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suitable quality control procedures to achieve optimal

results. This review describes and discusses the

advantages and limitations of the parasitological and

serological tests routinely used in Spain.
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Introducción

La tripanosomiasis americana o enfermedad de Chagas
es una infección parasitaria causada por el protozoo Try-
panosoma cruzi. En zonas endémicas es una zoonosis/an-
tropozoonosis en la que la vía principal de transmisión es
vectorial. Los insectos hematófagos de la familia Reduvii-
dae infectados transmiten la infección por las deyecciones
que realizan cuando se alimentan de sangre. El acto refle-
jo de rascado lleva los parásitos, que están en las deposi-
ciones (heces u orina del redúvido), hasta el punto de la
lesión ocasionada por la picadura del insecto o hasta las
mucosas u otras abrasiones de la piel (véase ciclo con ani-
mación en portal de la Organización Mundial de la Salud
[OMS]1). Las vías alternativas de transmisión más fre-
cuentes son: a) la transfusional, vía principal en zonas no
endémicas, y b) la vertical o congénita, de similar inciden-
cia tanto en zonas endémicas como no endémicas. Las vías
secundarias, menos frecuentes, son: a) por transplante de
órganos sólidos; b) por consumo de alimentos contamina-
dos con las deyecciones del insecto vector o carne poco he-
cha de mamíferos infectados; esta vía se asocia a brotes
puntuales en población con relación muy estrecha o fami-
liar, y c) por accidentes de laboratorio, principalmente por
el manejo de agujas contaminadas con el parásito2,3.

La enfermedad de Chagas está ampliamente distribuida
desde el sur de EE. UU. hasta el sur de Chile y Argenti-
na. Se desconoce el número exacto de infectados, si bien
se estima que afecta, aproximadamente, a 12 millones de
personas. El descenso en la prevalencia, observado en los
últimos años, se asocia a la interrupción de la transmi-
sión vectorial intradomiciliaria, en el total de las zonas en-
démicas de Uruguay, Chile y Brasil, certificadas por la Or-
ganización Panamericana de la Salud (OPS) en 1997, 1999
y 2006, respectivamente, y con los programas de control en
marcha de Argentina, Paraguay y Bolivia4. Por otro lado,
también contribuye a la reducción de casos la cobertura de
cribado serológico en bancos de sangre, que ronda el 100%,
excepto en algunos países como Bolivia. Es importante
destacar que no se ha descrito la enfermedad en la Repú-
blica Dominicana y Cuba5.

La enfermedad de Chagas, o tripanosomiasis americana,

es una parasitosis generalmente silenciosa y de evolución

lenta. En España, como consecuencia de la creciente

inmigración, se ha constituido en una infección importada

y emergente. Por ello, el diagnóstico de laboratorio,

parasitológico y serológico requiere una evaluación crítica

dentro del marco de la información clínica y

epidemiológica.

Aunque en nuestro entorno ya se han descrito casos

agudos, la mayoría de los afectados se diagnostican en la

etapa crónica de la infección. Como no existe una técnica

de referencia o “patrón de oro”, el diagnóstico serológico

se basa en la concordancia entre diferentes pruebas de

principios y antígenos distintos, que requieren un

adecuado control de calidad para conseguir resultados

óptimos. En esta revisión se describen las herramientas

parasitológicas y serológicas utilizadas en el diagnóstico

de la enfermedad de Chagas, teniendo en cuenta los

factores que afectan a sus ventajas y sus limitaciones.
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Laboratory diagnosis of imported Chagas’ disease

Chagas’ disease, or American trypanosomiasis, is a silent

parasitosis with a slowly-progressive course. In Spain, due

to the rise in immigration, Chagas’ disease has became an

imported infection with characteristics of an emergent

problem. Therefore, parasitological and serological

diagnoses require critical evaluation from both clinical and

epidemiological perspectives. Although some fatal acute

cases have been reported, almost all the infected

individuals diagnosed are in the chronic phase. In the

absence of a gold standard diagnostic test, serological

detection is based on analysis of the concordance index

between different antigens and assays, which requires
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Agente patógeno y formas evolutivas
Trypanosoma cruzi es un protozoo flagelado de la fami-

lia Kinetoplastidae que se caracteriza por la presencia
de una mitocondria de gran tamaño denominada kineto-
plasto. Tiene, principalmente, 3 formas evolutivas: el tri-
pomastigote (forma infecciosa para el hospedador defini-
tivo y el vector), el epimastigote (forma de multiplicación
en el vector y en cultivo) y el amastigote (forma de mul-
tiplicación en el hospedador vertebrado y en cultivos ce-
lulares).

Variabilidad genética 
y su impacto en la epidemiología

Las cepas aisladas de T. cruzi presentan una gran va-
riabilidad genética que se estudió mediante diferentes he-
rramientas biológicas, bioquímicas y moleculares. Debido
a la falta de un consenso inicial, estos aislados han recibi-
do diferentes denominaciones6 que han llevado a una gran
confusión. Para conocer la equivalencia entre las diferen-
tes denominaciones, es conveniente revisar las recomen-
daciones acordadas en 1999 por los expertos que investi-
gan en esta área de trabajo7, así como las revisiones
realizadas por Momen8, Campbell et al9 y De Freitas et
al10. El análisis global de los diferentes estudios de carac-
terización han confirmado los tres grandes zimodemas
(Z1, Z2 y Z3) descritos, inicialmente, por Miles et al11. Los
zimodemas Z1, Z2 y Z3A12 son equivalentes a los grupos T.
cruzi I, T. cruzi III y T. cruzi III, respectivamente. Las
dos primeras equivalencias están ampliamente aceptadas
y consensuadas7, la tercera es un postulado reciente10. Se-
gún Brise et al13, T. cruzi I corresponde a cepas de menor
heterogeneidad; las cepas caracterizadas como T. cruzi II
y T. cruzi III constituyen un mismo grupo T. cruzi II, que
a su vez contiene 5 subdivisiones: T. cruzi IIa, IIb, IIc, IId
y IIe (tabla 1).

Debido a la complejidad antes mencionada, aún no se ha
establecido una asociación bien definida entre los genoti-
pos de T. cruzi y la evolución de la infección humana; si
bien está mejor documentada su relación geográfica. En lí-
neas generales, T. cruzi I se asocia al ciclo selvático de
transmisión, ha sido aislado de mamíferos marsupiales
del género Didelphys (zarigüeyas) y redúvidos de la tribu
Rhodniini, se localiza en hábitat con presencia importante
de palmeras y circula, principalmente, en países de Norte-
américa, Centroamérica y el norte de Sudamérica. Se de-
tecta con mayor frecuencia en casos de infección aguda y
en las formas cardíacas de la infección crónica. Por otro
lado, T. cruzi II predomina en el ciclo doméstico, se ha ais-

lado a partir de mamíferos terrestres y redúvidos de la tri-
bu Triatomini, circula mayoritariamente en países del
cono sur de Sudamérica y se identifica tanto en infecciones
agudas como crónicas, en casos de cardiopatías y formas
digestivas (megaesófago y megacolon). Con respecto a las
cepas T. cruzi III, circulan en el ciclo enzoótico, han sido
aisladas a partir de diferentes mamíferos terrestres, com-
parten nichos ecológicos con T. cruzi I y II, se extienden
principalmente por el Amazonas y se asocian a parasite-
mias menores e infecciones de menor gravedad. Las cepas
caracterizadas como híbridos T. cruzi IId y IIe circulan en
algunos países del cono sur de Sudamérica y las cepas T.
cruzi IIa, que se aíslan con menos frecuencia, generalmen-
te circulan en el ciclo enzoótico9,10,14.

Algunos estudios han demostrado que la variabilidad
genética de T. cruzi tiene impacto en la variabilidad anti-
génica y puede influir en el diagnóstico de la infección15.

Fases de la enfermedad

Las manifestaciones clínicas observadas en los indivi-
duos infectados por T. cruzi son diversas; varían desde for-
mas asintomáticas hasta sintomáticas graves, e incluso de
consecuencias fatales. Es importante destacar que el pe-
ríodo inicial, después del ingreso del parásito, puede durar
desde 2 semanas (cuando se adquiere la infección por las
heces contaminadas del vector) hasta varios meses (cuan-
do se adquiere el parásito por una transfusión sanguínea)
(fig. 1). Este período se conoce como fase aguda de la in-
fección. En esta etapa, se observan síntomas en el 1-5%
de los infectados; en zonas endémicas, los signos clásicos
según la puerta de entrada, son el signo de Romaña y el
chagoma de inoculación. La fiebre de curso prolongado es
característica en los casos de transfusión, y el distrés res-
piratorio y la hepatoesplenomegalia, en los casos de trans-
misión vertical. En general, los síntomas son muy inespe-
cíficos, y en ocasiones se confunden con un resfriado
común. Suele observarse cuadros de miocarditis que re-
miten de forma favorable y espontánea en la mayoría de
los casos. Es menos común observar casos de meningitis,
que en el 50% de éstos puede ser fatal. Una vez superada
esta etapa, si el individuo infectado no ha sido tratado
pasa a la fase crónica de la infección. Durante décadas, o
de por vida, el individuo afectado puede permanecer asin-
tomático, forma indeterminada de la infección. Aproxima-
damente, el 30-50% de la población infectada evoluciona a
formas sintomáticas y las manifestaciones clínicas pueden
ser de diferente grado de gravedad (formas cardíacas, for-
mas digestivas –megaesófago y megacolon–, formas neu-
rológicas) e incluso fatales (muerte súbita)2,9.
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TABLA 1. Equivalencia de los genotipos de Trypasonoma cruzi

Designación Referencia

Zimodema Z1 Z2 Z3 11
ZIIIA ZIIIB 12

Linaje 2 1 1/2b 1/2b 6
DTUa Tc I Tc IIb Tc IId Tc IIe Tc IIc Tc IIa 13
Grupo T. cruzi I T. cruzi II 7
Linaje ancestral T. cruzi I T. cruzi II híbridos T. cruzi III (?) 10
aDTU: unidades discretas de tipificación; b1/2: aislados con características del linaje 1 y el linaje 2.

05 Maria Flores-Chavez Supl.qxd  19/10/07  08:44  Página 30

Documento descargado de http://www.elsevier.es el 20/10/2010. Copia para uso personal, se prohíbe la transmisión de este documento por cualquier medio o formato.



Principales grupos de riesgo
Teniendo en cuenta las características de la enferme-

dad, en nuestro entorno, la probabilidad de detectar casos
agudos es baja. Sin embargo, se puede sospechar en los in-
dividuos receptores que hubiesen sido transfundidos con
hemoderivados sanguíneos o trasplantados de órgano sóli-
do, de donantes procedentes de áreas endémicas. Hasta la
fecha, en España, se han descrito 2 casos agudos de con-
secuencias fatales debido a transfusión sanguínea conta-
minada16,17. Desde 2005, es obligatorio realizar una prueba
validada para descartar la infección por T. cruzi en donan-
tes de sangre de riesgo (Real Decreto 1088/200518). Algu-
nas comunidades, como Valencia, Cataluña, Madrid, As-
turias, País Vasco, Galicia, Andalucía y Cantabria, ya han
iniciado protocolos de cribado serológico. La seroprevalen-
cia media en donantes de sangre de riesgo, observada has-
ta la fecha, ronda el 1%19.

Los recién nacidos de madres latinoamericanas seropo-
sitivas pueden cursar también la etapa aguda de la enfer-
medad. En Barcelona, se ha descrito un caso de transmi-
sión congénita con evolución favorable gracias a la
administración temprana de tratamiento específico20. Por
ello, el cribado serológico de gestantes procedentes de zo-
nas endémicas es fundamental para realizar un diagnósti-
co precoz de la infección congénita. Estudios preliminares
en Barcelona y Valencia han descrito una seroprevalencia
en estas gestantes del 1-2%21,22.

En España, tanto las mujeres embarazadas como el res-
to de la población latinoamericana procedente de países
endémicos se encuentran en la etapa crónica de la infec-
ción. El diagnóstico, el manejo y el tratamiento de esta
población permitirán controlar y reducir la transmisión

por transfusión sanguínea y congénita. Actualmente, las
consultas de enfermedades tropicales están siguiendo y tra-
tando casos clínicos de cardiopatías y formas digestivas.
Un estudio en Barcelona indica una seroprevalencia en in-
migrantes latinoamericanos próxima al 37%23, y otro estu-
dio en Valencia reporta el 20,8%24.

El riesgo de infección tras un viaje a una zona endémi-
ca es relativamente bajo, debido a que el viajero, por lo
general, suele pernoctar en edificaciones bien construidas.
Sin embargo, es importante destacar que la permanencia
prolongada en un área rural o en zonas selváticas (Ama-
zonas) implica introducirse en los ciclos de transmisión do-
méstico y enzoótico de T. cruzi, respectivamente.

Diagnóstico de laboratorio

Para realizar un diagnóstico de laboratorio apropiado es
conveniente tener la información sobre la etapa de la in-
fección que se sospecha. Es decir, si se trata de una infec-
ción aguda o reciente, es recomendable agotar las herra-
mientas que permitan detectar al parásito. En cambio, si
el individuo se encuentra en la etapa crónica, el diagnós-
tico de laboratorio se basará, principalmente, en la deter-
minación de anticuerpos. También es aconsejable que,
para seguir la evolución de la infección en el paciente, aun-
que no haya recibido tratamiento, se realice tanto la de-
tección de anticuerpos como la del parásito, en especial en
estados de inmunodepresión. El conjunto de los resultados
de ambas aproximaciones permite valorar con mayor pre-
cisión la evolución del individuo. Cabe indicar nuevamen-
te que esta infección es de evolución lenta, por lo que el
seguimiento de los individuos infectados puede durar de
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Figura 1. Relación de la dinámica de la parasitemia (línea de puntos) y los anticuerpos IgG anti-Trypanosoma cruzi (línea discontinua) en la infección por T. cruzi.
*La duración de la fase aguda en la infección por transfusión sanguínea puede ser algo mayor al observado en la infección natural2.
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10 a 20 años, e incluso toda su vida. Actualmente, se reco-
miendan controles anuales.

Diagnóstico parasitológico

La detección tradicional de T. cruzi se realiza median-
te la observación directa de los tripomastigotes en una
muestra de sangre, ya sea en un examen en fresco, en
una extensión o gota gruesa teñida con Giemsa o después
de realizar la prueba de Strout25-28. Este último procedi-
miento consiste en concentrar los parásitos a partir de 3 ml
de sangre recogida sin anticoagulante, con incubación a
37 ºC durante 1 h para que se retraiga el coágulo y los tri-
pomastigotes queden suspendidos en el sobrenadante.
Tras varios ciclos de centrifugación, primero para elimi-
nar los hematíes residuales y luego para concentrar los
parásitos, se analiza el sedimento a 400 × 25. Una varian-
te de este procedimiento y de gran utilidad para el diag-
nóstico de infecciones congénitas es la técnica del tubo
capilar heparinizado o microhematocrito; esta prueba
consiste en el análisis del movimiento de los parásitos
en la interfase entre el paquete de hematíes y el plasma
de 4 a 6 capilares29-31. Para la identificación morfológica y
la diferenciación con T. rangeli, es necesario analizar las
preparaciones teñidas con Giemsa. Los tripomastigotes
de T. cruzi se caracterizan por un kinetoplasto promi-
nente, que da la sensación de estar pintado por encima
del cuerpo del parásito. Sin embargo, no se puede descar-
tar la dificultad de la diferenciación morfológica de estas
2 especies; por ello, en estos casos es aconsejable recu-
rrir a técnicas moleculares32-34. No obstante, este incon-
veniente se da principalmente en la fase aguda de la in-
fección y en zonas en las que ambos protozoos son
coendémicos35.

Cuando la parasitemia es baja, característica de la eta-
pa crónica, es imprescindible recurrir a técnicas que per-
miten amplificar la presencia del parásito, o de alguno de
sus componentes. Un procedimiento que posibilita alcan-
zar este objetivo es el xenodiagnóstico. Esta prueba con-
siste en utilizar 40 redúvidos repartidos en 2 frascos cu-
biertos con una malla de tela, que se colocan en la parte
interna de los brazos o las piernas del paciente, durante 30
min. En este período, los triatominos que se mantuvieron
en ayunas se alimentan de la sangre del paciente. Des-
pués de 30, 60 y 90 días, se analizan las heces u orina de
los insectos en búsqueda de tripomatigotes metacíclicos en
movimiento. Esta técnica se ha modificado a lo largo de los
años, y actualmente se puede realizar de forma artificial
con la misma sensibilidad que un xenodiagnóstico tradi-
cional; de esta manera se evita la exposición directa del
paciente a los triatominos. La cantidad de sangre perifé-
rica que se emplea es similar a la ingerida por los insectos
en la forma tradicional; para alcanzar un rendimiento óp-
timo es necesario que se procese de forma inmediata, o en
4 h, después de su obtención. Con la optimización del xe-
nodiagnóstico artificial se ha conseguido evitar que el pa-
ciente sufra la picadura de los 40 triatominos, aunque el
resultado sigue obteniéndose 30 a 90 días después de la
alimentación de estos insectos. Algunos investigadores
han introducido la reacción en cadena de la polimerasa
(PCR) para detectar al parásito y así aumentar su sensibi-
lidad y reducir el tiempo a 30 días36.

Otro recurso que permite multiplicar el número de pa-
rásitos a partir de una muestra de sangre es el cultivo. Du-
rante la fase aguda es posible cultivar volúmenes peque-
ños de muestra en medio NNN tradicional. Cuando la
infección alcanza la etapa crónica, el rendimiento es ópti-
mo cuando se utiliza hasta 30 ml de sangre, en series de 2
a 3 réplicas realizadas en días distintos, y el procesamien-
to es inmediato37. La sangre recogida con anticoagulante
se centrifuga para separar el paquete de hematíes y el
plasma que contiene las células blancas y las plaquetas.
Los hematíes después de un lavado con medio LIT (liver
infusion tryptose) se distribuyen en 6 tubos que contienen
3 ml de medio LIT. Por otro lado, las células suspendidas
en el plasma se concentran mediante un ciclo de centrifu-
gación y después se cultivan con 3 ml de medio LIT. To-
dos los tubos se mantienen a 27 ºC y se revisan semanal-
mente. Dependiendo de la parasitemia inicial, el tiempo
para considerar la prueba negativa es de 180 días. Tanto
el xenodiagnóstico como el hemocultivo, además de su in-
terés diagnóstico, son herramientas de gran utilidad para
el aislamiento de cepas de T. cruzi y posteriores estudios
de genética de poblaciones.

Otra opción para la detección de T. cruzi es la inocula-
ción en ratones que, aunque se emplea principalmente en
investigación38, se utilizó con éxito como herramienta
diagnóstica en casos agudos28 y también en pacientes cró-
nicos coinfectados por el virus de la inmunodeficiencia hu-
mana (VIH)39.

La detección de antígeno en orina y suero, mediante en-
sayos de captura en formato ELISA, se ha descrito con re-
sultados prometedores para el diagnóstico de la infección
aguda y congénita40, e incluso en casos crónicos. Sin em-
bargo, no se han desarrollado más avances con esta meto-
dología.

En los últimos años, la detección de ADN mediante la
PCR se ha constituido en la alternativa más accesible
cuando se carece de personal especialista en la identifica-
ción y diferenciación morfológica de T. cruzi, con respecto
a otros tripanosomátidos que circulan en coendemicidad.
Aunque su ejecución requiere un tiempo mayor al emplea-
do en una observación directa, es inferior al necesario para
la detección de la presencia de parásitos mediante xeno-
diagnóstico y hemocultivo. Existen numerosas dianas mo-
leculares que permiten la detección específica de T. cruzi;
en la figura 2 se resumen las aproximaciones más repre-
sentativas que se han abordado32-34,40-51. En diagnóstico, las
dianas más utilizadas son el minicírculo del kADN46 y la
secuencia repetida de ADN satélite33,52. Como ambas se
encuentran representadas en un número de copias muy si-
milar (104 copias), las diferencias en el límite de detección
dependen de la optimización de cada reacción. En los 2
protocolos de PCR, es posible conseguir la detección ine-
quívoca del contenido genómico de un solo parásito, e in-
cluso cantidades inferiores. En general, el límite de detec-
ción depende del número de repeticiones del blanco de
amplificación, las condiciones de la reacción, la variabili-
dad de la parasitemia, y el tipo y cantidad de muestra bio-
lógica. En zonas endémicas, la PCR, desde el punto de vis-
ta diagnóstico, sólo se utiliza en estudios de investigación.
En los países no endémicos, la PCR es una herramienta
que se emplea en situaciones puntuales, como por ejem-
plo en el seguimiento de una sospecha de infección por
transfusión sanguínea o trasplante, la reactivación de una
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infección crónica tras un trasplante, en el diagnóstico y
confirmación de un Chagas congénito, y en el seguimiento
de una infección accidental. En la fase crónica, la PCR es,
además, una prueba complementaria, y es útil como crite-
rio parasitológico de seguimiento del tratamiento tripano-
micida.

Además del diagnóstico, la PCR se utiliza en la caracte-
rización de T. cruzi. Para este análisis, las dianas mejor
estudiadas son el gen del miniexón6,53, los genes del ARN
ribosomal49,50, los espaciadores intergénicos51 (ITS) y la
región variable del minicírculo del kADN. Como se ha ex-
plicado anteriormente, aunque la clasificación taxonómica
de T. cruzi está todavía en discusión, el análisis individual
o combinado de estas dianas permite discriminar las dife-
rentes subdivisiones de T. cruzi. Además, mediante las va-
riantes PCR-RFLP (polimorfismo por digestión enzimática
del ADN amplificado), TGGE (polimorfismo en gradiente
de temperatura) o LSSP-PCR (polimorfismo de la amplifi-
cación del amplicón utilizando un solo oligonucleótido), se
puede evaluar la variabilidad genética en cada una de las
subdivisiones de T. cruzi.

La PCR cuantitativa en tiempo real todavía no está
muy introducida en el diagnóstico habitual, debido a que
la determinación de la carga parasitaria es útil, princi-
palmente, en la etapa aguda y en el seguimiento de in-
fecciones experimentales. Su utilización en el diagnósti-
co de la infección crónica tiene las mismas limitaciones
que una PCR tradicional. Además, los parásitos no están
siempre presentes en cada mililitro de la muestra de
sangre25. No obstante, mediante esta metodología se re-
duce el tiempo de visualización de los productos de am-
plificación. Algunos protocolos de PCR tradicional de
diagnóstico y caracterización ya se han ajustado a esta
tecnología54,55, pero queda por estudiar con detenimien-
to sus posibles ventajas.

Una comparación de la sensibilidad y el límite de detec-
ción de las pruebas parasitológicas que se emplean en el
diagnóstico de la infección aguda y crónica, se exponen en
las tablas 2 y 3, respectivamente. Como se detalla en la ta-
bla 2, en la infección aguda, la mayoría de las herramien-
tas parasitológicas tiene un buen rendimiento. En cambio,
en la infección crónica, aunque la PCR es superior en sen-
sibilidad (tabla 3), los estudios de evaluación de la parasi-
temia durante el seguimiento de la evolución de pacientes
tratados y no tratados, muestran que es necesario combi-
nar la PCR con el xenodiagnóstico, o el hemocultivo, para
demostrar la persistencia del parásito36. Esta controversia
probablemente es consecuencia de la variabilidad en la pa-
rasitemia y el tropismo tisular de T. cruzi. No obstante, si
la muestra de sangre contiene un sólo parásito, mediante
la aplicación de la PCR será posible detectarlo56. Para au-
mentar la probabilidad de detección de ADN equivalente a
un parásito en un caso de infección crónica, es recomen-
dable procesar un mínimo de 10 ml de sangre en un adul-
to y 5 ml en un niño57.

Diagnóstico serológico

El diagnóstico serológico se basa en la determinación de
inmunoglobulinas (Ig) G totales anti-T. cruzi. Por cuestio-
nes prácticas, se denomina convencional cuando se emplea
como antígeno todo el parásito (inmunofluorescencia indi-
recta [IFI]) o una mezcla compleja de antígenos del pará-
sito (hemoaglutinación indirecta [HAI], ensayos inmuno-
enzimáticos [ELISA]). El diagnóstico serológico es no
convencional cuando los antígenos son purificados, recom-
binantes o péptidos sintéticos2. Dentro de este último gru-
po, destacan las pruebas rápidas en formato de tiras in-
munocromatográficas y la aglutinación en tarjeta; con este
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Figura 2. Dianas de diagnóstico y ca-
racterización molecular de Trypanoso-
ma cruzi. SSU-rRNA: gen del ARN ribo-
somal de la subunidad pequeña del
ribosoma; ITS: espaciadores intergéni-
cos del gen del ARN ribosomal; N: nú-
cleo; K: kinetoplasto.

Diana Iniciación Tamaño del
amplificado

Ref.

Tcz1, Tcz2 195 pb 23

Diaz1, Diaz2 195 pb 41ADN satélite

O1, O2 220 pb 43Familia E113

C6s–C6r 344 pb 47Sec. rep. moderada

T189Fw2, Tc189Rv3 189 pb 34ADN telomérico

D71, D72 110, 125 pb 5024S alfa-rARN

V1, V2 165, 175 pb 4918 SSU-rARN

ITS1, ITS2 1,2; 1,7; 1,2-1,4 kb 51ITS

Miniexón
TC, TC1, TC2 300; 350 pb 6

TCC, TC1, TC2, TC2’ 300; 350; 250 pb 53

BP1-BP2 692 pb 44Proteína flagelar

FPS 177 pb 42ORF proteína flagelar

T1, T2 636 pb 45Proteína Tc24

Minicírculo

S35-S36 330 pb 32

S34, S67, S35, S36 83; 123; 330 pb 48

121-122 330 pb 46

K

N
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tipo de ensayos se requieren de 10 a 15 min para obtener
un resultado58,59.

A pesar de los avances tecnológicos, ningún ensayo sero-
lógico alcanza el 100% de sensibilidad y especificidad, de
manera que el diagnóstico serológico de certeza se basa

en la concordancia de, por lo menos, 2 técnicas de distinto
principio y antígenos diferentes2. Cuando los resultados
son discordantes, es necesario realizar otras pruebas de
confirmación y diagnóstico diferencial con otras enferme-
dades que pueden generar reacciones falsamente positi-
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TABLA 2. Técnicas de diagnóstico parasitológico aplicadas en infecciones agudas

Técnica Volumen de sangre Na Sensibilidad Límite de 
(%) detecciónb Tiempo Referencias

Observación en fresco (400×) 0,01 ml 15 80 2000 p/ml 10-60 min 29
59 15 28

0,0015 ml 400.000 p/ml 20 min 27

Extensiones teñidas 0,5 ml (12 preparaciones) 59 34 28

Gota gruesa 92 45 min 26

Microhematocrito 0,3 ml (50 µl × 6) 15 100 500 p/ml 10-60 min 29
0,2 ml (50 µl × 4) 71 100 40 p/ml > 10 min 30

Strout 3-5 ml 95 2 h 25,26

Xenodiagnóstico 2,5-5 mlc 100 30-60 días 26
Xenodiagnóstico artificial 3 ml 59 61 30-180 días 28

Cultivo de sangre 0,5 ml 59 53 1-8 semanas 28
1 ml 200 p/ml 30 días 38

Inoculación en ratones 0,5 ml 59 29 28
0,2 ml 10 p/ml 21-28 días 38

PCRd 0,1 ml 8 100 5 p/ml 6-8 h 52
10 ml (200 µl) 0,1 p/ml 56
2 ml (500 µl) 0,5 p/ml 36

PCR: reacción en cadena de la polimerasa:
aNúmero de pacientes con infección aguda (adultos, recién nacidos).
bDeterminado experimentalmente; p = parásito.
cCálculo que se alcanza multiplicando el número de triatominos utilizados por el volumen aproximado de sangre que el insecto ingiere durante la
realización de la prueba.
dLa sangre colectada se mezcla, volumen a volumen, con tampón guanidina 6 M-EDTA 0,2 M pH 8; entre paréntesis se indica el volumen de lisado
sangre-guanidina empleado en la extracción de ADN.

TABLA 3. Técnicas de diagnóstico parasitológico aplicadas en infecciones crónicas

Técnica Volumen de sangre Na Sensibilidad Límite de 
(%) detecciónb Tiempo Referencia

Microhematocrito 0,3 ml (50 µl × 6) 81 0 10-60 min 31
29 VIH 6,9

500 p/ml 29
0,2 ml (50 µl × 4) 35 0 40 p/ml > 10 min 30

Xenodiagnóstico 1-10 mlc 9–87,5 30-60 d 57
Xenodiagnóstico 10 ml 81 7,4 31

artificial 10 ml 29 VIH 69

Cultivo de sangre 1-10 ml 0-97 hasta 180 días 57
30 ml 25-94
30 ml 81 19,8 hasta 8 semanas 31
30 ml 29 VIH 51,7
1 ml 200 p/ml 30 d 38

PCRd 5 ml (200 µl) 47 45 6-7 h Notae

5 ml (500 µl) 96 100 Notae

10 ml (200 µl) 86 96,5 46
15 ml (200 µl) 79 83,5 Notae

10 ml (200 µl) 0,1 p/ml 56
2 ml (500 µl) 0,5 p/ml 36

PCR: reacción en cadena de la polimerasa.
aNúmero de pacientes con infección crónica.
bDeterminado experimentalmente; p = parásito.
cCálculo aproximado que se alcanza multiplicando el número de ninfas utilizadas por el volumen de sangre que el insecto ingiere durante la realización
de la prueba.
dLa sangre colectada se mezcla volumen a volumen con tampón guanidina 6 M-EDTA 0,2 M pH 8; entre paréntesis se indica el volumen de lisado
sangre-guanidina empleado en la extracción de ADN.
eLas referencias se pueden encontrar en la revisión realizada por Portela-Lindoso et al57.
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vas: leishmaniasis mucocutánea y visceral, malaria, sífilis,
toxoplasmosis, hepatitis, lupus eritematoso sistémico, es-
quistosomiasis, artritis reumatoide, paracoccidiodomico-
sis, mononucleosis y enfermedades autoinmunitarias. Algu-
nos investigadores postulan que la técnica de Western blot
empleando antígenos de excreción-secreción (TESA blot)
y la radioinmunoprecipitación de las glucoproteínas de 72
y 90 kDa (RIPA) podrían utilizarse como ensayos definiti-
vos y de confirmación. Sin embargo, ambas pruebas están
limitadas a centros especializados con infraestructura su-
ficiente para el mantenimiento de las formas infecciosas
en cultivo y la manipulación de radiactividad. Además, la
mezcla de los antígenos de excreción y secreción (TESA)
también puede variar entre lotes de producción, su elabo-
ración limita su rentabilidad y su empleo no elimina la po-
sibilidad de reacción cruzada con la leishmaniasis. Estos
inconvenientes restringen su uso a un número reducido de
muestras. En cuanto al RIPA, es la técnica de confirma-
ción que se emplea, principalmente, en EE. UU. Estudios
recientes indican que estos procedimientos también pue-
den presentar falsos negativos5.

Hace algunos años, en el mercado español no había mu-
chas técnicas comerciales disponibles para la detección de
anticuerpos anti-T. cruzi. Actualmente, se pueden encon-
trar kits comerciales que se basan tanto en antígenos tota-
les como en antígenos recombinantes (tabla 4). Es difícil
realizar una evaluación rigurosa de éstos para determinar
cuál de ellos es el mejor. El rendimiento de estas pruebas
depende de muchos factores que no siempre se miden en
experimentos puntuales. Además, debido a la inexisten-
cia de una técnica de referencia, los resultados pueden ser
variables. Por ello, la valoración continua de los reactivos
es fundamental. No obstante, a la hora de elegir una u
otra técnica, es necesario considerar el objetivo del estudio
y la infraestructura disponible. En cribados serológicos se
debe optar por la técnica de mayor sensibilidad, por lo ge-
neral en formato de ELISA, si bien algunos ensayos rápi-
dos basados en aglutinación e inmunocromatografía tam-
bién parecen alcanzar el mismo objetivo. En cambio, para
el diagnóstico es conveniente combinar los ensayos con-
vencionales entre sí, o con alguno de los métodos no con-
vencionales de mayor especificidad. La mayoría de las

pruebas no convencionales, disponibles en el mercado es-
pañol, se basa en epítopos antigénicos muy similares, por
lo que la utilización de dos de estos reactivos para confir-
mar un diagnóstico no cumpliría la recomendación de la
OMS, que es utilizar pruebas de principios distintos2. Una
descripción amplia de las características de los antígenos
recombinantes se puede encontrar en la revisión de Da
Silveira et al60.

Muestras, condiciones 
y algunas consideraciones especiales

En la fase aguda se puede detectar el parásito a partir
de sangre, suero, plasma, biopsias de tejido, líquido cefalo-
rraquídeo, en especial, cuando la parasitemia es elevada.
Para observar T. cruzi en movimiento, o aislarlo, es nece-
sario que la muestra se analice de forma inmediata, en lo
posible dentro de las 4-8 h posteriores a su obtención. Para
esto, la muestra se puede conservar refrigerada o a tem-
peratura ambiente (25 ºC). En el caso de la PCR, estas li-
mitaciones no son tan marcadas. Sin embargo, es conve-
niente que la muestra no sufra muchos cambios de
temperatura y se conserve a 4 ºC o congelada. En el caso
de ser una muestra de sangre, es conveniente que se mez-
cle con tampón guanidina 6 M-EDTA 0,2 M, lo antes posi-
ble. De esta manera, se homogeniza el ADN del parásito,
se inhibe las ADNasas, y se conserva la muestra, incluso a
temperatura ambiente. Con este procedimiento, se consi-
gue detectar hasta 1 parásito en 10 ml de sangre56.

En el diagnóstico parasitológico de la infección congéni-
ta, la utilidad de la sangre del cordón es discutida por la
posible contaminación con sangre materna. Sin embargo,
una toma cuidadosa de la muestra, evitando la mezcla de
ambas sangres, es menos invasiva para el recién nacido.
También se ha demostrado que la detección de parásitos
en la placenta y el líquido amniótico no se asocia a una in-
fección congénita61. Por otro lado, debido a parasitemias
bajas, es probable que no se detecte el parásito en el aná-
lisis inicial; por ello es conveniente realizar el seguimiento
del neonato en el primer y séptimo mes de edad. A partir
del séptimo mes, el diagnóstico se debe llevar a cabo me-
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TABLA 4. Algunos ensayos comerciales disponibles en el mercado español para la detección de anticuerpos IgG anti-T. cruzi

Casa comercial Nombre de la prueba Tipo de antígeno Sensibilidad Especificidad Referencia

Biolink T. cruzi HAI Antígeno total
LabClinics Biognost®IFA Epimastigotes
Innogenetics Kit Tripanosomiasis (MarDx) Epimastigotes Corpus Christi
Vitro T. cruzi IgG ELISA (Cellabs) Antígeno total
Biolink BLK Chagas test Antígeno total 
Johnson&Johnson Ortho-T. cruzi ELISA test system Antígeno total 100 100 Notaa

Abbot Certest (BiosChile) Antígeno total 100 100 Notaa

Izasa Biokit ELISA TcD, TcE, PEP2, TcLo1.2 100 97,4-99,5 Notaa

DiaMed ID-PaGIA Ag2, TcD, TcE 96,8 94,6 59
Biolink T. cruzi ICT (InBios) TcD, TcE, PEP2, TcLo1.2
Operon SA Stick Chagas TcD, TcE, PEP2, SAPA 99 95 Notaa

Chembio T. cruzi ICT B13, 1F8, H49 98,5-100 94,8-98,6 58
Western blot TESA 100 98,5 Notab

RIPA Glucoproteína 72-90 kDa 100 100 Notab

Ig. inmunoglobulina;
aSegún datos del fabricante.
bUn análisis de las limitaciones y las referencias se puede encontrar en la revisión realizada por Wendel5.
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diante la determinación de anticuerpos IgG anti-T. cruzi
por 2 pruebas serológicas validadas. No obstante, la eva-
luación de la cinética de anticuerpos IgG anti-T. cruzi, du-
rante los primeros 7 meses, que muestre una tendencia a
la negativización, puede sugerir ausencia de infección. Por
otra parte, mediante un estudio de casos y controles de
recién nacidos infectados y no infectados, se demostró que
la determinación de anticuerpos IgM o IgA no es útil para
el diagnóstico. En ambos grupos de recién nacidos se de-
tectaron las 2 clases de anticuerpos. Este hecho se explica
como una respuesta frente a los antígenos de excreción
secreción de T. cruzi que atraviesan la placenta62.

En la infección crónica, ninguna muestra es totalmente
idónea para la detección del parásito. Si bien T. cruzi en esta
etapa se localiza preferentemente en tejidos, una biopsia no
asegura ni mejora la sensibilidad de las técnicas parasitoló-
gicas. Por ello, la sangre es la muestra menos invasiva. Es
conveniente hacer notar que algunos infectados crónicos
tienen parasitemias persistentes, pero en muchos es posible
que se alternen resultados positivos con negativos. Mientras
un resultado parasitológico positivo confirma la infección,
un resultado parasitológico negativo con serología positiva
no necesariamente indica ausencia de parásitos.

También es importante destacar que en zonas endémi-
cas donde predomina T. cruzi I, suele circular T. rangeli
que, aunque no es patógeno, es responsable de muchas
reacciones cruzadas. Además en estas zonas, norte de Su-
damérica y Centroamérica, la transmisión vectorial está
menos controlada y muchos individuos presentan una in-
fección aguda o reciente. Por otro lado, en estudios experi-
mentales en modelo murino, durante el seguimiento de la
evolución de la infección con 2 cepas de T. cruzi I, se ob-
servaron dinámicas diferentes en la parasitemia y la res-
puesta inmunitaria humoral63. En la fase aguda, en el gru-
po de ratones infectados con la cepa de mayor virulencia in
vitro, la parasitemia fue más elevada y la respuesta inmu-
nitaria humoral fue patente en la fase crónica. Mientras
que con la otra cepa de menor virulencia, la parasitemia
fue más baja y se observó una seroconversión de positivo
a negativo en ausencia de tratamiento.

Aunque es discutido, también se ha descrito la elimina-
ción espontánea del parásito, curación espontánea64, en al-
gunos pacientes que no recibieron tratamiento específico.
Estos antecedentes podrían explicar las discrepancias ob-
servadas en los resultados de las pruebas de diagnóstico
serológico, así como la sensibilidad inferior de los ensayos
comerciales fabricados en el cono sur en zonas con predo-
minio de T. cruzi I.

Conclusiones

Teniendo en cuenta la gran variabilidad genética de T.
cruzi y la complejidad de la enfermedad de Chagas, es ló-
gico que el diagnóstico de laboratorio sea particular y pre-
sente connotaciones especiales. En España, al no contar
con el vector que transmite la infección en circunstancias
naturales, la mayoría de los afectados se encuentra en fase
crónica. Además, al no existir una técnica de referencia o
“patrón de oro” de diagnóstico, la detección de anticuer-
pos IgG, marcador principal en estos casos, requiere la
realización de al menos 2 pruebas de principios y antíge-
nos diferentes y un riguroso control de calidad que garan-

tice los resultados. Actualmente, es obligatorio el cribado
serológico de donantes de sangre de riesgo, que garantiza
el control de esta vía de infección y que no sucedan más ca-
sos agudos. Sin embargo, aunque hay estudios en marcha
sobre la transmisión congénita, no se puede evitar que
ocurran casos congénitos. En estas situaciones, la correcta
aplicación de las pruebas parasitológicas es fundamental
para realizar la detección precoz de la infección, la admi-
nistración temprana del tratamiento específico y la inte-
rrupción de la evolución de la enfermedad.
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