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Resumen 

 

Introducción: La enfermedad de Chagas y las leishmaniasis son enfermedades de gran 

importancia epidemiológica en Colombia. Las técnicas moleculares proporcionan 

herramientas que facilitan el estudio de estas enfermedades. Por esta razón, el objetivo de 

este estudio fue la implementación de técnicas moleculares que permitan mejorar el 

diagnóstico y realizar estudios de epidemiología molecular en el país.   

 

 

Metodología: Se recolectaron 708 muestras de pacientes con enfermedad de Chagas, 245 

triatominos y 39 reservorios. Se aplicaron las siguientes técnicas moleculares: PCR 

convencional y tiempo real para diagnóstico, cuantificación y genotipificación de T. cruzi en 

muestras de pacientes, triatóminos y reservorios. PCR-HRM para determinación de fuentes 

alimenticias de triatóminos. Análisis de microsatélites en muestras de pacientes, triatominos 

y reservorios involucrados en brotes de transmisión oral. Lo anterior, con el fin de determinar 

las capacidades operativas de las técnicas moleculares, cargas parasitarias y DTUs en 

pacientes con enfermedad de Chagas. Adicionalmente, conocer los índices de infección 

triatominica, DTUs y preferencias alimenticias de triatominos en el país y realizar análisis de 

epidemiología molecular en dos brotes de transmisión oral en Colombia. En cuanto a 

Leishmaniasis, se incluyeron en el estudio aislamientos obtenidos de pacientes con 

Leishmaniasis cutánea, flebótomos y reservorios. Se realizó el diseño de un PCR-HRM para 

la identificación de las seis especies de Leishmania spp descritas previamente en el país. Se 

implementó la amplificación y secuenciación del gen citocromo b para identificación de 

especies de Leishmania spp. 

 

 

Resultados: En enfermedad de Chagas, el desempeño diagnóstico de las pruebas 

moleculares fue mejor en fase aguda que en fase crónica de la enfermedad. Se observaron 

diferencias estadísticamente significativas entre las cargas parasitarias según la fase clínica. 

Se reafirma la amplia distribución de la DTU TcI en pacientes, triatominos y reservorios. Se 

encontraron altos porcentajes de infección por T. cruzi y alimentación con sangre humana en 

especies de triatominos consideradas secundarias en el país. Se encontró que el posible origen 

de uno de los brotes de transmisión oral fue la contaminación de alimentos con heces de 

triatóminos, mientras que en el segundo brote el posible origen corresponde a la 

contaminación de alimentos con secreciones odoríferas de zarigüeyas. En las leishmaniasis, 

la PCR-HRM de HSP-70 permite la identificación de L. amazonensis en el subgénero L. 

Leishmania y de L. panamensis en el subgénero L. Viannia; mientras ITS-1 permite la 

discriminación entre L. amazonensis y L. infantum y entre L. braziliensis y L. guyanensis. 

Mediante secuenciación del gen citocromo b se logró la detección de dos especies de 

Leishmania spp. que no habían sido previamente reportadas en el país L. equatoriensis y L. 

lainsoni y se realizaron mapas de distribución de todas las especies detectadas, así como su 

distribución en todo el circuito epidemiológico.  
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Conclusión: Se logró la implementación exitosa de diferentes técnicas moleculares que 

fueron de utilidad para diagnóstico y epidemiología molecular de la enfermedad de Chagas 

y de las leishmaniasis, proporcionando nuevo conocimiento y dejando disponibles dichas 

técnicas para su uso en el país mediante el Instituto Nacional de Salud.  
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Abstract 
 

Introduction: Chagas disease and leishmaniasis are diseases of great epidemiological 

importance in Colombia. Molecular techniques provide tools that facilitate the study of these 

diseases. For this reason, the objective of this study was the implementation of molecular 

techniques to improve diagnosis and molecular epidemiology studies in the country. 

 

 

Methods: 708 samples of patients with Chagas' disease, 245 triatomines and 39 reservoirs 

were collected. The following molecular techniques were applied: conventional and real-time 

PCR for diagnosis, quantification and genotyping of T. cruzi in samples from patients, 

triatomines and reservoirs. PCR-HRM for determination of food sources of triatomines. 

Microsatellite analysis in samples from patients, triatomines and reservoirs involved in 

outbreaks of oral transmission. The above, in order to determine the operative capacities of 

molecular techniques, parasitic loads and DTUs in patients with Chagas' disease. 

Additionally, to know the triatomic infection rates, DTUs and food preferences of triatomines 

in the country and to perform analysis of molecular epidemiology in two outbreaks of oral 

transmission in Colombia. As for Leishmaniasis, isolates obtained from patients with 

cutaneous leishmaniasis, sandflies and reservoirs were included in the study. A PCR-HRM 

was designed to identify the six species of Leishmania spp previously described in the 

country. Amplification and sequencing of the cytochrome b gene for the identification of 

Leishmania spp. 

 

Results: In Chagas' disease, the diagnostic performance of the molecular tests was better in 

the acute phase than in the chronic phase of the disease. Statistically significant differences 

were observed between parasite loads according to the clinical phase. The wide distribution 

of DTU TcI in patients, triatomines and reservoirs is reaffirmed. High percentages of T. cruzi 

infection and human blood feeding were found in triatomine species considered secondary 

in the country. It was found that the possible origin of one of the outbreaks of oral 

transmission was food contamination with feces of triatomines, whereas in the second 

outbreak the possible origin corresponds to the contamination of foods with odoriferous 

secretions of opossums. In the leishmaniasis, HSP-70 PCR-HRM allows the identification of 

L. amazonensis in the subgenus L. Leishmania and of L. panamensis in the subgenus L. 

Viannia; While ITS-1 allows discrimination between L. amazonensis and L. infantum and 

between L. braziliensis and L. guyanensis. By means of sequencing of the cytochrome b gene 

the detection of two species of Leishmania spp. Which had not previously been reported in 

the country L. equatoriensis and L. lainsoni, and distribution maps of all the species detected, 

as well as their distribution throughout the epidemiological circuit. 

 

Conclusion: Successful implementation of different molecular techniques that were useful 

for diagnosis and molecular epidemiology of Chagas' disease and leishmaniasis was 

achieved, providing new knowledge and making available these techniques for use in the 

country through the National Institute of Health . 
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1 INTRODUCCIÓN 

 

Las enfermedades transmitidas por vectores constituyen un grave problema de salud pública. 

Entre estas infecciones, se encuentran las causadas por parásitos protozoarios como Malaria 

(Plasmodium spp), Enfermedad de Chagas (Trypanosoma cruzi), Leishmaniasis (Leishmania 

spp.) y Tripanosomiasis africana (Trypanosoma brucei).  

 

Para el caso de la enfermedad de Chagas, se calcula que existen entre 8 y 10 millones de 

personas infectadas en el mundo, con un número de muertes al año de 12.000  

aproximadamente (1). La leishmaniasis representa un problema de salud pública en 98 países, 

en los cuales se estima que cada año se producen 1.3 millones de nuevos casos y entre 20.000 

y 40.000 defunciones (2). 

 

En Colombia, para la enfermedad de Chagas, se calcula que existen 436.000 personas 

infectadas y se han presentado 10 brotes de posible transmisión oral, cuya letalidad ha sido 

del 16% (1,3). En el caso de las leishmaniasis, Colombia ocupa el segundo lugar en 

incidencia en América después de Brasil, pasando de 6.000 a 20.000, el número de casos 

anuales entre el 2003 y 2006 (2). 

 

Uno de los principales objetivos de la investigación básica es el desarrollo de métodos 

precisos para el diagnóstico y análisis de T. cruzi y Leishmania spp., aún más teniendo en 

cuenta que son parásitos que co-habitan en ciclos epidemiológicos similares. Sumado esto al 

constante desarrollo de técnicas basadas en el ADN, varios investigadores han desarrollado 

y evaluado métodos moleculares como la PCR (Reacción en cadena de polimerasa) 

convencional (4–7), qPCR (PCR cuantitativa en tiempo real) (8–12) , LAMP (amplificación 

isotérmica de ácidos nucleicos mediada por lazo) (13–18), PCR-RFLP (PCR-polimorfismos 

de longitud de fragmentos de restricción) (19–21), PCR-HRM (PCR-análisis de alta 

resolución de temperatura de fusión) (22,23), encontrando que son técnicas de gran utilidad 

para el diagnóstico ya que muestran elevada sensibilidad y especificidad; pueden ser 

utilizadas en algunos de los escenarios clínicos y a su vez en muestras obtenidas de humanos, 

reservorios y vectores, proporcionando información útil para el adecuado manejo clínico, 

terapéutico y para el análisis ecológico, ambiental y geográfico de estas parasitosis.  

 

Adicionalmente, se han desarrollado herramientas de alto poder de resolución para el análisis 

de la diversidad genética de estos agentes etiológicos tales como la secuenciación de genes, 

análisis MLST (por sus siglas en inglés multilocus sequence typing) (24–27) y análisis 

MLMT (por sus siglas en inglés multilocus microsatellite typing) (28–30) que proporcionan 

información acerca de la variabilidad genética de los parásitos, información que es muy 

valiosa para la caracterización del comportamiento de estás parasitosis.  

  

En la Enfermedad de Chagas, el diagnóstico es complejo debido a la dinámica de la 

parasitemia durante las fases de la enfermedad. Los métodos directos permiten la detección 

del parásito durante la fase aguda, pero presentan muy baja sensibilidad durante la fase 

crónica (31). Las técnicas serológicas son de elección para el diagnóstico de la enfermedad 
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de Chagas durante la fase crónica, sin embargo presentan algunas dificultades como su baja 

sensibilidad durante la fase aguda, ya que pueden ser negativas durante los primeros días de 

la infección (32,33).  

 

Así mismo, en las pruebas serológicas se ha reportado baja especificidad dado que se han 

observado reacciones cruzadas con Trypanosoma rangeli y Leishmania spp. y baja 

concordancia entre pruebas usando antígenos crudos y recombinantes (34–36). Por lo tanto, 

se han utilizado ampliamente técnicas como la PCR convencional y la qPCR con el fin de 

detectar y cuantificar el ADN de T. cruzi (7–9,12). En Colombia, aún no se ha realizado un 

estudio que permita evaluar la utilidad de la PCR y qPCR para la detección y cuantificación 

de ADN de T. cruzi, en muestras obtenidas de todas las fases clínicas, triatominos y 

reservorios mamíferos.  

 

En las leishmaniasis, el diagnóstico de la enfermedad también presenta complejidad, esto 

debido a que las leishmaniasis tienen un amplio espectro de manifestaciones clínicas y 

pueden ser confundidas con otras patologías coexistentes (37). Adicionalmente, tanto las 

manifestaciones clínicas como la respuesta terapéutica se relacionan con la especie 

involucrada en la infección (10,11).  

 

El estándar de oro para el diagnóstico de las leishmaniasis es la observación directa en frotis 

y/o aislamiento en cultivo del parásito. Las pruebas directas presentan una elevada 

especificidad (100.0%), sin embargo, su sensibilidad es baja y altamente variable dado que 

se ve afectada por diferentes aspectos, entre ellos el tiempo de las lesiones cutáneas, el órgano 

del que se obtenga el aspirado y la experticia del operador en la toma de muestra y en la 

identificación del parásito. Las pruebas serológicas son de gran utilidad en el diagnóstico de 

la leishmaniasis visceral, las pruebas rápidas y ELISA, usando antígenos recombinantes 

como rK39 (secuencia repetitiva de 39 aminoácidos, del carbono terminal de una proteína de 

la familia de las kinesina de Leishmania chagasi) han mostrado una sensibilidad entre 98-

100% y especificidad del 98.0% (38). Sin embargo, la principal limitación de estos métodos 

es la identificación de especies y por esto el estándar de oro para identificación de especies 

es la técnica de MLEE (por sus siglas en inglés multilocus enzyme electrophoresis), que es 

una técnica  muy dispendiosa, los patrones electroforéticos son de difícil interpretación, los 

resultados no son fácilmente reproducibles entre diferentes laboratorios y tarda mucho 

tiempo en proporcionar resultados ya que requiere crecimiento masivo del parásito 

(10,11,39,40). Por lo anterior, se han implementado técnicas moleculares como la PCR 

(convencional, qPCR, LAMP, HRM y PCR-RFLP) y secuenciación, para la detección de 

ADN del género Leishmania spp. e identificación de especies directamente en diferentes 

muestras biológicas, facilitando ampliamente el acceso al diagnóstico rápido, 

proporcionando mayor sensibilidad (100%) y permitiendo analizar aspectos como el 

pronóstico de la enfermedad y el comportamiento terapéutico a diferentes tratamientos 

(11,13,18).  

 

Finalmente, a pesar de los avances realizados en el país en enfermedad de Chagas y 

Leishmaniasis, existen vacíos respecto al uso de técnicas moleculares que puedan dar soporte 
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al diagnóstico y análisis de epidemiología molecular. Por lo tanto, esta investigación pretende 

aportar conocimiento mediante la implementación de técnicas moleculares de diagnóstico y 

tipificación de los agentes etiológicos de estas enfermedades, para de esta forma contribuir 

al fortalecimiento de la capacidad diagnóstica y del conocimiento de las características 

genéticas del parásito que puedan estar relacionadas con las manifestaciones clínicas y 

epidemiológicas de estás parasitosis. 
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2 MARCO TEÓRICO 

 

2.1 ENFERMEDAD DE CHAGAS  

 

2.1.1 Agente etiológico 

 

El agente etiológico de la enfermedad es el parásito protozoario y hemoflagelado, 

Trypanosoma cruzi (T. cruzi). Su clasificación taxonómica es la siguiente:  

 

- Reino: Protista 

- Phylum: Sarcomastigophora 

- Sub-phylum: Mastigophora 

- Clase: Zoomastigophorea 

- Orden: Kinetoplastida 

- Sub-orden: Trypanosomatina 

- Familia: Trypanosomatidae 

- Género: Trypanosoma 

- Especie: cruzi 

 

Debido a que el parásito pertenece al orden Kinetoplastida, se caracteriza por la presencia de 

flagelo y una estructura prominente y paraflagelar conocida como quinetoplasto que 

corresponde a una condensación de ADN mitocondrial localizado en el interior de una única 

mitocondria que está ramificada por toda la célula (41). 

 

2.1.1.1 Ciclo de vida  

 

El ciclo de vida transcurre en dos hospederos, el hospedero invertebrado (insectos de la 

familia Reduviidae) y el hospedero vertebrado (reservorios mamíferos y humanos) (Figura 

1).   

 

El ciclo biológico de T. cruzi inicia cuando el insecto triatomino ingiere sangre de un 

hospedero vertebrado, adquiriendo el parásito en su forma tripomastigote circulante. Estás 

formas van a la parte anterior y posterior del sistema digestivo del triatomino, una vez allí se 

diferencian en formas epimastigotas y esferomastigotas. Posteriormente, los parásitos migran 

hacia el intestino donde los epimastigotes se replican mediante fisión binaria y se adhieren a 

la mucosa del intestino del insecto triatomino mediante el flagelo, luego pasan al recto, y en 

la región posterior se diferencian a tripomastigotes metacíclicos, estos últimos se adhieren al 

epitelio de la ampolla rectal del insecto triatomino y así pueden ser eliminados en las heces 

(42).   

 

En el hospedero vertebrado, el ciclo comienza cuando los tripomastigotes metacíclicos 

ingresan en el sitio de la picadura del vector o mucosas del vertebrado. Los tripomastigotes 

http://www.imbebb.org.br/conteudo.asp?idsecao=243
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metacíclicos, son formas que presentan gran movilidad y pueden invadir las mucosas e 

infectar una amplia variedad de células (macrófagos, células musculares lisas y estriadas, 

células de Schwann, fibroblastos, células de la glía y neuronas). La infección a las células se 

realiza mediante fagocitosis, proceso en el cual se forma una vacuola parasitófora que se 

fusiona con lisosomas celulares, lo que estimula que los tripomastigotes se transformen en 

amastigotes. Los amastigotes se replican por fisión binaria y lisan la membrana de la vacuola. 

Los amastigotes se transforman a tripomastigotes y estos generan lisis celular, liberándose al 

torrente sanguíneo e infectando nuevas células (42).   

 

 
Figura  1. Ciclo de vida de Trypanosoma cruzi. 1. El insecto vector (femenino o masculino) 

pica a un hospedero mamífero infectado con el parásito e ingiere sangre con tripomastigotes 

2. Forma celular: tripomastigotes 3. Los tripomastigotes se transforman en epimastigotes y 

algunos en esferomastigotes 4. Los epimastigotes se multiplican en el intestino medio 5. Los 

epimastigotes se transforman en tripomastigotes metacíclicos en el intestino del vector 6. El 

insecto vector pica nuevamente a un hospedero mamífero y luego de alimentarse de su sangre 

defeca cerca al sitio de la picadura eyectando las formas tripomastigotes metacíclicos 7. 

Forma celular: tripomastigotes metacíclicos 8. Los tripomastigotes metacíclicos infectan los 

macrófagos 9. Los tripomastigotes metacíclicos adquieren la forma de amastigotes dentro la 

vacuola parasitófora 10. Los amastigotes se liberan de la vacuola 11. Los amastigotes se 

multiplican en el citoplasma 12. Los amastigotes adquieren la forma de tripomastigotes 13. 

Los tripomastigotes lisan la célula y se liberan al torrente sanguíneo 14. Formas celulares: 

amastigotes y tripomastigotes 15. (a) Los tripomastigotes infectan nuevas células (b) Los 

amastigotes infectan nuevas células. Tomado de Texeira et al.,2012 (42).   

 

Los estadios de vida del parásito presentan diversidad en su morfología, ubicación del 

quinetoplasto, movilidad y capacidad reproductiva. De esta manera se clasifican las 

siguientes formas celulares del parásito:  
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- Amastigote: Presenta forma ovalada, es la forma replicativa a nivel intracelular, está 

presente en los hospederos vertebrados y carecen de movilidad, el quinetoplasto se 

encuentra posterior al núcleo.  

 

- Epimastigote: Su forma es alargada, presenta el flagelo y una corta membrana ondulante 

por lo que su movilidad es limitada, el quinetoplasto se encuentra posterior al núcleo. 

Esta forma es replicativa mediante fisión binaria en la porción anterior del sistema 

digestivo del vector. Adicionalmente, es la forma que se desarrolla en cultivos axénicos.  

 

- Tripomastigote: Es una forma elongada que carece de actividad replicativa, presenta 

flagelo y una membrana ondulante prominente por lo que presenta gran movilidad. El 

quinetoplasto se encuentra en la parte anterior del núcleo. La forma metacíclica se 

encuentra en la ampolla rectal del vector y la forma circulante en el hospedero vertebrado.  

 

2.1.1.2 Diversidad genética  

 

T. cruzi muestra una alta variabilidad genética, por lo que utilizando diferentes marcadores 

moleculares y características biológicas, ha sido clasificado mediante consenso internacional 

en seis unidades discretas de tipificación (por sus siglas en inglés Discrete Typing Units) 

cuya nomenclatura  está dada como TcI a TcVI y adicionalmente se ha descrito un genotipo 

adicional emergente conocido como TcBat (43). Una DTU se define como un grupo de cepas 

cuyas características genéticas son idénticas, es decir que al ser evaluadas por un conjunto de 

marcadores moleculares o inmunológicos presentan el mismo comportamiento (43,44).  

 

Las DTUs presentan asociación con diferentes características como la distribución 

geográfica, ciclos epidemiológicos de transmisión, vectores y manifestaciones clínicas de la 

enfermedad de Chagas. Sin embargo, estás relaciones no son definitivas ya que con el 

aumento reciente de estudios que involucran la genotipificación de estás DTUs se ha 

evidenciado la presencia de un gran número de asociaciones (43,45–49).  

 

Dentro de las seis DTUs, una de las más estudiadas ha sido la TcI, encontrándose 

ampliamente en el continente americano, se encuentra distribuida en los dos ciclos 

epidemiológicos doméstico y selvático y es la DTU con mayor frecuencia en Colombia, 

Venezuela y Centro América (43,47). En el ciclo silvestre se encuentra asociada con 

reservorios arbóreos como Didelphis marsupialis y con vectores de la Tribu Rhodniini. En 

los países del cono sur su distribución es mucho menor y está asociada con infección en 

roedores y especies del genero Triatoma (49).  

 

Se ha encontrado que dentro de la DTU TcI se presenta alta diversidad genética, inicialmente 

esta DTU fue clasificada en cinco genotipos (TcIa - TcIe), mediante el uso de la secuencia 

del gen SL-IR (por sus siglas en inglés spliced-leader intergenic region). Sin embargo, 

técnicas moleculares de mayor resolución como el MLMT y MLST han permitido identificar 

un clado emergente denominado TcI Doméstico que se ha distribuido desde América Central 
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hasta América del Sur debido a la migración humana y se encuentra asociado con el ciclo 

doméstico de transmisión e infección humana (25,50–52). 

 

Las DTUs TcII, TcV y TcVI, se han descrito en ciclos domésticos en países del Cono Sur, 

sin embargo en Colombia se han descrito asociadas con ciclos domésticos y selváticos  

(43,47,53). En cuanto a la distribución en los reservorios, TcII ha sido encontrado en primates 

en Brasil y TcV y TcVI se han asociado con caninos en Argentina y Colombia (43,49,54).  

 

TcIII y TcIV se asocian principalmente con ciclos silvestres y en pocos casos se han descrito 

en ciclos domésticos. En Colombia, las dos DTUs se han encontrado en co-infección con TcI 

en pacientes en fase crónica y TcIII en brotes de Chagas agudo (47,48). En Brasil, TcIV se 

ha asociado con brotes de transmisión oral y en Venezuela con algunos casos de transmisión 

vectorial (55,56). En el caso de TcIII se ha encontrado asociado con la especie de vectores 

Panstrongylus geniculatus y el reservorio Dasypus novemcinctus, así como otros mamíferos 

subterráneos. Para el caso de TcIV se ha encontrado asociado con primates, mapaches y 

caninos (43,49).  

 

El genotipo TcBat se ha aislado de murciélagos en Brasil, Colombia y Panamá. En Colombia 

se ha descrito la infección por este genotipo en un caso humano, sin embargo no se asoció 

con la presencia de ningún síntoma o manifestación clínica (57). Adicionalmente, estudios 

recientes de MLST postulan que esté genotipo puede ser considerado como una DTU 

independiente (58).  

 

2.1.2 Mecanismos de transmisión  

 

El principal mecanismo de transmisión de la enfermedad de Chagas es el vectorial. Sin 

embargo, existen otros tipos de transmisión con menor frecuencia, como la transmisión 

vertical, la transfusional, mediante trasplante de órganos, accidental en el laboratorio y la 

transmisión oral (59).  

 

2.1.2.1 Transmisión vectorial  

 

Los tripomastigotes metacíclicos del parásito presentes en las heces del vector, penetran por 

la herida que causa la picadura del insecto triatomino, por lesiones en la piel o por las mucosas 

de ojos, boca o nariz.  Los insectos responsables de la transmisión vectorial pertenecen a la 

subfamilia Triatominae, dentro de la cual se han identificado aproximadamente 140 especies 

de 5 tribus, siendo 125 exclusivas en Latinoamérica y de las cuales 26 se han reportado en 

Colombia. El  hábitat natural  de los triatominos incluye palmeras, huecos en los árboles, 

grietas en las piedras, pequeñas cuevas y otros refugios de animales donde pueden encontrar 

alimento (60–62). Entre los principales vectores se encuentra Triatoma infestans, Triatoma 

brasilensis y Panstrogylus megistus en los países del cono sur, Rhodnius prolixus y Triatoma 

dimidiata en la región andina y partes de América Central, y T. dimidiata y Triatoma barberi 

en México (59). En Colombia, la encuesta nacional realizada, reveló que las especies con 

mayor riesgo de transmisión son R. prolixus, T. dimidiata, T. maculata y T. venosa (62) 
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2.1.2.2 Transmisión transfusional 

 

Este tipo de transmisión se da por la donación y/o recepción de sangre contaminada con el 

parásito, este tipo de transmisión presenta una incidencia  entre el 5 a 20% (63). Además, la 

infección transfusional se ha convertido en un serio problema en los países desarrollados no 

endémicos debido a la migración de poblaciones infectadas provenientes de regiones 

endémicas. El riesgo de adquirir la infección de 1 unidad de sangre de un donador infectado 

se encuentra entre el 10-20%. Adicionalmente, la población de riesgo está constituida 

principalmente por los individuos poli-transfundidos y los que reciben hemoderivados, dado 

que normalmente los procesos de centrifugación de componentes concentran los parásitos 

(59). En Colombia, desde el año 1995 se incluyó el diagnóstico obligatorio en todas las bolsas 

de sangre donadas en el país, estudios previos a la reglamentación mostraron una prevalencia 

de infección en bolsas de sangre entre 2.2% y 7.5% en tres ciudades del país: Bogotá, Cali y 

Cúcuta (64,65). 

 

2.1.2.3 Transmisión vertical 

 

La transmisión vertical tiene una prevalencia que varía entre el 0,1 y el 8% en las Américas 

y es de gran importancia dado que la infección vertical por T. cruzi puede dar lugar a abortos, 

nacimientos prematuros o lesiones fetales en el hígado, el bazo, el corazón y el sistema 

nervioso central. Aunque la infección por esta ruta no puede prevenirse o tratarse durante el 

embarazo, el diagnóstico precoz de la infección en el recién nacido facilita la administración 

del tratamiento, que en neonatos ha mostrado una tasa de curación cercana al 100% (66). En 

Colombia, la prevalencia global de infección por T. cruzi en gestantes de 5 departamentos 

endémicos fue 2,7%, siendo para cada departamento la siguiente: Casanare: 4,0%; Santander: 

3,3%; Boyacá: 3,2%; Arauca: 2,1% y Meta: 0,2%, mientras que el rango entre los 63 

municipios participantes osciló entre 0,0 y 20,2 (67,68).  

 

2.1.2.4 Transmisión por trasplante de órganos  

 

La transmisión por trasplante de órganos se ha reportado en trasplantes de corazón, hígado, 

médula, riñón y páncreas, con tasas de transmisión variables que alcanzan el 35% (69). En 

áreas endémicas es obligatorio el control serológico del donante y el receptor. El tratamiento 

antiparasitario de este último, en los casos seropositivos, debe considerarse por la posible 

reactivación de la infección por la inmunosupresión inducida debido al trasplante. En 

Colombia no existen reportes de este tipo de transmisión. 

  

2.1.2.5 Transmisión Oral  

 

El mecanismo de transmisión oral se considera el más antiguo, ya que permite la circulación 

y mantenimiento de T. cruzi en el ciclo silvestre. Se ha demostrado, que existe infección en 

mamíferos silvestres y roedores cuando se alimentan con triatominos infectados (66,70,71).  
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En el caso del humano, normalmente este tipo de transmisión genera brotes, es decir que la 

infección ocurre a más de una persona y está asociada con alguna fuente de alimentación. 

Desde el año 1965 que se reportó el primer caso humano asociado a transmisión oral, se han 

descrito en la literatura más de 1000 casos, distribuidos en aproximadamente 138 brotes, que 

principalmente han ocurrido en la Amazonia brasilera, también se han descrito en Colombia, 

Venezuela, Bolivia, Guyana Francesa, Argentina y Ecuador (33,72,73).  

 

Una de las características más importantes de estos brotes es la elevada letalidad que 

normalmente se da por cuadros de miocarditis aguda que conducen a la muerte, se ha descrito 

una mortalidad entre el 8% y el 35%  (66). Dentro de este mecanismo de transmisión, se han 

descrito diferentes formas que permiten la ingestión del parásito por el humano, la primera 

consiste en la ingestión accidental de triatominos infectados, alimentos o bebidas infectados 

con sus heces; la segunda la ingestión de carne o sangre de reservorios mamíferos infectados; 

la tercera la ingestión de leche materna de madres infectadas y la cuarta el consumo de 

alimentos o bebidas contaminados con secreciones de las glándulas anales de didélfidos 

infectados (71,74). Algunas cepas del parásito cuentan con la expresión de glicoproteínas de 

membrana que favorecen la transmisión oral, así la expresión de la glicoproteína gp82, 

confiere al parásito resistencia a la mucosa gástrica y disminuye la opsonización de 

anticuerpos específicos y adicionalmente la proteína gp90 que se comporta como modulador 

negativo de infectividad de las células, está proteína es sensible a las pepsinas del jugo 

gástrico, por lo tanto al entrar en contacto con este, se degrada y por ende aumenta la 

capacidad invasiva del parásito explicando así la gravedad de la infección oral (71,72,75).  

 

En Colombia, desde el año 1992 se han descrito 11 brotes de posible transmisión oral, con 

una letalidad del 16% (3). Los alimentos incriminados han sido principalmente vino de 

palma, jugo de naranja y mandarina, en cuanto a los vectores incriminados se han encontrado 

ejemplares de Panstrongylus geniculatus y Rhodnius pallescens y en cuanto a los reservorios 

se ha descrito la presencia de Didelphis marsupialis infectados en algunos brotes 

(28,73,76,77).  

 

 

 

 

2.1.2.6 Transmisión accidental en el laboratorio  

 

Se han descrito 65 casos de transmisión mediante accidentes en el laboratorio. La mayoría 

de los casos se han descrito en países de América del sur y ocurrieron vía parenteral con 

trypomastigotes en sangre de ratones infectados. Sólo 26 casos cuentan con información 

acerca de la sintomatología clínica desarrollada, de los cuales 34.6% desarrollaron síntomas 

a nivel cardiaco o neurológico e incluso se describe 1 caso con desenlace fatal por miocarditis 

(78).  

 

2.1.3 Epidemiología  
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Trypanosoma cruzi causa la enfermedad de Chagas en América Latina, región en la que se 

calcula existen entre 6 y 8 millones de personas infectadas y aproximadamente 25 millones 

de personas en riesgo de contraer la infección. Sin embargo, en la actualidad y debido al alto 

número de migraciones, la enfermedad de Chagas se ha expandido a otras regiones como 

Australia, Europa y América del Norte, convirtiéndose en un problema grave en países no 

endémicos debido al aumento de migraciones (Figura 2) (1).  

 

 
Figura  2. Distribución de enfermedad de Chagas y enfermedad del sueño en el mundo. 

Tomado de Rodrigues et al.,2014 (79). 

 

En Colombia, existen aproximadamente 436.000 personas infectadas con T. cruzi,  con una 

incidencia anual de 5.250 casos por transmisión vectorial y 1,000 casos por infección vertical, 

y una población en zonas endémicas cercana a los cinco millones de habitantes (1).  

 

2.1.4 Ciclos de transmisión 

 

2.1.4.1 Ciclo doméstico 

 

El ciclo doméstico comprende la infección del hombre y la consecuente enfermedad de 

Chagas. Este ciclo es reciente en el contexto histórico y está definido por factores 

antroponóticos. La expansión de la enfermedad de Chagas después de la conquista de 

América es el producto de una ocupación errática y desprogramada de América Latina basada 

en las acciones del hombre sobre el ambiente, condiciones de vida y vivienda y fenómenos 

de migración hacia los centros urbanos. En este ciclo, el humano sobresale como principal 

hospedero de la infección, llevando al parásito hacia las zonas urbanas (70).  

 

2.1.4.2 Ciclo peridoméstico 
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Se describe como las áreas cercanas de las viviendas, relacionadas con las actividades 

humanas como terrenos de cultivo, en lugares donde se apila madera y rocas. Comprende a 

mamíferos (roedores domésticos, marsupiales, gatos, perros) que habitan el peridomicilio y 

están en contacto cercano con el hombre y sus residencias, y los triatominos silvestres que 

son atraídos por el alimento y las luces de las casas (70).  

 

2.1.4.3 Ciclo silvestre 

 

El ciclo silvestre o primitivo es de naturaleza zoonótica. El protozoario circula entre los 

insectos vectores y los reservorios silvestres (mamíferos de pequeño y mediano porte) a lo 

largo de la mayor parte del continente americano desde hace millones de años. Los ecótopos 

primitivos de T. cruzi son muy diversos, encontrándose en los desiertos norteamericanos, 

altiplanos andinos, florestas amazónicas y atlántica. La tripanosomiasis silvestre prefiere 

ambientes ecológicamente cerrados o semiabiertos, variando en los hospederos y vectores 

dependiendo de una serie de factores como el clima, altitud, humedad, características fauno 

florísticas y disponibilidad de alimentos (70). 

 

Existen alrededor de 180 especies de mamíferos pertenecientes a los siguientes ordenes: 

Didelphidomorphia (Didelphis marsupialis/zarigueya), Lagomorpha (Sylvilagus 

floridanus/conejo del norte), Chiroptera (Molossus major/murciélago), Rodentia (Akodon 

sp/ratón campestre), Pilosa (Tamandua tetradactyla/oso hormiguero), Cingulata (Dasypus 

kapleri/armadillo), Carnivora (Cerdocyon thous azarae/zorro), Primata (Macaca 

mulatta/mono rhesus), Perisodactyla (Bos taurus/toro), que se han encontrado naturalmente 

infectados por T. cruzi. (80) 

 

2.1.5 Fases de la Enfermedad. 

 

La enfermedad presenta tres períodos: fase aguda, fase crónica indeterminada o latente y fase 

crónica sintomática.   

 

2.1.5.1 Fase aguda  

 

El inicio de esta fase se da posterior al periodo de incubación, en el caso de transmisión 

vectorial, el período de incubación es de aproximadamente 4 a 15 días, en transmisión 

transfusional es de 8 a 120 días y en el caso de transmisión oral es de aproximadamente 3 a 

22 días (66). Esta fase se caracteriza por presentar una elevada parasitemia detectable. Cerca 

del 90% de las personas infectadas no presentan sintomatología específica de la enfermedad. 

Normalmente es asintomática o los síntomas son leves e inespecíficos como fiebre 

prolongada, malestar general, astenia, irritabilidad, cefalea o linfocitosis atípicas. En algunos 

casos puede presentarse síntomas como síndrome febril, signos de puerta de entrada, Signo 

de Romaña que consiste en una inflamación bipalpebral unilateral indolora por el contacto 

de la conjuntiva con el parásito o chagoma de inoculación que consiste en la inflamación del 

sitio de la picadura del triatomino, por el contacto de esté con el parásito presente en las heces 

del triatomino (59,81). Pueden presentarse síntomas graves como miocarditis aguda, 



27 

 

meningoencefalitis, hepatomegalia, esplenomegalia y edema local o generalizado en  

aproximadamente el 1% de los casos, normalmente este tipo de síntomas se ven asociados en 

casos de transmisión oral y son muy poco frecuentes en casos de transmisión vectorial 

(59,72,74,81).   

 

2.1.5.2 Fase crónica indeterminada 

 

Posterior a la fase aguda, la parasitemia disminuye drásticamente entre las 4 y 8 semanas 

posteriores a la infección, debido al control ejercido por la respuesta inmune. Por esta razón, 

los pacientes entran en una fase crónica indeterminada que se caracteriza por la ausencia de 

sintomatología clínica, la baja parasitemia y la presencia de anticuerpos IgG contra el 

parásito, esta fase  puede prolongarse entre 10 a 30 años (59,81).  

 

2.1.5.3 Fase crónica cardíaca o sintomática  

 

El 30-40% de los pacientes infectados pasan a la fase crónica sintomática que en la mayoría 

de los casos produce compromiso cardiaco generándose síntomas como palpitaciones y 

arritmias, trastornos de la conducción auriculoventricular y de la rama izquierda del corazón, 

taquicardia, fenómenos embólicos, cardiopatía dilatada y eventualmente pueden presentarse 

otras manifestaciones clínicas  como  las mega vísceras (megaesófago, megacolon) o incluso 

la combinación de la forma cardiaca y la digestiva (cardiodigestiva). Adicionalmente, puede 

presentarse compromiso del sistema nervioso central, usualmente en pacientes 

inmunosuprimidos (59,81). Durante esta fase permanece baja la parasitemia y continúa la 

presencia de anticuerpos IgG contra el parásito.  

 

2.1.6 Diagnóstico 

 

El diagnóstico de la enfermedad de Chagas es diferente de acuerdo a la fase de la enfermedad. 

Durante la fase aguda la parasitemia es elevada, por lo tanto el objetivo del diagnóstico es la 

detección de tripomastigotes en sangre, principalmente mediante pruebas parasitológicas 

directas como frotis de sangre periférica, gota gruesa y métodos de concentración tales como 

el microhematocrito o Strout los cuales presentan sensibilidad de 80 a 90 % en pacientes con 

enfermedad de Chagas (31). También se pueden utilizar otros métodos directos como el 

hemocultivo y xenodiagnóstico, estos métodos permiten el aislamiento y la detección de 

parásitos, pero tardan mucho tiempo en proporcionar resultados (82,83).   

 

Durante la fase crónica, la parasitemia es escasa, por ende los métodos directos tienen baja 

sensibilidad aproximadamente entre 20 y 50% (84). Razón por la cual, el diagnóstico de la 

enfermedad de Chagas en la fase crónica se realiza mediante pruebas serológicas que detectan 

anticuerpos IgG contra antígenos de T. cruzi. Los métodos serológicos más utilizados son las 

pruebas serológicas convencionales que incluyen, principalmente, los ensayos de IFI, ELISA 

y HAI, estos pueden emplear preparaciones de antígenos crudos o recombinantes (32,33). 

Algunos autores han reportado que las pruebas convencionales preparadas con antígenos 
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crudos pueden generar falsos positivos debido a reacciones cruzadas con Leishmania spp y 

T.rangeli (34,35). 

 

Sin embargo, se ha reportado que la sensibilidad y especificidad de la prueba de  ELISA-

convencional es de 97,7 % y 96,3% respectivamente, en tanto para la prueba de ELISA-

recombinante la sensibilidad es del 99,3 % y la especificidad de 97,5% (6). Recientemente, 

se han desarrollado ensayos de inmunotransferencia, entre ellos el más importante es el 

TESA blot que consiste en la detección de anticuerpos contra antígenos de excreción-

secreción y que ha mostrado elevada sensibilidad y especificidad (5,85,86).  

 

Las herramientas moleculares también han sido aplicadas al diagnóstico de la enfermedad de 

Chagas, la PCR (qPCR y PCR convencional) ha sido ampliamente utilizada ya que permite 

realizar la detección de ADN del parásito en las fases aguda y crónica. Sin embargo, su 

utilidad se evidencia principalmente en la fase crónica y seguimiento post terapéutico debido 

a su capacidad para detectar bajas parasitemias. 

 

En enfermedad de Chagas los métodos para realizar diagnóstico se dividen en directos e 

indirectos: 

 

2.1.6.1 Métodos parasitológicos directos 

 

- Examen fresco: Permite visualizar los parásitos circulantes en sangre periférica del 

paciente. La sensibilidad durante la fase aguda es menor al 50% y debe ser repetido varias 

veces, en diferentes muestras de un mismo paciente, para aumentar su sensibilidad (87). 

 

- Gota gruesa: Esta técnica permite concentrar un mayor número de parásitos en un área 

reducida. Durante la fase aguda la sensibilidad puede alcanzar el 66% y la probabilidad 

de éxito se incrementa en función de número de veces que se repita (87). 

 

- Strout: La técnica de concentración de Strout consiste en la obtención de una muestra de 

sangre anticoagulada a la cual se realiza retracción del coagulo, después de esto se toma 

el suero y se somete a una primera centrifugación de 500 rpm por 2 minutos y otra a 2000 

rpm por 10 minutos, luego se retira el sobrenadante y se realiza un montaje directo en 

fresco o un extendido para coloración de la capa leucoplaquetaria (31,88,89). 

 

- Microstrout: Se busca detectar los parásitos en la capa leucocitaria resultante de la 

centrifugación de capilares heparinizados con sangre del paciente, de 8000 a 12000 RPM 

y su observación bajo microscopio (31,87). 

 

2.1.6.2 Métodos parasitológicos indirectos  

 

- Xenodiagnóstico: este método se basa en la amplificación del parásito dentro del vector 

alimentado con sangre del paciente. Se utilizan ninfas de triatominos no infectados y la 

observación al microscopio del contenido intestinal se realiza entre 30 y 45 días después 
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de la ingestión. La sensibilidad del método durante la fase crónica puede llegar al 60% 

(90,91).  

 

- Hemocultivo: esta técnica consiste en cultivar muestras de sangre del paciente. Existen 

diversos medios de cultivo que permiten el aislamiento de T. cruzi, algunos son de tipo 

celular por lo tanto permiten replicar el ciclo de parásito principalmente 

tripomastigote/amastigote, otros son bifásicos que contienen una fase sólida como agar 

sangre y una líquida como suero fetal bovino, y finalmente medios monofásicos cuyo 

principal exponente es el medio LIT (por sus siglas en inglés Liver Infusion Broth) en el 

cual crecen libremente las formas epimastigotes. Los cultivos son analizados al 

microscopio a los 20, 30 y 45 días buscando formas de epimastigotes (92). 

 

- Métodos serológicos : El diagnóstico serológico se utiliza principalmente para la fase 

crónica, en la cual se diagnóstica como positivo aquel paciente que presenta dos pruebas 

serológicas de diferente principio (1).  

 

1.  Inmunofluorescencia indirecta (IFI): Técnica que permite determinar la presencia 

de anticuerpos anti T. cruzi en suero. La técnica de IFI detecta la existencia de 

anticuerpos dirigidos a T. cruzi, frecuentemente formas de epimastigotes de cultivo, 

que son reconocidos por los anticuerpos de las personas infectadas. Un segundo 

anticuerpo, marcado con Isotiocianato de fluorescencia, reconoce al anticuerpo 

específico y permite visualizarlo al ser observado en un microscopio de fluorescencia. 

 

2. Ensayo por inmunoabsorción ligado a enzima (ELISA): Es un método indirecto 

inmunoenzimático en fase sólida que permite la detección de anticuerpos contra T. 

cruzi. consiste en inmovilizar antígenos a una fase sólida sobre la cual se permite en 

una primera etapa la unión del anticuerpo. En una segunda etapa de la reacción, se 

añade un segundo anticuerpo acoplado a una enzima, permitiéndose la visualización 

de la reacción cuando se agrega el sustrato correspondiente.  

 

3. TESA blot: Es un ensayo de Western blot en el cual se utiliza un antígeno 

inmunodominante semi-purificado denominado TESA (Trypomastigote Excreted-

Secreted Antigen), se pueden encontrar antígenos secretados en la fase aguda como 

el SAPA (Shed Acute Phase Antigen) que migran en una reacción de 

inmunotransferencia en la región 130 – 200kDa y en la fase crónica 150-160kDa 

(86,93).  

 

2.1.6.3 Diagnóstico molecular 

 

Se han utilizado varias secuencias diana para la detección de T. cruzi mediante PCR, que 

incluyen el gen Mini-exón, regiones constantes del ADNk (ADN de quinetoplasto), 

repeticiones de ADNst (ADN satélite nuclear) y genes que codifican para proteínas flagelares 

y el dominio variable LSU RNA. Sin embargo, los blancos ADNk y ADNst han sido los más 
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utilizados para el diagnóstico molecular debido a su elevado número de copias en el genoma 

de T. cruzi (5,7,94).  

 

En el caso del ADNk, este ADN es extra nuclear y representa entre el 20-30% del ADN total 

del parásito, está formado por maxicírculos (1,6 Kpb) y minicírculos (1,4 Kpb) que forman 

una red compleja. En T. cruzi, cada minicírculo presenta cuatro regiones de secuencia 

altamente conservadas (120pb) y cuatro regiones hipervariables. Normalmente, los 

cebadores utilizados se anillan en las regiones de secuencia conservada delimitando las 

regiones variables, amplificándose estas últimas formándose un fragmento de 330pb para la 

amplificación de T. cruzi y en el caso de T. rangeli, se observan bandas entre 400 y 450 pb 

(Figura 3) (5,94). 

 
 

Figura  3. Representación esquemática de minicírculos de T. cruzi. Las áreas negras 

representan las cuatro regiones conservadas de 120 pb que contienen una secuencia de 12pb 

que es el sitio de origen de replicación. Se muestra los sitios de hibridización de los 

iniciadores 121 y 122 que amplifican un fragmento de 330 pb para T. cruzi. Tomado de Guhl 

et al.,2002 (94).  

 

El ADN nuclear del T. cruzi, contiene 120.000 copias de una secuencia de 195 pb, lo que 

representa el 10% del ADN del parásito, por lo cual es una diana altamente sensible. Hasta 

el momento los iniciadores más utilizados para la amplificación de este blanco son cruzi 1 y 

cruzi 2 que amplifican un fragmento de 166 pb (94).  

 

Se ha observado sensibilidad entre 51% y 70% para PCRk (PCR dirigida al ADN del 

quinetoplasto) y 22 y 75% para el PCRst (PCR dirigida al ADN satélite nuclear) en 

comparación con varias pruebas serológicas, entre ella el TESA blot (5,6,95,96). Otros 

estudios muestran que la sensibilidad mejora de un 50% a 92,2%, con una especificidad de 

97,7% cuando se utiliza clorhidrato de guanidina para el almacenamiento de las muestras (6).  



31 

 

 

Con el fin de estandarizar el diagnóstico molecular de T. cruzi, se desarrolló un estudio 

multicéntrico que contó con la participaron de 16 laboratorios en Latinoamérica, en los que 

se evidenció que cuatro métodos de PCR distintos mostraron sensibilidades entre el 83,3% y 

el 94.4%, especificidades entre 85% y 95% y precisión entre 86,8% y 89,5% (7). Sin 

embargo, este estudio también mostró elevada variabilidad de la sensibilidad de acuerdo con 

el método de extracción, razón por la cual surgió la necesidad de usar un control de 

amplificación interno. Esto conllevó al diseño, estandarización y validación analítica de una 

técnica qPCR múltiplex Taqman que permite la detección simultánea de ADNst o ADNk de 

T. cruzi y de una secuencia de ADN proveniente de Arabidopsis thaliana insertada en el 

plásmido pZero-2, añadida a cada muestra de sangre previo a la extracción de ADN (9,12).  

 

2.1.7  Métodos para tipificación de T. cruzi 

 

Para el análisis de la variabilidad genética de T. cruzi, se han utilizado varios marcadores y 

técnicas moleculares así como diferentes tipos de nomenclatura. Dentro de las diferentes 

técnicas moleculares, se destacan el MLEE (por sus siglas en inglés Multilocus Enzyme 

Electrophoresis), RAPD (por sus siglas en inglés random amplified polimorphic DNA), 

PCR-RFLP, análisis de fragmentos de PCR, PCR-HRM, MLMT y MLST (49).  

 

Inicialmente hacía las décadas de los 70 y 80s se utilizó la técnica de MLEE, mediante el uso 

de esta técnica se describieron 3 grupos isoenzimáticos o zimodemas: Z1 y Z3 que se 

encontraron principalmente en reservorios, vectores de ciclo selvático y pacientes en fase 

aguda y Z2 que se encontró en los humanos infectados en el cono sur y en fase crónica (97–

99). Posteriormente, se encontró la presencia de dos zimodemas adicionales que se 

nombraron Z2 boliviano (hoy TcV) y Z2 de Paraguay (hoy TcVI), debido a su estrecha 

relación con el zimodema Z2 encontrado en Brasil (100) y también dos variantes del 

zimodema Z3: Z3A ( hoy TcIII) y Z3B (hoy TcIV) (101).  

 

Posteriormente, se utilizó la técnica de RFLP dirigida al ADN de quinetoplasto, mediante la 

cual el parásito T. cruzi, fue clasificado en esquizodemas, los cuales presentaron 

concordancia con los zimodemas descritos previamente, además  evidenciaron que la 

variabilidad genética  también estaba presente a nivel mitocondrial y que una única cepa 

puede presentar varios genotipos clónales (102–104). Sin embargo, las técnicas de MLEE y 

RFLP, presentaban como limitación que requerían gran cantidad del parásito y su 

interpretación es muy compleja, por lo que en el caso de la RFLP para disminuir la cantidad 

inicial de ADN requerida se diseñó una técnica de PCR-RFLP dirigida a la región variable 

del quinetoplasto (105).  

 

En el año 1993 Souto y Zingales, clasificaron a T. cruzi en dos linajes mediante la 

amplificación por PCR de una secuencia del dominio D7 del ADN ribosomal que codifica 

para la subunidad 24α (ADNr 24sα), el Linaje I (125 pb) que corresponde con el Z2 y el 

linaje II (110 pb) que agrupa a Z1 y Z3, adicionalmente algunas cepas mostraron la presencia 

de las dos bandas (110 y 125 pb) denominadas grupo ½ (106).  
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En 1996, Souto y colaboradores, diseñaron una PCR multiplex que utiliza tres iniciadores 

para amplificar la región intergénica del gen mini-exón (SL-IR), dicha región presenta 

variabilidad en su tamaño y de tal forma permite clasificar las cepas en dos grupos el grupo 

Tc1 y Tc2, el grupo Tc1 correspondió al Z2 y el grupo Tc2 a los demás zimodemas descritos 

(107,108). Debido a que se habían realizado varias clasificaciones diferentes, en el simposio 

internacional de Rio de Janeiro se redefinieron los linajes en TcI y TcII, de tal forma que el 

TcI correspondía a aquellas cepas clasificadas como Z1, grupo 2 y a ciclos silvestres, 

mientras que las TcII correspondían a Z2 y grupo 1, adicionalmente Z3 y grupo ½ quedaron 

pendientes de clasificación (109). Luego, se definieron dos linajes filogenéticos el TcI que 

se consideró homogéneo y el TcII que se subdividió en 5 subgrupos (TcIIa-TcIIe) mediante 

MLEE, RAPD y análisis de secuencias de los fragmentos obtenidos mediante RAPD 

(110,111).  

 

Posteriormente, en el año 2001 se planteó un algoritmo que permitió la discriminación de los 

seis grupos establecidos TcI- TcIIa-TcIIe, realizando análisis de tamaños de fragmentos 

obtenidos mediante la amplificación por PCR de SL-IR, ADNr 24sα y ADNr18s (112,113). 

En el año 2009, se unificaron todas las nomenclaturas que se habían descrito para T. cruzi 

mediante un consenso, en el que se estableció el término de DTU y se clasificó el parásito en 

6 DTUs (TcI-TcVI). Adicionalmente, se reportaron varios estudios que indicaron la 

presencia de variabilidad genética de la DTU TcI, clasificándola en 5 genotipos (Ia-Ie) que a 

su vez fueron relacionados con ciclos epidemiológicos de transmisión mediante el uso de 

MLMT (51), adicionalmente se realizó secuenciación del SL-IR y se diseñó una técnica de 

PCR que permitió la amplificación de un fragmento especifico del SL-IR y a su vez la 

discriminación de los 5 genotipos (114–116).  

 

Dada la clasificación realizadas por DTUs, se propusieron varios algoritmos, entre ellos se 

encuentran el propuesto por Llewelyn y colaboradores en 2009 que permite la discriminación 

de las 6 DTUs mediante PCR del ADNr 24sα y PCR-RFLP de los genes HSP-60 (por sus 

siglas en inglés heat shock protein) y GPI (por sus siglas en inglés glucose 6 phosphate 

isomerase) (117). También D’ Avila y colaboradores en 2009 diseñaron un algoritmo que 

utilizaba PCR-RFLP de COII (por sus siglas en inglés cytochrome oxidase subunit 2) para 

discriminar TcI y TcII de las demás DTUs y la amplificación de los blancos SL-IR y ADNr 

24sα para discriminar las demás DTU’s (118). Sin embargo, la limitación de estos algoritmos 

consiste en que al incluir PCR-RFLP de genes con bajo número de copias requieren gran 

cantidad de ADN y por ende aislamiento masivo del parásito.  

 

Para optimizar la tipificación y que pudiera implementarse en muestras de sangre humana, 

se formularon varios algoritmos con modificaciones al propuesto por Brisse y colaboradores 

en 2001 (112), mediante la adición de otros blancos de ADN y técnicas como análisis de 

temperaturas melting, tales como las realizadas por Ramírez  y colaboradores en 2010, que 

añadieron al algoritmo la amplificación del SL-IR para tipificación de la DTU TcI y 

diferencias de temperaturas melting posterior a la amplificación del ADN satélite nuclear 

para la discriminación de las DTUs TcIII y TcIV (48). También Burgos y colaboradores en 
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2010, añadieron otro blanco, una región del fragmento nuclear A10 que permite discriminar 

las DTUs TcII y TcIV con mayor precisión y la amplificación del SL-IR mediante PCR 

nested para clasificar las 6 DTUs en 3 grupos, el primero TcI, el segundo II, IV y V y el 

tercero III y VI (119).  

 

Recientemente se han desarrollo algoritmos para discriminar las 6 DTUs, utilizando PCR en 

tiempo real, el primero utiliza el análisis de HRM posterior a la amplificación de los blancos 

SL-IR, ADNr 24sα, ADNr18s, permitiendo identificar cada DTU por la temperatura melting 

respectiva (22). El segundo, mediante sondas Taqman que permiten la amplificación de 4 

blancos (SL-IR, ADNr 24sα, ADNr18s y COII) y la detección mediante sondas marcadas 

con diferentes fluoróforos y dirigidas a secuencias específicas que permiten la discriminación 

de las seis DTUs descritas(120).  

 

También se han utilizados marcadores moleculares de alta resolución como lo son MLMT y 

MLST. Marcadores como MLMT son de gran utilidad en T. cruzi dado que los microsatélites 

son aproximadamente el 1% del genoma y se localizan generalmente en las regiones no 

expresadas del genoma nuclear, adicionalmente son marcadores de una locación y presentan 

sólo una copia por genoma haploide del parásito, permitiendo detectar los perfiles genéticos 

presentes en cada cepa (121), de tal forma que en el caso de las DTUs proporciona 

información más fina de la variabilidad genética, perfiles genéticos, si son poblaciones mono 

o policlonales y la presencia de híbridos. Es así como diferentes ensayos MLMT se han 

utilizado para determinar los perfiles genéticos y presencia de hibridos en las seis DTUs de 

parásitos presentes en diferentes tejidos infectados (122), también en el estudio de la elevada 

variabilidad genética de las DTUs TcI y TcIII, para el caso de la DTU TcI permitió evidenciar 

la presencia de un genotipo emergente y asociado con el ciclo doméstico denominado TcI-

Doméstico (51,123)y para al el caso de la DTU TcIII (TcIIc) se detectó su elevada 

variabilidad genética en América del sur y su posible relación con la generación de hibridos 

como el que dio origen a las DTUs TcV (TcIId) y TcVI (TcIIe) (124). Adicionalmente, los 

análisis de MLMT han permitido conocer la variabilidad genética de las poblaciones de 

parásitos involucradas en brotes de posible transmisión oral en Colombia y Venezuela, con 

el fin de proporcionar información de las posibles fuentes de infección (28,125) 

 

En cuanto a la técnica de MLST, esta se ha utilizado para el análisis de SNPs (single 

nucleotide polymorphisms) de genes nucleares y mitocondriales dentro de las DTUs, algunos 

de estos estudios han permitido conocer aspectos acerca del intercambio genético, formación 

de hibridos, origen y tipificación de las diferentes DTUs (27,53,126–129).  Así como, la 

formulación de hipótesis acerca de sexualidad en lugar de clonalidad de T. cruzi y la 

confirmación de la presencia del genotipo reemergente TcI-Doméstico dentro de la DTU TcI 

(25,52,130).  

 

2.1.8 Tratamiento 

 

El tratamiento etiológico se realiza con Benzonidazol o Nifurtimox. En pacientes en fase 

aguda y pacientes en fase indeterminada temprana (niños menores de 18 años), se ha 
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observado que los medicamentos presentan una elevada eficacia, eliminando el parásito y 

produciendo negativización serológica (59,81,131,132). En la fase crónica se conoce poco 

acerca de la eficacia de estos medicamentos, debido a que el único criterio de curación es la 

negativización serológica, la cual ocurre muchos años después de iniciado el tratamiento en 

estos pacientes; por esta razón la técnica de PCR ha sido utilizada recientemente para realizar 

seguimiento post tratamiento evidenciando que el tratamiento con Benzonidazol en fase 

crónica produce disminución de la positividad de PCR entre un 66.3% y 95.0% (133,134). 

 

2.2 LAS LEISHMANIASIS  

 

2.2.1 Agente etiológico 

 

Leishmania spp. es un protozoo flagelado intracelular obligado del humano y otros 

mamíferos (2). Dentro del género Leishmania spp. se han descrito cerca de 53 especies, 31 

de ellas pueden infectar reservorios mamíferos y 20 son patógenas en  humanos, todas las 

especies se agrupan en complejos de especies (10,40,135).  

 

Las especies del parásito Leishmania pertenecen al reino Protista, clase Kinetoplastea, 

subclase Metakinetoplastina, orden Trypanosomatida, la familia de Tripanosomatidae, 

subfamilia Leishmaninae, y Género Leishmania (135). El género Leishmania spp. presenta 

dos divisiones Paraleishmania y Euleishmania, este último se divide en 4 subgéneros, de 

acuerdo al sitio de desarrollo del parásito en insectos de la familia Psychodidae: Leishmania 

(Leishmania) que se desarrolla en la porción anterior del intestino, Leishmania (Viannia) en 

la porción posterior del intestino, Leishmania (Sauroleishmania) relacionado con lagartos de 

acuerdo a recientes estudios de filogenia molecular y el complejo Leishmania enrietti. Dentro 

del grupo de Paraleishmanias, las especies descritas son L. hertigi, L. deanei, L. herreri, L. 

equatoriensis, L. colombiensis y las descritas en el género Endotrypanum, estas especies se 

han descrito en diversos mamíferos y especies de flebótomos a excepción de L. colombiensis 

que se ha encontrado en infecciones humanas (Figura 4) (10,36,40,135–138).  

 

La definición y clasificación de especies en los diferentes grupos y subgéneros  se ha logrado 

mediante el uso de diferentes análisis, principalmente mediante MLEE y PCR-RFLP y 

también se ha utilizado la secuenciación de marcadores de ADN como la subunidad α de la 

ADN polimerasa, la subunidad mayor de la ARN polimerasa II (139), el gen 7SL ARN (140), 

las regiones del espaciador transcrito interno ITS (141), el gen que codifica para  la N-

acetilglucosamina-1-fosfato transferasa (NAGT) (142), el gen que codifica para el Citocromo 

b (143,144) , y el gen que codifica para la proteína de choque térmico Hsp70 (145,146).  
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Figura  4. Clasificación taxonomica del género Leishmania spp. 
 

2.2.1.1 Ciclo de vida  

 

El ciclo de vida transcurre en dos etapas, una en el hospedero invertebrado (dípteros hembras 

de la familia Psychodidae) y la que transcurre en los hospederos vertebrados (reservorios 

mamíferos o humanos). Adicionalmente, presenta dos formas celulares: los promastigotes 

que corresponden a la forma proliferativa que se encuentra en el intestino de los mosquitos 

flebótomos hembra, y los amastigotes que son la forma proliferativa se encuentra dentro de 

varios tipos de células hospedero de los humanos y otros mamíferos (Figura 5). 
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Figura  5. Ciclo de vida y formas celulares de Leishmania spp. (A) Ciclo de vida 

de Leishmania spp. 1. El insecto flebótomo hembra pica un mamífero infectado e ingiere su 

sangre y en ella ingiere 2. Macrófagos infectados con amastigotes 3. Formas amastigotes 4. 

En el intestino del vector los amastigotes adquieren la forma de promastigotes metacíclicos 

5. Los promastigotes metacíclicos se reproducen en el intestino medio del insecto 6. Los 

promastigotes migran hacia la válvula estomodeal del intestino e inicia nuevamente la 

división celular 7. Los promastigotes adquieren la forma de en promastigotes metacíclicos 

infecciosos 8. El insecto pica nuevamente un hospedero mamífero y al ingerir su sangre libera 

los promastigotes mediante regurgitación 9. Promogastigotes metacíclicos 10. Los 

promogastigotes metacíclicos infectan los macrófagos formando una vacuola parasitófora 

11. Los promogastigotes metacíclicos adquieren la forma de amastigotes dentro de la vacuola 

parasitófora 12. Los amastigotes se unen a la membrana de la vacuola 13. Los amastigotes 

se replican dentro de la vacuola 14. Hay replicación intensa de los amastigotes 15. Los 

amastigotes producen la lisis del macrófago 16. Forma amastigota 17. Los amastigotes 

infectan nuevos macrófagos (B) Organización estructural del promastigote (C) 

Organización estructural Amastigotes. Tomado de Teixeira et al.,2013 (147).  

 

2.2.1.2 Diversidad de especies  
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Las especies de Leishmania spp. de importancia clínica se han logrado agrupar en 5 

complejos que están en constante actualización: L. donovani, L. tropica, L. mexicana, L. 

braziliensis y L. guyanensis. Adicionalmente, se encuentran las especies L. major en el viejo 

mundo y L. colombiensis en el nuevo mundo que no se encuentran agrupadas en estos 

complejos, pero causan la infección en humanos (40,135). Dentro de los complejos, las 

especies presentan diferentes asociaciones con reservorios, manifestaciones clínicas de las 

leishmaniasis respuesta terapéutica y distribución en vectores.  

 

- Complejo L. donovani: Comprende las especies L. donovani, L. archibaldi y L. 

infantum. Las especies L. donovani y L. infantum se asocian con leishmaniasis visceral y 

con leishmaniasis dérmica post-kala azar (PKDL) (79,148). Por otro lado, la especie L. 

archibaldi ha sido incluida en este complejo utilizando MLEE, más no se han utilizado 

otros marcadores moleculares para su tipificación (149). Finalmente, L. donovani 

corresponde a aquellas cepas que no sean clasificadas como L. infantum. (40). 

 

- Complejo L. tropica: Este complejo está formado por las especies L. aethiopica, 

L. tropica y L. killicki. Para el caso de L. aethiopica y L. tropica, adicional a su 

tipificación mediante MLEE, también se ha descrito que han sido muy bien discriminadas 

mediante análisis de MLST (150). Adicionalmente, L. tropica se ha descrito en casos de 

leishmaniasis cutánea localizada y L. aethiopica  en casos de leishmaniasis cutánea difusa 

y leishmaniasis mucocutánea (79,148). Este complejo, corresponde al foco geográfico 

del hemisferio oriental o viejo mundo. En cuanto a L. killicki ¸ se ha sugerido que es una 

subespecie de L. tropica mediante PCR-RFLP de ITS y 21 marcadores microsatélites 

(151,152).   

 

- Complejo L. mexicana: Está formado principalmente por las especies 

L. amazonensis, L. mexicana, L. garnhami y L. pifanoi. Este complejo se ha descrito en 

el foco geográfico del nuevo mundo o hemisferio occidental. L. amazonensis se ha 

descrito en casos de leishmaniasis cutánea difusa y L. mexicana en casos de leishmaniasis 

cutánea localizada (79,148). Adicionalmente, mediante el uso de MLST de 7 marcadores 

moleculares diferentes y la secuenciación de HSP-70 se ha podido evidenciar una fuerte 

agrupación de L. mexicana con L. pifanoi y de L. amazonensis con L. garnhami 

(40,145,153).  

 

- Complejo L. guyanensis: Este complejo está integrado por las especies L. guyanensis, 

L. panamensis y L. shawi y corresponde a el foco geográfico del nuevo mundo. No existe 

una clara diferenciación para considerar independientes las tres especies, de hecho 

mediante dos estudios de MLST con genes como MPI, G6PDH, 6PGD (por sus siglas en 

inglés 6-phosphogluconate dehydrogenase) y uno de MLEE y RAPD se evidenció que 

no formaron grupos monofiléticos (24,153,154). Tanto L. panamensis como 

L.guyanensis están involucradas con la forma cutánea localizada y la mucocutánea de la 

enfermedad (79,148). 
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- Complejo L. braziliensis: En este complejo se encuentran las especies L. braziliensis y 

L. peruviana. Las especies fueron diferenciadas inicialmente mediante MLEE y RAPD 

(154). Sin embargo, con marcadores como MLST no se ha logrado dicha diferenciación 

de manera clara (24) y en otros estudios que utilizan como marcador la secuencia del gen 

HSP-70, se observa la aparición de dos grupos de L. braziliensis, actuando uno de ellos 

como un intermediario cercano a L. peruviana, por esta razón se sugiere que se use la 

secuencia de HSP-70 o se realice el análisis de PCR en conjunto con otros marcadores 

moleculares como ADNk, CBP (por sus siglas en inglés serine carboxypeptidase) y MPI 

para diferenciar de manera clara las dos especies (145,153,155,156), esto dado que L. 

braziliensis puede producir la forma clínica mucocutánea y cutánea localizada (79,148).   

 

Finalmente, en Colombia, la información con respecto a la distribución de especies se limita 

a tres estudios realizados principalmente en aislamientos obtenidos de pacientes con 

Leishmaniasis cutánea y mucocutánea, y solo un estudio de distribución de especies en todo 

el circuito epidemiológico, entendiéndose como circuito epidemiológico el formado por 

humanos, reservorios mamíferos e insectos vectores infectados por el parásito. Cabe resaltar 

que en todos los estudios realizados en Colombia la identificación de especies se realizó 

mediante la técnica de MLEE (157–159). 

 

El estudio de Corredor y colaboradores en 1990, reporta la identificación de especies de 

Leishmania spp. en aislamientos de todo el circuito epidemiológico. Las frecuencias 

encontradas por especie fueron: L. panamensis (53.8%), L. braziliensis (30.3%), L. infantum 

(9.4%), L. guyanenesis (2.6%), L. amazonensis (1.8%), L. mexicana (0.9%) y Leishmania 

spp. (1.2%) (157). Saravia y colaboradores en 1999, reportaron que L. braziliensis está 

ampliamente distribuida a lo largo del país, L. panamensis presento mayor frecuencia en el 

occidente colombiano y L. guyanensis en las cuencas de los ríos Orinoco y Amazonas. 

Adicionalmente, en este estudio se analizaron zimodemos intraespecíficos en las tres especies 

reportadas, encontrándose que los zimodemos de L. panamensis fueron diferentes al 

comparar los del Norte y el Sur de la costa pacífica y el zimodemo 1.1 de L. braziliensis se 

asoció con mayor tiempo de evolución de la enfermedad mucocutánea (159).  

 

Finalmente, el estudio más reciente reportado en Colombia, realizó la identificación de 

especies y distribución geográfica de 137 aislamientos obtenidos mediante la atención clínica 

de pacientes con leishmaniasis cutánea en el Instituto Nacional de dermatología Federico 

Lleras Acosta. Se reportaron las siguientes frecuencias de cada especie identificada: 

Leishmania panamensis 74.45%; Leishmania braziliensis 15.33%; Leishmania guyanensis 

0.73%; Complejo Leishmania mexicana 3.65%, Leishmania mexicana 5.11%. Los pacientes 

provenían de los departamentos de Santander, Caldas, Cundinamarca, Caquetá, Cauca, Valle 

del Cauca y Casanare (158).  

 

2.2.2 Mecanismos de transmisión 

 

El principal mecanismo de transmisión es el vectorial, mediante la picadura de insectos 

hembra correspondientes a la familia Psychodidae y subfamilia Phlebotominae, dentro de 
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esta subfamilia se han descrito cerca de 800 especies, de las cuales aproximadamente 464 se 

han encontrado en el nuevo mundo o hemisferio occidental y 375 en el viejo mundo.  

 

Adicionalmente, los flebótomos se han clasificado en 6 géneros de los cuales 3 se han 

descrito principalmente en el viejo mundo (Phlebotomus [13 subgéneros], 

Sergentomyia [diez subgéneros], y Chinius [cuatro especies]) y 3 en el nuevo mundo o países 

del hemisferio occidental (Lutzomyia [26 subgéneros y grupos], Brumptomyia [24 especies], 

y Warileya [seis especies]) (135).  

 

En Colombia se han encontrado 163 especies de flebótomos que corresponden a los 3 géneros 

descritos en el nuevo mundo, de dichas especies 14 se han encontrado infectadas con 

parásitos del género Leishmania spp. Dentro de estás 14 especies, 12 se han relacionado con 

leishmaniasis cutánea y mucocutánea y 2 con la forma visceral (Lu. longipalpis y Lu. evansi) 

(160).  

 

Recientemente, en un estudio se evaluó la distribución de especies de flebótomos en 

Colombia y se encontraron 21 especies, 9 adicionales a las descritas anteriormente que son 

potencialmente vectores de Leishmania spp.  en el país, ya que se encuentran ampliamente 

distribuidas en los sitios con mayor prevalencia de casos, dentro de las 21 especies detectadas 

las más importantes son Lutzomyia gomezi, Lutzomyia longipalpis, Psychodopygus 

panamensis, Psathyromyia shannoni y Pintomyia evansi (161).   

 

Sólo las hembras de los flebotominos se alimentan de sangre, normalmente se alimentan al 

amanecer y al anochecer y son atraídas a las viviendas humanas por la luz pero pican si se 

les molesta en sus escondites (madrigueras de animales, huecos en los árboles, cavernas, 

casas y demás lugares relativamente frescos y húmedos), durante el día (162).  

 

Adicionalmente, se han descrito en la literatura de manera menos frecuente otras formas de 

transmisión. Se han reportado aproximadamente 11 casos de transmisión transfusional de los 

cuales 10 se han descrito en el viejo mundo por L. donovani (Francia, Suiza, Bélgica, Reino 

Unido e India) y 1 reporte en Brasil (163).  

 

También, se ha descrito ampliamente la transmisión vertical, se han descrito cerca de 17 

casos en la literatura en los que se evidencia la adquisición de leishmaniasis visceral durante 

el embarazo y por ende se observaron manifestaciones clínicas en los neonatos, también se 

han descrito casos de abortos asociados con la transmisión congénita o casos en los que la 

madre es portadora asintomática y el recién nacido adquiere el parásito. Los casos se han 

visto asociados con L. infantum y L. donovani, adicionalmente se han descrito casos de 

transmisión vertical en caninos y en modelos experimentales, en Brasil se han descrito dos 

casos principalmente (164–167).  

 

Finalmente, también se han presentado casos de transmisión sexual en humanos y caninos 

principalmente asociados con L.infantum (165,168).  
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2.2.3 Epidemiología 

 

Leishmania spp. es el agente causal de las leishmaniasis y afecta a 98 países, se han reportado 

cerca de 12 millones de personas infectadas, se estima que cada año se producen 1.3 millones 

de nuevos casos y entre 20.000 y 40.000 defunciones (2,160).  

 

Más del 90% de los casos mundiales de leishmaniasis visceral se producen en sólo seis países: 

India, Bangladesh, Sudán, Sudán del Sur, Brasil y Etiopía. La leishmaniasis cutánea está más 

ampliamente distribuida, con alrededor de un tercio de los casos en tres regiones diferentes, 

las Américas, la cuenca mediterránea y Asia occidental desde el Oriente Medio hasta Asia 

Central. Los diez países con mayor frecuencia de casos estimados son Afganistán, Argelia, 

Colombia, Brasil, Irán, Siria, Etiopía, Sudán del Norte, Costa Rica y Perú, que en conjunto 

representan entre el 70 y el 75% de la incidencia mundial estimada de la leishmaniasis 

cutánea (2). 

 

En las Américas, las leishmaniasis cutánea y mucocutánea constituyen un grave problema de 

salud pública ya que son endémicas en 22 países donde las especies del subgénero L. Viannia 

causan la mayoría de casos de leishmaniasis cutánea, anualmente se reportan 66.941 casos, 

con una incidencia anual estimada de 187.200 a 307.800. Adicionalmente, se reportan 

anualmente 3.662 casos de leishmaniasis visceral, con incidencia anual estimada de 4.500 a 

6.800 casos (2).  

 

Colombia cuenta con 7 de las 20 especies de Leishmania spp. asociadas con manifestaciones 

clínicas de la leishmaniasis, hecho que lo convierte en uno de los tres países con el mayor 

número de especies y ocupa el segundo lugar en incidencia de Leishmaniasis en América 

después de Brasil, pasando de 6.000 a 20.000 el número de casos anuales entre el 2003 y 

2006 (157,160). Adicionalmente, durante el periodo comprendido entre 2004-2008 se 

reportaron 60 casos de leishmaniasis visceral con una incidencia anual estimada entre 70 y 

110 casos y en el periodo entre 2005-2009 se reportaron 17.420 casos anuales de 

leishmaniasis cutánea (2). 

 

En Colombia, la enfermedad predomina en gran parte del país (Figura 6), especialmente en 

los focos silvestres y en los valles interandinos, donde parece que trabajar en las plantaciones 

de café es un factor de riesgo (169). Los brotes epidémicos de leishmaniasis cutánea han sido 

reportados desde 1984 y causados por L. braziliensis, L. guyanensis y L. panamensis, con 

transmisión intra y peridomiciliar (160,170). El mayor brote de leishmaniasis cutánea se 

produjo durante los años 2005-2009, con más de 35.000 casos en las fuerzas militares, el 

80% causado por L. braziliensis y el 20% restante por L. panamensis. Otro brote importante, 

que afecto a la población civil, se produjo en los valles andinos en el período 2003-2004, con 

2.810 casos de leishmaniasis cutánea causados por L. guyanensis (160).  

 

En Colombia, la leishmaniasis visceral ha sido causada por L. infantum. Existen dos focos 

claramente identificados: el primero y más importante se encuentra en la costa norte, donde 

Lu. evansi es el principal vector. El segundo foco se encuentra en el valle del río Magdalena, 
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donde Lu. longipalpis es el principal vector. La mayoría de los casos (89%) ocurren en niños 

menores de cinco años de edad  (160). 

  
Figura  6. Distribución de casos de leishmaniasis visceral y leishmaniasis cutánea en 

Colombia en el año 2008. Tomado de Alvar et al., 2012 (160). 

 

2.2.4 Formas clínicas de la enfermedad 

 

Las manifestaciones clínicas de las leishmaniasis se clasifican en leishmaniasis tegumentaria 

y leishmaniasis visceral. La leishmaniasis tegumentaria se clasifica en leishmaniasis cutánea 

y leishmaniasis mucocutánea (2,171).  

 

2.2.4.1 Leishmaniasis tegumentaria  

 

La leishmaniasis tegumentaria se clasifica en leishmaniasis cutánea y leishmaniasis 

mucocutánea (2,171). La leishmaniasis cutánea es la forma clínica más prevalente de las 

leishmaniasis en el nuevo mundo y se clasifica en dos formas clínicas, la leishmaniasis 

cutánea localizada y la leishmaniasis cutánea difusa.  

 

- Leishmaniasis cutánea localizada: se caracteriza por la presencia de úlceras, nódulos 

lisos, placas planas o lesiones hiperqueratósicas similares a las verrugas en piel, que 

ocurren en el sitio de picadura del insecto y pueden sanar espontáneamente, sin embargo 

el periodo de curación varía de acuerdo a la especie involucrada en la infección 

(79,162,171).  
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- Leishmaniasis cutánea difusa: se produce debido a que los parásitos se propagan a 

través de los vasos linfáticos y producen nódulos que no se ulceran, pero se dispersan 

ampliamente por la piel, está forma clínica está principalmente asociada con L. 

amazonensis en el nuevo mundo y L. aethiopica en el viejo mundo (79,162,171).  

 

- La leishmaniasis mucocutánea: consiste en eritema y ulceraciones en los orificios 

nasales, seguidos por inflamación destructiva que puede extenderse hasta afectar el septo 

nasal y en algunos casos, la faringe o la laringe. La inflamación puede perforar el septo 

nasal, desfigurar gravemente el rostro o bloquear la faringe y/o la laringe (79,162,171). 

 

2.2.4.2 Leishmaniasis visceral 

 

Constituye la forma clínica más severa, es altamente endémica en el viejo mundo, puede 

incluso causar la muerte ya que consiste en la afección de órganos como el bazo, hígado y 

medula ósea. Los síntomas más comunes son fiebre ondulante prolongada, pérdida de peso, 

disminución del apetito, signos de anemia, leucopenia, trombocitopenia y distensión 

abdominal con esplenomegalia y hepatomegalia. Es considerada una infección oportunista 

en pacientes inmunosuprimidos (79,162,171). 

 

2.2.5 Diagnóstico  

 

El amplio espectro clínico de la leishmaniasis y la cantidad de especies del parásito que 

producen infección, hacen que el diagnóstico de la enfermedad sea complicado. Las 

leishmaniasis presentan cuadros clínicos distintos que pueden ser causados por diferentes 

especies y también atribuibles a infecciones mixtas de especies independientes (11). El 

estándar de oro para diagnóstico de las leishmaniasis cutánea es la observación microscópica 

del parásito en biopsias de lesión o aspirados y frotis teñidos con Giemsa, debido a la elevada 

especificidad que proporcionan. Sin embargo, estas técnicas presentan limitaciones como el 

hecho de que solo detectan género y su baja sensibilidad ya que esta depende del número y 

la dispersión de los parásitos en la muestra analizada, el procedimiento de toma de muestra 

y la experticia del operador (10,39). 

 

El diagnóstico serológico es útil principalmente en casos de leishmaniasis visceral, se utilizan 

pruebas como ELISA e IFI para detección de anticuerpos, que han mostrado sensibilidad 

entre 80-100% y especificidad entre 77-100% y pruebas de aglutinación para detección de 

antígenos, estás pruebas han mostrado sensibilidad entre 79-100% y especificidad del 60-

100% (38,39) . En el caso de leishmaniasis cutánea, las pruebas serológicas no muestran un 

buen rendimiento ya que la sensibilidad es muy variable y el número de anticuerpos 

circulantes tiende a ser bajo (11,37). La especificidad es el punto más crítico en el diagnóstico 

serológico de las leishmaniasis porque en la mayoría de las áreas endémicas de leishmaniasis, 

coexiste T. cruzi y T. brucei, permitiendo que se den reacciones cruzadas y por ende 

resultados falsos positivos (34,35). Adicionalmente, se encuentra la prueba cutánea de 

Montenegro que se utiliza para diagnóstico de leishmaniasis cutánea, esta prueba es muy 
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sencilla y se ha utilizado ampliamente debido a su elevada sensibilidad y especificidad. Sin 

embargo, las desventajas de la prueba de Montenegro son que requiere producción en masa 

del antígeno, la sensibilidad varía según la calidad del antígeno y no logra diferenciar entre 

una infección pasada y presente (39).  

 

Herramientas de biología molecular han sido implementadas con el fin de realizar 

diagnóstico de infección por Leishmania y discriminación de especies. El análisis mediante 

PCR ha sido implementado con éxito y ha demostrado ser la herramienta molecular más 

sensible para la detección directa y caracterización de especies de Leishmania spp en 

muestras clínicas de todas las formas clínicas, adicionalmente proporciona el diagnóstico 

rápidamente ya que no requiere el aislamiento del parasito en cultivo (10).  

 

Actualmente se utiliza una amplia gama de blancos para detectar Leishmania spp. mediante 

PCR, entre ellos, podemos encontrar el Espaciador Transcrito Interno 1 (ITS1), ADN del 

quinetoplasto (ADNk), la unidad pequeña ribosomal o rRNA (SSU rDNA), la proteína de 

choque térmico 70 (HSP70), 7SL ARNr (7SL) y la subunidad ribosomal 18S (10,11).  

 

Estos blancos se han utilizado en diferentes formatos de PCR: convencional, tiempo real y 

LAMP, presentan una elevada sensibilidad en comparación con las pruebas serológicas para 

la detección del parásito en las formas cutáneas y mucocutáneas, particularmente en pacientes 

con leishmaniasis cutánea crónica, en los que las parasitemias son muy bajas y las técnicas 

de PCR han mostrado sensibilidad del 100.0% (11,37). Adicionalmente, las técnicas 

moleculares han sido muy útiles para realizar el seguimiento de la eficacia al tratamiento y 

detección de recaídas (11). 

 

La técnica de PCR más utilizada para diagnóstico molecular hasta el momento, ha sido la 

PCR convencional, que ha mostrado una sensibilidad entre el 60.0% y 100.0% y una 

especificidad del 100.0%, en biopsias de piel, aspirados de órganos y muestras de sangre de 

pacientes con leishmaniasis cutánea, mucocutánea y visceral. Sin embargo, estos valores son 

dependientes de diversos factores, tales como el método de extracción de ADN empleado, la 

calidad de las muestras y la cantidad de copias del blanco seleccionado. Los valores de 

sensibilidad más elevados (Mayores al 90.0%) se han obtenido mediante el uso de los blancos 

ADNk, HSP-70 y 18S (172–178).  

 

Adicionalmente, con el fin de mejorar la sensibilidad y obtener información acerca de la 

carga parasitaria en sangre y tejidos de pacientes infectados con el parásito, se han formulado 

ensayos de qPCR dirigidas a blancos como ADN polimerasa, GPI, G6PD, ADNk y 18s, los 

cuales evidencian una sensibilidad superior al 95.0% (179–183) 

 

Finalmente, los trabajos más recientes se refieren a la técnica de LAMP, dado que es una 

técnica que permite la detección del parásito en campo, no requiere termociclador y su 

amplificación en lazo formando bucles le confiere mayor sensibilidad y especificidad, se han 

utilizado los blancos 18s y ADNk inicialmente en cepas, muestras de flebótomos y caninos 

y recientemente en muestras humanas de leishmaniasis visceral y leishmaniasis cutánea, con 
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el blanco ADNk se ha evidenciado sensibilidad superior al 90.0% para leishmaniasis visceral  

(11,13–16,18,184–188).  

 

2.2.6 Métodos moleculares para tipificación de especies de Leishmania spp. 

 

Para diferenciar las especies de Leishmania spp., se utilizan diversas características 

biológicas, bioquímicas, moleculares e inmunológicas. El estándar de oro es la técnica 

bioquímica de MLEE, sin embargo, está técnica presenta limitaciones tales como que 

requiere aislamiento en masa del parásito, es una técnica dispendiosa, costosa y la 

interpretación de los resultados es compleja.  

 

Por esto, actualmente se utiliza una amplia gama de técnica moleculares que permiten 

detectar diversos blancos para discriminar las especies del género Leishmania spp, entre 

dichos blancos, podemos encontrar la subunidad α de la ADN polimerasa, la subunidad 

mayor de la ARN polimerasa II (139), el gen 7SL ARN (140), el espaciador transcrito interno 

1 (ITS1) y el espaciador transcrito interno 2, ADN del quinetoplasto (ADNk),el gen 

miniexón, la unidad pequeña ribosomal o rRNA (SSU rDNA), la proteína de choque térmico 

70 (Hsp-70), 7SL ARNr (7SL), el gen que codifica para  la N-acetilglucosamina-1-fosfato 

transferasa (NAGT), el gen glucosa fosfato deshidrogenasa GPDH, el gen que codifica para 

la glicoproteína de superficie GP63 y el gen que codifica para el citocromo b, estos genes 

permiten realizar la identificación de especies mediante análisis de sus secuencias, ensayos 

de PCR-RFLP, PCR-HRM y PCR especie específica (10,40,140,143–

146,153,154,156,162,168,189–194).  

 

Adicionalmente, dentro de los ensayos más utilizados para la identificación de especies se 

encuentra el PCR-RFLP que ha sido aplicado a los genes ITS-1, ADNk y HSP-70. La 

restricción de la región ITS y del ADNk, permite la diferenciación de todas las especies de 

Leishmania spp. Sin embargo, los perfiles de restricción de los integrantes del complejo L. 

donovani y del complejo L. braziliensis, son muy parecidos (195). Para el caso de HSP-70, 

la restricción con Hae III, es muy útil para el subgénero L.(Viannia), mientras su sensibilidad 

es muy baja para el subgénero L.(Leishmania) (194).  

 

La técnica de PCR-RFLP, es una técnica dispendiosa y los perfiles electroforéticos obtenidos 

son de difícil interpretación y no son reproducibles en diferentes laboratorios. Por estas 

limitaciones, se han implementado técnicas de PCR-HRM y análisis de denaturación con 

sondas FRET (por sus siglas en inglés fluorescence resonance energy transfer) que han 

permitido la discriminación de especies de manera más robusta y rápida (23,196).  

 

El PCR-HRM (análisis de alta resolución de temperatura de fusión), es una técnica que 

permite la amplificación y posterior análisis de las curvas de fusión de un producto de PCR 

de manera simultánea, para la detección de variaciones mínimas en el ADN como 

mutaciones, polimorfismos de nucleótido sencillo y cambios epigenéticos. La técnica 

consiste en la amplificación del ADN de interés mediante qPCR, en presencia de un agente 

intercalante de ADN de doble cadena que emite fluorescencia, como el SYBR Green, Eva 
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Green o Melt doctor. El producto posteriormente es desnaturalizado mediante el aumento 

gradual de la temperatura lo que genera la liberación de fluorescencia que es monitoreada 

durante la fusión del producto. El producto de doble cadena de ADN emitirá fuertemente 

fluorescencia a bajas temperaturas, pero a medida que esta última aumenta, la fluorescencia 

disminuye al principio, lentamente y la tasa de disminución de la fluorescencia es 

generalmente más grande cerca de la temperatura de fusión (Tm) del producto de PCR. El 

Tm depende de la secuencia, el contenido de GC y del tamaño del producto de PCR y se 

define como el punto de la curva de fusión en donde el 50% del ADN es de doble cadena, y 

el 50% es de una sola cadena. En las curvas de fusión se grafica la fluorescencia en función 

de la temperatura en donde se observa la Tm como un punto de inflexión o también se puede 

observar como un pico en una gráfica de primera derivada, en está grafica la presencia de 

otros picos de menor intensidad pueden observarse y evidencian la presencia de productos 

inespecíficos (197,198).  

 

La secuenciación de genes también se ha utilizado para clasificación de especies, dentro de 

los genes más utilizados se encuentra el citocromo b. El citocromo b proporciona como 

ventaja que es un marcador mitocondrial y por ende, uniparental con escasa heterocigosidad, 

por lo tanto, es muy informativo, no solo para discriminación de especies de Leishmania spp. 

sino también para estudios filogenéticos y adicionalmente presenta de 25 a 50 copias por 

célula por lo que proporciona alta sensibilidad lo que permite que pueda ser utilizado en 

muestras clínicas sin necesidad de aislamiento previo (40,199).  

 

El gen citocromo b es codificado en los maxicírculos del quinetoplasto y participa en el 

proceso de transporte de electrones de la cadena respiratoria mitocondrial que para el caso 

de Leishmania spp.  ha sido utilizado en varios estudios, entre los estudios pioneros se 

encuentran los realizados por Luyo-Acero y colaboradores en 2004 y Marco y colaboradores 

en 2006, en los que se utilizó la secuencia del gen citocromo b inicialmente para análisis 

filogenéticos y se comparó con el estándar de oro MLEE y la clasificación realizada por 

Lainson y Shaw (1987), encontrándose alta concordancia en cuanto a especies del viejo 

mundo (200,201).  

 

Posteriormente, se realizó análisis de secuencia del gen citocromo b en especies del nuevo 

mundo, viejo mundo, patógenas y no patógenas de humanos, encontrándose de nuevo alta 

similitud con el estándar de oro MLEE y la clasificación de Lainson y Shaw (1987) (143). 

Por lo anterior, se reconoce el gen citocromo b por su capacidad de discriminar exitosamente 

las especies de Leishmania spp y ha sido aplicado en aislamientos, muestras clínicas de 

Leishmania spp e incluso en flebótomos. Cabe resaltar que en los estudios realizados se ha 

encontrado que no hay diferencia entre las secuencias de L. donovani y L.infantum, las 

especies L. braziliensis y L. peruviana y permite identificar fácilmente la especie L. siamensis 

(144,199,202–204).  

 

También se han utilizado marcadores moleculares de alta resolución como el MLMT y el 

MLST. Se han realizado ensayos de MLMT para identificación de especies de los complejos 
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L. donovani y L. tropica y para las especies del subgénero L. (Viannia) y ha sido de gran 

utilidad para el estudio de variabilidad intraespecífica de L.infantum (205–207).  

 

En cuanto al MLST, para el complejo L. donovani  se realizó secuenciación de 5 genes, ICD 

(isocitrato dehydrogenasa) , ME (por sus siglas en inglés cytosolic malic enzyme), MPI (por 

sus siglas en inglés mannose phosphate isomerase), G6PDH (por sus siglas en inglés glucose-

6-phosphate dehydrogenase) y FH (por sus siglas en inglés fumarate hydratase) que codifican 

para enzimas utilizadas previamente para análisis mediante MLEE, se encontró correlación 

entre la variabilidad genética y los perfiles de movilidad electroforética que previamente han 

sido obtenidos para las especies del complejo por MLEE y se proporcionó información 

adicional acerca del intercambio genético en el complejo  L. donovani  y su relación con la 

distribución geográfica de los aislamientos analizados (208). La técnica de MLST también 

ha sido utilizada para análisis de la discriminación de especies, filogenia, taxonomía y 

genética de poblaciones de las especies de L. (Viannia), (24,209).  

 

Adicionalmente, MLST se ha utilizado para investigación de brotes de leishmaniasis en 

Brasil causados por L. braziliensis¸ en los que está técnica permitió identificar la 

participación y dispersión de 3 complejos clónales de esta especie en los brotes ocurridos en 

diferentes ciudades brasileras (26).  

 

2.2.7 Tratamiento  

 

El tratamiento de primera línea para las leishmaniasis, se basa en la administración de sales 

de antimonio pentavalente (Sb5+) como el antimoniato de N-metil meglumina 

(Glucantime®) y el estibogluconato de sodio.  

 

En casos especiales en los que no se pueden utilizar o se presentan falla terapéutica a los 

medicamentos de primera línea como segunda elección se consideran el isotianato de 

pentamidina que ha generado buenos resultados en el tratamiento de las especies L. 

panamensis y L braziliensis, la miltefosina que ha mostrado mayor eficacia en leishmaniasis 

cutánea por L. panamensis y la anfotericina B que es utilizada en casos de leishmaniasis 

visceral y mucocutánea (210–212).  

 

Se ha reportado respuesta diferencial al tratamiento con antimoniales pentavalentes, 

especialmente en L. braziliensis, L. guyanensis y L. peruviana, encontrándose mayor 

porcentaje de falla terapéutica en L. braziliensis (30.4%), seguido de L. peruviana (24.5%) y 

menor falla en L.guyanensis (8.3%) (213,214) 

 

2.2.8 Ciclo de transmisión  

 

La leishmaniasis es una antropozoonosis, en la cual el humano es un hospedero accidental. 

La mayoría de las infecciones son de origen zoonotico, aunque en el caso de L. donovani se 

ha reportado transmisión antroponótica. La transmisión de las leishmaniasis ocurre 

principalmente en focos silvestres (79,162,171) 
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2.2.8.1 Ciclo silvestre 

 

En este ciclo la transmisión ocurre entre insectos Pshychodidae y mamíferos silvestres en el 

que la infección humana es accidental, una de las especies que se ha visto incriminada en 

este ciclo epidemiológico es L. braziliensis.  

 

2.2.8.2 Ciclo peridoméstico 

 

La infección ocurre entre animales domésticos o peridomésticos y los insectos flebótomos. 

 

2.2.8.3 Ciclo doméstico 

 

Este ciclo es estrictamente antroponótico y ocurre entre los insectos vectores y el humano, 

por ejemplo, la especie L. donovani puede transmitirse en este ciclo.   

 

La descripción de los ciclos es compleja ya que hay algunas características particulares a 

cada especie, por ejemplo, el principal reservorio animal de L. braziliensis es desconocido 

(215). Adicionalmente, L. braziliensis, descrita como una zoonosis en bosques primarios, 

también, se ha visto que produce casos en áreas pobladas resultantes de la deforestación y el 

desarrollo agrícola y en zonas periurbanas (162).  

 

El ciclo de una especie de Leishmania spp. no se limita a un entorno específico, ya que una 

sola especie se puede encontrar en entornos muy diferentes. Un ejemplo importante es 

L.infantum, que está presente en los dos focos geográficos nuevo y viejo mundo  (216,217) 

y L. guyanensis que está presente en los Andes peruanos y en la selva tropical en numerosos 

países de América del Sur. Por lo anterior, una sola especie del parásito puede estar asociada 

con múltiples especies de la familia Psychodidae, por ejemplo, en el caso de L.infantum se 

ha aislado de Phlebotomus perniciosus en el "viejo mundo" y de Lutzomyia longipalpis en el 

"Nuevo Mundo" (218,219). Aunque se ha descrito que el vector de L. guyanensis es Lu. 

umbratilis, también se ha aislado de Lu. peruviensis. 

 

Los cánidos domésticos parecen ser los reservorios para L. infantum, y son los reservorios 

más importantes en la permanencia de este parásito en los ciclos domésticos. También ocurre 

en varios cánidos silvestres, tales como los lobos, zorros, chacales y zorros grises. Se han 

informado casos de infección con L. infantum en una amplia variedad de animales domésticos 

y silvestres como los gatos, équidos, agutíes silvestres (Dasyprocta agouti), zarigüeya de 

orejas blancas (Didelphis albiventris), mangostas egipcias (Herpestes ichneumon), ginetas 

(Geneta geneta), linces ibéricos (Lynx pardinus), roedores, una foca y al menos una especie 

de murciélagos (Carollia perspicillata). Algunas de estas especies como también los gatos, 

podrían actuar como reservorios secundarios en algunas áreas (79,162,171).  

 

Los reservorios importantes para especies de Leishmania spp. del Nuevo Mundo incluyen 

los osos perezosos para L. guyanensis/ L. panamensis, los armadillos para L. naiffi y los 
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roedores para L. mexicana, L. amazonensis y L. lainsoni. Los marsupiales, incluidos los 

miembros de los géneros Didelphis, Philander, Marmosa, Caluromys y Metachirus, y el 

zorro de monte también se pueden infectar con L. amazonensis, aunque se cree que los 

roedores son los reservorios primarios. Los perros son el único reservorio conocido para L. 

peruviana, que causa leishmaniasis cutánea humana en los Andes peruanos. Se sospecha que 

los mamíferos arbóreos son el reservorio para L. shawi, que se ha informado en monos (el 

sakí de barba negra, Chiropotes satanas), los osos perezosos (Choloepus didactylus y 

Bradypus tridactylus) y los coatíes (Nasua nasua). Se desconocen los reservorios para L. 

venezuelensis, que se ha informado en humanos y gatos. Los humanos son el principal 

reservorio para dos especies del Viejo Mundo: L. tropica, que causa leishmaniasis cutánea y 

L. donovani, que causa leishmaniasis visceral (79,162,171).  

 

Finalmente, la diversidad de ambientes favorece la capacidad de Leishmania para adaptarse 

a diferentes hospederos vertebrados; algunos especies se han aislado de una amplia gama de 

hospederos mamíferos (220). Otro factor de complicación en la descripción de ciclos 

epidemiológicos es la posible presencia de varias especies de Leishmania spp. en un solo 

foco de leishmaniasis y por lo tanto a veces en un único hospedero. Estas diversas 

características podrían haber desempeñado un importante papel en la diversificación de la 

población de Leishmania spp. y en la especiación (79,162,171).  
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3 JUSTIFICACIÓN 

 

La enfermedad de Chagas y las leishmaniasis, pertenecen al grupo de enfermedades 

tropicales desatendidas, es decir, enfermedades que afectan principalmente a las poblaciones 

más vulnerables y con el menor acceso a los servicios de salud. Las dos enfermedades causan 

la pérdida de aproximadamente 4 millones de años de vida ajustados por discapacidad 

(AVADs). Se calcula que existen 21 millones de personas infectadas y que producen cerca 

de dos millones de casos nuevos por año en el mundo (221).  

 

Adicionalmente, el continuo cambio climático y el aumento de las migraciones por 

desplazamiento forzado que actualmente enfrenta el país, han generado cambios en la 

distribución de vectores que propician la aparición de nuevos escenarios de transmisión,  

incrementando así el número de casos y generando brotes, los cuales en el caso de 

enfermedad de Chagas son de gran importancia, dada la elevada letalidad (16%) (3) y en el 

caso de las leishmaniasis, por el elevado número de casos que llegan a producirse, por 

ejemplo, en el reciente brote de Chaparral, Tolima se presentaron 2810 casos de 

Leishmaniasis cutánea en un año (170).  

 

Las dos antropozoonosis tienen en común las zonas geográficas en las que se presentan en 

Colombia, los dos parásitos tienen en común gran parte de los reservorios mamíferos que 

infectan, en el caso de la leishmaniasis visceral y Chagas agudo presentan algunos síntomas 

en común y en las pruebas serológicas utilizadas para el diagnóstico de las dos enfermedades 

pueden presentar reacciones cruzadas, todos estos factores generan que haya confusión en el 

adecuado diagnóstico y manejo de estás parasitosis en el país.  

 

En cuanto al diagnóstico son varias las dificultades, las técnicas directas para la detección de 

los dos parásitos son dependientes de la experticia operador y por ende la principal dificultad 

es que los bacteriólogos no reconocen fácilmente la morfología del parásito, otra dificultad 

es que las pruebas serológicas pueden presentar reacciones cruzadas entre los dos parásitos, 

especialmente, cuando se realizan utilizando antígenos crudos.  

 

Las contribuciones científicas que apunten a facilitar el acceso al adecuado diagnóstico, 

diagnóstico diferencial y al entendimiento de las dinámicas de transmisión de estas 

enfermedades son de vital importancia. En Colombia, a pesar de la elevada prevalencia de la 

enfermedad de Chagas y las leishmaniasis, existen vacíos en el conocimiento en cuanto a su 

diagnóstico y los determinantes genéticos de los parásitos circulantes en el país. 

 

 

En Colombia, el diagnóstico de las dos parasitosis, se encuentra centralizado en el Instituto 

Nacional de Salud (INS) que se encarga de la transferencia de las técnicas de diagnóstico a 

los laboratorios departamentales de salud. El INS utiliza pruebas serológicas elaboradas con 

antígenos crudos para diagnóstico de enfermedad de Chagas y leishmaniasis visceral, sin 

embargo, este tipo de pruebas son muy difíciles de transferir dado que se requiere el 

mantenimiento de los parásitos en cultivo. Lo anterior, sumado a que las dos enfermedades 
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se presentan en las mismas zonas geográficas y con manifestaciones clínicas similares 

evidencia la necesidad de pruebas de diagnóstico con elevada especificidad que permitan 

realizar diagnóstico diferencial y que puedan ser transferidas a otros laboratorios.  

 

Adicionalmente, se desconocen varios aspectos respecto a la epidemiología molecular de 

estas parasitosis, y teniendo en cuenta que los dos parásitos comparten características como 

distribución geográfica, manifestaciones clínicas e infección en reservorios mamíferos, se 

requieren técnicas que permitan estudiar la dinámica de transmisión del parásito en los 

diferentes escenarios epidemiológicos de transmisión. Con este estudio se proporcionará 

información acerca de la distribución de las DTUs de T. cruzi y de especies de Leishmania 

spp., en pacientes, vectores y reservorios y su relación con características clínicas y 

epidemiológicas de cada parasitosis respectivamente, con el fin de que dicha información sea 

de utilidad en la generación de herramientas para vigilancia y control de las leishmaniasis y 

la enfermedad de Chagas en Colombia.  

 

En el caso de enfermedad de Chagas, hasta el momento en el país, el diagnóstico en vectores 

y reservorios se realiza principalmente mediante técnicas directas como el hemocultivo, que 

debido a su baja sensibilidad, ha limitado los análisis epidemiológicos de la enfermedad. En 

este proyecto, se implementarán las técnicas moleculares como herramientas 

complementarias para el diagnóstico de T. cruzi en todos los escenarios clínicos de la 

enfermedad y el circuito epidemiológico completo (humanos, vectores y reservorios), con el 

fin de fortalecer el diagnóstico a nivel nacional, la vigilancia y estudio de brotes agudos, el 

seguimiento post tratamiento y dar soporte a los programas de control vectorial.  

 

En cuanto a los aportes en epidemiología molecular, en enfermedad de Chagas, es poca la 

información que se conoce acerca de la dinámica de transmisión del parásito en los brotes 

agudos de posible transmisión oral. Mediante este proyecto se realizará el primer estudio de 

genotipificación y análisis de marcadores moleculares de alta resolución (microsátelites) en 

muestras y aislamientos obtenidos de humanos, reservorios y triatominos involucrados en 

dos brotes de presunta transmisión oral, para proporcionar información acerca de la 

dispersión y dinámica de transmisión de T. cruzi, con el fin de obtener el conocimiento 

necesario para fortalecer estrategias de control y prevención en los escenarios de brotes 

agudos (73). Adicionalmente, se realizó análisis de preferencias alimenticias de triatominos 

silvestres lo que permitirá identificar focos de infección, factores de riesgo, y distribución de 

mamíferos en los ciclos de transmisión silvestres (222).  

 

En las leishmaniasis, la principal dificultad consiste en la complejidad de las técnicas de 

identificación de especies, lo que ha impedido que se pueda obtener información acerca de 

la clasificación clínica de la enfermedad, la respuesta terapéutica, la severidad de la 

enfermedad y ha generado que no se brinde oportunamente el tratamiento a los pacientes.  

 

El aporte de este estudio consistirá en el diseño de una técnica de HRM que permitirá la 

tipificación de 6 especies circulantes en Colombia, la cual es de gran utilidad ya que 

proporciona la especie involucrada tan solo 3 horas después de obtenido el ADN del parásito, 



51 

 

hecho que facilita sustancialmente el diagnóstico rápido y permite obtener la información  

necesaria para clasificar de la enfermedad y su respuesta al tratamiento, teniendo en cuenta 

que estas características difieren con respecto a la especie de Leishmania involucrada (10). 

 

La falta de actualización de la distribución de especies de Leishmania en humanos, insectos 

vectores y mamíferos reservorios genera un grave vacío en el conocimiento dado que no 

permite el estudio de la dinámica de transmisión de la enfermedad y por ende no se puede 

usar esta información para el diseño de estrategias de vigilancia, control y prevención de esta 

parasitosis.  

 

En este contexto, el desarrollo de este proyecto es de importancia para el país, dado que 

permite mediante el uso de técnicas moleculares, fortalecer aspectos que requieren atención 

en enfermedad de Chagas y las leishmaniasis. En primera instancia en el diagnóstico, que es 

el aspecto clave para la identificación oportuna de los casos y en segunda una aproximación 

a la epidemiología molecular de estas parasitosis en Colombia que proporcionará 

herramientas que ayudan a fortalecer el conocimiento acerca de la dinámica de transmisión 

y de los determinantes genéticos del parásito que pueda estar relacionados con las 

características fenotípicas y epidemiológicas de estas enfermedades.   

 

Finalmente, con los resultados de esta investigación, se pretende contribuir a las metas 

planteadas en el plan decenal de salud pública. Debido a que él estudio será realizado en el 

INS, las técnicas moleculares desarrolladas en este proyecto, podrán ser difundidas a los 

laboratorios departamentales de salud pública mejorando la capacidad diagnóstica en el nivel 

central y regional. Adicionalmente, algunos de los resultados obtenidos serán difundidos en 

revistas indexadas, eventos académicos y reuniones de autoridades nacionales y 

departamentales de salud. De esta manera, el proyecto contribuirá herramientas cuyo uso 

permitirá el cumplimiento de la meta de reducir en un 30% la letalidad por Enfermedad de 

Chagas aguda en las entidades territoriales del país y la reducción progresiva y sostenida del 

número de casos de leishmaniasis.  
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4 OBJETIVOS 

 

4.1 OBJETIVO GENERAL 

 

Implementar técnicas moleculares para detección y tipificación de T. cruzi y Leishmania spp 

en Colombia, con el fin de evaluar su utilidad para diagnóstico y epidemiología molecular en 

Enfermedad de Chagas y Leishmaniasis cutánea.  

 

4.2 OBJETIVOS ESPECÍFICOS  

 

4.2.1 Aplicar PCR convencional y qPCR para detección de T. cruzi en muestras obtenidas 

de pacientes de todas las fases clínicas, pre-post tratamiento etiológico y vectores.  

4.2.2 Determinar las DTUs de T. cruzi y analizar su distribución en diferentes escenarios 

clínicos y epidemiológicos de la enfermedad de Chagas. 

4.2.3 Analizar la dispersión y dinámica de transmisión de T. cruzi en brotes de presunta 

transmisión oral, mediante genotipificación y aplicación de marcadores moleculares 

de alta resolución (Microsátelites) en muestras del circuito epidemiológico completo 

involucrado. 

4.2.4 Diseñar un ensayo de High-Resolution Melting (HRM) para discriminar las especies 

de Leishmania en Colombia e implementarlo en aislamientos obtenidos de 

reservorios, vectores y humanos. 

4.2.5 Analizar la distribución de especies de Leishmania asociadas a leishmaniasis cutánea 

en Colombia mediante secuenciación del gen citocromo b, en aislamientos obtenidos 

de humanos, reservorios y vectores 
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5 METODOLOGIA, RESULTADOS Y DISCUSIÓN  

 

5.1 DIAGNÓSTICO Y EPIDEMIOLOGÍA MOLECULAR DE T. cruzi  

 

5.1.1 Diagnóstico y epidemiología molecular de T. cruzi en fases clínicas de 

enfermedad de Chagas 

 

5.1.1.1 Metodología 

 

- Población de estudio 

 

La población inicial de estudio fue de 985 pacientes quienes solicitaron diagnóstico y/o 

tratamiento etiológico para enfermedad de Chagas en el laboratorio de Parasitología del 

(INS), en el periodo comprendido entre los años 2004 a 2015. 

 

Los criterios de inclusión fueron: 1. Presentar sospecha clínica o epidemiológica de 

enfermedad de Chagas en fase aguda o crónica 2. No haber recibido tratamiento etiológico 

para enfermedad de Chagas 3. Pruebas serológicas positivas para enfermedad de Chagas (IFI, 

ELISA y/o HAI) 4. Muestra adecuada de suero o sangre para realizar pruebas de diagnóstico 

según la fase. Adicionalmente, con el fin de recolectar pacientes negativos se incluyeron 

pacientes que asistieron para atención de parasitosis diferentes a Enfermedad de Chagas.   

 

El estudio se realizó de manera retrospectiva en los pacientes incluidos entre los años 2004 

a 2012, en los que se revisó la disponibilidad de la historia clínica, los resultados de pruebas 

de laboratorio previas al tratamiento y de muestras necesarias para las pruebas moleculares. 

En los pacientes reclutados durante el periodo de 2013 a 2015, el estudio se realizó de manera 

prospectiva. Los pacientes incluidos fueron diagnosticados y clasificados en las diferentes 

fases clínicas de la enfermedad de Chagas mediante análisis de sus síntomas y aplicación de 

pruebas parasitológicas y serológicas (3,81).  

 

El cálculo de la muestra N se realizó por separado para cada fase clínica. Considerando n=Z2 

S (1−S) d2, donde S es un valor predeterminado de sensibilidad que se determina mediante 

los datos publicados anteriormente (5,8,9,12,95), con un nivel de confianza del 95% (1- α, 

con α = 0,05) el valor de Z es 1.96, y d que es el error máximo marginal de estimación y es 

elegido por los investigadores juicio (223). Entonces, N=N / P, siendo P la prevalencia 

estimada para las dos fases que se indicó al 60% en los casos sospechosos. Basado en estudios 

anteriores, para la fase aguda S fue pre-establecido en 92% y un valor d de 8% (9,12), 

mientras que para la fase crónica el valor de S fue pre-establecido al 60% con un valor d de 

5% (5,8,9,12,95). Los tamaños mínimos de la muestra total (pacientes positivos y negativos) 

se calcularon como N = 74 y N = 615 para las fases aguda y crónica, respectivamente.  
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Los pacientes fueron diagnosticados en fase aguda, cuando presentaron síntomas compatibles 

con esta fase, nexo epidemiológico y positividad en pruebas parasitológicas: Strout, 

microstrout, gota gruesa, hemocultivo y/o en dos pruebas serológicas IFI, ELISA y HAI 

(72,224). Los pacientes en fase crónica fueron diagnosticados mediante la positividad de dos 

pruebas serológicas de diferente principio (ELISA, IFI y HAI) y posteriormente fueron 

clasificados en indeterminados y cardiacos, de acuerdo a la ausencia o presencia de síntomas, 

respectivamente.  

 

A todos los pacientes se les aplico una encuesta cuya finalidad fue conocer los posibles 

factores de riesgo a los que se encontraban expuestos, tales como el lugar de nacimiento, 

conocimiento de insectos vectores, haber recibido donaciones de sangre y/o órganos, tipo de 

vivienda, sintomatología cardíaca. Los pacientes cuyas pruebas serológicas fueron negativas 

se clasificaron en dos grupos de acuerdo a la presencia o ausencia de factores de riesgo, tales 

como el hecho de haber nacido o vivido en zonas endémicas, el reconocimiento de insectos 

vectores, haber recibido donaciones de sangre u órganos o pruebas de tamizaje positivas. Los 

pacientes que presentaran algún factor de riesgo, fueron denominados “negativos con factor 

de riesgo”, los que no tuvieran ningún factor de riesgo fueron denominados “negativos sin 

factor de riesgo”.  

 

- Pruebas de diagnóstico 
 

Las pruebas estándar de oro para enfermedad de Chagas se clasifican de acuerdo a la fase 

clínica. En fase aguda el estándar de oro es la observación del parásito por métodos 

parasitológicos directos y/o la serología, sumado a la presencia de sintomatología clínica 

compatible. En fase crónica, la presencia de anticuerpos IgG evidenciada mediante dos 

pruebas serológicas de diferente fundamento se considera el estándar de oro (59,81). Las 

pruebas moleculares se han propuesto como herramientas complementarias al diagnóstico, 

dado que la detección de ADN se puede lograr durante todas las fases de la enfermedad, son 

de utilidad en pacientes inmunosuprimidos y para seguimiento terapéutico. En este estudio 

se determinaron las capacidades operativas (Sensibilidad, Especificidad, Valores predictivos 

y Razones de verosimilitud) e índices Kappa de las pruebas moleculares con respecto al 

estándar de oro en cada una de las fases clínicas e la enfermedad. A continuación, se detallan 

las capacidades operativas calculadas: 

 

 Sensibilidad: La sensibilidad de una prueba es la probabilidad de que un paciente enfermo 

de resultado positivo o es el porcentaje de positivos de la prueba en pacientes con la 

enfermedad:  

 

Sensibilidad =     Verdaderos positivos x100 

                             Total de pacientes enfermos 

 

 Especificad: Es la probabilidad de que un paciente sano de resultado negativo en la 

prueba negativa o el porcentaje de negatividad de la prueba diagnóstica en ausencia de 

enfermedad.  
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Especificidad =   Verdaderos negativos x 100 

                                Total de pacientes sanos 

 

 Valor predictivo positivo (VPP): es el porcentaje de pacientes enfermos entre todos los 

pacientes con resultados positivos. Valora la probabilidad de que una prueba positiva 

correspondiese a un verdadero enfermo.  

 

                   VPP=    ___________Verdaderos positivos x100___________  

                                              Total positivos (verdaderos positivos+falsos positivos) 

 

 Valor predictivo negativo (VPN): es el porcentaje de individuos sanos con resultados 

negativos con relación al total de resultados negativos. Valora la probabilidad de que una 

prueba negativa diagnostique correctamente a un individuo sano 

 

                   VPN=     _________Verdaderos positivos x100____________   

                                Total negativos (verdaderos negativos +falsos negativos) 

 

 Razón de verosimilitud positivo (LR+): También se conoce como proporción de 

probabilidad para un resultado positivo, e indica cuánto aumentan las probabilidades de 

la enfermedad cuando un resultado es positivo. 

 

LR + =    Verdaderos positivos / (verdaderos positivos + falsos negativos) 

                Falsos positivos / (falsos positivos + verdaderos negativos) 

 

 Razón de verosimilitud negativo (LR-): También se conoce como la proporción de 

probabilidad para un resultado negativo e indica cuánto disminuyen las probabilidades 

de la enfermedad cuando un resultado es negativo. 

 

LR -   =      Falsos negativos / (verdaderos positivos + falsos negativos) 

                      Negativos verdaderos / (falsos negativos + negativos verdaderos) 

 

- Métodos parasitológicos  

 

Los métodos parasitológicos directos utilizados fueron strout, microstrout, gota gruesa y 

hemocultivo según lo descrito previamente por Freilij et al., 1983 (31).  

 

- Pruebas serológicas  

 

Las pruebas serológicas convencionales utilizadas fueron ELISA, IFI y HAI las cuales fueron 

estandarizadas en el Laboratorio de Parasitología del INS utilizando antígeno total de cepas 

de T. cruzi colombianas cuya DTU es TcI. Las pruebas serológicas fueron realizadas por 

duplicado y se utilizaron controles positivos y negativos en cada montaje. Las muestras 
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fueron consideradas positivas para el caso de ELISA cuando la absorbancia fue ≥0.300, en 

la IFI títulos ≥1/32 y en la HAI títulos ≥1/32 (224).  

 

- Pruebas moleculares  
 

Se aplicaron PCR convencional y qPCR Multiplex para detección de ADN de T. cruzi, las 

muestras fueron analizadas en ciego, sin conocer previamente los resultados de serología. 

Los procedimientos fueron realizados siguiendo los parámetros establecidos por Clinical & 

Laboratory Standards Institute (225).  

 

Se recolectaron muestras de 10mL de sangre total en EDTA, inmediatamente se agregó igual 

volumen de clorhidrato de guanidina 6M y se refrigeraron (2-8°C) hasta su procesamiento, 

el cual fue realizado posterior a 48 horas de la recolección. Con el fin de evitar contaminación 

el clorhidrato de guanidina fue preparado previamente en la zona de pre-mezcla y allí se 

sirvieron alícuotas de 10 mL en tubos falcón, las cuales fueron mezcladas con la sangre en el 

sitio de toma de muestras, esto con el fin de evitar contaminación previa del clorhidrato. La 

recolección de suero se realizó mediante separación por centrifugación de sangre total en 

tubo seco, durante 10 minutos a 3000 rpm, los sueros obtenidos fueron congelados (-20°C) 

hasta su procesamiento.  

 

 Extracción de ADN  

 

Previo a la extracción de ADN, se añadieron 5µL del plásmido IAC (concentración 40 pg/µL) 

a 300 µL de muestra de sangre en guanidina 6M. Se realizó extracción de ADN de las 

muestras de sangre mediante el Kit High Pure PCR Template Roche® según lo descrito por 

Duffy et al., 2013 (9). Adicionalmente, se realizó extracción de ADN de muestras de suero 

realizando una modificación al protocolo descrito para sangre, la elución se realizó en 50 µL 

del buffer de elución (226). Para evitar contaminación se extrajo un máximo de 12 muestras 

por montaje, en cada procedimiento se incluyó un control negativo (Sangre total en guanidina 

de un paciente seronegativo sin factores de riesgo) y un control de reactivos (Agua).  

 

 PCR convencional  

 

Se realizó PCR convencional (cPCR) para detección de ADN nuclear satélite de T. cruzi y 

para detección de ADN quinetoplasto de T. cruzi según lo descrito por Ramírez et al., 2009 

(5). La PCRst se aplicó a todas las muestras utilizando los primers cruzi 1 y cruzi 2, mientras 

que la PCRk, se utilizó únicamente en las muestras positivas para diferenciar T. cruzi y 

T.rangeli utilizando los primers 121-122 (Tabla 1) (94).  

  

 PCR en tiempo real cuantitativa (qPCR) multiplex utilizando sondas TaqMan para 

amplificación y cuantificación de ADN satélite de T. cruzi y ADN de control de 

amplificación interno.   

 

http://clsi.org/
http://clsi.org/
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Mediante esta técnica se realizó la detección y cuantificación del ADN satélite de T. cruzi y 

ADN del plásmido IAC (control de amplificación interno) en muestras de sangre y suero de 

humanos y reservorios. Para la detección de ADN satélite se utilizaron los iniciadores cruzi 

1 y cruzi 2 y la sonda cruzi 3 (Tabla 1). Las condiciones de reacción, son las descritas por 

Duffy et al., 2013(9). La cuantificación se llevó a cabo mediante una curva estándar, que 

consiste en realizar diluciones seriadas del ADN que abarcan desde menos de 1 equivalente 

parásito/mL hasta 10.000 equivalentes parásitos/ml utilizando la cepa MHOM/CO/01/DA 

cuya DTU es TcI, esto debido  a que varios estudios han recomendado el uso de la DTU de 

mayor circulación en la zona estudiada, varios estudios demuestran que TcI es la de principal 

circulación en Colombia (47,48,227–229).  

 

El control interno de amplificación fue un plásmido recombinante lineal (IAC) cuyo inserto 

es una secuencia de ADN que codifica para la proteína Tip5:1 de Arabidopsis thaliana, una 

acuaporina específica del polen que no tiene semejanza con ninguna proteína de mamíferos, 

insectos o Trypanosomátidos. El plásmido IAC, se agregó a las muestras de sangre previa a 

la extracción de ADN y se utilizó para normalizar el valor crudo de la carga parasitaria, según 

el rendimiento de la extracción de ADN de la muestra sanguínea y la eficiencia de 

amplificación (9). La amplificación se realizó en el termociclador 7500 Fast Applied 

Biosystems, los análisis de resultados y cálculo de las parasitemias se realizaron mediante el 

software 7500 software v2.0.6.  

 

Tabla 1. Secuencias de sondas e iniciadores usados para detección y cuantificación de 

ADN de T. cruzi mediante qPCR, PCRst y PCRk.  
 

Iniciadores Secuencia  

Cruzi 1 

(Forward) 

ASTCGGCTGATCGTTTTC  

 

Amplicón 166 pb  Cruzi 2 

(Reverse) 

AATTCCTCCAAGCAGCGGATA 

Cruzi 3 

(Sonda) 

FAM-CACACACTGGACACCAA-NFQ-MGB 

IACRv CTCCCGCAACAAACCCTATAAAT  

Amplicón 110 pb  IACFw ACCGTCATGGAACAGCACGTA 

IACq  VIC-AGCATCTGTTCTTGAAGGT-NFQ-

MGB 

121 AAATAATGTACGGGKGAGATGCATGA T. cruzi: 330 pb  

T. rangeli: 400-450 pb 122 GGTTCGATTGGGGTTGGTGTAATATA 

 

 Controles 

 

Los controles negativos y positivos fueron corridos en cada montaje realizado de las técnicas 

de qPCR y cPCR para diagnóstico molecular de T. cruzi. Se describen a continuación. 
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 Controles negativos: Se usaron como controles negativos, ADN obtenido de muestras 

de sangre del grupo de pacientes negativos sin factores de riesgo. Como control de 

reactivos se añadió a la mezcla agua en lugar de ADN.  

 

 Controles positivos: Se utilizó como controles positivos: ADN extraído de muestras de 

sangre de pacientes confirmados por métodos directos (Hemocultivo o gota gruesa).  

 

 Controles para la técnica de PCRk: Se utilizó como controles ADN obtenido de cepas 

de T. cruzi (MHOM/CO/01/DA) y de T. rangeli (IRHO/CO/82/Choachi).  

 

 Análisis de resultados 

 

El umbral para definir la positividad de las muestras fue 0.01. Se consideraron como positivas 

aquellas muestras que superaban esté umbral con amplificación exponencial evidente y como 

negativas aquellas que no superaron el umbral.  

 

 Técnicas de genotipificación  

 

Los métodos de genotipificación permiten la discriminación de DTUs. En las muestras con 

diagnóstico molecular positivo para T. cruzi, se aplicaron técnicas de PCR para amplificar 5 

marcadores moleculares: dos regiones del espaciador intergénico del gen mini-exón (SL-IR), 

ADN ribosomal 24Sα, ADN ribosomal 18S y el fragmento A10, ampliamente utilizados para 

la discriminación de T. cruzi en sus seis DTUs y a su vez clasificar TcI en los genotipos TcI-

Doméstico y TcI-Selvático, basándose en los tamaños de amplicones obtenidos (Figura 7) 

(48,111,119,228). 

 

Como controles positivos se utilizaron 7 cepas: MHOM/CO/01/DA (TcI-Doméstico), 

MHOM/CO/10/GC (TcI-Selvático), TcII (CepaY), TcIII (Cepa CM17), TcIV (Cepa YLY), 

TcV (Cepa Tulahuen), TcVI (Cepa CL-Brener) genotipificadas previamente mediante varios 

marcadores moleculares y secuenciación.  
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Figura  7. Algoritmo de genotipificación de T. cruzi. Se muestran los tamaños de 

fragmentos de amplificación obtenidos mediante PCR de 5 marcadores moleculares: dos 

regiones del espaciador intergénico del gen mini-exón (SL-IR), DNA ribosomal 24Sα, DNA 

ribosomal 18S y el fragmento A10, para discriminación de T. cruzi en sus seis DTUs y a su 

vez clasificar la DTU TcI en los genotipos TcI-Doméstico y TcI-Selvático. 

 

- Análisis estadísticos:  

 

Los datos fueron tabulados en Ms Excel y se analizaron mediante el software STATA 12.0. 

Se calcularon las capacidades operativas de las pruebas moleculares (sensibilidad (Se), 

especificidad (Es) y razón de verosimilitud (LR), valores predictivos (PV), precisión 

diagnóstica (DA) y área bajo la curva (AUROC)) e índice Kappa (ĸ), en tres categorías según 

la fase clínica: (pacientes agudos, crónicos indeterminados y crónicos cardíacos), según las 

DTUs y genotipos de TcI encontradas en los pacientes analizados (TcI (TcI-Selvático/TcI-

Doméstico), TcII, TcIII y TcV) y según grupos de edad (cuartiles).  

 

Marcador

molecular Peso molecular (pb)

350             300             300              300                  300            300SL-IR

110             125             110               125               125-140        14024s

175             165             165               155                 165             NA18s

580                                                                          525A10

TcI TcII TcIII TcIV TcV TcVI

230     450-550 SL-IR

330  

166 

KDNA 

Sat DNA 

TcIDom TcI Sylv *

Algoritmo de genotipificación de T. cruzi
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Se utilizó el análisis de Shapiro Wilk para analizar la distribución de los datos analizados. Se 

calcularon las medianas de las parasitemias en cada una de las fases clínicas y según las 

DTUs y genotipos de TcI. Se utilizó el test de Mann-Whitney para comparación de medianas 

de parasitemias y se consideró un valor de p<0.05 estadísticamente significativo. Se 

calcularon las frecuencias de las DTUs y genotipos de TcI en cada una de las fases clínicas 

y se realizó comparación de proporciones mediante análisis de dos proporciones de muestras.   

 

5.1.1.2 Resultados 

 

- Cargas parasitarías de T. cruzi en muestras de sangre de pacientes en diferentes 

fases de la enfermedad de Chagas.  

 

Se incluyeron 708 pacientes, diagnosticados en él INS, en el periodo comprendido entre 2004 

y 2015 (Figura 8). Las características generales de los pacientes se presentan en la (Tabla 2). 

 

  

 
 

Figura  8. Algoritmo de selección de pacientes. Durante el curso del estudio fueron 

diagnosticados en el INS, 98 pacientes con Chagas agudo, de los cuales fueron excluidos 27 

debido a que no contaban con muestra de sangre en guanidina o suero disponible en INS para 

realizar pruebas moleculares, quedando finalmente 71 pacientes positivos que sumados a 15 

pacientes febriles negativos totalizan 86 pacientes para diagnóstico en fase aguda. En cuanto 

a los pacientes crónicos, fueron atendidos 731de los que se excluyeron 121 por no contar con 

985 Pacientes

2004-2015

98

Fase Aguda

27: No 

muestra

71

141 

Negativos

731

Fase crónica

129: No 

muestra

121: Sin clasificación 

clínica 

481 141

278

Indeterminados

203

Cardíacos

112

FR*

29

Sin FR

Fase aguda (Febriles) Fase crónica

15 

Negativos
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la información clínica necesaria para su clasificación clínica y 129 fueron descartados por no 

contar con muestras de sangre en guanidina o suero previas a la administración del 

tratamiento etiológico, quedando 481 pacientes que sumados a los 141 pacientes negativos 

totalizaron 622 para diagnóstico de fase crónica. FR: Factores de riesgo.  

 

Las pruebas moleculares fueron aplicadas durante el periodo comprendido entre 2011 a 2015, 

de tal forma que los pacientes incluidos durante este periodo se les realizaron las pruebas 

moleculares y serológicas simultáneamente. En los pacientes incluidos entre 2004 y 2011 se 

realizaron las pruebas serológicas en el momento de la inclusión y posteriormente, en 

aquellos pacientes en los que hubo disponibilidad de muestras de suero, se realizaron pruebas 

moleculares y la repetición de pruebas serológicas en el periodo comprendido entre 2011 y 

2015. 

 

Tabla 2. Características generales de los pacientes incluidos en el estudio. 

*Edad en años 

 

Durante la fase aguda la prueba de qPCR fue positiva en el 95.7% de los pacientes y la cPCR 

en el 88.5%. Durante la fase crónica indeterminada la qPCR fue positiva en el 68.0% de los 

casos y la cPCR en 55.4%, en la fase crónica cardiaca la positividad de la qPCR fue del 

59.1% y la cPCR en el 58.6%. En todos los casos positivos la PCRk fue positiva para T. 

cruzi. En los pacientes negativos con factor de riesgo la qPCR y cPCR fueron positivas en 

3.6% de las muestras.  En los pacientes cuyo resultado de qPCR fue positivo se detectaron 

las cargas parasitarias. Las medianas de parasitemias encontradas en los diferentes pacientes 

según la fase clínica se describen en la Tabla 3 de acuerdo a las fases clínicas.  

 

Tabla 3. Medianas de parasitemias de pacientes con enfermedad de Chagas según las 

fases clínicas 

 

 

Fase clínica  

Cargas parasitarias  

(Equivalentes parásitos/mL) 

Mediana Q1 Q3 

Fase aguda 4.69 3.29 7.27 

Fase crónica 1.33 1.18 1.64 

 

Características Generales 

Fase aguda 

N=86 

Fase crónica 

N=622 

Positivos Negativos Positivos Negativos 

Número de Pacientes 708 71 15 481 141 

Edad (Q1-Q3) * 48 (47-49) 31 (26-35) 27 (23-30) 51 (50-53) 37 (39-41) 

Sexo, n (%)           

Femenino 428 (60.4) 26 (36.6) 8 (53.3) 313 (65.1) 60 (42.5) 

Masculino 280 (39.6) 45 (63.4) 7 (46.7) 168 (34.9) 81 (52.4) 
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Fase indeterminada 1.67 1.33 1.93 

Fase cardíaca  1.08 0.91 1.32 

Negativos 0.00 0.00 0.00 

Febriles negativos 0.00 0.00 0.00 

Negativos con FR  0.00* 0.00 0.00 

Negativos sin FR 0.00 0.00 0.00 

Total  2.95 2.51 3.71 

FR: Factores de riesgo. Q1-Q3: p25-p75* El promedio de las 4 muestras positivas fue 0.81 

equivalentes parásitos/mL 

 

En cuanto a las comparaciones de cargas parasitarias, se encontraron diferencias 

estadísticamente significativas entre los pacientes en fase aguda con respecto a los pacientes 

en fase crónica (p=0.000) y a su vez con respecto los pacientes en fase crónica indeterminada 

(p=0.000) y en fase crónica cardiaca (p=0.000). Adicionalmente, también fue 

estadísticamente significativa la diferencia entre pacientes crónicos indeterminados y 

cardíacos (p=0.0235). La distribución de las cargas parasitarias según las fases clínicas se 

puede observar en la Figura 9. 
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Figura  9. Distribución de cargas parasitarias en pacientes con enfermedad de Chagas 

en diferentes fases clínicas. Positividad de qPCR y medianas de cargas parasitarias en cada 

una de las fases clínicas de enfermedad de Chagas. * p= <0.05, *** p=<0.001 

 

- Capacidades operativas de técnicas moleculares para diagnóstico de enfermedad de 

Chagas. 

 

Las capacidades operativas encontradas en las diferentes fases clínicas se evidencian en las 

Tablas 4 y 5.  El AUROC, durante la fase aguda para qPCR fue de 0.9786 y para cPCR de 

0.9072 y en fase crónica fue de 0.8212 para qPCR y 0.7838 para cPCR. En la fase crónica 

indeterminada el AUROC para qPCR fue de 0.8399 y para la cPCR de 0.7770; y en fase 

crónica cardiaca el AUROC para la qPCR fue de 0.7956 y para la cPCR de 0.7931 (Figuras 

10 y 11).   

 

Tabla 4. Capacidades operativas de pruebas moleculares en fase aguda y crónica de 

enfermedad de Chagas 

Capacidades 

Operativas 

Fase aguda 

n= 70 

Fase crónica 

n=511 

qPCR                       

(IC:95%) 

cPCR qPCR                      

(IC:95%) 

cPCR 

(IC:95%) (IC:95%) 

Sensibilidad 95.7 (88.1-98.5) 84.3 (74.0-91.0) 64.2 (59.9-58.4) 56.8 (52.3-61.1) 

Especificidad 100.0 (88.3-100.0) 100.0(88.3.8-100.0) 100.0 (88.3-100.0) 100 (88.3-100.0) 

VPP 100.0 (94.6-100.0) 100.0 (93.9-100.0) 100.0 (98.8-100.0) 100.0 (98.6-100.0) 

VPN 90.6 (75.8-96.8) 72.5 (57.2-83.9) 14.4 (10.2-19.9) 12.2 (8.7-17.0) 

Precisión  96.9 (91.5-98.9) 88.9 (81.9-93.7) 66.3(62.1-70.2) 59.2 (54.9-63.4) 

LR+ - - - - 

LR- 0.04 (0.02-0.08) 0.16 (0.13-0.19) 0.36 (0.35-0.36) 0.43 (0.42-0.44) 

K 0.92 (0.73 - 1.12) 0.75 (0.56-0.94) 0.17 (0.12-0.21) 0.13 (0.08-0.17) 

VPP: Valor predictivo positivo, VPN: Valor predictivo negativo, LR: Razón de 

verosimilitud, K: Índice Kappa 

 

Tabla 5. Capacidades operativas de pruebas moleculares en fase crónica de 

enfermedad de Chagas 

Capacidades 

Operativas 

Fase crónica indeterminada 

n=278 

Fase crónica cardiaca 

n=203 

cPCR               

(IC:95%) 

qPCR                     

(IC:95%) 

cPCR               

(IC:95%) 

qPCR                     

(IC:95%) 

Sensibilidad 55.4 (49.5-61.1) 68.0 (62.3-73.2) 58.6 (51.8-65.2) 59.1 (52.2-65.7) 

Especificidad 100.0 (88.3-100.0) 100 (88.3-100) 
100.0 (88.3-

100.0) 
100 (88.3-100) 
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VPP 100.0 (97.6-100.0) 100 (98.0-100) 
100.0 (96.8-

100.0) 
100 (96.9-100) 

VPN 18.9 (13.5-25.9) 24.6 (17.7-37.1) 25.6 (18.5-34.4) 25.9 (18.7-34.7) 

Precisión 59.6 (54.0-64.9) 71.0 (65.7-75.8) 63.6 (57.2-69.6) 64.2 (57.9-70.1) 

LR+ - - - - 

LR- 0.44 (0.43-0.45) 0.32 (0.31-0.33) 0.41 (0.40-0.43) 0.41 (0.39-0.41) 

K 0.19(0.12-0.25) 0.29 (0.21-0.36) 0.26 (0.17-0.34) 0.26(0.17-0.35) 

VPP: Valor predictivo positivo, VPN: Valor predictivo negativo, LR: Razón de 

verosimilitud K: Índice Kappa 

 
Figura  10. Curvas ROC de pruebas moleculares en fase aguda y crónica de enfermedad 

de Chagas. Áreas bajo la curva para las fases aguda y crónica. 
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Figura  11. Curvas ROC de pruebas moleculares en fases crónica indeterminada y 

crónica cardiaca de enfermedad de Chagas. Áreas bajo la curva para las fases crónica 

indeterminada y cardíaca. cPCR: PCR convencional. qPCR: PCR cuantitativa en tiempo real. 

 

Finalmente, los pacientes fueron clasificados en cuatro grupos de edad de acuerdo a los 

cuartiles de la edad y se determinaron las capacidades operativas y parasitemias en cada uno 

de los grupos. Se encontraron diferencias en las capacidades operativas, más no se 

encontraron diferencias estadísticamente significativas en cuanto a las medianas de 

parasitemias en cada grupo (Tabla 6 y Tabla 7).  

 

Tabla 6. Medianas de cargas parasitarias de pacientes con enfermedad de Chagas 

según grupos de edad 

Grupos Edad (años) n =669 Mediana Q1-Q3 

Grupo 1  2 a 36 167 3.01 2.45-4.59 

Grupo 2 37 a 49 196 2.83 2.24 -3.70 

Grupo 3 49 a 59 150 3.07 2.11-4.27 

Grupo 4 60 a 88 156 2.85 1.88-4.49 

Q1-Q3: Cuartiles 25%-75%. 
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Tabla 7. Capacidades operativas de las técnicas moleculares en los diferentes grupos de edad 

Capacidades 

operativas 

Grupo 1: 2-36 años Grupo 2: 37-49 años 

qPCR 

(IC: 95%) 

cPCR 

(IC: 95%) 

qPCR 

(IC: 95%) 

cPCR 

(IC: 95%) 

Sensibilidad 83.84% (76.25-90.21) 69.9% (60.46-77.91) 70.93% (63.75-77.2) 59.88% (52.42. 66.92) 

Especificidad 91.18% (82.0-95.8) 98.44% (91.67-99.72) 95.83% (79.76-99.26) 100% (86.2. 100.0) 

VPP 93.26% (86.06-96.87) 98.63% (92.64-99.76) 99.19% (95.54-99.86) 100% (96.4. 100.0) 

VPN 79.49% (69.25-86.96) 67.02% (57.01-75.69) 31.51% (22.0-42.86) 25.81% (18. 35.53) 

Precisión  86.83% (83.61-93.07) 80.84% (74.2-86.09) 73.98% (67.42-79.62) 64.8% (57.88. 71.14) 

LR+ 9.50 (6.82-13.23) 44.74 (6.228-321.4) 17.02 (2.382-121.7) - 

LR- 0.17 (0.1563-0.201) 0.3057 (0.2869-0.3259) 0.3033 (0.2906-0.3166) 0.4012 (0.3899 - 0.4127) 

K 0.733 (0.5827-0.8838) 0.6277 (0.4856-0.7698) 0.3554 (0.2455-0.4654) 0.2677 (0.1724 - 0.363) 

 

Capacidades 

operativas 

Grupo 3: 49-59 años Grupo 4: 60-88 años 

qPCR 

(IC: 95%) 

cPCR 

(IC: 95%) 

qPCR 

(IC: 95%) 

cPCR 

(IC: 95%) 

Sensibilidad 61.36% (52.85. 69.24) 56.3% (47.87. 64.37) 58.39% (50.02. 66.31) 54.01% (45.67. 62.14) 

Especificidad 94.44% (74.24. 99.01) 94.44% (74.24. 99.01) 100% (83.18. 100.0) 100% (83.18. 100.0) 

VPP 98.78% (93.41. 99.78) 98.7% (93. 99.77) 100% (95.42. 100.0) 100% (95.06. 100.0) 

VPN 25% (16.23. 36.44) 22.37% (14.46. 32.93) 25% (16.63. 35.78) 23.17% (15.37. 33.38) 

Precisión  65.33% (57.42. 72.48) 60.78% (52.87. 68.17) 63.46% (55.67. 70.61) 59.62% (51.77. 66.99) 

LR+ 11.05 (1.532 - 79.62) 10.13 (1.399 - 73.39) - - 

LR- 0.4091 (0.391 - 0.428) 0.4627 (0.4446 - 0.4816) 0.4161 (0.402 - 0.4306) 0.4599 (0.4458 - 0.4744) 

K 0.2537 (0.1423 - 0.3652) 0.2117 (0.1091 - 0.3144) 0.2548 (0.1501 - 0.3594) 0.2225 (0.1238 - 0.3212) 

VPP: Valor predictivo positivo, VPN: Valor predictivo negativo, LR: Razón de verosimilitud K: Índice Kappa 
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- Distribución de DTUs en pacientes en diferentes fases de la enfermedad de Chagas  

 

Se encontró que en el total de pacientes positivos (n=406), 74.1% (n=301)  corresponde a 

TcI, 17.2% (n=70) a TcII, 1.48% (n=6) a TcIII, 0.5% (n=2) a TcV y 6.7 % (n=27) a 

infecciones mixtas en los que se encontraron 8 mezclas de DTUs diferentes: TcI-

Doméstico/TcII/TcV, TcI-Doméstico/TcII, TcI-Doméstico/TcI-Selvático, TcI-

Doméstico/Tc Selvático/TcII, TcI-Doméstico/TcI-Selvático/TcIII, TcI-Doméstico/TcIV, TcI 

Selvático/TcII,  TcI-Selvático/TcII. En cuanto los genotipos encontrados en los pacientes 

infectados con TcI se logró la genotipificación en 289/301, de los cuales el 28.7% 

corresponden al Genotipos TcI-Selvático y el 71.3% al genotipo TcI Doméstico.   

 

La distribución de DTUs y genotipos también se estudió de acuerdo a las fases clínicas, se 

analizó la diferencia de frecuencias entre pacientes de las diferentes fases clínicas, 

encontrándose diferencias estadísticamente significativas entre pacientes agudos y crónicos 

(Tabla 8), no se encontraron diferencias significativas entre pacientes en fase crónica 

indeterminada y fase crónica cardiaca (Tabla 9).  

  

Tabla 8. Frecuencias de DTUs y genotipos TcI en pacientes en fase aguda y crónica 

enfermedad de Chagas 
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Fase clínica  

Aguda Crónica p* 

n=68 n=332 

n (%) IC(95%) n (%) IC(95%) 
 

D
T

U
s 

TcI  54 79.4 69.3 88.9 241 72.6 67.8 77.4 0.25 

TcII 6 9.0 2.0 15.9 64 19.3 15.0 23.5 0.04 

TcIII 4 6.0 0.2 11.7 2 0.6 0.2 1.4 0.00 

TcV - - - - 2 0.6 0.2 1.4 0.53 

Mixto  4 6.0 0.2 11.7 23 6.9 4.2 9.7 0.15 

 T
cI

 

  n=48 n=235   

Selvático 40 83.3 74.8 95.4 42 17.9 12.9 22.8 0.00 

Doméstico 8 16.6 4.6 25.2 193 82.1 77.2 87.0 0.00 

*p<0.05 

 

Tabla 9. Frecuencias de DTUs y genotipos TcI en pacientes en fase crónica 

indeterminada y crónica cardíaca de enfermedad de Chagas 

 

 

Fase clínica 

Crónica indeterminada Crónica cardíaca 

n=185 n=147 

N (%) 95%IC N (%) 95%IC 

D
T

U
s 

TcI  129 69.7 63.1 76.4 112 76.2 69.3 83.1 

TcII 41 22.2 16.1 28.2 23 15.6 9.7 21.6 

TcIII 2 1.1 0.4 2.6 - - - - 

TcV 2 1.1 0.4 2.6 - - - - 

Mixto 11 5.9 2.5 9.4 12 8.2 3.7 12.6 

T
cI

   n=125 n=110 

Selvático 21 16.8 10.2 23.4 21 19.09 11.7 26.5 

Doméstico 104 83.2 76.6 89.8 89 80.91 73.5 88.3 

 

 Cargas parasitarias según las DTUs y genotipos TcI 

 

Se determinaron las medianas de parasitemias según las DTUs y los genotipos de TcI. Se 

compararon las medianas de parasitemias, encontrándose diferencias estadísticamente 

significativas entre las cargas parasitarias de TcI y TcII (p=0.0305) y entre TcII y TcIII 

(p=0.0082). No se encontraron diferencias entre las cargas parasitarias de los genotipos de 

TcI (Figura 12).   
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Figura  12. Cargas parasitarias según las DTUs. Se evidencian las parasitemias de las 

DTUs de T. cruzi en todos los pacientes analizados *p<0.05, ** p<0.01. 

 

Adicionalmente, se determinaron las parasitemias de los genotipos de TcI según las fases 

clínicas. Encontrándose diferencias estadísticamente significativas entre los genotipos TcI 

Selvático y TcI-Doméstico en los pacientes en fase crónica (p=0000), mientras que en fase 

aguda no se encontró diferencia estadísticamente significativa (Figura 13). 
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Figura  13. Cargas parasitarias de genotipos TcI según fase clínica. Cargas parasitarias 

de genotipos TcI Selvático y TcI Doméstico en las fases aguda y crónica. *** p<0.001. 

 

 Capacidades operativas de pruebas moleculares según las DTUs y genotipos de TcI  

 

Se determinaron las capacidades operativas en las 406 muestras en las que se logró la 

detección de T. cruzi (Tablas 10 y Tabla 11).  

  

Tabla 10. Capacidades operativas con la DTUs TcI y TcII 

Capacidades  

Operativas 

TcI (n=301) 

qPCR 

(IC:95%) 

cPCR                                 

(IC:95%) 

Sensibilidad 90.37% (86.51. 93.21) 82.06% (77.33. 85.98) 

Especificidad 5.263% (2.434. 11.01) 21.93% (15.32. 30.37) 

VPP 71.58% (66.85. 75.88) 73.51% (68.55. 77.95) 

VPN 17.14% (8.103. 32.68) 31.65% (22.45. 42.55) 

Precisión  66.99% (62.33. 71.34) 65.54% (60.85. 69.95) 

LR+ 0.9539 (0.936 - 0.9721) 1.051 (1.026 - 1.076) 

LR- 1.831 (0.004782 - 700.8) 0.8181 (0.5968 - 1.121) 

K 0.05571 (-0.132 - 0.02063) 0.0441 (-0.04944 - 0.1376) 
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Capacidades  

Operativos 

TcII (n=70) 

qPCR 

(IC:95%) 

cPCR                                

(IC:95%) 

Sensibilidad 82.06% (77.33. 85.98) 82.86% (72.38. 89.91) 

Especificidad 8.406% (5.916. 11.81) 19.42% (15.59. 23.92) 

VPP 16.84% (13.42. 20.93) 17.26% (13.6. 21.67) 

VPN 82.86% (67.32. 91.9) 84.81% (75.3. 91.09) 

Precisión  22.41% (18.66. 26.66) 30.12% (25.91. 34.7) 

LR+ 0.9982 (0.9892 - 1.007) 1.028 (1.014 - 1.043) 

LR- 1.02 (0.3522 - 2.952) 0.8827 (0.664 - 1.173) 

K 0.000599 (-0.02642 - 0.02522) 0.009057 (-0.03106 - 0.04917) 

   
    
Tabla 11. Capacidades operativas con los genotipos TcI Selvático y TcI Doméstico 

Capacidades  

Operativas 

TcI Selvático (n=83) 

qPCR                           

(IC:95%) 

cPCR 

(IC:95%) 

Sensibilidad 89.16% (80.66. 94.19) 83.13% (73.66. 89.68) 

Especificidad 7.831% (5.4. 11.23) 19.58% (15.67. 24.18) 

VPP 19.47% (15.81. 23.75) 20.54% (16.56. 25.18) 

VPN 74.29% (57.93. 85.84) 82.28% (72.42. 89.14) 

Precisión  24.1% (20.23. 28.44) 32.29% (27.97. 36.93) 

LR+ 0.9673 (0.9581 - 0.9767) 1.034 (1.02 - 1.047) 

LR- 1.385 (0.4586 - 4.18) 0.8615 (0.6617 - 1.122) 

K 0.01286 (-0.0414 - 0.01568) 0.01265 (-0.03141 - 0.05671) 

 

Capacidades  

Operativas 

TcI Doméstico (n=206) 

qPCR 

(IC:95%) 

cPCR 

(IC:95%) 

Sensibilidad 90.29% (85.48. 93.63) 81.55% (75.7. 86.26) 

Especificidad 7.177% (4.397. 11.5) 8.197% (5.03. 13.08) 

VPP 48.95% (43.96. 53.96) 50% (44.68. 55.32) 

VPN 42.86% (27.98. 59.14) 28.3% (17.97. 41.57) 

Precisión  48.43% (43.66. 53.23) 47.04% (42.14. 52.01) 

LR+ 0.9727 (0.9619 - 0.9837) 0.8883 (0.8757 - 0.9011) 

LR- 1.353 (0.2263 - 8.086) 2.25 (0.4947 - 10.24) 
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K 0.02516 (-0.07832 - 0.02799) 0.1067 (-0.1779 - -0.03561) 

 

5.1.1.3 Discusión 

 

- Positividad y cargas parasitarias de las pruebas moleculares en las diferentes fases de 

la enfermedad  

 

En cuanto a la positividad de las muestras en las diferentes fases de la enfermedad de Chagas. 

En fase aguda (qPCR: 95.7%/cPCR:88.5%), tiene concordancia con lo reportado 

previamente (9,12,28,230–232). En la fase crónica la positividad fue en qPCR de 64.2% 

(Crónica indeterminada: 68.0% y crónica cardiaca: 59.1%) y en cPCR fue 56.8% (Crónica 

indeterminada: 55.4% y crónica cardiaca: 58.6%), estos resultados están en concordancia con 

varios estudios en los que el número de pacientes es similar o superior al analizado en este 

estudio (8,48,95,133,134) en los que los porcentajes de positividad apenas superan el 50%. 

Esto puede deberse a la fluctuación de la parasitemia durante la fase crónica y es de gran 

importancia tener en cuenta otras alternativas como el uso de un conjunto de muestras 

recolectadas en diferentes tiempos por cada paciente o aumentar la cantidad de muestra de la 

que parte la extracción de ADN, como es el caso de algunos virus (233,234) .  

 

Finalmente, se observó dentro del grupo de pacientes con factores de riesgo una positividad 

de 3.6% (4 casos), esto puede ser consecuencia de inmunosupresión en estos pacientes, lo 

que impide la detección de anticuerpos; también puede deberse a que la infección sea muy 

reciente y por lo tanto dentro de los mecanismos de evasión  inmune del parásito se genera 

un estado de inmunosupresión que produce baja producción de anticuerpos específicos para 

T. cruzi y por ende las pruebas serológicas se encontrarán negativas (235). Los valores de 

ELISA en 3 de 4 de estos pacientes se encontraban cerca al punto de corte y adicionalmente 

uno de los pacientes provenía de Casanare que es zona endémica y dos pacientes presentaban 

edades de 21 y 23, por lo que en ellos es posible que la infección fuese reciente. 

 

En cuanto a las cargas parasitarias obtenidas, se observó que la mediana de carga parasitaria 

fue mayor en los pacientes en fase aguda en comparación con los de fase crónica, que 

normalmente es de esperarse dada la dinámica de parasitemia en la enfermedad. La mediana 

en fase aguda reportada en nuestro estudio es menor que las reportadas previamente por otros 

estudios, esto puede deberse a que la DTU utilizada en la curva fue TcI que presentan un 

menor número de copias del blanco y también a que en la mayoría de los casos la qPCR fue 

realizada aproximadamente entre el primer y segundo mes posteriores al contacto con el 

parásito periodo en el que empieza a disminuir la parasitemia (9,12).   

 

En cuanto al grupo de pacientes crónicos las medianas de parasitemias aquí reportadas son 

similares a las reportadas previamente para Colombia (8,12). Adicionalmente la diferencia 

de medianas entre las fases crónica indeterminada y crónica cardiaca fue estadísticamente 

significativa, siendo mayor en la fase crónica indeterminada a diferencia los hallazgos 

realizados por Ramírez et al, 2015 (12), en los que no se encontró diferencia estadísticamente 

significativa. Sin embargo, nuestros resultados están acordes con lo observado en modelos 
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murinos donde sí se han observado diferencias (236), y en concordancia con la historia 

natural de la enfermedad en la que la parasitemia disminuye con la cronicidad de la 

enfermedad (81).  

 

- Capacidades operativas de técnicas moleculares para diagnóstico de enfermedad de 

Chagas 
 

Los resultados obtenidos para el diagnóstico en fase aguda fueron muy óptimos en términos 

de sensibilidad (qPCR: 95.7%), especificidad (qPCR: 100.0%) y el AUROC (qPCR: 0.9786) 

evidenciando a su vez el desempeño superior de la qPCR en comparación con la cPCR, así 

como su elevada capacidad discriminativa, es decir la capacidad de la prueba para discriminar 

pacientes sanos de pacientes enfermos, los resultados obtenidos concuerdan con los de 

sensibilidad y especificidad reportados previamente para esta fase clínica (9,12). 

 

En cuanto a la fase crónica, la sensibilidad para qPCR fue de 64.2% y para cPCR de 56.8%, 

similar a los resultados obtenidos previamente que para qPCR han mostrado sensibilidad 

entre 60-80% y para cPCR entre 20-70%. (5,7,8,12,95,237). Estos resultados en cuanto a la 

sensibilidad pueden deberse a las bajas e intermitentes parasitemias durante la fase crónica y 

pueden mejorar analizando muestras seriadas para cada paciente como se ha visto en algunos 

estudios en los que por ejemplo la sensibilidad mejoró de 69.2% a 85.2% con la adición de 

una segunda muestra (233,234) o realizando la extracción de ADN de un volumen de muestra 

mayor al utilizado hasta el momento.  

 

Es importante, el análisis de los valores predictivos (Tablas 4 y 5), estos valores reflejan que 

un resultado positivo puede confirmar el diagnóstico, siendo útil en pacientes con 

inmunosupresión y aquellos casos en los que existen discordancias de las pruebas serológicas 

aplicadas. A su vez los VPN y LR- y la baja concordancia con el estándar de oro, evidencian 

la baja capacidad de las técnicas moleculares para descartar el diagnóstico de la enfermedad, 

así un resultado negativo no descarta la presencia de la enfermedad y será necesario usar 

pruebas adicionales para descartar el diagnóstico. Sin embargo, en cuanto a la capacidad 

discriminatoria de las técnicas mostró ser buena, siendo mejor para la qPCR que la cPCR. En 

el caso de los pacientes crónicos indeterminados y crónicos cardiacos, el comportamiento de 

las características operativas de las técnicas moleculares fue muy similar, mostrando mejores 

resultados durante la fase crónica indeterminada. Adicionalmente, los resultados de AUROC 

sugieren que la capacidad discriminativa de la qPCR y la cPCR es igual para la fase crónica 

cardiaca, mientras que en fase indeterminada tiene mayor capacidad discriminativa la qPCR 

que la cPCR.   

 

Estudios previos han mostrado que el número de copias de ADN satélite nuclear es diferente 

para cada una de las DTUs, siendo la TcI la DTU con menor número de copias (238–240). 

Adicionalmente, en los procesos de validación analítica utilizando cepas de diferentes DTUs, 

se ha observado que la prueba es capaz de detectar todas las DTUs, sin embargo se han 

identificado pequeñas variaciones en cuanto al comportamiento de los Cts en la curva 

estándar y la sensibilidad analítica (8,9,12). En concordancia, nosotros observamos que la 
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sensibilidad de las pruebas moleculares entre las dos DTUs de mayor frecuencia (TcI/TcII), 

fueron similares, más para la cPCR que para la qPCR, sin embargo, las pequeñas diferencias 

pueden deberse al uso de TcI para la curva estándar en la qPCR y la elevada prevalencia de 

esta DTU en el país (47,48,227).  

 

Adicionalmente, en cuanto a la edad, se observó que el comportamiento de las capacidades 

operativas fue mucho más óptimo en el grupo de pacientes de menor edad y disminuye 

gradualmente en los grupos de mayor edad. Estos hallazgos corresponden con los descritos 

previamente en los que se ha descrito disminución de la sensibilidad de las pruebas 

moleculares en relación con el aumento de la edad  (241,242). Adicionalmente, si se analizan 

los porcentajes de positividad de las técnicas moleculares en estudios en niños menores de 

18 años en comparación con grupos etarios mayores, se observan que a menor edad la 

detección de T. cruzi es mayor (48,132,133,243–246).  

 

- Distribución de DTUs y Genotipos de TcI en pacientes con enfermedad de Chagas  

 

La DTU que presentó mayor frecuencia fue TcI, tanto en pacientes agudos como crónicos, 

que concuerda con los hallazgos descritos previamente en Colombia, en los que se rescata la 

amplia distribución de está DTU en todo el circuito epidemiológico, ciclos epidemiológicos 

y diferentes fases de la enfermedad, así como su asociación con algunas manifestaciones 

clínicas de la cardiopatía chagásica (28,47,48,25). En segundo lugar se encuentra TcII, con 

mayor frecuencia en pacientes crónicos que agudos, esto se relaciona con que está DTU 

circula principalmente en ciclos domésticos (47).  

 

En cuanto a las cargas parasitarias de las DTUs detectadas, se observó que TcII, presentó 

mayor mediana de parasitemia que las demás DTUs, lo que concuerda con el número de 

copias que se ha reportado del ADN satélite nuclear, siendo mayor para TcII que para TcI 

(238,239,247). Este hallazgo resalta la importancia de usar la DTU más representativa, 

teniendo en cuenta la distribución geográfica de estás como ha sido recomendado en los 

procesos de validación analítica (8,9,12). Adicionalmente, en modelos murinos se ha 

observado que TcII presenta mayores parasitemias que TcI, tanto al realizar las infecciones 

individuales, como en infecciones mixtas (248).   

 

En este estudio los casos agudos corresponden a casos ocasionados por transmisión vectorial 

y a casos de posible transmisión oral, en todos se observó principalmente TcI (TcI-Selvático), 

TcII y TcIII. Estos datos están en concordancia con los datos previamente documentados 

para pacientes agudos en los que las DTUs encontradas son principalmente aquellas 

relacionadas con el ciclo silvestre (TcI-Selvático, TcIII y TcIV) 

(28,43,49,76,228,229,232,249–251). En cuanto a las parasitemias de los genotipos de TcI en 

fase aguda no se observaron diferencias estadísticamente significativas. Adicionalmente, un 

hallazgo importante fue la detección de TcV en los pacientes estudiados. Se ha informado la 

presencia de TcV, en caninos de la Orinoquía colombiana (47). Este es el primer reporte en 

Colombia de está DTU en humanos, adicionalmente está DTU se ha reportado ampliamente 
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en países del cono sur como Bolivia, Brasil, Argentina y Chile (49), por esta razón es de 

relevancia el estudio de TcV en países del norte de América Latina.   

 

Recientemente, se ha destacado el papel de TcI-Doméstico, de la que varios estudios han 

descrito mediante un amplia gama de marcadores moleculares su asociación con la infección 

en humanos y ciclos domésticos de transmisión (28,45,49,51,52,25,252). Adicionalmente, se 

ha demostrado que TcI-Doméstico ha mostrado un proceso de domiciliación gradual con el 

tiempo y  se ha asociado con manifestaciones clínicas de la cardiopatía chagásica 

(48,52,227).  

 

Otros estudios evidenciaron la presencia del  genotipo TcI-Selvático en tejido y TcI-

Doméstico en sangre de pacientes con cardiopatía chagásica (119). En modelos murinos se 

evidenció que TcI-Doméstico produjo una elevada parasitemia y baja invasión en tejidos, 

proceso que le permite una adaptación con el hospedero prolongando su permanencia y 

generar cronicidad, proceso contrario a lo ocurrido con las cepas selváticas  (253). En acuerdo 

con estos hallazgos previos, nuestros resultados muestran que en pacientes crónicos la 

frecuencia y parasitemia del genotipo TcI-Doméstico son significativamente mayores en los 

pacientes crónicos que en los pacientes agudos y en comparación con las cepas silvestres, 

apoyando la hipótesis de que este genotipo emergente puede ser el responsable del proceso 

crónico en pacientes con cardiomiopatía chagásica.  

 

5.1.2 Diagnóstico y epidemiología molecular de T. cruzi para seguimiento del 

tratamiento etiológico en pacientes crónicos con Enfermedad de Chagas 

 

5.1.2.1 Metodología 

 

Se incluyeron en el estudio 300 pacientes quienes solicitaron diagnóstico y tratamiento 

etiológico para enfermedad de Chagas en el laboratorio de Parasitología del Instituto 

Nacional de Salud (INS), en el periodo comprendido entre los años 2004 a 2015. Se 

seleccionaron los pacientes según los siguientes criterios de inclusión:  

 

1. Tener diagnóstico de enfermedad de Chagas en fase crónica mediante serología 

2. Haber recibido tratamiento etiológico con Benzonidazol y Nifurtimox  

3. Contar con muestra pre y posterior al tratamiento etiológico.  

 

Dado que la prueba que mostró mejor sensibilidad fue la qPCR (descrita previamente), se 

utilizó está técnica para realizar seguimiento al tratamiento etiológico. Adicionalmente, se 

utilizaron las técnicas serológicas previamente descritas en el punto 5.1.1.1. 

 

5.1.2.2 Resultados  

 

- Cargas parasitarias pre y post tratamiento etiológico  

 



76 

 

Se incluyeron 143 pacientes, diagnosticados en él INS y que recibieron tratamiento etiológico 

en el periodo comprendido entre 2004 y 2014, cuyas características principales se muestran 

en la Tabla 12.  

 

Tabla 12. Características generales de pacientes quienes recibieron tratamiento 

etiológico 

  

Características Generales n= 143 

Edad, mediana (Q1-Q3) 47 (46-48) 

Sexo, n (%)   

Femenino 80(55.9) 

Masculino 63(44.0) 

Tratamiento etiológico n (%)   

  Nifurtimox 61(42.7) 

     Benzonidazol 82(57.3) 

 

 

Se analizaron los resultados de las pruebas serológicas y qPCR pre y pos tratamiento, el 

tiempo transcurrido entre la muestra pre y la post, fue el correspondiente entre el final del 

tratamiento y diez años después, en los pacientes con más de una muestra post tratamiento, 

se tomó en cuenta la última muestra disponible. Los resultados de las pruebas se encuentran 

en la (Tabla 13).  

 

Para el caso de qPCR fueron analizadas las cargas parasitarias pre y post tratamiento 

etiológico. (Figura 14). En cuanto a la prueba de ELISA, se analizaron las diferencias de 

medianas de las absorbancias (Figura 15).  

 

Tabla 13. Resultados positivos mediante serología y qPCR pre y post tratamiento 

etiológico 

Pruebas diagnósticas              

(n) 

Positivos 

Pre 

tratamiento 

Positivos 

Post tratamiento 

P 
143 % 143 % 

Serológicas    
  

IFI-ELISA-HAI 143 100.0 139 98.0 0.089 

Nifurtimox (n=61) 61 100.0 59 96.7 0.1525 

 Benzonidazol (n=82) 82 100.0 81 98.8 0.3198 

Moleculares     
 

qPCR (n=143) 98 68.5 31 21.7 0.0000 



77 

 

qPCR (n=98) 98 100.0 19 19.3 0.0000 

Nifurtimox (n=61) 41 67.2 14 23.0 0.0000 

Nifurtimox* (n=41) 41 100.0 7 17.0 0.0000 

Benzonidazol (n=82) 57 58.2 17 20.7 0.0000 

Benzonidazol* (n=57) 57 100.0 12 21.0 0.0000 

*Sólo se incluyen pacientes positivos pre-tratamiento  

 

 
Figura  14. Cargas parasitarias pre y post tratamiento etiológico. Se muestran las cargas 

parasitarias observadas pre y post tratamiento en los 143 pacientes analizados. 
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Figura  15. Absorbancias de ELISA. Densidades ópticas observadas pre y post tratamiento 

en los 143 pacientes analizados. 

 

Se discriminaron y analizaron las medianas de parasitemias de T. cruzi y las absorbancias del 

ELISA, según el tratamiento (Nifurtimox o Benzonidazol) (Tabla 14).  

 

Tabla 14. Comparación de cargas parasitarias y absorbancias de ELISA pre y post 

tratamiento. 

  Pre tratamiento  n 

Pos 

tratamiento  p 

Mediana parasitemia 2.16(1.8-2.96) 98 0.00 (0.00-0.00) 0.000 

  Nifurtimox (n=41) 2.51 (2.51-1.74) 41 0.00 (0.00-0.00) 0.000 

  Benzonidazol (n=57) 2.12 (1.69-2.97) 57 0.00 (0.00-0.00) 0.000 

Absorbancia ELISA 1.19 (1.06-1.37)  143 0.71 (0.56-0.87) 0.000 

  Nifurtimox (n=61) 1.15(1.02-1.29) 61 0.61(0.43-1.00) 0.011 

  Benzonidazol (n=82) 1.30 (0.99-1.66) 82 0.77 (0.56-0.91) 0.000 

 

Finalmente, se determinaron las frecuencias de las DTUs presentes en las muestras pre y post 

tratamiento etiológico (Tabla 15).  

 

Tabla 15. Frecuencias de DTUs y genotipos TcI detectados pre y pos tratamiento 

etiológico 

 

Benzonidazol 

Pre 

(n=51) 

Post  

(n=13) 

n % n % 

TcI-Doméstico  29 56.9 9 69.2 

TcI-Doméstico/TcII 3 5.9 2(TcII) 15.4 
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TcII 12 23.5 2 15.4 

TcIII 1 2.0   
TcI-Selvático 4 7.8   
TcI-Selvático/TcII 2 3.9   

Nifurtimox 

Pre 

(n=35) 

Post  

(n=12) 

n % n % 

TcI-Doméstico  15 42.9 10 83.3 

TcII 12 34.3   
TcI-Selvático 5 14.3   
TcI-Selvático/TcII 3 8.6 2(TcII) 16.7 

 

5.1.2.3 Discusión 

 

- Pruebas moleculares para seguimiento de tratamiento etiológico en pacientes 

crónicos con enfermedad de Chagas.  

 

Los resultados obtenidos en las pruebas serológicas pre y post tratamiento, evidencian una 

negativización de estas pruebas del 2.0% (Tabla 13.) que corresponde a 3 casos, 2 tratados 

con Nifurtimox y 1 con Benzonidazol, las muestras post fueron tomadas entre 2 y 5 años post 

tratamiento, adicionalmente los 3 casos presentaron qPCR positiva pre tratamiento y qPCR 

negativa post tratamiento. Estos resultados concuerdan con muchos de los estudios 

reportados en la literatura en los que la frecuencia de seroconversión en pacientes crónicos 

del grupo etario es muy baja o incluso nula (233,234,254–258). Aunque debe tenerse en 

cuenta que otros estudios muestran porcentajes de seroconversión superiores al 15%, sin 

embargo cabe resaltar que estos estudios corresponden a pacientes en fase crónica jóvenes 

(Menores de 18 años) y algunos a pacientes adultos, pero con tiempos de seguimiento 

superiores a 10 años (132,244–246,259–264)  

 

En cuanto a los resultados de la qPCR se observó que hubo diferencias estadísticamente 

significativas de los resultados positivos pre y post tratamiento. Evidenciando una 

disminución del porcentaje de positivos pre y post tratamiento, los resultados fueron 

significativos teniendo en cuenta los pacientes negativos pre tratamiento y positivos pos-

tratamiento o tomando únicamente los pacientes positivos pre tratamiento, se analizaron las 

dos posibilidades dado que la sensibilidad de la técnica es baja en los pacientes crónicos y 

eso pudo evitar que se detectará el parásito pre tratamiento.  

 

Esto indica que efectivamente el tratamiento en primera instancia si produce disminución 

significativa de la positividad de la prueba de qPCR, en concordancia con lo observado en 

otros estudios similares en los que la frecuencias de positividad post tratamiento son menores 

al 50% de los pacientes (4,234,242,243,257,265–267) y difiere de otros estudios en los que 

se reportan frecuencias por encima del 50.0% (133,233,268,269). La discrepancia en los 
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resultados se debe a diferentes factores como el número de pacientes analizados, el protocolo 

de PCR utilizado y el estado de la enfermedad en los pacientes estudiados.  

 

Se observó una persistencia del parásito en el 21.7% de los pacientes post tratamiento (23.0% 

tratados con Nifurtimox y 20.7% de los tratados con Benzonidazol) (Tabla 13). La 

persistencia de la positividad en este estudio fue baja  y en este caso debe tenerse  cuidado 

en la interpretación de los resultados negativos, dado que la sensibilidad de la técnica es baja, 

por esta razones es recomendable el uso de varias muestras como se ha realizado en algunos 

estudios en los que se observa que el aumento de muestras aumenta el porcentaje de 

positividad (133,233,234,242).  

 

El porcentaje de positividad observado en este estudio puede deberse a varios aspectos, en 2 

de los 31 pacientes puede deberse a reinfección, ya que estos pacientes viven en zona 

endémica, aunque vale la pena resaltar que no hubo casos en los que se detectarán DTUs 

diferentes post tratamiento a las encontradas pre tratamiento. En los demás pacientes, la 

positividad presente puede deberse a la persistencia de ADN post tratamiento, hasta el 

momento se ha descrito que está puede durar hasta dos años, en ese caso el 52.0 % de los 

pacientes positivos correspondían a seguimiento de primer y segundo año (241). Según lo 

anterior en el restante 48.0% de los casos positivos post tratamiento que corresponden a 

seguimientos de 2 a 10 años, se podría entonces contemplar la posibilidad de resistencia del 

parásito, tal como se ha observado en modelos in vitro y murinos (270,271).  

 

En cuanto a las cargas parasitarias pre y post tratamiento mediante qPCR se observó 

disminución significativa de la mediana, incluso con los dos tratamientos. Estos resultados 

concuerdan con los reportados por Bianchi et al.,2015 (132) en niños menores de 18 años en 

los que también hubo disminución de la parasitemia y están en discordancia con otros 

estudios en los que no se observó disminución significativa de la parasitemia (268).  

 

Recientemente se han publicado los resultados del ensayo clínico BENEFIT, que consistió 

en evaluar el tratamiento con Benzonidazol en pacientes con cardiopatía chagásica. En este 

ensayo clínico se encontró que el tratamiento logró disminuir la parasitemia, sin embargo, no 

se observó mejoría en la clínica. Adicionalmente, se observó que la respuesta al tratamiento 

fue variable según la localización geográfica, lo que eventualmente pueda relacionarse con 

la DTU presente previo al tratamiento (133).  

 

Se resalta que el uso del tratamiento, eventualmente podría ser útil en pacientes en fase 

indeterminada, según los resultados de este trabajo los pacientes en fase indeterminada 

presentan mayor parasitemia que los pacientes en fase cardiaca por lo que si el tratamiento 

logra la eliminación de la parasitemia, es posible que se logre disminuir el daño cardiaco.  

 

En cuanto a las DTUs, se confirma la detección de la DTU TcI Doméstico con mayor 

frecuencia en pacientes crónicos, seguido en menor frecuencia de la DTU TcII (Tabla 15). 

La detección post tratamiento de las DTUs corresponde a TcI Doméstico y TcII, llamando la 

atención que cuando existen infecciones mixtas de las dos predomina la persistencia de TcII.  
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El comportamiento post tratamiento es similar con los dos tratamientos etiológicos. Se ha 

descrito la persistencia post tratamiento etiológico de las DTUs TcI y TcII previamente en 

estudios en humanos, así como en modelos in vitro, incluso de TcII se han descrito varios  

grados de resistencia en diferentes clones (132,258,270–273).  

  

En cuanto a TcI Doméstico, no se han descrito estudios donde se evidencie su persistencia 

post tratamiento o resistencia in vitro, sin embargo un estudio en cepas colombianas 

evidenció resistencia a Benzonidazol en el 16.0% de las cepas analizadas y resistencia parcial 

en 48.0% y teniendo en cuenta que en Colombia, la mayoría de cepas son TcI, probablemente 

algunas de ellas, corresponden a TcI Doméstico (271). 

 

5.1.3 Diagnóstico y epidemiología molecular de T. cruzi en triatominos   

 

5.1.3.1 Metodología 

 

Se recolectaron 245 triatominos correspondientes a 6 especies, en 7 departamentos de 

Colombia (Antioquía, Casanare, Cesar, Guajira, Huila, Meta y Norte de Santander).  Los 

insectos fueron identificados mediante claves taxonómicas y posteriormente fueron 

almacenados en etanol al 70% hasta su procesamiento.  

 

Se realizó extracción de ADN mediante el Kit ZR Tissue & Insect DNA MiniPrep Zymo™, 

posteriormente se realizó PCR en tiempo real de punto final para detección de ADN satélite 

de T. cruzi según lo descrito por Duffy et al., 2013 (9) y bajo las mismas condiciones descritas 

previamente (5.1.1.1), a diferencia de la interpretación y control interno de amplificación.  

 

En cuanto a la interpretación, dado que no se realizó cuantificación del ADN de T. cruzi, se 

interpreta como resultado positivo la amplificación del ADN en cualquier ciclo de 

amplificación y como resultado negativo la no amplificación. Se utilizó como control de 

amplificación interno la subunidad ribosomal 12S de la familia Triatominae según las 

condiciones e iniciadores descritos por Uehara et al, 2012 (274). 

 

Posteriormente, los resultados positivos mediante qPCR, se les realizó amplificación del 

quinetoplasto para diferenciar T. cruzi de T. rangeli y se realizó identificación de DTUs y 

genotipos de TcI, según lo descrito previamente en el punto 5.1.1.1. Adicionalmente, se 

realizó la identificación de preferencias alimenticias mediante PCR-HRM y secuenciación 

de Citocromo B según lo descrito previamente por Peña et al., 2012 (222), estos métodos 

permiten la detección de 14 especies de reservorios involucrados en los ciclos 

epidemiológicos de la enfermedad de Chagas (Tabla 16).  

 

Tabla 16. Especies de mamíferos detectados mediante HRM de citocromo b en 

triatominos 

 

Especie Nombre común Temperatura melting 
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Didelphis marsupialis Zarigueya 81.02 + 0.09 

Mus musculus  Ratón 81.63 + 0.12 

Bos Taurus Toro 81.76 + 0.49 

Capra aegagrus Cabra 81.88 + 0.05 

Canis lupus familiaris Canino 82.29 + 0.08 

Ovis aries Oveja 82.29 + 0.03 

Equus caballus Caballo 82.56 + 0.08 

Sus scrofa Cerdo 82.58 + 0.05 

Oryctolagus cuniculus Conejo 82.69 + 0.05 

Felis catus Gato 83.46 + 0.09 

Rattus norvegicus Rata 83.55 + 0.05 

Equus asinus Burro 84.39 + 0.04 

Homo sapiens  Humano 85.79 + 0.05 

Gallus Gallina 86.27 + 0.05 

 

Se calcularon frecuencias de acuerdo a las especies, ecótopos, infección por T. cruzi, DTUs, 

genotipos TcI y fuentes alimenticias. Mediante regresión logística se estimó el riesgo de 

positividad para T. cruzi (OR, IC95%), según características demográficas y eco-

epidemiológicas.  

 

5.1.3.2 Resultados  

 

- Detección de T. cruzi en diferentes especies de triatominos  

 

Los ejemplares se recolectaron en los departamentos de Guajira, Antioquia, Cesar, Norte de 

Santander, Meta, Casanare y Huila (Figura 16). La cantidad de ejemplares por especie se 

describen en la (Figura 17).  
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Figura  16. Distribución de especies de Triatominos recolectados en Colombia. 
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Figura  17. Número de ejemplares por especie de triatominos recolectados. Se 

recolectaron 245 ejemplares de seis especies diferentes P. geniculatus, R. prolixus, R. 

pallescens, T. maculata, R. pictipes y T. dimidiata.*Publicado en Gomez-Melendro y 

colaboradores en 2014 (275).     

 

De todas las especies recolectadas a excepción de T. dimidiata se logró la recolección de 

ejemplares de todos los ciclos epidemiológicos de transmisión.  (Figura 18). 

 

*



85 

 

 
Figura  18. Frecuencia de ecótopos según especies de triatominos. Se recolectaron los 245 

ejemplares en los ecótopos Intra: Intradomiciliar, Peri: Peridomiciliar y Extra: 

Extradomiciliar. 

 

En cuanto a la infección con T. cruzi, el porcentaje de infección total fue de 61.2% (N=150). 

En el total de triatominos positivos la especie con mayor porcentaje de positividad fue P. 

geniculatus con 39.7%, seguido de R. prolixus (28.5%) y T. maculata (15.2%). (Figura 19). 

El análisis de positividad dentro de cada una de las especies se observa en la (Tabla 20).  
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Figura  19. Frecuencias de triatominos positivos para T. cruzi y posición de cada una de 

las especies. Estas frecuencias fueron calculadas utilizando como muestra únicamente los 

triatominos positivos para T. cruzi (N=150). 

 

Adicionalmente, se observó positividad de T. cruzi con respecto a diferentes características 

demográficas y eco-epidemiológicas. (Ecótopos, departamentos, estadios, fuentes de 

alimentación y DTUs) (Tablas 17 a 19).   

 

Tabla 17. Positividad de T. cruzi de acuerdo a la localización geográfica. 

 

Ciudad N %positividad IC95% 

Meta 69 46.0 38.0-53.9 

Guajira 32 21.3 14.7-27.8 

Cesar 23 15.3 9.5-21.1 

Antioquía 12 8.0 3.6-12.3 

Norte de 

Santander 

9 6.0 2.2-9.8 

Casanare 3 2.0 0.4-5.7 

Huila 1 0.7 0.02-3.6 
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Valledupar 1 0.7 0.02-3.6 

 

Tabla 18. Positividad de T. cruzi de acuerdo a ecótopos de recolección. 

 

Ecótopos N %positividad IC95% 

Peridomicilio 68 45.3 39.7-56.1 

Intradomicilio 52 34.7 28.7-44.5 

Extradomicilio 22 14.7 9.5-21.4 

 

Tabla 19. Estadio de insectos positivos para T. cruzi. 

 

Estadio N %positividad IC95% 

Hembra 76 50.7% 44.3-60.5 

Macho 43 28.7% 22.2-37.1 

Ninfa 26 17.3% 11.7-24.2 

 

 

- Preferencias alimentarías de diferentes especies de triatominos  

 

Se encontraron 9 fuentes de alimentación diferentes en los 245 insectos analizados. El 59.3% 

de los insectos se alimentó de sangre humana, 21.1% de animales domésticos y 

peridomésticos y 19.6% de animales silvestres (Figura 20).  En cuanto a la alimentación 

según las especies, los vectores que más variedad en las fuentes de alimentación presentaron 

fueron P. geniculatus, R. prolixus y R. pallescens (Figura 21).  
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Figura  20. Preferencias alimenticias encontradas en triatominos analizados. 

 

 
Figura  21. Frecuencia de preferencias alimenticias en cada una de las especies de 

Triatominos analizadas. 

 

Para las fuentes de alimentación según los ciclos epidemiológicos: intra, peri y extra, las 

fuentes de alimentación de sangre humana, gallina, murciélago y Didelphis marsupialis 

(Figura 22) en las especies de T. maculata y R. pallescens. Adicionalmente, cabe resaltar las 

fuentes alimenticias de T. maculata fueron sangre humana y de gallina. En R. prolixus y 
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específicamente en los domiciliados las principales preferencias alimenticias fueron sangre 

humana y de gallina (Figura 23). 

 

 
Figura  22. Preferencias alimenticias encontradas en los diferentes ecótopos de 

recolección de insectos triatominos.  

Figura  23. Preferencias alimenticias según especies encontradas y ecótopos. Se 
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clasificaron las preferencias en cada una de las 6 especies encontradas y a su vez en los 3 

ecótopos de recolección. 

 

Se estudiaron las preferencias alimenticias en los insectos que fueron positivos para T. cruzi 

(Figura 24) y específicamente aquellos que presentaran fuente de alimentación humana y 

positividad para T. cruzi de manera simultánea, encontrándose que las especies con mayor 

frecuencia de positividad por T. cruzi y alimentación con sangre humana, fueron R. prolixus 

(34.2%), P. geniculatus (31.9%) y T. maculata (22.2%) (Figura 25).  

 

 
Figura  24.Fuentes alimenticias encontradas en insectos triatominos infectados con T. 

cruzi 
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Figura  25. Frecuencia de especies de triatominos analizados infectados con T. cruzi y 

alimentados con sangre humana. Este análisis corresponde al total de triatominos 

infectados con T. cruzi y que se alimentaron con sangre humana simultáneamente (N=72) 

 

Tabla 20. Frecuencias de positividad para T. cruzi y alimentación con sangre en cada 

una de las especies más representativas. 
 

Especie Positivos 

T. cruzi 

Total %Positivos 

T. cruzi 

Sangre humana 

T. cruzi (%) 

T. maculata 23 34 67.65 47.06 

P. geniculatus 60 85 70.59 27.06 

R. pallescens 17 37 45.95 16.22 

R. prolixus 43 77 55.84 32.47 

 

Finalmente, el análisis de regresión logística evidenció que la positividad de T. cruzi se 

relaciona con determinadas variables que se muestran a continuación en la (Tabla 21).  

 

Tabla 21. Variables relacionadas con positividad para T. cruzi en insectos triatominos 
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- Distribución de DTUs de T. cruzi de diferentes especies de triatominos 

 

Se realizó detección de las DTUs y genotipos de TcI, en las 150 muestras que fueron positivas 

para T. cruzi y se analizó su distribución de acuerdo a las especies y ecótopos. Se encontraron 

casos de infección por una única DTU y algunos insectos con infecciones mixtas, la 

distribución de las DTUs en los insectos positivos para T. cruzi, se observa en la (Tabla 22).  

 

 

  

Odds Ratio IC9 5 % P- Value

Departamento

Guajira 2.13 1,16- 3,94 0.016

Meta 2.65 1,69- 4,17 0.000

Especie 

P.geniculatus 2,40 1,51- 3,82 0.000

T.maculata 2,09 1,02- 4,29 0.044

Ecótopo

Peridomicilio 2.52 1,61- 3,93 0.000

Estadio

Hembra 2.05 1,39- 3,04 0.000

PreferenciaAlimentaria

Didelphis 3.15 1,85- 11,69 0.047

Humano 1.55 1,07- 2,24 0.022

Positividad para T.cruz i

Características
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Tabla 22. DTUs de T. cruzi encontradas en insectos triatominos analizados 

 

DTUs N % Positividad IC (95%) 

TcI 101 67.30 60.2-75.3 

TcIII 13 8.70 4.2-13.2 

TcII 10 6.70 2.7-10.7 

TcV 9 6.00 2.2-9.8 

TcIV 6 4.00 0.8-7.2 

TcI/TcII 2 1.30 0.2-4.7 

TcI/TcIII 2 1.30 0.2-4.7 

TcI/TcIV 2 1.30 0.2-4.7 

TcI/TcV 2 1.30 0.2-4.7 

TcI-TcII 1 0.70 0.02-3.7 

TcI/TcIII/TcIV 1 0.70 0.02-3.7 

 

Se obtuvo la distribución de las DTUs (TcI-TcVI) en cada una de las especies de triatominos 

y ecótopos, encontrándose principalmente las DTUs TcI y TcIII (Figura 26). Para el caso de 

TcI se analizó la distribución de los genotipos TcI Selvático y TcI Doméstico (Figura 27). 
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Figura  26. Distribución de DTUs de T. cruzi según especies recolectadas y ecótopos.
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Figura  27. Distribución de genotipos de T. cruzi según especies recolectadas y ecótopos. Doméstico: TcI Doméstico, 

Silvestre: TcI Selvático y Mixto: infección simultanea de los dos genotipos (TcI Doméstico/TcI Selvático). 

P. geniculatus R. pallescens R. pictipes R. prolixus T. maculata

Genotipos de TcI
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5.1.3.3 Discusión 

 

- Análisis general en todos los insectos recolectados 

 

La mayoría de los triatominos recolectados en este estudio, son considerados vectores 

secundarios. Sin embargo, fueron recolectados principalmente en ecótopos domésticos 

(peridomicilio y domicilio), al igual que en R. prolixus y T. dimidiata considerados 

triatominos domiciliados (Figura 18). La principal fuente alimenticia en el total de insectos 

fue la sangre humana, seguida de animales domésticos y en menor proporción de animales 

silvestres (Figura 20). Adicionalmente, al observar las fuentes alimenticias por ecótopos se 

observa que en los insectos recolectados en el intradomicilio y peridomiclio se encuentran 

fuentes alimenticias de humanos, mamíferos domésticos y de hábitats selváticos. Estos 

hallazgos son de gran importancia dado que permiten deducir la intrusión de los vectores 

desde ecótopos silvestres hacia los hábitats domésticos tanto por su ecótopos durante la 

recolección, como por sus fuentes alimenticias.  

 

Adicionalmente, la positividad de T. cruzi en los triatominos recolectados fue de 61.2% 

(150/245), de los cuales en su mayoría corresponden a las especies P. geniculatus, R. prolixus 

y T. maculata (Figura 19). El análisis de regresión logística permitió observar la relación de 

la positividad a T. cruzi con los vectores secundarios P. geniculatus y T. maculata, el ecótopo 

peridomiciliar, estadio hembra y las preferencias alimenticias de sangre de D. marsupiales y 

humanos (Tabla 21). Principalmente se detectaron DTUs (TcI y TcIII) y específicamente el 

genotipo TcI Selvático (Tabla 22 y Figura 27). Dentro de los insectos cuya fuente de 

alimentación fue sangre humana y simultáneamente se encontró la presencia del parásito, las 

que mayor frecuencia presentaron fueron R. prolixus, P. geniculatus y T. maculata (Figura 

25).   

 

Los hallazgos descritos evidencian la importancia de nuevos ciclos de transmisión de T. cruzi 

causados por intrusión de vectores secundarios infectados con el parásito desde ecótopos 

selváticos a los hábitats domésticos y es de gran importancia dado que la positividad de T. 

cruzi se encontró asociada con alimentación con sangre humana, indicando que posiblemente 

ocurrió transmisión a humanos por estos vectores especialmente por P. geniculatus y T. 

maculata. Adicionalmente, se reafirma el papel de R. prolixus como vector principal en 

Colombia, ya que entre las especies de triatominos recolectadas en este estudio, R. prolixus 

presentó la mayor frecuencia de alimentación con sangre humana e infección con T. cruzi de 

manera simultánea (32.47%) y adicionalmente el 98.4% de los ejemplares de esta especie 

fueron recolectados en hábitats domiciliados.  

 

La presencia de DTUs de ciclos silvestres en hábitats domésticos y peridomésticos confirma 

lo anterior, al igual que la asociación de infección por T. cruzi y la fuente de alimentación 

con D. marsupialis, que se encontró presente en los ecótopos intradomiciliar y peridomiciliar, 

reafirmando el ya descrito potencial de este mamífero como un importante reservorio del 

parásito ya que actúa como puente de transmisión desde hábitats silvestres hacia hábitats 

domésticos (276,277). 
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Estos resultados refuerzan otros estudios en Colombia, que evidencian que los vectores 

considerados como secundarios juegan un papel muy importante en los diferentes ciclos 

epidemiológicos de transmisión de T. cruzi, incluso demostrando que la frecuencia de 

pacientes con serología positiva en presencia de vectores silvestres, es similar a la frecuencia 

presente en presencia de vectores domiciliados (62,278).  

 

Todos estos aspectos deben ser tenidos en cuenta por los programas de control vectorial en 

el país, teniendo en cuenta que esté estudio cuenta con insectos recolectados en 7 

departamentos. En definitiva, se evidencia el potencial riesgo de transmisión de T. cruzi por 

vectores considerados como secundarios, que muestran una intrusión gradual en el domicilio, 

por lo tanto, se requiere el diseño de estrategias de vigilancia y control de vectores silvestres 

en el país considerando adicionalmente su potencial vectorial en los ciclos de transmisión 

oral del parásito. 

 

- Análisis de vectores silvestres   

 

A continuación, se analiza con mayor detalle las especies silvestres con mayor número de 

ejemplares recolectados y cuyos resultados son de importancia en salud pública.  

 

 Triatoma maculata 

 

T. maculata es una de las especies con mayor distribución geográfica en Colombia, en este 

estudio los ejemplares fueron recolectados principalmente en la Guajira. Se logró la 

recolección en todos los ecótopos, evidenciando una alta invasión de hábitats 

peridomiciliados (69.7%) e intradomiciliados (21.2%), se encontró asociado con los 

gallineros, áreas de descanso de mascotas, alcobas y cocina. En el intradomicilio se 

encontraron ninfas y adultos. Estos aspectos son de gran importancia dado que evidencian la 

colonización y movilidad de esté vector a los hábitats peridomésticos y domésticos, lo que 

concuerda con otros estudios en Colombia, Brasil y Venezuela, en los que incluso se han 

encontrado cambios morfológicos y genéticos en los insectos recolectados en los ambientes 

domésticos, evidenciando un posible proceso de adaptación y el alto riesgo de transmisión 

del parásito por T.maculata (277–281).  

 

Se encontró que la positividad de infección por T. cruzi fue del 67.5% y las fuentes de 

alimentación fueron sangre humana (75.0%) y sangre de gallina (25.0%). Este vector ocupo 

el tercer lugar de positividad para infección por T. cruzi y sangre humana al tiempo (Figura 

25). T. maculata, no ha sido considerado como vector de alto riesgo para transmisión de T. 

cruzi, dado que se ha reportado que su preferencia alimenticia es principalmente ornitofilia  

(279,282–284) y algunos estudios previos al 2000, reportaron bajas frecuencias de infección 

triatominica en T.maculata, recolectados en  Brasil y Venezuela (283,285). Posterior a esta 

fecha, se han realizado estudios en Colombia y Venezuela, en los que los índices de infección 

con T. cruzi son mucho mayores oscilan entre 38.0% y 75.0%, en concordancia con lo que 

se encontró en este estudio (277,278,280,281,275,286).    
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En esta especie se encontraron las DTUs TcI y TcIII y principalmente el genotipo TcI 

Selvático, que son asociadas con ciclos silvestres. Aunque en algunos casos de insectos 

recolectados en el peridomicilio se encontró el genotipo TcI Doméstico. Todos estos 

hallazgos resaltan la relevancia de T. maculata como un potencial vector y su alimentación 

con sangre humana e infección con el parásito resaltan que debe ser tenido en cuenta en los 

programas de control vectorial y adicionalmente el potencial riesgo de domiciliación que 

eventualmente puede presentar en los sitios donde se encuentra.  

 

 Panstrongylus geniculatus  

 

Panstrongylus geniculatus es la especie del genero Panstrongylus con mayor distribución en 

América latina (287). En Colombia también presenta una alta distribución geográfica, ha sido 

encontrado en 25 departamentos del país, entre ellos el departamento del Meta de donde 

provienen los ejemplares de este estudio y se realizó el primer registro de P.geniculatus (62).  

 

En este estudio los ejemplares fueron recolectados principalmente en ecótopos domésticos 

(Intra:55.3% y Peri: 43.5%) a pesar que es considerado un vector silvestre principalmente 

asociado con madrigueras de armadillos, zarigüeyas, roedores y murciélagos (287). Sin 

embargo, existen varios reportes en América latina y Colombia de la intrusión de ejemplares 

adultos de P. geniculatus en hábitats domésticos (288–291) y también el hallazgo de 

diferentes estados ninfales en viviendas humanas, principalmente en Brasil, Venezuela y 

Colombia en Amalfi, Antioquia (292–296).  

 

La presencia del insecto en hábitats domésticos, posiblemente se debe a que los municipios 

del departamento del Meta en los que se realizó la recolección,  recientemente han sido 

sometidos a procesos de urbanización, alterando los bosques primarios y por ende los 

insectos buscan fuentes de alimentación  en las viviendas humanas y adicionalmente pueden 

ser atraídos por la luz artificial de las viviendas (61,297).  

 

De todos los insectos analizados, P. geniculatus ocupo el primer lugar en infección por T. 

cruzi (Figura 19). El 70.6% (60/85) de los ejemplares de P. geniculatus recolectados fueron 

positivos para T. cruzi, este porcentaje es similar a los reportados previamente en Brasil, 

Venezuela y Colombia (286,292,294,295).  

 

En cuanto a las preferencias alimenticias, se observó una amplia variedad de fuentes de 

alimentación, evidenciándose la gran capacidad adaptativa de esta especie y explicando el 

alto porcentaje de infección con el parásito (Figura 20). Es de gran importancia que el 63.9% 

de los insectos se alimentaron de sangre humana y de caninos, estos hallazgos corresponden 

a trabajos descritos previamente en los que se han encontrado altos porcentajes de 

alimentación con sangre humana y animales peridomésticos (294,295)  

 

Adicionalmente de todos los insectos analizados, P. geniculatus ocupo el segundo lugar en 

infección con T. cruzi y alimentación con sangre humana simultáneamente (Figura 25), que 
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corresponden al 27.0% (23/85) de los ejemplares analizados de esta especie. Esto es de gran 

importancia ya que refleja que está ocurriendo infestación de los hábitats domésticos con el 

insecto. El valor de infección con T. cruzi  y alimentación con sangre humana encontrado en 

Colombia es inferior al observado en Venezuela (293–295). En Venezuela, adicionalmente 

se han presentado 10 brotes orales y en todos se ha encontrado incriminado principalmente 

P. geniculatus, dado que está especie ha mostrado que es la que mejor se ha adaptado a 

ecótopos domiciliados, reforzando lo observado este estudio (298).  

 

El 36.1% de los ejemplares de P.geniculatus, se alimentó de fuentes silvestres (zarigüeyas, 

roedores, murciélagos y armadillos) reafirmando la relación que existe entre está especie y 

los hábitats silvestres específicamente madrigueras de roedores, zarigüeyas, armadillos y 

cuevas de murciélagos (61,287,299).  

 

Los resultados descritos resaltan que eventualmente P. geniculatus actúa como un puente que 

permite la circulación del parásito entre los hábitats silvestres y domésticos, convirtiéndose 

en un vector con fuerte potencial de transmitir la infección del ciclo silvestre al humano por 

intrusión a las viviendas o mediante un proceso de adaptación a los hábitats domésticos, sin 

embargo, cabe rescatar que todos los ejemplares recolectados corresponden a estadios 

adultos. La colonización en los hábitats domésticos puede deberse a los cambios generados 

por la construcción de viviendas y alteración del ecosistema en los municipios analizados y/o 

por la atracción generada por la luz artificial (297). 

 

En los ejemplares de P.geniculatus se encontraron 5 DTUs TcI a TcV (Figura 26), en 

Colombia se ha reportado previamente la presencia de las DTUs TcI a TcIV (47,297) y 

existen otros reportes de las DTUs TcI, TcIII y TcIV en diferentes ejemplares recolectados 

en Brasil y Venezuela (292,294). La presencia de 5 de 6 DTUs en esta especie puede 

asociarse con la gran variedad de fuentes de alimentación lo que aumenta la exposición de 

los insectos a los diferentes genotipos del parásito.  

 

Para el caso de la DTU TcII, esta DTU se ha descrito en murciélagos y didélfidos en 

ambientes silvestres (44,47,250) y para el caso de la DTU TcV, está DTU se ha descrito 

principalmente asociado con ciclo doméstico de transmisión, armadillos y roedores (43,47).  

 

En el 100.0% de los ejemplares positivos para T. cruzi recolectados en el hábitat silvestre se 

detectó el genotipo TcI Selvático, mientras que la frecuencia de esté genotipo disminuyó a 

un 84.2% en los insectos recolectados el peridomicilio y a un 50% en los insectos 

recolectados en el domicilio. Este hallazgo, sumado a las fuentes de alimentación 

encontradas, recolección de estadios adultos en el domicilio y los procesos de urbanización 

en los municipios de recolección, permiten evidenciar que el proceso es de intrusión, pero a 

su vez evidencia un eventual proceso de adaptación al domicilio o proceso de domesticación, 

que debe ser tenido en cuenta dado que existe evidencia de estos procesos en Colombia, 

Venezuela y Brasil  (288–291), incluso acompañado de cambios morfológicos en los insectos 

(271,300) y dejan en relieve el potencial de esta especie para realizar un proceso de 

domiciliación.  
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En Colombia, es una necesidad que se diseñen estrategias de control para vectores como 

P.geniculatus, no solo para evitar la elevada letalidad por brotes de transmisión oral, en los 

que está especie ha sido ampliamente incriminada, sino también para evitar que 

eventualmente estos  insectos puedan realizar un proceso de domiciliación en el país (28,76).  

 

 Rhodnius pallescens 

 

R. pallescens se ha descrito principalmente en Panamá, Costa Rica, Nicaragua y Colombia 

(278,286,301–305). En este trabajo, los insectos fueron recolectados en los departamentos de 

Antioquia y Cesar. Sin embargo, ejemplares de esta especie han sido recolectados en los 

departamentos de Boyacá, Cundinamarca, Magdalena, Bolívar, Sucre, Norte de Santander y 

Santander  (62,278,286,305–308).  

 

R. pallescens  se considera una especie selvática, dado que se ha visto que su  hábitat son las 

palmas, principalmente la palma de vino Attalea butyracea  y la invasión en ecótopos 

domésticos se da mediante intrusiones (61,302,305,306,308). Sin embargo, en Panamá se 

considera el principal vector e incluso se han recolectado estados ninfales en el domicilio 

(302,303,309). 

 

En este estudio se encontraron insectos en los tres ecótopos (doméstico, peridoméstico y 

silvestre), la mayoría de ejemplares tanto ninfas como adultos fueron recolectados en 

ecótopos silvestres, principalmente en palmas de vino y de aceite, mientras que el 21.6% 

(solo adultos) fueron recolectados en hábitats domésticos, esto en concordancia con estudios 

previos en Colombia (278,305–308).  

 

El porcentaje de infección por T. cruzi fue de 45.9%. En Colombia, se han reportado 

porcentajes de infección con el parásito del 23.8 al 90.0% en la costa caribe (286,305), 

valores similares se han observado en Panamá (32.0% al 90.0%)  (304,309,310). Estos 

hallazgos son de importancia ya que en los municipios de recolección de este estudio, las 

palmas se encuentran cercanas a las viviendas, incrementando el riesgo de intrusiones y 

facilitando el acceso de los insectos a los hábitats domésticos y por ende generar infección 

con el parásito, por contacto humano con heces del insecto o por contaminación de alimentos 

en las viviendas y provocando brotes de transmisión oral, en Colombia R. pallescens se ha 

encontrado presente en dos lugares en los que se presentaron brotes de posible transmisión 

oral (28,73,76).  

 

En este estudio, se observó que la principal fuente de alimentación de R. pallescens fue la 

sangre humana 44.1%, en los 3 ecótopos se observó como fuente de alimentación 

preferencial, incluso se recolectaron ninfas en el extradomicilio que se alimentaron de sangre 

humana. Esto posiblemente, se debe a que en los sitios de recolección de los insectos una de 

las principales actividades económicas es la agricultura, adicionalmente se cuenta con palmas 

de vino cercanas a las viviendas, lo que puede facilitar el contacto del vector con hospederos 

humanos. Se ha observado el mismo comportamiento en Panamá, la presencia de sangre 

https://es.wikipedia.org/wiki/Attalea_butyracea
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humana en ninfas del extradomicilio también se ha explicado mediante un proceso conocido 

como ‘kleptohemodeipnonism’ mediante el cual las ninfas se alimentan de manera 

secundaria de adultos que se han alimentado previamente (302).  

 

En este estudio, también se observó alimentación con diferentes mamíferos, como D. 

marsupialis en el peridomicilio y murciélagos, ratones y caninos, en el extradomicilio. Esto 

se debe a que es común la presencia de zarigüeyas o animales sinantrópicos en las palmas 

ubicadas en peridomicilio y extradomicilio, los mamíferos viven en la capa arbórea de la 

corona de las palmas de vino, facilitando que los insectos puedan alimentarse de una amplia 

variedad de mamíferos y también de aves y reptiles, resultados similares han sido observados 

en R.pallescens recolectados en Panamá (302–304,309–311).  

 

Finalmente, en el intradomicilio se detectó únicamente TcI selvático, mostrando que los 

ejemplares de R. pallescens corresponden a intrusiones en las viviendas desde el hábitat 

extradoméstico. Sin embargo, contrario a lo encontrado, Cantillo et al., 2010 (305), detectó 

TcIb en ejemplares de R. pallescens recolectados en hábitats domésticos, confirmando así 

que en Colombia debe tenerse en cuenta que existe riesgo de infección por R.pallescens y la 

alta presencia de alimentación con sangre humana e infección con T. cruzi, resalta que deben 

tomarse acciones de control y vigilancia dirigidas hacía esta especie.  

 

 

5.1.4 Diagnóstico y epidemiología molecular de T. cruzi para análisis de dinámica de 

transmisión en brotes de posible transmisión oral 

 

5.1.4.1 Metodología 

 

- Población de estudio 

 

Se incluyeron 70 pacientes con sospecha de infección por T. cruzi de posible transmisión 

oral, 39 muestras de reservorios y 23 muestras de triatominos, en el marco de dos brotes que 

se presentaron en el año 2014. Los brotes de posible transmisión oral se presentaron en el 

municipio de Cumaral, Meta y Paz de Ariporo, Casanare (Figura 28).  
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Figura  28. Localización geográfica de municipios en los que se presentaron brotes, Paz 

de Ariporo, Casanare y Cumaral, Meta.  

 

- Estudio epidemiológico  

 

Luego de la confirmación de casos índice en cada uno de los brotes, la cual se realizó 

mediante la observación del parásito en gota gruesa. Diferentes grupos de epidemiólogos 

realizaron la investigación correspondiente acerca de los alimentos consumidos y sitios de 

probable exposición a los vectores y reservorios, mediante entrevistas exhaustivas a los 

pacientes confirmados. Posteriormente, realizaron investigación epidemiológica en campo 

para identificación de casos probables mediante búsqueda activa institucional, que 

posteriormente fueron sometidos a pruebas de laboratorio para ser confirmados. En el marco 

de la investigación de campo, en los sitios involucrados en los brotes se recolectaron muestras 

de triatominos y de reservorios.  

 

- Pruebas de laboratorio  

 

En todos los pacientes realizaron las pruebas moleculares: qPCR para detección de T. cruzi, 

cPCR de kDNA para diferenciación de T. cruzi/T.rangeli y amplificación de blancos para 

genotipificación según el algoritmo descrito previamente (Figura 7) y pruebas serológicas 

(ELISA-IFI-HAI) según lo descrito previamente en el punto 5.1.1.1.  

 

Se realizaron pruebas parasitológicas directas, Gota Gruesa y Hemocultivo, siguiendo los 

protocolos estandarizados en el grupo de parasitología del INS y se realizó la prueba de Tesa-

Blot utilizando el Kit TESA-cruzi (bioMérieux Brasil S.A.).  

Paz de Ariporo 

Cumaral 
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En los pacientes del brote de Casanare, se realizó evaluación post tratamiento mediante 

pruebas de laboratorio (Serología y qPCR) un año después de recibido el tratamiento 

etiológico. 

  

- Análisis de Microsátelites 

 

En todas las muestras y aislamientos con diagnóstico molecular positivo para T. cruzi, se 

realizó la amplificación de siete marcadores microsatélites mediante PCR utilizando los 

iniciadores reportados por Valadares et al., 2008 y Duque et al., 2011 y marcados con el 

fluoróforo FAM (122,123). Para obtener los productos alélicos de los siete marcadores 

analizados, se utilizó un secuenciador capilar automatizado y se determinó el peso molecular 

mediante comparación con un marcador de peso molecular. Posteriormente, se calcularon las 

distancias genéticas mediante el software MICROSAT y se construyó un árbol de distancias 

utilizando el método de vecinos cercanos (Neighbour-Joining).   

 

5.1.4.2 Resultados  

 

 

- Descripción de los brotes.  

 

 Brote Cumaral, Meta: 

 

 Los casos confirmados pertenecen a una familia de 5 integrantes (4 adultos y 1 menor de 

edad) que residen en la ciudad de Bogotá y se desplazan a una finca en el municipio de 

Cumaral, Meta, en la que residen del 13 al 16 de febrero de 2014. Durante los días de su 

estadía, la familia usualmente no cocina en la finca, el agua y otros alimentos son llevados 

desde Bogotá y por lo general se desplazan a comer en restaurantes de la zona al municipio 

de Cumaral. En la finca permanecen empleados y la familia del mayordomo que reside de 

manera permanente, pero no consumen los mismos alimentos de la familia en la que se 

presentan casos. 

 

Posterior a la fecha de exposición, el 25 de febrero una de las integrantes de la familia 

presenta sintomatología compatible con un cuadro agudo de enfermedad de Chagas (Fiebre 

y hepatomegalia), por lo cual es hospitalizada y dos días después 3 integrantes más, son 

hospitalizados por presencia de síntomas. Durante el periodo de hospitalización se estudian 

los síntomas sin éxito y el día 7 de marzo se detecta el primer caso mediante análisis de gota 

gruesa en el INS y la posterior confirmación de los 3 casos adicionales sintomáticos (adultos). 

Se realiza diagnóstico al menor de 5 años, que se encuentra asintomático y se descarta la 

presencia del parásito.   

 

Durante la investigación en los pacientes confirmados, se estudió si reconocían los vectores 

o si fueron picados por ellos durante su niñez, encontrándose que ninguno de los pacientes 

reconoce haber estado expuesto a los insectos. Adicionalmente, ninguno de los pacientes 



104 

 

había recibido trasfusiones sanguíneas, tenían antecedentes de trasplantes, ni antecedentes de 

familiares con enfermedad de Chagas. También, se investigó acerca de los alimentos 

consumidos por los 4 adultos, que no hubiesen sido consumidos por el menor (no infectado), 

y se involucraron alimentos consumidos en la finca y en restaurantes cercanos. Se inicia la 

investigación de campo mediante la visita de sitios involucrados en el brote (Finca, fincas 

cercanas y restaurantes de Cumaral) Figura 29.  

 

 
Figura  29. Imágenes de la finca índice en brote de Cumaral, Meta. A. Imagen de la 

cocina abierta al aire libre B. Imagen de recipientes para preparación de alimentos expuestos 

al aire libre C. Vista de la cocina y su ambiente libre permitiendo así, la intrusión de 

triatominos fácilmente y su eventual contacto con alimentos D. Zarigüeya capturada en 

transecta a 300 metros de la finca índice.  

 

A. 

C.

B.

D.
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En la investigación de campo se toman muestras a los trabajadores de la finca y se realiza un 

recorrido por los restaurantes, en los que se realiza una encuesta para detectar casos probables 

a los que se toman muestras, en la finca se recolectaron 17 insectos y se distribuyeron 28 

trampas en transectas hasta 300 metros alrededor de la finca índice, durante 3 días (Tabla 

23).  

 

 Brote Paz de Ariporo, Casanare.  

 

Los casos confirmados corresponden a trabajadores de 10 empresas petroleras, quienes 

laboraban en el pozo que se encuentra aproximadamente a 6 horas del casco urbano del 

municipio de Paz de Ariporo, durante el periodo comprendido entre 15 de febrero y 30 de 

marzo de 2014. Aproximadamente, 551 personas circularon en esté pozo durante este periodo 

de tiempo, la mayoría de ellas, se encontraban distribuidas en diferentes zonas del país. 

 

El día 2 de abril se realiza la detección del primer caso confirmado, el cual presentaba un 

cuadro febril mayor a 20 días y fue positivo mediante gota gruesa y pruebas serológicas, el 

paciente manifestó que el último mes había trabajado en el pozo petrolero. En ese momento 

se alertan las 10 empresas petroleras y se inicia la investigación epidemiológica mediante 

búsqueda activa institucional y búsqueda activa comunitaria. De esta manera se detectaron 

54 casos probables y 36 casos confirmados incluido un paciente fallecido (En esté paciente 

el diagnóstico fue realizado mediante detección de ADN de T. cruzi en tejido cardiaco de 

biopsia postmortem).  

 

En el trabajo de campo se investigaron el restaurante y el hotel del pozo, así como las fuentes 

de alimentación e hidratación, de los casos confirmados. Adicionalmente, se instalaron 22 

trampas Tomahawk cerca a los sitios índices y se recolectaron insectos triatominos (Figura 

30 y Tabla 23). 

 
 

A. B. C.

D. E. F.
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Figura  30. Imágenes de hotel y restaurante ubicado en pozo petrolero de caño chiquito 

en Paz de Ariporo. A. Se observa sitio de preparación de alimentos que ocurre en un 

ambiente completamente abierto B. Se observa la presencia de un reservorio canino cerca al 

sitio de almacenamiento de bebidas y alimentos C. Zarigüeya en un árbol cercano hotel y 

restaurante D. Cocina y sitio de almacenamiento de alimentos del restaurante E. Zarigüeya 

capturada en trampa instaurada alrededor del restaurante F. Búsqueda de insectos triatominos 

en habitaciones del hotel, donde fueron encontrados debajo de los colchones de las camas.  

 

 

Tabla 23. Muestras recolectadas en cada uno de los brotes de posible transmisión oral 

 
*De los 36 casos, se lograron obtener muestras en 29 casos para análisis en el INS y 2 

resultados de serología del departamento de Casanare. Los 5 casos restantes, fueron 

evaluados en otras ciudades y no se cuenta con resultados.   

**De los 54 casos probables, 20 fueron analizados en el INS y 34 en laboratorio de salud 

pública de Casanare. 

 

- Diagnóstico molecular de muestras recolectadas en brotes de posible transmisión 

Oral  

 

En el brote de Cumaral, se recolectaron 32 reservorios, 3 Zarigueyas (D. marsupialis) y 29 

caninos. En las 3 zarigüeyas, la qPCR fue positiva en los dos tipos de muestras recolectadas 

(sangre y muestras de secreción de glándulas odoríferas). La qPCR fue positiva en el 27.5% 

(8/29) de los caninos analizados. Los insectos triatominos que fueron recolectados en la finca 

índice fueron identificados como R. pictipes (3/20) y P. geniculatus (17/20). En el Brote de 

Paz de Ariporo, se recolectaron 7 reservorios, 2 Zarigueyas y 5 caninos, que se encontraron 

todos positivos mediante qPCR.  Se recolectaron 3 ejemplares adultos de R. prolixus (Tabla 

24).  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Tabla 24. Resultados obtenidos en muestras recolectadas en los brotes mediante 

técnicas de diagnóstico serológicas, parasitológicas y moleculares. 

Brote Casos 

sintomáticos 

Casos 

probables

Reservorios Insectos

Cumaral 4 15 32 20

Paz de ariporo 36(31)* 54(20)** 7 3

Total 40 69 39 23
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NA: No se aplicó en determinada muestra 

 

En cuanto a las cargas parasitarias en cada uno de los brotes, la mediana de la parasitemia en 

el brote de Paz de Ariporo fue de 7.2 equivalentes parásitos/mL (IC95%: 3.3-23.6) y en el 

brote de Cumaral fue de 6.2 equivalentes parásitos/mL (IC95%: 1.8-10.9) (Figura 31). 

 

 
Figura  31. Cargas parasitarias en brotes de posible transmisión oral. Se muestran las 

cargas parasitarias en cada uno de los brotes.  

 

Finalmente, la evaluación post-tratamiento etiológico del primer año en los pacientes del 

brote de Paz de Ariporo, evidenció negativización de qPCR en el 100% (29/29) de los 

pacientes, mientras que en las pruebas serológicas (ELISA, IFI, HAI) la negativización fue 

del 37.9% (11/29) de los pacientes infectados.  

 

Brote

Pruebas de 

diagnóstico

Casos 

sintomáticos

Casos 

probables Reservorios Insectos

Brote Cumaral

Gota Gruesa 2/4 (50.0%) 0/15 (0.0%) NA 3/20 (15.0%)

Serología 4/4 (100.0%) 0/15 (0.0%) 2/29 (7.0%) NA

qPCR 4/4 (100.0%) 0/15 (0.0%) 11/29 (37.9%) 17/20 (85.0%)

Hemocultivo 4/4 (100.0%) 0/6 (0.0%) 3/5 (60.0%) 1/4 (25.0%)

Tesa-Blot 4/4 (100.0%) NA NA NA

Brote Paz de 

Ariporo

Gota gruesa 13/23 (56.5%) 54/54(0.0%) NA 0/3 (0.0%)

Serología 30/30 (100.0%) 54/54(0.0%) 3/5 (60.0%) NA

qPCR 26/29 (89.6%) 0/20(0.0%) 7/7 (100.0%) 2/3 (66.7%)

Hemocultivo 3/9 (33.3%) NA 2/2 (100.0%) NA

Tesa-Blot 14/14 (100.0%) NA NA NA
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- Distribución de DTUs en muestras recolectadas en brotes de posible transmisión 

Oral  

 

En cuanto a las DTUs observadas en los brotes, en general se observó principalmente, la 

presencia de DTUs y genotipos de TcI asociados con ciclos silvestres. La DTU con mayor 

frecuencia en los circuitos epidemiológicos de los dos Brotes fue TcI-Selvático, que para el 

brote de Cumaral presento una frecuencia de 73.3% y para el brote de Paz de Ariporo 

presento una frecuencia de 69.3% (Tablas 25 y Tabla 26).  

 

Tabla 25. Frecuencias de DTUs detectadas en circuito epidemiológico de Brote de 

Cumaral. 

 

Circuito epidemiológico Positivos  DTU-Genotipo TcI Frecuencia 

(%)  

Pacientes 4 TcI-Selvático  100% 

Insectos: R. pictipes (3)  

P. genicultaus (17) 

16 TcI-Selvático  95.00% 

1 TcI-Selvático - TcIII 5.00% 

Zarigueyas  1 TcI-Selvático  33.30% 

1 TcIV 33.30% 

1 TcI-Doméstico 33.30% 

Caninos 4 TcI-Selvático  50.0 % 

2  TcIV  25.0% 

2 TcI-Selvático -  TcIV  25.0% 

 

Tabla 26. Frecuencias de DTUs detectadas en circuito epidemiológico de Brote de Paz 

de Ariporo. 

 

Circuito epidemiológico Positivos  DTU-Genotipo 

TcI 

Frecuencia  

Pacientes 28 TcI-Selvático 96.50% 

1 TcI-Doméstico 3.50% 

Insectos: R. prolixus 3 TcI-Doméstico 100.00% 

 

Zarigueyas  

1 TcI-Selvático 50.00% 

1 TcIV 50.00% 

 

Caninos 

3 TcI-Selvático 60.00% 

1 TcI-Doméstico 20.00% 

1 TcIII 20.00% 

 

- Análisis de microsatélites de T. cruzi en brotes de posible transmisión oral  
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En 96 muestras se logró la amplificación de los 7 loci a estudiar en las muestras positivas de 

los dos brotes, se encontraron 19 alelos en los 7 loci analizados. Los dos loci que presentaron 

mayor variabilidad fueron AAAT6 y TAT20, cada uno con 4 alelos diferentes. (Tabla 27). 

Se encontraron 10 alelos homocigotos y 9 heterocigotos en los 7 loci analizados.  

 

Tabla 27. Alelos detectados en los 7 loci analizados 

 

Alelos  Loci 

245 255 TcAAAT6 

251 251 

251 255 

251 247 

181 181 TcTAT20  

181 184 

187 193 

193 193 

122 122 TcCAA10 

122 125 

125 125 

226 226 TcAAT8 

226 229 

229 229 

250 253 TcATT14 

253 253 

141 144 TcGAG10 

144 144 

93 93 TcTAC15 

 

 

 

El árbol de distancias genéticas basado en el modelo de Nelghbour-Joining evidenció la 

agrupación de los dos brotes cada uno en un clúster, para el caso del brote de Cumaral se 

observó la agrupación de los aislamientos humanos con los de algunos vectores y caninos, 

mientras que en el brote de Paz De Ariporo se observó la agrupación de los aislamientos 

humanos con las Zarigueyas y los caninos (Figura 32). Esto permite concluir que el brote de 

Cumaral posiblemente fue causado por la intrusión de triatominos en la cocina de la finca 

índice y posterior contaminación de alimentos con sus heces, mientras el brote de Paz de 

Ariporo pudo ser ocasionado por la contaminación de alimentos con secreciones odoríferas 

de Zarigueyas o eventualmente por contaminación con saliva de caninos.  
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Figura 32. Árbol de distancias genéticas de microsatélites de T. cruzi obtenido en 

circuitos epidemiológicos de brotes de posible transmisión oral. A. Clúster Rojo. 

Formado por zarigüeyas, caninos y humanos de brote de Paz de Ariporo B. Clúster azul.  

Formado por zarigüeyas y caninos de brote de Cumaral C. Clúster amarillo. Muestras de 

insectos y humanos de brote de Cumaral.  

 

5.1.4.3 Discusión 

 

- Brote Cumaral 

 

En cuanto al diagnóstico en este brote, fue tardío debido a que los pacientes se encontraban 

en Bogotá luego de su viaje a Cumaral, donde adquirieron la infección, y en Bogotá 

normalmente no existe el suficiente conocimiento acerca de los métodos de detección directa 

del parásito en el personal clínico, dado que no corresponde a zona endémica para 

enfermedad de Chagas. Adicionalmente, el departamento del Meta también es endémico para 

otras enfermedades febriles como malaria, dengue, Zika y chikunguya, generando que se 

pensara que los cuadros clínicos correspondieran a estas enfermedades.  

 

Se logró el diagnóstico cuando se recurrió al laboratorio de parasitología del INS, 

evidenciando el problema que existe en el país en cuanto al desconocimiento de la 

enfermedad de Chagas y a la falta de experticia para la detección del parásito, ya que los 4 

pacientes cumplían con la definición de caso de Chagas agudo, presentaron fiebre prolongada 

y la presencia de hepatomegalias, así como alteraciones cardiacas y dos de ellos fueron 

positivos mediante gota gruesa (3,72).  

A. B. C.
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En cuanto a las herramientas de diagnóstico, se logró realizar las pruebas directas, 

moleculares y serológicas y correlacionarlas con las características clínicas y 

epidemiológicas para lograr el diagnóstico oportuno de los pacientes involucrados. Al 

encontrarse todas las herramientas de diagnóstico juntas se logró el abordaje correcto de los 

pacientes y el inicio del medicamento que alivio los síntomas. De hecho, se logró diferenciar 

claramente la infección en los 4 pacientes del brote, con respecto a las muestras de los 

pacientes que podían ser probables tanto en el restaurante de la sospecha cómo los 

trabajadores de la finca índice, en los que además de ser negativas las pruebas diagnósticas, 

no se presentaron síntomas.   

 

Se resalta la importancia de las pruebas moleculares en el proceso de confirmación de 2 de 

los 4 casos que no fueron detectados por métodos directos, dado que en ellos no se podía 

confirmar el diagnóstico de laboratorio sin evidencia de presencia del parásito y la presencia 

de anticuerpos IgG puede deberse a procesos crónicos previos. Sin embargo, la presencia de 

ADN de T. cruzi en estos dos pacientes, la sintomatología en uno de ellos y el nexo 

epidemiológico permitieron inicialmente confirmar la infección y resalta la utilidad de las 

pruebas moleculares en este tipo de brotes (72,230). Los resultados de la positividad 

(100.0%) de la PCR en el total de los pacientes del brote, concuerda con resultados previos 

en algunos brotes de la amazonia brasilera y  Bolivia (131,231) y difieren de otro estudio en 

Venezuela donde la positividad fue inferior al 85.0% (9,230). 

 

Por lo anterior y dado que la PCR también detecta la presencia de ADN de T. cruzi en 

pacientes crónicos, posteriormente se confirmaron los dos pacientes cuyos exámenes directos 

fueron negativos, mediante la prueba de Tesa-Blot que evidencio las bandas asociadas a 

Chagas agudo (93).  

 

En cuanto a la parasitemia encontrada en los 4 pacientes, se detectó una media de 6.2 

equivalentes parásitos/mL (Log10: 1.9) (Figura 31), que es una parasitemia baja teniendo en 

cuenta que los pacientes son agudos. Sin embargo, cabe resaltar que las muestras fueron 

tomadas un mes después de la infección y esto adicionalmente explica por qué no se logró 

fácilmente la detección del parásito mediante métodos directos en los que la sensibilidad fue 

solo del 50.0% similar a lo observado en Brasil y Venezuela (230,231,251). Los resultados 

son similares a las parasitemias observadas en brotes de transmisión oral en Venezuela 

(Log10: 3.1) y (Log10: 1.6-6.3) (9,12) y difieren de reportes previos Bolivia y Colombia donde 

las parasitemias son muy elevadas entre 100 a 1000 equivalentes parásitos/mL (12,28).  

 

No hubo evidencia de insectos domiciliados en la finca índice, lo que ayuda a definir el brote 

como de transmisión oral. Cabe resaltar que de los insectos recolectados en el peridomicilio 

(P. geniculatus y R. pictipes), el 85.0% se encontraban infectados con T. cruzi, destacando 

así que pueden ser la fuente de contaminación de los alimentos involucrados en la infección. 

Los resultados concuerdan con otros brotes en Colombia (Aguachica, Lebrija y 

Bucaramanga), Venezuela y Brasil donde se han encontrado ejemplares de P.geniculatus 

positivos para T. cruzi relacionados con la posible contaminación de alimentos o bebidas 
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(28,73,76,298,312,313). Al revisar las imágenes de la finca índice, se puede observar que la 

cocina y los sitios de almacenamiento de alimentos se encuentran expuestos a posibles 

intrusiones de insectos y por ende contaminación con sus heces.  

 

Con respecto a los reservorios la presencia del parásito se evalúo principalmente mediante 

métodos moleculares dadas las limitaciones de la serología en ellos. La positividad por T. 

cruzi, en los caninos puede deberse a la circulación de P. geniculatus infectados en la zona, 

como se observó en el capítulo anterior, los ejemplares recolectados en la zona se alimentan 

de caninos. En este caso es importante resaltar que aunque la presencia de caninos atrae los 

triatominos al peridomicilio, los caninos también se pueden considerar una barrera que evita 

la infección humana (70,298).   

 

En cuanto a las zarigüeyas, cabe resaltar que se encontró positivo el análisis de sangre y el 

de la secreción glandular de estás, lo que consolida los didélfidos como potencial fuente de 

infección, dado que la contaminación de alimentos con secreciones de didélfidos, es una de 

las principales fuentes de infección relacionadas con brotes de transmisión 

(49,70,72,74,76,276,314). Sin embargo, cabe resaltar que normalmente en el municipio de 

estudio no se observan los marsupiales cercanos a las casas y eso se denota en las distancias 

de la finca índice en las que fueron capturadas.  

 

La principal DTU encontrada en el circuito epidemiológico en el brote de Cumaral fue TcI, 

esto inicialmente puede explicarse por la amplia distribución de la DTU TcI en Colombia y 

está DTU ha sido la descrita en todos los brotes de transmisión oral en los que se ha tipificado 

el parásito en Colombia  (28,47,73,76,228,315), Venezuela donde se ha reportado la 

presencia principalmente del genotipo TcId en todos los brotes (125,316,317), Guyana 

Francesa (232) y Brasil (44,250,251,318,319). En este trabajo, debido a que se encontró el 

genotipo TcI Selvático en todo el circuito epidemiológico y específicamente en el 100% de 

los pacientes involucrados, no fue posible inferir la fuente de infección mediante la 

tipificación.  

En cuanto a las DTUs detectadas en los triatominos, dado que las especies P.geniculatus y 

R.pictipes son especies de tipo silvestre y se encontró TcI Selvático y TcIII, los resultados 

son congruentes y están en concordancia con lo reportado previamente en triatominos de 

estas especies y específicamente relacionados con brotes orales en Colombia, Venezuela y 

Brasil (28,56,250,317). En cuanto a las zarigüeyas, se detectó la presencia de TcI y TcIV 

como ha sido previamente descrito en Colombia e incluso en aislamientos de brotes orales 

de Brasil (47,56,76,318). En concordancia, con lo que se encuentra circulando en los insectos 

y zarigüeyas se encontraron las mismas DTUs en los caninos (Tabla 25), evidenciando que 

las DTUs circulantes en esta zona corresponden a parásitos del ciclo silvestre y ayudando a 

explicar la aparición de la transmisión oral.    

 

Dado lo anterior, se recurrió al análisis de microsatélites para tratar de obtener información 

más precisa acerca del posible origen de la infección, en cuanto al análisis del árbol de 

distancias genéticas, se observa un clúster que identifica principalmente a las muestras 

obtenidas del brote de Cumaral, esto básicamente permite interpretar la similitud de los 
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perfiles alélicos en todo el circuito epidemiológico circulante y sugiere que el origen de este 

brote fue local.  

 

Dado que dentro del clúster donde se encuentran las muestras analizadas del brote, se 

presentan dos agrupaciones una en la que se encuentran reservorios (Didélfidos y Caninos) 

que adicionalmente mostraron las mismas DTUs y otro en el que se encuentran triatominos 

y humanos que tiene en común el genotipo TcI Selvático, esto sugiere que posiblemente la 

infección en este caso pueda deberse a la contaminación de los alimentos o bebidas 

consumidas por los pacientes involucrados con heces de insectos, sobre todo si se tiene en 

cuenta que dentro de los triatominos analizados, se recolectaron insectos en fechas muy 

cercanas a la fecha de adquisición de la infección con el parásito, antes del reporte del brote.  

 

Adicionalmente, los trabajadores de la finca índice, fincas circundantes o el restaurante en 

cuestión no presentaron síntomas, es posible que se haya presentado alguna intrusión en el 

sitio de preparación de alimentos en el que solo cocinaban los miembros de la familia 

infectada y dado que las comidas que no fueron compartidas con el menor de edad 

principalmente consistieron en los desayunos, en los que normalmente bebieron jugo de piña 

y arepas de queso, se sugiere que haya podido ser el jugo, dado que esté no requiere 

calentamiento y por ende no afectaría la viabilidad del parásito. Varios brotes se han asociado 

con variedad de jugos posiblemente contaminados con heces de triatominos, como acai y 

caña de azúcar en Brasil (251,318,320,321), guayaba en Venezuela (125,313,316,317), vino 

de palma en Guyana Francesa (232) y vino de palma y jugo de mandarina en Colombia 

(28,73), sumados a reportes de ensayos in vitro que han mostrado la supervivencia del 

parásito en diversidad de bebidas con contenido de glucosa hasta 240 horas (322–324).  

Adicionalmente, en Colombia se ha notificado la presencia y posible participación del vector 

P.geniculatus en 5 de los 11 brotes orales descritos e igualmente en todos los brotes orales 

en Venezuela (28,73,76,77).  

 

Finalmente, cabe resaltar que en el municipio de Cumaral, principalmente se ha reportado la 

presencia de vectores silvestres en especial (P.geniculatus y R.pictipes), esto posiblemente 

se debe a la reciente y gradual implantación de viviendas en este municipio que ha alterado 

el hábitat y ha generado la intrusión de vectores en las viviendas especialmente de la especie 

P.geniculatus que para este caso pueden ser los que más posibilidades tienen de estar 

implicados en el brote ya que los ejemplares fueron recolectados en el peridomicilio a 

diferencia de los ejemplares de R. pictipes que fueron recolectados en el extradomicilio y 

estos últimos no han sido descrito en brotes orales, sin embargo esto no descarta que puedan 

estar implicados.  

 

- Brote Paz de Ariporo 

 

El suceso más importante en este brote corresponde al fallecimiento de un paciente, cuya 

infección fue confirmada por el hallazgo de ADN de T. cruzi en tejido cardiaco, en este caso 

el fallecimiento se dio dado que la detección del parásito fue tardía y el paciente estuvo 

alrededor de dos meses con la infección por el parásito, similar a este caso ocurrió en la 
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Amazonía brasilera en un brote en el que la falta de diagnóstico a tiempo genero la muerte 

de un paciente (231). Mientras que en otros brotes la letalidad ha sido asociada con 

superinfecciones generadas por la presencia de varios genotipos del parásito (28,315). En 

este paciente se confirmó la infección post-mortem y se definió como paciente agudo 

mediante el nexo epidemiológico, la clínica y la presencia de parásitos en el tejido cardiaco 

(72).  

 

La detección tardía de los casos se debe principalmente a la confusión de la sintomatología 

clínica con otras enfermedades como dengue, chikunguya o malaria, está última que permitió 

la detección del parásito mediante gota gruesa en el caso índice detectado que tenía un cuadro 

de más de 20 días con fiebre y disnea. Esto refleja la necesidad de mayor conocimiento de la 

enfermedad de Chagas, en especial teniendo en cuenta que Casanare es un departamento 

endémico para enfermedad de Chagas por lo que podría esperarse que un evento febril tan 

prolongado corresponda a Chagas agudo (72,74). 

 

En el caso de las pruebas moleculares, no se logró detección en el total de los pacientes 

involucrados (Tabla 24), esto se ha visto previamente en el brote de Turbo, Antioquia (77) y 

en Venezuela (9,313). En este caso no se logró la detección en 3 pacientes, posiblemente 

debido al tiempo de la toma de muestra, en uno de los casos la muestra fue tomada 4 meses 

después de la exposición y en los otros dos casos 2 meses después. Por lo que es posible que 

esto no permitiera la detección del ADN y también explica la baja parasitemia observada con 

respecto a otros brotes orales y la baja sensibilidad de las pruebas directas (Figura 31).  

 

En cuanto a la investigación de campo en el pozo petrolero, está también estuvo limitada, 

dada la lejanía del pozo del área urbana. Sin embargo, se logró la recolección de triatominos 

y reservorios. Los insectos recolectados fueron R. prolixus encontrados en intradomicilio. La 

presencia de R. prolixus se ha descrito previamente en Casanare y en el municipio de Paz de 

Ariporo, donde se ha demostrado que este vector tiene la capacidad de invadir ambientes 

domiciliados desde ecótopos silvestres (palmas A.buttyracea) atraídos por la luz (288,297).  

 

En cuanto a los reservorios se tomaron muestras de los caninos y zarigüeyas, todos se 

encontraban muy cerca al hotel y restaurante del pozo. Se encontró positividad por T. cruzi 

en todos los reservorios. En las dos zarigüeyas se encontró la presencia del parásito en sangre 

y en las secreciones de las glándulas odoríferas. Es de gran importancia ya que las secreciones 

de glándulas odoríferas de las  zarigüeyas son una importante fuente de infección en brotes 

orales (72,276).  

 

En cuanto a las DTUs circulantes en el circuito epidemiológico, a diferencia de lo observado 

en el brote de Cumaral, en general se observó mayor frecuencia de la DTU TcI-Selvático, lo 

que correlaciona con otros brotes en Colombia y casos agudos aislados (28,47,76,228,325). 

En cuanto a las zarigüeyas se detectaron las mismas DTUs que en el brote  de Cumaral, en 

concordancia con lo detectado en estos didélfidos en otros brotes orales (47,56,76,318). 
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En los ejemplares de R. prolixus se observó el genotipo TcI Doméstico, este genotipo también 

se observó en caninos y en uno de los pacientes del brote en infección mixta con TcI 

Selvático, lo cual concuerda debido a que R. prolixus es un vector domiciliado en el país y 

los ejemplares fueron encontrado en hábitats domiciliados, adicionalmente en uno de los 

ejemplares se encontró alimentación con sangre humana, los tres insectos se encontraron en 

las habitaciones del hotel. La presencia simultánea de los genotipos selváticos y domésticos 

puede deberse a que R. prolixus tiene la capacidad de habitar los dos hábitats y de 

domiciliarse en los hábitats domésticos desde las palmas, principalmente atraídos por la luz 

de las viviendas (288,297).  

 

El análisis de microsátelites evidenció en un clúster los aislamientos en los que se logró la 

amplificación de los microsatélites analizados. Se denota que en es esté clúster se observa la 

presencia de las muestras de humanos y reservorios, mientras que los insectos se ubicaron en 

el clúster del brote de Cumaral. Aunque los caninos no han sido involucrados en brotes de 

transmisión oral, se han  encontrado algunos casos de caninos con infección por T. cruzi en 

saliva (326) . Esto sumado a la poca presencia de triatominos encontrados en la zona, permite 

inferir que posiblemente la infección se pudo dar mediante las secreciones glandulares de las 

zarigüeyas presentes en el pozo ya que los análisis de microsátelites se realizaron con las 

muestras de sangre y secreciones odoríferas.  

 

El brote transcurrió en un periodo de sequía en el departamento de Casanare y 

específicamente en el municipio de Paz de Ariporo. La sequía genero la muerte de 

aproximadamente 20.000 animales y provocó que muchos animales que viven en el ambiente 

selvático se movilizaran hacía hábitats domésticos en búsqueda de agua y alimentos. Lo 

anterior sumado a que los didélfidos son considerados animales sinantrópicos y su presencia 

en hábitats domésticos es considerada un marcador de cambios ambientales (Roque et al, 

2008), explica la presencia de las zarigüeyas en los alrededores del restaurante del pozo y 

específicamente en el sitio donde se almacenaban agua y alimentos (Figura 30), permitiendo 

la posible contaminación de alguna bebida o alimento con sus secreciones anales. 

Previamente, se ha descrito una alta frecuencia del parásito en secreciones anales de 

didélfidos y su presencia como fuente de infección en varios brotes de transmisión oral 

especialmente en Brasil y Colombia (70,72,276).  

 

Finalmente, se destaca la utilidad de herramientas moleculares como la genotipificación y 

microsátelites que permitieron generar hipótesis acerca de las fuentes de infección en los dos 

brotes de transmisión oral, por primera vez descritos en la Orinoquía Colombiana. Aunque 

no se incrimino ningún alimento en especial, pues la investigación epidemiológica fue 

compleja dado que los pacientes se encontraban distribuidos en todo el país y el tiempo de 

exposición fue muy largo, se cree que pudo ser contaminación de los alimentos o frutas 

almacenadas en el restaurante, que estaban expuestas a la presencia de las zarigüeyas que 

fueron encontradas muy cerca del restaurante, por ejemplo en otros brotes orales se ha 

descrito la contaminación de vegetales y sopas (72,327).  

 



116 

 

Lo anterior, como consecuencia de cambios ambientales producidos por procesos de 

urbanización, control vectorial de triatominos domiciliados, deforestación de bosques, 

actividad petrolera y ganadera que finalmente producen que un mecanismo de transmisión 

que originalmente es el mecanismo de dispersión de T. cruzi entre mamíferos silvestres, ahora 

sea la causa de brotes de transmisión en humanos con tan elevada letalidad. Es importante 

tomar medidas de vigilancia en escenarios donde los cambios ambientales generados por 

procesos antropológicos puedan alterar los mecanismos de transmisión con el fin de evitar la 

presentación de nuevos brotes transmisión oral en otras zonas del país. 

 

 

 

5.2 DIAGNÓSTICO Y EPIDEMIOLOGÍA MOLECULAR DE Leishmania spp. 

 

5.2.1 Estandarización de ensayo High resolution Melting para identificación de 

especies de Leishmania spp.  

 

5.2.1.1 Metodología 

 

- Muestra 

 

Se utilizaron 6 aislamientos de referencia internacional suministrados por el CIDEIM (Centro 

internacional de entrenamiento e investigaciones médicas), que corresponden a las especies 

previamente reportadas en Colombia. (Tabla 28).  

 

Tabla 28. Aislamientos de especies de Leishmania spp. reportadas en Colombia 

 

 
 

Se utilizaron 35 aislamientos de Leishmania, 22 fueron obtenidos de pacientes con 

Leishmaniasis cutánea y visceral, 10 insectos (Lutzomyia umbratilis (2), L. spinicrassa (2), 

L. trapidoi (6)) y 3 reservorios (Didelphis marsupialis). En estos aislamientos previamente 

se determinó la especie de Leishmania spp mediante PCR-RFLP y/o MLEE.  

 

Especie Código 

L. panamensis MHOM/PA/71/LS94

L. guyanensis MHOM/BR/75/M4147

L. braziliensis MHOM/BR/75/M2903

L. amazonensis IFLA/BR/67/PH8

L. mexicana MHOM/BZ/82/BEL21

L. infantum (chagasi ) MHOM/TN/80/IPT1
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- Iniciadores utilizados para PCR-HRM 

 

Se realizó el diseño de iniciadores mediante el software Primer BLAST para amplificar un 

fragmento del gen que codifica para la proteína HSP-70 (Heat Shock Protein 70kDa), 

mediante alineamiento en los software Multalin y DNASTAR-Lasergene de secuencias 

obtenidas en Genebank correspondientes a las 6 especies de Leishmania spp. hasta el 

momento reportadas en Colombia (L. braziliensis (AF291716.1), L. panamensis 

(FN395055.1), L. guyanensis (EU599093.1), L. mexicana (XM_003877072.1), L. 

amazonensis (L14605) y L. infantum (chagasi) (XM_003392632.1)) (Figura 33).   

 



118 

 

 
 

Figura  33. Alineamiento múltiple de secuencias de HSP-70 de 6 especies de Leishmania spp. Se observa el alineamiento de 

las secuencias de GenBank, en el orden del alineamiento L. panamensis (FN395055.1), L. infantum (chagasi) (XM_003392632.1.), 

L. guyanensis (EU599093.1), Leishmania braziliensis (AF291716.1), L. amazonensis (L14605) y L. mexicana (XM_003877072.1). 
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Figura  34. Secuencia consenso de alineamiento múltiple y diseño de iniciadores. A. 

Secuencia consenso de alineamiento múltiple obtenida mediante alineamiento con SeqMan 

y MultAlign, el tamaño de la secuencia consenso fue de 3542pb. B. Diseño de primers para 

amplificación de HSP-70, se diseñaron los primers mediante el software Primer-Blast para 

un fragmento menor a 500 pb.  

 

Se seleccionó la primera opción que proporcionó Primer- Blast, HSP70F (5’-

AGGTGAAGGCGACGAACG-3’) y HSP70R (5’-CGCTTGTCCATCTTTGCGTC-3’) se 

realizó el alineamiento de los fragmentos obtenidos, detectando que había 28 polimorfismos 

y uno de ellos estaba presente en el sitio de anillamiento del iniciador reverso, por lo que él 

se modifica HSP70R (5’-CGCTTGTCCATCTTYGCGTC-3’) (Figura 35).   

 

 

A. 

B.
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Figura  35. Alineamiento de amplicón de HSP-70 de 6 especies de Leishmania spp.  Se 

realizó el alineamiento de las secuencias correspondientes al fragmento de HSP-70 

amplificado mediante alineamiento de los primers sugeridos por Primer-Blast.  

 

Para el gen ITS-1 (espaciador interno transcrito) se realizó la amplificación utilizando los 

iniciadores ITS1, LITSR (5’ CTG GAT CAT TTT CCG ATG 3’) y L5.8S (5’ TGA TAC 

CAC TTA TCG CAC TT 3’) descritos por El Tai et al., 2000 (328). En este blanco no se 

realizó diseño de iniciadores, dado que varios estudios han utilizado los iniciadores descritos 

por el Tai et al.,2000 en ensayos de PCR-RFLP y secuenciación, evidenciando que existen 

polimorfismos que permiten diferenciar especies del nuevo mundo, especialmente las del 

subgénero L (Leishmania) (20,153,329–331).  

 

- Montaje de PCR-HRM 

 

El montaje del PCR acoplado al análisis de HRM se realizó en el equipo de tiempo real 

ABI7500 (Applied Biosystems, Inc., CA, USA). Para cada uno de los blancos a analizar 

(HSP-70 e ITS-1), la mezcla de reacción estaba compuesta de la mezcla maestra a una 

concentración final 1X (Master Mix MeltDoctor HRM, Applied Biosystems), iniciadores de 

cada blanco al 5 μM, 6.6. µL de agua libre de DNAsas y 2µL de ADN a una concentración 

de 10 ng/µL. Se utilizó el mismo perfil térmico para los dos blancos (HSP-70 e ITS-1), el 

cual consistió en: 1 ciclo de 95°C por 10 minutos, seguido de 40 ciclos de amplificación 

(95°C por 15 segundos y 60°C por un minuto). Seguido a la amplificación mediante PCR, se 

realizó la disociación de los productos y la detección de la temperatura de fusión, mediante 

el siguiente perfil térmico: denaturación 95°C por 10 segundos, 60°C por 1 minuto y el 

análisis de curvas de fusión de alta resolución a 95°C por 30 segundos y 60°C por 15 

segundos.  

 

Los datos de cambio de fluorescencia con respecto a los cambios de temperatura fueron 

recolectados en una rampa de 0.1°C/seg. Los ADNs de las cepas de referencia fueron 

analizados en duplicado y fueron obtenidas las curvas normalizadas y derivadas de fusión. 

Con las temperaturas de fusión obtenidas se calcularon las medianas y las desviaciones 

estándar para formular un algoritmo que permite la diferenciación de las 6 especies 

analizadas.   
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- Parámetros de calidad  

 

 Reproducibilidad: Para verificar la reproducibilidad del ensayo de HRM, se realizó la 

prueba en las cepas de diferentes especies durante 15 días con los mismos alícuotas de 

ADN en las mismas condiciones. 

 Contaminación: Como controles negativos para evaluar posible contaminación se 

utilizó la mezcla de reacción con agua (NTC) y para evaluar la especificidad se utilizó 

ADN de un paciente negativo para Leishmania spp. y de un ratón obtenido del bioterio. 

 Límite de detección: Consiste en el número mínimo de parásitos necesarios para realizar 

amplificación de los genes blanco y obtención de curvas de fusión. De todas las especies 

se realizaron diluciones seriadas desde 106 parásitos/mL hasta 1 parásito/mL.  

 Precisión y exactitud: se aplicó el procedimiento de PCR-HRM a los 35 aislamientos 

previamente mencionados en ciego, por duplicado, se determinó la especie mediante el 

algoritmo formulado y posteriormente los resultados se compararon con los resultados de 

PCR-RFLP y MLEE y se calculó del índice Kappa, para evaluar la concordancia.   

 

5.2.1.2 Resultados  

 

- Utilidad de la técnica PCR-HRM para identificación de especies de Leishmania spp. 

circulantes en Colombia, mediante amplificación de los genes HSP-70 e ITS-1. 

 

Los iniciadores diseñados para HSP-70 permitieron diferencias los subgéneros L. 

(Leishmania) y L. (Viannia). Adicionalmente, dentro del subgénero L. (Leishmania) permite 

diferenciar la especie L. amazonensis y dentro del subgénero L. (Viannia) permite diferenciar 

L. panamensis (Figura 36). Los iniciadores para amplificación de ITS-1 permitieron 

diferenciar las especies L. infantum y L. amazonensis en el subgénero L. (Leishmania) y las 

especies L. braziliensis y L. guyanensis en el subgénero L. (Viannia) (Figura 37). 

Adicionalmente, se analizaron las curvas de fusión derivadas, se ilustran algunos ejemplos 

en la (Figura 38).  
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Figura  36. Curvas de fusión normalizadas y diagrama de cajas y bigotes de 

temperaturas de fusión del gen HSP-70 en 6 especies Leishmania spp. A. Curvas de fusión 

normalizadas, puntos de inflexión y Tm detectado para especies de Leishmania. B. Diagrama 

de cajas y bigotes donde se observa la media y desviaciones estándar de los ensayos 

realizados con parásitos de aislamientos de referencia. Publicado en Hernández y 

colaboradores en 2014 (332).  
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Figura  37. Curvas de fusión normalizadas y diagrama de cajas y bigotes de 

temperaturas de fusión del gen ITS-1 en 6 especies Leishmania spp. A. Curvas de fusión 

normalizadas, puntos de inflexión y Tm detectado para especies de Leishmania. B. Diagrama 

de cajas y bigotes donde se observa la media y desviaciones estándar de los ensayos 

realizados con parásitos de aislamientos de referencia. Publicado en Hernández y 

colaboradores en 2014 (332).  
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Figura  38. Curvas de fusión derivadas obtenidas de PCR-HRM de HSP-70 e ITS-1. A. 
Curva de fusión derivada obtenida de PCR-HRM de HSP-70 para aislamiento de L. 

panamensis B. Curva de fusión derivada obtenida de PCR-HRM de ITS-1 para aislamiento 

de L. guyanensis. 

 

Posterior a la obtención de la media y desviaciones estándar de las Tm’s para cada especie, 

se logró la formulación de un algoritmo para la identificación de 6 especies de Leishmania, 

mediante la implementación de PCR-HRM a dos blancos HSP-70 e ITS-1 (Figura 39). 

Adicionalmente, en los dos blancos se observó que no hubo contaminación, el método fue 

A.

B.
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reproducible y el límite de detección fue de 10 parásitos/mL. Tampoco hubo amplificación 

del ADN humano o de ratón.  

 

 
Figura  39. Algoritmo para detección de 6 especies de Leishmania mediante PCR-HRM 

de HSP-70 e ITS-1. Mediante las Tm obtenidas en el PCR-HRM de HSP-70 se logra 

diferenciar los subgéneros L. (Leishmania) y L. (Viannia) y las especies L. mexicana y L. 

panamensis, posteriormente la aplicación del PCR-HRM usando el blanco ITS-1 para 

diferenciar L. infantum y L. amazonensis en el subgénero L. (Leishmania) y L. braziliensis 

de L. guyanensis en el subgénero L. (Viannia).  

 

La aplicación de este algoritmo se realizó en 35 aislamientos, en los que previamente se había 

realizado identificación de especies con los métodos disponibles hasta el momento (PCR-

RFLP y MLEE). El índice Kappa entre el análisis PCR-HRM y los métodos de referencia 

fue de 1.0 (Tabla 29).  

 

Subgénero Leihsmania Subgénero Viannia

Valor Temperatura Melting

Marcador 
molecular

Proteína 
choque térmico 

Espaciador de 
transcrito interno 

HSP70
(HSP70F/HSP70R)

ITS1
(LITSR/ L5.8S)

Leishmania spp. 
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Tabla 29. Resultados de identificación de especies de Leishmania spp. en aislamientos 

obtenidos de pacientes, insectos y reservorios. 

 

Origen 

geográfico 
Hospedero 

PCR-

RFLP/MLEE 
HSP70 Tm ITS1 Tm 

Meta 
Homo 

sapiens 
L. guyanensis 

L. 

guyanensis/L. 

braziliensis 

90.08 L. guyanensis 79.22 

Santander 
Lutzomyia 

umbratilis 
L. guyanensis 

L. 

guyanensis/L. 

braziliensis 

90.07 L. guyanensis 79.21 

Boyacá 
Lutzomyia 

umbratilis 
L. guyanensis 

L. 

guyanensis/L. 

braziliensis 

90.07 L. guyanensis 79.23 

Santander 
Homo 

sapiens 

L. infantum 

(chagasi) 

L. infantum/L. 

amazonensis 
89.21 L. chagasi 79.21 

Santander 
Homo 

sapiens 
L. panamensis L. panamensis 89.91 L. panamensis - 

Meta 
Homo 

sapiens 
L. braziliensis 

L. 

guyanensis/L. 

braziliensis 

90.08 L. braziliensis 78.77 

Boyacá 
Homo 

sapiens 
L. braziliensis 

L. 

guyanensis/L. 

braziliensis 

90.09 L. braziliensis 78.55 

Boyacá 
Homo 

sapiens 
L. guyanensis 

L. 

guyanensis/L. 

braziliensis 

90.06 L. guyanensis 79.22 

Boyacá 
Didelphis 

marsupialis 
L. panamensis L. panamensis 89.73 L. panamensis - 

Meta 
Lutzomyia 

spinicrassa 
L. braziliensis 

L. 

guyanensis/L. 

braziliensis 

90.09 L. braziliensis 78.77 

Meta 
Lutzomyia 

trapidoi 
L. panamensis L. panamensis 89.73 L. panamensis - 

Meta 
Lutzomyia 

trapidoi 
L. panamensis L. panamensis 89.83 L. panamensis - 

Meta 
Lutzomyia 

trapidoi 
L. panamensis L. panamensis 89.73 L. panamensis - 

Santander 
Homo 

sapiens 

L. infantum 

(chagasi) 

L. infantum/L. 

amazonensis 
89.14 L. chagasi 78.33 

Santander 
Homo 

sapiens 

L. infantum 

(chagasi) 

L. infantum/L. 

amazonensis 
89.17 L. chagasi 78.56 
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Santander 
Homo 

sapiens 

L. infantum 

(chagasi) 

L. infantum/L. 

amazonensis 
89.19 L. chagasi 78.55 

Antioquia 
Didelphis 

marsupialis 
L. mexicana L. mexicana 88.75 L. mexicana - 

Antioquia 
Homo 

sapiens 
L. amazonensis 

L. infantum/L. 

amazonensis 
89.19 

L. 

amazonensis 
80.61 

Antioquia 
Homo 

sapiens 
L. amazonensis 

L. infantum/L. 

amazonensis 
89.19 

L. 

amazonensis 
80.77 

Antioquia 
Lutzomyia 

trapidoi 
L. panamensis L. panamensis 89.79 L. panamensis - 

Antioquia 
Lutzomyia 

trapidoi 
L. panamensis L. panamensis 89.73 L. panamensis - 

Antioquia 
Homo 

sapiens 
L. braziliensis 

L. 

guyanensis/L. 

braziliensis 

90.04 L. braziliensis 78.77 

Antioquia 
Lutzomyia 

spinicrassa 
L. braziliensis 

L. 

guyanensis/L. 

braziliensis 

90.08 L. braziliensis 78.89 

Meta 
Homo 

sapiens 
L. braziliensis 

L. 

guyanensis/L. 

braziliensis 

90.09 L. braziliensis 78.91 

Meta 
Homo 

sapiens 
L. guyanensis 

L. 

guyanensis/L. 

braziliensis 

90.04 L. guyanensis 79.27 

Meta 
Homo 

sapiens 

L. infantum 

(chagasi) 

L. infantum/L. 

amazonensis 
89.22 L. chagasi 78.67 

Meta 
Homo 

sapiens 

L. infantum 

(chagasi) 

L. infantum/L. 

amazonensis 
89.29 L. chagasi 78.66 

Boyacá 
Homo 

sapiens 
L. amazonensis 

L. infantum/L. 

amazonensis 
89.14 

L. 

amazonensis 
81.11 

Boyacá 
Homo 

sapiens 
L. braziliensis 

L. 

guyanensis/L. 

braziliensis 

90.02 L. braziliensis 78.66 

Santander 
Homo 

sapiens 
L. guyanensis 

L. 

guyanensis/L. 

braziliensis 

90.04 L. guyanensis 79.22 

Santander 
Homo 

sapiens 
L. guyanensis 

L. 

guyanensis/L. 

braziliensis 

90.01 L. guyanensis 79.22 

Santander 
Didelphis 

marsupialis 
L. mexicana L. mexicana 88.37 L. mexicana - 

Santander 
Homo 

sapiens 
L. panamensis L. panamensis 89.82 L. panamensis - 
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Santander 
Homo 

sapiens 
L. panamensis L. panamensis 89.81 L. panamensis - 

Santander 
Lutzomyia 

trapidoi 
L. panamensis L. panamensis 89.86 L. panamensis - 

 

5.2.1.3 Discusión 

 

En este trabajo se diseñó un ensayo utilizando la técnica PCR acoplada a HRM, dado que es 

una prueba menos dispendiosa, rápida y más económica que las utilizadas previamente en el 

país para identificación de especies. Por estas razones está técnica ha sido utilizada 

previamente para identificación de especies o variantes genéticas de varios patógenos (333–

336). Incluso ha sido utilizada también para identificación de diferentes subgéneros y 

especies de Leishmania spp. circulantes en el viejo y nuevo mundo (23,196,337–340).  

 

En nuestro estudio se seleccionaron como blancos los genes HSP-70 e ITS-1, ya que son 

genes ampliamente utilizados  para diagnóstico y tipificación de especies de Leishmania spp 

(10,11,37,189,328,329). En el caso del gen HSP- 70 se realizó el diseño de iniciadores 

teniendo en cuenta que presenta 28 polimorfismos para las 6 especies que fueron incluidas 

en el estudio  y descritas previamente en Colombia (157)  

 

La aplicación de la PCR-HRM con gen HSP-70 dio como resultado temperaturas melting 

que permitieron la discriminación de los subgéneros L. (Leishmania) y L. (Viannia), esto 

concuerda con reportes previos del uso de este gen mediante otras técnicas como 

secuenciación y PCR-RFLP, para diferenciación de los subgéneros 

L. (Leishmania) y L. (Viannia) (21,137,145,146,195,329,341).  

 

Adicionalmente, el PCR-HRM del gen HSP-70 permitió la discriminación de los 

complejos L. mexicana de L. infantum - L. amazonensis y L. panamensis de L. braziliensis–

L. guyanensis. La discriminación de L. mexicana y L. amazonensis, no se ha reportado 

previamente mediante PCR-HRM a diferencia de la discriminación de L.guyanensis y L. 

panamensis, que se ha reportado previamente utilizando PCR-HRM para el gen  6PGD 

(23,337,340).  

 

La discriminación de L. mexicana y L .amazonensis, que es de gran importancia debido a la 

asociación de L. amazonensis con la forma cutánea difusa y su resistencia al tratamiento de 

primera línea (195), sin embargo  tampoco se ha logrado mediante PCR-RFLP del gen HSP-

70 (21,137,145,146,195,329,342). En cuanto a la diferenciación entre L. guyanensis y L. 

panamensis, está se logra también mediante la aplicación de PCR-RFLP del gen HSP-70 con 

la enzima de restricción BccI (137).   

 

Los rangos de temperaturas melting para el gen ITS-1, permitieron la discriminación de las 

especies L. infantum (chagasi) de L. amazonensis que se ha descrito mediante PCR-RFLP 

(189,343) y la discriminación de L. braziliensis de L.guyanensis, está última de gran utilidad 

dado que estás dos especies están involucradas con leishmaniasis mucocutánea y su respuesta 
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al tratamiento es diferencial (213,214,343,344). Sin embargo, la discriminación entre 

L. braziliensis y L.guyanensis solo se ha reportado previamente con esté blanco mediante 

secuenciación (10,189,329) y mediante PCR-HRM de los genes MPI y 6PGD (23). 

 

El algoritmo propuesto permite la identificación de L. mexicana, L. infantum (chagasi), L. 

amazonensis, L. panamensis, L. braziliensis y L. guyanensis con una PCR en tiempo real, 

mediante el análisis de HRM posterior a la amplificación de los genes HSP70 e ITS1. La 

técnica de HRM es considerada como una herramienta para reducir algunos problemas que 

pueden presentar técnicas como el MLEE y la PCR-RFLP, evitando problemas de 

contaminación ya que el sistema es cerrado, procesos de secuenciación posteriores, 

procedimientos laboriosos, altos costos y ofreciendo resultados robustos y con una alta 

eficiencia, es por esto que se ha usado en varios estudios para identificación de especies de 

Leishmania spp. circulante en el nuevo y el viejo mundo (23,180,196,340). Adicionalmente 

el análisis PCR-HRM se ha reportado ser más económico y rápido que otros tipos de análisis, 

tales como MLST y RFLPs.  

 

Los resultados de nuestro estudio apoyan la idea de que los genes, HSP70 y ITS1 son buenos 

candidatos para la identificación de especies de Leishmania neotropicales, ya confieren una 

alta probabilidad de ser detectados debido a su alto número de copias (10,40,145,328). Del 

mismo modo, con respecto a la especificidad, este método no causa reacciones cruzadas con 

ADN de mamíferos a diferencia de lo observado en otros estudios (340). Este hecho hace 

que HRM un buen candidato para la identificación de Leishmania en estudios 

epidemiológicos. La técnica es reproducible, y esto se mantuvo a pesar de que las muestras 

se corrieron por duplicado y en diferentes días.  

 

La concordancia de la identificación de especies del PCR-HRM, observada en los 35 

aislamientos analizados con respecto al estándar de oro PCR-RFLP / MLEE fue del 100%, 

lo que sugiere que está técnica para análisis epidemiológicos de la circulación de especies de 

Leishmania spp en el circuito epidemiológico y su dinámica de transmisión. Otra 

característica importante de nuestro ensayo además de su reproducibilidad fue la sensibilidad 

obtenida que evidenció que la técnica es capaz de detectar al menos 10 parásitos / ml lo cual 

es un valor considerable.   

 

Finalmente, la técnica de PCR-HRM utilizada en este estudio presenta un enorme potencial 

para la identificación de especies de Leishmania spp. del nuevo Mundo. Sin embargo, es 

importante señalar que aislamientos estudiados corresponden únicamente a cepas 

colombianas. Por lo tanto, se sugiere que este nuevo método se implemente en cepas de 

Mesoamérica con el fin de validar la viabilidad de la técnica 

 

5.2.2 Identificación de especies de Leishmania spp. mediante secuenciación del gen 

citocromo b.  

 

5.2.2.1 Metodología 
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- Muestra 

 

Se analizaron en total 328 aislamientos de Leishmania spp. obtenidos de Humanos (312), 

Insectos (10) y Reservorios (6). Los aislamientos fueron recolectados entre el periodo 

comprendido entre 1988 y 2001.  

 

- Amplificación de gen Citocromo b.  

 

La amplificación del gen Citocromo b se realizó mediante los iniciadores reportados por 

Romano et al., 2014, CYTBFor (5’-AGCGGAGAGRARAGAAAAGG-3’) y CYTBRev (5’-

GYTCRCAATAAAATGCAAATC-3’), que permiten la amplificación de un fragmento de 

618pb (Romano et al., 2014). La mezcla de reacción estaba compuesta por la mezcla maestra 

(GoTaq® Green Master Mix) a una concentración final 1X, iniciadores 0.5 µM, 7 µL de agua 

y 3 µL de ADN para un volumen final de 25 µL. El perfil térmico consistió en un ciclo de 

denaturación inicial de 94º C por 5 minutos, seguido por 40 ciclos de 94º C por 1 minuto, 60º 

C por 1 minuto y 72º C por 1 minuto, finalmente la extensión final se realizó a 72°C por 10 

minutos. Se tomaron 5 µL de los productos de amplificación y se determinó su tamaño 

mediante electroforesis en gel de agarosa al 1.5%, utilizando TBE 0.5X y aplicando un 

voltaje de 100V. Los geles fueron teñidos con GelRed™ y observados en el Analizador de 

Imágenes Quantity One, utilizando el software One Dscan (BioRad).  

 

 Secuenciación del gen Citocromo b 

 

La secuenciación de los productos de amplificación se realizó mediante el método de Sanger 

en los dos sentidos (Forward y Reverse). Las secuencias obtenidas fueron identificadas 

mediante BLAST, para verificación inicial de las secuencias. Posteriormente, la edición y 

secuencia consenso entre las secuencias de dos sentidos se realizó mediante DNASTAR 

Lasergene. La secuencia consenso fue nuevamente sometida a BLAST para establecer la 

especie presente en el aislamiento. 

 

- Análisis de resultados 

 

Con las secuencias obtenidas se construyó un árbol filogenético de máxima verosimilitud, 

utilizando el software MEGA 6, mediante el modelo de Timura 3 parámetros y para medir la 

robustez de los nodos se realizó bootstrap de 1000 réplicas. Se calcularon frecuencias de las 

especies en los diferentes hospederos y se construyeron mapas de distribución de las especies 

detectadas utilizando el software ArcGis.  

 

5.2.2.2 Resultados  

 

- Utilidad de secuenciación del gen citocromo b para identificación de especies de 

Leishmania spp en Colombia.  
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La secuenciación del gen Citocromo b permitió la identificación de las especies L. 

braziliensis, L. panamensis, L. guyanensis, L. amazonensis, L. equatoriensis, L. infantum, L. 

lansoni L. mexicana, L. peruviana, y L. colombiensis. Las secuencias obtenidas mostraron 

un promedio de identidad del 98% con las secuencias reportadas en GenBank. En general, la 

concordancia entre MLEE y Citocromo b fue alta (Índice Kappa Cohen 0,833 p <0,05). Se 

presentaron incongruencias en 19 (5,8%) aislamientos.  

 

En cuatro aislamientos en los que no se logró identificación mediante MLEE se detectaron 2 

cepas como L. colombiensis y 2 como L. equatoriensis. En 2 aislamientos que se tipificaron 

por MLEE como L. guyanensis, se obtuvo como resultado L. lainsoni por citocromo b y 2 

tipificados como L. mexicana por MLEE se encontraron mediante citocromo B como L. 

amazonensis. Se observaron 11 cepas que mostraron un perfil híbrido L. panamensis / L. 

braziliensis por MLEE y mediante secuenciación de citocromo b se clasificaron como L. 

panamensis. Todas las incongruencias observadas y los aislamientos en los que se identificó 

L. braziliensis/L. peruviana, fueron confirmadas mediante secuenciación del gen HSP-70 

encontrándose que los aislamientos identificados como L. peruviana corresponden a L. 

braziliensis. En cuanto a las incongruencias en los 19 aislamientos mencionados fueron 

concordantes 100% entre los resultados de HSP-70 y los obtenidos mediante secuenciación 

de citocromo b (Figura 40).   

 
Figura  40. Frecuencia de especies de Leishmania spp detectadas mediante 

secuenciación de citocromo b. Árbol de máxima verosimilitud, se evidencian las 7 especies 

Leishmania panamensis

Leishmania braziliensis

Leishmania guyanensis

Leishmania infantum (chagasi)

Leishmania equatoriensis

Leishmania mexicana

Leishmania amazonensis

Leishmania colombiensis

Leishmania lainsoni

Leishmania major

Leishmania tropica

Leishmania aethiopica

n= 201 

(61.3%)
n= 88

(27.1%)

n= 2 (0.6%)

n= 3 (0.9%)

n= 12 (4.0%)

n= 2 (0.6%)

n= 8 (2.1%)

n= 9 (2.8%)

n= 2 (0.6%)
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y sus frecuencias en las muestras analizadas reportadas previamente en Colombia y se 

reportan dos nuevas especies L. equatoriensis y L. lansoni.  

 

- Distribución geográfica y en circuito epidemiológico, de especies de especies de 

Leishmania spp entre los años 1984 a 2001 en Colombia.  

Se logró la obtención del mapa con distribución de especies en el país, con la inclusión de 

las dos nuevas especies reportadas con respecto a los reportes anteriores realizados por 

Corredor et al.,1990, Saravia et al.,1998 y Ovalle et al.,2006 (157–159) (Figura 41).  

 

 
Figura  41. Actualización de distribución de especies de Leishmania spp. en Colombia. 
Se observa la distribución de 9 especies de Leishmania spp. detectadas en todo el circuito 

epidemiológico.   

 

Los aislamientos fueron recolectados en 22 departamentos del país. Siendo los departamentos 

de Antioquia (n=73), Cundinamarca (n=65) y Santander (n=58) los que presentaron mayor 

número de aislamientos (Figura 42). 
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Figura  42. Distribución de 9 especies de Leishmania spp. por departamento en 

Colombia. Se muestra la distribución de las 9 especies reportadas en 22 departamentos, el 

tamaño de los círculos es proporcional a la cantidad de aislamientos recolectados por 

departamento.  

 

Adicionalmente, se logró la detección de especies en todo el circuito epidemiológico. En los 

humanos se encontraron 8 de las 9 de especies detectadas, en los reservorios e insectos se 

encontraron 4 especies (Figura 43).  
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Figura  43.  Frecuencia de especies de Leishmania spp. en circuito epidemiológico. A. 
Especies detectadas en Didelphis marsupialis, Akodon affinis y caninos. B. En humanos se 

detectó la especie L. infantum asociada con leishmaniasis visceral, las restantes se 

encontraron asociadas con leishmaniasis cutánea y pocos casos de leishmaniasis 

mucocutánea, las dos especies de nuevo reporte (L. equatoriensis y L. lansoni) se detectaron 

en esté hospedero C. Especies detectadas en insectos de las especies Lutzomyia spinicrassa, 

Lutzomyia longipalpis y Lutzomyia shannoni.  

 

5.2.2.3 Discusión 

 

A pesar del impacto de las leishmaniasis en Colombia y especialmente de la leishmaniasis 

cutánea, no existen estrategias en el país para realizar seguimiento de la incriminación de 

especies con las formas clínicas o respuesta terapéutica de la enfermedad. Los estudios de 

identificación de especies de Leishmania spp. se limitan a tan solo cuatro estudios, de los 

cuales solamente abarca las especies circulantes en todo el circuito epidemiológico de la 

enfermedad (157–159,345). No se han reportado estudios actualizados acerca de la 

distribución de especies en el país y en los reportados únicamente se han utilizado las técnicas 

de MLEE y PCR-RFLP, en tres de estos estudios se reporta la imposibilidad de identificar la 

especie en algunos aislamientos. Adicionalmente, a pesar de que diferentes marcadores 

genéticos se han descrito ampliamente para discriminar especies, en Colombia no se han 

implementado marcadores genéticos hasta el momento en aislamientos de Leishmania spp.  

 

En este estudio se realizó la secuenciación del gen citocromo b, y se construyó el mapa de 

distribución de especies de Leishmania spp. en el país, encontrándose la presencia de 9 

especies de Leishmania spp. Al construir el árbol de máxima verosimilitud se observan 

agrupaciones correspondientes a los subgéneros de las especies identificadas agrupadas, 

similar a lo observado en otros trabajos utilizando como marcador el gen citocromo b 

(143,199,200,202–204,346). 

Especie %

L. panamensis 63.5

L. amazonensis 2.56

L. braziliensis 26.9

L. equatoriensis 0.64

L. guyanensis 0.96

L. infantum 2.56

L. mexicana 2.24

L. lainsoni 0.64

Especie %

L. panamensis 33.33

L. amazonensis 16.67

L. braziliensis 16.67

L. infantum 33.33

Especie %

L. panamensis 10.00

L. braziliensis 40.00

L. colombiensis 20.00

L. infantum 30.00

A.

B.

C.

Especie %

L. panamensis 63.5

L. amazonensis 2.56

L. braziliensis 26.9

L. equatoriensis 0.64

L. guyanensis 0.96

L. infantum 2.56

L. mexicana 2.24

L. lainsoni 0.64

Especie %

L. panamensis 33.33

L. amazonensis 16.67

L. braziliensis 16.67

L. infantum 33.33

Especie %

L. panamensis 10.00

L. braziliensis 40.00

L. colombiensis 20.00

L. infantum 30.00

A.

B.

C.

Especie %

L. panamensis 63.5

L. amazonensis 2.56

L. braziliensis 26.9

L. equatoriensis 0.64

L. guyanensis 0.96

L. infantum 2.56

L. mexicana 2.24

L. lainsoni 0.64

Especie %

L. panamensis 33.33

L. amazonensis 16.67

L. braziliensis 16.67

L. infantum 33.33

Especie %

L. panamensis 10.00

L. braziliensis 40.00

L. colombiensis 20.00

L. infantum 30.00

A.

B.

C.

Especie Reservorios %

L. panamensis Caninos 33.3

L. amazonensis Caninos 16.7

L. braziliensis Akodon 16.7

L. infantum D. marsupialis 33.3

Especie Insectos %

L. panamensis Lu. longipalpis 10.00

L. braziliensis Lu. longipalpis 

Lu.spinincrasa 

Lu.shanoni

40.00

L. colombiensis Lu.shanoni 20.00

L. infantum Lu. longipalpis 30.00

Especie Humanos %

L. panamensis 198 63.5

L. amazonensis 8 2.56

L. braziliensis 84 26.9

L. equatoriensis 2 0.64

L. guyanensis 3 0.96

L. infantum 8 2.56

L. mexicana 7 2.24

L. lainsoni 2 0.64
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Dentro de las especies detectadas, 2 reportes son nuevos en Colombia y corresponden a L. 

equatoriensis y L. lansoni, las dos nuevas especies fueron detectadas en aislamientos 

obtenidos de humanos. Para el caso de L. equatoriensis se ha detectado originalmente en 

mamíferos de Ecuador como Choloepus hoffmani y Sciurus granatensis (347), pero no se 

informa en los seres humanos hasta el momento, estos  dos mamíferos se distribuyen en 

Colombia y en el caso de C. hoffmani se ha detectado naturalmente infectado con L. 

braziliensis (348). Adicionalmente, se ha reportado que ejemplares de Lu. evansi se pueden 

alimentar con sangre de S. granatensis, por lo que se puede deducir que esté mamífero puede 

ser un reservorio de L. equatoriensis spp. en Colombia (349). Estos hallazgos podrían 

explicar la presencia de L. equatoriensis en nuestro país y su detección en dos casos en el 

departamento de Antioquia (norte de Colombia), sin embargo, es importante tener en cuenta 

que se ha descrito que las especies de L. hertigi y L. equatoriensis, son cercanas al género 

Endotrypanum spp. (143,250). 

 

El segundo reporte corresponde L. lainsoni. Esta especie se ha descrito en  Brasil, Perú y 

Bolivia, en aislamientos de humanos, flebótomos y reservorios mamíferos (350,351). El 

vector flebótomo principalmente asociado con L. lainsoni es Lu. ubiquitalis y como 

reservorios los mamíferos Agouti paca, Cebus apella y Mesocricetus auratus (351,352).  

 

En Colombia, se ha informado la presencia de los flebótomos Lu. ubiquitalis en Caquetá que 

es muy cercano al departamento de Putumayo donde fue detectado uno de los casos y 

adicionalmente los reservorios Agouti paca, Cebus paella y Mesocricetus auratus se han 

descrito ampliamente en el país (353–355). Estos hallazgos pueden explicar el porqué de la 

infección en los dos casos de L. lainsoni detectados y sumado a ello cabe resaltar que es 

posible la presencia de más casos, que no han sido detectados por los métodos tradicionales. 

 

En cuanto al resto de las especies detectadas en este estudio, se observó que L. panamensis y 

L. braziliensis, son las especies más frecuentes en todos los aislamientos y específicamente 

en los humanos lo que está en concordancia con lo detectado previamente (157–159,345).  

 

Adicionalmente, se detectaron las especies L. mexicana, L. amazonensis, L. guyanensis y L. 

infantum en casos de leishmaniasis cutánea y L. infantum en casos de leishmaniasis visceral. 

La especie autóctona L. colombiensis que también se ha informado en Venezuela y Panamá, 

en este estudio se detectó en el flebótomo Lu. shannoni. Los estudios de laboratorio indican 

que tres especies de parásitos de Leishmania spp, L. mexicana, L. panamensis y L. infantum 

pueden desarrollarse en Lu. shannoni (356). Lu. shannoni se alimenta de mamíferos, 

incluyendo seres humanos, y se ha informado que puede transmitir la leishmaniasis visceral 

en perros, hámsteres y otros mamíferos. Este sería el primer informe de infección natural de 

Lu. shannoni con L.colombiensis, ya que se han reportado la infección natural solamente en 

Lu. hartmanii y Lu. gomezi (138,357,358).  

 

La distribución de la leishmaniasis en un contexto ecológico es variable. Incluye la migración 

de los flebótomos y las adaptaciones de las especies de Leishmania a las especies de 



136 

 

flebótomos, la adaptación de los insectos vectores a ecosistemas alterados y la adaptación a 

fuentes de alimentación diferentes como lo son la sangre humana y de animales domésticos 

(359,360). Por otro lado, el alto número de desplazamientos humanos en Colombia por el 

conflicto armado en el país ha favorecido la mayor distribución de las diferentes especies en 

el país. Recientemente en nuestro país la migración de L. guyanensis se detectó a partir de 

los bosques de las regiones del Orinoco a dos hábitats diferentes Amazonas y los valles 

interandinos situados por encima de los 1.000 metros en el municipio de Chaparral (Tolima) 

y a  Sucre, en la costa caribeña de Colombia (158).  

 

La secuenciación del gen citocromo b ha sido ampliamente utilizada para identificación de 

especies de Leishmania spp (143,200,202,203,361,362). La OMS sugiere la técnica de 

MLEE como el "patrón oro" para la identificación de especies, pero este método es laborioso 

y complicado por lo se limita su potencial como un estándar de oro (363).  

 

Recientemente, el uso de PCR-RFLP dirigida a los genes proteínas de choque térmico ha 

mostrado un potencial razonable para la identificación de  especies (40). Además, el uso la 

técnica de PCR-HRM ha sido útil para este propósito (23,339,332). Sin embargo, todos estos 

métodos presentan algunos inconvenientes que la secuenciación de genes puede resolver. De 

hecho algunos autores han demostrado la utilidad de la amplificación del citocromo b en 

muestras clínicas y de flebótomos debido a su alta sensibilidad ya que se estima que el 

citocromo b presenta entre 25 y 50 copias por cada célula, es altamente específico y dado que 

es un marcador uniparental presenta escasa heterocigosidad convirtiéndose en un marcador 

muy informativo (40,144,199).   

 

En este estudio, la secuenciación directa del gen citocromo b permitió la discriminación de 

las nueve especies de Leishmania y sólo en el caso de L. braziliensis se tuvo que realizar la 

confirmación mediante secuencia de HSP70, debido a que el porcentaje de identidad de 

algunas muestras en GenBank fue igual para L. braziliensis y L. peruviana. Sin embargo, la 

congruencia entre secuenciación de citocromo b y la técnica MLEE fue alta (Índice Kappa = 

0.833 p <0.05). 

 

Se observó la asignación incorrecta de L. colombiensis, L. equatoriensis, L. mexicana y L. 

lainsoni, mediante la técnica de MLEE, esto se puede deber a la incapacidad de las enzimas 

utilizadas previamente para discriminar estas especies. En 1990, Corredor et al., reportó un 

bajo porcentaje de aislamientos con "identidad incierta" por MLEE, estos aislamientos 

corresponden a la especie L. colombiensis. De igual manera, en el estudio de Urbano et al., 

en el 2011, tampoco logró la tipificación de algunos aislamientos mediante MLEE y PCR-

RFLP, estos aislamientos corresponden a las especies adicionales que fueron identificadas 

en este estudio (L. equatoriensis y L. lainsoni) (157,345).  

 

Los resultados de este estudio demuestran el alto potencial en el uso de secuenciación de 

citocromo b para identificación de especies en el nuevo mundo como se ha demostrado en 

Argentina y adicionalmente pueden ser el comienzo para iniciar análisis de MLST de 

Leishmania que hasta al momento no han sido realizados en Colombia (204,364). 
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6 CONCLUSIONES 

 

 Se logró la implementación de técnicas moleculares para diagnóstico y epidemiología 

molecular de la enfermedad de Chagas y las leishmaniasis, proporcionando nuevo 

conocimiento acerca de la dinámica de transmisión de los parásitos T. cruzi y Leishmania 

spp, en diferente escenarios clínicos y epidemiológicos en Colombia.  

 El desempeño diagnóstico de las pruebas moleculares para diagnóstico de la enfermedad 

de Chagas, fue muy óptimo durante la fase aguda y bueno durante la fase crónica. Por lo 

anterior, las técnicas moleculares constituyen herramientas de apoyo diagnóstico en la 

fase crónica de la enfermedad de Chagas, especialmente en los casos en los que las 

pruebas usadas convencionalmente presentan discordancias. 

 En pacientes con enfermedad de Chagas en Colombia, se reafirma que la DTU TcI es la 

de mayor prevalencia, seguida de la DTU TcII. Estás dos DTUs mostraron diferencias en 

cuanto a cargas parasitarias y capacidades operativas de las técnicas moleculares, 

posiblemente debido a la diferencia de número de copias del ADN satélite nuclear.  

 En pacientes crónicos se observó mayor frecuencia y carga parasitaria del genotipo TcI 

Doméstico en comparación con TcI Silvestre, posiblemente el genotipo doméstico ha 

logrado adaptación al huésped humado, produciendo mayor parasitemia y menor 

invasión a tejidos y por ende facilita la cronicidad de la enfermedad, como se ha 

observado en modelos murinos.   

 El uso de la técnica de qPCR para el seguimiento del tratamiento etiológico en pacientes 

crónicos, evidenció que la positividad disminuye posterior al tratamiento como se ha 

observado previamente para Benzonidazol, más es importante tener en cuenta que la 

técnica presenta baja sensibilidad en este grupo de pacientes. Sin embargo, cabe resaltar 

que se observó disminución de la carga parasitaría significativamente en aquellos 

pacientes que presentaron positividad en la qPCR. 

 Mediante qPCR, se observó persistencia del parásito post tratamiento etiológico con los 

dos medicamentos utilizados, probablemente debido a resistencia del parásito dado que 

las DTUs involucradas en dicha persistencia fueron TcI (genotipo TcI Doméstico) y TcII, 

de las que se ha descrito resistencia in vitro y en modelos murinos.  

 La elevada frecuencia de infección con T. cruzi, presencia de DTUs asociadas con ciclos 

domésticos, alimentación con sangre humana, y la presencia en hábitats domiciliados de 

las especies de triatominos consideradas como vectores secundarios (principalmente T. 

maculata y P. geniculatus), resaltan la importancia de estas especies en la transmisión 

del parásito. Indicando que la intrusión de estas especies en el domicilio representa un 
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alto riesgo de infección al humano bien sea por el mecanismo vectorial u oral y por ende 

se requiere el diseño de estrategias de control dirigidas a estas especies secundarias.  

 Los resultados obtenidos para P. geniculatus reflejan posible riesgo de domiciliación de 

esta especie y su gran potencial como vector de T. cruzi. Esto dado que posee una gran 

adaptación a diferentes fuentes alimenticias, puede albergar diferentes DTUs y genotipos 

TcI del parásito, mostró elevada invasión de hábitats domiciliados y ha sido incriminado 

en los brotes de transmisión oral que se han presentado en Colombia.  

 Las técnicas moleculares son herramientas útiles para diagnóstico de T. cruzi en estudios 

de brote, ya que algunos pacientes en los que no se detectó el parásito mediante pruebas 

directas, si se logró la detección de su ADN y posteriormente se confirmó la infección 

aguda mediante la detección de anticuerpos SAPA mediante Tesa-Blot. Adicionalmente, 

las técnicas moleculares permiten la detección del parásito en reservorios y triatominos, 

en los que las técnicas directas y serológicas, presentan muy baja sensibilidad.  

 El análisis de microsátelites permitió deducir que el brote de Cumaral posiblemente se 

deba a la contaminación de alimentos con heces de triatominos, sumado a ello se detectó 

TcI Selvático en los insectos y pacientes. Mientras que, para el brote de Paz de Ariporo, 

los casos posiblemente se deban a la contaminación de alimentos con secreciones de 

reservorios como lo son las secreciones de D. marsupialis o la saliva de caninos.  

 La metodología de PCR-HRM diseñada en este estudio, permite la identificación de las 

seis especies descritas hasta el momento en Colombia de manera más sencilla y 

económica que con el estándar de oro MLEE, adicionalmente se observó una 

concordancia del 100% entre las dos técnicas.  

 Mediante la aplicación del PCR-HRM dirigida al blanco HSP-70 se logró diferenciar las 

especies L. mexicana y L. amazonensis, dos especies de compleja identificación y de 

importancia dada la capacidad de L. amazonensis para causar formas difusas que no 

responden adecuadamente a los tratamientos de primera línea. 

 El gen ITS-1 mediante amplificación por PCR-HRM, permitió la diferenciación de las 

especies L. braziliensis y L. guyanensis, está identificación es de importancia clínica 

dado que las dos especies se encuentran comúnmente causando leishmaniasis 

mucocutánea y su respuesta al tratamiento es diferente.  

 El análisis de amplificación y secuenciación del gen citocromo b, es de gran utilidad para 

la identificación de especies de Leishmania spp. en el país, ya que permitió la detección 

de dos especies adicionales a las descritas previamente L. equatoriensis y L. lainsoni.  

 Mediante secuenciación del gen citocromo b, se logró la detección de especies que 

previamente no habían logrado detectarse por la técnica MLEE, mostrando el elevado 

potencial de esta técnica para ser usado en la tipificación de especies de Leishmania spp.  
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7 ANEXOS  

7.1 Protocolos 

7.1.1 Protocolo para toma, conservación y extracción de ADN en muestras de sangre en 

clorhidrato de guanidina para diagnóstico molecular y genotipificación de 

Trypanosoma cruzi (Archivo 1) 

7.1.2 Protocolo de PCR en Tiempo Real (qPCR) para detección y cuantificación de ADN 

de Trypanosoma cruzi en muestras de sangre de pacientes con enfermedad de 

Chagas (Archivo 2) 

7.1.3 Protocolo de PCR convencional para detección y genotipificación de ADN de 

Trypanosoma cruzi en muestras de sangre de pacientes con enfermedad de Chagas 

(Archivo 3) 

7.1.4 Análisis de curvas de fusión de alta resolución HRM (High Resultion Melting) para 

diferenciación de seis especies de Leishmania spp del nuevo mundo (Archivo 4).  

 

7.2 Publicaciones 

7.2.1 León CM, Hernández C, Montilla M, Ramírez JD. Retrospective distribution of 

Trypanosoma cruzi I genotypes in Colombia.  Mem Inst Oswaldo Cruz, Rio de 

Janeiro: 1-7, 2015 (Archivo 5). 

7.2.2 Cruz L., Vivas A., Montilla M., Hernández C., Flórez C., Parra E., & Ramírez JD 

(2015). Comparative study of the biological properties of Trypanosoma cruzi I 

genotypes in a murine experimental model. Infection, Genetics and Evolution, 29, 

110–117. http://doi.org/10.1016/j.meegid.2014.11.012 (Archivo 6). 

7.2.3 Gómez-Melendro EN, Hernández C, González-Uribe C, Brochero H. First Record of 

Triatoma maculata (Erichson, 1848) (Hemiptera: Reduviidae: Triatomini) in the 

Municipality of Riohacha, La Guajira - Colombia. Front Public Health. 2014;2:219. 

doi: 10.3389/fpubh.2014.00219. eCollection 2014 (Archivo 7). 

7.2.4 Hernández C, Alvarez C, González C, Ayala M, León C, Ramírez J. Identification of 

Six New World Leishmania species through the implementation of a High-Resolution 

Melting (HRM) genotyping assay. Parasit Vectors. 2014 Nov 14;7(1):501 (Archivo 

8).  

7.2.5 Hernández C, Cucunubá Z, Parra E, Toro G, Zambrano P, Ramírez JD. 

Chagas disease (Trypanosoma cruzi) and HIV coinfection in Colombia. Int J Infect 

http://doi.org/10.1016/j.meegid.2014.11.012
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Dis. 2014 Sep; 26:146-8. doi: 10.1016/j.ijid.2014.04.002. Epub 2014 Jul 28 (Archivo 

9). 

7.2.6 Ramírez JD, Hernández C, Montilla M, Zambrano P, Flórez AC, Parra E. First Report 

of Human Trypanosoma cruzi Infection Attributed to TcBat Genotype. Zoonoses and 

Public Health. 2014 Nov; 61(7):477-9. doi: 10.1111/zph.12094.  doi: 

10.1111/zph.12094 (Archivo 10). 

7.2.7 Hernández C, Ramírez JD. Molecular Diagnosis of Vector-Borne Parasitic Diseases. 

Air Water Borne Diseases 2013; 2: 110. doi: 10.4172/2167-7719.1000110 (Archivo 

11). 

7.2.8 Villa LM, Guhl F, Zabalá D, Ramirez JD, Urrea DA, Hernández DC et al. The 

identification of two Trypanosoma cruzi I genotypes from domestic and sylvatic 

tranmission cycles in Colombia base on a single polymerase chain reaction 

amplification of the spliced-leader intergenic región. Mem Inst. Oswaldo Cruz. 2013: 

1-4 (Archivo 12). 

 

7.3 Presentaciones en congresos 

7.3.1 Hernández C, Cucunubá ZM, Flórez AC, Olivera M, Valencia C, Zambrano P, 

Agreda D, Guasmayan L, Ramírez JD. Evaluación de técnicas moleculares para el 

diagnóstico y la genotipificación de pacientes en todas las fases de la enfermedad de 

Chagas en Colombia. XVI Congreso Colombiano de Parasitología y Medicina 

Tropical. Octubre 21 a 23 de 2015. Memorias Biomédica. Biomédica 

2015;35(Supl.4) p:183.  Presentación Oral (Archivo 13).   
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Identificación de fuentes alimenticias e infección por Trypanosoma cruzi en 
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Colombiano de Parasitología y Medicina Tropical. Octubre 21 a 23 de 2015.  
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(Archivo 13).   
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route in Colombia. Congreso Internacional de Parasitología. ICOPA. Agosto 10 a 15 

2014. Presentación oral (Archivo 14).    

7.3.6 Hernández C; Alvarez C; González C; Ayala MS; León CM; Ramírez JD. 

Deployment of an accurate High Resolution Melting (HRM) assay for the 

discrimination of New World Leishmania species. Congreso Internacional de 

Parasitología. ICOPA. Agosto 10 a 15 de 2014. Presentación poster (Archivo15).    

7.3.7 Hernández C; Brochero H; Parra-Henao GJ; Sotelo-Londoño A; Gómez N; Ardila S; 

Ramírez JD. Description of Trypanosoma cruzi DTUs in Triatoma maculata, 

Panstrongylus geniculatus and Rhodnius pictipes from Colombia. Congreso 

Internacional de Parasitología. ICOPA. Agosto 10 a 15 de 2014. Presentación poster 

(Archivo 16).      

7.3.8 León CM; Hernández C; Montilla M; Ramírez JD. Restrospective distribution of 

Trypanosoma cruzi I genotypes (Domestic TcI and Sylvatic TcI) in Colombia.  

Congreso Internacional de Parasitología. ICOPA. Agosto 10 a 15 de 2014. 

Presentación Poster (Archivo 17).       

7.3.9 Cruz L; Vivas A; Montilla M; Hernández C; Flórez C; Parra E; Ramírez JD.. 

Presentación poster titulada: Deciphering the biological properties of an enigmatic 

Trypanosoma cruzi I domestic genotype (TcI-Dom). Congreso Internacional de 

Parasitología. ICOPA. Agosto 10 a 15 de 2014. Presentación Poster (Archivo 18).       

7.3.10  Hernandez C, Cucunubá Z, Parra E, Toro G, Zambrano P, Ramírez JD. Diagnostico 

mediante PCR de un caso fatal de coinfección de enfermedad de Chagas y VIH/sida. 

Memorias XIII Encuentro científico Instituto Nacional de Salud. Biomédica 2013; 33 

(Supl. 2): 76. Presentación poster (Archivo 19). 

7.3.11 Hernandez DC.  Diagnóstico Molecular de Leishmania. II Taller de fortalecimiento a 

la Vigilancia en Salud Publica de la Leishmaniasis con énfasis en Leishmaniasis 

visceral. Bogotá, Junio 12-14, 2013. Presentación oral (Archivo 20).  
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paciente con Chagas Agudo. XLVII Congreso Nacional de Ciencias Biológicas, Cali, 

Octubre 9-13, 2012.  Presentación oral (Archivo 21). 

7.4 Becas obtenidas  

7.4.1 2014 Beca estudiante de Maestría para participación en Workshop Molecular 

Parasitology. Ciudad de México (Archivo 22). 

7.4.2 2014 Beca estudiante de Maestría para participación en en Workshop Eupath DB. 

Universidad de Georgia, USA (Archivo 23). 

7.4.3 2013 Beca a estudiante de Maestría para participación en II Curso Internacional de 

Biología Molecular de Tripanossomatídeos e II Simpósio Internacional em Biologia 

Molecular da Doença de Chagas. Programa de Pós-Graduação em Biociências e 

Biotecnologia do Instituto Carlos Chagas/Fiocruz-Parana, Brasil (Archivo 24).   

 

7.5 Consentimientos informados y avales éticos 

7.5.1 Consentimiento informado. Proyecto 4. Caracterización de una cohorte de pacientes 

con enfermedad de Chagas, su tratamiento etiológico, eventos adversos y respuesta 

terapéutica (Archivo 25). 

7.5.2 Autorización expresa para la utilización de datos y muestras para futuros estudios 

centro de control de datos y muestras CCDM Red Chagas (Archivo 26). 

7.5.3 Consentimientos informados para pacientes agudos (adultos y menores de edad) 

(Archivo 27).  

7.5.4 Aval comités de investigación y ética del Proyecto 4. Caracterización de una cohorte 

de pacientes con enfermedad de Chagas, su tratamiento etiológico, eventos adversos 

y respuesta terapéutica (Archivos 28 y 29). 

7.6 Publicación sometida 

7.6.1 Sometimiento de artículo en revista Plos Neglected Tropical Diseases: "Evaluation 

of PCR platforms for Diagnosis of Chagas disease: parasitic loads and Discrete 

Typing Units in Acute and Chronic phases" (Archivo 30) 
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