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RESUMEN 
 

La enfermedad de Chagas (EC) es causada por el protozoario Trypanosoma cruzi, y afecta a 6-

7 millones de personas en 21 países de América. La EC tiene diferentes formas de transmisión, 

siendo la vectorial y la vertical las más frecuentes. Entre las principales complicaciones de la 

enfermedad figuran las afectaciones cardíacas, que afectan a un 30%-35% de afectados y las 

digestivas, que afectan a un 10%-20% de personas con la infección por T. cruzi. Los síntomas 

crónicos de la enfermedad aparecen décadas después de la infección. En 2009, un consenso 

internacional clasificó las cepas de T. cruzi en seis unidades discretas de tipificación (UDT): 

TcI a TcVI. Las infecciones mixtas son muy frecuentes. La capacidad infectiva, el tropismo 

tisular variable y la sensibilidad al tratamiento antiparasitario son atribuidos a la variabilidad 

genética y al gran polimorfismo que exhiben los clones del parásito.  

El objetivo de este trabajo es caracterizar las UDT de T. cruzi en muestras de sangre y tejido 

de 40 pacientes con afección digestiva (megacolon) que se sometieron a resección del segmento 

afectado por un procedimiento quirúrgico en centros especializados de Cochabamba (Bolivia), 

utilizando nuevos protocolos de procesado y detección. 

En concreto, se utilizaron estrategias para favorecer la solubilidad y la homogeneización de las 

capas mucosas del tejido intestinal y poder extraer fácilmente el ADN de los mismos. Se utilizó 

PCR en tiempo real cuantitativa para la detección, amplificación, y caracterización molecular 

de T. cruzi, dirigida al ADN satelital. La identificación de los UDTs de T. cruzi fue realizada 

por PCR basado en la amplificación de los objetivos SL-IRac, SL-IR I y II, 24Sα rDNA y A10 

mediante PCRs convencionales multilocus que permitieron el análisis directo en las muestras 

clínicas de las poblaciones parasitarias naturales. 

Los resultados encontrados revelaron la presencia de T. cruzi en muestras de sangre y tejido 

colónico, con un predominio de los UDTs TcII y TcV. La UDT TcVI solo se identificó en 

muestras de sangre.  

 

PALABRAS CLAVE: Tripanosoma cruzi, enfermedad de Chagas, megacolon, UDTs.
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I. INTRODUCCIÓN 
1.1 Generalidades de la Enfermedad de Chagas 

 
La enfermedad de Chagas (EC), también conocida como tripanosomiasis americana, está 

causada por el parásito Trypanosoma cruzi (T. cruzi), protozoo hemoflagelado perteneciente al 

orden de los Kinetoplastida (1) . Se transmite a los seres humanos principalmente por las heces 

de insectos triatomíneos que actúan como vectores, conocidos como vinchucas, chinches o con 

otros nombres, según la zona geográfica. Las rutas de transmisión oral y congénita también 

juegan un papel importante (2). 

Aunque la mayor carga sanitaria de la enfermedad de Chagas sigue en América Latina, 

debido a la movilidad de la población se ha detectado cada vez más en Estados Unidos, Canadá 

y muchos países europeos(3) . 

 

Se presenta en regiones donde coexiste con otras patologías que son más aparentes y 

menos silenciosas, razón por la cual frecuentemente pasa desapercibida como problema de sa-

lud pública. Esta enfermedad está asociada a las malas condiciones de vivienda de las áreas 

rurales de todo el continente latinoamericano y a los cinturones de pobreza alrededor de las 

grandes ciudades, donde las personas infectadas que migran buscando mejores oportunidades 

de trabajo no tienen posibilidad de acceder a una atención médica adecuada (3). 

 

La tripanosomiasis americana cumplió en 2009 un siglo desde que Carlos Chagas, quien 

atiende a una niña en Lassance, Brasil (Fig.1), anunciara el descubrimiento del parásito T. cruzi, 

del insecto vector triatómico y del conjunto de síntomas clínicos característicos de la enferme-

dad (4). 
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Figura 1. Carlos Ribeiro Justiniano das Chagas (1879−1934), junto a una paciente.  
(Imagen extraída de https://www.meer.com/es/75684-carlos-chagas). 

 

Desde 1990, se han puesto en marcha una serie de iniciativas internacionales basadas en 

el control de vectores, el control sistemático de los donantes de sangre en todos los países 

endémicos, la detección y el tratamiento de la transmisión congénita para el control y elimina-

ción de la EC. Estas estrategias han conducido a una reducción significativa en el número de 

personas infectadas en todo el mundo(5). No obstante, la tripanosomiasis americana continúa 

provocando la mayor carga de morbi-mortalidad de origen parasitario en los países latinoame-

ricanos, a pesar de los importantes avances que se han llevado a cabo en el control de la trans-

misión vectorial en los últimos años (6) (7). Desde 2009, es una de las infecciones incluidas en 

la lista de enfermedades olvidadas de la OMS (3)  

 

1.2 Epidemiología de la enfermedad de Chagas 
 

La epidemiología de la EC ha cambiado como consecuencia de los flujos migratorios de 

la población de América Latina, tanto a nivel interno de los países afectados con desplazamien-

tos desde las áreas rurales hacia las ciudades, como a nivel externo, hacia países terceros(8) (9). 

Así, la infección por T. cruzi ha pasado de ser una enfermedad relacionada con la pobreza de 

las áreas rurales latinoamericanas a aparecer progresivamente en ambientes urbanizados de 

estos países, y también ha emergido en zonas en donde el vector no está presente, convirtién-

dose en un problema de salud pública en los países no endémicos, siendo Estados Unidos y 

España los dos países más afectados (8) (10) (Fig. 2). 
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Figura 2. Casos estimados de Chagas a nivel mundial. (Imagen extraída de https://el-
pais.com/elpais/2015/04/10/planeta_futuro/1428680706_109364.html#) 

 

La EC es endémica en 21 países de las Américas y afecta a un estimado de 6 a 7 millones de 

personas. Se registran 30.000 nuevos casos cada año, 12.000 muertes anuales de promedio y 

aproximadamente 9.000 recién nacidos se infectan durante la gestación(3). Actualmente, unos 

70 millones de personas en las Américas viven en áreas expuestas al Chagas y están en riesgo 

de contraer la enfermedad. (3). 

 

El continente más afectado por mayor número de casos reportados según la Fig.2 es Amé-

rica del Sur, siendo los países con más casos, estimados en valores absolutos: Argentina, Brasil 

y México, seguidos de Bolivia (3). En relación a la vía de transmisión, Bolivia, Argentina y 

Paraguay (que comparten la región del Gran Chaco) liderarían los países con mayor número 

de casos adquiridos por transmisión vectorial (3). 

 

En términos de prevalencia relativa a su población, Bolivia es el país con mayor inciden-

cia. La mayoría de las personas infectadas quedan sin diagnóstico, por falta de conocimiento 

clínico o por falta de medios diagnósticos, quedando consecuentemente sin tratamiento (11).  
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1.3 Patología y manifestaciones clínicas   
 
Según la última clasificación del Comité Científico de la EC de la Federación Argentina de 

Cardiología y del Consejo de Miocardiopatías y EC de la Sociedad Interamericana de Cardio-

logía, esta enfermedad se caracteriza por dos fases: aguda y crónica. (Se puede obtener mayor 

información en los siguientes links a webs institucionales que contienen manuales con las re-

comendaciones para el diagnóstico y el tratamiento de la EC:  

- Organización Panamericana de la Salud:  

https://www.paho.org/es/documentos/guia-para-diagnostico-tratamiento-enfermedad-chagas.  

- Médicos sin fronteras Bolivia: https://www.medecinssansfrontieres.ca/wpcon-

tent/uploads/2023/04/manual_de_atencion_integral_de_chagas_en_zona_ru-

ral_de_msf_en_bolivia.pdf.  

- Ministerio de Salud y Deportes, Programa Nacional de Chagas Boliva: https://www.minsa-

lud.gob.bo/component/jdownloads/?task=download.send&id=820:manual-de-normas-tecni-

cas-y-operativas-para-el-tamizaje-diagnostico-y-tratamiento-de-la-enfermedad-de-chagas-

cronica-reciente-infantil&catid=45&Itemid=646). 

 

1.3.1. Fase aguda  
 

En la fase aguda, que dura de 4 a 8 semanas, la infección por T. cruzi es sintomática en 

un 5-10% de los casos, y en el resto de personas afectadas esta fase pasa desapercibida. Ade-

más, la mayoría de signos y síntomas clínicos presentes son inespecíficos, por lo que rara vez 

se piensa en la EC como causa de enfermedad, excepto en los brotes de transmisión oral, donde 

hay un mayor número de personas afectadas simultáneamente y con una clínica más frecuente, 

evidente y grave (12). En contadas ocasiones pueden aparecer lesiones cutáneas que indican el 

lugar de la inoculación, tales como nódulos cutáneos, conocidos como chagoma de inoculación, 

o un edema bipalpebral unilateral con conjuntivitis, que se denomina signo de Romaña y es 

consecuencia de la penetración del parásito por la mucosa ocular. La muerte del paciente en la 

fase aguda es extremadamente rara y ocurre principalmente por miocarditis o meningoencefa-

litis, siendo más frecuente en pacientes inmunodeprimidos o en etapas tempranas de la vida 

(13) (14) (15). 
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En la fase aguda, predomina el parásito circulante en la corriente sanguínea, lo que faci-

lita su detección directa, y una vez diagnosticada, es el momento ideal para iniciar un trata-

miento antiparasitario (3) (7) (13)  . Si el parásito no es eliminado durante el episodio agudo, por 

medio del tratamiento antiparasitario adecuado, se reduce la posibilidad de éxito terapéutico en 

etapas posteriores y, en la evolución natural de la infección, se considera que la persona va a 

permanecer infectada por el resto de su vida. En esta fase de infección crónica, la parasitemia 

se reduce hasta convertirse en intermitente y difícil de detectar (15). 

 

1.3.2 Fase crónica  
 

Comienza cuando el sistema inmune controla la reproducción del parásito y la parasite-

mia se vuelve indetectable por los métodos parasitológicos directos convencionales. En esta 

fase, la infección es detectable principalmente por métodos serológicos, que demuestran la res-

puesta inmunológica del hospedador frente al parásito. Durante la fase crónica, los parásitos se 

ocultan en los tejidos diana, especialmente en los sistemas cardíaco y digestivo (7). La mayoría 

de los pacientes crónicamente infectados no presentan síntomas por el resto de sus vidas (etapa 

crónica, fase indeterminada) (16). Las escasas lesiones histopatológicas de la etapa crónica, sin 

patología demostrada de la enfermedad, se caracterizan por la presencia de focos inflamatorios 

puntuales y aislados, lisis y degeneración de células del músculo esquelético (17).  

 

Sin embargo, aproximadamente 20-35 % de los pacientes crónicamente infectados desa-

rrollarán síntomas cardíacos que pueden llevar a la muerte súbita, como arritmias cardíacas o 

fallo cardiaco; y en un 10-20% de pacientes se detectan daños digestivos que provocan lesiones 

localizadas, así como megalias del esófago y el colon (megaesófago y megacolon, respectiva-

mente). El compromiso del sistema nervioso periférico ocurre en menor proporción, en menos 

del 5% de afectados (3) (15) (18). 

 

1.3.2.1 Forma cardíaca 
 

Se han descrito cuatro mecanismos que contribuyen a la patogénesis de la forma crónica 

cardíaca: (i) inflamación dependiente de la presencia del parásito; (ii) lesiones inmunomedia-

das; (iii) trastornos neurogénicos; y (iv) trastornos microvasculares; siendo la presencia persis-

tente del parásito en los tejidos crucial para el inicio de los eventos fisiopatológicos (15). 
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La progresión de la enfermedad cardíaca en el Chagas crónico es de baja intensidad y las 

lesiones y la miocarditis avanzan lentamente, pero de forma progresiva y constante hasta de-

parar el deterioro de la función contráctil y las otras complicaciones (dilataciones de las cáma-

ras cardíacas, arritmias) (15). 

1.3.2.2 Forma digestiva 
 

En la forma crónica digestiva, también es crucial la persistente presencia del parásito que, 

a su vez decanta, posiblemente a través de una reacción inflamatoria, mecanismos fisiopatoló-

gicos que deparan las lesiones a largo plazo. Como ocurre a nivel cardíaco, el desarrollo de las 

lesiones es lento y persistente en el tiempo. 

 

Los síndromes chagásicos digestivos provocan megavísceras siendo las más frecuentes 

las que afectan al esófago y al colon. La degeneración y la reducción en el número de neuronas 

de los plexos mientéricos del esófago y colon son considerados elementos fundamentales de la 

patogenia de la enfermedad a nivel digestivo que provoca los megasíndromes (19) (20). Al alte-

rarse la motilidad del esófago se produce disfagia, dolor epigástrico o retroesternal y regurgi-

taciones. Los pacientes, además de los problemas intrínsecos a nivel del aparato digestivo, 

pueden sufrir desnutrición o neumonitis por aspiración repetitiva (21). El pronóstico de la forma 

digestiva es generalmente bueno, a excepción de las complicaciones que pudieran aparecer 

como cáncer esofágico, obstrucción por torsión y necrosis en el colon (5).  
 

1.3.2.3 Daño tisular relacionado directamente con la presencia del parásito 
 

A pesar de que aún no se conocen completamente los mecanismos moleculares que de-

terminan cómo se regula la interacción entre el parásito y el hospedador en relación a la inva-

sión celular y a la localización de los parásitos en los tejidos, se ha sugerido que las variaciones 

en el tropismo tisular encontradas, que dependen de las propiedades genéticas tanto del parásito 

como del hospedador, pueden explicar las diferentes formas clínicas de la enfermedad (22). 

Desde los primeros estudios histopatológicos, el daño tisular del corazón y del tracto gastroin-

testinal que tiene lugar en la etapa aguda ha sido claramente relacionado con la intensa parasi-

temia y el parasitismo de los órganos diana (23). Así, los estudios posteriores con técnicas his-

tológicas más sensibles (inmunohistoquímica, PCR e hibridación in situ), permitieron identifi-

car antígenos de T. cruzi o su material genético en los focos inflamatorios (24) (25).  
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Estos estudios destacaron nuevamente el rol patogénico de la persistencia del parásito en 

los tejidos del hospedador. Los modelos experimentales de tratamiento también sugieren que 

la persistencia del parásito está directamente implicada en la patología de la etapa crónica, ya 

que una reducción en la carga parasitaria, mediada por los fármacos tripanocidas, lleva a una 

atenuación en los síntomas de la miocardiopatía chagásica (26) (27) (28). 

1.4.  Agente etiológico: Trypanosoma cruzi 
 
1.4.1 Morfología y formas evolutivas 
 

El agente etiológico de esta enfermedad es T. cruzi, un parasito intracelular hemoflage-

lado del orden Kinetoplastida, familia Trypanosomatidae. Los integrantes de esta familia se 

caracterizan por la presencia de un flagelo y una única y ramificada mitocondria, que se ex-

tiende por todo el cuerpo celular (29). Dicha mitocondria tiene así mismo una doble membrana 

directamente relacionada con el kinetoplasto, una estructura circular que contiene el ADN mi-

tocondrial (ADN-k). Este material genético extranuclear se organiza en estructuras atípicas 

llamadas maxicírculos (20-40 kb) y minicírculos (0,5-2,5 kb), que representan entre 15-30% 

del genoma celular (30). 

 

El único flagelo está compuesto por nueve pares de microtúbulos (distribuidos en forma 

de círculo) y dos microtúbulos centrales dentro de una matriz citoplasmática rodeada por una 

membrana este desaparece cuando viven como parásito intracelular (31). 

 

El parásito presenta tres estadios morfológicos durante su ciclo de vida: amastigote, 

epimastigote y tripomastigote, que se identifican por la posición del cinetoplasto en relación 

con el núcleo (Fig. 3) (30). Las formas extracelulares, tripomastigote y epimastigote, poseen 

una membrana ondulante larga o corta, respectivamente, muy característica, que recorre el ci-

toplasma y se continúa en un único flagelo libre en la región anterior. La forma del citoplasma, 

la longitud de la membrana ondulante y la disposición del kinetoplasto permiten la diferencia 

morfológica entre estas dos formas evolutivas (30).  

 

a) Amastigote: es la forma intracelular del parásito que se localiza en los tejidos del hospeda-

dor vertebrado. Forma replicativa intracelular en los mamíferos, se multiplica por fisión 

binaria longitudinal. Está desprovisto de flagelo libre y de membrana ondulante, es redon-

deado, y mide de 2 a 6.5 μm de diámetro (30). 
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b) Epimastigote: es una forma que se encuentra en el tracto digestivo del insecto vector. Tiene 

capacidad replicativa en el intestino del triatomino donde se transforman en tripomastigotes 

metacíclicos infectantes (32). El flagelo emerge de la parte media del parásito y forma una 

membrana undulate más pequeña que la observada en los tripomastigotes (30).    

 

c) Tripomastigote: es la forma extracelular en los mamíferos. Mide de 16-20 μm y se encuen-

tra circulante en sangre periférica y en el intestino terminal del redúvido (tripomastigote 

metacíclico). No tiene capacidad replicativa, pero propaga la infección a otras localizaciones 

dentro del organismo y a otros mamíferos a partir de las heces del vector (30). 

 

Figura 3. Localización y morfología de T. cruzi en sus estadios.  

(Imagen extraída de “Peña et al., 2022”). 

 

1.4.2 Ciclo biológico  
 

T. cruzi es un organismo pleomórfico con tres fases alternas en su ciclo, entre un hospe-

dador invertebrado, los triatominos hematófagos obligados, y un hospedador vertebrado, como 

el ser humano entre otros (Fig. 4).  
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Los triatominos se infectan con tripomastigotes de T. cruzi, que circulan en el torrente 

sanguíneo del hospedador vertebrado, mediante la ingestión, por la picadura, de sangre de un 

hospedador humano o animal infectado. En el vector se transforman en epimastigotes en la 

porción media del tubo digestivo, donde se multiplican por fisión binaria y migran a la porción 

final del tubo digestivo, donde se transforman en tripomastigotes metacíclicos (forma infec-

tante). 

 Los tripomastigotes son depositados junto con la materia fecal sobre la piel del nuevo 

hospedador cerca del lugar de la picadura, durante o después de la alimentación del vector. Las 

heces del triatomino poseen un material irritante que causa prurito provocando el acto de ras-

cado y la auto-inoculación de los parásitos presentes en las heces en contacto con las mucosas, 

escoriaciones cutáneas o la herida provocada por la picadura.  

 

Al ingresar en el organismo, los tripomastigotes son fagocitados por macrófagos y se 

transforman en amastigotes, que se dividen por fisión binaria, hasta que acabado su ciclo se 

transforman en nuevos tripomastigotes, los cuáles rompen la célula, y a través de la circulación 

sanguínea y linfática, penetran en nuevas células y tejidos, donde inician nuevos ciclos de tri-

pomastigote-amastigote-tripomastigote. El ciclo se completa cuando un triatomino se alimenta 

de sangre de un hospedador infectado adquiriendo tripomastigotes circulantes de un individuo 

con parasitemía que se transformarán en su intestino en epimastigotes que darán lugar de nuevo 

a tripomastigotes metacíclicos en el intestino posterior (33). 
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Figura 4. Representación del ciclo biológico de T. cruzi y reservorios. (Imagen modifi-
cada de Peña et al., 2022).

1.5. Vías de transmisión   

La EC es una zoonosis en la que actúan como reservorio diversos mamíferos, tanto do-

mésticos (perros, gatos, cobayas, entre otros), como selváticos (roedores, marsupiales, armadi-

llos, etc.), todos ellos implicados, junto al ser humano y al vector, en tres potenciales ciclos 

epidemiológicos de transmisión del parásito: doméstico, peri-doméstico y selvático (15).

Además de la transmisión vectorial, se han descrito otras vías de transmisión de T. cruzi

al ser humano: la vía oral (a través de bebidas y alimentos contaminados con el parásito), la 

transmisión congénita (durante el embarazo o parto), transfusional (a través de la sangre o de 

productos sanguíneos), por trasplante de órganos y por accidentes de laboratorio, permitiendo 

así la enfermedad en zonas no endémicas a la presencia de los vectores (9).
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1.5.1 Transmisión vectorial 
 

La vía de transmisión vectorial ha sido históricamente la más frecuente en área endémica, 

a partir de triatominos. Se trata de insectos hematófagos de la familia Reduviidae, subfamilia 

Triatominiae, de las que existen más de 140 especies capaces de transmitir la infección. Las 

más frecuentes pertenecen a los géneros Triatoma, Rhodnius y Panstrongylus y son: T. infes-

tans (Fig. 5), T. dimidiata, R. prolixus, y P. megistus, principalmente. Además, otras especies 

transmisoras frecuentes son T. brasiliensis, T. pseudomaculata, T. sordida, T. maculata, P. 

geniculatus, R. ecuadoriensis y R. pallescens (34). 

 

Figura 5. Vinchuca adulta (Triatoma infestans), vector de transmisión de T. cruzi. (Ima-
gen extraída de Médicos sin fronteras, 2016). 

 

Los vectores, tradicionalmente rurales y selváticos, también se han adaptado a las nuevas 

circunstancias, y han emergido nuevas modalidades de ciclos en zonas periurbanas en varios 

países (35) (36) (37). El principal vector de transmisión (Triatoma infestans) está presente en 

aproximadamente el 60% del territorio boliviano, donde el sistema de vigilancia entomológica 

comunitaria, busca dar protagonismo a la familia en la detección del vector, la limpieza de las 

viviendas, así como en su participación directa en realización de mejoras de sus viviendas. 
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Figura 6. Zona peri domiciliar de viviendas de zona rural OTB Esquilan Agraria Colca-
pirhua Cochabamba Bolivia. Imagen Propia Cochabamba Bolivia 2022.

Estos vectores están presentes en la zona peri domiciliar, se alimentan de sangre de ani-

males o seres humanos, defecan liberando los tripomastigotes metacíclicos presentes en su in-

testino, cerrando el ciclo biológico de T. cruzi (33). En Bolivia existen familias que se dedican 

a crianza de animales en corrales, que están en lugares cercanos a las viviendas, como muestra 

la imagen de la Fig. 6, representando focos de atracción y multiplicación de las vinchucas.

A pesar de la existencia de programas de control vectorial y de su éxito inicial, hay zonas 

de varios países en los que, por falta de mantenimiento de estos programas, ha emergido de 

nuevo la transmisión vectorial. La pandemia de COVID-19 ha agravado la situación en amplias 

áreas de países del cono sur de América Latina (38). Por ello, la estrategia de control vectorial 

con participación comunitaria ha emergido como una estrategia más sostenible (39)(40) .
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1.5.2. Transmisión congénita 
 

Después de que los programas de control vectorial fueran llevados a cabo en distintas 

fases temporales de las últimas tres décadas, la transmisión vectorial se ha conseguido reducir 

de forma significativa en muchas áreas endémicas. Por ello, la transmisión vertical madre-hijo 

se ha convertido actualmente en una vía importante de transmisión de la infección en estas 

áreas endémicas (41) (Fig. 7). Distintos estudios epidemiológicos estiman la tasa de transmisión 

vertical en zona endémica entre el 1-10%, según áreas geográficas (42) (43) (44). En Bolivia, un 

estudio reciente en el área del Chaco Tarijeño ha detectado una tasa de transmisión del 10,3% 

(45). 
 
 
 

 

Figura 7. Transmisión vertical o congénita. Imagen extraída “OPS 2023”: 

https://who.canto.global/v/UM8U4JCMQL/album/SURCN?auth=sso&viewIndex=0 

 

El proceso de transmisión no se conoce completamente y en él se implican distintos fac-

tores: i) placentarios y maternos: como la inmunosupresión relativa durante la gestación; ii) 

fetales: como la capacidad inmunológica del feto a hacer frente a la infección, y iii) otros fac-

tores intrínsecos del parásito como la parasitemia o la UDT que condiciona su histotropismo 

por la placenta (46) (47). 
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De todos ellos, la parasitemia detectada en el tercer trimestre de la gestación es el factor 

de riesgo que más se ha asociado con la posibilidad de transmisión de la infección al feto (48) 

(49) (50). Esta asociación es tan robusta, que se ha llegado a proponer realizar el diagnóstico 

postnatal únicamente en los recién nacidos de madres que presenten parasitemia detectable 

mediante técnicas de alta sensibilidad como la reacción en cadena de la polimerasa (PCR), ya 

que sólo estos presentarían riesgo de infección (50). 

 

1.5.3 Transmisión por vía transfusional de hemoderivados 
 

La transmisión de la infección se puede producir a partir de distintos tipos de hemoderi-

vados provenientes de donantes con tripomastigotes circulantes. Se han descrito casos de trans-

misión a partir de sangre completa, concentrados de hematíes y plaquetas e incluso de colonias 

de granulocitos, pero no de plasma (51).  

 

Otros factores de riesgo para la transmisión son el volumen de sangre transfundido, la 

UDT del parásito que determina su histotropismo, la carga parasitaria del donante, y el estado 

inmunitario del receptor (52). 

 

1.5.4. Transmisión por trasplante de órganos    
 

La infección por T. cruzi se puede transmitir de un donante de órganos seropositivo para 

Chagas a un receptor seronegativo (53). Portar la infección es contraindicación absoluta para el 

transplante cuando el donante se encuentra en fase aguda (53). 

El riesgo de transmisión depende del órgano trasplantado, siendo de mayor riesgo en el 

caso del corazón (75%), seguido del pulmón (66,6%), el hígado (29%) o el riñón (18-19%) 

(54). La segunda problemática en relación a los trasplantes de órganos es por el riesgo de recru-

descencia en aquellos pacientes portadores de T. cruzi y que reciben tratamiento inmunosupre-

sor debido al trasplante recibido. En estos casos, se puede optar por un tratamiento antiparasi-

tario previo para minimizar o eliminar el riesgo. En cualquier caso, se haga o no este trata-

miento previo, se requiere una estrecha monitorización post-trasplante para poder detectar la 

posible recrudescencia y tratarla adecuadamente antes de que sobrevengan complicaciones (40). 
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1.5.5 Transmisión oral 
 

La transmisión oral se produce a partir de alimentos o bebidas contaminados con heces 

de triatominos donde están presentes los tripomastigotes metacíclicos (55). Es un tipo especial 

de transmisión vectorial que se da en las zonas endémicas de América Latina (56). Se ha de-

mostrado experimentalmente que la persistencia de tripomastigotes metacíclicos de T. cruzi, 

pueden persistir entre 10-24 h en los alimentos, incluyendo helados guardados a -20ºC, depen-

diendo de las características de éstos (57) (58).  

 

Los cambios ambientales posiblemente han influido en un aumento de brotes de transmi-

sión oral; entre éstos, la deforestación en áreas periurbanas y la eliminación de fauna silvestre 

han propiciado que vectores silvestres se hayan adaptado a las viviendas de los seres humanos 

(59). En las últimas décadas, ha habido un aumento en la detección de brotes orales en el cono 

sur de América Latina (12) (31) (60) (61). 

 

1.6.  Diagnóstico 
 

Las técnicas diagnósticas incluyen métodos parasitológicos, serológicos y moleculares. 

La utilización de cada método depende del estadio de la enfermedad (agudo o crónico), ya que 

es la fase aguda existe una parasitemia elevada y ésta es baja e intermitente en la fase crónica. 

 

Generalmente, las técnicas parasitológicas y moleculares se utilizan en la fase aguda y 

las técnicas serológicas en la fase crónica (62) (63) (64). En el diagnóstico por serología, la 

OPS/OMS recomienda para el diagnóstico de la infección crónica el uso de dos pruebas que 

utilicen diferentes tipos de antígenos que deben concordar para confirmar el diagnóstico. Una 

tercera prueba sería usada para el desempate en caso de discordancia entre las dos anteriores. 

Los métodos más utilizados por su rendimiento, practicidad y disponibilidad son los ensayos 

inmunoenzimáticos de tipo ELISA (11). 
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1.6.1 Métodos parasitológicos 
 

1.6.1.1 Métodos parasitológicos directos 
 

Se utilizan fundamentalmente para la detección de la fase aguda de la enfermedad, y 

consisten en la observación al microscopio de la sangre del paciente para detectar la presencia 

de los parásitos (tripomastigotes circulantes) (Fig. 8). Estos métodos incluyen: 

- Examen en fresco (Fig. 8 A1): se coloca una gota de sangre fresca entre dos láminas de vidrio 

(porta- y cubreobjetos) y se visualiza al microscopio a 40x aumentos del lente objetivo. Se 

pueden detectar los parásitos por su movimiento ondulante característico, reconociéndolos en-

tre los glóbulos rojos y facilitándose la observación con el microscopio de contraste de fases 

(65).  

- Frotis o extensión: consiste en colocar una pequeña porción de sangre sobre un portaobjetos 

(completamente desengrasado), próxima a una de sus extremidades. Se apoya otro portaobjetos 

sobre la primera, en un ángulo de 45°, y se extiende la gota a lo largo de la lámina (Fig. 8 A1). 

La observación directa se realiza al microscopio. Dicha observación puede ser realizada colo-

reada o teñida por el método de Giemsa, lo que permite determinar la morfología del parasito 

(3). 

- Concentración de gota gruesa (Fig. 8 A2): se colocan dos o tres gotas de sangre sobre un 

portaobjetos, reuniéndolas para confeccionar una única mancha circular de 1 cm de diámetro. 

Después de dejar secar la sangre a temperatura ambiente, se procede a hemolizar con agua 

tamponada a pH 7,2 y, una vez seca, a teñir con el colorante de Giemsa para una mejor obser-

vación de los parásitos al microscopio con un aumento de 100x del lente objetivo (66) (65). 

 

Cuando no se observan los tripomastigotes al microscopio con las anteriores técnicas y 

persiste la sospecha clínica, se puede aplicar otro método de concentración para aumentar la 

sensibilidad, como es el método Strout (67) (Fig. 8 A3). Para ello, se toman 5 ml de sangre en 

un tubo sin anticoagulante, se deja en reposo a temperatura ambiente, para que la coagulación 

y retracción espontánea del coágulo ocurra. Se centrifuga el suero obtenido, para la separación 

de los eritrocitos aún en suspensión y, enseguida, se hace una nueva centrifugación, para ob-

tención del sedimento que será observado en el microscopio. 
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Figura 8. Diagrama de métodos parasitológicos directos para el diagnóstico de la infec-
ción aguda por T. cruzi. (Imagen extra ída  de  Longhi & Schijman 2022). 

 

En recién nacidos o neonatos, dado que se dispone de un volumen de sangre muy bajo, 

se deben utilizar otros métodos (Fig. 8 B). Es el caso del microhematocrito, llenando hasta 4 

- 6 capilares heparinizados con sangre entera (Fig. 8 B2), o el micrométodo en el que la sangre 

entera se transfiere a un tubo de 1,5 ml, se centrifuga, y después de centrifugar, se observa la 

interfaz entre los glóbulos rojos y el plasma en un microscopio (Fig. 8 B1)(67) (68). 
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Estos métodos se utilizan principalmente al nacimiento, y en los primeros meses de los re-

cién nacidos de madres seropositivas, cuando la parasitemia y la probabilidad de detección del 

parásito son altas. Estas técnicas de diagnóstico se deben realizar en el mismo día que se extrae la 

sangre, ya que a medida que transcurre el tiempo se pierde sensibilidad porque los parásitos dejan 

de moverse de la forma ondulante característica que facilita su detección (65) (66). 

1.6.1.2 Métodos Parasitológicos Indirectos 
 
 
         Estos métodos se basan en la inoculación y proliferación de parásitos en animales o en 

sistemas de cultivo in vitro. El xenodiagnóstico fue el primer procedimiento utilizado cuando 

se describía la enfermedad (Fig. 9A). Consiste en alimentar a los triatominos, mantenidos en 

cultivo en el laboratorio, con la sangre de los pacientes en sospecha y, luego de 30 a 60 días de 

haberlos alimentado, se examinan sus heces (excrementos) para detectar la presencia de pará-

sitos (epimastigotes). 

 

También se ha utilizado el hemocultivo (Fig. 9B), que se basa en la recolección de sangre 

del caso sospechoso y su siembra en medio de cultivo LIT suplementado estéril para favorecer 

la evolución y multiplicación de los tripomastigotes. La observación del cultivo debe realizarse 

mensualmente durante seis meses para llegar a un diagnóstico (64) (68) (69). 

 

La inoculación de ratones con sangre de pacientes o con heces de insectos, después de 

realizado el xenodiagnóstico, es otro procedimiento factible pero rara vez empleado en la ac-

tualidad. En este caso, la sangre de la cola de los ratones inoculados debe examinarse diaria-

mente durante uno a dos meses (70) (Fig. 9C). 
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Figura 9. Diagrama de métodos parasitológicos indirectos para el diagnóstico de la in-
fección por T. cruzi. Imagen extraída Longhi & Schijman 2022. 

 

1.6.1.3 Métodos moleculares 
 

Las técnicas de biología molecular que detectan el ácido desoxirribonucleico (ADN) del 

parásito mediante la reacción en cadena de la polimerasa (PCR) han mejorado el diagnóstico 

de los casos de infección aguda. Además, ofrecen una herramienta para el seguimiento de los 

pacientes en fase crónica y han abierto nuevas alternativas al diagnóstico directo de la infección 

(71) (72)(73). Son métodos que presentan alta sensibilidad en la fase aguda, mientras que en la 

fase crónica su sensibilidad disminuye debido a las bajas parasitemias.  

 

Las técnicas de biología molecular requieren la extracción del ADN de una muestra de 

sangre o de tejido y de un sistema de detección del producto de la reacción, que puede ser por 

diferentes métodos. Las formas de extracción de ADN más usadas son los métodos de extrac-

ción por columna y por partículas magnéticas; éstas últimas pueden ser utilizadas con un equipo 

automatizado. En todo caso, los reactivos para las pruebas de amplificación molecular son más 

caros que los de pruebas microscópicas. En áreas sin capacidad preexistente, las muestras de-

ben enviarse a laboratorios de mayor complejidad o de referencia. 
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En cuanto a la forma de detección del resultado, en la PCR convencional, se realiza por 

medio de una electroforesis en geles de agarosa en la que los fragmentos de ADN de la misma 

longitud forman una "banda de revelado" en el gel que se puede identificar a simple vista si el 

gel se tiñe con un pigmento cuando se une o intercale al ADN (Fig. 10A). Estos primeros 

ensayos se utilizaron principalmente en estudios de investigación. Sin embargo, su uso se ex-

tendió posteriormente al diagnóstico clínico (74) (75). 

 

La PCR en tiempo real o PCR cuantitativa (qPCR) es una modalidad de la PCR de 

punto final, donde la acumulación de ADN amplificado es detectado y cuantificado a medida 

que la reacción avanza, es decir “en tiempo real” (76) (77) (Figura 10B). Sin embargo, requiere 

de un equipamiento más costoso y de personal capacitado, que no siempre está disponible en 

los centros de salud u hospitales en los países endémicos, como Bolivia. Los resultados se 

obtienen mediante el procesamiento de datos que realiza el propio programa del equipo y re-

quieren rutinas de laboratorio y programas de control de calidad internos y externos (78) (79) 

(80).  

 

La Amplificación isotérmica mediada por bucle (LAMP) y la proteína de replica-

ción A (RPA) son técnicas más modernas donde la reacción de amplificación ocurre a una 

única temperatura, por lo que no requieren de un termociclador sino solo de un bloque térmico 

o baño de agua (Fig. 10C y 10D). (81) (82). La técnica LAMP tiene las características de ser 

simple, rápida, específica, sensible y de bajo costo; todo ello la faculta para ser una excelente 

alternativa como una prueba a desarrollarse en regiones endémicas y con requerimientos bási-

cos de infraestructura, como es el caso de laboratorios donde no se cuenta con el equipamiento 

ni personal capacitado (83) (84). Actualmente, se está evaluando en regiones endémicas, mos-

trando un rendimiento notable en términos de sensibilidad y estabilidad (85).   

 

En Bolivia, a partir de 2004, el Programa Nacional de Chagas y las seis regionales en-

démicas, han implementado la estrategia de diagnóstico y tratamiento de Chagas principal-

mente Chagas congénito mediante identificación de madres infectadas por pruebas serológicas 

en control prenatal, la búsqueda del T. cruzi en la sangre del cordón o del recién nacido me-

diante técnicas parasitológicas y el análisis serológico a partir de los 6 meses hasta el año de 

edad. El ensayo de amplificación isotérmica mediada por bucle (LAMP) es fácil de usar y po-

dría ser una solución tecnológica a los inconvenientes derivados de un algoritmo con mulitpli-

cidad de pruebas en las que las primeras, basadas en microscopía, resultan subóptimas (85). 
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Figura 10. Diagrama de métodos moleculares para el diagnóstico de la infección por T. 
cruzi. Imagen extraída de “Longhi & Schijman 2022”. 

 

 

La detección del ADN del parásito, mediante técnicas de biología molecular, en sangre 

periférica de pacientes con EC en fase crónica resulta positiva en aproximadamente el 40-70% 

de los pacientes dependiendo de los estudios analizados (33). La variabilidad se podría explicar 

por la forma de procesar la muestra, el volumen a testar, por la diana elegida para amplificar, 

por las características diferenciales de los pacientes y por las diferentes cepas infectantes (86) 

(87). 

La qPCR es una herramienta cada vez más utilizada en los laboratorios y ya se han 

desarrollado numerosas estrategias (74) (77) (88) (89) (90), permitiendo detectar la generación 

exponencial del ADN de doble cadena, o bien sondas dependientes de secuencia marcadas con 

fluorocromo (por ejemplo sondas TaqMan), mucho más específicas que permiten determinar 

uno o más productos de amplificación con una determinada longitud de onda y un detector de 

la señal de fluorescencia (80) (91), al mismo tiempo que permiten determinar la cantidad de 

parásito (carga parasitaria) presente en la muestra biológica mediante una curva patrón obte-

nida con concentraciones conocidas de T. cruzi. Las dianas moleculares más utilizadas en el 

diagnóstico de la infección, y que se recomiendan para detectar T. cruzi en muestras clínicas, 
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son la secuencia nuclear repetida del ADNsat (71) (77), así como también el minicírculo del 

ADNk, tanto las zonas conservadas como las variables (72) (92), presentes en múltiples copias. 

Ambas dianas se encuentran representadas en gran número de copias por genoma y tienen 

una sensibilidad que puede ser inferior al ADN equivalente a un parásito  (93) (94). Estas 

dianas han sido probadas y aceptadas en diferentes estudios internacionales y multicéntricos 

(75) (95).   

 

El ADNsat es una secuencia conservada de 195 pares de bases (pb) organizada en serie 

y que presenta entre 20.000 y 120.000 copias por genoma, dependiendo de la cepa (96)(97) 

(Fig. 11). 

 

Figura 11. Esquema de las repeticiones en tándem del ADNsat. Imagen del minicírculo 
extraída de Schijman., 2015 y esquema del minicírculo extraído y modificado de Ryan y 
col.,1988). 
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1.6.1.4 Métodos inmunológicos    
 

La mayoría de los ensayos empleados durante los últimos 40 años para el diagnóstico de 

la infección crónica se basan en pruebas serológicas. En América Latina, las más empleadas 

son técnicas convencionales como la inmunofluorescencia indirecta (IFI), la inhibición de la 

hemoaglutinación (HAI) o el inmunoensayo enzimático (ELISA). Esta última técnica alcanza 

los valores más óptimos de sensibilidad y especificidad y es la más frecuentemente usada (98). 

 

Puesto que ninguna de las pruebas alcanza simultáneamente un 100% de sensibilidad y 

especificidad, la OMS/OPS define el diagnóstico de la infección en su fase crónica mediante 

la positividad de dos pruebas basadas en antígenos diferentes (7). En caso de discordancia, se 

debe realizar una tercera prueba para confirmar o descartar la infección. Estas discordancias, 

además de la baja sensibilidad de algunas pruebas en algunas regiones, pueden deberse a reac-

ciones cruzadas, principalmente con otros protozoos hemoflagelados, como Leishmania spp. o 

Trypanosoma rangeli (99).  

 

La técnica de HAI (Fig. 12A) es el ensayo más simple y menos costoso. El procedimiento 

tiene pocos pasos, lo que reduce los errores de manipulación. Se ponen en contacto glóbulos 

rojos sensibilizados de una especie animal (generalmente ovino) y suero del paciente durante 

una o dos horas. Después de este tiempo, si los anticuerpos específicos del parásito están pre-

sentes en el suero, los glóbulos rojos forman una red en el fondo del tubo o pozo, que se lee a 

simple vista (65). 

 

La IFI requiere antígeno entero formolado sensibilizado en portaobjetos y observar el resul-

tado con microscopio de fluorescencia. La interpretación de los resultados depende del operador, 

por lo que es una técnica subjetiva (Fig. 12B). Su principal ventaja es su alta sensibilidad (>99%), 

pero la especificidad no es tan buena (>96 %), especialmente debido a la reactividad cruzada con 

otros patógenos (65). 

 

El ELISA (Fig.12C) incluye la incubación del suero de los pacientes con antígenos del 

parásito adheridos a los pocillos de una placa de microtitulación. Puede utilizarse como antí-

geno tanto el parásito completo o extractos purificados, como antígenos recombinantes o pép-

tidos sintéticos (65). 
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Las estrategias de ingeniería genética han logrado la construcción de antígenos recombi-

nantes adecuados a diferentes formatos de ensayos inmunológicos, tales como la mezcla de 

antígenos recombinantes (100), péptidos cortos (101) o matrices antigénicas basadas en proteínas 

quiméricas compuestas por fragmentos de aminoácidos inmunodominantes repetitivos y con-

servados de varias proteínas de T. cruzi (102). Dichos antígenos recombinantes se han utilizado 

en pruebas ELISA de última generación. Alternativamente, los ensayos inmunológicos recom-

binantes pueden utilizar formatos de detección de alta sensibilidad, siendo la quimioluminis-

cencia la más empleada (65). Estas técnicas de quimioluminiscencia han sido mencionadas 

como técnica única a utilizar en el algoritmo para el cribado en bancos de sangre y para el 

diagnóstico de rutina en laboratorios clínicos, debido a su elevada sensibilidad, al menos en 

zona no endémica con recursos, puesto que su uso es costoso (88) (103). 

 

Hay varias técnicas de diagnóstico rápido (TDR) disponibles comercialmente para el 

diagnóstico de la infección (87) (Fig. 12D). Éstas se desarrollaron para ser utilizadas como 

diagnósticos en puntos de atención en el contexto de entornos altamente endémicos y que ca-

rezcan de los recursos en laboratorio (47). Diversos estudios han mostraron que pueden propor-

cionar muy buena sensibilidad y especificidad, incluso trabajando con pequeños volúmenes de 

sangre entera(104). Además, el uso combinado de dos TDR ya se ha sugerido como sustituto 

del algoritmo actual basado en métodos serológicos convencionales (105). 

 

Figura 12. Diagrama de métodos serológicos para el diagnóstico de la infección crónica 
por T. cruzi. Imagen extra ída  “Longhi & Schijman 2022”. 
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1.7.  Tratamiento 
 

Para el tratamiento de la EC tenemos el benznidazol (que actúa dañando el DNA mito-

condrial del parásito) y el nifurtimox (que induce al estrés oxidante, inhibiendo el crecimiento 

de los parásitos). Estos dos son los únicos fármacos con eficacia probada en su actividad anti-

parasitaria (15). Sin embargo, dicha eficacia se ve reducida durante la etapa crónica de la infec-

ción (106). Idealmente, el tratamiento debe administrarse por 60 días, pero en algunos casos se 

producen reacciones adversas, que pueden llegar a ser frecuentes y llegan a provocar la discon-

tinuidad del mismo en algunos pacientes (106). En Bolivia estos medicamentos no están dispo-

nibles en el comercio y su distribución es controlada por el Ministerio de Salud de Bolivia. 

 

Si bien los fármacos resultan eficaces en el tratamiento de la fase aguda y la infección 

temprana en los niños, los fracasos terapéuticos son comunes en la fase crónica en la que se 

diagnostica la mayoría de los pacientes (107) 

 

Los resultados de diversos ensayos clínicos recientes muestran que las parasitemias de-

tectadas en pacientes crónicos antes del tratamiento con benznidazol mediante técnicas mole-

culares (PCR) se negativizan después del tratamiento en un 80% de casos. (40) (108). 

   

1.8. Trypanosoma cruzi y diversidad genética  
 
1.8.1 Unidades Discretas de Tipificación (UDT) de Trypanosoma cruzi 

T. cruzi es un microorganismo complejo desde el punto de vista genético y antigénico. 

Su forma de propagación es clonal, pero simultáneamente es capaz de realizar procesos de 

intercambio genético y de recombinación que dan lugar a una población muy heterogé-

nea(109)(110) (111). 

 

Las UDTs describen conjuntos de clones que son genéticamente similares entre sí, que 

son identificados por marcadores genéticos, moleculares o inmunológicos comunes y que se 

diferencian de otros grupos genéticos del parásito (112)(113). El modelo de evolución de T. cruzi 

describe a esta especie como clonal, en que los descendientes son idénticos al genotipo funda-

dor, sin descontar algunos eventos de recombinación genética en su historia evolutiva que ha-

brían dado origen a híbridos a partir de linajes parentales, a modo de evolución reticulada (114).    
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La reciente aplicación de técnicas moleculares con gran capacidad de discriminación ha 

permitido clasificar a T. cruzi en distintos linajes genéticos o UDTs. Actualmente, por consenso 

internacional, las cepas de T. cruzi se clasifican en seis UDTs: TcI, TcII, TcIII, TcIV, TcV y 

TcVI (115), más una séptima UDT identificada más recientemente y asociada a la infección en 

murciélagos denominada TcBat (116). Los componentes de TcI, II, V y VI se han asociados a 

ciclos de transmisión domésticas, mientras que TcIII y TcIV se han relacionado a ciclos selvá-

ticos (Fig. 13)

Figura 13. Distribución de las UDT de T. cruzi, en ciclos de transmisión doméstica y sel-
vática. Imagen extraída Zingales et al., 2012

TcI es la UDT más frecuente. Se encuentra ampliamente distribuida en las Américas, con 

particular preponderancia en América Central y México. Se ha asociado a mayor daño cardiaco

que otras UDTs. TcII, TcV y TcVI se distribuyen principalmente en América del Sur, siendo 

TcV la más frecuente en Argentina, Bolivia y Paraguay y TcVI en la región del Gran Chaco. 

TcIII y TcIV generalmente se han aislado de reservorios salvajes y se desconoce su desarrollo 

en pacientes humanos (117). La heterogeneidad genética va más allá de la UDT y se han descrito 

sub-linajes, como ocurre en el caso de TcI donde están bien caracterizados (118). También se 

conoce la presencia de infecciones mixtas en las que coexisten varias UDTs simultáneamente. 
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La gran relevancia de la definición y el estudio de las diferentes UDTs ha sido redefinir 

algunos aspectos de esta enfermedad: la distribución geográfica de cada linaje dentro del área 

endémica, los distintos nichos ecológicos implicados en la transmisión vectorial, los ciclos de 

transmisión y un mejor conocimiento de la patogénesis de la infección (119). No está claro aún 

qué factores determinan las diferentes formas clínicas de la enfermedad, aunque no se puede 

descartar la influencia de factores asociados al hospedador, en verdad se debe reconocer el 

papel importante que juega la genética del parásito (120). Por ejemplo, en el cono sur se detec-

taron infecciones humanas con UDTs de TcII, V y VI en estudios que relacionaron los parásitos 

con características clínicas específicas. Dichos estudios partieron tanto de muestras de suero 

(121), cultivos aislados recuperados de muestras de sangre periférica (122) (123) (124), y en mues-

tras de tejidos (76). 

 

           Por otro lado, debido al polimorfismo biológico, diferentes clones de una cepa pueden 

presentar tropismo por diferentes tejidos (músculo cardíaco, plexos mioentéricos del esófago y 

recto, etc.), convirtiéndose en un factor clave que determinará el curso clínico de la infección 

(125). También se ha podido demostrar la presencia de diferentes poblaciones de T. cruzi en la 

sangre y distintos tejidos, sugiriendo tropismo selectivo de algunas UDTs, que podría condi-

cionar, por ejemplo, una mayor predisposición para la transmisión congénita o inclinar la ba-

lanza hacia la selección de ciertos linajes secundario tras un proceso de inmunosupresión 

(126)(127) (128) (129). Teniendo todo esto en consideración, Los estudios de tipado se han utili-

zado en la caracterización de brotes e incluso para determinar la posible selección de UDTs 

resistentes tras el tratamiento tripanocida (130). 

 

1.8.2 Genotipado de T. cruzi por Multilocus PCR Convencional a partir de muestras clí-

nicas 
 

Los estudios de diversidad genética de T. cruzi son transcendentales para entender su 

patogenia en los seres humanos. La mayoría de los estudios que han examinado la asociación 

de las UDTs con manifestaciones clínicas de la enfermedad caracterizaron los parásitos a partir 

de muestras de sangre de pacientes, lo que limita la detección de poblaciones naturales con 

tropismo de tejido (sobre todo cardiaco y/o digestivo) en seres humanos. 
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Tras el consenso de clasificación en UDTs, se propusieron diferentes enfoques para ana-

lizar la diversidad genética de T. cruzi en especímenes biológicos y clínicos, con el fin de ob-

tener una estrategia de genotipado factible y reproducible (117). En resumen, se dispone de tres 

enfoques recomendados para llevar a cabo el genotipado. El primero es una estrategia basada 

en tres marcadores secuenciales que implica la combinación de la amplificación de ADNr 24Sα 

rDNA y RFLPs de amplicones derivados de loci para proteínas HSP60 y GPI (131). El segundo, 

incorpora PCR-RFLP del gen mitocondrial CO II, amplificación del espaciador no transcrito 

de genes para miniexón y del ADNr (132), y un tercer ensayo que utiliza PCR heminested ba-

sado en el análisis de T. cruzi utilizando los marcadores moleculares SL-IRac, SL-IR I y II, 

24Sα rDNA y A10 mediante PCR convencionales multilocus (122) (126) (133)  (134).  

 

El genotipado se puede realizar directamente a partir de diferentes muestras clínicas, sin 

necesidad de aislar el parásito antes de la extracción de ADN (134). La aplicación de estrategias 

de genotipado cuando se dispone de detección positiva por técnicas moleculares, es importante 

para determinar la presencia de infecciones mixtas, evitando una posible selección de cepas 

durante el tratamiento o aislamiento del parásito (134).
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II. HIPÓTESIS Y OBJETIVOS 
 
2.1. HIPÓTESIS 
 

Los genotipos circulantes en sangre periférica pueden no revelar el universo completo de lina-

jes parasitarios que infectan al paciente, ya que algunos de ellos podrían estar secuestrados en 

los tejidos y circulando esporádicamente en sangre con una carga parasitaria muy baja. Por lo 

tanto, la identificación de los genotipos de T. cruzi directamente en muestras clínicas de pa-

cientes con megacolon chagásico, no solo ayudaría a una mejor comprensión de la epidemiolo-

gia de la enfermedad, si no también sería de utilidad para un mejor manejo de esta patología. 

 

2.2. OBJETIVOS 
 

2.2.1 Objetivo general  

Obtener y caracterizar los genotipos de Trypanosoma cruzi en muestras de sangre y tejido de 

pacientes bolivianos con afección digestiva- megacolon. 

 

2.2.2 Objetivos específicos 

 Testar una nueva metodología para la detección de ácido desoxirribonucleico de Trypa-

nosoma  cruzi en el tejido del tracto digestivo. 

 Valorar la carga parasitaria de Trypanosoma cruzi por reacción en cadena de la polime-

rasa en tiempo real cuantitativo en muestras de sangre y tejido de megacolon de los 

pacientes con la enfermedad de Chagas. 

 Identificar los genotipos de Trypanosoma cruzi en muestras de sangre de los pacientes 

con megacolon.  

 Identificar los genotipos de Trypanosoma cruzi en tejido reseccionado de los pacientes 

con megacolon. 

 Correlacionar los genotipos encontrados en las muestras analizadas en los pacientes con 

la enfermedad de Chagas. 
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III. MATERIAL Y MÉTODOS 
 
3.1  Población analizada  
 
3.1.1 Diseño del estudio, inclusión de participantes y periodo de estudio 
 

Diseño: este trabajo fue diseñado como un estudio prospectivo transversal de casos y 

controles de pacientes que acudían para tratamiento quirúrgico de megacolon que requería re-

sección de segmentos disfuncionales. Los participantes fueron reclutados en tres centros espe-

cializados en cirugía situados en tres municipios del departamento de Cochabamba, Bolivia: 

- Hospital Gastroenterológico Boliviano Japonés Cercado (Cochabamba). 

- Centro Médico Quirúrgico Fundación Pietro Gamba (Anzaldo). 

- Hospital del Niño Manuel Ascencio Villarroel (Punata). 

 

En total, se incluyeron 40 pacientes crónicos con EC (serología anti-T. cruzi positiva) con 

diferentes signos clínicos digestivos. También fueron incluidos como controles cinco pacientes 

que padecían otros síndromes digestivos distintos de la EC. De cada participante se obtuvo 

muestra sanguínea para realización de diagnóstico serológico y molecular, así como muestras 

de tejido del tracto digestivo para diagnóstico molecular. Con el ADN positivo extraído se 

procedió a caracterizar las UDT de T. cruzi. 

 

Los criterios de inclusión fueron: 

- Individuos mayores de 18 años. 

- Serología positiva para Chagas confirmada mediante dos ensayos serológicos convenciona-

les comerciales: Chagatest ELISA® Recombinante v3.0 (Wiener lab, Rosario, Argentina) y 

Chagatek ELISA basado en antígeno de lisado de parásitos enteros (Laboratorio Lemos, 

Buenos Aires, Argentina). 

- Criterios clínicos de daño digestivo y evidencia de megacolon por pruebas de imagen.   

- Firma del consentimiento informado, conforme estaban de acuerdo en participar en el estu-

dio propuesto. 
 

Periodo de estudio: inclusión de los participantes en el presente estudio tuvo lugar entre julio 

de 2014 y julio de 2016, y se realizó en forma consecutiva ofreciendo el reclutamiento a todos 

aquellos sujetos que cumplían con los criterios de inclusión anteriormente descritos, según su 
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afluencia y frecuencia de visitas programadas en los tres centros especializados donde se rea-

lizan las intervenciones quirúrgicas digestivas (megacolon). 

Las muestras fueron colectadas, en cada centro especializado, por personal cualificado 

en las técnicas y equipos de rutina utilizados. Se proveyó a los centros del material para la toma 

de muestra en los mismos. 

3.2 Métodos 

3.2.1 Comités de Ética. 
 

El protocolo del estudio y el formulario de CI fueron revisados y aprobados por los co-

mités de ética de la Fundación CEADES (N° 0990-0279/FWA:00024189; Cochabamba, Boli-

via) y el del Hospital Clínic de Barcelona (2013/8736; Barcelona, España).  

 

3.2.2 Recolección, extracción y conservación de muestras  

3.2.2.1 Muestras de sangre entera  
 

Las muestras de sangre fueron recolectadas por punción venosa, extrayéndose 10 mL 

de sangre fraccionada en dos tubos: 5 mL en tubo con EDTA y mezclada con solución de 

Guanidina 6M y EDTA 0,2 M en una relación 1:1 que fue añadida en laboratorio; y otros 5 mL 

en tubo sin anticoagulante. 

 

3.2.2.2 Muestra de tejido del tracto digestivo (megacolon)  
 
 El tamaño aproximado de las muestras de tejido fue de 1 a 2,5 cm2 por pieza. Se tomaron 

muestras por duplicado de tres puntos diferentes dentro del segmento disfuncional resectado: 

segmentos distal, central y proximal. De cada pieza, la mitad se conservó para cultivo en un 

tubo cónico de propileno de 15 mL con una solución de cloruro de sodio (NaCl) al 0,9% y 100 

μg/mL de gentamicina; la otra mitad se conservó en un tubo cónico con etanol al 70% para 

realizar una qPCR multiplex (135) (136).  

  

La extracción y purificación de las muestras de ADN a partir de las muestras de sangre 

y tejido se realizó mediante un método combinado con un equipo semiautomatizado KingFis-

her Duo Prime - MagMax DNA multi-sample ultra 2.0 kit. 
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3.2.3 Técnicas de diagnóstico de la infección por T. cruzi empleadas según el tipo de 
muestra clínica.

En la tabla 1 se resumen las técnicas de diagnóstico empleadas según las muestras reco-

lectadas.

Tabla 1. Procedimientos de laboratorio según el tipo de muestras clínicas recolectadas.

3.2.3.1 Serología Chagas

Se procedió a la obtención del suero por centrifugación a 4.000 rpm por 5 minutos a 

temperatura ambiente. El suero fue utilizado para realizar la serología de Chagas que se con-

firmó mediante dos ensayos comerciales: Chagatest ELISA® Recombinante v4.0 (antígenos 

recombinantes 1, 2, 13, 30, 36 y SAPA) (Wiener laboratorio Wiener, Rosario, Argentina), y 

Chagatek ELISA basado en antígenos lisado de parásito entero (Laboratorio Lemos, Buenos 

Aires, Argentina). Al tratarse de dos técnicas comerciales se siguieron las instrucciones descri-

tas en el inserto de los kits tal como describen los fabricantes. Las lecturas de la densidad óptica 

(D.O) se realizaron en un espectrofotómetro Bioteck modelo ELx800. Los criterios de inter-

pretación de los resultados con el instrumental óptico según presencia o ausencia de anticuerpos 

anti T. cruzi se determinaron relacionando la absorbancia de la muestra respecto al valor del 

umbral o punto de corte determinado según el prospecto incluido en cada kit. Se consideraron 
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no reactivas aquellas muestras con absorbancias menores al punto de corte, y se consideraron 

como muestras reactivas aquellas que rindieron absorbancias mayores o iguales al punto de 

corte. 

 

3.2. 3.2 Cultivo de tejidos 
 

Las muestras de tejido digestivo en tampón NaCl 0,9% y gentamicina se mantuvieron a 

temperatura ambiente hasta su transporte al laboratorio, (aproximadamente unas 4 horas), 

donde se lavaron inmediatamente tres veces con el mismo tampón trabajando en una campana 

de flujo laminar (BOECO) para evitar posibles contaminaciones. A continuación, se tomaron 

de cuatro a cinco fragmentos de tejido con un sacabocado de un diámetro de 3 mm de diferentes 

sitios de las muestras, logrando obtener piezas de tejido de diferentes sitios, que se trituraron 

conjuntamente en un mortero de vidrio. Una vez trituradas, la “sopa” de solución tampón NaCl 

0,9% y muestra obtenida se inoculó en tres tubos con medio de cultivo LIT. Este procedimiento 

se repitió para cada una de las tres muestras recogidas (segmentos distal, central y proximal). 

Los tubos se incubaron a 26 ºC y fueron examinados microscópicamente a los 30, 60 y 90 días 

post-inoculación. Este procedimiento se realizó en el laboratorio de Parasitología del Instituto 

de Investigaciones Biomédicas (IIBISMED; Facultad de Medicina, Universidad Mayor de San 

Simón, Cochabamba, Bolivia). 

 

3. 2.3.3 Métodos Moleculares 

 

Pre tratamiento de la muestra (tejidos): solamente las muestras de tejido requirieron un 

pre tratamiento debido a la naturaleza de la muestra. El mismo día de la recolección, las mues-

tras conservadas en etanol al 70% se lavaron tres veces con abundante etanol al 70% para 

eliminar contaminantes, durante 5 minutos cada lavado, trabajando en una campana de flujo 

laminar (LABCON). Una vez lavados, cada trozo de tejido se colocó individualmente, en un 

tubo cónico de 15 ml con etanol al 70% y se almacenó a -80 ºC hasta su manipulación. 

 

Se observaron alteraciones patológicas y potenciales signos de progresión de la enfer-

medad en las muestras de tejido observado durante el procesado de cada muestra. Trabajando 

bajo campana de flujo laminar (LABCON), fueron sometidas a fragmentación en trozos más 

pequeños de aproximadamente 3 a 4 mm con un bisturí estéril, el cual fue rociado con nitrógeno 
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líquido para contribuir aún más a la fragmentación y homogeneización. Se almacenaron apro-

ximadamente 40 mg de cada tejido pulverizado en tubos Eppendorf de 1,5 ml a -20 ºC. Para 

minimizar el riesgo de contaminación entre muestras, todo el equipo utilizado se lavó minu-

ciosamente con una solución de hipocloruro de sodio al 10% y se irradió con luz ultravioleta

durante 15 minutos entre muestra y muestra.

Cuando fueron descongeladas, antes de ser utilizadas para la extracción del ADN, cada 

muestra pulverizada se digirió durante la noche a 55 ºC en 400 μL de una solución que contenía

urea 4 M, Tris 200 mM, NaCl 20 mM, EDTA 200 mM y 40 μL de proteinasa K (20 mg/mL, 

Roche Applied Science) a pH = 7,4.

Figura 14. Sobrenadante de muestras de tejido pulverizado y digerido con tampón de 

lisis utilizado para la extracción y purificación del ADN (fuente propia).

3.2.3.4 Extracción y purificación del ADN a partir de muestras clínicas (sangre y tejido)

La extracción y purificación del ADN a partir de muestras de sangre (300 l) y tejido 

(300 l del sobrenadante obtenido, ver subsección anterior), se realizó siguiendo un procedi-

miento semiautomático basado en el kit comercial de perlas magnéticas DNA Multi Sample 

ultra 2.0 (Applied Biosystems, Lituania), y el robot King-Fisher Duo Prime (Thermo Fisher, 

Lituania). Se siguieron minuciosamente las instrucciones del fabricante, y se empleó un volu-

men de elución final de 100 μL del tampón de elución del kit. El ADN purificado se almacenó 

a -20 ºC hasta el análisis molecular. Antes del mismo, todas las muestras de ADN obtenido

fueron analizadas mediante el espectrofotómetro Epoch (Biotek) para determinar la relación 
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A260/A280, que debía estar entre 1,8 y 2,0 correspondiendo a un ADN de alta pureza (90-

100%). 

 

3.2.3.5 PCR en tiempo real para la detección de T. cruzi 
 

Para hacer el diagnóstico molecular y poder determinar la parasitemia en curso de los 

pacientes con serología positiva se siguió el protocolo de qPCR descrito por (77), que amplifica 

un fragmento de 166 pb de las repeticiones satélite del ADN del genoma nuclear del parásito.  

 

La amplificación del ADN específico del parásito se realizó utilizando los siguientes 

cebadores (5′−3′): Cruzi 1 STCGGCTGATCGTTTTCGA; Cruzi 2 AATTCCTCCAAGCA-

GCGGATA; Cruzi 3 FAM-CACACACTGGACACCAA-NFQ-MGB (sonda TaqMan). 

 

Además, se incluyó un control de amplificación interno (IAC) endógeno dirigido al gen 

de la ARNasa P humana (Applied Biosystems) para monitorear el proceso (90). En todos los 

ensayos se incluyeron controles positivos de amplificación alta y baja, que equivalían respec-

tivamente a 10 fg/μl y 1 fg/μl de ADN purificado de la cepa CL-Brener de T. cruzi (UDT TcVI). 

Cada ronda de amplificación incluía así mismo un control negativo compuesto por ADN ex-

traído de una muestra de tejido de un paciente con serología negativa, y un non template control 

(NTC) que consitió básicamente en un tubo con agua ultrapura de grado molecular en lugar de 

ADN.  

La qPCR se realizó en un termociclador CFX-96 (BioRad, Hercules, EE.UU.) de 

acuerdo a los siguientes pasos de incubación: 2 min a 50 ºC; 1 min a 95 ºC; 40 ciclos de 15 s a 

95 ºC y 1 min a 58 ºC. 

 

La estimación de la carga parasitaria en las muestras positivas se realizó utilizando una 

curva estándar construida en base a diluciones seriadas 1/10 de una repetición de oligonucleó-

tido de satADN sintético (material amablemente donado por el Dr. Alejandro Schijman) par-

tiendo de una concentración de 105 hasta 10 copia/μL y  25 hasta 25000 ADNsat Eq.tejido/mg 

según el tipo de muestra, esta curva patrón sintética permitió estimar la carga parasitaria inde-

pendientemente de la cepa del parásito o la UDT lo que, a su vez, permitió la comparación 

directa de cargas parasitarias entre muestras (137). Para construir esta curva estándar se mezcló 

ADN total (purificado por el mismo método descrito para las muestras clínicas) obtenido de un 
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pool de ADN de tejidos digestivos o sangre de individuos seronegativos que se utilizó como 

una matriz equivalente a las muestras clínicas infectadas con ADNsat sintético de T. cruzi. 

 

            3. 2.3.6 Tipificación mediante estrategias de amplificación de las UDTs de T. cruzi   
 

La caracterización de las UDTs para el genotipado de T. cruzi se basó en PCRs conven-

cionales multilocus, a partir de una combinación de metodologías publicadas previamente, uti-

lizando las dianas de amplificación SL-IRac, SL-IR I y II, 24Sα rDNA y A10 (126) (138) (134). 

(Fig. 15). Algunos ensayos fueron de tipo PCR touchdown, en los que, una primera parte, que 

dura 20 ciclos, se empieza con una temperatura de hibridación elevada y se va disminuyendo 

hasta la temperatura de hibridación óptima, lo que contribuye a evitar la formación de dímeros 

de cebadores y permite que se produzca cantidades masivas de ADN. En la segunda ronda de 

PCR, de tipo heminested, se utiliza uno de los cebadores de la primera ronda y un nuevo ceba-

dor interno de manera que el amplicón de la segunda ronda de PCR es más corto que el de la 

primera con el fin doble de aumentar la sensibilidad para detectar T. cruzi y poder realizar la 

genotipificación. 

Los fragmentos amplificados por PCR convencional fueron revelados mediante electro-

foresis en gel de agarosa al 3%:  

- En la sala de post-PCR, preparar agarosa al 3% pesar la agarosa y transferirla a un matraz 

Erlenmeyer., según tamaño de cubeta. 

- Agregue el volumen de tampón Tris/Borate/EDTA (TBE) 1X, marque el volumen de la 

suspensión en el matraz Erlenmeyer, utilizando un marcador permanente. 

- Derrita la agarosa usando un horno de microondas homogenizarlo y ver a tras luz Si es 

necesario, completar el volumen con más TBE 1-, hasta la marca del matraz Erlenmeyer. 

- Añadir el tinte fluorescente de ácido nucleico en el gel (GelRed) a una concentración 

final de 0,1X y volver a homogeneizar. 

- Verter la agarosa fundida sobre la cubeta de electroforesis preparada. Inserte el peine y 

espere la gelificación de la agarosa. 

- Una vez gelificado la agarosa, coloque la cubeta que contiene el gel en la cámara de 

electroforesis. 

- Añadir TBE 1X hasta cubrir el gel, y retirar con calma el peine. 

- Cargue en los pocillos las muestras y marcadores de peso molecular (escaleras de ADN) 

premezcladas con el tampón de carga. 
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- Coloque la tapa en la cámara de electroforesis y conecte los cables a la fuente de ali-

mentación de energía. 

- Ejecute la electroforesis a 90 V, hasta que el frente del colorante llegue al fondo del gel 

Apague la fuente de alimentación.  

- La interpretación se realizó siguiendo el siguiente diagrama de PCR convencional: 

 

 

 

Figura 15. Diagrama de identificación de las UDTs de T. cruzi por PCR multilocus. (Es-
quema adaptado de “Burgos et al., 2007”). 

 

3.4 Análisis estadístico 
 

        El análisis estadístico se realizó con el software Microsoft Office Excel (versión 2010) 

donde se calcularon frecuencias y/o porcentajes de eventos. Generalmente, los valores se mues-

tran como media con desviación estándar (DE). Debido a la posible presencia de inhibidores 

en la qPCR o un rendimiento deficiente de la extracción de ADN, aplicamos los criterios de 

Tukey para detectarlos, que se basa en el concepto de rango intercuartil (IQR) y es útil para 

detectar valores atípicos en conjuntos de datos, o análisis de “outliers” de la ronda de extracción 

correspondiente. Según dicho criterio de Tukey, serían outliers aquellas determinaciones con 

Cts >percentil 75 +1.5x la distancia intercuartil (139)            
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Como medida de la concordancia se utilizó el índice de kappa (k) que es una medida 

estadística que ajusta el efecto del azar en la proporción de la concordancia observada, sir-

viendo para determinar la concordancia entre dos examinadores en sus correspondientes clasi-

ficaciones de N elementos en C categorías mutuamente excluyentes.

La ecuación para κ es: 

donde Pr(a) es el acuerdo observado relativo entre los observadores, y Pr(e) es la probabilidad 

hipotética de acuerdo por azar, utilizando los datos observados para calcular las probabilidades 

de que cada observador clasifique aleatoriamente cada categoría. Si los evaluadores están com-

pletamente de acuerdo, entonces κ = 1. Si no hay acuerdo entre los calificadores distinto al que 

cabría esperar por azar (según lo definido por Pr(e)), k = 0. 

A la hora de interpretar el valor de k es útil disponer de una escala como la mostrada en la 

Tabla 2

Tabla 2. Escala del índice kappa para la respectiva interpretación. (Altman DG. Practical 

statistics for medical research. New York: Chapman and Hall; 1991).
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4. Resultados 
4.1 Pacientes incluidos en estudio  

En total, se incluyeron en el estudio 40 participantes que presentaron serología positiva 

para T. cruzi y cinco pacientes con serología negativa como controles. La edad media de los 

participantes fue de 61 años (rango 40-80 años); el 45% (18/40) de eran mujeres y 55% (22/40) 

eran hombres. 

 

Según la clasificación clínica, el signo predominante observado dentro del grupo de 

pacientes con EC fue el dolicomegacolon 65% (26/40), que se caracteriza por elongación y 

dilatación del colon. Por otro lado, 15% de los pacientes (6/40) fueron diagnosticados clínica-

mente como megasigmoide o sigmoide, y otro 20% (8/40) fueron diagnosticados con vólvulo 

y pudieron restablecer su tránsito intestinal mediante descompresión por endoscópica. Sólo el 

5% (2/40) presentó síntomas cardíacos y digestivos o afección mixtos. En el grupo control, 2/5 

personas con vólvulo lograron restablecer su tránsito intestinal mediante laparoscopia de Hart-

mann, mientras que tres presentaron dolicomegacolon, atribuido a otras patologías diferentes 

al Chagas (Tabla 3). 

 

 Sintomatología 

 

Dolicomegacolon Megasigmoide Volvulo 
Megacolon/ 

cardiomegalia 
Total 

Serología 

Chagas  
M F M F M F M F  

Positivo 15 11 4 2 2 4 1 1 40 

Negativo 3 0 0 0 0 2 0 0 5 

Total 18 11 4 2 2 6 1 1 45 

 
Tabla 3. Clasificación de la cohorte de estudio en términos de lecturas  

clínicas y serológicas. 
 

No se pudo recolectar muestras de sangre total de tres pacientes (MGC 12, MGC31, y 

MGC 42), pero si se recolecto muestras de tejido. Estos pacientes tenían un resultado positivo 

para Chagas en su historia clínica al momento de intervención quirúrgica. Por otro lado, de 

otros dos pacientes no se obtuvieron las muestras de tejido (MGC08 y MGC 26), pero sí que 
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se tomaron las muestras de sangre (Tabla 4). Por tanto, se analizaron un total de 37/40 muestras 

de sangre y 38/40 muestras de tejido de pacientes con serología positiva para Chagas con ambos 

tipos de muestra en los 5 participantes del grupo control. 

 

Código Muestra de sangre Muestra de tejido 

MGC12 NR Si R 

MGC31 NR Si R 

MGC 42 NR Si R 

MGC08 Si R NR 

MGC26 Si R NR 

 

Tabla 4. Detalle de pacientes en los que no se recolectó alguna muestra clínica 

NR: No recolectado, Si R: Si recolectado 
 

4.2 Cultivos de tejido en medio LIT  
 

A pesar de los esfuerzos realizados en el intento de aislar parásitos por medio del cultivo 

en medio LIT de las muestras de tejido reseccionadas, no se pudieron observar parásitos en 

ninguna de éstas. Todas las muestras presentaron signos de contaminación bacteriana, proba-

blemente debido a la naturaleza de las mismas. 

 

4.3 Extracción de ADN  

 
En general, la extracción y purificación del ADN, tanto a partir de muestras de sangre 

como de tejido, con el sistema semiautomático basado en perlas magnéticas funcionó bien. La 

relación A260/A280 del ADN purificado a partir de las muestras de tejido alcanzó un valor 

medio de 1,95 (SD±0,062) para una cantidad media de 399,48 ng/μl (±374.93). Con las mues-

tras de ADN purificado a partir de la sangre completa, la relación A260/A280 fue también 

buena (1,94 ± 0,119), pero la cantidad media de ADN fue menor 85,83 ng/μl (± 47,16). 
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4.4 -PCR en tiempo real para la detección de Trypanosoma cruzi

La sensibilidad de la qPCR para T. cruzi con muestras de ADN obtenidas a partir de 

tejido, tomando los tres puntos de muestreo, fue del 41,7% (16/38). En comparación, el resul-

tado logrado cuando se toma en consideración una sola muestra o un solo punto de muestreo 

fue ≤25%.  

Las diferencias entre las medias con un IC del 95% observada muestra una media sig-

nificativamente mayor con muestras de sangre 59,5% (22/37) esta versus al tejido en relación 

a la positividad de PCR para T. cruzi. (Fig. 16).

Figura 16. Sensibilidad de la qPCR en relación a las muestras de tejido analizadas de 
pacientes incluidos en el presente estudio.

El coeficiente kappa de Cohen respecto al diagnóstico en paralelo de T. cruzi en muestras 

de sangre y de tejido fue de 0,239, expresado como 24% de concordancia, interpretable como

débil, según los acuerdos observados más allá del azar.

El ADN extraído no mostró signos de degradación según las lecturas promedio del 

umbral del ciclo de amplificación (Ct) del gen endógeno de la ARNasa P humana que se am-

plificó como control interno en todas las muestras. El mismo fue evaluado según los criterios 

de Tukey para los outliers por tanda de extracción (Fig. 17). 
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Figura 17. Amplificación de gen huamno ARNasa P como control interno de la qPCR. 
Para cada valor promedio se muestran los límites superior e inferior de significación es-

tadística del IC95 %, intervalo de confianza del 95%.

Al analizar los resultados de qPCR en relación el estado clínico de cada caso de estu-

dio, se observó que las muestras que mostraron una mayor tasa de positividad fueron las ob-

tenidas de pacientes con megasigmoide (5/6) y restitución del tránsito intestinal por vólvulo 

(3/4) (Fig. 19; Tabla 5). Por el contrario, el grupo clínico más numeroso con dolicomegacolon 

registró siete detecciones positivas de ADN del parásito sobre 26 casos con esta patología de 

los 40 incluídos.

La relación entre el diagnóstico clínico y la carga parasitaria media, expresada en copias

satADN Eq.tejido/mg  de T. cruzi, osciló entre 6,34E+02 (66.09) copias satADN Eq.tejido /mg   

con el diagnóstico de dolicomegacolon  y 1,45E+07 (128.64) copias satADN Eq.tejido /mg 

también en pacientes con dolicomegacolon (Tabla 5; Fig. 19).

En general, la cuantificación de la carga parasitaria mostró una alta heterogeneidad para

T. cruzi, con valores más altos en las regiones distales, seguido por la región transversal y el 

colon ascendente en todos los escenarios clínicos (Tabla 5).
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En cambio, con las muestras de sangre se determinaron 5,87×101 copias /μL en el diag-

nóstico de megacolon/cardiomegalia, y 9,93×103 copias /μL en aquellos pacientes diagnostica-

dos con dolicomegacolon (Fig.18). 

Diagnóstico clí-
nico

Segmento de tejido de colon (valores Ct medios y cargas parasitarias)
Extremo proximal ascen-

dente Extremo central transversal    Extremo distal descendente

           Media (SD)   Media (SD) Media (SD)
Cq copias sa-

tADN 
Eq.tejido

/mg

Ct 
RNa-
saP

Cq copias Ct Cq copias Ct

T. cruzi T. 
cruzi

satADN 
Eq.tejido

/mg
RNasaP T. 

cruzi

satADN 
Eq.tejido

/mg
RNasaP

Vólvulo
33,51 2,3E+3 

(2400)
17,54 
(1,40)

33,54 
(12,37)

5,77E+03 
(85,23)

18,61 
(1,53) ND 0 17,35 

(1,37)(9,85) 

Dolicomegacolon 36,58 
(14,77)

7,68E+03  
(21,04)

17,83 
(1,41)

36,11 
(13,51)

6,34E+02 
(66,09)

18,17  
(1,41)

28,77 
(11,80

)

1,45E+07 
(128,64)

17,58 
(1,43)

Megasigmoides 30,33 
(14,52)

3,53E+04 
(21,98)

17,86 
(1,46)

32,84 
(13,26)

3,62E+06 
(61,23)

18,28 
(1,42)

32,69 
(11,32

)

2,22E+04 
(115,31)

17,44 
(1,39)

Megacolon/ 35,86 
4,42E+05 

(65,22)
19,32 
(0,43) ND 0 0

25,1 
(0,043

)

8,83E+05 
(11762,33)

17,70 
(0,12)cardiomegalia (0,67)

Tabla 5. Carga parasitaria expresada en copias de satADN Eq.Tejido/mg de T. cruzi en 
los sitios de recolección de tejidos y diferentes formas clínicas de EC digestiva.

Figura 18. Media de la carga parasitaria detectada en muestras de sangre según el diag-
nóstico clínico.
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Figura 19. Media de la carga parasitaria detectada en muestras de tejido según el diag-
nóstico clínico.

4.5 Unidades Discretas de Tipificación de Tripanosoma cruzi identificados en las mues-

tras de sangre y tejido

Los resultados de la electroforesis en gel de agarosa (3%) de los amplicones obtenidos 

por PCRs convencionales según la diana de amplificación para identificar las UDTs de T. cruzi

a partir de muestras de tejido y sangre de pacientes con megacolon chagásico se muestran en 

la Fig. 20.   

Fue posible identificar tres UDTs en las muestras analizadas con qPCR positiva y una Ct 

≤33. De las muestras analizadas, cumplieron con esos criterios 10 muestras de sangre y seis de 

tejido (Tabla 5).
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Figura 20. Amplicones identificados según la diana de amplificación de las UDTs de T. 
cruzi en muestras de sangre y tejido.

          En las muestras de sangre se identificaron las UDTs TcII, V y VI, con predominio de 

TcII (50%, 5/10), seguida por TcV y mixta TcII/VI en un 20% (2/10), así también se tiene en 

1/10 TcVI (Tabla 6). 

       

         En las muestras de tejido de los pacientes con afección de megacolon chagásico, se iden-

tificaron las UDTs Tc II y V, con predominio de TcV en el 67% (4/6) de las muestras y TcII 

en un 33% (2/6) (Tabla 6).

       En cinco pacientes con resultados de qPCR positiva en ambas muestras (sangre y tejido) 

se pudo determinar que tres de ellos (60%) presentaban infecciones mediadas por aislados de 

las UDTs TcII y TcV. 

      En un paciente de los cinco se identificó TcII en ambos tipos de muestras (sangre y tejido).

En otro paciente se identificó TcV en ambos tipos de muestra, mientras que el tercero tenía una 

infección mixta con predominancia de TcII en sangre y de TcV en tejido (MGC15; Tabla 6). 
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En los dos pacientes de este subgrupo de cinco, se identificó TcII y TcVI sólo en muestra de 

sangre ya que no se logró amplificación alguna por PCR convencional en las muestras de tejido 

(Tabla 6). 

        En aquellos pacientes con cargas parasitarias bajas según los resultados de qPCR (Ct ≥33) 

en sangre y tejido, se intentó hacer la caracterización de UDTs por PCR convencional multilo-

cus, pero no se lograron obtener amplicones. 

Tabla 6. Genotipos (UDTs) de T. cruzi en muestras de sangre y tejido de pacientes con 
megacolon chagásico con qPCR positiva. ND: no determinada; 0: muestra no analizada 

para UDTs por PCR negativa. 

 

 

 

 

 

Tipo de 
muestra 

Código de 
muestra 

Sangre TEJIDO 

qPCR  
Copias/ μL 

UDTs qPCR   
copias  

satADN Eq. 
tejido/mg  

UDTs 

T. cruzi T. cruzi 

Sangre y tejido 

MGC 03 3,5E+02 II, VI 9,20E+03 ND 

MGC09 2,0E+03 II 1,10E+07 II 

MGC10 3,2E+02 V 3,50E+06 V 

MGC15 5,9E+01 II 8,83E+05 V 

MGC36 1,2E+02 II 7,57E+03 ND 

Sangre 

MGC13 1,7E+03 II, VI ND 0 

MGC16 5,1E+02 V ND 0 

MGC06 1,0E+03 II 1,20E+02 ND 

MGC40 3,3E+03 VI ND 0 

MGC41 1,2E+03 II ND 0 

Tejido 

MGC11 ND 0 3,62E+06 V 

MGC19 ND 0 5,39E+03 II 

MGC 42 Sin muestra 0 4,40E+04 V 
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V. DISCUSIÓN 
 

Según Ward y colaboradores (140), la EC crónica en humanos se caracteriza por la per-

sistencia a largo plazo del parásito a niveles que son difíciles de monitorizar con precisión, 

incluso utilizando técnicas basadas en PCR de alta sensibilidad. De aquí la dificultad y escasez 

de estudios de caracterización.  

 

Diversas variables, como el clima, el índice de vegetación y la temperatura, tienen una 

influencia significativa en el ciclo de transmisión de esta enfermedad transmitida por vectores 

(141). La información disponible de diferentes estudios sugiere que los UDTs del parásito T. 

cruzi detectados en humanos, independientemente de su presentación clínica, proporcionan in-

formación clave sobre los principales UDTs que circulan en los ciclos de transmisión domés-

tica en una región determinada (141). 

 

Siguiendo la recomendación actual de la OMS/OPS, los pacientes incluidos en el estu-

dio fueron diagnosticados de EC, mediante dos pruebas comerciales serológicas basadas en 

principios técnicos de antígenos diferentes para detectar los niveles anti-T. cruzi IgG. Todos 

los pacientes incluidos fueron positivos por ambas pruebas y no se obtuvo ningún resultado 

discordante. Todos los pacientes incluidos en el estudio posiblemente se infectaron en la infan-

cia y desarrollaron megacolon chagásico a lo largo de sus vidas, causando Chagas crónico con 

desarrollo de la forma digestiva y con diagnósticos clínicos de dolicomegacolon, megasig-

moide, vólvulo y afectación mixta por megacolon/cardiomegalia. Las formas avanzadas de es-

tas formas clínicas de afectación digestiva causan una gran morbilidad en los pacientes y, en 

algunos casos, también pueden provocar mortalidad debido a complicaciones potencialmente 

letales, motivo por el cual los pacientes fueron tratados quirúrgicamente como tratamiento a su 

dolencia. 

 

Se estima que entre el 10 y el 20% de los sujetos crónicamente infectados con T. cruzi 

en Cochabamba (Bolivia), presentan síntomas digestivos (142). A nivel gastrointestinal, la en-

fermedad de Chagas puede afectar a cualquier parte del tubo digestivo, siendo las localizacio-

nes más afectadas el colon y el esófago (143), lo que fue observado dentro del grupo de pacientes 

incluidos .También se incluyeron en el estudio, pacientes con diagnóstico clínico de dolicome-
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gacolon y vólvulo con serología negativa para Chagas, en los cuáles, la afección digestiva po-

dría deberse a otras causas comunes en Bolivia, como vivir en regiones por  encima de los 3000 

metros de altitud o con el  hábito de masticar hojas de coca por largos periodos de tiempo (142).   

 

En el presente estudio se recolectaron muestras de tejido digestivo, ricas en contenido 

mucoso, de pacientes chagásicos que acudieron a los centros sanitarios por complicaciones 

digestivas graves a nivel del colon y requirieron tratamiento quirúrgico con resección de seg-

mentos disfuncionales. La recolección de muestras fue realizada en colaboración con tres cen-

tros especializados de Cochabamba. 

 

Para la recolección óptima de los tejidos y preservar la integridad celular para una co-

rrecta extracción de ADN, en el presente estudio adaptamos las recomendaciones de (135), te-

niendo en cuenta las rutinas de trabajo de los centros colaboradores implicados, así como la 

contaminación natural de los tejidos intestinales. Estos procedimientos ayudaron a recolectar 

de manera óptima los tejidos y preservar su celular integridad para la extracción de ADN a 

pesar de su alta contaminación. Fue debido a esta contaminación que no se pudo aislar ningún 

parásito de ninguna de las muestras preparadas para crecer en medios NNN LIT. 

  

Una vez obtenidas las muestras y debido a su naturaleza, se consideró necesario realizar 

un pretratamiento que consistió en rociar los tejidos con nitrógeno líquido. Este proceso per-

mitió la pulverización de los tejidos, favoreciendo su fragmentación y homogeneización antes 

de proceder con la digestión enzimática utilizando proteinasa K. Este paso fue crucial para 

mejorar la solubilidad y la homogeneización de las capas mucosas contenidas en las muestras, 

lo que facilitó la extracción y purificación del ADN de los tejidos. El ADN obtenido demostró 

ser muy adecuado para la amplificación por qPCR, con la relación de A260/A280 mostrando 

un valor medio de 1,95 ± 0,06, indicando un buen rendimiento. 

 

El equipo semiautomatizado y el kit comercial para la extracción de ADN utilizados en 

este estudio demostraron ser muy adecuados para la amplificación por qPCR, obteniendo ex-

tracciones limpias y de alta pureza. Los resultados del control endógeno RNasaP indicaron un 

buen rendimiento, lo que refleja la eficacia del proceso. Además, el diagnóstico molecular de 

la enfermedad de Chagas se realizó cumpliendo con buenas prácticas en todas las etapas del 

procesamiento de las muestras. 
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Nuestros resultados respaldan la viabilidad de la amplificación del ADN parasitario 

cuando las muestras de tejido de colon se almacenan en etanol al 70% y a -80°C. Esta valida-

ción es particularmente valiosa, ya que el procesamiento de las muestras recolectadas de 

acuerdo con el protocolo establecido en este estudio permitiría analizar la presencia de T. cruzi 

en el tracto gastrointestinal, una aproximación que hasta ahora ha sido limitada debido a la falta 

de metodologías sólidas para detectar parásitos en esta localización (20). 

 

Varios autores coinciden en el hecho de que los distintos resultados clínicos observados 

en la EC, incluida la afectación diferencial de los órganos diana, están influenciados por facto-

res del hospedador y del patógeno, como por ejemplo los antecedentes genéticos (144) (145). 

Posiblemente la variabilidad genética del parásito puede ser uno de los principales moduladores 

de la expresión clínica de los pacientes que padecen EC. 

 

En el trabajo realizado por Marcon y colaboradores, destinado a detectar y cuantificar 

T. cruzi en muestras de tejido cardíaco y gastrointestinal incluidas en parafina de pacientes 

crónicos, demostraron la presencia del parásito en los tejidos utilizando nested-PCR y Sybr 

Green-qPCR (146).   

 

En otro estudio, se detectó presencia parasitaria en el 100% de los casos de enfermedad 

de Chagas con megaesófago (6/6) y en el 60% de los pacientes sin megaesófago (5/8), cuyas 

muestras de tejido fueron analizadas mediante qPCR dirigida al ADNk del parásito (147). De 

manera similar, Vago y sus colaboradores detectaron ADN de T. cruzi en muestras de tejido 

del 55% (5/9) de los pacientes con megaesófago, utilizando PCR dirigida al ADNk del parásito 

(148). Además, mostraron claramente, mediante el análisis de 13 muestras de tejido cardíaco y 

4 de esófago, una firma genética de ADNk del parásito diferente en cada caso, lo que confirma 

observaciones previas sobre la gran variabilidad genética de T. cruzi (19). 

 

La variabilidad de T. cruzi observada en los diferentes estudios no solo apunta a una 

enorme diversidad clonal, sino también a la posibilidad de que la mayoría de las cepas infec-

tantes representen combinaciones de clones genéticamente distintos, lo que podría estar impli-

cado en la determinación del desarrollo de las formas clínicas de la enfermedad (120). 
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Sin embargo, estudios previos de estandarización realizados con muestras de sangre 

humana han demostrado que el uso de ADNk puede generar una mayor proporción de resulta-

dos falsos positivos en comparación con el ADNsat (75). El ADNsat de T. cruzi está compuesto 

por aproximadamente 120,000 copias de una secuencia de 195 pb, que representa aproximada-

mente el 10% del ADN del parásito, lo que convierte a esta secuencia en una diana altamente 

sensible y ampliamente utilizada en diversos estudios (149). 

 

En el presente trabajo, se empleó una técnica de PCR en tiempo real para la detección 

de ADNsat, utilizando un formato dúplex que combina la amplificación de una secuencia es-

pecífica del satADN de T. cruzi y una secuencia del gen endógeno humano RNasa P, que actúa 

como control interno para garantizar la integridad y calidad del ADN extraído de las muestras 

clínicas (90). Este enfoque permitió confirmar que las muestras analizadas contenían ADN de 

alta calidad, lo cual es esencial para garantizar resultados confiables en las pruebas de amplifi-

cación por métodos moleculares. 

 

Para la detección específica de T. cruzi, se seleccionó un fragmento de 166 pb pertene-

ciente a las repeticiones satélite del ADN del genoma nuclear del parásito. Este fragmento es 

altamente conservado entre las cepas de T. cruzi, lo que lo convierte en una diana ideal para la 

identificación del parásito en diversas muestras biológicas, como las de sangre y tejido. La 

aplicación de esta diana mediante la técnica de qPCR permitió determinar la parasitemia activa 

en los pacientes incluidos en el estudio, proporcionando una medida precisa de la carga para-

sitaria en cada caso de pacientes con EC crónico. 

 

Los resultados obtenidos a partir de las muestras de sangre mostraron una tasa de posi-

tividad del 59,5%, lo que indica la presencia de T. cruzi en una proporción significativa de los 

pacientes con enfermedad de Chagas crónica. Esta sensibilidad detectada se encuentra dentro 

del rango reportado en la literatura, que varía entre un 45% y un 60% en pacientes con EC 

crónica, especialmente cuando se analizan muestras de sangre periférica (150). La capacidad de 

esta técnica para detectar la parasitemia en sangre es de gran relevancia clínica, ya que ofrece 

una herramienta eficiente y precisa para el diagnóstico y monitoreo de la EC en fases crónicas, 

cuando la carga parasitaria en sangre puede ser baja y difícil de detectar por métodos conven-

cionales. 
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La sensibilidad obtenida en el caso de las muestras de tejido fue inferior al 50%, utili-

zando la misma metodología empleada para las muestras de sangre, lo que indica que la capa-

cidad de detección en los tejidos es considerablemente más baja. Sin embargo, estos resultados, 

obtenidos de pacientes afectados por daño digestivo o por la forma digestiva de la EC, respal-

dan la hipótesis de la persistencia a largo plazo de T. cruzi en el tracto digestivo, especialmente 

en la fase crónica de la infección. Estos hallazgos confirman, en pacientes humanos, los resul-

tados previamente observados en modelos experimentales animales (murinos), como los des-

critos por Lewis y colaboradores (151). 

 

Según el modelo de Lewis y su equipo, el tracto gastrointestinal, y en particular el colon 

y el estómago, representan los sitios principales de persistencia del parásito a largo plazo, como 

se demostró en ratones infectados (152). En mi trabajo de tesis, las muestras de tejido obtenidas 

procedían de tres segmentos diferentes del colon: el extremo proximal ascendente, el extremo 

central transversal y el extremo distal descendente. A partir de estas muestras, se extrajo ADN 

y, mediante qPCR, fue posible detectar el ADNsat de T. cruzi en los tres sitios. Sin embargo, 

la positividad varió de manera heterogénea entre las muestras, lo que sugiere una distribución 

no uniforme del parásito en el tracto digestivo de los pacientes, dentro del grupo de pacientes 

estudiados. 

 

En las muestras analizadas, además, se realizó la cuantificación de la carga parasitaria 

utilizando una curva estándar generada a partir de ADNsat sintético, aplicada tanto a muestras 

de sangre como de tejido. Hasta donde sabemos, esta es la primera vez que la técnica de qPCR 

se emplea para cuantificar la carga parasitaria en tejidos digestivos humanos. Para ello, se uti-

lizó una curva estándar construida con una molécula sintética de ADNsat, que se incrustó en el 

ADN total de tejidos digestivos no infectados como matriz, lo que representa una aproximación 

innovadora en el análisis de muestras biológicas infectadas. Esta estrategia simuló las condi-

ciones de las muestras clínicas analizadas, lo que representa una innovación metodológica en 

la cuantificación precisa de ADN de T. cruzi en tejidos de megacolon. 

 

El uso de una secuencia sintética de ADNsat, que es altamente conservada entre las 

distintas cepas de T. cruzi, como estándar para la cuantificación de la carga parasitaria, permite 

una medición más precisa de los parásitos, independientemente de la unidad de tipificación 

discreta (UDT) a la que pertenezcan. Esto es particularmente valioso, ya que facilita la compa-
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ración directa de las cargas parasitarias obtenidas mediante qPCR en muestras infectadas, in-

cluso cuando estas corresponden a diferentes UDTs. Este enfoque ha sido previamente respal-

dado por estudios como el de Muñoz-Calderón y colaboradores (137), quienes también acentúan 

las ventajas de utilizar secuencias conservadas como herramienta de cuantificación precisa uti-

lizando métodos moleculares. 

 

En nuestros resultados, las muestras de tejido positivas para T. cruzi mostraron una 

variabilidad notable en las cargas parasitarias, que oscilaron entre 6,34E+02 copias de ADNsat 

Eq.tejido/mg en la muestra con la carga más baja y 1,45E+07 copias de ADNsat Eq.tejido/mg 

en la muestra con la carga más alta. En comparación, las cargas obtenidas en las muestras de 

sangre fueron considerablemente más bajas, variando entre 5,87E+01 y 9,93E+03 copias de 

ADNsat/μl. Esta diferencia en las cargas parasitarias entre las muestras de tejido y sangre es 

consistente con lo que se ha observado en estudios previos, donde la parasitemia en sangre 

puede ser más difícil de detectar, especialmente en fases crónicas de la EC. 

 

La variabilidad observada entre las muestras podría explicarse por varios factores, entre 

ellos la diversidad en la extensión de la afectación digestiva de los pacientes. En particular, el 

grado de daño en los tejidos digestivos, como el megacolon o el megaesófago, podría influir 

en la concentración de parásitos presentes en las muestras de tejido. Además, las diferencias 

en las cargas parasitarias pueden estar relacionadas con el diagnóstico clínico observado en los 

pacientes, ya que aquellos con formas más graves de la enfermedad, o con daño tisular avan-

zado, podrían tener una mayor carga parasitaria en los tejidos afectados. Esta variabilidad re-

salta la complejidad de la EC y la necesidad de metodologías sensibles y específicas para eva-

luar la carga parasitaria en diferentes tipos de muestras biológicas, lo que a su vez podría me-

jorar el diagnóstico y el seguimiento de los pacientes en etapas crónicas. 

 

Las técnicas de PCR son ampliamente reconocidas por su alta sensibilidad y especifi-

cidad, lo que las convierte en herramientas fundamentales para la detección molecular de pa-

tógenos. Sin embargo, para que estos métodos sean efectivos, es crucial que se encuentren 

adecuadamente estandarizados y validados en cada laboratorio, adaptándose a los diferentes 

tipos de muestras que se vayan a analizar y considerando las limitaciones de recursos disponi-

bles. En este contexto, el presente estudio se llevó a cabo en colaboración con tres centros 

especializados en los que se recolectaron las muestras biológicas de los pacientes. Gracias a 
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esta coordinación, se logró la recolección y conservación óptima de las muestras, lo que garan-

tizó su calidad para el análisis posterior mediante pruebas moleculares, asegurando resultados 

confiables y reproducibles. 

 

La diversidad de cepas de T. cruzi, así como la multiplicidad de sus genotipos y fenoti-

pos, ha sido reconocida desde hace tiempo como uno de los factores más complejos y funda-

mentales en la biología del parásito. Esta diversidad, junto con la complejidad ecoepidemioló-

gica de la enfermedad de Chagas, influye de manera determinante en el comportamiento del 

parásito, su transmisión y, particularmente, en el desarrollo diferencial de los distintos cuadros 

clínicos de la enfermedad  (113) (117) (131).  

 

En este contexto, resulta de suma importancia disponer de herramientas diagnósticas 

que permitan una tipificación precisa de las cepas de T. cruzi, para poder avanzar en el enten-

dimiento de las relaciones entre la variabilidad genética del parásito y la heterogeneidad clínica 

observada en los pacientes. La capacidad de identificar y caracterizar los diferentes genotipos 

de T. cruzi no solo contribuiría a un diagnóstico más preciso, sino que también proporcionaría 

información clave para el diseño de estrategias de tratamiento y control más efectivas, adapta-

das a las características genéticas de las cepas prevalentes en cada región. Este conocimiento 

detallado sobre la diversidad genotípica del parásito es crucial para abordar la complejidad de 

la EC y su impacto a nivel global. 

 

En la mayoría de los estudios sobre T. cruzi, el genotipado de las poblaciones del pará-

sito se ha realizado generalmente después del aislamiento y amplificación de los parásitos en 

cultivo, utilizando esquemas de PCR dirigidos a un conjunto de marcadores moleculares espe-

cíficos para las distintas cepas (117). Sin embargo, este enfoque presenta ciertas limitaciones y 

desventajas, que han sido discutidas por varios investigadores (153) (154). Uno de los principales 

inconvenientes de este enfoque es el proceso de aislamiento de los parásitos, que puede llevar 

a la selección de subpoblaciones más adaptadas para crecer en medios axénicos, lo cual no 

refleja necesariamente la diversidad genética de la población original presente en el huésped. 

Es decir, las subpoblaciones seleccionadas para el cultivo podrían no ser representativas de la 

diversidad de cepas presentes en el paciente, lo que limita la capacidad de identificar toda la 

heterogeneidad genética del parásito. 
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Además, los métodos de genotipado basados en PCR tienen una sensibilidad limitada, 

ya que suelen identificar el genotipo predominante en la muestra y tienden a excluir la posible 

multiclonalidad de las infecciones por T. cruzi, que es un fenómeno común, especialmente en 

infecciones crónicas o mixtas. Esta limitación implica que algunas cepas minoritarias, que pue-

den estar presentes en menores cantidades, pueden pasar desapercibidas en el análisis, lo que 

lleva a una subestimación de la diversidad genética real del parásito. Por lo tanto, el desarrollo 

de métodos más sensibles para caracterizar las subpoblaciones parasitarias sería crucial para 

obtener una visión más precisa y completa de la realidad de las infecciones por T. cruzi. (117). 

 

Un aspecto fundamental a resaltar es la realidad de que, en áreas altamente endémicas 

como Bolivia, los habitantes pueden estar expuestos de manera recurrente a múltiples infeccio-

nes por T. cruzi, debido al contacto repetido con los vectores triatominos infectados. Éstos, 

pueden haberse alimentado de varios huéspedes humanos y reservorios mamíferos, lo que au-

menta la probabilidad de que las personas se infecten con diferentes cepas del parásito. Este 

fenómeno, conocido como infección mixta, procura que el mismo individuo albergue en su 

organismo distintas poblaciones de T. cruzi, lo que resulta en una combinación de genotipos y 

fenotipos del parásito que pueden ser diferentes entre sí. Esta multiclonalidad en las infeccio-

nes, que es común en zonas endémicas, refleja la compleja interacción entre el parásito, sus 

vectores y los reservorios, y es una característica importante que debe tenerse en cuenta tanto 

para el diagnóstico como para el tratamiento de la enfermedad. Por un lado, la identificación y 

caracterización de las diferentes cepas de T. cruzi en un mismo paciente puede ser más com-

pleja debido a la coexistencia de varias poblaciones parasitarias.  

 

Para el genotipado de las muestras analizadas en el presente estudio, se estableció como 

criterio de inclusión un resultado positivo en qPCR, basado en la detección del ADNsat nuclear 

de T. cruzi (77), con un umbral de ciclo (Ct) ≤33. Este umbral de Ct se eligió como un parámetro 

para asegurar una amplificación suficiente del material genético, lo que indica una carga para-

sitaria adecuada en las muestras, lo cual es crucial para una posterior tipificación genética con-

fiable. En cuanto a las estrategias moleculares de tipificación de T. cruzi, existen diversas me-

todologías bien documentadas, pero en este trabajo se optó por el modelo propuesto por Burgos 

y colaboradores (122) (126), que utiliza un diagrama de flujo de PCR convencional basado en 

los marcadores moleculares SL-IR, el gen del ADN ribosómico 24Sα y el A10, que son se-

cuencias altamente conservadas en T. cruzi. Estos marcadores han demostrado ser efectivos en 

la identificación y caracterización de las unidades de tipificación discreta (UDTs) del parásito. 
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Otra variable en la elección de este enfoque se debió a que estos métodos son los que 

se emplean en el LaBMECh (Laboratorio de Biología Molecular y Epidemiología Chagas) del 

INGEI-CONICET en Buenos Aires, Argentina, dirigido por el Dr. Alejandro Gabriel Schijman, 

quien es uno de los principales expertos en el campo y colaboró en el trabajo de laboratorio 

realizado en el presente estudio. La experiencia del Dr. Schijman y su equipo en el análisis 

molecular de T. cruzi fue fundamental para garantizar la calidad y precisión de los procedi-

mientos empleados, además de asegurar que los resultados obtenidos se alinearan con los es-

tándares internacionales de tipificación genética del parásito. 

 

El enfoque basado en el diagrama de flujo de PCR convencional requiere la realización 

de múltiples reacciones de PCR a punto final secuenciales, lo que hace que el proceso sea más 

laborioso y demandante en términos de tiempo y recursos. Sin embargo, esta metodología 

ofrece ventajas importantes, ya que permite la identificación precisa de los genotipos de T. 

cruzi directamente a partir de muestras clínicas, incluso cuando estas contienen una carga pa-

rasitaria baja, (118) como fue el caso en nuestro estudio. Esta ventaja es especialmente relevante 

en contextos clínicos de cronicidad donde la carga parasitaria suele ser baja. 

 

Sin embargo, en lo que respecta a la detección y tipificación de T. cruzi en el tejido 

intestinal humano, los datos disponibles son limitados. En la fase crónica de la enfermedad, 

aunque las formas amastigotes de T. cruzi con capacidad de replicación, se encuentran presen-

tes en los tejidos, las biopsias intestinales son muestras de difícil acceso y su obtención es 

altamente invasiva (134) (155). Es relevante destacar que, aunque existe una considerable diver-

sidad genética dentro de las unidades de tipificación discreta (UDT) de T. cruzi, en la mayoría 

de los estudios el genotipado se realiza a nivel de linaje, lo que limita la capacidad de identificar 

las subpoblaciones genéticas más específicas y diversas del parásito (113). 

 

La determinación de los principales linajes o unidades de tipificación discreta (UDTs) 

de T. cruzi que se han reportado en infecciones humanas incluyen TcI, TcII, TcV y TcVI. 

Diversos estudios realizados en distintas regiones sugieren que cualquiera de estos linajes 

puede estar asociado con el desarrollo de la enfermedad de Chagas. En un estudio realizado 

por Parrado y colaboradores, se identificaron diferentes UDTs en 31 muestras de sangre peri-

férica de pacientes provenientes de diversas regiones de Bolivia, como Cochabamba, Tarija y 

Aiquile. En 23 de estos pacientes, se identificaron las UDTs TcII/V/VI, mientras que en seis 
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pacientes se detectó solo la UDT TcI, y en dos pacientes se observó una infección mixta con 

TcI y TcII/V/VI (156). 

 

En comparación con los resultados obtenidos por Parrado y colaboradores, en nuestro 

grupo de pacientes no se logró identificar el UDT TcI. Sin embargo, en nuestro análisis, sí 

conseguimos identificar las unidades de tipificación discreta (UDTs) TcII, TcV y TcVI en 

muestras de sangre periférica de los pacientes estudiados. Estos hallazgos refuerzan la presen-

cia y circulación de estos linajes en pacientes bolivianos que padecen la forma crónica digestiva 

de la EC, sugiriendo que UDTs como TcII/V/VI pueden ser los principales implicados en la 

evolución de la enfermedad en nuestra población. Estos resultados también son consistentes 

con otros estudios previos que han documentado la prevalencia de estos linajes en diferentes 

regiones endémicas de Bolivia, lo que pone de manifiesto su relevancia en la epidemiología de 

la EC en el país. (156).    

 

En un estudio previo realizado por Virreira y colaboradores, se tipificaron muestras de 

tejido digestivo de 18 pacientes bolivianos con megacolon chagásico, utilizando sondas espe-

cíficas para la detección de ADNk de los linajes TcI, TcII, TcV y TcVI. Los resultados mos-

traron que la mayoría de las muestras analizadas correspondían al linaje TcV, identificado en 

16 de los 18 pacientes (157). En nuestro estudio, realizado con un grupo de pacientes diagnos-

ticados con EC crónica, se logró identificar los linajes TcII y TcV en las muestras de tejido 

digestivo. Estos resultados coinciden en parte con los de Virreira (157), pero también reflejan 

la diversidad de los linajes presentes, ya que en nuestro caso no se detectó el linaje TcI, lo que 

podría indicar variaciones geográficas o clínicas en las poblaciones estudiadas. En diversos 

estudios, se ha observado una circulación similar de estos linajes en diversas regiones endémi-

cas de Sudamérica, lo que sugiere que tanto TcII como TcV son prevalentes no solo en Bolivia, 

sino también en países vecinos como Argentina, Brasil y Paraguay. 

 

El linaje TcIII rara vez se asocia con infecciones humanas, y la mayoría de los casos 

reportados han sido en la región amazónica, generalmente vinculados a brotes agudos (113). 

Por otro lado, el linaje TcIV ha sido identificado como responsable de brotes agudos de la 

enfermedad de Chagas transmitidos por vía oral en diversas zonas de Brasil, (Canudos, Belém 

y el estado de Pará) (158). En nuestro estudio, sin embargo, no se detectaron ni el linaje TcIII 

ni el TcIV, lo que resalta las diferencias geográficas y epidemiológicas en la circulación de los 

linajes de T. cruzi. 
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La información disponible de diversos estudios sugiere que los linajes (UDTs) de T. 

cruzi detectados en humanos, más allá de su presentación clínica, proporcionan una visión im-

portante de los principales UDTs que circulan en los ciclos de transmisión doméstica en una 

región determinada (141). 

 

También se debe señalar que debido a los tropismos de cepa diferencial, los parásitos 

del torrente sanguíneo no son necesariamente el mismo genotipo responsable de la patología 

que presentan los pacientes con EC crónico.(159). 

 

A diferencia de los estudios previos, nuestro trabajo abarca una cohorte más amplia de 

pacientes crónicos con EC y manifestaciones de megasíndrome digestivo. Este enfoque nos 

permitió no solo detectar y cuantificar la carga parasitaria, sino también identificar los linajes 

(UDTs) de T. cruzi en sangre y en diferentes segmentos del tracto digestivo, directamente a 

partir de muestras clínicas. Este procedimiento se realizó sin necesidad de aislar previamente 

el parásito para la extracción de ADN, lo cual resulta crucial para identificar infecciones mix-

tas, ya que evita la posible selección de cepas durante el proceso de aislamiento. Nuestro estu-

dio, ha logrado identificar infecciones por los linajes TcII, TcV y TcVI en muestras de sangre, 

y los linajes TcII y TcV en muestras de tejido. Es importante señalar que no se observó una 

asociación directa entre algún linaje en particular y las manifestaciones clínicas, lo que sugiere 

que existe una variabilidad genética heterogénea entre los genotipos presentes en los pacientes 

con afección digestiva. 
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Limitaciones del estudio: 

 

En Bolivia, las complicaciones digestivas de la enfermedad de Chagas (EC) se diag-

nostican y tratan en todos los hospitales del país, lo que genera una amplia dispersión de pa-

cientes en diversos centros del Sistema de Salud. Esta distribución geográfica hace difícil re-

clutar un número significativo de pacientes para los estudios, ya que implicaría contar con 

personal trabajando simultáneamente en varios centros. Sin embargo, debido a limitaciones 

económicas, no ha sido posible implementar este enfoque a gran escala. 

  

A pesar de las limitaciones mencionadas, este estudio representa la serie más amplia de 

pacientes con megacolon analizada hasta la fecha. Aun así, el tamaño de la muestra y los re-

sultados obtenidos limitan las observaciones en cuanto a la distribución y papel de las diversas 

DTUs en las complicaciones digestivas de la EC. 

 

Además, debido a los mismos factores antes mencionados, otra limitación importante 

ha sido el decalaje horario entre la toma de las muestras y su procesamiento y transporte, debido 

a la falta de personal. Por este mismo motivo, ha habido una falta de recogida de muestras en 

5 pacientes (tres pacientes sin muestras de sangre y dos pacientes sin muestras de tejido). 

 

Proyección a futuro: 

 

El presente estudio de genotipado de T. cruzi ha proporcionado avances importantes en 

cuánto a la metodología utilizada y un mejor conocimiento sobre la ecoepidemiología y la pa-

togenicidad del parásito en pacientes con enfermedad de Chagas crónico y afectación de la 

forma digestiva en el departamento de Cochabamba, Bolivia.  

 

Las proyecciones a futuro serian utilizar esta misma metodología en otras áreas de Bo-

livia y en otros países latinoamericanos con una problemática similar, para poder dibujar con 

más precisión la ecoepidemiología de las complicaciones digestivas de la EC. 

 

Otra línea de trabajo es la de profundizar en la interacción hospedador-parásito, para 

entender mejor la fisiopatología de la enfermedad e intentar visibilizar posibles mejoras en 

cuanto a diagnóstico precoz de la afectación digestiva.  
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VI. CONCLUSIONES 
 
 

1. La pulverización pretratamiento con nitrigeno líquido antes de la digestión con protei-

nasa K fue muy relevante para favorecer la solubilidad y la homogeneización de las 

capas mucosas y extraer fácilmente el ácido desoxirribonucleico de los tejidos. Ello 

contribuyó a reduir el tiempo del procedimiento y a facilitar su reproducibilidad. 

2. Esta es la primera vez que la carga parasitaria en tejido digestivo se ha abordado medi-

ante la reacción en cadena de la polimerasaen tiempo real y cuantitativa (qPCR), em-

pleando una curva estándar hecha de una molécula sintética de ácido desoxirribonuclei-

cosat integrada en ácido desoxirribonucleico total de tejido digestivo no infectado como 

matriz. 

3. La prueba de amplificación molecular a partir de una sola muestra de tejido disminuyó 

la posibilidad de diagnosticar Trypanosoma cruzi en un paciente infectado. En conse-

cuencia, se recomienda tomar muestras de diferentes sitios del tejido para mejorar la 

sensibilidad y la generación de datos más precisos sobre la presencia de Trypanosoma 

cruzi en los tejidos. 

4. El uso de una secuencia sintética de ácido desoxirribonucleico sat altamente conservada 

como estándar permite una cuantificación más precisa de los parásitos, sea cuál sea su 

unidad discreta de tipificación, lo que permite una comparación directa de las cargas de 

reacción en cadena de la polimerasa en tiempo real cuantitativa en muestras infectadas 

con diferentes unidades discretas de tipificación. 

5. La estimación de la carga parasitaria de muestras positivas por reacción en cadena de 

la polimerasa en tiempo real cuantitativa en  sangre fue mayor en comparación a las  

muestras de tejido.  

6. Se ha caracterizado la presencia de las unidades discretes de tipificación TcII, TcV, en 

muestras de sangre y de tejido digestivo de pacientes bolivianos chagásicos crónicos 

con megacolon. 

7. La unidad discreta de tipificacion TcVI sólo ha sido identificada en muestras de sangre 

de estos mismos pacientes,  

8. La identificación de los linajes parasitarios de Trypanosoma cruzi directamente de mu-

estras clínicas revela un predominio de TcII/V tanto en sangre como en tejido de paci-

entes bolivianos con Chagas crónico y con afección de megacolon. 

 



 
  

84 
 

9. El presente estudio utilizando la reacción en cadena de la polimerasa en tiempo real 

cuantitativa respalda los resultados obtenidos previamente por  otros autores, y propor-

ciona más evidencia de la relevancia del tracto digestivo en la persistencia del parásito, 

reforzando la idea de centrarse en mejorar la comprensión de la interacción hospedador-

patógeno en el tejido digestivo.
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