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RESUMO 
 

Marcili A. Trypanosoma cruzi: diversidade, relações filogenéticas e padrões ecogeográficos de isolados 
silvestres [Tese]. São Paulo: Instituto de Ciências Biomédicas, Universidade de São Paulo; 2008. 

 

T. cruzi compreende populações com características fenotípicas e genotípicas extremamente 

heterogêneas classificadas nas linhagens T. cruzi I (TCI) e T. cruzi II (TCIIa-e). A história evolutiva de 

T. cruzi está relacionada a uma longa associação com seus hospedeiros. Estudos filogenéticos e 

ecobiológicos sugerem que os ecótopos, hospedeiros mamíferos e vetores são fatores determinantes 

das linhagens de T. cruzi. Contrastando com o ciclo domiciliar, muito pouco se conhece sobre os 

isolados do ciclo silvestre e associação com hospedeiros e origem geográfica. O conhecimento sobre a 

complexidade das populações de T. cruzi e suas dinâmicas de transmissão é essencial para 

compreender a história evolutiva de T. cruzi e avaliar o risco de emergência das linhagens silvestres 

como agentes importantes de infecção humana. Neste estudo foram caracterizados um grande número 

de isolados brasileiros de T. cruzi provenientes de mamíferos silvestres e vetores de diversas origens 

geográficas, além de isolados humanos proveninetes da região Amazônica. Análises filogenéticas 

baseadas em seqüências de SSU rDNA e Citocromo b (Cyb) forma inferidas para avaliar a relações 

entre as linhagens e para verificar padrões biogeográficos. O polimorfismo intraespecífico foi detectado 

através do ITS1 rDNA e padrões de RAPD. Os resultados forneceram evidências filogenéticas e 

biogeográficas que TCI e TCIIa circulam em primatas não-humanos na Amazônia brasileira e são 

transmitidos por triatomíneos do gênero Rhodnius spp no ecótopo arbóreo. A linhagem TCI é mais 

prevalente que TCIIa em primatas silvestres. Todas as analises claramente separam TCIIa e ainda 

revelou um baixa heterogeneidade intraespecífica dos isolados brasileiros.  Na Amazônia muitos casos 

autóctones da Doença de Chagas estão associados a TCI, com a manifestações clínicas que vão 

desde febre até falência cardíaca com casos fatais. Estes achados, com diversos casos agudos e 

crônicos com cardiomiopatia em países da região central e nordeste da América do Sul onde TCI é o 

único ou o mais prevalente nos casos humanos, indicando que esta linhagem pode ser responsável por 

casos severos sem megasíndromes (anexo 1). Foi ainda caracterizado um isolado de T. cruzi 

proveniente de uma biópsia cardíaca de um paciente com estágio final de falência cardíaca, de uma 

região rural do nordeste brasileiro, que tipada como TCI (anexo 2). Foi ainda possível verificar que T. 

rangeli  é mais prevalente que T. cruzi nos primatas amazônicos. Esta espécie pode infectar o homem 

e é transmitida por Rhodnius spp. estando presente no ecótopo arbóreo como TCI e TCIIa. (anexo3). A 

diversidade genética e os padrões filogeográficos e biogeográficos das espécies do subgênero 

Schizotrypanum, gênero Trypanosoma (Euglenozoa, Kinetoplastida), que infectam morcegos brasileiros 

foram avaliados com o exame de amostras de sangue de 1043 morcegos, 63 espécies de sete famílias, 



capturados na Amazônia, Pantanal, Cerrado e Mata Atlântica. A prevalência dos tripanossomas que 

infectam morcegos foi estimada por hemocultura (12,9%) e resultou em 77 culturas. A maioria das 

culturas foi morfologicamente caracterizada como T. cruzi-like e identificadas por marcadores 

moleculares como T. cruzi (14), T. c. marinkellei (38) e T. dionisii (25). Análises filogenéticas baseadas 

na região V7-V8 do gene SSU rDNA demonstraram que os isolados obtidos formam um grupo 

monofilético que compreende apenas espécies do subgênero Schizotrypanum. Os isolados desse 

subgênero foram segregados em três clados correspondentes as três espécies de tripanossomas 

identificadas nos morcegos. As diferentes espécies de tripanossomas puderam ser associadas com 

distintos padrões biogeográficos e filogeográficos (anexo 4). Isolados de T. cruzi de morcegos 

amazônicos foram tipados como TCI, os isolados provenientes de outras regiões forma genotipadas 

como TCIIb, formando uma nova linhagem em todas as análises filogenéticas, esta linhagem foi 

designada de TCbat. Tipagem baseada no ITS1 rDNA foi capaz de distinguir TCbat de todas as outras 

linhagens e ainda das demais espécies de Schizotrypanum. TCbat apresentou baixas parasitemia e 

virulência em camundongos e apresenta distintos padrões morfológicos e comportamento em 

triatomíneos (anexo 5).  Além disso, nós identificamos dois isolados de T. rangeli em morcegos 

capturados na região Central do Brasil. A genotipagem baseada no gene de mini-exon classificou um 

isoladocomo pertencente a linhagem A e o outro a uma nova linhagem E de T. rangeli.  Os dois 

isolados de T. rangeli isolados e caracterizados molecularmente nesse estudo são os primeiros de 

morcego e também os primeiros  confirmados dessa espécie do Brasil Central. (anexo 6). Foram 

caracterizados isolados de T. cruzi da linhagem TCIIc provenientes de  mamíferos e de triatomíneos 

capturados do Norte a Sul do Brasil confirmando a ampla distribuição geográfica desta linhagem. 

Análises filogenéticas inferidas com a utilização de seqüências dos genes de citocromo b e SSU rDNA 

separaram claramente TCIIc de TCIIa de acordo, respectivamente, com os ecótopos terrestre e arbóreo 

de seus hospedeiros mamíferos e vetores preferenciais. Normalmente indistinguivéis pelos métodos 

tradicionais de genotipagem, nossos dados demonstram que TCIIc, TCIIa da América do Sul (TCIIa 

SA) e TCIIa da América do Norte (TCIIa NA) correspondem a três linhagens independentes, que 

circulam em distintos hospedeiros e nichos ecológicos. Triatomíneos terrestres dos gêneros 

Panstrongylus e Triatoma foram confirmados como vetores da linhagem TCIIc. Seqüências de ITS1 

rDNA agruparam os isolados TCIIc de acordo com a origem geográfica independente do seu 

hospederio de origem (anexo 7). TCIIc foi encontrado em Triatoma rubrovaria, espécie de triatomíneo 

envolvida em processo de domiciliação. Camundongos infectados com estes isolados apresentaram 

significativa virulência e taxas de infecção. Esta é a primeira descrição de TCIIc ni ciclo silvestre no sul 

do Brasil (anexo 8). Assim, tais resultados indicam que a complexidade de T. cruzi é maior do que a 

atualmente conhecida e que análises filogenéticas são necessárias para o entendimento da história 



evolutiva das linhagens e suas associações com o hospedeíro mamífero, vectores e ecótopo. Este 

estudo mostrou que as relações entre linhagens de T. cruzi estão longe de serem compreendidas. Uma 

análise mais aprofundada de novos locos polimórficos e a inclusão de mais isolados de vários 

hospederios e origens geográficas poderão ajudar a resolver a filogenia do Trypanosoma cruzi. 

 

Palavras-chave: Trypanosoma cruzi; Linhagens; Filogenia; Mamíferos silvestres; triatomineos; 

ecotopos. 

 
 



ABSTRACT 

 

Marcili A. Trypanosoma cruzi: diversity, phylogenetics analysis and ecogeographic patterns of wild 
isolates [Thesis]. São Paulo: Instituto de Ciências Biomédicas, Universidade de São Paulo; 2008. 

 

T. cruzi comprises highly phenotypic and genotypic heterogeneous populations classified as T. 

cruzi I (TCI) and T. cruzi II (TCIIa-e) lineages. It has been hypothesized that the evolutionary history of 

T. cruzi might be correlated with a long-standing association with its hosts. Ecobiological and 

phylogenetic analyses have suggested that ecotopes, mammalian hosts and vectors may be 

determining factors of T. cruzi lineages. However, in contrast to domestic cycles, data about sylvatic 

lineages are too limited, hampering to explore possible host and geographic associations. Unravelling 

the complexity of T. cruzi populations and the dynamics of transmission cycles is essential to 

understand the evolutionary history of T. cruzi, and to evaluate the risk of emergence of sylvatic 

lineages as important agents of human infections. With these purposes, in this study we characterized a 

large numbers of Brazilian T. cruzi isolates from wild mammals and vectors from a wide range of hosts 

and geographical origins, besides isolates from humans living in Amazonia. Phylogenetic analyses 

based on sequences of SSU rDNA and Cyb genes were inferred to understand the relationships among 

the lineages and to evaluate biogeographical patterns. Intralineage polymorphisms were evaluated by 

ITS1 rDNA and RAPD patterns. Our results provide phylogenetic and biogeographic evidence that TCI 

and TCIIa circulate among non-human primates in Brazilian Amazonia, and are transmitted by Rhodnius 

spp. in overlapping arboreal cycles. TCI is more prevalent than TCIIa in wild primates, Rhodnius spp., 

and humans with Chagas disease associated with oral transmission. All analysis clearly separated 

TCIIa from other lineages and revealed small intralineage polymorphisms of Amazonian isolates. In 

Amazonia, where most cases of autochthonous Chagas disease are associated with TCI, clinical 

manifestations ranged from fever to severe heart failure and included a growing number of fatal cases. 

These findings, along with several cases of acute and chronic myocardiopathy in countries from Central 

and Northwest South America where TCI is the only or the most prevalent lineage infecting humans, 

indicate that this lineage may be responsible for severe disease without megasyndromes (anexo 1). We 

also characterized a T. cruzi isolate nested in endomyocardial biopsies of a chronic chagasic patient at 

end stage heart failure, from a rural village of Northwest Brazil, that was assigned to TCI (anexo 2). We 

also showed that T. rangeli is more prevalent in Amazonian monkeys than T. cruzi. This species and 

can infect humans in Amazonia and is transmitted by Rhodnius spp. in an arboreal transmission cycle 

that overlapped that of TCI and TCIIa (anexo 3). The subgenus Schizotrypanum comprises 

trypanosomes restricted to bats and T. cruzi, the only species of this taxon proven as pathogenic and 



infective for mammalian orders besides Chiroptera. The lack of reliable taxonomy and the few isolates 

included in phylogenetic studies have prevented a real appreciation of the diversity and evolutionary 

history of bat trypanosomes. With these purposes, we carried out a large survey of trypanosomes in 

bats captured in the Brazilian biomes of Amazonia, the Pantanal, Cerrado and the Atlantic Forest. The 

diversity, phylogenetic relationships, and biogeographical patterns of bat trypanosomes were evaluated 

by examining 1043 bats (63 species from 7 families). The prevalence of infected bats was 12.9% and it 

was obtained 77 cultures of T. cruzi (14), T. c. marinkellei (38) and T. dionisii (25). All analyses revealed 

distinct patterns for each species, which was identified using a method developed in this study, and 

associated with morphology and behaviour in mice and triatomines. T. dionisii (32.4%) infected 12 

species from 4 bat families captured in all biomes. T. c. marinkellei (49.3%) was restricted to 

Phyllostomidae from Amazonia and the Pantanal. T. cruzi (18.2%) was mainly from Vespertilionidae and 

Phyllostomidae from the Pantanal/Cerrado and the Atlantic Forest (anexo 4). T. cruzi isolates from 

Amazonian bats were assigned to TCI, whereas those from the other regions, genotyped as TCIIb, 

formed a new lineage in all phylogenetic analyses, and was designated TCbat. Genotyping using ITS1 

rDNA distinguished TCbat from other lineages and also from other Schizotrypanum species. TCbat 

lacked virulence and yielded low parasitemias in mice, and showed distinctive morphological features 

and behaviour in triatomines (anexo 5). Moreover, we identified two isolates of T. rangeli from bats 

captured in Central Brazil. Genotyping based on spliced-leader gene classified one isolate into the 

lineage A and the other as the new lineage E of T. rangeli. To our knowledge, these isolates are the 

earliest T. rangeli from bats and from Central Brazil molecularly characterized (anexo 6). We also 

characterized isolates of T. cruzi lineage TCIIc from armadillos, terrestrial didelphids and rodents, and 

domestic dogs. Besides confirming distribution of this lineage from Northern to Southern Brazil, our 

analyses separated TCIIc from TCIIa accordingly, respectively, to terrestrial and arboreal ecotopes of 

mammalian hosts and vectors. Despite indistinguishable by traditional genotyping we showed that TCIIc 

and TCIIa from South and North Americas (generically Z3) correspond to independent lineages that 

circulate in distinct hosts and ecotopes. Terrestrial Panstrongylus and Triatoma were confirmed as 

vectors of TCIIc. Sequences of ITS1 rDNA clustered TCIIc isolates according to geographic origin 

independent of their host origin (anexo 7). TCIIc was found in Triatoma rubrovaria, a species involved in 

domiciliation process. Mice infected with these isolates showed significant virulence and mortality rates. 

This is the first description of TCIIc in the sylvatic cycle in Southern Brazil (anexo 8). Taken together, 

our findings indicate that the complexity of T. cruzi is larger than currently known, and that phylogenetic 

analysis are required to understand the evolutionary history of lineages and their association with 

mammals, vectors and ecotopes. This study showed that relationships among lineages of T. cruzi are 



far from understood. Further analysis of new polymorphic loci and inclusion of more isolates from 

several host and geographic origin may help to resolve the phylogeny of T. cruzi. 

 

Keywords: Trypanosoma cruzi; Lineages; Phylogeny; Wild mammals; Triatomines; Ecotopes. 
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 24

1.1 O gênero Trypanosoma 

 

O gênero Trypanosoma pertence à Família Trypanosomatidade, que compreende 

protozoários flagelados pertencentes à ordem Kinetoplastida (Honibgerg, 1963). Os cinetoplastídeos 

juntamente com os euglenóides (ordem Euglenida) formam o filo Euglenozoa (Cavalier-Smith, 1981, 

1993). Os organismos da ordem Kinetoplastida estão divididos em duas subordens: a) Bodonina, 

que compreende parasita e espécie de vida livre; b) Trypanosomatina, que apresenta apenas a 

família Trypanosomatidae, cujos membros são todos parasitas. 

A família Trypanosomatidae compreende parasita de invertebrados, plantas e todas as 

ordens de vertebrados, divididos em 8 gêneros. Destes, 6 compreendem parasitas monoxênicos de 

insetos (gêneros Leptomonas, Herpetomonas, Crithidia Blastocrithidia), heteroxênicos de insetos e 

plantas (gênero Phytomonas), heteroxênicos de hospedeiros invertebrados e vertebrados (gêneros 

Leishmania, Endotrypanum e Trypanosoma) (Wallace, 1966; 1979; Vickerman, 1976; Camargo, 

1998). Dois gêneros de espécies monoxênicas foram propostos recentemente Wallaceina e Sergeia 

(Svobodova et al., 2007; Podlipaev, 2001). 

 Os gêneros Crithidia, Blastocrithidia, Leptomonas e Herpetomonas são polifiléticos e 

necessitam de revisões taxonômicas. Apenas Phytomonas se revelou um gênero válido nas 

filegenias moleculares (Hollar e Maslov 1997; Merzlyac et al. 2001; Hughes e Piontkivska 2003; 

Piontkivska e Hughes 2005). O gênero Endotrypanum apresenta espécies exclusivas de preguiças 

encontradas no Brasil, Colômbia, Guiana Francesa e América Central que, assim como as espécies 

de Leishmania, são transmitidas por flebotomíneos. Preguiça, tamanduá, tatú, roedores e marsupiais 

são reservatórios de Leishmania, com várias espécies infectantes para o homem (Shaw, 1985). 

O gênero Trypanosoma é constituído por espécies que infectam vertebrados de todas as 

ordens (peixes, anfíbios, répteis, aves e mamíferos), transmitidas por vários invertebrados 

hematófagos. As espécies de tripanossomas podem se apresentar sob as formas amastigota, 

epimastigota, tripomastigota e, raramente, promastigota em seus ciclos de vida. Estas formas são 

definidas em função da posição do cinetoplasto em relação ao núcleo e da presença ou não de 

flagelo livre e membrana ondulante (Hoare, 1972; Wallace, 1979; Vickerman, 1994).  

Centenas de espécies de tripanossomas foram descritas em mamíferos, com mais de uma 

espécie podendo infectar o mesmo hospedeiro, muitas vezes em infecções mistas. Apenas T. brucei 

gambiense e T. b rhodesiense na África e T. cruzi e T. rangeli nas Américas infectam o homem. Com 
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exceção de T. rangeli, essas espécies são consideradas patogênicas para o homem. Estes 

tripanossomas não estão restritos a infecções humanas e se mantêm na natureza no ciclo silvestre, 

infectando diversas ordens de mamíferos (antropozoonoses). A maioria das espécies de 

tripanossomas circula apenas no ciclo silvestre (zoonoses) e não é patogênica para seus 

hospedeiros. A maior parte das espécies se desenvolve em artrópodes hematófagos, que podem 

pertencer a diversas ordens e famílias, enquanto os parasitas de anfíbios e peixes são transmitidos 

por sanguessugas e insetos (Hoare, 1972; Simpson et al., 2006; Hamilton et al., 2007).  

Os tripanossomas de mamíferos foram classificados em subgêneros e espécies com base em 

parâmetros taxonômicos clássicos: morfologia (principalmente das formas tripomastigotas sanguíneas) e 

ciclos de vida nos hospedeiros vertebrados e invertebrados (formas e locais de reprodução e de 

diferenciação). As formas sangüíneas ingeridas pelos hospedeiros invertebrados sofrem inúmeras alterações 

morfológicas e bioquímicas, além de estágios de replicação e diferenciação em formas infectantes para o 

hospedeiro vertebrado (tripomastigotas metacíclicas). O local de desenvolvimento e diferenciação das formas 

infectantes nos invertebrados determina a via de transmissão dos tripanossomas, que pode ser o tubo 

digestivo ou as glândulas salivares (Hoare, 1972). A maioria dos tripanossomas utiliza apenas uma destas vias 

de transmissão, exceto T. rangeli, que apresenta formas metacíclicas nas glândulas salivares (principal 

mecanismo) e, aparentemente, também no tubo digestivo (D'Alessandro, 1999). 

De acordo com o desenvolvimento no hospedeiro invertebrado e, conseqüentemente, com a 

via de eliminação das formas infectantes pelo vetor, o gênero Trypanosoma foi dividido por Hoare 

(1964) nas Secções Stercoraria e Salivaria. A Secção Salivaria compreende as espécies que no 

inseto vetor (mosca tsétsé), se desenvolvem no tubo digestivo e glândulas salivares (exceto T. 

vivax), sendo transmitidas com a inoculação, durante a picada do vetor, de formas tripomastigotas 

metacíclicas presentes nas glândulas salivares. Esta Secção compreende os subgêneros Duttonella, 

Trypanozoon, Pycnomonas e Nannomonas, que abrangem todos os tripanossomas Africanos 

patogênicos para mamíferos. T. vivax (Duttonella), T. evansi e T. equiperdum (Trypanozoon) se 

adaptaram à transmissão mecânica e, por esta razão, são as únicas espécies deste grupo que 

ocorrem fora do continente Africano, inclusive nas Américas (Hoare, 1972; Ventura et al., 2001; 

Cortez et al., 2006). 

Na Secção Stercoraria, que compreende os subgêneros Schizotrypanum (espécie-tipo T. 

cruzi), Herpetosoma (T. lewisi) e Megatrypanum (T. theileri) (Hoare, 1964, 1972), estão classificadas 

as espécies que se desenvolvem exclusivamente no tubo digestivo do inseto vetor, sendo 
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transmitidas pela contaminação com formas tripomastigotas metacíclicas eliminadas com as fezes 

dos vetores. Os tripanossomas desta Secção apresentam ampla distribuição geográfica. Entretanto, 

algumas espécies como T. cruzi (Schizotrypanum) e T. rangeli (Herpetosoma) são encontradas 

apenas nas Américas Central e do Sul (Hoare, 1972; Guhl e Vallejo, 2003). A maioria de espécies 

desta Secção não infecta o homem e não é patogênica para seus hospedeiros vertebrados, com 

exceção de T. cruzi.  

 

1.2 Filogenia e evolução dos tripanossomas 

 

O filo Euglenozoa é um dos maiores grupos de eucariotos, compreendendo flagelados com 

grande diversidade morfológica, genética e ecológica. Os membros desse filo apresentam múltiplos 

estilos de vida, incluindo organismos de vida-livre e parasitas de todas as classes de vertebrados, de 

invertebrados e de plantas. Esse filo contém espécies fotossintéticas autotróficas, como E. gracilis, 

espécies heterotróficas de vida livre como Bodo saltans e parasitas obrigatórios, como as espécies 

de Trypanosoma (Busse e Preisfeld, 2003; von der Heyden et al., 2004; Simpson et al., 2004, 2006).  

Os membros da ordem Kinetoplastida apresentam uma única mitocôndria que contém uma 

região rica em DNA (kDNA) denominada cinetoplasto, constituída por moléculas dupla-fita circulares, 

minicírculos e maxicírculos, concatenados em uma única rede. Aparentemente, estes organismos 

divergiram dos demais eucariotos logo que o ancestral desta linhagem incorporou bactérias 

aeróbicas simbiontes que deram origem às mitocôndrias. As reconstruções filogenéticas sugerem 

que a origem evolutiva da rede concatenada de kDNA, que gerou o cinetoplasto, ocorreu no 

ancestral da família Trypanosomatidae, uma vez que os minicírculos dos bodonídeos não são 

concatenados (Simpson et al, 2000, 2002; Lukes et al., 2002).  

Dentre os fenômenos funcionais mais característicos dos cinetoplastídeos, os mecanismos 

mais interessantes do ponto de vista evolutivo são os mecanismos de variação antigênica, "trans-

splicing" e edição. Os mecanismos de ativação e regulação da expressão gênica ainda são pouco 

conhecidos nestes organismos Ao contrário dos eucariotos em geral, os principais mecanismos de 

regulação da expressão gênica ocorreram após a transcrição, por processamento de moléculas de 

RNA por "trans-splicing" e edição (Vickerman, 1994; Simpson et al., 2000, 2003; Uliel et al., 2004; 

Siegel et al., 2005; Jäger et al., 2007; Helm et al., 2008). 
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Os maxicírculos correspondem ao DNA mitocondrial dos eucariotos, codificando as 

proteínas necessárias para a atividade mitocondrial. Entretanto, a expressão dos genes 

codificadores das proteínas de maxicírculos é bastante complexa, sendo os RNAs transcritos 

dependentes de um processamento denominado edição de RNA (RNA editing). Este mecanismo é 

responsável pela formação de mRNAs mitocondriais com códons de iniciação e de terminação 

corretos e com fases abertas de leitura (Landweber e Gilbert, 1994; Simpson et al., 2000, 2002; 

Lukes et al., 2002; Worthey et al, 2003; Roy et al., 2007)  

Devido à ausência de introns, os transcritos nos tripanossomatídeos são policistrônicos e os 

mRNAs unitários são gerados após processamento por "trans-splicing". Nesse processo pós-

transcricional o mRNA é processado resultando na adição de uma seqüência com 39 nucleotídeos 

denominada "spliced-leader" ou mini-exon, na extremidade 5' de praticamente todos os mRNAs 

maduros dos Kinetoplastida (Agabian, 1990; Campbell et al., 2000; Helm et al., 2008). A maioria dos 

mRNAs dos tripanossomatídeos é processada por trans-splicing, porém, o processamento por "cis-

splicing" foi identificado em alguns genes (Mair et al., 2000; Palfi et al., 2002).  

Os tripanossomatídeos apresentam diversas peculiaridades de grande interesse filogenético 

e evolutivo, tais como: a presença e estrutura do cinetoplasto; a composição do citoesqueleto; o 

isolamento das enzimas glicolíticas nos glicossomas; proteínas de membrana ancorada por GPI; a 

endocitose e exocitose de macromoléculas via bolso flagelar, um nucleotídeo não usual denominado 

base J em seu DNA nuclear; a ausência de condensação cromossômica durante a mitose, variação 

antigênica; transcrição policistrônicas; o mecanismo de processamento de mRNAs por "trans-

splicing"; edição de RNA mitocondrial; etc. O aparato nuclear destes flagelados apresenta uma série 

de características, incluindo a ausência de condensação da cromatina durante a mitose e a 

persistência da membrana nuclear durante a divisão celular (Vickerman, 1994; Dooijes et al., 2000; 

Gull, 2001; Simpson et al, 2003; Stuart et al., 2005). 

Os organismos do filo Euglenozoa na árvore filogenética universal tem sido posicionados em 

um grande táxon denominado Excavata. Esse posicionamento sugere que estes organismos estejam 

entre os primeiros eucariotos a divergir, provavelmente, logo após a separação da linhagem 

procariótica. A monofilia do filo Euglenozoa foi estabelecida por autapomorfias morfológicas e 

moleculares. Entretanto, a posição deste filo em relação aos outros protozoários, e as relações 

filogenéticas entre os principais grupos, são ainda bastante controversa. Recentemente, com o 

avanço do conhecimento sobre o filo Euglenozoa, especialmente das espécies de vida livre, e com 
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base em informações geradas em análises filogenéticas moleculares, esses organismos foram 

divididos em três classes: Kinetoplastida, Diplonemida e Euglenida (Preisfeld et al., 2001; Moreira et 

al. 2001; Busse e Preisfeld, 2002, 2003). A hipótese mais apoiada é a de que os cinetoplastídeos 

são mais relacionados com os diplonemídeos do que com os euglenóides e os tripanossomatídeos, 

que formam um grupo monofilético que divergiu dos bodonídeos de vida livre (Moreira et al. 2004; 

Simpson e Roger 2004; Simpson et al., 2006).  

Análises filogenéticas, especialmente os mais recentes que incluíram um grande número de 

espécies de diversas classes do filo Euglenozoa, apóiam a hipótese de que os cinetoplastídeos são 

filogeneticamente mais próximos dos diplonemídeos do que dos euglenóides e que os 

tripanossomatídeos formam um grupo monofilético que evoluiu dos bodonídeos de vida livre. 

Entretanto, como as hipóteses são fundamentadas em reconstruções baseadas em filogenia 

molecular, diferentes histórias evolutivas têm sido propostas para os cinetoplastídeos, dependendo 

dos taxa, dos grupos externos utilizados, dos genes e seqüências analisadas e dos métodos 

utilizados para as inferências filogenéticas (Lukes et al., 2002; Stevens e Rambault, 2001; Busse e 

Preisfeld, 2002; 2003; Hughes e Piontkivska, 2003a, b; von der Heyden et al., 2004; Simpson e 

Roger, 2004; Hamilton et al., 2004; Simpson et al., 2006; Breglia et al., 2007; Makiuchi et al., 2008). 

Algumas hipóteses tentam explicar a origem do parasitismo dos tripanossomatídeos. Estes 

flagelados podem ter parasitado inicialmente invertebrados que, a partir do surgimento da 

hematofagia, transmitiram seus parasitas para vertebrados, ou podem ter se originado em 

vertebrados e, destes, passaram a infectar invertebrados hematófagos. De acordo com os estudos 

filogenéticos, o parasitismo, a adoção de determinados hospedeiros invertebrados e vertebrados e o 

surgimento dos ciclos heteroxênicos ocorreram, independemente, várias vezes ao longo da evolução 

dos tripanossomatídeos (Vickerman, 1994; Maslov e Simpson, 1995; Haag et al., 1998; Wrigth et al., 

1999; Dolezel et al., 2000; Stevens et al., 1998, 2001; Lukes et al., 2002; Hamilton et al., 2007).  

Estudos iniciais baseados em seqüências de SSUrRNA sugeriram que o gênero 

Trypanosoma era polifilético (Maslov et al., 1996). Estudos posteriores com um número maior de 

taxa confirmaram a monofilia deste gênero (Haag et al., 1998; Stevens et al., 1999b; 2001). Embora 

um estudo baseado neste mesmo gene utilizando diferentes “outgroups” e análises filogenéticas 

tenha sugerido a polifilia do gênero Trypanosoma (Hughes e Piontkivska, 2003b), os mesmos 

autores concluíram depois que a monofilia é a hipótese mais provável (Piontkivska e Hughes, 2005). 
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Portanto, atualmente a hipótese mais apoiada tem sido a origem monofilética dos 

organismos do gênero Trypanosoma, com um ancestral comum para todas as espécies de 

mamíferos, aves, répteis, anfíbios e peixes (Hollar e Maslov, 1997; Wrigth et al., 1999; Haag et al., 

1998; Stevens et al., 1998, 1999b, 2001; Lukes et al., 2002; Simpson et al., 2002; Hamilton et al., 

2004). Nas árvores filogenéticas mais recentes (Hamilton et al., 2004, 2005b, 2007; Simpson et al., 

2006) foram definidos três grandes clados: T. brucei, T. cruzi e clado aquático (tripanossomas de 

peixes e anfíbios). Clados menores foram também bem estabelecidos para outras espécies: T. lewisi 

(roedores) T. theileri (artiodátilos), T.avium/T. corvi (aves), tripanossomas de lagartos e cobras 

(Stevens et al., 2001; Rodrigues et al., 2003, 2006; Hamilton et al., 2005a, 2007; Ferreira et al., 

2008; Viola et al., 2008a,b). 

No clado T. brucei foram posicionados os tripanossomas de origem africana, que divergem 

dos demais sugerindo uma história evolutiva separada, confinada à África e associada com moscas 

tsetsé. A divergência entre T. cruzi e T. brucei foi estimada em ~ 100 milhões de anos, com a 

separação da África e América do Sul (Stevens et al., 1999, 2001; Simpson et al., 2006).  

O clado T. cruzi é constituído pelas espécies do subgênero Schizotrypanum, T. cruzi e 

tripanossomas exclusivos de morcegos do novo e velho mundos, além de um tripanossoma isolado 

de canguru na Austrália. T. rangeli e espécies denominadas T. rangeli-like formaram o clado T. 

rangeli, mais relacionado com o clado T. cruzi do que com outros clados (Stevens et al., 1999b, 

2001; Briones et al., 1999; Hamilton et al., 2004; 2007; Maia da Silva et al., 2004b, 2007) (figura 1) 

T. cruzi compartilha hospedeiros mamíferos com diversas espécies de tripanossomas. 

Entretanto, as mais importantes na América do Sul são T. rangeli e outras espécies do subgênero 

Schizotrypanum (exclusivas de morcegos). Essas espécies são comumente isoladas em tentativas 

de isolamento em cultura de T. cruzi e podem ser confundidas. Além disso, T. rangeli e algumas 

espécies de Schizotrypanum também compartilham vetores com T. cruzi. Portanto, estudos sobre T. 

cruzi em seus hospedeiros vertebrados e invertebrados silvestres geralmente revelam infecções com 

essas espécies, muitas vezes como infecções mistas, exigindo o diagnostico diferencial entre essas 

espécies. Conhecer e comparar as espécies que compartilham hospedeiros e que são as mais 

filogeneticamente relacionadas é fundamental para entender a história evolutiva do T. cruzi.  
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Figura 1. Àrvore baseada na SSU rDNA (1986 caracteres) 
utilizando seqüências de tripanosomas e 
tripanossomatídeos, construída pelo método de 
máxima verossimilhança (ML). Os números 
correspondem aos valores de suporte por 
“bootstrap” (ML), probabilidade a posteriori 
(Bayesiana), suporte por “bootstrap” 
(parcimônia) e suporte por distância de ML. (*) 
corresponde a valores iguais a 100% em todos 
os testes e (-) a valores menores que 50%. 
Tripanossomas em negrito representam 
espécies de tripanossomas de répteis. 
Modificada de Hamilton et al. (2007).  
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1.3 Trypanosoma rangeli 

 

T. rangeli infecta humanos e animais domésticos e silvestres ocorrendo da América Central 

ao sul da América do Sul compartilhando com T. cruzi a capacidade de infectar mamíferos de 

praticamente todas as ordens, parasitando primatas, inclusive o homem, roedores, marsupiais e 

edentados (D`Alessandro e Saravia, 1999; Guhl e Vallejo, 2003; Maia da Silva et al., 2007). As 

infecções humanas causadas por T. rangeli são comuns na América Central, Colômbia e Venezuela, 

onde acarretam sérios problemas para o diagnóstico de T. cruzi (Guhl e Vallejo, 2003). No Brasil, T. 

rangeli foi descrito em diferentes mamíferos e triatomíneos (especialmente do gênero Rhodnius), 

principalmente na Amazônia, onde foram descritos os únicos casos humanos (Miles et al., 1983; 

Coura et al., 1996; Maia da Silva et al. 2004a,b, 2007).  

 Ao contrário de T. cruzi, T. rangeli não é patogênico para mamíferos, mas sim para o inseto 

vetor, gerando dificuldades no repasto sangüíneo e na ecdise. Muitas vezes letal para esses insetos. 

T. cruzi tem todo seu desenvolvimento restrito ao tubo digestivo, enquanto T. rangeli multiplica-se no 

tubo digestivo e completa seu desenvolvimento (processo de metaciclogênese) nas glândulas 

salivares do inseto vetor. Infecções naturais de T. rangeli em triatomíneos parecem estar restritas as 

glândulas salivares e sua transmissão se dá por inoculação durante o repasto sangüineo de 

triatomíneos do gênero Rhodnius (Añez, 1984; Guhl e Vallejo, 2003).  

O subgênero Herpetosoma, como tradicionalmente definido, compreende tripanossomas que 

não são patogênicos para seus hospedeiros mamíferos, divididos em dois grupos: T. lewisi 

(parasitas principalmente de roedores) e T. rangeli (Hoare, 1972). Análises filogenéticas baseadas 

nos genes SSU rDNA e gGAPDH indicaram que T. rangeli é mais relacionado com T. cruzi do que 

com os tripanossomas africanos, apesar de ser transmitido de forma inoculativa como os membros 

do clado T. brucei (Salivaria) (Stevens et al., 1999, 2001; Maia da Silva et al., 2004b, 2007). Estudos 

biológicos e moleculares de isolados de T. rangeli provenientes de diferentes hospedeiros e origens 

geográficas revelaram um grupo monofilético bastante relacionado ao subgênero Schizotrypanum  

(Stevens et al., 1999; Maia da Silva et al., 2004b, 2007). Apesar de muito relacionados, diversos 

marcadores moleculares separam T. rangeli de T. cruzi  (Vallejo et al., 2002, 2003; Urrea et al., 

2005; Maia da Silva et al., 2004a,b, 2007). 

Trabalhos realizados em nosso laboratório demonstraram com análises baseadas em 

padrões de RAPD e análises filogenéticas baseadas no gene ribossômico (SSU e ITS) que isolados 
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de T. rangeli de diferentes hospedeiros e regiões geográficas podem ser divididos em pelo menos 4 

linhagens (A-D) (Maia da Silva et al., 2004a, b), enquanto estudos anteriores baseados no gene de 

mini-exon e em padrões de minicírculos de kDNA revelaram apenas dois (Grisard et al., 1999; 

Vallejo et al., 2003; Urrea et al., 2005). A comparação de seqüências do gene SL de um grande 

número de isolados de T. rangeli confirmou os 4 anteriormente definidos (Maia da Silva et al., 2007).  

De acordo com os resultados obtidos em nosso laboratório, a linhagem A é constituída por 

isolados da Venezuela, Colômbia, Honduras, Guatemala e Brasil (região oriental e ocidental da 

Amazônia). Esta linhagem foi ainda associada ao complexo R. prolixus (R. robustus e R. neglectus), 

a humanos, cães, macacos e gambás. A linhagem B contém exclusivamente isolados humanos, de 

triatomíneos e de macacos da Amazônia brasileira. O grupo C é formado por isolados de R. 

pallescens da Colômbia e Panamá e isolados humanos da América Central. O isolado SC58 de um 

roedor da região Sul do Brasil é o único representante da linhagem D. Portanto, T. rangeli é 

composto por linhagens distintas, aparentemente relacionados com as espécies da tribo Rhodinii 

(D'Alessandro e Saravia, 1999; Machado et al., 2001; Guhl e Vallejo, 2003; Vallejo et al., 2003; Maia 

da Silva et al., 2004b, 2007).  

A congruência filogeográfica das linhagens de T. rangeli com os complexos das espécies de 

Rhodnius corroborou a hipótese de uma longa associação do parasita com seu vetor. A segregação 

dos isolados de T. rangeli de vetores de distintos complexos sugere que a evolução das linhagens 

de T. rangeli esta relacionada a ciclos de transmissão independentes, provavelmente ligados a 

ecótopos específicos de seus vetores (Maia da Silva et al., 2007). Enquanto as linhagens de T. 

rangeli não parecem estar associadas com nenhum grupo de vertebrado, as linhagens de T. cruzi 

tem sido associadas com o hospedeiro vertebrado (Gaunt e Miles, 2000; Yeo et al., 2005). 

 

1.4 Subgênero Schizotrypanum  

 

Os tripanossomas do subgênero Schizotrypanum, exceto T. cruzi, foram descritos apenas em 

quirópteros. Além de T. cruzi, T. cruzi marinkellei; T. dionisii; T. vespertilionis; T. hastatus; etc. No 

velho mundo, apenas morcegos abrigam espécies deste subgênero: T. dionisii e T. vespertilionis.  

Morcegos têm sido encontrados infectados na África, Europa, Ásia e Américas por tripanossomas dos 

subgêneros Herpetosoma, Schizotrypanum e Megatrypanum. Mais de 70 espécies de quirópteros 
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albergam esses flagelados, principalmente Microchiroptera, e os insetívoros são os mais 

freqüentemente infectados (Hoare, 1972; Marinkelle, 1976; Molyneux, 1991).  

A origem evolutiva de T. cruzi e de todo o subgênero Schizotrypanum tem sido bastante 

discutida. O posicionamento em árvores filogenéticas de um tripanossoma de canguru (Austrália) 

próximo do clado contendo T. cruzi e outras espécies do subgênero Schizotrypanum, sugere que 

essa espécie descende de um tripanossoma parasita de um ancestral dos marsupiais, existente antes 

da separação entre América do Sul e Austrália 70-100MYA (Stevens et al., 1999, 2001).  

O número de tripanossomas isolados de morcegos caracterizados biológica- e 

molecularmente é muito pequeno. Estudos filogenéticos sobre tripanossomas de morcegos são 

escassos e apenas T. dionisii, T. vespertilionis, T. sp 60 (isolado na África) e T. c. marinkellei foram 

incluídos em árvores filogenéticas que agruparam os isolados das Américas e Europa com T. cruzi, 

formando o subgênero Schizotrypanum. Os isolados de T. cruzi formam um clado, mais próximo de T. 

c. marinkellei do que de T. dionisii (Stevens et al., 1999, 2001; Hamilton et al., 2007).  

Análises filogenéticas sugeriram um cenário evolutivo onde um tripanossoma ancestral, 

restrito aos quirópteros e existente no Velho Mundo, teria dado origem a T. cruzi. Essa hipótese se 

baseia no fato de que as espécies de Schizotrypanum são exclusivas de morcegos e algumas são 

cosmopolitas, sendo T. cruzi a única generalista de mamíferos e restrita a América Latina (Brisse et 

al., 2003). No entanto, nenhuma das hipóteses, que T. cruzi teria evoluído de um tripanossoma 

restrito a morcegos ou vice-versa, pode ser descartada. A distribuição atual das espécies de 

Schizotrypanum e a capacidade de dispersão dos morcegos por longas distâncias incluindo oceanos 

torna possível as duas hipóteses (Stevens et al., 1999).  

 Os representantes do subgênero Schizotrypanum formam um grupo homogêneo, sendo as 

formas encontradas no sangue dos quirópteros praticamente indistinguíveis morfologicamente, todas 

muito semelhantes a T. cruzi. Por este motivo, todas as espécies desse subgênero são denominadas 

T. cruzi-like (Marinkelle, 1976; Molyneux, 1991). Devido à ausência de parâmetros taxonômicos 

confiáveis, a taxonomia desses tripanossomas sempre foi controversa. Apesar dos avanços de 

técnicas moleculares de diagnóstico, marcadores moleculares não são utilizados para o diagnóstico 

de tripanossomas de morcegos. 

Levantamentos de tripanossomas em morcegos no Brasil foram realizados na Amazônia 

(Dias, 1942; Deane, 1961), São Paulo (Barreto, 1968; Funayama e Barretto, 1970a;b; 1973), Ceará 

(Alencar et al., 1976; Fabian, 1991); Piauí (Pinto e Bento, 1986), Santa Catarina (Steindel et al., 1998) 



 34

e Mato Grosso e Pará (Lisboa et al., 2008). No Brasil, já foram descritas mais de 40 espécies de 

morcegos infectados com tripanossomas e mais de 10 espécies de tripanossomas.  

Análises de zimodemas foram utilizadas na identificação de espécies de Schizotrypanum 

isolados de uma mesma espécie (Miles et al., 1978, 1981a,b; Baker e Miles, 1979; Tibayrenc, 2003; 

Telleria et al., 2004). Lectinas, GIPLs (glicoinositol fosfolipídeos), perfís de polipeptídeos e 

reatividade com anticorpos monoclonais distinguiram tripanossomas de morcegos (Taylor et al., 

1982; Schotellius et al., 1983; Petry et al., 1986, 1987; Barreto-Bergter et al., 1996; Branquinha et al., 

1999). A ausência de parâmetros taxonômicos confiáveis, o pequeno número de espécies 

disponíveis em cultura e os poucos isolados incluídos em estudos filogenéticos impedem o 

conhecimento da diversidade e da história evolutiva dos tripanossomas de morcegos.  

Embora muito relacionado com T. cruzi, T. c. marinkellei foi confirmado como espécie 

distinta por características biológicas, bioquímicas (Ebert, 1983; Baker et al., 1978; Tibayrenc e Le 

Ray, 1984, Telleria et al., 2004), imunológicas (Petry et al., 1986, 1987) e moleculares (Stevens et 

al., 2001; Barnabé et al., 2003). Apesar de compartilharem muitos antígenos, camundongos 

imunizados com T. c. marinkellei ou outro T. cruzi-like não foram protegidos de infecção por T. cruzi 

(Marinkelle; 1982a,b; Nascentes et al., 2008).  

Triatomíneos que vivem em buracos de árvores e cavernas, telhados de folhas de palmeiras, 

tocas de animais silvestres, palmeiras, forros de residências e outros abrigos de morcegos podem ser 

vetores de T. cruzi entre os quirópteros. A maioria dos quirópteros infectados é insetívora, devendo a 

infecção ocorrer principalmente por via oral após a ingestão dos vetores infectados (Marinkelle, 1976).  

Assim como T. cruzi, T. c. marinkellei é transmitido por triatomíneos, porém parece ser 

restrito ao gênero Cavernicola, cujas espécies vivem geralmente associados com colônias de 

morcegos em cavernas e palmeiras. T. cruzi se desenvolve em triatomíneos de praticamente todos 

os gêneros e espécies (Hoare, 1972; Marinkelle, 1976; 1982; Molyneux, 1991). As demais espécies 

que infectam morcegos são transmitidas por cimicídeos, flebotomíneos e carrapatos. Cimicídeos são 

vetores de T. dionisii e T. vespertilionis. Infecções experimentais demonstraram o desenvolvimento 

completo em cimicídeos (Gardner e Molyneux, 1988; Hoare, 1972; Molyneux, 1991). 

T. c. marinkellei e T. dionisii apresentam ciclos de vida semelhantes ao de T. cruzi. O 

desenvolvimento intracelular de T. dionisii foi estudado em macrófagos (Baker e Liston, 1978; Liston 

e Baker, 1978) e em células não fagocíticas (Glauert e Baker, 1982). Este parasita, cuja capacidade 

de invadir células não fagocíticas é inibida por tratamento dessas com citocalasina e pela 
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imobilização dos parasitas por aquecimento, invade estas células sem ser interiorizados por 

pseudópodes, provavelmente, utilizando a mesma estratégia de T. cruzi (Baker, 1985) (Baker et al., 

1972; Glauert et al., 1982; Baker, 1985; Molyneux, 1991; Mortara et al., 2008).  

A infecção e diferenciação in vitro também podem ser utilizadas como parâmetro 

taxonômico. As espécies de Schizotrypanum são as únicas descritas até o momento que infectam 

células de mamíferos e se multiplicam no interior destas como amastigotas. A capacidade de infectar 

camundongos pode ser utilizada para separar T. cruzi das demais espécies desse subgênero. O 

desenvolvimento desses tripanossomas em vetores (triatomíneos e cimicídeos) pode ser utilizado 

para distinguir espécies (Hoare, 1972; Baker, 1985; Molyneux, 1991).  

Como as demais espécies de Schizotrypanum, exceto T. cruzi, T. dionisii não infecta o 

homem, e alguns mecanismos de morte deste parasita foram propostos: morte extracelular de 

parasitas revestidos por anticorpos, por citotoxicidade mediada por linfócitos, na ausência de 

complemento (Mkwananzi et al., 1976); destruição no interior dos fagossomas, sendo os neutrófilos 

mais eficientes que monócitos na fagocitose, que ocorre na presença ou não de anticorpos 

específicos, e na destruição dos parasitas fagocitados (Thorne et al., 1979, 1981).  

O desenvolvimento de T. dionisii nos morcegos é semelhante ao de T. cruzi, as formas 

amastigotas desenvolvem-se nos músculos cardíacos, estriados e do estômago (Hoare, 1972). 

Entretanto, diferente de T. cruzi e de T. c. marinkellei, T. dionisii produz pseudocistos de formas 

epimastigotas no coração, diafragma, músculos do esterno, na mucosa intestinal e no ovário, além 

de ninhos de formas amastigotas (Baker et al., 1972; Molyneux, 1991).  

Estudos comparativos futuros serão fundamentais para a compreensão das diferenças na 

relação parasita-hospedeiro entre as espécies de Schizotrypanum. Diversos aspectos da biologia 

destes tripanossomas, como a capacidade de infectar diferentes espécies de mamíferos e vetores 

são pouco compreendidos. Esse conhecimento é importante para a compreensão da relação 

parasita-hospedeiro e da evolução de T. cruzi. 
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1.5 Trypanosoma cruzi 

 

1.5.1 Hospedeiros invertebrados – vetores 

 

Os hospedeiros invertebrados e vetores de T. cruzi são insetos pertencentes à Ordem 

Hemíptera, subordem Heteroptera, familia Reduviidae, subfamilia Triatominae. Todos os 

triatomíneos são obrigatoriamente hematófagos. A maioria das espécies ocorre nas Américas, com 

exceção do gênero Linshcosteus na Índia e de T. rubrofasciata que está distribuído em todas as 

regiões tropicais. Estudos filogenéticos sugerem que a subfamília Triatominae evoluiu 

independentemente nas Américas, após a separação dos continentes (Schofield 1988, Schofield e 

Dolling 1993; Schofield, 2000).  

A família Reduviidae é bastante antiga, registros fósseis sugerem que seus ancestrais são 

hemípteros fitófagos do período Permiano/Triássico (~230 ma). A adaptação a hematofagia é um 

processo relativamente recente que ocorreu gradativamente. A hipótese mais provável é que a 

hematofagia obrigatória tenha derivado de hábitos predadores seguidos de hematofagia facultativa 

(Schofield 1988, Schofield e Dolling 1993; Schofield, 2000).  

O Novo Mundo é o centro de diversidade dos triatomíneos e, provavelmente, também o 

centro de origem (Tartarotti et al.,2006). O tempo de divergência entre Triatomini e Rhodinii foi 

estimado em ~48.9-64.4 mya, no terciário, quando a América do Sul começou a se separar da 

Antártica e Austrália (Bargues et al., 2000). A atual distribuição geográfica das espécies de 

triatomíneos corrobora esta hipótese, uma vez que a distribuição de espécies e complexos está 

relacionada à geografia moderna do continente americano após o Pleistoceno. As exceções a esta 

distribuição são R. prolixus, T. infestans e T. rubrofasciata, que sofreram intervenção humana, e T. 

maculata (Venezuela) e T. pseudomaculata (nordeste do Brasil) associados à aves migratórias 

(Schofield 1988, Schofield e Dujardin 1999; Schofield, 2000).  

 Os triatomíneos são divididos em seis tribos com 18 gêneros: Triatomini (Triatoma, 

Meccus, Dipetalogaster, Mepraia, Eratyrus, Panstrongylus, Hermanlentia, Paratriatoma), Rhodiini 

(Rhodnius, Psammolestes), Cavernicolini (Cavernicola, Torrealbaia), Bolboderini (Bolbodera, 

Belminus, Parabelminus, Microtriatoma), Linshcosteusini (Linshcosteus) e Alberprosenini 

(Alberprosenia). O grupo é formado por cerca de 140 espécies, 105 no Novo Mundo. A maior parte 

distribuída nas Américas e associadas a ciclos enzoóticos. Os gêneros mais importântes como 
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vetores da Doença de Chagas são Rhodnius, Triatoma e Panstrongylus. As teorias atuais sugerem 

uma origem polifilética para Triatominae. As tribos Rhodniini, Cavernicolini, Bolboderini, Linshcosteini 

e Alberproseniini são monofiléticas e Triatomini é polifilética (Hypsa et al., 2002; Noireau et al., 2005; 

Tartarotti et al., 2006). 

A tribo Rhodiini compreende os gêneros Rhodnius e Psammolestes. O gênero 

Psammolestes compreende espécies que vivem em ninhos de aves. Triatomíneos do gênero 

Rhodnius possuem uma história biogeográfica complexa e uma longa associação com espécies de 

palmeiras na América Latina. As espécies desse gênero estão distribuídas em três complexos de 

acordo com filogenias baseadas em zimodemas (Dujardin et al.,1999) e seqüências de 16S 

mitocondrial rDNA, citocromo b e 28S rDNA (Lyman et al., 1999; Hypsa et al., 2002; Monteiro et al., 

2000, 2003; Paula et al., 2006). Os complexos de Rhodnius estão associados com palmeiras 

simpátricas e possuem diferentes padrões filogeográficos: (1) complexo R. pallescens que 

compreende as espécies R. pallescens, R. colombiensis e R. ecuadoriensis, distribuído do oeste dos 

Andes a América Central, norte e noroeste da América do Sul; (2) complexo R. brethesi, constituído 

por R. brethesi, R. pictipes e R. amazonicus, restritos a região amazônica, e R. stali, encontrado na 

Bolívia e regiões vizinhas do Brasil (leste dos Andes); (3) complexo R. prolixus, composto por R. 

prolixus, R. robustus, R. neglectus, R. nasutus, R. domesticus e R. neivai (Galvão et al., 2003).    

R. prolixus é largamente distribuído e o principal vetor de doença da Chagas na América 

Central e noroeste da América do Sul, que apresentam três espécies domiciliadas: R. prolixus, R. 

pallescens e R. ecuadoriensis. No Brasil, todas as espécies do gênero Rhodnius são consideradas 

silvestres e a existência de colônias intradomicilares nunca foi confirmada. Por outro lado, esses 

triatomíneos são atraídos pela luz e adultos têm sido encontrados dentro de casas. R. brethesi 

apresenta um comportamento peculiar de voar e atacar humanos durante a noite (Dujardin et al., 

1991; Coura et al., 1996;Galvão et al., 2003). 

Triatomíneos do gênero Triatoma e Panstrongylus são encontrados predominantemente 

associados à habitats terrestres como rochas, abrigos de animais e ocos de árvores. Algumas 

espécies de Panstrongylus são encontradas também em habitats arbóreos (Gaunt e Miles 2000). O 

gênero Panstrongylus compreende 14 espécies amplamente distribuídas em todas as Américas com 

registros do México até a Argentina, algumas delas com grande importância epidemiológica como 

vetores da Doença de Chagas. As distâncias genéticas entre as espécies desse gênero sugerem 

que o grupo seja polifilético (Marcilla et al., 2002).  
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Epidemiologicamente, P. megistus é uma das mais importantes espécies de triatomíneos no 

Brasil. Dados biogeográficos indicam que pode ter surgido há 18000 anos, com populações de 

Santa Catarina e Ceará separadas por barreiras geográficas como as Serras do Mar e da 

Mantiqueira. As populações do sudeste e nordeste são mais próximas geneticamente (Barbosa et 

al., 2006). No Brasil, P. geniculatus é silvestre e encontrado na Amazônia, com insetos adultos com 

altas taxas de infecção por T. cruzi encontrados nas casas (Miles et al., 1978). Esta espécie também 

é comum na Bolívia, Colômbia e na Venezuela, onde tem sido sugerida como substituta de R. 

prolixus como vetor da Doença de Chagas (Carrasco et al., 2005). 

T. infestans é o principal vetor da Doença de Chagas e alvo de programas de controle nos 

países do cone sul. O contínuo controle desses insetos em áreas endêmicas levou a eliminação de 

populações domésticas do vetor, com a interrupção da transmissão da doença (Dias et al., 2002). 

Até o momento, a Bolívia é o único país com populações silvestres de T. infestans (Richer et al., 

2007). Estudos filogenéticos apóiam a origem de T. infestans nos planaltos bolivianos e sua 

dispersão em duas linhas, uma ao longo das regiões andinas da Bolívia e Peru e outra nas planícies 

do Chile, Paraguai, Argentina, Uruguai e Brasil (Bargues et al., 2006). 

Nas regiões secas da Caatinga, T. é o vetor mais importante, capaz de colonizar ambientes 

silvestres e domésticos, formando geralmente grandes colônias. Essa espécie tem grande 

capacidade de repovoamento a partir de regiões silvestres, aumentando o risco de introdução de 

novas linhagens de T. cruzi no ciclo doméstico da Doença de Chagas (Bargues et al., 2006). T. 

brasiliensis é encontrado exclusivamente entre rochas. T. pseudomaculata, também comum no 

nordeste do Brasil, é encontrado em ninhos de pássaros. Ambas as espécies invadem o ambiente 

peridoméstico, porém, não colonizam habitações humanas (de La Fuente, 2008).  

 No Brasil, a colonização de habitações por triatomíneos humanas ocorreu em áreas de 

Caatinga e Cerrado. Na Mata Atlântica não existem espécies adaptadas ao ambiente doméstico. No 

entanto, casos autóctones de Doença de Chagas têm sido atribuídos à transmissão por adultos de 

T. vitticeps, que invadem casas vindos de áreas remanescentes de floresta, encontrados em ninhos 

de marsupiais com altas taxas de infecção por T. cruzi (dos Santos et al., 2005). 

A presença de T. rubrovaria no Brasil foi confirmada no Paraná e Rio Grande do Sul (RS), 

onde foram encontrados triatomíneos naturalmente infectados com T. cruzi. No ambiente silvestre 

essa espécie está associada a habitats rochosos, alimentando-se em baratas, répteis e mamíferos. 

Estudos indicam uma crescente invasão de ambientes domiciliares e peridomiciliares por T. 
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rubrovaria no RS desde o controle de T. infestans, embora sem indícios consistentes de colonização 

intradomiciliar (Ruas-Neto e Corseuiul, 2002; Martins et al., 2006). 

De acordo com a importância epidemiológica e grau de associação com o homem, as 

espécies de triatomíneos podem ser classificadas em: a) primárias (R. prolixus e T. infestans), 

permanentemente colonizando habitações humanas em alta densidade, claramente antropofílicas e 

com altas taxas de infecção natural por T. cruzi. As espécies classificadas como secundárias são 

geralmente autóctones, como T. brasiliensis e P. megistus, ou ainda candidatas, como T. sordida e 

T. pseudomaculata, apesar de silvestres, apresentam tendências sinantrópicas, com capacidade de 

colonizar habitações humanas e potencial vetorial (Dias e Diotaiuti 1998; Noireau et al., 1999).  

Atualmente, a Amazônia é um desafio importante para o controle vetorial. Triatomíneos 

amazônicos incluem as tribos Rhodniini, Cavernicolini, e talvez Eratyrus e alguns Bolboderini. Três 

espécies amplamente distribuídas de Panstrongylus provavelmente ocuparam secundariamente a 

Amazônia, e algumas espécies de Triatoma ocorrem apenas regiões periféricas. T. maculata tem 

sido considerado um vetor potencial de T. cruzi na Amazônia, uma vez que apresenta uma 

capacidade de colonizar ecótopos naturais no peridomicílio (Abad-Franch e Monteiro, 2007). 

 A luta contra a Doença de Chagas exige um amplo sistema de vigilância capaz de detectar e 

controlar reinfestações por triatomíneos não domiciliados de residências já tratadas com inseticidas. 

No entanto, persistentem em regiões de florestas úmidas (Amazônia) a transmissão da Doença 

através de triatomíneos que não colonizam as habitações. Nestes casos, os estudos taxonômicos 

dos triatomíneos são essenciais para esclarecer e definir os padrões de risco. Os padrões 

ecológicos, de distribuição e preferências de cada espécie também necessitam de mais estudos. Os 

principais mecanismos de adaptação do inseto a ecótopos naturais ainda continuam mal 

compreendidos (Noireau et al., 2000; Abadh-Franch et al., 2008). 

Um aspecto muito importante da história evolutiva do T. cruzi é a associação de populações 

(linhagens) com gêneros e espécies de triatomíneos, e seus respectivos ecótopos e nichos 

ecológicos. A tribo Cavernicolini é a mais divergente e está fortemente associada com morcegos. As 

espécies do gênero Rhodnius estão associadas com palmeiras. O gênero Panstrongylus é 

predominantemente encontrado em tocas de animais e ocos de árvores, já o gênero Triatoma é 

terrestre e está associado com habitats rochosos e tocas de roedores. Algumas espécies de 

Triatoma podem ser encontradas exclusivamente em ocos de árvores e/ou ninhos de pássaros (T. 

maculata, T. platensis, T. delpontei), outras exibem uma clara preferência por rochas ou cavernas. 
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Algumas espécies podem exibir uma relação estreita com um ecótopo (R. brethesi com a palmeira 

Leopoldina piassaba) enquanto outras apresentam uma gama de ecótopos (P. megistus e T. 

dimidiata). São raras as espécies de triatomíneos encontradas em árvores, apenas T. infestans e T. 

sórdida, cujas populações vivem em regiões de altitude onde habitam rochas, quando estão na 

região de várzea vivem em árvores (Dujardin et al., 2000; Gaunt e Miles 2000; Noireau et al., 2000) 

 

1.5.2 Hospedeiros vertebrados – história dos mamíferos nas Américas 

 

 Os mamíferos são os únicos hospedeiros vertebrados do T. cruzi. Os primeiros mamíferos  

surgiram no período Triássico e eram animais pequenos e ecologicamente pouco representativos. 

Entretanto, no final do Jurássico e início do Cretáceo estes animais já apresentavam uma grande 

variedade de espécies, que viveram na Era Cenozóica conhecida como a “Era dos Mamíferos” 

(Pough, 2003). Na América do Sul, a “Era dos Mamíferos” foi no Paleoceno, com uma fauna 

diversificada de marsupiais, xenartros e ungulados, além de alguns insetívoros (Eisenberg e 

Redford, 1999; Nilsson et al., 2004).  

Os primeiros registros dos marsupiais nas Américas datam do cretáceo. Esses animais são 

os mais antigos e existia uma grande diversidade deles na América do Sul. De acordo com os 

registros fósseis, os primeiros marsupiais se originaram no continente Ásia-América há 80 ma. Da 

América do Norte, no Paleoceno, chegaram a América do Sul e, via Antártica, à Austrália. A ordem 

Didelphimorpha, que atualmente compreende diversas espécies de gambás e cuícas, divergiu no 

Paleoceno, inicialmente no supercontinente sul e depois restrita à América do Sul, de onde esses 

animais migraram no Pleistoceno (1-2 ma) em direção as Américas Central e do Sul (Eisenberg e 

Redford, 1999; Cox, 2000; Schofield, 2000; Nilsson et al., 2004).  

Os Xenartras, que compreendem atualmente os tatús, preguiças e tamanduás, possuem 

uma origem Gondwanica no Cretáceo superior, e sua radiação para a América do Sul ocorreu no 

Paleoceno-Eoceno (Delsuc et al., 2001). Esses animais podem ter chegado ao continente Sul 

Americano pelo continente africano ou, ainda, via América do Norte, já que a megafauna de 

xenartras foi abundante nas Américas do Norte e Central (Eisenberg e Redford, 1999).  

São do período Eoceno-Oligoceno (~30 ma) os primeiros registros de primatas cebóides, 

roedores caviomorfos e morcegos filostomídeos na América do Sul. Porém, a origem desses animais 

é controversa. Estudos paleontológicos sugerem que esses grupos vieram da América do Norte ou, 
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de acordo com teorias mas recentes, do Continente africano. Primatas e caviomorfos utilizaram 

pontes formadas por ilhas entre o norte da África e a América do Sul (Miyamoto e Goodman, 1986; 

Eisenberg e Redford, 1999; Cox, 2000; Murphy et al., 2001; Nilsson et al., 2004; Poux et al., 2006). 

Hipóteses baseadas em análises filogenéticas e biogeográficas sugerem que a África é o 

centro de origem das famílias de morcegos atuais, com a origem no Cretáceo (~65 ma). Dois 

cenários podem explicar a dispersão dos morcegos que ocorreu no Eoceno (45 ma): dispersão pelo 

norte via Eurásia, Beringia e América, ou por transatlântica via escalas de ilhas (Simmons, 2005; 

Eick et al., 2005).  

No Período Plioceno-Pleistoceno (~2 ma) havia uma completa ligação entre as Américas do 

Norte e do Sul. Com essa ligação, a família Procyonidae que compreende pequenos caranívoros 

como o Cangambá, comuns na América do Norte, inicia sua radiação para a América do Sul 

(Eisenberg e Redford, 1999). Atualmente distribuem-se da América do Norte a América do sul. 

Durante o Plioceno-Pleistoceno, uma variedade de famílias de mamíferos tiveram seus 

registros na América do Sul: Cricetidae, Mustelidae, Felidae, Canidae, Ursidae, Camelidae, 

Cervidae, Tayassuidae, Gomphotheridae, Equidae, Tapiridae, Leporidae, Soricidae e Sciuridae 

(Eisenberg e Redford, 1999). Atualmente, ocorrem na América do Sul 12 Ordens de mamíferos e, 

com exceção de Sirenia e Cetacea, todas são potencialmente reservatórios de Trypanosoma cruzi 

no ambiente silvestre. 

 

1.5.3 Ciclo de vida do T. cruzi 

 

O ciclo de vida do T. cruzi envolve um hospedeiro mamífero e um hospedeiro invertebrado 

(vetor), que são insetos hematófagos triatomíneos. Quando o triatomíneo ingere formas 

tripomastigotas sangüíneas circulantes juntamente com o repasto em um hospedeiro vertebrado 

infectado por T. cruzi, essas formas se transformam em epimastigotas que se multiplicam no 

intestino médio. Essas formas migram para o intestino posterior, onde se diferenciam para 

tripomastigotas metacíclicos, que são as formas infectantes para o hospedeiro vertebrado. Ao se 

alimentarem do sangue de um novo mamífero, os insetos defecam, depositando suas fezes com 

parasitas, sobre a pele ou mucosas do hospedeiro. A penetração dos parasitas pode se dar 

diretamente nas mucosas ou via lesão tecidual ocasionada pelo orifício ou por coceira no local da 

picada. Os tripomastigotas metacíclicos podem invadir uma variedade de tipos celulares, 
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diferenciando-se em amastigotas, que se multiplicam no citoplasma da célula. No final da fase de 

multiplicação, quando a célula está abarrotada de parasitas, os amastigotas diferenciam-se 

novamente em tripomastigotas, que escapam da célula hospedeira para os espaços intercelulares 

ou ganham a corrente sanguínea. Estes tripomastigotas, chamados de tripomastigotas metacíclicos, 

podem invadir novas células ou serem ingeridos por um inseto durante seu repasto sanguíneo 

(Brener, 1982, 1985) (Figura 2). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

O processo de invasão celular pelo T. cruzi é bastante complexo e envolve diversos eventos 

que podem ser divididos em adesão e interiorização. Diversas moléculas da célula hospedeira e do 

parasita, que diferem de acordo com a linhagem do T. cruzi, estão envolvidas no processo de 

adesão e invasão de T. cruz (Yoshida, 2006; Yoshida e Cortez, 2008). Duas vias de invasão são 

descritas in vitro,  dependente e independente de lisossomas. Na primeira, o parasita invade a célula 

utilizando-se do mecanismo natural de reparo da membrana plasmática e de vias de sinalização de 

cálcio para a fusão de lisossomas. A segunda via envolve a invaginação da membrana plasmática e 

subseqüente fusão com os lisossomas, sem a polimerização de actina da célula hospedeira. Um 

evento fundamental nessas vias de invasão é a mobilização de Ca2+ da célula hospedeira pelas 

Figura 2. Ciclo Biológico de Trypanosoma cruzi. 
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formas tripomastigotas, essencial na rearranjo do citoesqueleto e recrutamento de lisossomos (ll e 

Andrews, 2005; Yoshida, 2006; Mott e Burleigh, 2008). 

 

1.5.4 Mecanismos de transmissão da infecção por T. cruzi 

 

Os principais mecanismos de transmissão da Doença de Chagas são: vetorial, transfusional, 

oral e transplacentário. A transmissão transfusional é ocasional e controlada pela triagem dos 

doadores em bancos de sangue. Dados recentes demonstram um decréscimo significativo desta via 

de transmissão no Brasil (Dias et al., 2008). Entretanto, essa via de transmissão tem adquirido 

grande importância nos últimos anos nos Estados Unidos (Click Lambert et al., 2008; Kjos et al., 

2008). A transmissão congênita vem sendo objeto de atenção em alguns países, especialmente na 

Bolívia e Argentina. A transmissão vetorial é a via mais importante para o homem e ocorre por 

contaminação fecal. O êxito desta via de infecção depende da freqüência com que os triatomíneos 

defecam e se isso ocorre seguido ou não da alimentação (Silveira, 2000; Silveira et al., 2002; Coura, 

2007; Dias et al., 2008). 

No ciclo silvestre, a transmissão de T. cruzi é mantida por animais silvestres e triatomíneos 

que habitam palmeiras, fendas e ninhos em árvores e rochas, e abrigos de animais no solo. Em 

cada ecótopo e nicho ecológico desenvolve-se um ciclo de transmissão com hospedeiros 

vertebrados e invertebrados específicos. Do ponto de vista epidemiológico podem ser descritos três 

ciclos de transmissão vetorial de T. cruzi: silvestre, doméstico e peridoméstico. No ciclo silvestre, 

estão envolvidos somente os reservatórios silvestres (mamíferos silvestres) e triatomíneos que não 

se adaptaram ao domicílio. No ciclo doméstico, há o estreito relacionamento com o homem, animais 

domésticos e triatomíneos domiciliados. No ciclo peridoméstico ocorre uma sobreposição dos ciclos 

silvestre e doméstico através de animais silvestres que habitam o peridomicílio, ou via triatomíneos 

silvestres que, esporadicamente, são atraídos ao domicílio, geralmente pela luz (Coura et al., 2002).  

A transmissão oral é considerada a via mais importante para os animais silvestres, que se 

infectam ingerindo vetores e reservatórios infectados. A ingestão de carne infectada com T. cruzi 

não se mostrou infectante para guaxinins, comprovando dados anteriores que mostraram que as 

formas metacíclicas são mais infectantes do que as tripomastigotas do sangue (Roellig et al., 

2008b). Além da transmissão por via oral, no ambiente silvestre, a transmissão pelo vetor e 

mecanismos independentes de vetores (glândula anal de gambá) também são importantes ciclos de 
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transmissão naturais (Miles et al., 1979, 2003; Schoffield, 2000; Gaunt e Miles, 2000). A via oral tem 

adquirido maior importância na infecção humana devido aos surtos ocorridos principalmente na 

região Amazônica, mas também no nordeste (Paraíba e Bahia) e sul (Santa Catarina) do Brasil 

(Lainson et al., 1980; Shikanai-Yasuda et al., 1991; Coura, 1996; Valente et al., 1998; Steindel et al., 

2008, Dias et al., 2008). Após o controle de T. infestans e a adoção de medidas preventivas nas 

transfusões de sangue, a infecção por via oral tornou-se a principal forma de aquisição da infecção 

humana por T. cruzi (Coura et al., 2002; Coura, 2006; Aguilar et al., 2007).  

Na região Amazônica já foram descritos mais de 500 casos de Doença de Chagas aguda, a 

maioria nos Estados do Pará e Amazonas e  atribuída a microepidemias causadas por infecção oral, 

que foram associadas ao hábito de ingerir polpa fresca de açaí e frutos de outras palmeiras (Valente 

et al., 1999; Coura et al., 2002; Coura, 2006; Aguilar et al., 2007). Provavelmente, essas frutas são 

trituradas junto com triatomíneos infectados, que vivem nas palmeiras na Amazônia. Os surtos da 

Paraíba e de Santa Catarina foram relacionados à infecção oral pela ingestão de caldo de cana 

(Steindel et al., 2008). Recentemente, foi descrito um surto de Doença de Chagas aguda associada 

com a ingestão de água contaminada com fezes de triatomíneos (Dias et al., 2008). 

  Estudos experimentais de infecção oral por T. cruzi em camundongos demonstraram que as 

formas tripomastigotas ingeridas sobrevivem à ação do suco gástrico aderem à camada de mucina, 

principal constituinte da mucosa gástrica, para iniciar a travessia até as células-alvo subjacentes. 

Estudos realizados com deferentes cepas de T. cruzi, que expressam diferentes glicoproteínas de 

superfície (gp82, gp30, gp90), demonstraram diferenças na capacidade de invasão pela via oral, 

inclusive com cepas que levam a uma exacerbação da infecção quando camundongos são 

infectados por via oral (Cortez et al., 2006; Covarrubias et al., 2007; Yoshida et al., 2008).  

 
1.5.5 Diversidade genética de T. cruzi   

 

 A tripanossomíase americana é uma zoonose causada pelo T. cruzi, parasita comum de 

mamíferos silvestres, com mais de 180 espécies já descritas infectadas, principalmente das Ordens 

Didelphimorpha, Rodentia, Primata e Xenarthra (Miles et al., 1979; 2003).  

Casos de infecção humana são encontrados em áreas bastante povoadas desde o México 

até o Sul da América do Sul. Entretanto, como enzootia, a tripanossomíase americana é mais 

amplamente distribuída do que a infecção humana, ocorrendo nos mais diversos ecótopos: altiplanos 

andinos; florestas Amazônica e Atlântica; cerrado; caatinga, etc. O ciclo silvestre do T. cruzi estende-
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se do Sul dos USA até o Sul da Argentina na Patagonia (Miles et al., 2003; Coura et al., 2002; Aguilar 

et al. 2007, Coura, 2007).  

T. cruzi compreende populações altamente heterogêneas de parasitas, que diferem em 

características morfológicas, biológicas (comportamento em vertebrados e triatomíneos), patológicas 

(virulência, mortalidade, tropismo celular, etc), clínicas (formas cardíaca e digestiva, com e sem 

megasíndromes), imunológicas e bioquímicas (Teixeira et al., 2006; Coura et al., 2007).  

As populações de T. cruzi são também altamente heterogêneas geneticamente. Apesar do 

polimorfismo genético intraespecífico, diversos marcadores e metodologias permitem o agrupamento 

de isolados de T. cruzi em 2-3 linhagens principais. Análises de padrões de isoenzimas foram as 

primeiras a revelar três grupos de isolados que foram classificados como zimodemas Z1, Z2 e Z3 

(Miles et al., 1977; 1978). Posteriormente, esses grupos foram corroborados por marcadores 

baseados em seqüências dos genes ribossômicos e de mini-exon (spliced leader), revelando duas 

linhagens principais, T. cruzi I (TCI) e T. cruzi II (TC2) (Figura 3), que correspondem respectivamente 

aos zimodemas Z1 e Z2, e indicaram a existência de linhagens híbridas (TC1/2) (Souto et al., 1996; 

Zingales et al., 1998; Anônimo, 1999). Essas duas linhagens não acomodaram Z3 que foi, 

posteriormente, também foi definido com marcadores do gene de mini-exon (Fernandes et al., 1998).   
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Figura 3. Nomenclatura de Trypanosoma cruzi de acordo com os diferentes autores.



 46

Estudos realizados com outros marcadores moleculares, incluindo padrões de RAPD (Brisse 

et al., 2000a,b), seqüências do gene SSUrDNA (Brisse et al., 2001) e análises de um grande número 

de loci de isoenzimas (Breniere et al., 2003) agruparam Z3 com TCII e sugeriram uma grande 

heterogeneidade da linhagem TCII, que foi subvidida em 5 linhagens (TCIIa-e): TCIIb e TCIIe 

(ambiente antroponótico do Brasil, Chile, Bolívia, Argentina); TCIId (ambiente antroponótico do Chile e 

Bolívia), TCIIa (ambiente silvestre, principalmente na Amazônia e TCIIc (ambiente silvestre da 

Amazonia, Nordeste do Brasil, Paraguai e Argentina) (Barrett et al., 1980; Miles et al., 1981a; Povoa 

et al., 1984; Gaunt e MIles, 2000; Yeo et al., 2005; Fernandes et al., 1998a,b; Zingales et al., 1999; 

Freitas et al., 2006; Ceballos et al., 2006; Cardinal et al., 2008). As linhagens TCIIa e TCIIc 

correspondem, respectivamente, aos subgrupos Z3B e Z3A, baseados em polimorfismo de ITS rDNA 

(Mendonça et al., 2002) (Figura 3). O agrupamento de isolados de T. cruzi nessas linhagens tem sido 

confirmado com análises de outros genes nucleares e mitocondriais (Brisse et al., 2003; Sturm et al., 

2003; Westenberger et al., 2005, 2006; Freitas et al., 2006), Cariotipagem (Henriksson et al., 2002; 

Brisse et al., 2003; Pedroso et al., 2003, 2007; Branche et al., 2006), polimorfismo de loci de 

microssatélite (Machado e Ayala, 2001; Freitas et al., 2006) etc. 

Os métodos moleculares de genotipagem tradicionalmente utilizados não podem, 

isoladamente, identificar todas as seis linhagens de T. cruzi. O método mais utilizado, baseado no 

gene de mini-exon (Fernandes et al., 2001) apenas distingue TCI, TCIIb e Z3. O método baseado no 

gene 24Sa rRNA (Souto et al., 1996) distingüe TCI, TCIIb, TCIIa e para as linhagens híbridas (TCIId-

e) resulta em dois fragmentos de tamanhos correspondentes às linhagens TCI e TCIIb. O método 

proposto por Brisse et al. (2001) utiliza os dois marcadores já descritos, mini-exon e 24Sa rRNA, que 

segregam cinco linhagens, exceto TCIIb e TCIIe, contudo agrega um outro marcador ribossômico, 

baseado no gene SSU rRNA possibilitando, assim, a diferenciação dessas duas linhagens. 

Existem inúmeros estudos epidemiológicos e de estrutura populacional de isolados de T. 

cruzi, a maioria focada em isolados humanos e de triatomíneos e realizada em áreas endêmicas para 

Doença de Chagas das Américas Central e do Sul. Esses estudos indicaram que a estrutura 

populacional de T. cruzi é predominantemente clonal, sugerindo que eventos de recombinação são 

raros na natureza (Tibayrenc et al., 1993), apesar da existência de processos sexuais complexos em 

T. cruzi (Gaunt et al., 2003). A existência de linhagens híbridas naturais, que também se propagam de 

forma clonal, tem sido observada por: a) polimorfismo de microssatélites (Oliveira et al., 1998; 
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Machado e Ayala, 2001; Freitas et al., 2006); diferentes tipos de cistrons de rRNA (Stolf et al., 2003); 

cariotipagem (Brisse et al., 2003; Pedroso et al., 2003), etc. 

Análises baseadas em um grande número de loci de MLEE sugeriram que as linhagens TCIId 

e TCIIe (heterozigóticas) são híbridos de TCIIb e TCIIc (Machado e Ayala, 2001; Sturm et al., 2003; 

Brisse et al., 2003; Westenberger et al., 2005, 2006). Filogenias incongruentes baseadas em genes 

nucleares e mitocôndriais sugeriram que TCIIa e TCIIc também teriam uma origem híbrida seguida da 

perda de heterozigosidade e que, exceto TCI e TCIIb, as linhagens de T. cruzi devem ser produtos de 

mais de um evento de hibridização (Sturm et al., 2003; Westenberger et al., 2005). Recentemente, 

análises de microssatélites e do gene citocromo oxidase II sugeriram que TCIIc seria uma terceira 

linhagem ancestral (TCIII), juntamente com TCI e TCII, e discordaram da origem híbrida de TCIIc. 

Esse estudo analisou apenas um isolado de TCIIa (CanIII), que não pode ser acomodado em 

nenhuma das três linhagens (Freitas et al., 2006).  

A maioria dos isolados humanos de áreas endêmicas do Cone Sul da América do Sul (Chile, 

Argentina, Bolívia, Uruguai, Paraguai e Brasil - exceto Amazônia) foi genotipada como TCIIb, IId e IIe. 

Essas linhagens são domésticas e peridomésticas, transmitidas por triatomíneos domiciliados, 

principalmente T. infestans (Zingales et al., 1999; Breniere et al., 1998; Solari et al., 2001; Barnabé et 

al., 2001; Diosque et al., 2003; Virreira et al., 2006; Freitas et al., 2006; Lages-Silva et al., 2006; 

Valadares et al., 2008). 

As populações de TCI ocorrem principalmente no ciclo silvestre, com ampla distribuição na 

América Latina (Miles et al., 2003). Essa linhagem não foi, até o momento, dividida em sublinhagens. 

Entretanto, estudos recentes baseados em marcadores bastantes polimórficos (principalmente região 

intergênica do gene de mini-exon) demonstraram uma grande homogeneidade entre isolados de 

mesma região geográfica e um significativo polimorfismo entre isolados de regiões geográficas 

diferentes (Salazar et al., 2006; O’ Connor et al., 2007, Herrera et al., 2007).  

Enquanto TCI é raramente encontrada em humanos nos países do Cone Sul, é a única, ou a 

mais freqüente, tanto em humanos quanto em animais silvestres, na América Central (do México ao 

Panamá) e no Noroeste da América do Sul (Venezuela e Colômbia). Nestes países, essa linhagem é 

transmitida ao homem em um ciclo doméstico que geralmente se justapõe ao ciclo silvestre porque R. 

prolixus, que é o principal vetor, pode ser domiciliado e silvestre (Miles et al., 1981a,b, 2003) 

Diferente das demais linhagens, TCIIc e TCIIa possuem um ciclo de transmissão quase que 

exclusivamente silvestre. Estas duas linhagens são genotipadas como Z3 devido ao padrão idêntico 
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gerado pela genotipagem do gene de mini-exon (Fernandes et al., 1998, 2001; Lisboa et al., 2004, 

2008, Herrera et al., 2007, Santos-Mallet et al., 2008) ou classificadas como Z3B (TCIIa) e Z3A 

(TCIIc) (Mendonça et al., 2002). A linhagem TCIIc, no ciclo silvestre, possui ampla distribuição 

geográfica, ocorrendo na Colômbia, Argentina, Paraguai e no Brasil. No entanto, apenas casos 

isolados foram relatados em humanos até o momento, na Amazônia (Estados do Amazonas e Pará) e 

no Sudeste (Minas Gerais) do Brasil (Miles et al., 1981a; Freitas et al., 2006). TCIIc foi proposto como 

a terceira grande linhagem que, junto com TCI e TCIIb, formariam as linhagens ancestrais de T. cruzi 

(Freitas et al., 2006). 

Todos os estudos demonstram uma forte associação da linhagem TCIIc com tatus e ecótopo 

terrestre. Esta linhagem, além de tatus, foi encontrada em didelfídeos terrestres do gênero 

Monodelphis no Norte e Nordeste do Brasil e no Paraguai (Barrett et al., 1980; Miles et al., 1981a; 

Povoa et al., 1984; Gaunt e Miles, 2000; Fernandes et al., 2001; Yeo et al., 2005). Na Argentina foi 

descrito em Cangambás, um carnívoro terrestre que vive em tocas (Ceballos et al., 2006; Cardinal et 

al., 2008). Cães domésticos também foram encontrados infectados por TCIIc no Paraguai (Barnabé et 

al., 2001) e Argentina (Cardinal et al., 2008). Triatomíneos das espécies Panstrongylus geniculatus e 

Triatoma infestans, ambas de hábitos terrestres, são os vetores associados a TCIIc (Barrett et al., 

1980; Miles et al., 1981a; Yeo et al., 2005; Cardinal et al., 2008). Casos humanos associados à 

linhagem Z3 foram inicialmente descritos na região Amazônica (Coura et al., 2000; Aguilar et al., 

2007). 

 Isolados humanos de Minas Gerais, região endêmica no Brasil onde predomina TCIIb e 

casos graves de Doença de Chagas, foram identificados como linhagem TCIIc (TCIII), sugerindo que 

a utilização de novos marcadores capazes de separar as linhadens TCIIa e TCIIc poderá revelar mais 

isolados humanos e aumentar a distribuição geográfica dessas linhagens  (Freitas et al., 2006).  

Os hospedeiros mamíferos naturais da linhagem TCIIa são praticamente desconhecidos. 

Essa linhagem foi previamente descrita em tatus e marsupiais do gênero Monodelphis, porém, esses 

dados são baseados em zimodemas (Miles et al., 1981a) e nunca foram confirmados por marcadores 

moleculares. Os isolados confirmados são de R. brethesi da região Amazônica (Mendonça et al., 

2002). TCIIa também tem sido descrito em guaxinins, macacos e cães domésticos da América do 

Norte (Barnabé et al., 2001; Roellig et al., 2008). Portanto não há uma associação clara entre os 

isolados de TCIIa, seus hospedeiros e ecótopos. 
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1.5.6 História evolutiva do T. cruzi 

 

Diferentes hipóteses foram também formuladas a fim de explicar a evolução intraespecífica 

de T. cruzi. Os estudos iniciais baseados em zimodemas sugeriram uma associação de TCI e 

Didelphis, enquanto a linhagem TCII estaria associada com animais terrestres (Miles et al., 1981a; 

Povoa et al., 1984; Gaunt e Miles, 2000). Diversos estudos sugerem que a linhagem TCI é nativa da 

América do Sul e está associada com marsupiais desde o final do Cretáceo (65 MYA), quando esse 

continente era uma ilha (Miles et al., 1981a; Briones et al. 1999; Kawashita et al., 2001; Gaunt e 

Miles, 2000). De acordo com alguns autores, as linhagens TCI e TCII devem ter divergido quando 

uma população ancestral de T. cruzi (TCI) parasita de um marsupial passou a infectar xenartros (mais 

antigos placentários da América do Sul) e que isso pode ter ocorrido quando esses animais eram os 

únicos na América do Sul (Gaunt e Miles, 2000).  

Outra hipótese sugere que a linhagem TCIIb teria surgido no Plioceno (5 MYA), após a 

conexão com a América do Norte e a introdução de mamíferos placentários na Américas Central e do 

Sul, ou no Oligoceno (38 MYA) em associação com roedores e primatas (Briones et al., 1999; 

Kawashita et al.; 2001). Estudos recentes sugerem que os primatas neotropicais, que provavelmente 

entraram nas Américas vindos da África, estão naturalmente associados com TCI na Amazônia e 

Mata Atlântica. Os casos de macacos infectados com TCII podem ter sido acidentais, causados pela 

infecção em cativeiro de micos leão-dourado que foram re-introduzidos na Mata Atlântica (Yeo et al., 

2005; Lisboa et al., 2006). Os caviomorfos aparentemente chegaram as Américas na mesma época 

que os primatas e são, provavelmente, os mais antigos roedores hospedeiros de T. cruzi. Porém, 

também esses animais têm sido associados com TCI e somente quando capturados no peridomicílio 

de região endêmica da Doença de Chagas foram encontrados infectados por TCII (Herrera et al., 

2004). Isolados silvestres de T. cruzi dos USA (tatu, gambá e guaxinim) foram tipados como TCI ou 

Z3, mas nunca como TCIIb (Brisse et al., 2001; Barnabé et al., 2001; Roellig et al., 2008a).  

Além da associação preferencial com mamíferos, os ecótopos dos triatomíneos vetores e a 

associação destes com determinados mamíferos foram empregados a fim de sugerir histórias 

evolutivas para as linhagens de T. cruzi. O principal hospedeiro silvestre de TCI é o gambá Didelphis 

marsupialis que habita os ecótopos arbóreo e terrestre. Essa linhagem é transmitida por Rhodnius 

spp., que habitam somente ecótopos arbóreos, especialmente palmeiras. Apesar de associado 

preferencialmente a Didelphis, TCI tem sido descrito em outras espécies de marsupiais, roedores, 
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primatas (Miles et al., 1981; Povoa et al., 1984; Herrera et al., 2005; 2008; Lisboa et al., 2004; 2006). 

TCIIb, TCIIc e TCIId estão associadas a Triatoma infestans, que tem hábito terrestre, e ao ambiente 

doméstico (homem e animais domésticos e do peridomícilo). Z3 foi associado com triatomíneos do 

gênero Panstrongylus (que habitam buracos e fendas de rochas) e principalmente com tatus, mas 

também foi encontrado em didelfídeos do gênero Monodelphis, todos animais de hábitos terrestres 

(Barrett et al., 1980; Miles et al., 1981; Gaunt e Miles, 2000; Yeo et al., 2005).  

A associação de T. cruzi e marsupiais parecer se bastante antiga, anterior a separação da 

Antártica e Austrália (~65 ma) (Stevens et al., 1999; 2001), indicando que esse parasita já infectava 

marsupiais nas Américas muito antes do aparecimento dos hemípteros vetores. Estudos realizados 

por Deane et al. (1984) fornecem uma possível explicação para esse cenário, demonstrando a 

existência de um ciclo equivalente ao que ocorre no vetor nas glândulas anais de gambás (D. 

marsupialis). Estudos posteriores também demonstraram a presença de T. cruzi nas glândulas anais 

de D. marsupialis e D. albiventris naturalmente infectados (Steindel e Pinto, 1988; Fernandes et al., 

1989, 1991). 

Esses dados lavaram a hipótese da existência de tripanossomatídeos ancestrais associados 

com didelfídeos existentes no supercontinente sul há cerca de 65 ma (Stevens et al., 1999, 2001). 

Com a separação da América do Sul e Antártica (~40 ma) e as dispersão dos didelfídeos, esses 

tripanossomatídeos podem ter sido transmitidos diretamente entre os gambás através da secreção da 

glândula anal. No Pleistoceno (2,5 ma) os gambás, tatús, roedores cricetídeos e aves são comuns em 

toda a América do Sul, e os ninhos e abrigos destes animais devem ter sido atrativos para uma 

diversidade de reduvídeos predadores, que se tornaram hematófagos facultativos e, posteriormente, 

obrigatórios (triatomíneos), que foram responsáveis pela propagação dos tripanossomas a novos 

hospedeiros. Nas aves o T. cruzi não sobrevivem devido à lise mediada pelo complemento 

(Kierszenbaum et al., 1976), mas em roedores, tatús e morcegos sobrevive e sofreu pressões 

seletivas que levaram ao aparecimento das diversas linhagens de T. cruzi.  

 

1.5.7 Doença de Chagas 

 

Tripanossomíase Americana, ou Doença de Chagas no homem, é o nome dado à infecção 

por T. cruzi. Estimava-se que existam 16 milhões de pessoas infectadas e que 70 a 90 milhões 

viviam sob risco de contaminação. Atualmente, com o controle da transmissão vetorial, esse número 
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foi estimado em ~9 milhões, ainda constituindo assim um grande problema de saúde pública (Dias, 

2006; Schofield et al., 2006; Coura, 2007; Dias et al., 2008).  

A Doença de Chagas, de acordo com estudos realizados em múmias, se estabeleceu com 

os primeiros humanos nas Américas, há cerca de 9000 anos, como sugerido pelo encontro de T. 

cruzi em múmias de ameríndios no Chile e Peru próximos ao deserto do Atacama (Aufderheide et 

al., 2004). Recentemente múmias de Minas Gerais foram encontradas positivas e infectadas com a 

linhagem TCI (Fernandes et al., 2008). A associação das diferentes formas clínicas da Doença de 

Chagas com origem geográfica é bem conhecida. A maioria dos isolados de pacientes com 

manifestações severas (miocardites e megasíndromes), que são provenientes de áreas endêmicas 

do Cone Sul da América do Sul (Chile, Argentina, Bolívia, Uruguai, Paraguai e Brasil - exceto 

Amazônia), foi genotipada como TCIIb, TCIId e TCIIe, linhagens domésticas e peridomésticas 

transmitidas por triatomíneos domiciliados. 

 Duas teorias tentam explicar a patogênese das lesões na Doença de Chagas. A teoria da 

autoimunidade, que justifica a destruição de células na ausência de parasitas, e da persistência do 

parasita postula que as lesões são geradas pela ruptura das células parasitadas e subseqüente 

processo de inflamação. Esses dois mecanismos parecem ser importantes na patologia da Doença 

de Chagas (Bilate e Cunha-Neto, 2008).  

 A Doença de Chagas pode ser dividida em fases aguda e crônica. A fase aguda pode ser 

assintomática, cerca de 95% dos casos, ou sintomática com manifestações clínicas leves como 

febre, sonolência, fadiga muscular, diarréia, edema e taquicardia, com remissão espontânea dos 

sintomas. Essa fase raramente é letal, apenas quando ocorre severas miocardite e 

meningoencefalite. A fase crônica, que pode ser totalmente assintomática, pode levar ao 

desenvolvimento de doença sintomática. Em 94,5% dos casos os sintomas são cardíacos e, em 

4,5% dos casos, ocorrem mega-síndromes do aparelho digestório, ambas relacionadas a lesões no 

sistema nervoso simpático e parassimpático (Teixeira et al., 2007).  

A maioria dos pacientes com manifestações severas, miocardites e mega-síndromes, vivem 

em áreas endêmicas do Cone Sul da América do Sul (Chile, Argentina, Bolívia, Uruguai, Paraguai e 

Brasil - exceto Amazônia). Os isolados desses pacientes tem sido genotipados, na sua grande 

maioria, como TCIIb (em todos os países) ou TCIId e TCIIe (principalmente na Bolívia e Paraguai). 

Devido a predominância da linhagem TCIIb em pacientes com formas graves, incluindo mega-

síndromes, nessas regiões essa linhagem foi proposta como a única capaz de causar doença (Di 
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Noia et al., 2002). Entretanto, apesar da ausência de mega-síndromes, pacientes chagásicos 

infectados com TCI podem apresentar formas clínicas severas. São preocupantes as taxas de 

mortalidade na fase aguda, na Venezuela (Miles et al., 1981b; Ãnez et al., 2004), México (Salazar et 

al., 2007) e Panamá (Sousa et al., 2006). No Brasil, essa linhagem tem sido associada com infecção 

em áreas rurais e com a maioria dos casos agudos na Amazônia (Coura et al., 2000; Aguilar et al., 

2007). Nessa região, a doença aguda apresenta sintomas muito variáveis e pode ser muito grave e 

fatal se não tratada rapidamente (Pinto et al., 2004; Xavier et al., 2006). Recentemente, foi 

demonstrada a presença de TCI em casos com forma cerebral da Doença de Chagas em pacientes 

com HIV na Colômbia (Burgos et al., 2005) e, no Brasil, em pacientes infectados por TCII (Lages-

Silva et al., 2001).  

A maioria dos isolados de pacientes com megacolon da Bolívia foi genotipada como TCIId, 

com raros os casos associados a TCIIb (Virreira et al., 2006). No Brasil, casos de megacolon foram 

associados a Z2 e TCII (Luquetti et al., 1986; Lauria-Pires et al., 1996; Freitas et al., 2005; Lages-

Silva et al., 2006).   

As formas clínicas de pacientes infectados com Z3 são pouco conhecidas. Na Amazônia, 

apenas casos assintomáticos foram comprovados. Casos de doença crônica com forma cardíaca-

digestiva associados à Z3 foram descritos no Equador (Garzon et al., 2002).  

A característica comum dos casos de infecção oral é a severidade da doença, com vários 

casos resultando em morte. Nos diversos episódios, foram observadas infecções orais causadas por 

TCI e Z3 na Amazônia, TCI na Paraíba e por TCI e TCII em Santa Catarina (Coura et al., 2002; Pinto 

et al., 2004; Xavier et al., 2006; Aguilar et al., 2007; Steindel et al., 2008). 

A diversidade clínica da Doença de Chagas é ocasionada pela grande complexidade 

populacional, exibindo propriedades biológicas distintas. O desafio atual é correlacionar a 

variabilidade genética do parasita com as patologias causadas pelas diferentes populações. Os 

fatores que influenciam na diversidade clínica ainda não foram esclarecidos, mas é provável que a 

variabilidade genética do parasita e do hospedeiro sejam importantes (Macedo et al., 2004; 

Buscaglia e Di Noia, 2003; Teixeira et al., 2007). Diferentes clones de uma mesma cepa podem 

apresentar tropismo por diferentes tecidos (cardíaco, muscular, plexo mesentérico do esôfago e reto, 

etc) (Morel et al., 1980; Macedo et al., 2004). Vago et al. (2000) demonstrou que diferentes 

populações de T. cruzi podem estar associadas ao coração e esôfago de um único paciente. 
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Diversos marcadores moleculares têm sido investigados a fim permitir associações mais 

claras entre as diferentes manifestações da Doença de Chagas (formas clínicas, infecções 

congênitas, morbidade, etc) e as linhagens de T. cruzi (Virreira et al., 2006; Baptista et al., 2006; 

Burgos et al., 2007; Coura, 2007). Um estudo com pacientes com Doença de Chagas crônica com 

formas assintomática e cardíaca empregando a técnica de microarray mostrou a expressão 

diferencial de genes, apontando para possíveis marcadores moleculares que podem representar um 

avanço na associação entre a genética e a patologia da doença (Baptista et al., 2006).  

Apesar de o Brasil ter sido declarado, em 2006, livre da transmissão doméstica da Doença de 

Chagas, essa condição exige uma eterna vigilância epidemiológica. Outra fonte de preocupação, 

além da colonização da Amazônia como fator de risco a domiciliação de triatomíneos, tem sido a 

possibilidade de substituição dos vetores domésticos por espécies silvestres que estão perdendo 

seus habitats. Devido às dificuldades de tratamento da Doença de Chagas, realizado apenas com 

benzonidazol que induz graves efeitos colaterais sendo útil na fase aguda, porém, pouco eficaz na 

fase crônica, existe um grande número de pessoas infectadas. Portanto, essa doença continua sendo 

um problema muito importante em toda a América Latina (Dias, 2006; Schofield et al., 2006; Coura, 

2007; Dias et al., 2008).  

 

1.6 Genes, seqüências e metodologias empregadas na análise de polimorfismo e de relações 

filogenéticas 

 

1.6.1 Gene ribossômico  

 

Seqüências do gene ribossômico têm sido amplamente utilizadas para inferir relações 

filogenéticas entre os tripanossomatídeos e entre estes e representantes de outras famílias da 

ordem Kinetoplastida e filo Euglenozoa (item 1.2).  

Os genes nucleares de rDNA dos tripanossomatídeos possuem uma estrutura complexa e 

característica, com um dos mais complexos padrões de moléculas maduras de RNA. A estrutura do 

DNA ribossômico (rDNA) compreende uma unidade de repetição composta por unidades de 

transcrição (cistrons ribossômicos) e espaçadores intergênicos (IGS), que se repetem "in tandem" 

mais de 100 vezes no genoma. Estes genes são processados em uma única unidade de transcrição, 

o pré-rRNA, seguido por diversas etapas de processamento originando três moléculas de RNA 
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maduros: 18S (SSU ou subunidade menor), 5.8S e 24S (LSU ou subunidade maior). Nos 

tripanossomatídeos, a seqüência da subunidade 24S é interrompida por um espaçador interno, 

gerando duas moléculas, 24Sα e 24Sβ. As regiões transcritas não conservadas do pré-rRNA 

correpondem aos espaçadores transcritos internos (ITS) e externo (ETS). As unidades de 

transcrição dos genes ribossômicos são alternadas por uma região espaçadora, espaçador 

intergênico (IGS), com tamanho e seqüência altamente variáveis (Sogin et al., 1986; Hernández et 

al., 1990;  Dietrich et al, 1990) (Figura 4). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Os genes de rDNA têm se revelado bons marcadores para inferências de relacionamentos 

filogenéticos porque estão distribuídos universalmente e são funcionalmente equivalentes em todos 

os organismos conhecidos (Sogin et al., 1986). A presença de diversas regiões, transcritas ou não, 

que exibem diferentes graus de variabilidade, acarretam um alto grau de polimorfismo dos cistrons 

ribossômicos e, por este motivo, têm se revelado excelente como ferramenta na identificação e em 

estudos filogenéticos dos tripanossomatídeos. Seqüências da subunidade menor, SSU, têm sido as 

mais utilizadas devido a diversas características, tais como o tamanho, a facilidade de obtenção 

(amplificação por PCR) e a presença de regiões variáveis flanqueadas por regiões conservadas que 

permitem alinhamentos altamente confiáveis. A subunidade SSU dos genes de rDNA de 

tripanossomatideos possui oito regiões universalmente conservadas (U1-U8) e nove regiões 

variáveis (V1-V9) (Hernández et al., 1990). Seqüências de SSU rDNA de diversas espécies e 

isolados do gênero Trypanosoma estão disponíveis em bancos, permitindo inferir o relacionamento 

de novas espécies, linhagens e isolados com as já estudadas.  

Figura  4. Representação esquemática do cistron ribossômico. 
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Os espaçadores IGS são altamente variáveis comparadas com ITS que, por sua vez, são 

muito mais variáveis do que as regiões SSU e LSU.  

Análises de polimorfismo de seqüências ribossômicas têm sido utilizadas na identificação e 

genotipagem de linhagens de T. cruzi. O primeiro marcador padronizado foi baseado na região 24Sa 

da LSU, utilizado como alvo para um método de PCR que distingue as linhagens T. cruzi I e T. cruzi 

II (Souto et al., 1996). Outro ensaio utilizou os genes SSU e LSU rRNA, juntamente com o gene de 

mini-exon na distinção das 6 linhagens de T. cruzi (Brisse et al., 2001). O método baseado no gene 

24S LSU foi padronizado para PCR em tempo real e utilizado na identificação de linhagens de T. 

cruzi diretamente em tecidos de pacientes cronicamente infectados com formas gastrointestinal e 

cardíaca da doença de Chagas (Freitas et al., 2005). 

O gene ITS do rDNA é composto por três regiões, ITS1, 5.8S (que é altamente conservado) 

e ITS2. Os espaçadores ITS1 e ITS2 diferem inter e intra-especificamente, sendo excelentes para 

análises de organismos filogeneticamente próximos, assim como alvos para diagnóstico e como 

marcadores taxonômicos. Análises comparativas de ITS rDNA revelaram variabilidade inter e 

intraespecífica em Leishmania e Endotrypanum (Cupolillo et al., 1995, 2000), T. cruzi (Mendonça et 

al., 2002), T. rangeli (Maia da Silva et al., 2004b), T. theileri (Rodrigues et al., 2006), espécies de 

tripanossomas Africanos (Desquenes et al., 2001; Njiru et al., 2005; Cortez et al., 2006; Rodrigues et 

al., 2008) e tripanossomas de anuros (Ferreira et al., 2007). Linhagens de T. cruzi também foram 

diferenciadas com análises de polimorfismo de restrição e de seqüências de ITS rDNA, que permitiu 

distinguir TCI, TCII, e diferenciar Z3 em Z3A e Z3B (Mendonça et al., 2002; Cuervo et al., 2002; 

Santos et al., 2002).  

 

1.6.2 Gene de mini-exon ou “spliced-leader” 

 
Os genes de mini-exon ou “spliced leader” (SL) participam do mecanismo pós-traducional 

denominado “trans-splicing” responsável pelo processamento que resulta na adição de seqüências 

de 39 nucleotídeos, denominadas “spliced-leader” ou mini-exon, na extremidade 5’ de todos os 

mRNAs maduros dos Kinetoplastida (Agabian, 1990). 

Devido a sua organização composta por regiões com diferentes graus de conservação os 

genes de mini-exon têm sido utilizados com finalidades taxonômicas e para diagnóstico. Cada 

unidade de repetição do gene SL pode ser dividida basicamente em três partes: um exon altamente 

conservado de 39 nucleotídeos; um intron de 50-100 nucleotídeos moderadamente conservado, e 
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uma região intergênica espaçadora que apresenta variações de tamanho e de seqüência entre 

espécies de tripanossomatídeos e linhagens de tripanossomas (Figura 5). Existem cerca de 200 

cópias do gene SL repetidas “in tandem” no genoma dos tripanossomatídeos que são, assim, um 

bom alvo para diagnóstico (Agabian, 1990; Donelson e Zeng, 1990; Davis, 1996). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

A comparação de seqüências do gene SL de diversos tripanossomatídeos revelou regiões 

com diferentes graus de conservação entre gêneros e espécies. Entretanto, essas sequências são 

úteis apenas para inferir graus de relacionamento genético entre espécies muito relacionadas, para 

análise de variabilidade genética e como alvo para diagnóstico de tripanossomatídeos, uma vez que  

são muito variáveis para permitir alinhamentos confiáveis entre organismos de espécies diferentes 

(Fernandes et al.,1998; Serrano et al., 1999b,c; Gibson et al., 2000; Ventura et al., 2001; Maia da 

Silva et al., 2007).  

Seqüências do gene SL vêm sendo utilizadas na identificação de diferentes gêneros da 

família Trypanosomatidae. A heterogeneidade de seqüências de introns e regiões intergênicas do 

gene SL tem sido útil na identificação de espécies de Leishmania (Hassan et al., 1993; Fernandes et 

al., 1994; Harris et al., 1998), Endotrypanum (Fernandes et al., 1993) Crithidia (Fernandes et al., 

1997) e Phytomonas (Teixeira et al., 1996; Serrano et al., 1999 a,b). Estas seqüências também são 

úteis na identificação de tripanossomas africanos (Sturm et al., 1998; Ventura et al., 2001) e 

linhagens de T. rangeli (Maia da Silva et al., 2007). 

A identificação de linhagens de T. cruzi (genotipagem) utilizando métodos de PCR baseados 

em seqüências do gene de mini-exon tem sido amplamente utilizada (Souto et al., 1996; Fernandes 

et al., 1998a, b; Fernandes et al., 1999; Brisse et al., 2001). A utilização de métodos de PCR para 

genotipagem baseados nos genes de mioni-exon e ribossômicos possibilitou a segregação de T. 

Figura  5. Representação esquemática da unidade de repetição do gene “Spliced leader” 
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cruzi em duas grandes linhagens: T. cruzi I e T. cruzi II (Souto et al., 1996). Posteriormente, o 

método baseado em mini-exon for modificado (novos primers) tornando possível a identificação da 

linhagem Z3, além de TCI e TCII (Fernandes et al., 1998), e ainda foi possível segregar isolados de 

T. rangeli com esta metodologia (Fernandes et al., 2001). 

Recentemente, o polimorfismo de seqüências da região do espaçador do gene de SL 

propiciou a segregação dos isolados de T. cruzi genotipados como TCI em três grupos, de acordo 

com origem geográfica e hospedeiro de origem (O´Connor et al., 2007). Com base nessa mesma 

região, isolados de diversas regiões da Colômbia foram separados em quatro haplótipos (Herrera et 

al., 2007).  

 

1.6.3 Genes mitocondriais 

 

 O DNA mitocondrial nos tripanossomatídeos é denominado de DNA do cinetoplasto (kDNA) 

e representa ~20-25% do DNA celular total. Os maxicírculos correspondem ao DNA mitocondrial dos 

eucariotos, codificando as proteínas necessárias para a atividade mitocondrial. Os minicírculos 

codificam as moléculas de RNAs-guias utilizadas na edição de transcritos de maxicírculos (Simpson 

et al., 1987). Os maxicírculos de T. cruzi possuem cerca de 22 kb (Figura 6) (Westenberger et al., 

2006).  

 Uma característica importante no DNA mitocondrial é sua alta taxa de, que se acredita ser 

10 vezes superior a de um gene de cópia única nuclear (Meyer, 1993). A taxa de evolução do DNA  

mitocondrial não é homogênea entre os seus diferentes genes. Alguns genes acumulam mutações 

mais rapidamente, dentre os quais podemos citar os genes codificadores das subunidades da NADH 

desidrogenase, citocromo c oxidase e dos RNAs transportadores, enquanto os genes de citocromo b 

estão entre os mais conservados. A ausência de recombinação e sua alta taxa de evolução, 

heterogênea entre seus genes, fazem com que o DNA mitocondrial seja um excelente marcador 

para taxonomia e estudos filogenéticos (Meyer, 1993).  

O gene citocromo b (Cyb) (~1080 pb) codifica uma proteína transportadora de elétrons 

(ferro-protoporfirina) presente em uma única cópia por maxicírculo (Westenberger et al., 2006). Um 

estudo baseado na região 5’ não-editada desse gene permitiu separar T. rangeli das espécies do 

subgênero Schizotrypanum (T. cruzi, T.c. marinkellei e T. dionisii), confirmou a monofilia de T. cruzi e 

T. c. marinkellei  e segregou os isolados de T. c. marinkellei em dois grupos (Barnabé et al., 2003a). 
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Análises conjuntas de genes nucleares e um gene mitocondrial (citocromo oxidase II) 

revelaram filogenias incongruentes. Porém, as topologias demonstraram a existência de híbridos e 

geraram hipóteses sobre eventos de trocas genéticas. Esse estudo sugeriu baseado em 

divergências de seqüências que a separação das principais linhagens de T. cruzi ocorreu durante o 

Mioceno-Plioceno (3-16 ma) (Machado e Ayala, 2001). A utilização de seqüências do gene Cyb e do 

promotor rRNA de isolados de T. cruzi das 6 linhagens também resultou em filogenias 

incongruentes. As seqüências de CYb e rRNA foram agrupadas em três e quatro linhagens, 

respectivamente (Brisse et al., 2003).  

A comparação de seqüências de três genes mitocondriais, Cyb, citocromo oxidase II e 

NADH desidrogenase, permitiu separar os isolados de T. cruzi em três grupos TCI, TCII e TCIII. 

Esse último grupo compreende os isolados da linhagem TCIIc  (Freitas et al., 2006). Análises de 

genes nucleares e mitocondriais (COII and ND1) também demonstraram trocas genéticas entre 

linhagens divergentes de TCII, assim como polimorfismo da linhagem TCI entre isolados da América 

do Sul. Entretanto, trocas geneticas não foram observadas entre populações de TCI das Américas 

Central e do Sul (Iwagami et al., 2007). Isolados chilenos de T. cruzi foram incluídos junto com 

outros isolados Americanos em filogenias baseadas em seqüências de Cyb que diferenciaram 

Figura 6. Representação esquemática do maxicírculo de kDNA com o gene de 

citocromo b (Cyb) em destaque. 
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isolados de TCI,  revelando um genótipo ainda não descrito, associado com roedores caviomorfos e 

designado DTU Ib (Spotorno et al., 2008). 

O estudo comparativo (microarray) de isolados de T. cruzi humanos assimtomáticos e com 

forma cardíaca revelou transcritos expressos diferencialmente entre esses dois grupos de isolados, 

principalmente o do gene ND7 (NADH dehydrogenase subunit 7). A presença de uma deleção nesse 

gene permitiu padronizar um PCR para o diagnóstico diferencial de cepas de T. cruzi (Baptista et al., 

2006). A comparação de sequencias completas de maxicírculos das cepas CL Brener e Esmeraldo 

revelou genes dispostos na mesma ordem que T. brucei e L. tarentolae. Esse estudo revelou a 

existência de seqüências, em regiões não codificadoras, espécie e cepa-específicas, com potencial 

para utilização como marcadores taxonômicos (Westenberger et al., 2006).  

 

1.6.4 DNA do cinetoplasto – kDNA 

 

Os tripanossomatídeos apresentam uma única mitocôndria que contém uma região rica em 

DNA (kDNA) denominada cinetoplasto. O kDNA consiste de moléculas dupla-fita circulares, cada 

organismo contendo de 5.000-10.000 minicírculos e 40-50 maxicírculos, concatenados em uma 

única rede (Simpson, 1987; Stuart e Feagin, 1992). Os minicírculos dos tripanossomatídeos são 

extremamente heterogêneos no tamanho e na seqüência, exceto pela presença de uma região 

conservada composta por três blocos (CSBs1, 2 e 3). O bloco CSB-3 consiste de uma região de 12 

nucleotídeos, praticamente invariável nos tripanossomatídeos (“Universal minicircle sequence”), que 

corresponde à origem de replicação dos minicírculos, e T. cruzi possui 4 cópias (Degrave et al., 

1988).  

Interespecificamente os minicírculos diferem em tamanho e seqüência. Intraespecificamente, 

estas moléculas diferem na seqüência, mas são homogêneas em tamanho e sempre hibridizam 

cruzadamente. Os padrões de digestão de kDNA por endonucleases de restrição (esquizodemas) 

são característicos de espécies, subespécies, cepas e clones de tripanossomatídeos (Morel e 

Simpson, 1980; Morel et al., 1980). Devido ao grande número de cópias (~104)  e ao polimorfismo 

entre espécies e isolados, minicírculos de kDNA são excelentes alvos para diagnóstico por PCR. 

Os padrões de digestão de minicirculos de kDNA por enzimas de restrição (esquizodemas) 

são característicos de isolados de T. cruzi (Morel et al., 1986; Torres et al., 2004). Amplificação por 

PCR de minicírculos de KDNA resulta nos métodos de diagnósticos mais sensíveis para T. cruzi 
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(Sturm et al., 1989; Ávila et al., 1990, 1993; Wincker et al., 1994; Junqueira et al., 1996; Gomes et 

al., 1999; Rozas et al., 2005; Burgos et al., 2005; Zulantay et al., 2007; Silva Manoel-Caetano et al., 

2008; Brito et al., 2008). 

A homogeneidade de tamanho destas moléculas entre isolados de T. cruzi facilita o 

diagnóstico (Wincker et al., 1994; Junqueira et al., 1996; Gomes et al., 1999; Lane et al., 2003; 

Virreira et al., 2003; Elias et al., 2003; Junqueira et al., 2005), além de permitir separar esta espécie 

de T. rangeli  (Vallejo et al., 1999).  

A técnica de PCR baseada em seqüências de kDNA em baixa estringência com um único 

“primer” (“low stringency single specific primer LSSP-PCR”) é muito sensível na detecção de 

polimorfismos. Diversos isolados analisados com essa técnica revelaram altos graus de polimorfismo 

intraespecíficos, inclusive entre isolados TCI de uma mesma  região geográfica (Brito et al., 2008; 

Salazar et al., 2006). Análise de polimorfismo de restrição de uma DNA empregada na comparação 

de isolados de casos congênitos revelou padrões idênticos para isolados das mães e filhos (Burgos 

et al., 2007). 

 
1.6.5 Random Amplification of Polymorphic DNA” (RAPD) 

 

Este método tem sido amplamente utilizado no estudo de variabilidade genética entre 

organismos muito relacionados, permitindo a identificação e análise de polimorfismo entre 

tripanossomatídeos através de perfis de fragmentos amplificados por PCR (“fingerprints”). Outra 

aplicação deste método tem sido o isolamento de seqüências a partir da identificação de fragmentos 

sinapomórficos para fins diagnósticos e taxonômicos (Oury et al., 1997, Ventura et al., 2000; 

Rodrigues et al., 2003). 

A técnica de RAPD baseia-se na amplificação de fragmentos de seqüências polimórficas de 

DNA utilizando-se, como “primers”, oligonucleotídeos de 8-10 nucleotídeos escolhidos 

arbitrariamente. Esta metodologia tem permitido detecção de polimorfismo genético entre 

tripanossomatídeos muito próximos filogeneticamente, sendo utilizada para inferir relações 

filogenéticas entre subespécies de Leishmania (Noyes et al., 1997; Schönian et al., 2000; Zemanova 

et al., 2004), espécies de tripanossomas africanos (Ventura et al., 2001; Lun et al., 2004), isolados 

de T. theileri (Rodrigues et al., 2003) e linhagens de T. rangeli (Steindel et al., 1994; Maia da Silva et 

al., 2004a).  
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Análises com diversos isolados de T. cruzi pela técnica de RAPD possibilitou a separação 

nas principais linhagens TCI e TCII (Steidel et al., 1993; Brisse et al., 1998; Gomes et al., 1998; 

Zalloum et al., 2005; Pacheco et al., 2005). Esse método não permitiu detectar perfis distintos de 

RAPD relacionados a diferentes formas clínicas da Doença de Chagas (Dávila et al., 2006).  

Em um estudo abrangente baseado na análise de 83 isolados de T. cruzi por RAPD foram 

identificadas e seqüenciadas fragmentos de DNA que serviram como alvos para o desenho de três 

pares primers (SCARS). A combinação dos perfís de RAPD gerados com esses primers resultou em 

padrões distintos para cada uma das 6 linhagens de T. cruzi, portanto, com uma total concordância 

com resultados baseados em diversos outros marcadores (Brisse et al., 2000). 

 

1.6.6 Microssatélites 

 

 As seqüências repetitivas representam cerca de 44% do genoma nuclear e podem aparecer 

agrupadas ou dispersas no genoma do T. cruzi, a maioria das seqüências repetitivas não é 

codificadora (Silveira, 2000). Muitas seqüências repetitivas estão organizadas em tandem (micro e 

minissatélites). Os microssatélites são seqüências pequenas de DNA (~ 6 nucleotídeos) com 

elevado grau de polimorfismo do número de repetições em um dado lócus. Por esse motivo, os 

microssatélites são extremamente úteis em estudos filogenéticos, taxonômicos e genéticos 

(Requena, 1996).  

 A análise de microssatélites de 53 populações monoclonais de T. cruzi demonstrou um 

grande polimorfismo genético e confirmou a divisão dos isolados em duas grandes linhagens 

(Macedo et al., 2001). Análises de loci de microssatélites permitiram checar se um isolado de T. 

cruzi representa uma população monoclonal ou multiclonal. A utilização desta técnica demonstrou 

que a porcentagem de populações multiclonais diminui progressivamente quando são comparados 

isolados do ciclo silvestre com isolados de casos humanos, confirmando a hipótese de que a 

infecção no homem seleciona populações do parasita (Oliveira et al., 1998, 1999; Macedo et al., 

2001). 

 Estudo realizado por análises de microssatélites com um grande número de isolados de 

diferentes hospedeiros, demonstrou a existência de um terceiro grupo filogenético de T. cruzi, 

denominado TCIII, composto por isolados tipados como TCIIc e alguns isolados humanos de região 

endêmica (Minas Gerais) (Freitas et al., 2006). Recentemente, a utilização de novos loci de 
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microssatétiles permitiu detectar e diferenciar cepas T. cruzi diretamente em amostras clínicas, 

incluindo coração, sangue, líquor e tecidos da pele de pacientes em fases aguda e crônica da 

doença de Chagas (Valadares et al., 2008). 

 

1.6.7 Cariotipagem molecular (PFGE) 

 

A análise do cariótipo de tripanossomatídeos, por padrões de cromossomos separados por 

eletroforese de campo pulsado (PFGE), também tem sido empregada com finalidades taxonômicas 

para espécies, subespécies e cepas. Estes organismos não condensam seus cromossomos e, 

assim, não podem ser analisados pelos métodos tradicionais de cariotipagem. Este método separa 

os cromossomos gerando perfis de bandas de acordo com o tamanho e número de cromossomos 

(Van der Ploeg et al., 1984).  

Os padrões gerados com esta metodologia revelaram uma acentuada heterogeneidade de 

número e tamanho de cromossomos entre espécies de Trypanosoma. As espécies do grupo T. 

brucei apresenta cromossomos divididos em 3 classes: minicromossomos (50 a 150 Kb), 

cromossomos intermediários (200 a 900 Kb) e megacromossomos (1 a 6 Mb) (van der Ploeg et al., 

1984; Dickin e Gibson, 1989). Os cariótipos de T. cruzi revelaram cerca de 20 a 25 bandas 

cromossômicas, com tamanhos em torno de 300 Kb a 2 Mb, e um grande polimorfismo no tamanho 

dos cromossomos de diferentes cepas e clones (Engman et al., 1987; Wagner e So, 1990; Cano et 

al., 1995). Padrões gerados por PFGE com subseqüente hibridização realizado em nove isolados de 

T. cruzi das principais linhagens, TCI e TCII, apresentaram um número variável de bandas 

cromossômicas (17-22) compreendidas entre 0,4 e 3,3 Mpb (Vargas et al., 2004).  

Nos diferentes isolados de T. cruzi são observados polimorfismos de tamanho 

cromossômico, bem como em clones de um mesmo isolado, apesar deste polimorfismo são raros 

grandes rearranjos cromossomais.. Estudo realizado com 26 isolados de T. cruzi resultou em um 

alto grau de polimorfismo e os caracteres cromossômicos são importantes em análises evolutivas. 

Além disso foi demonstrada uma correlação entre os padrões cromossômicos e de  isoenzimas 

(Henriksson et al., 2002). Análises do tamanho de cromossomos homólogos indicaram a origem das 

linhagens TCIId e TCIIe através de hibridizações entre as linhagens TCIIb e TCIIc (Brisse et al., 

2003). Outro estudo revelou que populações híbridas possuem diferenças nos tamanhos dos 

cromossomos homólogos em comparação as linhagens não-híbridas, demonstrando a importância 
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dos  cromossomos na identificação de grupos evolutivos principalmente as linhagens híbridas 

(Pedroso et al., 2002) 

T. cruzi IIe CL Berner (cepa de referência do projeto genoma) e duas cepas T. cruzi I (Sylvio 

X10/7 e CAI/72 foram utilizados em um estudo comparativo de seus cariótipos. Grandes diferenças 

de tamanho em cromossomos homólogos foram observados, indicando grandes arranjos 

cromossômicos (Branche et al., 2006). Outro estudo recente, demonstra através de uma análise 

numérica dos padrões cromossômicos que o grupo Z3B (TCIIa) forma um outro grupo distinto as 

demais linhagens (Pedroso et al., 2007).  
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