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Resumo 

 

Os triatomíneos são insetos primitivamente silvestres, onde vivem associados a 

ninhos de roedores, aves e marsupiais. Além da espoliação sanguínea que causam, os 

triatomíneos podem transmitir protozoários como o Trypanosoma cruzi e o Trypanosma 

rangeli. O T. rangeli não causa doença ao homem, mas pode produzir diversos efeitos 

patogênicos ao inseto vetor. Pouco se sabe sobre o desenvolvimento do T. rangeli no 

hospedeiro vertebrado, uma vez que a infectividade é baixa e os parasitos tendem a 

desaparecer da circulação. A transmissão do parasito ocorre durante a picada do inseto, 

mas ainda não são conhecidos os mecanismos pelos quais os insetos adquirem a 

infecção a partir de um número tão pequeno de parasitos circulantes no hospedeiro 

vertebrado. No presente trabalho, inicialmente foi avaliada a possibilidade de 

transmissão do T. rangeli entre insetos através do comportamento de hemolinfagia e 

durante a alimentação em hospedeiro vertebrado não infectado. Os resultados 

mostraram que não houve motivação para realização do comportamento de 

hemolinfagia durante os dez minutos avaliados e nem transmissão do parasito, mesmo 

quando insetos infectados e alimentados foram mantidos juntos com insetos controles e 

em jejum por um período de quinze dias. Entretanto, quando ninfas não infectadas 

foram colocadas para se alimentarem simultaneamente com ninfas infectadas num 

mesmo hospedeiro sadio, apresentaram taxas de infecção superiores a 60%. O número 

de parasitos liberados de ninfas de R. prolixus juntamente com a saliva durante a 

alimentação foi estimado a partir de contagem em câmara de Neubauer e por 

quantificação em qPCR. Apesar de variável entre os insetos, o número médio de 

parasitos nas glândulas salivares foi bastante reduzido após a realização do repasto 

sanguíneo. As taxas de infecção de camundongos que foram expostos à picada de uma 

ninfa infectada foram bastante elevadas, ficando em torno de 90%. A capacidade destes 

camundongos de transmitirem o parasito para ninfas não infectadas também foi elevada, 

mesmo quando as ninfas se alimentaram em animais infectados há mais de 30 dias. A 

manutenção da cepa Choachi por mais de trinta dias em meio LIT diminuiu a 

capacidade dos camundongos em transmitir o parasito para ninfas não infectadas, bem 

como a carga parasitária daquelas que se infectaram. O número de parasitos presentes 

na circulação sanguínea de camundongos bem como o número de parasitos presentes no 

intestino médio anterior de ninfas recém-alimentadas em camundongos infectados não 

foram suficientes para serem detectados através da contagem em câmara de Neubauer. 

Apesar do raro encontro de parasitos circulantes no roedor, as altas taxas de infecção 

encontradas nas ninfas que se alimentaram nesses animais, mesmo naqueles infectados 

há mais tempo, sugerem fortemente a existência de um ciclo de desenvolvimento do T. 

rangeli nesse hospedeiro mamífero. 
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Abstract  
 

Triatomines are insects that live primitively in the wild in association with nests 

of rodents, birds and marsupials. Besides the blood spoliation they cause, triatomines 

can transmit protozoans such as Trypanosoma cruzi and Trypanosoma rangeli. T. 

rangeli does not harm humans, although it might induce many pathogenic effects to the 

insect vector. Little is known about the development of T. rangeli inside their vertebrate 

host, since the infectivity is generally low and parasites tend to disappear from blood 

circulation. Transmission of the parasite occurs during the insect bite, but the 

mechanisms by which the insects acquire the infection from a very small number of 

circulating parasites in the vertebrate host are still unknown. In this work, we initially 

evaluated the possibility of T. rangeli transmission between insects via hemolymphagy 

behavior and during the blood feeding in an uninfected vertebrate host. Our results have 

shown, that during our experiments, the insects did not perform hemolymphagy 

behavior, without any detection of T. rangeli transmission even when infected insects 

were kept together with uninfected ones during a long period of fast. However, when 

uninfected nymphs were simultaneously fed together with infected nymphs in a same 

uninfected host, they presented infection rates higher than 60%. The number of parasites 

released from R. prolixus’ nymphs saliva during feeding was estimated using Neubauer 

chamber counts and qPCR. Although variations were found between insects, the 

average number of parasites in the salivary glands was highly reduced after a blood 

meal. Transmission rates to mice via the bite of infected nymphs were very high, 

reaching around 90%. We also observed a high capacity of these mice in transmiting the 

parasite to other uninfected nymphs even 30 days after they were infected.  A Choachi 

strain maintained in LIT culture for a longer period showed a decrease in its capacity of 

being transmitted from infected mice to uninfected nymphs. Furthermore, the parasite 

load of nymphs which did get infected in these experiments was also lower. The number 

of parasites in both the blood of infected mice and in the anterior midgut of recently fed 

nymphs in these animals were not high enough to be detected via Neubauer chamber 

counting. Despite the low parasite load in the blood circulation of mammal host, the 

high infection rates found in nymphs blood fed in these mice, even in those holding 

older infections, strongly suggest the existence of a development cycle of T. rangeli in it 

mammal host. 
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1. INTRODUÇÃO 

 

1.1 Triatomíneos 

 

Os triatomíneos são insetos pertencentes à família Reduviidae, subfamília 

Triatominae, que atualmente abriga 140 espécies reunidas em 15 gêneros (Schofield e 

Galvão, 2009). O desenvolvimento é caracterizado como paurometábulo, dividido nas 

fases de ovo, cinco fases ninfais e a fase adulta (Figura 1, Lent e Wygodzinsky, 1979).   

    

        

 

Figura 1. Ciclo evolutivo do Rhodnius prolixus caracterizado por desenvolvimento do 

tipo paurometábulo (Foto: Marliére NP). 

 

Possuem hábito alimentar hematofágico, sendo necessário realizar repastos 

sanguíneos em vertebrados para completar o seu ciclo evolutivo. Normalmente essa 

alimentação é realizada em aves, pequenos mamíferos terrestres ou arborícolas, 

especialmente em didelfídeos, edentados e roedores (Lent e Wygodzinsky, 1979).   

Além de provocarem espoliação sanguínea em seus hospedeiros, os triatomíneos 

são também vetores de patógenos, dentre eles o Trypanosoma cruzi e o Trypanosoma 

rangeli. Os triatomíneos assumiram importância epidemiológica em 1909, com a 

descoberta do seu papel como vetores do T. cruzi, agente etiológico da doença de 

Chagas (Chagas, 1909). Estima-se que existam por volta de 10 milhões de pessoas 

infectadas pelo T. cruzi e 18 milhões de pessoas expostas à infecção na América Latina 

(WHO, 2012). A capacidade de algumas espécies de triatomíneos de invadir e colonizar 

o peridomícilio e/ou intradomicílio, onde o homem passa a funcionar como fonte 

alimentar, além da circulação do T. cruzi entre o meio silvestre e o meio doméstico são 

decisivos para o estabelecimento da infecção (Coura et al., 2010). Os triatomíneos que 

possuem alta capacidade de domiciliação, que colonizam permanentemente habitações 
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humanas e mantêm altos índices de infecções naturais pelo T. cruzi, são considerados 

como vetores de importância primária na transmissão da doença de Chagas. As 

principais espécies de importância primária na América Latina são o Triatoma 

infestans, o Panstrongylus megistus e o Rhodnius prolixus (Dias e Diotaiuti 1998; 

Noireau et al., 2005). 

Além de se infectarem com o T. cruzi, os triatomíneos, principalmente as 

espécies do gênero Rhodnius (figura 2), podem se infectar com o T. rangeli ou manter 

infecções mistas com os dois parasitos, que podem ser igualmente transmitidas ao 

homem e aos hospedeiros vertebrados (Hudson et al., 1988). 

 

Figura 2. Distribuição geográfica das espécies vetoras do Trypanosoma rangeli nas 

Américas Central e do Sul (Cuba Cuba, 1998).  

 

O gênero Rhodnius é composto por 16 espécies distribuídas em uma ampla faixa 

territorial que se estende da América Central até a América do Sul. São encontrados 

principalmente em palmeiras, onde estão associados a aves e roedores (Abad-Franch e 

Monteiro, 2007). R. prolixus é uma espécie de grande importância dentro do gênero, por 
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ser um dos principais vetores da doença de Chagas na América Central e do Sul. Além 

disso, apresenta alta antropofilia, capacidade de invasão e domiciliação, elevada 

susceptibilidade ao T. cruzi e elevada capacidade reprodutiva, podendo chegar a três 

gerações em um ano (Peñalver, 1959; Gamboa, 1963; Dorn et al., 2001). Sua 

distribuição geográfica é ampla, tendo sido encontrado na Bolívia, Colômbia, Costa 

Rica, El Salvador, Equador, Guatemala, Guiana, Guiana Francesa, Honduras, México, 

Nicarágua, Panamá, Suriname, Trinidad e Venezuela (Galvão et al., 2003). 

 

1.2 Trypanosoma rangeli 

 

O Trypanosoma rangeli é um protozoário hemoflagelado pertencente à ordem 

Kinetoplastida, família Trypanosomatidae e subgênero Herpetosoma (Levine, 1994). A 

classificação taxonômica do T. rangeli até o momento não está concluída, visto que 

estudos moleculares sugerem que a espécie seja classificada em outro subgênero, 

denominado Schizotrypanum (Stevens et al., 1999).   

O protozoário infecta hemípteros hematófagos e mamíferos em países da 

América Central e do Sul (Figura 3).  
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Figura 3. Mapa da América Central e do Sul, mostrando os registros de ocorrência 

comprovada de Trypanosoma rangeli em humanos, triatomíneos ou animais silvestres 

(●) e a distribuição da doença de Chagas humana (sombreado) até 1992, segundo a 

OMS (Grisard et al., 2004). 

 

 

O ciclo de vida do parasito no hospedeiro invertebrado se inicia com a ingestão 

de formas tripomastigotas sanguíneas durante o repasto em vertebrado infectado (Figura 

4). Essas formas ao atingirem o trato intestinal do inseto se diferenciam para formas 

epimastigotas curtas e longas que iniciam a multiplicação e então atravessam o epitélio 

intestinal alcançando a cavidade celomática (D’Alessandro, 1976; Hecker et al., 1990). 

Uma vez na hemocele, os parasitos continuam a se multiplicar e então migram para as 

glândulas salivares onde ocorre a metaciclogênese e a diferenciação para a forma 

infectante tripomastigota metacíclica, que será transmitida para o vertebrado no 

momento da picada (D’Alessandro, 1976; D’Alessandro-Bacigalupo e Saravia, 1992).  

                      

Figura 4. Ciclo evolutivo do Trypanosoma rangeli no inseto vetor, Garcia et al., 2009. 

A primeira etapa do ciclo evolutivo do parasito ocorre no trato intestinal (quadro 1), 

onde as formas ingeridas se diferenciam para formas epimastigotas, que começam a se 

multiplicar e atravessam o epitélio intestinal e alcançam a cavidade celomática. Na 
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hemocele (quadro 2), os parasitos continuam a se dividir e migram para as glândulas 

salivares (quadro 3). Nas glândulas salivares ocorre a metaciclogênese e os parasitos 

serão transmitidos durante a realização do repasto sanguíneo.  

 

 

Apesar de não ser patogênico ao homem, o parasito é capaz de promover uma 

resposta imune humoral com elevados títulos de anticorpos, os quais apresentam uma 

elevada reatividade cruzada com antígenos do T. cruzi, dificultando o diagnóstico 

sorológico da doença de Chagas, especialmente em sua fase crônica (Schotelius, 1987). 

Ao analisar formas epimastigotas de cultura do T. rangeli, Afchain e colaboradores 

(1979) verificaram que este compartilha cerca de 60% de sua constituição antigênica 

solúvel com o T. cruzi, o que explicaria a reatividade sorológica cruzada e os 

consequentes resultados falso-positivos que incorrem em um elevado custo sócio-

econômico. 

 

 

 

1.3 Interação Trypanosoma rangeli – hospedeiro vertebrado  

 

A transmissão do T. rangeli ao hospedeiro mamífero aparentemente ocorre 

através da picada do inseto vetor (D’Alessandro et al., 1992; 1999), uma vez que até o 

momento não existem trabalhos descrevendo a ocorrência de transmissão oral do 

parasito para o hospedeiro vertebrado. Além disso, a contaminação por fezes de 

triatomíneos infectados se mostrou ineficaz em estudos utilizando camundongos como 

hospedeiros mamíferos (Tobie, 1964; D’Alessandro, 1976; Hecker et al., 1990). Pouco 

se sabe a respeito do curso da infecção no hospedeiro vertebrado que tem sido relatado 

em diferentes grupos de mamíferos.  

A infecção humana pelo T. rangeli é caracterizada pela ausência de 

manifestações clínicas, parasitemia de baixos níveis e ausência de formas em divisão 

nos tecidos e no sangue (D’Alessandro et al., 1992). Infecções humanas já foram 

relatadas em mais de sete países da América Central e do Sul compreendendo 1.144 

casos ocorridos na Venezuela (Dias e Torrealba, 1943; Pífano, 1954; D’Alessandro, 

1976), 1.117 na Guatemala (León, 1946; D’Alessandro e Saraiva, 1992), 181 no 

Panamá (Souza, 1966; Saldaña et al., 2005), 121 na Colômbia (Rey e Ucrós, 1939), 61 
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em El Salvador (Zeledón, 1956), 4 na Costa Rica (Montero, 1958), 2 no Peru (Alaya, 

1964) e 6 no Brasil (Lucena e Marques, 1954; Coura et al., 1996; Souza et al., 2008). 

Um estudo realizado com 80 pacientes da Venezuela demonstrou que 44% dos 

pacientes estavam infectados com o T. rangeli, 34% estavam infectados com o T. cruzi 

e 22% mantinham infecções mistas (Pífano, 1954). Uma pesquisa desenvolvida no 

Panamá teve por objetivo verificar a soro-prevalência de infecções ocasionadas pelo T. 

rangeli e pelo T. cruzi em 206 crianças de 3 a 14 anos. Através de diagnósticos 

parasitológicos, sorológicos e moleculares foi observado que 9,7% das crianças estavam 

infectadas com T. rangeli e 2,9% estavam infectadas com o T. cruzi, não tendo sido 

encontradas infecções mistas (Saldaña et al., 2005). 

No Brasil o primeiro caso de rangeliose humana foi descrito em 1954 por 

Lucena e Marques, que relataram um paciente chagásico cardiopata que mantinha 

infecção mista pelo T. cruzi e pelo T. rangeli. Após esse primeiro episódio, outros três 

casos foram relatados em 1996 por Coura e colaboradores em um estudo sobre a 

prevalência de infecções humanas por tripanosomatídeos realizado no estado do 

Amazonas. Souza e colaboradores (2008), estudando pacientes chagásicos crônicos no 

Instituto de Pesquisa e Clínica Evandro Chagas, relataram a presença de dois pacientes 

oriundos do estado da Bahia que apresentaram co-infecção T. cruzi/T. rangeli. 

Com relação à infecção de animais domésticos, Pineda e colaboradores (2011) 

realizaram testes sorológicos e moleculares em 99 cães de duas regiões endêmicas para 

doença de Chagas no interior do Panamá. Os autores encontraram uma positividade de 

16,2% para infecções por tripanosomatídeos, sendo que 5,1% dos cães estavam 

positivos para o T. rangeli e 11,1% para o T. cruzi, além de uma co-infecção T. 

rangeli/T. cruzi.  

Várias espécies de animais foram descritas como sendo reservatórios silvestres 

do T. rangeli e estão distribuídas em cinco ordens: Edentada, Marsupialia, Carnivora, 

Rodentia e Primata (D'Alessandro, 1976; D'Alessandro-Bacigalupo e Gore-Saravia, 

1992; 1999; Cuba, 1998). As principais espécies encontradas infectadas pelo parasito 

foram: Didelphis marsupialis (Deane,  1958; Montero-Gei et al., 1961; Deane, 1964a, 

b; Woo et al., 1970), Metachirops opossum (Deane,  1958), Marmosa alstoni (Montero-

Gei et al., 1961), Philander juscogrisens (Montero-Gei et al., 1961),  Saimiri boliviensis 

(Morales, 1964), Cebus capucinus (Marinkelle 1966; Ziccardi et al., 2000), 

Glossophago saorcina (Marinkelle, 1966), Artibeus lituratus (Marinkelle, 1966) e 

Tamandua tetradactyla  (Walton  et al., 1967).  
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Um levantamento parasitológico ocorrido no Panamá examinou 3.523 macacos 

selvagens e verificou uma maior prevalência de infecções provocadas pelo T. rangeli 

em Saguinus geoffroyi (55,8%) e em Cebus capucinus (12,5%) em comparação com as 

infecções causadas pelo T. cruzi, que apresentaram um percentual de 12,2% em 

S.geoffroyi e 5,0% em C.capucinus (Souza et al., 1974). Outro estudo realizado com 46 

símios provenientes da Amazônia Legal obteve, através de métodos parasitológicos e 

moleculares, 30,4% de animais infectados por T. rangeli, 26% infectados por 

Trypanosoma devei, 8,7% infectados por T. cruzi e 4,3% infectados por Trypanosoma 

minasense (Ziccardi et al., 2000).  

O estudo da infecção do T. rangeli no hospedeiro vertebrado vem sendo 

desenvolvido por diferentes autores. Em ensaios experimentais, o que se observa é uma 

pequena quantidade de parasitos presentes no sangue circulante mesmo durante o pico 

de parasitemia e uma fase aguda que ocorre normalmente por períodos curtos de tempo 

(Tobie, 1961; Molineaux, 1973; Urdaneta Morales e Tejero, 1985; Vallejo, 1986; 

Osório et al., 1995; Zuniga et al., 1997; Tanoura et al., 1999; Eger-Mangrich et al., 

2001).  

 Pífano (1954) inoculou em camundongos parasitos de uma cepa de T. rangeli 

isolada de cão. Neste estudo, os parasitos puderam ser detectados por exames a fresco a 

partir da terceira semana pós-infecção, sendo que o número de parasitos foi decrescendo 

ao longo do tempo da infecção até os mesmos não serem mais detectados.  

Em 1957, Sandreuter-Herbig avaliou se o T. rangeli desenvolvia formas 

teciduais no hospedeiro vertebrado, utilizando como modelos experimentais 

camundongos Swiss e macacos Rhesus, que foram infectados através do inóculo de 

formas epimastigotas. A presença do parasito no roedor foi perceptível através de 

esfregaços sanguíneos entre os dias 4 e 20 pós-infecção. Nos símios foi observada uma 

baixa parasitemia, sendo detectada por meio de esfregaço sanguíneo entre os dias 7 e 15 

pós-infecção. Não foram observadas formas teciduais e nem alterações histopatológicas 

no cérebro, coração, pulmões, baço, rins, glândula supra-renal e diafragma nos animais 

testados. 

Urdaneta-Morales e Tejero (1985) estudaram a parasitemia de roedores 

infectados e concluíram que camundongos imunossuprimidos apresentaram 

parasitemias significativamente mais elevadas do que camundongos imunocompetentes 

que foram infectados com a mesma cepa. 
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Scorza (1986) infectou camundongos jovens da linhagem NMRI com parasitos 

da cepa Perro 82. No estudo foi verificada a presença de várias formas intracelulares em 

diversos órgãos dos animais. No mesmo ano, Urdaneta-Morales e Tejero também 

utilizaram a cepa Perro 82 e camundongos brancos como modelos experimentais e 

observaram amastigotas e formas tripomastigotas no coração, baço e fígado dos 

animais.  

Quando a parasitemia não é mais observada em exame a fresco ainda pode ser 

possível a detecção de flagelados de T. rangeli através de hemocultura por um período 

de 2 a 18 meses (Paredes e Paredes, 1949; Groot et al., 1950; Groot, 1954; Sandreuter-

Herbig, 1957; Souza e Johson, 1971; Steindel, 1993) e de xenodiagnóstico por um 

período de até dois meses (Añez et al., 1981; 1985).  Avaliações in vitro utilizando 

diferentes cepas de T. rangeli frente a linhagens celulares distintas (fagocíticas e não 

fagocíticas) sugerem a ausência de multiplicação intracelular, especialmente observada 

em macrófagos (Molyneaux, 1973; Osório et al., 1995; Tanoura et al., 1999; Eger-

Mangrich et al., 2001). Molineaux (1973) estudou a infectividade de tripomastigotas de 

glândulas salivares da cepa Macias em células HELA e células de sarcoma de cão. 

Neste estudo os parasitos não infectaram as células testadas, entretanto, o autor 

observou a replicação de formas tripomastigotas no sobrenadante das culturas celulares. 

Epimastigotas de cultura e tripomastigotas metacíclicos de glândulas salivares da cepa 

SC-58 foram utilizados para avaliar a capacidade de multiplicação do parasito em 

células VERO e em macrófagos peritoneais extraídos de camundongos isogênicos. Não 

foram observados indícios de multiplicação do parasito nos ensaios realizados (Oliveira 

et al., 1994; Eger et al., 1996). Osório e colaboradores (1995) ao estudarem a 

infectividade do T. rangeli da cepa San Agustin em promonócitos humanos (U937) 

notaram formas amastigotas com o tamanho superior ao das amastigotas formadas pelo 

T. cruzi, que aparentemente foram mais infectivas para ninfas de R. prolixus a partir de 

alimentação artificial. A cepa C53 Colombiana também demonstrou formação de 

amastigotas ao ser desafiada com células não fagocíticas VERO e J774 (Zuñiga et 

al.,1997a).   
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1.4 Interações Trypanosoma rangeli - hospedeiro invertebrado  

 

O T. rangeli compartilha com o T. cruzi seus hospedeiros triatomíneos e 

mamíferos, e embora não seja patogênico para o homem, apresenta uma série de efeitos 

patogênicos para o inseto vetor (Brecher e Wigglesworth, 1944; Lake e Friend, 1967; 

D’Alessandro 1976; Eichler e Schaub, 1998). Aparentemente, o desenvolvimento 

completo do parasito no intestino, na hemolinfa e nas glândulas salivares ocorre 

principalmente em espécies do gênero Rhodnius. Nos outros gêneros, quando há 

infecção, esta parece ser limitada ao trato intestinal do triatomíneo. Por exemplo, 

Gregório e Ratcliffe (1991) não detectaram a presença do parasito em infecções 

experimentais de ninfas de T. infestans e relacionaram o resultado negativo com a 

presença de aglutininas no trato intestinal que impediriam o seu estabelecimento. 

A principal forma de aquisição do T. rangeli pelo triatomíneo é através da 

alimentação em vertebrados infectados (D’Alessandro et al., 1992; 1999). Segundo 

dados da literatura, em estudos experimentais, essa aquisição ocorreria durante 

alimentação principalmente em animais exibindo a fase aguda da infecção (Tobie, 1964; 

1965; Añez, 1983; Zuñiga et al., 1997).  

Entretanto, algumas formas alternativas de transmissão do parasito para 

triatomíneos já foram relatadas, dentre elas, a transmissão através do comportamento de 

hemolinfagia, que consiste no ato de um inseto se alimentar da hemolinfa de um co-

específico ou de um inseto de outra espécie (Añez, 1982), e a transmissão de insetos 

infectados para insetos não infectados, através de alimentação simultânea num mesmo 

hospedeiro vertebrado sadio (Tobie, 1968; Cuba Cuba, 1972). 

Nas infecções naturais que ocorrem por meio do repasto sanguíneo em 

mamíferos infectados, cerca de 2-50% dos insetos que apresentam parasitos no trato 

intestinal, também são positivos na hemolinfa e nas glândulas salivares (Marinkelle, 

1968, Tobie, 1965, 1970; Añez et al., 1987; Hecker et al., 1990). Ainda não são 

conhecidos os fatores que levam ao desenvolvimento de infecções completas. Pequenas 

modificações como alterações nos resíduos de açúcar em glicoproteínas de superfície 

poderiam contribuir para o aumento ou diminuição nas taxas de penetração do epitélio 

intestinal (Tobie, 1965). A dinâmica de estabelecimento desigual do parasito 

provavelmente leva aos diferentes níveis de patologia observados no hospedeiro 

invertebrado. Em infecções massivas, principalmente na hemolinfa, um grande número 

de insetos morre, e os que sobrevivem prolongam o período intermudas, além de 
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apresentarem diferentes alterações morfológicas (Grewal, 1957; Tobie, 1961; Añez, 

1984). Uma característica da infecção observada em um número considerável de 

indivíduos infectados é a elevada taxa de mortalidade durante a ecdise, quando os 

insetos morrem ao não conseguirem sair da antiga cutícula (Añez, 1984).  

A porcentagem de insetos infectados que apresentam parasitos nas fezes pode 

variar de 31 a 70%, sendo que a infecção intestinal pode permanecer por toda a vida 

inseto (Pífano et al., 1948; D’Alessandro, 1976; Cuba Cuba, 1975; Hecker et al., 1990).  

A primeira etapa do ciclo evolutivo do protozoário ocorre no trato intestinal do 

inseto que é totalmente colonizado pelo parasito (Ferreira et al., 2011). Foi verificado 

que ninfas de R. prolixus e de T. infestans infectadas  pelo T. rangeli apresentaram uma 

diminuição nas populações de seus simbiontes intestinais (Lake e Friend, 1967; 

Watkins, 1969; 1971; Eichler e Schaub, 2002). Esses microorganismos são 

fundamentais para o desenvolvimento dos triatomíneos, uma vez que sintetizam 

nutrientes ausentes na dieta exclusivamente sanguínea (Wigglesworth, 1936).  Essa 

diminuição no número de simbiontes pode gerar uma série de efeitos deletérios ao vetor, 

como aumento nas taxas de mortalidade (Harrington, 1960; Añez, 1984), retardo no 

desenvolvimento ninfal (Eichler e Schaub, 2002), distúrbios na excreção e digestão 

(Brecher e Wigglesworth, 1944; Eichler e Schaub, 1998) e reduções no sistema traqueal 

(Eichler e Schaub, 1998). As membranas perimicrovilares que se formam no trato 

intestinal dos triatomíneos após a alimentação parecem funcionar como barreiras físicas 

que dificultam a invasão da hemocele pelo T. rangeli. Gomes e colaboradores (2002) 

demonstraram que insetos submetidos à irradiação gama que desestrutura as membranas 

perimicrovilares, desenvolvem a infecção celomática mais rapidamente do que os não 

irradiados. 

Ao invadir a hemocele, o T. rangeli inicia uma fase de intensa multiplicação na 

hemolinfa, o que pode promover uma infecção massiva e causar a morte do inseto. Os 

que sobrevivem à infecção normalmente têm um prolongamento do período inter-mudas 

e podem apresentar deformações morfológicas nas patas e asas comprometendo seu 

desenvolvimento (Grewal, 1957; Tobie, 1961; Añez, 1984; Ferreira et al., 2010).  

A presença do parasito desencadeia a resposta imune do vetor que é voltada 

principalmente para as formas epimastigotas curtas (Mello et al., 1999; Gomes et al., 

1999; 2003). Dentre os mecanismos que são ativados durante a infecção estão a cascata 

da pró-fenoloxidase (Mello et al., 1995), a fagocitose com formação de nódulos de 

hemócitos (Takle, 1988; Mello et al., 1995), a aglutinação (Pereira et al., 1981; Mello et 
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al., 1995;  Ratcliffe et al., 1996) e a produção de radicais livres (Whiten et al., 2001) e 

eicosanoides (Garcia et al., 2004). Nesse sentido, as formas epimastigotas longas 

conseguiriam escapar do sistema imune dando continuidade ao ciclo evolutivo do 

parasito, migrando para as glândulas salivares (Mello et al., 1999; Gomes et al., 1999; 

2003). 

Além de desencadear a resposta imune do inseto, a infecção pelo T. rangeli 

promove alterações em sua fisiologia. Watkins (1971) mostrou que R. prolixus 

infectados pelo parasito apresentavam um aumento no volume de hemolinfa e 

relacionou esse fato com uma redução nas taxas de excreção. Ferreira e colaboradores 

(2010) também encontraram um aumento no volume de hemolinfa em insetos 

infectados, mas o correlacionaram com um aumento significativo na quantidade de 

lipídeos e no corpo gorduroso desses insetos.  

A última etapa do ciclo do T. rangeli acontece nas glândulas salivares onde 

ocorre a metaciclogênese. As formas epimastigotas longas do T. rangeli conseguem 

invadir a glândula e uma vez dentro dela, se diferenciam em formas tripomastigotas 

metacíclicas que permanecem livres até que ocorra um repasto sanguíneo e sejam 

liberadas juntamente com a saliva do inseto. As glândulas salivares produzem uma série 

de moléculas com propriedades anti-hemostáticas que são fundamentais para o sucesso 

da ingestão sanguínea (Ribeiro et al., 2004). Durante o período em que permanecem na 

glândula, os parasitos promovem uma redução na quantidade total de proteínas 

estocadas, incluindo aquelas relacionadas às atividades anti-hemostáticas, como as 

nitroforinas (Paim et al., 2013), o que provavelmente afeta o comportamento alimentar 

do inseto induzindo um aumento significativo no número de picadas e reduzindo a sua 

habilidade de ingerir sangue de um hospedeiro vertebrado e consequentemente 

aumentando as chances de transmissão pelo T. rangeli (Garcia et al., 1994).  
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2. JUSTIFICATIVA 

Embora os estudos sobre a interação do Trypanosoma rangeli e seus hospedeiros 

invertebrados e vertebrados tenham avançado de forma relevante nas áreas de fisiologia 

(Añez et al., 1984; 1987; Grewal, 1957; Groot, 1954; Tobie, 1961; Hecker et al., 1990; 

Marinkelle, 1968; Tobie, 1961; 1965; 1970; Eichler e Schaub, 2002; Ferreira et al.,  

2010), bioquímica (Rudin et al., 1989; Atella et al., 1995; Coelho et al.,  1997; Folly et 

al., 2003) imunologia (Tobie 1968, 1970; Pereira et al., 1981; Takle, 1988; Mello et al., 

1995; Garcia et al., 1994; Ratcliffe et al., 1996; Gomes et al., 1999; 2003 Whiten et al., 

2001), genômica, proteômica (Snoeijer et al., 2004; Grisard et al., 2010) e 

comportamento (Garcia et al., 1994; Marliére et al., 2010), ainda existem lacunas 

relevantes no entendimento do ciclo evolutivo do parasito.   

O processo de aquisição do protozoário pelo triatomíneo, ainda não foi 

totalmente esclarecido, sendo que existem relatos da existência de transmissão do 

parasito entre insetos, através do comportamento de hemolinfagia (Añez, 1982). Além 

disso, também já foi relatada a transmissão entre insetos, no momento que estes 

compartilham um mesmo hospedeiro saudável (Tobie, 1968; Cuba Cuba, 1972). 

Entretanto, o papel que este tipo de transmissão tem na circulação do T. rangeli na 

natureza ainda não foi estabelecido. Sendo assim, no presente estudo foram 

desenvolvidos experimentos para avaliar a relevância destas formas alternativas de 

aquisição do parasito pelo inseto vetor.   

Outro aspecto relevante e ainda desconhecido é a respeito do curso da infecção 

no vertebrado, uma vez que, até o momento, não foram encontradas formas 

multiplicativas do parasito no hospedeiro mamífero. O que surpreende nesse aspecto, é 

que o parasito pode ser recuperado através de xenodiagnóstico ou hemocultura vários 

meses após a primo infecção. Para melhor compreender esse processo, foi estabelecido 

um protocolo de infecção do hospedeiro vertebrado que busca mimetizar a transmissão 

do T. rangeli na natureza. A partir desse protocolo foram desenvolvidos ensaios que 

avaliaram diferentes etapas da transmissão hospedeiro mamífero – triatomíneo.  
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3. OBJETIVOS 

 

3.1 Objetivo geral:  

 

Avaliar a transmissão do Trypanosoma rangeli entre hospedeiros vertebrados e 

invertebrados, utilizando como modelos camundongos da linhagem Swiss Webster 

(Mus muscullus) e triatomíneos da espécie Rhodnius prolixus.  

 

3.2 Objetivos específicos:  

 

3.2.1 Avaliar a transmissão do T. rangeli de insetos infectados para insetos não 

infectados durante o comportamento de hemolinfagia; 

 

3.2.2 Avaliar a transmissão do T. rangeli de insetos infectados para insetos não 

infectados durante o repasto sanguíneo em camundongos sadios; 

 

3.2.3 Estimar o número de parasitos liberados por ninfas infectadas por T. rangeli 

durante o repasto sanguíneo em camundongos; 

 

3.2.4 Avaliar a capacidade de camundongos transmitirem o T. rangeli para triatomíneos 

durante diferentes momentos da infecção; 

 

3.2.5 Quantificar o número de parasitos no trato intestinal de insetos alimentados em 

camundongos durante diferentes momentos da infecção; 

 

3.2.6 Avaliar a presença de parasitos na circulação sanguínea de camundongos durante 

diferentes momentos da infecção; 

 

3.2.7 Avaliar a presença de parasitos no conteúdo intestinal de ninfas recém alimentadas 

em camundongos infectados durante diferentes momentos da infecção. 
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4. MATERIAL E MÉTODOS 

 

4.1 Triatomíneos 

 

Os exemplares de R. prolixus utilizados neste trabalho são procedentes de uma 

colônia originada a partir de insetos coletados em Honduras e mantida no Laboratório 

de Triatomíneos e Epidemiologia da Doença de Chagas do Centro de Pesquisas René 

Rachou, FIOCRUZ-MINAS. Os insetos foram criados em frascos de acrílico cilíndricos 

com diâmetro de base de 15 cm e altura de 19 cm, forrados com papel filtro, contendo 

uma tira de cartolina dobrada em sanfona para aumentar a superfície interna e fechados 

com tecido de algodão.  

Os insetos foram alimentados semanalmente em galinhas ou camundongos. A 

sala do insetário foi mantida em temperatura de 26+1C, umidade relativa de 65+10% 

com ciclo natural de iluminação.  

Todos os protocolos que utilizaram animais seguiram as normas da FIOCRUZ 

para a experimentação e manutenção animal e foram aprovadas pelo Comitê de Ética na 

Utilização de Animais (CEUA-FIOCRUZ-MG) sob o número L-058/08.  

 

4.2 Hospedeiros vertebrados 

 

Foram utilizados camundongos machos, da espécie Mus musculus e linhagem 

Swiss Webster com peso de aproximadamente 30 gramas e com idade de cerca de 60 

dias. Os animais foram anestesiados intraperitonealmente com uma mistura de ketamina 

150 mg/kg (Cristalia – Brasil) e xilazina 10 mg/kg (Bayer – Brasil), num volume final 

de 150µl por animal. 

 

4.3 Parasitos  

 

4.3.1 Trypanosoma rangeli 

Para o estudo foi utilizada a cepa CHOACHI de T. rangeli isolada inicialmente 

de R. prolixus naturalmente infectados (Schottelius, 1987). Os parasitos foram mantidos 

em estufa BOD, a 27°C, através de passagens semanais em meio LIT (liver-infusion 

tryptose) ou ágar/sangue + LIT (NNN + LIT), ambos suplementados com 15% de soro 

bovino fetal, 100 g de estreptomicina/ml e 100 unidades de penicilina/ml. Para a 
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manutenção da infectividade dos parasitos, a cada três meses a cepa foi submetida a 

uma passagem triatomíneo-camundongo e recuperada através de hemocultura.  

 

4.4 Infecção de Rhodnius prolixus 

 

4.4.1 Infecção das ninfas 

 Ninfas de terceiro estádio, com jejum de aproximadamente sete dias, foram 

alimentadas artificialmente com sangue de coelho citratado e inativado por calor 

(56°C/30min) contendo uma suspensão de epimastigotas de T. rangeli, numa 

concentração de 1 x 10
5
 parasitos/ml. Para garantir a presença dos parasitos na 

hemolinfa e nas glândulas salivares, sete dias após a muda para o quarto estádio, as 

ninfas foram inoculadas intracelomicamente na região torácica com doses de 1µl de 

PBS estéril (0,15 M NaCl, 0,01M de NaH2PO4, pH = 7,4) contendo epimastigotas de T. 

rangeli na concentração de 1 x 10
5 

par/ml. Um dia após a inoculação, as ninfas foram 

alimentadas em camundongos anestesiados. 

Os insetos não infectados utilizados nos experimentos foram alimentados em 

camundongos anestesiados conforme descrito no item 4.2, até alcançarem o 5º estádio.  

 

4.4.2 Verificação da positividade dos triatomíneos submetidos à infecção  

 

Para cada grupo inoculado, uma amostra de 10% dos insetos foi utilizada para 

avaliação do percentual de positividade intestinal, da hemolinfa e das glândulas 

salivares, sete dias após a ecdise para o quinto estádio. Os exames foram feitos como 

descrito a seguir: 

Intestino: os insetos foram dissecados e seus intestinos transferidos para 

lâmina e lamínula (22x22mm) contendo PBS, onde foram examinados em microscópio 

óptico em aumento de 400x.  

Hemolinfa: amostras de hemolinfa foram coletadas através de um corte em 

um dos tarsos dos insetos, transferidas para lâminas e examinadas em microscópio 

óptico em aumento de 100x. 

Glândulas salivares: os insetos foram dissecados e tiveram suas glândulas 

salivares extraídas com auxílio de pinças e transferidas para lâmina e lamínula 

(22x22mm) contendo PBS, onde foram examinadas em microscópio óptico em aumento 

de 400x. 
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4.5 Ensaios biológicos  

 

4.5.1 Avaliação da transmissão do T. rangeli de insetos infectados para insetos não 

infectados durante o comportamento de hemolinfagia  

 

A transmissão do T. rangeli através do comportamento de hemolinfagia foi 

avaliada utilizando-se a metodologia descrita por Alves e colaboradores (2011) e 

dividida em dois ensaios.  

a) Avaliação da motivação dos insetos em realizar o comportamento de hemolinfagia:  

O objetivo desse ensaio foi avaliar a porcentagem de ninfas que tentam picar um 

inseto alimentado e infectado dentro de um determinado período de tempo. Para 

realização do ensaio, uma ninfa de 5º estádio contendo parasitos na sua hemolinfa, 

serviu como fonte de alimentação. Três dias antes do ensaio, a ninfa foi alimentada em 

camundongos anestesiados e imediatamente antes do início do experimento foi mantida 

a 40ºC por três minutos.  A ninfa foi então imobilizada com fita adesiva no interior de 

um frasco cilíndrico forrado com papel filtro (base de 4cm e altura de 5,5cm). Dez 

ninfas de 2º estádio com 10 dias de jejum foram então liberadas e mantidas no interior 

do frasco por um período de 10 minutos juntamente com a ninfa infectada. Durante este 

período, foi registrado o número de ninfas que tentavam iniciar o processo de 

alimentação (estendiam a probóscide e tentavam picar a ninfa alimentada). O ensaio foi 

repetido duas vezes.  

b) Avaliação da transmissão do T. rangeli através do comportamento de hemolinfagia:  

Para avaliar a porcentagem de ninfas que se infectam com o T. rangeli através da 

alimentação em co-específicos infectados, um grupo de 10 ninfas de 2º estádio, com 20 

dias de jejum foi mantido em um frasco cilíndrico forrado com papel filtro (base de 4cm 

e altura de 5,5cm) e coberto com tecido de algodão, juntamente com uma ninfa de 5º 

estádio, contendo parasitos na sua hemolinfa e com jejum de 10 dias, por um período de 

15 dias. Decorrido esse período, a ninfa de 5º estádio foi retirada, as ninfas de 2º estádio 

foram alimentadas em camundongos anestesiados, transferidas para estufas BOD 

(27±1°C, 12:12 L:E) e mantidas nessas condições até a ocorrência da muda para o 3° 

estádio, quando tiveram seu trato intestinal, hemolinfa e glândulas salivares examinados 
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para a presença de parasitos, de acordo com o item 4.4.2. O ensaio foi repetido cinco 

vezes. 

 

4.5.2 Avaliação da transmissão do T. rangeli de insetos infectados para insetos não 

infectados durante o repasto sanguíneo em camundongos sadios  

 

Para avaliar se o vertebrado poderia funcionar como “hospedeiro paratênico” da 

infecção pelo T. rangeli, sendo paratênico definido como um hospedeiro de transporte 

no qual o parasito não passa por nenhum desenvolvimento até atingir o hospedeiro 

definitivo, foram utilizadas ninfas de 5° estádio infectadas e não infectadas, com 

aproximadamente 30 dias de jejum.  

O ensaio consistiu na liberação de uma ninfa infectada (n=5) e outra não 

infectada (n=5) em um frasco cilíndrico (base de 4cm e altura de 5,5cm) coberto com 

tecido e dividido com uma tira de papel cartão em dois setores, impedindo o contato 

entre os insetos. Um camundongo anestesiado serviu como fonte alimentar, sendo 

mantido em cima do frasco por um período de 40 minutos. Ao término desse período, o 

hospedeiro mamífero e a ninfa infectada foram retirados do aparato permanecendo 

apenas a ninfa não infectada. As ninfas testadas foram então transferidas para uma 

estufa BOD (27±1ºC, 12:12 L:E) e mantidas nessas condições por vinte e um dias, 

quando seu conteúdo intestinal, hemolinfa e glândulas salivares foram dissecados e 

examinados em microscópio óptico para a verificação da presença de parasitos, de 

acordo com o item 4.4.2. 

O período de 21 dias de espera para a realização dos exames foi estabelecido a 

partir de ensaios pilotos que demonstraram ser este suficiente para a detecção de 

parasitos no trato intestinal, através de exames a fresco. 

 

 4.5.3 Estimativa do número de parasitos liberados por ninfas infectadas por T. rangeli 

durante o repasto sanguíneo em camundongos 

 

A estimativa do número de parasitos liberados durante o repasto foi feita de 

acordo com a metodologia descrita por Paim et al. (2013).  

Cinquenta ninfas de 3º estádio foram infectadas conforme descrito no item 4.4.1 

e após a muda para 5º estádio e 45 dias após o inóculo intracelomático, um grupo de 
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ninfas (n=11) foi alimentado em camundongos anestesiados e imediatamente após o 

repasto, suas glândulas salivares foram dissecadas. Outras ninfas provenientes do 

mesmo grupo (n=11), mas que não se alimentaram, também tiveram suas glândulas 

dissecadas. Cada par de glândulas foi colocado em lâmina de vidro contendo PBS para 

lavagem e retirada dos parasitos presentes no exterior das glândulas. Após a lavagem, as 

glândulas foram transferidas para microtubos plásticos de 1,5ml contendo 100µl de 

PBS, rompidas com auxílio de pinças e o conteúdo homogeneizado. Uma amostra de 

10µl do homogenato foi coletada e quantificada através de câmara de Neubauer. 

Durante a avaliação só foram quantificadas as formas tripomastigotas e formas 

epimastigotas que apresentavam tamanho inferior ao das formas epimastigotas 

encontradas na hemolinfa, indício de início do processo de metaciclogênese. A amostra 

restante (90µl) foi utilizada para extração de DNA com o Kit Nucleospin Tissue XS 

(Macherey-Nagel), conforme instruções do fabricante. O DNA purificado foi eluído em 

22µl de água para posterior estimativa do número de parasitos através da técnica de 

PCR em tempo real (qPCR). Para a quantificação absoluta do número de parasitos 

presente nas glândulas salivares de insetos alimentados e em jejum foi construída uma 

curva padrão utilizando diluições seriadas do plasmídeo  pGEM-T Easy (Promega) 

contendo uma sequência de 137pb, relacionada ao gene multicópias sno-RNA-Cl1 do T. 

rangeli, que foi utilizado para a detecção do parasito (GenBank: AY028385.2, forward: 

5’ gaaagcgcaagagagagat-3' e reverse: 5'-tgagatggctatcacgcaag-3') (Morales et al., 2002; 

Paiva et al., 2007). O DNA plasmidial foi gentilmente cedido pela doutoranda Rafaela 

M.M. Paim. O plasmídeo foi diluído de forma a se obter uma curva padrão variando 

entre 10
0
 e 10

7
 moléculas, e a curva obtida foi utilizada para a estimativa da quantidade 

de cópias presentes nas amostras. As reações de qPCR foram realizadas em um sistema 

ABIPRISM 7500 Sequence Detection System (Applied Biosystems). Cada reação foi 

realizada em triplicata e continha 2µl de DNA, 300nM de cada iniciador e 12,5μl de 

Power SYBR Green PCR Master Mix (Applied Biosystems) num volume final de 25μl. 

O DNA foi amplificado a 95°C por 10 min, seguido por 40 ciclos de 95°C por 15 seg e 

60°C por 1 min. Para verificar que um único produto foi amplificado, foram realizadas 

análises de “melting curve”. Um controle negativo sem a presença dos iniciadores foi 

incluído. 

A estimativa do número de parasitos liberados pela glândula salivar no momento 

do repasto sanguíneo foi feita através da razão entre o número médio de parasitos 

presentes nas glândulas salivares antes e depois da alimentação. A estimativa foi feita 
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tanto para as contagens realizadas em câmara de Neubauer quanto para a quantificação 

obtida pela qPCR.   

 

4.5.4 Avaliação da capacidade de camundongos transmitirem o T. rangeli para 

triatomíneos durante diferentes momentos da infecção  

 

Para determinar por quanto tempo um camundongo que recebe uma carga de 

parasitos proveniente do repasto de um inseto infectado é capaz de infectar outros 

insetos, foram realizados três ensaios em períodos diferentes. Nos primeiros dois 

ensaios, as ninfas que serviram como fonte de infecção para o camundongo foram 

infectadas com a cepa recém recuperada de hemocultura (entre 7-15 dias após o 

procedimento). Já no terceiro ensaio, a cepa utilizada para infectar as ninfas estava 

sendo mantida no LIT há mais de 30 dias. 

Camundongos (n dos três ensaios=31) com 60 dias de vida foram anestesiados e 

expostos a uma ninfa de 5º estádio infectada com 30 dias de jejum durante um período 

de 50 minutos. Efetuado esse período, as ninfas infectadas utilizadas para a infecção dos 

roedores foram retiradas e suas glândulas salivares dissecadas para confirmação da 

infecção. Somente os camundongos que serviram como fonte alimentar para ninfas 

positivas foram utilizados no ensaio.      

No primeiro dia após a infecção e durante sete dias consecutivos, ninfas de 5º 

estádio não infectadas e com 30 dias de jejum foram individualmente expostas aos 

camundongos infectados por um período de 50 minutos para realização do repasto 

sanguíneo. Esse procedimento foi repetido no 15º e 30º dia pós-infecção. No segundo 

ensaio, o procedimento foi repetido também no 126º dia pós-infecção. Após o término 

da alimentação, as ninfas foram transferidas para estufas BOD (27±1ºC, 12:12 L:E) e 

mantidas nessas condições por 21 dias, quando seu conteúdo intestinal, hemolinfa e 

glândulas salivares foram examinados para a procura de parasitos.  

Após a verificação da positividade dos triatomíneos que se alimentaram nos 

camundongos infectados, os insetos que apresentaram resultados negativos foram 

identificados, para localização dos roedores utilizados. Os animais foram eutanasiados, 

dessangrados e o sangue transferido para tubos de cultura contendo meio NNN, onde foi 

adicionado 2ml de LIT. Após um período de 20 dias, a hemocultura foi examinada.  
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4.5.5 Quantificação do número de parasitos no trato intestinal de insetos alimentados 

em camundongos durante diferentes momentos da infecção 

 

A quantificação dos parasitos presentes no trato intestinal das ninfas avaliadas 

foi realizada a partir da dissecção dos intestinos, que foram transferidos, rompidos e 

homogeneizados em microtubos contendo 10µl de PBS. Uma amostra de 10µl do 

homogenato foi coletada, diluída 100x e quantificada através de câmara de Neubauer. 

 

 4.5.6 Avaliação da presença de parasitos na circulação sanguínea de camundongos 

durante diferentes momentos da infecção 

 

 Para avaliação da presença de parasitos circulantes na corrente sanguínea de 

camundongos, foram utilizados vinte e quatro animais infectados através da alimentação 

de uma ninfa infectada conforme descrito no item 4.5.4. Os roedores foram avaliados 

logo após a realização do repasto infectivo durante sete dias consecutivos e no 15º e 30º 

dia pós-infecção. Para o exame, uma pequena incisão foi feita na extremidade da cauda 

dos animais e 5µl de sangue foram coletados com o auxílio de uma micropipeta 

(Thermo Scientific, volume de coleta de 2-20ul). A amostra coletada foi colocada entre 

lâmina e lamínula (22x22mm) e a contagem dos parasitos feita em 50 campos aleatórios 

em aumento de 400x em microscópio óptico, conforme descrito por Brener (1962).  

  

4.5.7 Avaliação da presença de parasitos no conteúdo intestinal de ninfas recém 

alimentadas em camundongos infectados em diferentes momentos da infecção 

 

A procura por parasitos foi também realizada no conteúdo intestinal de ninfas 

recém alimentadas em camundongos com diferentes tempos de infecção. Para isso, 

quatro camundongos foram infectados individualmente a partir da picada de uma ninfa 

infectada conforme descrito no item 4.5.4. No dia da infecção do roedor e nos dias 1, 7, 

15 e 30 após a infecção, vinte ninfas de 5º estádio não infectadas e com jejum de 30 dias 

foram individualmente colocadas para se alimentar nos animais infectados. Finalizado o 

repasto sanguíneo, os insetos foram imobilizados e o sangue ingerido foi coletado com 

o auxílio de uma seringa de 1ml contendo uma agulha com o diâmetro 13 x 0,45mm. 

Cinco microlitros da amostra coletada foram transferidos para lâmina e lamínula 
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(22x22mm), onde foram contados 50 campos aleatórios em aumento de 400x em 

microscópio óptico, conforme descrito por Brener (1962).  

 

   4.6 Análise estatística 

O número de parasitos presentes nas glândulas salivares dos insetos alimentados 

e em jejum através da contagem em câmara de Neubauer e quantificação por qPCR 

foram comparados pelo Teste T. O nível de significância considerado foi de p<0,05. A 

quantidade de parasitos no trato intestinal de ninfas alimentadas em camundongos com 

diferentes períodos de infecção foi comparada entre ensaios e entre dias de infecção. A 

normalidade dos dados foi avaliada pelo teste Shapiro-Wilk’s W. As variáveis foram 

comparadas pelos testes não-paramétricos de Mann-Whitney e de Kruskal-Wallis, 

identificando-se no caso do Kruskal-Wallis, os grupos responsáveis pelas diferenças 

através do teste de Mann-Whitney com correção de Bonferroni. O nível de significância 

utilizado para os testes foi de p<0,05. Quando da correção de Bonferroni, as diferenças 

significativas foram consideradas com p < 0,005. A correção de Bonferroni foi descrita 

de acordo com o Biostatistical Analysis, 4º edição. 
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5. RESULTADOS             

 

5.1 Avaliação da transmissão do T. rangeli de insetos infectados para insetos não 

infectados durante o comportamento de hemolinfagia 

 

 Para avaliar a importância da transmissão do T. rangeli entre insetos através do 

comportamento de hemolinfagia, foram desenvolvidos dois ensaios. Inicialmente, a 

motivação de ninfas controles para alimentarem-se em um co-específico alimentado e 

infectado foi avaliada. Das 20 ninfas avaliadas em dois diferentes ensaios, apenas uma 

(5%) tentou realizar o repasto na ninfa infectada dentro do período de 10 minutos de 

observação. Nesta ninfa, não foi observado um aumento visual do volume do abdome, 

indicativo de ingestão, tendo a ninfa permanecido com a probóscide em contato com a 

fonte alimentar por 2 minutos e 47 segundos.  

 A transmissão do T. rangeli entre os insetos foi avaliada em ensaios em que 

insetos controles eram mantidos com ninfas infectadas por um período de 15 dias. Entre 

todos os ensaios (cinco repetições), um total de 50 ninfas foram mantidas com insetos 

infectados. Os exames do trato intestinal foram realizados após a muda para o 3° 

estádio, sendo que nenhum dos insetos analisados se mostrou infectado pelo parasito.  

 

5.2 Avaliação da transmissão do T. rangeli de insetos infectados para insetos não 

infectados durante o repasto sanguíneo em camundongos sadios 

 

Para avaliar se o vertebrado poderia funcionar como um “hospedeiro paratênico” 

da infecção pelo T. rangeli, ninfas infectadas e não infectadas foram liberadas em um 

aparato divido em dois setores (de modo que não houvesse contato entre os insetos) 

para se alimentarem em um camundongo sadio. Das cinco ninfas que realizaram repasto 

em conjunto com as ninfas infectadas, todas apresentaram parasitos no intestino, sendo 

detectados no máximo cinco parasitos por campo durante a realização dos exames. 

Ensaios pilotos onde duas ou cinco ninfas controles foram colocadas para alimentarem-

se no camundongo juntamente com uma ninfa infectada mostraram taxas de infecção de 

100% e de 60%, respectivamente (dados não mostrados). 
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5.3 Estimativa do número de parasitos liberados por ninfas de R. prolixus infectadas por 

T. rangeli durante o repasto sanguíneo em camundongos  

 

O número médio de parasitos presentes nas glândulas salivares de ninfas de R. 

prolixus em jejum e alimentadas está mostrado na tabela 1. Da mesma forma que o 

observado nas avaliações do conteúdo intestinal, o número de parasitos nas glândulas 

salivares foi muito variável entre os insetos, o que foi confirmado através das duas 

metodologias utilizadas. Mesmo assim, foi possível observar uma redução significativa 

no número de parasitos presentes nas glândulas salivares de insetos que realizaram o 

repasto sanguíneo (Tabela 1, Teste t, p=0,0012 e p=0,0011 para câmara de Neubauer e 

qPCR, respectivamente). A redução observada através da contagem na câmara de 

Neubauer foi de 4,1 vezes enquanto a obtida através da qPCR foi de 3,1 vezes. 

 

Tabela 1. Número de parasitos presentes na glândula salivar (GS) de ninfas de 5º 

estádio de R. prolixus em jejum e alimentadas, após 45 dias de infecção por T. rangeli 

(parasitos - Câmara de Neubauer e cópias de DNA/µl - qPCR). Os valores 

correspondem a média + desvio padrão. 
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5.4 Avaliação da capacidade de camundongos de transmitirem o T. rangeli para 

triatomíneos durante diferentes momentos da infecção              

 

 A avaliação da transmissão do parasito de camundongos infectados para ninfas 

controles em diferentes fases da infecção foi realizada em três ensaios distintos. No 

total, 31 roedores receberam a picada de uma ninfa infectada, e destes, 28 (90,3%) se 

infectaram pelo T. rangeli. A infecção foi confirmada através do exame do conteúdo 

intestinal de ninfas alimentadas nos animais e/ou após a realização de hemocultura.  

Somando-se os três ensaios, dos 288 insetos que se alimentaram nos 

camundongos infectados, 207 (71,8%) apresentaram parasitos no trato intestinal. Dez 

insetos (4,8%) que foram positivos para infecção intestinal, também apresentaram 

parasitos na hemolinfa. Os triatomíneos que apresentaram hemolinfa positiva, não 

tiveram seus intestinos dissecados para verificação da positividade, a fim de aumentar o 

tempo da infecção dos mesmos e verificar após 40 dias se exibiriam parasitos nas 

glândulas salivares. Em nenhum dos insetos foi observada a presença de parasitos na 

glândula salivar. 

 O objetivo inicial do estudo era unicamente determinar a presença do parasito 

no conteúdo intestinal dos insetos. Sendo assim, no primeiro ensaio realizado o número 

de parasitos não foi quantificado, mas estimado de acordo com cruzes. Nesse ensaio 

foram avaliados 12 camundongos e 108 ninfas. As taxas de infecção das ninfas variaram 

de 70 a 90% nos diferentes períodos pós-infecção avaliados (Figura 5). 

Interessantemente, o número de parasitos presentes no conteúdo intestinal por campo 

avaliado, foi gradualmente aumentando naqueles insetos que se alimentaram nos 

camundongos com infecções mais antigas (Figura 5, cruzes acima das barras).  
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Figura 5. Taxas de infecção de ninfas de 5º estádio de R. prolixus alimentadas em 

camundongos infectados pelo T. rangeli em diferentes dias após infecção. As cruzes 

acima das barras representam a quantidade estimada de epimastigotas encontrados no 

trato intestinal dos insetos, onde + = 1 a 5 parasitos / campo; ++ = 6 a 10 parasitos / 

campo; +++ = 11 a 50 parasitos / campo; ++++ = > 100 parasitos / campo (1º ensaio). 

 

Ao determinar a positividade intestinal das ninfas (n=108) que se alimentaram 

em camundongos infectados, verificou-se que 34 (31,4%) apresentaram resultados 

negativos. Destas, 27 (79,4%) se alimentaram em três dos 12 camundongos utilizados. 

Estes animais foram submetidos à realização de hemocultura para verificação da 

positividade. Foi observado que apenas um (33%) roedor apresentou resultado positivo 

através da técnica utilizada.  

Uma vez que aparentemente a carga parasitária dos insetos aumentou de acordo 

com o tempo de infecção em que se encontrava o camundongo no dia do repasto, o 

ensaio foi repetido para que o número de epimastigotas presentes no trato intestinal dos 

insetos pudesse ser quantificado. 

O segundo ensaio foi realizado com 9 camundongos e 90 ninfas. Todos os 

camundongos utilizados foram capazes de transmitir o parasito em algum momento da 

infecção. Do total de ninfas avaliadas, nove morreram antes do exame e foram excluídas 

da amostragem. Das ninfas vivas, 72 (88,8%) estavam positivas. As taxas de infecção 

das ninfas ficaram semelhantes às obtidas no ensaio anterior, variando entre 77,7 e 

100% nos diferentes dias de avaliação, inclusive naqueles camundongos avaliados 126 

dias após a infecção (Figura 6).  
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Figura 6. Taxas de infecção de ninfas de 5º estádio de R. prolixus, alimentadas em 

camundongos infectados pelo T. rangeli em diferentes dias após infecção (2º ensaio). 

 

O número de parasitos encontrados no trato intestinal dos insetos positivos foi 

bastante variável e não foi estatisticamente diferente entre os diferentes dias de infecção 

dos camundongos (Figura 7, Kruskal-Wallis, n.s.). 
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 Figura 7. Número de epimastigotas encontrados no trato intestinal de ninfas de 5º 

estádio de R. prolixus alimentadas em camundongos infectados pelo T. rangeli em 

diferentes dias após infecção dos camundongos, por meio de contagem em câmara de 

Neubauer. Os traços horizontais representam o valor da mediana obtido para cada grupo 

avaliado (2º ensaio). 
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Uma vez que não foi verificado o aumento no número de parasitos no intestino 

dos insetos como observado no primeiro ensaio, uma terceira repetição foi realizada 

para a confirmação dos resultados. Entretanto, a cepa utilizada para o início da infecção 

foi mantida em LIT por pelo menos 30 dias. Nesse ensaio foram utilizados 10 

camundongos e 90 ninfas.  Da mesma forma que o observado para o ensaio anterior, 

todos os camundongos transmitiram o T. rangeli em algum dos períodos avaliados. 

Nove ninfas morreram e foram excluídas da amostra. Das ninfas que permaneceram 

vivas até o final do experimento, 61 (75%) se infectaram com o parasito. As ninfas que 

não adquiriram a infecção foram mais encontradas nos grupos que se alimentaram em 

camundongos com 1 e 30 dias após infecção, particularmente no último, onde nenhuma 

ninfa foi positiva (Figura 8). No restante dos dias avaliados, as taxas de infecção foram 

semelhantes às observadas nos outros ensaios (Figura 9).  

 

                              

1 2 3 4 5 6 7 15 30
0

20

40

60

80

100

Dias após a infecção

N
in

fa
s
 p

o
s
it

iv
a
s
 (

%
)

 

Figura 8. Taxas de infecção de ninfas de 5º estádio de R. prolixus, alimentadas em 

camundongos infectados pelo T. rangeli em diferentes dias após infecção (3º ensaio). 

 

 

 

Apesar da grande variabilidade encontrada na quantidade de parasitos entre os 

insetos avaliados, o número de epimastigotas no trato intestinal das ninfas foi 

significativamente diferente entre os diferentes dias de infecção dos camundongos 

(Figura 9, Kruskal Wallis, p<0,0001). Os insetos que se alimentaram nos camundongos 
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com 1, 15 e 30 dias após infecção apresentaram um número menor de parasitos no seu 

trato intestinal (Figura 9, Mann-Whitney com correção de Bonferroni, p<0,0001 para 

todas as comparações).  
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Figura 9. Número de epimastigotas encontrados no trato intestinal de ninfas de 5º 

estádio de R. prolixus alimentadas em camundongos infectados pelo T. rangeli em 

diferentes dias após infecção dos camundongos, por meio de contagem em câmara de 

Neubauer. Os traços horizontais representam o valor da mediana obtido para cada grupo 

avaliado (3º ensaio). 

 

 

 

5.5 Avaliação da presença de parasitos na circulação sanguínea de camundongos 

durante diferentes momentos da infecção 

 

O número de parasitos circulantes nos camundongos infectados através da 

alimentação de uma ninfa infectada foi avaliado nos dias 1-7, 15 e 30 após a infecção. 

Foram avaliados 24 camundongos e destes, apenas dois (8%) apresentaram parasitos no 

sangue periférico. Além disso, foram detectados no máximo três parasitos por campo 

dentre os cinquenta campos examinados sendo todos os flagelados detectados nos 

primeiros sete dias de infecção.  
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5.6 Avaliação da presença de parasitos no conteúdo intestinal de ninfas recém 

alimentadas em camundongos infectados 

 

 O número de parasitos presentes no conteúdo intestinal de ninfas recém-

alimentadas em camundongos infectados foi avaliado em ninfas que se alimentaram em 

animais com 1, 7, 15 e 30 dias de infecção. Dos 20 insetos examinados, somente um 

(5%) apresentou parasitos no conteúdo recém-ingerido durante o repasto sanguíneo. O 

número de parasitos encontrados nesse inseto foi de 1 parasito dentre os 50 campos 

examinados.  
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6. DISCUSSÃO 

   

A infecção pelo T. rangeli foi inicialmente descrita por Tejera em 1920 e desde 

então uma série de trabalhos vem estudando as interações do parasito com seus 

hospedeiros. Apesar de muitos trabalhos terem sido desenvolvidos tanto através de 

pesquisa em modelos naturalmente infectados quanto em experimentos em laboratório, 

ainda existem várias lacunas no conhecimento do ciclo do parasito em ambos 

hospedeiros vertebrados e invertebrados. 

A questão mais relevante e ainda sem compreensão está relacionada ao 

desenvolvimento do T. rangeli no hospedeiro vertebrado. Até o presente momento, não 

se sabe como o parasito se mantém nestes hospedeiros uma vez que não se encontram 

formas multiplicativas do parasito nem na circulação sanguínea como ocorre para T. 

brucei (Welburn et al., 1989) e T. conorhini (Donovan, 1909), nem formas replicativas 

intracelulares como as observadas em T. cruzi (Chagas, 1909) e Leishmania spp. 

(Cunha e Chagas, 1937). Apesar disso, o T. rangeli é amplamente encontrado na 

natureza (Miles et al., 1983; Maia da Silva et al., 2004a, b), infectando diversas 

espécies de triatomíneos e uma ampla gama de mamíferos (Steindel et al., 1991; 

Ramirez et al., 2002; Gurgel-Goncalves et al., 2004; Maia da Silva et al., 2007).  

A infecção natural pelo T. rangeli no hospedeiro invertebrado normalmente 

apresenta o seu desenvolvimento completo (intestino, hemolinfa e glândulas salivares) 

nas espécies do gênero Rhodnius, sendo que nos outros gêneros parece estar restrita ao 

trato intestinal dos insetos. Isolados de T. rangeli de diferentes origens geográficas 

mostram comportamentos variáveis em diferentes espécies de Rhodnius, sendo que a 

transmissão pela picada parece ser restrita às espécies vetoras locais, sugerindo uma 

relação evolutiva muito próxima entre isolados de T. rangeli e seus vetores simpátricos 

(D’Alessandro e Saravia 1999; Guhl e Vallejo 2003; Vallejo et al., 2003; De Stefani 

Marquez et al., 2006). Análises filogeográficas e moleculares demonstraram haver uma 

congruência entre as linhagens de T. rangeli e os complexos das espécies de Rhodnius. 

Esses estudos corroboraram com a ideia de uma longa coexistência dos parasitos e seus 

vetores, com divergências de linhagem associadas com espécies simpátricas de 

Rhodnius sem associação particular com espécies de hospedeiros vertebrados (Maia da 

Silva et al., 2007). Esta possível relação evolutiva entre o T. rangeli e seus hospedeiros 

invertebrados associados com uma possível ausência de multiplicação do parasito no 
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hospedeiro vertebrado, sugeriria a existência de formas alternativas de transmissão, 

além da conhecida ingestão de parasitos durante o repasto sanguíneo no vertebrado.  

O comportamento de hemolinfagia tem sido descrito para diferentes espécies de 

triatomíneos, dentre elas, P. megistus (Machado, 1914; Brumpt, 1914; Dias, 1936), T. 

infestans (Brumpt, 1914; Phillips, 1960; Alves et al., 2011), Triatoma chagasi (Brumpt, 

1914), R. prolixus (Brumpt, 1914; Pifano et al., 1948; Añez, 1982), Triatoma 

phyllosoma, Triatoma pallidipennis, Triatoma longipes, Triatoma quasayana 

(Ryckman, 1951), Triatoma proctata e Triatoma maculata (Phillips, 1960). Embora 

haja evidências da ocorrência do comportamento em situações naturais, a hemolinfagia 

ocorre principalmente nos primeiros estádios ninfais quando os insetos estão sob 

estresse nutricional e com isso, realizariam o comportamento de modo a garantir sua 

sobrevivência até conseguirem realizar a alimentação convencional. Além disso, 

acredita-se que os insetos que realizam esse comportamento podem ter conservado ao 

longo de sua evolução alguns de seus hábitos entomófagos (Brumpt, 1914). Alguns 

trabalhos mostraram a transmissão do T. cruzi de ninfas infectadas para ninfas controle 

(Brumpt, 1914; Dias, 1936; Marinkelle, 1965; Schaub, 1988). A transmissão do T. 

rangeli através do comportamento de hemolinfagia foi relatada por Añez (1982) 

utilizando como fonte alimentar ninfas de 5º estádio de R. prolixus e R. robustus 

infectadas e como ninfas testes, ninfas de 1º estádio de R. prolixus. Com base nestes 

trabalhos, o primeiro objetivo do presente estudo foi avaliar as taxas de transmissão da 

cepa Choachi de T. rangeli entre ninfas de R. prolixus através do comportamento de 

hemolinfagia. Foram avaliadas a motivação dos insetos para realizarem o 

comportamento, bem como a porcentagem de insetos infectados pelo parasito em 

decorrência da hemolinfagia. Apenas uma ninfa, dentre 20 testadas, tentou picar a ninfa 

alimentada e infectada, não tendo sido observado o alargamento do abdome, o que 

indicaria ingestão. Esses dados corroboram com o trabalho de Pífano (1948) que 

também não observou realização de repasto entre ninfas de R. prolixus. O hábito de se 

alimentar de hemolinfa de outros insetos provavelmente foi herdado dos ancestrais 

predadores dos triatomíneos, sendo que vários autores já demonstraram a ocorrência da 

hemolinfagia ocorrendo entre triatomíneos e outros artrópodes, como T. rubrovaria e 

larvas de abelhas ou aranhas (Abalos e Wygodzinsky 1951), E. mucronatus e aranhas 

(Miles et al., 1981), B. herreri e baratas (Sandoval et al., 2004) e T. pseudomaculata e 

baratas (Pontes et al., 2011). Na natureza onde a oferta de sangue é ocasional, é bastante 

provável que os triatomíneos utilizem-se do comportamento de hemolinfagia como uma 
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maneira de sobreviver nos períodos de escassez nutricional. A baixa motivação em 

realizar a hemolinfagia observada no presente estudo poderia ser decorrente de um 

tempo de jejum insuficiente, uma vez que o R. prolixus é capaz de sobreviver até três 

meses sem se alimentar (Friend e Smith, 1985). Por essa razão, para avaliar a 

transmissão do T. rangeli entre ninfas de R. prolixus, ninfas controles (com jejum de 20 

dias) e infectadas (alimentadas) foram mantidas juntas por 15 dias. Entretanto, nem um 

estresse nutricional prolongado promoveu a transmissão do parasito, já que nenhuma 

ninfa apresentou parasitos no conteúdo intestinal no final do experimento. Esses dados 

corroboram com os resultados de Marinkelle (1965) que não observou transmissão do 

parasito ao expor 1.000 ninfas de R. prolixus a 15 triatomíneos infectados por um 

período de 15 dias. Sendo assim, a transmissão do T. rangeli entre ninfas, através do 

comportamento de hemolinfagia, não parece ter um papel relevante na circulação do 

parasito na natureza, uma vez que, mesmo quando relatada a ocorrência de transmissão, 

as taxas observadas são relativamente baixas (Añez, 1982).  

Outra forma alternativa de transmissão do T. rangeli seria a transferência de 

parasitos de um inseto infectado para outro saudável no momento em que ambos 

realizam o repasto sanguíneo em um hospedeiro vertebrado sadio. Esse tipo de 

transmissão já foi relatada por Tobie (1961) e Cuba Cuba (1972), apesar das condições 

experimentais não terem sido claramente descritas. Sendo assim, no presente estudo 

foram realizados cinco ensaios diferentes em que uma ninfa não infectada e outra 

infectada eram simultaneamente alimentadas em um camundongo anestesiado não 

infectado. Nos ensaios, as ninfas foram separadas fisicamente para que não houvesse a 

possibilidade de ocorrência de cleptohematofagia (alimentação do sangue ingerido), 

comportamento frequentemente observado na rotina de alimentação do laboratório. 

Nessas condições, todas as ninfas apresentaram parasitos no conteúdo intestinal depois 

de um período de 21 dias. As taxas de infecção se mantiveram altas mesmo quando 

duas ou cinco ninfas saudáveis foram colocadas juntas com uma ninfa infectada. Esses 

dados sugerem fortemente que esta forma de transmissão deve ter um papel relevante na 

manutenção do T. rangeli na natureza. Os triatomíneos são insetos oportunistas, 

adaptados a alimentações ocasionais. Os ninhos de mamíferos e aves, refúgios 

normalmente utilizados por triatomíneos, são locais de ocupação temporária, 

dependendo geralmente da oferta de alimentos na redondeza, e se mantendo pelo tempo 

de criação dos filhotes (Figueira et al., 2006). A presença de um vertebrado mesmo que 

transitória, garantiria a transmissão do parasito entre os insetos de uma colônia, em 
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situações em que não haja hospedeiros habitando permanentemente os refúgios. É 

importante ressaltar que a transmissão só foi avaliada em camundongos, sendo 

necessário um estudo mais detalhado utilizando-se outros vertebrados como modelo (ex. 

aves e répteis) para uma melhor compreensão da dinâmica deste tipo de transmissão.  

De acordo com os resultados obtidos no presente estudo, uma vez que um 

hospedeiro mamífero funcione como fonte alimentar para um triatomíneo com 

glândulas salivares contendo formas infectantes do T. rangeli, a probabilidade de o 

mesmo adquirir a infecção é bastante alta. Sabe-se que a salivação de R. prolixus ocorre 

durante todas as fases do processo alimentar (Soares et al., 2006) e que cerca de 40% da 

saliva que foi previamente produzida e estocada é liberada durante a alimentação (Paim 

R., comunicação pessoal). Entretanto, ainda não se sabe a quantidade de tripomastigotas 

de T. rangeli que são liberados durante a alimentação. A quantificação exata do número 

de parasitos liberados durante a alimentação é difícil de ser obtida e necessita de 

técnicas de microscopia e de biologia molecular cujo período de padronização não seria 

compatível com uma dissertação de mestrado. Sendo assim, no presente estudo foi 

realizado um ensaio para avaliar estimativamente a quantidade de parasitos que são 

inoculados durante um repasto sanguíneo. Como tanto a quantidade de tripomastigotas 

existentes nas glândulas salivares, quanto o tempo de alimentação (que vai interferir na 

quantidade de saliva liberada) são variáveis entre os insetos, o desvio padrão obtido nas 

duas metodologias utilizadas foi bastante elevado. Mesmo assim, foi possível 

demonstrar uma redução significativa no número de parasitos naqueles insetos que 

realizaram o repasto sanguíneo. A contagem na câmara de Neubauer mostrou que pelo 

menos 50.000 tripomastigotas metacíclicos são liberados por cada microlitro de saliva 

durante o processo alimentar de uma ninfa infectada.  

A transmissão destes parasitos adquiridos pelos camundongos para insetos 

saudáveis também se mostrou bastante relevante, uma vez que mais de 70% das ninfas 

que se alimentaram nos camundongos infectados apresentaram parasitos no trato 

intestinal 21 dias após a alimentação. Dentro deste período, 4,8% das ninfas também 

apresentaram parasitos na hemolinfa. Mesmo com o breve período de infecção, as 

porcentagens de insetos infectados com parasitos também na hemolinfa estão de acordo 

com o descrito na literatura, onde podem variar de 2 a 50% (Marinkelle, 1968, Tobie, 

1965, 1970; Añez et al, 1987; Hecker et al., 1990). A invasão da hemolinfa pelos 

parasitos presentes no trato intestinal parece ocorrer ao acaso, não tendo sido 

estabelecido, até o momento, um período mínimo para que ocorra. Estudos mostram que 
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a invasão pode acontecer em algumas semanas após o início da infecção (Groot, 1954; 

Grewal, 1957; D’Alessandro, 1972), embora a mesma já tenha sido observada em 

apenas 24 horas após a realização da alimentação infectiva (Añez, 1980). Apesar de 

suficiente para a invasão da hemolinfa, o período de 21 dias provavelmente foi 

demasiado curto para que os flagelados alcançassem e invadissem as glândulas 

salivares, o que explicaria a ausência de tripomastigotas nas glândulas durante o exame 

dos insetos. Paim e colaboradores (2013) demonstraram que a colonização das 

glândulas salivares por parasitos inoculados diretamente na hemolinfa se inicia a partir 

do nono dia, sendo que somente 25 dias após a infecção, as taxas de infecção chegam 

próximas aos 100%.   

Uma vez que, até o momento, os dados da literatura não suportam a existência 

de um ciclo de multiplicação do parasito no vertebrado (Molyneaux, 1973; Osório et al., 

1995; Tanoura et al., 1999; Eger-Mangrich et al., 2001), seria esperado que um 

mamífero que recebesse um único inóculo de parasitos, que de acordo com os presentes 

dados tende a ser bastante concentrado, fosse gradualmente perdendo a capacidade de 

infectar novas ninfas a medida que estes parasitos fossem sendo eliminados da 

circulação. Surpreendentemente, foram observadas taxas elevadas de infecção das 

ninfas, inclusive naquelas que se alimentaram em camundongos infectados há mais 

tempo. Em adição, uma avaliação estimativa apontou um provável aumento da carga 

parasitária nos insetos que se alimentaram em camundongos infectados há mais tempo. 

Esses resultados nos levaram a repetir o ensaio, incluindo a quantificação dos parasitos 

através da contagem em câmara de Neubauer. Foram feitas duas repetições 

subsequentes, a primeira com camundongos infectados nas mesmas condições que o 

ensaio inicial, ou seja, as ninfas que infectaram os animais foram previamente 

infectadas com parasitos recém isolados da passagem triatomíneo-camundongo. As 

taxas de infecção dos insetos no final da segunda repetição foram bastante semelhantes 

ao primeiro ensaio. Entretanto, a contagem dos parasitos no trato intestinal das ninfas 

positivas não confirmou o aumento observado no primeiro ensaio, o que pode ser 

decorrente dos diferentes métodos utilizados para a quantificação. A terceira repetição 

foi iniciada com ninfas previamente infectadas com parasitos que estavam sendo 

mantidos em meio de cultura há mais tempo. Aparentemente, esse fato teve um efeito 

relevante no desenvolvimento da infecção no camundongo, uma vez que as taxas de 

infecção, bem como a carga parasitária dos insetos que se alimentaram nesses animais 

foram reduzidas naqueles insetos que se alimentaram em camundongos com um dia de 
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infecção. Redução semelhante na carga parasitária foi observada para as ninfas que se 

alimentaram em camundongos com 15 dias de infecção. Entretanto, o que mais chamou 

a atenção, foi a ausência de infecção observada nos insetos que se alimentaram em 

camundongos com 30 dias de infecção. Já tem sido relatado na literatura que o T. 

rangeli necessita de passagens constantes pelos seus hospedeiros para que a sua 

infectividade seja mantida (Tobie, 1964; Vallejo et al., 1986). Além disso, nosso grupo 

tem demonstrado que parasitos mantidos por mais do que dois meses em meio de 

cultura promovem infecções mais virulentas nos insetos, levando a aumentos relevantes 

nas taxas de mortalidade, atrasos no período intermuda, além da ocorrência de ecdises 

defeituosas que impedem o desenvolvimento dos insetos (Rodrigues et al., 2011). 

Entretanto, essa é a primeira vez em que foi possível demonstrar um efeito da 

manutenção do T. rangeli em meio de cultura no desenvolvimento da infecção no 

hospedeiro vertebrado, que aparentemente diminui sua capacidade de transmitir a 

infecção. A manutenção da cepa Choachi, multiclonal, em meio de cultura por longos 

períodos, provavelmente seleciona populações adaptadas ao crescimento no meio 

artificial, mas que não se desenvolvem eficientemente em hospedeiros vivos.  

Muitos dos trabalhos que estudam o T. rangeli no hospedeiro vertebrado têm por 

objetivo localizar o parasito no vertebrado, através de testes diagnósticos (Paredes e 

Paredes, 1949; Groot et al., 1950; Groot, 1954; Sandreuter-Herbig, 1957; Souza e 

Johson, 1971; Añez et al., 1981; 1985; Steindel, 1993). Nesses estudos, entretanto, não 

existe o controle de como e quando a infecção teve início, nem quantas vezes o animal 

em estudo esteve exposto ao parasito. Nos estudos de laboratório que avaliam o 

desenvolvimento do parasito no mamífero, o início da infecção é normalmente feito 

através do inóculo de formas de cultura (Pífano,1952; Sandreuter-Herbig, 1957) ou 

ainda, quando iniciado através da alimentação de insetos infectados, faltam informações 

precisas acerca da metodologia utilizada (Urdaneta-Morales e Tejero, 1985; Scorza; 

1986; Osório et al., 1995). Os resultados do presente estudo mostraram que quando a 

cepa Choachi é mantida circulando em seus hospedeiros, as taxas de infecção dos 

insetos alimentados em camundongos infectados há mais tempo (até 126 dias após a 

infecção) permaneceram altas. Uma possível explicação para esse encontro poderia ser 

uma maior quantidade de parasitos circulantes no vertebrado, obtida através das 

condições de infecção utilizadas, o que poderia ter levado a uma maior resistência dos 

parasitos, ou ainda, da possibilidade dessas formas se multiplicarem na corrente 

sanguínea, como ocorre com o T. brucei (Welburn et al., 1989). Sendo assim, 24 
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camundongos tiveram amostras de sangue coletadas em diferentes dias pós infecção 

para a busca e quantificação de parasitos, mas em apenas 8% deles foram encontrados 

tripomastigotas sanguíneos. Nem mesmo as curvas de parasitemia tão bem descritas na 

literatura, com picos entre o terceiro e quinto dias (Sandreuter-Herbig, 1957; Tobie, 

1961; Molineaux, 1973; Urdaneta Morales e Tejero, 1985) foram observadas. Análises 

posteriores de lâminas contendo amostras coradas por Giemsa também não mostraram, 

nos poucos parasitos visualizados, a presença de formas em divisão (dados não 

mostrados). Esses resultados sugerem fortemente que a aquisição dos parasitos pelos 

insetos não acontece em decorrência de uma elevada concentração de parasitos 

presentes na corrente sanguínea dos camundongos, nem mesmo no dia seguinte ao 

inóculo, onde esse número deveria estar ainda bastante elevado. Gordon e Lumsden 

(1939) já haviam demonstrado, avaliando a transmissão de microfilárias para mosquitos 

(Culex molestus, Aedes aegypti e Anopheles maculipennis), que a contagem de parasitos 

que se obtém de amostras a fresco normalmente não reflete a quantidade dos mesmos 

que é encontrada no trato intestinal dos insetos após a realização do repasto. No caso 

das filárias, o fato se deve a uma preferência de localização das mesmas nos vasos 

periféricos, que faz com que aqueles mosquitos que se alimentam desses locais 

apresentem um número maior de parasitos no conteúdo intestinal (Gordon e Lumsden, 

1939). Outra hipótese para essa diferença poderia estar na existência de quimiotaxia 

pela saliva, como demonstrado por Strong (1934) para Simulium infectados por 

Onchocerca volvulus. Neste caso, mesmo com parasitemias sanguíneas escassas, a 

presença da saliva liberada pelo inseto durante a alimentação garantiria a ingestão de 

um número elevado de parasitos. Este fenômeno aparentemente não parece ter ocorrido 

no caso do T. rangeli, uma vez que a avaliação do intestino médio anterior de ninfas 

imediatamente após a ingestão do sangue contaminado não mostrou a ocorrência de 

parasitos em quantidade possível de ser detectada pela contagem de câmara de 

Neubauer. Entretanto, uma vez que a saliva dos triatomíneos, assim como a dos demais 

insetos hematófagos, possui um arsenal de moléculas com funções múltiplas (Ribeiro et 

al., 2004) e já tem sido envolvida como facilitadora da transmissão de parasitos do 

inseto para o vertebrado, como para Leishmania (Cunha e Chagas, 1937) e para T. cruzi. 

(Cunha e Chagas, 1937), a existência de processos quimiotáticos no sentido inverso 

(vertebrado-inseto) não deve ser descartada e necessita ser melhor avaliada. 

Apesar de não ter sido possível encontrar o T. rangeli em quantidades suficientes 

na corrente sanguínea do hospedeiro mamífero, mesmo sabendo-se da alta carga de 
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parasitos que é inoculada pelo inseto durante o repasto sanguíneo, os resultados do 

presente estudo demonstraram claramente que o parasito se mantém presente no 

hospedeiro vertebrado por longos períodos, sendo capaz de ser transmitido para insetos 

saudáveis. Esses dados sugerem fortemente a existência de um ciclo de 

desenvolvimento no vertebrado, ainda não descrito, o que inclusive, será um dos 

prosseguimentos do presente estudo. Além das promissoras perspectivas, o presente 

estudo adicionou relevantes informações ao ciclo de desenvolvimento do T. rangeli, 

buscando também contribuir para uma melhor compreensão dos processos de interação 

entre os parasitos e seus hospedeiros naturais. 
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7. CONCLUSÃO 

 

- Ninfas saudáveis e em jejum de R. prolixus expostas a co-específicos alimentados e 

infectados, não apresentaram motivação significativa para realização do comportamento 

de hemolinfagia. Mesmo quando mantidos juntos por períodos prolongados, nenhum 

dos insetos saudáveis se infectou pelo T. rangeli;  

 

- Ninfas saudáveis que foram colocadas para se alimentarem simultaneamente com 

ninfas infectadas num mesmo hospedeiro sadio, apresentaram taxas de infecção 

superiores a 60%; 

 

- O número médio de parasitos presentes nas glândulas salivares foi bastante variável 

entre insetos infectados. Entretanto, foi possível demonstrar que ocorre uma elevada 

redução no número de tripomastigotas metacíclicos nas glândulas após o repasto 

sanguíneo. O número de parasitos liberados pode chegar a 50.000 por microlitro de 

saliva; 

 

- As taxas de infecção de camundongos que foram expostos a uma única alimentação 

por uma ninfa de R. prolixus infectada foram bastante elevadas, ficando em torno de 

90%; 

 

- A transmissão do T. rangeli de camundongos infectados pela cepa Choachi, recém 

passada por triatomíneo-camundongo, para insetos saudáveis foi bastante elevada, 

independentemente do período pós infecção em que o animal se encontrava no 

momento da alimentação das ninfas; 

 

- A transmissão do T. rangeli de camundongos infectados pela cepa Choachi mantida 

em meio de cultura para insetos saudáveis foi reduzida, como também foram reduzidas 

as cargas parasitárias nos insetos que se infectaram; 

 

- O número de parasitos presentes na circulação sanguínea de camundongos infectados, 

bem como o número de parasitos presentes no intestino médio anterior de ninfas recém 
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alimentadas em camundongos infectados não foram suficientes para serem detectados 

através da contagem em câmara de Neubauer; 

 

- Apesar do raro encontro de parasitos circulantes no hospedeiro mamífero, as altas 

taxas de infecção encontradas nas ninfas que se alimentaram nesses animais, mesmo 

naqueles infectados há mais tempo, sugerem fortemente a existência de um ciclo de 

desenvolvimento do T. rangeli em seu hospedeiro mamífero. 
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