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NOTA TECNICA

Definicion de las condiciones de temperatura y
almacenamiento adecuadas en la deteccion de ADN de
Leishmania por PCR en flebotominos

Olga L. Cabrera %, Leonard E. Munstermann 2, Rocio Cardenas !, Reynaldo Gutiérrez 3, Cristina Ferro?

1 Laboratorio de Entomologia, Instituto Nacional de Salud, Bogot4a, D.C., Colombia.
2 Departamento de Epidemiologia y Salud Publica, Escuela de Medicina, Yale University, New Haven,
EE.UU.
3 Centro de Investigaciones en Enfermedades Tropicales, CINTROP, Universidad Industrial de Santander,
Bucaramanga, Colombia.

Para estudios epidemiolégicos y programas de control de las leishmaniasis es importante la
determinacion taxondémica del insecto vector y del agente etiol6gico causante de esta
enfermedad. Por su eficacia y sensibilidad, la utilizacion de técnicas moleculares, como la
reaccion en cadena de la polimerasa (PCR) ha permitido avances en entomologia médica. La
metodologia tradicional usada para la busqueda de infeccién en los fleb6tomos es un método
dispendioso que requiere mucho tiempo y capacitacion para emitir un diagnéstico acertado. En
el presente trabajo se evaluaron las condiciones y practicas adecuadas para el almacenamiento
de flebétomos con el propdsito de aplicar la PCR. Hembras de Lutzomyia longipalpis de la
colonia del Instituto Nacional de Salud se infectaron experimentalmente con una cepa de
Leishmania chagasi del valle alto del rio Magdalena (Quipile, Cundinamarca). Los insectos
infectados se preservaron en tres soluciones: etanol al 100%, etanol al 70% y en buffer Tris-
EDTA (TE); submuestras de cada una se almacenaron a -80 °C, -20 °C y a temperatura ambiente.
Para determinar los porcentajes de infeccion, algunas de las hembras se disecaron para buscar
las formas flageladas al microscopio. La extraccion del , ADN se realiz6 con Chelex 100. Para la
amplificacidn se utilizaron los iniciadores OL1 y OL2 de Leishmania con electroforesis en geles
de agarosa al 1%. En cada una de las condiciones descritas se logro la amplificacion de un
fragmento de =120 pb, correspondiente a Leishmania spp. Estos resultados muestran la ventaja
de incorporar como técnica de rutina la PCR para detectar fleb6tomos infectados de zonas
endémicas de leishmaniasis visceral. Por costo-efectividad, se concluyd que las muestras
entomologicas para estudios de incriminacién vectorial utilizando la PCR, se pueden preservar
a temperatura ambiente en etanol al 70%.

Palabras clave: Lutzomyia, Leishmania, preservacion, PCR, Chelex 100.

Definition of temperature and storage adequate conditions in Leishmania DNA detection
by PCR in phlebotomine samples

For epidemiological studies and control programs of leishmaniasis, taxonomic identification of
the etiologic agent of the disease in the insect vector is of critical importance. The implementation
of molecular techniques such as the polymerase chain reaction (PCR) has permitted great
advances in the efficacy and sensitivity of parasite identification. Previously, these investigations
involved labor-intensive dissections and required expert personnel. The present work evaluates
the effects of storage methods of phlebotomine samples in the optimization of PCR identification
of Leishmania. Females of Lutzomyia longipalpis, from the colony of the Instituto Nacional de
Salud, were experimentally infected with Leishmania chagasi (=L. infantum), from the upper
Magdalena Valley (Quipile, Cundinamarca, Colombia). The infected insects were preserved in
three solutions: 100% ethanol, 70% ethanol, and TE; subsamples of each class were stored at
-80 °C, -20 °C and room temperature. To determine infection rates, samples were dissected and
screened microscopically. Chelex 100 was used for extraction of total Leishmania DNA. For
PCR amplification, the kinetoplastic minicircle DNA primers OL1 and OL2 of Leishmania were
used, and the products were visualized by electrophoresis in 1% agarose gels. For each of the
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3 storage conditions, amplifications were successful, producing a =120 base pair product unique
to Leishmania. The results demonstrated the advantage of PCR as a routine screening method
for detecting infected flies in endemic foci of visceral leishmaniasis. Since storage method did
not affect PCR amplification success, the most cost effective method -70% ethanol at room
temperature- is the option recommended for storing entomological samples in vector incrimination

studies.

Key words: Sand fly, Leishmania, preservation, PCR, Chelex 100.

La leishmaniasis visceral es una enfermedad
especialmente importante en salud publica por su
asociacion con mortalidad infantil en ausencia de
tratamiento. En Latinoamérica la causan parasitos
Leishmania infantum (=L. chagasi) y se transmite a
los humanos por la picadura de pequefios dipteros
hematéfagos de la familia Psychodidae. Las
especies del complejo Lutzomyia longipalpis son
consideradas los vectores mas importantes (1-3).
Se encuentran distribuidas en la mayoria de los
focos endémicos de la enfermedad en Centro y
Suramérica (4). Como vector alterno del parésito,
en algunos paises se ha sefialado a Lutzomyia
evansi. En Colombia, el comportamiento de L.
evansi como vector de L. chagasi se demostré en
San Andrés de Sotavento, Cordoba (5). En Costa
Rica se haregistrado como la segunda especie mas
abundante después de L. longipalpis (6). En
Venezuela, en un estudio llevado a cabo en
Guayavita, Aragua, L. evansi fue la especie mas
abundante y se encontrd naturalmente infectada con
Leishmania spp. (7). En localidades donde estas
dos especies, L. longipalpisy L. evansi, presentan
distribucidon simpétrica, se ha sugerido una
alternancia estacional entre ellas, ya que los picos
de abundancia maxima de estas poblaciones no
son simultaneos, por efecto de las variables
climaticas en las poblaciones de estos insectos,
especial-mente en las de L. longipalpis.

En estudios de incriminacioén vectorial, la presencia
del parésito en el insecto es uno de los cuatro
criterios propuestos por Killick-Kendrick como
indispensables para considerar un fleb6tomo como
vector de Leishmania (8). La metodologia
ampliamente usada para la blsqueda de infeccion
en los fleb6tomos, por lo menos hasta la década
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pasada, se basaba en el hallazgo de las formas
flageladas en el intestino de los probables vectores.
Este es un método dispendioso que requiere
mucho tiempo y capacitaciéon para emitir un
diagndstico acertado (9,10).

La incorporacién de técnicas de bhiologia
molecular, calificadas como altamente sensibles
y relativamente rapidas, ha permitido diferenciar
entre especies y subespecies del género
Leishmania en el fleb6tomo, utilizando pocas
cantidades de ADN mitocondrial. La PCR como
una de estas técnicas con capacidad de producir
cientos de copias de ADN se ha utilizado en
estudios entomolégicos con diferentes fines
(11,12).

Con relacién alos medios de almacenamiento para
la preservacion de las muestras entomoldgicas a
partir de las cuales se obtiene el ADN blanco para
aplicacion de pruebas moleculares, en 1998 Uezato
et al. (13) evaluaron tres formas diferentes de
preservacion de biopsias de piel humana para
determinar por PCR las tasas de infeccion con
Leishmania. Parte de las muestras fueron
congeladas, otras embebidas en formol y una
tercera parte en etanol al 100%. Concluyeron que
para el diagnéstico de leishmaniasis por PCR, la
preservacion de las muestras en etanol al 100% es
adecuada tanto para su transporte como para su
almacenamiento.

En cuanto a latemperatura en la cual se mantienen
las muestras para diagnéstico por PCR, se han
sefialado especialmente las siguientes: temperatura
ambiente, -20 °C y -70 °C (14-16).

Para la extraccion del ADN, el método fenol-
cloroformo se describe con mas frecuencia (17-
19). Sin embargo, para la obtencién del ADN de
protozoarios a partir de biopsias de mamiferos y
de intestinos infectados de mosquitos del género
Anopheles, existen otros métodos que se han
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usado con buenos resultados, como la
cromatografia de intercambio iénico (15) y
extraccion con Chelex 100 (20). En los ultimos
afos, el Laboratorio de Entomologia del Instituto
Nacional de Salud estandariz6 la técnica de
extraccion con Chelex 100 al 5% del ADN de
Leishmania presente en el intestino de insectos
del género Lutzomyia (21).

En el presente trabajo se evaluaron las
condiciones de temperatura y almacenamiento
adecuados para detectar el ADN de Leishmania
en el vector por la técnica de PCR. Hembras de
Lutzomyia longipalpis infectadas experimental-
mente se preservaron en: etanol al 100%, etanol
al 70% y buffer Tris-EDTA (TE), bajo las
siguientes temperaturas: -80 °C, -20 °C y
temperatura ambiente. Se concluy6 que todas las
condiciones evaluadas son adecuadas. Por
costos, facilidad de adquisicion y manejo de las
muestras en condiciones de campo, se
recomienda utilizar etanol al 70% a temperatura
ambiente para estudios de incriminacion de
vectores de leishmaniasis.

Materiales y métodos

Infeccion de Lutzomyia longipalpis con
Leishmania chagasi

Hembras adultas de una colonia de L. longipalpis
de tres dias de nacidas fueron alimentadas con
una mezcla de promastigotes de L. chagasiy
glébulos rojos lavados en una proporcion 2:1, a
través de membrana de pollito de dos dias de
edad. El volumen final de esta mezcla fue de 3
mly la cantidad ingerida por insecto fue de 0,5 Ll
aproximadamente (22). Los parasitos y los
insectos provenian originalmente del foco
endémico de leishmaniasis visceral ubicado en
el valle alto del rio Magdalena en el departamento
de Cundinamarca; la cepa de Leishmania, del
municipio de Quipile (4° 44' 03" LN, 74° 33" 47"
LO), y los fleb6tomos de la vereda El Callejon en
el municipio de Ricaurte (4° 18' LN, 74° 42' LO)
(23). Las hembras alimentadas, es decir, aquéllas
en las que se podia observar la ingestion de
sangre, se pasaron a una jaula de muselina de
20 x 20 cm, a una temperatura entre los 22 'y 25
°C. Lajaula con las hembras se introdujo en una
bolsa de plastico para mantener la humedad

298

Biomédica 2002;22:296-302

relativa (70%). Como fuente de carbohidrato, se
ofrecié diariamente a las hembras una solucién
azucarada (saturada) embebida en motas de
algodon colocadas en la parte superior de la jaula.
La presencia de flagelados se confirmé por
observacién directa con ayuda de un microscopio
de luz a 400X, el dia siete postalimentacion. Los
intestinos positivos y negativos se preservaron
para los ensayos de PCR.

Entre ocho y doce dias después de la comida
infectiva, el resto de las hembras se retiré de las
jaulas y se preservaron individualmente en los
tubos de reaccion, en tres soluciones diferentes:
etanol al 100% (41 muestras), etanol al 70% (51
muestras) y buffer Tris EDTA (TE pH 8) (93
muestras). Submuestras de las muestras
anteriores, en cada una de las soluciones, se
preservaron a -80 °C, -20 °C y temperatura
ambiente.

Extraccion del ADN

Uno o dos dias antes de la extraccion, las
hembras individualizadas y sin disecar, se
trituraron manualmente para romper los tejidos.
Con ayuda de una varilla de vidrio muy fina (0,1
cm), cada hembra se molié en el mismo tubo, en
el medio de almacenamiento en el que fueron
preservadas. Después del proceso, los tubos con
las muestras se colocaron nuevamente a la
temperatura correspondiente. El protocolo para
la obtencion del ADN fue el siguiente: 1)
centrifugacién durante 3 minutos a 10.000 rpm;
2) eliminacién del sobrenadante; 3) adicion de
100 pl de Chelex 100 al 5%; 4) incubacién de las
muestras a 56 °C durante 30 minutos en bafio
Maria; 5) agitacion en vortex durante 10
segundos; 6) ebullicion durante 8 minutos; 7)
agitacion en vortex durante 10 segundos; 8)
centrifugacion durante 3 minutos a 10.000 rpm,
y 9) obtencion del ADN del sobrenadante como
plantilla para la PCR.

Amplificacion por PCR del ADN mitocondrial

La amplificacion se realizé utilizando como
iniciadores un par de oligonucledtidos universales
para Leishmania disefiados sobre un area de la
region conservada de los minicirculos del ,ADN,
OL1: GGG GAG GGG CGT TCT GCG AA (16) y
OL2: CCG CCC CTATTT TAC ACC AAC CCC
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(15,24,25), que produce una banda de =120
pares de bases. EL volumen final por tubo de
reaccion fue de 50 pl, de los cuales 4 pl
correspondian a la plantilla de ADN de cada una
de las muestras y 46 I de la mezcla de reaccion,
gue contenia 400 ng de cada iniciador, 2,0 mM
de MgCl, 0,05 mM de dNTPs, 0,05 U de Taq
polimerasa y el buffer (Promega) 1X, el cual
contiene 10 mM de Tris-HCI (pH 9,0 a 25 °C), 50
mM KCly 0,1% de Triton R X-100.

El proceso de amplificacion se realizé en un
termociclador Perkin-Elmer 2.400 bajo las
siguientes condiciones: predenaturacion durante
4 minutos a 94 °C, seguido por 30 ciclos de
denaturacion a 94 °C durante 30 segundos,
anillaje a 55 °C durante 30 segundos y extension
a 72 °C durante 30 segundos, con una extension
adicional de 10 minutos a 72 °C. Como control
de reaccién se utilizé la misma cepa de L. chagasi
suministrada a los insectos en el proceso de
infeccion y como control negativo se preparé el
dia de la extraccién un intestino de L. longipalpis
de colonia con 48 horas de nacido, siguiendo el
mismo procedimiento descrito para las muestras.

Del producto amplificado se tomaron 12 ply se
mezclaron con 4 [l de buffer de carga, el cual
contenia azul de bromofenol al 0,1%. La
electroforesis se realizé en geles de agarosa al
1%, tefiidos con bromuro de etidio y visualizados
con luz UV. Como marcador de peso molecular
se empled el fago x174 digerido con Hae Il

Resultados

De las 185 hembras alimentadas con la mezcla
parasito y sangre, se disecaron 40 (21,6%) y los
intestinos se observaron directamente al
microscopio de luz, registrando un porcentaje de
positividad superior al 95%. El resultado de la
PCR fue negativo para los intestinos sefialados
como negativos por observacién directa (3,5%)
y positivo para los intestinos infectados con
promastigotes (96,5%).

Una submuestra de 21 hembras de las 145
alimentadas y no disecadas se incluyeron en los
ensayos de PCR. La positividad fue del 81%.

Usando la reaccion en cadena de la polimerasa
se obtuvo la banda esperada a partir de material

DETECCION DE ADN DE LEISHMANIA EN FLEBOTOMOS, POR PCR

preservado en etanol al 100%, etanol al 70% y
en buffer Tris EDTA (TE, pH 8). Se observaron
Unicamente bandas de =120 pares de bases
correspondientes al fragmento de la region
conservada del ,ADN de Leishmania.

La obtencion del ADN por el método descrito
resulté adecuada y eficiente, permitiendo la
visualizacion de la banda esperada en geles de
agarosa después de 30 ciclos de amplificacion.
Todos los productos mostraron una intensidad
uniforme sugiriendo una concentracion similar en
estas muestras. La figura 1 permite observar
productos amplificados de las muestras
almacenadas en los tres medios a temperatura
ambiente. La figura 2 ensefia los productos de
las muestras de ejemplares completos,
almacenados en cada uno de los medios y bajo
las tres temperaturas establecidas.

Discusion

Actualmente, la deteccion de parasitos del género
Leishmania en los insectos incluye métodos que
van desde la busqueda directa de los flagelados
en el tracto digestivo del insecto hasta técnicas
moleculares que usan principalmente (ADN
(12,26-30). La técnica de reaccion en cadena de
la polimerasa (PCR), por su alta sensibilidad y
especificidad, ha facilitado adelantar estudios eco-
epidemiolégicos en areas de alta endemicidad,
suministrando datos mas precisos en periodos de
tiempo mas cortos (17,29). Aunque la correcta
amplificacion del ADN depende especialmente de
la apropiada seleccién de los iniciadores, en los
estudios de incriminacion vectorial, el método de
almacenamiento de la muestra y el proceso de
extraccién son dos aspectos importantes que
contribuyen al éxito de esta amplificacion. Lo
anterior teniendo en cuenta que, ademas del ADN
del parasito, existe la posibilidad de contar con
la presencia de ADN de tejidos del insecto, de
otros parasitos o de microorganismos que pueden
inhibir o interferir en la reaccion.

En el presente estudio se evalué la PCR como
una técnica util en la deteccion de parasitos de
Leishmania presentes en el insecto vector. La
incorporacion del uso del Chelex 100 en el
proceso de extraccion de ADN de protozoarios a
partir de muestras de pequefios insectos es una
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alternativa practica y eficiente frente a otros
protocolos (31). La experiencia de Schriefer et
al. (20) es diferente a la nuestra respecto a la
extraccion de ADN con Chelex 100, considerando
gue ellos tuvieron algunas dificultades para
detectar infeccién con parasitos de malaria tanto
en mosquitos individuales como en pequefios
volimenes de sangre. En nuestro ensayo, el ADN
de Leishmania en fleb6tomos infectados
experimentalmente se pudo visualizar sin ningun
problema (figura 1).

En cuanto a los medios de almacenamiento a
diferentes temperaturas en este ensayo, los
resultados demostraron que no hay alteracién del
ADN del parésito en los insectos infectados
experimentalmente en ninguna de las
combinaciones realizadas (figura 2). Teniendo en
cuenta que los resultados obtenidos con etanol
al 70% a temperatura ambiente son iguales, por
un lado, a los obtenidos con esta misma solucién
a -20 °Cy -80 °Cy, por el otro, con los de las
otras dos soluciones, etanol al 100% y con TE
(buffer Tris-EDTA), en las tres temperaturas
evaluadas. Por costos, facilidad de adquisicion y
manejo de las muestras en condiciones de
campo, para estudios de incriminacion de

Figura 1. Resultados de las muestras en diferentes medios
a temperatura ambiente. Carril 1: MPM; carril 2: control
positivo, cultivo L. chagasi; carril 3: control negativo, intestino
de un insecto alimentado con la mezcla infectiva; carril 4:
intestino con flagelados en TE, con visualizacién de la
banda; carril 5: muestra de un insecto expuesto al alimento
infectivo sin visualizacién de la banda; carriles 6, 7 y 8:
insectos completos sin disecar expuestos al alimento
infectivo, almacenados respectivamente en TE, etanol al
70% y etanol 100% con visualizacién de la banda.
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Figura 2. Resultados de las muestras en diferentes medios
y temperaturas. Carril 1: MPM; carril 2: control positivo,
cultivo L. chagasi; carril 3: control negativo, insecto de
colonia en TE; carril 4: muestra de un insecto expuesto al
alimento infectivo, almacenado en TE a -70 °C, con
visualizacién de la banda; carriles 5y 7: insectos completos
sin disecar expuestos al alimento infectivo, almacenados
en etanol al 70% a temperatura ambiente, con visualizacion
de la banda; carriles 6 y 8: intestino con flagelados en etanol
al 100% a  -20 °C con visualizacion de la banda.

vectores de leishmaniasis, se recomienda utilizar
etanol al 70% a temperatura ambiente.

No obstante, se necesitan futuros estudios para
llegar a la caracterizacion e identificacién
etiolégica de los paréasitos y vectores
comprometidos en los ciclos de transmisién en
areas endémicas de leishmaniasis en el pais,
especialmente de leishmaniasis cutdnea, ya que
parasitos y vectores varian con la distribucion
geografica de la enfermedad (32).

En conclusién, para estudios de incriminacion
vectorial, el etanol al 70% a temperatura ambiente
es la forma de almacenamiento adecuada para
insectos del género Lutzomyia. Ademas, estos
resultados muestran la ventaja de incorporar la
PCR para detectar flebétomos infectados en
zonas endémicas de leishmaniasis visceral, como
técnica de rutina.
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