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RESUMEN 

   Evidencia de infección por Trypanosoma cruzi en perros (canis lupus 

familiaris) en un centro de control animal de Baja California, México. 

 

La enfermedad de Chagas (EC) es una enfermedad potencialmente mortal 

causada por el protozoo Trypanosoma cruzi (T.cruzi). El perro es considerado 

como uno de los más importantes hospederos de T. cruzi en regiones endémicas 

y su vigilancia aporta conocimientos sobre el perfil epidemiológico de la EC en la 

población. El objetivo del presente trabajo es determinar si existe evidencia de 

infección por T. cruzi en perros (Canis lupus familiaris) del centro de Control 

Animal de la ciudad de Mexicali. Se analizaron un total de 86 muestras de sangre 

de perros. Para determinar la presencia de anticuerpos contra T. cruzi se 

realizaron dos pruebas serológicas, hemaglutinación indirecta y ELISA. Para 

determinar la presencia de ADN de T. cruzi en perros, se realizó PCR punto final 

utilizando los primers TCZ 1 y TCZ 2. Por último, para determinar la presencia de 

tripanosomas circulando en sangre periférica, se llevó a cabo la técnica de 

microconcentración. Este es el primer estudio sobre de la infección por T. cruzi 

en perros en el estado de Baja California. La prevalencia observada fue de 2.3% 

y los casos identificados se encontraban en la etapa crónica de la enfermedad.  

Palabras clave: Tripamosomiasis americana, perros, parásitos sanguíneos, 

zoonosis
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ABSTRACT 

Evidence of Trypanosoma cruzi infection in dogs (canis lupus familiaris) in 
an animal control centre in Baja California, Mexico. 

Chagas disease (CD) is a life-threatening disease caused by the protozoan 

Trypanosoma cruzi (T.cruzi). The dog is considered one of the most important 

hosts of T. cruzi in endemic regions, its surveillance provides knowledge about 

the epidemiological profile of EC in the population. The objective of this work is to 

determine if there is evidence of Trypanosoma cruzi infection in dogs (Canis lupus 

familiaris) from Mexicali. A total of 100 blood samples from dogs were analized. 

To determine the presence of antibodies against T. cruzi, two serological tests 

were performed, indirect hemagglutination and ELISA. To determine the presence 

of T. cruzi DNA in dogs, PCR was performed using the primers TCZ 1 and TCZ 

2. Finally, to determine the presence of trypanosomes circulating in peripheral 

blood, the microconcentration test was performed. The present study represents 

a first approach to the study of T. cruzi infection in dogs in the state of Baja 

California. The observed prevalence was 2.3% and the identified cases were 

found in the chronic stage of the disease. 

Keywords: American trypanosomiasis, dogs, blood parasites, zoonoses 
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INTRODUCCIÓN 

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

zooantroponosis que se transmite principalmente vía vectorial, cuyo agente 

etiológico es el protozoario flagelado Trypanosoma cruzi (T. cruzi). La 

enfermedad fue descubierta en Brasil por el Dr. Carlos Chagas en 1908. T. cruzi 

afecta a más de 180 especies de mamíferos dentro de ellos los humanos. Se 

transmite por insectos hematófagos (triatominos) conocidos como chinches. 

Actualmente, se notifican 31 especies de estos insectos vectores en México 

(Noireau et al., 2009; Ramsey et al., 2015). 

Se estima que entre 6 y 7 millones de personas se encuentran infectadas 

por T. cruzi en todo el mundo, y la gran mayoría reside en Latinoamérica. La EC 

causa 12,000 muertes y 30,000 nuevos casos cada año en todo el mundo (OMS, 

2024). En el hemisferio occidental es una de las principales causas de cardiopatía 

en personas en situación de pobreza extrema, principalmente en América Latina, 

donde es una de las principales causas de muerte parasitaria (Bern et al., 2011). 

En México, se estima una seroprevalencia que oscila entre 1.0% y 5.9% es decir, 

entre uno y seis millones de casos en todo el país (Cruz-Reyes y Pickering-Lopez, 

2006; Bern et al., 2011).  

Se han identificado distintos hospederos domésticos que forman parte de 

la fuente de alimento de los triatominos y por lo cual se encuentran expuestos a 

ser infectados con T. cruzi; como es en el caso de los perros y del ganado vacuno,
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porcino, caprino y ovino (Velazquez-Ramírez et al., 2022).  

En un estudio realizado en el estado de Yucatán, México encontraron 

como principales fuentes de alimentación del vector a humanos, perros y vacas. 

Dentro de los hallazgos se identificó que más del 75% de los insectos vectores 

capturados se habían alimentado de al menos de uno de estos mamíferos (Moo-

Millan et al., 2019). 

Deane en 1994, mencionó por primera vez la importancia de los perros 

como hospederos domésticos de T. cruzi, en un estudio realizado en Brasil. 

Actualmente, se reconoce su importancia en todo el continente Americano. Esto 

debido a que desempeñan un papel clave como hospederos amplificadores de la 

infección por T. cruzi, tanto en ciclos de transmisión domésticos como 

peridomésticos en diversas ecorregiones y con distintas especies de triatominos 

involucradas (Gürtler y Cardinal, 2015). 

En el período del 2013 al 2023 el SINAVE notificó un total de 19 casos de 

la enfermedad de Chagas en humanos en el estado de Baja California, de los 

cuales 9 fueron notificados en 2023. En Ensenada B. C. se notificó una 

prevalencia estimada del 1.7% de enfermedad de Chagas en humanos (Pallarés 

et al., 2014). Los estados colindantes a Baja California han registrado un aumento 

en los casos notificados de enfermedad de Chagas en los últimos años. Acorde 

al Sistema Nacional de Vigilancia Epidemiológica (SINAVE), Sonora, estado 

vecino al norte de Baja California, reportó un total de 27 casos nuevos entre 2014 
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y 2022. En la frontera sur de Estados Unidos, trabajos de investigación recientes 

más recientes indican una prevalencia estimada de 7.4% en California 

(Hernández et al., 2019) y 0.48% en Arizona (Irish et al., 2022), lo que subraya la 

importancia de fortalecer la vigilancia epidemiológica en la región. 

Respecto a la prevalencia de T. cruzi en perros se han realizado diversos 

estudios en distintos estados de la república mexicana, siendo la más alta 

notificada del 50%; en 2022 por Benítez-Villa y colaboradores en una zona rural 

del estado de Veracruz, y la más baja 4.44% en el estado de Sonora, México, 

donde analizaron 180 muetsras de perros de propietarios que practicaban la 

tenencia responsable, en una zona urbana (Arce-Fonseca et al., 2017). Sin 

embargo, en el estado de Baja California, aún no existen estudios sobre la 

infección por T. cruzi en perros, a pesar de la relevancia de este hospedador en 

el ciclo de transmisión peridómestica y de la evidencia de la presencia de la 

enfermedad en humanos en el estado y en perros en los estados vecinos.  

Por lo anterior, el objetivo del presente estudio es determinar si existe 

evidencia de infección por Trypanosoma cruzi en perros (Canis lupus 

familiaris) del centro de Control Animal de Mexicali Baja Clifornia, México.
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REVISIÓN DE LITERATURA 

Epidemiología 

En el mundo, se estima existen aproximadamente de 6 a 7 millones de 

personas infectadas con T. cruzi. La mayoría de las personas infectadas se 

localizan en territorios endémicos de 21 países continentales de América Latina. 

En las últimas décadas, el patrón epidemiológico de la enfermedad cambió de 

una enfermedad rural a ser principalmente urbana, esto es debido principalmente 

a la movilización de la población, urbanización y emigración. Consecuente a esto, 

se ha detectado un aumento de casos en Canadá, EE. UU. y en muchos países 

europeos, algunos de África, el Mediterráneo oriental y el Pacífico occidental. 

Como resultado, la EC se considera una enfermedad emergente en países no 

endémicos de otros continentes (Salazar-Schettino et al., 2016a). 

El mantenimiento de la biodiversidad en un ecosistema es una forma de 

moderar la dispersión de parásitos; a esto se le conoce como “Efecto de dilución” 

(Xavier et al., 2012). La disrupción de este equilibrio debido a la pérdida de vida 

silvestre por la destrucción del medio ambiente dará lugar a la escasez de fuentes 

de alimento para vectores como los triatominos y debido a esto existe una mayor 

probabilidad de contacto con los humanos. Las principales causas de los brotes 

de la enfermedad de Chagas en los últimos años son: la fragmentación de 

bosques, limitando las zonas para mamíferos y vectores; la migración de 

hospederos y vectores a nuevas zonas; cercanía a viviendas humanas y sus 
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anexos; y el contacto entre vectores infectados y humanos (comida o bebida 

preparada por humanos) (Roque et al., 2008; Xavier et al., 2012). 

En 2015 se estimó que más del 80% de los individuos infectados con T. 

cruzi en el mundo carecen de un diagnóstico o tratamiento, lo cual tiene 

repercusión de la morbilidad, mortalidad y el costo social de la afección (Pinto et 

al., 2016). En un estudio realizado por Lee y colaboradores en 2013, estimaron 

que una persona infectada por T. cruzi a lo largo de su vida genera un costo 

aproximado de US $3456 y 3.57 años de vida ajustados por discapacidad 

(AVAD). Los AVAD son una medida utilizada en la salud pública y la 

epidemiología para evaluar la carga de enfermedad y calidad de vida. Por lo 

tanto, la carga a nivel mundial es de $627.46 millones de dólares en los costos 

de atención de salud y 806,170 en AVAD. Esto principalmente en consecuencia 

de la pérdida de productividad por mortalidad precoz inducida por enfermedades 

cardiovasculares. 

En México, la EC se considera endémica en 18 estados del país, donde; 

Jalisco, Oaxaca, Chiapas y Veracruz son los estados con mayor número de 

incidencias (Cruz-Reyes y Pickering-López, 2006). En gran parte del territorio 

mexicano se notifica la transmisión activa y proyecciones más actuales indican 

una seroprevalencia nacional estimada de 3.38%, lo que implica que 

aproximadamente cuatro millones de individuos están infectados por T. cruzi en 

el país. (Arnal et al., 2019). 
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En el país, la transmisión por transfusión de sangre o sus derivados 

infectados por T. cruzi, es una de las principales causas de la EC especialmente 

en zonas no endémicas. Anteriormente, en México la Norma oficial Mexicana 

NOM-003-SSA2-1993, para la disposición de sangre y sus componentes con 

fines terapéuticos, consideraba como obligatorio que se realizará la prueba 

diagnóstica de T. cruzi solo a los donantes “con antecedentes de residir en zonas 

endémicas de tripanosomiasis americana” (Norma Oficial Mexicana NOM-003-

SSA2-1993). No fue hasta 2016 que se estableció el tamizaje obligatorio en todos 

los bancos de sangre de México (Secretaría de Salud, 2019). En un estudio 

realizado a donadores de bancos de sangre del Instituto Mexicano de Seguridad 

Social (IMSS) entre 2008 y 2009; se notificó una prevalencia del 0.406 % y del 

0.21% en Mexicali, B. C. (Novelo-Garza, et al., 2010). Por otra parte, el Centro 

Nacional de la Transfusión Sanguínea (CNTS) en 2017 notificó una 

seroprevalencia media nacional del 0.37% y del 0.20% en Baja California 

(Secretaria de salud, 2019). Se estima que cada año alrededor de 2,000 

habitantes pueden estar expuestos a contraer la EC debido a transfusiones 

sanguíneas (Novelo-Garza et al., 2010). 

El estado de Baja California no es considerado una zona endémica de la 

EC, sin embargo, existen datos migratorios de zonas endémicas de la EC hacia 

el estado, que pueden considerarse como un factor de riesgo importante. De 

acuerdo al boletín anual (2023) de la Organización Internacional para las 

Migraciones (OIM), en el año 2023 se registraron 33,939 eventos de personas en 

situación migratoria, correspondiendo principalmente a personas originarias de 
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Venezuela, Honduras y Guatemala. Además, en 2020 Baja California presentaba 

la mayor población de personas migrantes internacionales de toda la entidad 

federativa.   

En el período del 2013 al 2023 el SINAVE notificó un total de 19 casos de 

la enfermedad de Chagas en humanos en el estado de Baja California, de los 

cuales 9 fueron notificados en 2023.  En Ensenada B. C. Se notificó una 

prevalencia estimada del 1.7% de enfermedad de Chagas en humanos (Pallarés 

et al., 2014). En la figura 1 se muestran las distintas prevalencias notificadas tanto 

en humanos como en perros en la frontera de México- EE. UU. 

Etiología 

El agente etiológico de la EC, T. cruzi es un parásito flagelado 

perteneciente a la familia de los tripanosomátidos, incluida en el orden de los 

cinetoplástidos de la clase Zoomastigina (Murillo-Godínez 2018). Es considerado 

principalmente un parásito enzoótico que presenta una gran variabilidad 

genética, atribuida principalmente a un largo proceso de evolución clonal en sus 

casi 100 especies de mamíferos silvestres hospederos. En Sudamérica, T. cruzi 

ha circulado en la fauna de mamíferos autóctonos desde su especiación (Roque 

et al., 2008). 

 T. cruzi posee una estructura heterogénea y se compone de diferentes 

linajes, que circulan en ciclos domésticos y silvestres, involucrando al hombre, 

reservorios mamíferos y vectores (Santos-Mallet Jr. et al., 2008). Se han  
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Figura 1. Prevalencia de infección por T. cruzi en la frontera de México- EE. UU 

Elaboración propia. 
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detectado diferentes variantes genéticas en varios hospedadores y regiones 

geográficas (Sánchez-Guillen et al., 2006). 

Unidades de tipificación discretas: T. cruzi es un microorganismo patógeno 

que se caracteriza por presentar una alta diversidad genética y fenotípica. Es 

necesaria la comprensión de sus distintas características debido a la relación que 

existe entre los ciclos de transmisión y la presentación clínica de las distintas 

cepas de T. cruzi.  El 23 de agosto de 2009 se celebró en Buzios, Brasil, una 

segunda reunión satélite, por consenso, el comité de expertos reconoció que la 

nomenclatura de las cepas de T. cruzi debería clasificarse en seis unidades de 

tipificación discretas (DTU), denominadas TcI-TcVI (Zingales et al., 2009; 

Zingales et al., 2012). Una presunta séptima DTU, Tcbat, se definió como una 

DTU relacionada con murciélagos, aunque ya se notificaron infecciones humanas 

por esta DTU (Marcili et al., 2009; Guhl et al., 2014; Ramírez et al., 2014). 

Hasta la fecha, no ha sido posible asociar inequívocamente los genotipos 

de T. cruzi con ninguna variable de respuesta biológica, incluidos el bioma y el 

medio ambiente o las especies hospederas (Jansen et al., 2020). El DTU TcI se 

relaciona a cardiopatías en todo el continente americano, siendo su principal 

reservorio los didélfidos. TcII se relaciona a cuadros cardíacos y 

gastrointestinales en el cono sur y sus principales reservorios son los primates y 

didélfidos. TcIII aún no ha sido identificada causando infecciones humanas sus 

principales reservorios son los armadillos y se ha identificado en Sudamérica. 

TcIV, poco se conoce acerca de esta DTU, se ha identificado en América del 

norte y del sur en primates y coatíes. TcV y TcVI causan cuadros cardíacos y 
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gastroentéricos, sus reservorios no han sido muy estudiados y ambas se han 

identificado en el Cono sur y el gran Chaco. TcBat se relaciona con cuadros 

clínicos cardíacos y gastrointestinales, y los mamíferos del orden Chiroptera son 

su reservorio (Cuadro 1) (Zingales et al., 2012; Ramírez et al., 2014). 

TcI es la DTU más prevalente en el continente americano en términos de 

distribución geográfica, TcII se asocia clásicamente con casos en humanos en el 

ciclo doméstico (Zingales et al., 2012), pero cada vez se ha observado más 

frecuentemente infectando a mamíferos silvestres en diferentes biomas de 

América del Sur (Rozas et al., 2007; Araujo et al., 2011). 

Ciclo biológico 

Se presentan 4 formas evolutivas distintas, durante el ciclo de vida de T. 

cruzi; amastigote, epimastigote, tripomastigote metacíclico y tripomastigote 

sanguíneo.  (Figura 2). Este incluye hospederos y reservorios vertebrados 

(mamíferos y humanos) e invertebrados (triatominos). Los vectores que 

transmiten este parásito son insectos hematófagos del orden Hemiptera, familia 

Reduviidae, subfamilia Triatominae (Galvão, 2014). Los triatominos se infectan al 

succionar sangre de mamíferos infectados en los cuales circula por el torrente 

sanguíneo la forma parasitaria conocida como tripomastigote sanguíneo. En el 

tracto digestivo craneal de los triatominos, los tripomastigotes sanguíneos se 

transforman en epimastigotes (estadio multiplicativo) y pasan a ser 

tripomastigotes metacíclicos en la última porción del intestino del vector. La 

infección a los mamíferos sucede en el momento en que entra en contacto con  
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Cuadro 1  Asociación entre la presentación clínica, los reservorios silvestres 

y la distribución geográfica que presentan las diferentes DTU de T. 

cruzi 

Genotipo  Presentación clínica  Reservorios   Distribución  

TcI  Cardíaca  Didelphis, roedores, 

primates, 

Tamandúa.  

América del Sur, 

Central y del Norte  

TcII  Cardíaca y 

gastrointestinal 

Primates, didephids 

y Euphractus. 

Cono Sur, esporádico 

más al Norte  

TcIII  No ha sido  

detectada  

Armadillos, 

Didephids y 

Monodelphis  

Sudamérica 

TcIV  Poco conocida   Primates, Nasua 

nasua  

América del Norte y 

del Sur  

TcV  Cardíaca y 

gastrointestinal   

Dasypus, 

Euphractus y  

Octodon  

Cono Sur, Gran 

Chaco, extremo Sur 

de Brasil  

TcVI  

 

Cardíaca y 

gastrointestinal  

Incompletamente 

conocido  

Cono Sur, Gran 

Chaco  

Tcbat Cardíaca y 

gastrointestinal 

Chiroptera   

 Adaptado de Zingales et al. (2012); Ramírez et al. (2014) 
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Figura 2.  Diferentes formas evolutivas de T. cruzi.: (a) amastigote, (b) 

epimastigote, (c) tripomastigote metacíclico, (d) tripomastigote sanguíneo. (Barra 

de escala: 5 m m). 

Schaub et al. 2011 

 

 

 



13 
 

 
 

 

transforman en amastigotes, los cuales se replican por fisión binaria. Cuando la 

célula se llena de amastigotes, estos se diferencian nuevamente a 

tripomastigotes mediante el crecimiento de flagelos. Los tripomastigotes 

destruyen las células y colonizan los tejidos cercanos y se diseminan por medio 

de los vasos linfáticos y el torrente sanguíneo a sitios distantes, con tropismo a 

células musculares (cardíacas, lisas y esqueléticas) y células ganglionares, en 

las cuales adicionales de multiplicación intracelular. El ciclo de transmisión se 

completa cuando los tripomastigotes circulantes son succionados por los 

vectores a la hora de alimentarse de sangre (Rassi Jr. et al., 2010). 

Diversidad según ciclos de transmisión 

Un ejemplo de la diversidad con relación a los ciclos de transmisión que 

ocurren de manera independiente en el mismo fragmento de bosque se observó 

en un estudio realizado en el bosque tropical en el bioma del bosque atlántico 

donde se lleva a cabo un programa de conservación de la especie de tamarino 

león dorado el cual se encuentra en peligro de extinción (Leontophithecus 

rosalia). El estudio de la infección por T. cruzi de tamarinos león dorado y 

mamíferos sinantrópicos en el área reveló que los tamarinos únicamente se 

encontraban infectados por T. cruzi DTU TcII y todas las demás especies de 

mamíferos locales mostraron infecciones con TcI, esto posiblemente debido a 

que las diferentes DTU de T. cruzi presentan distintos mecanismos de 

mantenimiento y dispersión en la naturaleza (Lisboa et al., 2015). 
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Mecanismos de transmisión 

La enfermedad de Chagas presenta diversos mecanismos de infección que 

subrayan su complejidad. Este parásito, transmitido principalmente por 

triatominos, emplea estrategias variadas para infiltrarse en el organismo. Entre 

los principales mecanismos se incluyen la infección a través de las heces de los 

triatominos durante su picadura, la transmisión vertical de madre a hijo, la 

ingestión de alimentos contaminados y la posibilidad de adquirir la infección 

mediante transfusiones sanguíneas o trasplantes de órganos. A continuación, se 

describen a detalle las distintas vías de transmisión de T. cruzi. 

Transmisión vectorial: Este mecanismo es responsable de 

aproximadamente el 90% de la transmisión del parásito a la población humana 

en áreas endémicas (Secretaria de Salud, 2019). En México, la transmisión 

vectorial ocurre en dos terceras partes del territorio, (Salazar-Schettino et al., 

2016b). Después de la contaminación por un insecto triatomino, uno de cada diez 

individuos infectados desarrolla la etapa aguda de la enfermedad de Chagas 

(Pinto et al., 2016). Los triatominos presentan cinco etapas de estadio ninfal antes 

de ser adultos (Figura 3), durante cada etapa de la vida, los triatominos deben 

consumir al menos una comida de sangre (Martínez-Ibarra et al., 2013). 
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Figura 3. Ciclo vital de triatominos (Rhodnius prolixus). H. Huevos; estadios 

ninfales I, II, III, IV, V; ♀, ♂ adultos: hembra y macho. 

 (Cazarola-Perfetti, 2016). 
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Transmisión oral: En la actualidad gran parte de los casos de la EC son 

provocados por el consumo de alimentos contaminados por formas metacíclicas 

de T. cruzi. Estos casos suceden en diversos entornos regionales, principalmente 

en el bioma amazónico y están asociados con la forma de interacción local de los 

con su entorno, así como con las características ecológicas locales en general 

(Jansen et al., 2018). Después de un período de latencia de 3-22 días, a partir de 

la ingestión, la infección oral se caracteriza por manifestaciones más graves que 

la vectorial: fiebre prolongada, miocarditis aguda con insuficiencia cardíaca y en 

algunos casos meningoencefalitis. La mortalidad puede llegar hasta un 33% de 

los infectados (Filigheddu et al., 2017). 

La transmisión oral se ha considerado como el principal mecanismo de 

transmisión entre los reservorios silvestres, principalmente mamíferos carnívoros 

y recientemente también como una de las principales vías de transmisión en 

humanos (Shikanai-Yasuda y Carvalho 2012; Roque et al., 2008). La ruta 

transmisión clásica (vectorial) también pudiera suceder en estas especies, pero 

no es muy efectiva debido a que la mayoría de estos mamíferos presentan 

comportamientos nocturnos, que es cuando normalmente ocurre la transmisión 

vectorial, además no usan madrigueras permanentes y las heces contaminadas 

expulsadas por el vector aún tendrían que pasar el pelaje generalmente denso 

de estos carnívoros (Rocha et al., 2013). 

 Rocha et al (2013) demostraron que cuanto mayor es la proporción de 

invertebrados en la dieta de las especies, mayor es la tasa de infección por T. 

cruzi. Curiosamente, la tasa de exposición a T. cruzi en las tres especies de 
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cánidos, que fueron estudiados; el zorro hoary, el zorro cangrejero y el lobo de 

crin, aumenta en la proporción de la cantidad de invertebrados en su dieta. Sus 

resultados sugieren que las especies de carnívoros con dieta insectívora tendrían 

más probabilidades de contacto con insectos triatominos mientras se alimentan. 

Para las especies de cadena superior (depredadores), la infección ocurre a través 

de la ingestión de presas infectadas por T. cruzi, también podría ser una ruta de 

infección importante (Thomas et al., 2007). 

En áreas en las que la fauna de mamíferos presenta una baja parasitemia 

la transmisión de T. cruzi depende también de las características ecológicas de 

los hospedadores y vectores, por ejemplo; como ocurre en el caso de las 

especies de animales que anidan, como los coatíes, los zorros Hoary y los 

tamarinos león dorado, entre los que existe un mayor contacto entre el 

hospedador y el vector (Jansen et al., 2018). El consumo de sangre animal 

infectada o carne cruda o poco cocida también representa un riesgo de infección 

debido a la presencia de tripanomastigotes sanguíneos y amastigotes tisulares 

(Pereira et al. 2010; Rueda et al. 2014). Esta ruta de infección puede ser más 

común en los bosques tropicales donde los animales salvajes se consumen o se 

comercializan en áreas urbanas. (Aysanoa et al., 2017).  

Transmisión relacionada con transfusiones sanguíneas y sus derivados: la 

transmisión relacionada con transfusiones sanguíneas es una de las principales 

vías de infección por T. cruzi en áreas no endémicas (Coura, 2015). La 

transmisión por transfusión de sangre infectada por T. cruzi a un paciente ocurre 

en el 20% de los casos, y puede llegar hasta el 50% en áreas hiperendémicas de 
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la enfermedad. Esto probablemente se debe a que en la fase crónica de la 

enfermedad la parasitemia es variable, (Rohwedder, 1969; Cerisola et al., 1972; 

Zuna, 1983; Atias et al., 1984).  

Transmisión por trasplante de órganos: en 1981, Chocair y colaboradores 

informaron acerca de una nueva forma de transmisión de la EC, de donantes 

infectados por T. cruzi a receptores negativos de trasplante de riñón. En los 

trasplantes de órganos el riesgo de que un donante infectado por T. cruzi le 

transmita el parásito al receptor, variará según el tipo de órgano trasplantado. En 

cohortes de receptores renales de donantes infectados en los EE. UU. y 

Argentina, la transmisión ocurrió en 13% y 19%, respectivamente (Riarte et al., 

1999; Huprikar et al., 2013). La tasa de transmisión entre 10 receptores de 

trasplante de hígado en los EE. UU. fue del 20% (Huprikar et al., 2013), y riesgo 

de trasplante de corazón del 75 %. El uso del corazón de un donante infectado 

está contraindicado (Chin-Hong et al., 2011; Huprikar et al., 2013). 

Transmisión congénita: el primer caso de EC congénita fue reportado por 

Dao en Venezuela, en 1949. La mayoría de las mujeres en edad gestacional 

presentan la etapa crónica de la EC, habiendo adquirido la infección durante la 

infancia. Alrededor del 5% de ellas transmiten el parásito a su feto, y por lo tanto 

nacen cada año aproximadamente 9000 bebés infectados con T. cruzi en 

América Latina. La tasa de infección varía entre países, oscilando entre el 1,0% 

y el 12%. El riesgo de transmisión está relacionado con los niveles de parasitemia 

materna, la edad, la respuesta inmune anti-T. cruzi y la cepa del parásito (Torrico 

2018). También, se han notificado casos de EC congénita en áreas no endémicas 
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(Anitori et al., 2017). Se estima que la infección congénita en países endémicos 

representa el 22% de los nuevos casos (Picado et al. 2018). 

Otros mecanismos de transmisión: la transmisión por accidentes de 

laboratorio ha ocurrido por diferentes situaciones, dentro de estas situaciones se 

encuentran: la captura de vectores en zonas endémicas, trabajos experimentales 

con mamíferos y cultivos infectados, aerosoles de materiales infectados, 

infección quirúrgica e infección durante la recolección de muestras sanguíneas 

de personas con infección aguda (Pinto y Amato, 2011). La transmisión sexual, 

la cual ha sido notificada por medio de experimentos realizados in vivo con 

ratones; sin embargo, actualmente no hay informes disponibles en humanos 

(Echeverría y Morilla, 2019). 

Ciclos de transmisión 

T. cruzi permanece en la naturaleza a través de la interacción entre tres 

ciclos distintos: Ciclo silvestre, peridoméstico y doméstico. El ciclo de transmisión 

silvestre ha existido durante millones de años entre las distintas especies de 

mamíferos y triatominos silvestres. Con el comienzo de la deforestación en las 

Américas, hace dos o tres siglos para la expansión de agricultura y ganadería, 

los mamíferos silvestres, que eran la fuente de alimento para los triatominos, 

fueron desplazados y nuevas fuentes de alimento surgieron en los gallineros, 

corrales y pocilgas. Dando lugar a un nuevo ciclo de transmisión peridoméstica; 

en la que también se pudieran llegar a presentar casos de infección a humanos 

de manera accidental. Progresivamente, algunas especies de triatominos 
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domiciliados invaden los hogares y formaron el ciclo doméstico de la enfermedad 

de Chagas (Coura et al., 2013). 

La supervivencia del parásito en la naturaleza parece depender de la suma 

de periodos de alta parasitemia del conjunto de individuos y especies animales 

que conforman una comunidad particular, la mayoría de las especies de 

mamíferos tienen altos períodos de parasitemia durante tiempos cortos, es decir, 

potencial infeccioso durante un tiempo limitado (Jansen, et al., 2020). Además, 

la competencia para infectar todas las células nucleadas de mamíferos en 

cualquier tejido, así como las diversas formas infecciosas, también representan 

un poderoso mecanismo de mantenimiento de T. cruzi en la naturaleza 

(Tomasini, 2018).  

Reservorios silvestres 

Ashford en 1997, definió que un reservorio o más específicamente un 

sistema de reservorios, como la especie o el conjunto de especies que 

contribuyen a la preservación de un parásito en la naturaleza de forma sostenible 

en una escala espacial definida. Los reservorios mamíferos silvestres 

identificados de T. cruzi comprenden especies de ocho órdenes: Artiodactyla, 

Carnivora, Chiroptera, Cingulata, Didelphimorphia, Pilosa, Primates y Rodentia 

(Noireau et al. 2009; Jansen y Roque 2010). 

La comunidad científica influenciada por los estudios de Barreto en 1967 

comenzó a reflexionar que la perturbación del equilibrio ecológico en el entorno 

salvaje podría conducir a brotes de enfermedades humanas. Los principales 
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puntos destacados en los últimos brotes de la enfermedad de Chagas son: la 

fragmentación de los bosques, limitando las zonas para mamíferos y vectores; la 

migración de los reservorios silvestres y vectores a nuevas zonas; cercanía a 

viviendas humanas y sus anexos; y el contacto entre vectores infectados y 

humanos (o comida o bebida preparada por humanos) (Roque et al., 2008; Xavier 

et al., 2012). 

La identificación de reservorios silvestres es imprescindible para orientar 

las estrategias de intervención y para reducir la transmisión en sistemas de 

patógenos multi hospedadores. Si bien, es poco probable que cualquier 

intervención en el ciclo silvestre pueda bloquear la transmisión por completo, 

identificar qué especies son los reservorios más importantes que sirven para 

infectar a los vectores con más probabilidades de contactar a los humanos u otros 

hospederos de interés podría ayudar a guiar las estrategias para reducir la 

difusión de la enfermedad (Hodo y Hamer, 2017). 

Jansen y colaboradores (2018) realizaron un estudio en el que examinaron 

un total de 6,587 especímenes de mamíferos silvestres de los cinco biomas de 

Brasil, identificaron que el 17% de los mamíferos eran seropositivos y el 8% 

presentaban hemocultivo positivo, lo cual señala la presencia de una parasitemia 

elevada lo que indica a la vez un alto potencial de infectividad. También notaron 

que las zarigüeyas, principalmente Philander spp. y Didelphis spp., el coatí Nasua 

nasua, el mono capuchino Sapajus libidinosus y el tamarino león dorado 

Leontopithecus rosalia, fueron taxones de mamíferos que obtuvieron tasas más 

altas de hemocultivos positivos. 
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Bosseno y colaboradores (2009) mencionan que las poblaciones silvestres 

de triatominos, en el occidente de México, están altamente parasitadas por T. 

cruzi y dentro de sus principales fuentes de alimentación se encontraban; 

Dasypus nomencinctus (orden Cingulata) y Procyon lotor (orden Carnivora), lo 

que señala a estos mamíferos como reservorios clave en esta región.  

Carnivora: las especies del orden de los mamíferos Carnivora, cumplen un 

rol fundamental en la regulación de los ecosistemas (Letnic et al., 2012), también 

desempeñan un papel importante en los sistemas de transmisión enzoóticos de 

diversos parásitos, como la de T. cruzi, ya que se alimentan de especies de 

distintos taxones (Rocha et al., 2013). 

Procyonidae es una de las 11 familias del orden Carnivora. La familia consta 

de 14 especies existentes en seis géneros (Wozencraft, 2005) que se distribuyen 

geográficamente en las Américas, entre ellos se encuentran; los coatis [Nasua 

spp. y Nasuella olivacea]; y mapaches (Procyon spp.) (Nowak, 2005). 

Rocha y colaboradores (2013) investigaron la infección por T. cruzi en 

carnívoros silvestres de tres sitios en Brasil por medio de pruebas parasitológicas 

y serológicas. Las siete especies de carnívoros examinadas (Cerdocyon thous, 

Leopardus pardalis, Nasua nasua, Procyon cancrivorus, Chrysocyon brachyurus, 

Lycalopex vetulus y Puma concolor) se encontraban infectadas por T. cruzi, pero 

solo dos especies de procynoidae presentaban altas tasas de parasitemia las 

cuales fueron detectadas por hemocultivo, comprobando así que estos animales 

cuentan con un alto potencial infeccioso para la transmisión de T. cruzi hacia los 

vectores. 



23 
 

 
 

Asimismo, se han señalado diferencias en el potencial de infectividad entre 

las especies carnívoras los Procyonidae, especialmente Nasua nasua, Nasua 

narica y Procyon lotor, siendo las especies carnívoras que presentan un mayor 

potencial infeccioso denotada por parasitemias altas y duraderas (Herrera et al., 

2008; Herrera et al., 2011; Rocha et al., 2013; Mehrkens et al., 2013; Martínez-

Hernández et al., 2014). Los procyonids son omnívoros por lo cual se alimentan 

tanto de insectos como de pequeños mamíferos (Bianchi et al., 2014), esta 

característica aumenta su potencial de infección con las diversas DTU de T. cruzi. 

(Jansen et al., 2018) 

Didelphimorphia: Los didélfidos (Didelphidae) son una familia de 

marsupiales existentes en las Américas. Didelphidae incluye cuatro subfamilias 

(Glironiinae, Caluromyniae, Hyladelphinae y Didelphinae), 19 géneros y 95 

especies dentro de las cuales solo cuatro no se encuentran en América del Sur 

(Rossi and Bianconi, 2011). 

Los marsupiales son fundamentales para el mantenimiento del ciclo de 

vida de T. cruzi, ya que comparten hábitat con los triatominos vectores y se 

alimentan de estos insectos, así como de especies reservorio como pequeños 

roedores, que pueden ser potencialmente infectados. Asimismo, el 

comportamiento sinantrópico de varias especies de la familia Didelphidae 

(zarigüeyas) como Didelphis marsupialis y Didelphis aurita puede contribuir en la 

diseminación de T. cruzi en ambientes silvestres, domésticos y peridomésticos 

(Grisard et al., 2000; Roque et al., 2013). 

Los estudios de infección experimental por T. cruzi en zarigüeyas iniciados 

por Maria Deane y sus coautores en 1984 propusieron a las glándulas odoríferas 
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como un paso en la adaptación de T. cruzi a este hospedero mamífero; al 

descubrir formas extracelulares de T. cruzi (epimastigote y tripomastigote) en las 

glándulas odoríferas de zarigüeya Didelphis aurita. Este hallazgo mostró que las 

zarigüeyas pueden actuar como reservorios y vectores de T. cruzi. Estas, como 

muchos otros mamíferos, tienen un par de glándulas anales. Estas glándulas 

están compuestas de una capa muscular estriada y una pequeña porción de 

tejido conectivo. Cuando están amenazados o estresados, estos animales 

expulsan el contenido de mal olor de estas glándulas como mecanismo de 

defensa. Dentro de las glándulas odoríferas, los flagelados se encuentran 

principalmente alrededor del epitelio glandular (Jansen et al., 2020).  

Barros y colaboradores (2020), determinaron infección por T. cruzi en la sangre, 

secreción de glándulas odoríferas, miocardio y bazo en philander opossum. La 

parasitemia detectada en el animal examinado refuerza la importancia de este 

marsupial como fuente de infección de triatominos vectores en el medio forestal, 

así como en zonas domésticas y peridomésticas. Además, detectaron la 

aparición de infección mixta por DTU del grupo TCI y TcII/V/VI se detectó en 

philander opossum el cual fue capturado en un fragmento de bosque ubicado 

cerca de una comunidad rural, con reportes de casos de enfermedad de Chagas 

aguda humanos. Este marsupial es un importante reservorio de T. cruzi en 

algunas áreas de la región amazónica (Roque et al., 2013; Jansen et al., 2018), 

tiene hábitos terrestres y/o arborícolas, y se encuentra en una variedad de 

hábitats que incluyen áreas degradadas y preservadas (Roque et al., 2013; 

Ardente et al., 2016). 
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Parada-Lopez y colaboradores (2013) en un estudio que realizaron 

Yucatán, México reportaron una prevalencia de infección por T. cruzi del 55% 

(21/38) en zarigüeyas (Didelphis virginiana), la captura de los animales se realizó 

en 43 hogares en un área suburbana. Se mostró una tasa de infección mucho 

mayor en zarigüeyas adultas (81%). En otro estudio realizado en áreas urbanas 

de la ciudad de Campeche, México reportaron una prevalencia en Didelphis 

virginiana del 52% (13/25). Además, también durante el mismo estudio 

recolectaron 36 vectores (Triatoma dimidiata) y encontraron una prevalencia de 

infección del 41,6% (15/36) con T. cruzi. En cuanto a la infección por edad en 

zarigüeyas, los adultos tuvieron una mayor prevalencia (84,61%). Todos los 

aislados de T. cruzi fueron TcI. (Tamay-Segovia et al., 2017). 

Hospederos 

Un hospedero es un animal vivo, que en circunstancias naturales permite 

el alojamiento de un agente infeccioso, y que puede o no sufrir la acción de dicho 

agente (Jaramillo y Martínez, 2010). En el curso de su vida los triatominos se 

nutren únicamente de sangre; por esto, identificar sus suministros de sangre 

puede exponer fundamentales hospederos locales de T. cruzi así como el nivel 

de exposición de los triatominos con los seres humanos y animales domésticos 

(Kjos et al., 2013; Klotz et al., 2014; Waleckx et al., 2014). 

Murillo-Solano y colaboradores (2021) en un estudio que realizaron en la 

Sierra Nevada de Santa Marta en Colombia, identificaron veintidós especies 

como fuentes de alimentación entre ellos; mamíferos, aves, reptiles y anfibios. 
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Sin embargo, gran parte de las fuentes de alimentación sanguínea se centraron 

en una diversidad más reducida de especies de vertebrados, entre ellas, 

especies domésticas (humanos, perros, cerdos) y silvestres (ardillas, zarigüeyas, 

puercoespines u osos hormigueros). 

Kjos y colaboradores (2013) en un estudio que realizaron en distintos 

condados del centro de Texas identificaron como fuente de alimentación de 

cuatro especies de vectores de la enfermedad de Chagas, a cuatro de los siete 

grupos de animales domésticos (perros, gatos, vacas y cerdos) que se conoce 

que habitan los sitios donde se realizó el estudio. 

Moo-Millan y colaboradores (2019) señalaron a humanos, perros y vacas 

como las más importantes fuentes de alimentación de los triatominos capturados 

en ecotopos selváticos en el estado de Yucatán, México. Se identificó sangre de 

al menos uno de estos mamíferos en el intestino de más del 75% de triatominos. 

Lo que implica que estos tres mamíferos pueden desempeñar un papel primordial 

en el enlace de los ciclos de transmisión silvestre y doméstico. 

Perros: la forma de alimentarse de los triatominos parece oportunista y 

particular del lugar. En el sur de los Estados Unidos, los perros domésticos han 

sido relacionados habitualmente como fuente de alimentación para los 

triatominos (Kjos et al., 2013; Waleckx et al., 2014; Curtis-Robles et al., 2017; 

Meyers et al., 2017), y las invasiones de triatominos o chinches besuconas se 

reportan habitualmente en las perreras caninas. (Kjos et al., 2013; Meyers et al., 

2017; Curtis-Robles et al., 2018). 
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Curtis-Robles y colaboradores (2017) al examinar el contenido intestinal 

de triatominos atrapados en refugios caninos, identificaron la presencia de sangre 

de perros en todas las muestras. En el mismo estudio, los ensayos de genotipado 

denotaron parentesco entre las DTU descubiertas en muestras de caninos y 

triatominos. 

Los perros se consideran hospederos importantes en la dinámica de 

transmisión vectorial de infección por T. cruzi, así como de la transmisión dentro 

de las viviendas humanas (Sosa-Jurado et al., 2004). Debido a esto, la vigilancia 

de estos animales y personas infectados es primordial para aportar más 

conocimientos sobre el perfil epidemiológico del riesgo de transmisión de T.cruzi 

(Araújo-Neto et al., 2019). Además, se ha demostrado que los perros vinculan los 

ciclos doméstico y silvestre del parásito, por lo tanto, desempeñan un papel 

centinela en las áreas endémicas (Roque y Jansen, 2008; Ramírez et al., 2013; 

Xavier et al., 2014). 

Jiménez-Coello y colaboradores (2010) realizaron un estudio en Yucatán, 

México, donde se recolectaron muestras de suero de 35 perros y sus dueños (n 

= 75) Se detectaron anticuerpos IgG específicos contra T. cruzi en un 34% de los 

perros y un 8% de los propietarios. Además, se analizaron triatominos 

encontrados en sus hogares, los que en su totalidad resultaron positivos para T. 

cruzi. Los ratones alimentados con estos insectos también mostraron positividad 

tras 45 días. Se identificó un alto riesgo de infección por la enfermedad de 

Chagas en perros que duermen al aire libre y en aquellos con condiciones 

corporales deficientes. Entre los dueños, se asociaron factores de riesgo como 
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el sexo y la ocupación (albañiles) con la infección y se determinó que la presencia 

de perros seropositivos en áreas con vectores aumenta el riesgo de contagio para 

los humanos. 

Galaviz-Silva y colaboradores (2017), en un estudio llevado a cabo en el 

noreste de México (Nuevo León), la prevalencia de infección en perros varió 

según el entorno, siendo más alta en áreas rurales (15.5%) en comparación con 

las suburbanas (11.1%) y urbanas (1.9%). La metodología de diagnóstico incluyó 

un examen parasitológico directo y PCR, con una alta tasa de concordancia entre 

ambos métodos. 

Zamora-Ledesma y colaboradores (2020), realizaron un estudio en 

Querétaro, México para analizar la seropositividad a T. cruzi en perros. Se 

recolectaron muestras de suero de 303 perros en los Centros de Control Animal 

de los municipios de Querétaro y El Marqués, y se utilizaron técnicas de ELISA 

indirecto y Western Blot para el análisis. Los resultados mostraron una 

seropositividad del 10.2% para T. cruzi.  

Benítez-Villa y colaboradores (2022) En un estudio realizado en el estado 

de Veracruz, México recolectaron16 muestras de sangre humana y 34 muestras 

de sangre canina. La presencia de anticuerpos anti-T. cruzi se determinó 

mediante cuatro ensayos ELISA diferentes. Además, se procesaron sueros 

reactivos de ELISA de humanos y perros mediante inmunofluorescencia indirecta 

(IFI) como método de confirmación. Encontraron una prevalencia de 5,1% (6/116) 

en humanos y de 50% (17/34) en perros con dueño. Además de identificó la 
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presencia de animales (perros, gallinas y animales silvestres), así como algunas 

características de la construcción de viviendas como factores de riesgo para 

infección por T. cruzi. En el cuadro 2 se pueden observar las distintas 

prevalencias de T. cruzi en perros, notificadas en los distintos estados de la 

república mexicana. 

Presentación clínica 

La enfermedad de Chagas se presenta en dos etapas diferentes: una fase 

aguda, y una crónica. La fase aguda tiene una duración aproximada de 8 

semanas e inicia después de un periodo de incubación de 1 a 2 semanas 

(Goldsmith et al., 2012). La fase crónica sucede aproximadamente dos meses 

después de la infección inicial (Rassi et al., 2017).  

Durante la fase aguda, los parásitos se encuentran en el torrente 

sanguíneo, generalmente causando signos y síntomas inespecíficos (Rassi Jr. et 

al., 2012). Los posibles signos y síntomas descritos en humanos son: fiebre, 

malestar general, hepatoesplenomegalia y linfocitosis atípica.  En algunos casos 

se presenta un Chagoma, mismo que corresponde a una lesión dolorosa de 1 a 

3 cm en la piel producto de la inoculación local. También se puede presentar 

edema Durante la fase aguda, los parásitos se encuentran en el torrente 

sanguíneo, generalmente causando signos y síntomas inespecíficos (Rassi Jr. et 

al., 2012). Los posibles signos y síntomas descritos en humanos son: fiebre, 

malestar general, hepatoesplenomegalia y linfocitosis atípica.  En algunos casos  
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Cuadro 2. Prevalencia de T. cruzi en perros de diferentes 

estados de la república mexicana 

Prevalencia (%) Estado Referencia 

50 Veracruz Benítez-Villa et al., 2022 

34 Yucatán Jiménez-Coello et al., 2010 

21 Estado de México Estrada Franco et al., 2006 

10.6 Puebla Sosa-Jurado et al., 2004 

10.2 Querétaro Zamora-Ledesma et al., 2020 

9.5 Nuevo León Galaviz-Silva et al.,2017 

8.1 Jalisco Martínez et al., 2014 

7.6 Campeche Balan et al., 2011 

4.5 Chiapas Jiménez-Coelllo et al., 2010 

4.44 Sonora Arce-Fonseca et al., 2017 
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se presenta un Chagoma, mismo que corresponde a una lesión dolorosa de 1 a 

3 cm en la piel producto de la inoculación local. También se puede presentar 

edema del párpado conocido como “signo de Romaña”, en caso de que la 

picadura alrededor de la zona periocular. La gran mayoría de las infecciones 

agudas nunca se detectan, en menos del 1% de las infecciones, la fase aguda 

es grave y pone en peligro la vida debido a meningoencefalitis o miocarditis (Bern 

et al., 2011). 

La fase crónica comienza aproximadamente dos meses después de la 

infección inicial cuando la parasitemia es casi indetectable (Rassi et al., 2017) y 

se clasifica a su vez en dos fases; la asintomática y la sintomática. Durante la 

fase crónica asintomática los individuos infectados no presentan signos ni 

síntomas clínicos. La gran mayoría permanece en la fase asintomática de por 

vida sin ningún signo o síntoma clínico. En algunos individuos esta fase puede 

implicar años de acumulación de daño miocárdico difuso antes de la detección 

clínica. El desarrollo lento de cambios inflamatorios y la cicatrización del 

miocardio finalmente conducen a cambios en la morfología cardíaca 

macroscópica pasando así a la fase crónica sintomática la cual se desarrolla en 

el 30% de estos individuos infectados.  Además de la afectación cardíaca, la 

enfermedad de Chagas también puede afectar el tracto gastrointestinal y el 

sistema nervioso (Bonney et al.2019).  

La forma cardiaca es la manifestación más grave y frecuente en la fase 

crónica sintomática de la EC, en esta puede presentarse; arritmia, insuficiencia 

cardiaca y tromboembolismo (sistémico y pulmonar), estas afecciones pueden 
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presentarse individualmente o al mismo tiempo (Rassi et al., 2017). La muerte 

súbita debido a complicaciones cardiacas ocurre en un 55-65% de los pacientes 

debido a insuficiencia cardiaca congestiva y la tromboembolia (Barbosa y Nunes, 

2012). 

  Aproximadamente un tercio de los pacientes en la fase crónica sintomática 

de la EC, presentarán la forma digestiva de la enfermedad que se caracteriza por 

la presencia de alteraciones en las funciones motoras, secretoras y absorbentes 

del tracto gastrointestinal. Pudiendo desarrollar dilatación del tracto 

gastrointestinal (megacolon, megaesófago, megaestómago, megaduodeno, 

megayeyuno, megavesícula biliar, megacolédoco), así como trastornos motores 

gastrointestinales, como acalasia del cardias, alteraciones del vaciamiento 

gástrico, tránsito intestinal alterado y trastornos motores del colon y la vesícula 

biliar (Troncon et al., 2000; Maneghelli, 2004; Bern et al., 2007). Se sabe que la 

EE. UU. causa tanto lesión del sistema nervioso central como del sistema 

nervioso entérico (Bern et al., 2007), por lo cual las manifestaciones 

gastrointestinales son principalmente el resultado de una lesión del sistema 

nervioso entérico (Adad et al., 2001; Takahashi, 2003; Iantorno et al., 2007; 

Crema et al., 2007; Silveira et al.,2007). 

 

En el caso de la infección crónica en perros esta si comparte muchas de 

las características de la enfermedad de Chagas humana ya que presentan una 

fase aguda, una asintomática y una fase crónica asintomática. También ambos 
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presentan parasitemia permeable, parasitismo de miocitos, inflamación del 

miocardio, fibrosis y reemplazo graso en el sistema de conducción cardíaca e 

insuficiencia cardíaca congestiva. Además la infección canina produce fibrosis 

difusa, como se observa en la miocardiopatía chagásica crónica humana 

(Guedes et al., 2002 ;Diniz et al., 2010; Caldas et al. 2013). 

Métodos de diagnóstico 

Es importante recordar que para seleccionar el método de diagnóstico 

necesitamos tener en cuenta la etapa de infección en la que se encuentra 

cursando el paciente ya que la circulación de parásitos en sangre es baja e 

intermitenteo nula durante la etapa crónica de la enfermedad (Schijman, 2018). 

Métodos de diagnósticos en la fase aguda: Durante la fase aguda los 

tripomastigotes se encuentran circulando en sangre periférica y es posible 

observarlos mediante las técnicas parasitológicas directas e indirectas; estas 

últimas permiten la multiplicación de los parásitos de la muestra, como lo son el 

hemocultivo y el xenodiagnóstico. La sensibilidad de las pruebas parasitológicas 

directas dependerá del nivel de parasitemia. Es recomendable que se realicen de 

manera simultánea distintas técnicas. Si el resultado es negativo con la primera 

muestra de sangre del paciente, se deberán realizar múltiples muestreos para 

repetir las pruebas, hasta la definición del caso, la desaparición de los síntomas 

de la fase aguda, o hasta la confirmación de otra hipótesis diagnóstica (Secretaria 

de Salud 2019). Dentro de las pruebas parasitológicas directas se encuentran las 

técnicas de concentración y de observación directa. 

https://www.ncbi.nlm.nih.gov/pmc/articles/PMC4325618/#B25
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/pmc/articles/PMC4325618/#B20
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/pmc/articles/PMC4325618/#B10
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Una prueba parasitológica de observación directa es el frotis húmedo, el 

cual consiste en la búsqueda de tripomastigotes en una gota de sangre, colocada 

entre un portaobjetos y un cubreobjetos y observada en un microscopio (40X). 

En casos de transmisión vectorial, con menos de 20 días desde el inicio de los 

síntomas, es frecuente encontrar un parásito cada 10-50 campos. El frotis debe 

examinarse durante 100-400 campos antes de ser informado como negativo. En 

algunos casos transfusionales o de inmunosupresión, pueden observarse varios 

parásitos en un mismo campo. Si se encuentra un flagelado móvil y refringente, 

se realiza el diagnóstico. No es necesario un análisis adicional (Luquetti y 

Schmuñis, 2010). Cuando este método falla y persiste la sospecha clínica, se 

puede recurrir a un método de concentración para aumentar la sensibilidad 

(Luquetti et al., 2000). 

Las técnicas de concentración más utilizadas son: la técnica de Strout y el 

microhematocrito. La técnica de Strout requiere sangre sin anticoagulante la cual 

se deja coagular a temperatura ambiente, posterior a esto se centrifuga a baja 

velocidad y se toma el sobrenadante, el cual nuevamente es centrifugado pero 

esta vez a alta velocidad. Por último, se toma casi la mayoría del sobrenadante, 

para dejar solo una última gota en el fondo del tubo; está última gota se observa 

bajo el microscopio en busca de tripomastigotes. El fundamento de este método 

es que todos los parásitos escapan del coágulo al suero. En la técnica de 

microhematocrito, es mediante un capilar de vidrio el cual es centrifugado y 

posterior a esto el capilar de hematocrito tendrá una capa superior de plasma, la 

interfase donde se encuentran los leucocitos y los tripomastigotes, y una capa 
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inferior de concentrados de eritrocitos. Observándose bajo el microscopio la 

porción antes mencionada donde se encontrarán los tripomastigotes (Luquetti y 

Schmuñis, 2010).  

Estas técnicas en general requieren poco equipo y son económicas, rápidas 

y sencillas de realizar (Desquesnes et al., 2022), pero estas dependen de la 

parasitosis presente en sangre, lo que las lleva a ser muy sensibles durante la 

etapa aguda de la enfermedad cuando el sistema inmune de los animales es 

incapaz aún de controlar la infección y muy baja o nula cuando estos se 

encuentran en la fase crónica o en el caso de portadores asintomáticos donde la 

parasitemia es menor, transitoria o incluso indetectable en sangre (Desquesnes 

2004). 

Los métodos parasitológicos indirectos se basan en la proliferación de 

parásitos en animales, triatominos o sistemas de cultivo in vitro (Secretaría de 

salud, 2014). El xenodiagnóstico fue uno de los primeros métodos de diagnóstico 

empleados. Consistía en exponer a los pacientes sospechosos a EC a 

triatominos para que se alimentarán de ellos y 30 a 60 días después de ser 

alimentados, examinar las heces de los triatominos para detectar la presencia de 

T. cruzi. Hoy en día ya no se expone a los pacientes a la picadura, si no que se 

extrae la sangre del paciente y se administra a los insectos a través de una 

membrana de látex (xenodiagnóstico artificial) (Santos et al., 1995). Sin embargo, 

el xenodiagnóstico rara vez se utiliza, ya que solo se puede realizar en los centros 

de referencia donde se crían triatominos (Schijman et al., 2022). 
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El hemocultivo se basa en cultivar la sangre de un paciente sospechoso a 

EC en un medio estéril, para apoyar el crecimiento de cualquier tripomastigote 

que se encuentre en esa muestra. Este examen se debe realizar mensualmente 

durante seis meses para llegar a un diagnóstico (Castro et al., 2002). Otro método 

poco convencional es; la inoculación de ratones con sangre de pacientes 

sospechosos a EC o con heces de insectos después del xenodiagnóstico, para 

posteriormente examinar su sangre en busca de tripomastigotes por algún 

método parasitológico directo (Oliveira et al., 1993). 

Respecto a la sensibilidad de estas pruebas; en un meta análisis realizado 

sobre el diagnóstico de infección de T. cruzi por transmisión congénita elaborado 

por la OMS. Con una prevalencia del 4.7%, la tasa de pacientes incorrectamente 

diagnosticados como sanos sería de entre 8 y 34 por cada 1000 con la prueba 

del microhematocrito, de 9 (IC 95%: 3-23) de cada 1000 con la observación 

directa y de 21 (IC 95%: 13-30) de cada 1000 con los hemocultivos (Guidelines 

for the diagnosis and treatment of Chagas disease, 2018). La Secretaría de Salud 

(2014) indica una sensibilidad entre el 90-100% para la prueba de 

microconcentración de hematocrito, del 100% para la técnica de Strout y para el 

frotis húmedo del 80-90%. 

La técnica de PCR para el diagnóstico de la enfermedad de Chagas en 

etapa aguda es considerada también como una prueba parasitológica, ya que la 

prueba se basa en la detección de secuencias de ADN de T. cruzi en muestras 

de sangre de pacientes. Existen diferentes técnicas de PCR; "PCR de inicio en 

caliente", la cual es una modificación de la PCR convencional y esta reduce la 
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amplificación inespecífica durante las etapas iniciales de configuración; "Nested-

PCR", se basa en una amplificación en dos pasos que se utiliza a menudo para 

una cantidad muy baja de dianas de ADN; "Southern Blot" o "PCR e hibridación", 

un procedimiento utilizado para verificar la presencia o ausencia de una 

secuencia de nucleótidos específica en el ADN de las muestras de sangre de los 

pacientes mediante una sonda de hibridación marcada (Brasil et al., 2010). 

En ocasiones resulta importante detectar la cantidad de tripanosomas, 

para indicar la gravedad de la enfermedad o para monitorear el resultado de la 

terapia de los pacientes infectados. En estos casos se utiliza, la técnica de PCR 

en tiempo real, la cual se basa en la tecnología de reacción en cadena de la 

polimerasa, para amplificar y cuantificar simultáneamente una molécula de ADN 

específica.  (Brasil et al., 2010). Se han diseñado varios pares de cebadores para 

la amplificación por PCR del ADN trypanosoma spp. En América se usan los 

cebadores TCZ1 y TCZ2 descritos por primera vez por Moser en 1989 para la 

detección de T. cruzi. 

En un meta análisis realizado por Brasil y colaboradores (2010) detectaron 

que la sensibilidad de la PCR, se sitúa entre el 50% y el 90%, mientras que su 

especificidad se acerca al 100%. El éxito de la PCR depende de la cantidad de 

parásitos circulantes en el torrente sanguíneo de los pacientes. T. cruzi circula en 

cantidades muy pequeñas en la fase crónica y la dinámica de su circulación no 

es predecible (Castro y prata, 2000). Otra causa de un falso negativo, es que la 

muestra recolectada del paciente infectado no presenta la suficiente cantidad de 

ADN de T. cruzi. Una posible solución a esta limitación es la recolección de varias 
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muestras de sangre seriadas en diferentes momentos (Castro et al., 2002) o el 

aumento del volumen sanguíneo por prueba (Brasil et al., 2010).  

Métodos de diagnóstico en la fase crónica: la confirmación del diagnóstico 

en la fase crónica de la EC se hace mediante distintas pruebas serológicas, que 

detectan anticuerpos anti-T. cruzi, dentro de las principales técnicas se 

encuentran: las pruebas indirectas de anticuerpos fluorescentes (IFAT) y el 

Ensayo de inmunoabsorción ligado a enzimas (ELISA) ambos detectan 

inmunoglobulina G (IgG) la cual presenta niveles estables durante el curso de la 

infección por T. cruzi. La seroconversión positiva se presenta aproximadamente 

entre los 10 y 20 días después de la infección (Desquesnes et al., 2022). 

En los pacientes con EC crónica, las técnicas diagnósticas moleculares 

tienen un valor diagnóstico limitado, debido a que presentan una sensibilidad 

significativamente menor que las pruebas serológicas. (Schijman et al., 2011; 

Brasil et al., 2010). Esto puede estar relacionado con niveles bajos y variables de 

parasitemia durante la fase crónica de la enfermedad en el torrente sanguíneo 

(Hernández et al., 2016; Ramirez et al., 2015). 

La técnica de ELISA, se basa en el contacto del suero de los pacientes con 

antígenos del parásito adheridos al material plástico tratado de un pocillo de 

microplaca. Estos antígenos pueden ser lisados de parásitos enteros inactivados, 

lo que puede conducir a una reactividad cruzada con antígenos de otros 

tripanosomátidos como Leishmania spp., o proteínas modificadas recombinantes 

(Schijman et al., 2022). Gracias a los avances en ingeniería genética se ha 
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logrado la construcción de antígenos recombinantes (Umezawa et al., 2003) 

basados en proteínas quiméricas compuestas por fragmentos de aminoácidos 

inmunodominantes repetitivos y conservados de varias proteínas de T. cruzi (Del-

Rei et al., 2019). Brasil y colaboradores (2010), notificaron una sensibilidad del 

99,3% [97,9%-99,9%] y una especificidad del 97,5% [88,5%-99,5%] en ELISA 

comercial con antígenos recombinantes. 

El ensayo de hemaglutinación indirecta (IHA), es el método de diagnóstico 

serológico más simple y menos costoso. Es un procedimiento de pocos pasos, 

reduciendo así errores de manipulación. Los glóbulos rojos sensibilizados de una 

especie animal (generalmente ovejas) y el suero del paciente se ponen en 

contacto durante 1 o 2 horas. Después de este tiempo, si los anticuerpos 

específicos del parásito están presentes en los sueros, los glóbulos rojos forman 

una red en el fondo del tubo o pocillo, que se lee a simple vista. Si el sedimento 

de glóbulos rojos en el fondo es un punto, la reacción se interpreta como negativa. 

Las diluciones seriadas permiten estimar el título de la reacción (Schijman et al., 

2022). 

Las pruebas de inmunofluorescencia indirecta presentan algunas 

limitaciones notables. Entre ellas se encuentra la necesidad de un microscopio 

fluorescente para su ejecución, así como la exigencia de múltiples pasos de 

incubación, lo que conlleva un tiempo considerable. Además, la interpretación de 

los resultados está sujeta a la destreza del operador. A pesar de estas 

consideraciones, estas pruebas ofrecen una alta sensibilidad, superando el 99%. 

Sin embargo, su especificidad no alcanza el mismo nivel, siendo ligeramente 
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inferior, con una tasa superior al 96%. Este aspecto se ve especialmente afectado 

por la presencia de reactividad cruzada con diversas enfermedades, siendo más 

prominente en muestras con títulos bajos, que oscilan entre 1/40 y 1/80 (Luquetti 

et al. en 2017). 

Las pruebas de diagnóstico rápido (PDR) son alternativas valiosas en zonas 

remotas donde se dificulta el diagnóstico mediante las pruebas antes 

mencionadas. Las PDR son pruebas inmunocromatográficas en las que 

se sensibiliza una membrana con varios antígenos recombinantes y se pone en 

contacto con ella un pequeño volumen de suero o sangre entera, no requieren 

equipos específicos para la incubación o lectura de resultados, y permiten una 

rápida entrega de resultados entre 10 minutos y menos de 1 h. (Luquetti et al., 

2003; Sánchez-Camargo et al., 2014). Sin embargo, no se puede confirmar el 

diagnóstico hasta que se realice una segunda prueba convencional (WHO, 2012). 

Angheben y colaboradores (2019) evaluaron las PDR para el diagnóstico de EC 

crónica en cohortes de estudios seleccionados. Su precisión global fue del 96,6% 

de sensibilidad (intervalo de confianza [IC] del 95%: 91,3-98,7%) y especificidad 

del 99,3% (IC del 95%: 98,4-99,7%). Las PDR evaluadas mostraron una mejor 

precisión cuando se utilizaron en áreas endémicas con 98,1% de sensibilidad y 

99,3% de especificidad, mientras que en áreas no endémicas su sensibilidad fue 

de alrededor del 90%. 

De acuerdo al algoritmo el diagnóstico del Instituto Nacional de 

Diagnóstico y Referencia Epidemiológicos (INDRE), la EC en su evolución natural 

se divide en fase aguda y fase crónica asintomática y sintomática. El abordaje 
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serológico (fase crónica) con o sin síntomas, se confirma principalmente por 

serología positiva. En fase aguda, el diagnóstico se confirma al demostrar la 

presencia del T. cruzi por estudio directo, por técnicas de concentración, cultivo 

o sub-inóculo de sangre y/o por serología positiva a partir de las 4 semanas de 

infección. La confirmación del diagnóstico por laboratorio se establece por la 

demostración del parásito o bien por al menos dos pruebas serológicas de 

diferente formato con resultado positivo. 

La recomendación de la Organización Panamericana de la Salud (OPS) es 

utilizar al menos dos pruebas serológicas basadas en diferentes principios 

técnicos para evitar resultados falsos (OPS, 2020). Sin embargo, estudios 

recientes han demostrado que, en zonas endémicas, la combinación de dos PDR 

podría permitir el diagnóstico de individuos infectados por T. cruzi en el campo, 

con la misma precisión que la que proporciona el realizar dos pruebas 

diagnósticas de laboratorio (Egüez et al., 2017; Mendicino et al., 2019; Lozano et 

al., 2019). 

De acuerdo a los criterios de seropositividad, la Secretaría de Salud (2015) 

mencionan que el uso de 2 reacciones serológicas de diferente principio; ELISA-

crudo/ELISA-recombinante, o HAI/ELISA-recombinante, presenta una certeza 

diagnóstica entre el 98 y 99.5 % y que  resultados séricos con reactividades 

discordantes deberán ser sometidos a una tercera evaluación con otra técnica 

(IFI), en caso de repetirse la discordancia se tendrá que realizar nuevamente el 

procedimiento con una nueva muestra de sangre. Debido a que la reactividad en 
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una sola prueba serológica, no se considera como una muestra positiva para T. 

cruzi.  

Uno de los principales obstáculos para el estudio de los reservorios 

silvestres es la falta de reactivos específicos de la especie para las pruebas 

serológicas. Estas pruebas son indispensables porque detectan animales 

infectados que tienen una parasitemia baja e indetectable, como lo demuestran 

las pruebas parasitológicas negativas, es decir, un bajo potencial de infectividad. 

De acuerdo con Jansen y colaboradores (2018). Lo ideal sería emplear dos 

pruebas serológicas y dos pruebas parasitológicas con sensibilidad distinta. En 

el cuadro 3 se nombran algunas de las pruebas serológicas de uso humano que 

se han utilizado en animales. 
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Cuadro 3. Pruebas serológicas rápidas utilizadas en animales para la 

detección de T. cruzi 

Especie Nombre de la prueba Referencia 

 

 

 

 

Perro 

Chagas Stat-Pak 

(ChemBio Diagnostic Systems Inc., 

Medford, NY)   

Meyers et al., 2019 

Curtis-Robles et al., 2017 

Chagas Detect Plus Rapid Test 

(InBios International, Inc., Seattle, 

WA, USA) 

Busselman et al., 2021 

Meyers et al., 2019 

Meyers et al., 2017  

Nieto et al., 2009  

Cardinal et al., 2006 

Chagas Sero K-SeT Coris 

BioConcept 

 

Murphy et al., 2019 

Lateral Flow 

Immunochromatographic Rapid Test 

(Chagas-LFRT) 

Bio-Manguinhos 

 

Rodrigues et al., 2022 

 

Gato 

Chagas Stat-Pak 

(ChemBio Diagnostic Systems Inc., 

Medford, NY) 

 

Dumonteil et al., 2021 
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Chagas Detect Plus Rapid Test 

(InBios International, Inc., Seattle, 

WA, USA) 

 

Zecca et al., 2020  

 

Mapaches Chagas Stat-Pak 

(ChemBio Diagnostic Systems Inc., 

Medford, NY) 

   

Charles et al., 2013 

Yabsley et al., 2009 

Armadillos Chagas Sero K-SeT Coris 

BioConcept 

 

Murphy et al., 2019 

Zorrillos Chagas Stat-Pak 

(ChemBio Diagnostic Systems Inc., 

Medford, NY) 

 

Charles et al., 2013 

 

Roedores 

Chagas Stat-Pak 

(ChemBio Diagnostic Systems Inc., 

Medford, NY) 

 

Charles et al., 2013 

Yabsley et al., 2009 

Chagas Sero K-SeT Coris 

BioConcept 

 

McClean et al., 2020 

 Chagas Stat-Pak Kendricks et al., 2020 
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Primates  (ChemBio Diagnostic Systems Inc., 

Medford, NY) 

 

Chagas Sero K-SeT Coris 

BioConcept 

 

McClean et al., 2020 
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PLANTEAMIENTO DEL PROBLEMA 

La enfermedad de Chagas está clasificada por la Organización Mundial de 

la Salud (OMS) dentro del grupo de enfermedades tropicales desatendidas. Se 

estima que actualmente están infectadas de 6 a 7 millones de personas en el 

mundo (OMS 2024). Es un importante problema de salud pública en América 

Latina debido a que puede causar insuficiencia cardíaca en un 20-30% de los 

individuos infectados o muerte súbita asociada con daño cardíaco progresivo. 

En México la seroprevalencia nacional estimada de infección por T. cruzi 

en humanos es del 3.38%, lo que sugiere que hay 4.06 millones de casos en el 

país (Arnal et al., 2019). En el período del 2014 al 2023 el SINAVE notificó un 

total de 19 casos de la enfermedad de Chagas en humanos en el estado de Baja 

California, de los cuales 9 fueron notificados en 2023. En Ensenada se notificó 

una prevalencia estimada del 1.7% de enfermedad de Chagas en humanos 

(Pallarés et al., 2014) y en un estudio realizado a donadores de sangre de bancos 

del Instituto Mexicano de Seguridad Social (IMSS) entre 2008 y 2009; se notificó 

una prevalencia del 0.406 % y del 0.21% en Mexicali, B. C. (Novelo-Garza, et al., 

2010). 

Los perros destacan como hospederos de T. cruzi, con un contacto directo 

en los casos de infección humana (Mendes et al., 2013; Gürtler y Cardinal, 2015). 

La presencia de este mamífero en las viviendas humanas puede aumentar el 

riesgo de infección por T. cruzi a los humanos hasta cinco veces (Turriago et al., 
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2008). Distintos estudios que estiman la seroprevalencia de infección de 

T. cruzi en perros en México demuestran una relación directa con la presencia de 

anticuerpos contra T. cruzi en humanos (Sosa-Jurado et al., 2004; Estrada-

Franco et al., 2006; Jiménez-Coello et al., 2010). Sin embargo, en el estado de 

Baja California México, no se han realizado estudio sobre la infección por T. cruzi 

en perros pese a la importancia de este hospedero en el ciclo de transmisión de 

este parásito. 
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JUSTIFICACIÓN 

El perro, desempeña un papel crucial como centinela en el diagnóstico de 

enfermedades zoonóticas, no solo actúa como indicador temprano de la 

presencia de patógenos que pueden transmitirse de animales a humanos, sino 

que también vincula los ciclos doméstico y silvestre de T. cruzi, lo que refuerza 

la importancia de su estudio en áreas endémicas (Roque y Jansen, 2008; 

Ramírez et al., 2013; Xavier et al., 2014).  

El perros es considerado el hospedero doméstico más importante en los 

diferentes ciclos de transmisión que presenta de T. cruzi, debido principalmente 

a que es una importante fuente de alimentación para los triatominos (Arce-

Fonseca et al., 2017).  Además, el perro puede infectarse a través de diferentes 

vías, como: la transmisión oral por ingerir insectos o presas infectadas 

(Montenegro et al., 2002), la transmisión transplacentaria (Torrico et al., 2004; 

Rodríguez-Morales et al., 2011) y la transmisión transmamaria (Barr et al., 1992). 

Por lo anteriormente descrito, es imperativo realizar estudios que permitan 

identificar si existe infección por T. cruzi en perros en regiones aún no exploradas 

como Mexicali, México. Los hallazgos de esta investigación constituirán el primer 

reporte acerca de la situación de infección por T. cruzi en perros de Baja 

California. 
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PREGUNTA DE INVESTIGACIÓN 

¿Existe infección por Trypanosoma cruzi en perros (Canis lupus 

familiaris) del centro de control animal de Mexicali, México? 
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OBJETIVO GENERAL 

Determinar si existe evidencia de infección por Trypanosoma cruzi en 

perros (Canis lupus familiaris) del centro de control animal de Mexicali Baja 

California, México. 

 

Objetivos específicos 

Determinar la presencia de infección aguda por Trypanosoma cruzi en 

perros (Canis lupus familiaris) del centro de contol animal de Mexicali Baja 

California, mediante técnicas parasitológicas directas. 

Determinar la presencia de infección aguda por Trypanosoma cruzi en 

perros (Canis lupus familiaris) del centro de contol animal de Mexicali Baja 

California, mediante técnicas de biología molecular.  

Determinar la presencia de infección crónica con Trypanosoma cruzi en 

perros (Canis lupus familiaris) del centro de contol animal de Mexicali Baja 

California, mediante la detección de anticuerpos utilizando las técnicas de ELISA 

y reacción de hemaglutinación indirecta. 
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MATERIALES Y MÉTODOS 

Tipo de estudio  

 Estudio epidemiológico transverasal extendido  

Lugar de estudio 

 El estudio se realizó en el Centro Municipal de Control Animal (CMCA) de 

Mexicali, Baja California, México. Este centro es el principal responsable de 

supervisar la población canina en las zonas urbanas y periurbanas de Mexicali. 

De forma rutinaria el personal del CMCA atrapa a los perros que deambulan en 

las vías públicas y la permanencia de estos en el centro es variable y se basa en 

su estado de salud con la opción de adopción. Mexicali es una ciudad fronteriza 

que se encuentra entre los paralelos 30° 51’ y 32° 43’ de latitud norte; los 

meridianos 114° 43’ y 115° 51’ de longitud oeste; altitud entre -3 y 1 900 m. 

Colinda al norte con los Estados Unidos de América; al este con los Estados 

Unidos de América, el estado de Sonora y el Golfo de California; al sur con el 

Golfo de California y el municipio de Ensenada; al oeste con los municipios de 

Ensenada y Tecate. El clima es extremadamente árido, marcado por elevadas 

temperaturas durante el verano que pueden exceder los 45°C y un promedio 

anual de lluvias inferior a 100 mm (INEGI, 2010). Estas condiciones 

meteorológicas, sumadas a la gran cantidad de mascotas y la cercanía a zonas 

rurales, generan un ambiente favorable para la aparición de vectores de T. cruzi, 

como los triatominos
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Duración del estudio  

 El estudio tuvo una duración de 6 meses (marzo a agosto 2023). 

Origen de la información 

 Se recolectaron muestras de sangre de perros capturados en el Centro 

Municipal de Control Animal de Mexicali, B.C. (CEMCA). El presente proyecto 

recibió la aprobación del Comité de ética de lICV.  

Criterios de Inclusión y exclusión:  

Se incluyeron en el estudio todos los perros mayores de 1 mes, de ambos 

sexos. Se excluyeron del estudio todos los perros menores de 1 mes y a los que 

por cuestiones de conducta no sea posible muestrear. 

Cuestionario epidemiológico 

Por cada animal muestreado se utilizó un cuestionario epidemiológico para 

registrar datos claves tales como: hora de la toma de muestra, talla, sexo, edad 

aproximada, condición corporal, temperatura corporal, estado de conciencia, 

pulso, auscultación cardiaca, frecuencia cardiaca y palpación de nódulos 

linfáticos. La captura y manejo de la información generada fue capturada en una 

base de datos en el programa Excel. 

Análisis estadístico: 

La prevalencia de la enfermedad se determinó a partir del cociente del 

número de casos positivos entre el número total de muestras analizadas en el 

periodo del estudio.  La prevalencia es igual al número de casos positivos entre 

el total de muestras analizadas.  
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Metodología 

Tamaño de muestra: para el cálculo se cosideraron las siguientes 

variables: tamaño de población de perros capturados por el CEMCA 3500 (datos 

proporcionados por la institución) y con una prevalencia esperada del 4.4 %, 

reportada en Sonora, estado colindantes a la región. El tamaño de muestras fue 

de 64 animales, sin embargo, en este trabajo se muestrearon un total de 86 

animales. 

Obtención de la muestra: las muestras fueron colectadas por medio de 

venopunción en las venas cefálica o yugular con aguja calibre 21 en un volumen 

de entre 1-5 ml. Se colocaron al menos 0.5 mL en tubos Vacutainer® con 

anticoagulantes EDTA y el resto en un tubo sin anticoagulante (BD, Franklin 

Lakes, NJ, USA). Todas las muestras de sangre se mantuvieron a 4 ° C en un 

contenedor con hielo para su traslado al laboratorio para posterior 

procesamiento. 

Técnica de microconcentración: se llenó un capilar con la muestra de 

sangre contenida en un tubo de EDTA. El capilar, se llevó a centrifugación 

durante 5 minutos a 10.000 rpm. Se adhirió el capilar a una lámina portaobjetos 

usando cinta adhesiva. y se observó directamente en la capa leucoplaquetaria. 

Se inició el enfoque con el objetivo de 10x buscando el movimiento de los 

tripanosomas, para posteriormente pasar al objetivo de 40x. 

Frotis de capa leucoplaquetaria: se realizaron frotis de la capa 

leucoplaquetaria mediante la técnica de microconcentración, la cual se obtuvo 

mediante la centrifugación de un capilar de microhematocrito a 3500 rpm durante 

5 minutos. Posteriormente, se llevó a cabo un frotis de la porción leucoplaquetaria 
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de la sangre total y se tiñó con tinción Diff-Quik. Todos los frotis de la capa 

leucoplaquetaria se revisaron en el microscopio bajo los objetivos de 10x, 40x y 

100x en busca de tripanosomas. 

Extracción de ADN: Para extraer el ADN, se utilizó la capa flogística. Para 

la obtención de la capa flogística se centrifugó el tubo con la muestra de EDTA a 

3500 rpm durante 10 min, posterior a esto con ayuda de una pipeta de 

transferencia se tomó la porción de la capa flogística y se colocó en un microtubo 

de 1.5 ml esteril para después proceder a realizar la extracción de ADN, utilizando 

el Kit de extracción de ADN genómico PureLink™ (Invitrogen®,Carlsbad, USA), 

de acuerdo con el protocolo recomendado por el fabricante. Al finalizar la 

extracción, se realizó una electroforesis en gel de agarosa al 1%, con el fin de 

conocer la calidad del ácido nucleico. El ADN se almacenó a -20 °C hasta su 

posterior procesamiento.  

Reacción en cadena polimerasa: se realizó la amplificación del ADN de T. 

cruzi mediante PCR, utilizando los primers TCZ 1 y TCZ 2 (Moser et al., 1998). 

Las amplificaciones se realizaron en un termociclador de marca Thermo 

HybadidTM (EE.UU.)  Los productos de la PCR se separaron en un gel de 

agarosa (0.9%) teñido con bromuro de etidio para visualizarlo en un 

transiluminador UV. Si la porción de 188pb se visualiza, la muestra se clasificará 

como positiva. 

Ensayo inmunoenzimático (ELISA): Se utilizo el Kit Wiener Chagatest 

ELISA recombinante v.4.0 el cual es un ensayo inmunoenzimático "in vitro" para 

la detección cualitativa de anticuerpos anti-T. cruzi en muestras de suero. Las 

muestras fueron analizadas por duplicado, y se diluyeron en una policubeta, 



55 

 

 

cuyos pocillos se encuentran sensibilizados con seis antígenos recombinantes 

(SAPA, 1, 2, 13, 30 y 36) específicos de los estadios epimastigote y 

tripomastigote del T. cruzi, de acuerdo a las especificaciones del fabricante. 

Reacción de hemoaglutinación indirecta (HAI): Se utilizo el Kit Wiener Chagatest 

HAI, el cual es una prueba de hemaglutinación indirecta para la detección de 

anticuerpos contra T. cruzi. Se realizaron diluciones del suero 1/2, 1/4, 1/8, 1/16 

según las indicaciones del fabricante. Se consideraron positivas cuando los 

sueros son reactivos en diluciones mayores o iguales a 1/8 (Chagatest Hai W.L). 

Criterios de diagnóstico de infección por T. cruzi  

De acuerdo al manual de diagnóstico de la enfermedad de Chagas de la 

secretaría de salud (2015), el empleo de dos pruebas serológicas con principios 

diferentes, presentará una certeza diagnóstica entre el 98 y 99%. Tomando esto 

en consideración, en esta investigación será considerada una muestra como 

positiva, si ocurre uno de los siguientes supuestos: si la muestra resulta positiva 

a ambas pruebas serológicas (HAI y ELISA), si se detecta el parásito en sangre 

por medio de la evaluación del frotis de la capa leucoplaquetaria y/o si cumple 

los criterios de positividad de PCR (188 pares de bases) (cuadro 4). 

 

 

 

 

 

 



56 

 

 

Cuadro 4. Criterios de positividad de la muestra  

Técnica de 

ELISA 

Técnica 

HAI 

Detección del 

parásito en frotis 

PCR Clasificación de 

la muestra 

+ + + + Positivo  

+ + + - Positivo 

+ + - + Positivo 

+ + - - Positivo 

+ - - + Positivo 

+ - + - Positivo 

- + + - Positivo 

- + - + Positivo 

- - - - Negativo 

+ - - - Negativo 

- + - - Negativo 
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RESULTADOS 

En total se obtuvieron un total de 86 muestras. El 51% (44) de los perros 

eran machos y el 49% (42) hembras. Respecto a las edades el 59.3% (51) tenían 

entre 1 y 5 años, el 23.3% (20) eran menores de un año y el 17.4% (15) eran 

mayores de 5 años. El 91.9% (79) del total de las muestras provienen de perros 

capturados en la zona urbana de la ciudad de Mexicali y 8.1% (7) de una zona 

rural del valle de Mexicali. El 48.8% (42) fueron recolectadas durante la primavera 

(marzo-mayo) y el 51.2 % (44) en el verano (junio-agosto). 

 El 58.1% (50/86) de los perros presentaban una buena condición corporal 

mientras que el 41.9% (36/86) presentaba una condición corporal pobre. El 

65.5% (55/86) de los perros presentaba hipertermia, mientras que el 34.5% 

(29/86) no presentaba. 

Todas las pruebas de microconcentración de hematocrito resultaron 

negativas a T. cruzi. Sin embargo, en 1 muestra (n=86) se observaron 

microfilarias. Respecto a la revisión de los frotis sanguíneos, todos resultaron 

negativos a T. cruzi. 

  Todas las muestras resultaron negativas a T. cruzi mediante PCR.  

De acuerdo a los criterios de seropositividad antes establecidos (cuadro 3), dos 

muestras resultaron positivas a ambos estudios serológicos (HAI y ELISA), por lo 

tanto, se encontró una seropositividad del 2.3 % (2/86). En el cuadro 5 se 

muestran las características de los perros correspondientes a las muestras 

positivas.
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Cuadro 5.   Cuadro de Características de Perros Positivos a T. cruzi 

Variable Muestra 1 Muestra 2 

Sexo Macho Hembra 

Edad > 5 años > 5 años 

Condición corporal 2/5 (Pobre) 3/5 (Buena) 

Fiebre No Sí 

Talla Mediana Grande 

Estación de muestreo Verano Verano 

Tipo de población Urbana Urbana 

Pruebas de diagnóstico   

- ELISA Positivo Positivo 

- Frotis de capa 

leucoplaquetaria 

Negativo Negativo 

- Prueba de 

microconcentración 

Negativo Positivo (microfilariosis) 

- PCR Negativo Negativo 

- HAI Positivo Positivo 
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DISCUSIÓN 

Este es el primer informe sobre infección con T. cruzi en perros del estado 

de Baja California. Los perros son considerados el hospedero doméstico más 

importante en los diferentes ciclos de transmisión que presenta de T. cruzi, 

debido principalmente a que son una importante fuente de alimentación para los 

triatominos (Arce-Fonseca et al., 2017). Estos, además, se pueden infectar a 

través de diferentes vías de transmisión, como: la transmisión por vía oral al 

ingerir insectos o presas infectadas (Montenegro et al., 2002), la transmisión 

transplacentaria (Torrico et al., 2004; Rodríguez-Morales et al., 2011) y la 

transmisión transmamaria (Barr et al., 1992).  

La infección con T. cruzi se desarrolla en dos etapas clínicas, la aguda y 

la crónica, y para diagnosticarlas es necesario realizar diferentes pruebas 

diagnósticas para cada etapa. En el presente estudio se identificó una 

prevalencia de 2.3 % (2/86) de la infección por T.cruzi en perros del centro de 

control animal, capturados en verano en un área urbana de Mexicali Baja 

California los cuales se encontraban cursando la etapa crónica de la EC, esto 

puede deducirse debido a la presencia únicamente de anticuerpos anti T. cruzi  

(serología positiva) y parasitemia indetectable mediante métodos parasitológicos 

directos (PCR, técnica de microconcentración y frotis de capa leucoplaquetaria 

negativos).En un estudio realizado en Sonora, Baja California se encontró una 

seroprevalencia del 4.44% (8/180) mediante ELISA y confirmación mediante    

 



60 

 

 

 

Inmunofluirescencia indirecta. Los perros muestreados tenían dueño sin 

embargo, estos tienían acceso a la calle y a la casa de los dueños. En otro estudio 

realizado a 10 centros de control animal, en el centro y sur de Texas, se 

examinaron 164 perros de los cuales; 30 perros se determinaron como 

seropositivos, se le dio seguimiento a 30 perros con resultado negativo durante 

12 meses y un total de 10 perros se convirtieron en positivo a lo largo del estudio, 

lo que resultó en una tasa de incidencia de 30.7 nuevas infecciones por cada 100 

perros por año (Busselman et al., 2021), esto señala la importancia de realizar 

más estudios para determinar los factores de riesgo y los mecanismos de 

transmisión de T. cruzi que presentan los perros del centro de control animal de 

Mexicali B. C.  

No se encontraron diferencias estadísticamente significativas entre las 

características de la población estudiada y la positividad de las pruebas y esto 

puede deberse a que la prevalencia resultó ser baja y el número de animales 

positivos es demasiado pequeño para detectar diferencias significativas.  

Los animales positivos a la infección fueron identificados mediante la 

detección de anticuerpos contra T. cruzi mediante las técnicas de ELISA y HAI. 

Sin embargo, todas las pruebas diagnósticas para identificar la infección aguda 

(búsqueda parasitaria directa y PCR) resultaron negativas en todos los perros 

incluídos en el estudio. Los análisis basados en PCR han sido exhaustivamente 

documentados y parecen ser un método eficaz para la detección fácil y fiable del 

ADN de T. cruzi (Marcon et al., 2002; Vera-Cruz et al., 2003; Virreira et al., 2003) 

demostrando alta sensibilidad en comparación con otros métodos parasitológicos 
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indirectos como el xenodiagnóstico y el hemocultivo (Portela-Lindoso y Shikanai-

Yasuda, 2003; Ministério da Saúde, 2005; Lages-Silva et al., 2006). El ADN 

satélite de T. cruzi, que se presenta en un gran número de copias en el genoma, 

es un blanco adecuado para un diagnóstico específico basado en PCR de la 

enfermedad de Chagas en muestras de sangre, lo que asegura una alta 

sensibilidad. Además, los cebadores TCZ1 y TCZ2 excluyen la amplificación de 

secuencias en otros protozoos filogenéticamente cercanos a T. cruzi, evitando 

así resultados falsos positivos (Batista et al, 2010). El éxito de la PCR depende 

de la cantidad de parásitos presentes en la circulación sanguínea de los 

pacientes. Durante la fase crónica, T. cruzi circula en cantidades muy reducidas 

y su dinámica de circulación es impredecible (Castro y Prata, 2000). Es probable 

que, incluso en presencia de infección en un paciente, la muestra recolectada 

puede no contener una cantidad suficiente de ADN del parásito, lo que podría 

resultar en un resultado negativo o indetectable en la prueba y por eso esta 

prueba no es recomendada para el diagnóstico de la infección crónica. Por otra 

parte, las pruebas parasitológicas directas mediante microscopía realizadas 

(técnica de microconcentración y frotis de capa leucoplaquetaria). La Secretaría 

de Salud (2015) indica una sensibilidad entre el 90-100% para la prueba de 

microconcentración de hematocrito, por lo que se hipotetiza que el hallazgo de el 

100% de las pruebas negativas a búsqueda parasitaria puede responder a que 

ninguno de los animales muestreados presentaban la etapa aguda de la infección 

durante el muestreo. 
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Se ha registrado la presencia de Triatoma recurva en los estados de 

Chihuahua, Sonora y Sinaloa, tanto en las viviendas de los residentes como en 

sus alrededores peridomiciliarios. En los estados de Jalisco, Nayarit, Colima y 

Sonora, se ha documentado la presencia de Triatoma rubida y Triatoma 

longipennis como insectos en proceso de adaptación para colonizar viviendas 

humanas y como vectores significativos de la enfermedad de Chagas (Salazar-

Schettino et. al., 2010). En Baja California han sido documentada la presencia de 

Paratriatoma hirsuta, Triatoma proctata, Triatoma rubida (Secretaría de Salud, 

2019). Y recientemente Waleckx y colaboradores, 2023 informaron la colección 

de ejemplares de Paratriatoma hirsuta en el estado de Baja California.  Por lo 

tanto, es plausible que los anticuerpos contra T. cruzi encontrados en perros 

domésticos en el área de estudio sean indicativos de una transmisión activa del 

parásito por vías vectoriales. Se necesitan más estudios para determinar las vías 

de transmisión de la enfermedad de chagas en esta región.  

El estado de Baja California no es considerado una zona endémica de la 

enfermedad de Chagas, sin embargo de acuerdo al boletín anual (2023) de la 

Organización Internacional para las Migraciones (OIM), en el año 2023 se 

registraron 33,939 eventos de personas en situación migratoria, correspondiendo 

principalmente a personas originarias de Venezuela, Honduras y Guatemala, 

estos países son considerados endémicos de la enfermedad de chagas, esto 

podría ser considerado como un importante factor de riesgo para la transmisión 

de T. cruzi en la región.
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CONCLUSIÓNES 

   El presente estudio es el primer informe de la infección por T. cruzi en animales 

en el estado de Baja California.  

    No se encontró evidencia molecular ni parasitaria de infección en ninguna de 

las muestras de sangre de perros analizadas, por lo que se considera que 

ninguno de los perros muestreados se encontraba cursando la fase aguda de la 

enfermedad durante el momento del estudio. 

   Se informa una prevalencia serológica de 2.3%, y según el comportamiento 

biológico de la enfermedad, se hipotetiza que ambos casos identificados se 

encontraban cursando la etapa crónica de la enfermedad de Chagas.  

Es necesario realizar más estudios que incluyan un mayor número de 

muestras de perros, así como, incluir las diversas poblaciones humanas, 

animales y las diferentes áreas geográficas del estado para determinar la 

situación epidemiológica en la región.  
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ANEXOS 

Anexo 1. Formato de toma de muestras de sangre de perros capturados del 

Centro Municipal de Control Animal de Mexicali   
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Anexo 2. Formato de toma de muestras de sangre de perros capturados del 

Centro Municipal de Control Animal de Mexicali   

UNIVERSIDAD AUTÓNOMA DE BAJA CALIFORNIA 

INSTITUTO DE INVESTIGACIONES EN CIESNCIAS VETERINARIAS 

“Estudio exploratorio de la enfermedad de Chagas en la península de Baja California” 

Responsable Dra. Paulina Haro, Tel.6861925658 correo: paulina.haro@uabc.edu.mx 

Formato de examen físico de perros capturados del Centro Municipal de Control Animal de 

Mexicali, 2023. 

Fecha:  

Identificación:  

Edad            <1 año           1- 5 años         >5 años          

Talla            Chico            Mediano        Grande        Gigante  

Estado mental Normal (alerta) 

Deprimido 

Hiperexcitable 

Otro______________ 

Condición corporal (en escala 

de 1 a 5) 

 

Sistema cardiovascular 

 

Frecuencia cardiaca 

________lpm 

Pulso  

   Fuerte 

   Correspondiente 

   Lleno 

 

   Débil 

   Asincrónico 

   Vacío 

Auscultación cardiaca 

   Normal 

   Arritmia 

   Soplo 

mailto:paulina.haro@uabc.edu.mx
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Temperatura  

Nódulos linfáticos  

Submandibulares  Normal     Aumentado   No palpable 

Preescapulares    Normal     Aumentado   No palpable 

Poplíteos  Normal     Aumentado   No palpable 

 

  Lado derecho             Vista ventral     Vista dorsal       Lado Izquierdo 

Tipo: 
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