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“No estalla como las bombas ni suena como los tiros.  

Como el hambre, mata callando. 

Como el hambre, mata a los callados: a los que viven condenados al silencio y mueren 
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Tragedia que no suena, enfermos que no pagan, enfermedad que no vende. 

El mal de Chagas no es negocio que atraiga a la industria farmacéutica, ni es tema que 

interese a los políticos ni a los periodistas. 

Elige a sus víctimas en el pobrerío. 
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Sus víctimas no tienen derechos, ni dinero para comprar los derechos que no tienen. 

Ni siquiera tienen el derecho de saber de qué mueren.” 
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ABSTRACT 

 

Migratory flows have expanded Chagas disease to non-endemic areas. A plethora of 

tests for the diagnosis of the disease are available, most of them serological, but their 

usefulness in different population groups, infection phases and disease follow-up is still 

not well established. A new generation of tests has been developed but they have not 

been included in the current protocols, which involve the analysis of a large number of 

samples by several serological tests with ensuing high healthcare costs. On the other 

hand, serological diagnosis has the inconvenience of the high persistence of 

immunoglobulin G (IgG) antibodies in chronic patients and the detection of passive IgG 

of maternal origin in newborns of Chagas-infected women. The molecular 

characterization of Trypanosoma cruzi has sought to identify associations between 

Discrete Typing Units (DTUs) and the clinical development of the disease. There are 

dozens of different molecular markers but no consensus on a protocol. Thus, the main 

aim of the present work was to assess the usefulness of several serological techniques 

used for the diagnosis and follow-up of chronic and congenital T. cruzi infection and to 

characterize T. cruzi genotypes in a Latin American population attending hospitals in 

the Barcelona area (Spain). The results show that the Chemiluminescent Microparticle 

Immunoassay (CMIA), with 100% sensitivity in chronic patients, allowed a correct 

diagnosis of the majority of samples when applied as a single technique. Only gray-zone 

and positive serum samples with a result of ≤ 6 S/CO would need to be confirmed. In 

non-infected newborns, a continuous decreasing trend of  passive IgG antibodies was 

observed but none of the serological assays seroreverted in all the infants before 12 

months. Thereafter, all the serological tests  achieved negative results in the totality of 

the samples analyzed, except CMIA. The proposed protocols would result in important 

savings in the cost of Chagas disease diagnosis and in the management and control of 

the disease. Polymerase Chain Reaction (PCR)-based flowcharts are very useful to 

characterize T. cruzi DTUs during acute infection but not sensitive enough for the 

analysis of patients with low parasitic loads. Satellite DNA (SatDNA) sequencing 

cannot discriminate between populations at the level of a single DTU but it enabled us 

to increase the number of characterized cases in chronic patients. The most frequently 

identified DTU was TcV, common in Bolivia and predominant in peripheral blood.  





 

 

 

 

 

 

 

 

RESUMEN





   RESUMEN 

7 

RESUMEN 

 

Los movimientos migratorios han permitido la expansión de la enfermedad de Chagas a 

zonas no endémicas. Se dispone de una gran cantidad de pruebas para el diagnóstico de 

la enfermedad, la mayoría de ellas serológicas, pero su utilidad en diferentes grupos de 

población, fases de la infección y seguimiento de la enfermedad todavía no es bien 

conocida. Recientemente se han desarrollado técnicas de nueva generación que no han 

sido tenidas en cuenta en los protocolos existentes, los que implican el análisis de un 

gran número de muestras por varias pruebas serológicas, con costes elevados en el 

presupuesto de salud. Por otro lado, el diagnóstico serológico tiene el inconveniente de 

la elevada persistencia de los anticuerpos tipo inmunoglobulina G (IgG) en pacientes 

crónicos y la detección de IgG pasivas de origen materno en recién nacidos. La 

caracterización molecular de Trypanosoma cruzi en muestras de los pacientes busca 

identificar asociaciones entre las Unidades Discretas de Tipificación (UDTs) del 

parásito y el desarrollo clínico de la enfermedad. Existen diferentes marcadores 

moleculares, pero no hay consenso sobre un protocolo. El objetivo principal del 

presente trabajo fue evaluar la utilidad de varias técnicas serológicas para el diagnóstico 

y seguimiento de la infección crónica y congénita por T. cruzi y para caracterizar los 

genotipos de T. cruzi en una población latinoamericana atendida en hospitales de 

Barcelona (España). Los resultados mostraron que el Inmuno-ensayo de Micropartículas 

Quimioluminiscentes (CMIA), con una sensibilidad del 100% en pacientes crónicos, 

permitió el diagnóstico correcto de la mayoría de las muestras cuando se aplicaba como 

única técnica. Sólo las muestras en zona gris y positivas con un resultado de ≤ 6 

unidades relativas de luz/punto de corte (S/CO) necesitarían ser confirmadas. En los 

recién nacidos no infectados, se observó una tendencia decreciente continua de 

anticuerpos IgG pasivos pero ninguno de los tests serológicos utilizados serorevertió en 

todos los casos antes de los 12 meses. A partir de ese momento, todas las pruebas 

serológicas obtuvieron resultados negativos en todas las muestras analizadas excepto 

CMIA. Los protocolos propuestos permitirían importantes ahorros en el diagnóstico de 

la enfermedad de Chagas y en el manejo y el control de la enfermedad. Los diagramas 

de identificación basados en la Reacción en Cadena de la Polimerasa (PCR) se 

mostraron muy útiles para caracterizar las UDTs de T. cruzi durante la infección aguda 

pero no lo suficientemente sensibles para el análisis de pacientes con cargas parasitarias 
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bajas. En cambio, la secuenciación del ADN satélite (ADNsat) no permitió discriminar 

las poblaciones a nivel de una única UDT, pero sí aumentar el número de casos 

caracterizados en pacientes crónicos. La UDT más identificada fue TcV, común en 

Bolivia y predominante en sangre periférica. 
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I. INTRODUCCIÓN 

 

1. CONCEPTO Y PERSPECTIVA HISTÓRICA 

La enfermedad de Chagas o tripanosomiasis americana es una infección parasitaria, 

zoonótica y de transmisión vectorial causada por el protozoo flagelado Trypanosoma 

(Schizotrypanum) cruzi. La enfermedad se asocia tradicionalmente con las zonas rurales 

de América Latina (Portús, 2010; Rassi Jr. y col., 2010) y forma parte del conjunto de 

17 enfermedades tropicales olvidadas según la Organización Mundial de la Salud 

(OMS), comúnmente conocidas como Neglected Tropical Diseases (NTD) (WHO, 

2010; 2013).  

La primera evidencia de infección por T. cruzi en humanos procede de una momia 

Chinchorro de 9.000 años de antigüedad (Araújo y col., 2009; Aufderheide y col., 

2004). Los Chinchorros fueron la primera civilización en establecerse a lo largo de la 

región costera sudamericana del desierto de Atacama, en el sur del Perú y el norte de 

Chile. A partir del siglo XVI se empezaron a describir pacientes con síntomas 

compatibles con la enfermedad de Chagas. También aparecieron relatos sobre el insecto 

vector, mucho antes de descubrir su papel en la transmisión de la enfermedad, como el 

del año 1835 en el diario de Charles Darwin (1809-1882) durante su viaje a bordo del 

Beagle (Steverding, 2014).  

En 1908 el bacteriólogo e higienista brasileño Carlos Ribeiro Justiniano das Chagas 

(1879−1934) (Figura 1), dedicado a la lucha contra la malaria, descubrió en una de sus 

campañas contra el paludismo en Lassance (estado de Minas Gerais, Brasil) que los 

obreros que construían el ferrocarril padecían una enfermedad diferente a la malaria y 

fue advertido de la presencia de insectos hematófagos que picaban a los trabajadores 

durante la noche. Al observar preparaciones de los insectos en el microscopio descubrió 

la presencia de un protozoo flagelado en sus heces. Después de consultar a su maestro, 

el médico, bacteriólogo y epidemiólogo Oswaldo Gonçalves Cruz (1872−1917), inoculó 

el parásito a monos sanos consiguiendo después observar el protozoo en la sangre. 

También consiguió aislar al parásito de otros animales de laboratorio y lo denominó 

Schizotrypanum cruzi en honor a su mentor Oswaldo Cruz (Apt, 2009; Leone y Viotti, 

2015; Steverding, 2014). 
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Chagas estaba convencido de que había descubierto un organismo patógeno causante de 

una enfermedad en el hombre pero desconocía de que patología se trataba. En 1909, 

extrajo sangre de numerosas personas en Lassance en busca del parásito y, finalmente, 

logró encontrarlo en la sangre de una niña de dos años, llamada Berenice, que 

presentaba edema facial y síndrome hepato-espleno-ganglionar. Chagas comunicó la 

enfermedad y ésta pronto fue conocida con el nombre de su descubridor, enfermedad de 

Chagas (Chagas, 1909). En 1912, Chagas identificó al parásito en un armadillo y de 

manera gradual éste fue encontrado en otros reservorios silvestres, evidenciando la 

naturaleza zoonótica de la enfermedad. Carlos Chagas fue nominado al premio Nobel en 

1913 y 1921 pero nunca le fue otorgado debido a la dura oposición de los médicos e 

investigadores de la época (Apt, 2009; Steverding, 2014). 

 

 

Figura 1. Carlos Ribeiro Justiniano das Chagas (1879−1934), descubridor del agente causal de 
la enfermedad de Chagas, el protozoo flagelado T. cruzi. Imagen extraída de Wikimedia 
Commons.  

 

2. EL AGENTE ETIOLÓGICO: TRYPANOSOMA CRUZI 

 

2.1. MORFOLOGÍA Y FORMAS EVOLUTIVAS 

T. cruzi es un protozoo flagelado perteneciente a la clase Kinetoplastea y a la familia 

Trypanosomatidae (Moreira y col., 2004; Ruggiero y col., 2015). En 2005, El-Sayed y 

col. publicaron la secuencia completa del genoma de T. cruzi. Debido a la complejidad 

del parásito, el gran número de secuencias repetitivas y el elevado grado de variabilidad 

entre los diferentes aislados, el acoplamiento del genoma aún no está del todo resuelto 

(Schenkman y col., 2011). El ácido desoxirribonucleico (ADN) del parásito está 

dividido en dos compartimentos bien diferenciados, el núcleo y el quinetoplasto. El 
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ADN nuclear (ADNn) se encuentra en el interior del núcleo celular, envuelto por una 

membrana nuclear con los poros típicos de los eucariotas (Teixeira y col., 2011). Entre 

las secuencias repetidas que se pueden encontrar en el ADNn, destaca el ADN satélite 

(ADNsat). Se trata de la secuencia con el mayor número de repeticiones en el genoma 

nuclear y representa el 10% del ADN total del parásito (Elias y col., 2003; Ienne y col., 

2010; Schijman, 2015).  

Los kinetoplástidos se caracterizan por la presencia de una estructura llamada 

quinetoplasto, cuya forma y organización estructural varia en función de la forma 

evolutiva (de Souza, 2008). Esta estructura contiene el ADN del quinetoplasto (ADNk) 

que corresponde al genoma mitocondrial del parásito y representa aproximadamente el 

15-30% del ADN celular total (Araújo y col., 2009; de Souza, 1999; 2008; Teixeira y 

col., 2011).  

El ADNk está compuesto por una red compleja de ADN formada por dos tipos de 

moléculas circulares: minicírculos y maxicírculos (Araújo y col., 2009; Chacín y Torres, 

2010). Los minicírculos (0,5-2,5 kilobases, kb) son moléculas de ADN que codifican 

pequeños ácidos ribonucleicos (ARNs) encargados de modificar los transcritos de los 

maxicírculos en un proceso conocido como edición del ARN (de Souza, 2009). La 

organización de la molécula del minicírculo contiene varias zonas conservadas y 

variables y la cantidad y organización de estas regiones parece ser específica de cada 

tripanosomátido (Junqueira y col., 2005). Por otro lado, los maxicírculos son moléculas 

más grandes (20-40 kb), análogas al ADN mitocondrial (ADNmt) de los eucariotas 

superiores, que codifican los ARNs ribosomales (ARNr) y también las enzimas de los 

complejos respiratorios como las subunidades II y III de la Citocromo-Oxidasa (CO-II y 

CO-III) (Chacín y Torres, 2010; de Souza, 2009; Junqueira y col., 2005). Los 

minicírculos se encuentran en mayor cantidad en la célula, hasta 30.000 copias por 

parásito, mientras que los maxicírculos son menos frecuentes (unas docenas por célula) 

(Chacín y Torres, 2010; de Souza, 1999; Ferrer, 2015; Macina y col., 1986; Telleria y 

col., 2006).  

Además del quinetoplasto, la familia Trypanosomatidae se caracteriza por la presencia 

de un único flagelo, que puede estar formando el borde de una membrana ondulante o 

ser libre en toda su longitud, y que desaparece externamente cuando viven como 

parásitos intracelulares (Gállego Berenguer, 2007). Una característica de T. cruzi es la 

apariencia de sus tripomastigotes hemáticos y que, a diferencia de otros tripanosomas, 
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su fase multiplicativa se realiza intracelularmente mediante los amastigotes (Barret y 

col., 2003; Gállego Berenguer,  2007; Magill y Reed, 2000; Miles, 2003). 

En el hospedador vertebrado (hombre y mamíferos reservorios) el parásito se desarrolla 

bajo tres formas evolutivas con diferente morfología: (i) tripomastigotes (Figura 2A), 

hemáticos, de 16−20 µm de largo, con forma de C o S, extremo posterior afinado con un 

quinetoplasto voluminoso y que parece sobrepasar los bordes de este mismo extremo y 

con membrana ondulante con aspecto poco plegado que termina en un flagelo libre; (ii) 

amastigotes (Figura 2B), de 2−4 µm de largo y con capacidad multiplicativa en 

situación intracelular; (iii) epimastigotes (Figura 2C), intracelulares y de transición entre 

las dos anteriores, presentan un gran quinetoplasto en posición anterior al núcleo y una 

corta membrana ondulante en la región anterior (Gállego Berenguer, 2007).  

 

Figura 2. Tipos morfológicos de T. cruzi con las principales estructuras. Tripomastigote en un 
frotis de sangre teñido con Giemsa (A). Amastigotes en tejido cardíaco teñidos con 
hematoxilina y eosina (B). Epimastigote en cultivo teñido con Giemsa (C). Imágenes extraídas 
de CDC−DPDx y esquemas extraídos de Gállego Berenguer (2007).  

 

Por otro lado, en el insecto vector, T. cruzi se desarrolla en la luz del tubo digestivo bajo 

las formas de epimastigote y tripomastigote. El tripomastigote es la única forma 

metacíclica y que puede pasar al hospedador vertebrado (Gállego Berenguer, 2007). 

 

2.2. DIVERSIDAD GENÉTICA 

T. cruzi es predominantemente diploide (El-Sayed y col., 2005), se multiplica 

asexualmente por fisión binaria (Zingales y col., 2012) y presenta una estructura 
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poblacional principalmente clonal (Messenger y col., 2015b). La heterogeneidad 

genética del parásito se debe a la acumulación de mutaciones discretas y a procesos de 

recombinación puntuales (Messenger y col., 2015b; Zingales y col., 2012).  

Las poblaciones de T. cruzi se distribuyen en las denominadas unidades discretas de 

tipificación (UDTs). Las UDTs se definen como “conjuntos de cepas o grupos genéticos 

que se encuentran genéticamente más relacionados entre ellos que con cualquier otra 

cepa y pueden ser identificados por marcadores moleculares o inmunológicos comunes” 

(Tibayrenc, 1998). Actualmente, hay descritas seis UDTs de T. cruzi con diferente 

distribución geográfica: TcI a TcVI (Zingales y col., 2009; 2012). La heterocigosis 

observada en las poblaciones naturales de TcV y TcVI sugieren la incorporación de 

procesos de intercambio genético (Messenger y Miles, 2015; Tibayrenc, 2003; Zingales 

y col., 2012).  

Existen dos teorías para explicar las relaciones evolutivas entre las UDTs de T. cruzi y 

ambas contemplan dos procesos de hibridación (Zingales y col., 2012) (Figura 3): el 

modelo de las dos hibridaciones (Westenberger y col., 2005) y el modelo de los tres 

ancestros (de Freitas y col., 2006). El modelo de las dos hibridaciones indica un primer 

intercambio genético entre TcI y TcII, con pérdida de la heterocigosis entre la progenie 

y dando lugar a las UDTs TcIII y TcIV, seguido de una segunda hibridación más 

reciente entre TcII y TcIII para obtener TcV y TcVI. El modelo de los tres ancestros 

indica dos eventos recientes de intercambio genético entre TcII y TcIII dando lugar a las 

UDTs TcV y TcVI (Zingales y col., 2012). El origen de las diferentes UDTs así como 

sus interrelaciones siguen siendo controvertidos (Tomasini y Diosque, 2015). 

Recientemente, se ha designado una nueva UDT denominada Tcbat con un patrón 

molecular único y que se postula como el posible ancestro de T. cruzi (Guhl y col., 

2014; Marcili y col., 2009; Pinto y col., 2012). Este nuevo genotipo está relacionado 

con aislados de murciélagos en Brasil, Panamá y Colombia y también se ha detectado 

en humanos (Guhl y col., 2014; Lima y col., 2015; Ramírez y col., 2014).  

Las cepas incluidas en una determinada UDT de T. cruzi no deben ser consideradas 

como pertenecientes a un solo clon sino a clones múltiples o a familias de clones 

estrechamente relacionadas ya que comparten perfiles con determinados grupos de 

marcadores moleculares pero pueden distinguirse, con frecuencia, con marcadores de 

mayor resolución (Muñoz y col., 2013; Tibayrenc y Ayala, 2015).  
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Figura 3. Comparación de los modelos de intercambio genético entre las UDTs durante la 
evolución clonal de T. cruzi: modelo de las dos hibridaciones (A) y modelo de los tres ancestros 
(B). Los rectángulos indican las diferentes UDTs. Los intercambios genéticos se indican con 
formas ovales y la contribución parental con flechas rojas. Los clados mitocondriales se 
muestran en diferentes colores: en azul el clado A, en verde el clado B y en naranja el clado C. 
El esquema ha sido extraído de Zingales y col. (2012).  

 

La heterogeneidad del parásito se considera uno de los factores que juega un papel 

importante en las diferentes formas clínicas de la enfermedad de Chagas (Muñoz y col., 

2013). Macedo y Pena (1998) propusieron un modelo histotrópico clonal para la 

enfermedad de Chagas. En este modelo se postula que los diferentes clones dentro de 

una cepa de T. cruzi podrían presentar tropismo por los diferentes tejidos del 

hospedador debido a su polimorfismo. La combinación de clones infectantes y su 

tropismo específico sería un factor clave para la determinación del curso clínico de la 

enfermedad. La infección humana es un evento reciente en la historia evolutiva de T. 

cruzi y, por ese motivo, es de esperar que las diferentes poblaciones del parásito tengan 

diversas tasas de infectividad y virulencia así como también diferente capacidad de 

desarrollar la enfermedad en el ser humano (Cura y Schijman, 2013). Los estudios 

taxonómicos actuales pretenden identificar la asociación de las UDTs con la 

presentación clínica de la enfermedad así como su distribución en las zonas endémicas y 

en los ciclos de transmisión (Duffy y col., 2013; Miles y col., 2009; Ramírez y col., 

2010) aunque, de momento, se desconoce la influencia de esta diversidad genética en 

los diferentes escenarios clínicos en las regiones endémicas (Cura y Schijman, 2013). 

Además, está descrito que las infecciones mixtas son frecuentes en el caso de la 

enfermedad de Chagas al poder coexistir varias UDTs en un mismo vector y también en 

un único hospedador (Brenière y col., 2016; Pérez y col., 2014).  
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La UDT más extendida y abundante de T. cruzi en América Latina es TcI (Figura 4). 

Esta UDT, asociada tanto al ciclo selvático como al doméstico, se relaciona con la 

enfermedad de Chagas en humanos en el norte de América del Sur pero también se ha 

descrito de manera ocasional en el Cono Sur (Carrasco y col., 2012; Guhl y Ramírez, 

2011; Llewellyn y col., 2009; Zingales y col., 2012). TcV, así como TcII y TcVI, parece 

estar concentrada en el centro y el sur de América del Sur y restringida a ciclos de 

transmisión domésticos (Carrasco y col., 2012; Diosque y col., 2014; Zingales y col., 

2012). TcIII es una UDT rara en humanos y está asociada a ciclos selváticos en Brasil y 

en los países colindantes. TcIV es esporádica en Sudamérica a excepción de Venezuela 

en donde es la segunda UDT responsable de infección en humanos (Zingales y col., 

2012). 

 

Figura 4. Distribución geográfica aproximada de las UDTs de T. cruzi en los ciclos de 
transmisión domésticos y selváticos (Zingales y col., 2012). 

 

2.2.1. MÉTODOS DE CARACTERIZACIÓN DE TRYPANOSOMA CRUZI 

Andrade (1974) intentó discriminar varios fenotipos de T. cruzi mediante estudios 

morfológicos y comportamentales utilizando criterios de virulencia y patogenicidad en 

modelos murinos. A raíz de estos estudios se definieron tres fenotipos principales 

(Andrade, 1974; Andrade y col, 1983), posteriormente denominados “biodemas” 

(Andrade y Magalhães, 1997).   

El primer método experimental que demostró la gran diversidad genética de T. cruzi fue 

el análisis de variantes electroforéticas de enzimas celulares (isoenzimas), también 
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conocido como Electroforesis Enzimática Multilocus (MLEE) (Messenger y col., 

2015a). El procedimiento se basa en la electroforesis de extractos proteicos del parásito 

en geles de almidón o acetato de celulosa y el revelado bioquímico con sustratos 

colorimétricos o fluorescentes para enzimas diferentes permitiendo diferenciar grupos 

isoenzimáticos llamados zimodemas (Macedo y col., 2002; Muñoz y col., 2013). En un 

inicio, Miles y col. (1977; 1978) determinaron la existencia de tres zimodemas 

diferentes y los denominaron Zimodema 1 (Z1) de origen selvático, Zimodema 2 (Z2) 

de origen doméstico y Zimodema 3 (Z3) con origen compartido en los dos ciclos 

(Guzmán-Marín y col., 1999). Tibayrenc y col. (1986) y Tibayrenc y Ayala (1988) 

subdividieron estos tres zimodemas en 43 y los denominaron “clonets”, es decir, 

“aislamientos de una especie clonal que parecen ser genéticamente idénticos entre si 

sobre la base de un determinado conjunto de marcadores” (Tibayrenc y Ayala, 1991). 

Morel y col. (1980) utilizaron los Polimorfismos de Longitud de Fragmentos de 

Restricción (RFLP) del minicírculo del kDNA para subdividir las poblaciones del 

parásito en diferentes perfiles de restricción característicos, los que denominaron 

“esquizodemas”.  Los RFLP evidenciaron por primera vez que los clones de una misma 

cepa pueden presentar diversidad genética. Sturm y col. (1989) perfeccionaron la 

técnica mediante la amplificación por PCR del fragmento de interés (PCR-RFLP), 

aumentando la sensibilidad del método.  

También se utilizaron otras técnicas moleculares para la caracterización de T. cruzi 

(Macedo y Pena, 1998; Murta y Romanha, 1999). Entre ellos destacan, la Amplificación 

al Azar de ADN Polimórfico (RAPD) y los análisis de genes y microsatélites (Oliveira 

y col., 1998; 1999; Souto y col., 1996; Souto y Zingales, 1993; Steindel y col., 1993; 

Tibayrenc y col., 1993). El resultado fue una gran variabilidad genética en los múltiples 

aislamientos de T. cruzi estudiados lo que generó una gran confusión en la 

denominación de los diferentes grupos propuestos (Guhl, 2013). En 1999 se llegó a un 

consenso para designar dos linajes de T. cruzi, denominados TcI y TcII 

(Recommendations from a satellite meeting, 1999). Más recientemente, TcII fue 

dividido en cinco subgrupos (TcIIa-TcIIe) (Brisse y col., 2000; 2001) los cuales fueron 

re-nominados en 2009 con la clasificación actual de las seis UDTs: TcI-TcVI  (Zingales 

y col., 2009) (Tabla 1). Aunque en esta revisión de la nomenclatura no se incluyeron 

subdivisiones para TcI, se ha demostrado que existe una gran variabilidad genética 

dentro de este linaje y se ha propuesto su división en cinco subgrupos (TcIa-TcIe) (Cura 
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y col., 2010; Falla y col., 2009; Guhl y Ramírez, 2011; Ramírez y col., 2012). La 

nomenclatura actual de las UDTs de T. cruzi sigue generando controversia (Barnabé y 

col., 2016). 

 

Tabla 1. Nomenclatura de las UDTs de T. cruzi. 

Satellite meeting (1999) Brisse y col. (2000; 2001) Zingales y col. (2009) 
T. cruzi I TcI TcI 
T. cruzi II TcIIa TcIV 

TcIIb TcII 
TcIIc TcIII 
TcIId TcV 
TcIIe TcVI 

 

En los últimos años, la optimización de las técnicas de biología molecular, con mayor 

sensibilidad, ha permitido la caracterización genética de T. cruzi en muestras clínicas 

como lesiones chagásicas y sangre periférica (Cura y Schijman, 2013). Actualmente 

existen diversos marcadores moleculares para determinar las UDTs de T. cruzi pero no 

existe consenso sobre cual utilizar (Brenière y col., 2016; Cura y col., 2015; Muñoz y 

col., 2013; Ramírez y col., 2010). Entre ellos destacan las Regiones Intergénicas para 

Miniexón (SL-IR), ADN ribosomal 24Sα (ADNr 24Sα), fragmento nuclear A10 (A10), 

ADNr 18S y CO-II (Brisse y col., 2001; Burgos y col., 2007; 2010; Cura y col., 2013; 

2015; Fernandes y col., 1999; Souto y col., 1996; Souto y Zingales, 1993). Diosque y 

col. (2014) propusieron recientemente un esquema de Tipificación Multilocus de 

Secuencias (MLST) basado en siete loci para la caracterización de las UDTs de T. cruzi.  

Los estudios de caracterización de T. cruzi son limitados debido a que la mayoría se 

realizan en muestras de sangre periférica y son raros aquellos que utilizan tejidos lo que 

podría influir tanto en la carga parasitaria como en el hallazgo de determinas UDTs por 

su tropismo (Burgos y col., 2010; Câmara y col., 2010; D’Ávila y col., 2009; Vago y 

col., 2000). Además, los estudios de genotipado también pueden quedar sesgados 

cuando el método implica la realización de cultivo in vitro o infestación experimental 

que conlleva una selección parasitaria (Cura y Schijman, 2013). 
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2.3. TRANSMISIÓN 

La transmisión de T. cruzi en zona endémica es fundamentalmente vectorial, pero 

existen otras modalidades que se describen a continuación. 

 

2.3.1. VÍA VECTORIAL 

T. cruzi se trasmite a los humanos y a más de 100 de especies de animales domésticos 

(perros y gatos, entre ellos) y animales salvajes (carnívoros, marsupiales, roedores, 

primates, murciélagos, y xenartros como armadillos, perezosos y osos hormigueros) a 

través de insectos hematófagos pertenecientes al orden Hemiptera, familia Reduviidae y 

subfamilia Triatominae, dando lugar a tres ciclos epidemiológicos interrelacionados: 

doméstico, peridoméstico y selvático (Barret y col., 2003; Gállego Berenguer, 2007; 

Noireau y col., 2009; Rassi Jr. y col., 2010; WHO, 2015). Una mención especial 

requieren las zarigüeyas (marsupiales del género Didelphis) ya que son capaces de 

mantener los amastigotes multiplicándose en los tejidos y los epimastigotes 

multiplicándose y diferenciándose en las glándulas olfativas (Noireau y col., 2009). 

El ciclo doméstico se mantiene mediante triatominos que transmiten la infección de 

animales domésticos a humanos y también entre humanos. El ciclo selvático es 

enzoótico y se mantiene mediante triatominos y animales salvajes, mientras que el ciclo 

peridoméstico se origina a partir del ciclo selvático y mantiene la infección entre los 

animales domésticos en los alrededores de las viviendas humanas a través de los 

triatominos peridomésticos y, ocasionalmente, mediante intercambios con el ciclo 

selvático (perros y gatos que cazan animales salvajes y animales salvajes que invaden 

los alrededores de las viviendas humanas). Por tanto, los tres ciclos pueden 

interrelacionarse entre si (Coura y Dias, 2009). El intercambio que se puede producir 

entre los ciclos de la enfermedad de Chagas es bidireccional o de doble sentido, con un 

eje central que comprende los reservorios, el parásito T. cruzi, los vectores y los seres 

humanos (Coura, 2013; Coura y Dias, 2009) (Figura 5).  

Los vectores más comunes de la enfermedad de Chagas pertenecen a los géneros 

Triatoma, Rhodnius y Panstrongylus (Barret y col., 2003; Galvão y Justi, 2015; Gorla y 

Noireau, 2010), entre los cuales destacan las especies T. infestans, T. dimidiata, T. 

brasiliensis, R. prolixus y P. megistus (Gourbière y col., 2012; Patterson y Guhl, 2010) 

(Figura 6).  
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Figura 5. Intercambios entre los ciclos doméstico, peridoméstico y selvático de T. cruzi (Coura, 
2013; Coura y Dias, 2009). 

 

 

 

Figura 6. Distribución de las especies de triatominos de mayor relevancia epidemiológica. Las 
áreas rojas indican la distribución aproximada de las especies. Las especies marcadas en rojo se 
consideran los vectores más importantes de T. cruzi (Gourbière y col., 2012).  

 

Hoy en día se consideran dos modalidades de transmisión vectorial, la cutánea y la oral 

(Alarcón de Noya y col., 2015b). 
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Los triatominos alados y de talla grande son comúnmente conocidos como chinches 

besuconas (Figura 7) debido a que tienen el hábito de defecar mientras se alimentan de 

la sangre del hospedador y al picar depositan sus excrementos sobre la piel y las 

mucosas labiales y de la conjuntiva palpebral (Gállego Berenguer, 2007). A esta vía de 

transmisión se la ha denominado como “cutánea” para diferenciarla de la oral en la que 

el vector también está involucrado (Alarcón de Noya y col., 2015b). 

 

 

Figura 7. Triatomino, vector de la enfermedad de Chagas, defecando cerca de la herida 
producida después de alimentar-se de sangre del hospedador vertebrado (CDC−DPDx).  

 

Si bien la vía vectorial cutánea es el mecanismo de transmisión más frecuente en zonas 

endémicas (Abad-Franch y col., 2015; Prata, 2001), la vía oral parece tener también un 

papel importante en la transmisión de la enfermedad (Alarcón de Noya y Noya 

González., 2015; Coura, 2015). Éste es, probablemente, el mecanismo de transmisión 

más frecuente entre los animales en el ciclo selvático teniendo en cuenta que muchos de 

ellos se alimentan frecuentemente de insectos como los triatominos vectores de la 

enfermedad de Chagas (Coura, 2015).  

La infección por vía oral en humanos puede ocurrir a través de la ingesta de alimentos 

contaminados con triatominos infectados o sus deyecciones como carne, zumo de caña 

de azúcar y zumos de frutas (Prata, 2001). El primer brote de la enfermedad relacionado 

con esta vía fue descrita en Brasil el 1967 (Nery-Guimarães y col., 1968) y a partir de 

ese momento el número de episodios ha aumentado con casos descritos en Brasil, 

Colombia, Venezuela, Guayana Francesa y Bolivia (Alarcón de Noya y col., 2015a; 

Noya González y col., 2015). Los focos más importantes de transmisión oral 

corresponden al área amazónica brasileña y están relacionados con el consumo de los 

frutos de la palma (Noya González y col., 2015). 
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2.3.2. OTRAS VÍAS DE TRANSMISIÓN 

Otros mecanismos de transmisión que pueden tener lugar tanto en zonas endémicas 

como en zonas no endémicas son las transfusiones sanguíneas (Angheben y col., 2015), 

los trasplantes de órganos (Kransdorf y col., 2014), la vía congénita (Carlier y col., 

2015) y los accidentes de laboratorio (Herwaldt, 2001) permitiendo así la presencia de 

la enfermedad en zonas urbanizadas (Pinazo y Gascón, 2015).  

 

2.3.2.1. VÍA TRANSFUSIONAL 

La transmisión por transfusión sanguínea ocurre cuando un paciente recibe sangre con 

tripomastigotes circulantes de T. cruzi de un donante infectado (Alarcón de Noya y col., 

2015b). Esta vía de transmisión fue sugerida por Mazza y col. (1936) y los primeros 

casos de transmisión de la infección por transfusión fueron publicados por De Freitas y 

col. (1952). La migración de individuos asintomáticos ha conducido a la propagación de 

este tipo de transmisión (Angheben y col., 2015) y se han descrito casos de transmisión 

transfusional en países no endémicos como Estados Unidos, Canadá y España 

(Benjamin y col., 2012; Flores-Chávez y col., 2008b; Grant y col., 1989; Leiby y col., 

1999; Nickerson y col., 1989; Pérez de Pedro y col., 2008; Villalba y col., 1992; Young 

y col., 2007). Recientemente también se ha publicado un caso de infección por T. cruzi 

derivado de transfusión en Suiza (Ries y col., 2016). 

Se estima que la probabilidad de transmisión de la enfermedad de Chagas por 

transfusión es del 10-20% y depende, entre otros factores, de la concentración de 

parásitos en la sangre del donante y del componente sanguíneo transfundido (Miles, 

2017; Rassi Jr. y col., 2010). La parasitemia se puede detectar en el 50% de los 

pacientes en la etapa crónica de la enfermedad y T. cruzi puede sobrevivir a las 

temperaturas de almacenaje más habituales (4 y 22ºC) y también a los procesos de 

congelación-descongelación. En consecuencia, la infección puede ser transmitida por 

cualquier componente sanguíneo excepto los hemoderivados plasmáticos (Castro, 

2009). La transfusión de concentrado plaquetas es la que tiene un mayor riesgo de 

transmisión de la infección por T. cruzi (Cancino-Faure y col., 2015; Strasen y col., 

2014). 
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2.3.2.2. TRANSMISIÓN POR TRASPLANTE DE ÓRGANOS 

Los órganos trasplantados de un individuo con enfermedad de Chagas pueden contener 

amastigotes. Estos parásitos pueden evolucionar a tripomastigotes circulantes en los 

pacientes receptores inmunocomprometidos, lo que supone un riesgo sustancial de 

infección por T. cruzi derivado de trasplante (Alarcón de Noya y col., 2015b; Favaloro y 

col., 2015). Kransdorf y col. (2014) indican que el porcentaje de infección de los 

receptores de trasplante hepático o renal es del 13-22% mientras que el porcentaje de 

infectados por trasplante cardíaco asciende al 75-100%. En zona endémica, Chocair y 

col. (1981) publicaron el primer caso de transmisión de la infección por trasplante, en 

este caso de riñón, y se han detectado más casos (Cicora y col., 2014; Ferraz y 

Figuereido, 1993; Figuereido y col., 1990; Souza y col., 2008). En referencia a los 

países no endémicos, el primer caso documentado de transmisión derivado de trasplante 

fue en Estados Unidos en 2001 (CDC, 2002) y, posteriormente, han habido más casos 

también en Europa (CDC, 2006; Huprikar y col., 2013; Kun y col., 2009; Rodríguez-

Guardado y col., 2015). 

 

2.3.2.3. VÍA CONGÉNITA 

La transmisión vertical de T. cruzi puede ocurrir en cualquier fase de la enfermedad 

(aguda, crónica indeterminada o crónica sintomática) en la que se encuentre la madre en 

el momento del embarazo (Torrico, 2015). Además, puede haber trasmisión del parásito 

de la madre al feto en todos los embarazos de una mujer infectada y a través de varias 

generaciones (Schenone y col., 2001), lo que facilita la expansión incontrolada de la 

infección durante largos períodos de tiempo (Carlier y col., 2011). Todos estos 

elementos contribuyen a la construcción de un escenario complejo para la eliminación 

de esta vía de transmisión.  

En los países endémicos, la prevalencia en mujeres embarazadas se encuentra entre 5 y 

40% y las tasas de infección por transmisión vertical varían entre 1 y 12% en mujeres 

embarazadas seropositivas con gran variabilidad entre zonas (Bern y col., 2011b; 

Carlier y Torrico, 2003; Howard y col., 2014; Moscatelli y col., 2015; Torrico y col., 

2004). En los países no endémicos, Howard y col. (2014) estiman una tasa de 

transmisión vertical del 2,7%. Se han detectado casos de infección congénita en Estados 

Unidos, Canadá, Europa y Japón (CDC, 2012; Fearon y col., 2013; Flores-Chávez y 



   INTRODUCCIÓN 

 25 

col., 2008a; Imai y col., 2014; Jackson y col., 2009; Murillo y col., 2016; Muñoz y col., 

2007; Riera y col., 2006; Voelker, 2012).  

Es importante recalcar la diferencia entre dos términos que se confunden 

frecuentemente, mientras que la infección congénita por T. cruzi se refiere a casos 

asintomáticos y sintomáticos de la infección, la enfermedad de Chagas congénita se 

utiliza para describir casos sintomáticos (Carlier y col., 2015). 

Los cuatro factores principales en la transmisión vertical son el parásito, la madre, la 

placenta y el feto (Carlier y col., 2015). De hecho, recientemente Carlier y Truyens 

(2015) propusieron la infección congénita por T. cruzi como un modelo ecológico de 

interacciones múltiples y complejas entre el parásito, la mujer embarazada, la placenta y 

el feto. Por tanto, la transmisión congénita es un evento multicausal resultado de 

fenómenos como la reducción de la respuesta inmunitaria específica de algunas mujeres, 

la edad de la madre gestante, la carga parasitaria y la invasión por T. cruzi de las 

membranas placentarias y del cordón umbilical (Torrico, 2015). 

La placenta es el órgano más importante en el proceso de transmisión de los parásitos de 

la madre al feto (Carlier y Truyens, 2015). Juiz y col. (2016) describieron la asociación 

de polimorfismos humanos en los genes expresados en la placenta con la susceptibilidad 

a la infección congénita por T. cruzi. La vía transplacentaria hematógena es la vía de 

trasmisión vertical clave (Carlier y col., 2015; Carlier y Truyens, 2015) pero también 

existen otras posibles vías alternativas: (i) a través de los parásitos liberados en el 

líquido amniótico, (ii) a través de la pared uterina (vía transuterina), (iii) la transmisión 

perinatal durante el parto y (iv) la transmisión postnatal mediante la leche materna 

(Carlier y Truyens, 2010). Aunque estás vías podrían tener lugar durante la fase aguda 

de la enfermedad, son muy improbables durante la fase crónica (Carlier y Truyens, 

2015). En referencia a la transmisión por leche materna, aunque existen algunos 

estudios que informan de esta vía de transmisión, parece tener relevancia 

epidemiológica limitada y no se recomienda interrumpir la lactancia materna en madres 

con enfermedad de Chagas crónica (Norman y López-Vélez, 2013).  

 

2.3.2.4. TRANSMISIÓN ACCIDENTAL EN EL LABORATORIO 

La infección puede ser transmitida mediante la exposición a las heces de triatominos 

infectados y la manipulación de cultivos de T. cruzi y muestras biológicas de personas y 
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animales infectados (Herwaldt, 2001). Desde el primer caso descrito en 1938, se han 

observado varios casos más (Hofflin y col., 1987; Kinoshita-Yanaga y col., 2009). 

 

2.4. CICLO BIOLÓGICO  

Tal y como se ha comentado, T. cruzi se transmite principalmente a través de la vía 

vectorial en zona endémica. El ciclo biológico natural del parásito (Figura 8) es 

complejo con etapas de desarrollo en el insecto vector y en el hospedador mamífero 

(Rassi Jr. y col., 2010).  

 

Figura 8. Ciclo biológico vectorial de T. cruzi (Rassi Jr. y col., 2010). 

 

El ciclo evolutivo vectorial de T. cruzi se inicia cuando el triatomino hematófago, que 

actúa como vector, se alimenta de sangre del hospedador vertebrado y libera 

tripomastigotes de T. cruzi con las heces cerca de la herida producida por la picadura. 

Los tripomastigotes corresponden a la forma flagelada y metacíclica del parásito y 

penetran en el interior del hospedador vertebrado por la piel, a través de los 

microtraumatismos causados por las piezas bucales del insecto, o por las mucosas 

labiales y de la conjuntiva palpebral (de Souza, 2002; Gállego Berenguer, 2007).  
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Una vez en el interior del hospedador vertebrado, los tripomastigotes, que no tienen 

capacidad multiplicativa, acceden a los capilares sanguíneos de la dermis e invaden las 

células próximas al lugar de la inoculación (de Souza, 2002; Gállego Berenguer, 2007). 

Cualquier célula nucleada es diana del parásito pero sobre todo las células 

parenquimatosas. Dentro de las células, los tripomastigotes se diferencian a amastigotes 

intracelulares pasando por epimastigotes, de transición entre los dos anteriores e 

igualmente intracelulares. Los amastigotes se multiplican por fisión binaria hasta que la 

célula está repleta de parásitos, momento en el que se diferencian de nuevo a 

tripomastigotes que serán liberados al torrente sanguíneo mediante la lisis celular 

(Miles, 2017; Rassi Jr. y col., 2012). Estos tripomastigotes se distribuyen por el torrente 

circulatorio e infectan las células de los tejidos adyacentes, con preferencia por las 

células musculares cardíacas y digestivas, y se transforman en amastigotes en los 

nuevos lugares de infección (Barrett y col., 2003; Gállego Berenguer, 2007; Miles, 

2017).  

El triatomino vector puede volver a alimentarse de sangre de un hospedador que 

contenga parásitos circulantes. Los tripomastigotes ingeridos por el vector se 

transforman en epimastigotes en el estómago, se multiplican en el intestino mediano y 

se diferencian a tripomastigotes metacíclicos en el intestino grueso del triatomino. Estos 

tripomastigotes llegan al exterior arrastrados por vía fecal cerrando, de esta manera, el 

ciclo (de Souza, 2002; Gállego Berenguer, 2007; García y col., 2007).  

 

3. LA ENFERMEDAD DE CHAGAS 

 

3.1. EPIDEMIOLOGÍA 

La prevalencia de la enfermedad no es sólo extremadamente variable entre los 

diferentes países de América sino también dentro de ellos (Stanaway y Roth, 2015). En 

la Tabla 2 se muestran los datos de prevalencia y número de infectados por T. cruzi 

según estimaciones basadas en datos recogidos en 2010 por la OMS. De acuerdo con 

estos datos, un total de 5.742.167 personas están infectadas por T. cruzi en 21 países de 

América Latina (WHO, 2015), lo que supone una reducción importante en el número de 

infectados en comparación con los 7.694.500 casos estimados por la Organización 

Panamericana de la Salud (OPS) según datos recogidos en 2005 (OPS, 2006).  
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Tabla 2. Prevalencia y número de infectados en los países de América Latina según datos de 
2010 (WHO, 2015).  

País Prevalencia (%) Número de infectados 
Argentina 3,64 1.505.235 
Belice 0,33 1.040 
Bolivia 6,10 607.186 
Brasil 0,03 1.156.821 
Chile 0,70 119.660 
Colombia 0,96 437.960 
Costa Rica 0,17 7.667 
Ecuador 1,38 199.872 
El Salvador 1,30 90.222 
Guatemala 1,23 166.667 
Guayana Francesa, Guyana y Surinam 0,84 12.600 
Honduras 0,92 73.333 
Méjico 0,78 876.458 
Nicaragua 0,52 29.300 
Panamá 0,52 18.337 
Paraguay 2,13 184.669 
Perú 0,44 127.282 
Uruguay 0,24 7.852 
Venezuela  0,71 193.339 

 

La epidemiología de la enfermedad de Chagas ha cambiado como consecuencia de los 

flujos migratorios de América Latina (Gascón y Pinazo, 2008; Pinazo y Gascón, 2015). 

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

pobreza de las áreas rurales latinoamericanas a aparecer progresivamente en ambientes 

urbanizados y emerger también en zonas en donde el vector no está presente 

convirtiéndose en un problema de salud pública en los países no endémicos (Gascón y 

col., 2010; Gascón y Pinazo, 2008; Schmunis, 2007; Strasen y col., 2014) (Figura 9). 

Estados Unidos es el principal país destino de la emigración procedente de América 

Latina con aproximadamente 20 millones de latinoamericanos residentes (Gascón y col., 

2015). Otros países receptores son Canadá, Japón, Australia y Nueva Zelanda (Gascón y 

col., 2010; Jackson y col., 2014a; Pinto y col., 2014). En Europa, desde el primer caso 

publicado en 1981 (Pehrson y col., 1981), se han detectado casos en varios países. A 

partir del año 2000, coincidiendo con el inicio del siglo, el número de casos ha 

incrementado de manera extraordinaria, sobre todo en España, el país europeo con 

mayor número de pacientes con Chagas, pero también cabe destacar otros países como 

Italia, Suiza y Reino Unido (Gascón y col., 2010; 2015; Requena-Méndez y col., 2014; 

2015; 2016; Soriano-Arandes y col., 2016). 
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Figura 9. Inmigrantes con infección por T. cruzi residentes en países no endémicos (Rassi Jr. y 
col., 2010). 

 

En Italia, se estiman aproximadamente 6.000 casos de infección por T. cruzi (Angheben 

y col., 2011). Di Girolamo y col. (2016) informaron de una prevalencia del 7,9% en la 

región de Bolonia. En el caso de Suiza, hasta junio de 2011 se habían diagnosticado 258 

casos de enfermedad de Chagas aunque se estima que el número de infectados podría 

ascender hasta los 3.000 (Jackson y Chappuis, 2011). En el Reino Unido, se estima una 

prevalencia de entre 1,3 y 2,4% pudiendo llegar hasta los 12.000 casos de infección por 

T. cruzi (Basile y col., 2011a). También se han detectado casos de enfermedad de 

Chagas pero en menor medida en Francia, Bélgica, Suecia, Alemania, Portugal, 

Holanda, Austria, Dinamarca, Rumanía y Croacia (Basile y col., 2011a; Pérez-Molina y 

col., 2011).  

 

3.2. PATOLOGÍA Y MANIFESTACIONES CLÍNICAS 

La patología de la enfermedad de Chagas está relacionada con la fase del ciclo evolutivo 

en el hospedador humano. Se distinguen dos fases de la enfermedad, aguda y crónica. 
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3.2.1. FASE AGUDA  

El período de incubación a partir de la transmisión vectorial es de entre una y dos 

semanas y a continuación se inicia la primera fase de la enfermedad de Chagas, la 

denominada fase aguda (Bern y col., 2011b; WHO, 2015).  

En la fase aguda de la infección por T. cruzi los síntomas suelen ser ausentes o leves, 

muy variables o inespecíficos (por ejemplo fiebre, malestar general, 

hepatoesplenomegalia y linfocitosis atípica, entre otros) y tienden a disminuir de manera 

espontánea hasta desaparecer al cabo de 4−8 semanas (Bern, 2015; WHO, 2012; 2015). 

Este hecho se puede relacionar con la baja respuesta inmunitaria en esta fase de la 

enfermedad (Coura y Borges-Pereira, 2010). Por este motivo, la gran mayoría de 

infecciones agudas no se detectan (Bern, 2015).  

En algunos casos, pueden aparecer los denominados signos de puerta de entrada debido 

a la penetración de los tripomastigotes de T. cruzi: edema unilateral de ambos párpados 

y linfadenitis de los ganglios preauriculares, signo de Romaña, y una reacción del tejido 

subcutáneo con edema local e induración, congestión vascular e infiltración celular, el 

chagoma (Miles, 2017; Prata, 2001; Rassi Jr. y col., 2015). En el 5-10% de los casos la 

fase aguda puede desencadenar problemas graves, como meningoencefalitis y 

miocarditis, y acabar con la vida del paciente (Bern, 2011; Miles, 2017; Rassi Jr. y col., 

2010) (Figura 10).  

 

Figura 10. Historia natural de la enfermedad de Chagas en el hombre (Rassi Jr. y col., 2010). 
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En las personas que superan la fase aguda y que no han sido tratadas, su sistema inmune 

consigue controlar la multiplicación del parásito y, en consecuencia, la parasitemia se 

reduce hasta convertirse en prácticamente imperceptible (Flores-Chávez y col., 2007; 

Bern, 2015; Rassi Jr. y col., 2010; 2015). En este momento se inicia la segunda etapa de 

la enfermedad de Chagas, la fase crónica. 

La infección congénita es una variante de la transmisión de la enfermedad de Chagas en 

fase aguda con una sintomatología similar (Torrico, 2015). La infección congénita por 

T. cruzi suele ocurrir de manera asintomática en la mayoría de casos y puede progresar a 

desórdenes cardíacos y/o gastrointestinales años después (Carlier y col., 2015; Cevallos 

y Hernández, 2014; Grinnage-Pulley y col., 2016). En los casos sintomáticos hay una 

gran variedad de manifestaciones clínicas, normalmente inespecíficas y que pueden 

aparecen al nacimiento o días después (Bern y col., 2009; Cevallos y Hernández, 2014). 

También se relaciona con prematuridad, bajo peso en el nacimiento y muerte fetal 

(Torrico, 2015). Los casos severos tienen una mortalidad de aproximadamente el 5% y 

están asociados a miocarditis y meningoencefalitis (Cevallos y Hernández, 2014; 

Oliveira y col., 2010).  

 

3.2.2. FASE CRÓNICA 

En esta fase de la enfermedad los parásitos se ocultan en los tejidos diana, 

especialmente en el sistema cardíaco y digestivo (WHO, 2015). La mayoría de 

afectados por la infección por T. cruzi permanecen toda la vida en una fase asintomática 

de la enfermedad denominada fase crónica indeterminada y que sucede inmediatamente 

después de la fase aguda (Bern, 2015) (ver Figura 10). No obstante, entre 10 y 30 años 

después de la infección aproximadamente un tercio de los pacientes desarrollarán la fase 

crónica sintomática de la enfermedad, caracterizada principalmente por problemas 

cardíacos y digestivos (Bern, 2015; Rassi Jr. y col., 2010; WHO, 2015). La forma 

cardíaca afecta alrededor del 20-30% de las personas infectadas por T. cruzi y sus 

trastornos principales son arritmias, megalia del corazón (cardiomiopatía), insuficiencia 

cardíaca, paro cardíaco, etc. (WHO, 2015). La forma digestiva afecta aproximadamente 

al 10% de los pacientes y provoca lesiones localizadas así como megalias del esófago y 

el colon (megaesófago y megacolon, respectivamente) (WHO, 2015).  
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3.2.3. ENFERMEDAD DE CHAGAS E INMUNOSUPRESIÓN 

La inmunosupresión modifica la historia natural de la infección por T. cruzi en la 

mayoría de pacientes (Pinazo y col., 2013). Los pacientes infectados por T. cruzi con el 

sistema inmunitario comprometido pueden desarrollar la enfermedad de Chagas en fase 

aguda debido a la transmisión del parásito o bien padecer una reactivación de la 

infección crónica ya existente (Bern, 2012; Lattes y Lasala, 2014; Vigliano y col., 

2015).  

Los pacientes que reciben un órgano de un donante infectado con T. cruzi pueden 

desarrollar la fase aguda de la enfermedad. Estos pacientes tienen el sistema inmune 

comprometido debido al tratamiento inmunosupresor para el trasplante. Aunque en 

estos casos el período de incubación puede ser prolongado y los síntomas severos, son 

infecciones potencialmente curables con el tratamiento antiparasitario adecuado (Bern, 

2012). La evaluación pre-trasplante del donante y del receptor, el seguimiento 

prospectivo del paciente y el diagnóstico precoz son claves para evitar elevadas tasas de 

mortalidad (Bern, 2012; Lattes y Lasala, 2014). 

La enfermedad de Chagas también se puede reactivar en pacientes en fase crónica 

indeterminada inmunológicamente comprometidos a causa de, por ejemplo, una 

infección por el Virus de la Inmunodeficiencia Humana (VIH) o fármacos 

inmunosupresores en individuos trasplantados (Rassi Jr. y col., 2012). También se han 

descrito casos en pacientes que reciben quimioterapia contra el cáncer (Bern, 2012). 

Estas reactivaciones pueden ir asociadas a trastornos graves del Sistema Nervioso 

Central (SNC) como es el caso de la meningoencefalitis (Rassi Jr. y col., 2012). 

La reactivación se caracteriza por la multiplicación del parásito en los tejidos de manera 

similar a como sucede en la fase aguda. Se pueden encontrar tripomastigotes del 

parásito en sangre y también en el Líquido Cefalorraquídeo (LCR) en los casos de 

afectación del SNC (de Almeida y col., 2011; Bern, 2012). A veces, la reactivación 

puede ser totalmente asintomática y sólo la parasitemia indica recurrencia de la 

infección por T. cruzi (Lattes y Lasala, 2014). Los pacientes también pueden padecer 

manifestaciones clínicas que no son típicas de la enfermedad de Chagas en individuos 

inmunocompetentes. Además, en unos pocos casos, el tratamiento antitripanocida no 

surge efecto y pueden aparecer episodios repetidos de reactivación (Bern, 2012). 
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3.3. DIAGNÓSTICO 

El diagnóstico de la enfermedad de Chagas dependerá de la fase de la infección en la 

que se encuentra el paciente (aguda o crónica) (Flores-Chávez y col., 2007; Torrico y 

col., 2011). No obstante, para seguir la evolución del paciente es conveniente realizar 

tanto la detección del parásito como la de anticuerpos (Flores-Chávez y col., 2007). 

 

3.3.1. DIAGNÓSTICO PARASITOLÓGICO 

Durante la fase aguda hay un gran número de parásitos circulantes en sangre periférica 

detectables al microscopio mediante métodos parasitológicos (Bern, 2015; WHO, 

2002). La observación directa de los tripomastigotes se realiza al microscopio a partir de 

una gota de sangre fresca en un portaobjetos (Flores-Chávez y col., 2007). También se 

pueden realizar extensión de sangre periférica y gota gruesa teñidas con el colorante 

Giemsa para observar las características morfológicas del parásito (WHO, 2002; Murcia 

y col., 2013). Cuando los niveles de parasitemia son bajos es necesaria la utilización de 

técnicas de concentración como el método de Strout o el microhematocrito (WHO, 

2002). El método de Strout (Strout, 1962) se basa en la concentración de los parásitos a 

partir de cinco mililitros (mL) de sangre sin anticoagulante. Una vez retraído el coágulo, 

se recupera y centrifuga el sobrenadante para la posterior observación del sedimento 

(Vega Chirinos y Náquira Velarde, 2005). Este método se ha utilizado como análisis de 

rutina en adultos desde hace más de 50 años (Marcipar y Lagier, 2012). Por otro lado, el 

microhematocrito o micrométodo (Freilij y col., 1983) es una variante del método de 

Strout que requiere una cantidad menor de sangre mediante el uso de tubos capilares y 

que se utiliza mayoritariamente para el diagnóstico de la infección congénita (Torrico y 

col., 2005). Después de la centrifugación, se pueden detectar tres capas macroscópicas 

en el tubo: glóbulos rojos o eritrocitos, el anillo de glóbulos blancos o leucocitos 

denominado fracción leucoplaquetaria o buffy coat y el plasma sanguíneo. El 

micrométodo se basa en el examen microscopio de la línea divisoria entre la placa 

leucoplaquetaria y el plasma, lugar donde se concentran los tripomastigotes (Torrico y 

col., 2011).  

La diagnóstico de infección congénita por T. cruzi en recién nacidos puede realizarse 

mediante la observación directa del parásito en la sangre venosa del bebé o en el cordón 

umbilical. En el caso del Chagas congénito, las técnicas de concentración, y 



INTRODUCCIÓN 

 34 

concretamente el microhematocrito, son muy útiles para facilitar la observación de T. 

cruzi en la muestra analizada (Carlier y col., 2011). El líquido amniótico no sirve para el 

diagnóstico de la infección congénita (Virreira y col., 2006) y la utilidad de la sangre 

del cordón umbilical genera controversia al poder estar contaminada con sangre de 

origen materno. No obstante, la extracción de sangre del cordón es un método usado de 

manera frecuente y que si se realiza correctamente y con cuidado es de gran utilidad en 

el diagnóstico al ser menos invasivo para el recién nacido (Flores-Chávez y col., 2007).  

Existen otros métodos parasitológicos, entre los que destacan el hemocultivo y el 

xenodiagnóstico (Torrico y col., 2011; WHO, 2002). Ambos métodos requieren de 

largos períodos de tiempo para obtener los resultados (Marcipar y Lagier, 2012). El 

hemocultivo (Chiari y col., 1989) permite multiplicar el número de parásitos 

epimastigotes a partir de un pequeño volumen de sangre inicial mediante los medios de 

cultivo Novy-McNeal-Nicolle (NNN) y/o Infusión de Hígado y Triptosa (LIT) (Flores-

Chávez y col., 2007; Torrico y col., 2011). Por otro lado, el xenodiagnóstico (Brumpt, 

1914) consiste en poner en contacto al paciente con triatominos vectores en ayunas, que 

se alimentan de la sangre del hospedador, y posteriormente analizar las heces u orina de 

los insectos en busca de tripomastigotes (Flores-Chávez y col., 2007; Schenone, 1999). 

Existe un método artificial de xenodiagnóstico que evita la exposición directa del 

paciente al vector (Murcia y col., 2013).  

 

3.3.2. DIAGNÓSTICO MOLECULAR 

Las técnicas de biología molecular, especialmente la Reacción en Cadena de la 

Polimerasa (PCR), han abierto nuevas alternativas al diagnóstico parasitológico de la 

enfermedad de Chagas (Moser y col., 1989; Sturm y col., 1989; Virreira y col., 2003). 

Éstas presentan una mayor sensibilidad que las técnicas parasitológicas tradicionales al 

no depender de personal especialista en la identificación de T. cruzi (Ferrer y col., 2013; 

Flores-Chávez y col., 2007; Pirón y col., 2007). La técnica de la PCR permite obtener 

un gran número de copias del fragmento de ADN de interés mediante el uso de 

cebadores que delimitan la amplificación de la zona diana y de la enzima 

termoresistente Taq (Thermus aquaticus) ADN polimerasa (Ferrer, 2015). 

Posteriormente el producto de la amplificación se puede observar a través de una 

electroforesis en gel de agarosa con luz ultravioleta (UV) previo tratamiento con un 

compuesto fluorescente intercalador del ADN como el Bromuro de Etidio (BrEt) o sus 
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alternativas menos peligrosas SYBR Safe (ThermoFisher Scientific, Waltham, 

Massachusetts, Estados Unidos), Red Safe (Chembio Diagnostic Systems, Medford, 

Nueva York, Estados Unidos), GelREd y GelGreen (Biotium, Fremont, California, 

Estados Unidos), entre las de otras casas comerciales. 

También se ha descrito la PCR Anidada o Nested-PCR (N-PCR) para la detección de T. 

cruzi (Marcon y col., 2002; Ochs y col., 1996). Se trata de una variante de la técnica que 

comprende dos rondas de amplificación con cebadores diferentes con el objetivo de 

aumentar la sensibilidad del método. Aunque la sensibilidad mejore también incrementa 

el riesgo de falsos positivos debido a la posible contaminación por amplicones (Pirón y 

col., 2007). 

La PCR cuantitativa o a tiempo real (qPCR) es una herramienta cada vez más utilizada 

en los laboratorios y ya se han desarrollado numerosas estrategias (Cummings y 

Tarleton, 2003; Duffy y col., 2009; 2013; Pirón y col., 2007; Qvarnstrom y col., 2012). 

En el desarrollo de la técnica se utilizan fluorocromos inespecíficos, que se intercalan 

entre las bases del ADN (SYBR Green y otros) permitiendo detectar la generación 

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

marcadas con fluorocromo (por ejemplo sondas TaqMan), mucho más específicas y que 

permiten determinar la generación de uno o más productos de amplificación. Ambas 

estrategias requieren de la excitación del fluorocromo con un determinada longitud de 

onda y un detector de la señal de fluorescencia (Ferrer, 2015; Schijman, 2015). La 

medición de la señal fluorescente se realiza después de cada ciclo de amplificación 

permitiendo observar la reacción del producto en el mismo momento en que se genera. 

La qPCR tiene otra ventaja respecto a la PCR convencional ya que permite determinar 

la cantidad de parásito (carga parasitaria) presente en la muestra biológica mediante la 

realización de curvas patrón con cantidades conocidas de T. cruzi obtenidas mediante 

cultivo. Si bien la sangre es la muestra más utilizada, tanto la PCR como la qPCR se han 

ensayado también a partir de suero con resultados satisfactorios (Melo y col., 2015; 

Russomando y col., 1992). 

En el caso de la infección congénita, la detección del parásito en sangre mediante PCR 

puede ayudar a mejorar el diagnóstico precoz de la infección (Bern y col., 2009; Burgos 

y col., 2009; Schijman y col., 2003;). Se recomienda realizar el diagnóstico por PCR a 

partir del mes de edad, cuando la carga parasitaria se encuentra en su punto máximo 

(Bua y col., 2012; 2013; Carlier y col., 2015) y también para evitar falsos positivos 
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como consecuencia de la transmisión de ADN del parásito de la madre al feto (Carlier y 

col., 2015).  

La dianas moleculares más utilizadas en el diagnóstico de la infección por T. cruzi son 

la secuencia nuclear repetida del ADNsat (Díaz y col., 1992; Moser y col., 1989; Pirón 

y col., 2007) y el minicírculo del ADNk, tanto las zonas conservadas como las variables 

(Ávila y col., 1991; Britto y col., 1993; Qvarnstrom y col., 2012; Sturm y col., 1989; 

Wincker y col., 1994). Ambas secuencias se encuentran representadas en gran número 

de copias por genoma y tienen una sensibilidad que puede ser inferior al ADN 

equivalente a un parásito (Flores-Chávez  y col., 2007; Murcia y col., 2013; Schijman, 

2015). Estas dianas han sido probadas y aceptadas por estudios internacionales y 

multicéntricos (Ramírez y col., 2015; Schijman y col., 2011).  

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

y que presenta entre 20.000 y 120.000 copias por genoma, dependiendo de la cepa 

(Elias y col., 2003; 2005) (Figura 11A). El ADNk contiene un número variable de 

minicírculos, entre 10.000 y 30.000, que representan su componente más abundante (de 

Souza, 1999; Ferrer, 2015; Macina y col., 1986; Telleria y col., 2006). El minicírculo de 

T. cruzi contiene cuatro zonas conservadas y cuatro zonas variables lo que amplia 

considerablemente la cantidad de copias por parásito del fragmento a amplificar (Ferrer, 

2015; Ryan y col., 1988) (Figura 11B, C).  

 

Figura 11. Dianas moleculares más utilizadas para el diagnóstico de la infección por T. cruzi 
mediante PCR. Esquema de las repeticiones en tándem del ADNsat (A). Microscopia 
electrónica de la red de minicírculos del ADNk (B) y esquema del minicírculo con cuatro 
regiones variables (color blanco) y cuatro regiones conservadas (color negro) (C). Esquema del 
ADNsat modificado de Schijman (2015), imagen del minicírculo extraída de Schijman (2015) y 
esquema del minicírculo extraído y modificado de Ryan y col. (1988). 
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Otro método molecular es la Amplificación Isotérmica de ADN Mediada por Asas 

(LAMP). Se trata de una metodología desarrollada por Eiken Chemicals Co., Ltd. 

(Tokio, Japón) que, a diferencia de la PCR, realiza la amplificación del ADN en 

condiciones isotérmicas (a una única temperatura de 60-65ºC) (Notomi y col., 2000). El 

método utiliza la enzima Bst (Bacillus stearothermophilus) ADN polimerasa, con gran 

actividad de desplazamiento de cadena, y un sistema de cuatro cebadores que reconocen 

seis secuencias distintas en el ADN diana, dando especificidad a la técnica. También se 

pueden añadir un par de cebadores extra, denominados “cebadores bucle”, para acelerar 

la reacción (Ferrer, 2015). Los resultados se obtienen en menos de una hora y no es 

necesario el uso de un termociclador ni de equipos sofisticados. La metodología LAMP 

también permite la visualización directa de los resultados mediante discriminación 

visual. Thekisoe y col. (2007) desarrollaron un LAMP para detectar específicamente 

diferentes especies dentro del género Trypanosoma, entre ellas T. cruzi. Actualmente se 

está validando el LoopampTM Trypanosoma cruzi Detection Kit con diana en el ADN 

satélite del parásito mediante un convenio de colaboración entre Eiken Chemicals Co., 

Ltd., Foundation for Innovative Diagnostics (FIND, Génova, Suiza) y el Laboratorio de 

Biología Molecular de la Enfermedad de Chagas (LaBMECh, INGEBI-CONICET, 

Buenos Aires, Argentina) (Besuschio y col., 2016). 

 

3.3.3. DIAGNÓSTICO INMUNOLÓGICO 

En la fase crónica de la infección, la detección del parásito es muy complicada, incluso 

con técnicas de biología molecular como la PCR, debido a la baja e intermitente 

parasitemia (Flores-Chávez y col., 2010; Otani y col., 2009). En esta fase crónica se 

produce una respuesta humoral duradera y estable en el tiempo, principalmente con la 

presencia de anticuerpos del tipo Inmunoglobulina G (IgG) (Torrico, 2011). Por estos 

motivos, el diagnóstico durante esta etapa se basa en la detección de anticuerpos 

específicos IgG anti-T. cruzi de fácil detección mediante técnicas serológicas (Murcia y 

col., 2013; Sánchez-Camargo y col., 2014) (Figura 12). 

La primera serología de Chagas se desarrolló poco después de la descripción de la 

enfermedad, concretamente en 1913 (Gomes y col., 2009; Torrico, 2011). La prueba, 

basada en la fijación del complemento, fue desarrollada por Guerreiro y Machado 

(1913) y fue utilizada durante varias décadas. 
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Figura 12. Relación de la dinámica de la parasitemia (línea de puntos) y los anticuerpos IgG 
anti-T. cruzi en la enfermedad de Chagas (línea discontinua). *La duración de la fase aguda en 
la infección por transfusión sanguínea puede ser mayor que en la infección natural (Flores-
Chávez y col., 2007). 

 

Actualmente no existe una técnica serológica de referencia para el diagnóstico de la 

enfermedad de Chagas. Por este motivo, y según las recomendaciones de la OMS 

(WHO, 2002), la confirmación de la infección se basa en los resultados coincidentes de 

cómo mínimo dos técnicas serológicas y en caso de resultados discordantes debe 

realizarse una tercera técnica. En la práctica clínica es común encontrar un número 

importante de resultantes discordantes que acaban complicando y aumentando el coste 

del diagnóstico de la infección por T. cruzi (Lapa y col., 2012; Marcipar y Lagier, 

2012). 

Las técnicas serológicas también son muy útiles en el diagnóstico y seguimiento de la 

infección congénita cuando el diagnóstico directo no ha sido concluyente (Carlier y col., 

2011), pero debe tenerse en cuenta que los anticuerpos IgG de transmisión materna no 

desaparecen del recién nacido hasta aproximadamente los nueve meses de edad (WHO, 

2002; Carlier y col., 2011; Fumadó y col., 2014; González-Torné y col., 2013). No 

obstante, la evaluación de la cinética de anticuerpos de la clase IgG durante los primeros 

meses puede ser de gran utilidad ya que la tendencia a la negativización de estos 

anticuerpos sugiere ausencia de infección congénita por T. cruzi (Flores-Chávez y col., 

2007). Por otro lado, la detección de Inmunoglobulinas M (IgM) y/o Inmunoglobulinas 



   INTRODUCCIÓN 

 39 

A (IgA), muy útil en el diagnóstico de la toxoplasmosis y de otras enfermedades 

materno-fetales, no es de utilidad para el diagnóstico de la infección congénita por T. 

cruzi (Moya y col., 2005). Pueden aparecer resultados falsos positivos ya que estos 

anticuerpos pueden encontrarse en el recién nacido como respuesta a Antígenos de 

Excreción-Secreción del parásito (TESA, detallados más adelante en este apartado) que 

atraviesan la placenta y generan respuesta inmunitaria en el bebé aunque éste no tenga 

la infección (Rodríguez y col., 2005) o bien por la presencia de anticuerpos tipo factor 

reumatoide (Moya y col., 2005). También pueden presentar resultados falsos negativos 

debido a la interferencia de los anticuerpos IgG maternos y a que existe un período 

ventana hasta la aparición de IgM en concentraciones detectables (Moya y col., 2005). 

Los métodos serológicos se pueden dividir en dos grupos según el tipo de antígeno que 

utilicen. Las técnicas convencionales utilizan todo el parásito o una mezcla compleja de 

antígenos mientras que las técnicas no convencionales o recombinantes usan proteínas 

recombinantes, antígenos purificados o péptidos sintéticos (WHO, 2002).  

Los métodos convencionales más utilizados son la Hemaglutinación Indirecta (HAI), la 

Inmunofluorescencia Indirecta (IFI) y los Ensayos Inmunoenzimáticos (ELISA) 

(Sánchez-Camargo y col., 2014; WHO, 2002). La técnica de HAI (Camargo y col., 

1971; Knierim y col., 1973) es rápida y de fácil realización e interpretación pero con 

una baja sensibilidad (Marcipar y Lagier, 2012; WHO, 2002). La IFI (Camargo, 1966; 

Fife Jr. y Muschel., 1959) es una alternativa más sensible y económica pero tiene 

algunas desventajas, como el requerimiento de un microscopio de fluorescencia, la 

subjetividad de su lectura y la necesidad de personal entrenado (WHO, 2002). Por 

último, el ensayo ELISA (Voller y col., 1975) es el método más reciente y también el 

más extendido en el diagnóstico de enfermedades infecciosas (Marcipar y Lagier, 

2012). Aunque también requiere personal especializado, la introducción del 

espectrofotómetro para la lectura de la reacción evita la subjetividad y permite la 

automatización (Riera y col., 2009; WHO, 2002). Existen tests comercializados de estos 

métodos como el Chagatest HAI (Wiener Lab, Rosario, Argentina), el Trypanosomiasis 

IFA test system (Trinity Biotech, Bray Country, Wicklow, Irlanda) y el  T. cruzi ELISA 

test system (Ortho Clinical Diagnostics, Raritan, Nueva Jersey, Estados Unidos), entre 

otros.  

Otra técnica que se ha propuesto como un método eficiente de confirmación para el 

diagnóstico de la infección por T. cruzi es el Western-Blot (WB), de especial 
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importancia cuando las otras técnicas serológicas son discordantes o presentan 

resultados próximos al punto de corte. Riera y col. (2012) identificaron un patrón de 

WB para el diagnóstico específico de la infección por T. cruzi mediante el uso de 

antígeno crudo obtenido de cultivo de epimastigotes del parásito.  

Los métodos convencionales se caracterizan por tener una elevada sensiblidad pero las 

reacciones cruzadas con otros tripanosomátidos, especialmente Leishmania spp. y 

Trypanosoma rangeli (no patógeno), representan un reto para el correcto diagnóstico de 

la enfermedad de Chagas y se suelen relacionar con este tipo de técnicas (Caballero y 

col., 2007; Guhl y Vallejo, 2003; WHO, 2002). También se han descrito otro tipo de 

reacciones cruzadas en muestras de pacientes con enfermedades autoinmunes, en 

individuos que padecen otras enfermedades agudas y en mujeres embarazadas que 

presentan una importante respuesta policlonal inespecífica (Marcipar y Lagier, 2012). 

En los últimos años ha habido un gran avance en el diagnóstico serológico de la 

enfermedad de Chagas debido al desarrollo y la comercialización de numerosos ensayos 

basados en diferentes antígenos del parásito (Balouz y col., 2016; Ferrer, 2015; Flores-

Chávez y col., 2010; Guzmán-Gómez y col., 2015). Existen tests comerciales con 

antígenos recombinantes disponibles: BioELISA Chagas (Biokit, Lliçà d’Amunt, 

España), Chagas Antibody EIA (Abbott Laboratories, Wiesbaden, Alemania) y 

Chagatest ELISA recombinante (Wiener Lab), entre otros. 

Los antígenos recombinantes han contribuido a mejorar la especificidad en la detección 

de la infección por T. cruzi aunque el uso de un único antígeno por ensayo no aporta la 

sensibilidad necesaria (Camussone y col., 2009; da Silveira y col., 2001). La utilización 

de mezclas de antígenos puede mejorar la sensibilidad (Umezawa y col., 2003; 2004). 

Precisamente las técnicas de nueva generación, recientemente desarrolladas, combinan 

el uso de estas mezclas de antígenos recombinantes demostrando elevada precisión. 

Entre ellas encontramos los Inmuno-ensayos de Micropartículas Quimioluminiscentes 

(CMIA) Architect Chagas (Abbott Laboratories) (Holguín y col., 2013; Iborra-Bendicho 

y col., 2012; Praast y col., 2011), Bio-Flash Chagas (Biokit) (Faraudo y col., 2015) y el 

chip de 12 antígenos dispuesto en placas ELISA denominado Multi-cruzi test (InfYnity 

Biomarkers, Lyon, Francia) (Granjon y col., 2016). 

Los tripomastigotes de T. cruzi excretan y secretan una amplia variedad de polipéptidos 

(Berrizbeitia, 2013). Estos exoantígenos o antígenos metabólicos se denominan 

Antígenos de Excreción-Secreción (TESA). Se han desarrollado pruebas que utilizan los 
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antígenos TESA del parásito en formato WB (TESA-Blot) (Nakazawa y col., 2001; 

Umezawa y col., 1996) y también en formato ELISA (TESA-ELISA) (Nakazawa y col., 

2001; Umezawa y col., 2001). El ensayo TESA-Blot se presenta como una muy buena 

técnica confirmatoria en caso de serologías discordantes (Furuchó y col., 2008; Moure y 

col., 2016). Actualmente el TESA-Blot, está comercializado por BioMérieux (Río de 

Janeiro, Brasil) y sólo está disponible en América Latina. Ambos métodos presentan 

elevadas sensibilidad y especificidad aunque el TESA-ELISA es más apropiado para un 

número elevado de muestras (Nakazawa y col., 2001). Recientemente, se ha 

desarrollado un test de detección de nanopartículas en orina basado en TESA (Chunap) 

para la detección de la infección congénita por T. cruzi y que también podría ser útil 

para la detección precoz de reactivación en pacientes con infección por VIH (Castro-

Sesquen y col., 2014; 2016).  

Dentro de los antígenos TESA se encuentran los denominados Antígenos Secretados en 

Fase Aguda (SAPA) que estimulan la producción de anticuerpos detectables 

principalmente durante la fase aguda de la enfermedad (Berrizbeitia, 2013; Jazín y col., 

1991). Estos antígenos SAPA podrían resultar de gran utilidad para el diagnóstico 

precoz de la infección congénita por T. cruzi (Mallimaci y col., 2010; Volta y col., 

2015). 

Por otro lado, los anticuerpos líticos anti-tripomastigotes o anticuerpos tripanolíticos 

parecen ser buenos marcadores de infección activa ya que la cantidad de estos 

anticuerpos disminuye drásticamente si la formas infectivas del parásito desaparecen 

(Almeida, 2014). La mayoría de anticuerpos líticos tienen como diana epítopos alfa-

galactosil, abundantes en la membrana plasmática de los tripomastigotes infectivos de 

T. cruzi, y se denominan anticuerpos anti-α-Gal (Almeida y col., 1993; 1994). Estos 

anticuerpos son abundantes tanto en la fase aguda como crónica de la enfermedad y se 

postulan como principales responsables de mantener la baja parasitemia característica 

de la etapa crónica (Almeida y col., 1991; 1994). Las principales dianas moleculares de 

los anticuerpos anti-α-Gal son las denominadas glycosylphosphatidylinositol (GPI)-

anchored mucin-like glycoproteins of the infective mammalian cell-derived 

trypomastigote forms (mucinas-tGPI) (Almeida y col., 1993; 1994). La efectividad del 

uso de las mucinas-tGPI como antígeno en combinación con un sistema de detección de 

quimioluminiscencia en formato ELISA (CL-ELISA) se valoró en zona endémica 
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(Almeida y col., 1997; de Marchi y col., 2011) y no endémica (Izquierdo y col., 2013) 

con muy buenos resultados.  

También están disponibles en el mercado tests de diagnóstico rápido para la infección 

por T. cruzi que suelen basarse en los principios de inmunocromatografia, aglutinación 

de partículas, inmunofiltración e inmunodot. Estos tests suelen usar sangre periférica, 

suero o plasma, dan resultados cualitativos o semicuantitativos y se caracterizan por la 

obtención rápida de los resultados sin necesidad de ningún equipo eléctrico (Flores-

Chávez y col., 2012; Flévaud y col., 2016; Sánchez-Camargo y col., 2014). La falta de 

sensibilidad suele ser el problema principal de los tests rápidos aunque pueden ser de 

gran utilidad en zonas endémicas rurales en donde el acceso al sistema de salud es 

complicado (Brasil y col., 2010). Hacen falta estudios exhaustivos de los kits 

recientemente comercializados.  

 

3.4. TRATAMIENTO 

Actualmente no existe una vacuna preventiva o terapéutica efectiva disponible para la 

enfermedad de Chagas (Quijano-Hernández y Dumonteil, 2011). Los dos únicos 

fármacos con eficacia probada contra T. cruzi en humanos son el Benznidazol (BNZ) y 

el Nifurtimox (NFX), ambos desarrollados a principios de los años 70 (Bern y col., 

2007; Bermúdez y col., 2016).  

 

3.4.1. BENZNIDAZOL Y NIFURTIMOX 

El BNZ es un compuesto del grupo de los nitroimidazoles con efecto tripanocida 

(Castro y col., 2006). El fármaco actúa uniéndose de forma covalente a las 

macromoléculas de T. cruzi provocando daños a nivel del ADN parasitario (Apt y col., 

2008). El NFX es un análogo de nitrofuranos que también presenta acción tripanocida. 

El medicamento tiene la capacidad de generar productos de reducción de oxígeno 

formando radicales altamente tóxicos que provocan un estrés oxidativo al parásito al ser 

éste deficiente en mecanismos de detoxificación (Apt y col., 2008). 

Aunque la tolerancia al fármaco varía en función del paciente, la mayoría de expertos 

prefieren utilizar primero el BZN como tratamiento debido a que, en general, presenta 

mejor tolerancia. Si el tratamiento con uno de los fármacos debe interrumpirse se puede 
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utilizar el otro como alternativa (Bern y col., 2007). Ambos fármacos comparten 

algunas características como mayor tolerancia en los niños, eficacia superior durante la 

fase aguda de la enfermedad, mayor grado de toxicidad en adultos y diferente 

susceptibilidad entre las diferentes UDTs de T. cruzi (Bermúdez y col., 2016). El 

tratamiento durante la fase aguda de la enfermedad de Chagas, ya sea con BZN o con 

NFX, tiene una elevada eficacia. Los síntomas se reducen, la parasitemia se vuelve 

indetectable en un período más corto de tiempo y entre el 60 y el 85% de los individuos 

tratados llegan a eliminar el parásito del organismo (Bern, 2011). En el caso de la 

infección congénita, el tratamiento durante el primer año de vida supone una efectividad 

de prácticamente el 100% (WHO, 2012). 

El tratamiento de la enfermedad de Chagas sólo se recomienda de manera universal en 

los casos agudos y en niños menores de 14 años (Viotti y col., 2014). No obstante, la 

OMS (WHO, 2002) también recomienda el tratamiento a todos los pacientes en fase 

crónica excepto en el caso de las mujeres embarazadas o en fase de lactancia (posible 

efecto teratogénico) (Carlier y col., 2012) y en pacientes con insuficiencia renal y 

hepática. En la práctica clínica, la inclusión del tratamiento en los pacientes en fase 

crónica es un tema controvertido y más aún después de la publicación de los resultados 

del estudio BENEFIT (Morillo y col., 2015), en el que no se observaron diferencias 

significativas en la progresión clínica de la enfermedad entre los pacientes con 

cardiomiopatía chagásica tratados con BNZ y el grupo placebo aunque sí en la 

detección de la carga parasitaria (Morillo y col., 2015; Pecoul y col., 2016). 

Los efectos adversos de ambos fármacos pueden ser graves y obligar a interrumpir el 

tratamiento (Apt y col., 2008). Por el contrario, el tratamiento suele completarse con 

éxito y sin efectos secundarios durante el primer año de vida (Altcheh y col., 2011; 

Carlier y col., 2011). El BNZ puede dar lugar a efectos secundarios dermatológicos 

como dermatitis alérgica, edema generalizado, fiebre, mialgia y artralgia, hematológicos 

como trombocitopenia, neutropenia y agranulocitosis y de compromiso neurológico con 

síntomas como neuropatía periférica, parestesia e insomnio (Apt y col., 2008; Bermúdez 

y col., 2016; Castro y col., 2006). Los efectos adversos más comunes del NFX son 

anorexia y pérdida de peso, manifestaciones gastrointestinales como náuseas, vómitos y 

dolor abdominal pero algunos pacientes también pueden desarrollar dermatitis y 

compromiso del SNC con síntomas como insomnio, parestesia, dolor de cabeza, mareo, 
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vértigo, confusión y psicosis (Apt y col., 2008; Bermúdez y col., 2016; Castro y col., 

2006). 

 

3.4.2. PERSPECTIVAS DE FUTURO 

Actualmente, existe una urgente y clara necesidad de mejorar el tratamiento con nuevos 

fármacos eficaces contra el parásito y seguros para el paciente. Sin embargo, el proceso 

de descubrimiento y creación de nuevos fármacos es complicado lo que obstaculiza la 

obtención de un mejor tratamiento para la infección por T. cruzi (Chatelain, 2015). 

Recientemente se han descartado dos fármacos candidatos de la clase de los azoles 

como monoterapia para tratar la enfermedad de Chagas: Posaconazol (Molina y col., 

2014; Pinazo y col., 2010) y el profármaco de Ravuconazol, E1224 (Torrico, 2013; 

Torrico y col., 2014). Ambos candidatos presentan actividad anti-tripanosoma pero no 

son capaces de erradicar el parásito (Chatelain, 2015; Gaspar y col., 2015; Molina y 

col., 2016). Otro fármaco que está siendo evaluado es el Fexinidazol pero se ha 

interrumpido la inclusión de pacientes en el estudio por problemas de seguridad (Molina 

y col., 2016). En este contexto, los ensayos clínicos actuales se centran en nuevos 

medicamentos y en estrategias de combinación de fármacos (Gascón, 2016).  

 

3.4.3. MARCADORES DE EFICACIA TERAPÉUTICA 

En la fase crónica la eficacia del tratamiento es difícil de comprobar debido a la falta de 

un método fiable que sirva como marcador de cura (Bern, 2011; Pinazo y col., 2014). 

Hasta el momento el único criterio aceptado es la seroreversión o negativización de la 

serología y el tiempo necesario para alcanzar este resultado puede llegar a los 20 años 

(Molina y col., 2016; Pinazo y col., 2015). Los biomarcadores son sustancias, 

estructuras o procesos que pueden ser medidos en el cuerpo o en sus productos y que 

permiten predecir el progreso de la enfermedad y el efecto del tratamiento (Pinazo y 

col., 2015). Pinazo y col. (2016) sugieren que una actividad procoagulante regulada en 

el plasma de pacientes con infección por T. cruzi podría ser utilizada como un 

biomarcador potencial de respuesta terapéutica en pacientes en la fase crónica de la 

enfermedad.  

También se ha propuesto la PCR como marcador de falla terapéutica. Un resultado de 

PCR positivo posterior al tratamiento indica la presencia de parásitos circulantes y, por 
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tanto, la ineficacia del tratamiento. Además se podría detectar de forma más temprana 

que mediante técnicas serológicas. Es importante tener en cuenta que un resultado de 

PCR negativo posterior al tratamiento no significa cura, sólo indica que no se puede 

detectar carga parasitaria en la muestra del paciente (Schijman, 2015). 

 

3.5. CONTROL DE LA ENFERMEDAD DE CHAGAS 

Debido a la ausencia de una vacuna y de quimioprofilaxis eficaces, el control de la 

infección por T. cruzi se basa en evitar la transmisión (Magill y Reed, 2000; Miles, 

2003). La enfermedad de Chagas no se puede erradicar a causa de la gran cantidad de 

escenarios que juegan un papel clave en la aparición de nuevos casos. Por este motivo, 

la interrupción de la transmisión se convierte en la herramienta más eficaz para eliminar 

el Chagas como problema de salud pública (Sosa-Estani, 2015). 

Las estrategias de control deben combinar dos grandes líneas de acción: la prevención 

de la transmisión para evitar la aparición de nuevos casos y el diagnóstico y tratamiento 

de los pacientes afectados por la enfermedad para recuperar la salud, cuando sea 

posible, y también para cortar la cadena de transmisión por vía sanguínea eliminando la 

capacidad infectiva de los donantes y de las madres para la potencial transmisión por 

transfusiones, trasplantes de órganos así como la vía vertical, respectivamente (Sosa-

Estani y Segura, 2015). 

Los Ministerios de Salud de los países de América Central y del Sur, con la ayuda de la 

OPS y la OMS, han creado iniciativas de control de la enfermedad de Chagas. Estas 

iniciativas tienen objetivos similares: interrumpir la transmisión vectorial mediante 

fumigaciones con insecticidas de acción residual, controlar las muestras de sangre para 

transfusiones y cribar a las madres para evitar la infección congénita y tratar a los recién 

nacidos cuando sea necesario (Coura y col., 2014; Liu y Zhou, 2015; Moncayo, 2006; 

Moncayo y Silveira, 2009). 

En las zonas no endémicas, son pocos los países que han tomado consciencia del 

problema global que supone la enfermedad de Chagas y que hayan establecido cambios 

en sus sistemas de salud. Para hacer frente al problema, las prioridades deben ser los 

programas de control para evitar nuevos casos por transmisión vertical, transfusión de 

sangre o trasplante de órganos (Pinazo y Gascón, 2015).  
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3.5.1. CONTROL VECTORIAL 

En 1991 se creó la Iniciativa de los países del Cono Sur (INCOSUR) integrada por 

Argentina, Bolivia, Brasil, Chile, Paraguay y Uruguay (Coura, 2013; Guhl, 2007). En 

estos países el principal vector de la enfermedad es T. infestans, con hábitos 

exclusivamente domiciliares (Moncayo, 2006). Gracias a la creación de este proyecto 

multinacional, se ha reducido considerablemente la incidencia de la enfermedad en estos 

países y Uruguay, Chile, Brasil y Paraguay fueron declarados libres de transmisión 

vectorial, por T. infestans, en 1997, 1998, 2006 y 2016, respectivamente (Coura, 2013; 

Moncayo, 2006; Moncayo y Silveira, 2009; Paraguay.com). También se ha conseguido 

interrumpir la transmisión por este vector en ocho provincias de Argentina (2001-2013) 

y los Departamentos de La Paz y Potosí en Bolivia (2011-2013) (OPS/WHO, 2014).  

En 1997 nació la Iniciativa de los Países Andinos (IPA) formada por Bolivia, Colombia, 

Ecuador, Perú y Venezuela (Coura, 2013; Guhl, 2007). Debido a la gran diversidad 

ecológica, en esta zona hay gran diversidad de vectores (Coura, 2013). En la Región 

Andina se ha logrado interrumpir la transmisión por T. infestans en los Departamentos 

de Tacna y Moquegua en Perú y en 10 municipios de los Departamentos de Casanare, 

Boyacá, Santander y Arauca en Colombia (2013) (OPS/WHO, 2014).  

En 1998 se creó una Iniciativa de los países de Centro América y Méjico con Belice, 

Costa-Rica, El Salvador, Guatemala, Honduras, Nicaragua y Panamá (Coura, 2013; 

Guhl, 2007). Los principales vectores en estos países son R. prolixus y T. dimidiata 

(Moncayo, 2006). La transmisión por R. prolixus fue interrumpida en Guatemala 

(2008), El Salvador (2010), Honduras (2010), Nicaragua (2010), Costa Rica y Belice 

(2010) y se caracterizó la transmisión extradomiciliaria desde el ciclo selvático en 

Panamá (2013). En Méjico, la eliminación de R. prolixus ha sido certificada en Chiapas 

y Oaxaca (OPS/WHO, 2014).  

Finalmente, en 2004 se creó la Iniciativa Amazónica (AMCHA) formada por Bolivia, 

Brasil, Colombia, Ecuador, Guyana, Guayana Francesa, Perú, Surinam y Venezuela 

(Coura, 2013; Guhl, 2007). En estos países se está dando respuesta a los brotes de 

Chagas transmitido por alimentos (OPS/WHO, 2014). 

En los países no endémicos no existe la transmisión vectorial pero Estados Unidos no 

puede ser considerado estrictamente zona no endémica debido a que en la mitad sur del 

país hay transmisión activa de T. cruzi en reservorios domésticos y selváticos y se han 
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encontrado 11 especies diferentes de triatominos (Bern y col., 2011a; Gascón y col., 

2010). En estas zonas se han detectado esporádicamente casos humanos autóctonos de 

enfermedad de Chagas describiéndose el primero en 1955 (Bern y col., 2011a; Gascón y 

col., 2015). En el período 1955-2015 el número de casos autóctonos identificados en los 

Estados unidos asciende hasta un total de 28 (Montgomery y col., 2016). 

Recientemente, se ha descrito el primer caso de transmisión autóctona en la zona de Los 

Angeles (California) (Hernández y col., 2016). La baja tasa de transmisión en esta zona 

probablemente es debida al mejor estado de las viviendas, dificultando la domiciliación 

de los vectores, y a la subestimación de casos (Gascón y col., 2015). 

 

3.5.2. CONTROL TRANSFUSIONAL 

En los países endémicos, la transfusión de sangre fue considerada la segunda causa más 

frecuente de adquirir la infección por T. cruzi (Angheben y col., 2015). Por este motivo, 

se han implementado medidas para prevenir la transmisión del parásito por transfusión 

basadas en el control de los bancos de sangre (Sosa-Estani y Segura, 2015). La 

cobertura de detección en los bancos de sangre ha alcanzado progresivamente el 100% 

en muchos países en los últimos 20 años y el riesgo de transmisión por transfusión ha 

disminuido de manera drástica (Angheben y col., 2015; Miles, 2017). Sin embargo, 

cabe destacar que en el caso de Méjico, el país latinoamericano con menor cobertura de 

detección, se han descrito casos de enfermedad de Chagas debidos a transmisión 

transfusional y se han hecho esfuerzos para aumentar la cobertura de cribado en 

donantes de sangre al 92% en 2012 (Angheben y col., 2015; Rojo Medina, 2014). 

La mayoría de países pertenecientes a la Unión Europea siguen las directivas 

2004/33/CE y 2006/17/CE sobre la seguridad y calidad de la sangre en las que el 

antecedente de la enfermedad de Chagas es un criterio de exclusión permanente de los 

donantes de sangre (Requena-Méndez y col., 2014). No obstante, sólo España, Francia y 

Reino Unido han establecido un cribado de la infección por T. cruzi previo a la 

donación. Suecia excluye a los donantes que hayan vivido más de cinco años en zonas 

endémicas de la enfermedad de Chagas e Italia y Portugal se encuentran en proceso de 

cambiar sus protocolos. En España existe una normativa de cribado (Gascón y col., 

2015; Requena-Méndez y col., 2014). En el resto de países europeos sólo se excluye al 

donante mediante un cuestionario previo a la donación de sangre (Gascón y col., 2015).  
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Estados Unidos, Canadá, Australia y Japón incluyen la infección por T. cruzi en los 

cuestionarios de los bancos de sangre y los Estados Unidos tienen, además, establecido 

un sistema de cribado de la enfermedad (Gascón y col., 2015).  

 

3.5.3. CONTROL EN EL TRASPLANTE DE ÓRGANOS  

El control de la infección por T. cruzi en el trasplante de órganos es muy importante en 

América Latina debido a la elevada prevalencia de la enfermedad crónica en los 

donantes y es de especial relevancia en los países endémicos que realizan trasplante de 

corazón como Brasil, Argentina, Colombia, Chile, Méjico, Uruguay, Perú, Paraguay y 

Ecuador (Kransdorf y col., 2014).  

El trasplante de órganos es más frecuente en países no endémicos que en los endémicos, 

y la nueva era del trasplante de órganos ha abierto otra vía de transmisión de la 

enfermedad de Chagas (Pinazo y Gascón, 2015). Normativas vigentes que establezcan 

de manera específica el cribado de la infección por T. cruzi al donante y al receptor de 

un órgano sólido son casi inexistentes en los países no endémicos (Gascón y col., 2015). 

En Estados Unidos, en 2011 se elaboraron unas recomendaciones para el cribado de la 

enfermedad de Chagas en los trasplantes de órganos (Chin-Hong y col., 2011). En 

Europa, sólo Italia, España y Reino Unido incluyen a T. cruzi en las guías nacionales de 

trasplante de órganos (Requena-Méndez y col., 2014). 

 

3.5.4. CONTROL DE LA TRANSMISIÓN CONGÉNITA 

El principal reto actual de los países no endémicos es el control de la transmisión 

vertical al ser este el principal mecanismo de contagio en estas zonas (Buekens y col., 

2008; Gascón y Pinazo, 2008; Oliveira y col., 2010; Portús, 2010). 

Con el objetivo de prevenir la transmisión vertical, algunos territorios europeos han 

implementado programas de cribado oficiales de las mujeres embarazadas 

latinoamericanas y sus hijos (Requena-Méndez y col., 2014). Este es el caso de la 

región de la Toscana en Italia (Consiglio Regionale Regione Toscana, 2012) y de 

algunas comunidades autónomas de España (Requena-Méndez y col., 2014; Soriano-

Arandes y col., 2016). Aunque en algunos países de la Unión Europea existen 

iniciativas locales, en la mayoría de zonas no se han implementado protocolos oficiales 
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para el cribado de la enfermedad de Chagas congénita (Gascón y col., 2014; Requena-

Méndez y col., 2014) (Figura 13).  

En otros países no endémicos y no europeos no existen programas de cribado de la 

infección por T. cruzi en mujeres embarazadas procedentes de América Latina (Gascón 

y col., 2015; Jackson y col., 2014a). 

 

 

Figura 13. Control de la transmisión congénita de la infección por T. cruzi en los países de la 
Unión Europea y Suiza (Requena-Méndez y col., 2014). 

 

3.6. ENFERMEDAD DE CHAGAS EN ESPAÑA 

España no sólo es el país con la tasa de inmigración latinoamericana más elevada de 

Europa (Roca y col., 2011; Schmunis, 2007) sino también es el país con mayor 

prevalencia de la enfermedad de Chagas en la población procedente de países 

endémicos (Basile y col., 2011a; Herrador y col., 2015). Según Sicuri y col. (2011), 1,7 

millones de inmigrantes procedentes de América Latina viven en España, en donde se 

estima que 42.173 adultos están infectados por T. cruzi (Navarro y col., 2012). Las tasas 

de prevalencia en migrantes procedentes de América Latina descritas en diferentes 

estudios realizados en unidades de medicina tropical y centros de salud internacional 
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españoles es de entre 15,9 y 41% (Manzardo y col., 2008; Muñoz y col., 2009b; 

Navarro y col., 2011; Pérez-Ayala y col., 2011) llegando hasta el 65% en el caso de los 

pacientes de origen boliviano, la comunidad más afectada por la infección por T. cruzi 

(Muñoz y col., 2009b). Dichos datos pueden ser sobreestimados ya que los estudios de 

prevalencia de la enfermedad de Chagas suelen realizarse en centros especializados a 

los que son referidos los pacientes previamente diagnosticados por otros centros 

(Navarro y col., 2012).  

En referencia a la prevalencia en los bancos de sangre, los resultados oscilan entre 0,05 

y 1,38% en estudios realizados en diferentes regiones del país (Abalo y col, 2007; 

Castro, 2006; Ontañon y col., 2007). Pirón y col. (2008) informaron de una prevalencia 

del 0,62% en donantes de sangre latinoamericanos en Cataluña, con valores superiores 

en el caso de los donantes procedentes de Bolivia (10,2%). Posteriormente, Cancino-

Faure y col. (2015) obtuvieron una prevalencia del 1,91% en la población donante 

latinoamericana en las Islas Baleares y 16,03% en el caso de los donantes de sangre 

bolivianos. Varios autores han descrito casos de infección por transfusión en España 

(Benjamin y col., 2012; Flores-Chávez y col., 2008b; Forés y col., 2007; Pérez de Pedro 

y col., 2008). En el año 2005 se implementó un cribado serológico obligado en los 

bancos de sangre, recogido en el RD1088/2005, en el que se requiere la exclusión o el 

cribado de los donantes nacidos en países endémicos, hijos o nietos de madres nacidas 

en estos países y donantes que hayan residido o hayan sido transfundidos en estas zonas 

(Benjamin y col., 2012). El Plan nacional de sangre de cordón umbilical del año 2008 

también recomienda el cribado de la enfermedad de Chagas en estas muestras (Gobierno 

de España, 2009; Roca Saumell y col., 2015). 

En España, la Organización Nacional de Trasplantes (ONT) elaboró en el año 2004 unas 

recomendaciones especiales sobre el cribado serológico de la infección por T. cruzi 

previo al trasplante de órganos sólidos. Tan solo hemos podido recoger un caso de 

transmisión por trasplante de hígado, en 2008, en España (Rodríguez-Guardado y col., 

2015). A diferencia de los casos referidos por Salvador y col. (2011), no se conoció la 

condición de donante seropositivo hasta transcurridos 10 meses del trasplante.  

Aproximadamente el 50% de la población inmigrante latinoamericana en España 

corresponde a mujeres asintomáticas y en edad fértil, incrementando el riesgo de 

transmisión vertical de la enfermedad (Navarro y col., 2012; Pérez-Ayala y col., 2011; 

Portús, 2010). Sicuri y col. (2011) estimaron la posibilidad de que alrededor de 1750 



   INTRODUCCIÓN 

 51 

recién nacidos sean infectados por T. cruzi en los próximos 10 años. Varios autores han 

descrito casos de infección congénita en nuestro entorno (Carrilero y col., 2009; Flores-

Chávez y col., 2008a; Fumadó y col., 2014; Guarro y col., 2007; Muñoz y col., 2007; 

2009a; Riera y col., 2006). Los porcentajes de prevalencia obtenidos en mujeres 

embarazadas latinoamericanas en varios estudios realizados varían entre 1,3 y 12%, con 

porcentajes más elevados entre las mujeres de origen boliviano. En referencia a las tasas 

de transmisión vertical, éstas oscilan entre 0 y 7,3% (Ávila Arzanegui y col., 2013; 

Barona-Vilar y col., 2012; Flores-Chávez y col., 2011; Muñoz y col., 2009a; Muñoz-

Vilches y col., 2012; Ortí Lucas y Parada Barba, 2009; Otero y col., 2012; Patricio-

Talayero y col., 2008; Ramos y col. , 2012) (Tabla 3). 

 

Tabla 3. Prevalencia y tasa de transmisión vertical en mujeres embarazadas latinoamericanas en 
estudios realizados en diferentes regiones de España.   

Región Prevalencia 
total (%) 

Prevalencia 
mujeres 

bolivianas (%) 

Transmisión 
vertical (%) 

Referencia 

Almería 
 

1,5 ND 0 Muñoz-Vilches y col., 
2012 

Barcelona  
 

3,4 ND 7,3 Muñoz y col., 2009a 

Barcelona  3,5 14,5 5 Otero  y col., 2012 
 

Elche 
 

1,3 10,3 0 Ramos y col. , 2012 

Madrid  
 

4,0 11,4 2,6 Flores-Chávez y col., 
2011 

Valencia y Alicante 
 

4,8 17,5 0 Patricio-Talayero y col., 
2008 

Valencia  
 

9,7 26 2,7 Ortí Lucas y Parada 
Barba, 2009 

Valencia  
 

11,4 34,1 3,7 Barona-Villar y col., 
2012 

Vizcaya  
 

12 22,2 5,8 Ávila Arzanegui y col., 
2013 

ND: Datos no disponibles. 

 
Las comunidades autónomas de Cataluña, Galicia y Valencia son las únicas regiones 

españolas que han implementado estrategias oficiales de prevención de la infección 

congénita y que incluyen algoritmos de diagnóstico del recién nacido (Basile y col, 

2011b; Generalitat de Catalunya, 2010; Generalitat Valenciana, 2009; Xunta de Galicia, 

2014). En el caso de Andalucía (Junta de Andalucía, 2014) y el País Vasco (Gobierno 

Vasco, 2008) se recomienda el cribado de las mujeres embarazadas susceptibles a la 
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enfermedad. Por otro lado, Madrid y Murcia tienen iniciativas locales de control de la 

transmisión congénita pero no presentan una normativa oficial (Flores-Chávez y col., 

2011; Herrador y col., 2015; Merino y col., 2013). 
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II. HYPOTHESIS, OBJECTIVES AND WORK PLAN 

 

1. HYPOTHESIS 

A plethora of tests for the diagnosis of Chagas disease are available, most of them 

serological, but their usefulness in different population groups, phases of infection and 

the follow-up of the disease is still not established. A new generation of tests with 

potentially improved accuracy has been developed recently. The considerable 

differences among the published results of studies evaluating serological tests have 

impeded an international consensus on an optimal method. The current protocols 

provide inconsistent results and involve the analysis of a large number of samples by 

several serological tests, resulting in fairly high costs and pressure on healthcare 

budgets. 

The problems of parasitological techniques are low sensitivity and high subjectivity 

because they depend on the ability and training of the observer to detect the parasite in 

the blood samples. On the other hand, serological diagnosis has the inconvenience of 

the high persistence of immunoglobulin G (IgG) antibodies in chronic patients and the 

detection of passive IgG of maternal origin in newborns of Chagas-infected women. 

Finally, the molecular characterization of T. cruzi has sought to identify associations 

between Discrete Typing Units (DTUs) and the clinical development of the disease. 

There are dozens of different molecular markers but to date there is no consensus on a 

protocol. 

 

2. OBJECTIVES 

The main aim of the present work was to assess the usefulness of several serological 

techniques used for the diagnosis and follow-up of chronic and congenital Trypanosoma 

cruzi infection and to characterize T. cruzi genotypes in a Latin American population 

attending hospitals in the Barcelona area (Spain). 
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The specific objectives of the study are:  

1. To assess and compare different serological techniques for the diagnosis of chronic 

and congenital Chagas disease.  

2. To establish cost-effective diagnostic algorithms according to the stage of the 

disease (chronic and congenital). 

3. To evaluate different approaches for the characterization  of T. cruzi genotypes in a 

population of migrants from Chagas disease endemic countries and newborns. 

 

3. WORK PLAN 

Presented here is the work plan carried out to fulfill the objectives of this study, which 

includes: 

1. Study of the adult population.  

a. Retrospective selection and collection of the samples to be analyzed.  

b. Performance of the selected serological tests.  

c. Analysis of results.  

d. Proposal of a new algorithm for the serological diagnosis of chronic 

Chagas disease.  

 

2. Study of neonates and pediatric cases.  

a. Retrospective selection of the newborns and collection of the follow-up 

samples to be analyzed.  

b. Performance of the qPCR and the selected serological tests. 

c. Analysis of results and comparison with the official programs 

implemented by European health authorities to prevent vertical 

transmission.  

d. Proposal of a new strategy for the diagnosis of congenital T. cruzi 

infection. 

 

3. Identification of T. cruzi DTUs. 

a. Retrospective selection of the samples to be analyzed. 

b. Performance of the molecular tests for the inclusion criteria (kDNA and 

SatDNA qPCRs).  
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c. Selection of positive samples to be submitted to DTU characterization by 

different approaches.  

d. Analysis of results.  

e. Determination of the utility of each method. 
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RESUMEN 

La enfermedad de Chagas se ha extendido a áreas que no son endémicas de la 

enfermedad con la migración humana. Debido a que no está disponible ningún test 

estándar de referencia, el diagnóstico serológico de la enfermedad de Chagas crónica 

requiere al menos dos tests. Las técnicas de nueva generación han mejorado 

significativamente la precisión del diagnóstico de la enfermedad de Chagas mediante el 

uso de una gran mezcla de antígenos recombinantes y diferentes sistemas de detección, 

como la quimioluminiscencia. El objetivo del presente estudio fue evaluar la precisión 

global de un kit de nueva generación, el Architect Chagas (punto de corte, ≥ 1 unidad 

relativa de luz/punto de corte [S/CO]), como única técnica para el diagnóstico de la 

enfermedad de Chagas crónica. Architect Chagas mostró una sensibilidad del 100% 

(Intervalo de Confianza [IC] del 95%, 99,5-100%) y una especificidad del 97,6% (IC 

95%, 95,2-99,9%). Cinco de las seis muestras de suero con un resultado falso positivo 

fueron consecuencia de la reactividad cruzada con Leishmania spp., y todas ellas 

obtuvieron resultados < 5 S/CO. Proponemos a Architect Chagas como única técnica 

para el cribado en bancos de sangre y para el diagnóstico de rutina en laboratorios 

clínicos. Sólo tendrían que confirmarse mediante un segundo ensayo serológico los 

sueros en zona gris y los positivos con resultados ≤ 6 S/CO, evitando así los sueros 

falsos positivos y el problema de la reactividad cruzada con las especies de Leishmania. 

La aplicación de esta propuesta resultaría en importantes ahorros en el coste del 

diagnóstico de la enfermedad de Chagas y por lo tanto en la gestión y el control de la 

enfermedad. 
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Serological Diagnosis of Chronic Chagas Disease: Is It Time for a
Change?

Alba Abras,a,b Montserrat Gállego,a,b Teresa Llovet,c,d Silvia Tebar,a,b Mercedes Herrero,c,d Pere Berenguer,c,d Cristina Ballart,a,b

Carmen Martí,e Carmen Muñozc,d,f

Laboratori de Parasitologia, Departament de Microbiologia i Parasitologia Sanitàries, Facultat de Farmàcia, Universitat de Barcelona, Barcelona, Spaina; ISGlobal, Barcelona
Centre for International Health Research (CRESIB), Barcelona, Spainb; Servei de Microbiologia, Hospital de la Santa Creu i Sant Pau, Barcelona, Spainc; Institut d’Investigació
Biomèdica Sant Pau (IIB Sant Pau), Hospital de la Santa Creu i Sant Pau, Barcelona, Spaind; Unitat de Microbiologia, Hospital General de Granollers, Granollers, Spaine;
Departament de Genètica i Microbiologia, Universitat Autònoma de Barcelona, Cerdanyola del Vallès, Spainf

Chagas disease has spread to areas that are nonendemic for the disease with human migration. Since no single reference stan-
dard test is available, serological diagnosis of chronic Chagas disease requires at least two tests. New-generation techniques have
significantly improved the accuracy of Chagas disease diagnosis by the use of a large mixture of recombinant antigens with dif-
ferent detection systems, such as chemiluminescence. The aim of the present study was to assess the overall accuracy of a new-
generation kit, the Architect Chagas (cutoff, >1 sample relative light units/cutoff value [S/CO]), as a single technique for the di-
agnosis of chronic Chagas disease. The Architect Chagas showed a sensitivity of 100% (95% confidence interval [CI], 99.5 to
100%) and a specificity of 97.6% (95% CI, 95.2 to 99.9%). Five out of six false-positive serum samples were a consequence of
cross-reactivity with Leishmania spp., and all of them achieved results of <5 S/CO. We propose the Architect Chagas as a single
technique for screening in blood banks and for routine diagnosis in clinical laboratories. Only gray-zone and positive sera with a
result of <6 S/CO would need to be confirmed by a second serological assay, thus avoiding false-positive sera and the problem of
cross-reactivity with Leishmania species. The application of this proposal would result in important savings in the cost of Chagas
disease diagnosis and therefore in the management and control of the disease.

Chagas disease, or American trypanosomiasis, is a parasitic in-
fection traditionally linked to rural areas of Latin America (1).

Based on 2010 data, an estimated 5,742,167 people are infected in
21 Latin American countries (2). The epidemiology of Chagas
disease has changed because of migratory trends, and it is now an
emerging public health problem in the United States and Europe
(3, 4), notably in Spain, the European country with the largest
number of immigrants from Latin America (3, 5).

The flagellated protozoan Trypanosoma cruzi is mainly trans-
mitted in areas endemic for the disease through contact with the
dejections of blood-feeding triatomine bugs (6, 7) and more rarely
by oral transmission through contaminated food (8, 9). The in-
fection may also occur in both areas that are endemic and nonen-
demic through blood transfusion (10), organ transplant (11),
congenital transmission (12), and laboratory accidents (13), al-
lowing the disease to spread to urbanized areas (14).

Chagas disease occurs in two stages: the acute phase, which is
without symptoms or with nonspecific manifestations in the ma-
jority of cases; and the chronic phase, characterized by cardiac
and/or gastrointestinal disorders. In the chronic indeterminate
phase of the disease, most patients remain asymptomatic all of
their lives (15, 16).

Due to low and intermittent parasitemia, diagnosis during the
chronic phase of Chagas disease is made by serological methods
(10, 15, 16). There are two types of serological techniques for the
detection of anti-T. cruzi antibodies: conventional tests using a
whole-parasite antigen, and nonconventional tests based on re-
combinant antigens (17, 18). Cross-reactivity, especially in con-
ventional assays, is a particular problem for the serological diag-
nosis of Chagas disease in regions where leishmaniasis also occurs
(15, 19). Although numerous assays are available for diagnosing

Chagas disease, no single test is considered the reference standard
(19–21).

To date, an individual is diagnosed as infected with T. cruzi in
the chronic phase of the disease when the results of two serological
tests are positive (17). When inconclusive or discordant results
appear, a third technique (17) or additional samples are required
(22), thereby increasing the cost of diagnosis. The plethora of
serological tests used to identify T. cruzi infections often demon-
strate discrepant results, which makes serum interpretation diffi-
cult (22, 23). Moreover, T. cruzi has great genetic diversity and is
currently divided into six genotypes known as discrete typing
units (DTUs) (TcI to TcVI) (24). Discordant results between as-
says are often attributed to antigenic differences among recombi-
nant proteins or T. cruzi DTUs (23, 25).

New-generation tests with potentially improved accuracy have
been developed recently. The use of a large mixture of recombi-
nant antigens and the incorporation of different detection sys-
tems, such as chemiluminescence, increase the sensitivity and
specificity of the techniques. Other advantages of new-generation
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tests are automation, rapidity, and high performance. Among
them, the Architect Chagas (Abbott Laboratories, Wiesbaden,
Germany), a chemiluminescent microparticle immunoassay
(CMIA), uses four recombinant proteins as the antigen (26–28).

The aim of the present study was to assess the overall accuracy
of a new-generation kit that combines a mixture of recombinant
proteins with chemiluminescence (Architect Chagas). The appli-
cation of this single technique in the diagnosis of chronic Chagas
disease modifies the aforementioned diagnostic recommenda-
tions. Accordingly, it might lead to a reduction in the cost and
time of diagnosis and be the first step toward reaching a consensus
on a standard protocol.

MATERIALS AND METHODS
Ethics statement. This study was approved by the Clinical Research Ethics
Committee (CEIC) of the Hospital de la Santa Creu i Sant Pau in Barce-
lona, Spain (project code IIBSP-CHA-2013-33; CEIC no. 53/2013). All
samples were anonymized before being evaluated and included in the
study.

Study population and serum samples. A total of 315 serum samples
from adults admitted to the Hospital de la Santa Creu i Sant Pau of Bar-
celona (Spain) were used in this work. Clinical data were recorded by a
retrospective review of patient files through the computer system Systems,
Applications, and Products for Data Processing (SAP). Serum samples
(conserved at !40°C) were collected during the period from January 2009
to December 2012 and divided into four panels (I to IV).

Panel I (n " 107) contained samples from chronic Chagas-seroposi-
tive patients from countries endemic for Chagas disease in Latin America
who were diagnosed in Spain (96% from Bolivia, 2% from Argentina, and
2% from Paraguay).

Panel II (n " 125) contained samples from nonchagasic individuals
from countries that were both endemic (n " 64) and nonendemic (n "
61) for Chagas disease.

For panels I and II, samples had concordant results for two enzyme-
linked immunosorbent assays (ELISAs) using whole-parasite antigen
(ELISAc) (29) and recombinant antigens (ELISAr) (BioELISA Chagas;
Biokit, Lliçà d’Amunt, Spain). Clinical and epidemiological data were
considered for the selection.

Panel III (n " 12) contained samples from individuals from countries
endemic for Chagas disease with discrepant serological results diagnosed
in Spain. These samples had discordant results for ELISAc and ELISAr and
were also tested by Western blotting (WB) (19) in order to get the final
interpretation (11 considered negative and 1 positive). Clinical and epi-
demiological data were also considered for the selection.

Panel IV (n " 71) contained samples from patients with other infec-
tious diseases to evaluate cross-reactions (8 individuals with leishmania-
sis, 7 with toxoplasmosis, 6 with amebic hepatic abscess, 3 with malaria, 6
with strongyloidiasis, 1 with visceral larva migrans [VLM], 3 with cyto-
megalovirus, 7 with human immunodeficiency virus [HIV], 4 with par-
vovirus B19, 5 with Epstein-Barr virus [EBV], 5 with hepatitis B virus
[HBV], 2 with hepatitis C virus [HCV], 9 with syphilis, and 5 with Lyme
borreliosis). All samples had serological and/or parasitological or molec-
ular evidence of the presence of the infectious diseases studied.

Serological assays and interpretation of results. Since there is no
single widely accepted reference standard test for the diagnosis of T. cruzi
infections, 244 serum samples were precharacterized using two serologi-
cal tests, according to WHO recommendations (17). The remaining 71
samples were taken from patients with other diagnoses (panel IV). For the
serum precharacterization, the techniques used were two ELISAs, one of
them in house and using sonicated epimastigotes of T. cruzi (ELISAc)
(cutoff, !20 units) (29), and the second one with recombinant antigens
(ELISAr) (results [sample ratio absorbance/cutoff value] of #0.9 were
considered negative, !1 was considered positive, and the gray zone was
from !0.9 to #1). Samples with positive results for both assays were

included in panel I, and sera with negative results were included in panel
II. Samples with discordant results by these techniques were included in
panel III, and they were tested by an in-house WB based on lysate T. cruzi
epimastigotes, as described elsewhere (19). The final interpretation of
panel III samples was based on results coinciding in two out of the three
techniques performed; thus, 11 were considered negative and one was
considered positive. In order to rule out Chagas disease, samples from
patients with other infectious diseases (panel IV) were also analyzed
through WB.

All sera were tested for the presence of T. cruzi antibodies by the CMIA
Architect Chagas assay. This fully automated assay is based on recombi-
nant proteins FP3, FP6, FP10, and TcF. In aggregate, these four hybrid
recombinant proteins represent 14 distinct antigenic regions (30, 31).
Testing was performed according to the manufacturer’s instructions. The
chemiluminescent reaction is measured in relative light units (RLUs). The
results are expressed as sample RLUs/cutoff value (S/CO). Ratios of #0.8
are considered negative, ratios of !1 are considered positive, and the gray
zone was from !0.8 to #1.

Data analysis. The following measures of diagnostic accuracy were
calculated (TP, true positive; TN, true negative; FP, false positive; FN, false
negative): sensitivity (calculated as TP/[TP $ FN]); specificity (calculated
as TN/[TN $ FP]); validity index, defined as the percentage of patients
correctly classified (32) (calculated as [TP $ TN]/[TP $ TN $ FP $
FN]), positive and negative predictive values (PPV and NPV, respec-
tively), which are the proportion of correctly diagnosed individuals with
positive (PPV) or negative (NPV) results (33) (calculated as TP/[TP $
FP] and TN/[TN $ FN], respectively), positive and negative likelihood
ratios (LR$, the highest value being the best result; and LR!, with the
lowest value being the best result), which express how many times more or
less frequently, respectively, the test result is obtained among individuals
with the disease compared with those without the disease (34) (calculated
as sensitivity/[1 ! specificity] and [1 ! sensitivity]/specificity, respec-
tively), the Youden index, which is a measure of the overall discriminative
power of a diagnostic procedure (35) (calculated as [sensitivity $ speci-
ficity] ! 1), and Cohen’s kappa coefficient, which describes the level of
concordance among tests relating the observed agreement (Ao) and the
agreement expected by chance (Ae) (36) (calculated as [Ao ! Ae]/[1 !
Ae]) (values, %0.8 indicate a high level of agreement) (37). Calculations
were performed with the software EPIDAT 3.1, which is available online at
http://www.sergas.es/Saude-publica.

Economic evaluation. An economic assessment of the annual cost of
Chagas disease serology at the Hospital de la Santa Creu i Sant Pau in
Barcelona was done. During the period from March 2014 to February
2015, a total of 718 serum samples were analyzed for the presence of T.
cruzi antibodies in our hospital. Several calculations were done: (i) the
annual cost of performing two assays (Architect Chagas and ELISAr) for
all the 718 serum samples, according to the WHO recommendations; (ii)
the annual cost of performing the Architect Chagas for all sera and con-
firming by the ELISAr gray zone (2 serum samples) and all positive sam-
ples (98 serum samples); and (iii) the annual cost of having to confirm by
the second test only samples with gray-zone (2 serum samples) and pos-
itive results of "6 S/CO (19 serum samples), the strategy proposed in this
study.

RESULTS
Sera were divided into four panels: panel I (samples from chronic
chagasic patients), panel II (samples from nonchagasic patients),
panel III (samples with discrepant serological results), and panel
IV (samples from patients with other infectious diseases).

A coincident result of the Architect Chagas with the prechar-
acterization was considered true positive (TP) or true negative
(TN), and a discordant result with the precharacterization was
considered false positive (FP) or false negative (FN) (Table 1). In
this study, no FN results for Architect Chagas were observed.

Among the 244 serum samples precharacterized as positive or
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negative for Chagas disease, 242 samples were concordant with the
Architect Chagas results. Only one serum sample from panel II
tested positive and was considered FP, and one serum sample
from panel III gave a result in the gray zone. Therefore, the con-
cordance level between precharacterized sera and the results ob-
tained with the Architect Chagas was 99.2%.

The overall serum value distribution of ELISAc, ELISAr, and
the Architect Chagas is shown in Fig. 1.

In reference to TP serum values (n ! 108), 94 samples
(87.04%) achieved results of "6 S/CO. The remaining 14 serum
samples (12.96%) obtained values of !6 S/CO; 9 samples (8.33%)
obtained S/CO values from 1 to 4.9, and 5 samples (4.63%) ob-
tained S/CO values from 5 to 6.

When sera from patients with other infectious diseases were
analyzed, 5 out of 71 samples were reactive by the Architect Cha-
gas. All of them came from Leishmania-infected patients with
Chagas disease ruled out by a WB method (19). These FP sera for
the Architect Chagas also showed positive results for ELISAc (val-
ues between 53 and 84 units) and negative results for ELISAr,
except in one case, in which the sample obtained a value in the gray
zone.

The serum sample from panel III with a gray-zone result for the
Architect Chagas was positive for ELISAc (FP), negative for
ELISAr, and negative for WB. The serum sample from panel IV
(Leishmania infection) with a gray-zone result for ELISAr was
positive for both ELISAc and the Architect Chagas (FP) and neg-
ative for WB. These samples were not included in the calculations,
resulting in a final panel of 313 serum samples.

The measures of diagnostic accuracy of the Architect Chagas
assay are shown in Table 2. Sensitivity, calculated using panels I
and III, was 100%. Specificity, calculated using panels II, III and
IV, was 97.6%. FP sera obtained S/CO results between 1.8 and 4.6,
and 5 out of 6 samples came from Leishmania-infected patients
(Table 3). A high proportion of patients were correctly classified
(validity index, 98.4%), and the test showed a high level of agree-
ment with the two techniques used in the precharacterization; a
kappa index of 0.91 (95% confidence interval [CI], 0.86 to 0.95)
with ELISAc and a value of 0.94 (95% CI, 0.90 to 0.98) with
ELISAr.

ELISAc scored 17 FP results, with 8 in panel III and 9 in panel
IV (7 serum samples with Leishmania infection and 2 with EBV).
Therefore, the test showed 100% sensitivity (95% CI, 99.5 to
100%), 91.7% specificity (95% CI, 87.7 to 95.7%), and the validity
index was 94.6% (95% CI, 91.9 to 97.2%). ELISAr achieved 3 FP
results and 1 FN result, with 2 FP results and the FN result in panel
III, and 1 FP result in panel IV (serum with EBV). Consequently,
the sensitivity and specificity of the technique were 99.1% (95%
CI, 96.8 to 100%) and 98.5% (95% CI, 96.7 to 100%), respectively,
and the validity index was 98.7% (95% CI, 97.3 to 100%).

The annual cost of performing two assays for Chagas disease
diagnosis in our hospital in Barcelona is €6,864.08 or $7,413.21.
From the 718 samples analyzed from March 2014 to February
2015, 618 (86.1%) samples tested negative using the Architect

TABLE 1 Overview of the results obtained with the Architect Chagas
assay for the four panels of serum samples studied

Test result

No. with precharacterized sera

No. in panel IV
(n ! 71)

Total
(n ! 315)

Panel I
(n ! 107)

Panel II
(n ! 125)

Panel III
(n ! 12)

CMIA positive 107 1 1 5 114
CMIA negative 0 124 10 66 200
Gray zone 0 0 1 0 1

Total 107 125 12 71 315

FIG 1 Overall serum value distribution of ELISAc (A), ELISAr (B), and Architect Chagas (C). Serum samples from panel I (samples from chronic chagasic
seropositive patients, n ! 107), panel II (samples from nonchagasic patients, n ! 125), panel III (samples with discrepant serological results, n ! 12), and panel
IV (samples from patients with other infections, n ! 71) are represented. Filled circles (!) indicate true-positive and negative results, open circles (Œ) indicate
false-positive and negative results, and Xs (#) represent results in the gray zone. Dashed lines represent the cutoff value established for each test: 20 units for
ELISAc (A), 1 absorbance/cutoff value for ELISAr (B), and 1 relative light unit/cutoff value for Architect Chagas (C). The dotted line in panel C indicates the point
of the 6 relative light units/cutoff value on the y axis.

TABLE 2 Measures of diagnostic accuracy of the Architect Chagas assay
results

Measurea Result (no./total no.) 95% CIb

Sensitivity (%) 100 (108/108) 99.54–100
Specificity (%) 97.56 (200/205) 95.21–99.92
Validity index (%) 98.40 (308/313) 96.85–99.95
PPV (%) 95.58 (108/113) 91.34–99.81
NPV (%) 100 (200/200) 99.75–100
LR$ 41.00 17.25–97.45
LR%
Youden index 0.98 0.95–1
a PPV, positive predictive value; NPV, negative predictive value; LR$, positive
likelihood ratio; LR%, negative likelihood ratio.
b 95% CI, 95% confidence interval.
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Chagas. Taking into account the 100% sensitivity of the test found
in this study, it was possible to classify the sera as negative using
only a single technique. The remaining 100 serum samples
(13.9%) were analyzed by two tests (Architect Chagas and
ELISAr), since the Architect Chagas gave gray-zone (2 serum sam-
ples [0.3%]) or positive results (98 serum samples; [13.6%]). Pos-
itive samples with results of !6 S/CO (79 serum samples [11%])
were also analyzed with a second test (ELISAr), confirming that all
of them were TP. This represents an annual cost of €3,156.08 or
$3,408.57. We propose that gray-zone (2 serum samples [0.3%])
and samples with positive results of !6 S/CO (19 serum samples
[2.6%]) require further confirmation (TP, 57.9%). If inconclusive
results appear, a third technique or additional samples are re-
quired. Confirmation by a second test was necessary in only 21
serum samples instead of the 100 positive and inconclusive sam-
ples. As a result, the annual cost by not having to confirm all
positive samples would be €2,682.08 or $2,896.65 in the hospital
population, which represents savings of €4,182 or $4,516.56 per
year.

DISCUSSION
Despite the absence of the vector, Chagas disease is now an emerg-
ing public health problem in Europe and the United States due to
immigration from areas endemic for the disease (3, 4). Chronic
forms of the disease have appeared in countries that are nonen-
demic (4, 38, 39), as well as acute forms, principally due to vertical
transmission (40–42). In Europe, chronic forms are more abun-
dant than congenital cases.

Chronic forms of Chagas disease are diagnosed serologically,
requiring two tests for confirmation (17). According to the World
Health Organization (17), an ideal serological test should be easy
to perform in a single step, be fast, cheap, require no special equip-
ment or refrigeration of reagents, and have 100% sensitivity and
specificity; unfortunately, no such test exists for Chagas disease.
The lack of a reference standard serological assay for the diagnosis
of T. cruzi infection has prompted the development of new tests,
which require further evaluation. Among them, the Architect
Chagas, a fully automated assay using four recombinant proteins
as the antigen, has been scarcely studied to date (26–28).

Serum precharacterization was performed by ELISAc, a con-
ventional method using parasite lysate as the antigen (29), and
ELISAr, based on T. cruzi TcF antigen, a recombinant fusion pro-
tein that comprises four serologically active peptides (PEP-II,
TcD, TcE, and TcLo1.2) (43, 44). The assay evaluated here, the
Architect Chagas, incorporates three recombinant proteins (FP3,
FP6, and FP10) in addition to the TcF of ELISAr (30, 31, 45, 46).
These four proteins in aggregate represent 14 different antigenic
regions present throughout the life cycle of T. cruzi (30, 45). More-
over, T. cruzi is currently divided into six DTUs with distinct ge-

netic profiles (24). The Architect Chagas is capable of detecting the
genetic diversity of T. cruzi by the incorporation of highly con-
served antigenic proteins with tandemly repeated amino acid do-
mains (26, 45).

A well-known problem in the serological diagnosis of Chagas
disease is cross-reaction with antibodies produced by other patho-
gens, especially Leishmania species (15, 19, 47). All FP sera for the
Architect Chagas except one (5 out of 6) came from patients with
leishmaniasis (panel IV) (see Table 3). Although all patients were
from Spain, these samples were analyzed by WB using T. cruzi
lysate epimastigotes as an antigen (19) in order to check for pos-
sible Leishmania-T. cruzi coinfections. Chagas disease was ruled
out in all five cases because of negative results. The remaining FP
serum sample belonged to a precharacterized negative patient
(panel II) from an area endemic for the disease, in which leish-
maniasis was ruled out. No data of other possible pathologies of
the patient were known.

In this report, the Architect Chagas recombinant test showed
100% sensitivity, while its specificity was 97.6% due to cross-re-
actions in the leishmaniasis patients. The specificity achieved by
the Architect Chagas assay excluding cross-reactions with Leish-
mania spp. would be 99.5%. The Architect Chagas results were
highly concordant with tests using crude antigens, such as ELISAc
(kappa index, 0.91), but with higher specificity (ELISAc sensitiv-
ity, 100%; specificity, 91.7%). While the Architect Chagas gave
positive results in 5 out of 8 serum samples from Leishmania-
infected patients, indicating cross-reactions, ELISAc scored posi-
tive results in all 8 serum samples with Leishmania species. The
technique evaluated here also showed a high level of agreement
with the ELISAr results (kappa index, 0.94). Although the speci-
ficity shown by ELISAr and even the validity index were higher
than those with the Architect Chagas, this technique did not detect
all positive sera (ELISAr sensitivity, 99.1%; specificity, 98.5%; va-
lidity index, 98.7%). Indeed, the Architect Chagas is better able
than the ELISAc and ELISAr to discriminate between positive and
negative sera (see Fig. 1). The higher sensitivity of the Architect
Chagas is probably due to the greater diversity of proteins used as
antigens, representing the three morphological forms (trypomas-
tigotes, epimastigotes, and amastigotes) and the genetic diversity
of T. cruzi (26, 45). Among current tests in which the number of
recombinant proteins is known, the Architect Chagas uses the
most. This higher number of recombinant antigens might also
explain the high level of cross-reactions with Leishmania species
infection. Consequently, this fact should be considered when
studying the diagnosis of Chagas disease in areas endemic for vis-
ceral leishmaniasis. Other authors previously reported that mix-
tures of recombinant proteins are very useful as antigens for the
immunodiagnosis of Chagas disease (48, 49).

New-generation techniques, such as the Architect Chagas or
Bio-Flash Chagas (Biokit, Lliçà d’Amunt, Spain) (50), have im-
proved the diagnosis of Chagas disease with innovative new tools
(large mixture of recombinant antigens and chemiluminescence
as detection system). Previous studies have also proposed a chemi-
luminescent ELISA (CL-ELISA) with purified trypomastigote gly-
coproteins for the detection of lytic protective antibodies against
T. cruzi in human serum (33, 51, 52). CL-ELISA achieved high
diagnostic accuracy in both areas that are endemic (51, 52) and
nonendemic (33) for the disease. Detection systems, such as
chemiluminescence, increase light amplification and signal dura-
tion in comparison with traditional ELISAs.

TABLE 3 FP serum results of the Architect Chagas assay (n " 6)

FP serum sample Architect Chagas (S/CO)a Other infection(s)

1 2.22 Unknown
2 1.83 Leishmaniasis
3 4.57 Leishmaniasis
4 4.09 Leishmaniasis
5 3.21 Leishmaniasis
6 2.40 Leishmaniasis
a S/CO, sample relative light units/cutoff value.
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Both characteristics, the larger number of recombinant anti-
gens and signal amplification, lead to higher accuracy in the diag-
nosis of Chagas disease compared to that with the conventional
and recombinant techniques used in this study.

Other authors have evaluated the Architect Chagas using dif-
ferent populations or sample conditions (26–28). Their overall
results (26–28) suggest that the Architect Chagas is a highly suit-
able assay for the diagnosis of chronic T. cruzi infection, and its use
as a single technique for routine testing in high-prevalence areas
has already been recommended (26). In contrast to what is pro-
posed here, a reduction from 1 to 0.88 in the CO value has been
recommended, but only when blood samples on filter paper are
used (28).

According to the results in the present study, and preserving
the manufacturer’s criteria for the interpretation of results, we
propose the Architect Chagas or other similar new-generation
tests, as a single technique for the diagnosis of chronic Chagas
disease in blood banks and clinical laboratories in both areas that
are endemic and nonendemic for the disease. Taking into account
the positive and cross-reactivity results obtained and the overall
distribution of serum values (see Fig. 1C), we suggest that only
gray-zone and positive sera with results of !6 S/CO would
need to be confirmed by a second serological assay, in agree-
ment with WHO recommendations. Sera with these results
represented !18% of the positive samples and 6.3% of the total
sera analyzed in this study. Further studies with other new-
generation techniques with similar characteristics (recombi-
nant antigens and chemiluminescence) are necessary.

Several control measures exist for Chagas disease, according to
the different transmission scenarios (7, 14, 53), some of which
have been applied by health organizations or administrative gov-
ernments (54–58). Previous studies on the cost-effectiveness of
Chagas disease management have been undertaken (59–62), but
the costs of different diagnostic methods have not been compared.

The adoption of a single high-performance technique, like the
one studied here, would entail a significant savings. Indeed, the
savings would be €4,182 or $4,516.56 per year in our hospital, if
the comparison is with the cost of performing two assays for all
sera, the strategy recommended by the WHO that is used to date.
Our proposal would allow the optimization of screening proce-
dures and cost according to the document of the 63rd World
Health Assembly (63).

According to Sicuri et al. (59), 1.7 million migrants from Latin
American countries endemic for Chagas disease live in Spain,
where 42,173 adult immigrants are estimated to be infected with
T. cruzi (64). By 2009, an estimated 68,000 to 122,000 Latin Amer-
ican immigrants in Europe were thought to be infected by T. cruzi,
but only 4,290 of them were diagnosed (65). Although Chagas
disease has become a real problem for countries hosting Latin
American migrants, not all European countries screen for the in-
fection (57, 66), a problem that may have been exacerbated by the
recent economic crisis (57). Therefore, the management of Cha-
gas disease in countries nonendemic for the disease is crucial to
controlling the infection. For an individual with chronic Chagas
disease, the estimated average lifetime cost of health care is
$27,684, with considerable variations between countries (60).
Other authors have reported that in the long term, it is cheaper to
diagnose and treat individuals with Chagas disease than not (61).
Accordingly, the high rate of underdiagnosis in countries that are
nonendemic might contribute to increases in the final cost of Cha-

gas disease patients. The use of a single technique would reduce
diagnosis costs and therefore allow the application of screening
and control programs in countries where such systems have not
yet been implemented.

In conclusion, the Architect Chagas is a highly effective assay
for the diagnosis of Chagas disease, with 100% sensitivity, and it
allows the correct diagnosis of the majority of samples when ap-
plied as a single technique. The Architect Chagas can be used as a
single assay in blood banks and clinical laboratories for routine
diagnosis. Only gray-zone and positive serum samples with a re-
sult of !6 S/CO would need to be confirmed by a second serolog-
ical assay to avoid both FP sera and cross-reactions with Leishma-
nia species. The application of this proposal would result in
important savings in the cost of Chagas disease diagnosis and
therefore in the management and control of the disease.
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RESUMEN 

La migración de mujeres latinoamericanas en edad fértil ha expandido la transmisión 

congénita de la enfermedad de Chagas a zonas no endémicas y, actualmente, la 

enfermedad es un problema global. Algunas autoridades sanitarias europeas han 

implementado programas de cribado para prevenir la transmisión vertical pero la falta 

de un protocolo consensuado requiere el establecimiento urgente de una nueva 

estrategia, común para todos los laboratorios. Los objetivos fueron (i) analizar la 

tendencia de los anticuerpos IgG pasivos en el recién nacido mediante cinco tests 

serológicos para el diagnóstico y seguimiento de la infección congénita por 

Trypanosoma cruzi, (ii) evaluar la utilidad de estas técnicas en el diagnóstico de la 

infección congénita, y (iii) proponer una estrategia rápida, eficiente y costo-efectiva 

para el diagnóstico de la infección por T. cruzi. En los recién nacidos no infectados, 

ningún test serológico serorevertió en todos los casos antes de los 12 meses. A partir de 

los 12 meses, los tests serológicos obtuvieron resultados negativos en todas las muestras 

analizadas, excepto el inmuno-ensayo de micropartículas quimioluminiscentes (CMIA) 

por su elevada sensibilidad. Por el contrario, en los niños con infección la diminución de 

anticuerpos se detectó después del inicio del tratamiento. Para mejorar el diagnóstico de 

la infección congénita por T. cruzi, proponemos una nueva estrategia que requiere un 

menor número de técnicas y permite un ahorro significativo. El protocolo podría 

empezar un mes después del nacimiento con un test parasitológico y/o una PCR. Si el 
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resultado es negativo, se podría realizar un test serológico a los nueve meses. Si este es 

positivo, se realizaría otro test serológico de confirmación aproximadamente a los 12 

meses de edad. 
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ABSTRACT 36 

The immigration of Latin American women of childbearing age has spread the 37 

congenital transmission of Chagas disease to non-endemic areas, and the disease is now 38 

a worldwide problem. Some European health authorities have implemented screening 39 

programs to prevent vertical transmission, but the lack of a uniform protocol calls for 40 

the urgent establishment of a new strategy, common for all laboratories. Our aims were 41 

(i) to analyze the trend of passive IgG antibodies in the newborn by means of five 42 

serological tests for the diagnosis and follow-up of congenital Trypanosoma cruzi 43 

infection, (ii) to assess the utility of these techniques for diagnosing a congenital 44 

transmission, and (iii) to propose a strategy for a prompt, efficient and cost-effective 45 

diagnosis of T. cruzi infection. In non-infected newborns, a continuous decreasing trend 46 

of passive IgG antibodies was observed, but none of the serological assays seroreverted 47 

in all the infants before 12 months. From 12 months onwards, serological tests achieved 48 

negative results in all the samples analyzed, with the exception of the highly sensitive 49 

chemiluminescent microparticle immunoassay (CMIA). In contrast, in congenitally 50 

infected infants, the antibody decline was only detected after treatment initiation. In 51 

order to improve the diagnosis of congenital T. cruzi infection, we propose a new 52 

strategy involving fewer tests that allows significant cost savings. The protocol could 53 

start 1 month after birth with a parasitological test and/or a PCR. If negative, a 54 

serological test would be carried out at 9 months, which if positive, would be followed 55 

by another at around 12 months for confirmation. 56 

57 
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INTRODUCTION 58 

Chagas disease or American Trypanosomiasis is a zoonotic and parasitic 59 

infection caused by Trypanosoma cruzi, affecting around six million people in Latin 60 

America (1), where it is estimated that approximately two million women of 61 

childbearing age are infected (2, 3). In endemic areas, the infection is mainly due to 62 

vectorial transmission, while in areas where the vector is absent, T. cruzi can be 63 

transmitted by alternative routes such as blood transfusion, organ transplant and vertical 64 

transmission (4). In non-endemic areas strict protocols exist in blood banks and 65 

transplants so mother-to-child transmission is the main route for T. cruzi transmission 66 

and its control represents an important challenge (5–7). 67 

The immigration of Latin American women of childbearing age has spread the 68 

congenital transmission of Chagas disease to non-endemic areas (2), especially Europe 69 

and the United States (8–10), and the disease has become a worldwide health problem. 70 

A total of approximately 1.7 million people from countries endemic for Chagas disease 71 

live in Spain, and around 50% of them are women of reproductive age (11).  72 

In areas where T. cruzi is endemic, its prevalence in pregnant women is highly 73 

variable (from 5 to 40%), depending on their geographical origin, and the congenital 74 

transmission rate from mother to child is about 1-12% (12–16). Cases of congenital T. 75 

cruzi infection have also been described in Spain (17–22). The rates of seroprevalence 76 

and transmission in pregnant Latin American women living in Spain reported by Muñoz 77 

et al. 2009 (21) are 3.4% and 7.3%, respectively. Nevertheless, a point to consider is the 78 

high index of underdiagnosis (23).  79 

Congenital infection with T. cruzi is mostly asymptomatic and may progress to 80 

chronic Chagas disease with cardiac and/or gastrointestinal disorders years later (24–81 

26). In cases of symptomatic Chagas disease, there is a spectrum of clinical 82 
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manifestations, commonly non-specific, and they can appear at birth or days later (24, 83 

27). Severe cases have a mortality rate of approximately 5% and are associated with 84 

myocarditis and meningoencephalitis (7, 24).  85 

Benznidazole and Nifurtimox are the only approved trypanocidal drugs with 86 

proven efficacy for the treatment of Chagas disease (28). Both compounds are better 87 

tolerated in infancy and more effective during the acute phase of the infection (28–30). 88 

Treatment within the first year of life is close to 100% effective and without the adverse 89 

reactions seen in adults (29, 31, 32). Treating infected women of childbearing age could 90 

be a useful strategy to prevent the congenital transmission of T. cruzi (16, 33). In Spain, 91 

a study also reported that the screening of pregnant Latin American women and their 92 

infants to detect and treat congenital cases at an early stage is cost-effective (11).  93 

During the first weeks of life, the diagnosis relies on the microscopic 94 

observation of bloodstream parasites, usually with concentration techniques like the 95 

microhaematocrit method or micromethod (14). The micromethod has been used for 96 

many years in endemic areas for the early detection of parasites in newborn blood, 97 

although its lack of sensitivity can miss up to 50% of infected infants (34). The 98 

sensitivity of the technique varies according to the parasitemia (35). Parasite detection 99 

in blood by molecular techniques such as polymerase chain reaction (PCR) may 100 

improve early diagnosis (27, 31, 36, 37).  The parasite burden is at its maximum one 101 

month after birth (25, 38, 39), so it would be preferable to perform the PCR at this time 102 

and also to avoid false positive diagnosis in case of parasite DNA transmission from 103 

mother to fetus (25). Amniotic fluid is not useful for the diagnosis of congenital T. cruzi 104 

infection (40) and there is disagreement about the utility of umbilical cord blood (41).  105 

Serological tests are useful for chronic diagnosis and also for the follow-up of 106 

newborns if the direct diagnosis has not been conclusive (31). However, to date, no 107 
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single serological test is considered the reference standard for the diagnosis of Chagas 108 

disease (42). Consequently, the confirmation of the infection requires coincident 109 

positive results of two tests in infants aged >8 months in order to avoid the detection of 110 

anti-T. cruzi IgG antibodies of maternal origin (31, 42). A third technique should be 111 

performed when the results are conflicting (42). The detection of anti-T. cruzi IgM 112 

antibodies in the newborn is controversial (36, 41). Rodríguez et al. (2005) (43) 113 

reported that IgM antibodies were not useful for the diagnosis because they could 114 

appear in response to the excretion/secretion of T. cruzi antigens, which cross the 115 

placenta.  116 

In order to prevent vertical transmission, some European health authorities have 117 

implemented screening programs for pregnant Latin American women and their babies 118 

(44–51). Early diagnosis and treatment of the newborns have high priority in the control 119 

programs (14). However, the existence of procedural differences between protocols 120 

urgently calls for the establishment of a new and more efficient strategy, common for all 121 

laboratories. 122 

The aims of this study were (i) to analyze the trend of passive IgG antibodies in 123 

the newborn by means of five serological tests for the diagnosis and follow-up of 124 

congenital T. cruzi infection, (ii) to assess the utility of these techniques in the diagnosis 125 

of a congenital transmission, and (iii) to propose a suitable strategy for a prompt, 126 

efficient and cost-effective diagnosis of T. cruzi infection. 127 

 128 

MATERIAL AND METHODS 129 

Ethics approval. This study was approved by the Clinical Research Ethics Committee 130 

(CEIC) of the Hospital de la Santa Creu i Sant Pau in Barcelona (Project code: IIBSP- 131 

CHA-2013-33; CEIC number: 53/2013). All samples were anonymized before being 132 
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evaluated and included in the study. 133 

Study population and samples. Peripheral blood samples and sera from 81 newborns of 134 

Latin American Chagas-infected mothers admitted to three hospitals of Barcelona 135 

(Spain) were analyzed. Samples were collected during the period from April 2003 to 136 

December 2015 and stored at -40ºC. The mothers of the newborns were identified by 137 

two serological assays, according to the World Health Organization (WHO) 138 

recommendations (42). 139 

DNA extraction and Real-Time PCR. DNA was extracted from 200 µL of EDTA-140 

blood with the High Pure PCR Template Preparation Kit (Roche, Mannheim, Germany) 141 

and eluted in 200 µL of elution buffer (EB) according to the manufacturer’s 142 

instructions. Five µL of the extracted DNA was amplified in triplicate by a Real-Time 143 

PCR (RT-PCR) targeted at the T. cruzi satellite DNA (SatDNA) as described by Pirón 144 

et al. (2007) (52). The amplification was carried out in an ABI7900 device (Applied 145 

Biosystems) and the RNAse P human gene (Life Technologies, Austin, Texas) was 146 

included as an internal control of the RT-PCR amplification. A sample was considered 147 

valid when the RNAse P human gene was efficiently amplified and was considered 148 

positive when the cycle threshold (Ct) was ≤40 in at least one of the three replicates.  149 

Serological assays. Sera were tested by five serological assays: an indirect fluorescent 150 

antibody test (IFAT), two enzyme-linked immunosorbent assays (ELISA), a 151 

chemiluminescent microparticle immunoassay (CMIA), and a Western blot (WB). 152 

IFAT. The test (Trypanosomiasis IFA test system, Trinity Biotech, Bray Country, 153 

Wicklow, Ireland) was performed according to the manufacturer’s instructions with 154 

some modifications. Epimastigotes of T. cruzi (Corpus Cristi strain) were used as the 155 

antigen. Double dilutions of sera from 1:20 to 1:5120 were used and ≥1:40 was 156 

established as the cutoff.  157 
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In house ELISA (ELISAc). Testing was performed as previously described by Riera et 158 

al. (2009) (53). Sonicated epimastigotes of T. cruzi (Maracay strain) were used as the 159 

antigen. Sera were diluted 1:200 in PBS-Tween 20 (0.05%)-skimmed milk (1%). The 160 

reaction was quantified as units (U) that relate the OD492 obtained from the problem sera 161 

with that of the mean of three replicates of a calibrator serum arbitrarily set at 100 U. 162 

The cutoff was established at 20 U. 163 

BioELISA (ELISAr). Testing was performed according to the manufacturer’s 164 

instructions (BioELISA Chagas, Biokit, Lliçà d’Amunt, Spain). This test contains the 165 

recombinant antigen TcF, which is a T. cruzi fusion protein. The TcF antigen consists of 166 

a linear assembly of four serologically active peptides, PEP-II, TcD, TcE, and TcLo1.2. 167 

Sera were diluted 1:20 in the sample diluent supplied with the commercial kit. Results 168 

(sample ratio absorbance/cutoff value: Abs/CO) <0.9 were considered negative, ≥1 169 

positive and the grey zone was from ≥0.9 to <1. 170 

Architect Chagas (CMIA). Testing was performed according to the manufacturer’s 171 

instructions (Architect Chagas, Abbott Laboratories, Wiesbaden, Germany). This fully 172 

automated assay is based on four hybrid recombinant proteins FP3, FP6, FP10, and TcF, 173 

which in aggregate represent 14 distinct antigenic regions (54, 55). Sera were not 174 

diluted. The chemiluminescent reaction is measured in relative light units (RLU). 175 

Results (sample RLU/cutoff value: S/CO) <0.8 were considered negative, ≥1 positive 176 

and the grey zone was from ≥0.8 to <1. 177 

WB. The test was performed as described elsewhere (56). A total extract of T. cruzi 178 

(Maracay strain) lysate epimastigotes was used as the antigen. Sera were diluted 1:50 in 179 

TS with 1% skimmed milk and 0.2% Tween 20. The antigenic bands of the T. cruzi 180 

profile are: 28, 32, 38, 39, 40, and 48 KDa. A serum was considered positive when at 181 

least two bands of the pattern were recognized and also when a single band appeared if 182 
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it was as intense as the same band in the positive control, as used in other infectious 183 

diseases such as Hepatitis C (INNO-LIA HCV Score, Gent, Belgium). 184 

Criteria for the interpretation of results. An infant was considered infected with T. 185 

cruzi when a positive RT-PCR was obtained and/or the level of IgG antibodies was 186 

maintained during the first year of life by at least two serological tests.  187 

  188 

RESULTS 189 

From the 81 newborns included in the study, it was possible to obtain a sample 190 

at birth to 1 month in 78 cases and the percentage of seropositivity in this first sample 191 

was 97.4%. 14 out of 81 newborns were excluded from the follow-up study, as they 192 

were unavailable for further sampling, resulting in a final panel of 67 infants.  193 

Four out of the 67 infants were diagnosed as congenitally infected by T. cruzi 194 

based on positive RT-PCR results at different times during the follow-up and a constant 195 

level of IgG antibodies during the first year of life (Table 1). The remaining 63 were 196 

considered not infected due to negative RT-PCR results and a drop in IgG antibodies.  197 

In the four congenitally infected newborns (see Table 1), a trend towards a 198 

reduction of antibodies was not perceived until treatment initiation, after which 199 

antibodies began to decline, even disappearing in one infant (Case 3); additionally, RT-200 

PCR turned from positive to negative in all cases in which the assay was done. A 201 

negative RT-PCR result was observed at birth in one of the infected infants (Case 4), 202 

although the infection was confirmed at 12 months with both a positive RT-PCR result 203 

and the maintenance of IgG antibody titres. 204 

For all newborns, samples were grouped according to the age of the newborn 205 

when the sample was collected. The percentages of sera with positive and gray-zone 206 

results obtained by the five serological assays during the five follow-up periods of the 207 



RESULTADOS CAPÍTULO 2 

 

 86 

 10 
 

non-infected newborns are shown in Fig. 1. The details of the results obtained by each 208 

serological assay during the follow-up of the non-infected newborns are shown in Fig. 209 

2.  210 

Although a continuous decreasing trend of the passive IgG antibodies in non-211 

infected newborns was observed over time, all serological assays still obtained at least 212 

one gray-zone (ELISAr and CMIA) and/or positive result (IFAT, ELISAc, CMIA and 213 

WB) at >9-12 months of age. Maternal antibodies disappeared completely at >12 214 

months of age, except for one remaining gray-zone sample detected by the CMIA. 215 

The WB pattern observed in mothers and non-infected and infected children was 216 

very homogeneous (Fig. 3). In non-infected infants tested at birth, the serum pattern did 217 

not show any differences with the mother (Fig. 3A), and the number of bands and their 218 

intensity decreased during the follow-up, 80% testing negative at >6-9 months and all of 219 

them negative at 12 months. In the congenital cases, no differences were observed in the 220 

pattern between mother and newborn at birth, while some variation was apparent after a 221 

few months. In Case 1, the bands showed a heterogeneous intensity 6 months after birth 222 

(Fig. 3B) and in Case 4 these differences were observed at 15 months (Fig. 3E). 223 

A proposed new strategy for the diagnosis of congenital Chagas disease is 224 

presented as a flowchart in Fig. 4.  225 

 226 

DISCUSSION 227 

Screening programs for Chagas disease in pregnant Latin American women and 228 

their children are still uncommon in non-endemic areas (7, 57). Several European 229 

regions have implemented official prevention strategies to avoid the transmission of 230 

congenital Chagas disease (44): Tuscany in Italy (45) and three autonomous 231 

communities of Spain (Catalonia, Galicia and Valencia) (46, 48, 49). Official screening 232 
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programs implemented by European health authorities are summarized in Table 2. Other 233 

regions, namely Andalusia and the Basque Country in Spain, recommend the screening 234 

of all pregnant women susceptible to the disease (50, 51). The diversity of procedures 235 

used in the control programs calls for the establishment of a uniform strategy suitable 236 

for all laboratories and that would allow a prompt, efficient and cost-effective diagnosis 237 

of congenital T. cruzi infection. 238 

Since most of the samples included in the present study were obtained 239 

retrospectively, not all patients could be followed during the first year of life and not all 240 

the samples were analyzed by the five serological tests assayed due to absence or 241 

insufficient volume. As expected, the proportion of positive sera in the first sample 242 

(birth-1 month) was very high, in accordance with other authors (21), due to the 243 

detection of IgG antibodies of maternal origin. On the contrary, 2.6% (2/78) of the 244 

samples were negative, and all belonged to uninfected children. Of all the samples 245 

analyzed, congenital Chagas disease was confirmed in only 6%. This rate of congenital 246 

transmission is similar to others reported in different regions of Spain: Barcelona 247 

(7.3%), Madrid (2.6%), Valencia (3.7%) and Biscay (5.8%) (21, 58–60). These results 248 

do not significantly differ from endemic areas (12, 13, 16), although Howard et al. 249 

(2014) (15) consider that endemic countries have higher rates of congenital 250 

transmission.  251 

All the official protocols published and implemented in Europe agree on the 252 

inclusion of a parasitological test at birth and, with the exception of Catalonia, if the 253 

result is negative, a new sample is analyzed one month later. In the Valencian protocol, 254 

the re-test at 1 month is optional. The disadvantages of microscopic examination are 255 

low sensitivity and high subjectivity, since it depends on the ability and training of the 256 

observer to detect the parasite in the blood sample (39, 61). Both factors could lead to 257 
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parasites being missed in congenitally infected newborns (62). Another important point 258 

is that the sample quality and storage play a key role in the results (35). In non-endemic 259 

areas immediate observation of the sample is rare, and the low level of parasites and 260 

their lack of mobility, directly related to the storage time, might contribute to false 261 

negative results. The highly variable parasitic burden in neonates, the number of 262 

replicates, and the time of observation are other important factors for consideration (38, 263 

39). It should be also considered that congenital infection at any stage of pregnancy as 264 

well as the perinatal transmission of T. cruzi may affect parasitemia (62, 63). Thus, 265 

more sensitive methods are needed. These inconveniences for parasitological analysis 266 

have also been described in primary health care facilities in rural endemic areas (31). 267 

The capacity of molecular techniques such as PCR to detect a low amount of 268 

parasites in blood can provide an early diagnosis (2, 64, 65). All the current screening 269 

programs include a PCR at birth, except in Catalonia, and the test is repeated one month 270 

later if the result is negative, except in Valencia, where it is optional. Additionally, in 271 

the case of negative results, the protocols of Valencia and Galicia recommend another 272 

PCR test between 7 and 9 months and at 9 months of age, respectively. At present, the 273 

screening program of Catalonia is being updated and a PCR during the first month of 274 

life has been included in the new revised protocol. The maximum parasitic load is found 275 

one month after birth, when T. cruzi DNA from maternal transmission has disappeared 276 

(25, 38, 39). Therefore, we propose a single PCR to be performed only at this age. 277 

False negative results by PCR at birth cannot be disregarded: in our study, one of 278 

the four infants with congenital T. cruzi infection tested negative with RT-PCR at birth 279 

but serologically positive. In this particular case, the serology remained positive at 12 280 

months and for this reason an additional RT-PCR was performed, which obtained a 281 

positive result. Hence, a positive RT-PCR result from one month onwards confirms T. 282 



RESULTADOS CAPÍTULO 2 

 89 

 13 
 

cruzi infection, while a negative result at birth does not rule it out. This observation is in 283 

accordance with Fumadó et al. (2014) (66), who describe a confirmed case of congenital 284 

Chagas disease in a newborn with a negative RT-PCR. 285 

Accordingly, the diagnostic algorithm could start directly at one month after 286 

birth with a parasitological test or a PCR or both, depending on the laboratory facilities. 287 

This would facilitate parasite detection and also avoid false positives resulting from the 288 

presence of parasite DNA of maternal origin (7, 24, 67) (see Table 2 and Fig. 4). 289 

However, the loss of contact with the mother and newborn after the post-delivery 290 

discharge represents a major problem in areas without well-organized health care and 291 

also when circuits between the different levels of health care (primary and hospital) are 292 

not properly established (7). Consequently, our proposed algorithm includes as optional 293 

the performance of a parasitological test at birth. 294 

In reference to the serology, only the protocol of Tuscany takes into account a 295 

sample at birth. In Valencia, the protocol does not clearly stipulate if this is required. 296 

Alternatively, the protocols of Catalonia and Galicia choose to include the first serum 297 

sample of the newborn at 9 months, unless the direct diagnosis has been conclusive at 298 

birth or 1 month. If positive, all protocols, except that of Catalonia, include a follow-up 299 

at 12 months. Available data indicate that maternal antibodies have disappeared from 300 

the serum of the infant from 9 months after birth (31, 42, 66). A negative serology at 301 

birth rules out infection (68), but as mentioned (62), the probability of this result is low 302 

(2.6% in the present study). In the only two cases of newborns with a negative serology 303 

at birth reported here, their mothers yielded a low level of antibody titres. On the other 304 

hand, a positive result at birth, detected in most cases (97.4% in this study), does not 305 

confirm the congenital infection (31, 69) and requires a second serological test at 9 306 

months. Since the inclusion of a basal serology for all newborns from Chagas-infected 307 
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mothers would lead to a fairly high cost-effective ratio, we propose performing the first 308 

serology at 9 months, an age when a negative result rules out Chagas disease. On the 309 

contrary, the finding of antibody titres could mean congenital infection which should be 310 

confirmed at around 12 months. Protocols that only include a sample at 9 months cannot 311 

give conclusive results in case of seropositivity. The adoption of this protocol would 312 

result in important savings due to the low number of infants requiring second sample 313 

testing. In this study, positive values in non-chagasic infants remained in at least 20% of 314 

the samples analyzed by all the serological assays at >6-9 months, except for CMIA, 315 

which gave 60% positive samples. In the following period, >9-12 months, positive 316 

serologies declined considerably. It should be noted that, despite a declining trend in 317 

passive antibodies, none of the serological assays seroreverted in all the non-chagasic 318 

infants. Finally, at >12 months of age, CMIA was the only test to give a sample in the 319 

gray-zone. 320 

In a previous study (70), our group reported that the CMIA Architect Chagas is a 321 

highly effective assay for the diagnosis of chronic Chagas disease, with 100% 322 

sensitivity, allowing most samples to be correctly diagnosed when applied as a single 323 

technique. Other authors have reported similar sensitivity after evaluating the assay (71–324 

73). Nevertheless, precisely because of its high sensitivity, CMIA is not the most 325 

suitable technique for the diagnosis of congenital Chagas disease. According to our 326 

results, in comparison with the other tests, CMIA can detect more maternal IgG 327 

antibodies in the serology of the newborn and for a longer term (see Fig. 1 and Fig. 2), 328 

thus delaying the negativization of passive antibodies and impeding an early diagnosis 329 

or discarding of the disease. Therefore, the age at which maternal antibodies disappear 330 

from the serology of the newborn varies according to the test: the greater its sensitivity, 331 

the longer passive antibodies are detectable (14). 332 
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In the present study, none of the serological methods were able to differentiate 333 

between infected and non-infected newborns with the analysis of a single serum sample. 334 

In the case of CMIA, however, it should be emphasized that in non-infected children at 335 

>6-9 months, at which point we propose the first serological analysis, all samples 336 

yielded results below 6 S/CO. This value was the cutoff that we established for chronic 337 

Chagas disease when all results ≥6 are true positives, whereas only gray-zone and 338 

positive sera with a result <6 S/CO need to be confirmed by another serological assay 339 

(70). In our study, CMIA results for the four congenitally infected newborns at >6-9 340 

months were not available, but in two of the cases at >12 months they were far higher 341 

than 6 S/CO. Further studies in this field involving a higher number of congenitally 342 

infected newborns are needed. 343 

The application of WB analysis did not provide any characteristic band to 344 

distinguish between newborns with or without congenital T. cruzi infection, as in Riera 345 

et al. (2006) (17). In the current study, a clear differentiation between patterns was 346 

lacking, probably due to the low number of samples of congenitally infected newborns 347 

analyzed in parallel with their mothers. The antibodies transferred from mother to child 348 

may also have hidden the antibody production in the newborn (74) (Fig. 3D). 349 

Nevertheless, differences in the intensity of bands and/or in the general pattern between 350 

mother and newborn were evident after 6 months, when passive antibodies are already 351 

scarce (Fig. 3B, 3C and 3E). Hence, WB analysis could be a useful tool to diagnose 352 

congenital disease some months after birth in those laboratories where it is available. 353 

 In conclusion, in non-infected newborns a continuous decreasing trend of 354 

passive IgG antibodies was observed but none of the serological assays seroreverted in 355 

all the infants before 12 months. From 12 months onwards, all the serological tests 356 

achieved negative results in the totality of the samples analyzed, with the exception of 357 



RESULTADOS CAPÍTULO 2 

 

 92 

 16 
 

the highly sensitive CMIA. On the contrary, in infants with congenital T. cruzi infection 358 

the antibody decline was only detected after the initiation of the treatment.  359 

In order to improve the diagnosis of congenital T. cruzi infection, we propose a 360 

new more cost-effective strategy with a reduced number of tests. The protocol could 361 

start at 1 month of age with a parasitological test and/or a PCR. If negative, a serology 362 

would be carried out at 9 months, followed by a confirmatory serological testing at 363 

around 12 months in case of positive results.  364 

365 
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TABLES 646 

Table 1. Congenitally infected infants (n = 4).  647 

  PCR IFAT 

(Dilution) 

ELISAc 

(U) 

ELISAr 

(Abs/CO) 

CMIA 

(S/CO) 

WB  

(KDa bands) 

Case 1 Mother - ≥1:5120 169 8.39 12.31 6/6 

Birth-1 month - 1:2560 - 8.52 - - 

>1-6 months - 1:640 76 6.82 7.97 5/6 

(28/32/38/39/40) 

>6-9 months - 1:640 - 7.47 - - 

>9-12 months Pos 1:640 - 6.67 - - 

1 month Pt. - 1:640 - 8.70 - - 

12 months Pt. - 1:80 42 1.63 3.57 0/6 

Case 2 

 

Mother Pos 1:1280 200 7.60 11.07 5/6 

(28/32/38/39/40) 

>12 months Pos 1:1280 162 5.99 12.04 5/6 

(28/32/38/39/40) 

During Tr. Neg - 164 5.96 11.78 3/6 (28/32/38) 

5 months Pt. Neg - 116 5.11 10.29 3/6 (28/32/38) 

16 months Pt. Neg 1:160 89 3.87 8.25 1/6 (32) 

3 years Pt. Neg - 66 2.07 8.07 1/6 (32) 

4 years Pt. Neg 1:80 54 1.35 7.66 0/6 

Case 3 

 

Mother Pos 1:2560 178 5.78 10.9 5/6 

(28/32/38/39/40) 

Birth-1 month Pos 1:1280 279 5.56 11.22 5/6 

(28/32/38/39/40) 

1 day Pt. - 1:320 95 3.52 5.02 3/6 (32/38/40) 

2 years Pt. Neg - 8 0.2 - - 

Case 4 Mother Pos 1:1280 159 2.65 12.81 5/6 

(28/32/38/39/40) 
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Birth-1 month Neg 1:1280 141 3.1 - - 

>12 months Pos 1:1280 143 6.41 11.64 5/6 

(28/32/38/39/40) 

7 months Pt. Neg 1:320 105 5.77 7.21 5/6 

(28/32/38/39/40) 

 648 

Pt., post-treatment; Tr., treatment; Pos, positive; Neg, negative; (-), not done. 649 

 650 

Table 2. Prevention strategies against the transmission of congenital Chagas 651 

disease implemented by European regions.  652 

  Parasitological test PCR Serology 

  Birth 1m Birth 1m 7m 9m Birth 1m 7m 9m 12m 

Spain Catalonia, 2010 (46) 3M 2 2 2 2� 2 2 2 2 3 2 

Valencia, 2009 (49) 3M,S | 3 | | ? 2 3 3 

Galicia, 2014 (48) 3 3 3 3 2� 3 2 2 2 3 3 

Italy Tuscany, 2012 (45) 3T 3 3 3 2 2 3 2 2 3 3 

 Proposal | 3 2 3 2 2 2 2 2 3 3* 

 653 

Ticks (3) indicate the tests and periods included in the protocols. Crosses (2) indicate 654 

the tests and periods not included in the protocols. Open circles (|) indicate the tests 655 

and periods included as optional in the protocols. 1m, 1 month; 7m, 7 months; 9m, 9 656 

months; 12m, 12 months; *, only in case of a positive serology at 9 months of age; M, 657 

micromethod; S, Strout method; T, thin or thick blood smear. 658 

659 
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FIGURE LEGEND 660 

Fig. 1. Percentages of sera with positive and gray-zone results obtained by the five 661 

serological assays during the follow-up of the non-infected newborns. n, number of 662 

sera analyzed. 663 

 664 

Fig. 2. Results obtained by each serological assay during the five follow-up periods 665 

of the non-congenital newborns: IFAT (A), ELISAc (B), ELISAr (C), CMIA (D) 666 

and WB (E). Dashed lines represent the cutoff value established for each test: dilution 667 

1:40 for IFAT (A), 20 units for ELISAc (B), 1 absorbance/cutoff value for ELISAr (C), 668 

1 relative light unit/cutoff value for CMIA (D), and a single band of the pattern (28, 32, 669 

38, 39, 40 or 48 KDa) when it is as intense as the same band in the positive control for 670 

WB (E). Dotted lines indicate the mean of the results obtained in each period of the 671 

follow-up and continuous lines represent the standard deviation (SD). Crosses (2) in 672 

panel E indicate samples considered as negative because they showed a band of the 673 

pattern but not as strong as in the positive control.  674 

 675 

Fig. 3. Examples of the WB pattern of bands recognized in the newborns studied 676 

and their mothers. Non-infected (A) and congenitally infected children: case 1 (B), 677 

case 2 (C), case 3 (D) and case 4 (E). 678 

Positive control (C+), mother (M), days (d), months (m), years (y), post-treatment (Pt). 679 

*Samples of the mother and newborn could not be analyzed in parallel in the same 680 

nitrocellulose membrane due to insufficient volume.  681 

 682 

 683 
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Fig. 4. Proposal of a new strategy for the diagnosis of congenital Chagas disease. 684 

*Infection is considered congenital with a positive result in any of the tests (PCR and/or 685 

parasitological test). Dashed line indicates that the test is included as optional in the 686 

flowchart.  687 
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RESUMEN 

Trypanosoma cruzi, el agente causal de la enfermedad de Chagas, se divide en seis 

Unidades Discretas de Tipificación (UDTs): TcI-TcVI. Nuestro objetivo fue identificar 

las UDTs de T. cruzi en migrantes en el área de Barcelona (España) y evaluar diferentes 

métodos moleculares de tipificación para la caracterización de los genotipos de T. cruzi. 

Se analizaron 75 muestras de sangre periférica mediante dos métodos de PCR a tiempo 

real (qPCR) basados en el ADN satélite (ADNsat) y el ADN del quinetoplasto (ADNk). 

Las 20 muestras que obtuvieron un resultado positivo por ambos métodos, todas 

procedentes de individuos de Bolivia, se sometieron a la caracterización de las UDTs 

mediante dos diagramas de flujo basados en PCR: qPCR multiplex con sondas TaqMan 

(MTq-PCR), y PCR convencional. Estas muestras también fueron estudiadas mediante 

la secuenciación del ADNsat y clasificadas en tipo I (TcI/III), tipo II (TcII/IV) y tipo 

híbrido I/II (TcV/VI). Diez de las 20 muestras dieron resultados positivos en los 

diagramas: TcV (5 muestras), TcII/V/VI (3) y infecciones mixtas de TcV más TcII (1) y 

TcV más TcII/VI (1). Mediante la secuenciación del ADNsat, pudimos clasificar las 20 

muestras, 19 como tipo I/II y una como tipo I. La UDT más frecuente identificada por 

los dos diagramas de flujo, y sugerida por la secuenciación del ADNsat en el resto de 

muestras con cargas parasitarias bajas, TcV, es común en Bolivia y predominante en 

sangre periférica. La infección mixta TcV-TcII fue detectada por primera vez de manera 
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simultanea en migrantes bolivianos. Los diagramas basados en PCR son muy útiles para 

caracterizar las UDTs durante la fase aguda de la infección. El análisis de las secuencias 

de ADNsat no permiten discriminar las poblaciones de T. cruzi a nivel de una única 

UDT pero nos permite incrementar el número de casos caracterizados en pacientes con 

infección crónica. 
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Trypanosoma cruzi, the causative agent of Chagas disease, is divided into six Discrete Typing Units (DTUs): TcI–
TcVI. We aimed to identify T. cruzi DTUs in Latin-American migrants in the Barcelona area (Spain) and to assess
different molecular typing approaches for the characterization of T. cruzi genotypes. Seventy-five peripheral
blood samples were analyzed by two real-time PCR methods (qPCR) based on satellite DNA (SatDNA) and
kinetoplastid DNA (kDNA). The 20 samples testing positive in bothmethods, all belonging to Bolivian individuals,
were submitted to DTU characterization using two PCR-based flowcharts: multiplex qPCR using TaqMan probes
(MTq-PCR), and conventional PCR. These samples were also studied by sequencing the SatDNA and classified as
type I (TcI/III), type II (TcII/IV) and type I/II hybrid (TcV/VI). Ten out of the 20 samples gave positive results in the
flowcharts: TcV (5 samples), TcII/V/VI (3) and mixed infections by TcV plus TcII (1) and TcV plus TcII/VI (1). By
SatDNA sequencing, we classified the 20 samples, 19 as type I/II and one as type I. The most frequent DTU iden-
tified by both flowcharts, and suggested by SatDNA sequencing in the remaining samples with low parasitic
loads, TcV, is common in Bolivia and predominant in peripheral blood. The mixed infection by TcV–TcII was de-
tected for thefirst time simultaneously in Bolivianmigrants. PCR-basedflowcharts are very useful to characterize
DTUs during acute infection. SatDNA sequence analysis cannot discriminate T. cruzi populations at the level of a
single DTU but it enabled us to increase the number of characterized cases in chronically infected patients.

© 2016 Elsevier Ireland Ltd. All rights reserved.
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1. Introduction

Chagas disease is a parasitic infection caused by the flagellated pro-
tozoan Trypanosoma cruzi. Traditionally linked to rural areas of Central
and South America, with approximately 6 million people currently af-
fected [1], the disease has becomewidespread in Europe and the United
States as a consequence of migratory trends [2–4]. Spain is the second
country with the largest number of migrants from Latin America after

the United States, as well as the European country with the highest
Chagas disease burden [5,6].

In the absence of the triatomid vector, T. cruzi can be transmitted in
non-endemic areas through blood transfusion, organ transplant, con-
genital transmission, and laboratory accidents [7,8]. Chagas disease oc-
curs in two phases: the acute form, usually without symptoms, and
the chronic form, characterized by cardiac or gastrointestinal disorders.
However, T. cruzi-infected individuals can remain for years or even all
their lives in a chronic silent phase of the disease known as the indeter-
minate form [1,9].

T. cruzi has great genetic diversity and its natural populations are
currently divided into six genetic subdivisions, known as Discrete Typ-
ing Units (DTUs), which have different geographical distribution: TcI–
TcVI [10,11]. The concept of DTUs refers to a set of stocks that are
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genetically more similar to each other than to any other stock, and are
identifiable by common genetic, molecular or immunological markers
[10,12]. Taxonomic studies have sought to identify associations be-
tween DTUs and the clinical presentation of Chagas disease, as well as
clarify the geographical distribution of T. cruzi genetic subdivisions in
endemic regions and transmission cycles [13–15]. There are several
methods to characterize T. cruzi DTUs, but to date there is no consensus
on a genotyping protocol [16].

The aims of this study were to identify T. cruzi DTUs in a population
of migrants from Chagas disease endemic countries attending different
hospitals in theBarcelona area (Spain), and to assess differentmolecular
typing approaches for the characterization of T. cruzi genotypes.

2. Material and methods

2.1. Study population and samples

A total of 75 peripheral blood samples from Latin Americanmigrants
who attended seven hospitals in the Barcelona area (Spain) during the
period October 2009 to February 2014 were included. Selection criteria
included patients with request for Chagas disease diagnosis and suffi-
cient sample volume stored to perform the subsequent analysis. Sam-
ples were anonymized before being evaluated. Two real-time
polymerase chain reaction procedures (qPCR) to detect T. cruzi DNA
were used and samples yielding positive results in both methods were
selected to investigate the parasite DTUs.

This study was approved by the Clinical Research Ethics Committee
(CEIC) of the Hospital de la Santa Creu i Sant Pau in Barcelona (Project
code: IIBSP-CHA-2013-33; CEIC number: 53/2013).

2.2. DNA extraction and real-time PCR procedures

DNA was extracted from 200 μL of EDTA-blood with the High Pure
PCR Template Preparation Kit (Roche, Mannheim, Germany) and eluted
in 200 μL of elution buffer (EB) according to themanufacturer's instruc-
tions. The extracted DNA was stored at −40 °C until its analysis. Tech-
niques used for the inclusion criteria were two qPCR assays detecting
satellite DNA (SatDNA) (primers Cruzi 1 and Cruzi 2, and probe Cruzi
3) [17], and kinetoplastid DNA (kDNA) (primers 32F and 148R, and
probe 71P) [18] of T. cruzi. Five μL of the DNA eluates in a final volume
of 20 μLwere used in both SatDNA and kDNA qPCR procedures. The am-
plification was carried out in a Rotor-Gene thermal cycler (RG6000,
Corbett & CO, Teddington, United Kingdom). RNAse P human gene
(TaqMan RNase P Control Reagents Kit, Applied Biosystems) was in-
cluded as an internal control of the qPCR amplification and also to eval-
uate the extracted DNA integrity [19].

For quantification, standard curves were built using non-chagasic
human blood spiked with cultured epimastigotes of T. cruzi. Ten millili-
ters of non-infected bloodwere spikedwith T. cruzi TcV LLO 52-P39-R1-
Cl1 stock, giving a final concentration of 105 parasite equivalents/mL
(par. eq./mL). DNA from spiked blood used to construct the standard
curve was extracted in the same way as described above for clinical
samples. In order to obtain a panel of samples ranging from 105 to
1 par. eq./mL of blood, 1/10 serial dilutions of the DNA extracted from
the spiked blood in total DNA extractions fromnon-chagasic individuals
were carried out.

2.3. T. cruzi DTU characterization

DTU characterization was performed using two sequential flow-
charts based onmolecularmarkers in the following order: (i) multiplex
real-time PCR using TaqMan probes (MTq-PCR) in which the DTU is re-
solved after one or two rounds of amplification of the Spliced Leader
Intergenic Region (SL-IR), 18S-ribosomal DNA (18S), Cytochrome Oxi-
dase II (COII), and 24Sα-ribosomal DNA (24Sα), as reported [16]
(Fig. 1); (ii) a conventional PCR flowchart, which requires at least

three independent and sequential amplifications of the nuclear loci
SL-IR, 24Sα, and A10 fragment (A10), as described elsewhere [20,21]
(Fig. 2). The conventional PCR flowchart needs a subsequent electro-
phoresis in agarose gels in order to visualize the amplicon sizes (base
pairs, bp). Samples already characterized at the level of a single DTU
byMTq-PCRwere not re-analyzedwith the conventional PCRflowchart.

2.4. T. cruzi satellite DNA sequencing

A PCR procedure, targeted to the T. cruzi SatDNA, was performed in
50 μL reaction volume containing 5 μL of extracted DNA. Final concen-
trations were: 200 μM of each deoxyribonucleotide triphosphate
(dNTP), 1 μM of each primer Cruzi 1 and Cruzi 2 [17], 1.5 U of VWR
Taq DNA polymerase (VWR International, Haasrode, Belgium), and
5 μL of 10×Key buffer (suppliedwith the VWR Taqpolymerase). Ampli-
fication conditions were as follow: one step of 3 min at 94 °C, 44 cycles
at 94 °C for 45 s, 66 °C for 45 s and 72 °C for 45 s; and a final extension
step at 72 °C for 10min. PCRproductswere detected by agarose gel elec-
trophoresis (2%) stained with ethidium bromide through its observa-
tion with ultraviolet light (UV). Amplified fragments were purified
with USB ExoSAP-IT PCR Product Clean-up (Affymetrix, Inc. USB Corpo-
ration, Cleveland, Ohio, USA), and sequenced (Genomics, Scientific and
Technological Centers, Universitat de Barcelona, Spain). Sequences
were analyzed using MEGA 6 software (http://www.megasoftware.
net) in order to classify them in SatDNA type I, SatDNA type II (or type
I/II hybrid) according to the position of a set of single nucleotide poly-
morphisms [SNPs] observed and studied in the SatDNA sequence) [22,
23] (Ramírez et al., unpublished results). Sequence data were deposited
at GenBank (http://www.ncbi.nlm.nih.gov/genbank) with consecutive
accession numbers KX235520 to KX235539.

3. Results and discussion

T. cruzi characterization studies are common in endemic countries in
contrast to in non-endemic areas such as Europe. In Spain, they are
scarce [24,25], and have not included newborns as in the present work.

Seventy-five peripheral blood samples were analyzed. Twenty of
them tested positive for T. cruzi DNA using both SatDNA and kDNA
qPCR methods. They belonged to 14 adults, two children aged 10 and
13, and four newborns to Chagas-infected mothers. All adults were Bo-
livian, in accordance with the high prevalence of Bolivian people in
other studies on Chagas disease in Spain [3,26]. The four newborns
and both children were born in Spain but their mothers came from

Fig. 1. Multiplex real-time PCR (MTq-PCR) flowchart for identification of Trypanosoma
cruzi Discrete Typing Units (DTUs). SL-IR: Spliced Leader Intergenic Region; 18S: 18S-
ribosomal DNA; COII: Cytochrome Oxidase II; 24Sα: 24Sα-ribosomal DNA. Continuous
line indicates the need for reactivity in both FAM and Cy5 fluorescence signals. Dotted
line indicates the need for reactivity in at least one out of the two signals (Quasar 670
and CAL Fluor Red 610).
The flowchart was taken from Cura et al. [16].
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Bolivia and consequently were congenitally infected. Of the remaining
55 samples, 54 of them tested negative for both qPCR diagnostic
methods and the last one was negative for SatDNA qPCR and positive
for kDNA qPCR. The discordant sample achieved a parasitic load for
kDNA qPCR below the limit of detection (LOD) of the method
(0.23 par. eq./mL) [19] and belonged to an Argentinian patient with
chronic asymptomatic Chagas disease. These results are consistent
with those of Ramírez et al. [19], which reported that kDNA qPCR had
higher analytical sensitivity than SatDNA qPCR method.

Ten out of the 20 blood samples selected for the parasite character-
ization gave positive results in the DTU identification flowcharts
(Table 1). Five of these were identified as belonging to a particular T.
cruzi DTU, in all cases TcV. In other three patients, the characterization
gave a TcII/V/VI profile, since the 24Sα yielded undetectable results.
The remaining two samples presented mixed infections, one by TcV
plus TcII/VI and the other one by TcV plus TcII, discriminated using
A10 genomic fragment (Fig. 1–Supplementary material). The combina-
tion of TcV plus TcII has already been reported in Bolivian migrants but
not simultaneously, as TcVwas detected before treatment and TcII after
treatment [25]. This is the first time that a mixed infection by TcV plus
TcII has been observed in a blood sample of a patient at the same time.

With regard to the typification method, the MTq-PCR flowchart
characterized five samples: three belonged to TcV and two to TcII/V/VI
genotypes. When using the conventional PCR flowchart, two samples
were typified as TcV, two as TcII/V/VI, one as TcV plus TcII/VI and the
last one as TcV plus TcII (previously identified as TcII/V/VI by the MTq-
PCR method). The lesser extent of MTq-PCR to detect mixed infections
in comparison with the conventional PCR scheme has been previously
observed by Cura et al. [16].

In relation to the T. cruzi SatDNA sequencing, it was possible to ob-
tain the 166 bp tandem repeated sequences of the 20 samples analyzed.
SatDNA based PCR is more sensitive than the PCR assays used for DTU
identification, due to the high copy number of the satellite repeats
(105) present in the genome of the parasite [15,22,27,28]. It is expected
to find samples from chronic Chagas disease patients with parasitic
loads below the LOD of the PCR typing methods but above that of

SatDNA based PCR. The 95% of the samples, 19 of them, showed SatDNA
type I/II hybrid (see Table 1). The remaining sample (GenBank accession
number KX235536) (5%) had SatDNA type I. Samples of type II were not
found [23] (Ramírez et al., unpublished results). This is consistent with
the findings obtained with the PCR-based flowcharts.

The most widespread and abundant T. cruzi DTU in Latin America is
TcI, which is associated with human Chagas disease in northern South
America but is also occasionally reported in the Southern Cone [29–
31]. TcV, as well as TcII and TcVI, seems to be concentrated in central
and southern South America and restricted to domestic transmission
cycles [11,31,32]. In reference to the remaining DTUs, TcIII is rare in
humans and associated with sylvatic cycles and TcIV occurs only spo-
radically in South America, with the exception of Venezuela [11]. In
this study, we identified TcV in most cases, in agreement with previous
studies of Bolivian patients in Madrid (Spain) [24,25]. In fact, TcV, to-
getherwith TcI, are themost commonDTUs in domestic cycles in Bolivia
[33]. Although we found no TcI by using the T. cruzi characterization
flowcharts, one of the SatDNA sequences had a type I profilewhich is re-
lated to DTUs TcI and TcIII [23]. Despite the presence of TcIII cannot be
ruled-out, chances are that the only SatDNA type I sequence identified
belongs to a TcI because of its abundance in the Americas [31]. Other au-
thors have not found any TcIII in their studies of Bolivian patients in
Spain [24,25].

Another point to consider is the fact that 19 out of the 20 se-
quences obtained a profile SatDNA I/II hybrid associated to DTUs
TcV–TcVI. In this case, these sequences are most likely to come
from TcV, predominant in Bolivia [33] and, moreover, five out of
the ten samples with positive results in the flowcharts were charac-
terized as TcV. We have also found the presence of TcV plus TcII and
TcV plus TcII/VI indicating mixed infections, which have been de-
scribed as frequent in T. cruzi including a combination of different
DTUs [33–35]. In Spain, they were detected in Bolivian patients
with chronic Chagas disease in the 15% of the samples [25]. As men-
tioned above, TcII and TcVI are associated with domestic cycles in the
Southern Cone [11]. Thus, this type of combined infections cannot be
discarded in the rest of the samples studied.

Fig. 2. Conventional Polymerase Chain Reaction (PCR) flowchart for identification of Trypanosoma cruziDiscrete Typing Units (DTUs) (A). Amplicon size is indicated in bp (base pairs). SL-
IR: Spliced-Leader Intergenic Region; SL-IR I and II: PCR reaction from SL-IR I and II PCRs; 24Sα rDNA HN: heminested amplification of the D7 domain of the 24Sα ribosomal RNA genes;
A10 HN: heminested reaction for the A10 fragment. Examples of the PCR products obtained for each DTU by agarose gel electrophoresis in the reactions of the identification flowchart (B).
The flowchart was taken and adapted from Burgos et al. [20] and Burgos et al. [21]. aSometimes bands of 150 and 157 bpmay be difficult to differentiate and could appear as a single band.
bBands of 135 and 140 bp could also be difficult to differentiate. cIn cases where both 125 and 140 bp 24Sα rDNA HN amplicons are obtained, we interpreted TcV when a band of 125 bp
plus a weak 140 bp fragment appeared and mixed infections by TcV plus TcII/VI when a band of 125 bp plus a strong 140 bp fragment were obtained, as done before [56,57].
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In the peripheral blood of patients TcV is described as predominant
[21,36,37]. The absence or low presence of other T. cruzi genotypes in
this sample may be due to their location in tissues and a low parasitic
load in circulating blood [21,38–40]. It has been shown that T. cruzi I pa-
tients from the southern cone usually present low parasitemias, respect
to patients infected by TcV [21]. Studies of cardiac explants of Argentin-
ian patients have also demonstrated that TcI can also cause cardiopa-
thies in the Southern Cone of Latin America [21], where this kind of
disorder is known to be produced by TcII, TcV and TcVI [30]. Indeed,
TcI was more common in cardiac explants than TcV, which was mainly
detectable in culture isolates from peripheral blood [36]. This tropism of
T. cruzi genotypes could partly explain the TcV findings and absence or
minority presence of TcI in our samples.

On the other hand, TcI has been detected in the bloodstream of pa-
tients from the Southern Cone under conditions of immunosuppression,
due to organ transplantation or human immunodeficiency virus (HIV)
co-infection [21,41,42]. It has therefore been proposed that in condi-
tions of immunocompetence, these TcI strainsmay display low parasitic
loads, which impedes their detection in peripheral blood [21]. In fact,
patient parasite populations characterized as TcII/V/VI showed a mean
parasitic load of 0.8 or 0.4 log10 par. eq./10 mL by Sat-DNA qPCR or
kDNA qPCR, respectively; T. cruzi populations characterized as TcV
gave a mean value of 2.1 log10 par. eq./10 mL using SatDNA qPCR and
2.3 log10 par. eq./10 mL by kDNA qPCR; finally, populations character-
ized as mixed infections of TcV plus TcII and TcV plus TcII/VI showed a
mean parasitic load of 2.8 log10 par. eq./10 mL using both SatDNA and
kDNA qPCR methods (see Table 1).

Five out of six neonates and pediatric samples could be character-
ized, four of them corresponding to children under 10 months old and
with the highest parasitic load (Table 1). Congenitally infected neonates
frequently harbor a high parasitic burden [43], which facilitates DTU
typing compared to the low parasitemia frequent in chronic Chagas dis-
ease adults [16,44]. However, in some instances, there are newborns
with lower parasitemia and it seems to be related to several factors:
the amount of parasites transmitted from the mother, the virulence of

the parasite strains, the stage of gestation when occurs the transplacen-
tal transmission of the parasite and the fetal capacity to control the in-
fection [44–46]. Actually, congenital infection of T. cruzi results from
the interaction between parasites, pregnant women, placenta and fe-
tuses as reported Carlier and Truyens [46]. More recently, Juiz et al.
[47] confirmed the placenta as a key organ for the parasite transmission
by describing the association of human polymorphisms in placentally
expressed genes with the susceptibility to congenital T. cruzi infection.
Four out of the five samples were identified as TcV, in agreement with
the results obtained in previous studies [43,44,48], and the fifth was a
mixed infection of TcV plus TcII/VI. Other authors have reported that
mixed infections are frequent in newborns and younger patients with
early infection in Bolivia and Chile [33,49].

Congenital Chagas disease is the main responsible for autochtho-
nous T. cruzi infection in non-endemic countries [46]. Several studies
showed that there is a clear correlation between the T. cruzi lineages
found in the mother and in the congenitally infected newborn and
they are also similar to those detected in the local population [20,46,
48,50,51]. However, differences between the DTUs affecting themother
and the infant can be also observed in case of mixed infections [46].
Higher parasitemia in pregnant womenwithout vector-borne exposure
is suspected and it favors vertical transmission [52]. Thus, it can be ex-
pected that TcV could be the prevailing DTU of autochthonous cases in
theBarcelona area if infectedwomenof reproductive age are not treated
[53,54] although congenital cases caused by TcII and TcVI could not be
ruled out.

Limiting factors for DTU identification flowcharts of the study, to-
gether with the parasitic load, are the low number of tested samples
and the fact that only peripheral blood samples were analyzed, since it
was not reasonable to obtain cardiac and/or digestive tissue biopsies
in this group of patients. Another possible explanation for the negative
results of some samples could be the quality of the extracted DNA due
to the long-term storage panel. Nevertheless, the results reported in
this study did not show a relationship between the storage time of
DNA samples and successful DTU identification. Samples were collected

Table 1
Results obtained for the 20 blood samples of Bolivian patients included in the study.

Year Sex
(M, F)

Age
(d, m, y)

Symptoms
(A, C, D)

Treatmenta

(yes, no)
SatDNA qPCR kDNA qPCR DTU SatDNA

sequence
typeCt Par. eq./mLb Log10 par. eq./10 mL Ct Par. eq./mLc Log10 par. eq./10 mL MTq-PCR Conv. PCR

2013 F 1m A No 18.1 937.7 4.0 17.6 300.7 3.5 TcV NP I/II
2010⁎ M 10m A No 19.0 529.4 3.7 15.3 1686.0 4.2 NP TcV + II/VI I/II
2009 M 21d A No 20.6 136.2 3.1 20.7 32.3 2.5 TcV NP I/II
2009 F 7m A No 23.1 20.2 2.3 21.7 15.2 2.2 TcV NP I/II
2011 M 38y A No 24.6 10.5 2.0 23.9 2.6 1.4 TcII/V/VI TcV + II I/II
2010 F 32y A No 25.7 3.3 1.5 27.2 NQ – TcII/V/VI – I/II
2011 M 29y A No 26.0 4.1 1.6 24.3 2.0 1.3 – – I/II
2010 M 45y A No 26.7 2.0 1.3 25.1 1.2 1.1 – TcII/V/VI I/II
2010* M 10y A No 27.2 1.5 1.2 23.5 3.8 1.6 – TcV I/II
2011 M 36y A No 27.6 NQ – 31.4 NQ – – – I/II
2010 M 37y C No 28.1 NQ – 29.5 NQ – – – I/II
2011 M 43y A No 28.2 NQ – 22.9 5.8 1.8 – TcV I/II
2010 F 34y A Yes 28.3 NQ – 25.1 1.2 1.1 – – I/II
2012 F 26y A No 29.2 NQ – 28.1 NQ – – – I/II
2009 F 39y D Yes 29.6 NQ – 28.5 NQ – – – I/II
2014 F 45y A No 30.2 NQ – 28.0 NQ – – – I/II
2009 F 30y D Yes 30.5 NQ – 28.5 NQ – – – I
2012 F 30y D Yes 30.5 NQ – 30.3 NQ – – – I/II
2010 M Adult⁎⁎ A No 33.0 NQ – 29.6 NQ – – TcII/V/VI I/II
2014 M 13y A No 35.2 NQ – 35.7 NQ – – – I/II

M,male; F, female; d, days;m,months; y, years; A, asymptomatic; C, cardiac; D, digestive; NP, not performed; NQ, non-quantifiable; Ct, cycle threshold; Par. eq./mL, parasite equivalents in
1mL of blood; Log10 par. eq./10mL, logarithmic values of parasite equivalents in 10mL of blood; qPCR, quantitative polymerase chain reaction; SatDNA, satellite DNA; kDNA, kinetoplastid
DNA; DTU, discrete typing unit; MTq-PCR, multiplex real-time PCR using TaqMan probes flowchart; Conv. PCR, conventional PCR flowchart.
⁎ Siblings.
⁎⁎ Age unknown.
a Treatment with Benznidazole finished.
b Limit of quantification (LOQ) for SatDNA qPCR: 1.53 par. eq./mL [15].
c LOQ for kDNA qPCR: 0.9 par. eq./mL [19].
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from patients during the period October 2009 to February 2014 and the
collection dates of the 10 samples with positive results in the DTU iden-
tification flowcharts ranged from November 2009 to January 2013. Ac-
tually, all samples were detectable for RNAse P human gene with a Ct
values ranged from 20.4 to 24.4, which indicates a good quality of the
DNA regardless of whether they could be genotyped or not.

TheMTq-PCRflowchart hasmultiple advantages: reduction of carry-
over contamination, amenability to quantification and automation for
kit production, fast determination and easy interpretation of results
[16]. On the other hand, the conventional PCR flowchart requires multi-
ple sequential reactions but it allowed us to identify parasite genotypes
in specimens with lower parasitic loads than the MTq-PCR flowchart.
Both methods are useful to determine T. cruzi DTUs in cultured stocks
and also in samples of patients with acute or congenital infection but
their sensitivity decreases when they are used in blood samples from
patients in the chronic stage of the disease.

The molecular characterization of T. cruzi based on the SatDNA has
the benefit that it can be applied with low parasitic loads. Indeed,
SatDNA is a widely used parasitic target for the molecular diagnosis of
T. cruzi infection and its good performance has been proved [55]. Al-
though themethod has the limitation that it cannot classify T. cruzi pop-
ulations at the level of a single DTU, it enables us to increase the number
of characterized cases when compared to the flowcharts, at least in the
form of SatDNA type I, II and I/II hybrid. Further studies in this field are
needed.

4. Conclusions

The most identified DTU was TcV, one of the most common geno-
types in Bolivia and predominant in peripheral blood samples. A
mixed infection by TcV plus TcII was detected for the first time simulta-
neously in Bolivian migrants. The 95% of the samples analyzed showed
SatDNA type I/II hybrid sequences and only a sample had SatDNA type
I sequence, probably belonging to a TcI population.

Identification flowcharts are very useful to characterize DTUs in T.
cruzi natural populations during acute infection but not sensitive
enough for analysis of patients with low parasitic loads. SatDNA se-
quence analysis cannot discriminate T. cruzi populations at the level of
a single DTU but it enabled us to increase the number of characterized
cases in chronically infected patients.

Supplementary data to this article can be found online at http://dx.
doi.org/10.1016/j.parint.2016.12.003.
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IV. DISCUSIÓN 

 

La enfermedad de Chagas se ha convertido, a pesar de la ausencia del vector, en un 

problema emergente y de salud pública en Estados Unidos y Europa debido a los flujos 

migratorios procedentes de zonas endémicas de América Latina (Bonney, 2014; Gascón 

y col., 2010; Schmunis, 2007). 

Según Albajar-Viñas y Jannin (2011), la historia de la enfermedad de Chagas en Europa 

se puede dividir en tres períodos. El primer período se inicia con el primer caso de 

Chagas en Europa el 1981 (Pehrson y col., 1981). A partir de ese momento aparecieron 

publicaciones esporádicas de nuevos casos en diferentes países europeos. El segundo 

período comienza en el año 2000 con el incremento significativo del número de casos 

publicados coincidiendo con un aumento de la migración entre América Latina y 

Europa. Finalmente, el último período tiene lugar a partir de 2007 con la aparición de 

diversas iniciativas promovidas por la OMS y la OPS para hacer frente a la infección 

por T. cruzi en zonas no endémicas. Estas acciones condujeron a la inclusión, por 

primera vez, de la enfermedad de Chagas como una de las 17 NTD según la OMS 

(WHO, 2010; 2013).  

El perfil de la población migrante procedente de América Latina es joven y con un 

porcentaje muy elevado de mujeres (Albajar-Viñas y Jannin, 2011). Sin embargo, la 

gran cantidad de migrantes indocumentados favorece el elevado índice de 

subdiagnóstico de la enfermedad de Chagas (Strasen y col., 2014) y dificulta la 

obtención y el estudio de los datos reales sobre la infección por T. cruzi (Basile y col., 

2011a). 

La situación actual requiere acciones inmediatas, como programas de cribado, para 

conseguir un diagnóstico precoz y evitar la transmisión de la enfermedad. Un buen 

control de la infección por T. cruzi requiere de las técnicas diagnósticas adecuadas. El 

punto más crítico es establecer un consenso sobre el perfil del producto que tenemos 

como objetivo (TPP, del inglés “Target Product Profile”) para el desarrollo de las 

herramientas necesarias para hacer frente a la enfermedad. Porrás y col. (2015) 

propusieron un consenso de TPP para la infección por T. cruzi en tres escenarios 

diferentes: (i) diagnóstico de la infección aguda, (ii) diagnóstico de los pacientes en fase 

crónica y (iii) valoración de la respuesta al tratamiento antiparasitario en pacientes 
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crónicos. Este acuerdo sobre las prioridades diagnósticas permite garantizar que los 

esfuerzos y recursos se dirijan al desarrollo de técnicas adecuadas que contribuyan al 

buen control de la enfermedad aunque los TPPs actuales deben ser revisados y 

ampliados con el fin de cumplir con todas las necesidades (Picado y col., 2017). 

 

1. DIAGNÓSTICO DE LA ENFERMEDAD DE CHAGAS 

En los países no endémicos, como es el caso de España, hay presencia de casos crónicos 

de la enfermedad de Chagas, debido a la población migrante que se infecta en su país de 

origen (Bern y Montgomery, 2009; Muñoz y col., 2009b), así como también de casos 

agudos a causa de la transmisión vertical (Muñoz y col., 2009a).  

El diagnóstico de la enfermedad de Chagas crónica requiere al menos la realización de 

dos técnicas serológicas para su confirmación (WHO, 2002) mientras que, en el caso de 

la infección congénita, las técnicas serológicas deben realizarse a partir de los nueve 

meses de edad para evitar la presencia de anticuerpos IgG maternos (Carlier y col., 

2011). Además, el estudio de la cinética de estas IgG puede resultar clave en el 

diagnóstico de los casos congénitos (Flores-Chávez y col., 2007) así como la 

implementación de los métodos parasitológicos y la PCR pueden ser de gran utilidad 

durante las primeras semanas de vida (Bern y col., 2009; 2011b; Burgos y col., 2009 

Schijman y col., 2003). No obstante, los métodos de diagnóstico directo no siempre 

permiten realizar un diagnóstico precoz de la infección y se debe recurrir a la serología.  

Según la OMS (WHO, 2002), una prueba serológica ideal debe ser fácil de realizar en 

un solo paso, ser rápida, barata, no requerir equipo especial o refrigeración de los 

reactivos y tener una sensibilidad y especificidad del 100%. Desafortunadamente, no 

existe tal prueba para la enfermedad de Chagas. La gran cantidad de tests serológicos 

disponibles actualmente en el mercado, algunos de ellos sin valoración previa, así como 

los resultados discrepantes dificultan el diagnóstico indirecto y la interpretación de los 

resultados (Guzmán-Gómez y col., 2015; Lapa y col., 2012; Reithinger y col., 2009). 

Además, la falta de una técnica de referencia hace imposible determinar el verdadero 

impacto de la enfermedad (Reithinger y col., 2009). 

Recientemente, se han desarrollado tests serológicos de nueva generación con un gran 

potencial diagnóstico. El incremento de los antígenos utilizados y la incorporación de 

diferentes sistemas de detección, como la quimioluminiscencia, incrementan la 
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sensibilidad y la especificidad de las técnicas. Otras ventajas de estos nuevos tests son el 

automatismo, la velocidad y el elevado rendimiento. Entre ellos encontramos a 

Architect Chagas, un ensayo CMIA que utiliza cuatro proteínas recombinantes que en 

conjunto representan 14 regiones antigénicas presentes durante todo el ciclo biológico 

de T. cruzi (Chang y col., 2006; Cheng y col., 2007; da Silveira y col., 2001) y que 

había estado poco evaluado hasta el momento (Holguín y col., 2013; Iborra-Bendicho y 

col., 2012; Praast y col., 2011). De ahí el interés de evaluar la utilidad de este método en 

la infección por T. cruzi.  

El primer trabajo “Serological diagnosis of chronic Chagas disease: is it time for a 

change?” se centró en valorar la utilidad diagnóstica del CMIA Architect Chagas en 

pacientes crónicos. El ensayo obtuvo un 100% de sensibilidad y un 97,6% de 

especificidad y prácticamente todos los resultados Falsos Positivos (FP) fueron 

consecuencia de reacciones cruzadas con Leishmania, un problema bien conocido en el 

diagnóstico serológico de la enfermedad de Chagas (Berrizbeitia y col., 2006; Flores-

Chávez y col., 2007). De hecho, la especificidad del test aumentó hasta el 99,5% al 

excluir los sueros de los pacientes con leishmaniasis visceral. Las medidas de valor 

diagnóstico de Architect Chagas fueron superiores a las de los otros ensayos utilizados, 

un ELISA in house con antígeno total del parásito (ELISAc) (Riera y col., 2009) y el 

BioELISA recombinante (ELISAr) de la casa comercial Biokit (Lliçà d’Amunt, 

España).  

Probablemente, la gran sensibilidad de la técnica se debe a la diversidad de proteínas 

utilizadas como antígeno, representando las tres formas morfológicas (tripomastigotes, 

epimastigotes y amastigotes) y a la diversidad genética del parásito (da Silveira y col., 

2001; Praast y col., 2011). Las mezclas de proteínas recombinantes son de gran utilidad 

para el diagnóstico de la infección por T. cruzi (Umezawa y col., 2003; 2004) y el 

sistema de detección basado en la quimioluminiscencia aumenta la amplificación de la 

luz y la duración de la señal en comparación con los ensayos ELISA convencionales. 

Este hecho también podría explicar el elevado número de reacciones cruzadas con 

Leishmania (cinco de los seis casos detectados) y debe tenerse en cuenta cuando se 

realizan estudios en zonas endémicas de leishmaniasis visceral. 

En este estudio constatamos que todos los resultados FP presentaban valores inferiores a 

6 S/CO, por lo que se propuso utilizar el Architect Chagas como única técnica 

diagnóstica cuando los resultados obtenidos eran superiores a este valor. Ello representa 
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que en nuestro estudio se tendría que utilizar una segunda técnica confirmatoria en tan 

solo el 6,3% de las muestras analizadas. 

Después de abordar el diagnóstico serológico en la fase crónica de la enfermedad de 

Chagas, nos pareció interesante estudiar la situación en el caso de la infección 

congénita. La vía vertical se considera la principal ruta de transmisión de la enfermedad 

de Chagas en países no endémicos debido a la elevada proporción de mujeres migrantes 

latinoamericanas en edad fértil residentes en estas zonas (Buekens y col., 2008; Gascón 

y Pinazo, 2008; González-Torné y col., 2013; Jackson y col., 2014b; Oliveira y col., 

2010). El cribado y tratamiento de estas mujeres es crucial para evitar la transmisión a 

sus hijos y perpetuar la enfermedad (Fabbro y col., 2014; Moscatelli y col., 2015; Sicuri 

y col., 2011).  

El segundo trabajo “Towards a new strategy for the diagnosis of congenital 

Trypanosoma cruzi infection” se basó en evaluar la utilidad de diferentes técnicas 

serológicas en el diagnóstico y seguimiento de la infección congénita por T. cruzi. Las 

técnicas escogidas fueron la IFI de la casa comercial Trinity Biotech (Bray Country, 

Wicklow, Irlanda), los dos ELISAs utilizados en el trabajo de valoración del 

diagnóstico en adultos (ELISAc y ELISAr), el CMIA Architect Chagas y un WB in 

house con antígeno total de epimastigotes de T. cruzi (Riera y col., 2012). Estas técnicas 

serológicas fueron elegidas debido a su utilización en los laboratorios de rutina, incluido 

el nuestro (Muñoz y col., 2009a; b; Pérez-Ayala y col., 2011; Riera y col., 2009; Roca y 

col., 2011), y el WB por ser una técnica de gran utilidad para la confirmación de la 

infección por T. cruzi (Riera y col., 2012). También se realizó una qPCR con diana en el 

ADNsat del parásito (Pirón y col., 2007). Los niños fueron considerados positivos 

cuando se obtuvo un resultado positivo de qPCR o bien cuando el nivel de anticuerpos 

IgG se mantuvo durante el primer año de vida.  

En los niños con infección congénita, se observó seropositividad por todas las técnicas y 

la cinética de anticuerpos sólo tendía a reducirse después del tratamiento. En los niños 

no infectados, a diferencia de los casos congénitos, se observó una clara tendencia a la 

negativización en comparación con los títulos basales de anticuerpos al nacer. Sin 

embargo, todos los métodos mostraron algún resultado positivo o en la zona gris 

pasados los nueve meses de edad aunque CMIA fue la única técnica que aún mantuvo 

un resultado en la zona gris pasados los 12 meses. Así pues, debido precisamente a la 

elevada sensibilidad de CMIA que lo convierte en un test óptimo para los pacientes 
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crónicos, consideramos que no es el método más adecuado para el diagnóstico de la 

infección congénita si se realiza una única determinación a los nueve meses. De acuerdo 

a nuestros resultados, CMIA puede detectar los anticuerpos IgG con más intensidad y 

durante más tiempo en la serología del recién nacido retrasando la negativización de los 

anticuerpos pasivos procedentes de la madre y, por tanto, impidiendo diagnosticar o 

descartar la infección de manera precoz.  

En el caso del WB, no se pudo detectar ninguna banda específica para diferenciar los 

niños con y sin infección por T. cruzi y se observó un patrón de bandas muy homogéneo 

entre las madres y los niños en el momento del nacimiento. Mientras que en los niños 

no infectados se pudo detectar una disminución en el número de bandas y su intensidad 

durante el seguimiento, en los niños con infección congénita se observaron diferencias 

después de aproximadamente seis meses. Este hecho puede ser debido a que los 

anticuerpos maternos enmascaran la producción humoral en el recién nacido, 

haciéndose evidentes las diferencias en el patrón de bandas de madre e hijo cuando 

estos anticuerpos pasivos empiezan a ser escasos en el niño (López-Chejade y col., 

2005). Así pues, el WB es un método de utilidad para diagnosticar la infección 

congénita por T. cruzi unos meses después del nacimiento en los laboratorios donde la 

técnica está disponible.  

En referencia a la qPCR, los resultados fueron negativos en todos los niños no 

infectados y positivos en algún momento del seguimiento en los niños con infección 

congénita. En uno de los casos congénitos la qPCR fue negativa al nacer pero la 

infección fue confirmada a los 12 meses de edad mediante qPCR y serología mantenida. 

Así pues, una PCR positiva a partir del mes de edad confirma la infección pero un 

resultado negativo no la descarta. No obstante, la capacidad de la PCR para detectar 

cantidades muy pequeñas de ADN la convierte en una herramienta clave en el 

diagnóstico de la infección congénita por T. cruzi (Díez y col., 2008; Velázquez y col., 

2014) pero es preciso realizar la prueba al mes de edad para evitar los FP por la posible 

transferencia de ADN materno (Carlier y col., 2015) y porqué es el momento en el que 

la carga parasitaria está en su punto máximo (Bua y col., 2012; 2013). 
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2. PROTOCOLOS Y COSTO-EFECTIVIDAD  

Hay evidencias de que en Europa la crisis financiera global y las medidas de austeridad 

han afectado significativamente a la gestión de la enfermedad de Chagas (Jackson y 

col., 2014b). Muchos inmigrantes se han trasladado a otros países de Europa o han 

regresado a sus países de origen debido a la falta de oportunidades derivadas de la crisis. 

Por tanto, hay una clara necesidad de un patrón de intervención común de los países 

europeos para controlar la enfermedad de Chagas (Jackson y col., 2014b). Aunque la 

infección por T. cruzi se ha convertido en un problema real para los países receptores de 

migrantes procedentes de países endémicos, no todos los países europeos tienen 

programas de vigilancia de la enfermedad  y esta situación se puede haber agudizado 

debido a la reciente crisis económica (Pérez-Molina y col., 2015; Requena-Méndez y 

col., 2014).  

Los protocolos actuales existentes no han sido consensuados e implican un coste 

adicional en el presupuesto sanitario. Por consiguiente, es muy importante establecer 

nuevas estrategias que permitan mejorar, agilizar y reducir los costes del diagnóstico de 

la enfermedad de Chagas tanto en la fase crónica como en el caso de la infección 

congénita. 

En el primer trabajo “Serological diagnosis of chronic Chagas disease: is it time for 

a change?” proponemos como alternativa para el diagnóstico serológico de la infección  

crónica la aplicación de un método de alto rendimiento, el CMIA Architect Chagas en 

nuestro caso, como única técnica para discriminar los resultados negativos y la 

aplicación de una segunda técnica únicamente en las muestras en zona gris o positivas 

con valores ≤ 6 S/CO, lo que resultaría en un ahorro significativo en la gestión y el 

control de la enfermedad de Chagas. De hecho, calculamos que el ahorro total en un año 

en el Hospital de la Santa Creu i Sant Pau de Barcelona ascendería a 4.182 euros o 

4.516,56 dólares en comparación con el coste de realizar dos ensayos para todos los 

sueros, estrategia recomendada por la OMS y utilizada hasta la fecha (WHO, 2002). 

Los programas de cribado de la enfermedad de Chagas en mujeres embarazadas 

latinoamericanas y sus hijos son muy poco comunes en las zonas no endémicas 

(Oliveira y col., 2010; Soriano-Arandes y col., 2016). La variedad de protocolos usados 

en los programas de control requiere el urgente establecimiento de una estrategia 

uniforme y común en todos los laboratorios que permita un diagnóstico rápido, eficiente 

y costo-efectivo para la infección congénita por T. cruzi.  
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Con el objetivo de mejorar el diagnóstico de la infección congénita, en el segundo 

trabajo “Towards a new strategy for the diagnosis of congenital Trypanosoma cruzi 

infection” proponemos una estrategia costo-efectiva que reduce el número de tests a 

utilizar en comparación con los algoritmos utilizados en diferentes regiones europeas 

(La Toscana en Italia y las comunidades autónomas de Cataluña, Galicia y Valencia en 

España). El protocolo podría empezar directamente al mes de edad con un método 

parasitológico y/o una PCR. Si el diagnóstico directo es negativo, se realizaría una 

serología a los nueve meses de edad seguido de otra serología confirmatoria a los 12 

meses si el resultado es positivo. 

Los dos primeros artículos nos han permitido proponer algoritmos con el fin de mejorar 

el diagnóstico de la enfermedad de Chagas en pacientes crónicos y en niños con 

infección congénita. 

 

3. CARACTERIZACIÓN DE TRYPANOSOMA CRUZI EN LA POBLACIÓN 

INMIGRANTE ESTUDIADA 

La diversidad genética de T. cruzi también juega un papel clave en el diagnóstico de la 

enfermedad de Chagas. Las diferentes UDTs del parásito podrían contribuir en los 

resultados discordantes en los diferentes tests serológicos (Guzmán-Gómez y col., 

2015). Aunque las causas de las diferencias en la clínica de la enfermedad no están 

claras, la variabilidad genética de T. cruzi está relacionada con muchas de las 

propiedades biomédicas del parásito como el crecimiento en cultivo, patogenicidad en 

ratones, transmisibilidad por el vector y susceptibilidad a los fármacos (Telleria y col., 

2010). La taxonomía de T. cruzi siempre ha sido complicada y además se ha visto 

obstaculizada por la falta de métodos moleculares de tipificación estandarizados y el uso 

de varias nomenclaturas alternativas (Messenger y col., 2015a): biodemas (Andrade, 

1974), zimodemas (Miles y col., 1977; 1978), clonets (Tibayrenc y Ayala; 1988; 

Tibayrenc y col., 1986), esquizodemas (Morel y col., 1980) y UDTs (Tibayrenc, 1998; 

Zingales y col., 2009) entre otros. La nomenclatura actual más consensuada contempla 

las UDTs. 

En el tercer trabajo “Identification of Trypanosoma cruzi Discrete Typing Units 

(DTUs) in Latin-American migrants in Barcelona (Spain)” nos centramos en la 

identificación de las UDTs de T. cruzi en una población de inmigrantes procedentes de 
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países endémicos por la enfermedad de Chagas, atendidos en diferentes hospitales de 

Barcelona, así como en valorar diferentes estrategias moleculares de tipificación para la 

caracterización de los genotipos del parásito. El criterio de inclusión de las muestras fue 

obtener un resultado positivo en dos qPCRs, una basada en el ADNsat nuclear (Pirón y 

col., 2007) y la otra en la región conservada del minicírculo del ADNk de T. cruzi 

(Qvarnstrom y col., 2012). Los métodos de tipificación elegidos fueron (i) un diagrama 

de flujo de qPCR multiplex con sondas TaqMan (MTq-PCR) (Cura y col., 2015) basado 

en los marcadores moleculares SL-IR, ADNr 18S, CO-II y ADNr 24sα; (ii) un diagrama 

de flujo de PCR convencional (Burgos y col., 2007; 2010) basado en SL-IR, ADNr 

24sα y A10; y (iii) secuenciación del ADNsat de T. cruzi. Estos sistemas de tipificación 

fueron elegidos debido a que son los métodos utilizados en el LaBMECh (INGEBI-

CONICET) de Buenos Aires (Argentina), dirigido por el Dr. Alejandro G Schijman, en 

donde se realizó una estancia internacional durante la realización de la presente tesis 

doctoral. 

El diagrama de MTq-PCR tiene varias ventajas: reducción de la contaminación por 

arrastre, fácil cuantificación y automatización, obtención e interpretación rápida de los 

resultados (Cura y col., 2015). El presente estudio nos permitió caracterizar cinco de las 

20 muestras, tres a nivel de una única UDT. El diagrama de PCR convencional si bien 

requiere múltiples reacciones secuenciales, por lo que es más laborioso, nos permitió 

identificar los genotipos del parásito en muestras con menor carga parasitaria que el 

diagrama de MTq-PCR, llegándose a caracterizar seis muestras, dos de ellas a nivel de 

una única UDT y dos infecciones mixtas. Con respecto a la caracterización basada en la 

secuenciación del ADNsat, no permite discriminar a las poblaciones de T. cruzi a nivel 

de una única UDT, pero en las sangres analizadas se pudieron llegar a caracterizar las 

20 muestras analizadas, 16 de pacientes crónicos. De hecho, el ADNsat es una diana 

cuya eficacia ya había sido probada y que es ampliamente utilizada para el diagnóstico 

molecular de T. cruzi debido al elevado número de copias de la secuencia por parásito 

(Schijman y col., 2011). 

Un factor limitante de los estudios de identificación de las UDTs de T. cruzi es el hecho 

de que la mayoría de ellos se realizan a partir de sangre periférica. Estas muestras son 

idóneas al ser fáciles de obtener pero los tripomastigotes de T. cruzi no tienen capacidad 

multiplicativa, lo que limita la probabilidad de detectar al parásito cuando la carga 

parasitaria es baja. En la fase crónica de la enfermedad, las formas multiplicativas del 
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parásito, los amastigotes, se encuentran presentes en los tejidos. Sin embargo, las 

biopsias son muestras de difícil acceso y su obtención es altamente invasiva (Pérez y 

col., 2014; Ramírez y col., 2009). Por este motivo sería un avance importante poder 

utilizar la misma diana diagnóstica, por ejemplo el ADNsat con alrededor de 105 copias 

por célula (Elias y col., 2003; 2005), para hacer la posterior caracterización del parásito 

presente en la muestra biológica. Se requieren más estudios en este sentido. 

La utilización de la sangre periférica también puede conllevar un sesgo en la 

identificación de las UDTs presentes en el paciente ya que los linajes de T. cruzi 

podrían estar circulando en baja carga parasitaria o bien podrían estar presentes en los 

tejidos (Burgos y col., 2010; Câmara y col., 2010; D’Ávila y col., 2009; Vago y col., 

2000). La UDT más identificada en este estudio fue TcV que, además de ser 

predominante en sangre periférica (Burgos y col., 2010; Cura y col., 2012; Fernández y 

col., 2014) es uno de los genotipos más comunes en Bolivia (Brenière y col., 2012), de 

donde procedían todas las muestras que pasaron el criterio de inclusión en nuestro 

estudio. Como en otros estudios (Brenière y col., 2012; Macedo y Pena, 1998; Pérez y 

col., 2014), también pudimos detectar dos infecciones mixtas, TcV-TcII y TcV-TcII/VI, 

la primera de ellas detectada por primera vez de manera simultánea en migrantes 

bolivianos en España. 

Las estrategias de tipificación aún pueden ser mejoradas para poder identificar la 

variedad dentro de las UDTs, como se ha demostrado en el caso de TcI (Cura y col., 

2010; Falla y col., 2009; Guhl y Ramírez, 2011; Ramírez y col., 2012). La 

secuenciación parece ser la mejor opción para este tipo de estudios aunque se podrían 

identificar nuevos marcadores con bajo número de copias y con elevada capacidad de 

discriminación (Muñoz y col., 2013). De hecho, otros estudios ya han propuesto 

estrategias para identificar la variedad a nivel de sub-UDT basados en el análisis de 

microsatélites (Llewellyn y col., 2009; Oliveira y col., 1998) y en estudios MLST 

(Diosque y col., 2014; Messenger y col., 2012; Yeo y col., 2011).  
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V. CONCLUSIONS 

 

A. Diagnosis of chronic Chagas disease in an adult population 

1. Architect Chagas is a highly effective assay for the diagnosis of chronic Chagas 

disease, with 100% sensitivity, and allowing the correct diagnosis of the 

majority of samples when applied as a single technique. 

2. Architect Chagas can be used as a single assay in blood banks and clinical 

laboratories for routine diagnosis. Only gray-zone and positive serum samples 

with a result of ≤ 6 S/CO would need to be confirmed by a second serological 

assay to avoid both FP sera and cross-reactions with Leishmania species.  

3. The application of this proposal would result in important savings in the cost of 

Chagas disease diagnosis and therefore in the management and control of the 

disease.  

 

B. Diagnosis and follow-up of congenital T. cruzi infection in neonates and 

pediatric cases 

1. In non-infected newborns, a continuous decreasing trend of passive IgG 

antibodies was observed but none of the serological assays seroreverted in all the 

infants before 12 months. From 12 months onwards, all the serological tests 

achieved negative results in the totality of the samples analyzed, with the 

exception of the highly sensitive CMIA.  

2. In infants with congenital T. cruzi infection, the antibody decline was only 

detected after the initiation of the treatment. 

3. In order to improve the diagnosis of congenital T. cruzi infection, we propose a 

new more cost-effective strategy with a reduced number of tests. The protocol 

could start at 1 month of age with a parasitological test and/or a PCR. If 

negative, a serology would be carried out at 9 months, followed by a 

confirmatory serological testing at around 12 months of age in case of positive 

results. 
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C. Identification of T. cruzi DTUs in Latin American migrants in Barcelona 

1. The most frequently identified DTU was TcV, one of the most common 

genotypes in Bolivia and predominant in peripheral blood samples.  

2. A mixed infection by TcV plus TcII was detected simultaneously for the first 

time in Bolivian migrants.  

3. 95% of the samples analyzed showed SatDNA type I/II hybrid sequences and 

only one sample had a SatDNA type I sequence, probably belonging to a TcI 

population. 

4. Identification flowcharts are very useful for DTU characterization in T. cruzi 

natural populations during acute infection but not sensitive enough for the 

analysis of patients with low parasitic loads.  

5. SatDNA sequence analysis cannot discriminate between T. cruzi populations at 

the level of a single DTU but it enabled us to increase the number of 

characterized cases in chronically infected patients. 
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I com que no sabia que era imposible, 

ho vaig fer. 

 

 

Albert Einstein 
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