruzi. Nossos dados poderiam sugerir que como grande parte da população de 

T. cruzi é eliminada do IMA do inseto nas primeiras 24 horas após a infecção seria 

improvável que um número reduzido de flagelados pudesse interferir no desenvolvimento dos 

simbiontes nessa porção do intestino. Eicher e Schaub (2002) observaram que as 

concentrações do simbionte R. rhodnii não foram alteradas pela infecção pelo T. cruzi, 

contudo não avaliam se a presença dos simbiontes afeta a população do parasito. Dessa forma, 

a diminuição na população de parasitos poderia, pelo menos em parte, estar relacionada com a 

presença dos simbiontes no IMA do inseto, e diante dessa possibilidade, seria interessante 

estudos posteriores que avaliem essa relação mais detalhadamente. 

Em conclusão, a partir dos dados obtidos no presente estudo, propomos dois 

mecanismos diferentes de colonização do IMA para T. rangeli e T. cruzi. No caso do T. 

rangeli, as formas tripomastigotas entrariam no IMA e já nas primeiras horas de infecção se 

diferenciariam para formas epimastigotas multiplicativas, que gradativamente deixariam o 

IMA e colonizariam o restante do trato intestinal, hemolinfa e glândulas salivares do inseto. A 

diferenciação do parasito e a multiplicação das formas epimastigotas ainda no IMA poderiam 

estar relacionadas a uma rápida diferenciação tripo-epimastigota, associada a uma resistência 

do parasito frente aos fatores líticos (sugerido a partir da ausência de mortalidade observada 

no presente estudo). Além disso, a redução na atividade de fatores da resposta imunológica do 

inseto promovida pela presença do parasito no IMA (Gomes et al., 2003; Garcia et al., 2004; 
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Whitten et al., 2007) poderia contribuir para a manutenção das populações nesta porção do 

intestino.  

Já no caso do T. cruzi, fatores pré-existentes no IMA (sugeridos a partir dos resultados 

obtidos nos ensaios in vitro do presente estudo) seriam responsáveis por uma relevante 

redução da população de tripomastigotas nesta porção do intestino no início da infecção. A 

indução de diferentes fatores da resposta imunológica do inseto também no início da infecção 

(Whitten et al., 2007; Ursic-Bedoya et al., 2008), que também ocorre como forma de controle 

do crescimento das populações de simbiontes (Garcia et al., 2010), contribuiriam igualmente 

para que o IMA se tornasse um ambiente inóspito para o T. cruzi. A solução encontrada pelo 

parasito seria o escape de uma fração minoritária das tripomastigotas para o IMP, onde os 

fatores de lise encontrados no IMA provavelmente estariam ausentes, possibilitando a sua 

diferenciação para a forma epimastigota. Alternativamente, as formas tripomastigotas ainda 

no IMA poderiam rapidamente se diferenciar em formas intermediárias, mais resistentes ao 

estresse fisiológico. Estas formas, então, alcançariam o IMP e se diferenciariam nas formas 

epimastigotas, responsáveis pela colonização do trato intestinal. As respostas antimicrobianas, 

reduzidas no IMP (Castro et al., 2012) em consequência do menor número de simbiontes 

(Eicher e Schaub, 2002) permitiriam a multiplicação dos parasitos e o estabelecimento da 

infecção. 
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7 CONCLUSÕES 

 

 

- As taxas iniciais de recuperação de T. rangeli no intestino médio anterior dos insetos 

foram semelhantes independentemente da forma de desenvolvimento utilizada, o que sugere 

que as duas formas do parasito são capazes de iniciar a infecção do vetor.  

- Os dados parecem indicar que a dinâmica de colonização do intestino médio anterior 

dos insetos por T. rangeli varia dependendo da forma de desenvolvimento do parasito 

utilizada. Novos experimentos deverão avaliar o assunto de maneira mais detalhada. 

- O perfil temporal da proporção de formas de desenvolvimento sugere que a 

diferenciação do T. rangeli acontece no intestino médio anterior do inseto. 

- De maneira semelhante ao observado com T. rangeli, as taxas iniciais de recuperação 

de T. cruzi no intestino médio anterior dos insetos foram semelhantes independentemente da 

fase de desenvolvimento utilizada.  

- Apesar disso, as duas formas do parasito não parecem ter a mesma efetividade para 

iniciar a infecção do vetor já que as epimastigotas detectadas inicialmente sofreram uma 

redução de apenas 13% após 24h de infecção, enquanto as tripomastigotas mostraram uma 

redução de 82% nesse mesmo período.  

- De maneira diferente ao definido para T. rangeli, o perfil temporal observado para a 

proporção de formas de desenvolvimento sugere que a diferenciação do T. cruzi acontece no 

intestino médio posterior do inseto. 

- Os dados obtidos nos experimentos in vitro sugerem que existam fatores produzidos 

pelos insetos, e presentes no intestino médio anterior após a sua alimentação, que induzem 

alta mortalidade parasitária.  

- Esta mortalidade é consistente com a observada nos ensaios in vivo durante a fase 

inicial da infecção com tripomastigotas sanguíneas.  

- O baixo número de parasitos inicialmente detectado no intestino médio posterior e a 

falta de evidências da sua adesão no epitélio do intestino médio anterior de R. prolixus 

sugerem que a maioria dos T. cruzi ingeridos é eliminada no intestino médio anterior do 

inseto e que a colonização do intestino médio posterior acontece a partir de poucos indivíduos 

que conseguem atravessar o intestino médio anterior. 
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