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1 RESUMEN. 
 

La enfermedad de Chagas es causada por el parásito Trypanosoma cruzi, el cual es 

transmitido al humano y otros mamíferos principalmente por chinches hematófagas 

llamadas triatominos. El conocimiento preciso de los ciclos de transmisión de T. cruzi y 

su dinámica en los diferentes contextos eco-epidemiológicos, constituye una condición 

esencial para la implementación de estrategias de control sustentables. Recientemente, 

la metagenómica dirigida (metabarcoding) ha demostrado ser un abordaje altamente 

atractivo para contribuir a la descripción de los ciclos de transmisión gracias a la 

identificación simultánea, a partir del contenido intestinal de los triatominos; de la 

diversidad genética del parásito, la diversidad genética del vector y sus fuentes 

alimenticias. 

En el presente trabajo se utilizó un este novedoso abordaje. A partir de especímenes de 

Triatoma dimidiata (el principal vector en la región) en tres localidades rurales de Yucatán, 

en ecotopos domésticos, peridomésticos y selváticos. Realizamos las identificaciones 

mencionadas anteriormente, e identificamos las asociaciones entre la diversidad genética 

de T. cruzi, la diversidad genética de T. dimidiata, sus fuentes alimenticias y los ecotopos 

de colecta para describir los patrones de alimentación e infección de T. dimidiata en los 

ciclos de transmisión de T. cruzi.  

Las asociaciones entre el vector y sus fuentes alimenticias nos permitirán identificar a los 

potenciales reservorios de T. cruzi. Sin embargo, para confirmar el carácter de reservorio 

de T. cruzi de las fuentes alimenticias de T. dimidiata, es necesario caracterizar las 

interacciones parásito-reservorio a partir de sangre u órganos de las especies de fuentes 

alimenticias de T. dimidiata identificadas en este estudio. 

La prevalencia de la infección de T. dimidiata con T. cruzi fue de 8.7% (54/618) (IC=0.067, 

0.112). Los insectos colectados en los ecotopos peridomésticos no estuvieron infectados 

a diferencia de los insectos colectados en ecotopos domésticos y selváticos. Además, la 

infección fue significativamente mayor en los insectos colectados en los ecotopos 

domésticos que en los insectos colectados en los ecotopos selváticos. 
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La principal DTU identificada fue TcI, seguida por TcIV y TcII, se detectó infección con 

más de una DTU en el 28.3% (15/53) (IC=0.17,9, 0.415) de los insectos. La DTU TcI fue 

la más abundante en los ecotopos domésticos y la DTU TcIV fue la más abundante en 

los ecotopos selváticos, la diferencia fue estadísticamente significativa. Se detectaron 

insectos de los grupos genéticos ITS-2 grupo 2, ITS-2 grupo 3, e híbridos de estos en 

simpatría. Los insectos del grupo 2 estuvieron asociados a los ecotopos peridomésticos, 

donde, no hubo insectos infectados con T. cruzi y unas de las principales fuentes 

alimenticias identificadas fueron animales refractarios a la infección con T. cruzi (pavo y 

gallo).  

En total, se identificaron 30 fuentes alimenticias. El 74% (89/121) (IC=0.650, 0.805) de 

los insectos que se alimentaron con más de una fuente (hasta 6 especies en un mismo 

insecto). El humano y el perro fueron las principales fuentes alimenticias del vector en los 

tres ecotopos de colecta. Además, las fuentes alimenticias secundarias de T. dimidiata 

variaron según los ecotopos de colecta. Todos estos resultados permitieron revelar una 

estructuración espacial de los ciclos de transmisión de T. cruzi que se distribuye entre los 

ecotopos domésticos, peridomésticos y selváticos con una conexión entre ecotopos 

dirigida por las fuentes alimenticias, principalmente por el humano y el perro.  

Nuestros hallazgos representan un gran paso hacia adelante en la comprensión de los 

ciclos de transmisión de T. cruzi. Además, estos hallazgos pueden contribuir al desarrollo 

de estrategias efectivas y sustentables del control de la transmisión vectorial de T. cruzi.  
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2 INTRODUCCIÓN. 

La enfermedad de Chagas, también conocida como tripanosomiasis americana, fue 

descubierta en 1909 por el médico brasileño Carlos Justiniano Chagas 1. Esta 

enfermedad es causada por el parásito protozoario Trypanosoma cruzi, el cual es 

transmitido al humano y otros mamíferos principalmente a través de las heces 

contaminadas de chinches hematófagas de la subfamilia Triatominae 1. 

La enfermedad de Chagas es clasificada por la OMS dentro del grupo de las 

enfermedades tropicales desatendidas. Afecta mayormente a las poblaciones 

vulnerables y permanece como uno de los mayores problemas de salud pública, 

principalmente en América Latina, ocasionando hasta 10,000 muertes por año 1. La 

enfermedad representa un cargo económico global de más de 7000 millones de USD por 

año, y es un obstáculo importante para el desarrollo económico y social de los países 

afectados. Por lo tanto, su eliminación es una prioridad mundial2. 

En este contexto, en el 2010, a los cien años del descubrimiento de la enfermedad de 

Chagas, la 63 Asamblea Mundial de la Salud (WHA63.20, por sus siglas en inglés) se 
declaró que, para el control y la eliminación de la enfermedad de Chagas, “Todas las 

rutas de transmisión (a saber, vectorial, oral, materno-fetal, transfusiones y trasplantes 

de órganos) tienen que ser abordadas, y en particular, la transmisión vectorial doméstica 

en América Latina; esto con en el entendido de que la eliminación significa la interrupción 

estable de la transmisión de la infección” 3. 

Para el desarrollo de estrategias de control de la transmisión vectorial, el conocimiento 

preciso de los ciclos locales de transmisión de T. cruzi es una condición esencial 4,5. Sin 

embargo, lograr este conocimiento es complicado debido a la extrema diversidad 

genética del parásito, de especies o subespecies de triatominos involucradas, así como 

de reservorios involucrados 4–6.  

En el presente trabajo se utilizó un abordaje novedoso basado en secuenciación de nueva 

generación para identificar simultáneamente la diversidad del parásito, del vector, y de 

sus fuentes alimenticias 5. La identificación simultánea de todos estos componentes y de 

sus interacciones contribuyó a inferir los ciclos de transmisión de T. cruzi y su dinámica; 

crear las posibles redes de transmisión del patógeno y ubicar organismos claves en la 
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transmisión. El conocimiento aquí generado es clave para poder ubicar situaciones de 

riesgo y desarrollar estrategias de control de la transmisión eficaces y sustentables 5,7,8.  

 

La investigación se desarrolló en el Laboratorio de Parasitología del Centro de 

Investigaciones Regionales Dr. Hideyo Noguchi, en el marco de diferentes proyectos que 

tienen como parte de sus objetivos la descripción y comprensión de los ciclos locales de 

transmisión de T. cruzi y de su dinámica. 

3 ANTECEDENTES. 

3.1 Generalidades sobre la enfermedad de Chagas. 

La enfermedad de Chagas es causada por el parásito protozoario T. cruzi, transmitido 

principalmente a través de las heces contaminadas de chinches hematófagas llamadas 

triatominos. La infección también se puede adquirir mediante transfusiones sanguíneas, 

transmisión congénita (de una madre infectada a su hijo), trasplante de órganos, y por 

vía oral al consumir alimentos o bebidas contaminadas con el parásito 1,3. 

3.1.1 Epidemiología. 

La enfermedad de Chagas es endémica en 21 países de América Latina y el Sur de 

Estados Unidos. Sin embargo, debido a las migraciones humanas, en las últimas décadas 

se han reportado casos fuera de América, en Europa por ejemplo, donde no existe el 

insecto vector, pero existe transmisión del parásito por transfusiones sanguíneas, 

transmisión congénita y trasplantes de órganos 1.  

 

Se estima que en todo el mundo hay 8 millones de personas infectadas y en México 1.1 

millones9. Sin embargo, las estimaciones más recientes sugieren una seroprevalencia 

nacional de 3,38%, lo que significa que alrededor de 4 millones de personas podrían ser 

portadoras del parásito en el país 1,10. Para el estado de Yucatán, se estima que existen 

de 13,800 a 62,000 personas infectadas 10,11. Con el fin de reducir la incidencia de la 

enfermedad de Chagas en México, se elaboró el Programa de Acción Específica para la 

Vigilancia, Prevención y Control de la enfermedad de Chagas 2013-2018 que se 

encuentra alineado a los objetivos y estrategias regionales planteadas por la OMS/OPS 

2,12. Las estrategias a seguir para lograr los objetivos están basadas en el control de la 
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transmisión vectorial domiciliaria y la eliminación de la transmisión por transfusión 

sanguínea y congénita 2,12. 

3.1.2 Fisiopatología. 

La enfermedad de Chagas tiene 2 fases clínicas diferenciadas llamadas fase aguda y 

fase crónica. La fase aguda dura unos 2 meses después de contraerse la infección. 

Durante esta fase, los parásitos circulan por el torrente sanguíneo. En la mayoría de los 

casos no hay síntomas o estos son leves y no específicos 1. 

La fase crónica se divide en 2 etapas. La primera, conocida como etapa asintomática, se 

caracteriza por la presencia de los parásitos principalmente en el músculo cardiaco y/o 

músculo del tracto digestivo y la ausencia de síntomas de la infección. Esta puede durar 

de 20 a 40 años 1. Después de este tiempo, se estima que del 30% al 40% de los 

pacientes pasan a una etapa sintomática caracterizada por la presencia de trastornos 

cardiacos y/o alteraciones digestivas (típicamente, agrandamiento del esófago o del 

colon). La cardiomiopatía chagásica crónica es la manifestación clínica más frecuente y 

grave. Algunos signos clínicos de cardiomiopatía chagásica incluyen anormalidades en 

la función eléctrica del corazón y cardiomiopatía dilatada progresiva, que pueden 

provocar una insuficiencia cardíaca y la muerte.  

3.1.3 Estrategias de control. 

Para evitar el aumento en la prevalencia de la enfermedad de Chagas es esencial la 

implementación de estrategias enfocadas en la irrupción de la transmisión de T. cruzi. El 

tamizaje universal en los bancos de sangre y el control de vectores son las principales 

estrategias en América Latina 1. El control de vectores se sigue basando principalmente 

en el rociado masivo de insecticidas. Sin embargo, debido a la falta de sustentabilidad 

del rociado de insecticidas, se han comenzado a implementar estrategias alternativas 

basadas en abordajes más integrales, como el abordaje de ecosalud, mediante las cuales 

se busca limitar el contacto entre las personas y los vectores en los diferentes contextos 

socio-eco-epidemiológicos 13–18.  

El diseño exitoso de este tipo de estrategias para el control sustentable de la transmisión 

vectorial de T. cruzi requiere, entre otros, un conocimiento exhaustivo de la ecología de 

los vectores en los diferentes contextos socio-eco-epidemiológicos, así como de los ciclos 
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de transmisión locales del patógeno y su dinámica 4–6. Sin embargo, lograr este 

conocimiento es un desafío, debido a la diversidad de organismos involucrados en los 

ciclos de transmisión 4–6.. 

3.2 Trypanosoma cruzi, agente causal de la enfermedad de Chagas 
 

3.2.1 Ciclo de vida. 

A lo largo de su ciclo de vida, T. cruzi presenta 3 estadios: amastigote, epimastigote, y su 

forma infectiva: tripomastigote 19.  

Las formas infectivas del parásito T. cruzi (tripomastigotes) circulan en el torrente 

sanguíneo de los reservorios mamíferos. El vector triatomino se infecta al alimentarse de 

la sangre que contiene parásitos circulantes 20. 

Los tripomastigotes ingeridos se transforman en epimastigotes en la parte anterior del 

intestino del vector. En la parte posterior del intestino los epimastigotes se multiplican por 

fisión binaria. Finalmente, los epimastigotes llegan al recto del vector y se diferencian en 

tripomastigotes (su forma infecciosa). Posteriormente, el vector, al alimentarse, puede 

defecar cerca del sitio de succión de la sangre. Los parásitos contenidos en las heces 

entran al organismo del mamífero, esto sucede por la reacción del mamífero de rascarse 

y dispersar las heces hacia la herida de succión o membranas mucosas 20,21. 

Dentro del mamífero, los tripomastigotes invaden las células cerca del sitio de 

inoculación, donde se diferencian en amastigotes intracelulares. Los amastigotes se 

multiplican por fisión binaria y se diferencian en tripomastigotes, luego se liberan en el 

torrente sanguíneo 20,21.  

Los tripomastigotes del torrente sanguíneo no se replican. La replicación se reanuda solo 

cuando los parásitos entran en otra célula o son ingeridos por otro vector 20,21. Los 

tripomastigotes infectan las células de una variedad de tejidos (principalmente cardiacos 

y digestivos) y se transforman en amastigotes intracelulares en los nuevos sitios de 

infección teniendo como consecuencia las manifestaciones clínicas de la enfermedad de 

Chagas 20,21.  
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3.2.2 Diversidad genética. 

Trypanosoma cruzi se caracteriza por tener una amplia diversidad genética 

intraespecífica 4,22,23.  

La genética de poblaciones de T. cruzi sugiere que la clonalidad es el modo de 

propagación más importante de las poblaciones naturales del parásito. Sin embargo, 

también existen eventos de recombinación que generan diversidad genética del parásito 
22,24–26. 

Esta diversidad genética se divide tradicionalmente en 7 unidades de tipificación discretas 

(DTUs) nombradas TcI a TcVI y Tcbat 27,28. Las relaciones evolutivas entre las DTUs no 

se han aclarado del todo. Sin embargo, se sugiere que TcV y TcVI tienen un origen híbrido 

con TcII y TcIII como padres putativos 28,29. De acuerdo con algunos autores, TcIII y TcIV 

pudieran también haberse originado por hibridación entre TcI y TcII 28,30 pero otros 

autores dicen que no es el caso 31.Las DTUs TcI y TcII permanecen como dos líneas 

puras que se desarrollaron a partir de un ancestro común que data de 1-3 millones de 

años 31,32.  

La clasificación de los grupos genéticos del parásito en las 7 unidades de tipificación 

discreta (DTUs) ha sido usada como referencia en estudios epidemiológicos. Sin 

embargo, no hay consenso para identificar las diferentes DTUs ya que existen reportes 

sobre las caracterizaciones moleculares de las 7 DTUs basados en varias técnicas 

moleculares, pero hasta la fecha no se ha logrado establecer un protocolo estándar que 

sea aceptado internacionalmente para la tipificación de las DTUs 24,33–41.  

3.2.3 Implicaciones de la diversidad genética de T. cruzi  

Se ha propuesto que esta diversidad genética del parásito (DTUs) está asociada con 

distintos ciclos de transmisión y hospederos específicos (vectores y reservorios), 

distribución geográfica, así como con la diversidad de manifestaciones clínicas y patrones 

de progresión de la enfermedad en pacientes y reservorios mamíferos 28,42–47. 

Por ejemplo, después de una infección aguda, sintomáticos o no, los pacientes pueden 

vencer la infección o evolucionar a la fase crónica asintomática desde la cual pueden 

cambiar a la fase crónica sintomática, pudiendo presentar  trastornos cardíacos 

clínicamente diferentes, formas digestivas o cardio-digestivas 48. Esta diversidad de 
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presentaciones clínicas de la enfermedad está, al menos en parte, vinculada a la 

diversidad genética del parásito 44,49. 

Así mismo, se ha demostrado que el tropismo tisular y respuesta a tratamientos en los 

modelos animales varían según la diversidad genética del parásito infectante 49. Sin 

embargo, el vínculo causal entre tropismo tisular y daño no es claro, ya que la 

autoinmunidad provocada por los parásitos puede dañar órganos incluso en ausencia de 

una gran carga parasitaria 50,51. El balance entre estas respuestas podría depender 

parcialmente de los determinantes genéticos del parásito, pero también de la genética 

del hospedero (vectores y reservorios) 52,53. 

También, se ha documentado que dependiendo de la región geográfica de procedencia 

de los pacientes chagásicos se distinguen características clínicas específicas y las DTUs 

parecen diferir en términos de patogenicidad y respuestas al tratamiento 41,54,55. Tanto TcI 

como TcII, TcIII, TcIV, TcV y TcVI están asociadas con lesiones cardíacas en infecciones 

humanas, pero parece que solo TcII, TcIV, TcV están asociadas con lesiones del tracto 

digestivo 41.  

 

En general, la DTU TcI se considera menos patógena con parasitemias inferiores 56. 

Además, las infecciones con TcI son características por presentar casos clínicos crónicos 

asintomáticos en comparación con los casos de Chagas causados por TcII, TcV y TcVI 

principalmente en Argentina, Brasil, Chile, Paraguay y Uruguay 57. 

 

En cuanto a la distribución geográfica diferencial de las DTUs, está claro que TcI es la 

DTU predominante desde el sur de Norte América hasta el Norte de Argentina y Chile, 

asociada tanto a ciclos de transmisión selváticos como domésticos. Además, es 

caracterizada como la principal DTU responsable de la enfermedad de Chagas en países 

endémicos de esta tripanosomiasis 15,22,58.  

 

Por contraste, TcII, TcIV, TcV y TcVI se distribuyen principalmente en el Cono Sur y 

generalmente son caracterizadas en los ciclos de transmisión selváticos en áreas con 

ecosistemas de bosque tropical 22,59,60. 

 



9 
 

Esta caracterización de la distribución no necesariamente implica exactitud de la 

distribución de las DTUs ya que la información disponible para las áreas que incluyen 

países como Guatemala o México se sugiere incompleta 15,22,23,33.  

En conjunto, estos datos evidencian brechas importantes en el conocimiento actual de la 

implicación de la diversidad genética de T. cruzi, y una falta de conocimiento en cuanto a 

la distribución geográfica de esta diversidad, principalmente en Centro y Norteamérica.  

3.2.4 Caracterización de la diversidad de DTUs en México y Yucatán  

Para México se ha reportado TcI como la DTU predominante seguida de TcIV 15,22,43,61,62. 

Sin embargo, estudios recientes documentan la presencia de DTUs adicionales en 

triatominos y reservorios vertebrados (Cuadro 1) 23,63–65. Considerando que hasta hace 

unos años únicamente se reportaba TcI en México, es interesante que se haya 

documentado la presencia de DTUs adicionales no-TcI. Esto no necesariamente significa 

un cambio en la distribución de las DTUs y pudiera ser únicamente un resultado de la 

multiplicación de los estudios y/o la mejora de los métodos de genotipificación de T. cruzi. 

Por ejemplo, estudios recientes basados en secuenciación de  nueva generación con alta 

sensibilidad detectaron infección con más de una DTU en vectores triatominos, 

reservorios vertebrados, y humanos 47,66,67. 

De igual manera, en el Sureste de México se ha detectado mayor diversidad de DTUs, 

teniendo reportes de hasta cuatro DTUs (TcI, TcII, TcV y TcVI)  en T. dimidiata 23,67 y en 

el caso de pacientes chagásicos también en el Sureste de México (Yucatán), se 

detectaron haplotipos que cubren las DTUs TcI, TcII, TcV y TcVI, con 3.9 ± 0.7 haplotipos 

por paciente, y el 47% de los pacientes albergaba infecciones con múltiples DTUs. La 

mayoría de los haplotipos de parásitos de los pacientes fueron idénticos o similares a los 

de T. dimidiata de la misma región, lo que confirma su circulación local 47. 

La identificación de las DTUs en los reservorios vertebrados (incluido el humano) y sus 

vectores triatominos es una de las claves para entender la dinámica de los ciclos de 

transmisión de T. cruzi, la eco-epidemiología, la diversidad de manifestaciones clínicas, 

y los patrones de progresión de la infección por T.cruzi. 45–47,68,69. 
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Cuadro 1. DTUs de T. cruzi reportadas en México y la península de Yucatán. Se indica si se detectaron 
múltiples DTUs, se indican los reservorios o vectores donde las DTUs se identificaron, y ecotopos de 
muestreo. 

DTUs 
identificadas 

Detección de 
multi- infección 

Ecotopos de 
colecta 

Reservorios o 
vectores donde se 
identificaron 

Áreas de 
muestreo Referencias 

   
Meccus 
pallidipennis Michoacán 61 

TcI, TcII, TcIII, y 
TcIV Sí domésticos Triatoma 

longipennis 
  

   Triatoma barberi   

TcI,TcII, 
TcIII,TcIV  y TcV No domésticos 

/peridomésticos T. dimidiata Veracruz 43 

TcI, TcII y TcVI Sí selváticos y 
domésticos Animales mamíferos Península de 

Yucatán 62 

   T. dimidiata   

TcI No domésticos / 
peridomésticos T. dimidiata Península de 

Yucatán 70 

TcI No domésticos / 
peridomésticos Didelphis virginiana Yucatán 71 

TcI,TcII, TcIII, 
TcIV y TcVI No domésticos T. dimidiata Yucatán 72 

TcI y TcIV No domésticos Roedores, T. 
dimidiata 

Península de 
Yucatán 15 

TcI, TcII, TcV y 
TcVI Sí domésticos y 

selváticos T. dimidiata Yucatán 23 

TcI, TcII, TcV y 
TcVI Sí  Humanos Yucatán 47 

 

3.2.5 Reservorios de T. cruzi 

Trypanosoma cruzi es capaz de infectar una amplia gama de mamíferos 1,73 que cubren 

diversos órdenes, incluyendo Marsupialia, Rodentia, Lagomorpha, Chiroptera, Carnivora 

y Primata 74,75. En total, se han reportado más de 180 especies de mamíferos infectados 

con T. cruzi 76. La infección puede tener resultados variables en los diferentes órdenes 

taxonómicos, posiblemente por las características particulares en la adquisición de la 

infección y/o la dinámica dentro del reservorio que pueden influir en la diversidad de DTUs 

circulantes, virulencia, etc 66.  

3.3 Los triatominos, vectores de T. cruzi. 

3.3.1 Generalidades 

Los triatominos son insectos que desarrollan una metamorfosis incompleta. El ciclo de 

vida comprende el huevo, cinco estadios ninfales y el imago o individuo adulto 77. 
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Los triatominos son insectos hematófagos obligatorios, es decir, se alimentan de sangre 

de vertebrados y se caracterizan por poseer aparato bucal tipo succionador 77. 

Pertenecen a la subfamilia Triatominae (Hemiptera: Reduviidae), y se dividen en cinco 

tribus (Alberproseniini, Bolboderini, Cavernicolini, Rodniini y Triatomini) y 14 géneros 

distribuidos en América, África, Asia y Australia 78,79. Se reconocen más de 140 especies, 

de las cuales más de la mitad mostraron ser naturalmente o experimentalmente 

infectadas con T.cruzi, y se cree que todas son posiblemente infectables y vectores 

potenciales 80. 

 

Los triatominos se alimentan de la sangre de una gran variedad de vertebrados 

incluyendo animales selváticos, domésticos, sinantrópicos (animales que conviven con el 

humano, pero no son domésticos 81) y humanos 76.  Estos pueden ser mamíferos, 

potencialmente susceptibles a la infección por T. cruzi, o bien reservorios incompetentes, 

es decir refractarios a la infección por T. cruzi, como aves, reptiles y anfibios 4,82,83.  

Las especies de vectores triatominos se han clasificado tradicionalmente de acuerdo al 

grado de adaptación a los ecotopos domésticos/peridomésticos (viviendas humanas y 

sus alrededores) o selváticos (selvas conservadas o perturbadas; áreas con vegetación 

conservada o vegetación secundaria, respectivamente) 84. Sin embargo, varias especies 

selváticas son capaces de invadir las casas con diferentes grados de éxito, lo que hace 

de esta clasificación una herramienta poco operacional para fines de control vectorial 85. 

 

México alberga una de las poblaciones de triatominos más diversas, con 39 especies 

documentadas en el país, de las cuales al menos 21 han sido encontradas infectadas por 

T. cruzi. Para el estado de Yucatán el principal vector de T. cruzi es T. dimidiata 11.  

3.3.2 Triatoma dimidiata 

Triatoma dimidiata es uno de los vectores más importantes de la enfermedad de Chagas. 

Se encuentra ampliamente distribuido por México, Centro América, Colombia, Venezuela, 

Ecuador y Perú 66. 

Triatoma dimidiata exhibe una diversidad genética sustancial, así como una extensa 

diversidad en morfología, hábitat y comportamiento 86,87. Estudios moleculares basados 
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en el espacio del transcrito interno 2 (ITS-2) sugieren subdivisión de la especie T. 

dimidiata en cuatro linajes monofiléticos (1A, 1B, 2 y 3), los cuales se cree pueden tener 

diferencias en la capacidad vectorial e importancia epidemiológica 88. 

Recientemente, se realizó un estudio basado en el genotipaje de todo el genoma que 

propone la reunión de los grupos 1A, 1B y 2 (1-2), conservar el grupo 3 anteriormente 

definido, y propone un nuevo linaje monofilético llamado “cave” 87. En otros estudios 

recientes se propone al grupo 3 como una especie nueva llamada T. huehuetenanguensis 
89,90. 

En Yucatán, los grupos genéticos presentes son el 2, 3 e híbridos de estos 88,91. En esta 

región, T. dimidiata tiene un comportamiento principalmente intrusivo, es decir, desarrolla 

su ciclo de vida principalmente en ecotopos selváticos, pero también vuela hacía las 

casas en búsqueda de alimento, sin poder establecer colonias sustentables dentro de las 

casas 85. Por lo tanto, se sugiere que existe una movilización entre los ecotopos 

domésticos, peridomésticos y selváticos 22,75,91–93. Los niveles de infestación por T. 

dimidiata en ecotopos domésticos en Yucatán varían según la temporada con una mayor 

infestación durante la estación cálida y seca de marzo a junio 94,95.  

La prevalencia de la infección de T. dimidiata con T. cruzi, es de alrededor el 30%, con 

una tasa de infección mayor en el grupo genético conocido como híbrido 8,19,91.  

3.3.3 Hábitos alimenticios de T. dimidiata 

Triatoma dimidiata se reconoce como una especie de hábitos alimenticios generalistas, 

pues se ha reportado que se alimenta de una gran variedad de animales vertebrados 

incluyendo mamíferos, aves y anfibios 23,96–98.  

En México se han reportado fuentes alimenticias de T. dimidiata tanto selváticos 

(murciélago, rata y ratón selváticos ) como domésticas (perro y ganado, además de burro, 

gato, ratón y rata doméstica) y fuentes alimenticias sinantrópicas (principalmente 

zarigüeya) 99,100. 

Para el estado de Yucatán las fuentes alimenticias reportadas de T. dimidiata incluyen 

animales domésticos como el perro y aves de corral; sinantrópicos como la zarigüeya y 

selváticos como el armadillo; además del humano 97,98. Sin embargo, en estudios 
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recientes realizados a partir de poblaciones naturales de T. dimidiata colectadas en 

ecotopos selváticos y domésticos , se encontró que las principales fuentes alimenticias 

eran humano, perro y vaca, indiferentemente de los ecotopos de colecta de los 

triatominos, y no se encontró zarigüeya 8,23.  

Tener la información precisa de las fuentes alimenticias de T. dimidiata en los ecotopos 

domésticos, peridomésticos y selváticos es esencial para el desarrollo de estrategias de 

control de la transmisión de T. cruzi ya que orienta hacia los animales que tienen los 

papeles más importantes en la transmisión del parásito hacia el humano 5,68,69..  

3.4 Complejidad de los ciclos de transmisión de T. cruzi  

Los ciclos de transmisión de T. cruzi están determinados por la ecología y el 

comportamiento de sus reservorios vertebrados y sus vectores en sus entornos 

específicos, y moldeados por las asociaciones entre el parásito, sus vectores, y sus  

reservorios vertebrados 4. En consecuencia, la identificación exhaustiva de estas 

interacciones es esencial para entender los ciclos de transmisión del patógeno, 

comprender su dinámica, identificar situaciones de riesgo y desarrollar estrategias de 

control de la transmisión vectorial efectivas y sustentables 5.  

Sin embargo, esto puede llegar a ser complicado debido a la diversidad extraordinaria de 

organismos involucrados en los ciclos de transmisión de T. cruzi, lo que dificulta la 

identificación de estas interacciones. En efecto, como lo expuesto anteriormente, T. cruzi, 

exhibe una gran diversidad genética, la cual se divide en 7 DTUs, transmitidas por 

alrededor de 140 especies diferentes de triatominos a más de 180 especies de 

mamíferos, incluyendo animales selváticos, sinantrópicos, domésticos, y el humano. En 

paralelo, los triatominos se alimentan también de la sangre de animales refractarios a la 

infección por T. cruzi (Figura 1).  
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Recientemente, se ha propuesto en nuestro laboratorio un abordaje basado en 

secuenciación de nueva generación, que permite identificar de manera simultánea y con 

alta sensibilidad, la diversidad genética del vector, sus fuentes alimenticias, y la 

diversidad genética del parásito 5,23. 

Este abordaje, llamado metabarcoding, se ilustra en la figura 2; A partir del ADN total 

contenido en el intestino del vector, se amplifican por PCR y se secuencian de manera 

simultánea diferentes marcadores moleculares de interés, en este caso marcadores que 

permiten la identificación de la genética del vector, la genética del parásito y las fuentes 

alimenticias del vector 5,23 . Por lo tanto, la aplicación de este abordaje representa un gran 

paso hacia adelante para ayudar a inferir los ciclos de transmisión de T. cruzi. 

Figura 1 Complejidad de los ciclos de transmisión de T. cruzi. Tomado de Hernández et al., 2019.  
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4 OBJETIVOS. 

4.1 Objetivo general. 

Identificar las asociaciones entre la diversidad genética de T. cruzi; la diversidad genética 

de T. dimidiata; sus fuentes alimenticias, y los ecotopos; para inferir los ciclos de 

transmisión de T. cruzi y su dinámica en tres localidades rurales de Yucatán.  

4.2 Objetivos específicos. 
 

 Identificar la diversidad genética de T. cruzi; la diversidad genética de T. dimidiata 

y la diversidad de sus fuentes alimenticias; en ecotopos domésticos, 

peridomésticos y selváticos en tres localidades rurales de Yucatán. 

 Evaluar si existen asociaciones entre la diversidad genética de T. cruzi y la 

diversidad genética de T. dimidiata; sus fuentes alimenticias y los ecotopos. 

  

Figura 2 Metabarcoding basado en secuenciación de nueva generación aplicado para la 
identificación de las asociaciones ecológicas de los triatominos. Tomado de Waleckx et al., 2019.  
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5 MATERIALES Y MÉTODOS 

5.1 Flujograma del diseño experimental  
 

Se presenta el flujograma general de actividades del diseño experimental del presente 

estudio (Figura 3.). 

5.1.1 Material biológico  

Fue empleado material biológico obtenido a partir de un muestreo de T. dimidiata 

realizado entre los meses de marzo a junio; durante los años 2017 y 2018; en ecotopos 

domésticos (dentro de las casas) y peridomésticos (gallineros y traspatios de las casas); 

de los pueblos de Sudzal (20°52’19”N, 88°59’20”O), Chumbec (20°48'10"N 88°48'49"O) 

y Teya (21°02’55”N, 89°04’25”O) así como en los alrededores de estos pueblos (ecotopos 

selváticos; áreas conformadas principalmente por vegetación secundaria, resultado de 

los cambios de uso de suelo en la región, conocidas localmente como "monte").  

Se seleccionaron aleatoriamente 618 especímenes de T. dimidiata. Además, se incluyó 

un espécimen de T. dimidiata no infectado y alimentado únicamente con paloma 

procedente de nuestro insectario como control. 

Material biológico.

Purificación del ADN total contenido en los tubos digestivos de T. 
dimidiata.

Diagnóstico de infección con T. cruzi y determinación del estatus 
de  alimentación  de T. dimidiata.

Construcción de las poblaciones de estudio.

Amplificación de los marcadores moleculares de interés por 
PCR.

Purificación de los productos de PCR.

Secuenciación masiva de los marcadores amplificados.

Análisis de secuencias.

Análisis de datos.

Figura 3 Flujograma del diseño experimental 



17 
 

El clima regional en el área de muestreo es cálido y húmedo, con una temperatura media 

anual de 26 ° C y 1150 mm de lluvia (Figura 4). Las principales actividades son: la caza, 

la ganadería, la producción de carbón y el cultivo de la milpa. Además, los traspatios son 

áreas utilizadas para la producción de vegetales y animales que se utilizan para el 

autoconsumo 107,108.  

 

5.1.2 Purificación del ADN total contenido en los tubos digestivos de T. dimidiata  

El ADN del contenido intestinal de cada uno de los 618 insectos colectados y del insecto 

control se aisló utilizando el kit DNeasy Blood and Tissue (Qiagen, Valencia, CA, EE. 

UU.), siguiendo las instrucciones del fabricante. El ADN purificado se cuantificó usando 

un espectrofotómetro BioSpec (Shimadzu Biotech, Kyoto, Japón).  

Figura 4 Mapa de las localidades de colecta de T. dimidiata.  Los círculos rojos indican las áreas 
de los ecotopos domésticos y peridomésticos, los círculos verdes indican los ecotopos selváticos. 
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5.1.3 Diagnóstico de infección con T. cruzi y determinación del estatus alimenticio de T. 

dimidiata 

Para el diagnóstico de infección de los insectos con T. cruzi, se amplificó el ADN extraído 

del contenido intestinal de cada uno de los insectos mediante PCR usando los cebadores 

TCZ 109 (Cuadro 3). Estos cebadores están diseñados para la amplificación de una 

porción repetida del ADN satélite de T. cruzi (Cuadro 3).  

Las amplificaciones se realizaron en un termociclador T100TM (Biorad, Hercules, CA, 

EE. UU.), en un volumen de 10 µl que contenía 1 ul de ADN total (~30 ng), 0,2 µM de 

cada cebador y 5 µl de master mix green DreamTaq 2X (ThermoFisher Scientific, 

Waltham, MA, EE. UU.). Los parámetros para la amplificación fueron una etapa de 

desnaturalización inicial a 94 ° C durante 10 min; 29 ciclos a 94 ° C (20 segundos), 55 ° 

C (10 segundos) y 72 ° C (30 segundos); y una extensión final de 7 minutos a 72 ° C. 

Siempre se incluyeron controles positivos (ADN de T. cruzi purificado) y negativos (H20 

ultrapura) para cada PCR.  

Después de la amplificación, los productos de PCR se separaron por electroforesis en un 

gel de agarosa al 1,0% que contenía bromuro de etidio y se visualizaron por 

transiluminación UV. Si el fragmento de 188 pb esperado se visualizaba después de la 

electroforesis, la muestra se clasificaba como "infectada". 

Para determinar el estatus alimenticio de los insectos (alimentados/ no alimentados) se 

amplificó el ADN extraído del contenido intestinal de cada uno de los insectos mediante 

PCR usando los cebadores L1085 y H1259 68,110 (Cuadro 3). Estos cebadores son 

universales para vertebrados y están diseñados para la amplificación de un fragmento de 

~ 215 pb del gen mitocondrial del ARN ribosomal 12S 110. Las amplificaciones se 

realizaron en un volumen total de 20 µl que contenía ~ 30 ng de ADN total, 0,2 µM de 

cada cebador y 10 µl de master mix green DreamTaq 2X (ThermoFisher Scientific, 

Waltham, MA, EE. UU.). 

Los parámetros para la amplificación fueron una etapa de desnaturalización inicial a 95 ° 

C durante 5 min; seguido de 34 ciclos a 95 ° C (30 segundos), 60 ° C (15 segundos) y 72 

° C (30 segundos); y una extensión final de 10 minutos a 72 ° C. Siempre se incluyeron 

controles positivos (ADN humano) y negativos (H20 ultra pura). Después de la 
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amplificación, los productos de PCR se separaron por electroforesis en un gel de agarosa 

al 1,0% que contenía bromuro de etidio y se visualizaron por transiluminación UV. Si el 

fragmento de ~ 215 pb esperado se visualizaba después de la electroforesis, la muestra 

se clasificaba como "alimentado". Si el fragmento no se visualizaba, se realizó una 

segunda PCR bajo las mismas condiciones, pero sustituyendo la muestra de ADN por el 

1° producto de amplificación. Nuevamente, los productos de PCR se separaron por 

electroforesis en un gel de agarosa. Si el fragmento de ~ 215 pb esperado se visualizaba 

después de la electroforesis, la muestra se clasificaba como "alimentado".  

5.1.4 Poblaciones de estudio  
 

Una vez realizados los diagnósticos de la infección con T. cruzi y del estatus alimenticio 

de los 618 especímenes de T. dimidiata y el insecto control se construyeron las 

poblaciones de estudio. Debido a que detectamos una baja prevalencia insectos 

infectados y con el fin de poder obtener la mayor información posible de cada uno de los 

insectos se hicieron poblaciones con insectos provenientes de cada uno de los ecotopos 

de colecta (domésticos, peridomésticos, selváticos) y de cada localidad, procurando 

aprovechar el mayor número posible de insectos infectados, y que los insectos 

seleccionados estuvieran preferentemente alimentados.  

En total, de los insectos colectados y procesados se seleccionaron 53 insectos infectados 

con T. cruzi y 73 no infectados (N=126), los cuales se clasificaron en 3 poblaciones. Las 

características de los insectos se presentan en el Cuadro 2. No se detectó infección con 

T. cruzi en los insectos colectados en ecotopos peridomésticos. Por lo tanto, esta 

población está constituida únicamente por insectos no infectados (Cuadro 2.).  

De los insectos colectados y seleccionados para construir nuestras poblaciones, 110 de 

los insectos fueron adultos de los cuales 52 (47%) estuvieron infectados, 16 de los 

insectos fueron ninfas de las cuales solo 1 (6%) estuvo infectada con T. cruzi. 
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De los insectos adultos 63 fueron hembras de las cuales 34 (54%) estuvieron infectadas 

con T. cruzi y 47 fueron machos de los cuales 18 (38%) estuvieron infectados con T. 

cruzi.  

5.1.5 Amplificación por PCR de los marcadores moleculares de interés. 

A partir del ADN total purificado del contenido intestinal de cada uno de los insectos se 

amplificaron, mediante PCR, diferentes marcadores moleculares de interés para la 

posterior identificación de; (i) grupos genéticos de T. dimidiata; (ii) fuentes alimenticias de 

T. dimidiata, y (iii) DTUs de T. cruzi. 

La amplificación y la visualización de los amplicones se realizaron como se mencionó 

anteriormente (apartado C). Las condiciones de PCR para la amplificación de cada uno 

de los marcadores se presentan en el Cuadro 3.  

Una vez confirmada la presencia de las bandas esperadas (ver Cuadro 3) de cada uno 

de los marcadores, los volúmenes restantes de las reacciones de PCR (~ 18 µl) fueron 

mezclados en tubos herméticos de 1.5 µl, por insecto, dando un volumen final de ~ 36 a 

72 µl en cada tubo. 

  

Cuadro 2 Poblaciones de estudio. Se indica el número de insectos por localidad y por ecotopos, así 
como el estatus de infección con T. cruzi. 
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Cuadro 3 Marcadores moleculares de interés para la identificación de: (i) grupos genéticos de T. dimidiata, (ii) DTUs de T. 
cruzi, y (iii) fuentes alimenticias de T. dimidiata. De igual manera se enlistan los cebadores específicos para cada marcador, 
y las condiciones de PCR para la amplificación de cada marcador, así como el peso molecular del fragmento esperado (pb: 
pares de bases). DI: desnaturalización inicial, H: hibridación, E: elongación, EF: elongación final y H: hold. 

Identificación  Marcador  Tamaño del 
fragmento 
esperado  

Cebadores Condiciones de PCR Ref 

 Infección por T. cruzi 

 

ADN del kinetoplasto; 
los cebadores están 
diseñados para la 
amplificación de una 
porción repetida de 
ADN satélite. 

188 pb TcZ1 5´-
dCGAGCTCTTGCCCACACGGGTGCT-3´ 

TcZ2 5´-
dCCTCCAAGCAGCGGATAGTTCAGG-3´ 

DI: 94°C 10 min H: 94°C 20 
seg A: 55°C 10 seg E: 72°C 
30 seg X 29 ciclos EF: 72°C 
7 min H: 4°C ∞ 

109 

Estatus alimenticio 
/Fuentes alimenticias de 
T. dimidiata 

ADN mitocondrial; los 
cebadores son 
universales de 
vertebrados y están 
diseñados para la 
amplificación de una 
porción del gen 12S 
rRNA.  

215 pb L1085 5’-CCCAAACTGGGATTAGATACCC-
3’ 

H1259 5’-GTTTGCTGAAGATGGCGGTA-3’ 

DI: 95°C 5 min H: 95°C 30 
seg A: 60°C 15 seg E: 72°C 
30 seg X 34 ciclos EF: 72°C 
10 min H: 4°C∞ 

 

68,111 

DTUs de T. cruzi ADN nuclear: los 
cebadores están 
diseñados para la 
amplificación de una 
porción del espacio 
inter génico del gen del 
mini-exón. 

TcI y TcBat 
(350 bp), TcII, 
TcV y TcVI 
(300 bp) y 
TcIV 
(380–400 bp) 

TC 5’-CCCCCCTCCCAGGCCACACTG-3’ 

Tc1 5’- 
GTGTCCGCCACCTCCTTCGGGCC-3’ 

Tc2 5’-CCTGCAGGCACACGTGTGTGTG-
3´ 

DI: 95°C 5 min H: 95°C 1 
min A: 50°C 1 min E: 72°C 1 
min X 35 ciclos EF: 72°C 5 
min H: 4°C∞ 

112 

DTUs de T. cruzi ADN nuclear; los 
cebadores están 
diseñados para la 
amplificación de una 
porción del espacio 
inter génico del gen del 
mini-exón. 

501 pb 

 

TCCH 5’- 
CCCCCCTCCCAGGCCACACTGGG-3’ 

TRyPME3 5’- 
TTCTGTACTATATTGGTACGCGAAG-3’ 

DI: 95°C 5 min H: 95°C 1 
min A: 65°C 1 min E: 72°C 1 
min X 45 ciclos EF: 72°C 5 
min H: 4°C∞ 

113 

Grupos genéticos de T. 
dimidiata 

ADN nuclear;   los 
cebadores están 
diseñados para la 
amplificación de una 
porción del espaciador 
del transcrito interno 2 
(ITS-2) 

320 pb ITS-2_200 F 5’- 
TCGYATCTAGGCATTGTCTG-3’ 

ITS-2_200 R 5’-
CTCGCAGCTACTAAGGGAATCC-3’ 

DI: 95°C 5 min H: 95°C 1 
min A: 55°C 1 min E: 72°C 1 
min X 35 ciclos EF: 72°C 5 
min H: 4°C∞ 

38,88 
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5.1.6 Purificación de los productos de PCR  

Los productos de PCR de cada marcador mezclados por insecto (un volumen total de ~ 

36 a 72µl) fueron finalmente purificados utilizando el kit de purificación PCR clean-up 

system (Promega) y rehidratados con agua libre de nucleasas en un volumen final de ~ 

50µl. 

5.2 Secuenciación masiva. 

Una vez que los marcadores moleculares de interés fueron amplificados por PCR, 

mezclados y purificados por individuo (espécimen de T. dimidiata), los productos se 

mandaron a la empresa Applied Biological Materials Inc. (Richmond, BC, CANADA) 

donde fueron etiquetados con una etiqueta molecular única por individuo y secuenciados 

en una plataforma de secuenciación masiva MiSeq (Illumina) con una profundidad de 

500,000 lecturas por insecto (9,071 a 1,271,694). Las lecturas de las secuencias de ADN 

se obtuvieron en ambos sentidos (directo y reverso). 

5.3 Análisis de las secuencias. 

Las secuencias obtenidas y clasificadas por insecto se introdujeron en el software 

Geneious 9.1. Estas se filtraron según la calidad de los nucleótidos y se conservaron 

únicamente las que tuvieran nucleótido con una calidad de > 20. Posteriormente los 

extremos de las secuencias de ADN en ambos sentidos fueron ensamblados por insecto.  

Para la clasificación inicial de las secuencias por marcador genético, las secuencias 

fueron alineadas con una única secuencia de referencia de cada marcador (mini-exón de 

T. cruzi, ITS-2 de T. dimidiata y 12S de vertebrado). Los alineamientos se realizaron 

utilizando Muscle implementado en Geneious 9.1, esto para cada uno de los insectos. 

Una vez clasificadas las secuencias por marcador se eliminaron las secuencias de los 

cebadores utilizados para amplificar cada uno de los marcadores.  

5.3.1 Secuencias de T. cruzi 

De las secuencias obtenidas del marcador mini-exon por insecto se descartaron 

secuencias menores a 250 pb y mayores a 600 pb. Para clasificar las secuencias por 

DTUs de T. cruzi estas fueron alineadas con secuencias de referencia correspondientes 

a cada una de las DTUs de T. cruzi 19,87 y utilizando la herramienta MEGABLAST. Se 
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realizaron búsquedas en la base de datos de Genbank, y las que coincidieron en un >98% 

de identidad y cobertura fueron utilizadas para catalogar las DTUs en cada uno de los 

insectos infectados. Las que no cumplieron con estos criterios fueron descartadas.  

5.3.2 Secuencias de T. dimidiata 

De las secuencias obtenidas del marcador ITS-2 por insecto se descartaron secuencias 

menores a 250 pb y mayores a 400 pb. Para clasificar las secuencias por grupos 

genéticos de T. dimidiata estas fueron alineadas con secuencias de referencia 

correspondientes a cada uno de grupos genéticos de ITS-2 de T. dimidiata 19,87 y 

utilizando la herramienta MEGABLAST. Se realizaron búsquedas en la base de datos de 

Genbank, y las que coincidieron en un >98% de identidad y cobertura fueron utilizadas 

para catalogar el grupo genético de cada uno de los insectos. Las que no cumplieron con 

estos criterios fueron descartadas.   

5.3.3 Secuencias de vertebrados (fuentes alimenticias de T. dimidiata) 

De las secuencias obtenidas del marcador 12S rRNA por insecto se descartaron 

secuencias menores a 120 pb y mayores a 300 pb. Las secuencias que se conservaron 

se analizaron para la detección de posibles secuencias quimeras con UChime 23,114.  

Las secuencias quiméricas se descartaron para el análisis. Posteriormente, para 

clasificar las secuencias por fuentes alimenticias de T. dimidiata se realizaron búsquedas 

en la base de datos de Genbank utilizando la herramienta MEGABLAST. Las secuencias 

que coincidieron en un >96% de identidad y cobertura que representaban más del 0.5% 

del total de lecturas fueron utilizadas para catalogar la identidad de las fuentes 

alimenticias de cada uno de los insectos. Las que no cumplieron con estos criterios fueron 

descartadas. 
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5.4 Análisis de Resultados 
 

5.4.1 Red de interacciones  

Una vez clasificadas las secuencias por especies de fuentes alimenticias y su frecuencia 

de detección en insectos procedentes de ecotopos domésticos, peridomésticos y 

selváticos se construyó una red de interacciones el software Cytoscape, esto para 

visualizar la importancia de las diferentes fuentes alimenticias encontradas, así como las 

posibles vías de transmisión del parásito.  

Los nodos de la red representan las diversas especies detectadas como fuentes 

alimenticias. El tamaño de los nodos es proporcional al número de veces que cada fuente 

alimenticia fue encontrada, éstos, fueron calculados e introducidos de manera manual al 

programa, tomando como base de cálculo las medidas estándar que ofrece el programa. 

Las líneas unen a las fuentes alimenticias que se encontraron en el contenido intestinal 

de un mismo insecto y el grosor de las líneas es proporcional al número de veces que se 

encontró la combinación de fuentes alimenticias en el mismo insecto.  

5.4.2 Análisis estadísticos  

Primero, se utilizaron estadísticos descriptivos: se calcularon y compararon las 

prevalencias de insectos infectados con T. cruzi y los porcentajes de insectos 

alimentados en la muestra total, por ecotopos de colecta, por sexos y estadios de T. 

dimidiata. Se establecieron los intervalos de confianza al 95%, los cuales fueron 

calculados según Wilson Score 115.  

Posteriormente, para determinar si había asociación significativa entre variables se 

aplicaron pruebas de asociación (χ2, F-fisher). Los resultados se consideraron 

significativos cuando P < 0.05.En caso de  comparaciones múltiples, se aplicó la 

corrección de Bonferroni 116.   

Para evaluar la diversidad de fuentes alimenticias por ecotopos de colecta, grupos 

genéticos de T. dimidiata, estadios y sexos de T. dimidiata, se calcularon los índices de 

diversidad de Shannon (H '= -Σ (ni / N). ln (ni / N)), donde ni representa el número de 

individuos de cada especie o DTUs / taxones i, N el número total de individuos, y S el 
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número total de especies / taxones. Posteriormente, se aplicó la prueba de Shapiro-Wilks 

y los índices de diversidad se compararon con la prueba de Kruskal-Wallis 117,118. 

Todos los estadísticos se realizaron en los Softwares INFOSTAT, GraphPad Prism y 

SPSS.  

6 RESULTADOS 

6.1 Diagnóstico de infección con T. cruzi y determinación del estatus alimenticio 
de T. dimidiata. 

La prevalencia de infección de T. dimidiata con T. cruzi fue del 8.7% (54/618) (IC=0.067, 

0.112). El insecto control fue negativo a la infección. La prevalencia de infección de los 

insectos colectados en Chumbec fue del 6.5% (10/153) (IC= 0.035, 0.116), en Sudzal del 

8.6% (17/197) (IC= 0.054, 0.133) y en Teya del 10% (27/268) (IC=0.70, 0.142). No se 

encontró diferencia significativa entre localidades (χ2 = 1.53, gl= 2, P > 0.05) (Figura 5). 

 

Figura 5 Prevalencia de la infección de T. dimidiata con T. cruzi en las localidades de estudio. Las barras 
de error representan los intervalos de confianza (IC) calculados según Wilson Score 115 . 

La prevalencia de la infección en insectos colectados en ecotopos selváticos fue del 4.7% 

(13/272) (IC= 0.028, 0.080), mientras que la prevalencia de la infección en insectos 

colectados en ecotopos domésticos fue del 13% (41/314) (IC=0.097, 0.172). La diferencia 

entre la prevalencia de infección en insectos colectados en ecotopos selváticos y 

ecotopos domésticos fue significativa (χ2 = 11.93, gl= 1, P=0.0005) (Figura 6). No 
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detectamos infección en insectos colectados en ecotopos peridomésticos (0/33) (IC= 0, 

0.104).  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 6 Prevalencia de la infección de T. dimidiata con T. cruzi en los ecotopos de estudio. **** indica una 
diferencia significativa con un valor de P de 0.0001 a 0.001. Las barras de error representan los intervalos 
de confianza (IC) calculados según Wilson Score 115.  

Adicionalmente, no hubo diferencia significativa de la prevalencia de la infección entre 

adultos 8.8% (52/587) (IC= 0.068, 0.114) y ninfas 3.2% (1/31) (IC= 0.005, 0.161) (F= 

1.19, P > 0.05) ni entre machos 7.4% (18/242) (IC= 0.047, 0.114)y hembras 9.8% 

(34/345) (IC= 0.071, 0.134) (χ2=1.02, gl=1, P > 0.05) (Figura 7). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 7 Prevalencia de la infección con T. cruzi en estadios y sexos de T. dimidiata. Las barras de error 
representan los intervalos de confianza (IC) calculados según Wilson Score 115. 
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En cuanto al estatus alimenticio, 198 de los 618 insectos fueron procesados de los cuales 

el 83.83% (166/198) (IC=0.284, 0.358) se encontraron alimentados. El insecto control 

también se encontró alimentado. 

La proporción de insectos alimentados fue del 81% (48/59) (IC=0.696, 0.892) en 

Chumbec, del 81% (57/70) (IC=0.707, 0.888) en Sudzal, y del 88% en Teya (61/69) 

(IC=0.787, 0.940). La proporción de insectos alimentados no fue significativamente 

diferente entre localidades (χ2 = 1.63, gl=2, P >0.05) (Figura 8). 

 

Figura 8 Proporción de insectos alimentados por localidad de colecta. Las barras de error representan los 
intervalos de confianza (IC) calculados según Wilson Score 115. 

La proporción de insectos alimentados fue del 76% (19/25) (IC=0.0565, 0.885) en 

ecotopos peridomésticos, del 79.41% (81/102) (IC=0.705, 0.861) en ecotopos 

domésticos, y del 90.1% (64/71) (IC=0.810, 0.951) en ecotopos selváticos. No se 

encontró diferencia significativa entre ecotopos de colecta (χ2 = 4.32, gl=2, P >0.05) 

(Figura 9).  



28 
 

 

Figura 9 Proporción de insectos alimentados por ecotopos de colecta. Las barras de error representan los 
intervalos de confianza (IC) calculados según Wilson Score 115. 

Adicionalmente, no se encontraron diferencias significativas entre la proporción de 

adultos alimentados 83%(147/178) (IC=0.763, 0.874), y la proporción de ninfas 

alimentadas 95% (19/20) (IC=0.763, 0.991) (F= 0.20 P>0.05), ni entre la proporción de 

machos alimentados 85% (63/74) (IC=0.753, 0.914) y la proporción de hembras 

alimentadas 81% (84/104) (IC=0.7215, 0.871) (χ2=0.57, gl= 1,P > 0.05) (Figura 10). 

 

Figura 10 Proporción de insectos alimentados por estadio y sexo de T. dimidiata. Las barras de error 
representan los intervalos de confianza (IC) calculados según Wilson Score 115. 

A partir de los resultados obtenidos se construyeron las poblaciones del presente estudio 

(Cuadro 2, tomado de materiales y métodos). 
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Cuadro 2. Poblaciones de estudio. Se indica el número de insectos por localidad y por ecotopos, así como 
el estatus de infección con T. cruzi. 

 

 

6.2 Las DTUs de T. cruzi en las poblaciones de estudio de T. dimidiata.  
 

Se obtuvieron en promedio 171,562.87 (D.S 149,838.45) lecturas del marcador mini-exon 

por insecto infectado con T. cruzi (N=53). 

La diversidad de DTUs de T. cruzi detectadas incluyó a las DTUs TcI, TcII, y TcIV. Se 

detectó infección con más de una DTU en el 28.3% (15/53) (IC=0.17,9, 0.415) de los 

insectos infectados.  

La DTU predominante fue TcI, detectada en el 91% (48/53) (IC=0.797, 0.959) de los 

insectos seguida por la DTU TcIV, detectada en el 32% (17/53) (IC=0.210, 0.454) de los 

insectos. Finalmente, la DTU TcII fue detectada en el 6% (3/53) (IC=0.0194, 0.153) de 

los insectos.  

La distribución de las DTUs de T. cruzi fue diferente entre los insectos colectados en los 

ecotopos domésticos y selváticos. En los ecotopos domésticos, la DTU TcI se identificó 

en el 98% (39/40) (IC=0.871, 0.995) de los insectos colectados, la DTU TcIV en el 15% 

(6/40) (IC=0.070, 0.290) de los insectos colectados y la DTU TcII en el 5% (2/40) 
(IC=0.013, 0.165) de los insectos colectados. Al contrario, en los ecotopos selváticos, la 

DTU TcIV fue predominante, identificándose en el 85% (11/13) (IC=0.557, 0.95) de los 

insectos colectados, la DTU TcI en el 69% (9/13) (IC=0.423, 0.873) de los insectos 

colectados y la DTU TcII en el 7.7% (1/13) (IC= 0.013, 0.333) de los insectos colectados. 

La distribución de las diferentes DTUs de T. cruzi entre los ecotopos domésticos y 

selváticos fue significativamente diferente (F-fisher. P=0.001). 

Localidade de 
colecta

Población de ecotopos 
peridomésticos 

Total de insectos de 
T. dimidiata

Insectos sin 
infección 

Insectos con 
infección 

Insectos sin 
infección 

Insectos con 
infección Insectos sin infección 

Chumbec 9 5 12 5 2 33
Sudzal 6 15 12 1 8 42
Teya 6 20 12 7 6 51

21 40 36 13 16
16 12661 49Total

Poblaciones de estudio

Población de ecotopos 
domésticos

Población de ecotopos 
selváticos
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Después de realizar comparaciones múltiples con corrección de Bonferroni encontramos 

que la DTU TcI está asociada a los insectos colectados en ecotopos domésticos (F-fisher. 

P=0.010 < 0.016) y la DTU TcIV está asociada a los insectos colectados en ecotopos 

selváticos (F-fisher. P=0.00001 < 0.016).  

Además, en los ecotopos domésticos, el 17.5% (7/40) (IC=0.087, 0.319) de los insectos 

se encontraron infectados con más de una DTU (TcI con TcII, TcI con TcIV). En ecotopos 

selváticos, el 61.5% (8/13) (IC=0.355, 0.822) de los insectos se encontraron infectados 

con más de una DTU (TcI con TcIV y TcII con TcIV). La infección con múltiples DTUs fue 

significativamente más alta en ecotopos selváticos que en ecotopos domésticos (F-fisher, 

P= 0.004) (Figura 11). 

 

Figura 11 Distribución de las DTUs de T. cruzi identificadas en los insectos infectados, por ecotopos de 
colecta. * indica una diferencia significativa con un valor de P de 0.01 a 0.05, **** indica una diferencia 
significativa con un valor de P de 0.00001 a 0.0001, *** indica una diferencia significativa con un valor de 
P de 0.0001 a 0.001. Las barras de error representan los intervalos de confianza (IC) calculados según 
Wilson Score 115. 

La DTU TcI se encontró en el 94% (32/34) (IC=0.809, 0.983) de las hembras, TcII en el 

5.9% (2/34) (IC= 0.016, 0.190) y TcIV en el 29.4% (10/34) (IC=0.168, 0.461). TcI se 

encontró en el 83.3% (15/18) (IC=0.607, 0.941) de los machos, TcII en el 5.6% (1/18) 

(IC= 0.009, 0.257) y TcIV en el 38.9% (7/18) (IC=0.203, 0.613). La distribución de DTUs 
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entre hembras y machos infectados no fue significativamente diferente (F-fisher, P > 

0.05). Solo una ninfa estuvo infectada y fue con la DTU TcI.  

Se detectó infección con más de una DTU en el 29.4% (10/34) (IC= 0.168, 0.461) de 

hembras y en el 27.8% (5/18) (IC=0.124, 0.508) de machos. No se encontraron 

diferencias significativas entre hembras y machos (χ2= 0.15, gl= 1, P > 0.05) (Figura 12).  
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Figura 12 Distribución de las DTUs de T. cruzi identificadas en machos y hembras infectadas. Las barras 
de error representan los intervalos de confianza (IC) calculados según Wilson Score 115. 

En cuanto a la relación entre las DTUs infectantes y el estatus alimenticio de los insectos, 

encontramos que el 100% (N=17) (IC=0.815, 1.00) de los insectos infectados con la DTU 

TcIV estaban alimentados, el 93.7% (45/48) (IC=83.1 a 97.8) de los insectos infectados 

con la DTU TcI estaban alimentados y el 66.6% (2/3) (IC=20.7 a 93.8) de los insectos 

infectados con la DTU TcII estaban alimentados. No se encontró asociación entre las 

DTUs infectantes y el estatus alimenticio de los insectos (F-fisher, P= 0.10 >0.05). 

6.3 Grupos genéticos de T. dimidiata en las poblaciones de estudio. 

Se obtuvieron en promedio 159,814.03 (D.S 157,442.67) lecturas del marcador ITS-2 por 

insecto (N=127; incluido el insecto control). 
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La diversidad detectada de grupos genéticos de T. dimidiata incluyó ITS-2 grupo 2, ITS-

2 grupo 3 y el híbrido de estos (2,3). Los 3 grupos se encontraron en simpatría. El insecto 

control fue hibrido.  

La mayoría de los insectos colectados fueron del grupo genético ITS-2 grupo 3 83.3%, 

(105/126) (IC= 0.758, 0.888). El resto de los insectos colectados se distribuyeron entre 

los grupos genéticos ITS-2 grupo 2 11.9% (15/126) (IC=0.073, 0.187) e híbridos 4.7%, 

(6/126) (IC=0.022, 0.100).  

La distribución de los grupos genéticos de T. dimidiata fueron similares en los ecotopos 

domésticos y selváticos, pero fue diferente en los ecotopos peridomésticos. En efecto, en 

los ecotopos domésticos y selváticos, se encontraron principalmente insectos del grupo 

genético ITS-2 grupo 3 de T. dimidiata 93% (57/61) (IC=0.843, 0.97) y 94% (46/49) 

(IC=0.834, 0.978), respectivamente; y en mucho menor proporción insectos del grupo 

genético ITS-2 grupo 2 de T. dimidiata 5% (3/61) (IC=0.016, 0.134) y 2%, (1/49) 

(IC=0.003, 0.106), respectivamente; e híbridos 2% (1/61) (IC=0.002, 0.087) y 4% (2/49) 

(IC=0.011, 0.137), respectivamente.  

Al contrario, en los ecotopos peridomésticos se encontraron principalmente insectos del 

grupo 2 69% (11/16) (IC=0.444, 0.858) y los insectos del grupo 3 fueron los menos 

abundantes 13%, (2/16) (IC= 0.034, 0.360). Finalmente, el 19% de los insectos (3/16) 

(IC=0.065, 0.430) fueron del grupo híbrido. 

En nuestro muestreo se encontró asociación significativa entre los grupos genéticos de 

T. dimidiata y el ecotopo de colecta de los insectos (F-fisher, P < 0.05). 

Después de realizar comparaciones múltiples con corrección de Bonferroni encontramos 

asociación significativa entre los insectos del grupo genéticos ITS-2 grupo 2 y los 

ecotopos peridomésticos (F-fisher, P =0.00001 < 0.016) (Figura 13). 
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Figura 13 Abundancia de los diferentes grupos genéticos de T. dimidiata por ecotopo de colecta. A) 
ecotopos domésticos B) ecotopos peridomésticos C) ecotopos selváticos D) muestra total. **** indica una 
diferencia significativa con un valor de P de 0.00001 a 0.000. 

En nuestras poblaciones de estudio, la prevalencia de la infección con T. cruzi fue 

significativamente mayor en los insectos del grupo genético ITS-2 grupo 3 48% (51/105) 

(IC=0.392, 0.580) que en los insectos del grupo genético ITS-2 grupo 2 de T. dimidiata 

13% (2/15) (IC=0.037, 0.378) (F-fisher, P = 0.01 < 0.05) (Figura 14).  
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Figura 14 Prevalencia de infección de los grupos genéticos de T. dimidiata con T. cruzi. *** indica una 
diferencia significativa con un valor de P de 0.0001 a 0.001. Las barras de error representan los intervalos 
de confianza (IC) calculados según Wilson Score 115. 

En cuanto a la relación entre el grupo genético de los insectos, su ecotopo de colecta, y 

las DTUs de T. cruzi identificadas, encontramos que los insectos del grupo 3 colectados 

en los ecotopos domésticos fueron mayormente infectados con la DTU TcI 97.3% (37/38) 

(IC=0.0865, 0.995) a diferencia de los insectos del grupo 3 colectados en los ecotopos 

selváticos, mayormente infectados con la DTU TcIV 84.6% (11/13) (IC=0.577, 0.956).  
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No hubo asociación significativa entre la infección con múltiples DTUs y los grupos 

genéticos de T. dimidiata (F-fisher, P > 0.05) (Cuadro 4). 

 

Adicionalmente, el 96% de los insectos del grupo 3 (49/51) (IC= 0.867, 0.989) y el 50% 

de los insectos del grupo 2 (1/2) (IC=0.094, 0.905) se encontraban alimentados. No se 

encontró asociación significativa entre los grupos genéticos de T. dimidiata y el estatus 

alimenticio (F- fisher, P >0.05). Todos los híbridos estuvieron alimentados. 

6.4 Fuentes alimenticias de las poblaciones de estudio de T. dimidiata.  

Se obtuvieron en promedio 113,453.43 (D. S= 179,802.51) lecturas del marcador 12S por 

insecto (N=122; incluido el insecto control). 

El insecto control (criado en insectario) estuvo únicamente alimentado con especies de 

paloma; Columba livia 61.16%, Columba palumbus 0.67%, Columba rupestris 37.42%. 

Pudimos identificar al menos una fuente alimenticia en 121 insectos, y en el insecto 

control. En total, se identificaron 30 especies de vertebrados como fuentes alimenticias 

de T. dimidiata, con un promedio de fuentes alimenticias por insecto de 2.5 y un índice 

de diversidad de fuentes alimenticias por insecto (índice de Diversidad de Shannon H’) 

Cuadro 4 Número de insectos por grupo genético de T. dimidiata, ecotopos de colecta, estatus de infección con T. 
cruzi, y DTU identificada. 

Ecotopos de 
colecta

Grupos genéticos 
de T. dimidiata

No. de insectos 
por grupos 

genéticos de T. 
dimidiata

No. de insectos 
sin T. cruzi 

No. de insectos 
infectados con T. 

cruzi 

No. de insectos 
infectados con la 

DTU TcI

No. de insectos 
infectados con la 

DTU TcII

No. de insectos 
infectados con la 

DTU TcIV

No. de insectos 
con multiples 

DTUs
Domésticos

ITS-2 grupo 3 57 19 38 37 1 6 6
ITS-2 grupo 2 3 1 2 2 1  - 1
ITS-2 grupo hibrido 1 1  -  -  -  -  -
Total 61 21 40 39 2 6 7

Selváticos
ITS-2 grupo 3 46 33 13 9 1 11 8
ITS-2 grupo 2 1 1  -  -  -  -  -
ITS-2 grupo hibrido 2 2  -  -  -  -  -
Total 49 36 13 9 1 11 8

Peridomésticos
ITS-2 grupo 3 2 2  -  -  -  -  -
ITS-2 grupo 2 11 11  -  -  -  -  -
ITS-2 grupo hibrido 3 3  -  -  -  -  -
Total 16 16 0 0 0 0 0

General 
ITS-2 grupo 3 105 54 51 46 2 17 14
ITS-2 grupo 2 15 13 2 2 1  - 1
ITS-2 grupo hibrido 6 6  -  -  -  -  -
Total 126 73 53 48 3 17 15
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de H’:2.8. La distribución de los datos según la prueba de Shapiro-Wilks no fue normal 

(P=0.001<0.05).  

El 74% (89/121) (IC=0.650, 0.805) de los insectos se encontraron alimentados con más 

de una fuente alimenticia y se identificaron hasta 6 especies de fuentes alimenticias en 

un mismo insecto.  

Se identificaron 18 especies de fuentes alimenticias en los insectos colectados en la 

localidad de Chumbec, 19 en Sudzal y 21 en Teya.  

Para los insectos colectados en ecotopos domésticos se identificaron 22 especies de 

fuentes alimenticias, en ecotopos selváticos 20 y en ecotopos peridomésticos 12 

especies.  De los insectos colectados en ecotopos domésticos, el 69% (41/59) (IC=0.568, 

0.797) se encontraron alimentados con más de una fuente alimenticia, al igual que los 

insectos colectados en ecotopos selváticos 69% (33/48) (IC=0.546, 0.800). Al contrario, 

los insectos colectados en ecotopos peridomésticos estuvieron todos alimentados con 

más de una fuente alimenticia (14/14) (IC=0.784, 1.000). 

Las principales fuentes alimenticias fueron humano (Homo sapiens) y perro (Canis lupus), 

al menos una de estas dos fuentes alimenticias se detectó en más del 30% de los insectos 

(Cuadro 5).  

 
Las fuentes alimenticias que se detectaron en >25% de los insectos se consideraron las 

principales fuentes alimenticias (Cuadro 5):  

 
En insectos colectados en ecotopos domésticos las principales fuentes alimenticias 

fueron humano, perro, ratón (Mus musculus) y vaca (Bos spp.) (Cuadro 5).  

Además, se detectaron otros animales, principalmente domésticos: cabra (Capra hircus), 

gato (Felis catus), pavo (Meleagris gallopavo), gallo (Gallus gallus), borrego (Ovis aries), 

cerdo (Sus scrofa) y otros animales sinantrópicos: rata (Rattus rattus) murciélago 

frugívoro (Artibeus literarus), murciélago hematófago (Desmodus rotundus), tortolita 

(Zenaida macroura) y tres especies de palomas (Columba livia, Columba palumbus, 

Stroptopelia decaocto) (Cuadro 5).  
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También se identificaron algunos animales selváticos incluidos el cerdo de monte (Pecarí 

tajacu), coyote (Canis latrans), venado cola blanca (Odocoileus virginianus), zorro gris 

(Urocyon cinereoargenteus) y ratón de campo (Heteromys gaumeri) (Cuadro 5). 

En insectos colectados en ecotopos selváticos las principales fuentes alimenticias fueron 

humano perro vaca y ratón (Cuadro 5).  

Además, se detectaron animales principalmente selváticos: cabeza de viejo (Eira 

barbara), conejo (Sylvilagus floridanus), rata trepadora (Ototylomys phylotis), armadillo 

(Dasypus novemcinctus), ardilla (Sciurus spp), puerco espín (Coendou bicolor), cerdo de 

monte (Pecarí tajacu), zorro gris (Urocyon cinereoargenteus) y ratón de campo 

(Heteromys gaumeri) (Cuadro 5.). 

También se identificaron algunos animales sinantrópicos: murciélago frugívoro (Artibeus 

literarus), murciélago hematófago (Desmodus rotundus), tortolita (Zenaida macroura), 

paloma (Columbia livia) y animales domésticos: cabra (Capra hircus) borrego (Ovis aries) 

y cerdo (Sus scrofa) (Cuadro 5). 

En insectos colectados en ecotopos peridomésticos las principales fuentes alimenticias 

fueron humano, perro, pavo, gallo, y vaca (Cuadro 5). Además, se detectaron animales 

domésticos: cerdo y cabra. También se identificaron animales sinantrópicos: ratón común 

y “ratón yucateco” (Peromyscus spp) y animales algunos animales selváticos como cerdo 

de monte, ratón de campo y armadillo (Dasypus novemcinctus) (Cuadro 5). 
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La diversidad de fuentes alimenticias identificadas por insecto (índice de Diversidad de 

Shannon H’) fue similar entre los insectos colectados en ecotopos domésticos (H’:2.17), 

peridomésticos (H’:2.21) y selváticos (H’:2.11). No hubo diferencia significativa entre la 

diversidad de fuentes alimenticias de insectos colectados en ecotopos domésticos, 

peridomésticos y selváticos (kruskal wallis H= 1.27, P>0.05). 

Además, la diversidad de fuentes alimenticias identificadas por insecto fue similar entre 

los insectos no infectados (H’:2.28) e infectados con T. cruzi (H’:2.22). No hubo diferencia 

significativa entre la diversidad de fuentes alimenticias de insectos no infectados e 

infectados con T. cruzi (kruskal wallis H= 0.4, P>0.05).  

Cuadro 5 Frecuencias de cada una de las fuentes alimenticias de los insectos infectados y no infectados. Se indican los 
ecotopos de colecta. La sumatoria puede ser mayor al >100%, por la identificación de fuentes de alimentación múltiples en un 
mismo insecto. Animales caracterizados como domésticos (D), animales caracterizados como sinantrópicos (SI), animales 
caracterizados como selváticos (SE).  

Insectos no infectados con T. cruzi Insectos infectados con T. cruzi
Muestra 
total Total

Ecotopos Domésticos Silvestres Peridomésticos Total Domésticos Silvestres Total Domésticos Silvestres Peridomésticos 
Spp. de vertebrado 
(fuente almenticia)

Tipo de 
animal

No. total 
de insectos 21 36 14 71 38 12 50 59 48 14 121

Homo sapiens D 100% (21/21) 92% (33/36) 64% (9/14) 89% (63/71) 97% (37/38) 83% (10/12) 94% (47/50) 98% (58/59) 90% (43/48) 64% (9/14) 91% (110/121)
Canis lupus D 33% (7/21) 28% (10/36) 57% (8/14) 35% (25/71) 37% (14/38) 25% (3/12) 34% (17/50) 36% (21/59) 27% (13/48) 57% (8/14) 35% (42/121)

Bos spp. D 19% (4/21) 25% (9/36) 43% (6/14) 27% (19/71) 29% (11/38) 50% (6/12) 34% (17/50) 25% (15/59) 31 (15/48) 43% (6/14) 30% (36/121)
Mus musculus SI 29%(6/21) 22% (8/36) 21% (3/14) 24% (17/71) 26% (10/38) 50% (6/12) 32% (16/50) 27% (16/59) 29% (14/48) 21% (3/14) 27% (33/121)

Ovis Aries D 14% (3/21) 14% (5/36) 21% (3/14) 15% (11/71) 5% (2/38)  - 4% (2/50) 9% (5/59) 10% (5/48) 21% (3/14) 11% (13/121)
Gallus gallus D 5% (1/21)  - 43% (6/14) 10% (7/71) 3% (1/38)  - 2% (1/50) 3% (2/59)  - 43% (6/14) 7% (8/121)

Meleagris gallopavo D 5% (1/21)  - 50% (7/14) 11% (8/71)  -  -  - 2% (1/59)  - 50% (7/14) 7% (8/121)
Heteromys gaumeri SI 10% (2/21) 3% (1/36) 14% (2/14) 7% (5/71) 5% (2/38) 8% (1/12) 6% (3/50) 7% (4/59) 4% (2/48) 14% (2/14) 7% (8/121)

Sus scrofa D 10% (2/21)  - 7% (1/14) 4% (3/71) 3% (1/38) 8% (1/12) 4% (2/50) 5% (3/59) 2% (1/48) 7% (1/14) 4% (5/121)
Pecari tajacu SE  - 6% (2/36) 7% (1/14) 4% (3/71) 5% (2/38)  - 4% (2/50) 3% (2/59) 4% (2/48) 7% (1/14) 4% (4/121)
Capra hircus D 14% (3/21) 3% (1/36)  - 6% (4/71)  -  -  - 5% (3/59) 2% (1/48)  - 3% (4/121)

Artibeus lituratus SI  -  -  -  - 5% (2/38) 17% (2/12) 8% (4/50) 3% (2/59) 4% (2/48)  - 3% (4/121)
Coendou bicolor SE  - 6% (2/36)  - 3% (2/71)  - 17% (2/12) 4% (2/50)  - 8% (4/48)  - 3% (4/121)

Felis catus D  -  -  -  - 8% (3/38)  - 6% (3/50) 5% (3/59)  -  - 2% (3/121)
Zenaida macroura SI  - 3% (1/36)  - 1% (1/71) 5% (2/38)  - 4% (2/50) 3% (2/59) 2% (1/48)  - 2% (3/121)

Columba livia SI  - 3% (1/36)  - 1% (1/71) 3% (1/38)  - 2% (1/50) 2% (1/59) 2% (1/48)  - 2% (2/121)
Columba palumbus SI  -  -  -  - 5% (2/38)  - 4% (2/50) 3% (2/59)  -  - 2% (2/121)

Stroptopelia decaocto SI  -  -  -  - 5% (2/38)  - 4% (2/50) 3% (2/59)  -  - 2% (2/121)
Desmodus rotundus SE  -  -  -  - 3% (1/38) 8% (1/12) 4% (2/50) 2% (1/59) 2% (1/48)  - 2% (3/121)

Odocoileus virginianus SE  -  -  -  - 5% (2/38)  - 4% (2/50) 3% (2/59)  -  - 2% (3/121)
Urocyon cinereoargenteus SE 5% (1/21) 3% (1/36)  - 3% (2/71)  -  -  - 2% (1/59) 2% (1/48)  - 2% (3/121)

Eira barbara SE  - 6% (2/36)  - 3% (2/71)  -  -  -  - 4% (2/48)  - 2% (2/121)
Rattus rattus D 5% (1/21)  -  - 1% (1/71)  -  -  - 2% (1/59)  -  - 1% (1/121)

Neotoma micropus SI  - 3% (1/36)  - 1% (1/71)  -  -  -  - 2% (1/48)  - 1% (1/121)
Peromyscus spp. SI  -  - 7% (1/14) 1% (1/71)  -  -  -  -  - 7% (1/14) 1% (1/121)

Ototylomys phyllotis SE  - 3% (1/36)  - 1% (1/71)  -  -  -  - 2% (1/48)  - 1% (1/121)
Sylvilagus floridanus SE  - 3% (1/36)  - 1% (1/71)  -  -  -  - 2% (1/48)  - 1% (1/121)

Sciurus spp. SE  - 3% (1/36)  - 1% (1/71)  -  -  -  - 2% (1/48)  - 1% (1/121)
Canis latrans SE 5% (1/21)  -  - 1% (1/71)  -  -  - 2% (1/59)  -  - 1% (1/121)

Dasypus novemcinctus SE  -  - 7% (1/14) 1% (1/71)  -  -  -  -  - 7% (1/14) 1% (1/121)
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Adicionalmente, no hubo diferencia significativa entre la diversidad de fuentes 

alimenticias detectadas en insectos del grupo genético ITS-2 grupo 2 de T. dimidiata (H’: 

3.3) vs insectos del grupo genético ITS-2 grupo 3 de T. dimidiata (H’: 2.7) e híbridos 

(H’4.4) (kruskal wallis H= 2.44, P>0.05).  

No hubo diferencia significativa entre la diversidad de fuentes alimenticias detectadas en 

insectos infectados con la DTU TcI (H’: 2.7), los insectos infectados con la DTU TcII (H’: 

2) e insectos infectados con la DTU TcIV (2.2, H’2.4) (kruskal wallis H= 3.34, P>0.05).  

Tampoco hubo diferencia significativa entre la diversidad de fuentes alimenticias 

detectadas en adultos (H’: 2.19) y ninfas (H’: 2.31), tampoco entre machos (H’: 2.09) y 

hembras (H’2.17,) (kruskal wallis H= 0.08, P>0.05; kruskal wallis H= 0.24, P>0.05, 

respectivamente).  

Guardando solamente las cinco fuentes alimenticias principales del muestreo total (>25% 

ver cuadro 5) (humano, perro, vaca, ratón, y borrego), no encontramos asociación 

significativa entre insectos infectados con T. cruzi y fuente alimenticia (F- Fisher, P >0.05). 

Tampoco se encontró asociación significativa entre estas principales fuentes alimenticias 

y los ecotopos de colecta de los insectos (F- fisher, P > 0.05).   

Adicionalmente no se encontró asociación significativa entre las mismas 5 fuentes 

alimenticias y DTUs infectantes (F- Fisher, P >0.05), ni entre fuentes alimenticias y grupos 

genéticos de T. dimidiata (F- Fisher, P >0.05). 

Se encontró asociación significativa entre de las 5 fuentes alimenticias y la co-ocurrencia 

entre ellas en un mismo insecto (F-fisher, P > 0.05). Realizamos comparaciones múltiples 

para saber cuál de las fuentes alimenticias estaba (n) asociada (s) entre ellas. Se 

encontró asociación significativa entre vaca y borrego (χ2=7.7, gl= 1, P 0.005 < 0.01).  

Adicionalmente se realizó una prueba de asociación (F-fisher) las 5 fuentes de 

alimenticias (humano, perro, vaca, ratón, borrego) y la co-ocurrencia de estas en un 

mismo insecto con aves de corral (gallo y pavo). Se encontró asociación significativa entre 

humano y pavo (F- fisher, P 0.009 < 0.01).  
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A partir de todas las especies detectadas en los insectos colectados en los diferentes 

ecotopos, se construyó una red de interacciones entre las fuentes alimenticias de T. 

dimidiata (Figura 15). 

 

 

Figura 15 Red de interacciones entre las fuentes alimenticias de T. dimidiata.  Los nodos de color rojo 
indican las fuentes alimenticias identificadas en insectos colectados en ecotopos domésticos, los nodos de 
color azul indican las fuentes alimenticias identificadas en insectos colectados en ecotopos selváticos, los 
nodos de color amarillo indican las fuentes alimenticias identificadas en insectos colectados en ecotopos 
peridomésticos, los nodos de color morado (combinación de rojo con azul) indican las fuentes alimenticias 
identificadas tanto en insectos colectados en ecotopos domésticos  como insectos colectados en ecotopos 
selváticos, los nodos de color naranja (rojo/amarillo) indican las fuentes alimenticias identificadas en 
insectos colectados tanto en ecotopos domésticos  como en ecotopos peridomésticos  , los nodos de color 
café (rojo/azul/amarillo) indican las fuentes alimenticias identificadas en insectos colectados en los tres 
tipos de ecotopos. El tamaño de los nodos es proporcional a la ocurrencia de identificación. Los nodos con 
forma de diamante se utilizan para diferenciar a las especies refractarias a la infección por T. cruzi en este 
caso aves, y los nodos en forma de círculos se utilizan para las especies que pueden ser infectadas por el 
parásito T. cruzi. Las líneas negras sólidas unen especies de mamíferos, entre las cuales T. cruzi puede 
circular, mientras que las líneas grises onduladas implican especies de aves, que solo sirven como fuentes 
de sangre para los insectos. El grosor de las líneas es proporcional a la frecuencia de identificación de las 
fuentes alimenticias juntas en un mismo insecto. 
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Los nodos de color azul corresponden a los animales identificados únicamente en 

insectos colectados en ecotopos selváticos. Interesantemente, estos animales 

corresponden únicamente a especies caracterizadas como selváticos: cabeza de viejo, 

conejo, rata trepadora, armadillo, ardilla, y puerco espín.  

Los nodos de animales detectados únicamente en insectos colectados en ecotopos 

domésticos (color rojo) abarcan al animal doméstico gato, dos especies de palomas 

sinantrópicas y los animales selváticos coyote y venado cola blanca.  

El nodo amarillo corresponde al ratón yucateco, el cual fue detectado únicamente en un 

insecto colectado en ecotopos peridomésticos. 

Los nodos de color morado corresponden a los animales detectados en insectos 

colectados en ecotopos domésticos y selváticos, la mayoría fueron animales 

sinantrópicos: murciélago frugívoro, murciélago hematófago, tortolita, paloma, zorro gris 

y el animal doméstico cabra. 

Los nodos naranjas corresponden a los animales detectados en insectos colectados en 

ecotopos domésticos y peridomésticos: estos animales fueron aves de corral: pavo y 

gallo. 

Los nodos cafés corresponden a los animales detectados en insectos colectados en 

ecotopos domésticos, peridomésticos y selváticos, la mayoría fueron animales 

caracterizados como animales domésticos; perro, vaca, borrego, cerdo, además de 

humano y los animales selváticos cerdo de monte y el ratón de campo. 

Humano y perro fueron los animales más identificados, además de ser las especies que 

tuvieron mayor co-ocurrencia un mismo insecto.  
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6.5 Estructura tentativa de los ciclos de transmisión de T. cruzi en nuestra zona 
de estudio. 

 

Los resultados de los patrones de alimentación e infección de T. dimidiata sugieren que 

existe una estructuración espacial de los ciclos de transmisión de T. cruzi entre los 

ecotopos domésticos, peridomésticos y selváticos.  

Los principales resultados que sugieren esta estructuración espacial de los ciclos de 

transmisión de T. cruzi son los siguientes:  

- Los insectos colectados en los ecotopos peridomésticos no estuvieron infectados 

con T. cruzi a diferencia de los insectos colectados en ecotopos domésticos y 

selváticos. Además, la infección con T. cruzi fue mayor en los insectos colectados 

en los ecotopos domésticos que en los insectos colectados en los ecotopos 

selváticos.  

- La DTU TcI se distribuyó principalmente en los ecotopos domésticos a diferencia 

de la DTU TcIV que se distribuyó principalmente en los ecotopos selváticos. Los 

insectos del grupo genético ITS-2 grupo 2 de T. dimidiata estuvieron asociados 

con los ecotopos peridomésticos, donde, no se encontraron insectos infectados 

con T. cruzi y unas de las principales fuentes alimenticias en estos ecotopos fueron 

animales refractarios a la infección con T. cruzi (pavo y gallo). Los insectos del 

grupo genético ITS-2 grupo 3 de T. dimidiata fueron significativamente más 

infectados que los insectos del grupo ITS-2 grupo 2 de T. dimidiata.  

- Las principales fuentes alimenticias de T. dimidiata en nuestro estudio fueron 

humano y perro. Además, descubrimos que la variedad de fuentes alimenticias en 

insectos colectados en ecotopos selváticos incluyó mayormente animales 

selváticos y en insectos domésticos y peridomésticos animales domésticos. Por lo 

tanto, podemos sugerir que la conexión de los ciclos de transmisión de T. cruzi 

está dirigida por el movimiento de humano y perro entre los ecotopos domésticos, 

peridomésticos y selváticos. (Figura 16).  
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Figura 16 Representación gráfica de la estructuración espacial de los ciclos de transmisión de T. cruzi. La graficas de 
las fuentes alimenticias incluyen a las fuentes que se detectaron en >25% de los insectos en cada ecotopo de colecta. 
La sumatoria puede ser mayor a 100%, debido a la detección de múltiples DTUs de T. cruzi o múltiples fuentes 
alimenticias en algunos insectos de T. dimidiata. 
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7 DISCUSIÓN 

7.1 Prevalencia de la infección de T. dimidiata con T. cruzi. 

La prevalencia de la infección de T. dimidiata con T. cruzi que encontramos en este 

estudio (8.7%) fue más baja que la que se reportó previamente en esta área (~ 30%) 8,75. 

Esta diferencia pudiera estar influenciada por cambios ambientales 3,63,119. Sabemos que 

T. cruzi depende de varias especies de mamíferos para completar su ciclo de vida 3,63,119 

y a su vez los reservorios vertebrados dependen del paisaje y disponibilidad de recursos 
120.  

Además, el desarrollo reciente de proyectos de implementación de estrategias de control 

de la enfermedad de Chagas en esta zona podría también explicar esta diferencia 
17,18,38,121–124. Finalmente, no podemos descartar problemas de detección con la PCR. En 

este sentido, Moo-Millan et al. 2019 reportaron una inhibición de la reacción de PCR en 

10% de las muestras 8.  

Cabe recalcar que no se encontró infección con T. cruzi en los insectos colectados en 

ecotopos peridomésticos. Esto pudiera estar relacionado con el hecho de que en 

ecotopos peridomésticos, los insectos se colectaron principalmente en áreas asociados 

a aves de corral (gallineros) 125, las cuales son refractarias a la infección con T. cruzi. Sin 

embargo, es importante resaltar que en estos insectos también identificamos animales 

competentes a la infección con T. cruzi (ej. humano, perro, vaca, ratón, armadillo, ver 

Cuadro 5).   

 

A diferencia de lo reportado anteriormente 8, encontramos que la prevalencia de la 

infección con T. cruzi es significativamente mayor en insectos colectados en ecotopos 

domésticos que en insectos colectados en ecotopos selváticos. Esto sugiere que los 

insectos están particularmente expuestos a la infección con T. cruzi en ecotopos 

domésticos, lo cual no resulta extraño, ya que se ha reportado (en este estudio y estudios 

previos) que una de las principales fuentes alimenticias de T. dimidiata es el perro y este 

se caracteriza por ser un importante reservorio doméstico de T. cruzi en Latinoamérica 
8,126–128.  
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Además, una mayor prevalencia de T. cruzi en insectos colectados en ecotopos 

domésticos resalta el riesgo de transmisión intradomiciliaria (particularmente al humano) 

y la importancia de intervenir con estrategias de control para irrumpir los ciclos locales de 

transmisión de T.cruzi 4,5,23,47.  

7.2 Estatus alimenticio de T. dimidiata. 

Alrededor del 90% de los insectos se encontraron alimentados. Esta proporción fue 

mayor a lo que se reportó previamente, y se explica probablemente por la metodología 

utilizada, en la cual reamplificamos sistemáticamente los productos de PCR cuando no 

se observaba ninguna banda después de la primera ronda de amplificación del marcador 

12S. Esto también puede explicar que en nuestro estudio el porcentaje de insectos 

alimentados no se encontró asociado a los ecotopos de colecta, a diferencia de lo 

reportado en otros estudios donde reportan que los insectos colectados en ecotopos 

selváticos tienen un pobre estado nutricional 8.  

7.3 Las DTUs de T. cruzi, grupos genéticos de T. dimidiata, y sus fuentes 
alimenticias en las poblaciones de estudio.  

En este estudio se detectaron las DTUs TcI, TcII, y TcIV, confirmando que en México 

circulan diversas DTUs 15,22,43,61,62. Otros estudios recientes confirman esta diversidad de 

DTUs circulando en triatominos y reservorios vertebrados 23,64–65.  

La DTU predominante fue la TcI, se encontró en más de 90% de los insectos y fue la DTU 

dominante en los insectos colectados en ecotopos domésticos (97% de los insectos), 

mientras que TcIV fue la DTU predominante en los insectos colectados en ecotopos 

selváticos (84%). Esto sugiere que existe una estructuración espacial de los ciclos de 

transmisión de T. cruzi. Además concuerda con lo reportado en estudios previos donde 

la DTU TcI es la DTU más abundante, principalmente en Norteamérica 15,22,23,43,47,61,62,70–

72, y la DTU TcIV se ha detectado en su mayoría en ciclos de transmisión selváticos 59,60. 

Encontramos infección con múltiples DTUs de T. cruzi en alrededor de 30% de los 

insectos infectados. Esto confirma la alta sensibilidad del abordaje del metabarcoding, 

que permite la identificación de más de una DTU en un mismo insecto 5,23. Es importante 

mencionar que una vez que el insecto triatomino adquiere la infección con T. cruzi, será 

portador del parásito de por vida 8. Por lo tanto, las múltiples DTUs se pueden haber 
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adquirido en múltiples eventos de infección, pero también en un evento de infección único 

ocurrido al alimentarse de un reservorio infectado con múltiples DTUs. 

Como previamente reportado, los insectos del grupo genético ITS-2 grupo 3 fueron los 

más abundantes (~85%) 91. El porcentaje restante (~15%) fueron insectos del grupo 

genético ITS-2 grupo 2 e híbridos.  

Los insectos del grupo ITS-2 grupo 2 e híbridos se identificaron principalmente en los 

ecotopos peridomésticos. La presencia de insectos híbridos de T. dimidiata ocurre por el 

apareamiento aleatorio entre chinches de diferentes grupos genéticos 91. Por lo tanto, la 

abundancia de chinches del grupo genético híbrido va en función a prevalencia en 

conjunto de los grupos genéticos 2 y 3 en tiempo y espacio 91. 

Las áreas peridomésticas se han sugerido como propicias para la reproducción y el 

resguardo de las chinches. En nuestro estudio, los insectos del grupo genético híbrido de 

T. dimidiata fueron más abundantes en ecotopos peridomésticos y encontrados en 

simpatría con insectos del grupo genético ITS-2 grupo 2 (el grupo más abundante en 

estos ecotopos además de asociado significativamente a estos ecotopos) y 3 125,129. Por 

lo tanto, los ecotopos peridomésticos podrían fungir como sitios de reproducción e 

hibridación importantes de T. dimidiata.  

Se encontró asociación significativa entre los grupos genéticos de T. dimidiata y la 

infección con T. cruzi, con una mayor prevalencia de la infección con T. cruzi en insectos 

del grupo genético ITS-2 grupo 3 que en los insectos del grupo genético ITS-2 grupo 2. 

En estudios previos no se encontró asociación significativa 91.  

El hecho de haber encontrado una asociación significativa entre infección con T. cruzi y 

grupo genético de T. dimidiata puede sugerir una estructuración espacial de los ciclos de 

transmisión de T. cruzi; En nuestro estudio, los insectos ITS-2 grupo 2 se identificaron 

principalmente en ecotopos peridomésticos donde no detectamos el parásito, mientras 

que los insectos ITS- 2 grupo 3 se identificaron principalmente en ecotopos domésticos 

y selváticos donde circula el parásito y las principales DTUs TcI y TcIV, respectivamente.  

En nuestras poblaciones de estudio, identificamos 30 especies de fuentes alimenticias y 

se lograron identificar hasta 6 fuentes alimenticias por insecto. La diversidad de fuentes 

alimenticias identificadas fue mayor a lo reportado en otros estudios 8,68,130, confirmando 
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la alta sensibilidad de nuestro abordaje de metabarcoding, el cual nos permitió detectar 

fuentes alimenticias múltiples, y no solo la dominante 23.  

A través de este estudió pudieron identificar a los potenciales reservorios de T. cruzi en. 

Sin embargo, para confirmar el carácter de reservorio de T. cruzi de las fuentes 

alimenticias de T. dimidiata, es necesario caracterizar las interacciones parásito-

reservorio a partir de sangre u órganos de las especies de fuentes alimenticias de T. 

dimidiata identificadas en este estudio. 

Las fuentes alimenticias detectadas en T. dimidiata incluyeron especies de animales tanto 

domésticos, como selváticos y sinantrópicos. Los animales detectados como fuentes 

alimenticias en nuestro estudio (Cuadro 5.) confirman lo reportado en un estudio previo 

donde predijeron la co-ocurrencia de T. dimidiata con diversas especies de mamíferos de 

la región 63. Inesperadamente, no se detectó a la zarigüeya como fuente alimenticia en 

ninguno de los insectos, a pesar de ser el animal reportado como uno de los animales 

con mayor prevalencia de la infección con T. cruzi en la región (12-54%) 62,98.  

 

Es por ello que llegamos a dudar de la especificidad de los cebadores utilizados para 

amplificar ADN del género Didelphis. Sin embargo, en nuestro laboratorio logramos 

amplificar el gen 12S del ARN ribosomal a partir de ADN total extraído de sangre de 

zarigüeya (Didelphis spp.) y un estudio realizado en Guatemala utilizó la misma técnica 

y logró identificar a la zarigüeya como fuente alimenticia de triatominos 131. Esta ausencia 

también puede deberse a que las zarigüeyas estén adquiriendo la infección a través de 

otras vías como la vía oral y no precisamente por picadura y defecación del vector 

triatomino, y sugiere que este animal no sea realmente una fuente alimenticia de los 

triatominos en la región 8. 

 

El humano se detectó como fuente alimenticia de más del 90% de los insectos colectados. 

Esto no es sorprendente, existen reportes previos donde el humano se ha detectado en 

altas proporciones en triatominos colectados tanto en ecotopos  domésticos  como 

peridomésticos e incluso en ecotopos selváticos 7,8,23,125,132,133, por ejemplo en T. 

infestans en Bolivia 132,133,T. dimidiata en Guatemala, Colombia y Yucatán 7,8,125,131. 
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Además, gracias al insecto control criado en el laboratorio podemos descartar 

contaminación cruzada, en este insecto detectamos únicamente ADN de palomas.  

Las principales fuentes alimenticias en todos los ecotopos fueron humano y perro, esto 

concuerda con lo reportado anteriormente, donde se menciona al perro como uno de los 

eslabones más importantes en la transmisión de T. cruzi al humano 8.  

 

Por lo tanto, la reducción de las poblaciones de perros (campañas de esterilización); la 

vacunación de los perros para reducir su capacidad de carga parasitaria y capacidad de 

transmisión a los vectores triatominos (además de prevenir la progresión de las 

enfermedades cardíacas en estos reservorios); su protección con collares impregnados 

de insecticida 7,140, pueden ser estrategias de control que logren interrumpir la transmisión 

intradomiciliaria de la enfermedad de Chagas al humano 7,8,14,16,18,85 

 

 A demás de humano y perro se detectó una variedad de fuentes alimenticias que incluyo 

animales característicos de cada ecotopo de colecta. En insectos colectados en ecotopos 

selváticos los animales que se detectaron como fuentes alimenticias fueron 

principalmente animales selváticos; lo mismo sucedió con los insectos colectados en 

ecotopos domésticos, esto ya se había reportado 8. Por lo tanto, la conexión de los ciclos 

de transmisión de T. cruzi se sugiere que está dirigida por el movimiento del humano y el 

perro entre ecotopos. (Figura 16).  

 

Para los insectos colectados en los ecotopos peridomésticos además de humano y perro 

las principales fuentes alimenticias fueron aves de corral (gallo, pavo) lo cual concuerda 

con lo reportado previamente 7,8,134.  

 

No se detectó infección en insectos colectados en los ecotopos peridomésticos, en este 

sentido, recientemente se sugirió la implementación de zooprofilaxis como estrategia de 

control; aumento de gallineros y/o aumento de las poblaciones aviares en las localidades 

rurales para generar un efecto de “dilución” de la infección de T. cruzi en T. dimidiata 7  

 

Esta estrategia pudiera ser eficaz en controlar la transmisión del parásito T. cruzi al 

disminuir su densidad poblacional. Sin embargo, nosotros encontramos que existe una 
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asociación significativa entre la co-ocurrencia en un mismo insecto alimentado de aves 

de corral y animales competentes a la infección por T. cruzi.  

 

De ser implementada esta estrategia de control, habría que evaluar los resultados 

secundarios que podría traer esta estrategia; como el posible aumento de poblaciones 

de vectores en los alrededores de los domicilios e incluso dentro de ellos, la presencia 

inesperada de otras enfermedades transmitidas por vectores, etc. 

 

En cuanto a la alimentación con más de una fuente alimenticia y la co-ocurrencia entre 

especies hubo asociación significativa entre vaca y borrego. El ganado se encuentra en 

el traspatio de las casas (ecotopos peridomésticos) o en las afueras de las localidades 

(ranchos, periferias) 108,120.  

 

Una estrategia de control aplicada en estas áreas podría ser, por ejemplo, la reducción 

las cabezas de ganado (ayudar a la venta y/o promover el consumo) en las temporadas 

de inmigración de los insectos, para reducir el encuentro vector- reservorio. Actualmente 

no existen reportes de seroprevalencia de la infección en estos animales, por lo tanto, 

valdría la pena evaluarla y desarrollar estrategias de control sobre estos animales.  

 

Estas estrategias en combinación con otras estrategias como la limpieza de los ecotopos 

peridomésticos o el uso de mosquiteros y/o trabajar con la gente del lugar reforzando la 

educación y el empoderamiento de la comunidad en la reducción factores de riesgo 

pueden mejorar la eficacia e interrumpir la transmisión intradomiciliaria de la enfermedad 

de Chagas 7,8,80,118,142,143 

 

A pesar de ver una variedad de fuentes alimenticias de T. dimidiata constituida por 

animales característicos de cada ecotopo de colecta no se detectó diferencia significativa 

entre la diversidad de fuentes alimenticias detectadas en los insectos colectados en los 

diferentes ecotopos (ni entre los grupos genéticos de T. dimidiata, estadios, sexos, 

estatus de infección con T. cruzi de T. dimidiata y DTUs infectantes). Esto pudiera ser un 

resultado del comportamiento generalista de T. dimidiata en el que la probabilidad de 

interacción depende del grado de co-ocurrencia vector-mamífero 63. 
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Finalmente es importante mencionar que en nuestro estudio puede existir un sesgo 

muestral, es decir una distorsión que se introduce debido a la forma en que se seleccionó 

la muestra 141.  

8 CONCLUSIONES  

Los insectos del grupo genético ITS-2 grupo 2 de T. dimidiata están asociados a los 

ecotopos peridomésticos (también se identificaron insectos del grupo ITS- 3 grupo 3 e 

híbridos) además, estos insectos no se encontraron infectados a diferencia los insectos 

colectados en ecotopos domésticos y selváticos donde el principal grupo genético 

colectado fue ITS-2 grupo 3 (también se identificaron insectos del grupo ITS-2 grupo 2). 

Los insectos colectados en ecotopos domésticos están asociados a la infección con la 

DTU TcI y los insectos colectados en ecotopos selváticos están asociados a la infección 

con la DTU TcIV. De igual manera las fuentes alimenticias de T. dimidiata variaron según 

el ecotopo de colecta a pesar de que humano y perro fueron las principales fuentes 

alimenticias en todos los insectos.  

Los patrones de alimentación e infección de T. dimidiata, sugieren que existe una 

estructuración espacial de los ciclos de transmisión de T. cruzi y que la conexión de los 

ciclos de transmisión pudiera estar dirigida por el movimiento del humano y de perros 

entre los ecotopos domésticos, peridomésticos y selváticos. 

Los hallazgos permiten una mejor comprensión de los ciclos de transmisión de T. cruzi, 

que pueden contribuir al desarrollo de estrategias efectivas y sustentables en el control 

de la transmisión vectorial.   
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