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Abstract: 
The aim of the current study is to follow up Trypanosoma evansi infection in 
experimentally infected mice by the parasitological and molecular assays. Also, the 
pathological alterations in different tissues associated with the infection throughout 
the course of disease were investigated. Forty two male and forty two female Swiss 
mice were injected I/P by 102 trypanosomes and five mice for each group were 
kept as non infected control. The course of infection was followed up by direct 
microscopic examination and PCR assay for T. evansi RoTat 1.2 VSG gene. 
Pathological changes were also estimated through the disease progression by 
examination of thin sections from formalin fixed tissues and staining with 
haematoxylin and eosin. Results revealed earlier detection of T. evansi in mice blood 
by PCR at 24 h post-infection while direct microscopic examination revealed that 
the pre-patent period was five days. During the chronic course of the disease, when 
the parasite disappeared from the blood by direct microscopic examination, PCR 
assay gave positive signals for the parasitic DNA in the blood. Histopathological 
examination revealed that T. evansi induced destructive irreversible damage of the 
mice vital organs (kidneys, liver, spleen, brain and testes) especially in chronic 
infection and lead to death of the animals with progression of the disease. It also 
affects animals’ fertility. It induces degenerative changes in the testes and 
seminiferous tubules. 
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Surra, insect borne disease, is a serious disease caused by 

haemoprotozoan  T.  evansi.  It has  the widest host  range 

among  salivarian  trypanosomes.  The  parasite  spreads 

mechanically by haematophagous insects and infects both 

domesƟc  and  wild  animals  but  the  most  pathogenic 

effects were  recorded  in  camels,  equids  and  dogs  (OIE, 

2012;  Rjeibi  et  al.,  2015).  The  pathogenic  effects  of  T. 

evansi  include  fever,  anaemia,  loss  of  appeƟte  and 

condiƟon,  nervous  signs,  aborƟon,  neonatal  mortality, 

weakness and death (Gardiner and Mahmoud, 1990).  

The  major  problem  of  the  disease  is  affecƟng  animal 

producƟvity  and  ferƟlity,  with  undetectable  spread  of 

infecƟon.  Notably,  these  signs  are  variable  in  severity, 

from  totally unapparent  to  lethal  between  and within  a 

host  species, depending on  the geographical area or  the 

epidemiological  situaƟon  (Desquesnes  et  al.,  2013;  Al‐

Shabbani  et  al.,  2013). The histopathological alteraƟons 

are  not  characterisƟc  for  the  disease  (Dargantes  et  al., 

2005b). DegeneraƟve changes developed in Ɵssues of the 

host  are  resulted  from  deprivaƟon  of  glucose  which 

uƟlized  by  the  parasite  for  its  moƟlity,  survival  and 

mulƟplicaƟon  (Bal et al., 2012). The parasite also  is able 

to  induce  immunosuppression  allowing  small 

trypanosome populaƟon to evade the protecƟve immune 

responses and remain clinically silent in the host resulƟng 

in  anthroponoƟc  reservoir  (Desquesnes  et  al.,  2013). 

Lacking of rapid and reliable diagnosƟc method resulted in 

misdiagnosis of  the disease. Although  idenƟficaƟon of T. 

evansi  can be performed by  convenƟonal parasitological 

tests or by DNA based techniques however PCR methods 

are  the  most  reliable  and  sensiƟve  for  diagnosis  of  T. 

evansi infecƟon (Sengupta et al., 2010; Bal et al., 2012). 

  

As  T.  evansi  is  highly  pathogenic  for  laboratory  animals 

(Bal  et  al.,  2012),  the  aim of  the  study  is  to detect  the 

pathological changes in different Ɵssues associated with T. 

evansi  infecƟon  throughout  the  course of  the disease  in 

experimentally  infected  Swiss  mice  in  addiƟon  to 

detecƟon of T. evansi by polymerase chain reacƟon assay 

using specific primer. 
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Experimental Design  

Trypanosoma  evansi  strain  used  in  this  study was  kindly 

provided  by  Parasitology  Department,  Faculty  of 

Veterinary  Medicine,  Cairo  University  as  experimentally 

infected mice. The parasite was expanded in Swiss mice by 

I/P inoculaƟon of infected mice blood. PreservaƟon of the 

parasite  in  liquid  nitrogen  was  carried  out  according  to 

Shumei  et  al.  (1996) Ɵll used as a posiƟve control  in  the 

molecular analysis.  

 

Forty  seven  adult  males  and  forty  seven  females  Swiss 

mice of approximately 30 gm of weight were used  in  the 

study. The mice were divided into two groups according to 

their  sex.  The  first  group  (group  I):  forty  two male mice 

were  kept  separately  and  inoculated  I/P  by  102 

Trypanosoma evansi (infecƟve dose) according to Sharma 

et  al.  (2012) and  the other 5 mice were kept  isolated as 

non  infected  control  group.  The  same  design  was  done 

with  the  female  group  (group  II).  Three mice  from  each 

group were examined daily by preparing wet blood smear 

from  peripheral  blood  according  to  Brener  (1962)  then 

sacrificed  and  the  blood was  collected  on  anƟ‐coagulant 

for molecular examinaƟons.  

 

The process was  started  from  the first day post  infecƟon 

to  detect  the  pre‐patent  period  Ɵll  peaking  parasitemia 

(over 100 T. evansi/ microscopic field x 40). AŌer peaking 

parasitemia, all mice were examined twice weekly by wet 

blood  smear  for  assessment  of  parasitemic waves  along 

the  course  of  infecƟon. During  the  chronic waves which 

started  aŌer  peaking  parasitemia  Ɵll  the  end  of  the 

experiment,  mice  blood  and  Ɵssues  (livers,  spleens, 

kidneys,  ovaries,  testes  and  brains)  were  collected  and 

divided  into  two  parts,  one  parts  of  those  organs 

preserved  at  ‐20°C  for molecular  analysis  and  the  other 

part  was  fixed  in  10%  neutral  buffered  formalin  for 

histopathological examinaƟons.  

 

DNA extracƟon from blood and Ɵssue samples: 

DNA was extracted from posiƟve control (T. evansi strain), 

and  from each blood  sample according  to Sarataphan  et 

al. (2007) with some modificaƟons in Ɵssues. Briefly, 50 μl 

of each whole blood sample was  lysed  twice  in 500 μl of 

0.1  M  ammonium  chloride.  AŌer  centrifugaƟon,  the 

sediment  was  resuspended  in  50  μl  of  0.002%  sodium 

dodecyle  sulphate  and  50  μl  of  5%  chelex‐100®  (Sigma) 

suspension in TE buffer (10 mM Tris‐HCl, 0.1 mM EDTA, pH 

8.0).  The  mixture  was  heated  at  70°C  for  8  minutes 

followed by heaƟng to 100°C for 10 minutes. Finally, aŌer 

centrifugaƟon  at  10,000  rpm  for  5  min  at  room 

temperature, the supernatant was stored at ‐80°C for PCR 

analysis. For Ɵssues, 0.5 gm of each Ɵssue was washed  in 

500  μL  of  phosphate  buffer  saline  then  the  Ɵssue  was 

grinded  in  liquid  nitrogen  Ɵll  became  powder.  Pellet 

suspended in 300 μL of 10% chelex‐100® suspension in TE 

buffer.  Then  samples  were  processed  as  described 

previously in blood extracƟon.  

 

DNA amplificaƟon by convenƟonal PCR assays: 

For detecƟon of T. evansi DNA, PCR analysis was done by 

using primer pair TeRoTat920 F  ‐ TeRoTat1070 R  (Konnai 

et al., 2009)  in standard PCR procedures. The primer pair 

amplifies a DNA  fragment of 151 bp. OpƟmizaƟon of PCR 

components  and  condiƟons  was  done  using  T.  evansi 

camel isolate which propagated in mice and cryopreserved 

as  posiƟve  control.  The  PCR  mixture  of  25  μl  was 

opƟmized  to  contain  2X  PCR  Dream  Taq  TM  Green  PCR 

Master Mix (2x) (Fermentas, life science), 25 pmol of each 

primer, 2 µl of DNA template and up to 25 µl Nuclease free 

water were added. PCR using TeRoTat920 F‐  (5′ CTG AAG 

AGG  TTG GAA ATG GAG AAG  3′)  and  TeRoTat1070  R  (5′ 

GTT TCG GTG GTT CTG TTG TTG TTA 3′) were performed in 

a  thermocycler  (eppendorf  thermal  Cycler, Germany)  for 

iniƟal  denaturaƟon  at  95°C  for  4  minutes,  35  cycles  of 

denaturaƟon at 95°C  for 60 s, annealing at 52°C  for 60 s, 

and extension at 72°C for 60 s and final extension at 72°C 

for  10  minutes.  Amplicons  were  resolved  on  a  1.5% 

agarose  gel  stained  with  ethidium  bromide  (Sigma)  and 

photographed  under  UV  light  (Sambrook  and  Russell, 

2001).  PosiƟve  control  (T.  evansi  DNA)  and  negaƟve 

control  (reacƟon mixtures without DNA) were  included  in 

each PCR run.  

 

Histopathological examinaƟons: 

The fixed Ɵssue samples  in 10% neutral buffered formalin 

were  processed  and  embedded  in  paraffin  according  to 

the  standard  procedures  described  by  Luna  (1986).  Thin 

secƟons of 4 µm thickness were prepared and stained with 

hematoxylin and eosin  (H&E) according to Carleton et al. 

(1967)  for  demonstraƟon  of  the  pathological  changes 

using light microscope. 

 

R�Ýç½ãÝ 

Follow up the parasitemia in experimentally infected mice 

by wet blood smear: 

In both  groups,  T.  evansi  appeared  in  the  blood of mice 

experimentally  infected  with  102  trypomasƟgote  aŌer 
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prepatent period of 5 days. The peak of parasitemia was 

recorded  at  9  days  post  infecƟon.  At  the  peak  of 

parasitemia (over 100 T. evansi/ microscopic field x40), in 

group  I  (male  group)  18  mice  were  died  while  3  mice 

showed  disappearance  of  the  parasite  from  blood 

(chronic stage) at the fiŌeenth day PI (Fig. 1 males’ group 

G1). The other 6 mice were died during  the period  from 

9th to the 22nd days PI from persistent parasitemia (chart 1 

males’ group G2).  In group  II  (female group) by  teaming 

parasitemia, three‐group paƩerns were observed, the first 

paƩern  was  6 mice  showed  persistent  parasitemia  and 

died within the 12th to 34th days post‐  infecƟon (G1). The 

second paƩern was other 6 mice  showed disappearance 

of parasitemia at  the 15th day PI and remained stable Ɵll 

the end of the experiment (G2) (at the 46th day). The third 

paƩern (represented by the rest of mice) showed 3 waves 

of parasitemia at the 9th, 22nd and 34th days post‐infecƟon. 

These waves were alternated by 3 waves of aparasitemia 

at  the  15th,  29th  and  46th  days  PI  (G3)  (Fig.  1  females’ 

group). 

 

Molecular detecƟon by ConvenƟonal PCR: 

DetecƟon of T. evansi in mice blood: 

By applicaƟon of PCR on mice blood results revealed early 

detecƟon of T. evansi DNA at 24 hours post  infecƟon  in 

both groups using RoTat1.2 with amplified  fragment size 

151bp (Fig. 2). The assay was able to detect T. evansi DNA 

from  the first day post‐infecƟon  in both  groups  (Fig.  2). 

The intensity of the amplified bands was clearly observed 

increased gradually from the beginning of the experiment 

and  throughout  the  course  of  infecƟon  correlated  with 

parasite load in the mice blood. Moreover, examinaƟon of 

blood collected during the chronic phase (15 and 29 DPI) 

by  PCR  revealed  clear  idenƟficaƟon  of  151  bp  DNA 

amplified products using RoTat1.2 primers (Fig. 3). 

 

DetecƟon of T. evansi in mice Ɵssues: 

Genomic DNA extracted from different frozen mice Ɵssues 

(liver, spleen, kidneys, testes/ovaries and brain) collected 

at  7,  15,  29  and  46  days  post  infecƟon  showed 

amplificaƟon  151  bp  DNA  fragment  (Fig.  4).  The  assays 

revealed posiƟve  results  in both parasitemic  (7 DPI) and 

chronic  waves  (15,  29,  and  46)  in  all  collected  Ɵssues. 

   

Histopathological changes: 

Histopathological examinaƟon of the non‐infected control 

group  did  not  show  any  pathological  changes  in  the  all 

examined  Ɵssues.  In  experimentally  infected  groups, 

variable  prominent  pathological  changes  were  seen 

Figure 1: The  course of  the parasitemia and  chronic waves  in 
both males  and  females’ mice  groups  by  direct microscopic 
examinaƟon of wet blood smear. The ploƩed curves represent 
the  different  disease  paƩerns  obtained  in  experimentally  in‐
fected mice during the experiment. 

Figure  2:  PCR  on  blood  of mice  injected  by  102  trypanosome 
with  RoTaTat  1.2  primer  sets  for  detecƟon  of  the  pre‐patent 
period.  Lanes M:  100bp molecular  weight  DNA marker.  +ve: 
posiƟve control.‐ve: negaƟve control. Numbers: days post infec‐
Ɵon. LeƩers: mice scarified at that day. 

Figure 3: DetecƟon of T. evansi in mice blood during the chronic 

phase by PCR. Lanes M: 100 bp molecular weight DNA marker, 

+ve: posiƟve control, ‐ve: negaƟve control, W1: first wave 

(fiŌeenth DPI) and W2: second wave (twenty ninth DPI) . 
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through  the course of  infecƟon and according  to  the sex 

of mice. 

 

Kidneys 

At  parasitemia  (7  DPI),  kidneys  showed  granular  and 

vacuolar  degeneraƟon  of  the  epithelium  of  some 

uriniferous tubules, mild congesƟon and focal infiltraƟons 

of  mononuclear  inflammatory  cells  with  limited  small 

hemorrhagic area. Also, necrobioƟc changes of epithelial 

cells of few uriniferous tubules were recorded in addiƟon 

to  focal  areas  of  edema  infiltrated  with  mononuclear 

inflammatory cells  (Fig. 5A). By the first wave of parasite 

disappearance  (15 DPI),  sporadic  glomeruli  get  shrinked 

with pyknosis of glomerular tuŌ cells that increased in the 

second wave  at  29 DPI  (Fig.  5B).  Renal  Ɵssues  revealed 

prominent  vacuolar  and  granular  degeneraƟve  changes 

with  shrinkage  glomeruli  accompanied  with  focal 

perivascular  mononuclear  cells  infiltraƟon  in  the  third 

wave at 46 DPI in addiƟon to renal casts. 

 

Liver 

During parasitemia  (7 DPI)  liver revealed diffuse vacuolar 

degeneraƟon  of  hepatocytes  with  focal  aggregaƟons  of 

inflammatory  cells  parƟcularly  around  the  portal  areas. 

Prominent  diffuse  mononuclear  inflammatory  cells 

appeared within the sinusoids with acƟvaƟon of Kupffer’s 

cells.  At  15  DPI, MulƟple  diffused  necroƟc  hepatocytes 

were  observed  parƟcularly  around  dilated  portal  veins 

Molecular Analysis of T. evansi 

Figure 4: PCR amplificaƟon of DNA extracted  from Ɵssues of  infected mice using TeRoTat primer set. M: 50 bp molecular weight DNA 
marker, +ve: posiƟve control,  ‐ve: negaƟve control, 7: days post  infecƟon, W1: chronic wave  (15 DPI), W2  (29 DPI), W3  (46 DPI) and L 
(liver) S (spleen) K (kidney) T (tesƟcle) O (ovary) B (brain). 

Figure 5: A: Kidney of female mice during parasitemia showed Granular and vacuolar degeneraƟon of uriniferous tubular epithelium with 
NecrobioƟc changes of some cells (bent arrow), Focal area of edema infiltrated with mononuclear inflammatory cells. x40. 
B: Kidney of male mice at  the first chronic wave  (15 DPI)  showed  inflammatory cells  infiltraƟons around blood vessels  (down arrow), 
marked shrinked glomeruli (bent arrow) with degeneraƟve changes in uriniferous tubular epithelium. x10. 
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and  that  were  replaced  by  mononuclear  inflammatory 

cells  (Fig.  6A).  At  the  end  experiment  (46  DPI),  some 

central  veins  surrounded  by  focal  aggregaƟon  of 

mononuclear  inflammatory cells were recorded.  In males 

at 15 DPI, notably those focal areas of complete lyses of  

hepatocytes were recorded throughout the course leaving 

space in their sites (liver cavitaƟons) (Fig. 6B). 

 

Spleen 

Spleen  follicles  appeared  large  with  narrow  germinal 

center.  They  were  less  prominent  from  splenic 

parenchyma  due  to  follicular  hypertrophy  and  high 

cellularity of  splenic  red bulb during parasitemia  (7 DPI). 

Vacuolar  degeneraƟve  changes  appeared  in  the  splenic 

parenchymal cells (Fig. 7A). Some cells appeared pyknoƟc 

with  large  hisƟocytes  and  few  giant  cells.  Moreover, 

Behour et al. EVMSPJ 2015; 11:1‐11                       

Figure 6: A: Liver of female mice during first chronic wave (7 day PI) showed: Diffuse vacuolar degeneraƟon of hepatocytes with focal 
aggregaƟon of inflammatory cells. AggregaƟon of inflammatory cells around the portal area (down notched arrow) and central veins (up 
notched arrow). x10. B:Liver of male mice at chronic wave (15 day PI) showed: Diffused vacuolar degeneraƟon (down arrow), focal areas 
of complete lyses of hepatocytes leaving vacuoles in their sites (arrows heads) (liver vacuolaƟon), central veins surrounded by focal ag‐
gregaƟon of mononuclear inflammatory cells (bent arrow) and acƟvaƟon of von Kupffer cells. x10. 

Figure 7: A: Spleen of male mice during parasitemia (7 day PI) showed: Less prominent follicles with narrow germinal center (down ar‐
row), increased number of large macrophages (right notched arrows) with some mulƟnuclear giant cells with mulƟple small necroƟc are‐
as and edema (bent arrow). NecroƟc areas showed pyknoƟc, karyoliƟc nuclei with nuclear debris. x10. B: Spleen of female mice during 
the first chronic wave (15 day PI) showed: Prominent large macrophages (white arrows) and giant cells (black bent arrows) at sub‐
capsular area with vacuolar degeneraƟve changes in reƟcular stromal cells. x10 
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mulƟple  necroƟc  areas  in  the  splenic  parenchyma 

associated with  exudaƟve  edema  in male  Ɵssues.  At  15 

days  post  infecƟon,  prominent  large  hisƟocytes 

parƟcularly at the sub‐capsular area were appeared with 

vacuolar  degeneraƟve  changes  in  the  reƟcular  cells  and 

mild congesƟon  in blood vessels  (Fig. 7B). At  the  second 

wave  (29  DPI), mulƟple  giant  cells  and  hisƟocytes were 

more prominent. At  the end of  the  course  (46 DPI),  the 

follicles were well observed with mulƟple giant  cells but 

without congesƟon. 

 

Brain  

Brain  showed  mild  perivascular  edema  with  collapsed 

blood  vessels  at  7  DPI.  SomeƟmes  focal  necroƟc  areas 

were  seen  with  appearance  of  pericellular  edema.  In 

addiƟon,  focal  hemorrhage  infiltrated  with  neutrophils 

and  sporadic  degenerated  neurons  with  neuronophagia 

were  also  seen  at  15  DPI.  Focal  mild  meningiƟs  with 

mononuclear  inflammatory  cells  infiltraƟons  and  mild 

congesƟon were observed (Fig. 8A). 

 

Testes and Ovaries 

No  significant  pathological  changes  were  observed  in 

ovaries  however  in  testes  many  pathological  changes 

were  recorded.  At  the  seventh  day  post  infecƟon, 

spermatogenic  cells  appeared  normal  although  80%  of 

seminiferous  tubules  were  empty  from  sperms.  Then, 

sporadic  seminiferous  tubules  showed  degeneraƟon  of 

spermatogonial  mother  cells  and  about  20%  showed 

desquamaƟon  of  germinal  epithelium.  Leydig  cells were 

prominent and showed open phase nuclei  (Fig. 8B). Mild 

congesƟon of blood vessels was recorded.  In  the chronic 

phase  (15 DPI),  about  60% only  of  seminiferous  tubules 

showed sperms.  

 

D®Ý�çÝÝ®ÊÄ 

For well esƟmaƟon of medical and economic impacts of T. 

evansi,  idenƟficaƟon  of  the  eƟological  agent  and 

evaluaƟon  of  its  pathogenic  effects  and  impact  are 

important.  Unfortunately,  the  clinical  and  pathological 

signs of T. evansi infected animals are not pathognomonic 

resulƟng  in  difficulty  and  misdiagnosis  of  the  disease. 

Therefore,  searching  for  rapid,  sensiƟve  and  accurate 

laboratory  method  is  necessary  to  facilitate  diagnosis 

(Dargantes  et  al.,  2005b;  Desquesnes  et  al.,  2013).  For 

definiƟve  diagnosis  for  surra,  demonstraƟon  of 

trypanosomes in Ɵssues or blood of the hosts is required; 

however  it  influenced  by  the  parasitemia  level  and 

viability  of  trypanosomes  in  blood  or  Ɵssue  samples. 

Parasitological  tests  are  helpful  in detecƟng  T.  evansi  in 

infected  animals  with  high  parasitemia  but  diagnosƟc 

issues appear  in chronic disease  in which animal exhibits 

very  low  parasitemia.  Trypanosomes  in  samples  from 

animals  with  high  and  low  parasitemia  (>104  and  250 

trypanosomes  mL‐1  of  blood)  could  not  be  detected 

beyond  8  and  3  hours  aŌer  storage  at  4°C  and  27°C 

respecƟvely to maintain viability of trypanosome in blood 

and  should not be exposed  to direct  sunlight  (Nantulya, 

1990; Holland et al., 2001a).  

 

PCR‐based assays are described as powerful tools for the 

detecƟon  of  T.  evansi  in  several  animals  and  vectors 

Molecular Analysis of T. evansi 

Figure  8:  A: Brain  Ɵssue of male during  the first  chronic wave  (15 day PI)  showing meningiƟs with dilated meningeal blood  vessels 
(curved  arrows)  and moderate  infiltraƟon  of mononuclear  inflammatory  cells were  observed.  PyknoƟc  neural  cells with  pericellular 
edema (leŌ arrows) were seen in the Ɵssue of cerebral cortex. x10. B: Testes of male mice during parasitemia (7 day PI) showed: Leydig 
cells  were  prominent  and  showing  open  phase  nucleus  (bent  arrows),  degeneraƟon  of  spermatogonial  mother  cells  with  few 
desquamated germinal epithelial cells. x10 
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(Sukhumsirichart et al., 2000). Sample processing does not 

have to be done within minimum Ɵme aŌer collecƟon but 

can be delayed at least 180 days aŌer preservaƟon at ‐20°

C  (Abdel‐Rady,  2008). Moreover,  the assays are not only 

able to detect and amplify parasite nucleic acids with high 

sensiƟvity  and  specificity  but  also  able  to  disƟnguish 

different species involved (Dávila et al., 2003). 

 

Variant surface glycoprotein  (VSG) covered  the surface of 

Trypanosome  is  the  main  anƟgenic  determinant  to  the 

host  immune  system.  The parasite  is  able  to periodically 

switch  its  coat  to  evade  the  host  immune  response  and 

produce  waves  of  parasitemia.  There  are  1000  genes 

encoded  in  the  genome  for  VSG.  These  genes  are 

randomly switched on and off at each generaƟon resulted 

in anƟgenic variaƟon of T. evansi (Bacchi, 2009). T. evansi 

RoTat  1.2  VSG  gene  is  a  specific  DNA  region  lacking 

homology to other known VSG genes in trypanosomes, but 

it is highly conserved among T. evansi strains (Claes et al., 

2004).  It  is  expressed  in  early,  middle  and  late  stages 

during  the  disease  evoluƟon.  So,  it  is  recommended  in 

early  diagnosis,  follow  up  and  determinaƟon  of  carrier 

status in T. evansi infecƟon (Sengupta et al., 2010). 

 

In  this  study,  TeRoTat  1.2  primer  set  was  chosen  for 

applying the PCR assay to detect the pre‐patent period and 

follow up the course of the infecƟon in the experimentally 

infected mice along with direct microscopic examinaƟon of 

wet  blood  smear.  Results  showed  that  the  pre‐patent 

period  was  120  hours  (five  days)  post  infecƟon  by  102 

trypanosomes  in  both  groups  (males  and  females)  by 

direct microscopic examinaƟon while by using PCR, the pre

‐patent period was esƟmated 24 hours post infecƟon with 

amplificaƟon  of  151  bp  DNA  fragment.  Sharma  et  al. 

(2012)  detected  the  parasite  at  108  h  and  72  h  aŌer 

inoculaƟon of 102 parasites by examinaƟon of wet blood 

smear  and  real  Ɵme  PCR  assay  respecƟvely  aŌer 

experimental  infecƟon of T. evansi  in mice. Differences  in 

the pre‐patent periods arises  from many  factors  includes 

species difference, host suscepƟbility, pathogenicity of the 

isolate,  route  and dose of  infecƟon  and  the  test used  to 

detect parasitemia (Dargantes et al., 2009). 

 

Survival duraƟons in current study were recorded in males’ 

mice 12‐ 22 days however in females’ mice, survival Ɵmes 

were  stretching  12‐  46  days.  Different  survival  duraƟons 

were recorded by many researchers; Shama et al.  (2012) 

(10 ‐14 days) in mice inoculated with 102 trypomasƟgotes, 

Carmona et al. (2006) (12‐24 days) in mice inoculated with 

1  trypomasƟgote/g  body  weight.  Mekata  et  al.  (2012) 

inoculated  mice  with  103  trypo‐masƟgotes  and  obtain 

survival  duraƟon  of  9‐  20  days.  Shams  El‐Din  (2012) 

obtained  11.2  days  as  the  mean  survival  Ɵme  of  mice 

inoculated with 4.5x 105 with overall mortality within 30 

days. Mekata et al.  (2013) recorded 19.8 days as a mean 

of survival days of 60% from mice inoculated with 2.0×103 

purified parasites. The other 40% of mice were survived Ɵll 

30  days  and  authors  didn’t  show  whether  mice  were 

sacrificed or died. Tejero et al. (2008) inoculated mice with 

1  trypomasƟgote/g  of  body weight  and mice  revealed  a 

disƟncƟve  adulatory‐like  parasitemic  paƩern  that 

resembles waves  for  39  days. Moreover,  Araque  (1985) 

found  in  his  study  that  two  mice  strains  were  able  to 

overcome  the  acute  phase with  survival  Ɵmes  up  to  60 

days. The variaƟon in survival Ɵme of mice inoculated with 

T.  evansi may  be  aƩributed  to  the  strain  virulence,  host 

suscepƟbility,  inoculated dose and environmental  factors. 

In this study environmental temperature was criƟcal factor 

for  mice  survival.  Animals  infected  with  T.  evansi  are 

characterized by fluctuaƟng parasitemia resulted from the 

interacƟon  of  the  immune  response  of  the  host  and  the 

ability  of  the  parasite  to  evade  it  by  anƟgenic  variaƟon. 

These waves of parasitemia  are  accompanied by  the  rise 

and fall of the body temperature of the host (Dargantes et 

al.,  2009).  During  these  periods,  demonstraƟon  of  T. 

evansi  in  animal  blood  is  efficient  while  at  Ɵmes  when 

parasitemia  is  low,  detecƟon  of  the  parasite  is  difficult 

making diagnosis a problem.  

 
In  the  current  study,  PCR was more  reliable  in  accurate 

detecƟon of the parasite in mice blood during aparasitemic 

waves (chronic stage)  in both males and females however 

examinaƟon of wet blood smear could not due to very low 

number of the parasite present in the blood. Ashour et al. 

(2013)  and  Ramirez‐lglesias  et  al.  (2011)  obtained  the 

same  results  in  experimental  mice  and  rabbit  infecƟon 

respecƟvely. Our  finding  indicated  the  usefulness  of  PCR 

not only for early diagnosis of T. evansi  infecƟon, but also 

for  detecƟng  the  chronically  infected  animals  with  very 

low  parasitemia  and  act  as  a  focus  for  the  spread  of 

infecƟon. Ramírez‐Iglesias  et  al.  (2012)  and Desquesnes 

and Davila (2002) referred the only limitaƟon of using PCR 

during the first days post infecƟon to absence of T. evansi 

in  the examined  sample  since  the  sensiƟvity of  the assay 

has been  reported of or  less  than 1 parasite/ml blood by 

Sengupta et al (2010). 

 

The histopathological alteraƟons associated with T. evansi 

infecƟon is not characterisƟc unless in the presence of the 

parasite in the invesƟgated Ɵssues is confirmed (Dargantes 
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et  al.,  2005b).  In  the  current  study,  detecƟon  and 

idenƟficaƟon of  T.  evansi  in  the  Ɵssues  collected during 

both  parasitemic  and  chronic waves  of  the  disease was 

performed by PCR. Results  revealed  amplificaƟon of  the 

specific 151 bp DNA  fragment using TeRoTat 1.2  specific 

primer  set  in  all  examined mice  Ɵssues  (livers,  spleens, 

kidneys, ovaries, testes and brains) throughout the course 

of  infecƟon. PosiƟve results from amplificaƟon of 400 bp 

DNA fragments of T. evansi in mice Ɵssues experimentally 

infected  with  the  parasite  using  specific  primer  set 

targeƟng VSG gene were previously reported by Sengupta 

et al (2010). 

 

DestrucƟve  effect  and  the  cellular  pathological  lesions 

associated  with  T.  evansi  infecƟon  are  described  as 

complicaƟons  of  the  interacƟon  between  the  host 

immune  system  and  the  parasite mechanisms  to  evade 

the  immune  response  of  the  host  (Dargantes  et  al., 

2005a).  Immune  complexes,  cytokines  (interferon, 

interleukins, chemokines and Ɵssue necroƟc  factors) and 

nitric  oxide  are  considered  the  products  resulted  from 

that  interacƟon and played  the major  role  in  the cellular 

damage  in  infected host (Baral et al., 2007; Saleh et al., 

2009). Other studies related the degeneraƟve changes  in 

the host to reducƟon of oxygen and glucose required for 

the  cells  by  its  consumpƟon  for  parasite  growth  and 

mulƟplicaƟon  in  addiƟon  to  toxins  produced  by  the 

parasite  (Bal  et  al.,  2012).  Generally,  the  pathological 

changes  caused  by  trypanosomoses  are  influenced  by 

many  factors  as  host  species,  type  of  isolate,  infecƟve 

dose,  stage of  infecƟon and  some environmental  factors 

(Dargantes et al., 2005b). 

 

In  the  current  study,  renal  pathological  changes  were 

represented by degeneraƟon  and necrosis  in  glomerular 

tuŌ  which  became  shrinkage  with  appearance  of  renal 

casts at renal tubules by the end of the course. Epithelium 

of uriniferous  tubules  showed necrobioƟc  changes. Also, 

mild  congesƟon  and  focal  infiltraƟons  of  mononuclear 

inflammatory  cells  with  edema  and  limited  small 

hemorrhagic  areas  were  observed.  Previous  studies 

inferred  the renal alteraƟons  to  the presence of parasite 

or  its  toxins  (Surynarayana  et  al.,  1986)  and  the 

immunological  response  of  the  host  (Uche  and  Jones 

1992) which impairs the structure and funcƟon of kidneys. 

They  illustrated  the mechanism of destrucƟon of  Ɵssues 

that  inducted  glomerulonephriƟs  allowed  deposiƟon  of 

anƟgen‐anƟbody  complexes  which  damage  tubular 

epithelium  followed  by  tubular  necrosis  and  atrophy. 

Presence of hemorrhagic  lesions  increased the release of 

immuno‐complexes  and  elevated  the  tubular  epithelium 

damage (Biswas et al., 2001). Thus, occurrence of sudden 

death  may  be  due  to  acute  renal  failure  and  kidney 

damage  which  was  observed  in  the  male  mice  group 

when reaching parasitemia. Biswas et al. (2001) reported 

the same changes in Bandicoot rat and they were the first 

researchers menƟoned the shrinkage of glomerulus which 

recorded  in  this  study.  In  liver,  the  most  vital  organ, 

vacuolar  degeneraƟve  changes  and  necrosis  of 

hepatocytes  indicated  chronic  trypanosomosis  which 

were  irreversible pathological changes and  lead  to death 

of the  infected animals as occurred  in this study specially 

in the male mice group (Biswas et al., 2001).  

 

Severe  destrucƟve  changes  were  recorded  in  the  male 

infected  group  as  focal  areas  of  complete  lyses  of 

hepatocytes  were  seen  producing  liver  cavitaƟons.  The 

necrosis of hepatocytes parƟcularly around portal area at 

early stages indicates the toxic effect of the trypanosome 

metabolites  while,  the  late  necrosis  of  hepatocytes 

parƟcularly around central veins indicate the hypoxic and 

the hypoglycemic effect. This  is coincided with Bal  et  al. 

(2012) who stated  that,  the degeneraƟve changes  in  the 

host were resulted from reducƟon of oxygen and glucose 

required  for  the  cells  by  its  consumpƟon  for  parasite 

growth and mulƟplicaƟon  in addiƟon  to  toxins produced 

by the parasite. Biswas et al. (2001) inferred the necrosis 

of hepatocytes around dilated portal veins and that were 

replaced  by  mononuclear  inflammatory  cells  to  the 

presence  of  toxins  in  the  plasma  and  Ɵssue  fluid which 

sƟmulate  secreƟon  of  lysosomes.  Produced  lysosomal 

vesicles  in  a  cell  coalesce  and  form  a  large  vesicle  and 

when this  lysosomal vesicle bursts. Autolysis of the takes 

place and iniƟate the necroƟc process.  

 

Focal  aggregaƟon  of  mononuclear  inflammatory  cells 

around  some  central  veins may be due  to hypoglycemia 

and hypoxemia resulted from consumpƟon of glucose and 

oxygen  by  trypanosomes  for  their  moƟlity  and 

mulƟplicaƟon  resulƟng  in  degeneraƟve  changes  in 

hepatocytes  (Uche  and  Jones  1992;  Bal  et  al.,  2012). 

AcƟvaƟon  of  Kupffer  cells  with  diffuse  mononuclear 

inflammatory  cells  appeared  within  the  sinusoids  were 

suggested  to  be  related  to  increased  breakdown  of  red 

blood cells and  intense anƟgenic sƟmulaƟon  (Anosa  and 

Kaneko  1984).  Death  of  animals  also  may  be  due  to 

immunosuppression resulted  from  failure of  the  immune 

system to recognize the secondary infecƟon anƟgens. This 

Molecular Analysis of T. evansi 
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can  be  aƩributed  to  the  impairment  of  complement 

component  (C3) producƟon which  is  the most  important 

component  for  acƟvaƟon  of  the  complement  pathway 

(Uche and Jones, 1992).  

 

In  spleen,  follicular  hypertrophy  and  high  cellularity  of 

splenic  red  bulb  and  vacuolar  degeneraƟve  changes 

appeared in the splenic parenchymal cells. By progression 

of  the  disease,  mulƟple  necroƟc  areas  in  the  splenic 

parenchyma  associated  with  exudaƟve  edema  in  male 

Ɵssues were  appeared.  Then mulƟple  giant  cells  due  to 

aggregaƟon of hisƟocytes were more prominent. Biswas 

et  al.  (2001)  and  Bal  et  al.  (2012)  obtained  the  same 

pathological  changes  in  the  spleen  in  experimentally 

infected Bandicoot  rats and mice  respecƟvely. Uche  and 

Jones  (1993)  referred  the  splenic  damage  to  immediate 

hypersensiƟvity  to  T.  evansi. However,  Surynarayana  et 

al. (1986) related splenic pathological changes in donkeys 

to  the  anemic  anoxia  resulted  from  the  presence  of  T. 

evansi and its toxic metabolites.  

 

Brain  showed  focal  necroƟc  areas  with  appearance  of 

pericellular  edema,  mild  perivascular  edema  with 

collapsed  blood  vessels.  In  addiƟon,  focal  hemorrhage 

infiltrated  with  neutrophils  and  sporadic  degenerated 

neurons with neuronophagia were also seen. With disease 

progression,  focal  mild  meningiƟs  with  mononuclear 

inflammatory cells  infiltraƟons and mild congesƟon were 

observed. Bal et al. (2012) reported that the pathological 

changes occurred  in  the brain were  induced by presence 

of parasite or its toxic metabolites and supported the idea 

by demonstraƟon of  the parasite  in blood vessels of  the 

brain  of  infected  animals.  Otherwise,  Sackey  (1998) 

inferred  the  degeneraƟve  changes  of  the  brain  to  the 

formed  immune  complexes  instead  of  cell  mediated 

immune  reacƟon.  It  was  found  that  no  significant 

pathological changes were observed in ovaries of infected 

female  mice  however  posiƟve  signals  for  presence  of 

parasite were obtained  from  the ovarian  Ɵssues by  PCR 

assay.  In  contrast,  Faccio  et  al.  (2013)  observed  an 

increase  in  the concentraƟon of NO  (Nitric Oxide), AOPP 

(Advanced  OxidaƟon  Protein  Products),  and  TBARS 

(Thiobarbituric Acid ReacƟve Substances) in the ovaries of 

rat  experimentally  infected  with  T.  evansi,  which  was 

indicaƟve of cell damage. 

 

In  Testes,  seminiferous  tubules  showed  degeneraƟon  of 

spermatogonial mother  cells. Most  seminiferous  tubules 

showed  aspermia  and  desquamaƟon  of  germinal 

epithelium. Leydig cells were prominent and showed open 

phase  nuclei  with  mild  congesƟon  of  blood  vessels. 

Hemeida  et  al  (1985)  revealed  varying  degrees  of 

spermatogenic arrest, collapsed Sertoli cells and normally 

funcƟoning  Leydig  cells  in  degenerated  dromedary 

tesƟcles.  

 

AnƟ‐ferƟlity effect of T. evansi  in Black Bengal bucks was 

detected  by  Pradhan  et  al.  (2013)  aŌer  examinaƟon  of 

tesƟcular  Ɵssue  secƟon  which  showed  diffuse 

degeneraƟon  of  spermatogonia  and  Sertoli  cells,  lacking 

of  spermatozoa  and  proliferaƟon  of  fibrous  connecƟve 

Ɵssue  in  intertubular  spaces.  Pathological  alteraƟons  in 

testes  including  aspermia  were  reported  by  previous 

authors  in male  goats  (Dargantes  et  al.,  2005b), horses 

(Ikede  et  al.,  1983),  rabbits  (Chandra  et  al.,  1999)  and 

camels (Hemeida et al., 1985). Male inferƟlity induced by 

T. evansi infecƟon was supported by Tizard (1996) and Al‐

Qarawi  et  al.  (2004). They elucidated  the mechanism as 

immune  complexes  resulted  from  variable  surface 

glycoproteins  of  T.  evansi  precipitated  under  the 

basement membrane of  the  seminiferous  tubules  in  the 

chronically  infected males  leading  to  interference of  the 

biological  funcƟons  of  juncƟonal  complexes,  impaired 

metabolism  or  hyperacƟvaƟon  of  the  Sertoli  cells  and 

elevated  plasma  estradiol‐17β  concentraƟons.  Later, 

higher concentraƟon of estrogen suppresses secreƟon of 

gonadotropin‐releasing  hormone  (GnRH)  and  causes  a 

negaƟve  feed‐back  mechanism  on  luteinizing  hormone 

(LH)  leading  to  depression  in  Leydig  cell  funcƟon  and 

maintaining  low  levels  of  plasma  testosterone.  Both 

trypanosoma‐induced  immune  complexes  and  hormonal 

defects  could  impair  the  sequenƟal  divisions  and 

differenƟaƟon of  germ  cells  to produce  spermatozoa.  In 

current  study,  Leydig  cells  were  noƟced  funcƟonal 

however about 80% of seminiferous tubules were empty. 

This may be explained as; invesƟgaƟon was occurred early 

before  the  occurrence  of  the  negaƟve  feed  back 

mechanism.  Also,  Trypanosoma  evansi  infecƟon  was 

contributed  to  inferƟlity  in male  rats  either  directly  by 

causing  marked  tesƟcular  damage  and  morphological 

disorders  in  sperms  or  indirectly  by  reducƟon  of  serum 

levels of reproducƟve hormones (Faccio et al., 2014).     

 

In  conclusion,  T.  evansi  induces  destrucƟve  irreversible 

damage  of  the  mice  vital  organs  especially  in  chronic 

infecƟon  and  lead  to  death  of  the  animals  with 

progression of the disease. It also affects animals’ ferƟlity 

specially males which  can  cause  considerable  economic 
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losses. Thus, as verified  in this study, finding an accurate, 

sensiƟve, reliable method such as PCR will not only detect 

the early  infecƟon of T. evansi  introduced to the animals 

but  also  it  able  to  discriminate  the  chronically  infected 

carrier  ones.  So  understanding  of  the  course  of  the 

disease and finding suitable diagnosƟc tool will help good 

esƟmaƟon  of  medical  and  economic  impacts  of  the 

disease to encourage its prevenƟon and control.  
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