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RESUMEN  

 

 La tripanosomiasis americana (o enfermedad de Chagas) es una enfermedad parasitaria 

endémica en Latinoamérica. Cerca de 8 millones de personas estarían infectadas con el agente 

etiológico, Trypanosoma cruzi. En el presente trabajo experimental, se evaluaron dos grupos de 

ratones hembra, de las cepas A.Sw y CF1, infectados experimentalmente con el clon Dm28c de 

T. cruzi. Los resultados obtenidos demostraron que los ratones de la cepa A.Sw se comportaron 

como más resistentes que los de la cepa CF1, con mortalidades de 20% y 100%, 

respectivamente. Sin embargo, los animales A.Sw alcanzaron un mayor nivel de parasitemia. 

 

 Al aplicar la técnica de reacción en cadena de la polimerasa (PCR) en varios tejidos, se 

observó que todos fueron positivos a la presencia de T. cruzi. Todas las muestras de tejido de 

los animales CF1 se mantuvieron positivas, mientras que algunas muestras de los ratones de la 

cepa A.Sw fueron negativas. El único tejido que permaneció positivo durante todo el estudio fue 

el cardiaco. Los resultados obtenidos implicarían que aplicación de la técnica de PCR en tejidos 

permite evidenciar la persistencia del parásito en animales supervivientes aún cuando la 

parasitemia es negativa. 

Palabras clave: Trypanosoma cruzi, cepas de ratones, PCR. 

 

 ABSTRACT 

   

American trypanosomiasis (Chagas’ disease) is an endemic parasitic disease in Latin 

America. About 8 million persons are infected with the aetiological agent, Trypanosoma cruzi. In 

this experimental work, two groups of female mice from A.Sw and CF1 strains, have been 

experimentally infected with clon Dm28c of T. cruzi. The results obtained showed that mice from 

A.Sw strain was more resistant than CF1 strain, with 20% and 100% of mortality, respectively. 

Although animals from A.Sw strain showed higher levels of parasitemia. 

 

 Applying polymerase chain reaction (PCR) technique in several tissues was observed 

that all samples have been positive to T. cruzi. All tissues remained positive in CF1 animals, and 

some samples were negative in animals from A.Sw strain. Only heart tissue remained positive 

throughout the study. The obtained results imply that PCR technique in tissues would allow 

show parasite persistence in survival animals even with negative parasitemia. 

Key words: Trypanosoma cruzi, mice strain, PCR. 
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INTRODUCCIÓN 

 

La enfermedad de Chagas, causada por el protozoo hemoflagelado Trypanosoma cruzi, 

tiene una incidencia anual de 41.000 casos en América, y se estiman aproximadamente 8 

millones de personas infectadas, provocando cerca de 12.000 muertes cada año (16). 

 

Los vectores son insectos de la subfamilia Triatominae, siendo Triatoma infestans el 

principal y más difundido en el cono sur de Sud América (18). La infección se adquiere a través 

de sus deyecciones contaminadas con la forma infectante del parásito, que ingresa a través de 

la picadura, abrasiones de la piel o membranas mucosas intactas (12). Se describe que en 

animales domésticos y silvestres, la infección vía oral cobraría mayor importancia, al atrapar o 

masticar insectos infectados (15). 

 

Los fenómenos de resistencia y susceptibilidad a la infección dependen, por un lado, de 

la variabilidad biológica de T. cruzi (26) y, por otro, del repertorio genético del hospedero en 

relación a los genes que codifican para moléculas involucradas en la defensa contra el parásito, 

como las moléculas del Complejo Mayor de Histocompatibilidad (26, 30).  

 

T. cruzi presenta un marcado pleomorfismo; en mamíferos se encuentran en dos formas: 

tripomastigotes sanguíneos extracelulares y amastigotes intracelulares, en los tejidos. Mientras 

que en el vector se distinguen tres formas extracelulares; esferomastigotes en estómago, 

epimastigotes, en intestino medio, y tripomastigotes metacíclicos en intestino terminal (4). 

 

En la enfermedad de Chagas se distinguen tres fases: fase aguda, con alta parasitemia; 

fase indeterminada, con baja parasitemia, debido a que se desencadena una respuesta inmune 

que hace que la infección se mantenga en focos determinados en los tejidos; y fase crónica, 

caracterizada por parasitemia ausente, y lesiones típicas en corazón o tracto digestivo (1,19). 

 

T. cruzi, y otros miembros de la familia Trypanosomatidae se caracterizan por la 

presencia del kinetoplasto, una red fibrosa dentro de la mitocondria, que contiene cerca del 20% 

del ácido desoxirribonucleico (DNA) total del parásito (4). Está formada por maxicírculos (1,6 

kpb) y minicírculos (1,4 kpb) de DNA. Existirían, al menos 50 copias idénticas de maxicírculos 

que codifican ácidos ribonucleicos (RNAs) ribosomales y proteínas involucradas en la 

generación de ATP. El número de minicírculos es variable, pudiendo tener entre 10.000 y 

30.000 por célula. Están formados por cuatro regiones de secuencia altamente conservada, 

distribuidas regularmente cada 90º, con un tamaño de 120 pb, que representan los orígenes de 
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replicación de los minicírculos (6, 9), intercaladas por cuatro regiones hipervariables de un 

tamaño cercano a las 250 pb, al ser cuatro repeticiones por minicírculo se podrían tener entre 

40.000 y 120.000 repeticiones diana de amplificación por parásito.  

 

El desarrollo de técnicas moleculares ha permitido la aplicación de PCR en el 

diagnóstico de la infección con T. cruzi, siendo más sensible que el xenodiagnóstico y 

hemocultivo. En esta técnica, se utilizan los primers 121 y 122, para amplificar fragmentos de 

DNA de 330 pb correspondientes a la región hipervariable y fracciones de la región constante 

de los minicírculos de T. cruzi  (23). 

 

Referente a los modelos biológicos utilizados en experimentación, el modelo murino es 

uno de los más difundidos para el estudio de la inmunidad, tanto celular como humoral ante la 

infección con T. cruzi. Adicionalmente, la existencia de cepas de ratones resistentes y 

susceptibles, ha permitido evidenciar la evolución de la infección y sus consecuencias 

patológicas (28, 29). Al respecto, la literatura señala que la cepa de ratones A.Sw es 

endogámica (inbred), y se comporta como resistente a la infección con T. cruzi (29). Por otra 

parte, la cepa de ratones CF1 es exogámica (outbred), representando una alta variabilidad 

genética, sin embargo, su comportamiento frente a la infección experimental con T. cruzi 

comparada con la cepa resistente A.Sw se desconoce.  

 

Respecto al sexo de los animales, algunos estudios indican que ratones machos serían 

más susceptibles que ratones hembra (10), sin embargo, otros señalan que sólo difieren en el 

nivel de parasitemia alcanzado, a diferencia de lo que ocurre con ratas de la cepa F344 en la 

que mueren sólo machos infectados (22, 25). 

 
T. cruzi presenta gran variabilidad intraespecífica en el aspecto bioquímico, 

inmunológico, genético y biológico (13) siendo capaz de invadir prácticamente cualquier órgano 

o tejido, sin embargo, es ampliamente reconocido que algunas cepas presentan una mayor 

tendencia a ubicarse preferentemente en algunas localizaciones (20). Actualmente, se 

diferencian dos linajes de T. cruzi: TCl, de ciclo silvestre y TC2, de ciclo doméstico, subdividido 

en 5 sub-grupos a, b, c, d y e (2). El representante del linaje I corresponde al clon Dm28c (8), 

que se comporta como altamente virulento en ratones de la cepa ACA infectados 

experimentalmente (25). Respecto a su histotropismo, estudios histopatológicos previos de la 

infección experimental en animales de la cepa BALB/c reveló el desarrollo de cardiomiopatía, 

miocarditis aguda y miositis, con múltiples pseudoquistes en fibras cardiacas y músculo 

esquelético (17), lo que concuerda con los resultados de Pizzi et al (21), en que se evaluó 
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histopatológicamente el comportamiento de dos poblaciones de T. cruzi pertenecientes también 

al linaje I, en varios órganos, entre los cuales estaba cerebro,  timo, pulmón, corazón, bazo, 

riñón, hígado, intestino delgado, piel y músculo esquelético. Las lesiones inflamatorias se 

encontraron preferentemente en músculo esquelético y en menor proporción en miocardio 

auricular, sin embargo, el resto de los órganos y tejidos examinados no reveló la presencia de 

parásitos ni lesiones inflamatorias. Lo que revela la importancia de confirmar la concordancia de 

los hallazgos histológicos en poblaciones provenientes de distintos transmisores y zonas 

geográficas, cuyo único factor común es pertenecer al mismo linaje (21). 

 

 El objetivo de este trabajo de investigación consiste en analizar la evolución de la 

infección experimental con el clon Dm28c de T. cruzi, que se encuentra en el Laboratorio de 

Inmunología de la Facultad de Ciencias Veterinarias y Pecuarias de la Universidad de Chile, en 

dos cepas de ratones, A.Sw y CF1. A través de la evaluación y comparación de los niveles de 

parasitemia y mortalidad, relacionándolos con la presencia de parásitos intracelulares en 

distintos tejidos (corazón, riñón, cerebro, hígado, músculo esquelético del miembro posterior e 

intestino grueso), utilizando la técnica de PCR convencional. 

 

MATERIALES Y MÉTODO 

 

1. Cepas de parásitos 

 

Se utilizaron tripomastigotes sanguíneos del clon Dm28c de T. cruzi (7). Este parásito se 

mantiene por pasajes sucesivos en ratones BALB/c, en el Bioterio de la Unidad de Inmunología 

de la Facultad de Ciencias Veterinarias y Pecuarias de la Universidad de Chile.  

 

2. Ratones  

 

Se emplearon dos grupos de 15 hembras de 10 semanas de edad cada uno, 

correspondientes a las cepas A.Sw y CF1. Ambos grupos se inocularon intraperitonealmente 

(i.p.) con aproximadamente 2.000 tripomastigotes sanguíneos de T. cruzi (25),  contenidos en 

0,2 mL de una dilución de sangre infectada de ratones BALB/c, contados al microscopio con 

cámara de Neubauer (30).  

 

La cepa A.Sw proviene originalmente de Jackson Laboratory, Bar Arbor, Maine, U.S.A., 

mientras que las cepas CF1 (11) y BALB/c fueron adquiridas en el Bioterio de la Facultad de 

Medicina de la Universidad de Chile. Además se utilizaron dos grupos controles de 5 hembras 
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de 10 semanas de edad, de ambas cepas de ratones. Cada ratón fue inoculado con 0,2 mL de 

una dilución de sangre de animales sanos BALB/c, para descartar los posibles efectos adversos 

inducidos por las sucesivas sangrías y/o la inoculación con sangre extraña  BALB/c. 

 

3. Estudio de Parasitemia 

 

Con el fin de determinar prepatencia y niveles de parasitemia, los animales infectados 

fueron sangrados desde la vena caudal, al tercer día postinfección (p.i) y, posteriormente, día 

por medio hasta que la parasitemia fue negativa.  

 

La sangre fue recolectada en tubos de microhematocrito heparinizados y centrifugada a 

700 g por 5 minutos, dejándola incubar por 30 minutos a temperatura ambiente (25°C), para 

luego determinar el volumen de cada muestra. Finalmente, se expresó la cantidad de parásitos 

por mL en cada ratón, de acuerdo al método descrito por Arias y Ferro (3). Los resultados 

fueron expresados como el promedio de parasitemia del grupo más la desviación estándar 

correspondiente. 

 

Para el análisis estadístico se consideró el promedio del día de máxima parasitemia en 

cada grupo de ratones, y se utilizó la prueba estadística de Mann y Whitney para muestras 

independientes (p<0,05) para establecer si las diferencia entre ambas fue estadísticamente 

significativa. 

 

4. Técnica de PCR convencional 

 

Para realizar PCR convencional de tejido, los animales fueron sacrificados los días 14, 

27 y 100 p.i. para la cepa A.Sw, y días 14 y 27 p.i. para los ratones de la cepa CF1, debido a 

que no sobrevivieron hasta el día 100 p.i. Se extrajeron muestras de hígado, cerebro, corazón, 

riñón, intestino grueso y músculo esquelético del miembro posterior (bíceps femoral), de cada 

uno de los ratones sacrificados. 

 

Como control positivo, se utilizaron dos muestras de tejido cardiaco de ratón, que 

arrojaron resultado positivo, pertenecientes al Laboratorio de Parasitología Occidente de la 

Facultad de Medicina de la Universidad de Chile. Y como control negativo, se utilizó tejido 

cardiaco de dos de los ratones de cada grupo control. 
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4.1 Extracción DNA  

 

Para la obtención de DNA de T. cruzi a partir de los órganos de ratón, se obtuvieron 

trozos de 25 mg de cada tejido evaluado, que fueron depositados en tubos eppendorf y lavados 

con PBS pH 7,2. El material quirúrgico fue lavado y posteriormente sumergido en solución de 

hipoclorito de sodio 1% (24) Posteriormente se agregaron 100 L de tampón ATL y 20 L de 

proteinasa K, se maceró con una bagueta e incubaron a 56ºC toda la noche. 

  

Al día siguiente, se agregaron 200 L de buffer AL, y se agitó por 15 segundos. Para 

incubar a 70ºC por 10 minutos. Posteriormente, las muestras fueron centrifugadas en 

microcentrífuga CAPSULE TOMY HF-120, y se les agregaron 200 L de etanol 100. La 

extracción se realizó de acuerdo al protocolo del Kit QIAamp® (Lab. QIAGEN, Miami-USA). 

 

4.2 Amplificación 

 

El DNA obtenido a partir del proceso previo de extracción, se agregó a tubos de PCR 

que contenían el Master Mix, constituido por 10x buffer; dATP, dCTP, dGTP y dTTP 10 mM; 

MgCl2 50 mM; Taq DNA Polimerasa (2,5 U/µL); oligonucleótidos 121 (5`-AAA TAA TGT ACG 

GGG GAG ATG CAT GA-3`) y 122 (5`-GGT TCG ATT GGG GTT GGT GTA ATA TA-3`) 0,5 µM 

y H2O bidestilada. 

 

Posteriormente, los tubos de PCR con 80 μL de Master Mix y 20 μL de muestra, se 

introdujeron en un Termociclador Minicicler (Lab. M.J. Research, USA), programado con 1 ciclo 

de 94°C/5min - 40 ciclos de 94°C/20 seg - 57°C/10 seg - 72°C/10 seg y un ciclo final de 72°C/7 

min.  

 

4.3 Electroforesis 

 

Para revelar la presencia de ADN, 15 µL de los amplificados se mezclaron con tampón 

de corrida de PCR (glicerol 30%, azul de bromofenol 0,25%, xileno-cianol 0,25% y H2O 

bidestilada cantidad suficiente para 100 mL). Los amplificados fueron sometidos a electroforesis 

por una hora en cámara Modelo M6U-402T a 110 Volts en gel de agarosa al 2%, embebido en 

buffer TBE (Tris/borato/EDTA pH 8,3) y 10 μL de Bromuro de etidio. Se utilizó 1 Kb DNA 

Leader, como marcador de peso molecular. 
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4.4 Revelado 

 

Para identificar las 330 pb del ADN de la región hipervariable del kinetoplasto de T. cruzi, 

el gel de corrida fue observado bajo transiluminador TFP-10M (Vilbes Lourmat), fotografiando 

todos los revelados. 

 

5. Bioseguridad 

 

La inoculación de los animales experimentales y utilización de jeringas con material 

contaminado, fue realizada por el profesor guía. Posteriormente, los animales fueron sangrados 

en una campana de bioseguridad, con guantes de látex grueso, antiparras y mascarilla, 

supervigilados por el profesor guía.   

 

Los ratones fueron sacrificados por inhalación de CO2. Los cadáveres se eliminaron en 

bolsas plásticas selladas y congeladas a -18ºC, y luego fueron cremados. 

  

La manipulación y eliminación del material contaminado, utilizado con los ratones y en 

PCR, fue realizada bajo el protocolo de normativa de la Unidad de Bioseguridad de la Facultad 

de Medicina, Universidad de Chile.   

 

RESULTADOS Y DISCUSIÓN 

 

Según los resultados obtenidos en base a la evaluación de la parasitemia, se estableció 

que el periodo de prepatencia en sangre fue de 3 días para ambos grupos. En el Gráfico 1 se 

muestra el desarrollo de la infección en los animales CF1 y A.Sw infectados con 2.000 

tripomastigotes sanguíneos del clon Dm 28c de T. cruzi. La cepa A.Sw presentó una media 

máxima de parasitemia de 2,4 x 105 ± 2,2 x 103 parásitos/mL al día 17 p.i., mientras que la cepa 

CF1 obtuvo una media máxima de 8,4 x 104 ± 5,0 x 103 parásitos/mL el día 9 p.i. La diferencia 

entre ambos resultó ser estadísticamente significativa (p<0,05). En el caso de los animales 

A.Sw, la parasitemia fue evidente hasta el día 23 p.i., mientras que en el caso de los animales 

CF1 fue sólo hasta el día 13 p.i. 
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Gráfico 1. Niveles de parasitemia en dos cepas puras de ratones (CF1 y A.Sw), infectadas con 

2.000 tripomastigotes sanguíneos de T. cruzi, expresadas como número de parásitos por ml 

(x10.000) y días p.i. 

 

La mortalidad se analizó de manera descriptiva y, considerando que todos los animales 

se infectaron efectivamente, éste parámetro se utilizó como aproximación a la susceptibilidad. 

De tal manera, en los ratones de la cepa CF1 al día 18 p.i. se observó un 20% de mortalidad, 

pero al día 28 p.i. murió el 100%. Mientras que en los animales de la cepa A.Sw, se observó un 

20% de mortalidad al día 23 p.i., y los animales supervivientes se mantuvieron hasta los 6 

meses p.i., a pesar de que inicialmente mostraron decaimiento y pelo erizado, aparentemente 

logran recuperar su estado inicial. Lo que implica que, en esta situación experimental, los 

ratones de la cepa A.Sw se comportaron como menos susceptibles a la patogenicidad del clon 

Dm28c de T. cruzi, que los animales de la cepa CF1.  

 

En este estudio, la cepa A.Sw presentó mayores niveles de parasitemia que la cepa 

susceptible CF1. Estos resultados coinciden con resultados anteriores, de los que se desprende 

que no existiría una relación directa entre los niveles de parasitemia alcanzados y la 

susceptibilidad o resistencia a la infección (14, 28, 29). En relación a lo anterior se ha 

demostrado que ratones infectados con T. rangeli, tripanosoma no virulento, pueden alcanzar 

niveles de parasitemia mayores que con T. cruzi (27). Al respecto, la literatura sugiere que 

existirían otros mecanismos involucrados, probablemente de naturaleza autoinmune (5).  
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Según los resultados obtenidos al aplicar la técnica de PCR convencional, la totalidad de 

las muestras de los ratones CF1 evidenciaron la presencia de kDNA de T. cruzi en todos los 

órganos evaluados, tanto en las muestras obtenidas el día 14 como en las del día 27 p.i. (Figura 

1). 

 

 

   

 

 

 

Figura 1 Electroforesis en gel de agarosa 2% de los productos de PCR, obtenidos de los tejidos 

de ratones CF1 al dia 14p.i., idénticos a los de día 27 p.i. (datos no mostrados), según el 

protocolo del “Kit” QIAamp® blood (Lab. QIAGEN, Miami-USA), observadas bajo 

transiluminador TFP-10M (Vilbes Lourmat). 

 

Por otra parte, las muestras de los animales de la cepa A.Sw evidenciaron la presencia 

del parásito en todos los tejidos, excepto intestino grueso e hígado, en uno de los dos ratones 

sacrificados el día 14 p.i. (Figura 2). 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 2 Electroforesis en gel de agarosa 2% de los productos de PCR, obtenidos de las 

muestras de ratones A.Sw al día 14 p.i., según el protocolo del “Kit” QIAamp® blood (Lab. 

QIAGEN, Miami-USA), observadas bajo transiluminador TFP-10M (Vilbes Lourmat). 

 

 

 

 

 

 

 

 

( - ) ( - ) 
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En los ratones de la cepa A.Sw, sacrificados al día 27 p.i. sólo riñón resultó negativo a la 

presencia de T. cruzi (Figura 3). 

  

 

 

 

 

 

Figura 3. Electroforesis en gel de agarosa 2% de los productos de PCR, obtenidos de las 

muestras de ratones A.Sw al día 27 p.i., según el protocolo del “Kit” QIAamp® blood (Lab. 

QIAGEN, Miami-USA), observadas bajo transiluminador TFP-10M (Vilbes Lourmat). 

 

Finalmente, al día 100 p.i. muestras de riñón, músculo esquelético, cerebro e hígado 

fueron negativas en uno de los dos ratones sacrificados del grupo superviviente de la cepa 

A.Sw (Figura 4).  

 

 

 

 

 

 

Figura 4. Electroforesis en gel de agarosa 2% de los productos de PCR, obtenidos de las 

muestras de ratones A.Sw al día 100 p.i., según el protocolo del “Kit” QIAamp® blood (Lab. 

QIAGEN, Miami-USA) observadas bajo transiluminador TFP-10M (Vilbes Lourmat). 

 

Sin embargo, las muestras de corazón obtenidas de los ratones de la cepa A.Sw se 

mantuvieron positivas a la presencia de T. cruzi durante todo el ensayo, lo que coincide con el 

tropismo por el tejido cardíaco del linaje I, descrito por la literatura (17). 

 

Los resultados anteriores demuestran que el parásito permanece en forma latente en el 

individuo infectado, a pesar de que la parasitemia sea negativa (fase crónica), como ocurrió con 

los animales de la cepa A.Sw, lo que implicaría que nunca existe una resolución total de la 

infección. 
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La Figura 5 resume los resultados obtenidos con la técnica de PCR en todas las 

muestras obtenidas en las dos cepas de ratones, en los días 14, 27 y 100 p.i.  

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura. 5 Tabla resumen de los resultados de la aplicación de la técnica de PCR, en los 

distintos órganos evaluados en los ratones de las cepas CF1 y A.Sw, infectados con T. cruzi. 

 

CONCLUSIONES 

 

- La cepa de ratones CF1 presentó una mayor mortalidad (100%) que la cepa A.Sw frente a 

la infección con 2.000 tripomastigotes sanguíneos del clon Dm28c de T. cruzi. 

  

- El nivel de parasitemia alcanzado por los animales infectados no se relacionó con la mayor 

o menor susceptibilidad a la infección con el parásito, puesto que los animales de la cepa 

A.Sw, alcanzaron mayor nivel de parasitemia que los de la cepa CF1. 

 

- Todos los órganos muestreados de las dos cepas de ratones, evidenciaron la presencia de 

T. cruzi mediante la técnica de PCR.  

 

- En la cepa CF1 se obtuvieron resultados positivos en todos los tejidos analizados durante 

todo el periodo de estudio, mientras que en la cepa A.Sw, intestino grueso, riñón, hígado, 

músculo esquelético y cerebro, evidenciaron resultados negativos en alguna oportunidad. 

 

- Al aplicar la técnica de PCR convencional, el único órgano que permaneció siempre positivo 

fue corazón, tanto para la cepa de ratones CF1 como para A.Sw. 

 
- En los tejidos evaluados de los animales A.Sw supervivientes, se evidenció la presencia de 

parásito, aún cuando la parasitemia fue negativa al día 100 p.i., lo que implicaría la 

persistencia del parásito, al menos, durante todo el periodo de estudio. 

 

Días post-
infección  

14 27 100 

            A.Sw (N)  
Órgano 

1 2 3 4 5 

Corazón + + + + + 

Hígado - + + + - 

Riñón + + - + - 

Intestino grueso - + + + + 

Músculo 
esquelético 

+ + + + - 

Cerebro + + + + - 

Días post-
infección  

14 27 

      Ratón CF1(N)  
Órgano 

1 2 3 4 

Corazón + + + + 

Hígado + + + + 

Riñón + + + + 

Intestino grueso + + + + 

Músculo 
esquelético 

+ + + + 

Cerebro + + + + 

330pb 
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