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Resumo 

Neste trabalho foram avaliados dois métodos de diagnóstico, da doença de Chagas, a 

hemocultura e a reação em cadeia da polimerase (PCR), além do perfil genético das 

populações do Trypanosoma cruzi recém-isoladas de 91 pacientes chagásicos crônicos, não 

tratados, com formas clínicas definidas, indeterminada (n=23) e cardíaca (n=68). A 

positividade total da hemocultura foi de 54,95% e, quando relacionada à forma clínica 

foram positivos 60,29% dos pacientes com a forma cardíaca e 39,13% dos portadores da 

forma indeterminada. O T. cruzi foi detectado em 70,00% das hemoculturas entre 30-60 

dias e 56,00% dos pacientes positivaram um ou dois tubos. A PCR detectou o kDNA do 

parasito em 98,90% dos pacientes e, em relação a forma clínica a positividade foi 100,00% 

nos pacientes cardíacos e 95,65% nos portadores da forma indeterminada. A associação 

dos métodos aumentou a positividade em 43,96%, uma vez que 54,95% dos pacientes 

foram positivos tanto pela PCR quanto pela hemocultura e 1,09% foram negativos em 

ambos os métodos. A variabilidade genética foi analisada em 36 isolados do T. cruzi 

procedentes de 29 pacientes chagásicos cardiopatas e sete portadores da forma 

indeterminada usando os marcadores moleculares: domínio divergente D7 do gene rDNA 

24Sα, gene mitocondrial citocromo oxidase subunidade II (CO II) e região intergênica dos 

genes de miniexon (SL-IRac) e, 97,22% dos isolados do T. cruzi foram relacionados ao 

rDNA 1 e haplogrupo mitocondrial C associados a DTU II. Entretanto, um único isolado 

de paciente com a forma clínica indeterminada foi associado à DTU III ou DTU V pelo 

marcador rDNA 24sα e a DTU I por CO II. A análise com o marcador dos genes SL-IRac 

confirmou que este isolado corresponde a DTU I. Os dados demonstraram que a 

hemocultura e a PCR foram eficientes com a coleta de apenas uma amostra de sangue e, 

quando associados aumentam à sensibilidade no diagnóstico da doença de Chagas crônica. 

A PCR é mais sensível para o diagnóstico, visto que, foi capaz de detectar o kDNA do 

parasito em pacientes negativos para a hemocultura. O perfil genético dos isolados do T. 

cruzi demonstrou que não foi possível estabelecer associação com as formas clínicas dos 

pacientes chagásicos. 
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Abstract 

This study evaluated two diagnostic methods for Chagas disease, such as blood culture and 

polymerase chain reaction (PCR) as well as genetic profile of Trypanosoma cruzi 

populations freshly isolated from 91 untreated chronic chagasic patients with defined 

clinical forms, indeterminate (n=23) and cardiac (n=68). Total positivity of blood culture 

was 54.95%, and 60.29% of cardiac patients and 39.13% of patients with indeterminate 

clinical form were positive. T. cruzi was detected in 70.00% of blood cultures between 30-

60 days, and 56.00% of patients had one or two positive tubes. T. cruzi kDNA was 

detected by PCR in 98.90% of patients, in relation to clinical form; the positivity was 

100.00% in cardiac patients and 95.65% of patients with indeterminate clinical form. The 

association between increased positivity in 43.96%, since 54.95% of patients were positive 

by both PCR and blood culture and 1.09% were negative by both methods. The association 

of these methods increased positivity in 43.96%, since 54.95% of patients were positive by 

both PCR and blood culture, and 1.09% were negative by both methods. The genetic 

variability was analyzed in 36 isolates of T. cruzi, 29 chagasic patients with heart disease 

and seven patients with indeterminate form using molecular markers: divergent domain D7 

24Sα rDNA gene, mitochondrial gene cytochrome oxidase subunit II (CO II) and 

intergenic region of genes miniexon (SL-IRac), and 97.22% of T. cruzi isolates were 

related to rDNA 1 and mitochondrial haplogroup C associated with DTU II. However, an 

isolate from a patient with indeterminate clinical form was associated to DTU III or V by 

rDNA 24sα marker and DTU I with CO II. The analysis with SL-IRac confirmed that this 

isolate corresponds to DTU I. The data demonstrated that blood culture and PCR were 

efficient with just a blood sample and, when associated increased sensitivity in the 

diagnosis of chronic Chagas disease. PCR is more sensitive for the diagnosis, since it was 

able to detect parasite kDNA in blood culture negative patients. The genetic profile of the 

isolates of T. cruzi showed that it was not possible to establish an association with the 

clinical forms of chagasic patients. 
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1 Introdução 

1.1 Trypanosoma cruzi e aspectos gerais da doença de Chagas 

A tripanossomíase americana ou doença de Chagas (CHAGAS, 1909), é uma enzootia 

de animais silvestres que passou a ser transmitida para humanos como antropozoonose 

quando o homem invadiu os ecótopos silvestres. A descoberta da doença foi uma das mais 

bem sucedida e completa em toda a história da medicina tropical, já que se partiram da 

identificação do vetor e do agente etiológico, até a descrição do ciclo biológico completo da 

doença, aspectos estes determinados por um mesmo pesquisador em um curto espaço de 

tempo (COURA, 2007). A doença de Chagas endêmica tornou-se estabelecida como uma 

zoonose nos últimos 200-300 anos quando os triatomíneos colonizaram e se adaptaram ao 

ambiente domiciliar, embora a transmissão contínua do Trypanosoma cruzi possa ocorrer com 

ou sem o envolvimento de seres humanos (COURA & DIAS, 2009; MONCAYO & 

SILVEIRA, 2009). Em relação ao ciclo silvestre de transmissão, após as campanhas bem 

sucedidas dirigidas ao controle do vetor domiciliado, que incluíam o uso de inseticidas em 

domicílios e a educação em saúde, dados relatam que na América Latina 15 países ainda 

permanecem endêmicos com aproximadamente oito milhões de indivíduos infectados pelo T. 

cruzi. No Brasil estima-se que ainda há cerca de dois milhões de infectados (OPAS, 2006; 

MONCAYO & SILVEIRA, 2009). Esta enfermidade assume grande importância na América 

Latina e está intimamente relacionado com o desenvolvimento social e econômico. Ainda, o 

impacto da doença durante a fase crônica é importante devido à elevada morbidade, como 

demonstrado por dados desses países (WHO, 2002; ZINGALES et al., 2012). Considerando 

que, cerca de 30% de indivíduos infectados podem desenvolver lesões cardíacas e digestivas 

severas tais como, arritmia cardíaca, megaesôfago e megacólon a cada ano, o custo estimado 

para implantação de marca-passo e cirurgia corretiva somaria aproximadamente 750 milhões 

de dólares/ano, valor que seria suficiente para a construção ou melhoria de mais de 700 mil 

habitações rurais (MONCAYO & SILVEIRA, 2009).  

A interação do T. cruzi com o hospedeiro é bastante dinâmica, diversos fatores podem 

estar envolvidos, aqueles relacionados à patogenia da doença de Chagas, alguns inerentes ao 

parasito, tais como, polimorfismo, tropismo, constituintes antigênicos, carga parasitária além 

dos relacionados ao hospedeiro, como constituição genética, idade e sexo (BRENER, 1997). 

A fase aguda da infecção pelo T. cruzi tem duração variável entre duas e quatro semanas 

evoluindo para a fase crônica, que persiste por toda a vida do hospedeiro (LARANJA et al., 

1956; DIAS, 1984). A fase aguda é geralmente assintomática ou se apresenta como uma 
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doença controlada febril e é detectada em apenas 1-2% dos indivíduos infectados. Os 

sintomas podem aparecer em uma a duas semanas após a exposição aos vetores infectados ou 

até alguns meses após a transfusão de sangue de indivíduos infectados (RASSI Jr et al., 2010; 

WHO, 2012). Na fase aguda a morte ocorre ocasionalmente em menos de 5 a 10% dos casos 

sintomáticos devido à miocardite grave ou meningoencefalite ou ambos (TEIXEIRA et al., 

2006; RASSI Jr et al., 2010). Aproximadamente 90% dos indivíduos infectados nesta fase 

resolvem as manifestações da infecção espontaneamente. Cerca de 60% desses indivíduos 

nunca desenvolverá clinicamente a doença aparente mesmo sem tratamento específico. Esse 

quadro caracteriza a forma indeterminada da doença crônica com persistente reatividade 

sorológica anti-T. cruzi, hemocultura, xenodiagnóstico e PCR positivos ou não, sem 

alterações no eletrocardiograma (ECG) e exames radiológicos, e ainda, com a ausência de 

sinais e sintomas da doença de Chagas. A grande maioria dos pacientes com a forma clínica 

indeterminada possui entre 20-50 anos de idade e são identificados durante o rastreamento em 

bancos de sangue ou pela história familiar (ANDRADE, 1985; MACÊDO, 1997; RIBEIRO & 

ROCHA, 1998; MACÊDO, 1999; TEIXEIRA et al., 2006; COURA, 2007; COURA & 

BORGES-PEREIRA, 2010; RASSI et al., 2010; TEIXEIRA et al., 2011). Os demais (30-

40%) podem desenvolver, em 10 a 30 anos após a infecção inicial, as formas clínicas da 

doença denominadas cardíaca, digestiva e/ou cardiodigestiva (DIAS, 1995). 

Há uma grande variabilidade regional nas manifestações clínicas e morbidade da doença 

de Chagas (COURA et al., 1983, 1985), a qual pode ser atribuída, em parte, à eficácia da 

resposta imune e aos aspectos genéticos dos indivíduos infectados e primariamente à 

complexidade da estrutura populacional do T. cruzi (MILES et al., 1981; TIBAYRENC & 

AYALA, 1999; CASTLE, 2000). As características biológicas das cepas e clones do T. cruzi 

e, particularmente o seu tropismo tecidual, certamente têm uma importante função como 

determinantes da doença de Chagas e sua forma clínica (COURA, 2007). Dados da literatura 

têm demonstrado que a resposta imune do hospedeiro participa no controle da multiplicação 

do parasito nos tecidos. A passagem do T. cruzi pelo hospedeiro vertebrado deve sofrer 

pressão seletiva do sistema imunológico deste com consequente destruição de alguns clones 

menos resistentes, uma vez que ambas subpopulações de linfócitos TCD4+ e CD8+ exercem 

um papel ativo no controle da infecção pelo T. cruzi (ROTTENBERG et al., 1995). Embora a 

patogenia da doença de Chagas na fase crônica não esteja completamente elucidada, um 

consenso crescente indica que a persistência do parasito é necessária para o desenvolvimento 

da doença (TARLETON & ZHANG, 1999; KIERSZENBAUM, 2007; BONNEY et al., 

2008). 
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1.2 O Trypanosoma cruzi e a variabilidade intraespecífica 

O T. cruzi pertence à ordem Kinetoplastida e caracteriza-se pela presença de uma única 

estrutura mitocondrial denominada cinetoplasto, que representa 20-25% do total de DNA da 

célula ou DNA do cinetoplasto (kDNA) (BRENER, 1997; SOUZA, 2009). O kDNA está 

organizado em uma rede complexa de moléculas circulares concatenadas, denominadas de 

maxicírculo e minicírculo, composta aproximadamente de 50 cópias de maxicírculos 

apresentando em torno de 20 kilobases (kb) e 5-10.000 cópias de minicírculos de 1,4kb. Esta 

organela localiza-se próximo ao núcleo e tem a forma e estrutura organizada de acordo com o 

desenvolvimento do protozoário (SIMPSON, 1987; SOUZA, 2009). Os maxicírculos 

possuem cerca de 22.000 pares de bases (pb) de tamanho e o número de cópias por célula que 

varia de 20-50 e, apresenta estrutura genética e função correspondentes a mitocôndria, 

codificam o RNA e as subunidades do complexo respiratório e, por essa razão, eles são os 

equivalentes funcionais do DNA mitocondrial de outros eucariotos (SIMPSON, 1987; 

JUNQUEIRA et al., 2005; WESTENBERGER et al., 2006; SOUZA, 2009).  

A organização do maxicírculo consiste em uma região transcrita contendo genes de 

rRNA,  genes estruturais, de uma região divergente ou variável, contem também, repetidas 

sequências variadas de função ainda desconhecidas (SIMPSON, 1987). Uma característica 

importante do genoma dos maxicírculos, além da presença de vários genes, é a falta de alguns 

elementos-chave para a sua tradução, como códons de iniciação ou janelas abertas de leitura 

descontínua, o que é resolvido pela adição e/ou remoção de uridinas após a transdução 

(SIMPSON, 1987; WESTENBERGER et al., 2006). Com a descrição das sequências de DNA 

de maxicírculos do clone CL Brener e da cepa Esmeraldo foi demonstrado que as regiões 

codificantes nestas duas cepas apresentam pouca ou nenhuma variação de nucleotídeos, 

apesar de, apresentarem algumas inserções e/ou deleções cepa-específica, indicando que o 

maxicírculo pode ser um ótimo marcador para diferenciar as DTUs do T. cruzi. A região de 

codificação de ambos os maxicírculos sequenciados mostra conservação de genes da ordem 

Kinetopastida, com padrões semelhantes dentro do gênero Trypanosoma spp. 

(WESTENBERGER et al., 2006). A análise do genoma mitocondrial de seis amostras do T. 

cruzi demonstrou um aumento da expressão do gene NADH desidrogenase subunidade 7 

(ND7) nos isolados obtidos de pacientes com a forma cardíaca da doença de Chagas. Esta 

diferença foi detectada pela alteração essencial de ND7 e, a deleção foi associada à DTU II. 

Este e outros genes dessa via constituem alvos para ensaios de PCR no diagnóstico diferencial 

da cepa infectante, mas requer ainda validação em isolados recentes do parasito, de pacientes 

com diferentes manifestações clínicas. A identificação de marcadores moleculares representa 
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um avanço na associação entre a genética do parasito e a patogenia da doença (BAPTISTA et 

al., 2006). 

Os minicírculos do T. cruzi representam 95% do DNA total do cinetoplasto (SIMPSON 

& SILVA, 1971) e cada molécula do minicírculo está organizada em quatro regiões distintas, 

de sequências extremamente variáveis e, podem ser diversificados entre os isolados do 

parasito (TEIXEIRA et al., 2006). Estas sequências são intercaladas por quatro regiões de 

120-160pb de sequências bastante conservadas, que correspondem a aproximadamente 10% 

do comprimento do minicírculo e, dispostas em ângulo de 90º uma em relação à outra 

(SIMPSON, 1987; DEGRAVE et al., 1988). Esta molécula possui uma alta organização, com 

sequências não aleatórias e conservadas, sugerindo um papel funcional. Ainda, cada molécula 

contém a origem de replicação do DNA e estas são conservadas entre diferentes cepas do T. 

cruzi, onde, apenas duas dessas sequências possuem a duplicação de uma molécula ancestral 

(SIMPSON, 1987). A região variável (280-230pb) dos minicírculos está envolvida na 

formação de pequenos RNAs guias que controlam a especificidade do processo de edição 

(adição ou deleção de uridinas) do RNA mensageiro formado a partir dos maxicírculos 

(DEGRAVE et al., 1988; STUART & FEAGIN, 1992; JUNQUEIRA et al., 2005; 

WESTENBERGER et al., 2006). Os minicírculos são bastante variáveis entre as diferentes 

populações de T. cruzi e evoluem rapidamente permitindo a diferenciação de cepas 

evolutivamente muito próximas (JUNQUEIRA et al., 2005). Devido ao seu elevado número 

de cópias, os minicírculos do kDNA do T. cruzi têm sido utilizados como alvos preferenciais 

para o diagnóstico do parasito em indivíduos infectados, pois, esta estrutura pode representar 

um único marcador molecular comum as populações do T. cruzi (ÁVILA et al., 1991; 

GOMES et al., 1988; LAGES-SILVA et al., 2001; MEIRA et al., 2002; CASTRO et al., 

2002; JUNQUEIRA et al., 2005). 

O T. cruzi é um táxon heterogêneo constituído por um conjunto de populações que 

circulam na natureza entre diversos hospedeiros vertebrados e invertebrados silvestres e 

domésticos (MOREL et al., 1986; ZINGALES et al., 1998). A heterogeneidade das 

populações do T. cruzi tem sido demonstrada por diferentes marcadores que avaliam suas 

características biológicas, bioquímicas e genotípicas em amostras do T. cruzi isoladas de 

diferentes hospedeiros, áreas geográficas e, associadas à complexidade ecoepidemiológica 

(MILES et al., 1977; MELO & BRENER, 1978; MOREL et al., 1980; ANDRADE, 1985; 

STURM et al., 1989; CARNEIRO et al., 1990, 1991; ANDRADE & MAGALHÃES, 1997; 

MACEDO & PENA, 1998; CAMPBELL et al., 2004, MILES et al., 2009). A utilização 

desses marcadores para avaliar a heterogeneidade das populações do T. cruzi podem ajudar a 
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esclarecer a distribuição geográfica destas e, também, as diferenças nas manifestações clínicas 

dos pacientes chagásicos crônicos, a morbidade e a mortalidade dessa doença (MACEDO et 

al., 2004; MANOEL-CAETANO & SILVA, 2007).  

O T. cruzi pode apresentar populações multiclonais complexas diferindo em suas 

características biológicas, morfológicas e o seu comportamento no hospedeiro vertebrado 

como já relatadas (CHAGAS, 1909; BRENER & CHIARI, 1963). Em relação às 

características biológicas, as cepas do T. cruzi podem ser agrupadas em biodemas 

(ANDRADE & MAGALHÃES, 1997; DEVERA et al., 2002) ou então, dependendo de sua 

localização preferencial por determinados tecidos ou órgãos, em reticulotrópicas ou 

macrofagotrópicas e miotrópicas (MELLO & BRENER, 1978).  

A variabilidade bioquímica das populações do T. cruzi tem sido avaliada usando 

eletroforese de isoenzimas, ou análise de zimodemas. Esse agrupamento permite diferenciar 

as cepas isoladas tanto de humanos quanto de animais domésticos e silvestres, além das 

populações encontradas nos vetores. Os isolados do T. cruzi foram classificados de acordo 

com as suas diferenças e semelhanças por meio de diversos perfis eletroforéticos em três 

zimodemas: Z1, Z2 e Z3 (MILES et al., 1977) e, posteriormente em quatro: ZA, ZB, ZC e ZD 

(ROMANHA, 1982). A análise desses zimodemas mostrou que Z2 e ZA são equivalentes e, 

no Brasil, são encontrados seis zimodemas principais correspondentes ao Z1, Z2 (ou ZA), Z3, 

ZB, ZC e ZD. Destes, o que está associado ao ciclo doméstico é Z2 e, Z1 e Z3 seriam 

encontrados principalmente no ciclo silvestre (BARRET et al., 1980; MILES et al., 1980). No 

entanto, com o aumento do número de marcadores enzimáticos para análise, é possível 

detectar elevada heterogeneidade entre as cepas (TIBAYRENC et al., 1986). Utilizando 15 

marcadores enzimáticos e 121 cepas do T. cruzi procedentes de diversos países, estes autores 

distinguiram 43 zimodemas ou clonets e, em 16 desses, a diferença foi encontrada em apenas 

um alelo, sendo assim, estes marcadores permitiram estabelecer importantes parâmetros sobre 

a estrutura genética das populações do T. cruzi. A análise molecular do T. cruzi permitiu, 

ainda, caracterizá-los em esquizodemas, relacionados ao polimorfismo de tamanhos dos 

fragmentos de restrição do kDNA (RFLP) que demonstraram a variabilidade do kDNA do 

parasito gerando perfis de bandas cepa-específica, indicando diferentes graus de variabilidade 

intraespecífica nas sequências dos minicírculos do kDNA. Entre os padrões de RFLP foi 

detectada uma elevada heterogeneidade das cepas do T. cruzi e, pela primeira vez foi relatada 

essa heterogeneidade na cepa CL, determinando um número de esquizodemas superior ao de 

zimodemas previamente estabelecidos, isto indica que diferentes esquizodemas podem estar 

presentes dentro de um mesmo zimodema (MOREL et al., 1980). Esta técnica foi 
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posteriormente utilizada também para diferenciar populações mistas naturais ou artificiais do 

T. cruzi (DEANE et al., 1984) pois, os perfis de restrição do kDNA têm se mostrado estáveis 

e conservados durante algumas passagens em meios de cultivo (MOREL et al., 1980).  

Várias técnicas bioquímicas e moleculares têm demonstrado uma grande diversidade 

genética das populações do parasito, e permitiram a classificação das cepas do T. cruzi 

inicialmente em duas linhagens principais T. cruzi I e II (ANONYMOUS, 1999). No entanto, 

algumas cepas do parasito não puderam ser classificadas dentro dessas linhagens, entre estas, 

estão aquelas correspondentes ao zimodema 3 (Z3) e as cepas caracterizadas como grupo ½ e 

rDNA 2 (SOUTO & ZINGALES, 1993; SOUTO et al., 1996; STOLF et al., 2003). Com 

ênfase na relevância dos conceitos e métodos de evolução genética ao estudar a epidemiologia 

de protozoários, Tibayrenc (1998) propôs o termo “unidades discretas de tipagem” (DTUs-

Discret typing units). Tanto as características genéticas das populações quanto análises 

filogenéticas puderam contribuir para determinação das DTUs, que foram definidas como 

conjuntos de amostras geneticamente mais relacionadas entre si do que qualquer outra 

amostra e, que são identificáveis por meio de marcadores genéticos, moleculares ou 

imunológicos. Com isso, as populações do T. cruzi foram agrupadas em DTUs e, embora, um 

conjunto de marcadores genéticos possa classificá-las em uma mesma DTU, estas cepas 

podem não ser totalmente equivalentes. Brisse et al. (2000) caracterizaram geográfica e 

ecologicamente diversas cepas do T. cruzi representativas, que apresentavam diversidade 

clonal em cada uma das duas linhagens principais. Para esta caracterização eles utilizaram os 

marcadores RAPD (random amplification of polymorphic DNA) e MLEE (multilocus enzyme 

electrophoresis) e evidenciaram a existência dessas duas linhagens principais, mas também, 

revelaram que T. cruzi II apresentava cinco grupos filogenéticos, fortemente delineados. A 

fim de facilitar a comunicação sobre a diversidade filogenética do parasito, esses autores 

propuseram a subdivisão da linhagem 2 em cinco subgrupos distintos com características 

geográficas e ecológicas bem definidas, renomeando-a em DTU IIa, IIb, IIc, IId e IIe 

(BRISSE et al., 2001). 

No estudo da variabilidade genética das populações do T. cruzi a utilização de 

marcadores evolutivamente mais conservados podem ajudar a elucidar algumas questões 

(CHIARI et al., 2005). Um dos marcadores empregados na caracterização molecular de 

isolados é a sequência do gene do RNA ribossomal (rRNA) do T. cruzi. Ao comparar a 

sequência deste gene do parasito com o de outros tripanosomatídeos foi possível perceber 

uma homologia elevada entre eles, contudo, houve uma exceção no produto de amplificação 

em uma região de aproximadamente 100pb na extremidade 3’ do gene. Esse domínio 
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divergente do gene do rRNA mostrou um polimorfismo em três diferentes grupos do T. cruzi, 

gerando fragmentos de 110pb, 125pb e um terceiro de 110/125pb (SOUTO & ZINGALES, 

1993; SOUTO et al., 1996). A PCR do gene mitocondrial citocromo oxidase subunidade II 

(CO II) foi desenvolvida para caracterizar o genoma mitocondrial das populações do T. cruzi. 

Este marcador tem sido bastante utilizado na diferenciação das populações do parasito, devido 

a amplificação da extremidade 3’ da região COII e, digerida por uma enzima de restrição 

revelou três haplogrupos mitocondriais o A, B e C com produtos de amplificação divergentes 

entre eles (FREITAS et al., 2006). 

Os miniexons fazem parte do genoma nuclear dos Kinetoplastida e são constituídos por 

três regiões, uma que é altamente conservada correspondente aos exons (39pb), outra 

denominada de introns (73pb) e uma terceira região intergênica muito divergente. Desse 

modo, uma PCR multiplex foi desenvolvida usando três iniciadores para a amplificação do 

espaçador não transcrito desse gene em diferentes cepas do T. cruzi. Os isolados analisados 

apresentaram um dimorfismo nesta terceira região, o que permitiu agrupar populações do 

parasito em dois grupos, os que amplificaram um fragmento de 300pb (grupo 1) e aqueles 

com 350pb (grupo 2) (SOUTO et al., 1996). 

A diversidade do genoma do T. cruzi e, também a grande variabilidade de genótipos e 

fenótipos são bem reconhecidos (ANDRADE et al., 1974; MILES et al., 1977; ROMANHA 

et al.¸1979; MOREL et al., 1980; SOUTO et al., 1996; TIBAYRENC et al., 1998; 

TIBAYRENC & AYALA 1999). Esses dados permitiram realizar uma nova revisão na 

nomenclatura das cepas do parasito, com o objetivo de facilitar a comunicação entre os 

pesquisadores que trabalham na área e, fornecer subsídios para suas características 

ecoepidemiológicas, patogenicidade e questões da biologia básica. Desta forma, as cepas do 

T. cruzi foram classificadas, recentemente, em seis DTUs, TcI-TcVI (ZINGALES et al., 

2009; ZINGALES et al., 2012), embora as questões em relação ao número de DTUs ainda 

permaneçam em debate (TIBAYRENC, 2003). 

A necessidade de mais de dois marcadores genéticos para a tipagem correta de 

populações do T. cruzi tem sido relatada na literatura, visto que cepas do parasito podem ser 

classificadas erroneamente (D’ÁVILA et al., 2009; CÂMARA et al., 2010). Um exemplo 

dessa classificação molecular incorreta, ocorreu com o clone CL-Brener, que foi identificado 

como T. cruzi II baseado na amplificação dos genes do rDNA 24Sα e miniexon com alelos de 

125pb e 300pb, respectivamente (SOUTO & ZINGALES, 1993; SOUTO et al., 1996; 

ZINGALES et al., 1999) entretanto, está claramente demonstrado que é um clone híbrido T. 

cruzi VI (DTU IIe) e, provavelmente derivado de um evento de hibridização entre cepas T. 
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cruzi II (DTU IIb) e T. cruzi III (DTU IIc) (CANO et al., 1995; MACEDO et al., 2004; EL-

SAYED et al., 2005; FREITAS et al., 2006). 

O perfil genético de 102 amostras do T. cruzi isoladas de pacientes chagásicos crônicos 

em momentos diferentes e procedentes de diversas regiões endêmicas dos estados de Minas 

Gerais e Goiás usando os marcadores moleculares, amplificação do domínio divergente D7 do 

gene 24Sα do DNA ribosomal (rDNA 24Sα); gene mitocondrial citocromo oxidase 

subunidade II (COII) e amplificação da região intergênica dos genes de miniexon; mostrou 

uma boa correlação entre os marcadores genéticos, visto que, a maior parte dos isolados está 

associada ao T. cruzi II (rDNA do grupo 1 e haplogrupo C na determinação por CO II). 

Amostras do T. cruzi isoladas de dois pacientes assintomáticos amplificaram simultaneamente 

três fragmentos diferentes para um único locus de microssatélite (TcAAAT6) sugerindo a 

presença de diferentes subpopulações do parasito (policlonalidade) e um elevado poder 

discriminatório deste locus entre os isolados o qual aumenta a capacidade de detectar 

populações multiclonais. Ainda neste estudo, usando mais de um marcador molecular foi 

demonstrado o TcIII em isolados de dois pacientes crônicos, um do estado de Goiás e outro 

de Minas Gerais (D’ÁVILA et al., 2009). Câmara et al. (2010) relataram a diversidade 

genética do T. cruzi usando os mesmos marcadores e identificaram uma população 

naturalmente heterogênea constituída de TcI, TcII e TcIII circulando entre triatomíneos das 

espécies T. brasiliensis e P. lutzi, e humanos na mesma área endêmica do estado do Rio 

Grande do Norte sem colonização domiciliar. Ainda demonstraram que um grande número de 

isolados correspondentes ao TcI pela amplificação do domínio D7 do gene 24Sα do DNA 

ribosomal (rDNA 24Sα) usando outros marcadores foram confirmados como TcIII, isto 

reforça a necessidade de dois ou mais marcadores para a caracterização das amostras do 

parasito. 

A maioria dos marcadores moleculares empregados para a genotipagem do T. cruzi 

requer, primeiramente, o isolamento do parasito de amostras de sangue, crescimento e 

manutenção em meio de cultura acelular e/ou em animais de laboratório, esse processo 

demanda, em média, um período de um a dois meses. A hipótese para uma aparente ausência 

na relação entre a forma clínica do hospedeiro vertebrado e as cepas do T. cruzi, é que estas 

podem ser constituídas de uma ou mais subpopulações ou clones, e essas podem apresentar 

tropismo diferente. Esta ausência poderá estar associada com a seleção de clones específicos 

presentes na população, ou indução de modificações no seu comportamento fenotípico e 

genético uma vez que tem sido demonstrada a elevada plasticidade do T. cruzi (ROMANHA 

et al., 1979; DEANE et al., 1984; CARNEIRO et al., 1990; MACEDO & PENA, 1998; 
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GOMES et al., 1998; PACHECO & BRITO, 1999; ANDRADE et al., 1999; VAGO et al., 

2000; CHIARI et al., 2005; LAGES-SILVA et al., 2006; D’ÁVILA et al., 2009). Por outro 

lado, as populações do T. cruzi que estão na circulação periférica no momento da coleta do 

sangue podem ser diferentes daquelas que realmente causam a lesão do tecido e, 

possivelmente, as manifestações clínicas. Portanto, a população do parasito isolada de um 

determinado paciente pode não representar significativamente a real população do hospedeiro 

vertebrado e não representar também, as subpopulações nos diversos tecidos e/ou no sangue 

periférico (MACEDO & PENA, 1998; ANDRADE et al., 1999; VAGO et al., 2000; LAGES-

SILVA et al., 2006). 

A diversidade genética do T. cruzi apresenta um forte impacto nas características 

fenotípicas do parasito, o que dificulta as interpretações e associações entre este e o meio 

ambiente, vetores, hospedeiros vertebrados e, em consequência o seu reflexo nos aspectos 

clínicos e epidemiológicos da doença (CHIARI et al., 2005). Um grande desafio é a 

identificação de marcadores genéticos que permitam estabelecer uma possível associação das 

DTUs do parasito com a forma clínica da doença. A aplicação desses marcadores em estudos 

experimentais, clínicos e epidemiológicos tem contribuído para esclarecer vários aspectos do 

parasito (CHIARI et al., 2005). Contudo, para garantir a confiabilidade dos achados é 

necessário utilizar um número mais elevado de marcadores genéticos (TIBAYRENC & 

AYALA, 1999; D’ÁVILA et al., 2009). 

1.3 Diagnóstico laboratorial da infecção pelo T. cruzi 

O diagnóstico laboratorial da infecção pelo T. cruzi, deve ser direcionado em função da 

fase da infecção. Na fase aguda, o exame direto do sangue é o método de escolha, devido ao 

elevado número de formas tripomastigotas na circulação periférica que permite a identificação 

direta do parasito no sangue, nesta fase devem ser priorizados os métodos parasitológicos. 

Enquanto que na suspeita de infecção crônica, o diagnóstico é insatisfatório (ÁVILA et al., 

1991), devido à baixa concentração de formas tripomastigotas no sangue dos indivíduos, deve 

ser primariamente dirigida à pesquisa de anticorpos específicos contra o parasito, com a 

realização de dois métodos de princípios distintos ou de diferentes preparações antigênicas 

(WINCKER et al., 1994; CASTRO et al., 2002; BRASIL, 2005; WHO, 2012). Na fase 

crônica da doença de Chagas, além da parasitemia transiente, mais metade dos infectados não 

apresentam as formas clínicas determinadas como, cardíaca, digestiva ou cardiodigestiva, 

sendo diagnosticados por reatividade sorológica (CASTRO et al., 2002). Assim, o diagnóstico 

pode ser sugerido pelos antecedentes epidemiológicos e, confirmado ou excluído de acordo 

com os resultados dos métodos laboratoriais que incluem a detecção de anticorpos por reação 
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imunofluorescência indireta (RIFI), hemaglutinação indireta (HAI) e Enzyme Linked 

Immunosorbent Assay (ELISA) (GOMES et al., 2009). A maior limitação dos métodos 

sorológicos é a especificidade, porque há reações cruzadas com outros tripanosomatídeos 

presentes em áreas endêmicas como, Leishmania sp e T. rangeli (ARAÚJO 1986; ANTAS et 

al., 2000; SILVEIRA et al., 2001; CABALLERO et al., 2007). Outra dificuldade é que, após 

tratamento específico anti-T. cruzi, os métodos sorológicos permanecem positivos por vários 

anos. A reversão da sorologia após o tratamento é considerada inferior a 10% na fase crônica 

da doença e prejudica a avaliação da eficácia da terapêutica (KRETTLI et al., 1984; 

GALVÃO et al., 1993; CANÇADO, 1999; COURA & CASTRO 2002; FLORES-CHAVES 

et al., 2006; KRETTLI, 2009; GOMES et al., 2009). Os métodos parasitológicos indiretos, 

como, o xenodiagnóstico (BRUMPT, 1914; CERISOLA et al., 1974; JUNQUEIRA et al., 

1996; LUQUETTI & SCHMUNIS, 2010) e a hemocultura dependem da presença de pelo 

menos um tripomastigota íntegro para o seu crescimento no meio de cultura (CHIARI & 

BRENER, 1966; MOURÃO & MELLO, 1975; CHIARI & DIAS, 1975; CHIARI et al., 

1989). Assim, um resultado negativo pode estar relacionado à baixa parasitemia nessa fase e, 

não afasta a possibilidade da infecção, mas um exame positivo tem valor diagnóstico absoluto 

(LUQUETTI et al., 2005; LUQUETTI & SCHMUNIS, 2010). Embora estas técnicas não 

sejam 100% sensíveis, podem ser afetadas por fatores intrínsecos e extrínsecos, além de 

depender diretamente do número de tripomastigotas no sangue periférico. A hemocultura é 

uma importante ferramenta na identificação do T. cruzi, especialmente em indivíduos com 

sorologia inconclusiva e quando positiva é possível isolar o parasito para estudos biológicos, 

bioquímicos e moleculares (CHIARI & GALVÃO, 1997; CASTRO et al., 2002; CHIARI et 

al., 2005). 

As dificuldades no diagnóstico da doença de Chagas na fase crônica justificam a busca 

de métodos mais sensíveis e específicos. Novas ferramentas moleculares têm sido 

desenvolvidas baseadas na tecnologia do DNA recombinante, entre estas, a reação em cadeia 

da polimerase (PCR) (SAIKI et al., 1985; MULLINS & FALOONA, 1987), cujo resultado 

diferente dos métodos parasitológicos, é obtido em curto período de tempo, enquanto que os 

da hemocultura ou xenodiagnóstico podem levar até 30 dias e, ainda ser negativo (BRITTO, 

2009). A PCR tem apresentado resultados extremamente promissores no diagnóstico de 

diferentes doenças infecciosas e parasitárias. Várias estratégias de amplificação usando a PCR 

têm sido empregadas no diagnóstico da infecção pelo T. cruzi. Uma sequência de 195pb 

repetida 10
5 

vezes no DNA genômico do T. cruzi tem sido utilizada como DNA alvo para ser 

amplificada pela PCR. Esta sequência corresponde cerca de 10% do DNA nuclear do parasito 
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e permanece conservada entre as cepas do T. cruzi, esta região repetitiva no DNA mostra-se 

um ótimo marcador de espécies e cepas específicas se tratando da classificação e detecção 

deste parasito (STURM et al., 1989; MOSER et al., 1989; ÁVILA et al., 1990; 

RUSSOMANDO et al., 1992; WINCKER et al., 1994; BRITTO et al., 1995a; JUNQUEIRA 

et al., 1996; GOMES et al., 1998; BRITTO et al., 1999; SOLARI et al., 2001; LAGES-

SILVA et al., 2001; CASTRO et al., 2002; MEIRA et al., 2002; MARCON et al., 2002; 

GALVÃO et al., 2003; ZULANTAY et al., 2004; ZULANTAY et al., 2011). 

Visando o aprimoramento da PCR para o diagnóstico da infecção pelo T. cruzi foi 

utilizada a solução de guanidina-EDTA como reagente de lise e preservação do DNA a 

temperatura ambiente e do complexo cobre-fenantrolina que lineariza e corta o kDNA em 

fragmentos menores, facilitando a sua distribuição e melhorando a sensibilidade do ensaio 

(ÁVILA et al., 1991, 1993). Essa linearização pode ser facilitada pelo aquecimento da 

amostra a 100
°
C por 15min, uma vez que os oligonucleotídeos se ligam à região conservada 

do minicírculo do T. cruzi, resultando na amplificação da região variável originando um 

fragmento de 330 pares de bases (BRITTO et al., 1993). Gomes et al. (1998) propuseram a 

padronização no protocolo da PCR e com um volume menor de reação obtiveram uma 

sensibilidade mais elevada que outros estudos, detectando até 10fg do DNA do T. cruzi ou 

0,01% de fragmentos do DNA livres na corrente sanguínea. As alterações relatadas por estes 

autores incluíam uma solução tampão com o pH mais elevado que outros protocolos, bem 

como, aumento da concentração do KCl, dos iniciadores e das enzima e, uma diminuição na 

concentração de MgCl2 além de diferentes passos no ciclo de amplificação e a ausência da 

solução hot-start. A literatura mostra que os resultados da PCR apresentam persistente 

variabilidade na sensibilidade, que é reforçado pelas diferenças geográficas e regionais devido 

à baixa e transitória parasitemia na fase crônica da doença de Chagas (ÁVILA et al., 1993; 

WINCKER et al., 1994; BRITTO et al., 1995a e b; COURA et al., 1996; JUNQUEIRA et al., 

1996; GOMES et al., 1998; CASTRO et al., 2002). É bem conhecido que a sensibilidade da 

técnica é maior quando se aumenta o número de amostras de sangue coletadas de um mesmo 

paciente (CASTRO et al., 2002). A PCR é uma alternativa para o diagnóstico, devido ao curto 

período de processamento, por permitir a análise de várias amostras ao mesmo tempo 

(CHIARAMONTE et al., 1999). Além de, a capacidade de detectar quantidades mínimas do 

DNA específico, salientando sua importância como ferramenta para avaliar a eficácia do 

tratamento específico e, também, na detecção do parasito em pacientes imunodeprimidos 

(GOMES et al., 1999; SCHIJMAN et al., 2000; BRITTO et al., 2001; SOLARI et al., 2001; 

CASTRO et al., 2002; LAGES-SILVA et al., 2002; GALVÃO et al., 2003; PORTELA-



12 

 

LINDOSO & SHIKANAI-YASUDA, 2003; ZULANTAY et al., 2004; MEIRA et al., 2004; 

FLORES-CHAVEZ et al., 2006; DIEZ et al., 2007; BRITTO, 2009; MURCIA et al., 2010). 

Na fase crônica da doença de Chagas, a PCR tem se mostrado uma alternativa para a 

comprovação do parasito, embora a PCR convencional seja útil para determinar a presença do 

parasito ela não é viável para uma avaliação quantitativa (CUMMINGS & TARLETON, 

2003). Este método tem mostrado bons resultados para a quantificação de T. cruzi em 

amostras de sangue periférico de pacientes infectados (PIRON et al., 2007; DUFFY et al., 

2009). Assim, o emprego de técnicas quantitativas ou semiquantitativas na amplificação do 

DNA do parasito comparada aos testes parasitológicos clássicos é importante para estabelecer 

o perfil da infecção e o controle da eficácia do tratamento específico (PORTELA-LINDOSO 

& SHIKANAI-YASUDA, 2003). A utilização da PCR quantitativa é fundamental para 

determinar a carga parasitária na corrente sanguínea e em tecidos, além de permitir o 

acompanhamento da evolução da doença, podendo ser eficaz na avaliação pós-tratamento de 

pacientes chagásicos, em infecções congênitas e na detecção precoce de reativação (BURGOS 

et al., 2005; PIRON et al., 2007; BRITTO, 2009; MOREIRA et al., 2013).  

Os bons resultados na PCR dependem de vários fatores como, o volume de sangue 

coletado, as condições e a conservação das amostras, métodos de extração do DNA, 

iniciadores, reagentes, programa de amplificação e os que estão diretamente ligados com a 

sensibilidade e a especificidade (WINCKER et al., 1994, BRITTO et al., 1995b; GOMES et 

al., 1998; CHIARAMONTE et al., 1999; CASTRO et al., 2002; SCHIJMAN et al., 2011). 

Embora a PCR não permita o isolamento do parasito, a sensibilidade é mais elevada quando 

comparado à hemocultura e, considerando a dificuldade do diagnóstico na fase crônica, a 

proposta de aliar um método molecular na detecção da infecção pré ou após o tratamento 

específico é importante. A PCR como método diagnóstico da doença de Chagas é uma 

alternativa para a comprovação do parasito devido à capacidade em detectar quantidade 

mínima de DNA e em curto período de tempo para a realização do método em comparação 

aos parasitológicos (CHIARI et al., 2005). Com o objetivo de avaliar o desempenho da PCR 

para detecção do T. cruzi foi estabelecida uma rede internacional a fim de compartilhar e 

selecionar os procedimentos técnicos empregados por diferentes pesquisadores na América 

Latina, sendo o primeiro passo na padronização e validação da PCR no diagnóstico da 

infecção chagásica crônica (SCHIJMAN et al., 2011). 

Diante desses aspectos, neste trabalho foram empregados os métodos de diagnóstico 

parasitológico e molecular do T. cruzi em pacientes na fase crônica da doença de Chagas, sem 

tratamento prévio e portadores de diferentes formas clínicas. Estes métodos permitiram 
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confirmar a infecção e, analisar por parâmetros moleculares as populações do parasito recém-

isoladas desses pacientes e pouco manipuladas em laboratório, a fim de determinar o perfil 

genético e a possível associação com as formas clínicas. 
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2 Objetivo geral  

Avaliar a reação em cadeia da polimerase (PCR) e a hemocultura como critério 

parasitológico-molecular na detecção do Trypanosoma cruzi no sangue e determinar a 

variabilidade genética intraespecífica dessas populações recém-isoladas de pacientes 

chagásicos crônicos não tratados, portadores das formas clínicas indeterminada e cardíaca da 

doença de Chagas. 

 

2.1 Objetivos específicos 

 Avaliar e comparar a positividade da PCR e da hemocultura em pacientes chagásicos 

crônicos portadores das formas clínicas indeterminada e cardíaca; 

 

 Determinar os padrões genéticos, por diferentes marcadores moleculares, das 

populações do Trypanosoma cruzi e suas DTUs em amostras recentemente isoladas de 

pacientes chagásicos com as formas clínicas indeterminada e cardíaca, não tratados. 

 

 Avaliar comparativamente os padrões genéticos encontrados nos isolados do 

Trypanosoma cruzi procedentes de pacientes chagásicos com as formas clínicas 

indeterminada e cardíaca. 
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3 Material e Métodos 

3.1 Seleção dos pacientes chagásicos 

Neste trabalho foram acompanhados 91 pacientes com sorologia convencional reativa 

para tripanossomíase americana, desses, 89 são de diferentes regiões do estado de Minas 

Gerais, um da região de Presidente Prudente (São Paulo) e um de Barreiras (Bahia). Nenhum 

dos pacientes estudados recebeu tratamento específico anti-T. cruzi e, 25,3% (23/91) foram 

caracterizados com a forma clínica indeterminada e 74,7% (68/91) apresentaram diferentes 

graus de comprometimento cardíaco, conforme a classificação descrita por Rocha et al. 

(2003). Os pacientes portadores da forma cardíaca foram agrupados de acordo com o grau de 

acometimento da doença em cinco níveis de cardiopatia chagásica crônica (CCC). Os 

pacientes CCC1 com cardiopatia subclínica; os CCC2 apresentam alguma alteração no 

eletrocardiograma; os CCC3 há indícios de danos cardíacos; CCC4 são pacientes com graves 

distúrbios na condução elétrica cardíaca ou anormalidade no eletrocardiograma e, CCC5 são 

aqueles que apresentam também aumento ventricular (ROCHA et al., 2003).   

Os pacientes foram agendados para consulta médica conforme sua conveniência no 

Centro de Treinamento e Referência em Doenças Infecciosas e Parasitárias (CTR-DIP) da 

Faculdade de Medicina da UFMG e foram examinados e acompanhados de acordo com rotina 

padronizada pelo Prof. Dr. Manoel Otávio da Costa Rocha. Os sujeitos envolvidos no estudo 

foram esclarecidos quanto aos objetivos do projeto de pesquisa e aos riscos ligados a 

participação, sendo estes selecionados após concordarem e autorizarem por escrito, um Termo 

de Consentimento Livre e Esclarecido, conforme aprovação no Comitê de Ética em Pesquisa 

da UFMG – COEP (Projeto CAAE: 0559.0.203.000-11/2012). Após a autorização, foi 

realizada a coleta de 35mL de sangue com a utilização do material biológico e seus produtos. 

3.2 Diagnóstico parasitológico e molecular do T. cruzi 

3.2.1 Hemocultura 

A hemocultura foi realizada conforme descrita por Chiari et al. (1989) com algumas 

modificações. De cada paciente foi coletado 30mL de sangue venoso utilizando tubos a vácuo 

heparinizado e posteriormente transferidos para um tubo de plástico cônico estéril de 50mL 

(Falcon®, USA). A seguir, o sangue foi centrifugado a 2.200rpm, 10 min a 4

C (HERMLE 

Z323K, Hermle Labortechnik GmbH, Alemanha) seguido da remoção do sobrenadante 

(plasma) para um tubo plástico cônico estéril de 15mL (Falcon®, USA). Ao sedimento de 

hemácias foram adicionados 10mL de meio de cultura acelular LIT (Liver infusion tryptose) e 

centrifugado a 2.200 rpm por 20min a 4

C. O sobrenadante foi descartado e adicionado ao 

sedimento de hemácias 10mL de LIT, homogeneizado e transferido para seis tubos plásticos 
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de 15mL contendo 3mL de LIT cada. O tubo contendo plasma foi centrifugado nas mesmas 

condições e o plasma transferido para outro tubo de 15mL, armazenado a -20

C e, ao 

sedimento obtido do plasma foram adicionados 5mL de LIT. Os tubos foram incubados a 26-

28

C, agitados levemente duas a três vezes por semana e alíquotas de 10µL da suspensão de 

cada tubo foram examinadas ao microscópio entre lâmina e lamínula, com aumento de 400×, 

mensalmente até 150 dias. A partir das hemoculturas positivas foram realizados cultivos em 

meio LIT para o isolamento do parasito, obtenção de massa úmida e criopreservação das 

amostras em nitrogênio líquido (N2) a -196º C. 

3.2.2 Reação em cadeia da polimerase (PCR) 

3.2.2.1 Coleta de sangue e extração do DNA  

Uma amostra de 5mL de sangue foi coletada de cada paciente usando tubo a vácuo sem 

anticoagulante e transferida imediatamente para tubos plásticos estéreis de 50mL (Falcon, 

USA) contendo solução de lise Guanidina-HCl 6M/EDTA 0,2M (Sigma Chemical Company, 

USA) pH 8,0 (ÁVILA et al., 1991) e homogeneizado lentamente. As amostras de sangue 

permaneceram uma semana à temperatura ambiente e, posteriormente foram fervidas a 100C 

por 15min, para permitir a linearização dos minicírculos do kDNA (BRITTO et al., 1993). A 

extração do DNA foi realizada segundo Gomes et al. (1998) com 200L do sangue de cada 

paciente em microtubos de 1,5mL adicionando-se 100L de fenol Tris pH 8,0 e 100L de 

clorofórmio, precipitação em gelo durante 15min em presença de 10mM de acetato de sódio, 

40g/mL de glicogênio e dois volumes de etanol absoluto. O DNA foi resuspendido em água 

mili-Q estéril e armazenado a 4ºC até o momento de uso (GOMES et al., 1998). 

Com o objetivo de compartilhar e selecionar os procedimentos técnicos empregados por 

diferentes pesquisadores na América Latina, um encontro internacional foi realizado, a fim de 

padronizar e validar a PCR no diagnóstico da infecção chagásica crônica. Neste encontro 

foram discutidos a utilização de dois métodos de extração de DNA, o de fenol-clorofórmio 

em comparação a um kit comercial o Mini Kit QIAamp (Qiagen Sample & Assay 

Technologies, Mississauga, ON, Canada)  (SCHIJMAN et al., 2011). 

Com a finalidade de comparar a eficiência de dois métodos de extração, uma segunda 

técnica foi realizada usando o Mini Kit QIAamp (Qiagen Sample & Assay Technologies, 

Mississauga, ON, Canada) em 37 amostras de sangue dos pacientes. Dez amostras de 

pacientes com forma clínica indeterminada e 27 com cardiopatia e todas as amostras com 

hemocultura positiva. A extração foi realizada usando 400µL de sangue de cada paciente em 

microtubos de 1,5mL e, adicionados 200µL de etanol absoluto. Esta solução foi 

homogeneizada durante 15s e aplicada em um tubo contendo coluna de sílica e centrifugada a 
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13.000rpm (Eppendorf Centrifugue 5415C, Brinkmann Instruments Inc., Hamburg, Germany) 

por 1min. O sobrenadante foi descartado e a coluna colocada em novo tubo com 500µL do 

tampão Aw1 e centrifugada nas mesmas condições. A seguir, a coluna de sílica foi transferida 

para um novo tubo e o mesmo volume do tampão Aw2 foi adicionado e centrifugado durante 

3min a 13.000rpm. A coluna foi transferida para um novo tubo e centrifugada na mesma 

rotação por 1min e transferida novamente para um microtubo de 1,5mL. A seguir foram 

adicionados 200µL de água Mili-Q estéril, mantida a temperatura ambiente por 5min e 

centrifugada a 13.000rpm por 1min. A coluna foi descartada e o sobrenadante armazenado a 

4°C até o momento do uso (Schijman et al., 2011). 

3.2.2.2 Condições da PCR 

As sequências da região constante dos minicírculos do kDNA do T. cruzi foram alvo da 

reação que amplifica um fragmento de 330 pares de base (pb) usando os iniciadores 121 e 122 

descritos por Degrave et al. (1988) e sintetizados pela IDT (Integrated DNA Technologies 

Inc., Coralville, IA, USA) (Tabela 1) e Platinum Taq DNA polimerase (Invitrogen,CA, USA). 

As condições de amplificação consistiram de desnaturação inicial a 95
o
C (5min) seguido de 

35 ciclos de desnaturação a 95
o
C (1min), anelamento a 65

o
C (1min), extensão a 72

o
C (1min) 

e uma extensão final a 72
o
C (10min) em termociclador (PTC-100 MJ Research Inc. USA) 

(Gomes et al., 1998). 

Os produtos amplificados pela PCR foram visualizados por eletroforese em géis de 

poliacrilamida a 6% revelados pela prata (SANTOS et al., 1993). O tamanho das bandas foi 

monitorado por marcador de peso molecular de 100pb (DNA Ladder Promega, Madison, WI, 

USA). Para evitar contaminações, cada etapa da reação foi realizada em diferentes ambientes 

utilizando reagentes e equipamentos destinados exclusivamente para cada um deles. As etapas 

de extração do DNA e mistura da reação da PCR foram monitoradas com controles positivos 

(amostras de indivíduos chagásicos) e negativos (indivíduos não chagásicos de área não 

endêmica). Como controle positivo da reação de PCR foram utilizados 2L de DNA 

correspondentes as DTUs do T. cruzi (TcI-TcVI) e controle negativo reagentes sem adição de 

DNA. 

3.3 Caracterização molecular do T. cruzi 

3.3.1 Cultura do T. cruzi e obtenção de massa úmida  

Após o isolamento do T. cruzi foi realizado o crescimento em meio de cultura acelular 

LIT com o mínimo de passagens, até quatro passagens, a fim de evitar a seleção de 

subpopulações. Para a obtenção da massa do parasito com 1 × 10
6 

epimastigotas/mL, a cultura 

foi lavada duas vezes em tampão KRT (Krebs-Ringer-Tris/pH 7,2), concentrada por 
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centrifugação a 2.200rpm (HERMLE Z323K, Hermle Labortechnik GmbH, Alemanha) a 4
o
C 

durante 10min e o sedimento (massa úmida) armazenado em triplicata a -20ºC, para posterior 

extração do DNA. 

3.3.2 Preparação do DNA genômico 

O sedimento do parasito foi re-suspendido em 1mL do tampão de lise (NaCl 

80mM/EDTA 45mM, pH 8,0/SDS 1%) contendo 0,1 mg/mL de proteinase K (Promega, 

USA) e incubado a 37
o
C durante 12h. A extração do DNA foi realizada por desproteinização 

com fenol (v/v), a fase aquosa recuperada e adicionada de igual volume (v/v) de fenol, 

clorofórmio e álcool isoamílico na proporção 25:24:1, seguida de agitação e centrifugação. 

Após esta etapa foi adicionado uma solução de clorofórmio e álcool isoamílico na proporção 

24:1. A precipitação do DNA foi realizada com dois volumes de etanol absoluto a 4
o
C, 

adicionado de 1mL de tampão ribonuclease (NaCl 80mM/EDTA 5mM, pH 8,0, 10U/µL de 

ribonuclease - Promega, USA). Esta solução foi incubada durante 2h a 37
o
C e realizada uma 

nova extração conforme descrição anterior. O DNA foi ressuspendido em 300µL de tampão 

Low TE (10mM Tris-HCl e 0,1mM EDTA pH 8,0) e armazenado a 4
o
C (MACEDO et al., 

1992). As amostras de DNA foram quantificadas em espectrofotômetro a 260nm sendo o grau 

de pureza das amostras determinado pela relação das absorbâncias a 260/280nm. A 

concentração final de cada amostra de DNA foi ajustada para 3ng/L, e as amostras 

armazenadas a 4ºC até o momento do uso. 

3.3.3 PCR do gene 24S do DNA ribosomal (rRNA) 

O DNA das amostras do T. cruzi foi submetido a uma PCR composta de 10mM Tris-

HCl pH 9,0; 50mM KCl; 0,1 % Triton X-100 Buffer B; 3,5mM MgCl2; 0,625U de Taq DNA 

Polimerase; 200M de cada dNTP (Promega), 0,25M de cada iniciador D71 e D72 (IDT) 

(Tabela 1) e, 2µL de DNA. Os ciclos de amplificação consistiram de uma primeira etapa de 

desnaturação (94C, 1 min), desnaturação (94C, 30 s), seguido de anelamento (60C, 30s) e 

extensão (72C, 30s), totalizando 30 ciclos (SOUTO & ZINGALES, 1993; SOUTO et al., 

1996). Como controles das amplificações foram utilizados DNA de cepas ou clones que 

representam as DTUs do T. cruzi I (clone Col.17G2 da cepa referência Colombiana isolada de 

humano, BA), T. cruzi II (cepa referência JG isolada de humano, MG), T. cruzi III (cepa 

referência 222 isolada de humano, MG), T. cruzi IV (cepa referência CAN III, isolada de 

humano, Pará), T. cruzi V (cepa 3253, Uberaba, MG) e T.cruzi VI (cepa referência CL, 

isolada de triatomíneo, RS). Após a realização da PCR alíquotas de 5µL dos amplicons foram 

analisadas em gel de poliacrilamida a 6% e corado pela prata para visualização dos perfis de 

bandas: 110pb (TcI), 125pb (TcII/TcVI), 110pb e 125 pb (TcIII/TcV) e 117-119pb (TcIV). 
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Tabela 1- Características e referências dos iniciadores utilizados nas reações da PCR para detecção e caracterização molecular do T. cruzi. 

PCR DNA alvo Iniciador Sequência (5’ - 3’) Referência Fragmento 

amplificado 

(pares de base) 

DTUs 

k-DNA Minicírculo  

do k-DNA 

121 AAATAATGTACGGG(G/T)G

AGATGCATGA 

Degrave et al. (1988) 330
 

_ 

122 GGTTCGATTGGGGTTGGTG

TAATATA 

_ 

24SαrDNA Domínio D7  D71 AAGGTGCGTCGACAGTGT

GG 

Souto & Zingales (1993) 

 

Souto & Zingales (1993) 

Souto & Zingales (1993) 

110
 

TcI, TcIII, TcV 

D72 TTTTCAGAATGGCCGAACA

GT 

125 

117/119 

TcII, TcVI, TcV 

TcIV 

 
 

CO II 

(RFLP) 

Mitocondrial TcMit-21 TTGTAATAGGAGTCATGTT*
 

Freitas et al. (2006) 30, 81 e 264**
 

TcI 

TcMit-10 CCATATATTGTTGCATTAT

T*
 

81 e 294**
 

TcIII, TcIV, TcV, 

TcVI 

81 e 212**
 

TcII 

SL-IRac Miniexon UTCC CGTACCAATATAGTACAGA

AACTG 

Burgos et al. (2007) ~150-157
 

TcI, TcII, TcV, TcVI 

TcIII CTCCCCAGTGTGGCCTGGG 200
 

TcIII, TcIV 

*
Amplifica um fragmento de 375pb com três sítios de restrição para a enzima AluI; 

**
Fragmentos obtidos após a digestão com a enzima AluI. 
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3.3.4 PCR do gene mitocondrial citocromo oxidase subunidade II (CO II) 

A amplificação da região gênica que compreende a subunidade II da enzima 

mitoncondrial citocromo oxidase do T. cruzi foi realizada com o DNA das amostras 

submetido a uma PCR composta de tampão I0 10× (10mM Tris-HCl pH 8,4; 50mM KCl); 

3,5mM MgCl2; 2,5U Taq DNA polimerase (Phoneutria Biotecnologia & Serviços, Belo 

Horizonte, MG), 250M de cada dNTP; 0,3M dos iniciadores externos TcMit-21 e TcMit10 

(IDT, USA) (Tabela 1), 3L de DNA total (na concentração de 3ng/L) e quantidade de H2O 

Milli-Q estéril suficiente para 20L. 

Os ciclos de amplificação da PCR consistiram de desnaturação inicial a 95C por 5min, 

desnaturação (94ºC, 45s), anelamento (48ºC, 45s) e extensão (72º C, 1min) totalizando 40 

ciclos. Os produtos amplificados foram visualizados em gel de poliacrilamida a 6%, a seguir, 

15µL da PCR foi submetido à digestão utilizando enzima de restrição Alu I (Promega), 

conforme instruções do fabricante. O polimorfismo entre os tamanhos dos fragmentos 

encontrados foram visualizados em gel de poliacrilamida a 6% revelados pela prata e, como 

padrão de comparação dos RFLPs foram utilizados DNA de cepas e clones correspondentes 

as DTUs: T. cruzi I (clone Col.17G2 da cepa Colombiana), T. cruzi II (cepa JG), T. cruzi III 

(cepa 222), T. cruzi IV (cepa CAN III), T. cruzi V (cepa 3253) e T.cruzi VI (cepa CL). A 

interpretação do gel foi realizada de acordo com os haplótipos encontrados: T. cruzi I (clone 

Col.17G2, fragmentos: 30, 81, 264pb) correspondem ao haplótipo A; T. cruzi II (cepa JG, 

fragmentos: 81 e 212pb) haplótipo C. Entretanto, este marcador não diferencia as cepas T. 

cruzi III das cepas híbridas já que apresentam o mesmo perfil de restrição para o gene COII 

(fragmentos: 81 e 294pb) haplótipo B (FREITAS et al., 2006). 

3.3.5 Espaçador intergênico dos genes miniexon do T. cruzi (SL-IRac) 

A amplificação da região intergênica dos genes miniexon foi realizada com o DNA das 

amostras do T. cruzi submetido a uma PCR contendo 20mM Tris-HCl pH 8,4; 50mM KCl; 

3mM MgCl2; 250mM de cada dNTP e 3µM de cada iniciador TcIII e UTCC (IDT) descritos 

na tabela 1, 1U de Platinum Taq DNA polimerase (Invitrogen, USA); 1,5µĿ de DNA total (na 

concentração de 3g/Ŀ) e quantidade de H2O Milli-Q estéril suficiente para 15L. Estes 

iniciadores reconhecem as posições entre 368-386pb e 546-570pb da unidade repetitiva do 

miniexon do T. cruzi (BURGOS et al., 2007). 

Os ciclos de amplificação da PCR consistem de uma etapa inicial de desnaturação 

(94ºC, 3min), anelamento (68ºC, 1min), extensão dos iniciadores (72ºC, 1min) e desnaturação 
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(94ºC, 1min). A cada três ciclos, a temperatura de anelamento foi diminuída para 66, 64, 62 e 

60ºC. Na última temperatura o número de ciclos foi aumentado para 35, seguido de uma 

extensão final (72ºC, 10 min). A análise dos produtos amplificados em gel de poliacrilamida 

6% corado pela prata, permite distinguir as amostras do T. cruzi III (amplifica fragmento de 

~200pb) daquelas pertencentes ao T. cruzi I, II e híbridos (amplifica fragmento de ~150-

157pb) (BURGOS et al., 2007). Como controles da reação da PCR foram utilizados DNA 

correspondente a cada DTU do T. cruzi. As cepas utilizadas foram dos grupos: T. cruzi I 

(Col.17G2 da cepa Colombiana), T. cruzi II (cepa JG), T. cruzi III (cepa 222), T. cruzi IV 

(cepa CAN III), T. cruzi V (cepa 3253) e T. cruzi VI (cepa CL). 

3.3.6 Eletroforese em gel de poliacrilamida 

Os produtos de amplificação obtidos pelas diferentes PCR foram analisados em géis de 

poliacrilamida não desnaturante na concentração de 6% e coloração por nitrato de prata 0,2% 

para visualização dos amplicons. Uma alíquota de 3-5µL do produto amplificado, diluído com 

igual volume do tampão da amostra 2× (0,5% de azul de bromofenol; 0,5% de xileno-cianol; 

60% de glicerol) foi aplicado em cada canaleta. A corrida eletroforética foi realizada a 100-

120V durante 3h, ou seja, com a migração de 6-7 cm do corante xileno cianol. O tamanho das 

bandas amplificadas foi monitorado por marcadores de peso molecular de 25pb e 100pb 

(Promega). Os géis foram transferidos para solução fixadora (etanol absoluto 10%, ácido 

acético 0,5%) durante 10min e revelados pela coloração com 0,2% de nitrato de prata 

(AgNO2) diluído em solução fixadora por 10min sob agitação lenta. Posteriormente estes géis 

foram lavados rapidamente em água Milli-Q e seguido da redução dos sais de prata com 3% 

(p/v) de hidróxido de sódio (NaOH) e 0,3% de formaldeído a 37% até a visualização dos 

produtos amplificados (SANTOS et al., 1993). A revelação foi interrompida com a solução 

fixadora e os géis fotografados para documentação. 

3.4 Análise Estatística 

A análise estatística foi realizada com o programa SPSS para Windows, versão 18, os 

resultados foram avaliados por estatística descritiva para os cálculos de percentagem, média e 

desvio padrão. Os dados foram considerados significativos quando a probabilidade de rejeição 

da hipótese de nulidade foi menor que 5% (p<0,05) e em todos os testes foram descritos o 

valor de p. A análise de variância de Friedman foi empregada na comparação entre mais de 

dois grupos após a correção de Bonferroni. As variáveis contínuas sem distribuição normal 

foram avaliadas pelos testes de Wilcoxon e Mann-Whitney empregados na comparação entre 
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dois grupos. O teste de Kruskal-Wallis foi aplicado na comparação entre três ou mais grupos. 

Em complemento as análises, o teste qui-quadrado e teste exato de Fisher foram utilizados 

para avaliar as possíveis relações entre as características estudadas.  
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4 Resultados 

4.1 Diagnóstico parasitológico e molecular dos pacientes chagásicos 

A hemocultura e a PCR foram realizadas em 91 pacientes chagásicos crônicos não 

tratados, avaliados e acompanhados segundo critérios clínicos previamente estabelecidos, 

sendo 23 caracterizados com a forma clínica indeterminada e 68 com a forma cardíaca. 

Desses 58,24% (53/91) são do gênero masculino e 41,76% (38/91) são do gênero feminino 

com a faixa etária variando entre 25 e 81, média de 51,8 anos e desvio padrão de ±11,3. A 

positividade da hemocultura foi 54,95% (50/91) e da PCR 98,90% (90/91), dados que foram 

significativos pela análise do Teste de Wilcoxon Z= -6,33 p<0,001 (Gráfico 1). 

 

Gráfico 1 - Positividade da hemocultura e da PCR em pacientes na fase crônica da 

doença de Chagas (*** p<0,001). 

4.1.1 Hemocultura  

A positividade da hemocultura em 68 portadores da forma cardíaca foi 60,29% (41/68) 

e, 39,13% (9/23) nos pacientes com a forma indeterminada. A análise pelo teste qui-quadrado 

revelou que não foi significativa a positividade entre os pacientes com as formas 

indeterminada e cardíaca (p= 0,072) (Tabela 2). A positividade da hemocultura em pacientes 

com diferentes níveis de CCC foi de 75,00% em ambos os pacientes CCC1 e CCC2, nos 

pacientes CCC3 foi 50,00%, os CCC4 apresentaram índices mais elevados (85,70%) e, nos 

portadores de CCC5 a positividade foi 56,80%. Essas diferenças não apresentam significância 
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estatística segundo o teste exato de Fisher, cujo valor de p para todas as comparações 2 a 2 é 

maior que 0,05. (Tabela 3). 

 

Tabela 2 - Distribuição da positividade da hemocultura em pacientes chagásicos 

crônicos não tratados, portadores de diferentes formas clínicas da doença de Chagas. 

Forma Clínica Positividade da hemocultura (%) 

Número de pacientes 

positivos/Total 

Indeterminada 39,13 9/23 

Cardíaca 60,29 41/68 

Total 54,95 50/91 

%: Percentual; p=0,072 

 

Tabela 3 - Positividade da hemocultura em pacientes na fase crônica da doença de 

Chagas portadores de diferentes níveis de cardiopatia chagásica crônica 

Níveis de cardiopatia 

chagásica 

Positividade da 

hemocultura (%) 

Número de pacientes 

positivos/Total 

CCC 1 75,00 3/4 

CCC 2 75,00 3/4 

CCC 3 50,00 8/16 

CCC 4 85,70 6/7 

CCC 5 56,80  21/37 
%: Percentual; CCC: Cardiopatia Chagásica Crônica em diferentes graus de acometimento cardíaco; 

CCC1: cardiopatia subclínica; CCC2: anormalidade no eletrocardiograma; CCC3: indício de dano 

cardíaco; CCC4: danos no sistema de condução elétrica cardíaca; CCC5: aumento ventricular; p>0,05. 

 

A faixa etária dos pacientes chagásicos variou entre 26 e 81 anos (média de 51,8 anos, 

desvio padrão ±11,3). A positividade da hemocultura foi aumentando gradativamente de 

acordo com a faixa etária dos pacientes e, aparentemente não há correlação com a forma 

clínica que eles são portadores. A positividade da hemocultura foi 52,94% (9/17) para os 

pacientes entre 30-39 anos de idade; 52,94% (9/17) positivaram na faixa de 40-49 anos; 

53,85% (21/39) 50-59 anos; 58,33% (7/12) 60-69 anos, alcançando 75,00% (3/4) entre os de 

70-79 anos. Ao aplicar o teste exato de Fisher não houve diferença entre as faixas etárias 

(p>0,05) (Tabela 4). 
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Tabela 4 - Distribuição da positividade da hemocultura por faixa etária e formas 

clínicas dos pacientes na fase crônica da doença de Chagas 

Faixa Etária 

(anos) 

 

Positividade da hemocultura n (%)  

Formas clínicas 

Cardíaca Indeterminada Total 

20 – 29 1/1 (100,00) 0/0 (0,00) 1/1 (100,00) 

30 - 39  4/6 (66,67)  5/11 (45,45)  9/17 (52,94) 

40 - 49  9/12 (75,00)  0/5 (0,00)  9/17 (52,94) 

50 - 59  19/34 (55,88)  2/5 (40,00)  21/39 (53,85) 

60 - 69  6/11 (54,55) 1/1 (100,00)  7/12 (58,33) 

70 - 79  2/3 (66,67)  1/1 (100,00) 3/4 (75,00) 

80 - 89  0/1 (0,00) 0/0 (0,00) 0/1 (0,00) 

%: percentual; (p>0,05). 

 

O número de tubos positivos na hemocultura por paciente e forma clínica que é portador 

foi avaliado e, pelo menos um tubo positivo foi identificado em 34,00% dos pacientes, 

22,00% deles tiveram dois tubos positivos, três ou quatro tubos positivos foram detectados em 

20,00% e, 24,00% dos pacientes tiveram entre cinco e sete tubos positivos. A maioria dos 

pacientes portadores das formas clínicas, cardíaca e indeterminada apresentou apenas um tubo 

positivo 29,27% (12/41) e 55,56% (5/9), respectivamente. O teste de Friedman demonstrou 

diferença significativa entre as variáveis (χ2(3)= 15,818, p<0,001) e, quando aplicado o teste 

de Wilcoxon (com correção de Bonferroni, p<0,008) revelou que esta diferença está 

relacionada aos pacientes com apenas um tubo de hemocultura positivo em relação àqueles 

com três ou quatro tubos positivos (Z = -2,646, p= 0,008) (Tabela 5). 
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Tabela 5 - Positividade de tubos da hemocultura por paciente chagásico com 

diferentes formas clínicas 

N◦ de tubos 
positivos 

Tubos positivos por paciente/forma clínica 

Cardíaca Indeterminada Total 

(%/N° 

positivos/total) 

(%/N° 

positivos/total) 

(%/N° 

positivos/total) 

1 29,27 (12/41) 55,56 (5/9) 
**

34,00 (17/50) 

2 24,39 (10/41) 11,11 (1/9) 22,00 (11/50) 

03 ou 04 21,95 (9/41) 11,11 (1/9) 
**

20,00 (10/50) 

05 a 07 24,29 (10/41) 22,22 (2/9) 24,00 (12/50) 
N

o
: Número; %: Percentual; **p<0,008 

 

A positividade das hemoculturas foi determinada referente ao período do exame e em 

relação às formas clínicas e, 28,00% dos pacientes foram positivos aos 30 dias, 22,00% aos 

45 dias, 20,00 % aos 60 dias, 24,00% aos 90 dias, e apenas 6,00% foram identificadas as 

formas evolutivas do T. cruzi aos 120 dias. O perfil de positividade variou entre os pacientes 

com as diferentes formas clínicas, o índice de positividade mais elevado (26,83%) foi aos 30 e 

45 dias para a forma cardíaca. Os pacientes da forma indeterminada positivaram 33,33% das 

hemoculturas aos 30 dias e, a maioria deles (44,45%) a hemocultura foi positiva aos 90 dias. 

A aplicação do teste de Friedman evidenciou diferença entre as variáveis analisadas (χ2(4)= 

29,167, p<0,001) e o teste de Wilcoxon (com correção de Bonferroni, p<0,005) ratificou esta 

diferença entre os períodos de 30 e 120 dias (Z= -3,317, p= 0,001), 45 e 120 dias (Z= -2,828, 

p= 0,005) e 90 e 120 dias (Z= -3,000, p= 0,003) (Tabela 6). 

 

Tabela 6 - Perfil de positividade da hemocultura em relação ao período examinado em 

pacientes chagásicos crônicos com diferentes formas clínicas 

Período 

examinado (dias) 

Positividade da hemocultura 

Formas clínicas 

Total Cardíaca Indeterminada 

 

(%/N° positivos/total) (%/N° positivos/total) (%/N° positivos/total) 

30 26, 83 (11/41) 33,33 (3/9) 
***

28,00 (14/50) 

45 26,83 (11/41) 0,00 (0/9) 
**

22,00 (11/50) 

60 19,51 (8/41) 22,22 (2/9) 20,00 (10/50) 

90 19,51 (8/41) 44,45 (4/9) 
**

24,00 (12/50) 

120 7,32 (3/41) 0,00 (0/9) 
**; ***

6,00%(3/50) 
%: Percentual; N°: Número; ***p=0,001;**p=0,005;** p=0,003 
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4.1.2 Reação em cadeia da polimerase (PCR) 

Com o emprego da PCR foi possível detectar o kDNA do parasito em 98,90% (90/91) 

dos pacientes usando o método de extração fenol-clorofórmio. No entanto, as amostras 

extraídas pelo mini kit positivaram apenas 54,05% (20/37) mostrando diferença na 

positividade da PCR ao comparar os métodos de extração de DNA pelo teste de Wilcoxon 

(Z= -4,00, p<0,001) (Gráfico 2). A amplificação das amostras extraídas pelos dois métodos 

demonstrou diferentes padrões na intensidade das bandas na região de 330pb (Figuras 1 e 2). 

 

 

 

Gráfico 2 - Positividade da PCR usando diferentes métodos de extração do DNA (*** p<0,001). 

Os 68 pacientes chagásicos portadores da forma clínica cardíaca foram positivos pela 

PCR quando a extração do DNA foi realizada pelo método do fenol-clorofórmio apresentando 

a mesma variação na intensidade dos fragmentos amplificados. Em 27 amostras desses 

pacientes o DNA foi extraído pelo mini kit Qiagen e, apenas 55,56% (15/27) foram positivas. 

A análise pelo teste de Wilcoxon mostrou que também houve diferença na positividade da 

PCR desses pacientes entre os métodos de extração (Z= - 4,69, p<0,001) (Figura 1). 
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Figura 1 - Gel de poliacrilamida a 6% revelado pela prata representativo das amostras dos 

pacientes com a forma cardíaca mostrando a amplificação pela PCR do fragmento específico 

para o T. cruzi de 330 pares de bases (pb). Canaletas 1: PM-peso molecular (Ladder 100pb) e 

2: CN-controle negativo (amostra de indivíduo não chagásico); Canaletas 3, 5, 7, 9, 11, 13, 15, 

17, 19 e 21 (amostras de DNA extraídas pelo kit Qiagen); Canaletas 4, 6, 8, 10, 12, 14, 16, 18, 

20 e 22 (amostras de DNA extraídas pelo fenol-clorofórmio); Canaleta 23: CP-controle 

positivo (amostra de paciente chagásico); Canaletas 24 a 29: TcI-VI (amostras controles 

correspondentes às diferentes DTUs do T. cruzi); Canaleta 30: Branco (reagentes sem adição 

de DNA). 

 

A PCR foi positiva em 95,65% (22/23) dos pacientes com a forma indeterminada 

quando o método de extração do DNA usado foi o do fenol-clorofórmio e, em 50,00% (5/10) 

de dez amostras extraídas com o mini kit Qiagen, o teste de Wilcoxon revelou diferença na 

positividade da PCR entre os métodos de extração (Z= -2,97, p=0,003) (Figura 2). 

 

Figura 2 - Gel de poliacrilamida a 6% revelado pela prata representativo dos pacientes com a 

forma indeterminada mostrando a amplificação pela PCR do fragmento específico para o T. 

cruzi de 330 pares de bases (pb).Canaletas 1: PM-peso molecular (Ladder 100pb) e 2: CN-

controle negativo (amostra de indivíduo não chagásico); Canaletas 3, 5, 7, 9, 11, 13, 15, 17, 19 

e 21 (amostras de DNA extraídas pelo kit Qiagen); Canaletas 4, 6, 8, 10, 12, 14, 16, 18, 20 e 

22 (amostras de DNA extraídas pelo fenol-clorofórmio); Canaleta 23: CP-controle positivo 

(amostra de paciente chagásico); Canaletas 24 a 29: TcI-VI (controles correspondentes às 

diferentes DTUs do T. cruzi); Canaleta 30: Branco (reagentes sem adição de DNA). 

 

4.1.3 Associação da positividade da hemocultura e PCR  

O T. cruzi foi detectado em 98,90% (90/91) dos pacientes chagásicos ao associar a 

hemocultura com a PCR, 54,95% (50/91) foram positivos tanto pela PCR quanto por 

hemocultura, 43,96% (40/91) foram positivos apenas pela PCR e, em 1,09% (1/91) dos 

pacientes ambos os métodos foram negativos. A análise pelo teste de Friedman revelou 

diferença significativa (χ2(3)= 173,751, p<0,001) e, o de Wilcoxon (com correção de 
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Bonferroni, p<0,008) demonstrou que a diferença ocorreu entre a associação dos métodos em 

relação aos pacientes positivos na hemocultura e na PCR (Z= -6,325, p<0,001); aqueles 

detectados somente pela PCR (Z= -7,071, p<0,001) e, nos pacientes com ambos os métodos 

negativos (Z= -9,434, p<0,001) (Gráfico 3). 

 

 

Gráfico 3 - Associação da positividade da hemocultura e a PCR dos pacientes na fase crônica da 

doença de Chagas (*** p<0,001). 

A associação dos dois métodos permitiu a detecção do T. cruzi em 100,0% (68/68) dos 

pacientes portadores da forma clínica cardíaca, 60,29% (41/68) deles foram positivos tanto 

pela hemocultura quanto pela PCR, enquanto 39,71% (27/68) dos pacientes positivaram 

apenas a PCR. Ao aplicar o teste de Friedman as variáveis apresentaram diferença (χ2(2)= 

63,561, p<0,001), a utilização do Wilcoxon (com correção de Bonferroni, p<0,016) revelou 

que houve significância referente à associação dos métodos quanto à positividade dos 

pacientes pela PCR e hemocultura (Z= -5,196, p<0,001) e naqueles detectados apenas pela 

PCR (Z= -6,403, p<0,001). (Gráfico 4). 
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Gráfico 4 - Associação da positividade da hemocultura e a PCR dos pacientes com  

a forma clínica cardíaca da doença de Chagas (*** p<0,001). 

A positividade por associação dos dois métodos foi 95,65% (22/23) em pacientes 

portadores da forma indeterminada, 39,13% (9/23) deles foram positivos para a hemocultura e 

PCR, 56,52% (13/23) o parasito foi detectado apenas pela PCR e 4,35% (1/23) foram 

negativos pelos dois métodos. Quando utilizado o teste Friedman foi demonstrado diferença 

significativa entre as variáveis (χ2(3)= 40,970, p<0,001) e, o de Wilcoxon (com correção de 

Bonferroni, p<0,008) confirmou a diferença na associação dos métodos quanto à positividade 

dos pacientes em ambos (Z= -3,606, p<0,001); os positivos apenas pela PCR (Z= -3,000, 

p=0,003) e aqueles com ambos os métodos negativos (Z= -4,583, p<0,001). (Gráfico 5).  

 

Gráfico 5 - Associação da positividade da hemocultura e a PCR dos pacientes 

com a forma clínica indeterminada da doença de Chagas (*** p<0,001). 
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4.2 Genotipagem dos isolados do Trypanosoma cruzi 

O T. cruzi foi isolado de 36 pacientes chagásicos crônicos não tratados e, destes, sete 

são portadores da forma indeterminada e 29 da forma cardíaca. Na tipagem dos isolados do 

parasito foram utilizados três marcadores moleculares: rDNA 24Sα, COII e SL-IRac. 

 

4.2.1 Amplificação do gene 24S do DNA ribossomal (RNA) 

A análise de 36 isolados do T. cruzi pela PCR usando o marcador rDNA 24Sα 

demonstrou a amplificação do fragmento de ~125pb (grupo rDNA 1) em 97,22% (35/36) das 

amostras com o perfil genético correspondente a DTU II. Apenas o isolado, 54, procedente de 

um paciente com a forma indeterminada, a amplificação foi observada na região de ~110 e 

125pb (rDNA 1/2) sugerindo que corresponde a DTU III ou V (Figura 3). 

 

 

Figura 3 - Gel de poliacrilamida a 6% revelado pela prata representativo da amplificação do 

gene rDNA 24Sα de isolados do T. cruzi procedentes de pacientes na fase crônica da doença 

de Chagas. Canaleta 1: PM-peso molecular (Ladder 25 pares de bases-pb); Canaletas 2 a 7: 

TcI-VI (amostras controles correspondentes às diferentes DTUs do T. cruzi); Canaletas 8 a 29 

(DNA das amostras dos pacientes); Canaleta 30: Branco (reagentes sem adição de DNA). 
 

4.2.2 Amplificação do gene mitocondrial citocromo oxidase subunidade II (CO II) 

A PCR do gene CO II amplificou os fragmentos de 81 e 212pb relacionados ao 

haplogrupo mitocondrial C indicando que 97,22% (35/36) dos isolados do parasito 

correspondem a DTU II. O perfil de haplogrupo mitocondrial A com produtos amplificados 

de 30, 81 e 264pb foram obtidos para o isolado 54, sugerindo que usando este marcador 

corresponde a DTU I (Figura 4). 
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Figura 4 - Gel de poliacrilamida a 6% revelado pela prata representativo da análise dos fragmentos do 

gene mitocondrial CO II, após a digestão com a enzima Alu I (RFLP - Restriction Fragment Lenght 

Polymorphism) de amostras do T. cruzi isoladas de pacientes chagásicos crônicos. Canaleta 1: PM-

peso molecular (Ladder 25 pares de bases-pb); Canaletas 2 a 7: Amostras controles das DTUs do T. 

cruzi (TcI, amplificação dos fragmentos 30, 81 e 264pb, perfil correspondente ao haplogrupo 

mitocondrial A; TcII, fragmentos de 81 e 212pb referentes ao haplogrupo mitocondrial C; TcIII, TcIV, 

TcV e TcVI amplificação dos fragmentos 81 e 294pb, correspondentes ao haplogrupo mitocondrial B); 

Canaletas 8 a 29: (DNA das amostras dos pacientes); Canaleta 30: Branco (reagentes sem adição de 

DNA). 

 

4.2.3 Amplificação do espaçador intergênico dos genes miniexon (SL-IRac) 

A PCR com o marcador SL-IRac foi desenvolvida com o objetivo de diferenciar as 

DTU III e DTU IV do T. cruzi devido à amplificação de um fragmento de 200pb 

correspondente ao TcIII e ao TcIV, além de um fragmento de 150pb relacionado à DTU I e 

outro de 157pb correspondendo as DTUs II, V e VI (BURGOS et al., 2007). Os 35 isolados 

caracterizados como DTU II pelos dois marcadores moleculares rDNA 24Sα e CO II foram 

submetidos a PCR com SL-IRac e amplificaram um produto de ~157pb. O isolado 54, que 

havia apresentado o perfil de rDNA 1/2 e fragmentos correspondentes ao haplogrupo 

mitocondrial A (DTU I), com este marcador amplificou um fragmento de ~150pb sugerindo 

que este isolado corresponde a DTU I (Figura 5). 

 

Figura 5 - Gel de poliacrilamida a 6% revelado pela prata representativo da amplificação do 

espaçador intergênico dos genes de miniexon dos isolados do T. cruzi procedentes de 

pacientes na fase crônica da doença de Chagas. Canaleta 1: PM-peso molecular (Ladder 25 

pares de bases-pb); Canaletas 2 a 7: TcI-VI (amostras controles correspondentes às diferentes 

DTUs do T. cruzi); Canaletas 8 a 29: (DNA das amostras dos pacientes); Canaleta 30: Branco 

(reagentes sem adição de DNA). 
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5 Discussão 

A hemocultura foi positiva em mais da metade dos pacientes na fase crônica da doença 

de Chagas portadores de diferentes formas clínicas e não submetidos ao tratamento específico. 

Este método se mostrou eficaz com a coleta de apenas uma amostra de sangue de cada 

paciente e igual ou superior aos dados obtidos por diversos autores (CHIARI & BRENER, 

1966; CHIARI & DIAS, 1975; MINTER-GOEDBLOED et al., 1978; CHIARI et al., 1989; 

BRONFEN et al., 1989; GALVÃO et al., 1993; JUNQUEIRA et al., 1996; GOMES et al., 

1999). Esta positividade pode estar relacionada ao elevado número de pacientes com a forma 

cardíaca, além de a maioria se encontrar na faixa etária acima de 50 anos. A positividade se 

mostrou mais elevada nos portadores da cardiopatia chagásica crônica nível 4 (CCC4), 

indicando que índices elevados de parasitemia podem estar associados a pacientes com a 

forma cardíaca (SCHENONE, 1999). Em indivíduos com níveis elevados de parasitemia têm 

sido descrito que as lesões do miocárdio são mais prováveis (COURA, 1975; PIFANO, 1977), 

embora esta relação com as formas clínicas mais severas da doença não tem sido observada 

em outros estudos (CASTRO, 1980; SILVA et al., 1995; CASTRO et al., 2005). A 

variabilidade na positividade da hemocultura está diretamente relacionada ao grupo de 

pacientes chagásicos crônicos com baixos e persistentes índices da infecção pelo T. cruzi 

(MINTER-GOEDBLOED, 1975; CHIARI et al., 1989). Positividades mais elevadas têm sido 

demonstradas em pacientes sororreativos do estado do Rio Grande do Sul na faixa etária de 4 

a 20 anos quando submetidos a uma hemocultura e em pacientes chagásicos crônicos oriundos 

do estado de Minas Gerais (FERNANDES et al., 1999; MEIRA et al., 2002). 

Os métodos parasitológicos têm mostrado uma grande diversidade nos padrões de 

parasitemia em pacientes na fase crônica da doença Chagas. Além disso, devemos salientar 

que as formas clínicas da doença e a morbi-mortalidade podem variar consideravelmente em 

relação à área endêmica, a intensidade da infecção e a resposta imune dos pacientes (COURA, 

2007). Outro fator envolvido é a idade do paciente, que aparentemente pode afetar a 

positividade das hemoculturas. Dados na literatura relatam que a progressão mais intensa na 

doença de Chagas pode ser resultado de possíveis modificações na resposta do sistema 

imunológico do paciente durante o curso da infecção pelo T. cruzi (BORGES-PEREIRA et 

al., 1985; CHIARI & GALVÃO, 1997). Observamos uma relação direta entre o número de 

hemoculturas positivas e a faixa etária, com elevada positividade a partir dos 50 anos de 

idade, corroborando com os dados que mostraram a influência da idade no grau de 
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parasitemia dos pacientes (SILVA et al., 1995; CASTRO et al., 1999) e divergem daqueles 

que relataram declínio no número de formas tripomastigotas do parasito circulantes em 

relação à idade (CASTRO et al., 2005).  

A parasitemia dos pacientes também pode ser avaliada pelo número de tubos positivos 

na hemocultura mostrando que eles podem ser classificados como, baixa, média e elevada 

parasitemia (CASTRO, 2002). Nossos resultados mostraram que 56,0% dos pacientes 

positivaram um ou dois tubos na hemocultura, enquanto 20,0% tiveram três a quatro tubos 

positivos e 24,0% deles cinco a sete, indicando que a maioria dos pacientes apresenta baixa 

parasitemia, como demonstrado por Castro et al. (2002). Em um grupo de pacientes na faixa 

etária de 4 a 20 anos o número de tubos positivos por paciente variou de um a seis e a maioria 

das hemoculturas foram positivas em 60 dias (FERNANDES et al., 1999). Esses achados 

reforçam a utilização deste parâmetro para a avaliação da parasitemia nos pacientes 

chagásicos crônicos sugerindo que mesmo com a realização de uma única hemocultura o 

número de tubos positivos pode ser um forte indicador da parasitemia. 

Outro parâmetro a ser considerado é a positividade em relação ao período de exame das 

hemoculturas, independente da forma clínica do paciente, a maioria foi positiva entre 30-60 

dias. Em relação aos portadores da forma indeterminada a positividade foi comprovada aos 30 

e 90 dias, e em pacientes com a forma cardíaca a positividade ocorreu entre 30-45 dias. A 

positividade da hemocultura na maioria dos pacientes chagásicos crônicos foi demonstrada 

entre 30-60 dias (FERNANDES et al., 1999; CASTRO, 2002) e divergente de outros autores 

que encontraram elevada positividade dos pacientes entre 60-120 dias (MORA, 1996). Apesar 

de não ter sido elevada, observamos hemoculturas positivas após o período de 120 dias. Este 

tempo prolongado pode estar relacionado à escassa parasitemia dos pacientes e à capacidade 

de adaptação do parasito e, poderá ocorrer um aumento da positividade do método com a 

manutenção entre 120-150 dias (GALVÃO, 1990; CASTRO, 2002). 

A importância da manutenção da hemocultura por até seis meses tem sido relatada 

devido ao aumento da positividade em até três vezes quando comparado às hemoculturas 

mantidas por 60 dias. A proporção de positividade das hemoculturas pode estar relacionada à 

produção in vitro de formas amastigotas não móveis, durante períodos prolongados, até a 

detecção de formas móveis, pois, em pequena quantidade essas amastigotas podem passar 

despercebidas (BRENER & CHIARI, 1965; MINTER-GOEDBLOED, 1978). As diferenças 

nas formas do parasito presente na hemocultura podem estar diretamente relacionadas às 
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características das cepas, em hemoculturas de alguns pacientes podem ser visualizadas 

amastigotas não móveis por um período mais longo, outras podem apresentar formas 

epimastigotas ou formas com padrão intermediário (BRENER & CHIARI, 1965). 

A variabilidade na positividade da hemocultura relatada ao longo dos anos pode ser 

explicada por vários fatores tais como, o aumento do volume de sangue coletado que 

possibilita a obtenção de formas íntegras do parasito, manutenção das amostras em banho de 

gelo ou a 4°C logo após a coleta, remoção imediata do plasma, a rapidez no processamento 

das amostras (CHIARI & BRENER, 1966; CHIARI et al., 1989; GALVÃO et al., 1993), a 

qualidade dos meios de cultura e a execução do método corretamente (MOURÃO & CHIARI, 

1975). Apesar de pouco citado na literatura outro fator extremamente importante a ser 

considerado é a experiência técnica ao examinar a hemocultura, pois, o T. cruzi pode crescer 

de diferentes formas, com a formação de grumos ou rosáceas ou formas arredondadas 

(MINTER-GOEDBLOED, 1978; BRENER & CHIARI, 1965). 

O kDNA do T. cruzi foi detectado pela PCR em praticamente todos pacientes 

chagásicos crônicos e a expressiva positividade provavelmente esta relacionada a baixa 

imunidade dos pacientes acima de 50 anos de idade (GINALDI et al., 1999; PRELOG, 2006; 

WENG et al., 2006; GRAHAM, et al., 2006). A positividade da PCR no sangue de pacientes 

chagásicos na fase crônica é bastante variável 45-100%, (ÁVILA et al., 1993; JUNQUEIRA 

et al., 1996; GOMES et al., 1998; LAGES-SILVA et al., 2001; CASTRO et al., 2002; 

MEIRA et al., 2002; MARCON et al., 2002; MEIRA et al., 2004) e, independente do 

protocolo empregado, é superior àquela obtida com os métodos de hemocultura e/ou 

xenodiagnóstico, quando realizados conjuntamente, sendo atualmente indicada como a técnica 

que pode substituí-los. As diferenças nesta variabilidade podem ser explicadas por níveis de 

parasitemia variáveis em indivíduos infectados vivendo em diferentes áreas endêmicas e 

também estar relacionadas com a complexidade do ciclo biológico do T. cruzi. Por exemplo, 

os pacientes chagásicos que vivem em Virgem da Lapa, Minas Gerais, apresentaram elevados 

níveis de parasitemia baseados em xenodiagnósticos positivos quando comparados com 

indivíduos de outras áreas (BORGES-PEREIRA et al., 1996). A presença do T. cruzi na 

circulação periférica no determinado momento da coleta de sangue depende do ciclo de vida 

do parasito assim como, sobre o equilíbrio imunológico entre parasito e hospedeiro 

(CASTRO & PRATA, 2000) e, o tempo decorrido entre a coleta do sangue e o processamento 

da amostra (CHIARI et al., 1989; GALVÃO, 1990). O volume de sangue (5mL) coletado 
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neste trabalho parece não influenciar na positividade da PCR, amostras com o mesmo volume 

sangue obtidas de pacientes chagásicos procedentes do triângulo mineiro foram submetidas à 

PCR e relatada elevada positividade (LAGES-SILVA et al., 2001). Outra hipótese seria a 

possibilidade da infecção com o Trypanosoma rangeli, mas foi excluída uma vez que a 

infecção por este protozoário foi descrita somente em animais no estado de Minas Gerais 

(RAMIREZ et al., 2002). 

Os estudos realizados em diferentes áreas endêmicas têm sugerido que a diferença 

genética entre as cepas do parasito pode influenciar a parasitemia no paciente e a positividade 

da PCR (BRITTO, 2009). Esta positividade pode ainda estar relacionada ao número transiente 

de formas do parasito circulantes no momento da coleta do sangue, as condições adequadas de 

conservação das amostras, os procedimentos de extração do DNA, alvos de amplificação, uso 

do mesmo termociclador, a capacidade de detectar mínimas quantidades do DNA do parasito, 

(GOMES et al., 1998; CASTRO et al., 2002; SCHIJMAN et al., 2011).  

A PCR é mais vantajosa que a hemocultura, pois requer a coleta de pequeno volume de 

sangue, o tempo de processamento mais curto, além de permitir a análise de diversas amostras 

ao mesmo tempo (CHIARAMONTE et al., 1999). No entanto, não é possível usar a PCR para 

isolar o T. cruzi para posterior estudos biológicos, bioquímicos e/ou moleculares de 

populações deste protozoário. Neste sentido a hemocultura é um método mais eficiente, 

especialmente se repetida, para o isolamento e amplificação do parasito em meio de cultura 

LIT (CASTRO et al., 2002). 

Diferentes padrões na intensidade dos fragmentos amplificados pela PCR na região de 

330pb foram observados confirmando dados na literatura, mas não tem sido descrita 

correlação com o número de tripomastigotas no sangue coletado (MOSER et al., 1989; 

ÁVILA et al., 1993; CASTRO et al., 2002). Dentro deste contexto, avaliamos dois métodos 

de extração de DNA com o objetivo de aumentar a positividade da PCR, e observamos 

divergências entre eles, à extração do DNA usando fenol-clorofórmio apresentou resultados 

superiores a do kit comercial Qiagen. Entretanto, nossos achados diferiram dos obtidos por 

Schijman et al. (2011) que relataram um melhor desempenho do kit comercial ao padronizar a 

técnica de PCR entre diferentes laboratórios. Por outro lado, Ramírez et al. (2009) ao 

comparar a extração por fenol-clorofórmio e por um kit comercial demonstraram maior 

eficácia pelo primeiro método e relataram que a concentração de DNA obtida por fenol-

clorofórmio foi superior a obtida usando o kit. Moreira et al. (2013) ao comparar os mesmos 
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métodos de extração de DNA empregados em nosso trabalho demonstram que o fenol-

clorofórmio resultou na recuperação de maiores quantidades de DNA. 

Devido às características da doença de Chagas na fase crônica, a hemocultura e PCR 

dificilmente alcançarão uma elevada sensibilidade, pois estão sob a influência de vários 

fatores intrínsecos dos hospedeiros vertebrados e a heterogeneidade das populações do 

parasito que circulam nas diferentes regiões endêmicas. Com base nisto, a adequação da PCR 

para fins diagnósticos na rotina de laboratório é importante na detecção da infecção em 

pacientes com baixos índices de parasitemia ou ainda naqueles com sorologia inconclusiva 

(CASTRO et al., 2002; LAGES-SILVA et al., 2006) e, dados recentes demonstraram a 

padronização e validação desta reação no diagnóstico da doença de Chagas crônica 

(SCHIJMAN et al., 2011). 

O aumento da positividade dos métodos de diagnóstico parasitológico do T. cruzi em 

pacientes chagásicos crônicos tem sido relatado quando comparados à hemocultura e o 

xenodiagnóstico (CHIARI & BRENER, 1966; CHIARI et al., 1989; BRONFEN et al., 1989; 

PEREIRA et al., 1989; JUNQUEIRA et al., 1996). Nossos achados demonstraram que a 

associação da hemocultura e a PCR possibilitou a detecção do T. cruzi em praticamente todos 

os pacientes chagásicos crônicos, reforçando que a associação aumenta a chance de 

comprovar o parasito e/ou seus fragmentos genômicos, no diagnóstico da doença de Chagas 

crônica e corroborando dados previamente descritos (LAGES-SILVA et al., 2001; CASTRO 

et al., 2002). 

A variabilidade genética de 36 isolados do T. cruzi obtidos de pacientes na fase crônica 

da doença de Chagas, sem tratamento prévio e portadores de formas clínicas bem 

caracterizadas foram analisados por três marcadores genéticos. O perfil genético da maioria 

dos isolados está associado à DTU II que tem sido relatada como a causa primária da doença 

de Chagas aguda e crônica severa nas regiões central e da mata atlântica do Brasil. A 

distribuição geográfica do TcII está relacionada a manifestações cardíacas com concomitantes 

registros de megaesôfago e megacólon. Esta DTU tem sido frequentemente isolada no ciclo 

domiciliar de transmissão e é agente etiológico na região do Cone Sul da América do Sul 

onde o T. infestans é o principal vetor doméstico, entretanto a verdadeira dimensão geográfica 

desta DTU não é amplamente conhecida (MILES et al., 2009; ZINGALES et al., 2012).  

O entendimento da estrutura populacional do T. cruzi é fundamental devido aos elos 

entre os ciclos de transmissão do parasito e doença. A DTU I é a mais abundante e 
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amplamente dispersa nas Américas encontrada em triatomíneos e humanos (ZINGALES et 

al., 2012) e, em geral está associada ao ciclo silvestre de transmissão e mamíferos arbóreos. A 

sua distribuição é ao norte da bacia Amazônica enquanto a DTU II está associada ao ciclo 

doméstico e ao nicho terrestre (FERNANDES et al., 1998; ZINGALES et al., 1998; YEO et 

al., 2005; STURM & CAMPBELL, 2010) e aos triatomíneos vetores associados (GAUNT & 

MILES, 2000) no Brasil e em outros países sul-americanos. A complexidade dos ciclos de 

transmissão do T. cruzi é bastante elevada e ainda não está bem compreendida. Na Bolívia, o 

megacólon está associado predominantemente com a DTU V e, em escala menor com DTU II 

(VIRREIRA et al., 2006). Estudos brasileiros têm revelado a presença de TcI-VI com 

prevalência das DTUs I, III e IV no Norte e Leste da Amazônia (COURA et al., 2002). No 

sudeste do Brasil, as formas clínicas cardíaca, digestiva com megacólon e megaesôfago da 

doença de Chagas são associados ao T. cruzi II (LAGES-SILVA et al., 2006). 

Nossos achados estão de acordo com os da literatura que associa o TcII à infecção 

humana na área endêmica do estado de Minas Gerais (FREITAS et al., 2005; LAGES-SILVA 

et al., 2006; D’ÁVILA et al., 2009). A predominância do TcII no coração, esôfago e cólon foi 

demonstrada com a utilização de uma hemi-nested PCR em tempo real diretamente em tecidos 

de pacientes chagásicos de Minas Gerais (FREITAS et al., 2005). No presente estudo, não 

observamos associação entre as formas clínicas indeterminada e cardíaca com os fatores 

genéticos do parasito, corroborando com autores que utilizando os marcadores LSSP-PCR e 

rDNA 24Sα demonstraram a DTU II em todos os isolados dos pacientes com as formas 

indeterminada, cardíaca, digestiva e mistas, naturais do sudeste de Minas Gerais (LAGES-

SILVA et al., 2006). A avaliação de 102 amostras do T. cruzi isoladas de 44 pacientes com as 

formas indeterminada e cardíaca da doença de Chagas, oriundos de Minas Gerais e Goiás, 

utilizando os marcadores moleculares, 24Sα, CO II, SL-IR e análise do polimorfismo de 

microssatélites evidenciou a DTU II praticamente em todos os isolados sem associação com 

forma clínica (D’ÁVILA et al., 2009). Uma elevada frequência de TcII foi demonstrada 

usando os mesmos marcadores em 50% de triatomíneos e 91,7% dos isolados de indivíduos 

sororreativos no semiárido do Rio Grande do Norte (CÂMARA et al., 2010). Estudos 

taxonômicos têm como alvo identificar ligações entre as DTUs infectantes e as manifestações 

clínicas da doença, mas nenhuma evidência de associação tem sido comprovada até o 

presente. A pesquisa por associações poderá conduzir o critério final para a definição do 
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número clinicamente significativo de subdivisões biológicas dentro desta espécie 

(ZINGALES et al., 2012). 

Neste trabalho, um isolado obtido de um paciente com a forma clínica indeterminada foi 

associado à DTU III ou V pelo marcador rDNA 24sα e DTU I por CO II, não havendo um 

consenso, mas com a tipagem dos genes SL-IRac foi confirmado que corresponde a DTU I. 

As metodologias aplicadas na caracterização genética de isolados de diferentes formas 

clínicas podem constituir um fator limitante e a tipagem das populações do T. cruzi baseadas 

na análise de um único marcador se mostra insuficiente, levando a interpretações errôneas 

(BRISSE et al., 2001). Nossos resultados demonstraram que mesmo a utilização de dois 

marcadores moleculares podem não ser suficiente, e corroboram com outros autores que 

também relataram essa ineficiência (D’ÁVILA et al., 2009; CÂMARA et al., 2010). Câmara 

et al. (2010) demonstraram isolados correspondentes ao TcI pela amplificação do domínio D7 

do gene 24Sα do DNA ribosomal (rDNA 24Sα). Com a utilização de CO II e SL-IRac estes 

isolados foram confirmados como TcIII. Ao analisar os fragmentos encontrados pelo rDNA 

24Sα, vale ressaltar que os alelos rDNA 1 e 2 em um mesmo isolado não permite diferenciar 

com segurança se a amostra contém mais de uma população do parasito ou se corresponde a 

uma cepa híbrida (D’ÁVILA, 2008). A utilização do marcador molecular CO II permite 

distinguir a DTU I (haplogrupo A) e DTU II (haplogrupo C), todavia, esse marcador agrupa 

as demais DTUs em um mesmo haplogrupo (B) impossibilitando a classificação (FREITAS et 

al., 2006). O SL-IRac foi desenvolvido com o objetivo de diferenciar as DTU III e IV da 

DTU I e das DTUs II, V e VI, inviabilizando o uso desse marcador isoladamente (BURGOS 

et al., 2007). Com isso, a associação de pelo menos três marcadores genéticos que apresentem 

diferentes taxas evolutivas poderá garantir a correta tipagem dos isolados do parasito. Dados 

recentes relataram a DTU I em paciente portador da forma clínica indeterminada procedente 

do município de Januária, MG (ABOLIS et al., 2011). 

Desta forma apesar de pouco relatado, o TcI foi isolado em um dos nossos pacientes, 

esta DTU se distribui nas Américas e é associada à infecção humana na Amazônia, na região 

Andina, América Central, México e área endêmica do sudeste e no nordeste do Brasil 

(BOSSENO et al., 2002; MONTILLA et al., 2002; AÑEZ et al., 2004; HIGO et al., 2004; 

SÁNCHEZ-GUILLÉN et al., 2006; CÂMARA et al., 2010). Casos agudos graves da doença 

de Chagas têm sido descritos na região Amazônica e a maioria deles por TcI (COURA, 2007). 
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As manifestações clínicas do TcI incluem cardiomiopatia chagásica e casos severos em 

indivíduos imunocomprometidos (ZINGALES et al., 2012). 

A caracterização de isolados do T. cruzi usando marcadores moleculares têm mostrado 

que os genótipos envolvidos na infecção humana na Colômbia e na Venezuela são diferentes 

dos encontrados no ciclo silvestre (GUHL & RAMIREZ, 2011). A associação do TcI tanto no 

ciclo silvestre quanto no doméstico na Venezuela pode estar ligada a re-invasão dos 

triatomíneos, devido a população utilizar folhas de palmeiras na cobertura de telhados 

(MILES et al., 2009). Esta DTU foi identificada em 12 pacientes na fase aguda da infecção 

chagásica procedentes da mesma área rural de Montalvania, MG (LUQUETTI et al., 1986). 

Embora a presença da DTU I em pacientes chagásicos crônicos seja rara no Brasil, existem 

evidências da sua presença em portadores de cardiopatia chagásica crônica (ZINGALES et 

al., 1998; TEIXEIRA et al., 2006; SANCHEZ-GUILLEN et al., 2006; HERRERA et al., 

2007; MARCILI et al., 2009b; CURA et al., 2012). A morte de pacientes chagásicos com 

populações do parasito isoladas e caracterizadas como DTU I tem sido relatada em regiões da 

Venezuela e Brasil, onde casos associados à DTU II são raros. Esses estudos indicam que a 

patogenia da doença também é uma propriedade inerente das cepas DTU I (STURM & 

CAMPBELL, 2010). Esses dados enfatizam que os aspectos epidemiológicos do TcI devem 

ser melhor estudados no Brasil. A diversidade regional da doença de Chagas, a gravidade da 

doença e a natureza da infecção crônica tem sido atribuída a um conjunto de interações 

complexas entre a composição genética do parasito, a imunogenética do hospedeiro e os 

fatores ambientais (CAMPBELL et al., 2004; MACEDO et al., 2004). 

Nossos dados demonstraram que a hemocultura e a PCR foram eficientes com a coleta 

de apenas uma amostra de sangue e, quando são associados aumentam significativamente à 

sensibilidade no diagnóstico da doença de Chagas crônica. A PCR se mostrou superior na 

detecção do parasito, contudo, não é possível utilizá-la no isolamento de amostras do T. cruzi, 

salientando a importância da hemocultura para os estudos biológicos, bioquímicos e de 

variabilidade genética das populações do parasito. O perfil genético dos isolados do parasito 

não permitiu estabelecer associação com as formas clínicas dos pacientes chagásicos. 
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6 Conclusões 

 A PCR foi mais eficaz que a hemocultura confirmando a infecção pelo Trypanosoma 

cruzi em pacientes chagásicos crônicos.  

 

 A positividade da hemocultura foi mais expressiva nos pacientes de faixa etária a 

partir dos 50 anos e não houve relação com a forma clínica; 

 

 A positividade mais elevada da hemocultura ocorreu aos 30 e 45 dias nos pacientes 

portadores da forma cardíaca e aos 90 dias para a maioria daqueles com a forma 

indeterminada; 

 

 A positividade de um tubo de hemocultura por paciente foi detectada na maioria dos 

pacientes chagásicos independente da forma clínica que é portador; 

 

 A expressiva positividade da PCR parece estar relacionada ao elevado número de 

pacientes com a forma cardíaca, sugerindo que a parasitemia pode estar mais elevada 

nos portadores dessa forma clínica; 

 

 A caracterização genética dos isolados do Trypanosoma cruzi demonstrou que a 

maioria das populações está relacionada ao rDNA tipo 1 e haplogrupo mitocondrial C, 

associada ao TcII. Apenas uma amostra de paciente com a forma indeterminada foi 

correspondente a DTU I; 

 

 O perfil genético dos isolados do Trypanosoma cruzi não demonstrou associação com 

as formas clínicas dos pacientes chagásicos. 
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8 Anexo 

8.1 Carta de aprovação do Comitê de Ética em Pesquisa da UFMG 

 

8.2 Carta de aprovação do Hospital das Clínicas da UFMG 

 

8.3 Termo de consentimento livre e esclarecido submetido aos pacientes 

participantes do estudo 

 

8.4 Protocolo de hemoculturas dos pacientes portadores das formas clínicas 

indeterminada e cardíaca, representando níveis diferentes parasitemia e quadros 

demonstrando a positividade em relação ao número de tubos e ao período de 

exame 

 



 

 

 



 

 

 



 

 
 



 

 

 

 

 

 



 

 

 

 

 

 



 

 

 

 

 

 



 

 

 

 

 

 



 

 

 

 

 

 



 

 

 

 

 

 



 

 

 


