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  Las técnicas moleculares son un avance importante para los laboratorios en los cuales se 

realiza diagnóstico y/o investigación de enfermedades. El uso de técnicas basadas en la amplificación 

de ADN como la PCR y sus variantes, son utilizadas en el diagnóstico por su alta sensibilidad y 

especificidad. En la siguiente investigación se estudia la clonación de secuencias de Plasmodium para 

su uso como controles en el diagnóstico molecular. 

Clonación de secuencias de plasmodium para su 
uso como controles en el diagnóstico molecular
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� RESUMEN

� Las técnicas moleculares son un gran 
avance para el diagnóstico de malaria, pero se 

requiere disponer de controles positivos adecua-
dos, por lo que el objetivo del presente trabajo fue 
obtener secuencias clonadas de Plasmodium vivax 
y P. falciparum para su uso como controles en la 
técnica de PCR para el diagnóstico de malaria. A 
partir de ADN extraído de muestras de pacientes 
infectados, se amplificaron por PCR las secuencias 
codificantes del ARN ribosomal de la subunidad 
pequeña de P. vivax y P. falciparum. Se purificaron 
las bandas de 120 pb y 205 pb, respectivamente, a 
partir de gel de agarosa, y se realizaron las ligacio-
nes con el vector de clonación pGEM-T-Easy. Se 
transformaron células competentes de E. coli 
XL1Blue MRF` con las mezclas de ligación. Poste-
riormente, se identificaron las colonias recombi-
nantes mediante PCR de colonias, de las cuales se 
extrajo el ADN plasmídico para la verificación de la 
clonación de los fragmentos y se utilizaron como 
controles en la PCR. Se obtuvieron 5 colonias 
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recombinantes de P. vivax y 12 de P. falciparum de 
las cuales se extrajo ADN plásmidico. Se utilizaron 
los ADN plasmídicos como controles de reacción 
en la técnica de PCR de diagnóstico de malaria, 
obteniéndose las bandas diagnósticas caracterís-
ticas en todos los casos. La clonación de las secuen-
cias codificantes del ARN ribosomal de la subuni-
dad pequeña de P. vivax y P. falciparum, permitió su 
uso como controles positivos en el diagnóstico 
molecular de malaria, lo cual evita la dependencia 
de muestras positivas que generalmente presen-
tan variabilidad.

Palabras clave: Plasmodium vivax, Plasmodium 
falciparum, PCR, malaria.

� INTRODUCCIÓN

� La malaria es una enfermedad producida 
por parásitos del género Plasmodium transmitida 
por la picadura de mosquitos del género Anophe-
les. Hay cinco especies de Plasmodium que causan 
malaria en el humano, siendo las más frecuentes 
Plasmodium vivax y P. falciparum. La malaria es la 
enfermedad parasitaria más importante del mun-
do, ocasionando casi 500.000 muertes por año. La 
mayoría de los casos se registran en el África 
subsahariana, pero también se ven afectadas Asia 
Sudoriental, el Mediterráneo Oriental, el Pacífico 
Occidental y las Américas. La enfermedad es 
endémica en 91 países y además de su relevancia 
médica y epidemiológica, la malaria tiene impor-
tancia desde el punto de vista socioeconómico, por 
su impacto en los países en vías de desarrollo 
(OMS 2018).

� En las Américas, entre 2000 y 2013 se logró 
una reducción sustancial en la incidencia de casos 
de malaria en todos los países endémicos, con la 
excepción de Guyana y Venezuela, en los cuales se 
describió un aumento significativo de la morbilidad 
por malaria durante el mismo período (WHO 2014). 
En las naciones altamente endémicas de malaria, 
como Brasil, Colombia y, de hecho, las Américas en 
general, han logrado una disminución del 50% o 
más en los casos debido a la implementación de los 
programas denominados Desarrollo del Milenio y 
el Plan de Acción Mundial contra la Malaria 2008-
2015 (Rodríguez-Morales y Paniz-Mondolfi 2014, 
Recht et al. 2017).

� En Venezuela, la malaria por P. vivax 
representó el 82% de todos los casos, durante los 
últimos años, seguida de P. falciparum (16%), P. 
malariae (<1%) e infección mixta (1,4%). Los estados 
Bolívar, Amazonas y Sucre  se encuentran entre las 
regiones de Venezuela con mayor incidencia de 
malaria (63,3, 16,9 y 12,5%, respectivamente) 
(Cáceres 2011). La malaria representa uno de los 
aumentos más obvios en las enfermedades desa-
tendidas de Venezuela, donde se ha observado un 
incremento, de casi tres veces, de los casos de 
malaria en el territorio venezolano desde el año 20-
14. La malaria por P. falciparum ha aumentado 
hasta casi un 30%, en el estado Bolívar (Rodríguez-
Morales y Paniz- Mondolfi 2014, Recht et al. 2017, 
Daniels 2018, PAHO 2018, Pacheco et al. 2019).

� La gravedad y sintomatología de la enfer-
medad depende de la especie infectante, siendo la 
que produce la patología más grave P. falciparum. 
Los síntomas son, principalmente, escalofríos y 
fiebre. La periodicidad de los episodios se corres-
ponde con el ciclo eritrocítico. El aumento de la 
cantidad de eritrocitos infectados y destruidos 
produce restos celulares tóxicos, adhesión de los 
eritrocitos al endotelio vascular y a otros eritro-
citos y formación de coágulos por eritrocitos, 
plaquetas, leucocitos y pigmento palúdico, pudien-
do llevar al fallecimiento (WHO 2014, Milner 2018, 
OMS 2018).

� El diagnóstico de malaria se realiza princi-
palmente por la identificación por microscopía 
(extendido y gota gruesa) de las especies de 
Plasmodium spp. presentes en muestras de sangre 
coloreadas con Giemsa, ha sido convencional-
mente el método de referencia. Sin embargo, esta 
técnica requiere de personal entrenado y tiene 
baja sensibilidad particularmente cuando las para-
sitemias son bajas o en infecciones mixtas (Rosen-
blatt 2009, Barber et al. 2013, Murphy et al. 2013).

� La detección de anticuerpos no es muy útil 
en zonas endémicas y puede presentar baja 
sensibilidad y especificidad. La determinación de 
antígenos del parásito circulante puede ser un 
marcador más apropiado de una infección activa. 
Diversas pruebas inmunocromatográficas comer-
ciales de diagnóstico rápido (RDT: Rapid Diagnostic 
Test) para la detección de antígenos parasitarios 
están disponibles, cuya sensibilidad y la especifi-
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cidad son adecuadas. Las limitaciones de los RDTs 
son que generalmente no pueden identificar infe-
cciones de P. falciparum de las infecciones mixtas, 
la baja sensibilidad especialmente en infecciones 
por P. vivax, P. malariae o P. ovale, las reacciones 
cruzadas con otros antígenos y la permanencia de 
la reactividad después del tratamiento (Rubio et al. 
2001, Moody 2002, Maltha et al. 2010).

� El uso de técnicas basadas en la amplifi-
cación de ADN como la PCR y sus variantes son 
útiles en el diagnóstico por su alta sensibilidad y 
especificidad (Rubio et al. 2001, Murphy et al. 2013). 
Para la técnica se requieren controles positivos, 
tradicionalmente obtenidos a partir de muestras 
de sangre de pacientes, que son muy variables 
(Rubio et al. 2001). La tecnología del ADN recom-
binante permite la clonación de diversas secuen-
cias que posteriormente se pueden utilizar como 
controles positivos (Navarrete-Castro et al. 2004, 
Acevedo et al. 2009, Camacho et al. 2016). Por lo 
que el objetivo de este trabajo fue la clonación de 
secuencias de Plasmodium para su utilización 

sirviendo de controles en el diagnóstico molecular.

� MATERIALES Y MÉTODOS

Muestra biológica

� Se emplearon muestras de sangre  de 
pacientes infectados por P. vivax y P. falciparum 
identificados por microscopía (extendido y gota 
gruesa) de sangre coloreada con Giemsa, realiza-
das por microscopistas especializados del Centro 
de Investigaciones de Campo “Dr. Francesco Vitan-
za”, Tumeremo, municipio Sifontes, estado Bolí-
var, Venezuela. Se confirmó la especie presente en 
estas muestras por PCR realizada en el Instituto de 
Investigaciones Biomédicas “Dr. Francisco J. Tria-
na Alonso” (BIOMED), de la Facultad de Ciencias 
de la Salud, Universidad de Carabobo, Sede 
Aragua, en Maracay, Venezuela.

Plásmido de clonación y genotipo bacteriano

� Se utilizó el vector pGEM®-T Easy (Prome-
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ga), que permite la clonación directa de productos 
de PCR. Se emplearon bacterias Escherichia coli de 
la cepa XL1-Blue MRF` (Stratagene®) y del 
genotipo: supE44, hsdR17, recA1, endA1, gyrA46, 

r
thirelA1, lacf (proAB+ lacI lacZ ∆M15, Tn10, Tet ), 
para la propagación y mantenimiento de los plás-
midos.

Extracción de ADN

� El aislamiento de ADN de las muestras se 
llevó a cabo por extracción con solventes orgáni-
cos utilizando la técnica de fenol- cloroformo-
alcohol isoamílico (Sambrook y Russel 2001), 
adaptada a las condiciones del laboratorio (Rivero 
et al. 2004). El papel de filtro con la sangre seca fue 
colocado en un microtubo, se maceró con 400 μL 
de tampón (Tris 0,05 M, pH 8; EDTA 0,05 M; NaCl 
0,1 M y 1% de SDS) y proteinasa K 0,2 mg/mL. Luego, 
se colocó cada muestra en baño María a 55°C por 1 
hora. Posteriormente, se le adicionó 300 μL de 
fenol- cloroformo-alcohol isoamílico (25:24:1), se 
agitó y se centrifugó a 6.200 g por 5 min. Se trasva-
só el sobrenadante a otro vial y se agregó 300 μL de 
fenol-cloroformo-alcohol isoamílico (25:24:1), se 
mezcló por inversión y se centrifugó a 6.200 g por 5 
min. Se tomo la fase acuosa y se colocó en otro 
microtubo, al cual se le agregaron 300 μL de 
cloroformo, se centrifugó de nuevo y el sobrena-
dante se trasvasó a otro microtubo para posterior-
mente precipitar el ADN con dos volúmenes de 
isopropanol más 50 μL de NaCl 5 M y se colocó a -
20°C durante toda la noche. A continuación, se 
centrifugó a 18.800 g durante 15 min y se lavó el 
precipitado con 700 μL de isopropanol al 70%, se 
centrifugó otra vez a 18.800 g por 15 min y se secó 
el precipitado (Speed Vac Thermo Savant DNA 
120). Finalmente, se resuspendió el ADN en 50 μL 
de agua destilada estéril, se le agregó 0,1 μg/μL de 
ARNasa (Promega) y se incubó  a 65°C durante 10 
min. El ADN se guardó a -20°C hasta su utilización.

PCR anidada

� La detección de P. falciparum y P. vivax se 
llevó a cabo usando cebadores específicos para la 
región del ADN codificante del ARN ribosomal de 
la subunidad pequeña del género Plasmodium; 
cebador directo rPLU5: 
-  5´-CCTGTTGTTGCCTTAAACTTC-3´ y cebador
reverso�rPLU6:

- 5´- TTAAAATTGTTGCAGTTAAAACG-3´ y para 
cada especie: P. falciparum cebador directo rFAL1: 
-  5´- TTAAACTGGTTTGGGAAAACCAAATATAT
T-3´ y cebador� reverso rFAL2: 
-  5´- ACACAATGAACTCAATCATGACTACCCGT
C-3´ y P. vivax: cebador directo rVIV1: 
-   5´- CGCTTCTAGCTTAATCCACATAACTGATA
C-3´ y cebador reverso rV I V2: A C T T C C A A-
GCCGAAGCAAAGAAAGTCCT

TA. El tamaño de los productos esperados es de 
1.200 pb para la secuencia de Plasmodium sp. de la 
primera reacción y en la segunda reacción de 120 
pb para P. vivax y de 205 para P. falciparum 
(Snounou et al. 1993). Las reacciones se llevaron a 
cabo en un volumen de 25 μL con ~10 ng de ADN, 
en un termociclador PTC-100 (MJ Research, Inc., 
Watertown, MA). Se emplearon controles negati-
vos en cada reacción (todos los reactivos excepto 
el ADN molde).

� La PCR para determinar el género Plasmo-
dium, se llevó a cabo empleando los oligo-
nucleótidos cebadores rPLU5 y rPLU6, los cuales 
amplifican una región común del genoma en las 
dos especies estudiadas de Plasmodium. Esta 
reacción se realizó siguiendo el protocolo anterior-
mente estandarizado (Snounou et al. 1993), con 
algunas modificaciones: tampón de reacción 
Colorless GoTaq® Flexi (TrisHCl 50 mM pH 8,5; NaCl 
50 mM), MgCl2 0,6 mM, mezcla de desoxirri-
bonuleótido trifosfato (dNTPs) 120 μM, 0,24 µM de 
cada cebador rpLU6 y rPLU5 y GoTaq® Flexi DNA 
polimerasa (Promega) 1 U. Se adicionó 10 ng de 
ADN obtenido de las muestras de los pacientes, en 
un volumen final de 25 μL. La reacción se realizó en 
un termociclador PTC-100 thermalcycler (MJ 
Research, Inc., Watertown, MA) con el programa; 
94°C por 4 minutos, 30 ciclos de 94°C durante 30 
segundos, 58°C por 1 minuto, 72°C durante 1 minuto 
y una extensión final a 72°C por 5 minutos.

� Para la detección de las especies de P. 
vivax y P. falciparum, se realizó una PCR multiplex, 
es decir, agregando en el mismo tubo los ceba-
dores específicos de cada especie del parásito, de 
la siguiente forma: tampón de reacción GoTaq® 
Flexi (TrisHCl 50mM pH 8,5; NaCl 50mM), MgCl  1 2

mM, mezcla de dNTPs 120 μM, 0,24 µM de 
cebadores para P. falciparum (rFAL1 y rFAL2), 0,16 
µM de cebadores para P. vivax (rVIV1 y rVIV2) y 
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GoTaq® Flexi DNA polimerasa (Promega) 1 U. Se 
adicionó 2 μL del producto de la primera reacción 
de PCR diluido 1/10, para un volumen total de 25 μL.  
La segunda PCR se realizó en un termociclador 
PTC-100 thermalcycler® (MJ Research, Inc., 
Watertown, MA) con el siguiente programa: 94°C 
por 4 minutos, 35 ciclos de 94°C por 30 segundos, 
58°C durante 1 minuto, 72°C por 1 minuto y una 
extensión adicional a 72°C por 5 minutos. En todas 
las PCR realizadas se hizo un control negativo 
formado por la mezcla de reacción.

Electroforesis en gel de agarosa

� Tanto los ADN extraídos de cada muestra 
como los productos de PCR se analizaron en geles 
de agarosa al 2% empleando como tampón de 
electroforesis TBE (Tris Base 0,9 M; Ácido Bórico 
0,9 M; EDTA 0,01 M, pH: 8,5) a un voltaje de 80 V 
por 45 min. Las muestras de ADN se colocaron en 
cada pocillo con tampón muestra (xilen–cianol al 
0,02%, azul de bromofenol al 0,02 %, glicerol al 50%) 

(19)
y SYBR® Green I  y se observaron en un  equipo 
de fotodocumentación (BIORAD Molecular 
Imager® Gel DOC™XR+) utilizando el Software de 
análisis de imagen (Image Lab™ Software Versión 
3.0) suministrado por el mismo fabricante.

Purificación de los productos de PCR

� Las bandas de ADN de las segundas 
reacciones se cortaron a partir de los geles de 
agarosa y se purificaron utilizando el estuche 
comercial Wizard SV Gel and PCR Clean-Up System® 
(Promega Corporation, Madison, Wisconsin, USA) 
siguiendo las instrucciones de la casa comercial.

Construcción de los plásmidos recombinantes

� Se utilizó 1 U de la enzima ADN ligasa T4 
para la reacción de ligación de los productos de 
PCR purificados y el vector comercial pGEM®- T 
Easy. Se empleó una relación molar plásmido- 
inserto 1:5 y 1:10. El tampón utilizado fue: Tris- HCl 
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30 mM (pH 7,8), MgCl  10 mM, DTT 10 mM, ATP 1 2

mM. Posteriormente, se incubó a 4°C por al menos 
12 h.

Preparación y transformación de células compe-
tentes

� Se realizó un cultivo de bacterias, E. coli 
XL1-BLUE MRF´, en 5 mL de medio LB (Luria 
Bertani; triptona 10g/L, extracto de levadura 5 g/L, 
NaCl 5 g/L, pH 7), a partir E. coli XL1B criopre-
servadas y se cultivó a 37ºC y 200 rpm, toda la 
noche. Posteriormente, se diluyó 1 mL del cultivo 
en 50 mL de medio LB y se incubó a 37°C con 
agitación de 200 rpm. Después se centrifugaron las 
células por 15 minutos a 3.000 rpm a 4ºC, y se resus-
pendió el sedimento en 10 mL de CaCl  100 mM 2

también a 4ºC. Se centrifugaron por 15 minutos a 
3.000 rpm a  4ºC y se resuspendieron en 4 mL de 
solución CaCl  100 mM más glicerol 15%, a 4ºC y 2

finalmente se colocaron 200 μL de células compe-
tentes en microtubos y se congelaron rápida-
mente a -80ºC, hasta su uso (Sambrook y Russel 
2001). Una vez preparadas las células compe-
tentes, a 200 µL de las mismas, se les añadió las 
mezclas de ligación para su transformación por 
choque térmico (30 min 4°C, 90 seg 42°C, 2 min 4°C). 
Se agregó 800 µL de medio LB (a 42ºC) a cada tubo 
y se incubó a 37°C, con agitación de 200 rpm por 1 
hora. Se extendieron 200 µL de las células transfor-
madas en placas de LB-Agar-Ampicilina (100 
µg/mL) tratadas con X-Gal (20 mg/mL) e IPTG (1 M). 
Se incubó a 37°C por al menos 12 horas. Posterior-
mente, se cuantificaron las colonias blancas (reco-
mbinantes) y las azules (no recombinantes).

Análisis de las colonias bacterianas recombi-
nantes (PCR de colonias)

Una pequeña traza de cada colonia blanca 
seleccionada fue colocada en 25 µL de mezcla de 
reacción de PCR (cebadores 0,2 mM, MgCl  1 mM, 2

dNTP´s 0,2 mM, Taq polimerasa GoTaq® Flexi, 
Promega 1 U y tampón de reacción GoTaq® Flexi 
Buffer colorless). Los cebadores empleados fueron 
los descritos anteriormente para la segunda rea-
cción de PCR. El programa utilizado fue: 94°C por 5 
min, 30 ciclos (94°C x 30 seg, 50°C x 30 seg, 72°C x 2 
min) y 72°C durante 7 min. Como control negativo 
se utilizó una colonia azul. Los productos de la PCR 
se observaron en geles de agarosa al 2%, 

empleando un marcador de tamaño molecular de 
pares de bases (100 bp DNA step ladder, Axygen).

Obtención de los plásmidos recombinantes

� Una vez confirmada por PCR, la recombi-
nación de los fragmentos de ADN en el vector 
comercial pGEM®-T Easy en las células transfor-
madas, se hicieron cultivos de estas en medio LB 
líquido con ampicilina (100 µg/mL) para obtener a 
partir de estas colonias los ADN plasmídicos. Se 
centrifugaron los cultivos y el sedimento se resus-
pendió en tampón TE (Tris- HCl 50 mM, pH: 8, 
EDTA 10 mM), y RNAsa (100 µg/mL) y se incubó a 
37ºC durante 15 min. Se agregó NaOH 200 mM y 
SDS al 1% y se colocaron por 5 minutos a tempera-
tura ambiente, se añadió acetato de potasio (3 M, 
pH 5,5) y se incubó a 4ºC durante 5 minutos. Luego, 
se centrifugaron las suspensiones y se precipitó el 
ADN plasmídico utilizando isopropanol y acetato 
de potasio (3 M, pH 5,5). Posteriormente, se 
centrifugaron los  microviales a 14.000 rpm por 30 
minutos, se le colocó etanol al 70% al sedimento 
para lavarlo y se centrifugó de nuevo. Se dejaron 
secar los ADN plasmídicos y se resuspendieron en 
agua destilada estéril y se conservaron a -20ºC 
hasta su uso.

� Se realizó la PCR multiplex para la dete-
cción de P. vivax y P. falciparum en la forma antes 
descrita y utilizando como ADN molde 1 µL de los 
ADN plasmídicos obtenidos. Los productos se 
observaron en geles de agarosa de la forma antes 
descrita.

� RESULTADOS

� La cantidad y calidad de los ADN extraídos 
de muestras de sangre en papel de filtro de pacien-
tes infectados con P. vivax y P. falciparum fue buena 
ya que se amplificaron por PCR las secuencias 
codificantes del ARN ribosomal de la subunidad 
pequeña de estos parásitos. Se observaron las  
bandas diagnósticas de 120 pb y 205 pb, de P. vivax 
y P. falciparum respectivamente.

� Se purificaron estas bandas a partir de gel 
de agarosa y se realizaron las ligaciones con el 
vector de clonación pGEM-T-Easy. Tanto la 
reacción de ligación, como la transformación de las 
células competentes E. coli XL1Blue MRF` con las 
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mezclas de ligación fueron exitosas, ya que se 
identificaron 5 colonias recombinantes (blancas) 
de P. vivax y 12 de P. falciparum. Se verificó la 
presencia del inserto en estas colonias mediante 
PCR de colonias, observándose las bandas diag-
nósticas características de 120 pb para P. vivax (Fig. 
1A) y de 205 pb para P. falciparum (Fig. 1B) en la 
mayoría de las colonias.

� Se extrajo el ADN plasmídico de 3 colonias 
recombinantes para cada especie. Se utilizaron 
estos ADN plasmídicos extraídos en la PCR de 
diagnóstico de malaria. De nuevo se obtuvieron las 
bandas diagnósticas características que presenta-
ban el fragmento del tamaño esperado (Fig. 2).

 Figura 1. Electroforesis en agarosa al 2% de 
los productos de reacción de la PCR de colonias 
para la verificación de la clonación. A) (1-5) Colonias 
recombinantes de Plasmodium vivax (M) Marcador 
de 100 pb (Promega). B) (1-5) Colonias recombi-
nantes de Plasmodium falciparum, (M) Marcador 

de 100 pb (Promega).

>>



58 Revista Bioanálisis I Febrero 2021 l 110 ejemplares

 Figura 2. Electroforesis en agarosa al 2% de 
los productos de reacción de la PCR de diagnóstico 
de malaria utilizando los ADN plasmídicos con las 
secuencias clonadas. (1-3) ADN plasmídicos con la 
secuencia clonada de Plasmodium falciparum. (4-6) 
ADN plasmídicos con la secuencia clonada de 
Plasmodium vivax. (M) Marcador de 100 pb (Pro-
mega).

� DISCUSIÓN

� Las técnicas moleculares son un avance 
importante para los laboratorios en los cuales se 
realiza diagnóstico y/o investigación de enferme-
dades parasitarias. El uso de técnicas basadas en la 
amplificación de ADN como la PCR y sus variantes, 
son útiles en el diagnóstico por su alta sensibilidad 
y especificidad en la detección de agentes infeccio-
sos por amplificación de ciertas secuencias genó-
micas. Los resultados no dependen de una infe-
cción anterior ni del estado inmunológico del 
paciente, por lo que permiten identificar infeccio-
nes recientes (activas) (Murphy et al. 2013).

� Desde los últimos años se tiene con un 
gran número de técnicas moleculares basadas en 
la amplificación de ADN (PCR) para el diagnóstico 
de malaria (Snounou et al. 1993, Rivero et al. 2004, 
Murphy et al. 2013, Berzosa et al. 2018, Martín-Díaz 
et al. 2018, Mirahmadi et al. 2018). La diana más 
empleada para la identificación de Plasmodium 
spp. es el ADN codificante del ARN ribosomal de la 
subunidad pequeña 18S (small subunit ribosomal 
RNA, ssu-rRNA), por tener secuencias variables y 
conservadas a lo largo del gen (Snounou et al. 1993, 
Murphy et al. 2013). La técnica de PCR basada en la 
amplificación de esta diana, se utiliza comúnmente 

por los laboratorios de investigación y de referen-
cia de diagnóstico de malaria de los distintos países 
endémicos e incluidos países no endémicos (Snou-
nou et al. 1993), para diagnóstico, en el caso de 
migrantes y viajeros (Martín-Díaz et al. 2018).

� Con respecto a la malaria, se ha demos-
trado en diferentes trabajos que la sensibilidad de 
la técnica de PCR es mayor que la de los métodos 
tradicionales basados en examen microscópico 
(extendido de sangre coloreado y gota gruesa) o 
las técnicas basadas en detección de antígenos 
(Berzosa et al. 2018, Martín-Díaz et al. 2018, 
Mirahmadi et al. 2018). Por otro lado, se obtiene 
una mejor especificidad, lo cual permite una mejor 
identificación de la especie y la determinación de 
mayor número de infecciones mixtas que emple-
ando las otras técnicas (Rubio et al. 2002, Berzosa 
et al. 2018, Martín-Díaz et al. 2018, Mirahmadi et al. 
2018).

� Tanto para la estandarización, validación y 
uso de estas técnicas moleculares se requiere con-
tar con controles positivos, los cuales frecuen-
temente se obtienen de muestras de pacientes o 
de cultivos. En el caso de las muestras de pacien-
tes, la desventaja es la gran variabilidad existente 
por las diversas infecciones con diferentes cepas 
de los parásitos, los cuales pueden dar patrones no 
característicos en algunos casos. Con respecto a 
los cultivos, aunque, sería una muestra más homo-
génea, tiene como desventajas mayor laborio-
sidad, costos y riesgos de infección. Los controles 
son un elemento esencial en la interpretación de 
los resultados, sin ellos no se puede desarrollar un 
ensayo (Navarrete-Castro et al. 2004, Acevedo et 
al. 2009, Camacho et al. 2016, Báez 2017).

� Para diagnosticar malaria es indispensable 
la confirmación en los laboratorios, dado que la 
sintomatología puede ser no característica. Para 
todos los diagnósticos, se necesitan controles 
positivos para validar los ensayos. Convencio-
nalmente, se emplean muestras de pacientes infe-
ctados, que generalmente son difíciles de conse-
guir y presentan variabilidad, o muestras de cultivo 
que requiere de técnicas laboriosas y costosas. 
Una forma eficaz de obtener controles positivos, 
es la utilización de la tecnología de ADN recom-
binante que permite la clonación de secuencias 
específicas del genoma del parásito. En este 
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trabajo se presenta la clonación de las secuencias 
codificantes del ARN ribosomal de la subunidad 
pequeña de P. vivax y P. falciparum, con la finalidad 
de proponer el empleo de estos recombinantes 
como controles positivos para las técnicas mole-
culares, lo que disminuiría el uso de cultivos o 
muestras de pacientes infectados.

� La tecnología de ADN recombinante per-
mite solventar las desventajas del uso de muestras 
de pacientes o cultivos del parásito, con la clona-
ción de las secuencias diana amplificadas por PCR 
(Navarrete-Castro et al. 2004, Acevedo et al. 2009, 
Camacho et al. 2016, Báez 2017).

� En este estudio las secuencias fueron 
insertadas en el vector pGEM®-T Easy, que es un 
vector que permite la clonación directa de produ-
ctos de PCR, representando una estrategia de 
clonación sencilla, que puede ser verificada 
mediante PCR de colonias y PCR de ADN plasmí-
dico extraído de esas colonias recombinantes, tal 

como se hizo en este trabajo y como ha sido reali-
zado en otros trabajos (Navarrete-Castro et al. 
2004, Acevedo et al. 2009, Camacho et al. 2016, 
Báez 2017).

� Esta estrategia de clonación utilizando la 
tecnología del ADN recombinante y vectores apro-
piados para clonación directa de productos de PCR 
se ha utilizado para otros agentes infecciosos, 
tales como; virus, bacterias y hongos. En el caso de 
virus, se ha usado para el virus de influenza aviar 
(Acevedo et al. 2009), virus de la hepatitis C 
(Navarrete-Castro et al. 2004), alfavirus y flavivirus 
(Camacho et al. 2016) y el virus PRRS (síndrome 
reproductivo y respiratorio porcino) (Báez 2017).

� En bacterias, se ha empleado para Bacillus 
anthracis (Sohni et al. 2008), Salmonella entérica 
(Gokduman et al. 2016) y en hongos en Fusarium 
oxysporum (Báez 2017). También se ha utilizado 
para control de calidad en detección de múltiples 
agentes (Chan et al. 2016).
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� Por otra parte, también se ha utilizado 
para el estudio de modificaciones genéticas (muta-
ciones) en el caso de enfermedades hematológicas 
como leucemia (Ustek et al. 2008) y se ha sugerido 
su uso para diferentes agentes patógenos de 
enfermedades endémicas y exóticas (Smith et al. 
2006). En estas últimas, es muy difícil conseguir los 
controles positivos de pacientes, debido al bajo 
número de casos.

� La tecnología del ADN recombinante pue-
de proporcionar un posible banco de controles 
positivos permanente para cualquier agente infe-
ccioso, evitando depender tecnológicamente de 
otros países para obtener los controles y disminu-
yendo la ejecución de protocolos laboriosos y 
costosos para tener aislados tanto virales, como de 
bacterias, hongos, o parásitos, utilizando cultivos 
celulares y/o inoculación de animales de labora-
torio (Navarrete-Castro et al. 2004, Smith et al. 
2006, Sohni et al. 2008, Ustek et al. 2008, Acevedo 
et al. 2009, Camacho et al. 2016, Chan et al. 2016, 
Gokduman et al. 2016, Báez 2017).

� Otra de las ventajas de la clonación de las 
secuencias diana diagnósticas de las técnicas 
moleculares es que se garantiza la reproducibilidad 
de los resultados. Además, de poder hacer estu-
dios de posible variabilidad de ese gen mediante 
secuenciación.

� Entre las colonias recombinantes obteni-
das, dos de ellas; una correspondiente a P. vivax y 
otra correspondiente a P. falciparum, rindieron pro-
ductos de amplificación de tamaños diferentes a 
las bandas diagnósticas características. Pudiese 
tratarse de variantes genéticas del parásito en las 
muestras de esos pacientes, pero hacen falta más 
estudios, principalmente de secuenciación de esos 
productos, para determinar si realmente corres-
ponden a variaciones genéticas del parásito o a 
algún artefacto producido en la metodología de 
obtención de los clones recombinantes. De todos 
modos, esta metodología permite seleccionar los 
clones con el inserto del tamaño correcto y guar-
dar los clones diferentes para estudios poste-
riores.

� Estos plásmidos recombinantes con las 
secuencias clonadas, pueden ser multiplicados de 
manera de mantener un suministro constante de 

controles positivos para diagnóstico e investiga-
ción en malaria, además de poder ser cedidos a 
otros grupos de investigación de regiones no endé-
micas que no disponen de los controles necesarios. 
Además, con ellos puede hacerse control de 
calidad externo y comparaciones de técnicas en 
estudios multicéntricos sin la limitante de que se 
puedan agotar los controles positivos.

� CONCLUSIONES

� Los resultados obtenidos en este trabajo 
demuestran la clonación de los productos de PCR y 
su aplicación como controles en diagnóstico e 
investigación en malaria, favoreciendo la reprodu-
cibilidad de la técnica y evitando el uso de muestras 
de pacientes, que generalmente presentan gran 
variailidad.
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