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RESUMEN 

La investigación desarrollada en el presente trabajo se ha dirigido a estudiar la 

presencia y viabilidad de Trypanosoma cruzi en diferentes componentes sanguíneos, 

para profundizar en el conocimiento de la transmisión por transfusión (TT) de la 

enfermedad de Chagas, así como a diseñar y optimizar una herramienta molecular 

basada en la detección de DNA (PMA-qPCR), que permita diferenciar parásitos vivos y 

muertos aplicada a ensayos de viabilidad del parásito  de manera simple, precisa y de 

fácil aplicación sobre distintas matrices. 

La presencia del parásito se ha estudiado en sangre y en componentes sanguíneos 

(plasma y plaquetas obtenidos por aféresis) de donantes seropositivos de la Fundació 

Banc de Sang i Teixits de les Illes Balears, provenientes de zonas endémicas de la 

enfermedad de Chagas que residen en las islas Baleares. Además, se han llevado a cabo 

estudios en sangre total experimentalmente infectada y separada mediante 

fraccionamiento clásico para conocer su distribución en plasma, placa leucoplaquetaria 

y fundamentalmente en concentrado de hematíes, que ha sido recientemente citado 

como un componente sanguíneo involucrado en un caso de transmisión por transfusión 

de T. cruzi. Así mismo, se han evaluado los actuales métodos de leucorreducción y 

tecnologías de reducción de patógenos utilizados en los bancos de sangre, para valorar 

su efectividad en disminuir tanto la carga parasitaria como la viabilidad del parásito en 

estudios experimentales. Para llevar a cabo estos estudios se han utilizado herramientas 

moleculares sensibles y específicas que han permitido detectar y cuantificar tanto DNA 

como RNA del parásito, mediante tecnologia qPCR con sondas TaqMan y con SYBR 

Green. 

La búsqueda de posibles donantes seropositivos con parásitos detectables en sangre, 

para ser incluidos en el estudio, ha permitido obtener datos sobre la seroprevalencia de 

la enfermedad de Chagas en los donantes, siendo  ésta  de 1,9%. Además ha permitido 

detectar que el 60,9% presentaban parasitemia, con cargas menores a 1 parásito 

equivalente por mL. El estudio para determinar la presencia del parásito en los 

componentes sanguíneos obtenidos mediante plaqueto/plasmaféresis, ha mostrado que 

la mayor carga parasitaria se localiza en las plaquetas (5,33±6,12 parásitos 

equivalentes/mL) y no en el plasma, con un valor promedio cinco veces mayor que en 

sangre periférica (0,42±0,32 parásitos equivalentes/mL), lo que confirma el riesgo de 
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TT asociado a este componente sanguíneo ya documentado en los diferentes casos 

publicados de transmisión. 

En el estudio experimental de sangre total infectada y separada mediante 

fraccionamiento clásico, los componentes sanguíneos con mayor concentración de 

parásitos detectados han sido la placa leucoplaquetaria y el concentrado de hematíes sin 

leucorreducir. La elevada carga parasitaria encontrada en el concentrado de hematíes 

sin leucorreducir evidencia el riesgo asociado a TT por este componente sanguíneo, que 

decrece significativamente cuando es sometido a leucorreducción mediante  filtración, 

observándose una reducción de 99,9%. Por otro lado, los estudios realizados en sangre 

total infectada experimentalmente para evaluar la efectividad de un filtro 

leucorreductor, han mostrado la presencia de un remanente de parásitos viables, que no 

han sido detectados después de haber sido sometidos a la tecnología de reducción de 

patógenos basada en riboflavina y luz ultravioleta. Ello indica el interés de utilizar 

ambos métodos de modo conjunto para eliminar el riesgo de TT. 

La importancia de conocer la viabilidad de las formas parasitarias y simplificar las 

metodologías de estudio, llevó a diseñar y a optimizar la técnica cruzi PMA-qPCR que 

utiliza el colorante propidio monoazida (100 M PMA), capaz de unirse 

covalentemente al DNA e impedir su posterior amplificación, pero incapaz de atravesar 

membranas íntegras de células vivas. El método ha permitido una reducción promedio 

de la señal de qPCR de 2,5 unidades de logaritmos10 y un porcentaje de reducción de 

98% entre en las concentraciones de parásitos viables y no viables ensayados (10-1 

x10
5
 parásitos/mL). Esta técnica permite diferenciar entre epimastigotes de T. cruzi 

vivos y muertos, por lo que puede ser utilizada como un método de viabilidad y 

cuantificación mediante detección de DNA, aplicable tanto en diagnóstico como 

investigación. 
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PRÓLOGO 

Estado actual de la enfermedad de Chagas 

La enfermedad de Chagas es una infección parasitaria básicamente de tipo crónica, 

producida por Trypanosoma cruzi, un protozoo parásito flagelado. La enfermedad ha 

estado presente desde hace millones de años de forma enzoótica en las Américas, 

transmitida principalmente por insectos vectores del género Triatoma, Panstrongylus y 

Rhodnius, afectando a más de 100 especies de mamíferos entre ellos al ser humano (1). 

Además de la vía clásica de transmisión, la exposición a sangre contaminada de la madre al 

hijo en el embarazo o mediante transfusión sanguínea son las principales formas de 

infección; el trasplante de órganos y los accidentes de laboratorio constituyen un grupo de 

menor riesgo (2, 3). 

Esta enfermedad afecta alrededor de 6-7 millones de personas a nivel mundial, con una 

incidencia anual de 28.000 casos en las Américas (4). De los infectados entre un 30 a un 

40% desarrollan cardiomiopatía y un 10% síndromes digestivos o ambos. Reconocida por 

la OMS como una de las 17 infecciones tropicales desatendidas en el mundo y aunque 

continúa siendo un problema social y económico en muchos países de América Latina, la 

enfermedad de Chagas ha sido objeto de varias estrategias de intervención en las últimas 

tres décadas. Las diferentes iniciativas implementadas para el control de la enfermedad por 

los países endémicos han centrado el foco de atención en las dos vías principales de 

transmisión: el control de vectores y los programas de cribado universal de la sangre en los 

bancos de sangre, lo que ha contribuido a reducir la incidencia y prevalencia de la 

enfermedad (2, 5). 

Producto de la globalización y de los movimientos migratorios se le considera una 

enfermedad emergente y un problema de salud pública en países no endémicos. Con la 

ausencia de vectores naturales, las principales amenazas provienen de transfusiones de 

componentes sanguíneos infectados y de la transmisión vertical de madre a hijo. Se estima 

que existen actualmente más de 300.000 individuos infectados con T. cruzi en EEUU, más 

de 80.000 en Europa, siendo Italia y España los países con mayor número de afectados 

(6,7). Estos movimientos poblacionales han planteado nuevos desafíos epidemiológicos, 

sociales y políticos para los gobiernos de estos países (8), poniendo de manifiesto la 

necesidad de mejorar los sistemas de información y vigilancia a nivel nacional y 
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supranacional en países no endémicos, implementar la atención médica para los pacientes 

con enfermedad de Chagas, controlar la transmisión vertical, implementar controles 

adicionales para bancos de sangre y trasplante de órganos, mejorar las herramientas 

diagnósticas e incluir el diagnóstico diferencial de Chagas dentro de los protocolos de 

salud. 

Problemática de la transmisión por transfusión de la enfermedad de Chagas 

El estudio de la transmisión por transfusión (TT) de la enfermedad de Chagas es un área de 

fundamental interés tanto en zonas endémicas como no endémicas, por ser una de las 

principales rutas de transmisión en especial en aquellos países que no poseen políticas 

públicas de control de la enfermedad. Actualmente, se dispone de escasos trabajos que 

hayan investigado la TT de esta infección. Sin embargo, lo que sí ha quedado claramente 

documentado es que las plaquetas son el componente sanguíneo que con mayor frecuencia 

ha sido involucrado en los casos de transmisión de T. cruzi por transfusión (9). La 

transfusión de sangre total no se ha asociado claramente a transmisión de la enfermedad 

(9). Recientemente, un caso de TT de concentrado de hematíes ha sido publicado sin que 

los autores hayan mencionado si el componente implicado fue o no leucorreducido (9). 

Todo ello, plantea la necesidad de estudios que investiguen la transmisión de T. cruzi por 

transfusión para contribuir al conocimiento y prevención de la transmisión de la 

enfermedad por esta vía. En el presente estudio, fruto de la colaboración entre la Fundació 

Banc de Sang i Teixits de les Illes Balears (FBSTIB) y la Universitat de Barcelona, se han 

estudiado muestras obtenidas de donantes latinoamericanos procedentes de zonas 

endémicas, entre los años 2011 al 2015 y muestras de componentes sanguíneos infectados 

artificialmente con el parásito. La FBSTIB es el centro regional de transfusión que gestiona 

la extracción, el procesamiento, el análisis y la distribución de las donaciones de sangre y 

tejidos del archipiélago balear (Ibiza-Formentera, Mallorca y Menorca). La FBSTIB 

realiza un promedio de 41.095 donaciones al año procedentes de 24.696 donantes, de los 

cuales un 88,7% son españoles y un 11,3% son extranjeros, correspondiendo el 0,7% de 

estos donantes a personas procedentes de Latinoamérica (10), lo que nos ha permitido 

llevar a cabo el presente estudio. 
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1. INTRODUCCIÓN

1.1. AGENTE ETIOLÓGICO Y ENFERMEDAD 

1.1.1 Clasificación taxonómica 

Trypanosoma cruzi es un parásito protozoo flagelado, que según la revisión actualizada 

(11,12) se clasifica de la siguiente manera: 

Reino Protista Goldfuss 1818; Owen 1858 

 Phylum Euglenozoa Cavalier-Smith, 1981 

  Clase Kinetoplastea Cavalier-Smith, 1981 

   Familia Trypanosomatidae Doflein, 1901 

    Género Trypanosoma Gruby, 1843 

     Subgénero Schyzotrypanum Chagas, 1909 

      Trypanosoma (S.) cruzi Chagas, 1909 

La clasificación de las cepas de T. cruzi ha ido variando en el tiempo y continúa 

haciéndolo a medida que herramientas moleculares más específicas son desarrolladas. 

Numerosos enfoques, así como un amplio rango de marcadores moleculares han sido 

estudiados para caracterizar las poblaciones de T. cruzi, con el objetivo de definir un 

número de subgrupos pertinentes. Éstos han recibido distintas denominaciones como 

zimodemas (13,14), esquizodemas (15), biodemas (16), clonets (17), linajes (18), 

riboclados (19), haplotipos (20,21) y más recientemente, unidades discretas de 

tipificación (DTU, del inglés „„discrete typing units‟‟) (22).  

En una primera reunión realizada en 1999, un comité de expertos llegó al acuerdo de 

dividir en dos grandes grupos las cepas de T. cruzi según el conocimiento disponible en 

ese momento (23), T. cruzi I y T. cruzi II, que fueron agrupadas según sus 

características biológicas y bioquímicas (como biodemas y zimodemas) y según 

técnicas moleculares (amplificación aleatoria de DNA polimórfico (RAPD) del gen del 

mini-exón DNA ribosomal 24Sα) (18,24,25). Debido a la clara diversidad genética de 

las poblaciones de este parásito y gracias al desarrollo de nuevos marcadores 

moleculares, se propuso posteriormente dividir T. cruzi en 6 linajes, donde se mantuvo 

el Tc I original y el linaje Tc II se subdividió en 5, Tc IIa - Tc IIe (26,27). En el año 

2009, se definió mediante consenso, la clasificación actual de seis diferentes DTUs 

(26,28,29) TcI a TcVI, y una séptima en discusión (Tcbat), las quese refieren a un 

conjunto de poblaciones genéticamente más cercanas entre sí que con otra población, 

estables en el tiempo y que se pueden identificar por marcadores moleculares, genéticos 
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o inmunológicos comunes (22). Constituyen unidades confiables para el análisis de la

epidemiología molecular y de los estudios experimentales de la evolución del taxón 

cruzi. El DTU más abundante y ampliamente distribuido es TcI que se encuentra en un 

amplio rango de triatominos y se asocia tanto al ciclo selvático como doméstico. La 

infección en seres humanos por este tipo de DTU se presenta principalmente en 

América Central y está asociado con el desarrollo de cardiomiopatías. En la región del 

cono sur, tanto TcII como TcV y TcVI están asociados con ser la principal causa de la 

enfermedad de Chagas. TcII predomina en la zona este y central de Brasil, TcV en 

Argentina, Bolivia y Paraguay, y TcVI en el Gran Chaco. TcIII está principalmente 

asociado con el ciclo selvático en Brasil y países vecinos, y los casos documentados de 

infección en humanos son excepcionales (29). Hasta hoy no existe ningún método de 

tipificación de consenso, sino más bien algoritmos o esquemas de tipificación, ya que 

un único objetivo genético no permite una completa resolución de las DTUs (29). 

1.1.2. Formas evolutivas y ciclo biológico 

Los trypanosomátidos presentan ciclos de vida complejos con diferentes estadios de 

desarrollo que se alternan entre hospederos vertebrados e invertebrados. El ciclo de 

vida de T. cruzi (Figura 1) presenta varias formas evolutivas en los hospederos 

mamíferos y en los triatominos vectores: tripomastigote, amastigote y epimastigote. La 

forma tripomastigota presente en la sangre de los mamíferos se describe con forma de 

“C” pequeña (16-20 m) con un gran kinetoplasto cerca del extremo posterior, un 

flagelo libre y una membrana ondulante. La forma amastigota (1,5-4,0m) se presenta 

dentro de las células del hospedero mamífero, en la cual el parásito se divide por fisión 

binaria. Los epimastigotes corresponden a la forma de reproducción dentro del vector y 

en medios de cultivos axénicos y además de poseer un mayor tamaño (35-40 m) que 

los tripomastigotes, el kinetoplasto se encuentra situado anterior al núcleo. 
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Figura 1. Ciclo biológico de T. cruzi (Adaptado de Rassi A. et al 2010) (1) 

T. cruzi es transmitido vía heces de sus insectos vectores. El parásito ingresa al hospedero por microabrasiones en la 

piel o directamente a través de las mucosas (conjuntiva o gástrica), mediante las formas metacíclicas de 

tripomastigotes de T. cruzi que se desarrollan en intestino posterior del vector y que son capaces de invadir muchos 

tipos de células distintas incluyendo macrófagos, células del músculo estriado o liso y fibroblastos. Posterior a la 

invasión celular los tripomastigotes quedan retenidos en una vacuola parasitófora de la cual más tarde escapan, se 

diferencian en amastigotes y se dividen libres en el citoplasma. Posteriormente al proceso de división binaria, los 

amastigotes se vuelven a diferenciar al estado flagelado de tripomastigotes, los cuales son liberados al romperse la 

célula del hospedero. El ciclo se completa cuando un vector pica a un hospedero infectado alimentándose de la 

sangre y adquiriendo las formas tripomastigotas de T. cruzi (30,31). 

1.1.3. Presentación clínica de la enfermedad

La enfermedad de Chagas inicialmente cursa con una fase aguda que dura de dos a 

cuatro meses después de contraer la infección ya sea por la vía clásica anteriormente 

mencionada, por vía vertical, oral, transfusional o trasplante de órganos. Durante 

esta fase aguda circulan por el torrente sanguíneo una gran cantidad de parásitos. En la 

mayoría de los casos no hay síntomas o éstos son leves y el sistema inmune logra 

controlar la infección y reducir la parasitemia. En menos del 50% de las personas 

aparece un signo inicial característico que es una lesión cutánea o hinchazón amoratada 

de un párpado (signo de Romaña-Mazza). Además puede haber fiebre, dolor de cabeza, 

aumento de tamaño de ganglios linfáticos, palidez, dolores musculares, dificultad 
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para respirar, hinchazón y dolor abdominal o torácico. Una vez que han desaparecido 

los síntomas y la enfermedad permanece silente comienza la fase crónica, los 

parásitos permanecen ocultos principalmente en el músculo cardiaco y digestivo, con 

una baja parasitemia. Esta etapa puede durar toda la vida del enfermo. Hasta un 30% de 

los pacientes sufren trastornos cardiacos y hasta un 10% presentan alteraciones 

digestivas (típicamente agrandamiento del esófago o del colon), neurológicas o 

mixtas. Cuando los pacientes presentan este tipo de alteraciones se le denomina 

enfermedad de Chagas crónica con manifestaciones de enfermedad. Con el paso de 

los años, la infección puede causar muerte súbita o insuficiencia cardiaca por la 

destrucción progresiva del músculo cardiaco. Cuando la enfermedad se presenta 

silente durante toda la vida del enfermo se le denomina enfermedad de Chagas 

crónica sin manifestaciones de enfermedad, término que viene a reemplazar al de fase 

indeterminada (32,33). 

1.2. VIAS DE TRANSMISIÓN

1.2.1. Transmisión vectorial

Sólo presente en áreas endémicas de la infección, se produce cuando parásitos 

presentes en las deyecciones del insecto penetran por la herida que causa la picadura, 

por lesiones en la piel, activamente a través de la piel o por las mucosas de ojos, boca o 

nariz. Los triatominos capaces de transmitir la enfermedad son del orden Hemiptera, 

Familia Reduviidae, Subfamilia Triatominae. Más de 140 especies son considerados 

potenciales transmisores de la infección (34,35), siendo Triatoma infestans, Rhodnius 

prolixus y Triatoma dimidiata los vectores con mayor importancia en la transmisión del 

parásito al ser humano (36). Su hábitat natural incluye palmeras, huecos en los árboles, 

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

encontrar alimento. Han sido documentados más de 100 especies de pequeños 

mamíferos infectados por T. cruzi, que pueden actuar como reservorios naturales de la 

infección (37). Este ciclo de transmisión enzoótico entre vectores y reservorios existe 

hace millones de años y es conocido como el ciclo silvestre de la enfermedad. Sin 

embargo, con la llegada del hombre a América (38) algunas especies de triatominos, 

como T. infestans, lograron adaptarse, colonizar y prosperar en los domicilios y 

peridomicilios humanos en su mayoría rurales, donde transmiten el parásito al humano 

y animales domésticos como perros y gatos (39). Este ciclo de transmisión es conocido 
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como el ciclo doméstico. Ambos ciclos no ocurren necesariamente aislados uno de 

otro, sino que según las características eco-epidemiológicas de cada lugar se pueden 

superponer con distinta frecuencia, pudiendo ocurrir la invasión de vectores silvestres a 

los domicilios, sobre todo cuando el vector doméstico ha sido eliminado (40). 

Cuatro iniciativas de vigilancia y control de la infección se han llevado a cabo en 

Latino América por los Ministerios de Salud de los países del Sur y de América 

Central, con la intermediación de la Organización Panamericana de la Salud (OPS) / 

Organización Mundial de la Salud (OMS): la Iniciativa del Cono Sur (INCOSUR), la 

Iniciativa de los Países Andinos (IPA), la iniciativa para los países de América Central 

y México y la Iniciativa para los Países del Amazonas (AMCHA) (41–43). Uno de los 

principales objetivos de estas iniciativas es el de disminuir la transmisión vectorial, 

realizando numerosos planes de desinfestación domiciliaria aplicando insecticidas (44), 

iniciativas que han logrado en el Cono Sur, la interrupción de la transmisión vectorial 

de T. cruzi por T. infestans y eliminación del vector en Uruguay (1997-2012); la 

interrupción de la transmisión vectorial por T. infestans en Chile (1999), Brasil (2006), 

Paraguay (Región Oriental, 2008; Alto Paraguay, 2013), Argentina (8 provincias entre 

2001 y 2013) y Bolivia (Departamento de La Paz y Departamento de Potosí, 2011 a 

2013). En Centroamérica, la interrupción de la transmisión vectorial por R. prolixus en 

Guatemala (2008), El Salvador (2010), Honduras (2010), Nicaragua (2010), Costa Rica 

(2010) y Belice (2010); así como la caracterización de la transmisión extradomiciliaria 

desde el ciclo silvestre en Panamá (2013). En la región Andina, la interrupción de la 

transmisión vectorial por T. infestans en Perú (Departamentos de Tacna y Moquegua); 

además de 10 Municipios de los Departamentos de Casanare, Boyacá, Santander y 

Arauca en Colombia (2013). En México se ha certificado la eliminación de R. prolixus 

en Chiapas y Oaxaca (45). Durante la fase de vigilancia después de la desinfestación, se 

ha observado que otras especies de triatominos silvestres o peridomésticos han surgido 

como supuestos vectores secundarios de T. cruzi (46). Sin embargo, se sabe que sólo 

son buenos vectores aquellos en los que el tiempo entre la alimentación y la deyección 

es el más corto y por lo tanto, no todos los vectores infectados con el parásito serán 

exitosos en traspasarlo (47). Los éxitos alcanzados en la interrupción de la vía vectorial 

le ha dado una mayor importancia relativa a otras formas de transmisión como la 

vertical, por transfusiones y por trasplante de órganos en los países endémicos. 

Mención especial requiere Estados Unidos, que no puede ser clasificado como un área 
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estricta no endémica como Europa o Asia, debido a que en el sur de ese país existe 

transmisión enzoótica, con al menos 11 tipos de triatominos involucrados en la 

transmisión y varios hospederos. Sin embargo, el número de casos autóctonos 

publicados que han adquirido la infección por vía vectorial desde el año 1955 son sólo 

23 (6,48,49), muy probablemente este reducido número de casos se deba a las mejores 

condiciones de vivienda y a la menor eficiencia de los vectores presentes. En realidad, 

la gran mayoría de individuos infectados en este país corresponde a inmigrantes 

procedentes de áreas endémicas de Latino América. 

1.2.2. Transmisión vertical 

T. cruzi puede ser transmitido desde la madre infectada al hijo durante cualquier etapa 

del embarazo y en una o en todas las gestaciones (50). Se estima que la incidencia es 

mayor a 15.000 casos anuales en áreas endémicas, según datos de la OMS (5), siendo 

las tasas de transmisión variables entre regiones geográficas, 10% en Paraguay (51,52), 

3,4–8,6% en Bolivia (53,54), 2,3%-4,7% en Chile (55,56), 1,4%-1,7% en Brasil 

(57,58), 7-11% en Argentina (59,60) y 4,1-12,0% México (61). Poco se sabe sobre los 

mecanismos de esta transmisión, pero se cree que estarían implicados la respuesta 

inmune de la madre, características de la placenta y el tipo de cepa del parásito (62). 

Con un diagnóstico y tratamiento tempranos del infante (dentro del primer año de vida) 

la eliminación del parásito es cercana al 100% (63). La migración de mujeres latino 

americanas durante las últimas décadas a zonas no endémicas ha hecho que el riesgo de 

transmisión vertical se haya extendido a países como Estados Unidos, Canadá, 

Australia, Japón y Europa (64–66). Casos de Chagas congénito han sido documentados 

en EEUU (67), España (68,69) y Suiza (70), lo que ha llevado a que en algunos países 

como España existan programas de control de la enfermedad en mujeres inmigrantes 

embarazadas, siendo Cataluña y Valencia pioneros en el cribado de embarazadas y 

control del recién nacido (71,72). 

1.2.3. Transmisión por transfusión 

La transmisión de la enfermedad de Chagas por transfusión fue propuesta en el año 

1945 por Dias, pero no fue hasta el año 1952 en que se documentaron los primeros 

casos en Brasil (73,74). Debido a que pueden pasar años sin que los pacientes 

crónicamente infectados presenten síntomas de la enfermedad y por lo tanto, 

desconocen que están enfermos, existe un riesgo considerable de transmisión del 
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parásito a través de la transfusión de sangre. Esto viene apoyado por el hecho que más 

del 50% de los individuos infectados crónicamente presentan parásitos detectables en 

sangre periférica (75,76). El riesgo de adquirir la enfermedad de Chagas tras recibir una 

transfusión procedente de un donante infectado está entre 10-25% (1,77,78), porcentaje 

que aumentaría en aquellos pacientes politransfundidos (76). La probabilidad de 

transmisión dependería de factores como la concentración de parásitos inoculados, el 

estado inmunológico del receptor y el tipo de componente sanguíneo transfundido. Se 

ha visto que tanto la sangre total como las plaquetas están con mayor frecuencia 

implicadas en la transmisión, pero son las plaquetas las que poseen el mayor riesgo 

(79,80). Un caso de transmisión ha sido recientemente publicado debido a la 

transfusión de un concentrado de hematíes (9). 

Las diferentes iniciativas puestas en marcha por los gobiernos de los países de áreas 

endémicas para el control de la enfermedad, se han centrado en las dos vías principales 

de transmisión de la infección: el control de los vectores y los programas de escrutinio 

universal de donantes de sangre, lo que ha permitido hasta la fecha la implementación, 

en casi el 100%, de programas de cribado universal. Sin embargo, aún existen países 

como México en que si bien poseen una baja prevalencia de la enfermedad (81), el 

escrutinio serológico no está completamente logrado (61,82). Actualmente, los 

principales objetivos de estos países son mantener la cobertura alcanzada del 100% de 

escrutinio de donantes de sangre, perfeccionar el control de calidad de reactivos y 

pruebas de cribado en los bancos de sangre, desarrollar indicadores que permitan 

evidenciar/confirmar la interrupción de la transmisión por vía transfusional y 

promocionar la donación de sangre procedente de donantes voluntarios (83). El riesgo 

residual de la TT de T. cruzi en países endémicos que llevan a cabo el cribado universal 

en las donaciones de sangre está alrededor de 1:200.000 unidades (84,85). 

Fruto de la globalización y la migración de personas desde países latino americanos a 

países no endémicos, la enfermedad de Chagas se ha convertido en un problema de 

salud pública a nivel mundial, convirtiendo la transfusión en una de las principales 

formas de adquisición de la enfermedad de Chagas (3,8). Existen casos publicados de 

TT de la enfermedad de Chagas en EEUU (86,87), Canadá (88) y España (89). En 

países como EEUU (90), Canadá (91), Japón (92) y Australia (93) se han 

implementado medidas para controlar el riesgo de TT; como el cribado selectivo o la 

exclusión definitiva/temporal de donantes de sangre susceptibles de tener la infección, 
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ya sea por provenir de un área endémica, ser hijo de madre proveniente de área 

endémica o haber vivido o viajado durante algún tiempo a países endémicos. Aunque 

hay países en los cuales no se ha implementado ninguna medida como puede ser China 

(93). 

La mayoría de los países pertenecientes a la Unión Europea siguen la directiva de la 

Unión Europea 2004/23/CE y 2006/17/CE (94) sobre seguridad y calidad de la sangre, 

donde se especifica como criterio de exclusión permanente para donar sangre el 

antecedente de la enfermedad de Chagas. En la entrevista médica previa a la donación 

de sangre se pregunta sobre el antecedente de enfermedad de Chagas y sólo se excluye 

como donante si la respuesta es afirmativa. Muchos individuos en riesgo de infección 

nunca se han realizado una prueba de cribado y contestarán negativamente, siendo de 

este modo donantes potencialmente en riesgo de transmitir la infección. Actualmente, 

sólo España (95), Francia (96) y el Reino Unido (97) disponen de una normativa legal 

que especifica el escrutinio de T. cruzi obligatorio previo a la donación en todos 

aquellos donantes provenientes de áreas endémicas, hijos de madres procedentes de 

área endémicas o personas que hayan recibido transfusiones en áreas endémicas. Sin 

embargo, países como Italia, Portugal, Suecia y Suiza, que junto con los tres países 

anteriormente citados son los que poseen mayor inmigración procedente de 

Latinoamérica, están en proceso de cambiar sus actuales políticas para mejorar la 

detección de posibles donantes que sean portadores de la enfermedad (93,98,99) 

(Figura 2). 

                       
 

Figura 2. Políticas públicas sobre la transmisión por transfusión de T. cruzi en países 

europeos. (En Requena-Mendez et al. 2014) (99) 
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1.2.4. Transmisión oral 

El número de casos y de brotes por esta vía ha ido en aumento en los últimos años, 

reportándose hasta la fecha más de 1.500 casos, especialmente en la región del 

Amazonas, en Brasil principalmente pero también en Venezuela, Colombia, Bolivia, 

Ecuador y Argentina (100). Aparece como una importante vía de transmisión en áreas 

endémicas, aún más en aquellas en que se ha certificado la interrupción vectorial y 

donde se mantiene el ciclo silvestre de la infección. Se ha visto además que presenta 

altas tasas de mortalidad (101). 

La transmisión oral está asociada al consumo de comida como carne de animales 

salvajes, zumos o jugos de fruta caseros o artesanales, contaminados con el parásito o 

con el vector infectado con el parásito (102). Actualmente, se clasifica como infección 

de tipo alimentaria en áreas endémicas (103,104). Un punto interesante sobre esta 

transmisión es que cualquier especie de triatomino puede ser considerado un buen 

transmisor del parásito si se considera que sólo deberá estar infectado con las formas 

tripomastigotas metacíclicas de T. cruzi para transmitir el parásito (47). De hecho 

Panstrongylus geniculatus, considerado un mal vector para la transmisión cutánea por 

su reflejo tardío de deyección, se ha convertido en el principal triatomino asociado a 

brotes orales por su fácil adaptación a la vivienda e incursión en cocinas y habitaciones 

(105). 

Las iniciativas de vigilancia y control de la infección, que se llevan a cabo en Latino 

América, están logrando la vigilancia y prevención en red de los brotes orales de 

Chagas en la región Amazónica de Brasil, Ecuador, Colombia, Guyana, Guyana 

Francesa y Perú (45). 

1.2.5. Otras vías de transmisión 

Existen otras vías de transmisión de la enfermedad, menos comunes que las anteriores, 

como son el trasplante de órganos y los accidentes de laboratorio. En el caso de la vía 

mediante trasplante de órganos, la importancia radica en que la inmunosupresión del 

receptor puede generar una fase aguda grave de la enfermedad muchas veces dando 

como resultado la muerte; existen casos publicados tanto en áreas endémicas como no 

endémicas (106). Las infecciones por medio de punciones o por contacto directo con 

formas tripomastigotas con mucosa en accidentes de laboratorio, son de alto riesgo 
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debido a la inoculación directa de la forma infectante (107), pero que afortunadamente 

las buenas prácticas de laboratorio y las normas de bioseguridad ayudan a mitigar su 

incidencia (108); pocos casos han sido documentados por esta vía (109,110). 

1.3. DIAGNÓSTICO 

Actualmente los métodos diagnósticos para la enfermedad de Chagas se consideran 

insatisfactorios (5), no existiendo un método “gold standard” que se utilice como 

referencia. De rutina en los laboratorios, se utilizan métodos serológicos, 

parasitológicos y/o métodos moleculares dependiendo de la fase de la infección. El 

diagnóstico es complejo debido a que el parásito posee estadios intra y extracelulares 

durante la infección del hospedero. La fase aguda de la infección y los casos congénitos 

presentan tasas elevadas de parásitos circulantes en el torrente sanguíneo, por lo que la 

infección es detectable mediante la búsqueda del parásito o su material genético en 

sangre periférica, hasta cuatro semanas post infección (1). En cambio, en la fase crónica 

de la infección, los parásitos en sangre pueden ser indetectables por métodos 

parasitológicos clásicos, por lo que se recomienda la detección de anticuerpos mediante 

serología excepto cuando existe inmunosupresión en el paciente, en los que el uso de 

métodos moleculares son de ayuda por la gran sensibilidad que presentan (111). 

1.3.1. Diagnóstico parasitológico convencional 

Para el diagnóstico directo de la infección se pueden utilizar técnicas como la 

observación microscópica de la sangre fresca con anticoagulante o de la capa 

leucoplaquetaria en busca de formas móviles del parásito (59,112). Así como la 

examinación de frotis teñidos con colorante de Giemsa donde se puede reconocer la 

morfología característica del parásito (113). Una técnica validada y ampliamente 

utilizada para el diagnóstico directo es el microhematocrito, con una sensibilidad 

reportada en la fase aguda de la infección de hasta 97,4% (114). La desventaja de estas 

técnicas es que son altamente dependientes del operador, del tiempo de observación, 

del número de muestras y de la motilidad del parásito (115). 

El hemocultivo, técnica que ha sido ampliamente utilizada para la búsqueda y 

aislamiento de T. cruzi, es una prueba de referencia para el diagnóstico, ya que permite 

confirmar la presencia del parásito viable y aislarlo, pero tiene como desventaja que no 

conduce a un diagnóstico rápido, lo que hace de esta técnica inadecuada para las 
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decisiones terapéuticas inmediatas, además que no puede ser utilizada en recién nacidos 

por el gran volumen de sangre requerido (10-30 mL). El hemocultivo para T. cruzi, que 

utiliza medios de cultivo especializados como Liver Infusion Tryptose (LIT) descrito 

por Chiari y colaboradores, 1989 (116) y modificado por Luz y colaboradores, 1999 

(117), ha permitido a algunos investigadores obtener valores de sensibilidad de 94% en 

pacientes crónicos al estudiar tres muestras seriadas (118). Otros autores no han podido 

reproducir tales valores con iguales condiciones de la técnica (119), reportándose 

sensibilidades entre 36,5 % y 70% (116,120–122). Otra técnica utilizada es el 

xenodiagnóstico (XD), creada en 1914 (123) y modificada a través del tiempo para 

normalizar su uso y mejorar su sensibilidad, reportándose valores de 9% hasta un 

87,5% tanto en pacientes crónicos como en agudos (42,124–127). La técnica utiliza 

triatominos no infectados que se alimentan de sangre del paciente, realizándose 

posteriormente observaciones del contenido intestinal del vector en busca del parásito. 

1.3.2. Diagnóstico serológico 

Posterior a la fase aguda, la producción de anticuerpos contra diferentes antígenos de T. 

cruzi (de superficie, somáticos, de excreción-secreción o metabólicos) permite realizar 

el diagnóstico serológico, valorándose fundamentalmente los anticuerpos que 

pertenecen a la clase IgG, subclases IgG1 e IgG3. Los métodos de detección 

convencionales más ampliamente utilizados para el inmunodiagnóstico son la 

inmunofluorescencia indirecta (IFI) (128), la hemoaglutinación indirecta (HAI) (129) y 

las técnicas de enzimoinmunoensayo (ELISA) (130). La OMS sugiere la utilización de 

dos técnicas diagnósticas que utilicen antígenos o principios diferentes, debido a la 

distinta capacidad inmunogénica de cada cepa, a la distinta respuesta inmune de tipo 

humoral que desarrolla cada paciente y a las reacciones cruzadas que pueden obtenerse, 

especialmente con otros tripanosomátidos, cuando se utilizan antígenos crudos del 

parásito (131). Cuando ambas técnicas son discordantes entre sí o se encuentran en el 

límite de detección, una tercera técnica debe ser realizada. Una alternativa eficaz es el 

western blot (WB), que aunque no utilizada de rutina por su laboriosidad, facilita 

confirmar la infección además de permitir detectar reactividad cruzada con Leishmania 

spp. (132–134). Puede ser realizada en base a antígeno crudo (135) o a antígeno 

metabólico TESA-blot (Trypomastigote excreted-secreted antigen) (136), el cual 

actualmente está disponible en forma comercial sólo en Latino América. 
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Tanto la IFI, HAI como ELISA están actualmente disponibles en forma comercial. 

Algunos de los ELISAs comerciales producidos con antígenos crudos son Ortho® T. 

cruzi ELISA, Test de ELISA para Chagas III®, Test ELISA cruzi®, Chagatek 

ELISA®, entre otros. Algunos de los ELISAs comerciales producidos con fracciones 

semipurificadas o antígenos recombinantes de T. cruzi son BIOELISA Chagas Biokit®, 

Chagatest ELISA, Pathozyme ® Chagas. En general el uso de ELISA con antígenos 

recombinantes posee mayor especificidad que aquellos producidos con antígenos 

crudos totales del parásito. La sensibilidad y especificidad reportada de estos ensayos 

va entre 94%–99,5% y 94%–96% respectivamente según datos de la OMS (5). En un 

estudio de revisión realizado por Brasil y colaboradores (137) encontraron valores 

estimados de sensibilidad y especificidad para ELISAs comerciales de 97,7% (96,7%–

98,5%) y 97,5% (88,5%–99,5%) respectivamente. 

Recientemente, se utilizan técnicas totalmente automatizadas para su uso de rutina en 

hospitales y bancos de sangre que permiten procesar un mayor número de muestras con 

una mayor estandarización y reproducibilidad de los resultados, así como una 

interpretación objetiva de los mismos. El inmunoensayo quimioluminiscente de 

micropartículas, actualmente fabricado por dos marcas distintas, CMIA ARCHITECT® 

Chagas Assay y CLIA LIAISON® XL murex Chagas. ARCHITECT® utiliza 4 

antígenos recombinantes y/o péptidos sintéticos de tres fases distintas del ciclo 

biológico de T. cruzi (138) que según autores como Iborra-Bendicho y colaboradores 

(139), tendrían valores de sensibilidad de 100% y de 96,6% de especificidad. Praast y 

colaboradores (2011), lo señalan como un potencial único ensayo en el diagnóstico de 

la enfermedad por su precisión y sensibilidad (138). LIAISON ® utiliza una mezcla de 

antígenos recombinantes pero no existen estudios publicados hasta la fecha. 

1.3.3. Diagnóstico molecular y detección de viabilidad 

Mediante técnicas de reacción de polimerasa en cadena (PCR) se detecta el DNA del 

parásito en la muestra mediante su amplificación millones de veces, por lo que son más 

sensibles que los métodos de microscopía o hemocultivo (140); por ello últimamente se 

ha incrementado su uso en el diagnóstico y seguimiento de los pacientes con 

enfermedad de Chagas. Se ha demostrado su utilidad en el diagnóstico en pacientes 

agudos y congénitos (141), pero en pacientes en la fase crónica su utilidad es limitada 

debido a las bajas cargas parasitarias que éstos presentan, reportándose valores de 
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sensibilidad de la técnica muy variables que oscilan entre 1,2% (142) a 93,3% (143) y 

que dependerán del volumen de sangre recolectado, del procesamiento de la muestra, 

de los cebadores de la PCR y del protocolo y reactivos utilizados (144). Además se ha 

evidenciado como una buena herramienta para el seguimiento de pacientes 

trasplantados con órganos provenientes de donantes seropositivos para la enfermedad. 

En estos pacientes la cuantificación de la carga parasitaria post trasplante mediante 

PCR mejora el tiempo de detección de los receptores que hayan podido infectarse, 

comparado con las técnicas de diagnóstico directo, que requieren de mayores cargas 

parasitarias para poder observar o aislar el parásito en sangre, o con técnicas 

serológicas donde la producción de anticuerpos ocurre tardíamente y de forma irregular 

al ser pacientes inmunocomprometidos (145,146). Las técnicas moleculares tienen 

además utilidad como marcadores de respuesta terapéutica posterior a tratamiento 

farmacológico. La obtención de resultados persistentes de PCR detectables en sangre 

puede interpretarse como marcador indirecto de fracaso terapéutico, ya que indica la 

presencia de parásitos circulantes o trazas de DNA de parásitos destruidos 

recientemente (144,147). 

La elección de la secuencia a amplificar es de suma importancia para poder desarrollar 

un ensayo con alta especificidad y sensibilidad. Las secuencias específicas más 

utilizadas como blanco de amplificación para el diagnóstico molecular de T. cruzi 

corresponden tanto a las regiones conservadas como variables del minicírculo presentes 

en gran número en el DNA del kinetoplasto (kDNA) (148–151), así como a la 

secuencia satélite (DNA-SL) de 195 pb que se encuentra en el DNA nuclear, que es 

conservada y altamente repetitiva, organizada en series, con unas 10
4
-10

5
 copias por 

genoma (152,153). Otras secuencias blanco que se han utilizado son el gen RNA 

ribosomal 24S (154) y la región intergénica ribosomal (Intergenic Ribosomal Spacer, 

ITS) (155). La combinación de PCRs que amplifican diferentes secuencias, mediante 

algoritmos, también se ha utilizado para determinar las DTUs de las cepas aisladas o 

directamente para genotipar los parásitos en muestras clínicas de pacientes, en animales 

domésticos o del vector (156–159). 

El uso de la PCR para el diagnóstico tiene desventajas como el hecho de que no existe 

un método de referencia estandarizado y que cada técnica puesta a punto posee distinto 

rendimiento para el diagnóstico, eso sumado a la alta variabilidad genética presente en 

las cepas de T. cruzi (134,137). Algunos autores recomiendan durante el desarrollo, 
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estandarización y validación de una técnica de PCR realizar experimentos de 

inclusividad en que se verifique que el método sea aplicable a poblaciones de T. cruzi 

donde estén representadas las 6 DTUs, debido a que la gran diversidad genética de las 

cepas pueden originar que un mismo método presente distintos valores de sensibilidad 

en distintos escenarios clínicos y epidemiológicos (144). 

Una variante muy utilizada es la PCR en tiempo real o PCR cuantitativa (qPCR), que a 

diferencia de la PCR convencional permite al mismo tiempo detectar y cuantificar el 

producto amplificado. Entre las ventajas que posee en relación a la PCR convencional, 

se pueden mencionar el tiempo de reacción que es menor, ya que no requiere de una 

posterior corrida electroforética para el análisis de resultados, lo que además evita la 

contaminación cruzada con amplicones. Permite detectar la carga parasitaria de forma 

muy sensible con límites de detección publicados de 0,01 a 2 parásitos equivalentes/mL 

de sangre o de suero (160–164). Entre las desventajas que presenta la qPCR están el ser 

una técnica cara que requiere el uso de equipos sofisticados y personal entrenado. 

Debido a que no existe una única técnica utilizada de referencia para la detección de 

DNA de T. cruzi es que recientemente se han llevado a cabo estudios internacionales 

para la optimización y validación de la qPCR para muestras clínicas tanto de pacientes 

chagásicos agudos como crónicos por un conjunto de expertos de diferentes países 

como iniciativa de un programa de la PAHO/TDR (163,164). 

Nuevas metodologías de amplificación como el LAMP (Loop-mediated isothermal 

amplification) se están desarrollando para aplicar al diagnóstico. El método utiliza de 4 

a 6 partidores y se realiza bajo condiciones de temperatura isotérmicas (60- 65ºC); 

utiliza una enzima denominada Bst DNA polimerasa que posee un alto grado de 

desplazamiento de las hebras de DNA y a diferencia de la Taq polimerasa casi no se 

inhibe con las impurezas presentes en la reacción de PCR. Además, al ser una reacción 

bajo condiciones isotérmicas, se utiliza un termobloque o un baño maría en vez de un 

termociclador, acortando los tiempos de reacción a una hora (165). Existe una técnica 

de LAMP desarrollada para la detección de T. cruzi que se basa en la amplificación de 

un fragmento del gen 18s rRNA, que utiliza dos pares de partidores específicos para T. 

cruzi, lo que asegura una alta especificidad de la técnica con una sensibilidad de 0,01 

parásitos detectados (166). Sin embargo, aún debe estudiarse su real utilidad clínica. 

Los estudios de viabilidad clásicamente han usado métodos de cultivo in vitro 
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específicos para T. cruzi, así como también el xenodiagnóstico (XD) que detectan el 

crecimiento del parásito y confirman la viabilidad además de permitir el aislamiento de 

las cepas. Sin embargo, ambas metodologías cuentan con baja sensibilidad y presentan 

largos tiempos de espera que pueden llegar hasta 90 días (150). Las técnicas de biología 

molecular basadas en la detección de DNA son mucho más sensibles pero tienen la 

desventaja de que no son capaces de distinguir entre señales de DNA provenientes de 

parásitos viables o no viables, por lo que un resultado positivo no siempre implica la 

viabilidad del agente patógeno. Los métodos para evaluar viabilidad, basados en la 

detección de RNA son los habitualmente utilizados en investigación. Tienen el 

inconveniente de que son difíciles de usar por la complejidad en el manejo del RNA en 

muestras biológicas, por el hecho de ser moléculas muy lábiles con una vida media 

corta, además de ser técnicas caras que requieren equipos especiales y personal 

entrenado. A través de una PCR con transcripción inversa (RT-PCR) se produce una 

hebra complementaria de DNA copia (cDNA) del RNA extraído de la muestra, que 

seguida de la amplificación del cDNA mediante PCR para una secuencia blanco, 

permite la detección de modo rápido y específico al utilizar cebadores y sondas 

específicas (167). Souto y colaboradores (154), describieron una RT-PCR para T. cruzi 

basada en la detección de una secuencia del gen RNA ribosomal 24S de 100 pb con 

unas 60.000 copias por genoma. 

Recientemente se han desarrollado técnicas que combinan el uso de colorantes vitales 

con afinidad por los ácidos nucleicos con PCRs convencionales o con qPCRs. Estas 

técnicas consiguen la amplificación selectiva basándose en la integridad de la 

membrana plasmática de las células a detectar/cuantificar. Etidio monoazida (EMA) y 

propidio monoazida (PMA) son dos colorantes membrana impermeables, capaces de 

unirse covalentemente al material genético mediante la exposición a la luz visible, pero 

incapaces de atravesar membranas íntegras de células vivas. Sólo en células muertas en 

las que la membrana está dañada, el colorante es capaz de traspasar la membrana 

(168,169). Esta unión covalente previene la posterior amplificación del DNA mediante 

PCR indicando, por lo tanto, la no viabilidad de las células estudiadas. Se ha visto que 

la eficiencia de estas técnicas depende de una variedad de factores, incluyendo el tipo y 

la concentración del colorante, la fuente lumínica, las condiciones de incubación y el 

microorganismo a estudiar, factores que deben ser tomados en cuenta en el momento de 

realizar la optimización de la técnica (170). 
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1.4. BANCO DE SANGRE Y SEGURIDAD TRANSFUSIONAL 

Uno de los objetivos principales de un banco de sangre es el suministro de sangre 

segura y de calidad. La obtención de sangre segura se basa entre otras cosas en tres 

pilares: la apropiada selección de donantes de sangre, los análisis de detección y 

confirmación de aquellos patógenos transmisibles por transfusión y la aplicación de 

métodos de reducción de patógenos. Lo anterior, sumado a sistemas de hemovigilancia, 

es crucial para mantener un sistema de riesgo mínimo de transmisiones de 

enfermedades infecciosas conocidas o emergentes a través de la transfusión. 

1.4.1. Selección de donantes de sangre 

La International Society of Blood Transfusion (ISBT) y la OMS recomiendan que los 

donantes de sangre sean voluntarios y no remunerados. De hecho, se ha visto en 

diferentes estudios que el riesgo de transmisión de enfermedades infecciosas se ve 

aumentado si la sangre procede de donantes que reciben una remuneración o realizan 

donaciones por reposición directa, en comparación con la sangre procedente de 

donantes habituales voluntarios (171–173). Para reducir la probabilidad de transmisión 

de enfermedades infecciosas por transfusión, además de la donación voluntaria y 

altruista no remunerada, se debe realizar una adecuada selección del donante a través de 

la entrevista médica pre- donación, donde se valoran los factores de riesgo más 

importantes asociados al contagio y transmisión de enfermedades infecciosas (174). En 

Europa y EEUU el 100% de donación es voluntaria, algo que no ocurre en los países de 

Latino América, donde menos del 25% de las unidades recolectadas proviene de 

donantes voluntarios no remunerados (82). Debido al incentivo económico o a la 

presión que significa tener que donar, existe la posibilidad de que se omitan u oculten 

datos para evitar ser excluidos de la donación, temporal o definitivamente, aumentando 

con ello el riesgo de transmisión de enfermedades infecciosas (85). 

1.4.2. Obtención de sangre, fraccionamiento y almacenamiento 

Los métodos de obtención de componentes sanguíneos han evolucionado a lo largo de 

las últimas décadas. Inicialmente, la sangre total se transfundía sin fraccionar, pero 

partir de los años 1960s se comenzó a fraccionar manualmente para que su uso fuese 

más eficiente, separando los distintos componentes por centrifugación: hematíes, 

plaquetas, plasma y crioprecipitado. Actualmente existen equipamientos que permiten 

INTRODUCCIÓN

18



 

 

el fraccionamiento automatizado de la sangre mejorando la producción y 

estandarización de los componentes sanguíneos en comparación con la separación 

manual, cumpliendo los requisitos de calidad de forma fácil, rápida y reproducible 

(175,176). 

En los años 1970s se inició el desarrollo de la donación de componentes sanguíneos por 

aféresis como una técnica automatizada de obtención de sangre y separación selectiva 

de componentes sanguíneos. Para esto el paciente/donante es conectado, a través de un 

equipo estéril, cerrado y de uso único, a un separador celular automático o máquina de 

aféresis, que separará el/los componente/s sanguíneo/s seleccionado/s previamente. La 

mayoría de las máquinas de aféresis utilizan el método de elutriación para leucorreducir 

el componente sanguíneo recolectado. La elutriación, consiste en un método de 

separación de componentes sanguíneos que se realiza en una cámara especial que a la 

vez que va centrifugando, pasa un flujo constante de líquido (plasma en este caso) por 

la cámara en dirección contraria a la centrifugación, lo que permite que las distintas 

poblaciones celulares se agrupen según su tamaño y peso específico (177). A la vez que 

obtiene el componente sanguíneo seleccionado, el separador celular va reduciendo por 

elutriación la cantidad de leucocitos en el mismo. Dependiendo del tipo de componente 

extraído se le denomina plasmaféresis, plaquetoaféresis, plaquetoplasmaféresis, 

leucoaféresis, eritroaféresis, etc. Además se puede llevar a cabo en un solo 

procedimiento la extracción de dos componentes sanguíneos, como en la 

plaquetoplasmaféresis o en la extracción de plaquetas y hematíes con o sin plasma. En 

el caso de la obtención de plaquetas, la plaquetoaféresis permite la recolección de una o 

más dosis terapéuticas de un solo donante, además de la leucorreducción del 

componente sanguíneo. En cambio al partir de sangre total, el concentrado de plaquetas 

proviene de la centrifugación de 3-5 placas leucoplaquetarias (o buffy coats en inglés) 

de donantes con el mismo grupo sanguíneo ABO y Rh (178) o de la preparación de 

plasma rico en plaquetas (179). Los concentrados de plaquetas se almacenan a 

temperatura ambiente, entre 20-24ºC y su tiempo máximo de almacenamiento es de 5 

días, el cual puede prolongarse a 7 días si se emplea alguna técnica de detección o de 

reducción de contaminación bacteriana (95). 

Para que sea infectivo, el parásito deberá permanecer viable durante el procesamiento y 

posterior almacenamiento de los componentes sanguíneos. Se ha documentado que T. 

cruzi puede sobrevivir a 4ºC durante 18 días, que sería resistente a la criopreservación y 

INTRODUCCIÓN

19



 

 

a la congelación–descongelación en sangre infectada (73,84,180,181), asimismo puede 

perdurar hasta 257 días en sangre total con citrato, almacenada a temperatura ambiente 

(182). Martin y colaboradores (183), estudiaron diferentes formas de almacenamiento 

de T. cruzi en sangre periférica artificialmente infectada, en cultivo celular y en cultivo 

in vitro. Las formas de almacenamiento estudiadas fueron: temperatura ambiente, 

refrigeración, criopreservación a -80ºC con y sin crioprotección. Estos autores 

encontraron que, en sangre periférica experimentalmente infectada con T. cruzi, a las 

24 horas a Tº ambiente, se mantenía el número de parásitos móviles tanto en sangre 

heparinizada como en sangre coagulada. En condiciones de refrigeración (0-4ºC) el 

cultivo celular infectado con T. cruzi se mantuvo con parásitos infectantes hasta el día 

14 de almacenamiento. En condiciones de almacenamiento a -80ºC se encontraron 

parásitos viables hasta un año post-almacenamiento, con o sin crioprotector, 

encontrándose una cantidad significativamente mayor de parásitos viables en aquellos 

que sí estaban congelados con crioprotector. Todo esto demuestra que existe un riesgo 

real de transmisión del parásito aun siendo este almacenado a temperaturas extremas. 

1.4.3. Leucorreducción y tecnologías de reducción de patógenos 

En las últimas décadas, nuevas tecnologías han sido desarrolladas con el propósito de 

reducir el riesgo asociado a la TT de patógenos, así como el de las reacciones adversas 

asociadas a la transfusión. Todo esto intentando preservar al máximo la calidad y 

viabilidad de los componentes sanguíneos. Uno de estos métodos es la leucorreducción 

o retirada de los leucocitos basada en el tamaño, la densidad o la adherencia de estas 

células. La leucorreducción puede ser realizada mediante centrifugación, separando la 

placa leucoplaquetaria, mediante el uso de filtros leucorreductores o a través del 

principio de elutriación empleado por algunos separadores celulares automáticos en las 

donaciones de aféresis. 

La leucorreducción, ideada con el objetivo de reducir el número de leucocitos 

alogénicos presentes en componentes sanguíneos a transfundir, ha demostrado poseer 

capacidad para reducir el riesgo de TT de ciertos agentes patógenos (184–187). Es 

sabido que dependiendo del tipo de leucorreducción se consigue diferente reducción en 

el número de leucocitos que van desde 1 hasta 3 logaritmos. Se ha visto que mediante 

centrifugación y posterior separación de la placa leucoplaquetaria sólo se consigue una 

reducción de 1 logaritmo mientras que el uso de filtros de leucocitos (de tercera y 
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cuarta generación) y de procedimientos de aféresis, que emplean la elutriación, se logra 

una reducción de 3 logaritmos, lo que equivale a una reducción del 99,9% de los 

leucocitos (188). Valor que cumple con las recomendaciones de la Asociación 

Americana de Bancos de Sangre (189), que especifica una cantidad hasta un máximo de 

5x10
6

 leucocitos por unidad, y con las de la Unión Europea (190) que permiten hasta un 

máximo de 1x10
6
 leucocitos por unidad. La leucorreducción puede llevarse a cabo pre-

almacenamiento o bien post-almacenamiento en el servicio de medicina transfusional 

del hospital o en el momento de realizar la transfusión al paciente. La leucorreducción 

pre- almacenamiento tiene como ventaja eliminar los leucocitos antes que ocurra 

apoptosis y se liberen ciertos tipos de citoquinas (191). Dentro de los beneficios 

clínicos asociados a la leucorreducción se incluyen la prevención de: las reacciones 

febriles no hemolíticas, la aloinmunización frente a antígenos leucocitarios humanos 

(HLAs) y la transmisión de agentes patógenos como citomegalovirus y el virus 

Epstein-Bar (192,193). Se ha visto además que es efectiva en la reducción de 

contaminación bacteriana (194) y de hemoflagelados como Leishmania, al eliminar los 

leucocitos que contienen estos parásitos, así como por adherencia directa de las formas 

extracelulares del parásito en las fibras de los filtros (195,196). Aunque T. cruzi no está 

presente en su forma intracelular en sangre periférica del hospedero, se ha visto que los 

filtros leucorreductores son eficaces en reducir la carga parasitaria en sangre infectada, 

mediante la adherencia directa de los parásitos a las fibras del filtro (197). 

La leucorreducción universal (LRU) está definida como el proceso mediante el cual se 

reduce el contenido de leucocitos en sangre total, el concentrado de hematíes y de 

plaquetas en todas las transfusiones a cualquier tipo de paciente, independiente de su 

situación clínica. El Reino Unido junto con Canadá y algunos países de la Unión 

Europea, implementaron la LRU como medida preventiva frente a la posible TT de la 

nueva variante de la enfermedad de Creutzfeldt-Jakob (vECJ) en 1998. Actualmente el 

uso de LRU es controvertido y no existe consenso a nivel mundial en cuanto a su 

realización de forma universal (198,199). Un informe realizado por la Agencia 

Sanitaria de Evaluación de Tecnologías Sanitarias de Andalucía concluye que no existe 

suficiente evidencia científica que justifique la realización de la LRU, ni ventajas 

añadidas a la reducción de leucocitos por otros métodos como la eliminación de la capa 

leucocitaria y/o la leucorreducción selectiva (200). Así mismo, la Asociación Brasilera 

de Hematología, Hemoterapia y Terapia Celular, recientemente ha decidido que no 
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existe suficiente justificación para su uso en todos los componentes sanguíneos (201). 

Hay determinadas situaciones clínicas en las que es necesario extremar las medidas de 

seguridad transfusional para evitar los efectos adversos relacionados con la presencia 

de leucocitos alogénicos y sobre las que existe consenso de los especialistas en 

Medicina Transfusional (enfermos inmunocomprometidos, prematuros, pacientes 

politransfundidos, etc.) en los cuales sí estaría recomendada la leucorreducción 

selectiva de los componentes sanguíneos (202–204). 

Las nuevas tecnologías de reducción de patógenos (TRP) suponen un cambio de 

paradigma para la seguridad transfusional, pasando de una estrategia reactiva a una 

proactiva para prevenir la transmisión de enfermedades infecciosas. Un gran número de 

infecciones, sobre todo emergentes, pueden ser transmitidas por transfusión. En la 

actualidad, las TRP complementan los procedimientos destinados a limitar la presencia 

de patógenos y los efectos adversos asociados a la transfusión sanguínea (205). Dos de 

los sistemas comercialmente disponibles se utilizan en rutina en algunos países 

europeos, tanto para plasma como para las plaquetas; el basado en la adición al 

componente de riboflavina y luz ultravioleta (UV) y el basado en la adición de 

amotosaleno y luz UV. En ambos sistemas, la molécula fotosensible se intercala en el 

DNA y/o en el RNA tras la iluminación con luz UV, dañando irreversiblemente el 

ácido nucleico de los microorganismos o células nucleadas e impidiendo su posterior 

replicación, lo que significa que además de actuar sobre patógenos también actúa sobre 

los leucocitos. 

La riboflavina (vitamina B2) es un compuesto químico, hidrosoluble, que tiene la 

propiedad de unirse fotoquímicamente a las bases nitrogenadas posterior a su 

iluminación con luz ultravioleta B (UVB) (265-370 nm), oxidando las bases de 

guaninas, dañando la cadena de ácido nucleico que no puede ser reparado por ningún 

mecanismo endógeno de la célula, imposibilitando la posterior replicación. La principal 

ventaja de este compuesto y los metabolitos producidos por la acción fotoquímica 

(lumicromo, 2'ceto-riboflavina, 4'ceto-riboflavina y formilmetilflavina) es que no 

requieren ser retirados del componente sanguíneo antes de transfundirlo, al ser 

metabolitos que ya se encuentran normalmente presentes en la sangre, aunque en bajas 

concentraciones (205,206). 
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El amotosaleno o S-59 es un compuesto fotoquímico sintético que posterior a la 

iluminación con luz ultravioleta A (UVA) (320-400 nm) reacciona con las bases 

pirimídicas del material genético y forma enlaces covalentes, lo que resulta en uniones 

intra o inter-catenarias que impiden la replicación de la célula. Posterior al 

procedimiento, se debe retirar el amotosaleno restante que haya quedado libre y todos 

los metabolitos producidos mediante un dispositivo de adsorción de compuestos 

(CAD). 

1.4.4. Hemovigilancia y look-back de enfermedades infecciosas

En el concepto de hemovigilancia se incluyen todos aquellos procesos destinados a 

detectar rápidamente la propagación de enfermedades transmisibles por transfusión 

sanguínea y fomentar la mejora de la seguridad transfusional. Dentro de los sistemas de 

hemovigilancia se incluyen los estudios retrospectivos (look-back, en inglés) que 

consisten en investigar a los receptores de unidades de sangre de donantes que hayan 

seroconvertido en donaciones subsecuentes, o volver a analizar la sangre de un donante 

cuando el receptor de su sangre ha experimentado una enfermedad infecciosa post 

transfusión. Además, es esencial mantener una comunicación fluida con las redes 

nacionales e internacionales de alerta y vigilancia de enfermedades infecciosas, que 

permita actualizar de forma rápida y eficaz los conocimientos vigentes sobre los 

posibles brotes de enfermedades infecciosas que puedan afectar al abastecimiento de 

sangre (174,207).

En el caso de Chagas es importante llevar a cabo procedimientos de hemovigilancia 

activa en los receptores de sangre debido a que las infecciones agudas son detectadas en 

general en pacientes inmunodeprimidos. Es posible, que en pacientes 

inmunocompetentes se produzcan casos de transmisión de T. cruzi, que no son 

detectados debido a la levedad, o incluso a la naturaleza asintomática de alguna de las 

formas de la enfermedad. En pacientes inmunodeprimidos, por el contrario, la infección 

puede ser grave y llegar incluso a provocar la muerte del paciente.
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2. OBJETIVOS

El objetivo de este trabajo ha sido evaluar mediante técnicas moleculares, qPCR y RT-

qPCR, la presencia y viabilidad de T. cruzi en sangre total y otros componentes 

sanguíneos, y valorar el papel que las técnicas de leucorreducción por 

elutriación/filtración y la tecnología de reducción de patógenos pueden tener en 

disminuir el riesgo de TT de este parásito. Junto a ello, diseñar y optimizar una 

metodología para evaluar viabilidad del parásito basada en la detección de DNA por 

qPCR. 

Objetivos específicos 

-Detectar la infección por T. cruzi en donantes de la FBSTIB procedentes de zona 

endémica mediante cribado serológico y detección de DNA en sangre. 

-Determinar la carga parasitaria en sangre total, en el concentrado de plaquetas y en el 

plasma, obtenidos por plaqueto/plasmaféresis de donantes de sangre con parasitemia. 

-Determinar la carga parasitaria en el concentrado de hematíes obtenido por 

fraccionamiento clásico de sangre total infectada artificialmente. 

-Evaluar la efectividad de la leucorreducción por filtración, centrifugación y elutriación 

en la reducción de la carga parasitaria en los componentes sanguíneos. 

-Evaluar la efectividad del sistema riboflavina-luz ultravioleta como método de 

reducción de formas viables de T. cruzi, a través de la cuantificación de DNA y RNA, 

en sangre total infectada artificialmente. 

-Diseñar y optimizar una metodología PMA-qPCR para T. cruzi que permita mediante 

la detección de DNA diferenciar entre parásitos viables y no viables 

OBJETIVOS
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3.1. ARTÍCULO 1 

“Evidence of meaningful levels of Trypanosoma cruzi in platelets 

concentrate from seropositive blood donors” 
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EVIDENCIA DE NIVELES SIGNIFICATIVOS DE TRYPANOSOMA CRUZI EN EL 

CONCENTRADO DE PLAQUETAS DE DONANTES DE SANGRE 

SEROPOSITIVOS 

Beatriz Cancino-Faure, Roser Fisa, Cristina Riera, Ibeth Bula, Enrique Girona-

Llobera, Teresa Jimenez-Marco
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Factor de impacto: 3,225 

RESUMEN 

De acuerdo a los casos publicados de transmisión por transfusión de Trypanosoma 

cruzi, el riesgo de transmisión de este parásito parece ser mayor con el concentrado de 

plaquetas que con otro componente sanguíneo. El objetivo de este estudio fue 

investigar mediante una reacción de polimerasa en cadena en tiempo real de tipo 

cuantitativa (qPCR), la carga parasitaria detectada en plasma y concentrado de 

plaquetas leucorreducidos, obtenidos mediante aféresis, de donantes de sangre 

seropositivos para T. cruzi y compararla con la carga parasitaria presente en sangre 

periférica. Durante los años 2011 al 2013 se llevó a cabo un estudio prospectivo en un 

grupo de donantes de sangre originarios de zonas endémicas que estuviesen residiendo 

en las Islas Baleares, España. El plasma y el concentrado de plaquetas leucorreducidos 

fueron obtenidos mediante aféresis de donantes seropositivos con parasitemias 

detectables en sangre periférica. Se encontró una seropositividad de 1,9% en 23 de 

1.201 donantes estudiados, la carga parasitaria en sangre periférica encontrada en 14 de 

los 23 donantes (60,86%) fue menor a 1 parásito equivalente/mL. El estudio de los 

componentes obtenidos por aféresis mostró una media en la carga parasitaria de 

5,33±6,12 parásitos equivalentes/mL en los concentrados de plaquetas, mientras que no 

hubo detección de DNA parasitario en ningún plasma. La gran carga parasitaria 

encontrada en el concentrado de plaquetas, comparado con el plasma y la sangre 

periférica, podría explicar el mayor riesgo de transmisión de la enfermedad de Chagas 

asociado a este componente, como ha sido citado en los casos de infección de T. cruzi 

transmitida por transfusión de plaquetas. 
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T R A N S F U S I O N C O M P L I C A T I O N S

Evidence of meaningful levels of Trypanosoma cruzi in platelet

concentrates from seropositive blood donors

Beatriz Cancino-Faure,1 Roser Fisa,1 Cristina Riera,1 Ibeth Bula,1 Enrique Girona-Llobera,2,3

and Teresa Jimenez-Marco2,3

BACKGROUND: According to the reported cases of

transfusion-acquired Trypanosoma cruzi infection, the

risk of T. cruzi transfusion transmission appears to be

higher with platelet (PLT) products than with other blood

components. The aim of this study was to investigate by

quantitative real-time polymerase chain reaction (qPCR)

the parasitic load detected in leukoreduced plasma and

PLT concentrates collected by apheresis from

seropositive T. cruzi blood donors and compare them

with peripheral whole blood (WB).

STUDY DESIGN AND METHODS: During 2011 to

2013, a prospective study was carried out in a group of

blood donors originating from Chagas-endemic areas but

who are now living on the island of Majorca, Spain.

Leukoreduced plasma and PLT concentrates were

collected by apheresis from seropositive blood donors

with detectable parasitemias in peripheral WB.

RESULTS: Seropositivity was found in 23 of 1201

donors studied (1.9%), and T. cruzi DNA with less than 1

parasite equivalent/mL was detected in peripheral WB in

60.86% (14 of 23) of these. The study in blood

components obtained by apheresis from these donors

showed that T. cruzi DNA with a mean 6 SD parasitic

load of 5.33 6 6.12 parasite equivalents/mL was detected

in 100% of the PLT concentrate samples. Parasite DNA

was undetectable in the extract taken from plasma

collected from donors with a positive qPCR in peripheral

WB.

CONCLUSION: The higher parasitic load found in PLT

concentrates compared to plasma and peripheral WB

would explain the higher transfusion transmission risk of

Chagas disease associated with PLT transfusions

described in the reported cases of transfusion-acquired

T. cruzi infection.

A
s a result of globalization and immigration,

emerging blood-borne pathogens such as Tryp-

anosoma cruzi, the causal agent of Chagas dis-

ease, are gaining importance in nonendemic

countries.1-3 The 20 cases associated with transfusion

transmission of T. cruzi reported in North America and

Spain between 1987 and 2011 were all related to platelet

(PLT) concentrates or whole blood (WB), some of which

had even been leukoreduced and irradiated.4 In these

cases, transfusion transmission was confirmed using

hemoculture, polymerase chain reaction (PCR), or serol-

ogy to study the presence of parasites in blood from trans-

fused patients. The retrospective study of the blood

component or WB donors involved in these donations

was in all cases carried out by serology and, additionally

in some cases, using PCR to search for parasite DNA. No
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Cq 5 quantification cycle; GEB 5 guanidine-EDTA-whole

blood; qPCR 5 quantitative real-time polymerase chain

reaction; WB 5 whole blood.
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parasite cultures or PCR DNA amplifications were per-

formed in the units that had already been transfused.5-8

As T. cruzi is present in the human bloodstream as a

trypomastigote, the extracellular form of T. cruzi, experi-

mental assays have suggested that as T. cruzi adheres to

leukoreduction filter fibers, such filters could be used as a

means of reducing this organism in infected blood.9,10

However, the efficacy of leukoreduction to remove para-

sites from red blood cell (RBC) units has not been studied

and it is not known whether this method completely elim-

inates the risk of transfusion transmission.

Even though all blood components are potentially

infectious, there is no empiric evidence in the literature

that RBCs or plasma units are implicated in the transfu-

sion transmission of T. cruzi. Most of the reported cases

have been associated with PLT transfusion.5-8,11

Over the past few decades, innovative devices, new

technologies, and new techniques have been developed in

an attempt to decrease the risk of pathogen transfusion

transmission, as well as to reduce adverse reactions to

transfusion, without altering the quality of blood compo-

nents. One of these techniques is the leukoreduction of

blood products using centrifugation, elutriation, or filtra-

tion, based on size, density, or stickiness of the white

blood cells (WBCs). The generally accepted clinical bene-

fits include prevention of febrile reactions, alloimmuniza-

tion to HLAs, and transmission of infectious agents, as

well as pathogens associated with WBCs, such as cyto-

megalovirus or Epstein-Bar virus.12

During 2011 through 2013, a prospective study was car-

ried out in blood donors who, although living on the Island

of Majorca, originated from Chagas-endemic areas. T. cruzi

serologic screening was performed to identify positive

donors and determine the seropositivity in our geographical

area and to enable their inclusion in a qualitative and quan-

titative parasite study. The parasitic load in PLTs and plasma

concentrated obtained by apheresis was studied by quanti-

tative real-time PCR (qPCR) and compared with the parasit-

emia in peripheral WB.

The aim of this study was to investigate the parasite

loads present in WB and other blood components, such as

plasma and PLTs, from seropositive T. cruzi blood donors

and determine whether or not there are any differences in

parasitemia levels that could explain which component

presents the greatest risk of transmitting pathogens

through transfusion.

MATERIALS AND METHODS

Blood donors

During 2011 through 2013, a total of 1201 blood donors

who originated from Chagas-endemic areas, but are now

living in the Balearic Islands, were tested for T. cruzi–spe-

cific antibodies in the Balearic Islands Blood Bank (BIBB).

All donors with positive serology who had not been previ-

ously treated for the parasite, and consented to be

included in the study, were analyzed for parasite load in

peripheral WB and blood components, plasma, and PLTs

obtained by apheresis. All of them were permanently

rejected as donors for patient transfusions.

Ethics statement

This study was approved by the ethical committees of the

participating institutions, the Balearic Island Ethic Com-

mittee and the Research Ethics Committee of the Univer-

sity of Barcelona. Written informed consent was obtained

from all donors for the screening and apheresis study.

In accordance with the Spanish and European regula-

tions, our standard operating procedure for donors who

were seropositive for T. cruzi by the screening test at the

blood bank involved permanent deferral for these individ-

uals. Additionally, donors were immediately referred to

the Infectious Disease Unit at the University Hospital in

Majorca for follow-up and treatment. Treatment was

never delayed by participation in this study.

Screening study

Five milliliters of serum was obtained for serologic study

and 10 mL of peripheral WB was collected and immedi-

ately mixed with an equal volume of 6 mol/L guanidine

hydrochloride-0.2 mol/L EDTA buffer (Sigma, St Louis

MO) for molecular study. The mixture guanidine-EDTA-

WB (GEB) was stored at 4�C until the DNA purification.

GEB samples were not boiled.13

Apheresis study

Cell separators and procedures

Fenwal Amicus Version 3.11. Fenwal Amicus (Fresenius

Kabi, Bad Homburg, Germany) is an apheresis device

capable of dual- and single-needle plateletpheresis. The

PLT-rich plasma is separated from the RBCs and WBCs in

a bell-shaped chamber with two compartments. After the

elutriation process, PLT-rich plasma is pumped to the col-

lection chamber as so-called dry PLTs, that is, high-

concentration plasma-reduced PLTs. At the end of the

process, the PLTs are manually resuspended by shaking

and adding PLT-poor plasma and then transferred to the

storage bags with additive solution (AS) at a ratio of

approximately 35% plasma and 65% AS.

Two Amicus devices, Software Version 3.11, set code

REF R4R2337, were used for the study. All procedures used a

WB:ACD ratio of 11:1 (i.e., 1 part ACD per 11 parts WB) and

citrate infusion flow of 1.35 mL/kg/min. The maximum inlet

and return rates were 110 and 120 mL/min, respectively.

Trima Accel Version 5.22. Trima Accel (Terumo BCT,

Lakewood, CO) is a single-needle, continuous-separation

apheresis device. Trima Accel Version 5 has a single-stage
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separation channel with all of the blood components

flowing in one direction. The blood components separate

into layers over the entire circumference according to spe-

cific gravity. PLTs are harvested from the component layer

between RBCs and plasma, leukoreduced with the

process-controlled leukoreduction system, and collected

in the final storage container.

Three Trima Accel machines, Version 5.22, Set Code

REF 80420, were used for the study. All procedures used a

WB:ACD ratio of 11:1 (i.e., 1 part ACD per 10 parts WB)

and maximum citrate infusion flow of 1.1 mL/min/L total

blood volume. The maximum inlet and return rates were

100 and 140 mL/min, respectively. The PLT concentrates

were collected in small amounts of plasma and diluted in

AS at the end of the procedure to maintain a ratio of

approximately 35% plasma and 65% AS.

Haemonetics MCS1. The Haemonetics MCS1 system

(Haemonetics Corp., Braintree, MA) uses intermittent-

flow centrifugation to collect plasma, PLTs, WBCs, or

RBCs. The grenade-shaped plasmapheresis rotation bowl

is used for plasma collection. WB enters the bowl through

the stationary tube and forms vertical layers of plasma

and RBCs. As the bowl fills, packed cells accumulating on

the outer wall displace the plasma inward, pushing it out

through the effluent tube. When the bowl is full of RBCs,

it must be stopped and emptied before the process can be

repeated.

Two Haemonetics MCS1 apheresis machines, Set

Code REF 792 P, PLT-poor plasma, were used for the study.

All procedures used a WB:ACD ratio of 12:1 (i.e., 1 part

ACD per 11 parts WB). The maximum inlet and return

rates were 100 and 150 mL/min, respectively.

Preparations of blood components

Plateletpheresis and PLT-plasmapheresis donations were

performed on selected donors using Trima and Amicus

automatic cell separators. The mean PLT unit volume col-

lected in the plateletpheresis procedures was 300 mL. PLT

components containing 3.5 3 1011 were suspended in

approximately 35% plasma and 65% PLT AS (PAS IIIM;

Terumo BCT). The mean volume of plasma unit collected

in the PLT-plasmapheresis procedures was 300 mL. All

PLT and plasma components collected were leukoreduced

by in-process leukoreduction (leukoreduction system

chamber for Trima and elutriation for Amicus).

Plasmapheresis donations were carried out using the

Haemonetics MCS1. The mean plasma volume collected

was 600 mL, and leukoreduction was performed using a

leukoreduction plasma filter (Plasmaflex Plas 4, Maco-

Pharma, Mouvaux, France) at the end of the collection

procedure.

A total of eight apheresis procedures were performed

from which six plasma and six leukoreduced PLT concen-

trates were obtained. Three blood donors with detectable

parasitemia in peripheral WB consented to donate blood

components by apheresis to study the parasite load. Each

blood donor included in the study gave blood compo-

nents in different donations. The first underwent one pla-

teletpheresis procedure; the second one plasmapheresis

and two PLT-plasmapheresis procedures; and the third

one plasmapheresis, one plateletpheresis, and two PLT-

plasmapheresis procedures. Within the apheresis samples,

ten milliliters of GEB was obtained to determine the basal

parasitic load (Table 2).

Samples were collected in the BIBB and sent, no

more than 2 days after the donation, to the Parasitology

Laboratory of the Universitat de Barcelona for molecular

analysis. The samples of plasma, PLTs, and GEB were sent

at 220�C, at room temperature and 4�C, respectively, and

once received were immediately processed for DNA

extraction.

Serologic study

The serologic study for detection of specific T. cruzi anti-

bodies was performed by an enzyme-linked immunosor-

bent assay (ELISA) test for qualitative detection of total

antibodies to T. cruzi in human serum or plasma (Bio-

ELISA Chagas, Biokit, Werfen Group, Barcelona, Spain)

with recombinant antigen of T. cruzi and another com-

mercially available ELISA test system (Ortho Clinical Diag-

nostics, Raritan, NJ) with antigen of a total extract of

epimastigotes from T. cruzi in BIBB. Confirmation was

performed in the Parasitology Laboratory of the Universi-

tat de Barcelona by a third diagnostic method using West-

ern blot with antigen of a total extract of epimastigotes

from the T. cruzi Maracay strain.14

Molecular study

DNA extraction

For each sample, DNA was extracted in triplicate (Table 2)

from different samples: 200 mL of GEB from all seroposi-

tive donors (screening sample), 200 mL of GEB at the

moment of apheresis (basal sample), 200 mL of PLT con-

centrate, and 200 mL of plasma concentrate (the last two

obtained by apheresis). The extraction was performed

with a PCR template preparation kit (High Pure, Roche,

Mannheim, Germany) and eluted in 200 mL of elution

buffer according to the manufacturer’s instructions. The

eluate was stored at 220�C for qPCR analysis. To build the

standard curve for quantification of parasitic loads, DNA

from a culture of epimastigotes of T. cruzi (Maracay strain,

1 3 105 parasite/mL) was extracted in the same way as

previously reported.

qPCR assay

Five microliters of extracted DNA was amplified in tripli-

cate by qPCR (Table 2) in a qPCR instrument (LightCycler

480, Roche) device. The primers, probes, and conditions of
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the technique were as described by Piron and coworkers15

with some modifications. Briefly, the following were used,

primers Cruzi 1 and Cruzi 2 and probe Cruzi 3, which was

labeled with 6-carboxyfluorescein and minor groove

binder. The final concentrations in the PCR mixture were

as follows: 13 LightCycler 480 Probes Master (Roche), 750

nmol/L each T. cruzi primer, and 250 nmol/L for the

T. cruzi probe in a 20-mL reaction volume. Detection of the

RNase P human gene (0.33 RNase P detection reagents,

Life Technologies, Austin, TX) was included as an internal

control of amplification in multiplex qPCR, and a non-

template sample and DNA from seronegative human

blood were included in each run as a negative control.

A sample was considered valid when the internal con-

trol was efficiently amplified and was considered positive

when the quantification cycle (Cq) was less than or equal

to 40 and if at least three of the nine replicates studied for

each sample were amplified.16 A standard curve was con-

structed with 1-in-10 serial dilutions of total DNA

extracted from Maracay strain (1 3 105- 0.1 parasite

equivalents/mL). The parasitic load of every sample was

calculated using the LightCycler 480 software through the

second derivative maximum method.

RESULTS

Screening study

From a total of 1201 blood donors coming from Latin Amer-

ica, 23 were T. cruzi seropositive by the three serologic tests

,which corresponded to 1.91% of prevalence with respect to

the total donor population. The Bolivian population with

16.03% (17 of 106; 95% confidence interval [CI], 10.1-24.2)

seropositivity had the highest prevalence (Table 1).

Parasite DNA was detected in peripheral WB by qPCR

in 14 of the 23 seropositive donors, which corresponds to

60.86% (95% CI, 40.7-77.9) positivity in chronic patients

(Table 1). The mean 6 SD Cq in these screening samples

(GEB) was 34.35 6 2.87, which implies a parasitic load of

0.39 6 0.2 parasite equivalents/mL.

Apheresis blood components study

The qPCR study of the PLTs indicated that all samples

amplified with 100% positivity in all the extractions (18 of

18) and 100% positivity in all replicates performed (54 of

54), with a significant mean 6 SD parasitemia of

5.33 6 6.12 parasite equivalents/mL. In contrast, parasite-

mia was undetectable in all extract from plasma samples

with 0% positivity in all the extractions (0 of 18) for para-

site DNA, with 0% of amplification in all replicates (0 of

54). The peripheral WB (basal sample) obtained on the

day of plasma and PLT donation by apheresis showed that

all samples were positive with a mean 6 SD parasitemia of

0.42 6 0.32 parasite equivalents/mL (Table 2), although

not all the replicates amplified in five extractions (59 of 72

replicates amplified by qPCR, 81.9%; 95% CI, 71.3-89.2).

DISCUSSION

Blood transfusion is the second most common mecha-

nism for the transmission of T. cruzi in endemic areas and

the first in nonendemic areas. The transfusion transmis-

sion risk of Chagas disease is thought to depend on multi-

ple factors, including the level of parasitemia in the donor,

the type of component transfused, and perhaps the strain

of the parasite.17,18 In Spain, of the reported cases of T.

cruzi transfusion transmission, all the patients were trans-

fused with PLT concentrates and all the donors implicated

in the donation originated from Chagas-endemic areas,4

three of the four donors from Bolivia and one from Brazil.

The serologic screening performed in our study in the

Balearic Islands showed that 1.91% of the blood donors

coming from Chagas-endemic areas were seropositive.

The largest Latin American population living in the Bale-

aric Islands originates from Argentina and is the Latin

American group that donates blood most often; however,

Bolivian donors have the highest positive detection rate

for T. cruzi at 16.03%. These results are consistent with the

2007 study performed in Catalonia, Spain, by Piron and

colleagues,19 in which the seroprevalence of donors stud-

ied was 0.62%, and the highest positive detection rate for

T. cruzi (10.2%) was in Bolivian blood donors.

The detection of T. cruzi by molecular methods, such

as by PCR in blood samples, has high specificity and sen-

sitivity. This technique has been successfully used in the

diagnosis of acute chagasic disease for more than 15

years;20 however, due to low parasitemia, the sensitivity

and reproducibility of the technique decreases in chronic

patients. The sensitivities reported in this group of

TABLE 1. Results of T. cruzi serologic screening of blood donors from Chagas-endemic areas living on the Island of
Majorca and presence of T. cruzi DNA in peripheral WB by qPCR in seropositive blood donors studied

Argentina Ecuador Bolivia Venezuela Total

Donors 649 362 106 84 1201
Percentage of donors* 1.42 0.78 0.24 0.19 0.66
Seropositive donors† 4 (0.61) 1 (0.27) 17 (16.03) 1 (1.19) 23 (1.91)
Presence of T. cruzi DNA† 3 (75) 0 (0) 10 (58.8) 1 (100) 14 (60.86)

* Percentage of Latin American donors with respect to the total donor population.
† Data are reported as number (%).
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patients are between 20 and 60% and depend on the con-

ditions under which the technique is performed.15,21 In

our study using a quantitative, validated, highly sensitive

real-time PCR we found 60.86% (95% CI, 40.7-77.9) posi-

tivity in 23 seropositive blood donors living in the Balearic

Islands. This percentage is slightly higher than the 41%

found in 2007 by Piron and coworkers15 in seropositive

blood donors in Catalonia and similar to the 56.5% found

in 2011 by Schijman and colleagues,21 using qPCR in

chronic patients from endemic areas.

Low and oscillating parasitemias are described in

chronic chagasic patients15,21 and are consistent with the

results found in peripheral WB in our pool of seropositive

donors, a group in which parasitemias were lower than 1

parasite equivalent/mL. In these samples it was observed

that not all replicates amplified according to the low or

nonexistence of parasites. Consequently, it is strongly rec-

ommended that replicates of DNA extractions and qPCR

of WB are performed when a diagnosis is made to increase

the possibility of finding positives results, especially when

working with small volumes of samples.

Our extract from plasma results did not show any

positive amplifications of the parasite DNA in any of the

donor samples (0/6). By contrast, in the leukoreduced PLT

concentrates, we found parasitic load values of 5.33 6 6.12

parasite equivalents/mL, with a parasitic load range of

0.72 to 16.73 parasite equivalents/mL, more than five

times greater than the parasitic load of the peripheral WB.

The qPCR results were positive in all samples (6/6) and,

interestingly, 100% of qPCR replicates of all samples stud-

ied (54/54) were positives. It is possible that this percent-

age would decrease if no previous screening for the

presence of parasite in peripheral WB was performed to

select the studied individuals, as in the 2009 study carried

out by Dzib and colleagues, 22 using a conventional PCR

of minicircle kDNA in blood components leukoreduced

by centrifugation from 21 units of seropositive donors,

which found 50% positivity in PLT concentrates. Results

published in 2005 by Coronado and coworkers23 indicate

that the circulating DNA belongs to living parasites and

not to circulating DNA from the remains of dead parasites,

because this is rapidly degraded. It would be interesting to

study parasite viability to discriminate between viable and

nonviable parasites.

Leukoreduction is considered by some authors to be a

good method for reducing the T. cruzi transfusion transmis-

sion risk, but more detailed studies will be needed to con-

firm this theory. A report published by Hern�andez-Becerril

and colleagues,24 in 2005, studied 70 PLT and RBC compo-

nents leukoreduced from seropositive blood donors by con-

ventional PCR and hemoculture. However, no parasitemia

was detected by either of the methods; this factor could be

attributed to the leukoreduction. Similarly, in 2006 Cardo

and Asher9 reported a filtration assay study in which T. cruzi

trypomastigotes spiked in plasma remained in the leukore-

duction filters as a result of adherence. In 1995, Moraes-

Souza and coworkers,10 using leukoreduction filters in

spiked human blood, showed that this process reduced the

number of T. cruzi. By contrast, in our study, leukoreduction

was not entirely effective at eliminating the parasitic load; in

fact, the parasite loads detected in PLTs obtained by aphere-

sis were higher than the parasite load in peripheral WB. A

study performed by Dzib and coworkers22 in 2009 reported

that leukoreduction by centrifugation did not eliminate

T. cruzi from infected blood units. In fact, they found para-

site DNA in RBCs, buffy coat, and PLT concentrates.

Certainly, the risk of T. cruzi transmission per infected

blood product transfused is estimated to be from 10% to

25%, with PLT products having a much higher risk than

RBCs, frozen plasma, or cryoprecipitated products.4,9,25 In

fact, there have been no reported cases of transfusion

transmission through blood components that were frozen

and stored at 220�C or RBCs, even though a report pub-

lished by Martin and coworkers26 in 2014 observed that

T. cruzi in spiked human blood and in infected culture cells

was able to survive long periods of storage at 14�C and

280�C, suggesting that T. cruzi–infected blood or tissues

stored under these conditions are potentially infectious.

The reason why we detected parasite DNA in PLTs,

and not in plasma concentrates obtaining by apheresis

from the same donor who was PCR positive in peripheral

blood, could be related to the method that apheresis

machines use to process WB. Basically, apheresis machines

use centrifugation and filtration, the first as a method of

TABLE 2. Peripheral WB and apheresis blood components from T. cruzi–seropositive blood donors and
quantification results of parasitic load obtained by qPCR

Sample

Total of DNA
extractions by

sample*

Total of
qPCR

replicates†

Positives
replicates
amplified

Positives
samples Mean Cq‡

Quantification of parasitic load

Mean§ Range§

GEB (n 5 8) 24 72 59/72 8/8 (100%) 35.0 6 2.93 0.42 6 0.32 0.04-0.93
Plasma (n 5 6) 18 54 0/54 0/6 (0%) >40 Nondetectable Nondetectable
PLTs (n 5 6) 18 54 54/54 6/6 (100%) 30.7 6 2.42 5.33 6 6.12 0.73-16.73

* Three extractions of DNA of each sample were performed.
† Three replicates of each DNA extracted were amplified by qPCR.
‡ Mean 6 SD of all replicates. Value of qPCR expressed in Cq.
§ Expressed in parasites equivalent/mL.
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separating and concentrating the selected blood compo-

nent, through centrifugation that uses differences in spe-

cific gravity or density to separate and isolate blood

components, and the second, filtration as a method for

reducing the WBC count in PLT concentrates (some

machines also use elutriation as an alternative to filtra-

tion). Filtration takes advantage of differences in particle

size to separate and, as has already been stated, centrifuga-

tion is based on the specific gravity of blood cells. The try-

pomastigote form of T. cruzi has a size of 16 to 20 mm18

and a specific gravity between PLTs and WBCs.27,28 Accord-

ing to these data, it is reasonable to think that, since PLTs

are concentrated along with WBCs throughout the aphere-

sis procedure, trypomastigotes are concentrated along

with WBCs in the PLT fraction rather than in the plasma or

RBC fraction. Therefore, the PLT fraction initially collected

by apheresis contains WBCs, although it is leukoreduced

during the procedure by elutriation or after the procedure

by filtration. However, it is important to note that, despite

leukoreduction (i.e., �1 3 106/L WBCs) the level of residual

WBCs in leukoreduced PLT concentrates could be up to 1

3 106 per unit according to our national standards.

Accordingly, if a considerable number of WBCs are still

present in leukoreduced PLT products, it is logical to think

that parasites can also remain.

Using laboratory techniques, in seropositive T. cruzi

blood donors we have seen that PLTs are the component

with the main parasitic load; therefore, it could explain

what is observed in clinical cases of transfusion transmis-

sion of Chagas disease reported in the literature, in which

PLT concentrates are the major component implicated in

transmission.4-9,29 It would be challenging to investigate

the role of new pathogen inactivation technologies, in

reducing the parasite load in blood components, for exam-

ple, PLT concentrates, obtained from seropositive T. cruzi

donors, and to study whether they are effective in these

samples, because so far they have only been studied exper-

imentally in blood components spiked with T. cruzi. 30,31
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Carta al Editor 

¿POR QUÉ LAS PLAQUETAS SON EL COMPONENTE SANGUÍNEO MÁS 

FRECUENTEMENTE MENCIONADO EN LOS CASOS DE TRANSMISIÓN 

POR TRANSFUSIÓN DE CHAGAS? 

Beatriz Cancino-Faure, Roser Fisa, Cristina Riera, Ibeth Bula,  Enrique 

Girona-Llobera, Teresa Jimenez-Marco 

Blood Transfusion 

2016, 21:1 

doi: 10.2450/2016.0280-15 

Factor de impacto: 2,372 

 RESUMEN 

Señor Editor: nos gustaría hacer una breve contribución al artículo escrito por 

Angheben et al., el cual ha sido recientemente publicado en la revista Blood 

Transfusion. Los autores de este artículo realizan una revisión actualizada sobre la 

enfermedad de Chagas enfocada en medicina transfusional y las actuales estrategias 

de prevención de la transmisión en áreas no endémicas. En el apartado que trata 

sobre la transmisión por transfusión de la enfermedad de Chagas, los autores 

mencionan que todos los componentes sanguíneos, excepto los derivados del plasma 

son teóricamente capaces de transmitir la infección debido a que las condiciones de 

almacenamiento permiten la supervivencia del parásito. Aunque los autores señalan 

que las plaquetas son el componente principalmente asociado a los casos de 

transmisión por transfusión no especifican la razón de esto. Cancino-Faure y 

colaboradores, investigaron la razón y la documentaron en un artículo recientemente 

publicado. Los autores estudiaron la carga parasitaria en plaquetas y plasma 

obtenidas mediante aféresis de donantes seropositivos para la infección, utilizando 

una qPCR, y observaron que las plaquetas presentaban 5 veces más parásitos que la 

sangre total, mientras que no se detectó DNA en ninguno de los plasmas estudiados. 

Esto lo atribuyen al tamaño y al peso específico de los parásitos, valores similares a 

la de las plaquetas y leucocitos, lo que hace que se concentren en esta fracción... 
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Why are platelets the most frequently mentioned blood component in 
Chagas transfusion transmission reports?

Beatriz Cancino-Faure1, Roser Fisa1, Cristina Riera1, Ibeth Bula1, Enrique Girona-Llobera2,3, 
Teresa Jimenez-Marco2,3

1Laboratory of Parasitology, Biology, Health and Enviroment Department, Faculty of Pharmacy, Universitat de 
Barcelona, Barcelona; 2Fundació Banc de Sang i Teixits de les Illes Balears, Majorca, Balearic Islands; 3IUNICS 
(Institut Universitari d'Investigació en Ciencias de la Salut), Universitat de les Illes Balears, Majorca, Balearic 
Islands, Spain

Dear Sir,
We would like to make a brief contribution to the 

interesting article written by Angheben et al., which was 
recently published in Blood Transfusion1. The authors 
provide a comprehensive and well-updated review of 
Chagas disease, focusing on transfusion medicine and 
the current strategies for preventing disease transmission 
in non-endemic areas. 

In the section of the article dealing with transfusion-
transmitted Chagas disease, the authors state that all 
blood components, except plasma derivatives, are 
theoretically capable of transmitting the disease, since 
their storage conditions allow the parasite to survive. 
Although Angheben et al. also mention that platelets 
are the blood component most often associated with 
reported cases of transfusion-related transmission, they 
do not specify why this is so. 

Cancino-Faure et al. investigated the reason why 
platelets carry such a high risk of transmitting Chagas 
disease via transfusion and their findings were recently 
published in the article, "Evidence of meaningful 
levels of Trypanosoma cruzi in platelet concentrates 
from seropositive blood donors"2. Using a quantitative 
real-time polymerase chain reaction, these authors 
studied the T. cruzi parasite load in peripheral whole 
blood, platelets and plasma collected from chronic 
chagasic blood donors through apheresis donations. 
They reported that 100% of platelet components of all 
blood donors were positive for T. cruzi DNA, with a 
parasitic load 5 times higher than in peripheral whole 
blood, whereas parasite DNA was undetectable in the 
plasma component. This finding was attributed to the 
size and specific gravity3 of the trypomastigote form of 
T. cruzi, which is very similar to that of platelets and 
leucocytes. Thus, during the whole blood processing 
to obtain blood components, T. cruzi concentrates 
in the platelet fraction and leucocytes, rather than in 
the plasma fraction. The higher parasitic load found in 
platelet components, compared to plasma and peripheral 
whole blood, collected from Chagas-infected blood 

donors would, therefore, explain the higher risk of 
Chagas disease transmission associated with platelet 
transfusions.

Apart from this brief comment, we would sincerely 
like to congratulate the authors for their excellent review 
on Chagas disease and transfusion medicine.

The Authors declare no conflicts of interest.
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¿DÓNDE VA TRYPANOSOMA CRUZI? DISTRIBUCIÓN DE LOS PARÁSITOS 

EN LOS COMPONENTES SANGUÍNEOS SEPARADOS MEDIANTE EL 

FRACCIONAMIENTO DE SANGRE TOTAL INFECTADA 

Beatriz Cancino-Faure, Roser Fisa, Cristina Riera, Enrique Girona- Llobera, 

Teresa Jimenez-Marco 

Transfusion 

Aceptado 

09.05.2016 

doi:10.1111/trf.13687 

Factor de impacto: 3,225 

RESUMEN 

Las plaquetas son el componente sanguíneo con mayor frecuencia involucrado en los 

casos publicados en la literatura de transmisión por transfusión de T. cruzi. Aunque la 

sangre total y el concentrado de hematíes también han sido documentados como 

responsables, poco conocimiento se tiene de la distribución del parásito entre los 

componentes sanguíneos. El objetivo de este estudio fue investigar en qué 

componente sanguíneo el parásito se concentra después del fraccionamiento clásico 

de sangre total artificialmente infectada con T. cruzi. La carga parasitaria se estudió 

por qPCR específica de T. cruzi sobre la sangre total, la placa leucoplaquetaria, el 

concentrado de plaquetas, concentrado de hematíes pre- y post-leucorreducción y el 

plasma. Se encontró que posterior a la separación de la sangre total infectada con 

1,5x10
6

 epimastigotes de T. cruzi (2,78x10
3

 parásitos equivalentes/mL), la 

distribución de la carga parasitaria en los componentes sanguíneos fue desigual. 

Siendo la placa leucoplaquetaria el componente sanguíneo que presentó la mayor 

carga parasitaria (6,94x10
3
 parásitos equivalentes/mL), seguido por el concentrado de 

hematíes pre-leucorreducidos (2,51x10
3
 parásitos equivalentes/mL), que presentó un 

descenso del 99,9% al ser leucorreducidos por filtración. Tanto el plasma como el 

concentrado de plaquetas, parcialmente leucorreducidos mediante centrifugación, 

pero no filtrados, presentaron los niveles de carga parasitaria más bajos, teniendo el 

plasma la menor carga parasitaria de todos los componentes sanguíneos. Existe un 

notable riesgo de transmisión por transfusión de T. cruzi asociado al concentrado de 

hematíes, por lo que la leucorreducción mediante filtración podría ser una estrategia 

efectiva en reducir el riesgo por transfusión, especialmente en países endémicos y no 

endémicos con un alto porcentaje de inmigración de latinoamericanos. 
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O R I G I N A L R E S E A R C H

Where do Trypanosoma cruzi go? The distribution

of parasites in blood components from fractionated

infected whole blood

Beatriz Cancino-Faure,1 Roser Fisa,1 Cristina Riera,1

Enrique Girona-Llobera,2,3 and Teresa Jimenez-Marco2,3

BACKGROUND: Platelets (PLTs) are the blood

component most frequently involved in Trypanosoma

cruzi transfusion transmission cases reported in the

literature, although whole blood (WB) and red blood cells

(RBCs) have also been incriminated. However, there is

little knowledge of the parasite distribution among blood

components.

STUDY DESIGN AND METHODS: The aim of this

study was to investigate in which blood component T.

cruzi parasites concentrate the most, after fractionating

artificially T. cruzi-infected WB. The T. cruzi parasite load

was studied by a specific quantitative real-time

polymerase chain reaction (qPCR) in WB, buffy coat

(BC), PLT concentrates, RBCs before and after

leukoreduction, and plasma (PL).

RESULTS: The parasite load in WB experimentally

infected with 1.5 3 106 parasites (2.78 3 103 parasite

equivalents/mL) was unevenly distributed among the

separated blood components. The highest level was

found in the BC (6.94 3 103 parasite equivalents/mL)

and RBCs before leukoreduction by filtration (2.51 3 103

parasite equivalents/mL), after which RBCs presented a

99.9% reduction in parasite levels. Both PL and PLTs,

partially leukoreduced by centrifugation but nonfiltered,

had low parasite levels, the lowest concentration being in

PL.

CONCLUSIONS: The highest parasite concentration

was detected in the BC, followed by RBCs before

leukoreduction. There is a notable risk of transfusion-

transmitted Chagas disease associated with

nonleukoreduced RBCs. Leukoreduction may be an

effective prevention strategy for transfusion-transmitted

T. cruzi infection, especially in endemic countries and in

nonendemic countries with a high rate of immigration

from Latin America.

T
ransfusion transmission of the Trypanosoma

cruzi parasite is one of the most frequent trans-

mission mechanisms of Chagas disease.1 Infec-

tion by blood transfusion has decreased in

endemic countries, chiefly due to the implementation of

universal screening of blood donors. However, with the

increase of migration from endemic to nonendemic coun-

tries, a new global scenario has emerged for this transmis-

sion mechanism. Transfusion transmission Chagas cases

have been reported in the United States, Spain, and other

countries in Europe, Asia, and Oceania.2,3 Strategies to

prevent the risk of transfusion transmission have been

ABBREVIATIONS: BC 5 buffy coat; PL 5 plasma; PRT(s) 5

pathogen reduction technology(-ies); qPCR 5 quantitative

real-time polymerase chain reaction.
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implemented in some of the nonendemic countries, such

as selective screening of blood donors, with temporary

deferral or permanent exclusion of those at risk, but in

others, policies to control Chagas disease are not fully

applied.4-6 Improvements have also been made to reduce

adverse reactions to transfusion and decrease the risk of

transfusion-transmitted infections without altering the

quality of blood components. The effectiveness of leu-

koreduction of blood components in reducing the

risk of pathogen transmission has been studied, and

pathogen reduction technologies (PRTs) are currently in

development.7

A review of the literature reveals that platelet (PLT)

concentrates are the blood component most frequently

identified as responsible for the transmission of T. cruzi by

transfusion. However, in cases of whole blood (WB) trans-

fusion its responsibility has not been clearly identified.8

Recently, a case of transfusion transmission involving red

blood cells (RBCs) has been described.9

The development of sensitive and specific molecular

tools based on polymerase chain reaction (PCR) methods

has improved the detection of T. cruzi, with regard to less

sensitive methods like direct detection or parasite cul-

ture.10 Real-time PCR is a relatively new technology that

allows the parasite load in a sample to be quantified in a

specific manner.11 The aim of this study was to investigate

the quantitative distribution of the T. cruzi parasite by a

specific quantitative real-time PCR (qPCR) in blood frac-

tions (buffy coat [BC], PLTs, RBCs before and after leukor-

eduction by filtration, and plasma [PL]) obtained from a

WB unit experimentally infected with T. cruzi epimasti-

gotes. The effectiveness of prestorage leukoreduction by

filtration as a means to reduce the parasite load in RBCs

was also investigated.

MATERIALS AND METHODS

This study was approved by the ethical committees of the

participating institutions, the Balearic Island Ethics Com-

mittee and the Research Ethics Committee of the Univer-

sity of Barcelona. Written informed consent was obtained

from the participating donors.

A culture of T. cruzi epimastigotes of the Maracay

strain in liver infusion tryptose medium was maintained

at 288C until the logarithmic growth phase. Twenty millili-

ters of the culture was centrifuged at 1800 3 g for 10

minutes; the pellet was suspended in the same medium

and viable parasites were counted in a Rosenthal hemocy-

tometer chamber with trypan blue dye. The stock was pre-

pared to 1 3 106 parasites/mL in liver infusion tryptose.

A WB unit was obtained for the study from a healthy

blood donor seronegative for Chagas disease, selected

after a serologic study with two different enzyme-linked

immunosorbent assays (ELISA; Bio-ELISA Chagas, Biokit,

Werfen Group; Ortho Clinical Diagnostics), and confirmed

by an in-house Western blot.12 The bag system used for

collecting the WB unit was a top-and-bottom system

(CompoFlow 4F, Fresenius Kabi), which is a 4-bag CPD/

SAG-M 450-mL system with a leukoreduction filter in line

for RBCs (REF CQ32250, Fresenius Kabi AG). The WB unit

(537 mL) was experimentally infected with 1.5 mL (1 3

106 parasites/mL) of the aforementioned parasite stock of

living T. cruzi epimastigotes by sterile connection. The WB

unit was centrifuged at 4138 3 g for 15 minutes to 20�C

and blood components were separated immediately after

centrifugation. Blood components were separated into PL,

BC, and RBCs by means of an automatic separator instru-

ment (CompoMat G5, Version 3.00.14, Fresenius Kabi AG).

The RBC component was leukoreduced before storage by

filtration (RBC flexible filter, Fresenius Kabi AG). The BC

from the experimentally infected WB unit was centrifuged

at 632 3 g for 6 minutes to 228C to obtain PLTs (Fig. 1).

DNA was extracted from 200 mL of different samples:

WB, PL, BC, RBCs before and after leukoreduction, and

PLTs. For each sample, the DNA extraction was performed

in triplicate with a PCR template preparation kit (High

Pure, Roche), eluted in 200 mL of elution buffer according

to the manufacturer’s instructions and stored at 2208C for

qPCR analysis. DNA from a culture of T. cruzi epi-

mastigotes (Maracay strain, 1 3 105 parasites/mL) was

extracted as above to build a standard curve.

Five microliters of extracted DNA was amplified by a

specific T. cruzi qPCR in a thermocycler (LightCycler 480,

Roche) in triplicate. The primers, probes, and conditions

of the technique were as previously described by Piron

and coworkers11 with some modifications. Briefly, the fol-

lowing were used: Cruzi 1 and Cruzi 2 primers and a Cruzi

3 probe, which was labeled with 6-carboxyfluorescein and

a minor groove binder. The final concentrations in the

PCR mixture were as follows: 13 LightCycler 480 probes

master (Roche), 750 nmol/L each T. cruzi primer and 250

nmol/L of the T. cruzi probe in a 20 mL reaction volume.

Cycling conditions were a first step at 508C for 2 minutes

and 958C for 10 minutes, followed by 45 cycles at 958C for

15 seconds and 588C for 1 minute. All amplified samples

were considered positive and expressed in the quantifica-

tion cycle. A standard curve was constructed with 1/10

serial dilutions in elution buffer (10 mmol/L Tris-HCl, pH

8.5) of total DNA extracted from the Maracay strain (1 3

10521 parasite/mL). The parasitic load of every sample

was calculated using LightCycler 480 software by the sec-

ond derivative maximum method and expressed in para-

site equivalents/mL. Molecular biology-grade water

(Sigma-Aldrich) and a nontemplate sample were used as a

negative control.

The data were analyzed with computer software

(SPSS Statistics, IBM Corp.). Comparisons were carried

out with a one-way analysis of variance and post hoc

Tukey honest significant difference test. Differences with

p values of less than 0.05 were considered significant.
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RESULTS

The parasitic load of each blood component was analyzed

by qPCR; each value represented a mean of nine analyses.

After fractioning the spiking WB unit (2.78 3 103 parasite

equivalents/mL), the highest concentration of parasites

was observed in the BC fraction (6.94 3 103 parasite equi-

valents/mL), which was 2.5-fold higher than in WB

(1149.6%). The almost 10% lower parasite concentration in

nonleukoreduced RBCs compared to WB (2.51 3 103 para-

site equivalent/mL) was related to the dilution effect of

100 mL of SAG-M added to the RBCs, which must be taken

into account. Considering the RBC volume (270 mL), the

RBCs were the blood component with the greatest absolute

number of parasites (677 3 103). However, after filtration, a

striking and significant decrease of the parasite concentra-

tion was observed in the RBCs (0.002 3 103 parasite equiva-

lents/mL), which represents a 99.9% reduction on the

preleukoreduced RBC parasite load (p < 0.001). PLTs

obtained by centrifugation of the BC, and hence partially

leukoreduced (0.92 3 103 parasite equivalents/mL), showed

86.7 and 66.9% reduction compared to the BC and WB par-

asite concentrations, respectively. PL obtained by centrifu-

gation of WB showed the lowest parasite concentration

(0.04 3 103 parasite equivalents/mL) with a reduction of

98.4% with respect to the WB parasite load (Table 1 and

Fig. 1).

Artificial spiking of 1.5x106 arasites

WB
537 mL

2.78x103 parasite
eq./mL

RBC
270 mL

2.51x103

parasite eq. /mL

PL partially
leukoreduced
250 mL

0.04 x103

parasite eq. /mL
6.94x103

parasite eq. /mL

BC
60 mL

0.002 x103

parasite eq. /mL

RBCs filtered
250 mL

Filter

PLT partially
leukoreduced 
30 mL

0.92 x103

parasite eq. /mL

1st Phase: Centrifugation at 4,138xg for 15 min at 20ºC.
Automatic Blood component separation by using CompoMat G5

2nd Phase: Centrifugation at 632xg for 6 min at 22ºC. 
Manually blood component separation

Fig. 1. Description of the separation process of a spiked T. cruzi WB unit and parasite concentration in each blood component

measured by qPCR and expressed in parasite equivalents/mL.
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DISCUSSION

Donor screening and infectious disease marker testing

have significantly reduced the incidence of transfusion-

transmitted diseases and improved the safety of blood

supply. However, patients are still at risk of infection from

asymptomatic yet infectious donors. In the case of Chagas

disease, it has been suggested that transfusion transmis-

sion of T. cruzi may be significantly underreported,8,13

since the infection is often subclinical and therefore not

detectable. Hence, the importance of implementation of

all available tools to try to prevent such infections by

blood transfusion.

Transfusion medicine has been improved by leukore-

duction of blood components, which can remove several

pathogens, since distinct white blood cell subpopulations

may harbor particular transfusion-transmissible infec-

tious agents. For instance, monocytes contain viral DNA

in asymptomatic carriers of latent cytomegalovirus,14

human T-lymphotropic viruses Types I and II,15 rickettsial

species like Orientia tsutsugamushi,16,17 and trypanoso-

matids such as Leishmania protozoans.18-20 These intra-

cellular monocyte pathogens can be removed from

infected blood products by leukoreduction filters. Al-

though T. cruzi is not present as an intracellular organism

in peripheral blood, leukoreduction filters have also

proved to be efficient as a means of reducing its load in

infected blood. An interesting experimental study showed

that trypomastigotes can adhere to leukoreduction filter

fibers and become trapped.21

A review of the literature indicates that PLTs are the

blood component most frequently involved in the trans-

mission of T. cruzi by transfusion. In our study, the para-

sites were detected mainly in the BC and RBCs. The high

concentration of parasites found in these components is

of particular significance and could explain some of the

cases in the literature where PLTs were prepared from

pooled BC. Even after PLTs were partially leukoreduced

through centrifugation, which led to a decrease in parasite

concentration, a nonnegligible number of parasites

remained. The risk associated with PLTs was noted in a

previous study by our research group with seropositive

Chagas disease blood donors, in which PL and PLT com-

ponents were obtained by apheresis and leukoreduced by

elutriation: T. cruzi parasites were detected in PLTs at

concentrations fivefold higher than in peripheral WB,

while none were found in PL.22 In this study, the PL

obtained by WB centrifugation contained a minimum

amount of T. cruzi, which theoretically could be elimi-

nated by filtration.

There is little information in the literature on whether

other blood components, such as RBCs, might transmit

Chagas disease, and very few studies have explored the

risk associated with this blood component. In our results,

RBCs had the second highest concentration of parasites

and would therefore carry a high risk of transfusion trans-

mission of Chagas disease if not leukoreduced. The first

published case of transmission of T. cruzi infection

through RBC transfusion occurred recently in Belgium,

involving a boy with sickle cell disease.9 However, the

authors did not mention in their article whether or not

the transfused RBCs had been leukoreduced or, if so,

whether it was pre- or poststorage filtration. This missing

information is crucial, since according to our results, RBC

leukoreduction by filtration reduces the T. cruzi concen-

tration by 99.9%. Something similar was reported by

Moraes-Souza and colleagues23 when they investigated

the efficacy of leukoreduction filters in removing T. cruzi

from infected WB by microscopic enumeration in vivo

and in vitro. They found that filters were effective in

reducing the number of parasites in T. cruzi-infected

blood, especially when the parasites were present in a low

number.

In this study, all the blood components derived from

the artificially T. cruzi-contaminated WB unit contained

parasites, but in different concentrations. Related findings

were reported by Dzib and coworkers24 in a study of cen-

trifugation as a leukoreduction method. The presence of

T. cruzi DNA was analyzed by conventional PCR and posi-

tivity was reported in 62% of the RBC fractions, 60% of the

BC, and 50% of the PLTs from blood collected from

TABLE 1. T. cruzi concentrations achieved by qPCR in the blood components obtained after fractionation and
leukoreduction of the experimentally spiked WB unit

Percentage of reduction or increment of
parasite concentration in the blood

components

Blood component Mean Cq*
Parasite

equivalents/mL WB RBCs BC

WB 21.43 6 0.30 2.78 3 103 100
BC 20.00 6 0.21 6.94 3 103 1149.6 100
RBCs 21.58 6 0.19 2.51 3 103 29.7
PLT partially leukoreduced 23.13 6 0.13 0.92 3 103 266.9 286.7
PL partially leukoreduced 27.88 6 0.20 0.04 3 103 298.4
RBCs filtered 32.45 6 0.40 0.002 3 103 299.9 299.9

*Cq 5 quantification cycle obtained from a mean of nine analyses 6 standard deviation.
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Chagas-seropositive donors. Thus, BC removal by centrif-

ugation as a leukoreduction method does not entirely

eliminate T. cruzi from RBCs and PLTs, maintaining the

risk of transmission. For the reasons formerly mentioned,

we consider that the processing method and leukoreduc-

tion filters types used, affect the characteristics of the

blood component, which in this case is directly related

with the number of parasites present in the leukoreduced

blood.

Since most chronic Chagas patients do not have

symptoms and are consequently unaware of their disease,

there is a high risk if they will donate blood in blood banks

without strategies to prevent T. cruzi transfusion transmis-

sion. The amount of parasites circulating in WB in chronic

patients is low, approximately 1 parasite equivalent/mL or

less,22,25 which represents an important limitation when

studying a population of chronic patients. The difficult

task of detecting circulating parasites in blood becomes

even harder after the blood is fractionated. For these rea-

sons, the current work was conceived as an in vitro study,

in which WB was spiked with relatively high concentra-

tions of epimastigotes. This allowed us explore the distri-

bution of T. cruzi after fractionation and evaluate the

efficiency of leukoreduction filtration in reducing the par-

asite concentration.

In addition to blood donor screening, in endemic and

nonendemic countries with a high rate of immigration

from Latin America, universal leukoreduction26,27 imple-

mentation may be an effective prevention strategy for the

transfusion transmission of Chagas disease. However, the

major disadvantage associated with universal leukoreduc-

tion is the cost28 and there is controversy related to its

implementation worldwide.29 Since there is a notable risk

of transfusion-transmitted Chagas disease associated with

nonleukoreduced RBCs, leukoreduction may be an effec-

tive prevention strategy for transfusion-transmitted T.

cruzi infection, within other prevention strategies, such as

PRTs, which could be useful to eliminate the infection risk

of RBCs, but currently PRT can only be applied to PLTs

and PL. Nevertheless, research studies on RBCs30 and

WB31 treated with PRT are obtaining promising results.
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3.4. ARTÍCULO 4 

“The effectiveness of riboflavin and UV light pathogen reduction 

technology in eliminating Trypanosoma cruzi from leukoreduced 

whole blood” 
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RESUMEN 

La enfermedad de Chagas es una enfermedad parasitaria causada por el protozoo 

Trypanosoma cruzi, el cual es transmitido por un insecto vector. Existen otras 

vías de transmisión tanto en áreas endémicas como no endémicas como el 

trasplante de órganos y médula ósea, transmisión vertical o a través de la 

transfusión de sangre y sus componentes. Los pacientes asintomáticos crónicos 

pueden presentar niveles de parásitos en sangre periférica fluctuantes y bajos, por 

lo que eventualmente podrían transmitir la infección vía donación de sangre. En este 

estudio se ensayó la capacidad de la tecnología de reducción de patógenos, que 

emplea riboflavina y luz UV, para eliminar T. cruzi de unidades de sangre 

artificialmente contaminadas. Este método se basa en el daño permanente del 

material genético del agente patógeno. Las unidades de sangre total contaminadas 

con epimastigotes de T. cruzi, fueron leucorreducidas mediante filtración y tratadas 

con riboflavina y luz UV. Los niveles de reducción del parásito fueron cuantificados 

mediante q-PCR y RT-qPCR. La cuantificación de RNA (cDNA) parasitario, 

mostró una reducción de la concentración de T. cruzi por encima del 99% posterior 

a la leucorreducción y una reducción completa (100%) después del tratamiento con 

riboflavina y luz UV. E sto demuestra que  ambos procedimientos utilizados 

en junto son capaces de eliminar por completo cantidades significativas de T. 

cruzi en sangre total, por lo que se propone el uso de ambas estrategias de forma 

combinada, junto a otras medidas ya implementadas en los bancos de sangre 

para prevenir la transmisión de la enfermedad de Chagas por la vía transfusional. 

RESULTADOS

61





For Review
 O

nly
THE EFFECTIVENESS OF RIBOFLAVIN AND UV LIGHT 

PATHOGEN REDUCTION TECHNOLOGY IN ELIMINATING 

TRYPANOSOMA CRUZI FROM LEUKOREDUCED WHOLE 

BLOOD

Journal: Transfusion

Manuscript ID Draft 

Manuscript Type: Original Research 

Date Submitted by the Author: n/a 

Complete List of Authors: Jimenez-Marco, Mª Teresa; Fundació Banc de Sang i Teixits de les Illes 
Balears, Apheresis Department 
Cancino-Faure, Beatriz; Universitat de Barcelona, Microbiologia i 
Parasitologia Sanitaries  
Girona-Llobera, Enrique; Fundacio Banc de Sang i Teixits de les Illes 
Balears, Blood Component 
Riera, Cristina; Universitat de Barcelona. Facultat de Farmàcia, Laboratori 
de Parasitologia 
Fisa, Roser; Universitat de Barcelona. Facultat de Farmàcia, Laboratori de 
Parasitologia 

Key words: Transfusion-transmitted Disease - Other 

Transfusion
RESULTADOS

63



For Review
 O

nly

1

THE EFFECTIVENESS OF RIBOFLAVIN AND UV LIGHT PATHOGEN 

REDUCTION TECHNOLOGY IN ELIMINATING TRYPANOSOMA CRUZI FROM 

LEUKOREDUCED WHOLE BLOOD 

Teresa Jimenez-Marco
1,2*

, Beatriz Cancino-Faure
3*
, Enrique Girona-Llobera

1,2
, Cristina 

Riera
3
, Roser Fisa

3
  

1 Fundació Banc de Sang i Teixits de las Illes Balears. Majorca, Spain. 

2 IUNICS Institut Universitari d´ Investigació en Ciències de la Salut. Universitat de les Illes 

Balears, Spain.  

3 Laboratori de Parasitologia, Departament de Biologia, Sanitat i Medi Ambient. Facultat de 

Farmàcia i Ciències de l’Alimentació, Universitat de Barcelona. Barcelona, Spain. 

* Authors contributed equally to this work.

Corresponding author: Teresa Jimenez-Marco. Fundació Banc de Sang i Teixits de les Illes Balears. 

C/ Rosselló y Caçador, 20. Palma de Mallorca 07004. Spain. Fax: +34-971764280/Phone: +34-971-

764433. 

Address reprint request to: Teresa Jimenez-Marco 

Word count text: 3.057 

Word count abstract: 248 

Figures: 2 

References count: 36 

SOURCE OF SUPPORT 

This work is part of a research study supported by the National R&D+i Plan 2008-2011 and ISC III 

-Subdirección General de Evaluación y Fomento de la Investigación (PI 10/00533), was in part 

funded by CONICYT/Becas Chile (72130155) and is part of the Generalitat de Catalunya 2014 

SGR 1241 program. Terumo BCT has also collaborated in this research study by providing the 

equipment and the materials for the experiments. 

DISCLOSURE OF CONFLICTS OF INTEREST 

The authors have disclosed no conflicts of interest. 

Short running head: Riboflavin-UV light eliminates T. cruzi 
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ABSTRACT 

BACKGROUND: The tropical parasitic Chagas disease is caused by the protozoan Trypanosoma 

cruzi, which is mainly transmitted by insect vectors. Other infection routes, both in endemic and 

non-endemic areas, include organ and bone marrow transplantation, congenital transmission and 

blood transfusion. Asymptomatic chronic chagasic individuals may have a low and transient 

parasitemia in peripheral blood, and consequently, they can unknowingly transmit the disease via 

blood transfusion. Riboflavin and UV light pathogen reduction is a method to reduce pathogen 

transfusion-transmission risk based on damage to the pathogen nucleic acids.

STUDY DESIGN AND METHODS: In this study, we tested the effectiveness of this technology for 

the elimination of T. cruzi parasites in artificially contaminated whole blood units (WBUs), and thus 

for decreasing the risk of Chagas disease transfusion-transmission. The contaminated WBUs were 

leukoreduced by filtration and treated with riboflavin and UV light. The level of pathogen reduction 

was quantified by a real time polymerase chain reaction (q-PCR) and a real time reverse 

transcription polymerase chain reaction (RT-qPCR), as viability assay. 

RESULTS: The RNA (cDNA) quantification of the parasites, showed a reduction of the 

concentration of T.cruzi parasites, above 99% after leukoreduction, and a complete reduction 

(100%) after the riboflavin and UV light treatment. 

CONCLUSION: Our study demonstrates that riboflavin and UV light treatment and leukoreduction 

used in conjunction are able to entirely eliminate relevant amounts of T. cruzi in whole blood. Both 

strategies could complement other blood bank measures already implemented to prevent the 

transmission of Chagas disease via blood transfusion. 
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INTRODUCTION 

Chagas disease, or American trypanosomiasis, is a tropical parasitic disease caused by the flagellate 

protozoan Trypanosoma cruzi. Considered a neglected tropical disease or a disease of poverty, 

Chagas is endemic in 21 countries of the Americas. In endemic areas the parasite is mostly 

transmitted to humans and other mammals by the blood-sucking bugs of the subfamily Triatominae, 

when the infected feces of the vector are inoculated through a bite site or through an intact mucous 

membrane of the mammalian host.
1-2
 However, in both endemic and non-endemic areas, T. cruzi 

can also be acquired through other routes, including blood transfusion,
3 
organ and bone 

transplantation,
4
 and congenital transmission from mother to child.

5
 

Chagas disease has two clinical forms or phases: acute and chronic. All patients infected with T. 

cruzi enter the acute phase, characterized by flu-like symptoms that are often mild, and may even go 

unnoticed. During the acute phase, a high number of parasites circulate in the blood. The 

subsequent chronic phase usually takes an indeterminate asymptomatic form in 70-80% of infected 

individuals, while in 20-30% it causes damage in the tissue of the heart, digestive system and/or 

nerve system.
1,2 

Due to a low and transient parasitemia in the peripheral blood of asymptomatic 

chronic individuals,
6,7
 even decades after the infection, the infectious status can go undetected, 

thereby creating a risk of disease transmission by blood transfusion.
3  
Moreover, studies have shown 

that T. cruzi is able to survive under blood bank component storage conditions (4ºC, 22ºC), as well 

as in fresh-frozen plasma and cryopreserved blood components, making T. cruzi a potential threat 

for blood safety.
8,9
 

In this study, we tested the ability of the riboflavin and UV light pathogen reduction technology 

(riboflavin UV-PRT) (Mirasol Pathogen Reduction Technology System; Terumo BCT, Lakewood, 

CO, USA), which prevents pathogen replication by irreversible nucleic acid damage, to reduce 
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viable and infectious T. cruzi load in leukoreduced whole blood, and consequently reduce the risk 

of Chagas disease transfusion-transmission. 

It has been previously shown that riboflavin and UV light treatment can decrease T. cruzi growth in 

plasma and platelets
10
 and in non-leukoreduced whole blood.

11
 However, until now, the 

effectiveness of riboflavin-UV-PRT in eliminating T. cruzi from leukoreduced whole blood has not 

been demonstrated. 

The evaluation was carried out in in vitro experiments in which T. cruzi epimastigotes were spiked 

into whole blood units (WBUs). The artificially contaminated blood products were leukoreduced by 

filtration and treated with the riboflavin-UV-PRT. The level of pathogen reduction was quantified 

by a real time polymerase chain reaction (q-PCR) and a real time reverse transcription polymerase 

chain reaction (RT-qPCR). 

The data presented here represent the only study testing of the combined efficiency of 

leukoreduction filtration and riboflavin-UV light PRT treatment to reduce the T. cruzi load in whole 

blood. Parasite viability was determined by a highly sensitive method based on a real time reverse 

transcription polymerase chain reaction (RT-qPCR). 

 MATERIALS AND METHODS 

Blood selection: Two WBUs were obtained from healthy blood donors seronegative for Chagas 

disease, selected after a serological study with two different ELISA: Bio-ELISA Chagas assays 

(Biokit, Werfen Group, Barcelona, Spain), Ortho Clinical Diagnostics (Raritan, NJ). This study was 

approved by the ethical committees of the participating institutions, the Balearic Islands Ethics 

Committee and the Research Ethics Committee of the University of Barcelona. Written informed 

consent was obtained from the participating donors. 
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Culture of T. cruzi:  A culture of T. cruzi epimastigotes of the Maracay strain in liver infusion 

tryptose (LIT) medium was maintained at 28ºC until the logarithmic growth phase. The culture was 

centrifuged at 1800xg for 10 min; the pellet was suspended in the same medium and viable parasites 

were counted in a Rosenthal hemocytometer chamber with trypan blue dye. The stock prepared 

(1x10
6
 parasites/mL) in LIT was equally divided to make two sets of parasite suspension. One set of 

parasites was used for live parasite studies and the other set was subjected to inactivation by 

exposure to 80ºC for 30 min in a water bath. 

Whole blood infection was performed as follows: two WBUs obtained from two healthy blood 

donors, both seronegative for Chagas disease, were used for the study. The WBUs (537 mL) were 

experimentally infected using a sterile connection with 4.5 mL (1x10
6
 parasites/mL) of the 

aforementioned T. cruzi stock, one WBU with live and the other with dead epimastigotes. The 

WBUs were pre-storage leukoreduced by filtration (CompoFlow CQ 31451 with whole blood filter, 

Fresenius-Kabi AG. 61346 Bad Homburg, Germany). The treatment with riboflavin-UV-PRT was 

performed according to the manufacturer’s instructions
12
: the blood from the two leukoreduced 

WBUs was transferred to two illumination bags. After addition of 35 mL of riboflavin and removal 

of the residual air, the WB was gently mixed and a 20-mL sample was removed for testing and 

measurement of hematocrit (Hct). WBUs were illuminated with 80 J mLRBC-1 of UV light (280-

400nm) for at least 45 min. An aliquot of 20 mL blood was kept for RNA and DNA extraction from 

each WBU, before and after the application of leukoreduction and riboflavin-UV-PRT to the 

artificially infected WBUs, one with living and the other with dead epimastigotes. 

DNA extraction: The DNA of the infected WBU, the infected and leukoreduced WBU, and the 

infected leukoreduced and riboflavin-UV-PRT-treated WBU were extracted in triplicate with the 

High Pure PCR Template Preparation kit (Roche, Mannheim, Germany), eluted in 200 µL of 

elution buffer (10mM Tris-HCl, pH 8.5) according to the manufacturer’s instructions, and stored at 

-20°C for qPCR analysis. For the extraction negative control (ENC), a blood sample was used 
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without a template. To build the standard curve for the quantification of parasite loads, DNA from a 

culture of T. cruzi epimastigotes (Maracay strain, 1 x 10
5
 parasites/mL) was extracted as described 

above. 

RNA extraction: In parallel with DNA extraction, 200µL of the same samples was submitted to 

RNA extraction in triplicate.  The extraction was performed with Rneasy mini kit (Qiagen, Hilden, 

Germany); DNAse I was used in the protocol for removal of the genomic DNA and the RNA was 

eluted in 30 µL of water (RNAse free) according to the manufacturer’s instructions for the 

purification of total RNA of animal cells. The eluate was stored at -80°C for RT-qPCR analysis. For 

the ENC, a blood sample was used without a template. To build the standard curve for 

quantification of parasite loads, RNA from a culture of T. cruzi epimastigotes (Maracay strain, 

1x10
5
 parasites/mL) was extracted as described above. 

Real time PCR assay (qPCR):  Five µL of extracted DNA was amplified by qPCR in a thermocycler 

(LightCycler 480, Roche, Mannheim, Germany) in triplicate. The primers, probes and conditions of 

the technique were as described by Piron et al
13 
with some modifications. Briefly, the following 

were used: Cruzi 1 and Cruzi 2 primers, and a Cruzi 3 probe labelled with 6-carboxyfluorescein and 

a minor groove binder. The final concentrations in the PCR mixture were as follows: 1X 

LightCycler 480 Probes Master (Roche, Mannheim, Germany), 750 nM of each T. cruzi primer and 

250 nM of the T. cruzi probe in 20 µL reaction volume. The amplification was run in 45 cycles and 

the annealing temperature was 58ºC. A standard curve was constructed with 1/10 serial dilutions, in 

elution buffer (10mM Tris-HCl, pH 8.5), of total DNA extracted from the Maracay strain from 

1x10
5
- 1 parasite/mL. Molecular biology-grade water (Sigma-Aldrich, Missouri, USA) and ENC 

were used as negative controls. The parasitic load of every sample was calculated using LightCycler 

480 software by the second derivative maximum method. 
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Reverse transcription-real time PCR assay (RT-qPCR): Five µL of RNA was submitted to reverse 

transcription before qPCR to obtain cDNA by the Transcriptor First Strand cDNA Synthesis kit 

(Roche, Mannheim, Germany). Random hexamer primer 600pmol/µL was used in the reaction in a 

final volume of 15 µL. The reaction was carried out in a thermocycler MJ Research, PTC-200 

(Massachusetts, USA). The cDNA obtained was stored at -40ºC.  Five microliters of extracted 

cDNA was amplified by qPCR in a thermocycler (LightCycler 480, Roche, Mannheim, Germany) 

in triplicate. The primers D71 and D72 described by Souto et al.,
14
 were used and the protocol and 

conditions were briefly as follows: the final concentrations in the PCR mixture were SensiMix 

SYBR no- Rox kit 1X (Bioline reagents, United Kingdom), 750 nM of each T. cruzi primer in 20 

µL reaction volume. The optimal cycling conditions were a first step of 2 min at 50º C and 10 min 

at 95ºC followed by 40 cycles at 95 ºC for 15 sec and 60 ºC for 1 min. A melting curve was done 

for 5 sec at 95ºC, 65ºC for 1 min and 97ºC continuous. A sample was considered positive when the 

quantification cycle (Cq) was less than 35 and a melting temperature peak between 79-80ºC. A 

standard curve was constructed with 1/10 serial dilutions, in water (RNAse free) of total RNA 

extracted from the Maracay strain from 1x10
5
- 1 parasite/mL. The parasitic load of every sample 

was calculated using LightCycler 480 software by the second derivative maximum method. 

Molecular biology-grade water (Sigma-Aldrich, Missouri, USA) and an ENC were used as a 

negative control. Also, to control the digestion of DNA by DNAse I, the RNA was studied by qPCR 

as described above. 

RESULTS 

The parasitic load of the infected WBU, the infected and leukoreduced WBU and the infected 

leukoreduced and riboflavin-UV-PRT-treated WBU was analyzed by qPCR; each value represents a 

mean of nine analyses and is expressed in parasites equivalents/mL of blood. The concentration of 

live and dead parasite DNA was similar in the infected WBU, and both decreased by more than 

94% when a leukoreduction filter was applied. After application of the riboflavin-UV-PRT, the 
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concentration of both live and dead parasite DNA was reduced by more than 98%. These values 

reflect the amount of DNA present in the samples and not necessarily the live parasites (Figure 1). 

However, the cDNA quantification, measured by RT-qPCR, revealed that the concentration of 

viable parasites was reduced by more than 99.3% after leukoreduction (41 parasites equivalent/mL 

remained in the filtered blood) and by 100% after the riboflavin-UV-PRT procedure (0 parasite 

equivalent/mL was detected). The quantification of cDNA of dead parasites allowed the technique 

to be controlled, and no RT-qPCR signal was observed (Figure 2). 

DISCUSSION 

Several methods, including increasingly stringent donor selection criteria and donor screening, have 

been implemented over the years to reduce pathogen transfusion-transmission risk. However, 

asymptomatic yet infectious blood donors continue to challenge blood transfusion safety. T. cruzi, 

the causal agent of Chagas disease, is a representative example of an emerging pathogen that is 

gaining importance in non-endemic countries, where one of the major transmission routes is via 

blood transfusion.
3 
Human migration is a potential factor for increased Chagas disease risk in non-

endemic areas, and the disease, no longer confined to Latin America, has become a global 

problem.
15
 Strategies applied until now to prevent T. cruzi transfusion-transmission have certain 

limitations: screening blood donors by risk factor questions for T. cruzi infection is vulnerable to 

intentional or inadvertent misreporting, and selective donor screening does not capture all incident 

cases (seroconversion) or new autochthonous cases.
16
 Hence the importance of studying other 

strategies such as universal leukoreduction and PRT, which may complement existing screening 

methods and therefore further minimize the possible risk of infections by blood transfusion. 

Universal leukoreduction (ULR) refers to the process of removing white blood cells (WBC) from 

all units of whole blood, red blood cells (RBC) or platelets prior to storage to a standardized degree 

of purity, i.e. down to 5x10
6
 per unit as required by the AABB,

17
 or 1x10

6
 according to European 

Union recommendations.
18 

Leukoreduction is recognized as useful for the prevention of three 
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complications arising from blood transfusion: febrile non-hemolytic transfusion-reactions, platelet 

refractoriness due to human leukocyte antigen alloimmunization, and transmission of 

cytomegalovirus. Patients at risk of these complications have traditionally been provided with 

leukoreduced blood. Then in the late 1990s, accumulating evidence of transfusion–related 

immunomodulation, a potential effect of the transfused leukocytes on the recipient´s immune 

system, and the suggestion that leukoreduction might decrease the transmission of a new variant of 

Creutzfeldt-Jakob disease, led to the implementation of ULR in the United Kingdom, together with 

other European countries and Canada, in 1999.
19
 

In addition to the aforementioned advantages of leukoreduction, the removal of WBC can 

contribute to the elimination of several intracellular pathogens, including certain viruses (i.e. CMV, 

HHV-8, and HTLV-I/II), rickettsial species,
20,21

 trypanosomatids such as Leishmania
22–24

  and the 

extracellular protozoan T. cruzi.
25
 The removal of infected WBC is not the only mechanism 

explaining the efficacy of leukoreduction filters in reducing the risk of protozoa transmission by 

transfusion. It has been proven that both intracellular 
20-24,26

 and extracellular 
25
 protozoan parasites 

can be retained by leukoreduction filters via several mechanisms. In the case of Leishmania, its life 

cycle involves two stages: an intracellular form or amastigote reproducing in macrophages, and an 

extracellular form or promastigote, which is the initial form injected into the skin of the human host. 

It has been described that the amastigote form contained within monocytes is removed as WBCs are 

trapped within the filters, while free extracellular amastigotes and promastigotes are removed by 

adhering directly to the filter fibers.
25
 Other alternative mechanisms to explain parasite removal by 

leukoreduction filters, has been proposed in other parasites, that include the adherence of 

Plasmodium falciparum-infected RBCs to filters, platelets and to other RBCs. 
26
  

In the case of T. cruzi, removal by blood leukoreduction has been described via direct adherence of 

the trypomastigotes to filter fibers.
25
 Indeed, in the present work we observed that the 

leukoreduction filters retained up to 99% of the live parasites in the infected blood, which would 
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constitute an important reduction of the transmission risk of this extracellular parasite. Likewise, 

Moraes-Souza et al.,
27
 reported a reduction of 6 logs in T. cruzi concentration by means of 

leukoreduction filtration in experimentally infected blood. However, despite this considerable 

reduction, the infection was still transmitted to 30-50% of the animals infected with this filtered 

blood. Similarly, our study has demonstrated that even though filtration can substantially reduce the 

T. cruzi load in artificially spiked whole blood, it is not completely eliminated, because some of 

these parasites remained in the filtered blood. The most common blood component involved in 

Chagas disease blood transfusion-transmission is platelet concentrates, including leukoreduced 

platelets from donors with serological evidence of Chagas infection.
3,7
 This is something to 

consider, as the cases of transmission by transfusion reported in the literature involve chronic 

chagasic patients with a low parasite load, usually lower than 1 parasite equivalent/mL in peripheral 

blood.
6,7
   

Riboflavin-UV-PRT is based on the ability of riboflavin to easily cross lipid membranes of the 

parasite and nonspecifically interacts with nucleic acids. Upon UV (265- 370 nm) light exposure, 

the riboflavin modifies the pathogen nucleic acids through the oxidation of guanine residues and 

production of reactive oxygen species to an extent that pathogens in blood can no longer replicate. 

This method benefits from the lack of DNA in RBCs and platelets, (components that are beneficial 

in transfusion) and its presence in parasites and other microorganisms.
28
 Various studies, both in 

vivo and in vitro, have investigated the effectiveness of treating whole blood with riboflavin-UV 

light PRT to reduce infectivity of several intracellular parasites, such as Babesia microti,
12,29

 

Plasmodium,
30
 and Leishmania,

31
 and extracellular parasites such as T. cruzi.

10,11
 

Although leukoreduction filtration
25
 or riboflavin and UV light treatment 

10,11
 have been studied 

separately for their efficacy in reducing the T. cruzi load in whole blood, to our knowledge, the 

combined effect of both methods on the transfusion-transmission risk of T. cruzi has not been 

investigated until now. 
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Parasite viability methods such as hemocultures have been used to prove the effectiveness of the 

infectious parasite by reduction methods like leukoreduction
21 
and riboflavin-UV-PRT.

24
 However, 

the well-known drawbacks associated with hemoculture, which is time-consuming and gives results 

with low sensitivity,
32,33 

raises the question of what results might look like when applying more 

sensitive and efficient assays for parasite detection such as PCR. Nevertheless, although PCR can 

detect and quantify parasitic DNA, it cannot differentiate between live and dead parasites, as shown 

in Figure 1. This limitation can be resolved by the quantification of 24Sα ribosomal RNA specific 

to T. cruzi by RT-qPCR, which effectively detects and quantifies RNA of live parasites. The 

viability of parasites other than T. cruzi (Leishmania spp.,
34
 Giardia Lamblia

35
 and Plasmodium 

vivax
36
) has been evaluated using the RT-qPCR technique. The current study is the first to 

demonstrate the efficiency of combining filtration and riboflavin-UV-PRT treatment to reduce the 

T. cruzi load in whole blood using RT-qPCR as a parasite viability method. 

Interestingly, despite the large number of organisms with which the WBUs were infected, we 

observed a complete elimination of the T. cruzi load by the combined use of leukoreduction 

filtration and riboflavin-UV-PRT. A far greater parasite load was used than would be expected in a 

unit collected from a donor in the asymptomatic chronic phase of Chagas disease, which is 

characterized by an intermittent circulation and low burden of T. cruzi.
6,7
 However, parasite loads of 

newly infected children range from 0.01 to 640 parasites /mL,
5
 values that could be similar to those 

in newly infected adults. This very high amount of parasite may not be completely eliminated by 

filtration but it could certainly be eliminated by subsequent riboflavin-UV-PRT treatment. 

In conclusion, although the currently implemented donor screening measures such as assessment of 

donor risk through questionnaires and selective testing may significantly lower the incidence of 

transfusion-transmission of T. cruzi, the risk of donating blood products with infectious parasites 

remains. While leukoreduction by filtration lessens the risk, without eliminating it, the riboflavin-

UV-PRT treatment entirely eradicates the parasites remaining in the filtered whole blood units, as 
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has been proven in vitro by the present study and the cases of T. cruzi transmission by leukoreduced 

blood component transfusion.
3
 In addition, although such cases are rare, the selective serological 

testing approach presently in use in some endemic and non-endemic countries will fail to detect 

newly infected donors with high parasitemia levels insufficiently removed by leukoreduction filters. 

The data presented here show that riboflavin-UV-PRT in conjunction with leukoreduction filtration 

can eliminate significant amounts of T. cruzi from whole blood, and could complement other blood 

bank measures already implemented to prevent the risk of Chagas disease transfusion-transmission. 

Additionally, this approach would avoid the need for multiple individual screening tests for other 

agents such as malaria
30 
and Leishmania

31
, also prevalent in Chagas endemic areas. 
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THE EFFECTIVENESS OF RIBOFLAVIN AND UV LIGHT PATHOGEN 

REDUCTION TECHNOLOGY IN ELIMINATING TRYPANOSOMA CRUZI 

FROM LEUKOREDUCED WHOLE BLOOD. 

FIGURES 

Figure 1. Quantification of T. cruzi DNA (logarithmic values of parasite equivalents/mL) in the 

different WB samples before and after the application of leukoreduction by filtration and the 

riboflavin pathogen reduction system (riboflavin UV-PRT) procedures were applied. 
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Figure 2. Quantification of T. cruzi cDNA (logarithmic values of parasite equivalents/mL) in the 

different WB samples before and after leukoreduction by filtration and riboflavin pathogen 

reduction (riboflavin UV-PRT) procedures were applied. 
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RESUMEN 

Las técnicas moleculares basadas en la reacción en cadena de la polimerasa en 

tiempo real (qPCR), permiten la detección y cuantificación de DNA pero no son 

capaces de distinguir entre señales provenientes de células viables o no viables. El 

objetivo de este estudio fue optimizar y evaluar un ensayo basado en el uso conjunto 

de un colorante vital, el propidio monoazida (PMA) y una qPCR específica para 

Trypanosoma cruzi que permitiera diferenciar entre parásitos viables y no viables. El 

PMA tiene la capacidad de penetrar la membrana plasmática de las células muertas y 

unirse covalentemente al DNA durante la exposición a luz visible, inhibiendo la 

amplificación de la PCR. Se ensayaron diferentes concentraciones de PMA (50–200 

μM) y de epimastigotes tanto viables como no viables de T. cruzi de la cepa Maracay 

(1 × 10
5
–10 parásitos/mL). Se pudo observar en el ensayo de PMA-qPCR, 

optimizado a 100 M, una reducción significativa al comparar epimastigotes viables 

versus no viables tratados con PMA, con una media de reducción de la señal de 2,5 

unidades de logaritmo10 y un porcentaje de reducción > 98%, en todas las 

concentraciones de parásitos ensayadas. Se observó además, una reducción 

significativa de la señal cuando se aplicó el ensayo de PMA-qPCR a una mezcla de 

parásitos vivos/muertos, la que permitió la detección de las células vivas, excepto 

cuando la concentración de parásitos vivos fue baja (10 parásitos/mL) en relación a 

la de muertos (1x10
5 

parásitos/mL). El ensayo de PMA-qPCR desarrollado permite 

la diferenciación entre epimastigotes de T. cruzi viables y no viables y por lo tanto 

podría ser utilizado como método de detección de viabilidad y cuantificación para 

este parásito. 
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Detection and Quantification of Viable and Nonviable Trypanosoma cruzi Parasites
by a Propidium Monoazide Real-Time Polymerase Chain Reaction Assay
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Ciències de la Salut, Universitat de les Illes Balears, Spain

Abstract. Molecular techniques based on real-time polymerase chain reaction (qPCR) allow the detection and
quantification of DNA but are unable to distinguish between signals from dead or live cells. Because of the lack of sim-
ple techniques to differentiate between viable and nonviable cells, the aim of this study was to optimize and evaluate a
straightforward test based on propidium monoazide (PMA) dye action combined with a qPCR assay (PMA-qPCR) for
the selective quantification of viable/nonviable epimastigotes of Trypanosoma cruzi. PMA has the ability to penetrate the
plasma membrane of dead cells and covalently cross-link to the DNA during exposure to bright visible light, thereby
inhibiting PCR amplification. Different concentrations of PMA (50–200 μM) and epimastigotes of the Maracay strain
of T. cruzi (1 × 105–10 parasites/mL) were assayed; viable and nonviable parasites were tested and quantified by qPCR
with a TaqMan probe specific for T. cruzi. In the PMA-qPCR assay optimized at 100 μM PMA, a significant qPCR
signal reduction was observed in the nonviable versus viable epimastigotes treated with PMA, with a mean signal
reduction of 2.5 logarithm units and a percentage of signal reduction > 98%, in all concentrations of parasites assayed.
This signal reduction was also observed when PMA-qPCR was applied to a mixture of live/dead parasites, which
allowed the detection of live cells, except when the concentration of live parasites was low (10 parasites/mL). The
PMA-qPCR developed allows differentiation between viable and nonviable epimastigotes of T. cruzi and could thus be
a potential method of parasite viability assessment and quantification.

INTRODUCTION

Trypanosoma cruzi is a parasitic protozoan that causes
Chagas disease in human beings and other mammals, and is
transmitted by triatomine vectors in endemic zones, as well
as by nonvector routes, including vertically from mother to
newborn, organ transplantation, blood transfusion, and other
less common ways such as laboratory accidents. This sys-
temic chronic illness represents the third highest parasitic dis-
ease burden after malaria and schistosomiasis, and is a serious
public health issue in 21 endemic Latin American countries,
with an estimated 8 million people already infected and about
50,000 new cases per year.1–3 With increasing globalization,
Chagas disease is also becoming a health threat worldwide.
Cases arising from blood transfusion, organ transplantation,
and vertical transmission are being increasingly detected in
non-endemic areas, including the United States, Canada,
several European countries, and Oceania, as a consequence
of large-scale migration of infected individuals from Latin
America.4–8 Moreover, oral infection of Chagas disease is
currently considered as an important transmission pathway
in endemic areas, even though where vectorial transmis-
sion has been successfully interrupted,9 with high mortality
rates.4 In the Brazilian Amazon region, several outbreaks
of Chagas disease have been described due to oral transmis-
sion, involving more than 1,500 patients.10 Chagas disease
could therefore be classified as a foodborne infection, princi-
pally associated with the consumption of infected food such
as wild animal meat, homemade juices, and artisan beverages
contaminated with the parasite-infected vector.9,11,12

In an effort to achieve a more sensitive detection of
T. cruzi than provided by conventional parasitological tech-

niques, in the last 20 years, PCR technology has been applied
to identify T. cruzi DNA in blood samples or biopsies from
Chagasic patients,13,14 which has opened new possibilities in
diagnosis and follow-up assessment of chemotherapy.15–17

PCR has also proved useful for T. cruzi detection in vector
and reservoir studies.18,19 However, a drawback of the PCR
technique is that it cannot distinguish between DNA signals
from live or dead parasites and consequently a positive result
does not imply pathogen viability. Methods to evaluate
T. cruzi viability based on RNA detection are not routinely
used due to their high handling complexity. Likewise, axenic
culture presents low sensitivity and takes a long time to pro-
vide conclusive results.20,21 Saavedra and others have devel-
oped a hybrid PCR and xenodiagnosis (XD) methodology
to evaluate parasite viability in chronic Chagasic patients
and improve the sensitivity of diagnosis by XD, but as stated
before, the classic techniques are time consuming, and require
trained personal and special laboratory conditions, among
other drawbacks.22

Recently developed photochemical dyes can be applied
in combination with PCR to detect viable cells, based on
cell membrane integrity. Ethidium monoazide (EMA) and
propidium monoazide (PMA) have the capacity to bind to
free DNA/RNA, but not protected nucleic acid, as they are
cell membrane impermeable. In the case of damaged or dead
cells, the dyes can pass through the membrane and cova-
lently cross-link to organic molecules, including DNA, under
exposure to bright visible light.23,24 This covalent binding
prevents subsequent amplification of DNA by PCR, thereby
indicating cell nonviability. The efficiency of these techniques
depends on a variety of factors, including the type and con-
centration of the dye, the light source, incubation conditions,
and the microorganism, all of which need to be considered
during optimization.25

EMA-PCR and PMA-PCR assays have been applied
to a wide variety of microorganisms, including bacterial
vegetative cells, bacterial spores, fungi, viruses, and yeast,
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principally in the fields of environment and food.26–31 Lately,
they have also been applied in bacterial studies on clinical
samples, indicating that this method constitutes a potential
alternative to diagnosis by microscopy and culture, as well
as in monitoring early treatment response32,33 or in drug
experimental assays.34,35 However, to date, this methodol-
ogy has had only scant application in parasites, for example,
oocysts of Cryptosporidium, cysts of Giardia duodenalis,
trophozoites, and cysts of Acanthamoeba castellani in clini-
cal and environmental samples.29,31,36,37 The aim of this
study was to evaluate if PMA-qPCR assay can differentiate
between live and dead epimastigotes of T. cruzi and thus
have potential application in parasite viability assessment
and quantification.

MATERIALS AND METHODS

Epimastigotes of T. cruzi and inactivation treatment.
Epimastigotes of T. cruzi (Maracay strain) were grown in
liver infusion tryptose medium (LIT) at 28°C until the log-
arithmic growth phase. Twenty milliliters of the culture was
centrifuged at 1,800 × g for 10 minutes; the pellet was
suspended in the same medium and viable parasites were
counted in a Rosenthal hemocytometer chamber with trypan
blue dye. The stock was serially diluted 10-fold from 1 ×
105 to 10 parasites/mL with LIT. Each dilution was equally
divided to make two sets of parasite suspension. One set
of parasites was used for live parasite studies and the other
set was subjected to inactivation by exposure to isopropanol
(final concentration of 70%) for 10 minutes. Isopropanol
was removed by harvesting epimastigotes using centrifuga-
tion at 10,000 × g for 5 minutes before resuspension in LIT.
These assays were performed in duplicate. As a control,
an aliquot of each set of parasites was cultured to ensure
the viability or nonviability of the parasites in LIT for
2 weeks.
PMA treatment. PMA (GenIUL, Barcelona, Spain) was

dissolved in water of molecular biology grade (Sigma-
Aldrich, Saint Louis, MO) to obtain a stock solution of
2,000 μM, which was stored at 4°C in darkness for no longer
than 2 months. All subsequent steps using PMA were per-
formed under minimal light conditions. PMA stock solution
was added at a final concentration of 50, 100, and 200 μM
to a total volume of 300 μL of 1 × 105, 1 × 104, and 1 × 103

parasites/mL, both live and dead, to determine the optimal
final PMA concentration. The resulting suspension was incu-
bated for 30 minutes at room temperature in darkness, mixing
every 10 minutes. Live and dead parasites not treated with
PMAwere used as a control. All the samples (treated and not
treated with PMA) were then photoactivated for 15 minutes
in constant mode using a light-emitting diode (LED) source
that emits light in the blue range of the visible spectra (464–
467 nm, 60 W; Phast Blue PhotoActivation System; GenIUL,
Barcelona, Spain). The assay was performed in duplicate.
DNA extraction. Immediately after the photoactivation,

the samples were pelleted by centrifugation at 13,000 × g for
5 minutes, and the remaining supernatant was discarded to
achieve a final volume of 200 μL. DNA extraction was done
with the High Pure PCR Template Preparation kit (Roche,
Mannheim, Germany) and eluted in 200 μL of elution buffer
(10 mM Tris-HCl, pH 8.5) according to the manufacturer’s
instructions. The concentration of eluted DNAwas measured

in a NanoDrop (ND-1000, ThermoScientific, Wilmington, DE)
and stored at −20°C for qPCR analysis. For the extraction
negative control (ENC), LIT was used without a template.
Real time PCR (qPCR) assay. Five microliters of extracted

DNA was amplified by qPCR in a thermocycler (LightCycler
480, Roche) in duplicate. The primers, probes, and condi-
tions of the technique were as described by Piron and
others17 with some modifications. Briefly, the following were
used: Cruzi 1 and Cruzi 2 primers, and a Cruzi 3 probe,
which was labeled with 6-carboxyfluorescein and a minor
groove binder. The final concentrations in the PCR mixture
were as follows: 1 × LightCycler 480 Probes Master (Roche),
750 nM of each T. cruzi primer and 250 nM of the T. cruzi
probe in 20 μL reaction volume. The amplification was run
in 45 cycles and the annealing temperature was 58°C.
A standard curve was constructed with 1/10 serial dilu-

tions, in elution buffer (10 mM Tris-HCl, pH 8.5), of total
DNA extracted from the Maracay strain from 1 × 105 to
1 parasites/mL. Molecular biology-grade water (Sigma-Aldrich)
and ENC were used as negative controls.
The parasitic load of every sample was calculated using

LightCycler 480 software by the second derivative maximum
method. The limit of detection (LOD) of the technique was
calculated in 2 parasite equivalents/mL.17

Statistical analysis. The data were analyzed with IBM
SPSS Statistics. Comparisons were carried out with a one-
way analysis of variance and post hoc Tukey’s honestly sig-
nificant difference. Differences with P values < 0.05 were
considered statistically significant.

RESULTS

qPCR on T. cruzi epimastigotes. The qPCR standard
curve showed a linearity of 0.9881 between the log concen-
trations of epimastigotes and the Cq value, with a dynamic
range from 1 × 105 to 10 parasites/mL and an efficiency
of 90% (Figure 1). Before the PMA treatment, the serial
10-fold diluted stock from 1 × 105 to 10 parasites/mL of
live and dead T. cruzi epimastigotes were measured by
qPCR in Cq values, and expressed in parasite equivalents/
mL (Figure 2). Values for live and dead parasites were
quite similar at all concentrations, indicating that minimal
quantities of DNA were lost in the washing steps of the
procedure. All the control cultures of the epimastigotes
were positive, except 10 parasites/mL and those treated
with isopropanol.
PMA-qPCR optimization on T. cruzi epimastigotes. The

optimum concentration of PMA that provided the greatest
difference in qPCR values between treated viable and non-
viable parasites was expressed in ΔCq values (Cq PMA-
treated dead parasites − Cq PMA-treated live parasites).
Three concentrations of parasites/mL (1 × 103–1 × 105) and
three concentrations of PMA (50, 100, and 200 μM) were
assayed. The best differentiation between live and dead cells
was achieved by 100 μM in all the parasite concentrations
assayed, and increasing the PMA concentration did not
improve the results (Figure 3).
Treated and nontreated with 100 μM PMA concentrations

of live T. cruzi epimastigotes (1 × 105, 1 × 104, 1 × 103,
1 × 102, 10 parasites/mL) were studied by qPCR and no sig-
nificant signal reduction in PMA-treated versus nontreated
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living cells (P > 0.05) was observed, indicating no significant
effect of PMA on live T. cruzi epimastigotes.
To assess the PMA impact on the reduction of the qPCR

signal of dead versus live parasites, the same concentrations
of dead and live T. cruzi epimastigotes were tested (Table 1).
A higher shift was observed for 1 × 105–1 × 103 parasites/mL
with a ΔCq between 9 and 7.5, which is equivalent to a fall
of 2.5–3.2 log units between the viable and nonviable para-
sites; for 1 × 102 and 10 parasites/mL, a ΔCq of around 2.7–
3.7 was detected, which is equivalent to a fall of 1.8 log units.
A significant (P < 0.002) PMA-qPCR signal reduction was
observed for all parasite concentrations studied, except for
10 parasites/mL. The percentage of signal reduction was
between 98.4% and 99.9% for all concentrations studied.
Despite the high level of reduction, a number of parasites were
still detected. The concentration of dead parasites dropped
below 1 parasite equivalent/mL in concentrations ≤ 103

parasites/mL, but at higher parasite concentrations, the
reduction exceeded the LOD of the technique (Figure 4).
Quantification of live T. cruzi from live/dead parasite

mixtures. To observe the effect of a mixture of live and dead
epimastigotes on the qPCR-PMA, a set of 10-fold dilutions
of live parasites ranging from 1 × 105 to 10 parasites/mL was
mixed with a concentration of 1 × 105 dead parasites. This
assay was performed in duplicate, treated and nontreated
with PMA. The qPCR results indicated that the concentra-
tions expressed in parasites equivalent/mL were similar for
all parasite concentrations when untreated (Figure 5). These
results reflect the maximum concentration of dead parasites
in a sample (1 × 105 parasites/mL), and fail to reflect the real
number of live parasites in the mixture. In contrast, the
qPCR values of the PMA-treated mixture indicate a linear
relationship between Cq and the number of viable cells,
which was only affected when the concentration of live cells

FIGURE 1. Standard curve constructed by plotting the mean Cq values, studied in triplicate, with respect to the logarithm10 of the
Trypanosoma cruzi DNA concentrations (10-fold serial dilutions 1 × 105–1 parasite/mL).

FIGURE 2. Results by real time polymerase chain reaction of different concentrations of live and dead parasites before propidium monoazide
treatment (A = 1 × 105; B = 1 × 104; C = 1 × 103; D = 1 × 102; E = 10 parasites/mL). (A) Results expressed in Cq values. (B) Results quantified
in parasite equivalents/mL.
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was low, demonstrating that the concentration results basi-
cally reflect the amount of live parasite DNA in the mixture.

DISCUSSION

Although molecular methods such as PCR can help
to detect and quantify parasites with high sensitivity and
specificity, PCR by itself is unable to differentiate between
live and dead parasites, which can undermine the value of
the results. Recently, qPCR has been tested in combina-
tion with PMA in a variety of microorganisms, principally
those affecting the food industry and more recently in clin-
ical pathogens, to assess treatment effectiveness. In this
study, we assessed the performance of PMA treatment in
minimizing detection signals by qPCR from nonviable epi-
mastigotes of T. cruzi and propose it as a potential tool for
viability quantification.
The photochemical dye PMA at 100 μM significantly

reduced the qPCR signal from nonviable epimastigotes, effec-
tively separating them from viable parasites. The PMA treat-
ment appeared to have no toxic effect on the epimastigotes,
since no significant differences in concentration were observed
between live PMA-treated and nontreated parasites. This
suggests that PMA does not penetrate the membrane of liv-
ing T. cruzi epimastigotes at the tested levels. Similar PMA
concentrations have been used without significant cytotoxic

effects on protozoa such as Cryptosporidium spp. oocysts36

and Mycobaterium tuberculosis bacteria.38

A considerable signal reduction in dead T. cruzi epi-
mastigotes was achieved by PMA-qPCR, with a decrease in
detection of > 98% at all parasite concentrations studied.
Nevertheless, at high parasite concentrations (1 × 105–1 ×
104 parasites/mL), despite the very high signal reduction
(a maximum of 99%), a remaining qPCR signal in the dead
PMA-treated parasites generated a false positive. These
results are consistent with other studies, where PMA was
unable to completely eliminate the qPCR signal of dead
Salmonella serovar Enteritidis, Mycobacterium avium, and
Listeria innocua.39–41 In contrast, in Acanthamoeba spp. (1 ×
106 cysts and trophozoites killed by autoclave), the PMA-
qPCR signal was successfully reduced to zero by enhancing
the PMA concentration to 200 μM, after 100 μM proved
ineffective in differentiating between viable and nonviable
parasites.29 In our study, increasing the PMA concentra-
tion did not further reduce the qPCR signal of dead epi-
mastigotes of T. cruzi. Similarly, Barbau-Piednoir and others
(2014) found that, Cq values for all tested dilutions of dead
bacteria did not differ between 75 and 150 μM of PMA.
To reduce or avoid both false-negative and false-positive

qPCR signals,25 a variety of factors should be taken into
account when optimizing the technique, such as the type
and concentration of dye, the light source, the type of

FIGURE 3. Propidium monoazide (PMA) real-time polymerase chain reaction optimization results, expressed in ΔCq obtained at different
PMA concentrations (50, 100, and 200 μM) when different parasite concentrations were tested (1 × 103–1 × 105 parasites/mL).

TABLE 1
qPCR results of different concentrations of viable and nonviable epimastigotes, treated with 100 μM PMA. Comparison of Cq values, parasite
concentration, and percentage of PMA-qPCR signal reduction

Parasites/mL*

Mean Cq values Mean parasite concentration†

Dead parasites Live parasites ΔCq Dead parasites Live parasites Δ Concentration§ Signal reduction‡ P value

1.00E + 05 24.79 15.82 9.0 3.023E + 02 1.021E + 05 1.018E + 05 99.7 0.001
1.00E + 04 28.12 19.46 8.7 1.165E + 01 9.815E + 03 9.803E + 03 99.8 0.000
1.00E + 03 30.55 23.09 7.5 5.600E − 01 9.575E + 02 9.569E + 02 99.9 0.000
1.00E + 02 30.21 26.48 3.7 8.500E − 01 5.927E + 01 5.842E + 01 98.5 0.002
1.00E + 01 31.76 29.04 2.7 9.000E − 02 5.890E + 00 5.800E + 00 98.4 0.241
PMA = propidium monoazide; qPCR = real-time polymerase chain reaction.
*Concentration of viable and nonviable epimastigotes of Trypanosoma cruzi.
†qPCR results expressed in parasite equivalents/mL.
‡Expressed in percentage.
§Δ Concentration calculated as live parasites − dead parasites.
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microorganism, or the amplicon length. Of the two types of
dye used in this field, PMA is described as more effective in
differentiating between live and dead cells, whereas EMA
is slightly more efficient in signal suppression, although with
the disadvantage that it can penetrate the living cells of some
microorganisms.24,42 The light source, as mentioned above, is
another factor in the generation of false positives. In particu-

lar, studies using halogen lamps without an emission wave-
length specific for PMA show fluctuating efficiency, due to
variable light activation and the intense heat emitted. To
minimize this variability, we used a commercial LED-based
system designed especially for the exposure of cell suspen-
sions to light, with the advantage that LEDs emit light in
the blue range of visible spectra, allowing for optimal dye

FIGURE 4. Propidium monoazide (PMA) real-time polymerase chain reaction results expressed in parasite equivalents/mL of different con-
centrations of live and dead parasites, both treated with PMA. Epimastigotes were studied at A = 1 × 105; B = 1 × 104; C = 1 × 103; D = 1 × 102;
E = 10 parasites/mL. Limit of detection (LOD) = 2 parasite equivalents/mL.

FIGURE 5. Quantification in parasites equivalent/mL of Trypanosoma cruzi from mixture of live (1 × 105–10 parasites/mL) and dead (1 × 105

parasites/mL) parasites, treated and nontreated with 100 μM propidium monoazide.

1286 CANCINO-FAURE AND OTHERS

RESULTADOS

91



activation without heat generation. Therefore, this factor was
ruled out as the cause of the persistent qPCR signal.
Some authors suggest the technique can be further

improved by studying the effect of PCR amplicon length,
an important experimental parameter when analyzing sam-
ples treated with viability dyes.43 Alonso and others (2014)
reported a more effective exclusion of dead cysts of Giardia
duodenalis in a qPCR assay with longer amplicons. Like-
wise, Li and Chen (2013) found a good correlation between
amplicon length and the signal inhibitory effect of PMA
treatment on dead cells of Salmonella spp, concluding that
the best qPCR signal reduction was obtained with the larger
amplicon, albeit with a slight loss of technique efficiency. As
suggested by Soejima and others (2011)44 and Contreras and
other (2011),45 the beneficial effect of targeting longer DNA
sequences is likely due to the increased probability of dye
binding in the targeted region, resulting in a stronger inhibi-
tion of the amplification. The sensitivity of the qPCR assay
is lower when using larger amplicons, which could lead to
false-negative results if the signal falls below the LOD.31,46

Therefore, optimizing a technique involves attaining a bal-
ance between the reduction of the qPCR signal in the dead
cells and sensitivity. In our study, the qPCR technique, previ-
ously validated for diagnosis,17 used a set of primers that
amplify a region of satellite DNA 166 bp long. Therefore, a
larger target gene would probably help to completely elimi-
nate the remaining signal of the dead parasites observed,
although at the risk of reducing the sensitivity of the tech-
nique. Also, some studies suggest that the sequence of the
target gene may influence the noncomplete amplification
signal suppression from dead cells.47,48 Further research on
enhancing the removal of the remaining signal of the dead
parasites is necessary.
Some authors indicate that the ratio between live and

dead cells can affect the performance of the method, consid-
ering that dead cells cannot exceed live cells by a factor
of 1 × 103 without impacting on the PMA-qPCR.25 Other
authors, such as Pan and Breidt, have reported that the lin-
ear relationship between Cq and the number of viable cells
of Listeria monocytogenes was affected when the ratio of
dead cells exceeded 1 × 104 and the concentration of live
cells was less than 1 × 103 CFU/mL.49 Our results showed
that the technique was capable of differentiating live T. cruzi
from a live/dead parasite mixture, despite the high number
of dead cells present in all samples. The technique failed
only when a low concentration of live parasites was com-
bined with a high concentration of dead parasites, which could
be explained by a saturation of PMA by this high number of
dead cells.25

The PMA-qPCR strategy optimized in this study effectively
differentiated between viable and nonviable epimastigotes of
T. cruzi, with a significant reduction in the qPCR signal. This
method has potential application in viability assessment and
quantification due to its various advantages: it requires only
a few hours to carry out, in comparison with an axenic cul-
ture that takes at least 20–30 days; its handling is simple and
straightforward compared with RNA detection techniques;
the use of the highly sensitive and specific TaqMan probe
renders it suitable for application in, for example, raw food
matrices, as it would avoid interference from bacteria or
fungus, a problem in culture techniques. Nevertheless, this
method has its limitations, as the reagents are expensive,

highly trained personnel are required for its application, and
it is not always available in laboratories. It would be desir-
able if the method was tested by other laboratories and on
other trypanosomatids.
The described method could therefore be especially useful

in differentiating DNA from viable parasites in fields such
as food security to prevent oral infections or study out-
breaks, diagnostics to evaluate chemotherapeutic efficacy,
research on vectors and reservoirs, or antitrypanosomal drug
activity assays.
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4. DISCUSIÓN

La vía transfusional es uno de los principales mecanismos de transmisión de la enfermedad 

de Chagas tanto en áreas endémicas como en no endémicas (1). En áreas endémicas la 

cobertura del cribado de anticuerpos anti- T. cruzi casi alcanza el 100% de las unidades a 

transfundir, pero no ocurre lo mismo en las áreas no endémicas donde la situación de cada 

país es heterogénea. Ello conlleva un riesgo considerable para la seguridad transfusional, 

sobre todo en aquellos países en los que no existen políticas o estrategias para la detección 

y/o exclusión de los individuos en riesgo de la infección por T. cruzi (93). La ausencia de 

sintomatología en la fase crónica de la enfermedad, unido a que muchos individuos 

infectados no son conscientes de su situación y pueden ser donantes de sangre, posibilita 

que las donaciones de estas personas puedan transmitir la enfermedad de Chagas. 

En aquellos países que no se realiza cribado serológico para T. cruzi, la única opción 

disponible para detectar a los potenciales donantes en riesgo de infección, es a través de la 

realización de la entrevista médica pre-donación a la que varios investigadores han 

asignado un valor bajo de sensibilidad. En el caso de la infección por T. cruzi. Steele y 

colaboradores (2014), hicieron un seguimiento entre los años 2000 y 2011 a donantes de 

sangre en EEUU, en el que detectaron que un porcentaje de donantes respondieron 

negativamente a las preguntas sobre la enfermedad de Chagas y posteriormente tanto el 

cribado de sus muestras como la confirmación de los anticuerpos anti-T. cruzi resultaron 

positivos (208). A partir de estos datos los investigadores concluyeron que cuando sólo se 

dispone de la entrevista médica, hay un mayor riesgo asociado de transmisión de la 

enfermedad. Lo mismo fue comunicado en un estudio realizado por O‟Brien y 

colaboradores (2008) en Canadá, en el cual proponían incluir en la encuesta pre- donación 

no sólo preguntas sobre viajes a zonas endémicas sino también incluir el lugar de 

nacimiento (209). 

El control de la unidades de sangre para la infección en España fue regulado mediante el 

Real Decreto sobre hemodonación (95) (Real Decreto 1088/2005) promulgado a finales del 

2005 y que excluye de forma definitiva a los individuos con enfermedad de Chagas. A 

partir de ese año la mayoría de los centros de transfusión de España implementaron el 

escrutinio selectivo (por razones de coste) entre los donantes procedentes de zonas 

endémicas, detectados en la entrevista pre- donación. Son objeto de cribado los donantes 
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nacidos en países endémicos, los hijos o nietos de madres nacidas en países endémicos o 

que hayan recibido transfusión sanguínea en algún país endémico. El Real Decreto no 

incluye las personas nacidas en España que han residido en áreas endémicas, aun cuando 

algunos centros de transfusión las incluyen en el cribado (75). 

Detección de donantes de sangre seropositivos con parasitemia y presencia de T. cruzi 

en los componentes sanguíneos. 

Diferentes autores indican que los valores de seroprevalencia en países no endémicos 

pueden oscilar entre el 0,003% y el 1,38% (91, 92, 210–213). En nuestro estudio entre los 

donantes de sangre provenientes de diferentes zonas endémicas, que actualmente viven en 

las Islas Baleares (Artículo 1) hallamos valores de seroprevalencia de 1,91% IC95% [1,26-

2,78] de un total de 1201 donantes de sangre. Esta prevalencia es ligeramente superior a lo 

reportado por Piron y colaboradores en 2008 en Cataluña, que fue de 0,62% IC95% [0,3-1,1] 

de un total de 1770 donantes (75). En Madrid, Algora y colaboradores en 2006, reportaron 

valores de prevalencia de 0,61% IC95% [0,36-1,01] de un total de 2456 donantes en riesgo 

(214). Estos valores, a pesar de su variabilidad, indican claramente que existe un riesgo 

considerable de TT de T. cruzi en España. De los donantes seropositivos incluidos en 

nuestro estudio, destacan los provenientes de Bolivia, quienes, como se ha citado en otros 

estudios (75) presentan una mayor prevalencia de la infección. La alta prevalencia hallada 

por nosotros (16,03%) entre la población boliviana, concuerda con los datos de prevalencia 

de la Organización Panamericana de la Salud (OPS) (215), donde Bolivia está por encima 

de los demás países en el continente Americano. 

El estudio de la población de donantes seropositivos y con parasitemia permitió detectar la 

población diana sobre la cual ahondar en los estudios de cuantificación de la carga 

parasitaria mediante la detección de DNA en sangre periférica por qPCR. Esta técnica 

utiliza como blanco una secuencia de 166 pb del DNA satélite de T. cruzi, que permite la 

detección de forma específica, además de la cuantificación de la carga parasitaria de forma 

sensible. La aplicación de la qPCR permitió en primer lugar detectar la presencia del 

parásito en la sangre total de los individuos seropositivos, y poder estudiar la distribución 

del parásito en el plasma y el concentrado de plaquetas obtenidos mediante aféresis. En el 

60,9% de los donantes seropositivos estudiados se detectó la presencia del parásito en 

sangre total, con cargas parasitarias bajas, menores a 1 parásito equivalente/mL. Otros 

autores indican resultados similares, detectando la presencia de DNA parasitario en el 
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60,3% de los pacientes crónicos seropositivos (163). El hecho de que los pacientes 

chagásicos crónicos presenten cargas parasitarias bajas y oscilantes supone una limitación 

para el diagnóstico, tal como se demuestra en el artículo 1. Por ello, es importante la 

realización de réplicas tanto de la extracción de DNA como de la amplificación, que 

permitan incrementar la detección de DNA del parásito en casos de parasitemias bajas. En 

este trabajo se realizaron 9 amplificaciones de cada muestra, de los cuales no todas 

amplificaron, reflejo del límite de detección de la técnica (75). Es por esta razón que un 

resultado negativo de PCR para T. cruzi no indica que no exista infección por el parásito 

(216). 

En el artículo 1 y 2 se estudió la presencia de T. cruzi en los componentes sanguíneos 

obtenidos a través del sistema de aféresis de donantes seropositivos para la infección. El 

sistema de aféresis, empleado de forma rutinaria en los bancos de sangre, permitió 

determinar una carga parasitaria promedio de cinco veces mayor en los concentrados de 

plaquetas estudiados en comparación con la detectada en sangre periférica. La carga 

parasitaria encontrada en el concentrado de plaquetas fue de 5,33±6,2 parásitos 

equivalentes/mL. En el plasma no se detectó DNA parasitario en ninguna de las muestras, 

lo que coincide con los datos publicados en la literatura que describen al plasma como un 

componente sanguíneo no asociado o de bajo riesgo en la TT de T. cruzi (93) y al 

concentrado de plaquetas como el mayormente involucrado (79). Kessler y colaboradores 

(2010), realizaron un estudio retrospectivo de todas las donaciones anteriores al cribado 

implantado en el banco de sangre de aquellos donantes seropositivos para Chagas y 

encontraron un donante seropositivo con múltiples donaciones de aféresis anteriores, que 

transmitieron la infección a través de plaquetas a dos receptores, mientras que el 

concentrado de hematíes no transmitió la infección, por lo que ellos concluyen que estos 

casos apoyan al mayor riesgo de transmisión del parásito asociado a las plaquetas (217).  

Los casos de transmisión publicados debido a la transfusión de plaquetas demuestran que 

los parásitos son capaces de sobrevivir en presencia de anticoagulantes y que tanto la 

leucorreducción mediante centrifugación como la irradiación-de este componente no 

eliminan el riesgo de transmisión (79,87). 

Existen pocos estudios publicados que hagan referencia al riesgo de TT de T. cruzi por 

otros componentes sanguíneos. Benjamin y colaboradores (2012), indican que el riesgo de 

infectividad que tendrían los componentes sanguíneos sería de 0% IC95% [0-1,5%] para el 
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concentrado de hematíes, 13,3% IC 95% [5,6-25,7%] para el concentrado de plaquetas y 0% 

IC95%, [0-3,7%] para el plasma (79). Recientemente se ha descrito un caso de transmisión 

de T. cruzi por transfusión de un concentrado de hematíes (9). Ello motivó el estudio 

de la presencia del parásito, de forma cuantitativa, en el concentrado de hematíes y en 

otros componentes sanguíneos (Artículo 3). Al no ser T. cruzi un agente patógeno 

intracelular en sangre periférica es difícil saber en qué componentes sanguíneos se 

concentra. Ello difiere con lo que ocurre en otros parásitos intracelulares en los que los 

estudios publicados muestran que el riesgo de TT está directamente relacionado con el 

tipo de célula en el cual se localizan. Es el caso de Babesia o Plasmodium, en los cuales 

el riesgo está claramente asociado al concentrado de hematíes (218). Mediante la 

infección experimental de sangre total con epimastigotes y su posterior fraccionamiento 

clásico, hemos podido observar que una gran cantidad de parásitos se concentran junto 

con la placa leucoplaquetaria y otra importante cantidad se distribuyen en el 

concentrado de hematíes. Esto implica que el concentrado de hematíes previo a la 

leucorreducción presenta un elevado riesgo en la transmisión de T. cruzi, de hecho, el caso 

de TT descrito recientemente por concentrado de hematíes no especifica si este 

componente sanguíneo fue leucorreducido o no antes de transfundir, por otro lado 

demuestra que T. cruzi es capaz de sobrevivir en el concentrado de hematíes que se 

conserva a temperatura de refrigeración (4±2ºC) (9). 

Por otra parte, el hecho de encontrar las mayores cargas parasitarias en el concentrado 

de plaquetas obtenido por aféresis (Artículo 1) y en la placa leucoplaquetaria 

(Artículo 3) pone de manifiesto el gran riesgo asociado, ya descrito anteriormente, de TT 

de T. cruzi por este componente plaquetar. Si bien la fracción de placa leucoplaquetaria 

no se utiliza como un componente sanguíneo en sí, en Europa y Canadá se utiliza 

como fracción inicial para preparar el concentrado de plaquetas a partir de una mezcla 

(pool, en inglés) de placas leucoplaquetarias provenientes de 4-6 diferentes donantes con 

el mismo grupo sanguíneo ABO y Rh (219). El riesgo sería menor al diluirse una 

unidad infecciosa en 3 o 5 unidades provenientes de otro donante no infectado, 

comparado con el riesgo de transmisión de un concentrado de plaquetas obtenido por 

aféresis (equivalente a 4-6 unidades), desde un donante único infectado, debido a que la 

carga parasitaria sería mayor. 

Una de las explicaciones de por qué el concentrado de plaquetas tiene una mayor 

carga parasitaria es la densidad específica de T. cruzi, que se encuentra en el rango de 
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los componentes de la capa leucoplaquetaria y por tanto, al centrifugar quedarían gran 

parte de los parásitos en esa fracción. Dos estudios realizados con sangre para el 

diagnóstico directo de T. cruzi demuestran que el parásito se concentra entre la capa 

leucoplaquetaria y la capa superior de los hematíes (220,221). Otro factor que implica el 

mayor riesgo asociado a este componente es la temperatura de almacenamiento 

(22±2ºC) que permite mantener viable al parásito, así como a varios tipos de bacterias 

(222). Así mismo, el tipo de receptores que reciben plaquetas que suelen ser pacientes 

inmunodeprimidos, lo cual implica un mayor riesgo de desarrollar la enfermedad. Las 

plaquetas son transfundidas principalmente a pacientes oncohematológicos, 

habitualmente pacientes politransfundidos lo cual les expone a un mayor riesgo de 

infección por agentes patógenos transmitidos por la sangre (178,179). 

El plasma obtenido por fraccionamiento clásico presentó la menor concentración de 

parásitos, en comparación con el resto de componentes sanguíneos. Esta baja o nula 

presencia de parásitos en el plasma, concuerda con los resultados obtenidos en nuestro 

trabajo previo de plasmaféresis con muestras de donantes seropositivos considerados 

crónicos para la enfermedad de Chagas. 

Evaluación de la leucorreducción mediante filtración, centrifugación y elutriación en 

la disminución la carga parasitaria presente en los componentes sanguíneos. 

La utilidad de los filtros de leucorreducción ha sido estudiada para parásitos hemotisulares 

como Leishmania y Plasmodium. Cardo y colaboradores (2006), utilizando filtros de 

leucorreducción realizaron ensayos experimentales infectando sangre total con formas 

promastigotas y amastigotas de Leishmania, donde se evaluó la reducción de la carga 

parasitaria mediante filtración pre y post almacenamiento. Además de la eficacia en la 

eliminación de las formas extracelulares del parásito, se pudo observar que la eliminación 

del parásito fue completa tanto para amastigotes presentes dentro de los leucocitos como 

para los promastigotes libres, pre y post almacenamiento, indicando que los filtros serían 

una forma eficiente de eliminar el riesgo de TT de Leishmania (195). Otros estudios 

realizados en sangre total infectada con Plasmodium mostraron que los hematíes infectados 

se adherían a los filtros de leucorreducción indicando que cuando se altera la membrana de 

estas células, los filtros también son capaces de retenerlos (223). 

En el caso de T. cruzi, existen pocos estudios sobre la eficacia de los filtros de 

leucorreducción y su capacidad para disminuir la carga parasitaria. Fabron y colaboradores 
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(1999), al igual que Cardo y colaboradores (2006), estudiaron mediante microscopía, la 

adhesión de formas tripomastigotas a las fibras de filtros leucorreductores, concluyendo 

que existiría una adhesión de tipo mecánica, a nivel molecular, donde las glicoproteínas de 

membrana del parásito interactuarían con las fibras del filtro permitiendo su adhesión y 

obteniéndose una reducción significativa de la carga parasitaria posterior al filtrado (197, 

224). En un ensayo realizado por Moraes-Souza y colaboradores (1995), con sangre total 

infectada experimentalmente, estudiaron la efectividad de filtros de leucorreducción que 

tuviesen distinta capacidad en la reducción del número leucocitos, en disminuir las 

concentraciones de T. cruzi, y encontraron que cuanto mayor número de leucocitos era 

capaz de eliminar el filtro, mayor era la reducción en el número de parásitos y de forma 

dependiente a la concentración inicial (225). 

La efectividad de la leucorreducción mediante filtración en reducir la carga parasitaria de 

T. cruzi ha sido estudiada en nuestros trabajos, donde se observó que la filtración aplicada 

sobre el concentrado de hematíes (Artículo 3) mostró una reducción significativa de un 

99,9% de la concentración de los parásitos presentes. Así mismo, cuando fue aplicada 

sobre sangre total experimentalmente infectada (Artículo 4) se observó una reducción del 

99,3% de la concentración de parásitos viables, por lo que de ambos trabajos se puede 

concluir la importancia que tiene la leucorreducción mediante filtros para disminuir el 

riesgo asociado a la TT de T. cruzi. Sin embargo, el riesgo no se eliminaría completamente 

debido a la persistencia de parásitos presentes en los componentes sanguíneos, aun cuando 

la carga parasitaria remanente sea baja. Algunos casos publicados de transmisión 

transfusional indican que los concentrados de plaquetas implicados en la infección habían 

sido previamente leucorreducidos (87). Se supone que la dosis infectante es baja debido a 

que los donantes involucrados son infectados crónicos (79, 89). 

En países donde se realiza la leucorreducción parcial, mediante centrifugación y posterior 

separación de la placa leucoplaquetaria, y no la leucorreducción según los estándares 

europeos (≤1x10
6
 leucocitos por unidad) o americanos (≤5x10

6
 leucocitos por unidad), este 

método no sería lo suficientemente efectivo en la eliminación del riesgo de TT de T. cruzi, 

tal como lo indica nuestro trabajo (Artículo 3). Las fracciones provenientes de sangre total 

infectada (plaquetas, plasma y concentrado de hematíes), que fueron parcialmente 

leucorreducidas mediante la separación de la placa leucoplaquetaria, pero no filtradas, 

presentaron concentraciones parasitarias elevadas en el caso de las plaquetas y concentrado 

de hematíes e incluso del plasma, y mayores a las presentes en el concentrado de hematíes 
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filtrado. Así mismo, Dzib y colaboradores (2009), utilizando la centrifugación como 

método de separación de los componentes sanguíneos y de la placa leucoplaquetaria en 

donantes seropositivos para la enfermedad de Chagas, encontraron en al menos el 50% del 

concentrado de hematíes, el de plaquetas y en la placa leucoplaquetaria, DNA del parásito, 

por lo que ellos indican que la centrifugación no es un método totalmente eficaz en la 

reducción en el número de parásitos (226).  

En nuestro estudio de plaqueto/plasmaféreis donde la leucorreducción se realizó utilizando 

la elutriación (Artículo 1 y 2) nuestros resultados indicaron que tanto las plaquetas como 

T. cruzi se hallan en la misma fracción debido a su tamaño y peso específico similar, 

concentrando los parásitos, lo que incrementa el riesgo de transmisión que posee este 

componente sanguíneo. No ocurrió lo mismo con el plasma donde no se encontró DNA 

parasitario en ninguna muestra. 

Los mecanismos de leucorreducción estudiados, el uso de filtros de leucorreducción, la 

centrifugación en el fraccionamiento clásico y la elutriación empleada en las donaciones de 

aféresis, demuestran que el tipo de procedimiento mediante el cual se obtiene y procesa 

una unidad de sangre total afecta a las características de un determinado componente. 

Nuestros estudios, y el de otros autores (227) indican que no sería apropiado considerar 

como productos equivalentes componentes sanguíneos leucorreducidos por distintos 

métodos  

Evaluación de TRP- riboflavina luz UV en la disminución de la carga parasitaria 

viable en sangre experimentalmente infectada. 

A pesar de que se han logrado importantes avances en la reducción del riesgo de 

transmisión de infecciones por transfusión mediante la selección estricta de donantes de 

sangre y las pruebas de cribado; y aunque la probabilidad de transmisión es muy baja, aún 

no existe riesgo cero (228). Este riesgo está asociado al período ventana de la infección, a 

potenciales errores humanos en la obtención y/o procesamiento de las muestras y a la 

aparición de patógenos nuevos o emergentes. 

Las tecnologías de reducción de patógenos (TRP) pueden incrementar la seguridad de la 

sangre reduciendo o eliminando incluso patógenos para los que en la actualidad no hay 

pruebas de escrutinio disponibles (205). Actualmente se están llevando a cabo varios 

estudios en plasma, plaquetas, concentrados de hematíes y sangre total aplicando las TRP, 
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con resultados positivos tanto para bacterias, virus como parásitos. Siendo las excepciones, 

los priones, virus sin envoltura y esporas provenientes de bacterias (229-233).  

De entre todas las TRP, la riboflavina-luz UV es en estos momentos, la única plataforma 

desarrollada para reducir patógenos en sangre total, pero hasta la fecha no está disponible 

comercialmente, es por esta razón que se decidió junto con la casa comercial y la FBSTIB 

evaluar de modo experimental en sangre total el sistema de TRP-riboflavina y luz UV 

asociado a la leucorreducción por filtración, (Artículo 4) sistemas empleados de forma 

rutinaria en la FBSTIB para plaquetas y plasma. 

Mediante qPCR y RT-qPCR específicas se cuantificó la carga y la viabilidad parasitaria 

detectándose una reducción importante (> 99%) de la concentración de T. cruzi posterior a 

la leucorreducción y una reducción completa (100%) después del tratamiento con 

riboflavina y luz UV. El sistema TRP aplicado en la sangre leucorreducida, que presentaba 

una carga parasitaria baja (40 parásitos vivos/mL), permitió la eliminación total de los 

parásitos. La metodología RT-qPCRs utilizada nos facilitó los estudios de viabilidad por su 

elevada sensibilidad, con un límite de detección de 1 parásito/mL, y su gran rapidez en la 

obtención de resultados. Esta herramienta molecular ha sido aplicada a otros parásitos 

kinetoplastidos como Leishmania para detectar infecciones activas en el caso de 

leishmaniasis de tipo cutánea en lesiones de pacientes infectados (234). También han sido 

empleadas en la detección de quistes viables de Giardia lamblia en muestras ambientales 

de aguas (235) o para determinar el estadio infectivo de gametocitos de Plasmodium vivax 

en muestras de sangre periférica de pacientes infectados (236). 

Existen estudios experimentales previos de la TRP en plasma y plaquetas realizados por 

Cardo y colaboradores (2007). Estos autores estudiaron la reducción parasitaria mediante 

TRP-riboflavina y UV infectando plasma y plaquetas leucorreducidas obtenidas mediante 

aféresis, con 4x10
6
 parásitos/mL, y encontraron que el tratamiento era capaz de eliminar el 

crecimiento in vitro de T. cruzi (237). Así mismo, Tonnetti y colaboradores (2012), 

estudiaron sangre total infectada con 400 y 4000 parásitos/mL y observaron una reducción 

de la carga parasitaria en el crecimiento in vitro. Cuando la concentración inicial fue de 40 

y 4 parásitos/mL no se observó crecimiento del parásito. Medición realizada mediante 

hemocultivo y posterior recuento microscópico (238). Los dos estudios citados presentan 

como limitación la sensibilidad que los cultivos in vitro y la observación microscópica 

poseen. En el trabajo de Cardo y colaboradores (2007), anteriormente mencionado, el 
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límite de detección indicado fue de 100 parásitos/mL, valor muy por encima del límite de 

detección de la técnica de RT-qPCR llevada a cabo en nuestro trabajo. A pesar de que en 

los dos trabajos se observa una disminución del número de parásitos por mL es difícil 

concluir que hubo una eliminación total del parásito, debido al límite de detección de los 

cultivos. 

Otros estudios in vitro e in vivo sobre T. cruzi evaluando el efecto del amotosaleno en 

plasma y plaquetas indican una reducción importante en la cantidad de parásitos 

posteriormente a la inactivación. Van Voorhis y colaboradores (2003), estudiaron la 

inactivación mediante amotosaleno tanto en plasma como en plaquetas experimentalmente 

infectadas con aproximadamente 1x10
6
 tripomastigotes. Estos autores encontraron que la 

reducción en el número de parásitos tras el tratamiento estaba por debajo del límite de 

detección del cultivo (239). Así mismo, en otro estudio realizado con plaquetas 

provenientes de placa leucoplaquetaria experimentalmente infectadas con tripomastigotes 

de tres cepas de T. cruzi, pre y post tratamiento con amotosaleno encontraron tanto en 

cultivo in vitro como en infección en ratones, que el amotosaleno era efectivo en la 

eliminación de las tres cepas de T. cruzi al sobrevivir todos los ratones infectados con las 

plaquetas tratadas (240). Sin embargo, el tratamiento con amotosaleno no es aplicable a la 

sangre total ni al concentrado de hematíes. La alta densidad óptica de estos componentes 

sanguíneos hace que la dosis de luz ultravioleta necesaria para la inactivación sea 

demasiado grande, previniendo la acción del amotosaleno y produciendo hemólisis, debido 

a la absorción de luz UV por la hemoglobina presente (241, 242). 

El uso de TRP-riboflavina y UV en nuestro estudio, permitió observar una eliminación 

total de los parásitos cuando la carga parasitaria es baja. Un donante de sangre infectado 

con T. cruzi, si es un paciente crónico, tendrá valores mucho más bajos de parásitos 

circulantes en sangre, que los usados para contaminar los componentes sanguíneos de 

forma experimental. De lo anterior se puede deducir que con bajas cargas parasitarias el 

uso de TRP-riboflavina UV es efectivo en la eliminación de T. cruzi en sangre total y que 

por tanto, este sistema podría ser utilizado en conjunto con otros mecanismos que permitan 

reducir el número de parásitos como es la leucorreducción por filtración, para asegurar una 

disminución en la carga inicial. Su uso en la rutina podría aminorar los costes al inactivar 

sólo un producto (sangre total) del que posteriormente se pueden obtener tres componentes 

(plaquetas, plasma y hematíes) ya fotoinactivados, que podrían ser inmediatamente 

transfundidos. 
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Viabilidad de T. cruzi mediante detección de DNA por la técnica de PMA- qPCR 

Uno de los principales problemas que se plantean cuando se realizan estudios de detección 

del parásito es su viabilidad. Es sabido, que la PCR por sí sola no es capaz de diferenciar 

entre DNA proveniente de organismos vivos o muertos. La asociación entre viabilidad y 

presencia de DNA no es correcta, ya que este puede persistir en el tiempo sin ser 

degradado en un amplio tipo de muestras (243, 244, 245). 

Como una forma de facilitar la detección de la viabilidad con herramientas que fuesen 

equiparables a nivel de sensibilidad y especificidad con la detección de RNA mediante RT-

qPCR, pero eludiendo las dificultades de trabajar con RNA, en esta tesis se llevó a cabo el 

diseño y la optimización de la técnica de PMA-qPCR específica para T. cruzi (Artículo 5). 

Tanto EMA-PCR como PMA-PCR están siendo aplicadas sobre microorganismos, 

incluyendo bacterias, esporas bacterianas, hongos, virus y levaduras, principalmente en el 

campo medioambiental y de los alimentos (246–249). También han sido desarrollados para 

estudios con muestras clínicas, indicando que este método constituye una potencial 

herramienta diagnóstica así como su potencial uso en el seguimiento del tratamiento de 

enfermedades y en ensayos con fármacos (250,251). Sólo unos pocos estudios han sido 

aplicados en parásitos en estos años, siendo los ooquistes de Cryptosporidium spp., los 

quistes de Giardia duodenalis y los trofozoítos y quistes de Acanthamoeba castellani los 

estudiados en muestras ambientales (252–255), así como en ooquinetos de Plasmodium en 

los vectores (256). 

Para el diseño y optimización de esta técnica se tomaron en cuenta varios de los factores 

más importantes documentados en la literatura que influirían en el rendimiento de la 

técnica para evitar tanto los resultados falsos positivos como los falsos negativos; como el 

tipo de colorante y la concentración utilizada, así como la fuente de luz con la que se 

realiza la fotoactivación. Cuando se comparan los dos colorantes utilizados en esta técnica 

se describe al PMA como un colorante más efectivo en la diferenciación entre células 

viables y no viables, mientras que EMA es ligeramente más eficiente en la eliminación de 

la señal de las células muertas, con la desventaja que puede penetrar en células vivas de 

algunos microorganismos (257,258). Por lo que en el diseño de este ensayo se decidió 

utilizar al PMA como colorante para pre-tratar a los epimastigotes. Así mismo, se describe 

que las lámparas de halógeno utilizadas en muchos de los ensayos han mostrado resultados 

dispares al no emitir una longitud de onda específica para el PMA además de producir 
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mucho calor que podría afectar a las muestras. En nuestro trabajo se utilizó una lámpara 

comercial diseñada especialmente para este tipo de ensayos, de tipo LED que emite luz 

azul en el rango visible del espectro permitiendo una óptima fotoactivación sin generación 

de calor. Algunos autores sugieren además, que la optimización de la técnica puede ser 

mejorada mediante la elección de un amplicón más largo a amplificar por la PCR. Esto 

debido a que mientras mayor sea la región amplificada mayor probabilidad de unión 

existirá con el colorante vital (259, 260). Algunos investigadores como Alonso y 

colaboradores, (2014) han comunicado una mejor reducción de la señal de quistes muertos 

de Giardia  duodenalis cuando se utilizan amplicones con un mayor número de bases 

(253). Así mismo, Li y colaboradores, (2013) han encontrado esta misma correlación 

cuando trabajan con Salmonella spp., aunque observan que mientras mayor es el producto 

amplificado menor es la eficiencia de la qPCR (249), lo que se deberá tener en cuenta en el 

momento de elegir la longitud del amplicón para que exista un balance entre la reducción 

de la señal de la qPCR y la sensibilidad de ésta. En nuestro estudio (Artículo 5) la técnica 

de qPCR utilizada, previamente validada para el diagnóstico de T. cruzi, utiliza un par de 

cebadores que amplifican una región de 166 pb. Por lo tanto, probablemente con un 

producto de amplificación más largo se hubiese obtenido una mejor reducción en la 

amplificación de la señal de los epimastigotes no viables, aunque esta teoría no fue 

ensayada por nosotros, sería interesante realizar estudios en el futuro. 

Tal como se observa en los resultados de nuestro trabajo (Artículo 5) cuando se realiza una 

qPCR para la detección de DNA de epimastigotes de T. cruzi vivos y muertos no existen 

diferencias en la señal de PCR, ambos ciclos de cuantificación (Cq) y ambas 

concentraciones son muy similares. En cambio, cuando se trató la muestra con PMA, 

previo a la qPCR para T. cruzi, se observó una reducción significativa en la señal de los 

parásitos no viables en comparación con los viables. Al optimizar la concentración de 

PMA, se obtuvo que con una concentración de 100 M se logró la mejor diferencia entre la 

señal de qPCR de los parásitos viables de los no viables en todas las concentraciones de 

parásitos ensayadas, aunque con concentraciones sobre los 1x10
4

 parásitos/mL se observó 

un remanente de la señal de qPCR, generando falsos positivos a estas concentraciones. 

Estudios realizados con bacterias indican resultados similares a los nuestros, donde el 

PMA es incapaz de eliminar por completo la señal de PCR de las células no viables (261–

263). Fittipaldi y colaboradores (2007), señalan que una buena optimización en la 

concentración del PMA evitaría falsos positivos (170). En un trabajo realizado por estos 
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autores en Acanthamoeba aumentaron de 100 M a 200 M la concentración de PMA 

consiguiendo eliminar por completo la señal de qPCR en las células no viables (252). En 

nuestro estudio el aumento de la concentración de PMA no logró una mejora en la 

reducción de la señal de los epimastigotes muertos. 

Algunos autores indican que el ratio entre células vivas y muertas afecta al desempeño de 

la técnica. Se considera que cuando existe una mezcla entre células vivas/muertas, las 

células muertas no debieran superar a las vivas en un factor de 1x10
3
 (170). Nuestros 

resultados mostraron que la técnica de PMA-qPCR optimizada fue capaz de diferenciar 

entre parásitos de T. cruzi vivos cuando se encontraban dentro de una mezcla de parásitos 

vivos/muertos, a pesar del gran número de parásitos muertos presentes en la mezcla (1x10
5
 

parásitos/mL). La técnica falló sólo cuando una baja concentración de parásitos vivos se 

mezcló con gran cantidad de parásitos muertos, en una relación 1:10.000, lo que podría ser 

explicado por una saturación del PMA por el gran número de parásitos muertos presentes 

(170).  

La técnica de PMA-qPCR optimizada en este estudio es capaz de diferenciar efectivamente 

entre epimastigotes de T. cruzi viables y no viables con una significativa reducción en la 

señal de qPCR. Este método tiene potencial aplicación en ensayos de viabilidad y 

cuantificación debido a que posee varias ventajas. Se requieren pocas horas para llevarlo a 

cabo en comparación con los cultivos que al menos requiere entre 20 a 30 días para 

obtener resultados. El manejo de la técnica y de las muestras es relativamente simple en 

comparación con las técnicas de detección de RNA. Sin embargo, la técnica también posee 

limitaciones, como el alto coste de los reactivos y equipamiento utilizado, además de ser 

una metodología que sólo es aplicable cuando existe daño en la membrana plasmática, 

debido a que el colorante es incapaz de atravesar membranas intactas. Esto lo hemos 

podido corroborar en ensayos realizados con plaquetas y sangre total artificialmente 

infectadas con el parásito (resultados no publicados) posterior al tratamiento con TRP- 

riboflavina UV. Se observó que el uso de la técnica de PMA-qPCR no es aplicable para el 

estudio de viabilidad de T. cruzi debido a que la riboflavina es capaz de ingresar en el 

parásito y dañar directamente el DNA posterior a la fotoinactivación, sin dañar la 

membrana, además de competir ambos compuestos (riboflavina y PMA) por la unión a los 

ácidos nucleicos. Esto ha sido observado también en ensayos realizados con bacterias 

donde se utiliza luz UV como método de desinfección, la que induce daño del DNA sin 

afectar la permeabilidad de la membrana, por lo que la diferenciación entre vivos y 
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muertos no es posible debido a que el PMA no es capaz de atravesar la membrana (264). 

La técnica de PMA-qPCR optimizada para la diferenciación de viabilidad mediante 

detección de DNA de T. cruzi, permitió diferenciar entre epimastigotes de T. cruzi viables 

y no viables. Estos resultados indican que podría ser una buena herramienta para ser 

utilizada en distintos campos de investigación, el campo de la seguridad alimentaria para 

prevenir infecciones orales o en el estudio de brotes orales, en diagnóstico para evaluar la 

eficacia quimioterapéutica, en la investigación de vectores y reservorios o en ensayos de 

actividad de drogas anti-trypanosomales.
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5. CONCLUSIONES

1. La seroprevalencia hallada en donantes de sangre provenientes de zonas endémicas de

Chagas residentes en las islas Baleares ha sido del 1,9%, detectándose DNA del parásito

mediante qPCR específica para T. cruzi en el 60,7% de los donantes seropositivos con

cargas parasitarias de 0,42±0,32 parásitos equivalentes/mL de sangre periférica.

2. La detección de DNA de T. cruzi en concentrado de plaquetas obtenidas mediante aféresis,

que utiliza el sistema de leucorreducción por elutriación, ha permitido determinar que la

carga parasitaria (5,33±6,2 parásitos equivalentes/mL) es 5 veces mayor a la detectada en

la sangre periférica de los donantes seropositivos.

3. Los ensayos con componentes sanguíneos parcialmente leucorreducidos mediante

fraccionamiento clásico por centrifugación, obtenidos a partir de sangre infectada

artificialmente, indican que el concentrado de hematíes junto con la placa leucoplaquetaria

son los que presentan la mayor carga parasitaria y el plasma la menor.

4. La elevada carga parasitaria encontrada en el concentrado de plaquetas provenientes de

donantes seropositivos, obtenida mediante aféresis, y en la placa leucoplaquetaria obtenida

por centrifugación en los estudios experimentales, pone de manifiesto el alto riesgo de

transmisión transfusional asociado a las plaquetas y explica los casos de transmisión

asociados a la transfusión de este componente publicados en la literatura.

5. La elevada carga parasitaria encontrada en el concentrado de hematíes obtenido por

centrifugación a partir de sangre infectada artificialmente evidencia el riesgo de

transmisión por transfusión por este componente sanguíneo, si no se leucorreduce.

6. La reducción del 99,9% de la carga parasitaria en el concentrado de hematíes

leucorreducido por filtración, indica la efectividad de los filtros en la retención de T. cruzi

y por ello la disminución del riesgo de transmisión por transfusión. Sin embargo, la

presencia de un remanente de parásitos posterior al procedimiento no permite garantizar la

eliminación total del riesgo de transmisión.

7. Las metodologías de leucorreducción de los componentes sanguíneos afectan a la

presencia de T. cruzi en éstos, por lo que no se pueden considerar como productos

equivalentes componentes sanguíneos leucorreducidos con métodos distintos.
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8. La reducción mediante leucorreducción por filtración de un 99,3% de la carga parasitaria

en la sangre total, indica la presencia de un remanente de parásitos viables, que pudo ser

eliminado al 100% al utilizar posteriormente la tecnología de reducción de patógenos

basada en riboflavina y luz UV; por lo que el uso combinado de ambos métodos se muestra

adecuado para eliminar el riesgo de transmisión transfusional de T. cruzi.

9. La técnica PMA-qPCR T. cruzi diseñada, permite diferenciar entre epimastigotes viables y

no viables de modo cuantitativo, con una reducción superior a 98% en la señal de la qPCR

de los parásitos muertos, cuando se utiliza PMA a una concentración de 100 M, excepto

cuando la relación de vivos es mucho menor a la de muertos dentro de una mezcla.

10. El método de detección PMA-qPCR T. cruzi aparece como una herramienta capaz de

diferenciar viabilidad de forma simple y precisa por medio de la detección de DNA, que

puede ser aplicada en el ámbito del diagnóstico y de la investigación.
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