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RESUMEN 

La enfermedad de Chagas es producida por el protozoo flagelado Trypanosoma cruzi. Esta 

enfermedad es endémica en Chile y tiene una compleja diversidad genética (enumeradas de 

TcI a TcVI) con distintas características clínicas y ecogeográficas. Se analizaron 164 

muestras de sangre de 9 especies de micromamíferos silvestres (Abrocoma bennetti, 

Abrothrix longipilis, Abrothrix olivaceus, Octodon sp, Oligorizomys longicaudatus, 

Phyllotis darwini, Rattus norvegicus, Rattus rattus y Thylamys elegans) infectados por este 

protozoo, provenientes de 6 localidades de la zona centro-norte de Chile. Se utilizó la 

técnica de DNA blot con hibridación  para la detección de la región hipervariable de los 

minicírculos del kDNA a través de sondas especificas marcadas para los linajes TcI, TcII, 

TcV y TcVI. Los resultados fueron sometidos a análisis estadístico. 

TcI resultó el linaje más predominante en todas las especies de micromamíferos y en todas 

las localidades, seguido de TcII, TcVI y TcV respectivamente. Octodon sp  y P. darwini 

fueron las especies más abundantes en el estudio, con un 85% de muestras positivas a la 

hibridación. Por otro lado, Til-Til (Región Metropolitana) fue la localidad con mayor 

número de hibridaciones positivas y mayor cantidad de infecciones mixtas, lo cual fue 

confirmado estadísticamente con el test de Fisher. En último lugar, se obtuvieron casi 

cuatro veces más hibridaciones positivas e infecciones mixtas en muestras provenientes de 

la temporada de invierno, lo cual también fue estadísticamente significativo. 

Este estudio confirma la presencia de los linajes TcI, TcII, TcV y TcVI en la zona centro-

norte de Chile, demostrando por primera vez una gran proporción de infecciones mixtas y 

únicas en la temporada de invierno, así como en las especies Octodon sp y P. darwini, y 

especialmente en la localidad de Til-Til, donde se analizan sus posibles causas y efectos. 

Palabras clave: Linajes de Trypanosoma cruzi, Octodon sp., Phyllotis darwini, DNA blot-

hibridación, infección mixta. 

 

 

 



 

 

ABSTRACT 

Chagas disease is caused by the flagellate protozoan Trypanosoma cruzi. The disease is 

endemic in Chile and has a complex genetic diversity (numbered from TcI to TcVI) with 

different clinical and eco-geographical features. One hundred sixty four blood samples 

were analyzed from 9 species of wild mammals (Abrocoma bennetti, Abrothrix longipilis, 

Abrothrix olivaceus, Octodon sp, Oligorizomys longicaudatus, Phyllotis darwini, Rattus 

norvegicus, Rattus rattus and Thylamys elegans) infected with this protozoan, from 6 

locations of north-central Chile. DNA blot technique followed with hybridization was used 

to detect the hypervariable region of kDNA minicircle through labeled probes specific for 

lineages TcI, TcII, TcV and TcVI. Results were then submitted to statystical analysis. 

TcI was the most predominant lineage in all mammal species and in all localities, followed 

by TcII, TcVI and TcV in decreasing order. Octodon sp. and P.darwini were the most 

abundant species in the study, with 85% positive hybridization samples. On the other hand, 

Til-Til (Metropolitan Region) was the town with the highest number of positive 

hybridizations and mixed infections, which was confirmed statistically with Fisher's test. 

Finally, nearly four times more positive hybridizations and mixed infections in samples 

from the winter season were obtained, which was also statistically significant. 

This study confirms the presence of the TcI, TcII, TcV and TcVI lineages in the central-

northern Chile, demonstrating for the first time a large proportion of mixed and single 

infections in the winter season as well in the species Octodon sp and P. darwini, and 

especially in the locality of Til-Til, where its possible causes and effects are analyzed. 

Keywords: Trypanosoma cruzi lineages, Octodon sp., Phyllotis darwini, DNA blot-

hybridization, mixed infection.
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INTRODUCCIÓN 

La tripanosomiasis americana o enfermedad de Chagas es una enfermedad de curso 

crónico, endémica en nuestro país, y que afecta a más de siete millones de personas a nivel 

mundial, principalmente en América Latina (OMS, 2015). Esta parasitosis, causada por el 

protozoo flagelado Trypanosoma cruzi, es transmitida principalmente en forma vectorial 

por insectos hemípteros hematófagos de la subfamilia Triatominae a más de 150 especies 

de mamíferos, entre los que se encuentra el ser humano (Galuppo et al., 2009). 

 

El parásito es transmitido mediante el contacto de heces de triatominos infectadas por T. 

cruzi con heridas o mucosas del mamífero hospedero. Triatoma infestans es el vector 

responsable del ciclo doméstico en el país (controlado actualmente mediante el uso 

periódico de distintos productos insecticidas en viviendas en riesgo) y Mepraia spp. es 

responsable del ciclo silvestre y peridoméstico (Campos et al., 2007).  

Trypanosoma cruzi puede ser transmitido, además de la forma vectorial, mediante 

transfusiones sanguíneas, en forma congénita de madre a hijo, trasplante de órganos 

provenientes de individuos crónicamente infectados, por vía oral, y en último lugar por 

accidentes de laboratorio (Rassi et al., 2010). 

Los signos agudos de la enfermedad son poco frecuentes en Chile y se resuelven 

espontáneamente a las pocas semanas en el 90% de los individuos. Sin embargo, aunque 

los signos se resuelvan, el individuo generalmente desarrolla la fase crónica de la 

enfermedad de Chagas, la cual se presenta de distinta manera dependiendo de la zona 

geográfica debido a la variedad de cepas infectantes de T. cruzi, principalmente en forma de 

cardiopatías - cardiomiopatía dilatada y arritmias -; en segundo lugar, como enteropatías - 

megacolon y megaesófago - y en tercer lugar, neuropatías - fundamentalmente neuritis y 

diversas lesiones a nivel del sistema nervioso central (Rassi et al., 2010). 

En Chile varias especies de micromamíferos, en su mayoría roedores, actúan como 

reservorios de T. cruzi debido a su capacidad de ser infectados por triatominos, 

transformándose así en una constante fuente de infección, al mantener a los triatominos y al 

parásito en estrecha cercanía con el ser humano (Galuppo et al., 2009). Las especies que 
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cumplen el rol de reservorio son principalmente Octodon degus, Phyllotis darwini, 

Abrothrix olivaceus y Rattus rattus, este último de especial importancia debido a su 

relación con el ser humano (Galuppo et al., 2009). 

Las distintas subpoblaciones y clones de T. cruzi están sometidas constantemente a distintas 

presiones de selección en sus distintos hospederos, que incluyen una diversidad de especies 

que actúan como reservorios o vectores. Estas presiones de selección son el resultado de 

rasgos inherentes a la especie hospedera, pero también se relacionan con aspectos 

poblacionales e incluso individuales – estatus nutricional, condiciones de estrés, 

competencia intra e inter-específica – llevando así a una adaptación y diferenciación del 

parásito, evidenciándose en la manifestación clínica que pueda tener cada cepa específica 

de T. cruzi, haciendo compleja la epidemiología de la enfermedad (Noireau et al., 2009).  

En el presente proyecto se busca identificar los diferentes linajes presentes en distintos 

micromamíferos provenientes de la zona centro-norte de Chile. 
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REVISIÓN BIBLIOGRÁFICA 

Los animales silvestres representan una fuente de enfermedades zoonóticas y por  tanto, en 

la medida en que los asentamientos humanos invaden zonas silvestres con altos números de 

vectores y reservorios infectados, el contacto entre humanos y animales infectados se verá 

probablemente incrementado (Coronado et al., 2009). 

En América, más de 150 especies de mamíferos silvestres se han encontrado infectadas 

naturalmente con T. cruzi, y algunos de estos tienen un importante rol en la mantención de 

los ciclos doméstico, peridoméstico y silvestre del parásito y en la interacción entre ellos 

(Noireau et al., 2009). En Chile, numerosos estudios han determinado la presencia de T. 

cruzi en mamíferos domésticos y peridomésticos (Rozas et al., 2005). 

En zonas hiperendémicas del país, la prevalencia del parásito en mamíferos varía, 

encontrándose, por ejemplo, un 61% en varias especies de mamíferos nativos (Rozas et al., 

2007), y 32% en Oryctolagus cuniculus silvestres (Botto-Mahan et al., 2009). Por otro 

lado, otro estudio encontró una prevalencia de hasta un 59% de infección con T. cruzi en 

ejemplares silvestres capturados de Phyllotis darwini, Octodon degus, Abrothrix olivaceus 

y Thylamys elegans, demostrando en este último la importancia de este marsupial en la 

mantención del parásito en el entorno silvestre en forma de reservorio (Rozas et al., 2005). 

En un estudio reciente, se describió la abundancia y prevalencia de T. cruzi en reservorios 

silvestres en seis localidades de la zona centro-norte de Chile en la época invernal. Las 

especies de micromamíferos capturadas fueron T. elegans (75% de prevalencia), 

Oligoryzomys longicaudatus (28,6%), Abrothrix longipilis (11,1%), A. olivaceus (21,1%), 

Octodon sp. (29,5%), P. darwini (44,4%) y Rattus sp (46,2%); la prevalencia total varió 

entre 10,6% y 62,5% por localidad, evidenciándose diferencias significativas entre 

localidades y entre los valores de prevalencia por especie de micromamífero (Cornejo, 

2012). 

Trypanosoma cruzi tiene una mitocondria única y especializada, denominado kinetoplasto, 

el cual contiene DNA (kDNA) dispuesto en maxicírculos, los cuales son la forma análoga 

del material genético mitocondrial de otras especies eucariontes (25-50 copias por célula), y 
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kDNA dispuesto en minicírculos, las cuales son pequeñas moléculas compuestas por 

diferentes clases de secuencias (10.000-20.000 copias por célula) que codifican como guía 

para ARN, participando así en la edición de los mRNAs de la mitocondria. Los 

minicírculos están organizados en 4 regiones conservadas de 120 pares de bases (pb) 

llamadas bloques de secuencia conservada (CSBs), separados por 4 regiones variables de 

aproximadamente 250 pb cada uno (Junqueira et al., 2005). Algunos oligonucleótidos 

complementarios a las secuencias conservadas de DNA del minicírculo se han utilizado 

para la detección del parásito por ensayos de reacción en cadena de la polimerasa (PCR) en 

muestras de sangre o de vectores (Coronado et al., 2009). La amplificación de los 

minicírculos resulta en un producto de la región variable, compuesto por una secuencia 

polimórfica,  que es útil para la tipificación de T. cruzi mediante pruebas de hibridación con 

un panel de sondas complementarias a regiones variables del kDNA bien caracterizadas. 

Este método, de alta capacidad de discriminación, ya ha sido validado con un gran número 

de clones de T. cruzi en diferentes escenarios, siguiendo el protocolo de Veas et al. (1991), 

permitiendo la caracterización y el estudio de la relación hospedador-parásito por pruebas 

de hibridación con sondas linaje-especificas (Coronado et al., 2009). 

Las poblaciones del parásito T. cruzi poseen una estructura heterogénea compuesta por 

diferentes linajes, los cuales circulan tanto en el ciclo doméstico como el silvestre, 

involucrando seres humanos, reservorios mamíferos y vectores (Santos-Mallet et al., 2008). 

Diferentes variantes genéticas han sido detectadas en variados hospedadores y regiones 

geográficas. Análisis genotípicos y fenotípicos han llevado a la clasificación de T. cruzi en 

seis subdivisiones genéticas o linajes: TcI – TcVI. Estudios recientes sugieren que TcII, 

TcV y TcVI están asociados a ambientes domésticos y pacientes con la forma crónica de la 

enfermedad, mientras que TcIII y TcIV están involucrados principalmente en ciclos 

silvestres, y TcI participa en ambos ciclos (Zingales et al., 2009). Además de proveer 

nuevas percepciones en la biología básica y evolución de T. cruzi, el estudio genético ha 

permitido a los investigadores desarrollar y refinar un conjunto de nuevas herramientas para 

investigar la ecología del parásito, la epidemiología y patogénesis de la enfermedad, así 

como mejorar la investigación y desarrollo de nuevas drogas y pruebas diagnósticas cepa-

específicas para la enfermedad de Chagas (Clayton, 2010). 
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Estudios previos basados en detección de DNA minicircular por PCR y genotipificación de 

muestras de sangre provenientes de pacientes crónicos demostraron que TcI, TcII y TcV 

fueron los linajes más representativos en las áreas hiperendémicas de Chile. El linaje TcVI 

también fue detectado pero en baja cantidad. Su presencia es variable dependiendo de la 

especie de mamífero y vector involucrados (Coronado et al., 2009).  

Rozas et al. (2007) estudiaron la prevalencia y coexistencia de distintos linajes de T. cruzi 

en mamíferos de Chile. En esa oportunidad, la prevalencia de infección con T. cruzi en 

mamíferos silvestres varió desde 46% a 71% (A. olivaceus: 71%, O. degus: 61%, P. 

darwini: 56%, y T. elegans: 46%). En cuanto a la genotipificación, la gran mayoría de los 

ejemplares presentaron infecciones mixtas; sin embargo, se pueden distinguir tendencias en 

cuanto a la frecuencia de infección con distintos linajes en cada especie; Thylamys elegans 

fue mayoritariamente infectado por TcI, P. darwini con TcI y TcII, A. olivaceus con TcII y 

O. degus principalmente con TcI y TcII. Otros linajes presentes en este estudio fueron TcV 

y TcVI. 

Por otro lado, Galuppo et al. (2009) encontraron sólo ejemplares de R. rattus, P. darwini y 

O. degus positivos a la infección, en la localidad de Calera de Tango. La prevalencia de 

infección fue de 17,6%. Entre los resultados más significativos, se encontró que TcI estaba 

presente en el 90% de los ejemplares de R. rattus positivos (9/10) y TcV se encontró en 

mayor proporción en O. degus (63%); otros linajes representados en menor proporción 

fueron TcII y TcVI. 

Tanto el estudio de Rozas et al. (2007) como el de Galuppo et al. (2009) son un aporte  

para poder esclarecer cuáles son los linajes de T. cruzi presentes en Chile; sin embargo, 

presentan limitaciones debido a que se refieren a una sola localidad (Calera de Tango y 

Reserva Nacional Las Chinchillas, respectivamente). 

En la presente Memoria de Título, se analizó la presencia y diversidad de distintos linajes 

de T. cruzi en micromamíferos de sectores endémicos de la zona centro-norte de Chile, con 

el fin de relacionar linajes del parásito con la zona geográfica, el género y especie de 

reservorio y la época del año, para así contribuir al conocimiento tanto de la epidemiología 

como de la ecología de la enfermedad de Chagas en Chile. 
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OBJETIVO GENERAL 

Analizar la distribución de linajes de T. cruzi en reservorios mamíferos naturalmente 

infectados de la zona centro-norte de Chile. 

 

OBJETIVOS ESPECÍFICOS 

1. Identificar los linajes de T. cruzi presentes en distintos micromamíferos. 

2. Analizar la presencia de linajes de T. cruzi según especie de micromamífero. 

3. Analizar la presencia de linajes de T. cruzi según zona geográfica. 

4. Analizar la variabilidad de la presentación de linajes de T. cruzi según época del año. 
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MATERIALES Y MÉTODOS 

Obtención de muestras 

Se utilizaron 164 muestras de sangre confirmadas como positivas mediante PCR a la 

infección con T. cruzi obtenidas a partir micromamíferos silvestres (Abrocoma benetti [2], 

Abrothrix longipilis [2], Abrothrix olivaceus [12], Octodon sp. [73], Oligoryzomys 

longicaudatus [6], P. darwini [52], Rattus norvegicus [4], R. rattus [9], y Thylamys elegans 

[4]). Los individuos capturados provenían de las localidades de: El Maqui y Reserva 

Nacional Las Chinchillas (IV Región de Coquimbo);  El Sobrante y Putaendo (V Región de 

Valparaíso) y Til-Til y Calera de Tango (Región Metropolitana), capturados durante dos 

épocas del año 2011. También se utilizaron muestras obtenidas de ejemplares provenientes 

de Putaendo, Til-Til y Calera de Tango capturados durante el año 2012. Las muestras de 

sangre fueron mezcladas con una solución de Guanidina-HCl 6M - EDTA 200mM (GE), se 

mantuvieron a temperatura ambiente y fueron transportadas al Laboratorio de Ecología, 

Departamento de Ciencias Biológicas Animales, Facultad de Ciencias Veterinarias y 

Pecuarias, Universidad de Chile, donde fueron almacenadas a 4°C. 

Diagnóstico de la Infección 

Se utilizó un kit comercial (Quick-gDNA™ MiniPrep, Zymo Research Corporation) para la 

extracción de DNA a partir 100 µl de sangre mezclada con Guanidina-HCl 6M – EDTA 

200mM. El eluido resultante se mantuvo a -20ºC hasta su utilización para la realización de 

la PCR, en la cual se utilizaron 5 μl de eluido de cada muestra en tubos individuales con 27 

µl de Master mix compuesto por una solución buffer (1X); dATP (0,38mM); dCTP 

(0,38mM); dGTP (0,38mM); dTTP (0,38mM); MgCl2 (1,37mM); Paq DNA Polimerasa 

(1,3U); oligonucleótido 121 (5’-AAATAATGTACGGGGGAGATGCATGA-3’) (0,4µM); 

oligonucleótido 122 (5’- GGTTCGATT GGGGTTGGTGTAATATA-3’) (0,4µM) y 19 μl 

H2O libre de nucleasas, resultando en un volumen final de 32 μl. Además, se incluyó un 

control positivo con kDNA purificado de T. cruzi y un control negativo con H2O libre de 

nucleasas para cada prueba. 

La amplificación se realizó en un termociclador con un protocolo compuesto por: 1 ciclo de 

1 minuto a 98°C, 1 ciclo de 2 minutos a 64°C, seguidos de 33 ciclos a 94°C por 1 minuto y 

64°C por 1 minuto, y 1 ciclo final a 72°C por 10 minutos. Para visualizar los resultados, 10 
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μl de cada amplificado se mezcló con 1,5 μl de buffer de carga y posteriormente se 

cargaron en un gel de agarosa al 2% teñido con GelRed (tinción para ácidos nucleicos). 

Además, se colocó un marcador de peso molecular escalonado de hasta 100 pb en el primer 

carril. Las muestras fueron sometidas a electroforesis a 100 Volts por 60 minutos. El 

resultado de la amplificación se determinó positivo cuando al observar el gel de agarosa en 

un transiluminador con luz ultravioleta (302 nm) se observó la presencia de una banda de 

330 pares de bases en el carril respectivo, lo que corresponde al kDNA de las regiones 

variables de los minicírculos de T. cruzi. Se consideró como positiva una muestra cuando 

en 2 amplificaciones distintas se observaron resultados positivos; si hubo resultados 

discordantes (positivo/ negativo), se realizó una tercera amplificación y visualización para 

dirimir. 

Genotipificación 

Se utilizaron 40 µl del amplificado de muestras positivas al diagnóstico por PCR, los cuales 

se sometieron a electroforesis en 4 geles de agarosa al 2% idénticos; se colocaron 10 µl de 

cada muestra en el mismo carril de cada uno de los geles, además de 2 µl de marcador de 

peso molecular en el primer carril. Luego de la electroforesis se realizó un DNA-Blot, el 

cual permite la transferencia del DNA que está en el gel de agarosa a membranas de nylon 

ionizadas positivamente (Hybond N+), las cuales estaban identificadas y rotuladas, de 

modo de determinar la localización de cada muestra en la membrana luego de la 

transferencia. El protocolo fue el siguiente: se realizaron 2 lavados al gel en agitación a 

temperatura ambiente de 20 minutos cada uno con 500 ml de solución denaturante (NaCl 

1,5M + NaOH 0,5M) para denaturar el DNA (mono hebra). A continuación se realizaron 5 

lavados al gel en baños en agitación con agua destilada (app. 500 ml por baño) y después 2 

lavados más de 20 minutos cada uno nuevamente con 500 ml de solución neutralizante 

(Tris 1,5M pH 7,4 + NaCl 1,5M); posteriormente el gel se montó sobre un papel filtro del 

mismo ancho del gel de agarosa, el cual estaba ubicado sobre un puente de vidrio colocado 

sobre una fuente del mismo material, la cual contenía 500 ml de solución citrato (NaCl 

0,3M  + citrato de sodio 0,03M); el papel filtro tenía sus extremos inmersos en esta 

solución. Luego del papel filtro y el gel, se colocó la membrana correctamente rotulada en 

forma de calco sobre el gel, luego otro papel filtro con las mismas medidas del gel, y luego 

una pila de servilletas, las cuales permitieron que la solución citrato suba por efecto de 
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capilaridad, arrastrando el DNA desde el gel hacia la membrana. Se dejó toda la noche, y al 

día siguiente la membrana se irradió por 1,5 minutos con luz UV para fijar el DNA en un 

Crosslinker (Vilber Lourmat Bio-Link - BLX®). Luego, cada una de las membranas se 

guardó en sobres de papel debidamente rotulados. 

Las membranas se llevaron al Instituto de Ciencias Biomédicas, Facultad de Medicina 

Norte, Universidad de Chile, para ser pre-hibridadas por 2 horas a 55°C. Se usaron clones 

de T. cruzi con distintas cepas (TcI, TcII, TcV y TcVI) como moldes de DNA para poder 

generar sondas específicas marcadas con fósforo radioactivo (32P) (Veas et al., 1991). Estas 

sondas contenían los oligonucleótidos que se unen a los sectores variables del minicírculo 

CV1 y CV2, sin presentar la región constante que genera hibridación con minicírculos de 

las otras cepas. Estas sondas fueron hibridadas con las membranas en condiciones de alto 

rigor para asegurar la especificidad en la unión entre la sonda y la muestra ubicada en la 

membrana. Como controles positivos se utilizaron los mismos clones de T. cruzi 

nombrados anteriormente, y como control negativo se utilizó agua libre de nucleasas. 

Finalmente, se lavaron 3 veces por 30 minutos cada membrana con buffer SSC 2X a 55°C y 

se analizó el resultado con el Molecular Imager FXTM, donde se visualizó la radioactividad 

de la sonda en caso de unión efectiva con la muestra fijada a la membrana.  

Análisis Estadístico 

Se tabularon los resultados obtenidos para cada muestra al ser hibridadas con las distintas 

sondas. Se generaron tablas de resumen por especie, localidad y estación. 

Se utilizó la prueba exacta de Fisher para comparar la proporción de infecciones simples y 

mixtas entre los distintos ejemplares de micromamíferos, y también para detectar 

diferencias en las proporciones de los linajes según especie, localidad y estación.  
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RESULTADOS 

Resultados Generales 

De las 164 muestras confirmadas como positivas y transferidas para la hibridación con 

sondas específicas, 46 de ellas no presentaron control positivo efectivo (es decir, el control 

positivo resultó negativo) por lo que no fueron consideradas, dejando así un total de 118  

muestras consideradas (71,9%). De estas 118 muestras, 65 (55%) no hibridaron con 

ninguna de las cuatro sondas, quedando 53 muestras que hibridaron con al menos una  

sonda. 

Para facilitar la comprensión de los resultados con hibridación positiva, se tabularon las 

distintas especies de micromamíferos con su localidad de captura en la Tabla N°1. 

Tabla N°1: Número de especies capturadas según localidad con hibridación positiva. 

LOCALIDAD DE CAPTURA 

ESPECIE DE 

MICROMAMÍFERO 

El 

Maqui 

Reserva 

Nacional 

Las 

Chinchillas 

El 

Sobrante 
Putaendo Til-Til 

Calera 

de 

Tango 

TOTAL 

A. bennetti 0 0 0 0 0 0 0 

A. longipilis 1 0 0 0 0 0 1 

A. olivaceus 0 0 0 1 0 0 1 

Octodon sp. 2 3 2 6 5 0 18 

O. longicaudatus 1 0 1 0 0 0 2 

P. darwini 4 6 1 2 13 1 27 

R. norvegicus 0 0 0 0 0 0 0 

R. rattus 0 0 0 0 0 1 1 

T. elegans 0 1 0 0 1 1 3 

TOTAL 8 10 4 9 19 3 53 
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Considerando el conjunto de infecciones únicas y mixtas, el linaje TcI fue el más abundante 

(43,8%), seguido de TcII (24,7%), TcVI (19,1%) y finalmente TcV (12,4%). Del total de 

53 muestras, 31(58,5%) estuvieron asociadas a infecciones únicas, mientras que sólo 22 

(41,5%) estuvieron presentes en forma mixta. Por otro lado, al analizar la frecuencia de 

infecciones mixtas y únicas por linaje, se observó que TcI se presentó en similar proporción 

en infecciones únicas y mixtas (51,3% vs 48,7%) convirtiéndose en el linaje con menor 

porcentaje de infecciones mixtas. Por el otro lado TcVI fue el linaje que se presentó en 

mayor proporción en  infecciones mixtas (94%) y sólo se presentó en forma aislada en una 

muestra. 

Resultados por Especie 

Dentro de las nueve especies estudiadas, ninguna de las muestras provenientes de 

especímenes de A. bennetti y R. norvegicus hibridó con alguna de las sondas específicas. 

Abrothrix sp presentó muestras sólo con TcI mientras que R. rattus, presentó sólo una 

hibridación correspondiente a TcII.  

En cuanto a Octodon sp., un 44% (n=41) de las muestras hibridaron con al menos una 

sonda. Esta especie presentó muestras infectadas con los cuatro linajes, encontrándose 

infecciones únicas sólo por el linaje TcI. Cabe destacar que en este roedor se observó 

además mayor proporción de infecciones por el linaje TcI, seguido de TcVI, TcII y por 

último TcV, escapándose del patrón general descrito previamente, en el que TcI es seguido 

por TcII.   

En relación a O. longicaudatus, un 33% (n=6) de las muestras hibridaron con al menos una 

sonda. Esta especie no presentó infecciones con el linaje TcII, pero sí  una  infección simple 

por TcV y una infección mixta compuesta por TcI-TcVI.  

P. darwini fue la especie con más muestras con hibridaciones positivas con un 57% (n=47), 

teniendo mayor cantidad de TcI, seguido de TcII, TcVI y por último TcV. En esta especie 

también se observó que el linaje TcV sólo se encontró en infecciones mixtas. 

Finalmente, de las muestras del marsupial didelfimorfo T. elegans, un 75% (n=4) hibridó 

con al menos una sonda.  Esta especie sólo presentó infecciones por TcI y TcII, de las 

cuales dos eran infecciones aisladas de TcI, y una era una infección mixta TcI-TcII.  
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Estos resultados se muestran con mayor detalle en la tabla N°2. 

Tabla N°2.  Linajes de T. cruzi presentes en infecciones únicas y mixtas, por especie de 

micromamífero 

Especie de 

Micromamífero 

Total 

consideradas 

Total con 

hibridación 

(+) 

TcI TcII TcV TcVI 

Octodon sp. 41 18 
12   (6*, 

6**) 
3** 2** 7** 

P. darwini 47 27 
21 (9*, 

12**) 

14 (4*, 

10**) 
6** 

9 (1*, 

8**) 

A. bennetti 2 0 0 0 0 0 

A. longipilis 2 1 1* 0 0 0 

A. olivaceus 7 1 1* 0 0 0 

O. 

longicaudatus 
6 2 1** 0 1* 1** 

R. norvegicus 3 0 0 0 0 0 

R. rattus 6 1 0 1* 0 0 

T. elegans 4 3 
3(2*, 

1**) 
1** 0 0 

 

Dentro de los micromamíferos que presentaron infecciones mixtas, se obtuvo que O. 

longicaudatus y T. elegans sólo presentaron infecciones mixtas dobles, a diferencia de 

Octodon sp. y P. darwini, los cuales además presentaron infecciones triples. Phyllotis 

darwini además fue la única especie que presentó infecciones cuádruples. Esta última 

especie fue la que más tipos y números de infecciones mixtas presentó. Cabe destacar 

también que en las dos especies más abundantes en el estudio, menos del 50% de las 

muestras positivas corresponden a infección mixta.  Estos datos se muestran en la tabla N°3 

y 4. 

 

 

*= Infección única                                                         **= Infección Mixta 
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Tabla N°3.  Tipos de infecciones mixtas en muestras positivas de micromamíferos*. 

Especie de 

micromamífero 
Doble Triple Cuádruple Total Mixtas 

Octodon sp. 5 2 0 7 

O. longicaudatus 1 0 0 1 

P. darwini 4 4 4 12 

T. elegans 1 0 0 1 

TOTAL 9 6 4 22 

               *: Se excluyeron las especies sin infecciones mixtas 

Tabla N°4: Composición de infecciones mixtas encontradas en los micromamíferos más 

abundantes*. 

*: Se excluyó a O. longicaudatus y T. elegans por su bajo número de muestras en contraste a las 

especies presentes en la tabla. 

Al comparar la proporción de los diferentes linajes de T. cruzi entre especies de 

micromamiferos no se encontraron diferencias significativas en la proporción de los linajes 

testeados según especie de micromamífero (Prueba exacta de Fisher, P≥ 0,05). 

Resultados por Localidad 

En cuanto a los resultados por localidad, la localidad de El Maqui presentó infecciones con 

los cuatro linajes, observándose una mayor cantidad de muestras positivas infectadas por 

TcI, seguido por TcVI, TcV y en último lugar TcII. Cabe destacar que el linaje TcII sólo se 

presentó en forma de infección mixta en esta localidad. En cuanto a Las Chinchillas, en esta 
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TcII-
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TcVI 

TcI-

TcII-

TcV-
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TO

TA
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Octodon sp. 0 0 5 1 0 0 0 1 0 1 0 7 

P. darwini 3 1 0 0 0 0 0 3 1 0 4 12 
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localidad se encontraron solamente infecciones únicas y sólo por TcI y TcII. A pesar de que 

en la localidad de El Sobrante presentó una baja cantidad de muestras hibridadas, esta tuvo 

un predominio de TcII y TcV, seguida por TcI y TcVI. En El Sobrante las muestras 

infectadas con el linaje TcI sólo se presentaron en forma única, mientras que las infectadas 

con TcVI sólo se presentaron en forma mixta. En la localidad de Putaendo, TcI tuvo la 

mayor cantidad de infecciones, seguido por TcII y en último lugar TcVI, ya que esta 

localidad no presentó ninguna infección con TcV. Es importante destacar que TcVI sólo se 

encontró en forma de infección mixta en esta localidad. Til-Til fue la localidad con mayor 

cantidad de muestras hibridadas, la cual presentó la tendencia general de TcI, seguido por 

TcII y TcVI y en último lugar TcV, encontrándose estos últimos dos linajes sólo en forma 

mixta. Por último, la comuna rural de Calera de Tango presentó mayor cantidad de 

infecciones por TcI, seguido por TcII, TcV y TcVI, en igual número. TcII sólo se presentó 

en forma de infección única, mientras que ambos TcV y TcVI sólo se presentaron en forma 

de infecciones mixtas. Estos datos se observan en la tabla N°5. 

Tabla N° 5: Linajes de infecciones únicas y mixtas por localidad de captura 

Localidad TcI TcII TcV TcVI Total 

El Maqui 5 (2*, 3**) 1** 3 (2*, 1**) 4 (1*, 3**) 13 (5*, 8**) 

Las 

Chinchillas 
7* 3* 0 0 10* 

El Sobrante 1* 2 (1*, 1**) 2 (1*, 1**) 1** 6 (3*, 3**) 

Putaendo 7 (4*, 3**) 3 (2*, 1**) 0 4** 14 (6*, 8**) 

Til-Til 17 (5*, 12**) 
12 (1*, 

11**) 
5** 7** 41 (6*, 35**) 

Calera de 

Tango 
2 (1*, 1**) 1* 1** 1** 5 (2*, 3**) 

Totales 
39 (20*, 

19**) 

22 (8*, 

14**) 

11 (3*, 

8**) 

17 (1*, 

16**) 

89 (32*, 

57**) 

 

Dentro de las localidades que presentaron infecciones mixtas se obtuvo que tanto El 

Sobrante como Calera de Tango presentaron una infección triple única, mientras que El 

*= Infección única                                                         **= Infección Mixta 
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Maqui presentó solamente infecciones dobles y una cuádruple. Por otro lado, Putaendo 

presentó infecciones dobles y triples pero ninguna infección cuádruple. Por último, Til-Til 

fue la única localidad que presentó todos los tipos de infección mixta, con una mayor 

cantidad de infecciones dobles y luego triples y cuádruples con el mismo número. Esta 

localidad tuvo la mayor cantidad de tipos y número de infecciones mixtas dentro de las 

localidades estudiadas. A continuación se graficaron el total de infecciones mixtas por 

localidad. 

Grafico N°1: Número de infecciones mixtas totales por localidad. 
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En cuanto a la composición de infecciones mixtas por localidad, cabe destacar de entre los 

resultados que Til-Til concentró casi la totalidad de las infecciones cuádruples provenientes 

de P. darwini, a excepción de una única muestra obtenida en la localidad de El Maqui. Los 

datos de composición de las infecciones mixtas por localidad se entregan en la tabla N° 6. 
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Tabla N°6: Composición de infecciones mixtas por localidad de captura. 

 

Al comparar la composición de infecciones por linajes de T. cruzi con la localidad de 

captura a través de la prueba exacta de Fisher, se encontraron diferencias estadísticamente 

significativas para TcI (P=0,01), TcII (P=0,012), TcV (P=0,008), TcVI (P=0,043), TcI-TcII 

(P=0,037) infecciones dobles totales (P=0,027) y cuádruples totales (P<0,001), todas con 

mayor proporción en Til-Til. Por otro lado, en TcI-TcV (P=0,763), TcII-TcV (P=0,763), 

TcI-TcVI (P= 0,287), TcI-TcII-TcVI (P= 0,354), TcI-TcV-TcVI (P= 0,186), TcII-TcV-

TcVI (P=0,076), infecciones triples totales (P=0,305) e infecciones triples cuádruples 

totales (P=0,171) no hubo diferencias estadísticamente significativas por localidad. 

Al realizar la Prueba exacta de Fisher comparando la composición de linajes de T. cruzi con 

la localidad de captura, considerando por separado sólo las muestras provenientes de P. 

darwini y Octodon sp. (especies más abundantes en el estudio), se encontraron diferencias 

significativas sólo para la especie P. darwini.  Esta presentó diferencias en la proporción 

del linaje TcI (P=0,001) siendo más abundante en la localidad de Til-Til; TcV (P=0,031) 

siendo más abundante en Til-Til y el Maqui; TcI-TcV-TcVI (P=0,021) siendo más 

abundante en Calera de Tango; y por último en infecciones mixtas totales (P=0,002) siendo 

estas más abundantes en la localidad de Til-Til. 

 

Localidad 
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El Maqui 0 0 2 0 0 0 0 0 0 0 1 

El 

Sobrante 
0 0 0 0 0 0 0 0 0 1 0 

Putaendo 0 0 3 0 0 0 0 1 0 0 0 

Til-Til 4 1 1 1 0 0 0 3 0 0 3 

Calera de 

Tango 
0 0 0 0 0 0 0 0 1 0 0 

Total 4 1 6 1 0 0 0 4 1 1 4 
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Resultados por Estación del Año 

Para este análisis sólo se consideraron los resultados de las muestras de sangre que fueron 

tomadas en invierno y verano del año 2011. En términos de resultados generales se 

detectaron cuatro veces más hibridaciones en invierno que en verano; además, no se 

observaron infecciones mixtas durante la estación de verano, mientras que en la estación de 

invierno representaron el 74,6% del total de infecciones. En la estación de verano no se 

observaron infecciones con los linajes TcV y TcVI, mientras que en invierno hubo 

infecciones con todos los linajes del estudio. Se observó un predominio general de TcI, 

seguido por TcII, en ambas estaciones. Estos datos se encuentran en la tabla N° 7. 

Tabla N° 7: Linajes de infecciones simples y mixtas por estación del año. 

Estación TcI TcII TcV TcVI Total 

Verano 2011 (12) 8* 4* 0 0 12* 

Invierno 2011 (33) 23 (8*, 15**) 17 (4*, 13**) 11(3*, 8**) 12 (1*, 11*) 63 (16*, 47**) 

 

Al comparar la composición de linajes de T. cruzi con la estación de captura, se 

encontraron diferencias estadísticamente significativas para todos los linajes (TcI P=0,003; 

TcII P=0,003; TcV P=0,001; TcVI P<0,001) y para las infecciones dobles totales 

(P=0,027), siendo estos más representados en la estación de invierno 

Se comparó la proporción de los linajes por estación del año, para Octodon sp. y P. darwini 

por separado (especies más abundantes en el estudio).  En Octodon sp. se encontraron 

diferencias significativas para el linaje TcII (P=0,033), TcV (P=0,03) e infecciones mixtas 

totales (P=0,03.  Para el caso de P. darwini, sólo se encontró diferencia significativa en la 

proporción de TcVI (P=0.018) y de infecciones mixtas totales (P=0.004). 

 

 

 

 

 

*= Infección única                                                         **= Infección Mixta 
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DISCUSIÓN 

Este estudio confirma la presencia de los linajes de T. cruzi TcI, TcII, TcV y TcVI en la 

zona centro-norte del país, concordando a nivel general con otros estudios realizados en 

Chile (Torres et al., 2004; Coronado et al., 2009; Arenas et al., 2012; Bacigalupo et al., 

2012). Además, se demuestra que TcI, seguido de TcII, son los linajes más prevalentes, lo 

que también se condice con estudios anteriores en micromamíferos (Campos et al., 2007; 

Rozas et al., 2007). 

Gracias a los continuos esfuerzos desde el año 1991 para erradicar la transmisión vectorial 

por parte de los países del Cono Sur, se puede plantear que los principales focos de 

infestación del ambiente doméstico, serían los triatominos del ciclo silvestre (Fuenzalida, 

2014). Dado que, en base a que TcI resultó el linaje más abundante en reservorios del ciclo 

silvestre, existiría, por lo tanto, una mayor probabilidad de transmisión de este linaje hacia 

los seres humanos y animales domésticos, lo cual es respaldado en el estudio de Coronado 

et al. (2006).  Esto es importante debido a que el linaje TcI se ha asociado cardiopatía 

chagásica severa y a una mayor resistencia a drogas, tales como el benznidazol, alopurinol 

e itraconazol, como tratamiento para la enfermedad de Chagas (Coronado et al., 2006; 

Zingales et al., 2012; Zingales et al., 2015; Cura y Schijman, 2013). 

Es importante destacar que en este estudio el linaje prevalente en la mayoría de las especies 

fue TcI, seguido por TcII, TcVI y TcV respectivamente. Este predominio general de TcI 

difiere de estudios anteriores, donde se encontró TcII como linaje predominante (Galuppo 

et al., 2009; Rozas et al, 2007).  Tradicionalmente, el linaje TcII se ha asociado a ambientes 

doméstico de Sudamérica (Macedo et al., 2004), y a pesar de que las asociaciones estrictas 

entre linajes y ciclos son cada vez menos claras, el predominio de TcII en micromamíferos 

de estudios previos podría deberse a que los micromamíferos analizados provenían de 

zonas con mayor cercanía a ambientes domésticos que los utilizados en este estudio, como 

es el caso de Rozas et al., (2007) donde los micromamíferos utilizados fueron capturados 

en zonas en las que también se encontraban caprinos, equinos, y bovinos domésticos. 

Por otro lado, el predominio del linaje TcI en micromamíferos silvestres de la zona centro-

norte de Chile puede deberse a la asociación frecuente de este linaje en ciclos silvestres de 

Sudamérica tras años de coevolución entre linajes-vectores y hospederos (Noireau et al., 
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2009); o a que los métodos de detección en sangre utilizados tengan una mayor sensibilidad 

y especificidad ante TcI, tal como se vio en un estudio realizado en humanos donde se 

observó que TcI tiene una mayor tendencia a encontrarse en sangre con respecto a otros 

linajes (Coronado et al., 2006). A lo anterior se suma que en un estudio de triatominos 

silvestres capturados en las mismas localidades del estudio actual, TcI también resultó el 

linaje predominante, tanto en T. infestans como en M. spinolai (Ihle, 2014), siendo 

esperable por lo tanto, que en los reservorios predominara ese linaje.  

En el caso particular de la especie T. elegans, este corresponde a una especie de la familia 

Didelphidae, la cual ha sido tradicionalmente asociada al linaje TcI.  Esto se atribuye a una 

relación evolutiva entre los marsupiales americanos, principalmente del género Didelphis y 

este linaje (Noireau et al., 2009). Se ha visto que en condiciones experimentales, especies 

como Didelphis aurita han logrado mantener infecciones estables por TcI, mientras elimina 

aislados de TcII. Algo similar ocurre en animales naturalmente infectados (Noireau et al., 

2009). Este patrón de asociación entre la especie T. elegans y TcI tendió a mantenerse en 

este estudio a pesar de las pocas muestras analizadas, ya que presentó dos infecciones 

únicas por TcI y una infección mixta TcI-TcII.  Esta asociación con Didelphidae y con 

armadillos y hormigueros, se considera como de las primeras de T. cruzi, llevando muchos 

años de coevolución y estableciendo así patrones estables de relación vector-hospedero 

(Noireau et al., 2009).  

En cuanto al linaje TcV, este se encuentra principalmente ligado a megasíndromes al igual 

que TcII y TcVI. (Zingales et al., 2012). Generalmente TcV se encuentra descrito como 

parte del ciclo doméstico en el Cono Sur, donde Octodon spp. es uno de los mamíferos 

silvestres asociados al linaje (Rozas et al, 2007; Galuppo et al., 2009; Zingales et al., 

2012). Sin embargo, en este estudio TcV fue el linaje de menor prevalencia, casi siempre 

asociado a otro linaje en forma mixta y afectando a O. longicaudatus, P. darwini y Octodon 

sp. La alta prevalencia de TcV en infecciones mixtas coincide con lo observado en estudios 

anteriores en zonas endémicas (Zingales et al., 2012). 

Las especies de micromamíferos más representados en este estudio fueron Octodon sp. y P. 

darwini, los cuales fueron los únicos infectados por los cuatro linajes detectados, siendo P. 

darwini el único que presentó infecciones mixtas cuádruples. Estos resultados coinciden 
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con estudios anteriores (Rozas et al., 2005; Rozas et al., 2007), destacando a estos dos 

roedores como aquellos con mayor probabilidad de infección en la zona, y mayor 

variabilidad en cuanto a la composición de la infección por los distintos clones de T. cruzi 

(Galuppo et al., 2009; Rozas et al, 2007). Esto puede deberse a que son las especies de 

mayor abundancia en la zona, y por lo tanto con mayor probabilidad de ser fuente de 

alimento para los triatominos. Esto último se ha revisado previamente (Alzamora at al., 

2007; Rengifo, 2000). 

Otro factor a considerar es que ambos roedores tienen distribuciones y ámbitos de hogar 

muy similares (Iriarte, 2008). Más aun, se ha asociado Octodon sp. a la presencia de planta 

bromeliácea Puya sp. (Meserve et al., 1984), y es común encontrar nidos de P. darwini en 

cuevas abandonadas de Octodon sp. (Bozinovic et al., 1988). Esto es importante ya que 

Puya sp. está descrita como refugio  para T. infestans y M. spinolai, gracias a sus hojas 

espinosas y grandes raíces donde los insectos pueden esconderse durante el periodo de 

inactividad (Bacigalupo et al., 2006). Esta situación plantearía una estrecha relación entre 

Octodon sp., P. darwini y los triatominos, predisponiendo a una constante circulación de T. 

cruzi. Esto tendría importancia en zonas rurales donde frecuentemente las viviendas están 

situadas en cercanías de estos ecotopos, lo que aumentaría la probabilidad de picaduras en 

seres humanos. 

Llama la atención que en este estudio no se haya encontrado resultados positivos en R. 

norvegicus,  y sólo una infección única con TcII en R. rattus. Estas dos especies tienen 

mayor probabilidad de contacto con asentamientos humanos, y por tanto pueden conectar el 

ciclo silvestre con el doméstico (Galuppo et al., 2009). La ausencia de resultados podría 

explicarse por 1.- el bajo número de muestras provenientes de ambas especies; 2.- la 

presencia de un subtipo de alguno de los cuatro linajes que no haya podido ser detectada 

por las sondas utilizadas; y 3.- a que ambas especies son relativamente nuevas en la región, 

por lo que tendrían un comportamiento distinto frente a las otras especies nativas del 

estudio, las que han evolucionado durante miles de años en conjunto con T. cruzi (Briones 

et al., 1999; Hamilton et al., 2007).  

Respecto a la proporción de infecciones mixtas, este estudio concuerda con estudios 

anteriores donde las infecciones únicas fueron más prevalentes que las infecciones mixtas 
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(Rozas et al., 2007). TcI y TcII fueron los linajes más prevalentes, distribuidos tanto por 

separado como asociados formando infecciones mixtas, lo cual es consistente con la 

observación que estos dos linajes son los más puros y ancestrales. Sin embargo, esta 

agregación no mostró una diferencia significativa con respecto a los otros linajes para 

sugerir un fenómeno de agregación como ocurre en otras enfermedades parasitarias (Lord 

et al.; Westenberger et al.; Rozas et al., 2007). La prevalencia de estos dos linajes es similar 

a lo que se ha encontrado en pacientes humanos con enfermedad de Chagas crónico, lo que 

indicaría que estos patrones pueden ser detectados en distintos hospederos mamíferos 

(Bernabé et al., 2001).  

Esta coinfección de distintos linajes en mamíferos silvestres puede ser explicado por 

reinfecciones en el ambiente silvestre y/o por las presiones selectivas del hospedero hacia 

los distintos linajes de T. cruzi (Herrera et al., 2008). Sin embargo, en el presente estudio 

no se observó una clara asociación de linajes entre sí ni con un hospedero en específico, lo 

que refutaría asociaciones específicas sugeridas en estudios anteriores (Barnabé et al, 

2001). 

En cuanto a las localidades estudiadas, Til-Til fue la que presentó la mayor cantidad de 

infecciones con linajes identificados, tanto simples como mixtas, concentrando el 75% de 

las infecciones cuádruples, lo cual no tiene precedentes en otros estudios de la zona. Si bien 

esto podría deberse a la mayor cantidad de muestras obtenidas del lugar, esta alta capacidad 

de hibridación con las sondas radioactivas –por la alta cantidad de kDNA- podría estar dado 

por condiciones ambientales favorables (temperatura, humedad y disponibilidad de 

alimento) tanto para el parásito como para los hospederos y los vectores.  El clima de la 

localidad de Til-Til se caracteriza como templado cálido con lluvias invernales, al igual que 

el clima de Calera de Tango.  Ese tipo de clima difiere de los encontrados en las otras 

localidades, en los cuales se presentan temperaturas mínimas más bajas y menor humedad 

(Rioseco y Tesser, 2012).  Se ha observado en estudios de triatominos que estos requieren 

temperaturas templadas (entre 16 y 40°C) para sobrevivir (Canals et al., 1998), al igual que 

roedores como Octodon sp. (óptimo entre 17 y 20°C) (Lee, 2004).  Por lo anterior es 

posible que en las localidades de Til-Til y Calera de Tango se produzcan condiciones más 

favorables para la transmisión de los linajes de T. cruzi. A pesar de que en este estudio en la 

localidad de Calera de Tango la cantidad de muestras fue insuficiente, en un estudio de 
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triatominos por Ihle (2014), esa resultó la localidad con mayor cantidad de linajes presentes 

e infecciones mixtas, y junto con la localidad de Til-Til presentaron los mayores índices de 

diversidad de linajes, lo que podría estar respaldando la hipótesis anterior.  

Los resultados obtenidos en este trabajo provenientes de la Reserva Nacional Las 

Chinchillas concuerdan con estudios anteriores en cuanto a que P. darwini y Octodon sp. 

son generalmente las especies con mayor prevalencia de infección por T. cruzi. Sin 

embargo, difiere de los datos obtenidos por Rozas et al. (2007) en la misma localidad, 

donde TcII tuvo igual o mayor prevalencia que TcI en las especies más representadas en el 

estudio actual (P. darwini y Octodon sp). Sin embargo, Krestchmer (2010) detectó 

solamente infecciones por TcI en la misma localidad sin encontrar ningún individuo 

infectado por TcII, TcV ni TcVI.  

En cuanto a la localidad de Putaendo, Krestchmer (2010) detectó solamente TcI en los 

especímenes testeados, lo cual difiere  del estudio actual donde se encontró una prevalencia 

de TcI, seguido por TcVI, TcII (en ese orden) y sin la presencia de TcV. Sin embargo, no se 

pueden sacar conclusiones definitivas de estas diferencias debido al pequeño número de 

muestras del estudio anterior (4 muestras). 

Por último, en Calera de Tango el estudio de Galuppo et al. (2009) detectó una mayor 

prevalencia de TcI en R. rattus, seguido por TcV, TcII y TcVI. Sin embargo en P. darwini 

sólo se detectó TcV, y en O. degus una mayor prevalencia por TcV, TcII y TcI. Esta 

marcada tendencia hacia TcV en este estudio coincide con el estudio de Ihle (2014) donde 

Calera de Tango fue la única localidad con el linaje TcV. Krestchmer (2010) encontró TcI 

en casi la totalidad de los reservorios de Calera de Tango, excepto por dos especímenes de 

R. rattus que presentaron infecciones mixtas compuestas por TcI y TcVI.  

Las diferencias entre localidades podrían deberse entre otras cosas a 1.- pequeño tamaño 

muestral; 2.- la utilización de bandas insuficientes a la electroforesis, donde habría baja 

cantidad de material genético que dificultaría la hibridación con las sondas específicas; y 

3.- la variabilidad ambiental (clima y modificación humana) de las distintas localidades.  

Finalmente en cuanto a los resultados por estación, hibridaron cuatro veces más muestras 

de invierno que de verano, y se encontró una diferencia significativa para la proporción de 

todos los linajes, siendo estos más representados en invierno. Variaciones temporales de 
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densidad e infección en vectores y hospederos han sido reportados (Bacigalupo et al., 2010; 

Botto-Mahan et al., 2010; Ceballos et al., 2005). Sin embargo, en forma general, se ha 

observado que en estaciones calurosas existe una mayor diversidad de fuentes alimentarias 

para los triatominos (Canals et al., 2001; Oda, 2012), lo cual lleva a un mayor número y 

diversidad de infecciones en verano con respecto al invierno, debido al aumento de oferta 

de alimento para los triatominos (Gürtler et al., 2014; Ihle, 2014), lo cual contrasta lo 

ocurrido en el estudio actual. A pesar de que esta sobrerrepresentación de linajes en 

invierno es inusual, podría deberse a múltiples factores.  En estudios de Octodon sp. se ha 

observado un aumento de la densidad poblacional en invierno debido al reclutamiento de 

juveniles y a la estación reproductiva de esa especie que se produce al inicio de la estación 

lluviosa (Meserve et al., 1984; Lee, 2004). Además, se ha demostrado en especies como P. 

darwini que durante periodos de alta demanda energética como el invierno, son de gran 

importancia modificaciones conductuales como el agrupamiento social y la construcción de 

nidos para retardar la pérdida de calor de los individuos (Bozinovic et al., 1988).  Este 

aumento en las densidades y aglomeración de los individuos podría llevar a un 

acercamiento de las especies con los vectores y facilitar la transmisión del parásito durante 

la estación lluviosa. Esto podría reflejarse en una mayor variabilidad de linajes. Por otro 

lado, es probable que en individuos infectados durante el verano y que llegan a la estación 

de invierno –donde pasan a la fase crónica de la enfermedad, y disminuye la parasitemia 

por control del sistema inmune (Rassi et al., 2010)- se produzca un aumento de la 

parasitemia durante el invierno debido a una inmunosupresión (Pereira et al., 1996, 

Oliveira et al., 2002) por la respuesta de estrés crónico del animal frente a la escasez de 

alimento (hambre) y las bajas temperaturas de la estación (frío) (Svensson et al., 1998), en 

adición al consumo de triatominos por parte de los micromamiferos frente a la escasez de 

alimentos (Rabinovich et al., 2001); todo esto llevaría a una mayor cantidad de DNA de T. 

cruzi en sangre de los animales testeados en invierno, lo cual se reflejaría en mayor número 

de hibridaciones con las sondas específicas. En último lugar, el aumento de infecciones y 

linajes durante el invierno podría haber ocurrido debido a que un porcentaje importante de 

las muestras que no hibridaron provenientes del periodo de verano correspondían a linajes 

no testeados en el estudio.  
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Por último, cabe destacar la pérdida progresiva de muestras durante el estudio, y sobretodo 

el alto número de muestras que no hibridaron con ninguna de las cuatro sondas (55%). Esto 

podría deberse a varias razones:  

1.- Fallas en la etapa de hibridación por el tiempo que el DNA estuvo conservado a -18°C 

(2 años), cuando lo recomendado es conservarlo a -80°C cuando el periodo de 

almacenamiento es mayor al año (Baust, 2008). Esto podría haber dañado el kDNA 

almacenado en la región hipervariable de los minicírculos, impidiendo así su hibridación 

con alguna de las sondas.  

2.- En segundo lugar, no se puede afirmar en forma categórica que las muestras que no 

hibridaron hayan contenido los linajes TcIII y TcIV. Venegas et al, 2013 detectaron el 

linaje TcIII en T. infestans y pacientes chagásicos crónicos. Este estudio se realizó con 

microsatélites de tres loci, y dicho linaje no se ha vuelto a detectar ni en mamíferos ni en 

vectores. Según Zingales et al. (2012), TcIII y TcIV estarían presentes principalmente en el 

Amazonas y la zona norte de Sudamérica, por lo que sería extremadamente raro que se 

encontraran en Chile.  

3.- Otra posibilidad es que las muestras que no hibridaron hayan sido ligeramente 

diferentes genéticamente, lo que impediría su detección por las sondas utilizadas. Esto es 

especialmente cierto para TcI, el cual cambia según su origen geográfico. Tibayrenc et al. 

1988, demostraron la heterogeneidad intraespecífica de TcI mediante un esquema de 

tipificación clonal de isoenzimas, con 25 diferencias genotípicas asociadas a TcI, mientras 

que en los otros cinco DTU se encontró un número mucho menor. También existe la 

posibilidad que algunas de las sondas utilizadas durante la hibridación hayan estado 

alteradas imposibilitando la detección.  

4.- En último lugar, y como más importante, cabe destacar la complejidad de la naturaleza 

de las bandas de DNA provenientes de mamíferos, las cuales tienden a ser más débiles que 

las obtenidas a partir de triatominos (por la baja parasitemia en sangre) y, por lo tanto 

disminuye sustancialmente la probabilidad de que las sondas radioactivas puedan fijarse a 

ellas. Se sugiere que en estudios posteriores se utilicen otras técnicas al analizar linajes de 

T. cruzi en muestras positivas de PCR provenientes de mamíferos con el objetivo de 

aumentar la sensibilidad para las hibridaciones, como PCR anidado (Nested PCR) 
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idealmente (Silva, et al., 2008), PCR-RFLP (PCR de polimorfismos de longitud de 

fragmentos de restricción) o tipificación multilocus de secuencias (MLST) (Messenger et 

al., 2015) 
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CONCLUSIONES 

- Se confirma la presencia de TcI, TcII, TcV y TcVI como linajes de T. cruzi 

presentes en la zona endémica de Chile. 

- Existe una clara predominancia de TcI como linaje en la mayoría de las muestras, 

seguido por TcII, TcVI y TcV en la mayoría de las especies. 

- Octodon sp. y Phyllotis darwini serían los principales reservorios silvestres de T. 

cruzi en la zona endémica de Chile. 

- Til-Til fue la zona con mayor número de hibridaciones, tipos de linajes e 

infecciones mixtas, lo cual podría darse por las condiciones ambientales, o al bajo 

número de muestras de las demás localidades. 

- Se observó una predominancia notoria y estadísticamente significativa de 

abundancia y diversidad de linajes de T. cruzi en micromamíferos durante la época 

de invierno, lo cual contradice estudios anteriores, pero podría deberse al aumento 

de la densidad poblacional de la especie O. degus y a la aglomeración de la especie 

P. darwini durante el invierno, facilitando la infección.   

- Pese a la cantidad de nueva información generada por este estudio, los resultados 

presentados podrían no ser definitivos debido a la pérdida de muestras durante el 

proceso que no hibridaron con ninguna de las sondas diseñadas para el estudio. 
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