
Resumen
Objetivo: Determinar la presencia de las mutaciones 2299delG y C759F en 37 individuos co-
lombianos no relacionados que presentan RP e hipoacusia neurosensorial. Materiales y métodos: 
análisis de secuencia directa del exón 13 del gen USH2A en todos los individuos seleccionados 
para el estudio. Resultados: la mutación 2299delG fue observada únicamente en individuos con 
Síndrome de Usher tipo II, mientras que la mutación C759F, no fue identificada en los individuos 
del estudio.

Palabras clave: síndrome de Usher, trastornos sordoceguera, pérdida auditiva sensorineural, reti-
nitis pigmentosa, mutación.

Abstract
Objective: Presence of 2299delG and C759F mutations was screened in 37 Colom¬bian non-
related individuals presenting RP and sensorineural deafness. Materials and methods: Direct 
sequence analysis of exon 13 of USH2A gene was performed in all individuals selected for the 
study. Results: 2299delG mutation was found only related to Usher syndrome type II, and 
C759F mutation was not found in any of the selected individuals.

Keywords: Usher Syndromes, Deaf-Blind Disorders, Sensorineural Hearing Loss, Retinitis Pig-
mentosa, Mutation.
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Introducción
El Síndrome de Usher (USH) es una entidad de 
herencia autosómica recesiva, que se presenta con 
hipoacusia neurosensorial, retinitis pigmentosa pro-
gresiva y, en algunos casos, disfunción vestibular. El 
Síndrome es la causa más frecuente de sordo-ceguera 
en el mundo, y constituye el 6% de la población con-
génitamente sorda y el 18% de toda la población con 
RP (1); la prevalencia del USH está en un rango de 
3.5 a 6.2 casos de cada 100,000 habitantes (2); su fre-
cuencia en Estados Unidos es alrededor de 5/100,000 
(1); en Escandinavia de 3.0/100,000 (3) y en Colom-
bia, de 3,2/100.000 habitantes y constituye el 9,6% 
de la población sorda y el 10% de la población ciega 
(4-6). Clínicamente, el USH se divide en tres tipos: 
el tipo I (USH1) se caracteriza por sordera profunda 
congénita, ausencia de respuesta vestibular y apari-
ción de RP progresiva en la primera o principios de la 
segunda década de vida; el tipo II (USH2) por sorde-
ra congénita de moderada a severa, respuesta vestibu-
lar normal, con inicio de RP progresiva en la segunda 
década de vida; y, el tipo III (USH3), por pérdida 
auditiva progresiva, respuesta vestibular variable y 
aparición de RP en edad variable (7).

El USH presenta una significativa heterogeneidad 
genética: a cada uno de los tres tipos clínicos del sín-
drome le corresponde uno o más subtipos genéticos. 
Hasta el momento, se han identificado 14 loci asocia-
dos con el USH: seis responsables del fenotipo USH1 
(USH1B-K), cuatro del USH2 (USH2A-D) y uno 
del fenotipo USH3 (USH3A). De ellos, han sido 
identificados nueve genes responsables: MYO7A para 
USH1B, USH1C para USH1C, CDH23 para US-
H1D, PCDH15 para USH1F, SANS para USH1G, 
y CIB2 para USH1J (8-13); USH2A para USH2A, 
VLGR1b para USH2C, WHRN para USH2D y US-
H3A para USH3 (14-18). De todos los anteriormente 
mencionados, el primer gen identificado fue el US-
H2A (19), el cual codifica para la proteína Usherina 
(20, 21).

Algunos autores han reportado que el USH2 es la for-
ma más común de Síndrome de Usher, ya que cuen-
ta para casi la mitad de los casos reportados (22-24), 

aunque en Colombia se observa una frecuencia muy 
similar entre el USH1 y USH2. Algunos estudios en 
población europea y americana han reportado tam-
bién que entre 74 al 83% de los casos USH2, corres-
ponden al subtipo USH2A (16, 25). Inicialmente se 
describió que el gen USH2A constaba de 21 exones, 
pero posteriormente se definió que existe una segun-
da isoforma que comprende 72 exones adicionales a 
los ya conocidos (26).  

Un gran número de mutaciones han sido identifi-
cadas en el gen USH2A, pero la más prevalente es 
la 2299delG (14, 16, 27-31). Esta mutación ha sido 
identificada en el 25% de la población española con 
USH2 (27) y es responsable tanto del fenotipo de 
USH tipo II, como USH atípico (32). Existe eviden-
cia que indica que esta mutación tuvo su origen en la 
población del sur de Europa (33). Otro cambio fre-
cuente en el gen USH2A, es la mutación C759F, la 
cual es responsable del fenotipo USH2 (28, 34) y RP 
sin sordera (35). Ambas mutaciones están localizadas 
en el exón 13, una región que representa sólo el 6.4% 
de la región codificante de este gen (36). Dada la 
prevalencia de estas dos mutaciones y la variabilidad 
fenotípica que presentan, el objetivo de este trabajo 
fue identificar estos cambios en individuos colombia-
nos con asociación de RP e hipoacusia neurosensorial 
congénita. 

Materiales y métodos
Población objeto de estudio
La población objeto de estudio estuvo conformada 
por 37 individuos con RP e hipoacusia neurosenso-
rial, que fueron seleccionados en tamizajes realizados 
por el Instituto de Genética Humana de la Univer-
sidad Javeriana y la Fundación Oftalmológica Na-
cional (FUNDONAL) en 11 ciudades del país, en 
institutos para ciegos y sordos. Para ello se realizaron 
exámenes de fondo de ojo y audiometría. A los indivi-
duos seleccionados se les tomaron muestras de 7 mL 
de sangre periférica por punción venosa, previa firma 
del consentimiento informado. El diagnóstico clíni-
co se realizó con base en la historia clínica completa 
de los individuos afectados, la evaluación del mayor 
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número posible de familiares, la elaboración del 
árbol genealógico y exámenes diagnósticos de elec-
trorretinograma (ERG), campimetría, angiografía, 
fotos de fondo de ojo y audiometría. Este estudio 
fue aprobado por el Comité de Ética de la Pontificia 
Universidad Javeriana.

Pruebas moleculares
El ADN de las muestras fue extraído por medio 
de la técnica fenol-cloroformo. Posteriormente se 
realizó el análisis de secuenciación del exón 13 del 
gen USH2A en todos los individuos seleccionados 
para el estudio. El procedimiento utilizado para la 
secuenciación fue el siguiente: una vez obtenido el 
producto de PCR (Polymerase Chain Reaction), se 
purificó y se realizó la reacción de secuenciación con 
2 μl de mezcla de reacción, 2 μl de solución tam-
pón 5X, 1 μl de iniciador y 5 μl de producto pu-
rificado. Las condiciones de temperatura fueron: 
95 °C por 10 segundos, 50 °C por 5 segundos y 60 
°C por 4 minutos, durante 35 ciclos. Se realizó la 
precipitación de la reacción de secuenciación por el 
método de etanol. Los análisis de secuenciación se 
realizaron en el ABI-PRISM 3100-AvantTM con el 
kit de secuenciación BigDye terminatorTM, versión 
3.1. Finalmente, se analizaron las secuencias con el 
software DNAstarTM. La secuencia consenso utili-
zada para el gen USH2A se obtuvo de: http://www.
ensembl.org/Homo_sapiens/Transcript/Summary
?db=core;g=ENSG00000042781;r=1:215796236-
216596738;t=ENST00000366942. 

Resultados
Para el estudio fueron seleccionados en total 37 indi-
viduos no relacionados distribuidos en tres grupos de 
la siguiente forma: 1) 26 individuos no relacionados 
con síndrome de Usher tipo II, 2) cuatro individuos 
no relacionados con fenotipos similares a Síndrome 
de Usher pero con un mecanismo de herencia auto-
sómico dominante o presencia de individuos con RP 
sin sordera e individuos con sordera sin RP dentro 
de la misma familia, y 3) siete individuos no relacio-
nados con RP e hipoacusia leve no diagnosticados 
como Síndrome de Usher. Se realizó el análisis de se-

cuenciación automática del exón 13 del gen USH2A 
en las muestras de los 37 individuos seleccionados.

Los resultados del análisis de secuenciación se obser-
van en la Tabla 1. En total, el 18.9% de la población 
estudiada, presenta la mutación 2299delG, ya sea en 
estado homo o heterocigoto (Figura 1) y ninguno 
presenta la mutación C759F. De la población con 
diagnóstico de Síndrome de Usher tipo II, cerca del 
27% de los propósitos porta la mutación 2299delG, 
ya sea en estado homocigoto o heterocigoto.

Tabla 1. Resultado del análisis de secuenciación automática en la 
población analizada.

FENOTIPO Número de 
individuos

Resultado  
Secuencia

Síndrome de  
Usher tipo II

1 2299delG en estado
homocigoto

6 2299delG en estado
heterocigoto

19 Ningún cambio identificado

Similar a USH 4 Ningún cambio identificado

RP con HNS leve 7 Ningún cambio identificado

TOTAL 37

Figura 1. Secuencia del exón 13 del gen USH2A. a) Mutación 
2299delG en estado homocigoto. b) Secuencia sin la mutación.
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El 3.8% de los individuos con Síndrome de Usher 
tipo II, presentan la mutación 2299delG en estado 
homocigoto, mientras que el 23.1% la presenta en 
estado heterocigoto. La frecuencia alélica de esta 
mutación en la población estudiada con Síndrome 
de Usher tipo II, es de 15.4% (Tabla 2).

Tabla 2. Frecuencia alélica de la mutación 2299delG.

FENOTIPO Alelos  
2299delG 

Total Alelos 
Analizados

Frecuencia
Alélica

Síndrome de 
Usher tipo II 8 52 15.4%

Similar a USH 0 8 0

RP con HNS 
leve 0 14 0

Discusión
La frecuencia del USH en Colombia ha sido es-
timada en 3,2/100.000 habitantes y constituye el 
9,6% de la población sorda y el 10% de la pobla-
ción ciega (4-6). Entre la población afectada con 
USH, casi el 40% corresponde al tipo II de la 
enfermedad (datos de los autores), y la necesidad 
de diagnosticar molecularmente estos individuos, 
ha incrementado el interés hacia la realización de 
pruebas confiables para detectar las mutaciones 
propias de la población colombiana, lo cual será 
de vital importancia en el momento de realizar un 
diagnóstico temprano e iniciar un proceso de re-
habilitación. 

La mutación 2299delG es la mutación más fre-
cuente en individuos con USH2 en el mundo y 
su frecuencia está estimada en un 25% en la po-
blación española (27). En el presente estudio, se 
identificó la mutación 2299deG en un 18.9% de 
la población analizada y en un 27% de los indi-
viduos diagnosticados con USH2. Los individuos 
con la mutación 2299delG tanto en estado homo-
cigoto como heterocigoto, presentaron un fenoti-
po muy similar y homogéneo de USH típico. En 
cuanto a los individuos que presentan la mutación 
en estado heterocigoto, muy seguramente se trata 

de heterocigotos compuestos, en quienes hasta el 
momento no se ha identificado la otra mutación 
causante. Se observaron algunos casos en los que 
la hipoacusia se manifestó de forma más severa 
que en otros, lo cual puede ser causado por la pre-
sencia de una segunda mutación más agresiva en 
algunos de los heterocigotos compuestos. Hasta el 
momento, no se ha identificado esta mutación en 
pacientes con RP e hipoacusia leve, ni en pacientes 
con fenotipo similar a USH en Colombia. 

La mutación C759F, consiste en una transversión 
de una Guanina por una Timina que conduce a 
un cambio de una Cisteína por una Fenilalanina 
en el residuo 759, y constituye otro cambio fre-
cuente en el gen USH2A en España (36, 37). En 
este estudio, la mutación C759F no fue identifica-
da en ninguno de los individuos de la población 
analizada, contrario a lo que se esperaba, lo que 
indica que la población colombiana no puede, en 
todos los casos, ser comparable con la población 
española. Estos resultados sugieren que la pobla-
ción colombiana podría tener mutaciones propias; 
debido, tal vez, a diferentes rutas de migración, el 
gran bagaje indígena o incluso, mutaciones de tipo 
efecto fundador. Este mismo fenómeno se ha re-
portado en otras poblaciones, como es el caso de 
Japón, en donde existe una marcada diferencia en-
tre su espectro mutacional y el de otras poblacio-
nes (38, 39). La población colombiana podría estar 
mostrando un comportamiento similar al de otras 
poblaciones como la china o la finlandesa (40, 41).

Se conoce que mutaciones en el gen USH2A son 
responsables de un amplio espectro de fenotipos 
y, en especial, las mutaciones 2299delG y C759F, 
que se han visto asociadas a fenotipos tanto de Sín-
drome de Usher tipo II, Síndrome de Usher atípico 
y RP aislada. En los reportes se ha descrito como 
Síndrome de Usher atípico aquellos individuos que 
presentan RP e hipoacusia neurosensorial de he-
rencia autosómica recesiva, pero similar al fenotipo 
del USH3, es decir, con progresión de la hipoacu-
sia (32, 36). En el presente estudio, los individuos 
reportados con un fenotipo similar a USH, son 
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individuos que, si se analizan de forma particular, 
podrían ser diagnosticados como USH tipo II, pero 
que al analizar el conjunto familiar, se hace eviden-
te un patrón de herencia autosómico dominante 
que no coincide con los parámetros de diagnóstico 
del síndrome. En otras de las familias, se observan 
individuos con lo que parecería ser USH, pero con 
hermanos con RP aislada y otros con hipoacusia 
aislada; por lo tanto, no se puede definir en ellos 
el diagnóstico clínico de USH atípico hasta que se 
logre identificar los genes responsables. 

En conclusión, este estudio muestra que el 27% de 
la población colombiana con diagnóstico clínico 
de Síndrome de Usher tipo II presenta la muta-
ción 2299delG, y esta frecuencia es muy similar 
a la reportada en España, que es del 25% (27). La 
mutación C759F, no ha sido identificada hasta el 
momento en individuos con Síndrome de Usher 
tipo II. Para el futuro, sería importante realizar el 
mismo tamizaje mutacional en individuos con RP 
aislada, para poder establecer la frecuencia de las 
mutaciones en esta población.
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Resumen
Objetivo: Optimizar las condiciones de amplificación del gen B1 (35 copias en el genoma) para 
la detección de ADN de T.gondii en casos probables de toxoplasmosis cerebral. Materiales y mé-
todos: Se realizó extracción de ADN a partir de exudado peritoneal de ratones inoculados con la 
cepa RH de T. gondii obteniendo 17 mL con una concentración inicial de 1x107 parásitos/mL. Se 
optimizaron las condiciones de PCR del gen B1. Resultados: Se obtuvo amplificación de un frag-
mento de 132 pb a partir de ADN obtenido de diluciones seriadas desde 1x106 a 1x10-1 parásitos 
por mL, estableciéndose un límite de detección de 1 taquizoíto de T. gondii.

Palabras clave: toxoplasmosis, optimización, reacción en cadena de la polimerasa, gen B1, detección.

Abstract 
Objective: This study aimed to optimize the conditions B1 gene amplification (35 copies in the 
genome) for the detection of. T gondii DNA in probable cases of cerebral toxoplasmosis. Mate-
rials y methods: DNA extraction was performed from the peritoneal exudate of mice inoculated 
with the RH strain of T. gondii obtaining an initial 17 mL to 1x107 parasites/mL. PCR conditions 
yielding B1 gene amplification of a fragment of 132 bp DNA obtained from serial dilutions from 
1x106 to 1x10-1 parasites per ml were optimized, setting a limit of detection of 1 T. gondii tachyzoite. 
Resulted: B1 gene amplification of a fragment of 132 bp DNA obtained from serial dilutions 
from 1x106 to 1x10-1 parasites per mL were optimized, setting a limit of detection of 1 T. gondii 
tachyzoite.

Keywords: toxoplasmosis, optimization, chain reaction polymerase, B1 gene detection.
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Optimización de la Reacción en Cadena de la Polimerasa 
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Introducción 
La toxoplasmosis es una zoonosis mundial cu-
yos huéspedes definitivos son los felinos y como 
huéspedes intermediarios se encuentran el hombre 
y la mayoría de animales de sangre caliente (1). 
En el humano, la mayoría de las infecciones por              
T. gondii son subclínicas, sin embargo una infec-
ción severa puede ocurrir en los pacientes inmu-
nocomprometidos dentro de los que se encuentran 
los pacientes con VIH/SIDA y con tumores ma-
lignos (2). En los pacientes con SIDA, a pesar de 
la terapia antirretroviral, la toxoplasmosis cerebral 
(TC) es la infección oportunista más frecuente (3).

La optimización de las condiciones de amplifica-
ción por PCR para el gen B1 de T. gondii, permiti-
rá ser la base para realizar el diagnóstico molecular 
en pacientes con probable toxoplasmosis cerebral a 
través de la técnica de PCR en muestras biológicas 
de Liquido Cefalo Raquídeo (LCR) y sangre, ya 
que en Colombia, el diagnóstico de toxoplasmosis 
cerebral se realiza presuntivamente mediante ha-
llazgos clínicos, radiológicos, serológicos y la res-
puesta a la terapia anti-Toxoplasma (4). 

Es importante tener en cuenta que la mayoría de 
microorganismos que producen cuadros neuroló-
gicos en pacientes inmunosuprimidos (T. cruzi,                        
Cryptococcus neoformans, Esptein-Barr entre otros) 
también causan  sintomatología y se evidencian 
hallazgos radiológicos similares a los que se pre-
sentan en la TC, por lo que se resalta la impor-
tancia de realizar la PCR en LCR y sangre  para 
hacer diagnóstico diferencial de TC y formular el 
tratamiento adecuado para el paciente (5).

Materiales y métodos
Mantenimiento de la cepa RH de T. gondii en 
modelo animal
Se realizó el mantenimiento de la cepa de referen-
cia RH de T. gondii (ATCC 50174) a través de 
pases sucesivos en ratones de la cepa ICR-CD1, 
machos y hembras, de 18 a 20 días de edad, me-
diante la inoculación intraperitoneal con 0,3 mL 

de taquizoitos a una concentración de 1 x106  
parásitos/mL.

Se mantuvieron en el bioterio los animales ino-
culados, debidamente identificados, siguiendo las 
normas CICUAL (6). Se revisaron diariamen-
te para detectar cambios en el comportamien-
to como letargia e inactividad y cambios físicos 
como irritación ocular, hepato o esplenomegalia, 
piloerección que evidenciaron la infección por  
T. gondii dándose así punto final al experimento 
y mediante eutanasia de los ratones en cámara de 
CO2 recolectar, del exudado de éstos, un mínimo 
106 taquizoítos del parásito/mL.

Extracción de ADN parasitario
Se realizó la extracción del ADN parasitario a par-
tir del exudado peritoneal v/v con Clorhidrato de 
Guanidina, con una concentración de 1x106 pará-
sitos/mL, con el kit PureLinkTM Genomic DNA 
Kits, siguiendo las instrucciones del fabricante así: 
Se resuspendieron 200 μl de cada una de las mues-
tras (cepa de referencia RH de T. gondii ) en 200 μl 
de Solución Salina estéril, se adicionaron 20 μl de 
Proteinasa K a la muestra, no se adicionó RNAsa 
A a la muestra, porque puede producir inhibición, 
se mezcló suavemente con vórtex, se incubó por 2 
minutos a temperatura ambiente,  se adicionaron 
200 μl de PureLinkTM Genomic Lysis/Binding 
Buffer y se mezcló suavemente con vórtex. Se in-
cubó a 55°C por 10 minutos para promover la di-
gestión proteica. Se adicionaron 200 μl de etanol 
(96-100%) al lisado. Se mezcló suavemente con 
vórtex por 5 segundos.

Unión del ADN. Se tomó una columna Pure-
LinkTM Spin Column del paquete. Se adicionó el 
lisado obtenido en el paso anterior. Se centrifugó 
la columna a 10.000 g por 3 minutos a tempera-
tura ambiente. Se descartó el tubo colector y se 
transfirió la columna a un nuevo tubo colector.

Lavado de ADN. Se adicionaron 500 μl de Buffer 
de Lavado 1 a la columna. Se centrifugó la columna 
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a 10.000 g por 3 minutos a temperatura ambiente. 
Se descartó el tubo colector y se transfirió la co-
lumna a un nuevo tubo colector. Se adicionaron 
500 μl de Buffer de Lavado 2 a la columna. Se 
centrifugó la columna a máxima velocidad por 3 
minutos a temperatura ambiente.

Elución del ADN. Se transfirió la columna a un 
tubo eppendorf estéril de 1,5 ml. Se adicionaron 
100 μl de buffer de elución del kit. Se incubó a 
temperatura ambiente por 2 minutos. Se centrifu-
gó la columna a máxima velocidad por 3 minutos 
a temperatura ambiente. Se descartó la columna, 
el tubo colector es el que contiene el ADN. Se al-
macenó el ADN a -40°C.

Cuantificación de ADN. Se realizó la cuantifica-
ción del ADN obtenido mediante espectrofotó-
metro NanoDrop ™ 2000 utilizando 2 μl de la 
muestra conservando la tensión superficial y la 
estática entre dos fibras ópticas sin la necesidad 
de utilizar diluciones.

Optimización de la técnica de PCR.
Se realizaron los análisis moleculares con el ADN 
del parásito, extraído a partir de exudado perito-
neal de ratones inoculados cepa ICR-CD1.

Se utilizaron los oligonucleótidos reportados por 
Costa JM y Bretagne S (7) y tomando como base 
las condiciones de amplificación para el gen B1 in-
formadas por Reischi y col. (8), se optimizaron las 
temperaturas óptimas de hibridación (Tms) de los 
oligonucleótidos, el tamaño del fragmento espe-
rado, el tiempo de desnaturalización como el de 
extensión, el número de ciclos y el tiempo del ciclo 
de extensión final.

Determinación de la sensibilidad de la técnica de 
PCR para la detección del gen B1 de T. gondii
Se determinó la sensibilidad para la detección del 
gen B1 del parásito con diferentes concentraciones 
de ADN de la cepa RH de T. gondii. Para estable-
cer la concentración de ADN obtenida se realizó la 
cuantificación por espectrofotometría con el  NA-

NODROP 2000 y a partir de esta concentración 
se prepararon diluciones de 1x106 parásitos/mL, 
1x105 parásitos/mL, 1x104 parásitos/mL, 1x103 
parásitos/ml, 1x102 parásitos/ml, 1x101 parásitos/
mL, 1x100 parásitos/ml, 1x10-1 parásitos/mL; para 
determinar  la mínima cantidad de ADN detecta-
da por los oligonucleótidos del gen B1.

Ensayos de exclusividad de la técnica de PCR 
para la detección del gen B1 de T. gondii
Se determinó la especificidad de los oligonucleó-
tidos mediante la amplificación de ADN de otros 
microorganismos como Plasmodium falciparum, 
Trypanosoma cruzi y Leishmania braziliensis. 

Resultados
Luego de la extracción de ADN, se realizó la res-
pectiva cuantificación obteniéndose una concentra-
ción promedio de ADN parasitaria de 28.5ng/mL.
La mezcla de reacción para la amplificación del 
gen B1 fue optimizada así: GoTaq Hot Start Green 
Master Mix 1X, oligonucleótidos directo y reverso 
4 pM y 5 μl ADN para un volumen final de 25 
μl. Las condiciones de amplificación optimizadas 
para el gen B1 se encuentran en la Tabla 1.

Tabla 1. Condiciones de amplificación para el gen B1 de T. 
gondii

CONDICIONES GEN B1
Ciclos 50 ciclos
Acondicionamiento 95°C / 10 minutos
Desnaturalización 95°C / 1 minuto
Anillamiento 56°C / 1 minuto
Extensión 72°C / 1 minuto
Extensión final 72°C / 10 minutos

La visualización del producto de amplificación, se 
realizó mediante una electroforesis en gel de agarosa 
(2%), teñido con Gel Red. 
En cuanto al límite de detección de PCR para detec-
ción de T. gondii la mínima concentración de ADN 
detectada por los oligonucleótidos del gen B1, corres-
ponde a la dilución 100, es decir a 1 taquizoíto de T. 
gondii. Figura 1.
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Figura 1. Límite de detección de PCR para detección de T. gon-
dii y especificidad mediante amplificación de ADN obtenido de 
otros microorganismos como P. falciparum y T. cruzi. 

Mediante los ensayos de exclusividad de la técnica 
de PCR para la detección del gen B1 de T. gondii 
se determinó la especificidad de los oligonucleóti-
dos mediante la amplificación de ADN obtenido 
de otros microorganismos como P. falciparum, T. 
cruzi y  L. braziliensis. Al amplificar el ADN de 
estos organismos con los oligonucleótidos para  
el gen B1 bajo las mismas condiciones de ampli-
ficación no se observó ninguna reacción cruzada. 
Figuras 1 y 2.

Figura 2. Especificidad de PCR para detección de T. gondii me-
diante la amplificación de diferentes diluciones de ADN de L. 
braziliensis.

Discusión 
La utilidad de los métodos biológicos molecula-
res ha sido investigada como herramienta comple-
mentaria del manejo clínico de afecciones como 
la toxoplasmosis cerebral. El uso de la técnica de 
PCR ha sido ampliamente recomendado para 
amplificar y posteriormente detectar el ADN de 
microorganismos en una variedad de líquidos y 
tejidos, particularmente aquellos que son difíci-
les para su detección directa por la complejidad 
de su aislamiento a partir de cultivos (9) o por el 
volumen reducido de la muestra, en cuyo caso ha 
demostrado ser muy útil (10). 

La técnica de PCR para la detección del gen B1 
de T. gondii, que se ha descrito puede ser utilizada 
para la confirmación diagnóstica de toxoplasmosis 
cerebral en muestras de sangre y LCR (11) la cual 
podría implementarse en los Laboratorios clínicos 
de Instituciones de Salud de tercer y cuarto nivel. 

A través de este trabajo se optimizaron las con-
diciones de una técnica de PCR que permite la 
detección de T. gondii. Por medio de los ensayos 
de límite de detección se pudo establecer que esta 
técnica es capaz de detectar mínimo un taquizoí-
to presente en la muestra examinada y mediante 
los ensayos de exclusión se determinó que no se 
presentan reacciones cruzadas con otro patógenos 
(como Virus Epstein Barr, Virus JC, T. cruzi o 
Criptococcus neoformans entre otros) (12) que pro-
ducen alteraciones cerebrales en pacientes inmu-
nosuprimidos, mostrando que el gen B1 es alta-
mente específico para T. gondii (13).
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