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Considerações Iniciais. 

 

A partir do momento em que um parasito é ingerido por um inseto vetor, 

juntamente com o repasto sanguíneo, uma série de interações são iniciadas. 

Algumas delas ocorrem na interface entre células ou tecidos, outras ocorrerão a 

partir de produtos secretados ou excretados pelo parasito, e outras ainda, se darão 

por respostas do vetor geradas a partir da chegada do parasito. Muitas dessas 

interações não apresentam efeitos a longo prazo na fisiologia do vetor ou na sua 

história de vida, mas algumas podem causar profundas mudanças que irão afetar 

inclusive, a sua sobrevivência.  

 

As Interações entre Moscas Tsé-tsé e Tripanossomatídeos. 

 

Moscas tsé-tsé são incluídas em um único gênero, Glossina, e estão restritas a 

região da África Subsaariana, exceto por duas localidades na península arábica. 

Vinte e três espécies e oito subespécies são atualmente identificadas (Leak, 1999; 

Krafsur, 2009), as quais estão divididas em 3 clados distintos dependendo do nicho 

ecológico que ocupam: Morsitans (savana), Palpalis (fluvial) e Fusca (floresta). Os 

grupos Palpalis e Morsitans são vetores de T. brucei sp., parasito causador da 

tripanossomíase africana. Essa doença pode ser transmitida tanto por machos 

quanto por fêmeas de moscas tsé-tsé, uma vez que ambos são hematófagos 

obrigatórios. Algumas espécies de tsé-tsé são reconhecidas como vetores mais 

eficientes que outras, por razões comportamentais (preferências de habitat ou de 

hospedeiros) ou genéticas (resistência à infecção por tripanosomas) (Welburn e 

cols., 1989; Snow e cols., 1991; Welburn e Maudlin, 1999). 

O gênero Trypanosoma abrange várias espécies responsáveis pelo complexo 

de doenças conhecidas como tripanossomíase africana (doença do sono em 

humanos e nagana em outros animais). Os tripanosomas patogênicos para 

mamíferos (T. brucei, T. congolense, T. simae, T. gosfreyi e T. vivax) são 

transmitidos através da saliva durante a alimentação de seu vetor, enquanto os 

parasitos com hospedeiros répteis (como T. grayi) são transmitidos por via fecal. 

Após a ingestão dos tripanosomas pela mosca, tem início o ciclo do parasito de 

desenvolvimento e multiplicação, que envolve diferentes partes do trato alimentar 

do vetor, dependendo da espécie de tripanosoma (Lloyd e Johnson, 1924). T. 

vivax, o qual se acredita ser o mais ancestral dentre os tripanosomas salivares, 

produz uma alta incidência de infecção na probóscide da mosca tsé-tsé (Haag e 
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cols., 1998) e é um patógeno grave do gado. T. congolense (Broden, 1904), T. 

simiae (Bruce e cols., 1912) e T. godfreyi (McNamara e cols., 1994) também 

causam nagana, tendo mais relevância econômica o T. congolense, com ampla 

gama de hospedeiros e distribuição geográfica. O subgênero Trypanozoon contém 

os agentes etiológicos da tripanossomíase humana T. brucei gambiense e T. brucei 

rhodesiense. Apesar das subespécies de T. brucei serem morfologicamente 

idênticas, o outro membro do grupo, o T. brucei brucei não é infectivo para 

humanos, pois é sensível a um fator tripanolítico presente no soro humano (Oli e 

cols., 2006), sendo então restrito aos animais domésticos e silvestres.  

O estágio inicial da doença, estabelecido quando um indivíduo é picado por 

uma mosca tsé-tsé infectada, gera gangrena no local que é seguida da proliferação 

do parasito na corrente sanguínea, resultando em febre e dor. Nesse estágio a 

doença geralmente não é diagnosticada, de maneira que o indivíduo não recebe 

tratamento adequado. Posteriormente, o parasito atravessa a barreira 

hematoencefálica do sistema nervoso central, causando distúrbios no ritmo 

circadiano, que culminam em desregulação no período de sono ou alerta, que pode 

ocorrer a qualquer hora do dia ou da noite, além de causar confusão mental e 

dificuldades de coordenação. Não obstante, sem tratamento, a infecção humana 

por tripanosomatídeos africanos é sempre fatal (Malvy e Chappuis, 2011; Brum e 

cols., 2010). Segundo estimativas da OMS (Organização Mundial da Saúde), há 

entre 50.000 e 70.000 pessoas infectadas nos 37 países da áfrica subsaariana. 

Nessa mesma região morrem cerca de três milhões de cabeças de gado por ano. 

As perdas econômicas na produção de gado sozinha estão em torno de um bilhão 

de dólares, segundo dados da Organização das Nações Unidas para Agricultura e 

Alimentação. Nesses animais, os sinais observados são: aumento da temperatura 

corpórea e da taxa respiratória, inapetência, diarreia, anemia e lacrimejamento 

excessivo. Em estágio mais avançado o animal apresenta perda de peso, fraqueza 

e anemia grave, culminando em morte. Pequenos ruminantes, como ovelhas e 

cabras, podem também apresentar sintomas relacionados à infecção do sistema 

nervoso central, como paralisia (Grace, 2008).  

 

Susceptibilidade e Transmissão de Tripanossomatídeos por Moscas Tsé-tsé. 

 

De acordo com a literatura, todas as espécies de tsé-tsé são susceptíveis, ao 

menos em algum grau, a infecções por tripanossomatídeos. Em geral, as espécies 

do grupo Palpalis são vetores pouco competentes de T. congolense, quando 
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comparadas às moscas do grupo Morsitans (Harley e Wilson, 1968; Moloo e 

Kutuza, 1988, Ndegwa e cols., 1992). Contrariamente, moscas tsé-tsé do grupo 

Morsitans transmitem T. brucei gambiense de maneira menos eficaz que as do 

grupo Palpalis (Richner e cols., 1988). Dados de susceptibilidade devem ser 

analisados cuidadosamente, pois as moscas e as cepas de tripanosomas utilizadas 

nos experimentos são das mais variadas origens geográficas. Muitos fatores 

podem influenciar a susceptibilidade da mosca à infecção por tripanosoma, e a 

compreensão desses fatores ainda é uma linha de estudo incipiente. Fatores como 

sexo (os machos em geral são mais susceptíveis que as fêmeas), idade (nas 

infecções por T. congolense e T. brucei as moscas mais novas são mais propensas 

a desenvolverem a infecção), alimentação (o repasto sanguíneo diminui a 

susceptibilidade enquanto períodos de jejum aumentam) e a combinação de uma 

determinada espécie de tsé-tsé e uma espécie e/ou cepa de tripanosoma podem 

influenciar a susceptibilidade da mosca à infecção (Aksoy e cols., 2003). 

Diferentes estudos têm demonstrado mudanças na capacidade de alimentação 

de moscas infectadas. Glossina morsitans morsitans infectada com T. brucei faz 

cerca de 3 vezes mais sondagens e se alimenta com mais voracidade que moscas 

não infectadas (Jenni e cols., 1980). Em um estudo mais recente foi demonstrado 

que moscas infectadas necessitam de um tempo mais prolongado para se 

alimentar, mas ingerem a mesma quantidade de sangue quando comparadas com 

moscas não infectadas (Van Den Abbeele e cols., 2010). No estudo há dados que 

sugerem que os parasitos induzem uma diminuição da transcrição gênica na 

glândula salivar, que resulta em uma diminuição de 70% na quantidade total de 

proteínas na saliva na mosca infectada. Além disso, proteínas relacionadas a 

atividades anti-hemostáticas estão reguladas negativamente, o que diminui sua 

atividade biológica, ou seja, a saliva das moscas infectadas possui uma menor 

atividade anticoagulante e menor capacidade de inibir a agregação plaquetária, o 

que poderia explicar o aumento no tempo de sondagem e alimentação (Van Den 

Abbeele e cols., 2010). Um prolongamento do período de contato vetor/hospedeiro 

poderia aumentar as chances de transmissão do parasito, uma vez que, na 

natureza, apenas 1-3% das moscas estão infectadas com um agente de 

tripanossomíase africana (Aksoy e cols., 2003). 
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Estabelecimento e Maturação da Infecção. 

 

Diferentes espécies de tripanosomas se desenvolvem em diferentes órgãos na 

mosca: T. vivax se desenvolve exclusivamente nas peças bucais; em T. brucei e T. 

congolense o estabelecimento inicial da infecção ocorre no intestino médio e a 

subsequente maturação ocorre nas peças bucais e nas glândulas salivares, 

respectivamente. O ciclo de transmissão ocorre quando um animal infectado é 

picado por uma mosca susceptível. Diferentes formas de T. brucei (Fig. 1) são 

encontradas na corrente sanguínea de mamíferos, uma forma longa e delgada que 

pode se replicar por divisão binária e, uma forma não replicante curta. Quando 

esses parasitos são ingeridos durante a alimentação da mosca, as formas 

alongadas são rapidamente mortas pela ação de proteases, enquanto as formas 

curtas sobrevivem e se diferenciam em formas procíclicas (Sbicego e cols., 1999). 

Proteases são abundantes no intestino médio posterior da mosca, e podem prover 

pelo menos um sinal para a diferenciação do parasito, mas sinais adicionais podem 

contribuir para esse processo in vivo. Dentre esses estão o choque térmico, que 

sensibiliza o parasito para baixas concentrações de citrato ou cis-aconitato 

(Engstler e Boshart, 2004) e a inibição de uma proteína tirosina fosfatase (Szoor e 

cols., 2006). Após a colonização do espaço peritrófico, o tamanho da população de 

parasitos é aparentemente controlado (Welburn e cols., 1997; Van den Abbeele e 

cols., 1999). Para completar o ciclo de vida, o T. brucei precisa colonizar as 

glândulas salivares e gerar formas metacíclicas, as quais são infecciosas para os 

mamíferos. As formas migratórias encontradas no proventrículo incluem uma forma 

tripomastigota longa, a qual replica o DNA nuclear e reposiciona o cinetoplasto 

para se tornar uma forma epimastigota longa. A forma epimastigota longa então 

inicia uma divisão assimétrica e gera uma forma epimastigota curta, que se 

presume ser a forma que coloniza a glândula salivar (Welburn e cols., 1997; Van 

den Abbeele e cols., 1999).  Até o presente momento, ainda não são conhecidos os 

sinais que promovem a diferenciação para formas epimastigotas, a migração para 

as glândulas salivares ou a diferenciação que resulta em formas metacíclicas (Van 

den Abbeele e cols., 1999; Peacock e cols., 2007). 
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Figura 1: Interação entre Trypanosoma brucei brucei e Glossina morsitans 
morsitans.  Durante o ciclo de vida do T. brucei brucei, os parasitos migram entre vários 
órgãos do inseto. Após o repasto sanguíneo, os tripomastigotas sanguíneos em suas 
formas longas e curtas são ingeridos pelo inseto. Devido à ação de proteases as formas 
longas são eliminadas, enquanto as formas curtas conseguem burlar esse primeiro 
mecanismo de defesa. Essas formas se diferenciam em formas procíclicas rapidamente, 
estimuladas por fatores como o choque-térmico, citrato, cis-aconitato e proteases. Além 
disso, há outras formas de defesa como as espécies reativas de oxigênio (ROS), 
lectinas e peptídios antimicrobianos (atacina, defensina, cecropina e outros não 
identificados). De 3-5 dias após a infecção, ocorre a migração dos parasitos para o 
espaço ectoperitrófico, onde ocorre a diferenciação da forma procíclica para a 
mesocíclica. Os tripomastigotas procíclicos migram para o proventrículo, espaço no qual 
ocorre a diferenciação para tripomastigota longo, e em seguida a divisão assimétrica do 
tripomastigota em epimastigota longo e epimastigota curto. A infecção das glândulas 
salivares ocorre pelos epimastigotas curtos, os quais se acredita ligarem ao epitélio da 
glândula salivar através da interdigitação de suas membranas. Após a replicação, a 
forma epimastigota diferencia na forma metacíclica, a qual é uma forma livre e infectiva 
para hospedeiros vertebrados, transmitida através da saliva do vetor.  
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Papel das Moléculas de Superfície na Infecção. 

  

Os tripanosomas são recobertos por diferentes moléculas de superfície durante 

seu desenvolvimento na mosca. A diferenciação de formas sanguíneas de T. brucei 

para formas procíclicas é marcada pela liberação de várias glicoproteínas de 

superfície e sua troca por prociclinas, uma família de glicoproteínas caracterizadas 

por repetições de Glu-Pro (EP) ou Gly-Pro-Glu-Glu-Thr (GPEET) (Roditi e Clayton, 

1999). Ambos os tipos de repetição são resistentes às proteases presentes no 

intestino médio da mosca tsé-tsé (Acosta-Serrano e cols., 2001; Liniger e cols., 

2003). Existem três isoformas de prociclinas EP (EP1, EP2 e EP3), as quais 

diferem no tamanho das repetições e na presença ou ausência de açúcares N-

ligados. Todas as quatro prociclinas (as três isoformas de EP e a GPEET) são 

expressas em níveis similares com poucas horas de diferenciação (Vassella e 

cols., 2001), mas as formas procíclicas isoladas de tsé-tsé três dias após a 

infecção possuem como forma predominante GPEET e poucas EP (Vassela e 

cols., 2000; Acosta-Serrano e cols., 2001; Sharma e cols., 2007). Em contraste, 

formas procíclicas tardias presentes no espaço ectoperitrófico expressam EP1 e 

EP3, mas não GPEET (Acosta-Serrano e cols., 2001). No intestino médio, o N-

terminal das prociclinas é clivado por proteases da mosca (Acosta-Serrano e cols., 

2001; Liniger e cols., 2003) e a subsequente liberação de peptídeos, segundo 

sugestões prévias, teria influência na infecção. Entretanto, parasitos expressando 

prociclinas com a região N-terminal truncada são capazes de estabelecer infecção 

no intestino médio eficientemente (Liniger e cols., 2004). Vassela e cols. (2009) 

deletaram os quatro genes codificantes das prociclinas em T. brucei e infectaram 

moscas com uma mistura dos parasitos mutantes e selvagens. Foi observado que 

o mutante, apesar de ser capaz de completar todo o ciclo e gerar formas infectivas 

ao hospedeiro vertebrado, é sobreposto em crescimento pelo selvagem, o que 

pode refletir uma redução da aptidão de infecção in vivo. 

Duas moléculas de superfície foram identificadas em formas procíclicas de T. 

congolense. Uma molécula de superfície resistente à protease que é expressa na 

fase inicial da infecção do intestino médio (Butikofer e cols., 2002), seguida de 

prociclinas espécie-específica na fase tardia (Utz e cols., 2006). As prociclinas de 

T. congolense contêm uma repetição de um heptapeptídeo que remete às 

prociclinas de T. brucei, sendo ricas em ácido glutâmico, prolina, glicina e treonina, 

mas diferem por serem altamente glicosiladas (Utz e cols., 2006). Assim, duas 

espécies que se desenvolvem no intestino da mosca aparentemente usam 
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estratégias similares de expressão temporal de diferentes moléculas de superfície 

para escapar das defesas do inseto e estabelecer a infecção. Apesar desses 

parasitos se desenvolverem em diferentes compartimentos na mosca (probóscide e 

glândulas salivares), formas epimastigotas de T. congolense e T. brucei expressam 

glicoproteínas de superfície relacionadas, conhecidas como proteínas ricas em 

ácido-glutâmico/alanina (GARP) e proteínas ricas em alanina de brucei (BARP), 

respectivamente. Entretanto, enquanto os genes que codificam GARPs são 

altamente conservados (Rangarajan e cols., 2000), existe uma considerável 

diversidade entre genes que codificam BARPs (Berriman e cols., 2005), e mRNAs 

relacionados às diferentes isoformas de BARP podem ser detectados nas 

glândulas salivares (Urwyler e cols., 2007). Uma hipótese é que essa família de 

proteínas seja a responsável pelo tropismo tecidual de diferentes espécies, mas é 

extremamente difícil demonstrar isso experimentalmente. Em todas as espécies, as 

formas metacíclicas adquirem glicoproteínas de superfície variantes em uma 

preparação para a infecção do hospedeiro mamífero.  

 

Barreiras Físicas, Lectinas e Antioxidantes. 

 

O intestino médio da maioria dos insetos é protegido fisicamente por uma 

camada altamente organizada, rica em glicosaminoglicanos e quitina, conhecida 

como membrana peritrófica, que separa o lúmen do intestino em dois 

compartimentos, o endoperitrófico, que contém o alimento e o ectoperitrófico, que é 

o espaço entre a membrana peritrófica e o epitélio do intestino médio (Lehane, 

1997). Os tripanosomas, ao estabelecerem a infecção no intestino, migram para o 

espaço ectoperitrófico entre os dias 3-5 pós-infecção (Gibson e Bailey, 2003). A 

membrana peritrófica tem então um papel central na competência do vetor, e isso 

foi demonstrado em especial para os parasitos da malária, os quais se encontram 

envolvidos em um saco quitinoso produzido no intestino médio (Miller e Lehane, 

1993). Nas moscas tsé-tsé, a membrana peritrófica foi descrita como uma possível 

barreira para a infecção, o que poderia explicar a maior susceptibilidade em 

moscas recém-eclodidas, pois a completa formação da membrana peritrófica 

preveniria a infecção em moscas mais velhas. Entretanto, estudos de microscopia 

demonstraram que tripanosomas são capazes de atravessar a membrana 

peritrófica (Evans e Ellis, 1983) e que as moscas mais velhas alimentadas com 

açúcar podem ser tão susceptíveis quanto moscas recém-eclodidas (Welburn e 

cols., 1994). Uma vez ocupando o espaço ectoperitrófico, os parasitos seguem 
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para o extremo anterior do intestino médio, o proventrículo (Gibson e Bailey, 2003). 

Entre os dias 6-8 após a infecção, os tripanosomas cruzam a membrana peritrófica 

e seguem para o canal alimentar (Van den Abbeele e cols., 1999). O mecanismo 

utilizado pelos parasitos para cruzar a membrana peritrófica ainda é desconhecido, 

uma vez que nenhum gene que reporte a uma quitinase foi encontrado no seu 

genoma (Lehane e Msangi, 1991). 

Outra barreira à infecção por patógenos presente no intestino de insetos são as 

espécies reativas de oxigênio (ROS) produzidas pelo epitélio (Ha e cols., 2005) 

que, aparentemente, poderiam atuar na proteção do intestino contra a infecção por 

tripanosomas (Hao e cols., 2003; Munks e cols., 2005). Recentes evidências 

experimentais suportam essa hipótese, pois a alimentação de moscas com 

moléculas antioxidantes aumenta a proporção de indivíduos nas quais o 

estabelecimento e a maturação dos tripanosomas ocorre com sucesso (Macleod e 

cols., 2007a, b).  Esse mecanismo já foi demonstrado em outros modelos, como o 

aumento na produção de óxido nítrico (NO) em Anopheles stephensi e Anopheles 

gambiae após infecão por Plasmodium berghei (Luckhart e cols., 1998; Herrera-

Ortiz e cols., 2004). O sistema produtor de NO de Rhodnius prolixus responde a 

presença de Trypanosoma rangeli e Trypanosoma cruzi, implicando no 

envolvimento da regulação da infecção (Whitten e cols., 2001, 2007). Um papel 

para transferrina na sinalização do sistema imune na regulação positiva da 

produção de NO em vertebrados foi sugerida (Stafford e Belosevic, 2003). Em 

moscas G. m. morsitans nocaute para o gene de transferrina foi demonstrado que 

essas tem quase o dobro de parasitos no intestino que as moscas controle (Lehane 

e cols., 2008). O mecanismo de envolvimento da transferrina na interação 

tripanosomatídeo-mosca tsé-tsé ainda é desconhecido, mas existe a intrigante 

possibilidade de que pode ser análogo à função em vertebrados. 

Lectinas são proteínas presentes no intestino de Glossina e em sua maioria 

apresentam-se ligadas à membrana peritrófica (Lehane e Msangi, 1991). Sugere-

se que um dos mecanismos pelos quais o número de tripanossomatídeos é 

regulado dentro do intestino médio seja a proto-apoptose (uma forma de morte 

celular), a qual seria desencadeada pelas lectinas presentes nesse órgão (Welburn 

e cols., 1996.; Murphy e Welburn, 1997; Welburn e Maudlin, 1997). Corroborando 

com essa hipótese, testes realizados com formas procíclicas de T. b. brucei, T. b. 

rhodesiense ou T. congolense demonstraram que a lectina vegetal Concavalina A 

induz a paralização do crescimento e a morte dos flagelados, com muitas das 
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características de morte celular programada (Welburn e Maudlin, 1997; Murphy e 

Welburn, 1997).   

 

Peptídeos Antimicrobianos. 

 

Após a descoberta da atividade anti-tripanosomida do peptídeo antimicrobiano 

estomoxina da mosca Stomoxys calcitrans (Boulanger e cols., 2002a), houve um 

aumento no interesse em peptídeos antimicrobianos produzidos no intestino médio 

da mosca tsé-tsé, que incluem cecropina, atacina, diptericina e defensina (Hao e 

cols., 2001; Hao e cols., 2003; Hu e Aksoy, 2005). No corpo gorduroso de moscas 

infectadas por tripanosomas, os níveis de transcritos de atacina e defensina 

aumentam no terceiro dia (Hao e cols., 2001). Na hemolinfa, os peptídeos atacina, 

cecropina e defensina são detectáveis no sexto dia, mas não no décimo quarto dia 

após a infecção. Além disso, dois peptídeos antimicrobianos não identificados 

aparecem após o sexto dia e estão presentes até o último dia da infecção 

(Boulanger e cols., 2002b). Essas descobertas sugerem que a mosca é capaz de 

detectar e responder à presença de tripanosomas procíclicos, mas possivelmente 

não é capaz de fazê-lo na presença de formas sanguíneas. Além disso, uma 

atacina recombinante apresentou efeitos inibitórios nas formas sanguíneas (menos 

sensíveis) e nas formas procíclicas (mais sensíveis) de tripanosomas em ensaios in 

vitro (Hu e Aksoy, 2005).  

O papel da atacina na mediação da refratariedade foi demonstrado pelo 

silenciamento do gene da atacina, utilizando RNA de interferência. Moscas 

Glossina pallidipes com o gene da atacina silenciado tiveram uma taxa de infecção 

de 45% enquanto moscas não silenciadas apresentaram taxas de infecção de 11% 

(Naydush e Aksoy, 2007).  

 

Simbiontes. 

 

Vários simbiontes podem coexistir em um mesmo organismo, no caso das 

moscas, já foram descritos pelo menos três diferentes simbiontes. Wigglesworthia 

glossinidius reside no citoplasma de células epiteliais especiais presentes no 

intestino, as quais formam um órgão chamado bacterioma (Aksoy e cols., 1995; 

Aksoy, 1995). Essa bactéria, pertencente à família das Enterobacteriacae, produz 

metabólitos que compensam os déficits nutricionais da dieta do hospedeiro 

hematófago e há indícios de que esteja associada ao metabolismo das vitaminas 
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do complexo B, as quais são essenciais para a sobrevivência das moscas tsé-tsé 

(Wigglesworth, 1929; Nogge, 1981; Akman e cols., 2002). A eliminação da W. 

glossinidius reduz a longevidade, a proporção de digestão de sangue e a 

fecundidade, o que torna as moscas inférteis (Nogge, 1976; Dale e Welbum, 2001; 

Pais e cols., 2008). Recentemente, estudos realizados por Pais e cols. (2008) 

demonstraram que a eliminação seletiva de simbiontes W. glossinidius pelo 

tratamento com ampicilina induz a uma maior suscetibilidade à infecção do 

intestino médio por tripanossomatídeos. Isto implica que a depuração do 

simbiontepode levar a uma diminuição naimunidade basal da mosca, afetando a 

resposta imune do hospedeiro à  infecção. No entanto, as moscas com a 

população de W. glossinidius eliminada também apresentaram menor capacidade 

de digerir o sangue obtido durante o repasto e o aumento da susceptibilidade à 

infecção por tripanossoma foi observada somente em moscas mais velhas. Em 

estudo mais recente foi demonstrado que moscas que não entram em contato com 

W. glossinidius durante o estágio larval, não somente tornam-se adultos estéreis, 

mas também imuno-comprometidos e altamente suscetíveis à infecções por 

Escherichia coli, enquanto indivíduos selvagens são refratários. Esse fenótipo inclui 

redução da expressão de genes que codificam peptídeos antimicrobianos 

(cecropina e atacina), respostas mediadas por hemócitos e  moléculas mediadoras 

de sinalização (como óxido nítrico sintase) (Weiss e cols., 2011).  

Outro simbionte presente em moscas tsé-tsé é a Sodalis glossinidius, uma 

bactéria Gram-negativa da família Enterobacteriaceae (Dale e Maudlin 1999).  A 

contribuição biológica, se houver, de S. glossinidius para a mosca tsé-tsé é 

desconhecida. Uma relação mutualística tem sido postulada (e geralmente aceita), 

corroborada pela presença de genes funcionais que codificam enzimas necessárias 

para a síntese de vitaminas (Akman e Aksoy, 2001;. Akman e cols., 2002). Tal 

associação facultativa é apoiada por um estudo mostrando que a longevidade é 

reduzida em moscas tsé-tsé que não possuem bactérias do gênero Sodalis (Dale e 

Welburn, 2001). O exame dos intestinos de moscas tsé-tsé selvagens capturadas 

também revelou uma correlação direta entre as infecções por tripanossomas e a 

densidade de Sodalis sp.. Foi observado que moscas selvagens carregando 

Sodalis sp. tinham seis vezes mais probabilidade de estarem infectadas com 

tripanossomas do que moscas cuja presença de Sodalis sp. não era detectada 

(Maudlin e cols., 1990). No entanto, outras populações de moscas selvagens não 

refletem uma relação tão direta entre a densidade de bactérias e refratariedade ou 

suscetibilidade da tsé-tsé (Moloo e Shaw, 1989; Geiger e cols., 2005).  
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As Interações entre Triatomíneos e Tripanosomas. 

 

Triatomíneos são insetos hematófagos pertencentes à família Reduviidae, 

subfamília Triatominae (Lent e Wygodzinsky, 1979) cuja principal característica é a 

hematofagia presente em todas as espécies, sendo que as cinco fases ninfais e a 

fase adulta necessitam de repastos sanguíneos para completar o seu 

desenvolvimento. Os triatomíneos podem subsistir com alimentações sanguíneas 

abundantes e ocasionais, uma vez que entre os repastos podem permanecer por 

longos períodos de tempo sem desidratar-se (Friend e Smith, 1985). Isso é 

possível graças a sua capacidade de buscar ativamente por condições 

microclimáticas que levam a uma maior ou menor perda de água dependendo do 

seu estado fisiológico (Rocca e Lazzari, 1994; Schilman e Lazzari, 2004; Guarneri e 

cols., 2002, 2003; Xavier e cols., 2005). Os triatomíneos são primitivamente insetos 

silvestres, característica esta mantida ainda hoje pela maioria das espécies 

encontradas nos focos naturais, onde vivem associadas a animais silvestres (Lent 

e Wygodzinsky, 1979). Algumas espécies também invadem e colonizam ambientes 

peridomésticos como galinheiros e currais, e domicílios humanos, onde o homem 

passa a ser uma de suas fontes de alimentação (Schofield, 1994). 

Além da espoliação sanguínea que causam, os triatomíneos são hospedeiros 

de algumas espécies de protozoários, dentre elas, o Trypanosoma cruzi e o 

Trypanosoma rangeli. O T. cruzi é um parasito heteroxênico que infecta 

triatomíneos e mamíferos nas Américas, sendo o agente etiológico da doença de 

Chagas, uma antropozoonose que afeta mais de 18 milhões de pessoas em todo o 

mundo (TDR diseases, 2005). Assim como o T. cruzi, o T. rangeli também tem 

triatomíneos e mamíferos como hospedeiros e, embora este protozoário não seja 

considerado patogênico para o homem, pode apresentar diferentes graus de 

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

1967; D’Alessandro 1976; Eichler e Schaub, 1998).  

O ciclo evolutivo do T. cruzi (Fig. 2) inicia-se quando o triatomíneo ingere 

formas tripomastigotas durante o repasto sanguíneo em mamíferos infectados. 

Poucas horas após a infecção, os tripomastigotas migram do intestino médio 

anterior para o médio posterior onde se diferenciam em formas epimastigotas 

(Ferreira e cols., 2011). O parasito se divide sob a forma epimastigota e se 

diferencia na ampola retal em formas tripomastigotas metacíclicas que poderão ser 

transmitidas a outros mamíferos no próximo repasto (Garcia e Azambuja, 1991). A 

transmissão acontece primariamente através da deposição de fezes e urina 
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infectadas nas mucosas ou em locais próximos ao da lesão tecidual causada pela 

picada. Entretanto, alguns estudos têm levantado a questão da importância da 

transmissão oral para a circulação do T. cruzi entre mamíferos, inclusive o homem 

(Barreto e cols., 1978, Calvo Mendes e cols., 1992, Roque e cols., 2008). A 

transmissão oral aparentemente explicaria melhor a infecção de predadores do que 

a contaminação por fezes na densa pelagem desses animais (Roque e cols., 

2008). O aparecimento de surtos de transmissão oral do T. cruzi em humanos 

através da ingestão de alimentos contaminados com triatomíneos infectados 

corrobora a ideia da importância dessa rota de transmissão na evolução da 

interação do parasito com seus hospedeiros naturais (Barbosa, 2006; Steindel e 

cols., 2008). Uma vez no hospedeiro mamífero, as formas tripomastigotas são 

capazes de invadir diferentes tipos celulares onde se diferenciam em formas 

amastigotas que se dividem e vão gerar os tripomastigotas sanguíneos, que entram 

na circulação e são as formas infectantes para o triatomíneo (Brener, 1973; 

Zeledón, 1987). 

O ciclo de vida do T. rangeli no hospedeiro vertebrado é pouco conhecido, com 

algumas evidências de que sua proliferação possa ocorrer no interior de monócitos 

(Osório e cols., 1995; Eger-Mangrich e cols., 2001). No hospedeiro invertebrado 

(Fig. 3), o ciclo se inicia com a ingestão de formas tripomastigotas juntamente com 

o repasto sanguíneo. Dentro do intestino, os parasitos se diferenciam em formas 

epimastigotas longas e curtas que se dividem e atravessam o epitélio intestinal 

alcançando a cavidade celômica. Uma vez na hemocele, os parasitos se 

multiplicam e então migram para as glândulas salivares onde se diferenciam em 

tripomastigotas metacíclicos, que são transmitidos ao hospedeiro vertebrado no 

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

1992). 
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Interações entre T. cruzi e o Hospedeiro Vetor. 

 

Estabelecimento da Infecção. 

 

Uma vez que o T. cruzi entra no intestino do triatomíneo juntamente com o 

repasto sanguíneo, os parasitos são confrontados com componentes da saliva, 

enzimas digestivas e profundas mudanças no microambiente, como por exemplo, 

temperatura, osmolaridade, fatores nutricionais e pH. Alguns fatores produzidos 

pelo inseto, como lectinas e aglutininas, também podem interagir com o parasito e 

interferir na sua capacidade de colonização. Durante o processo de ingestão 

sanguínea, parte da saliva do triatomíneo que é injetada no hospedeiro vertebrado 

chega ao estômago juntamente com o repasto sanguíneo (Soares e cols., 2006). 

As glândulas salivares de T. infestans possuem uma proteína denominada de 

trialisina, que uma vez ativada, tem a capacidade de permeabilizar e lisar células 

procarióticas e eucarióticas. A trialisina induz lise de tripomastigotas de T. cruzi e 

poderia estar envolvida na eliminação de algumas cepas do parasito no início da 

infecção do triatomíneo (Amino e cols., 2002). Por outro lado, a saliva de R. 

prolixus produz uma molécula denominada de lisofosfatidilcolina (LPC) cuja função 

foi inicialmente relacionada a atividade anti-hemostática, uma vez que a molécula 

foi capaz de facilitar a alimentação do triatomíneo impedindo a agregação 

plaquetária e aumentando a vasodilatação através da produção de óxido nítrico 

(Golodne e cols., 2003). Além destas propriedades anti-hemostáticas, 

recentemente foi descrito que a LPC atenua as respostas imunes de macrófagos 

induzidas pelo T. cruzi. A LPC aumenta a concentração celular no local da picada e 

a associação entre os parasitos e macrófagos alvo, além de bloquear a produção 

de óxido nítrico, consequentemente aumentando a parasitemia sanguínea 

(Mesquita e cols., 2008). 

 

Trato Intestinal. 

 

O trato intestinal dos triatomíneos pode ser dividido em três regiões: intestino 

anterior, intestino médio (por sua vez dividido em médio anterior e médio posterior) 

e intestino posterior. As regiões do trato intestinal diferem na sua morfologia e 

funções e, portanto, nas condições microambientais a que os parasitos estarão 

expostos. Os triatomíneos concentram e estocam o sangue ingerido no intestino 

médio anterior, onde ele permanece virtualmente indigerido, exceto pela lise das 

células sanguíneas. A digestão começa no início do intestino médio posterior, a 
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região mais estreita do intestino médio (Billingsley e Downe, 1985, 1988; Schaub e 

Meiser, 1990). Em ambas as regiões do intestino médio, camadas de membranas 

extracelulares não quitinosas denominadas de membranas perimicrovilares (Terra, 

1990) se desenvolvem poucas horas após a alimentação cobrindo as membranas 

microvilares e criando diferentes compartimentos para as enzimas digestivas 

(Billingsley e Downe, 1983, 1986; Terra e Ferreira 2005). No reto, cuja estrutura é 

formada por cutícula recoberta por hidrocarbonetos, os remanescentes da digestão 

e/ou excreção são estocados até a defecação. No intestino médio posterior, em 

infecções já estabelecidas e cerca de dois dias após a alimentação, o T. cruzi pode 

ser encontrado próximo às membranas extracelulares, sem, contudo, penetrá-las. 

Em regiões com poucas ou sem membranas extracelulares um número menor de 

parasitos é encontrado próximo às microvilosidades do intestino, sem que haja 

inserções profundas entre os microvilos (Kollien e cols., 1998). Aparentemente, os 

parasitos não parecem afetar a formação das microvilosidades e das membranas 

extracelulares. Neste mesmo período pós-alimentação, um número muito maior de 

parasitos pode ser encontrado na região do reto. Em áreas com altas densidades 

de flagelados, as superfícies dos corpos celulares dos flagelados podem estar 

corrugadas e interdigitadas. Além disso, alargamentos flagelares são formados nos 

pontos de ligação do parasito com a cutícula do reto (Kollien e cols., 1998). 

Acredita-se que as características da cutícula do reto favoreçam a adesão dos 

parasitos, fator que também favorece a metaciclogênese (Kollien e Schaub, 2000). 

 A adesão de epimastigotas de T. cruzi às membranas perimicrovilares parece 

ser importante para a divisão dos parasitos (Gonzalez e cols., 1999), uma vez que 

o tratamento do tecido intestinal de Rhodnius prolixus com antisoro produzido 

contra as membranas perimicrovilares reduz o desenvolvimento do parasito no 

vetor (Gonzalez e cols., 2006). Os epimastigotas permanecem aderidos às 

membranas perimicrovilares no intestino médio posterior através da ancoragem 

dos flagelos (Nogueira e cols., 2007). A superfície celular das formas epimastigotas 

de T. cruzi possui glicoinositolfosfolipídios que também têm sido associados à 

adesão dos parasitos às membranas perimicrovilares. Uma diminuição na 

expressão dessas moléculas na superfície das formas tripomastigotas (Golgher e 

cols., 1993; Zingales e cols., 1982; Pereira-Chioccola e cols., 2000) diminui sua 

capacidade de adesão, fazendo com que estas formas permaneçam livres na 

ampola retal do inseto (Nogueira e cols., 2007). Além dos glicoinositolfosfolipídios, 

proteínas hidrofóbicas presentes na superfície de formas epimastigotas, bem como 

resíduos de carboidratos de glicoproteínas (principalmente ácido siálico e D-
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manose) das membranas perimicrovilares também parecem ser importantes fatores 

na interação parasito/vetor (Alves e cols., 2007). Foi demonstrado que 

tripanossomatídeos presentes no intestino de R. prolixus são capazes de 

incorporar os fosfolipídios presentes na membrana perimicrovilar (Folly e cols., 

1999). Além disso, recentemente, cisteíno peptidases da família das calpaínas 

foram relacionadas ao processo de adesão de formas de epimastigotas de T. cruzi 

ao epitélio intestinal de R. prolixus, bem como do processo de metaciclogênese 

(Ennes-Vidal e cols., 2011). 

 Apesar de jamais deixar o tubo digestivo, o T. cruzi tem demonstrado ser capaz 

de manipular o metabolismo de seu hospedeiro invertebrado através de 

mecanismos pouco conhecidos. A infecção pelo T. cruzi promove um aumento do 

fluxo de ácidos graxos para o interior do tubo digestivo e um aumento da expressão 

da FABP (proteína transferidora de ácidos graxos) nesse tecido. Essa proteína é 

responsável pelo transporte de ácidos graxos, os quais são substrato para a 

síntese de lipídios e formação de membranas. Nos ovários e corpo gorduroso 

também foi observada uma mudança no metabolismo de lipídios e modulação da 

expressão da FABP (Bittencourt-Cunha, 2009). 

 Os triatomíneos ingerem grandes quantidades de sangue, que é continuamente 

digerido pela ação de proteases, liberando aminoácidos, peptídeos e heme. O 

heme é utilizado pelo T. cruzi como cofator nutricional e em várias hemeproteínas 

essenciais para o seu metabolismo. Entretanto, o parasito não possui uma via de 

biossíntese completa da molécula (Salzman e cols., 1982; Lombardo e cols., 2003) 

precisando adquirir heme extracelular de seus hospedeiros. Lara e colaboradores 

(2007) demonstraram que o heme adquirido e incorporado da dieta sanguínea do 

vetor é necessário para a proliferação das formas epimastigotas do T. cruzi. 

 Uma vez que os triatomíneos são capazes de resistir ao jejum durante longos 

períodos, este fator também pode influenciar no desenvolvimento dos parasitos que 

acabam ficando sem aporte nutricional para o seu crescimento. A infecção pelo T. 

cruzi pode ou não ser perdida após longos períodos sem alimentação, e isso vai 

depender da espécie e do estádio de desenvolvimento do triatomíneo, da cepa do 

parasito, e da dose e duração da infecção (Schaub e Böker, 1986). Entretanto, os 

efeitos do jejum são evidentes sobre as densidades populacionais dos parasitos. 

Kollien e Schaub (1998), trabalhando com uma cepa isolada de Triatoma infestans 

observaram uma perda total de parasitos no intestino médio posterior de ninfas 

com jejuns superiores a 30 dias. Neste mesmo estudo, o número de parasitos 

mortos na região do reto cresceu com o aumento do período de jejum. 
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Como se alimentam exclusivamente de sangue, o desenvolvimento dos 

triatomíneos depende fortemente da presença de bactérias simbiontes, que são 

transmitidas dentro de uma população via coprofagia. Os simbiontes desenvolvem-

se principalmente no esôfago e intestino médio anterior, aumentando cerca de 

1000 vezes o tamanho de suas populações após a ingestão sanguínea pelo 

triatomíneo (Eichler e Schaub, 2002). A ausência dos simbiontes leva a vários 

efeitos deletérios no inseto, que incluem o atraso no desenvolvimento (Brecher e 

Wigglesworth, 1944; Lake e Friend, 1967) e aumento nas taxas de mortalidade 

ninfal (Half, 1956; Harrington, 1960), problemas durante a digestão sanguínea e 

excreção (Brecher e Wigglesworth, 1944; Eichler e Schaub, 1998) e reduções do 

sistema traqueal (Eichler e Schaub, 1998). A análise do desenvolvimento dos 

simbiontes Nocardia sp. e Rhodococcus rhodnii no intestino de T. infestans e R. 

prolixus, respectivamente, na presença do T. cruzi, mostrou que o parasito não 

afeta as taxas de crescimento das bactérias. Provavelmente, o crescimento dos 

simbiontes não é alterado devido à região do intestino em que o flagelado se 

desenvolve mais fortemente, o reto, não ser o sítio de colonização dos simbiontes 

(Eichler e Schaub, 2002).  

A patogenicidade, normalmente medida de maneira direta como um aumento 

nas taxas de mortalidade e indução de castração do vetor, é um aspecto bastante 

relevante na interação entre tripanosomas e triatomíneos. T. infestans infectados 

por T. cruzi (cepa Chile 5), mantidos isoladamente ou em grupos, a 26°C, e 

acompanhados durante o período de muda do primeiro para o segundo estádio, 

não mostraram diferenças quanto ao tempo de desenvolvimento quando 

comparados a insetos controle (Schaub, 1988a). Vários outros trabalhos também 

reportam ausência de patogenicidade de T. cruzi para o hospedeiro invertebrado 

(Zeledón e cols., 1970; Juarez, 1970; Schaub, 1988b). Entretanto, parasitos podem 

também reduzir o fitness de seus hospedeiros indiretamente, através de sutis 

reduções na sua fecundidade (Ballabeni, 1995; Poulin, 1998). Panstrongylus 

megistus infectados por T. cruzi (cepa VLE-95) e mantidos a temperatura de 30°C, 

apresentaram um desenvolvimento de ninfa a adulto semelhante ao do grupo 

controle, incluindo taxas de mortalidade e período intermudas. Entretanto, as 

fêmeas provenientes do grupo infectado colocaram uma quantidade de ovos 3,5 

vezes menor do que aquelas do grupo controle. Foram também observados para o 

grupo infectado, um menor número de ovos férteis e menores taxas de eclosão 

(Lima e cols., 1992). Mepraia spinolai alimentados repetidamente em camundongos 

infectados por T. cruzi tiveram um prolongamento do seu tempo de 
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desenvolvimento e apresentaram uma redução em diferentes variáveis 

relacionadas ao tamanho corpóreo, inclusive no tamanho das gônadas (Botto-

Mahan e cols., 2008). Aparentemente, o T. cruzi parece competir com seu vetor por 

nutrientes, já que em situações de jejum, a resistência dos insetos é reduzida 

(Schaub, 1989).  

Também têm sido observadas alterações comportamentais em triatomíneos 

infectados pelo T. cruzi. M. spinolai infectados e com jejuns superiores a 30 dias, 

aumentaram sua capacidade de detecção e orientação ao hospedeiro vertebrado 

em cerca de duas vezes em relação aos insetos não infectados, o que poderia ser 

consequência de um maior nível de jejum nos indivíduos infectados (Botto-Mahan e 

cols., 2006). Em associações parasito-vetor, como a de tripanosomas e insetos, 

dois mecanismos têm sido sugeridos para explicar o aumento do número de 

ataques de insetos hematófagos infectados aos hospedeiros vertebrados. Primeiro 

tripanosomatídeos e vetores competiriam pelos metabólitos no sangue ingerido, e a 

diminuição das reservas levaria a um número maior de tentativas de alimentação 

pelo inseto (Schaub, 1992; Kollien e Schaub, 2000). Segundo, tripanosomas 

poderiam interferir no processo de ingestão do inseto, causando distúrbios no trato 

digestivo, principalmente intestino médio anterior e posterior, levando a novas 

tentativas de alimentação (Schaub, 1992; Borges e cols., 2006).  
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Figura 2: Interação entre Trypanosoma cruzi e triatomíneos. A ingestão de 
formas tripomastigotas sanguíneas durante a alimentação do triatomíneo é o ponto 
inicial do ciclo de vida do T. cruzi no hospedeiro invertebrado. Enzimas digestivas, 
temperatura, osmolaridade, pH, lectinas, aglutininas e fatores nutricionais são 
capazes de causar a morte dos parasitos. Os parasitos capazes de transpor essas 
barreiras se diferenciam em epimastigotas no intestino médio posterior, onde 
também ocorre a ancoragem dos parasitos à membrana perimicrovilar, o que 
acontece através da interação com glicoinositolfosfolipídios, proteínas e 
glicoproteínas presentes na membrana do parasito. As formas epimastigotas se 
proliferam no intestino, sendo um dos sinais conhecidos para essa diferenciação a 
presença de heme. Ocorre também a migração para a porção final do intestino, 
conhecida como ampola retal, onde ocorre a metaciclogênese, havendo por fim, 
formas tripomastigotas metacíclicas livres. Essas formas são eliminadas pelas 
fezes do e ao coçar o local da picada, o hospedeiro vertebrado transporta os 
parasitos para a ferida aberta pela probóscide do triatomíneo, e esses invadem 
células nucleadas, nas quais se diferenciam em formas amastigotas. Essa invasão 
é facilitada pela quimiotaxia de células imunes, como macrófagos, para a porta de 
entrada da infecção pela LPC.   
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As Relações do T. rangeli com o seu Hospedeiro Vetor. 

 

Trato Intestinal. 

 

Diferentemente do T. cruzi, a transmissão do T. rangeli ao hospedeiro 

vertebrado ocorre durante a alimentação do vetor, quando o inseto injeta formas 

tripomastigotas metacíclicas juntamente com a saliva (Fig. 3) . Entretanto, em 

infecções naturais, a porcentagem de insetos com parasitos presentes no trato 

intestinal, e que também apresentam hemolinfa e glândulas salivares positivas, 

varia de 2 a 50% (Añez e cols., 1987; Groot, 1954; Hecker e cols., 1990; 

Marinkelle, 1968; Tobie, 1965, 1970; Ferreira e cols., 2010). Ainda não são 

conhecidos os fatores que levam ao desenvolvimento de infecções completas. 

Pequenas modificações como alterações nos resíduos de açúcar em glicoproteínas 

de superfície poderiam contribuir para o aumento ou diminuição nas taxas de 

penetração do epitélio intestinal. Aparentemente, o sexo dos insetos também 

parece influenciar nas taxas de positividade de glândulas salivares, sendo que 

ninfas destinadas a serem machos apresentam significativamente mais infecções 

completas do que aquelas destinadas a serem fêmeas (Tobie, 1965).  

A dinâmica de estabelecimento desigual do parasito provavelmente leva aos 

diferentes níveis de patologia observados no hospedeiro invertebrado. Em 

infecções massivas, principalmente na hemolinfa, um grande número de insetos 

morre, e os que sobrevivem prolongam o período intermudas, além de 

apresentarem diferentes alterações morfológicas (Grewal, 1957; Tobie, 1961; Añez, 

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

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

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

A infecção pelo T. rangeli no trato intestinal pode persistir pela vida toda do 

inseto, sendo que parasitos podem ser encontrados nas fezes de 31 a 70% dos 

insetos infectados (Pifano e cols., 1948; D’Alessandro, 1976; Cuba, 1975; Hecker e 

cols., 1990). Apesar de parasitos serem eliminados juntamente com as fezes do 

vetor, os mesmos não parecem ser infectivos, fazendo com que a transmissão 

contaminativa, característica no caso de infecções por T. cruzi, não ocorra (Rentifo 

e cols., 1950; D’Alessandro, 1976; Tobie, 1964; Hecker e cols., 1990). 

 Diferentemente do T. cruzi que é capaz de se desenvolver em diferentes 

gêneros de triatomíneos, o desenvolvimento completo do ciclo biológico do T. 

rangeli ocorre preferencialmente em triatomíneos do gênero Rhodnius. O intestino 
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de T. infestans, em comparação ao de R. prolixus, possui níveis mais altos de 

aglutininas contra T. rangeli, e embora não tenham sido encontradas evidências de 

atividade lítica contra o parasito, as aglutininas poderiam, juntamente com outras 

moléculas, conferir uma maior resistência ao desenvolvimento do T. rangeli no 

intestino do T. infestans (Gregório e Ratcliffe, 1991). Além disso, a saliva de T. 

infestans apresenta atividade lítica contra T. rangeli, e uma vez que parte da saliva 

é ingerida pelo inseto durante o repasto sanguíneo, esta atividade poderia também 

estar relacionada com o baixo grau de desenvolvimento do parasito no intestino de 

T. infestans (Gregório e Ratcliffe, 1991).  

 No trato digestivo de R. prolixus, a diferenciação das formas tripomastigotas 

ingeridas durante o repasto sanguíneo dá origem a formas epimastigotas curtas e 

longas que se dividem, colonizam o intestino, e são as responsáveis pela invasão 

da hemocele do inseto. No trato intestinal, os parasitos são sempre observados 

livres no lúmen, nunca aderidos ao epitélio (Hecker e cols., 1990). 
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Figura 3: Interação entre Trypanosoma rangeli e triatomíneos. Tripomastigotas 
sanguíneos são ingeridos por triatomíneos durante o repasto sanguíneo, os quais 
se diferenciam a epimastigotas. Após a diferenciação, as formas epimastigotas se 
proliferam, culminando no estabelecimento da infecção. Isso promove a inibição do 
crescimento de endosimbiontes, os quais são de grande importância para o 
triatomíneo, inclusive no processo digestivo.  Após a proliferação, os parasitos 
interagem com a membrana do epitélio intestinal através de lectinas e seus 
respectivos ligantes e então cruzam o epitélio para alcalçar a hemocele. Uma vez 
na hemolinfa os parasitos precisam transpor a resposta imune do inseto e obter 
nutrientes a fim de sobreviver e se multiplicar.  Uma forma de consegui-los é a 
captação de lipoproteínas, como a lipoforina, a qual é metabolizada e os lipídios 
presentes são incorporados à membrana do parasito. A migração culmina no 
alcance da glândula salivar pelas formas epimastigotas longas, as quais 
atravessam o epitélio da glândula, chegando ao lúmen. Essa interação pode refletir 
em uma diminuição de componentes salivares essenciais para a alimentação 
adequada do inseto. E é no momento da alimentação, mais precisamente, da 
injeção da saliva em que os parasitos serão transmitidos, na forma de 
tripomastigotas metacíclicos. 
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Uma importante descoberta na interação do T. rangeli com o hospedeiro 

invertebrado foi a influência que a infecção pelo parasito tem sobre as populações 

de simbiontes do intestino de R. prolixus (Eichler e Schaub, 2002). Como já citado 

anteriormente, os organismos simbiontes sintetizam nutrientes essenciais ausentes 

na dieta sanguínea dos triatomíneos e a sua ausência leva a uma série de efeitos 

deletérios que incluem o retardo do desenvolvimento ninfal, aumento nas taxas de 

mortalidade, distúrbios na digestão e excreção e reduções do sistema traqueal. A 

infecção de R. prolixus pelo T. rangeli retardou o desenvolvimento de R. rhodnii 

presentes nos conteúdos intestinais do inseto (Eichler e Schaub, 2002) e também 

reduziu a densidade dos simbiontes no intestino de insetos infectados (Watkins, 

1969). Além disso, foi também demonstrado que formas de cultura de T. rangeli 

são capazes de inibir o crescimento dos simbiontes em placas de ágar (Watkins 

1971).  

Apesar de estarem normalmente livres no lúmen do intestino, para alcançarem 

a hemocele do inseto os epimastigotas de T. rangeli realizam uma série de 

interações com o epitélio intestinal mediadas, provavelmente, por lectinas/ligantes 

presentes na superfície do parasito e nas células epiteliais do inseto. A aderência 

do T. rangeli às células epiteliais se dá aparentemente pelo seu flagelo ou região 

posterior (Oliveira e Souza, 2001).  

 Resíduos de açúcar e de proteínas expostos em superfícies de interação 

parecem ser importantes para a habilidade dos parasitos em atravessar o epitélio 

intestinal. Conforme a infecção progride, os tripanosomas atravessam os diferentes 

microambientes dentro do inseto vetor e vão mudando açúcares de sua superfície 

em determinados estágios do ciclo de vida, para manter as interações com os 

tecidos do inseto. Rudin e colaboradores (1989) demonstraram que as formas 

epimastigotas encontradas na hemolinfa adquirem reatividade para a lectina 

Concanavalina A durante a passagem pelo epitélio intestinal. Isso indica a 

existência de modificações na superfície dos parasitos, como a expressão de 

novas moléculas de superfície, o que poderia ser importante em relação a 

mecanismos de reconhecimento entre o parasito e as células do sistema 

imunológico.  

Estudos utilizando animais irradiados sugerem que as membranas 

perimicrovilares que revestem o intestino representam uma estrutura essencial no 

controle da invasão da hemocele pelo T. rangeli e que alterações nessas 

membranas podem facilitar a penetração do parasito na hemocele do vetor (Gomes 

e cols., 2002). A irradiação gama em R. prolixus provocou o agrupamento de 
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microvilos e desorganização das membranas perimicrovilares das células epiteliais 

do intestino dos insetos, o que acelerou a invasão da hemolinfa pelo T. rangeli. 

Assim, as membranas perimicrovilares devem funcionar como uma primeira 

barreira de defesa do inseto contra a invasão da hemolinfa o que reflete no número 

baixo de insetos infectados que também apresentam parasitos na hemolinfa e 

glândulas salivares.  

A penetração do epitélio do intestino médio pelo T. rangeli é bastante baixa, e 

aparentemente não está relacionada com a duração da infecção, nem com 

combinações entre cepas de parasitos e vetores.  Hecker e colaboradores (1990) 

registraram a passagem do parasito pelo epitélio intestinal através de uma rota 

intracelular. Neste caso, os parasitos dentro das células epiteliais sempre foram 

vistos contidos dentro de vacúolos, que podiam ser individuais ou conter vários 

tripanosomas. As células infectadas não apresentaram mudanças estruturais 

mesmo com vários parasitos presentes no seu interior. Para alcançar a hemolinfa, 

após passarem pela lâmina basal, os parasitos deixaram os vacúolos celulares. 

Oliveira e Souza (2001), através de estudos de microscopia eletrônica, mostraram 

alterações morfológicas e citoplasma menos denso nas células invadidas pelos 

parasitos durante a passagem pelo epitélio intestinal. Neste estudo não foi 

observada a presença de vacúolos envolvendo os parasitos durante a passagem 

pelas células intestinais. 

 

 

 

Hemolinfa. 

 

A infecção na hemolinfa ocorre quando os parasitos ingeridos durante uma 

alimentação infectiva penetram a parede do intestino e alcançam a cavidade 

corporal dos triatomíneos. O tempo que o T. rangeli demora em fazer a passagem 

de um ambiente ao outro é imprevisível. Normalmente, a invasão da hemolinfa 

acontece semanas após a colonização do intestino, quando os parasitos já estão 

estabelecidos e com populações numerosas (Groot, 1954; Grewal, 1957; 

D’Alessandro, 1976). Entretanto, a presença do parasito na hemolinfa já foi 

registrada em até 24 horas após a alimentação infectiva (Añez, 1980). 

Uma vez que o T. rangeli consegue alcançar a hemolinfa, inicia-se um período 

de intensa multiplicação. Em infecções iniciadas através do inóculo de 

epimastigotas da cepa CHOACHI diretamente na hemocele do inseto, se observa 
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que as formas epimastigotas iniciais são predominantemente curtas apresentando 

um alto grau de multiplicação (Fig. 4A). Estas formas vão dando lugar a 

epimastigotas longas que também se multiplicam intensamente e logo passam a 

predominar na hemolinfa (Fig. 4B). Parasitos são encontrados dentro de hemócitos 

e a interiorização do T. rangeli está normalmente associada ao predomínio de 

formas epimastigotas curtas na hemolinfa (Fig. 4C e D).  

Os estudos clássicos sobre a interação T. rangeli/R. prolixus afirmavam que o 

parasito era capaz de escapar das respostas humorais e celulares do inseto e 

ainda, que era capaz de se dividir dentro das células fagocíticas (Tobie 1968, 1970; 

Takle, 1988). Estudos mais recentes demonstraram, entretanto, que uma vez na 

hemolinfa, o T. rangeli é reconhecido e ativa o sistema de defesa do seu inseto 

vetor. Vários mecanismos humorais e celulares atuam como fatores limitantes para 

o desenvolvimento do parasito, incluindo lisozimas e atividade tripanolítica (Mello e 

cols., 1995; Gomes e cols., 1999), ativação do sistema pró-fenoloxidase (Mello e 

cols., 1995; Gomes e cols., 1999; 2003), fagocitose e microagregação de 

hemócitos (Takle, 1988; Mello e cols., 1995), aglutinação (Pereira e cols., 1981; 

Mello e cols., 1995; Ratcliffe e cols., 1996) e produção de ânions superóxido 

(Whiten e cols., 2001). 

O perfil celular da hemolinfa de R. prolixus se modifica na presença do T. 

rangeli após o primeiro dia de infecção (Oliveira e Souza, 2003). Estudos utilizando 

microscopia eletrônica mostraram um aumento no número de plasmatócitos e 

oenócitos, e um decréscimo de prohemócitos, células granulares e adipócitos. Os 

nódulos foram compostos predominantemente por plasmatócitos e células 

granulares sendo que o seu número decresceu ao longo da infecção. Um grande 

número de flagelados foi encontrado dentro de plasmatócitos em vacúolos 

citoplasmáticos que continham atividade de fosfatase ácida e não foram 

observados parasitos em divisão. Aparentemente, os plasmatócitos são capazes 

de interiorizar e destruir formas epimastigotas de T. rangeli dentro de vacúolos 

(Oliveira e Souza, 2003). 

No decorrer da infecção da hemolinfa ocorre uma diminuição da atividade tanto 

de mecanismos humorais quanto celulares de R. prolixus infectados por T. rangeli 

que coincide com o desaparecimento das formas curtas do parasito (Feder e cols., 

1999; Gomes e cols., 2003; Garcia e cols., 2004). Vários trabalhos têm 

demonstrado que a resposta imune do inseto é voltada preferencialmente às 

formas curtas enquanto que as formas longas teriam a capacidade de evadir-se e 

seriam responsáveis pela manutenção da infecção bem como, pela invasão das 
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glândulas salivares (Mello e cols., 1995, 1999; Gomes e cols., 1999, 2003). 

Aparentemente, as formas epimastigotas longas do T. rangeli estariam funcionando 

como o escape do parasito frente às respostas imunológicas do inseto. 

  Um aumento no volume de hemolinfa de triatomíneos infectados pelo T. 

rangeli tem sido registrado por diferentes autores (Grewal,1957; Tobie, 1965; 

Watkins, 1971). Watkins (1971) relacionou este aumento a uma redução nas taxas 

de excreção nas três primeiras horas após a alimentação. Ferreira e colaboradores 

(2010) mediram as taxas de excreção e de perda de água em ninfas infectadas que 

apresentaram aumento de volume de hemolinfa e não observaram alterações em 

relação a insetos controle. Entretanto, os insetos infectados apresentaram um 

aumento na quantidade de lipídios e de corpos gordurosos. Como citado 

anteriormente, o sangue ingerido pelos triatomíneos é estocado no intestino médio 

anterior e digerido no intestino médio posterior (Billingsley, 1988, 1990). Após um 

repasto sanguíneo, moléculas de diacilglicerol e fosfolipídios são transferidas do 

intestino para uma proteína carreadora na hemolinfa, denominada de lipoforina 

(Atella e cols. 1995; Coelho e cols., 1997). A lipoforina é a principal lipoproteína 

hemolinfática responsável pelo transporte de lipídios dos sítios de síntese e 

estocagem para os sítios de utilização. Nestes tecidos a transferência de lipídios 

envolve interações com receptores específicos presentes nas superfícies celulares 

(Machado e cols., 1996; Pontes e cols., 2002; Grillo e cols., 2007). Logo após a 

alimentação, a lipoforina é abastecida com lipídios no intestino e pode transportá-

los para os ovários em desenvolvimento, assim como para o corpo gorduroso, onde 

serão estocados. Com o decorrer do processo digestivo, por volta do 10o dia após 

o repasto sanguíneo, o corpo gorduroso se torna o principal tecido responsável 

pelo abastecimento de lipídios da lipoforina (Atella e cols., 1992; Atella e cols., 

1995; Coelho e cols., 1997). Estudos de fluxo de lipídios em hospedeiros 

vertebrados têm demonstrado que membros da família Trypanosomatidae não 

possuem vias de síntese completa para alguns esteróis e ácidos graxos, o que faz 

com que essas moléculas precisem ser adquiridas dos fluidos do hospedeiro 

(Dixon e cols., 1971; Coppens e Coutoy, 1995; Coppens e cols., 1995; Vial e cols., 

2003). Folly e colaboradores (2003) demonstraram que o T. rangeli é capaz de 

endocitar moléculas de lipoforina, através de receptores específicos presentes na 

superfície do parasito, e metabolizar os lipídios presentes na lipoproteína. Assim, o 

aumento na quantidade de lipídios em insetos infectados observado por Ferreira e 

cols. (2010) poderia estar relacionado a um desequilíbrio entre lipoforinas e lipídios 

causado pela incorporação da proteína pelo parasito. Em adição, tripanosomas são 
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também capazes de incorporar alguns lipídios diretamente do meio (Morita e 

Englund, 2001; Paul e cols., 2001). Sendo assim, o T. rangeli também poderia ser 

capaz de modular a nutrição do inseto para um aumento na produção de lipídios. 

 Nem todos os triatomíneos que apresentam parasitos no trato intestinal e 

hemolinfa, desenvolvem glândulas salivares positivas. Um fator que pode interferir 

nas taxas de infecção é a identidade da cepa de T. rangeli e da espécie de 

Rhodnius utilizada. Isolados de T. rangeli de distintas origens geográficas mostram 

comportamentos variáveis em diferentes espécies do gênero Rhodnius, e a 

transmissão pela picada é mais restrita a espécies vetoras locais, sugerindo uma 

íntima relação evolucionária entre cepas de T. rangeli e seus vetores simpátricos 

(D’Alessandro e Saraiva, 1999; Grisard e cols., 1999; Machado e cols., 2001; Guhl 

e Vallejo, 2003; Vallejo e cols., 2003; De Stefani Marquez e cols., 2006). Através da 

comparação da filogenia das espécies de Rhodnius com a inferida para isolados de 

T. rangeli, bem como da distribuição geográfica dos isolados, Maia da Silva e 

colaboradores (2007) demonstraram a existência de uma sobreposição bastante 

significativa das espécies de Rhodnius e as linhagens de T. rangeli. Esse encontro 

foi consistente com a hipótese de uma longa coexistência dos parasitos e seus 

vetores. A separação de isolados de T. rangeli de vetores de distintos complexos 

vivendo em simpatria favorece a ausência de fluxo gênico entre as linhagens e 

sugere evolução das linhagens de T. rangeli em ciclos de transmissão 

independentes, provavelmente associados a ecótopos específicos de Rhodnius 

spp. 
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Figura 4. Microscopia de luz de diferentes estágios da infecção da hemolinfa 

de Rhodnius prolixus pelo Trypanosoma rangeli. (A) Formas epimastigotas 

curtas em divisão, 72h p.i. (B) Formas epimastigotas longas em divisão, 96h p.i. (C 

e D) Interiorização por hemócitos de formas epimastigotas curtas, 120h p.i. Barras 

= 20 m (Setas, parasitos). 

 

Glândula Salivar. 

 

A transmissão do T. rangeli é feita via saliva durante a picada do triatomíneo e 

para isso o tripanosoma precisa penetrar nas glândulas salivares do inseto (Fig. 3). 

Sete dias após a infecção intracelomática de R. prolixus com o T. rangeli, formas 

epimastigotas longas já podem ser encontradas aderidas pelos flagelos à superfície 

externa das glândulas salivares. O mecanismo pelo qual os epimastigotas invadem 

as células das glândulas salivares ainda não está completamente esclarecido, 

embora tenha sido encontrada em T. rangeli uma proteína formadora de poros que 

poderia estar envolvida na penetração da glândula pelos parasitos (Meirelles e 

A B 

D C 
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cols., 2005). As glândulas salivares de R. prolixus são altamente glicosiladas, com 

diversos tipos de resíduos de carboidratos presentes na lâmina basal, músculos e 

células epiteliais. A entrada do parasito nas glândulas salivares do triatomíneo é 

mediada pela interação inicial de lectinas/carboidratos presentes na superfície do 

parasito e na parede da glândula salivar (Basseri e cols., 2002). N-acetil-D-

glucosamina (GlcNAc) está presente em grandes quantidades na superfície das 

glândulas salivares de R. prolixus e parece ser importante para a adesão de formas 

epimastigotas longas de T. rangeli, uma vez que a incubação prévia destas formas 

com GlcNAc impede a adesão dos parasitos (Basseri e cols., 2002). Segundo 

estudos de Ellis e colaboradores (1980), os parasitos penetram a glândula através 

da inserção inicial de seus flagelos e então corpos celulares, passando entre as 

células musculares com diferentes graus de distorção. A penetração da membrana 

basal também é iniciada pelos flagelos que se invaginam pela membrana celular 

das células da glândula salivar até que o parasito inteiro esteja envelopado. Os 

tripanosomas cruzam as células das glândulas salivares dentro desses vacúolos, 

sendo que a maioria deles perde seus vacúolos antes de alcançar o lúmen da 

glândula. Hecker e colaboradores (1990) também demonstraram passagens 

intracelulares com os parasitos inseridos dentro de vacúolos. 

Uma vez dentro da glândula salivar, os epimastigotas se diferenciam em 

tripomastigotas metacíclicos que nadam livremente na saliva. Segundo Meirelles e 

colaboradores (2005) as formas epimastigotas iniciam a diferenciação enquanto 

ainda aderidos pelos flagelos aos microvilos das células glandulares. Não foram 

descritos até o momento mecanismos de defesa que sejam desencadeados pela 

presença do T. rangeli nas glândulas salivares, apesar dos efeitos deletérios que o 

parasito causa. A infecção das glândulas salivares de R. prolixus pelo T. rangeli 

prejudica a função das glândulas salivares do inseto impedindo a expressão 

completa de seu maquinário anti-hemostático (Garcia e cols., 1994). Isso afeta o 

comportamento alimentar do inseto induzindo a um aumento significativo no 

número de picadas e na duração dos períodos de sondagem e reduzindo a 

habilidade do inseto em ingerir sangue de um hospedeiro vertebrado e 

consequentemente aumentando as chances de transmissão pelo T. rangeli (Añez e 

East, 1984). Além disso, foi demonstrado que a infecção por T. rangeli promove a 

inibição da atividade de uma tirosina fosfatase que por sua vez leva a uma redução 

da atividade da enzima óxido nítrico sintase, responsável pela produção de óxido 

nítrico (Gazos-Lopes e cols., 2012). A redução na produção de óxido nítrico, 
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potente vasodilatador, provavelmente contribui para o aumento nos tempos de 

ingestão sanguínea.  

 

 

Considerações Finais. 

 

Os insetos vetores são um fator determinante na transmissão e disseminação 

de diversas doenças que afetam o homem e seus animais domésticos. O estudo da 

interação destes com seus parasitos naturais não só contribui para ampliar o 

conhecimento sobre a importância das associações parasito-hospedeiro no 

desenvolvimento de vetores, como também proporciona informações relevantes 

para o desenvolvimento e melhoramento de ferramentas de controle do parasito, e 

consequentemente, da doença por ele transmitida. 
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