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1. RESUMEN 

 

Los murciélagos son dispersores altamente exitosos, que ocupan una amplia variedad de 

nichos ecológicos, estos organismos corresponden a aproximadamente el 20% de los 

mamíferos conocidos. Los murciélagos influencian la dinámica ecosistémica donde quiera 

que se encuentren, actuando como polinizadores, dispersores de semillas, y reservorios de 

virus, hongos y parásitos. Los Tripanosomátidos son un grupo de especies que están 

distribuidos en todos los continentes, a excepción de la Antártida; infecciones han sido 

reportadas en primates de África, marsupiales de Australia, y en una amplia variedad de 

mamíferos terrestres y voladores de América. Actualmente se divide a T. cruzi en dos 

subespecies, en Trypanosoma cruzi cruzi, el cual es el agente etiológico de la enfermedad de 

Chagas en humanos y en Trypanosoma cruzi marinkellei. Se considera que T. c. cruzi tiene 

una estructura poblacional predominantemente clonal, donde la reproducción sexual ocurre 

raramente entre poblaciones, esto ha dado lugar al surgimiento de siete subpoblaciones 

claramente distinguibles de T. c. cruzi, estas son clasificadas como TcI-TcVI y TcBat, Se 

emplearon red de neblinas para capturar a los especímenes, luego cada uno de estos fue 

inmovilizado y se le realizo una pequeña incisión para obtener una muestra de sangre de entre 

50-200 uL. El Kit de extracción empleado fue High Pure PCR Template Preparation Kit de 

Roche y la master mix empleada fue Gotaq® Green Máster Mix, Marca Promega, así mismo 

los primers fueron 121 y 122. La prevalencia total observada de Tripanosomátidos fue de un 

34. 8% (30/86), esta a su vez se subdivide en la prevalencia de total para T. cruzi del 30.02 

% (26/86) y Tripanosoma spp del 4.6% (4/86). La presencia de Tripanosomátidos fue 

observada en 30 especímenes distribuidos en 6 especies y en 2 familias. Los hallazgos de 

este estudio presentan un patrón similar de prevalencia a la encontrada en otros países de 

Latinoamérica. No podemos señalar que el porcentaje de infección observado sea el mismo 

para todo el país, esto debido al número bajo de murciélagos capturados, la poca 

representatividad de hábitats y la baja riqueza, y aunque era de esperar encontrar al parasito 

en los quirópteros, no deja de señalar el estudio la alta prevalencia observada y el riesgo 

potencial que supone para las personas. 
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2. INTRODUCCIÓN 

 

El Salvador es el país que registra el mayor número de casos confirmados de la enfermedad 

de Chagas para todo la región centroamericana [1], solo en el periodo de 2001-2012, fueron 

reportados un total de 731 casos agudos para esta enfermedad [2], aunque estas son cifras 

oficiales del Ministerio de Salud, es difícil hacer estimaciones concretas acerca de la cantidad 

total de las nuevas infecciones ocurridas para ese mismo periodo de tiempo, esto debido a 

que la mayoría de infecciones agudas son asintomáticas, solo algunos casos presentan 

síntomas como fiebre prolongada, malestar, fatiga, edemas en el sitio de inoculación, vomito, 

etc. siendo signos asociados a otras patologías [3–5]. La mayoría de personas que son 

portadoras de esta enfermedad nunca llegan a conocer su estado de salud, estos asocian los 

síntomas a otras tipos de dolencias o enfermedades, y se cree que solo entre el 30-40% de los 

portadores, desarrollan la fase crónica de la enfermedad [5], donde las manifestaciones 

clínicas se vuelven más evidentes; en El Salvador los test de Chagas en sangre son 

mandatorios para todos aquellos individuos que donaran sangre u órganos [6]; para el periodo 

de 2001 a 2011 fueron examinadas más de 885,000 muestras provenientes de donaciones de 

sangre, detectando un prevalencia de la enfermedad en 2.5%, esto según datos del banco de 

sangre del Instituto Salvadoreño del Seguro Social (ISSS), Hospital Militar, Cruz Roja 

Salvadoreña y Ministerio de Salud de El Salvador (MINSAL) [7]. 

La transmisión y circulación de T. cruzi implica dos ciclos epidemiológicos claramente 

distinguibles, el ciclo doméstico y el selvático. En el primero, está implicado la trasmisión 

del parásito a humanos y a animales domésticos, como perros, gatos, roedores etc. [8]; siendo 

la principal vía de contagio en el país la picadura de Triatoma dimidiata (“chinche 

besucona”). Continuos esfuerzos se han hecho durante décadas para monitorear, controlar y 

erradicar a poblaciones vectores en toda Centroamérica, y aunque especies como Rhodnius 

prolixus hayan sido exitosamente erradicada de El Salvador según la OPS [9], especies como 

T. dimidiata suponen un riesgo para la salud de cientos de miles de salvadoreños, en 

condiciones de pobreza confinados a zonas rurales o semirrurales. En el ciclo de trasmisión 

selvático, están interactuando especies de vectores y reservorios (como lo son murciélagos, 

roedores, marsupiales, etc.) con otros organismos en una red trófica, donde a partir de ciertos 

eventos estos logran relacionarse con animales y humanos en ambientes peridomiciliares 

[86]. 

Los murciélagos son dispersores altamente exitosos, que ocupan una amplia variedad de 

nichos ecológicos, estos organismos corresponden a aproximadamente el 20% de los 

mamíferos conocidos. Los murciélagos influencian la dinámica ecosistémica donde quiera 

que se encuentren, actuando como polinizadores, dispersores de semillas, y reservorios de 

virus, hongos y parásitos [11]. Se puede definir como reservorio, o más bien a un sistema 

reservorio, como a la especie o el conjunto de especies, que pueden mantener a un huésped 

de una forma sostenible, en escala de tiempo indefinida [10]. La ecología de estos animales 
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realza su relevancia como reservorios de enfermedades infecciosas y patógenos zoonóticos, 

esto debido a su alta capacidad de desplazamiento, amplia distribución mundial y su 

estructura social; de entre estos patógenos, destacan la Rabia, SARS, Hantavirus, Ébola y los 

Tripanosomátidos [12]. 

 

Los Tripanosomátidos son protozoarios que pertenecen al orden de los Kinetoplástidos, su 

principal característica es una altamente inusual, concatenación de la estructura del ADN 

mitocondrial [13]. Los Tripanosomátidos más comúnmente detectados en el neotrópico son 

Trypanosoma cruzi, T. dionisii, T. rangeli y T. conorhini [14]; T. cruzi es el agente etiológico 

de la enfermedad de Chagas, y es dividido en dos subespecies T. c. cruzi y T. c. marinkellei 

[15]; adicionalmente T. c. cruzi es clasificado en siete unidades discretas de tipificación 

(DTU’s) desde TcI a TcVI y TcBat, siento la última exclusiva de murciélagos [16]. 

En la actualidad, la investigación científica respecto a la enfermedad de Chagas en El 

Salvador, se ha enfocado en comprender y monitorear los ciclos de transmisión doméstica de 

T. cruzi, principalmente en humanos y en T. dimidiata [17]; poco o nada ha sido hecho para 

estudiar reservorios naturales del parásito para el país, y aunque no estén directamente 

relacionados a la trasmisión de la enfermedad a humanos, se desconoce cómo pueden estar 

influenciando los ciclos de transmisión [18]. 

La siguiente investigación fue realizada en el municipio de San Salvador, cantón Planes de 

Renderos, en Finca La Estancia de Malena, en el año 2022; la metodología se basó en la 

captura de especímenes de murciélagos mediante el uso de redes de neblina para su posterior 

extracción de muestra sanguínea. La fase de laboratorio fue llevada a cabo en el Centro de 

Investigación y Desarrollo de la Salud (CENSALUD), ubicado en la ciudad universitaria, 

municipio de San Salvador; estas muestras se les realizó extracción de ADN y para el 

diagnóstico se utilizaron pruebas moleculares para establecer la prevalencia de T.cruzi y otros 

Tripanosomátidos emparentados. 



15  

3. OBJETIVOS 

 

 

 
3.1. Objetivo general: 

• Identificar la presencia de Trypanosoma cruzi en muestras de sangre de murciélagos 

de la familia Phyllostomidae capturados en la finca “La estancia de Malena”, Cantón 

Planes de Renderos, San Salvador, a través del uso de pruebas moleculares. 

 

 
3.2. Objetivos específicos: 

• Identificar Trypanosoma cruzi en muestras de sangre de murciélagos filostómidos por 

la reacción en cadena de la polimerasa. 

• Identificar las especies de murciélagos de la familia Phyllostomidae asociadas al 

parásito Trypanosoma cruzi 

• Determinar las especies de Tripanosomátidos relacionadas a Trypanosoma cruzi. 
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4. MARCO TEÓRICO 

 

4.1. Generalidades del Orden Chiroptera. 

 
4.1.1. Orden Chiroptera. 

Comúnmente llamados murciélagos, el orden Chiroptera agrupa aproximadamente a más de 

1,100 especies alrededor del mundo, siendo el segundo grupo de mamíferos más diverso 

después de los Roedores; los murciélagos se dividen en dos subórdenes: Macrochiroptera o 

murciélagos del viejo mundo que comprenden a murciélagos frugívoros conocidos como 

“zorros voladores” y Microchiroptera que son el grupo más diversos y con la mayor 

distribución a nivel mundial, estos además son caracterizados por poseer la capacidad de 

ecolocalización [19]. 

 
4.1.2. Familia Phyllostomidae. 

Conocidos como murciélagos con hoja nasal (Figura 1), debido a una estructura en forma de 

lanza que se extiende sobre las fosas nasales y a una herradura que se envuelve alrededor de 

la nariz. Los murciélagos filostómidos son el grupo de murciélagos con el mayor rango de 

hábitos alimenticios, estos pueden ser insectívoros, nectarívoros, frugívoros y hematófagos, 

estos se distribuyen desde el sur de Estados Unidos, hasta Argentina y se dividen en cinco 

subfamilias, Desmodontinae, Glossophaginae, Phyllostomidae, Corallinae y 

Stenodermatinae [20]. 

 

 

Figura 1: Características principales de la familia Phyllostomidae [19]
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4.1.3. Familia Desmodontinae. 

La característica principal de esta subfamilia, es sin duda su dieta ya que son los únicos 

mamíferos que se alimentan casi exclusivamente de sangre (Hematófagos), siendo las únicas 

especies representantes: Desmodus rotundus, Diphylla ecaudata y Diaemus youngii; aunque 

las tres especies tienen el potencial de solapar sus fuentes alimenticias, Diphylla usualmente 

se alimenta de aves silvestres, mientras que Diaemus se alimenta casi exclusivamente de aves 

domésticas, por su parte Desmodus, es el más generalista del grupo (Figura 2), alimentándose 

de animales domésticos y salvajes, a su vez, es la especie que reporta el mayor número de 

ataques a humanos, este último está ampliamente distribuidos en Mesoamérica siendo 

limitados únicamente a tierras bajas debido a que no toleran temperaturas menores a 22 °C; 

tienen especial interés en salud pública debido a ser agentes transmisores de la enfermedad 

de la Rabia e otras infecciones por mordeduras [21]. 

 
 

Figura 2: Especie representante de la subfamilia Desmodontinae: Desmodus rotundus. Fuente: 

Google imágenes 

 
4.1.4. Subfamilia Glossophaginae. 

Son murciélagos pequeños a medianos, su característica principal es su lengua y hocico largo 

en la gran mayoría (Figura 3), representado por 14 géneros que son: Anoura, Brachyphylla, 

Choeroniscus, Choeronycteris, Dryadonycteris, Erophylla, Glossophaga, Hylonycteris, 

Leptonycteris, Lichonycteris, Monophyllus, Musonycteris, Phyllonycteris y Scleronycteris; 

se alimentan en su mayoría de néctar, pero dependiendo de las circunstancias también pueden 

alimentarse de polen, fruta e insectos; Sus refugios son principalmente cuevas, huecos de 

árboles o estructuras abandonadas que estén cercanas a fuentes de abundante néctar, siendo 

de gran importancia ecológica y económica debido a su rol de polinizadores [22] 
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Figura 3: Glossophaga soricina. Fuente: Carlos Boada 2021 (PUCE). 

4.1.5. Subfamilia Phyllostominae. 

Ampliamente distribuidos por todo el continente abarcando distintos ecosistemas y 

gradientes altitudinales, siendo el segundo grupo más diverso de toda la familia 

Phyllostomidae, se agrupan en 16 géneros entre estos se encuentran: Lophostoma, 

Micronycteris, Mimon, Phyllostomus, etc. Con 42 especies, además de sus diversos tamaños, 

su hoja nasal es su característica más notable al ser bien definida (Figura 4), sus hábitos 

alimenticios varían desde fruta, insectos, néctar o incluso animales pequeños como peces, 

ranas o lagartijas; pueden ser solitarios o gregarios y sus refugios dependerán de la 

disponibilidad de su alimento [23] 
 

Figura 4: Vista lateral de Phyllostomus discolor, destacando su hoja nasal. Fuente: Google 

Imágenes. 

 

4.1.6. Subfamilia Carollinae. 

Conocidos también como murciélagos de cola corta (Figura 5), siendo esta su principal 

característica, son murciélagos de tamaño medio que agrupan los géneros Carollia y 

Rhinophylla; estos se alimentan de una amplia variedad de frutos principalmente, siendo las 

espigas de un arbusto del género Piper sus preferidas; abarcan una gran variedad de 

ecosistemas siendo comúnmente catalogados como especies generalistas, estos incluso se 

adaptan a ambientes urbanos; Una característica especial de las especies que se agrupan esta 

subfamilia, es el uso de ecolocalización para obtener alimento [24]. 
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Figura 5: Carollia perspicillata. Fuente: Carlos Nivelo PUCE 

2021. 

 
4.1.7. Subfamilia Sternodermatinae. 

Es la subfamilia más diversa de la familia Phyllostomidae, agrupando un total de 17 géneros 

y 59 especies reportados, siendo los géneros Sturnira, Uroderma, Artibeus y Chiroderma 

algunos de sus representantes (Figura 6). Son frugívoros como principal hábito alimenticio 

pero, también amplían su dieta a insectos, hojas y flores; estos juegan un importante rol 

ecológico en el neotrópico como dispersores de semillas, ya sea en sus heces o mediante el 

hábito de llevarse el alimento a sus refugios, los cuales son muy variados y dependerán tanto 

de la especie como la disponibilidad de alimento; una característica muy singular es que aquí 

se agrupan los especímenes de mayor tamaño del grupo de los microquirópteros, además de 

la reducción de la hoja nasal en algunas especies o en el caso de Centurio senex la ausencia 

de esta [25]. 
 
 

Figura 6: Espécimen del Género Sturnira. Fotografía: Michelle Cornejo, CENSALUD. 
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4.2. Familia Vespertilionidae. 

Conocidos como “murciélagos nocturnos”, siendo la característica física más notable sus 

largas colas y orejas enrolladas en algunas especies (Figura 7), este diverso grupo de 

murciélagos se agrupan en 48 géneros y 402 especies conocidas alrededor del planeta, 

exceptuando zonas muy frías, su mayor riqueza de especies se encuentran en los trópicos; se 

alimentan principalmente de insectos, siendo depredadores voraces. Estos cumplen un 

importante rol ecológico como controladores de poblaciones, exceptuando a miembros del 

género Myotis que son carnívoros; su tamaño es pequeño comparado con otros grupos, pero 

presentan claro dimorfismo sexual y suelen refugiarse en casi cualquier lugar que les de 

oscuridad y les permita guardar calor, como cuevas o estructuras antropogénicas [26] 
 

Figura 7: Murciélago rojo Manchado (Lasiurus borealis), presentando las características propias de 

la familia Vespertilionidae. Fuente: Karen Powers (ADW). 

 
4.3. Enfermedad de Chagas. 

 
La enfermedad de Chagas o Tripanosomiasis americana, es una enfermedad causada por el 

agente etiológico Trypanosoma cruzi; actualmente se estima que afecta a 8 millones de 

personas alrededor del mundo, la mayoría en Latinoamérica, causando la muerte de 100,000 

personas al año; esta enfermedad ha sido reportada en 21 países de américa latina y se han 

reportado casos para USA y para algunos países Europeos, esto como consecuencia de las 

migraciones de personas pertenecientes a países endémicos de la enfermedad [27]. La 

Organización Mundial de la Salud cataloga a la enfermedad de Chagas, como una de las 17 

enfermedades tropicales más descuidadas, esto se debe principalmente a factores 

socioeconómicos que afectan a la población, debido a que en muchos países de la región no 

cuentan con planes de control de la enfermedad o sistemas de vigilancia que permitan 

determinar potenciales sitios de incidencia [28]. 
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4.3.1. Transmisión y manifestaciones clínicas de la enfermedad de Chagas. 

 

La forma más común de contagio de T. cruzi en humanos es por medio de la picadura de 

insectos hematófagos (triatominos) los cuales pertenecen a la familia Reduviidae, y se les 

conoce comúnmente como “chinche picuda” o “chinche besucona”; estos triatominos, 

además, pueden alimentarse de animales domésticos, como gallinas, perros, gatos, roedores, 

etc. La forma de contagio más común implica que el triatomino pique a las personas, 

normalmente de noche y luego de succionar sangre, estos defecan en el sitio donde se 

alimentaron, permitiendo que T. cruzi, que se encuentra contenido en sus heces, pueda 

atravesar la piel y difundirse en el flujo sanguíneo. Otras formas de contagio son las 

transfusiones de sangre y las donaciones de órganos, además de la transmisión vertical de 

madre a hijo. Existen tres fases claramente distinguibles en el desarrollo de la enfermedad de 

Chagas, la fase aguda, asintomática y crónica [29]. 

4.3.2. Fase Aguda. 

Esta fase comienza entre 4 a 14 días después de la inoculación del parásito, y se puede 

extender de 2 a 4 meses [1]. Es caracterizada por una alta densidad de parásitos (parasitemia) 

en la sangre del hospedero, donde la enfermedad permanece prácticamente asintomática en 

un 95% de los pacientes; las manifestaciones clínicas más comunes de esta fase incluyen 

síntomas no específicos como fiebre, dolor de cabeza, rash, vómito, pérdida de peso y diarrea, 

pero estos síntomas se alivian con el tiempo y los pacientes normalmente las confunden con 

otras patologías, además de estos síntomas también pueden presentarse anemia, 

linfadenopatía, leucocitosis, trombocitopenia y chagoma [8]. 

4.3.3. Fase asintomática. 

Esta fase es caracterizada por un declive progresivo de la parasitemia en sangre, donde el 

paciente muestras pruebas serológicas positivas a la enfermedad y carece de síntomas, esta 

fase comienza unos meses después de la infección parasitaria y puede durar desde meses 

hasta décadas, esto dependiendo del estatus del sistema inmunológico del paciente y de la 

tasa de replicación de los epimastigotes; se cree actualmente que alrededor del 30% de los 

pacientes nunca desarrollan la fase crónica y pasan toda su vida en la fase asintomática [5]. 

4.3.4. Fase Crónica 

Esta se inicia cuando la parasitemia en sangre es muy baja y las pruebas serológicas son 

positivas. La fase crónica puede ocurrir entre 10 a 30 años después de la infección y entre el 

30-40% de los pacientes de Chagas lo desarrollan; es caracterizada por afectaciones cardíacas 

y/o gastrointestinales como inflamación del estómago, esófago, colon etc., además también 

ha sido observado daños al sistema nervioso periférico; la mayoría de pacientes que 

desconocen que padecen esta enfermedad, asocian estas patologías a problemas relacionados 

a la vejez [30].
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4.3.5. Tratamiento. 

Existen dos drogas que son administradas para tratar la enfermedad de Chagas, estas son el 

Benznidazol y el Nifurtimox, el primero tiene un promedio de efectividad del 90%, y su uso 

está aprobado por la FDA para su administración en pacientes de 2 a 12 años; por su parte el 

Nifurtimox no está aprobado por la FDA, pero se puede obtener bajo protocolos de 

investigación y tiene un promedio de efectividad del 70%; se ha observado en ambas drogas 

un aumento en los efectos secundarios respecto a la edad. [31,32]. 

Para El Salvador, la dosis recomendada por el gobierno respecto a Nifurtimox (tabletas de 

120 miligramos) para niños de hasta diez años es de 15-20 mg/kg, adolescentes de once a 

dieciséis años es de 12.5 -15 mg/kg y mayores de dieciséis años 8-10 mg/kg y como dosis 

máxima 700 mg en veinticuatro horas. Respecto a Benznidazol (tabletas de 100 miligramos), 

la dosis en niños es de 5-10 mg/kg y para adultos es de 5-7 mg/kg [33] 

 
4.3.6. Diagnóstico. 

En El Salvador, el diagnóstico de la enfermedad de Chagas debe de basarse en el historial 

clínico del paciente, si se sospecha que es un caso agudo, se realizan 2 pruebas de 

confirmación, las cuales son la gota fresca y concentrado de Strout, esto siguiendo el 

Flujograma de Atención del Paciente Sospecho de Chagas Agudo en el Primer Nivel de 

Atención. Si se sospecha que el paciente está en fase indeterminado o en estadio crónico con 

o sin cardiopatía, se realiza un electrocardiograma y pruebas serológicas de ensayo de 

Inmunoabsorbente, ligado a enzimas (ELISA), ensayo de Hemaglutinación indirecta (IHA) 

y el ensayo inmunofluorescente indirecto (IFA); todas estas pruebas se basan en la detección 

de anticuerpos IgG-IgM, si existe discordancia entre las pruebas, se sigue el Flujograma de 

Atención del Paciente Sospechoso de Chagas Crónico [33,34]. 

 
4.4. Enfermedad de Chagas en El Salvador. 

La enfermedad de Chagas ha sido reportada en El Salvador desde 1913 por el Doctor Juan 

C. Segovia; en 1955 se llevó a cabo un estudio epidemiológico por Luis Peñalver, donde 

examinaron a más 309 adultos, siendo la seroprevalencia obtenida del 14.2% y en niños 

menores de 15 años del 19.9%, en otro estudio realizado en 1976 se obtuvo una prevalencia 

de 24.1% para zona costera y 2.0% para la zona montañosa del país [6]. En 1997 entra la 

Iniciativa Centroamericana para el Control de la Enfermedad de Chagas (IPCA) con el apoyo 

de la Organización Panamericana de la Salud (OPS), los cuales promovieron tres objetivos: 

la eliminación de Rhodnius prolixus en América Central, la reducción de la infestación 

domiciliaria de Triatoma dimidiata y la eliminación de la transmisión de Chagas por 

transfusión de sangre y órganos, además esto dio inició a programas de control de vectores, 

análisis de donaciones en banco de sangre y campañas de fumigación [35]. 
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Actualmente la única especie vector transmisora de la enfermedad de Chagas reportada en El 

Salvador es Triatoma dimidiata, esta especie es endémica para la región centroamericana y 

está asociada a ciclos de transmisión doméstica y selvática [36]; T. dimidiata tiene una 

distribución altitudinal desde los 0 a 2400 msnm, esta puede encontrarse predominantemente 

en hogares hechos con “bahareque” y “adobe” en zonas rurales o semirrurales, donde las 

paredes exhiben rajaduras pronunciadas en las cuales las chinches pueden ocultarse. Hasta 

hace unas cuantas décadas, Rhodnius prolixus jugó un importante rol en la trasmisión de la 

enfermedad en el país, esta tiene una distribución altitudinal de hasta 800 msnm, pero existen 

reportes de haber sido encontrado hasta los 1400 msnm; esta especie sólo está implicada en 

la transmisión doméstica y podía ser encontrada en hogares hechos principalmente de “paja”; 

a causa de los terremotos del año 2001 muchas casas cuya estructura estaba hecha 

predominantemente de paja, sufrieron daños irreparables lo que condujo a su abandono y 

prohibición, en el 2010 se confirmó su eliminación del país [9]. 

En un estudio comprendido entre 2001-2011, se analizaron aproximadamente más de 

885,000 muestras de sangre provenientes 31 bancos de sangre en El Salvador, operados por 

el Instituto del Seguro Social (ISSS), Hospital Militar y la Cruz Roja (Figura 8), se encontró 

que más de 21,000 muestras de sangre eran positivas para la enfermedad de Chagas, 

reportándose una prevalencia promedio del 2.5% para dicho periodo de tiempo. Desde el 

2001 al 2011 la seroprevalencia de T. cruzi ha disminuido progresivamente del 3.7% al 1.7%, 

reflejando una reducción del 54% respecto a 2001, siendo los departamentos de occidente los 

más afectados [7]. Entre el año 2014 al 2017, 771 casos agudos fueron reportados junto con 

53 casos crónicos, esto según los últimos datos del Ministerio de Salud, de El Salvador [37]. 

 

Figura 8. Seroprevalencia de la enfermedad de Chagas en donantes de sangre por departamento de 

El Salvador [7]. 
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4.5. Tripanosomátidos. 

Los Tripanosomátidos son un grupo de especies que están distribuidos en todos los 

continentes, a excepción de la Antártida; infecciones han sido reportadas en primates de 

África, marsupiales de Australia, y en una amplia variedad de mamíferos terrestres y 

voladores de América [38]. La teoría más aceptada para explicar la amplia distribución 

geográfica de los Tripanosomátidos alrededor del mundo, implica que el clado de T. cruzi (el 

cual está compuesto por más de 18 especies de Tripanosomátidos) surgió de parásitos 

hospederos de murciélagos hace aproximadamente 70-50 millones de años, los cuales fueron 

capaces de invadir a especies cercanas a murciélagos en múltiples ocasiones (Bat seeding 

hypothesis), originando una amplia diversidad de especies de Tripanosomátidos, cada cual 

asociada a reservorios y vectores distintos [39]. 

Actualmente se divide a T. cruzi en dos subespecies, en Trypanosoma cruzi cruzi, el cual es 

el agente etiológico de la enfermedad de Chagas en humanos y en Trypanosoma cruzi 

marinkellei, el cual está prácticamente restringido a especies quirópteros y aunque es capaz 

de infectar a ratones de laboratorio, estos no muestran el mismo nivel de daño histológico 

que el ocasionado por T. c. cruzi [11]. Se considera que T. c. cruzi tiene una estructura 

poblacional predominantemente clonal, donde la reproducción sexual ocurre raramente entre 

poblaciones [40,41], esto ha dado lugar al surgimiento de siete subpoblaciones claramente 

distinguibles de T. c. cruzi, estas son clasificadas como TcI-TcVI y TcBat, siendo la última 

exclusiva de murciélagos; aunque se creía previamente que TcBat era incapaz de infectar a 

humanos, se ha reportado un único caso de infección con TcBat en una niña en Colombia 

[42]. 

 
4.6. Transmisión y distribución epidemiológica de las subpoblaciones de T. cruzi. 

Trypanosoma cruzi es una especie ampliamente generalista, siendo capaz de infectar a 

cientos de especies de mamíferos distribuidos desde el sur de Estados unidos, hasta el sur de 

Argentina [43]. Este parásito es transmitido por docenas de triatominos hematófagos, con 

los cuales el parásito establece infecciones permanentes; respecto a las infecciones en 

mamíferos, T. cruzi establece diferentes patrones de infección con cada huésped, 

dependiendo de factores como, las subpoblaciones T. cruzi presentes, vías de contaminación, 

estatus nutricional del huésped y otras infecciones parasitaria. La transmisión de T. cruzi 

implica dos ciclos epidemiológicos claramente distinguibles (Figura 9), los ciclos de 

transmisión selváticos y domésticos (Urbanos). Los ciclos de transmisión selváticos, se 

definen como la cantidad de tiempo que pasa el parásito circulando entre vectores y 

reservorios en la naturaleza [10] mientras que los ciclos de transmisión doméstica se refieren 

a la transmisión del patógeno entre vectores, humanos y reservorios domésticos (perros, 

gatos, roedores etc.), este último está influenciado por factores sociales, económicos y 

geográficos propios de la condición de vida de las personas [44]. 

Las subpoblaciones de T. cruzi o DTU’s están asociadas a diferentes tipos de ciclos de 

transmisión epidemiológica, esto en relación a vectores, reservorios y a las regiones 
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geográficas donde estén confinadas, un ejemplo de ello es que la segunda causa de Chagas 

en Venezuela está relacionada a TcIV, mientras que la trasmisión de TcIII está prácticamente 

confinada a los ciclos selváticos, donde casos esporádicos en humanos son reportados en el 

Amazonas [45]; además se ha reportado que cada DTU’s está relacionada a ciertas 

manifestaciones clínicas, pero aún hace falta mucha información al respecto para 

corroborarlo [46]. En la Tabla 1, se resumen los principales vectores, reservorios y 

manifestaciones clínicas de cada DTU. 

Tabla 1. Listado de las subpoblaciones (DTU’s) y sus respectivos reservorios, vectores y 

regiones geográficas, junto con sus respectivas manifestaciones clínicas [45]. 
 

DTU Reservorio 

selvático. 

Vector selvático. Distribución 

geográfica. 

Patologías 

asociadas. 

TcI Didelphis, 

primates, 

Tamandua, 

roedores terrestres 

Primordialmente 

Rhodnius, 

Secundariamente 

Panstrongylus, 

Triatoma, Eratyrus, 

Sur, Central y 

Norte América 

Principal causa de 

Chagas 

Cardiopatía 

TcII Lista Incompleta. 

Didelphis, (bosque 

atlántico) 

Euphractus 

(Paraguay) 

Lista incompleta: 

Triatominos 

Cono sur, casos 

esporádicos en el 

norte 

Cardiopatía, 

inflamación del 

colón 

TcIII Dasypus, 

Chaetophractus, 

Euphractus, 

Didelphis, 

Monodelphis 

P. geniculatus América del sur Raro en humanos 

(también en 

perros), 

manifestaciones 

clínicas poco 

descritas 

TcIV Primates, Nasua 

Nasua 

Rhodnius, 

Panstrongylus, 

Triatoma 

Norte y Sur 

América 

Segunda causa de 

Chagas en 

Venezuela. 

TcV Lista incompleta: 

Dasypus, 

Euphractus, 

Octodon 

Lista incompleta Cono del sur, El 

Gran Chaco, sur 

extremo de 

Brasil 

Cardiopatía, 

inflamación del 

Colon 

TcVI Lista incompleta Lista incompleta Cono del sur, El 

Gran Chaco 

Cardiopatía, 

inflamación del 

colon 
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Figura 9. Relación entre los ciclos selváticos y domésticos de cada subpoblación de T. cruzi respecto 
a su ubicación geográfica en el continente americano. Las regiones sombreadas de azul representan 

los sitios donde están ocurriendo infecciones en humanos, mientras que los sitios sombreados de rojo, 

se refieren a los lugares donde el parásito está confinado a circular entre vectores y reservorios sin 

infectar a personas [45]. 

 

4.7. Detección de Trypanosoma cruzi. 

Los Tripanosomátidos son parásitos que normalmente se encuentran circulando dentro de la 

sangre de murciélagos, estos establecen niveles de parasitemia constantes a lo largo de vida 

del huésped; su detección puede llevarse a cabo por medio de la examinación directa en 

sangre o por medio de análisis serológicos y moleculares. La examinación microscópica en 

sangre, es un método laborioso que implica la búsqueda activa del parásito en sangre, 

mientras que los análisis serológicos, aunque son muy sensitivos en humanos, tienen muchas 

limitaciones cuando son aplicados a otras especies o mamíferos; por último, las pruebas 

moleculares son las más sensitivas debido al uso de genes conservados en Tripanosomátidos, 

pero son más costosas por los equipos y reactivos que se deben utilizar [47]. Todos los 

análisis implican la toma de sangre de los especímenes. 

4.8. Métodos de extracción de sangre. 

Las técnicas de recolección de sangre más comunes en murciélagos son la punción cardiaca 

y la venopunción [48]. La primera técnica consiste en recolectar sangre directamente del 

corazón a través de una aguja hipodérmica, con este método se pueden extraer hasta 300 µL 

de sangre, esto dependiendo del tamaño del murciélago, pero tiene la consecuencia que los 

murciélagos no sobreviven el procedimiento y deben de ser sacrificados [49]; mientras que 

la extracción de sangre por venopunción, implica el sangramiento de los murciélagos por 

medio de las venas periféricas, donde la sangre es recolectada a través de un tubo capilar con 

anticoagulante, este es un método menos invasivo, donde los murciélagos son capaces de 
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recuperarse, pero su principal inconveniente es que se extrae muy poca sangre por 

ejemplares, en algunos casos hasta menos de 20 µL [50]. 

4.9. Examen parasitológico. 

Los exámenes parasitológicos se hacen con el propósito de detectar tempranamente a 

parásitos presentes en sangre¸ además estos cumplen el objetivo de discriminar entre las 

muestras que no, lo cual permite bajar costos y ahorrar reactivos al momento de conducir la 

fase de laboratorio. Una de las principales técnicas para observar parásitos al fresco, consiste 

en hacer un frotis de sangre en un portaobjetos, esta es luego teñida con Giemsa o Wright, lo 

cual permite observar las estructuras parasitarias a través del microscopio [51]. 

Los hemocultivos, son una de las técnicas más usada para detectar Tripanosomátidos, para 

ello una muestra de sangre es inoculado en un medio de cultivo (Medio LIT o NNN), luego 

el medio es observado hasta que haya una confirmación del crecimiento parasitario, la 

principal ventaja de esta técnica es que permite aislar y cultivar especies de interés de 

Tripanosomátidos, su principal desventaja es que no todas las especies de Tripanosomátidos 

pueden ser cultivadas, además es una técnica que puede tardar hasta cinco meses en dar 

resultados positivos [11]. Por último, la técnica de Microhematocrito o Concentrado de 

Strout, es la técnica más sensible para detectar Tripanosomátidos, esta técnica necesita como 

mínimo 25 µL de sangre, esta luego es depositados en un tubo capilar, que posteriormente es 

centrifugado, si existe Tripanosomátidos en las muestras, estos pueden ser aislados y vistos 

al microscopio para una confirmación visual [52]. 

4.9.1. Detección por PCR. 

Esta es la técnica más usada en los estudios modernos para detectar y construir árboles 

filogenéticos acerca de la diversidad de especies de Tripanosomátidos, así como su 

variabilidad genética; aunque esta técnica es altamente sensitiva, no es aplicada al 

diagnóstico convencional porque es cara y requiere de equipos sofisticados. Numerosas 

metodologías han sido propuestas para detectar y clasificar Tripanosomátidos con el uso de 

PCR convencional, Nested PCR y qPCR, cada cual con sus ventajas y desventajas [53–55]. 

4.9.2. Primers. 

Los primers (o cebadores) más usados para diagnosticar Trypanosoma cruzi en muestras de 

sangre son TcZ1 y TcZ2 [56,57] y 121 y 122 [46]; el primer set es más sensitivo y exclusivo 

para detectar a T. cruzi, estos generan una banda de amplificación de 188 pb, mientras que 

los primers 121 y 122 son capaces de detectar a otras especies de Tripanosomátidos como T. 

c. marinkellei, T. rangeli y T. dionisii y de diferenciarlos de acuerdo al tamaño de la banda 

amplificada [13]. 
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5. ANTECEDENTES 

5.1. Tripanosomátidos. 

Un reservorio o más bien un sistema de reservorio, es definido como la especie o el conjunto 

de especies que permiten el mantenimiento del patógeno en la naturaleza de una forma 

sostenible en un periodo indeterminado de tiempo. Los murciélagos son el principal 

reservorio de Tripanosomátidos en la naturaleza, estos son incluso considerados 

bioacumuladores de Tripanosomátidos [10,13]. Los murciélagos corresponden a 

aproximadamente el 20% de las especies de mamíferos conocidos, estos son importantes 

componentes de las comunidades tropicales, debido a que ocupan una amplia variedad de 

nichos ecológicos [19]. La ecología de estos mamíferos, resalta su relevancia como 

reservorio debido a su gran capacidad de desplazamiento, amplia distribución geográfica y 

comportamiento social; en el pasado se ha ligado a los murciélagos con el surgimiento y 

dispersión de enfermedades emergentes como Rabia, SARS, Hantavirus, Ébola y 

Tripanosomátidos [58,59]. Las especies de Tripanosomátidos más comúnmente detectados 

en los trópicos son T. c. cruzi, T. c. marinkellei, T. rangeli, T, dionisii y T. conorhini [14] 

Además de diferentes tipos de subpoblaciones (TcI a TcVI) de T. c. cruzi han sido observadas 

circulando en murciélagos. En la figura 10, se puede observar la distribución de las 

subpoblaciones de T. c. cruzi detectados en murciélagos en Suramérica. 
 

Figura 10. Distribución de las subpoblaciones de T. c. cruzi (DTU’s) detectadas en murciélagos 

capturados de Suramérica [60]. 
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Las infecciones con Tripanosomátidos, interacciones ecológicas y sus implicaciones 

epidemiológicas respecto a los murciélagos representan una línea de investigación muy 

activa en la última década. En Panamá en 2012, como parte de un estudio de parásitos 

asociados a murciélagos, fue observada una prevalencia del 11.6% de T. c. cruzi en muestras 

de sangre de Artibeus jamaicensis, todas las muestras pertenecieron a TcBat [61], para el 

mismo año en Bolivia, fue conducido un estudio en más de 90 especímenes de Carollia 

perspicillata, y fue logrado detectar y aislar de su sangre muestras de T. c. marinkellei y T. 

dionisii [13]. En el 2014 un estudio en Perú, analizó la prevalencia de Trypanosoma spp y 

T. cruzi en más 121 murciélagos, la mayoría pertenecientes a la familia Phyllostomidae, los 

investigadores observaron una prevalencia del 34.7 y 5% respectivamente [51]. 

En un estudio conducido en Colombia en el 2014, examinaron un total de 175 especímenes 

de murciélagos, en su mayoría de la familia Phyllostomidae, los investigadores encontraron 

que 107 (61%) especímenes presentaban infecciones positivas para Tripanosomátidos; las 

prevalencias respectivas fueron de T. cruzi cruzi (51%), T. c. marinkellei (9%), T. dionisii 

(13%), T. rangeli (21%), T. evansi (4%) and T. theileri (2%), mientras que las subpoblaciones 

de T. c. cruzi fueron TcI (60%), TcII (15%), TcIII (7%), TcIV (7%) and TcBat (11%) [62]. 

Respecto a Brasil, diversos estudios han sido hechos enfocados en la distribución y 

diversidad genética de especies de Tripanosomátidos. En 2017, en la región del bosque 

atlántico del estado de Espírito Santo, fueron capturados más de 90 especímenes de 

murciélagos, de los cuales, 34 especímenes (37%) dieron un resultado positivo para la 

presencia de Tripanosomátidos, siendo que la mayoría de las muestras tenían infecciones 

mixtas de diferentes DTU’s [63]. 

Un año más tarde, en la selva amazónica del estado de Acre Brasil, fueron capturados 367 

murciélagos, pertenecientes a tres familias (Phyllostomidae, Emballonuridae y 

Vespertilionidae); de estos 81 murciélagos (22%) presentaron hemocultivos positivos de 

Tripanosomátidos, las Subpoblaciones encontradas de T. c. cruzi fueron TcI, TcIV, TcV; 

además de especies como T. rangeli y T. dionisii [47]. Para el mismo año, en los bosques de 

galería de la sabana tropical brasileña (Estado Federal de Brasil), fueron capturados y 

analizados más de 146 especímenes de murciélagos, de los cuales 111 (76%) mostraron 

resultados positivos para la presencia de Tripanosomátidos por qPCR, de estas 66 muestras 

fueron positivas para la presencia de T. dionisii y 17 muestras fueron positivas para 

coinfecciones con T. dionisii y Leishmania spp [64]. 

En la actualidad se siguen encontrando y descubriendo nuevas especies de Tripanosomátidos 

asociados a murciélagos, como es el caso de T. wuawua del cual se tiene poca información y 

escasos reportes en Brasil [18] y Trypanosoma madeirae la cual es una nueva especie 

descrita de Tripanosomátidos asociados a Desmodus rotundus “murciélago vampiro” [52]. 

Basados en estudios realizados en quirópteros desde 2004 hasta 2018 en el país [65–67], la 

familia Phyllostomidae es la más abundante y diversa de El Salvador; en la tabla 2 se detallan 
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Subfamilias y especies de filostómidos reportados como infectados con Tripanosomátidos en 

Sudamérica 

Tabla 2: Subfamilias y especies de interés de murciélagos Filostómidos que están presentes 

en El Salvador y que tienen reportes de estar infectados con Tripanosomátidos y Trypanosoma cruzi 

según estudios epidemiológicos realizados en Sur América 
 

Subfamilia Género Especie Referencia de 

infección con 

Tripanosomátidos. 

Desmodontinae Desmodus rotundus [11,15,51,62] 

Glossophaginae Glossophaga soricina [10,11,15,68] 

Phyllostominae Phyllostomus discolor [11,13,47,63] 

Carollinae Carollia perspicillata [10,11,13,62,63,68] 

Stenodermatinae Artibeus jamaicensis [61] 

lituratus [47,51,68] 

 

5.2. Chagas en EL Salvador. 

5.2.1. Chagas Agudo. 

A nivel nacional, se reportaron entre 2012- 2022, en promedio por año, 8 casos confirmados 

de Chagas Agudo a nivel nacional (Tabla 3), la incidencia promedio en este periodo fue del 

0.13% por cada 100,000 habitantes, siendo el año 2013 con el mayor número de casos 

reportados a nivel nacional (Tabla 4), 21 casos confirmados con una incidencia del 0.33% y 

el año con menos casos confirmados fue el 2018 con 4 casos confirmados y una incidencia 

del 0.04%. (VIGEPES 2022). 

Tabla 3. Casos de Chagas agudo (VIGEPES 2022). 
 

Chagas agudo por año 

Año Sospechoso Positivo Negativos Otros Total 

2012 58 16 42 1 75 

2013 39 21 18 0 60 

2014 34 16 18 0 50 

2015 78 12 66 0 90 
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2016 42 10 32 0 52 

2017 25 9 16 0 34 

2018 59 3 56 0 62 

2019 56 8 48 0 64 

2020 21 0 21 0 21 

2021 37 0 37 0 37 

 

Nota: Desde el 2020 no se reportan nuevos casos agudos de Chagas, esto se desconoce si es debido 

a una nueva metodología de trabajo en el sistema de vigilancia o por la pandemia de Covid-19. 

 
Tabla 4. Incidencia de Chagas Agudo por 100,000 habitantes (VIGEPES 2022). 

 

Incidencia de Chagas Agudo por 100,000 ha 

Año Positivos Habitantes Incidencia (%) 

2012 16 6,238,000 0.26 

2013 21 6,266,000 0.34 

2014 16 6,295,000 0.25 

2015 12 6,325,000 0.19 

2016 10 6,356,000 0.16 

2017 9 6,388,000 0.14 

2018 3 6,421,000 0.05 

2019 8 6,451,000 0.12 

2020 0 0 0.00 

2021 0 0 0.00 

2022* 0 0 0.00 

Promedio 8.6  0.14 

 
5.2.2. Chagas Crónico. 

A nivel nacional, el promedio de casos confirmados de Chagas Crónico fue de 195 casos 

reportados en el periodo del 2012 al 2022 (Tabla 5), siendo la incidencia promedio del 3% 

por cada 100,000 habitantes; el año 2012 tuvo el mayor número de casos confirmados, 185 

casos confirmados con una incidencia del 12%, por su parte el 2019 conto con solo 2 casos 

reportados a nivel nacional (Tabla 6). 

Los casos a nivel nacional de Chagas Agudo y Crónico reportados llegan hasta el año 2019 

debido a la pandemia de COVID-19, que a inicios del 2020 fue el inicio de los periodos de 

cuarentena y todos los recursos destinados a Salud eran utilizados para combatir la pandemia. 

Los casos agudos se reportan de hospitales en su mayoría mediante concentrado de Strout o 

gota fresca como protocolo en pacientes febriles y los casos crónicos en su mayoría se 

reportan en bancos de sangre a través de prueba ELISA, estos entran al sistema de vigilancia 
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epidemiológica y son remitidos al Laboratorio nacional de referencia para confirmar el 

diagnostico. 

 
Tabla 5. Casos de Chagas Crónico, Ministerio de Salud, dirección de epidemiologia, unidad 

de vigilancia de la salud (VIGEPES 2022). 
 

Chagas crónico por año 

Año Sospechoso Positivo Negativos Otros Total 

2012 728 185 2 5 920* 

2013 325 140 0 0 465 

2014 322 145 0 4 471 

2015 561 377 0 1 939 

2016 600 353 0 0 953 

2017 566 403 0 2 971 

2018 1036 16 0 0 1052 

2019 717 2 0 0 719 

2020 313 0 0 0 313 

2021 463 0 0 0 463 

2022* 296 0 0 0 296 

 
Tabla 6. Incidencia de Chagas Crónico por 100,000 ha. Ministerio de Salud, dirección de 

epidemiologia, unidad de vigilancia de la salud (VIGEPES 2022). 
 

Incidencia de Chagas Crónico por cada 100,000 ha 

Año Positivos Habitantes Incidencia (%) 

2012 728 6,238,000 12 

2013 140 6,266,000 2 

2014 145 6,295,000 2 

2015 377 6,325,000 6 

2016 353 6,356,000 6 

2017 403 6,388,000 6 

2018 16 6,421,000 0 

2019 2 6,451,000 0 

2020 0 0 0 

2021 0 0 0 

2022 0 0 0 

Promedio 196.7  3 
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6. MARCO METODOLÓGICO 

 

6.1. Área de Muestreo. 

La Finca “La Estancia de Malena” está ubicada en el kilómetro 9 de la carretera a Los Planes 

de Renderos, municipio de San Salvador, Departamento de San Salvador (Figura 11). La 

finca actualmente se compone de un conjunto de parcelas o terrenos privados, siendo en un 

inició un sistema agroforestal de Naranjo de Sevilla o Naranja Agria (Citrus x aurantium) 

asociado a un bosque de Pino-Ciprés. 
 

Figura 11: Ubicación geográfica del sitio de muestreo y los respectivos puntos de muestreo. 

Elaborado por: Lic. Guillermo Recinos. 

 
6.1.1. Sitios de muestreo. 

Se escogieron tres sitios de muestreos dentro de la finca, estos a su vez cumplieron con ciertas 

características claves para su elección, basados en información proporcionada por miembros 

del Programa de Conservación de Murciélagos de El Salvador (PCMES); para establecer en 

ellos las redes de neblina para la captura. (Tabla 7). 
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Tabla 7: Sitios de muestreo seleccionados. 
 

Nombre Característica Coordenadas 

Sitio 1: Lomita Abundancia de árboles frutales, sitios 

de percha e insectos por cercanía a 

estructuras antropogénicas. 

13°38’34.04” Norte y 

89°11’44.64” Oeste 

Sitio 2: Barranco Abundancia de árboles frutales y con 

inflorescencias, un gran espacio 

abierto para vuelo y circulación. 

13°38’34.44” Norte y 

89°11’45.10” Oeste 

Sitio 3: Bambúes Cercanía al cuerpo de agua, espacio 

para circulación y conexión con el área 

más densa de vegetación. 

13°38’35.16” Norte y 

89°11’46.68” Oeste 

 

6.2. Fase de campo. 

La fase de campo se dividió en dos etapas, la primera consistió en la captura e identificación 

taxonómica de especímenes, y la segunda en la extracción de muestra de sangre; para ambas 

etapas se necesitó de metodología, materiales y equipos diferentes. 

 
6.2.1. Recolección de especímenes. 

 

 

Materiales y equipos utilizados. 

• Redes de neblina de 6 x 2.5. 

• Parales de PVC de 1.5 metros. 

• Guantes de jardinería. 

• Cuerda de poliestireno de 10 metros. 

• Bolsas de tela de algodón. 

• Lámparas de cabeza. 

• Navaja pequeña. 

 

 
• Pie de rey. 

• Balanza pequeña. 

• Pinza pequeña. 

• Lupa. 

• Hoja de datos y lápiz. 

• Guías de identificación. 

 

6.3. Método de captura. 

Los muestreos se realizaron en el mes de mayo y junio durante las fases lunares de cuarto 

menguante y luna llena del año 2022, esto para asegurar la eficiencia máxima del esfuerzo 

de captura; realizándose un total de 4 muestreos, incluyendo 2 muestreos de reconocimiento, 

siendo el método un muestreo aleatorio simple. 

La captura en campo se realizó mediante una organización logística y exhaustiva narrada en 

los siguientes pasos: 
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1- Se utilizaron un total de 4 redes de neblina de 6 x 2.5, dos sencillas en el sitio 1 y 3 

de 6 metros de largo y una doble de 12 metros de largo para el sitio 2, debido a sus 

características previamente mencionadas. La instalación (Figura 12) inició a las 5:00 

pm y estas fueron abiertas a las 6:00 pm, siendo revisadas en periodos comprendidos 

de 30 a 45 minutos dependiendo de la frecuencia de captura, finalizando a las 12:00 

am. 
 

Figura 12: Instalación de las Redes de Neblina. 

2- Una vez confirmada la captura, se procedió a desenredar cuidadosamente los 

especímenes de las redes evitando que padezcan estrés durante el proceso (Figura 13). 

Una vez liberados los murciélagos se depositaron en bolsas de algodón para ser 

trasladados al laboratorio de campo para su identificación y extracción de muestra de 

sangre. 
 

Figura 13: Desenredo de las redes y transporte de los especímenes. 
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6.4. Identificación taxonómica. 

Finalizaba cada ronda de inspección de redes, se procedió a verificar el estado, sexo y peso, 

de cada uno de los especímenes, exceptuando a las hembras lactantes, debido a que no fueron 

de interés por el estrés al cual serian sometidas durante la etapa de extracción de muestra de 

sangre. 

Mediante el uso de herramientas sencillas y observación de sus características morfológicas 

externas (Figura 14), se procedió a pasar clave taxonómica [69–71], a cada espécimen, para 

determinar subfamilia, género y especie a cuál pertenecían; cuando existieron discrepancias 

en cuanto la identificación, fue comunicado al Lic. Luis Girón, miembro del PCMES y 

experto en el área de ecología y diversidad de Quirópteros en El Salvador, para confirmar su 

identificación. 
 

Figura 14: Identificación Taxonómica de los especímenes capturados. 

6.5. Toma de muestra. 

Materiales y Reactivos Utilizados. 

• Tubos de microcentrífuga de 1.5 mL. 

• Micropipeta de 50-100 µL. 

• Puntas de 100 µL. 

• Jeringa de 1.0 mL. 

• Jeringas de 3.0 mL 

• Guantes de nitrilo talla S y M. 

• Guantes de jardinería. 

• Hielera pequeña. 

• Pingüinos congelados. 

• Algodón 

• Papel absorbente 

• Rack 

• Descarte para bioinfecciosos. 

• Bolsa ziploc para bioinfecciosos 

• Etanol 70% y 90% 

• Papel toalla 

• Solución de sacarosa. 

• Solución de 6 M de Guanidina-HCl y 

0.2 M EDTA. 

• Esmalte de uñas. 

• Marcador punta fina. 

• Etiquetas. 
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6.6. Toma de la Muestra. 

Previa a la extracción de la muestra, se evaluó una vez más el estado del espécimen, para 

constatar que no tuviere alguna lesión cutánea o se encontrase deshidratado; junto a esto se 

corroboró que el espécimen no tuviera una marca realizada con esmalte de algún muestreo 

anterior y así evitar sesgo. A continuación, se preparó al individuo para la extracción, 

siguiendo esta serie de pasos: 

1- Se proporcionó a cada individuo una dosis de solución de sacarosa previa a iniciar la 

punción (Figura 15), por si el espécimen no había ingerido alimento o se encontraba 

deshidratado para así aumentar las probabilidades de supervivencia del espécimen. 
 

Figura 15: Hidratación de los especímenes con solución de sacarosa. 

2- Después se colocaron sobre la mesa de trabajo papel absorbente y se procedió a 

inmovilizar el espécimen colocándolo en posición ventral y apoyando suave pero 

firmemente la mano sobre él, sosteniendo la cabeza entre el dedo anular y medio y 

extendiendo el ala con el dedo índice y pulgar (Figura 16). 
 

Figura 16: Inmovilización del espécimen para punción. 



38  

3- Mientras un tesista lo inmovilizo, el otro esteriliza en antebrazo con un algodón y 

etanol al 90% y tomando una jeringa de 1 mL en un ángulo de 45 grados, c (Figura 

17). 
 

. Figura 17: Extracción y recolección de sangre 

4- La sangre colectada se trasladó a un tubo de microcentrífuga de 1.5 mL con 200 µL 

de Solución de Guanidina-HCl a 6 M y 2 M de EDTA, los tubos fueron guardados y 

transportados en una hielera a refrigeración por -20°C hasta ser procesados en el 

laboratorio. 

5- Una vez finalizado el proceso, al espécimen se le cerraba su herida con algodón seco 

y se le daba una vez más solución de sacarosa hasta quedar satisfecho, por último, se 

les colocaba una marca circular en el patagio próximo a la axila con esmalte de uña; 

se los dejaba reposar, observando en todo momento su estado y una vez asegurado su 

recuperación, se les dejaba perchado en un lugar cercano o eran liberados 

directamente liberados (Figura 18). 
 

Figura 18: Recuperación y observación post- extracción de sangre. 
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Al finalizar el proceso de toma de muestra, todos los desechos bioinfecciosos fueron 

descartados siguiendo las normas para manipular desechos bioinfecciosos y se limpió el área 

usando papel toalla y etanol al 70%; además, durante los muestreos, ningún espécimen murió 

ya sea durante la fase de captura o extracción de la muestra. 

6.7. Fase de Laboratorio. 

Todos los procesos, materiales y equipos utilizados durante la fase de laboratorio fueron 

realizados y proporcionados por el Centro de Investigación y Desarrollo en la Salud 

(CENSALUD), ubicado en la Universidad de El Salvador, bajo la autorización y 

coordinación del Lic. Marvin Stanley Rodríguez, jefe del Área de Biología Molecular y 

asesor externo. 

Durante la Fase de laboratorio, la metodología empleada se separó en 3 fases diferentes para 

realizar el diagnóstico de T. cruzi en las muestras obtenidas siendo: extracción de ADN, PCR 

punto final y electroforesis. 

Los equipos electrónicos utilizados durante la fase de laboratorio fueron: 

• Termociclador. 

• Microcentrífuga. 

• Vortex. 

• Hotplate de 24 pozos. 

• Cámara de flujo laminar. 

• Cámara de electroforesis. 

• Balanza analítica. 

• Regulador de voltaje. 

• Refrigerador a -20°C. 

• Transiluminador UV. 

• Espectrofotómetro. 

• Microondas. 

• Laptop. 

6.7.1. Extracción de ADN. 
 

Materiales y Reactivos utilizados 

• Micropipeta de 10, 200 y 1000 µL. 

• Puntas con filtro de 10, 200 y 1000 µL. 

• Tubos de microcentrífuga de 1.5 mL. 

• Rack para tubos. 

• Guantes de nitrilo talla M. 

• Papel Toalla. 

• Beaker de 350 mL. 

• Probeta de 100 mL. 

• Etanol 70%. 

• Etanol absoluto. 

 
• Proteinasa K. 

• Solución Guanidina-HCl 6 M y 2 M 

EDTA. 

• Sangre completa humana. 

• Agua ultrapura. 

• Descarte de desechos bioinfecciosos. 

• Kit de extracción. 

• Cuaderno de laboratorio. 

• Lapicero y marcador punta fina. 
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Previa a la extracción de ADN, las muestras fueron evaluadas para verificar su estado para 

luego, ser sometidas a un spin a máxima velocidad en centrifuga por 10 segundos, esto para 

aprovechar la muestra contenida en las paredes del tubo. 

El protocolo establecido (Ver Anexo 8), es el recomendado por el fabricante del kit High 

Pure PCR Template Preparation Kit de Roche, sin ninguna modificación, siguiendo estrictas 

normas de bioseguridad establecidas por CENSALUD (Figura 19). A continuación, se 

detallan el contenido del Kit de extracción: 

1- Columnas de spin. 

2- Tubos colectores. 

3- Binding buffer. 

4- Inhibitor removal buffer. 

5- Wash buffer. 

6- Elution buffer. 
 

Figura 19: Extracción de ADN, equipos y materiales usados. 

6.8. Control de calidad. 

Finalizada la extracción de las muestras, estas fueron llevadas a un espectrofotómetro marca 

Jenway para su cuantificación, dejando como estándar mínimo de concentración de ADN de 

10 µg/mL y valores de absorbancia de A260/280= 1.7~ 2.0 y A260/230= 1.9 ~2.2. 

Se realizaron un total de 4 extracciones, divididas en grupos de 20, durante cada extracción 

se llevaban 2 controles de calidad: Control de extracción con sangre humana completa y 

control negativo con agua ultrapura. Estos controles fueron cuantificados y sometidos a PCR 

durante los ensayos para comprobar que efectivamente no hubo contaminación cruzada 

durante el proceso de extracción. 
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6.9. Reacción de Cadena de Polimerasa (PCR) punto final. 

 
6.9.1. Materiales y Reactivos. 

 

• Micropipetas de 10, 100 y 200 µL. 

• Puntas con filtro de 10, 100 y 200 µL. 

• Tubos para PCR. 

• Tubos de microcentrífuga de 1.5 mL. 

• Beaker de 200 mL. 

• Rack para tubos de PCR. 

• Papel toalla. 

• Bandeja. 

• Marcador punta fina. 

• Cuaderno de laboratorio y lapicero. 

• Hielo triturado. 

• Guantes de nitrilo talla M. 

• Etanol 70%. 

• Agua ultrapura. 

• Gotaq® Green Máster Mix. 

• Primers 121 y 122. 

 

Para la etapa de amplificación, como parte de los procesos estandarizados por CENSALUD, 

todo el proceso se realizó en cámara de flujo laminar previamente preparada y esterilizada 

para su uso, además de asegurar todas las medidas de bioseguridad y cadena en frío. 

 

6.9.2. Cebadores. 

Los cebadores (Primers) seleccionados para la investigación fueron: 121 y 122 Minicircle, 

cuyas secuencias son mostradas en la tabla 8. Estos Primers fueron seleccionados mediante 

una exhaustiva revisión bibliográfica, siendo reportados como primers específicos para la 

detección por Trypanosoma cruzi cruzi según Ramirez y colaboradores en 2014, obteniendo 

un amplicón de 330 bp, para Trypanosoma rangeli amplifica entre 350 y 380 bp, según Botero 

y colaboradores en 2010, para T. cruzi marinkellei entre 250-350 bp según Hernández y 

colaboradores en 2016 y T. dionisii 600 bp según García y colaboradores en 2012. 

Tabla 8: Secuencias de los primers 121 y 122 Kinetoplastid Minicircle. 
 

Cebador Secuencia 

Primer “121” Minicircle 5’-AAATAATGTACGGGKGAGATGCATGA-3’ 

Primer “122” Minicircle 5’-GGTTCGATTGGGGTTGGTGTAATATA-3’ 
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6.9.3. Elaboración de la Máster Mix. 

El proceso de elaboración de máster mix, se empleó una mezcla comercial Gotaq® Green 

Máster Mix, Marca Promega (Ver Anexo 5), que contiene: Taq DNA Polimerasa, dNTPs, 

MgCl2 y otros buffers. Los pasos para elaborar la máster Mix fueron los siguientes: 

En una bandeja con hielo triturad, se colocaron los reactivos y las muestras para ser 

transportados y utilizados en la cámara de flujo laminar; un tubo de microcentrífuga 1.5 mL, 

se colocó 12.5 µL de Gotaq® Green Máster Mix, 2.5 µL de cebadores y 5.0 µL de agua 

ultrapura para obtener un volumen final de 20 µL por muestra. Este volumen se trasladó y 

dividió control en tubos de PCR, para luego dispensar 5 µL de muestra de ADN extraído, 

mezclando bien y sellando firmemente los tubos, obteniendo un volumen final de 25 µL 

(Figura 20). 
 

Figura 20: Preparación de la Máster Mix. 

 

6.9.4. Control de calidad. 

Se utilizaron 3 controles para validar el proceso de amplificación, un control positivo, cepa 

CL-Brener 1963 [78] proporcionada por CENSALUD, 2 controles negativo, un control de 

PCR que consistió únicamente en agua ultra pura y un control negativo de extracción. 

6.9.5. Amplificación. 

Finalizado el montaje de la máster mix, se verificó que los tubos no tuvieran burbujas o 

reactivo atrapado en las paredes, para después ser trasladados al termociclador para su 

amplificación. Según Gomes y colaboradores en 1998, las condiciones de PCR para 

programar el termociclador son: 

1- Desnaturalización inicial por 5 minutos a 95°C. 

2- Desnaturalización a 95°C por un minuto. 

3- Alineamiento por 1 minuto a 65°C. 

4- Extensión final por 10 minutos a 72°C durante un periodo comprendido de 35 ciclos 

(Figura 21). 
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Figura 21: Condiciones de PCR en la pantalla del termociclador. 

Una vez finalizado el proceso de amplificación, las muestras fueron conservadas en un 

refrigerador a -20 °C. 

6.10. Electroforesis. 

6.10.1. Materiales y Reactivos utilizados. 

• Micropipetas de 2.5 y 10 µL. 

• Puntas estériles de 10 µL. 

• Beaker de 350 mL. 

• Probeta de 100 mL. 

• Cinta adhesiva. 

• Agarosa ultrapura 

• Gel Red 

• Escalera de 50 bp. 

• Buffer TBE 1.0X 

• Agua destilada. 

• Etanol 70%. 

• Papel toalla. 

• Cuaderno de laboratorio y lapicero. 

Para visualizar los productos de PCR se utilizó la técnica de Electroforesis en gel de agarosa, 

trabajado en una cámara de Electroforesis con capacidad para 20 pocillos, siendo un total de 

4 geles realizados, más dos geles de confirmación. Los procesos realizados durante esta etapa 

fueron: 

Con una balanza analítica se realizó el pesaje de la cantidad de agarosa a utilizar, para obtener 

un gel de Agarosa al 3%., se mezcló con buffer TBE al 1.0X según la cantidad a preparar, 

siendo calentada en intervalos de 30-10 segundos en un microondas hasta obtener una 

solución transparente; una vez enfriada, se mezcló con GelRed® (Ver Anexo 6).  
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Para la tinción de ácidos nucleicos y se transfirió rápidamente al puente de la cámara de 

electroforesis, previamente montada y preparada con sus respectivos peines, asegurando que 

estén bien alineados. 

Luego procede a retirar cuidadosamente el peine del gel y transferirlo a la cámara de 

electroforesis, aforando a un nivel deseado con Buffer TBE al 1.0 X; con un mapa de las 

muestras y controles previamente hecho, se procedió a dispensar las muestras junto una 

escalera llamada FastGene 50 bp DNA Marker marca Nippon Genetics (Ver Anexo 7), hasta 

completar todos los pocillos. Se cerró la cámara y se dio inició a la marcha a 95v por una 1h 

30 minutos (Figura 22). 
 

Figura 22: Montaje de las muestras en la cámara de electroforesis. 

Finalizado el tiempo, se retiró el gel de la cámara, escurriendo el excedente de buffer TBE 

y se traslada al Transiluminador UV para visualización. Se reportaron y marcaron la cantidad 

de positivos en el mapa y se realizó un registro fotográfico para su próximo análisis. 

 

6.11. Análisis de resultados. 

Mediante el uso del software GelAnalizer, versión 19.1, de uso libre [79] (Figura 23) y 

captura de imágenes de geles, se procedió a analizar los resultados obtenidos en los geles de 

confirmación, estos se realizaron por dos motivos muy importantes: confirmar todas las 

muestras positivas a T. cruzi o sospechosos a otros Tripanosomátidos y por requerimientos 

del software dichos geles de confirmación debían llevar un segundo marcador molecular para 

aumentar la precisión del análisis. 
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Figura 23: Vista Previa del Software Gel Analyzer. 

Una vez se obtuvieron los resultados del Software, los pesos moleculares de los amplicónes 

se compararon según la bibliografía citada [13,75,80], para Trypanosoma rangeli entre 350 

y 380 bp,para T. cruzi marinkellei entre 250-350 bp y T. dionisii con 600 bp según el ejemplo 

de la figura 24. 

 
Figura 24: Perfiles de Amplificación en Electroforesis. Gel A: las líneas 2 a 7 corresponden a T. 

cruzi cruzi (330 bp), línea 8 a 10 para T. cruzi marinkellei (250-380 bp). Gel B: Perfil 

representativo para T. dionisii (600 bp). Fuente: García et al 2012. 
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6.12. Estadística de la Investigación. 

Debido a la naturaleza de nuestra investigación y por los objetivos planteados únicamente se 

utilizará estadística descriptiva para realizar los análisis y la discusión con otros autores en 

dicho apartado. Los datos obtenidos fueron agrupados en tablas y gráficos en hojas de 

cálculo, donde se detalla toda la información recopilada durante la investigación tal como, 

especies capturadas, estados de los individuos, resultado de PCR, Tripanosomátidos 

reportados, etc. 
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7. RESULTADOS 

 

7.1. Especies capturadas 

Se capturaron un total de 95 especímenes de murciélagos en 4 viajes de campo, de los cuales 

9 fueron excluidos de la fase de laboratorio, por haberse obtenido una cantidad insuficiente 

de sangre, contándose con 86 especímenes para este estudio; se obtuvieron representantes de 

las familias Phyllostomidae y Vespertilionidae. La primera contó con 82 individuos 

distribuidos en 3 subfamilias y 8 especies, mientras que la familia Vespertilionidae contó con 

4 individuos pertenecientes a una única especie, la cual fue Rhogeessa bickhami (Tabla 9). 

Respecto a la familia Phyllostomidae, se encontraron representantes de la subfamilia 

Glossophaginae, Sternodermatinae y Phyllostominae (en orden de abundancia) siendo la 

especie más representativo Glossophaga soricina con 28 individuos, seguido de Sturnira 

parvidens con 19 especímenes y Glossophaga commissarisi con 15 individuos capturados, 

estas 3 especies constituyeron el 72% de las especies capturadas para este estudio, además la 

especie menos abundante fue Enchisthenes hartii con un solo representante (Figura 25). 

 
Tabla 9. Abundancia de especies capturadas. 

 

Abundancia por subfamilias 

Familia Subfamilia Especie Frecuencia Porcentaje Total 

Phyllostomidae Glossophaginae Glossophaga 

comisarisi 

15 17% 

Glossophaga soricina 28 33% 

Phyllostominae Phyllostomus 

discolor 

2 2% 

Sternodermatinae Artibeus lituratus 2 2% 

Artibeus 

jamaiquensis 

6 7% 

Sturnira hondurensis 19 22% 

Enchisthenes hartii 1 1% 

Sturnira parvidens 9 10% 

Vespertilionidae Vespertilioninae Rhogessa bickham 4 5% 

Total 86 100% 
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Figura 25. Frecuencia de las especies capturadas. 

 
Respecto a la distribución de los murciélagos capturados por sexo, el 56% de las especies 

capturadas fueron hembras, y el 44 % restante machos (Tabla 10); respecto al estado de estos, 

el 77 % de los especímenes capturados eran adultos, un 12 % se encontraban en un estado 

juvenil y el 11 % restante eran hembras lactantes (Tabla 11), además el sitio de muestreo con 

mayor abundancia fue el sitio 2 contando con un total de 45 de los especímenes capturados 

(Tabla 12). 

 
Tabla 10. Distribución por sexo de murciélagos capturados. 

 

Por Sexo 

Subfamilias Macho Hembra 

Glossophaginae 25 18 

Phyllostominae 0 2 

Stenodermatinae 13 24 

Verpertilioninae 0 4 

Total 38 48 

Porcentaje: 44% 56% 

Frecuencia de las especies capturadas 

 
 15 

 

19 

Glossophaga comisarisi 

Glossophaga soricina 

Phyllostomus discolor 

Artibeus lituratus 

Artibeus jamaiquensis 

Sturnira hondurensis 

28 

 
2 2 

Enchisthenes hartii 

Sturnira parvidens 

Rhogessa bickham 
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Tabla 11. Estado de los especímenes capturados 
 

Por Estado 

Subfamilias Adulto Juvenil Lactante 

Glossophaginae 34 8 1 

Phyllostominae 2 0 0 

Stenodermatinae 27 4 6 

Verpertilioninae 4 0 0 

Total 67 12 7 

 
Tabla 12. Sitios de muestreo 

 

Sitios de muestreo 

Lugar Frecuencia Porcentaje 

Sitio1 24 28% 

Sitio 2 45 52% 

Sitio 3 17 20% 

Total 86 100% 

 

7.2. Prevalencia 

La prevalencia total observada para T. cruzi fue del 30.2% (26/86), adicionalmente hubo 4 

muestras que resultaron positivas para la presencia de Trypanosoma spp, pero para estas no 

fue posible determinar la especie, debidos a los métodos empleados para este estudio, por lo 

cual fueron clasificadas como Trypanosoma spp, reportando una prevalencia del 4.6% (4/86), 

por lo cual, la prevalencia total de Tripanosomátidos fue del 34.8% (30/86). La presencia de 

Tripanosomátidos fue observada en 30 especímenes distribuidos en 7 especies, 2 familias y 

4 subfamilias (Tabla 14). La prevalencia de T. cruzi en los especímenes capturados de la 

familia Phyllostomidae fue del 30.4 % (25/82), mientras que la prevalencia para 

Trypanosoma spp en la misma familia fue del 4.8% (4/82); mientras que la prevalencia de T. 

cruzi para de la familia Vespertilionidae fue del 25% (1/4), para esta última no se observó la 

presencia de otros Tripanosomátidos respecto a los métodos usados (Figura 26). 

En relación con la familia Phyllostomidae, la subfamilia con la mayor prevalencia fue la 

Glossophaginae contando con el 60% de todas las muestras positivas, aunque esta solo 

representa el 47.6% (41/86) de los especímenes capturados, por su parte la subfamilia 

Stenodermatinae, reportó un 33% de positividad (10/30), además la subfamilia 

Phyllostominae, teniendo una sola especie (Phyllostomus discolor) con 2 especímenes 

capturados, representó un 3% (1/86) de la positividad total (Tabla 15). 
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Tabla 13. Prevalencia de T. cruzi en los especímenes capturados 
 

Prevalencia Total 

 Frecuencia Porcentaje 

Positivos 30 35% 

Negativos 56 65% 

Total 86 100% 

Prevalencia: 35% 

 

Tabla 14. Porcentaje total de prevalencia por subfamilia 
 

Prevalencia de Tripanosomátidos respecto a subfamilia 

Subfamilias Positivos Porcentaje Negativos Porcentaje 

Glossophaginae 18 60% 25 45% 

Phyllostominae 1 3% 1 2% 

Stenodermatinae 10 33% 27 48% 

Verpertilioninae 1 3% 3 5% 

Total 30 100% 56 100% 

 
Respecto a las especies capturadas, la especie con más especímenes positivos fue 

Glossophaga soricina, teniendo un 47% del total de las muestras positivas (14/30), 

representando además el 32% (28/86) de los murciélagos capturados y teniendo una 

prevalencia total de especie del 50% (Tabla 15). 

La segunda especie con el mayor número de individuos fue Sturnira parvidens contando con 

5 individuos positivos (5/9) y alcanzando una prevalencia del 55%, a su vez le sigue 

Glossophaga commissarisi con (4/15) individuos positivos (Tabla 15). Phyllostomus 

discolor, fue el único representante capturado de la subfamilia Phyllostominae, contando 

únicamente con dos individuos capturados, y reportando a su vez un espécimen positivo para 

T. cruzi (1/2), seguidos de Artibeus jamaicensis con (2/6) y Sturnira parvidens (3/19). 

Además, las únicas especies que resultaron ser positivas para la presencia de T. rangeli fueron 

G. soricina y S. parvidens, ambas con 2 representantes positivas por especies. 

 
Respecto a los sitios de muestro, el que presento la mayor cantidad de especímenes positivos 

a Tripanosomátidos fue el sitio 2 con un 73% (22/30) de la positividad, esto en relación con 

que fue el sitio que capturo más especímenes para todo el estudio (Figura 26).
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Tabla 15. Prevalencia de Tripanosomátidos por especie 
 

Resultados de PCR 

Subfamilias Especie Trypanosoma cruzi Trypanosoma spp. 

Positivo Negativo Positivos 

Glossophaginae Glossophaga comisarisi 3 11 1 

Glossophaga soricina 13 14 1 

Phyllostominae Phyllostomus discolor 1 1 0 

Sternodermatinae Artibeus lituratus 0 2 0 

Artibeus jamaiquensis 2 4 0 

Sturnira hondurensis 3 16 0 

Enchisthenes hartii 0 1 0 

Sturnira parvidens 3 4 2 

Verpertilioninae Rhogessa bickham 1 3 0 

Total 26 56 4 

 
 

Figura 26. Prevalencia de Tripanosomátidos por especie. 
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Tabla 16. Prevalencia por sitio de muestreo. 
 

Sitios de muestreo 

Lugar Positivos Porcentaje Negativos Porcentaje 

Sitio 1 3 10% 21 38% 

Sitio 2 22 73% 23 41% 

Sitio 3 5 17% 12 21% 

Total 30 100% 56 100% 
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8. DISCUSIÓN 

 

Para este estudio, se observaron 2 tipos de prevalencia, la primera correspondía a muestras 

identificadas como T. cruzi con un 30.23% y la segunda correspondió a Trypanosoma spp 

(muestras que se identificaron como pertenecientes al género Trypanosoma, pero que cuya 

especie no pudo ser identificada) con 4.6%, reportando una prevalencia total del 34.8% para 

Tripanosomátidos. Respecto a las muestras clasificadas como Trypanosoma spp, existe 

evidencia que, de acuerdo con el peso molecular observado [13,81], podrían clasificarse 

como T. rangeli (Ver anexo 9 y 10), aunque para clasificarlo filogenéticamente, es necesario 

utilizar primers específicos para la especie o herramientas de secuenciación, y aunque no 

podamos clasificarlos certeramente con las herramientas empleadas en este estudio, existe 

evidencia previa de la circulación de este T. rangeli para el país. Para la detección de 

Tripanosomátidos empleamos el set primes 121 y 122, los cuales amplifican una región 

mitocondrial altamente conservada entre Tripanosomátidos, en estudios previos, se ha 

reportado la capacidad del set para detectar y diferenciar a T. c. cruzi, T. c. marinkelli, T. 

rangeli y T. dionisii de acuerdo al patrón de bandas observados [13], pero para este estudio 

reportamos únicamente la presencia de T. cruzi y posiblemente la de T. rangeli, señalando 

una posible limitante del set para identificar a los Tripanosomátidos antes mencionados; este 

set solo ha sido empleado exitosamente en condiciones de laboratorio con cultivos de cepas 

ya establecidas. Una de las principales limitantes del set, es la incapacidad de poder detectar 

coinfecciones de Tripanosomátidos en un mismo hospedero, las cuales se han reportado 

como comunes en otros estudios previos [11,18,62,80], por lo cual, ante una examinación más 

extensiva, podría variar las prevalencias de los Tripanosomátidos antes mencionada. 

Respecto a T. dionisii, no podemos descartar la idea de que esté circulando en el país, debido 

a que se ha reportado previamente en Oceanía, Europa, América y Asia [14,81–83]. 

Los sitios de muestreos utilizados en esta investigación estaban cerca de centros de urbanos 

y ciudades importantes en El Salvador y aunque existe muy poca evidencia de la transmisión 

de la enfermedad de Chagas por parte de Quirópteros a humanos [42,51,84], estos 

representan un riesgo potencial para la salud de las personas, debido a que traen la presencia 

del patógeno a la proximidad humana [39,59,85], además es común encontrar quirópteros 

dentro viviendas, en especial en zonas rurales y semirrurales, favoreciendo así las 

interacciones que puedan surgir del mismo junto con otras especies vectores y reservorios 

[86], tales como Triatoma dimidiata quien tiene la capacidad de alimentarse de murciélagos 

y es el principal vector de la enfermedad para El Salvador [9,17,89]. Aunque no haya 

evidencia definitiva, debido a muchos países en Latinoamérica carecen de información 

actualizada respeto a la prevalencia observada de Chagas, existen indicios de que el país tiene 

una de las tasas más altas de Chagas de toda Latinoamérica [2,7,90,91]. Aunque en este 

estudio, no abordamos la parte de variabilidad genética de T. cruzi presente en los 

especímenes capturados, y tampoco comparamos esta con respecto a las cepas de interés 

clínico, podemos afirmar que es un paso clave en la compresión de los ciclos de trasmisión 

selvática de T. cruzi para el país y reforzar aún más la evidencia del rol que juegan los 

murciélagos como reservorios de patógenos [88]. Es importante reconocer que los hallazgos 
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de este estudio presentan un patrón similar de prevalencia a la encontrada en otros países de 

Latinoamérica [10,13,18,27,61,62,92–94], siendo el estudio hecho en Chiapas 2022, el que 

se observó la mayor similitud respecto a prevalencia, métodos empleados y especies 

capturadas. 

Respecto a la prevalencia de las especies capturadas, la especie con más individuos positivos 

es Glossophaga soricina, reportando 14/28 individuos positivos capturados, aunque no es el 

primer estudio en reportar la presencia de Tripanosomátidos en esta especie [95], no deja de 

señalar el rol epidemiológico que esta especie tiene como reservorio de Tripanosomátidos, 

es además importante denotar que los hábitos alimenticios de esta especie son nectarívoros, 

señalando una posible ruta de contagio no ligada al consumo de insectos portadores de 

Tripanosomátidos, si no a la posible interacción de esta especie con otros murciélagos 

infectados u vectores como triatominos. Por su parte Stunira parvidens, cuyos hábitos 

alimenticios son omnívoros, reportó una prevalencia mayor al 50% (5/9) para 

Tripanosomátidos, aunque esta no puede considerarse representativa debido al bajo número 

de individuos capturados, si podemos señalar su rol epidemiológico como reservorio [95]. 

Aunque los murciélagos sean considerados reservorios de Tripanosomátidos en la naturaleza, 

esto no significa que estos no estén siendo afectados por el patógeno y que en consecuencia 

reduzca su posibilidad para sobrevivir en el medio, hacen falta muchos más estudios, para 

dilucidar el rol ecológico, que los Tripanosomátidos juegan respecto como hospederos en 

Quiropteros [39,84,88,96]. Respecto a otras especies capturadas como Phyllostomus discolor 

y Artibeus jamaiquensis, muy pocos especímenes fueron capturados en este estudio para 

hacer estimaciones respecto la prevalencia de dichas especies, aunque la última tiene varios 

reportes de infecciones con Tripanosomátidos [61,95,97]. 

Por último, no podemos señalar que el porcentaje de infección observado en este estudio sea 

el mismo para todo el país, esto debido al número bajo de murciélagos capturados y la poca 

representatividad de las especies muestreada. Asimismo, aunque muchas especies de 

Filostomidos ya cuentan con reportes de infecciones con Tripanosomátidos, en este estudio 

encontramos 3 nuevas especies que previamente no contaban con ningún registro para 

Tripanosomátidos, las cuales están casi restringidas a la región centroamericana, estas 

especies son Glossophaga commissarisi, Sturnira hondurensis y Rhogeessa bickhami, las 

cuales no tenían ningún reporte previo a infecciones con Tripanosomátidos. 
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9. CONCLUSIONES. 

 

1. En base a los análisis de los resultados obtenidos, podemos afirmar que prevalencia 

de T. cruzi obtenida en este estudio, es similar a la reportada en otras investigaciones 

semejantes esto concuerda con el hecho que, nuestro país es un área endémica no solo 

de T.cruzi sino además para otros Tripanosomátidos, 

2. Los métodos moleculares empleados para este estudio fueron incapaces de determinar 

a otras especies de Tripanosomátidos presentes, a pesar de que previamente se había 

de reportado la capacidad del set de primers para diferenciar a T. cruzi cruzi de T. 

cruzi marinkelli además de identificar a T. dionisii y T. rangeli, en estudios donde se 

evaluaron la capacidad del set de primers, estos se habían llevado a cabo con cepas 

ya estandarizadas de laboratorio y sin tomar en cuenta coinfecciones, lo cual ha 

resultado muy común en otros estudios de su tipo, en el caso de las muestras que 

fueron clasificadas como Trypanosoma spp, fue imposible a partir del patrón de banda 

generado, discriminar si pertenecían o no a T. rangeli. 

3. La subfamilia con la mayor abundancia y prevalencia para Tripanosomátidos fue la 

Glossophaginae, esta subfamilia en otros estudios previos realizados en Sudamérica 

había reportado una prevalencia alta para Tripanosomátidos, aunque la mayoría de 

estudios se había enfocado en Carollia perspicillata debido a su abundancia en los 

trópicos, esta no fue reportada en este estudio, aunque si ha sido reportada su 

presencia para el país, respecto a Glossophaga soricina esta especie solo cuenta un 

reporte para Tripanosomátidos, por último, este estudio representa el primer reporte 

infección de T. cruzi para Glossophaga commissarisi. 

4. A pesar de que este estudio es un primer paso para dilucidar la relación entre la 

interacción entre los ciclos selváticos y los ciclos domiciliares en nuestro país, 

consideramos que aun hace falta muchos más estudios para entender la inusual alta 

prevalencia de la enfermedad de Chagas en El Salvador. 
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10. RECOMENDACIONES 

 

• Incrementar los sitios de muestreo al resto de regiones del país, tratando de abarcar tanto 

la zona norte, occidente, oriente y paracentral, para así tener una mayor referencia de 

cómo es la prevalencia en esas regiones y qué otras especies de Tripanosomátidos podrían 

estar en el país; además de ampliar el estudio hasta caracterización molecular de 

Trypanosoma cruzi cruzi para determinar cepas circulantes y estudios de filogenética, 

para comparar nuestras cepas y especies de Tripanosomátidos con los reportados en otros 

países. 

• Realizar más estudios con reservorios naturales tanto de parásitos, bacterias y virus que 

son patógenos para el ser humano o agentes vectoriales de enfermedades en murciélagos 

u otros mamíferos, para que, mediante la información obtenida, se logre generar 

conciencia en la conservación de las áreas forestales desde un punto de vista 

epidemiológico y así, evitar que nuevas enfermedades de origen zoonótico entren al 

ambiente antropogénico. 

• Realizar tamizajes comunitarios en zonas de alta incidencia de la enfermedad de Chagas 

para así, determinar la presencia de casos crónicos y agudo; así como proporcionar 

materiales y equipos para realizar diagnóstico, tanto de la enfermedad de Chagas, como 

otras patologías a pacientes febriles o de alto riesgo. 
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12. ANEXOS 

 

Anexo 1. Hoja de Toma de Datos en Campo. 
 

 
Anexo 2. Laboratorio de Campo. 
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Anexo 3. Muestras de ADN extraídas. 
 

Anexo 4. Termociclador Mini Amp, Applied Biosystems™ 
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Anexo 5. Gotaq® Green Master Mix 
 

Anexo 6. Gel Red®, Biotum 
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Anexo 7. Fast Gene 50 bp Ladder, Nippon Genetics. 
 

Anexo 8. Protocolo de Extracción para sangre completa del kit High Pure Template Preparation 

Marca: Roche 
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Anexo 9. Gel de Confirmación para Trypanosoma cruzi y otras especies de Tripanosomátidos. 
 

Anexo 10. Segundo gel de confirmación para Trypanosoma cruzi y otras especies de 

Tripanosomátidos. 


