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RESUMEN 

  

La malaria o paludismo es una enfermedad parasitaria causada por el protozoo 

Plasmodium y transmitida por el mosquito hembra del género Anopheles. La 

Organización Mundial de la Salud reportó 212 millones de casos en todo el 

mundo en el año 2015. En Ecuador, en el año 2016 se reportaron 917 casos en 

la Costa y la Amazonía.  

 

En América del Sur se han realizado estudios empleando microsatélites 

neutrales para determinar la estructura y diversidad genética de las poblaciones 

de Plasmodium falciparum, concluyendo que los parásitos presentan poca 

diversidad genética debido a la baja transmisión de la enfermedad en la región.  

 

En Ecuador, se conoce poco acerca de la dinámica de las poblaciones de P. 

falciparum a lo largo de los años. Con el fin de explicar la estructura y diversidad 

genética del parásito de la malaria, la presente investigación buscó caracterizar 

las poblaciones de P. falciparum que circularon en la ciudad de Esmeraldas entre 

los años 2002 y 2006. Siete microsatélites neutrales se analizaron en un total de 

79 muestras. Las muestras fueron procesadas empleando 4 programas 

bioinformáticos: Arlequin, Network, Structure y LIAN.  

 

Los resultados de esta investigación determinaron baja diversidad genética y 

poca diferenciación genética entre poblaciones de parásitos de P. falciparum. 

Sin embargo, presentaron alta diferenciación con parásitos del año 2013 de la 

misma área. El análisis comparativo, entre países, mostró relación genética de 

los parásitos ecuatorianos con los encontrados en la localidad de Nariño y Valle 

(Colombia), además se evidenció la relación genética con los linajes clonajes D 

y E reportados en Perú.   

 

Esta investigación proporcionó información útil acerca de la biología de los 

grupos genéticos de P. falciparum que podrá contribuir con las estrategias de 

control y eliminación de la malaria en el Ecuador.        



 

ABSTRACT 

  

Malaria is a parasitic disease caused by the protozoan Plasmodium and 

transmitted by the female Anopheles mosquito. The World Heatlh Organization 

reported 212 million cases in 2015 worldwide. In Ecuador, 917 cases were 

reported in 2016, in the Coast and Amazon regions. 

 

In South America, studies using neutral microsatellites have been carried out in 

order to determine the structure and genetic diversity of the populations of 

Plasmodium falciparum, concluding that the parasites have little genetic diversity 

due to the low transmission rates of the disease in the region. 

 

In Ecuador, very little is known about the dynamics of P. falciparum populations 

over the years. In order to explain the structure and genetic diversity of the 

malaria parasite, this research sought to characterize P. falciparum populations 

that circulated in the city of Esmeraldas between 2002 and 2006. Seven neutral 

microsatellites were analyzed in a total of 79 samples. These samples were 

processed using 4 bioinfomatics programs:  Arlequin, Network, Structure, and 

LIAN. 

 

The results of this research determined a low genetic diversity and little genetic 

differentiation between parasite populations of P. falciparum. However, they 

presented high differentiation with parasites in the year 2013 from the same area. 

The comparative analysis between countries showed genetic relationship of the 

Ecuadorian parasites with the ones found in the localities of Nariño and Valle 

(Colombia), in addition to similarity to D and E clonal lineages reported in Peru. 

 

This research provided useful information about the biology of the genetic groups 

of P. falciparum that could contribute to control and elimination strategies of 

malaria in Ecuador in the future. 

      

 



 

ÍNDICE  

 

1. Capítulo I. Introducción................................................................ 1 

1.1 Antecedentes ................................................................................ 1

 1.2 Planteamientos del problema .................................................... 4

 1.3 Objetivos ........................................................................................ 5

 1.4 Justificación ................................................................................... 5 

2. Capítulo II. Revisión bibliográfica ........................................... 6 

2.1 Características generales de la malaria ................................. 6 

2.2 Malaria en el Ecuador .............................................................. 7 

2.3 Agente causal ........................................................................ 10 

2.3.1 Género Plasmodium ........................................................... 10 

2.3.1.1 Plasmodium falciparum ................................................... 10 

2.3.1.2 Ciclo de vida .................................................................... 10 

2.3.1.3 Estructura y composición del genoma de Plasmodium    

            falciparum Malaria en el Ecuador .................................... 12 

2.4 Vector Anopheles .................................................................. 13 

2.5 Manifestaciones clínicas ........................................................ 14 

2.5.1 Malaria leve ........................................................................ 14 

2.5.2 Malaria moderada ............................................................... 15 

2.5.3 Malaria grave ...................................................................... 15 

2.5.4 Infecciones asintomáticas ................................................... 15 

2.6 Diagnóstico ............................................................................ 15 

2.6.1 Diagnóstico por microscopía .............................................. 16 

2.6.2 Diagnóstico molecular ........................................................ 16 

2.6.3 Pruebas rápidas o RDTs .................................................... 17 



 

2.7 Drogas antimaláricas y resistencia ........................................ 18 

2.8 Vacunas ................................................................................. 18 

2.9 Genotipos de Plasmodium falciparum ................................... 19 

2.9.1 Genética de poblaciones .................................................... 19 

2.9.2 Diversidad genética ............................................................ 20 

2.9.2.1 Análisis intrapoblacional .................................................. 21 

- Riqueza alélica .......................................................................... 21 

- Polimorfismo .............................................................................. 21 

- Heterocigosidad esperada......................................................... 22 

  2.9.2.2 Análisis interpoblacional.................................................. 22 

- Distancia genética (Fst) .............................................................. 22 

- Estadísticos F de Wright............................................................ 23 

- Desequilibrio de ligamiento ....................................................... 24 

2.10 Herramientas moleculares para el estudio de  

        poblaciones ............................................................................... 25 
2.10.1 Marcadores microsatélites ................................................ 25 

3. Capítulo III. Procedimientos .................................................... 26 

 3.1 Población ..................................................................................... 26 

  3.1.1 Recolección de las muestras ............................................. 27 

 3.2 Extracción de ADN .................................................................... 27 

  3.2.1 Extracción de ADN a partir de papel filtro .......................... 27 

  3.2.1 Extracción de ADN a partir de sangre competa ................. 28 

3.3 Tipificación de microsatélites neutrales ................................ 29 
3.3.1 Amplificación de los microsatélites TA1, Poly-α, PfPK2, 

         TA109  y 2490 .................................................................... 29 

3.3.2 Amplificación de los microsatélites C2M34 y C3M69 ......... 32 

 

 



 

3.4 Determinación de los tamaños de los microsatélites 

      neutrales ....................................................................................... 33 
3.4.1 Determinación del tamaño de los fragmentos amplificados . 33 

3.4.1.1 Software Peak Scanner ..................................................... 33 

3.5 Análisis de los grupos genéticos  ........................................... 34 
3.5.1 Software Arlequin ................................................................. 34 

3.5.2 Software Network ................................................................. 34 

3.5.3 Software Structure ................................................................ 34 

3.5.4 Software LIAN ...................................................................... 34 

3.6 Comparación temporal entre grupos genéticos de  

      P. falciparum ecuatorianos y de países vecinos ................. 35 

4. Capítulo IV. Diseño experimental ......................................... 36 

5. Capítulo V. Resultados y discusión ..................................... 37 

5.1 Población y muestra .................................................................. 37 

5.2 Confirmación de la especie Plasmodium falciparum ......... 37 

5.3 Caracterización genética empleando marcadores 

microsatélites neutrales ................................................................... 38 

5.4 Genotipificación de las poblaciones de P. falciparum  

         en Esmeraldas entre el periodo 2002 a 2006 .................. 42 
5.4.1 Diversidad genética .............................................................. 42 

5.4.1.1 Polimorfismo y heterocigosidad ......................................... 43 

5.4.1.2 Desequilibrio de ligamiento ................................................ 45 

5.4.1.3 Índice de fijación  ............................................................... 46 

5.4.1.4 Análisis de varianza molecular (AMOVA) .......................... 47 

5.4.2 Relación genética de P. falciparum en la ciudad de 

       Esmeraldas  ......................................................................... 48 

 

 

 



 

5.5 Comparación  de  las  poblaciones de  P.  falciparum  

del   periodo   2002 – 2006  y  las   poblaciones   de  

Plasmodium falciparum del año 2013 en la ciudad de 

         Esmeraldas .............................................................................. 51 
5.5.1 Frecuencia de grupos genéticos de Plasmodium falciparum 

           en los años 2002 – 2006 y 2013. ............................................... 58 

5.6 Análisis genético de Plasmodium falciparum  

      ecuatorianos y de países vecinos .......................................... 60 

5.6.1 Análisis comparativo de los grupos genéticos de  

P. falciparum ecuatorianos y peruanos  .......................................... 61 

5.6.2 Análisis comparativo de los grupos genéticos de  

P. falciparum ecuatorianos y colombianos ...................................... 67 

5.6.3 Análisis comparativo de los grupos genéticos de  

P. falciparum ecuatorianos, peruanos y colombianos ..................... 72 

6. Conclusiones y recomendaciones ......................................................... 77 

6.1 Conclusiones ............................................................................... 77 

6.2 Recomendaciones ..................................................................... 77 

REFERENCIAS .................................................................................. 79 

ANEXOS ................................................................................................ 96 
 

 
 
 

 

 

 

 

 

  



1 
 

1. CAPÍTULO I. INTRODUCCIÓN 

 

1.1  Antecedentes 

  

La malaria o paludismo es una enfermedad causada por parásitos del género 

Plasmodium y se encuentra presente en los trópicos y subtrópicos de todo el 

mundo. Entre las especies causantes de malaria más importantes se destacan 

Plasmodium falciparum y Plasmodium vivax (Nyachieo et al., 2005). Se conoce 

que los mosquitos hembra del género Anopheles transmiten la enfermedad 

mediante una picadura.  

 

La Organización Mundial de la Salud en el año 2000 reportó 262 millones de 

casos de malaria en el mundo. Para el año 2015 se reportaron 212 millones de 

casos, de los cuales 438 000 causaron la muerte a nivel mundial (WHO, 2015). 

  

A pesar de que el conocimiento de la estructura genética poblacional podría ser 

aplicada a la epidemiología y al control de este parásito (Anderson et al.,1999), 

en América del Sur las investigaciones acerca de la variabilidad genética de las 

poblaciones de P. falciparum ha sido un tema poco estudiado. Si se conoce la 

estructura básica de la población del parásito, se podría predecir cómo se ha ido 

dando el intercambio de genes entre genomas dentro y entre poblaciones de 

parásitos (Awadalla et al., 2001). 
  

Para determinar el tamaño y estructura de la población del parásito de la malaria 

se han empleado varias técnicas moleculares como polimorfismos de ADN 

amplificados al azar (RAPDs), polimorfismos de longitud de fragmentos de 

restricción (RFLPs), polimorfismos de longitud de fragmentos amplificados 

(AFLPs), polimorfismos de un solo nucleótido (SNP), microsatélites, entre otros 

(Avise, 2012).   

 

Los microsatélites neutrales son un tipo de marcadores considerados como 

herramientas principales para las investigaciones de genotipos de P. falciparum, 
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debido a que presentan herencia codominante, naturaleza multialélica, ubicación 

específica en el cromosoma y amplia distribución en el genoma (Parida et al., 

2010; Eguiluz, 2014). Estos marcadores neutrales no están sujetos a selección, 

es decir, no se producen cambios en los caracteres metabólicos o fenotípicos 

(Avise, 2012). Esta técnica se ha empleado para estudios de grupos genéticos 

ya que se basa en analizar diferencias del ADN entre individuos (Anderson et al., 

1999). 

 

Se conoce que a nivel mundial P. falciparum presenta una significativa 

variabilidad genética estrechamente relacionada con la intensidad de la 

transmisión. Estudios acerca de la variabilidad genética de la población de P. 

falciparum en África, Asia y América Latina, empleando marcadores 

microsatélites distribuidos a lo largo del genoma del parásito de la malaria, 

determinaron mayor diversidad genética de P. falciparum en África, seguido de 

Asia con mediana diversidad y Latinoamérica presentó menor diversidad 

genética (Anderson et al., 2000). 

  

Son pocos los estudios que han centrado sus investigaciones en cómo los 

patrones genéticos de P. falciparum han cambiado a lo largo del tiempo en 

Latinoamérica (Nkhoma et al., 2013; Gatei et al., 2014; Chenet et al., 2015).  Sin 

embargo, con el fin de determinar cómo se ve afectada la dinámica del parásito 

de la malaria a nivel geográfico y temporal en Latinoamérica, ha sido 

fundamental llegar a un consenso en el uso de microsatélites específicos para el 

estudio de grupos genéticos que permitan comparar de manera efectiva la 

variabilidad y entre poblaciones (Havryliuk y Ferreira, 2009). 

  

Estudios recientes basados en el genotipado con microsatélites han permitido 

identificar características genéticas de las poblaciones de P. falciparum en 

Latinoamérica. Griffing et al., 2011 realizaron investigaciones en diferentes 

localidades de Perú en los años 1999 y 2000, mediante el uso de microsatélites 

neutrales, donde identificaron cinco linajes clonales de P. falciparum 

denominados A, B, C, D y E. Los linajes clonales, también llamados clonas, son 
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grupos genéticamente idénticos para un tipo de marcadores moleculares, pero 

potencialmente diferentes para otros. Otro estudio del 2013 realizado en el sur 

de Perú, reveló que los parásitos aislados pertenecían a un subgrupo del linaje 

clonal B, denominado BV1 (Akinyi et al., 2016). Este subgrupo fue reportado 

anteriormente en los departamentos de Tumbes (brote de malaria 2012) y Loreto 

(brote de malaria 2009-2010) (Baldeviano et al., 2015). Es importante mencionar 

que BV1, derivado del linaje clonal B, se ha encontrado en Perú desde 1999 

(Griffing et al., 2011), lo cual indica que la dinámica de las poblaciones de P. 

falciparum en Perú tienen alta “clonalidad”, posiblemente debido a la baja 

transmisión característica de la región (Griffing et al., 2013), o a su vez, a que la 

migración humana contribuyó a la distribución global de este subgrupo en 

diferentes partes del Perú (Dorado et al., 2016).    

  

Ensayos realizados en Colombia acerca de la diversidad genética de las 

poblaciones de P. falciparum determinaron que los parásitos presuntamente 

atravesaron un cuello de botella (reducción abrupta en el número de individuos 

de una población en un tiempo específico), en un pasado reciente, y, además, 

determinaron la presencia de cuatro grupos genéticos, similares a los reportados 

en Perú (Murillo et al., 2015). Esta investigación se sustentó con el estudio 

realizado por Echeverry et al., 2013, con muestras tomadas a lo largo de la costa 

pacífica utilizando marcadores SNPs, en donde, las muestras analizadas 

determinaron la existencia de cuatro grupos de haplotipos. En el estudio 

realizado por Dorado et al., 2016 se definieron dos nuevos linajes clonales. El 

primero es una variación del grupo genético E, llamado EV1, previamente descrito 

en los aislados de Perú. En segundo lugar, encontraron un nuevo grupo genético 

denominado F, altamente distribuido en la costa pacífica de Colombia entre los 

años 2005 y 2012.  

  

En Ecuador, estudios de genética de poblaciones fueron realizados por Sáenz 

et al., 2015 en un brote de P. falciparum entre el 2012 y 2013 ocurrido en la 

ciudad de Esmeraldas. Las muestras fueron analizadas mediante el uso de 

microsatélites neutrales y comparadas con los cinco genotipos descritos en Perú 
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por Griffing et al., 2011. Todos los parásitos estudiados de este brote, a 

excepción de uno, pertenecían al genotipo E, que estaba presente en la costa 

del Pacífico del Perú a fines del siglo XX. Vera, 2015 realizó estudios acerca de 

la caracterización poblacional de P. falciparum en Ecuador y posteriormente 

comparó los parásitos ecuatorianos con los parásitos de países vecinos 

(Colombia y Perú). En este estudio se determinó que los parásitos presentes en 

el cantón Esmeraldas presentaban el mismo genotipo que los parásitos del 

genotipo E de Perú. La estructura poblacional de P. falciparum en América del 

Sur posiblemente se basa en una mezcla continua de los diferentes linajes 

clonales descritos anteriormente, debido a la extensa migración dentro y entre la 

región o a su vez son producto de poblaciones vestigiales del parásito 

(Udhayakumar et al., 2013).   

  

 1.2  Planteamiento del problema 

  

La malaria sigue presente en el Ecuador, sobre todo en zonas vulnerables, 

donde la enfermedad es endémica al igual que en la costa del Pacífico y en la 

cuenca Amazónica. No se tiene conocimiento histórico del origen y 

epidemiología de la enfermedad, ya que se sabe poco acerca de los grupos 

genéticos de P. falciparum presentes en el territorio ecuatoriano. Además, hay 

pocos estudios que demuestren si los grupos genéticos de los parásitos de la 

malaria que circulaban antes son similares a aquellos de la actualidad.  

 

A pesar de que la transmisión de P. falciparum ha disminuido notablemente en 

los últimos 15 años, la presencia de ciertos grupos genéticos con capacidad de 

sobrevivir y transmitirse a otras generaciones podrían permitir al parásito  

evolucionar adaptativamente, lo que influenciaría en la persistencia de malaria 

en algunas regiones del país como en la ciudad de Esmeraldas, posiblemente 

debido a la presencia de poblaciones residuales de P. falciparum o a la entrada 

de nuevos parásitos por migración.  
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El poco conocimiento acerca de los grupos genéticos del parásito de la malaria 

y su dinámica en el territorio ecuatoriano ha limitado los esfuerzos de los 

sistemas de control y eliminación de la enfermedad ya que no se tiene claro como 

los grupos genéticos de P. falciparum han ido modificándose a lo largo del 

tiempo.  

  

1.3  Objetivos 

 

1.3.1 Objetivo general 

  

Caracterizar los genotipos de Plasmodium falciparum de la ciudad de 

Esmeraldas en muestras colectadas en el periodo entre 2002 y 2006. 

  

1.3.2 Objetivos específicos 

  

- Determinar la diversidad genética y la estructura poblacional de P. 

falciparum mediante el uso de microsatélites neutrales de muestras 

históricas en el periodo 2002 – 2006.  

 

- Comparar los genotipos de P. falciparum en la ciudad Esmeraldas en el 

periodo 2002-2006 con las poblaciones de parásitos de malaria circulando 

en el año 2013.  

 
- Comparar los genotipos de P. falciparum colectados en Ecuador con los 

grupos genéticos reportados en Perú y Colombia. 

  

1.4 Justificación de la investigación 

  

El estudio de la variación genética del parásito de la malaria presente en 

muestras históricas ecuatorianas entre el periodo 2002 a 2006 ayudará a 

esclarecer si las infecciones actuales son producidas por nuevos grupos 

genéticos de parásitos o si fueron introducidas. Además, el uso de un número 

definido de microsatélites neutrales utilizados en investigaciones anteriores en 
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América Latina, permitirán conocer y comparar el mecanismo de interacción 

genética espacio-temporal de P. falciparum. El entendimiento de la diversidad y 

estructura de los grupos genéticos de P. falciparum aportará información útil 

acerca de la biología del parásito y la historia evolutiva, lo que permitirá mejorar 

las estrategias de eliminación del parásito de la malaria.  

 
 

2. CAPÍTULO II. REVISIÓN BIBLIOGRÁFICA 

 

2.1 Características generales de la malaria  

 

La malaria es considerada como una de las enfermedades más antiguas que 

están presentes hasta la actualidad (García et al., 2006). Sus orígenes se 

atribuyeron a emanaciones fétidas provenientes de pantanos, a partir de esto las 

teorías iniciales decían que era provocada por el mal aire, de ahí su nombre “mal 

– aria” o “mal aire” (Cox, 2010). 

  

La malaria, también llamada paludismo, es una enfermedad causada por los 

parásitos del género Plasmodium y transmitida por los mosquitos hembra del 

género Anopheles. Existen 5 especies principales del parásito de la malaria que 

son transmitidas al ser humano (P. falciparum, P. vivax, P. ovale, P. malarie, P. 

knowlesi) (Hartl et al, 2002).  La malaria a nivel mundial presenta una alta tasa 

de mortalidad y morbilidad (Vargas, 2003). Esta enfermedad es endémica de 

regiones tropicales y subtropicales en aproximadamente 91 países (OMS, 2016). 

  

La malaria es considerada como una enfermedad de la pobreza ya que afecta 

principalmente a países en vías de desarrollo como a África subsahariana, sur 

de Asia y América del Sur (Barat et al., 2004).  Entre las víctimas más vulnerables 

están niños menores de 5 años, mujeres en periodo de gestación, viajeros no 

inmunizados, refugiados y migrantes (Hartl et al, 2002).  

  

Se estima que entre los años 2000 y 2015, 106 países fueron reportados como 

transmisores activos de malaria, de los cuales aproximadamente la mitad han 
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logrado disminuir los casos de infecciones en un 75%. La disminución de la tasa 

de incidencia de malaria en Europa ha sido del 100%, en la región de Asia 

Suroriental un 54%, mientras que en África los avances han sido lentos, tomando 

en cuenta que es la región con mayor carga de paludismo en el mundo (OMS, 

2016).  

 

La inversión mundial destinada para el financiamiento de los programas de 

control de la malaria es de 2,9 mil millones de dólares, de los cuales dos tercios 

son invertidos en África y un tercio para el resto de regiones palúdicas del mundo. 

El financiamiento de los programas de control de la malaria es sustentado por 

los países endémicos de malaria (32%) y el Fondo Mundial de Lucha contra el 

SIDA, tuberculosis y malaria. Además, Estados Unidos es uno de los mayores 

financiadores (35%), seguido del Reino Unido (16%) (WHO, 2016). 

 

2.2  Malaria en Ecuador 

 

La malaria es una enfermedad parasitaria introducida al continente americano 

por los conquistadores europeos (Cox, 2010).  En el siglo XVII en Manabí y 

Guayas se encontraron los principales focos de transmisión que fueron el río 

Chone de Manabí, la cuenca baja del río Guayas y los valles interandinos de los 

ríos Mira en Imbabura y, en Azuay el río Yunguilla. Durante el siglo XIX, la 

transmisión de malaria tomó mayor fuerza en la región costera y valles 

interandinos. Para esta época ya se tenía claro el carácter social de la 

enfermedad y la relación con las condiciones de trabajo vivienda y alimentación 

(Terán, 2007). 

  

En 1948 fue fundado el Servicio Nacional Antimalárico (SNA). Sin embargo, no 

fue hasta 1956 que se fundó el Servicio Nacional de Erradicación de la Malaria 

(SNEM) y se difundió el Decreto Legislativo 1080 que se titulaba “Ley de 

Erradicación de la Malaria”, con el cual se obtuvo resultados prometedores al 

punto que en 1963 hubo una reducción de los casos. Sin embargo, con los 

diferentes sucesos naturales posteriores a esta fecha, como terremotos y 
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fenómenos del niño/a, los logros alcanzados hasta entonces decayeron (Cox, 

2010). En la actualidad el organismo oficial que se encarga de emitir el número 

de casos de infecciones y localidades afectadas por malaria es el Ministerio de 

Salud Pública (MSP).  

 

Aproximadamente el 63% de la población ecuatoriana reside en zonas urbanas, 

mientras que un 37% pertenece a zonas rurales. Según el Ministerio de Salud 

Pública, alrededor de 7 millones de personas se encuentran en riesgo de 

contraer malaria, especialmente la población rural ubicada en la Costa y 

Amazonía del país (Andrango, 2016). En 2001 se reportaron 105 000 casos y a 

partir de este año hubo un descenso importante en el número de infecciones de 

malaria (Figura 1) (MSP, 2011). En cuanto a la disminución de la incidencia de 

la enfermedad en Ecuador, en los últimos años se ha presentado una tendencia 

marcada de reducción del paludismo, haciéndose el país acreedor del primer 

premio del concurso “Campeones contra el Paludismo en las Américas” en el 

2009 (OPS, 2009).  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

Figura 1. Incidencia de malaria en el Ecuador en el periodo 1996 – 2010.  

(Tomado de Ministerio de Salud Pública, 2011) 
 
En el año 2012 los casos de malaria en el Ecuador siguieron indicando una 

continua tendencia de reducción, al reportarse 558 casos, de los cuales 80 

fueron causados por P. falciparum y 418 por P. vivax (MSP, 2013). En este 

mismo año Ecuador volvió a formar parte de los “Campeones de Malaria de las 
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Américas” y pasó de la fase de control a la fase de pre-eliminación de paludismo 

(WHO, 2013).  

 

En el 2013 se registraron 378 casos, mientras que en el 2014 se reportaron 243. 

Estas cifras fueron resultado de la aplicación de las normas de control y vigilancia 

que realizaron el Servicio Nacional de Control de Enfermedades transmitidas por 

Vectores (SNEM) y el Ministerio de Salud Pública (MSP, 2015). Para el año 2015 

y 2016, el número de infecciones ascendieron. Los datos reportados por el 

Ministerio de Salud Pública del Ecuador indicaron que en el año 2015 los casos 

de malaria en Ecuador fueron 558, mientras que en el año 2016 ascendieron a 

947 (MSP, 2016). Sin embargo, para el primer semestre del año 2017 se 

registraron 430 casos de los cuales 165 fueron causados por P. falciparum y 263 

por P. vivax, siendo Morona Santiago, Pastaza y Esmeraldas las provincias con 

mayor número de casos reportados con 176, 89, 72 infecciones respectivamente 

(Figura 2) (MSP, 2017). El informe más reciente publicado por el Ministerio de 

Salud Pública reporta un ascenso en el número de casos de malaria a 1252 hasta 

el mes de diciembre, siendo 359 infecciones por P. falciparum y 893 infecciones 

por P. vivax.   

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 2. Casos reportados de malaria por provincia en el segundo semestre del 

año 2017.  

(Tomado de Ministerio de Salud Pública, 2017) 
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2.3 Agente causal  

  

2.3.1 Género Plasmodium 

  

Plasmodium es un género protista perteneciente al filo Apicomplexa, clase 

Aconoidasida, orden Haemosporida y familia Plasmodidae (Yalcindaga, 2012). 

Este parásito presenta dos tipos de hospederos, un vertebrado (humano) donde 

se da la reproducción asexual y un invertebrado (vector) donde se produce la 

reproducción sexual, para el desarrollo de su ciclo de vida.  Plasmodium infecta 

a los glóbulos rojos de mamíferos, aves, y reptiles (CDC, 2015).  Las especies 

que infectan al ser humano y provocan malaria son P. falciparum, P. vivax, P. 

ovale, P. knowlesi, P. malariae (WHO, 2016).  

 

 2.3.1.1 Plasmodium falciparum 

  

P. falciparum es la especie más virulenta del género Plasmodium que afecta a 

los seres humanos. Presenta mayor prevalencia en el continente africano y un 

alto índice de mortalidad (WHO, 2015). Algunos casos de malaria registrada por 

P. falciparum pueden desencadenar una serie de complicaciones que resultan 

fatales, como es el caso de la malaria cerebral o la infección de la placenta 

(Gilson y Crabb, 2008). 

  

2.3.1.2 Ciclo de vida 

  

Plasmodium, para completar su ciclo de vida, requiere dos hospederos, uno 

vertebrado y otro invertebrado (Figura 3). En el hombre se lleva a cabo el ciclo 

asexual, mientras que en el mosquito se produce el ciclo sexual (Spencer, et al., 

s.f.). 

 

En el hospedero vertebrado ocurre el ciclo asexual o también llamado 

esquizogónico, en donde el mosquito hembra de Anopheles, mediante una 

picadura, inocula al ser humano con esporozoitos. Estos esporozoitos viajan 
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hacia el hígado por el torrente sanguíneo, donde maduran hasta el estadio de 

esquizonte. Los esquizontes atraviesan múltiples replicaciones para producir 

merozoitos. Los merozoitos resultantes son liberados al torrente sanguíneo e 

inmediatamente estos invaden los eritrocitos donde se da inicio al ciclo 

intraeritrocítico (Wide et al., 2011).  

 

Los merozoitos tienen la capacidad de diferenciarse en anillos y posteriormente 

en trofozoitos tempranos y trofozoitos maduros dentro de los eritrocitos. En este 

estadio la actividad metabólica y la síntesis proteica incrementa, así como 

también se da lugar al inicio de la replicación del genoma del parásito (Cuesta et 

al., 2012). En los trofozoitos ocurren varias divisiones nucleares que originan la 

formación de esquizontes, donde se produce la síntesis de los diferentes 

organelos que van a formar parte de cada célula hija (Cuesta, et al., 2012). 

 

Por otro lado, el ciclo sexual, también llamado esporogónico, se lleva a cabo en 

el mosquito hembra. Este se inicia cuando un grupo reducido de parásitos 

circulantes se diferencian a células sexuales o gametocitos en los eritrocitos, que 

pasan al mosquito cuando se alimenta de sangre infectada con Plasmodium 

(Molina, 2015).  

 

En el estómago del mosquito los gametocitos masculinos y femeninos se 

convierten en gametos para posteriormente fusionarse y dar lugar a un cigoto 

fecundado. Este a su vez, invade el epitelio del estómago donde se transforma 

a ooquineto. El nuevo ooquineto formado se convierte en ooquiste, dentro del 

cual se da la formación de nuevos esporozoitos que posteriormente invaden las 

glándulas salivales del mosquito hasta madurar y causar infección a un nuevo 

ser humano mediante una picadura (Molina, 2015) (Figura 3). 
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Figura 3. Ciclo de vida del parásito de la malaria, Plasmodium falciparum. El ciclo 

de vida del parásito de la malaria involucra dos huéspedes e incluye un ciclo 

exoeritrocítico un ciclo eritrocítico y un ciclo esporogónico.  

(Tomado de Centers for Disease Control and Prevention, 2015) 

 

2.3.1.3 Estructura y composición del genoma de Plasmodium falciparum 

  

P. falciparum contiene 22,8 megabases (Mb) distribuidas en 14 cromosomas en 

su genoma nuclear cuyo tamaño oscila entre 0,643 y 3,29 Mb. La composición 

de A+T es del 80% en todo el genoma. P. falciparum contiene 5 300 genes 

capaces de codificar para proteínas. La densidad génica es de 1 gen por cada 

4338 pares de bases (pb) y aproximadamente 54% de los genes contienen 

intrones. La longitud media de los genes del parásito de la malaria es de 2,3 

kilobases (kb) (Gardner et al., 2002). 
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Aproximadamente el 37 % de las proteínas de P. falciparum intervienen en 

procesos tales como transcripción, modelamiento de la cromatina, reparación de 

ADN y procesamiento del ARN. Un 15% de proteínas controlan el ciclo celular, 

plegamiento y degradación de proteínas, el 12% de las proteínas pertenecen a 

las subunidades ribosomales y factores de traducción, un 4,4% de proteínas se 

encuentran en vacuolas, aparato de Golgi y mitocondrias, mientras que se 

desconoce la función específica del 32% restante (Oehring et al., 2012). 

  

El genoma mitocondrial de P. falciparum contiene 6 kb, donde los ARNts son 

importados desde el citoplasma hacia la mitocondria. La síntesis proteica 

mitocondrial se lleva a cabo mediante la introducción de los ARNts necesarios. 

Los genes responsables de la variación antigénica de P. falciparum se localizan 

en las regiones subteloméricas de los cromosomas. Proteínas codificadas en el 

núcleo de P. falciparum cumplen funciones del apicoplasto, que se encarga de 

metabolizar ácidos grasos e isoprenoides (Gardner et al., 2002).   

  

2.4 Vector Anopheles 

 

El vector de la malaria es el Anopheles, su género pertenece al reino Animalia, 

filo Arthropoda, clase Insecta, orden Diptera y familia Culicidae (Harbach, 2007). 

Existen 400 especies dentro del género de las cuales únicamente 30 son 

capaces de portar el parásito de la malaria y transmitir al hombre. Entre las 

especies principales para la transmisión se encuentran An. albimanus, An. 

nunestovari, An. punctimacula, An. arabiensis, An. melas, An. meus, An. nili, An. 

gambie y An. darlingi (Sinka, et al., 2010).   

 

Para que una especie del género Anopheles sea considerada como vector 

principal debe cumplir con ciertas características como: alta distribución 

geográfica, gran capacidad de colonización y adaptación a los parásitos del 

género Plasmodium que infectan al hombre, preferencia alimentaria por la 

sangre y longevidad (Bona, et al., 2010).  En América Latina se han identificado 

90 especies, de las cuales únicamente An. nuneztovari, An. pseudopunctipennis, 
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An. albimanus y An. aquasalis y An. darlingi son considerados como vectores 

principales en esta región (Arévalo, et al., 2012). Un estudio determinó que las 

especies An. albimanus, An. punctimacula, An. pseudopunctipennis y An. eiseni 

se encuentran en el territorio ecuatoriano (Hiwat, et al., 2010).  

  

2.5 Manifestaciones clínicas  

  

Una persona infectada con el parásito de la malaria presenta una sintomatología 

similar a una enfermedad febril aguda.  Los primeros síntomas aparecen entre 

los diez a quince días a partir de la picadura del mosquito infectado. Las 

manifestaciones clínicas iniciales en una persona infectada son fiebre, dolor de 

cabeza, vómito, escalofríos y dolor muscular. Estos síntomas generalmente son 

leves, pero si el individuo no es tratado dentro de las primeras veinte y cuatro 

horas, la malaria causada especialmente por P. falciparum puede desencadenar 

en complicaciones como insuficiencia hepática, infección cerebral, anemia 

hemolítica o hasta la muerte (Grobusch et al. 2005). Las mujeres en gestación y 

los niños son los más vulnerables, ya que presentan un sistema inmunológico 

deprimido, por lo cual la infección puede provocar anemia grave, problemas en 

la respiración, acidosis e incluso puede causar malaria cerebral (Alves et al., 

2005). 

 

Las formas clínicas más comunes de la malaria se pueden dividir en: 

 

2.5.1 Malaria leve 

 

Es frecuente en personas parcialmente inmunes, que han sufrido alguna vez en 

su vida infecciones de malaria o que presentan una buena respuesta por parte 

del sistema inmunológico. En este tipo de pacientes los síntomas son leves, si 

los hay. La concentración del parásito es considerada como baja si presenta un 

0.1% de glóbulos rojos infectados (Grobusch, et al. 2005). 
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2.5.2 Malaria moderada 

 

Generalmente ocurre en personas no inmunes y presentan un cuadro febril con 

periodos de sudor frío y calor. Los síntomas son muy intensos, acompañados de 

fuertes cefaleas, anemias moderadas y un porcentaje de eritrocitos infectados 

entre 0.1% a 0.5% (Grobusch, et al. 2005). 

  

2.5.3 Malaria grave 

 

La mayoría de casos son producidos por P. falciparum.  Generalmente este tipo 

de malaria afecta a mujeres embarazadas, niños y a individuos no inmunes. Los 

síntomas más frecuentes son fiebre persistente, anemia intensa, vómito y delirio 

(Grobusch, et al. 2005). En esta categoría se encuentra la malaria severa que 

implica manifestaciones clínicas con complicaciones que son potencialmente 

fatales. Las afecciones más frecuentes son: malaria cerebral, insuficiencia renal, 

edema pulmonar, daño hepático, hipoglicemia, deshidratación y anemia severa. 

 

 2.5.4 Infecciones asintomáticas 

 

En las zonas donde la malaria es endémica los individuos desarrollan una 

inmunidad parcial, lo cual provoca el surgimiento de infecciones asintomáticas, 

en donde los individuos que portan el parásito de la malaria pueden llevar una 

vida normal (Alves, et al., 2005). Las personas asintomáticas pueden convertirse 

en portadores de gametocitos, esto contribuye a la persistencia de la malaria 

(Cucunubá et al., 2013; Sáenz et al., 2015).         

  

2.6 Diagnóstico  

 

El diagnóstico preciso de la malaria es fundamental debido a su importancia en 

la salud pública (Reyburn et al., 2007).  El diagnóstico de la malaria consiste en 

la identificación del parásito o de antígenos presentes en la sangre del paciente 

infectado. Existe una gran cantidad de factores que pueden influir en la 
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identificación e interpretación del parásito en una prueba de diagnóstico, como 

problemas de malaria recurrente, resistencia a medicamentos, secuestro del 

parásito en tejidos, quimioprofilaxis, entre otros (Tangpukdee et al., 2009).  Los 

principales métodos utilizados para el diagnóstico de malaria son la microscopía, 

métodos moleculares y pruebas rápidas. 

  

2.6.1 Diagnóstico por microscopía 

 

El examen por microscopía de luz es considerado como la base para la detección 

de infecciones por malaria, tanto para el diagnóstico clínico como para estudios 

de epidemiología (Okell et al., 2009). Esta técnica abarca dos tipos de 

preparaciones: la gota gruesa, que permite detectar y analizar parasitemias 

bajas y el frotis de sangre, que permite determinar la densidad de parásitos en 

fase asexual presentes en una muestra (Tangpukdee et al., 2009) y observar las 

características morfológicas de los parásitos presentes dentro de los glóbulos 

rojos (Canier et al., 2013). El límite de detección de esta técnica es de 

aproximadamente 100 parásitos/uL (Okell et al., 2009). 

 

2.6.2 Diagnóstico molecular 

 

Este tipo de ensayos detectan moléculas de ácidos nucleicos que facilitan la 

identificación de microorganismos en función de sus diferencias genotípicas 

(Negroni, 2009). El método molecular más utilizado para la detección e 

identificación de especies del parásito de la malaria es la reacción en cadena de 

la polimerasa (PCR) (Bousema et al., 2014). La PCR es una técnica altamente 

sensible, capaz de detectar infecciones de baja densidad e infecciones mixtas 

(Roth et al., 2015; Britton et al., 2016; Mahende et al., 2016). 

  

Existen variaciones de esta técnica como la PCR anidada, que consiste en dos 

rondas de amplificación con distintos pares de cebadores, con el objetivo de 

aumentar la especificidad y sensibilidad de la detección. Además, la PCR 

semianidada es una modificación de la PCR anidada que emplea 3 cebadores, 



17 
 

de los cuales uno se comparte en la primera y segunda ronda de amplificación. 

Estas técnicas permiten la identificación de la especie Plasmodium mediante la 

amplificación del gen 18s ubicado en la subunidad ribosomal del ARN (Snounou 

et al., 1993). El gen 18S ha sido el blanco específico para la detección de malaria 

porque es altamente conservado en todas las especies de Plasmodium (Imwong 

et al., 2014). 

  

La PCR en tiempo real o cuantitativa es una metodología ampliamente utilizada 

para la detección de malaria. Presenta un sistema automatizado y cuantitativo 

con una buena sensibilidad y especificidad (Erdman & Kain, 2008). Esta técnica 

se basa en el uso de moléculas que presentan afinidad por el ADN y al ser 

oxidadas emiten una señal fluorescente. La cuantificación se lleva a cabo por el 

cambio de intensidad de la fluorescencia que es medida por un aparato que 

combina la fluorescencia del producto con la amplificación del ácido nucleico 

diana (Forbes, et al., 2009). 

 

2.6.3 Pruebas rápidas o RDTs 

  

Las pruebas de diagnóstico rápido o RDTs (Rapid diagnostic tests) se 

fundamentan en la inmunocromatografía de flujo lateral, que consiste en 

inmovilizar antígenos de interés mediante el uso de una membrana de 

nitrocelulosa. Esta técnica permite determinar la presencia de antígenos de 

Plasmodium en muestras de sangre de personas infectadas (Lee et al., 2012; Ho 

et al., 2014). Presentan sensibilidad alta, son fáciles de utilizar, no necesitan de 

equipos e instalaciones sofisticadas y los resultados se obtienen en menos de 

20 minutos (Ho et al., 2014; Amoah et al., 2016). Los principales blancos 

detectados por las RDTs son la proteína rica en histidina 2 (PFHRP2), lactato 

deshidrogenasa (pLDH) y aldolasa (Tiono et al., 2014). Cabe recalcar que 

algunos anticuerpos monoclonales presentes en las RDTs tienen una reacción 

cruzada con la proteína rica en histidina 3 (PFHRP3) que es homóloga a la 

proteína PFHRP2 (Akinyi et al., 2015; Baker et al., 2010).  
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2.7 Drogas antimaláricas y resistencia  

  

El tratamiento contra la malaria involucra medidas de control y drogas 

antimaláricas específicas (Chassaigne, 2001). La quinina (QN) fue uno de los 

medicamentos empleados para controlar la malaria durante aproximadamente 

350 años. En 1930 fue sintetizada por primera vez la cloroquina (CQ), droga que 

fue capaz de matar los parásitos Plasmodium en estadios eritrocíticos, además, 

se mantiene en niveles adecuados en el plasma sanguíneo para así lograr una 

supresión eficiente del parásito sin causar efectos secundarios. Actualmente no 

se cuenta con drogas antimaláricas que actúen sobre todos los estadíos del ciclo 

de vida del parásito. Los antimaláricos presentes en el mercado han sido 

clasificados en grupos como: derivados quinolínicos, antifolatos, derivados de la 

artemisinina y antibióticos (Chassaigne, 2001). En la actualidad la Organización 

Mundial de la Salud recomienda para el tratamiento de las infecciones por P. 

falciparum combinados de artemisina. Estos tratamientos combinan dos 

principios activos con distintos modos de acción, siendo este el tratamiento con 

mayor eficacia (OMS, 2016).  

 

La aparición de resistencia frente a drogas antimaláricas está relacionada con 

mutaciones puntuales que se producen en los genes codificantes de proteínas 

indispensables para la sostenibilidad del parásito. Estas modificaciones 

producen cambios en la secuencia de aminoácidos de la proteína, provocando 

la inhibición de la función y acción del fármaco (Valenzuela, 2013). En los años 

60 se reportó por primera vez la aparición de resistencia a cloroquina en P. 

falciparum (Bruce-Chwatt et al., 1986; Noedl et al., 2008). La resistencia a 

cloroquina en P. falciparum se encuentra principalmente en las regiones donde 

la enfermedad es endémica (Krogstad et al., 1987; Domínguez et al., 2010).  

  

2.8 Vacunas 

 

En los últimos años se han desarrollado investigaciones destinadas a la 

búsqueda de una vacuna contra la malaria. La exposición natural a la 
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enfermedad ayuda a la obtención de inmunidad en el ser humano. Se ha 

demostrado que los esporozoitos inactivos actúan como inductores de 

inmunidad en el hombre. El complejo ciclo de vida que presenta el parásito de la 

malaria proporciona blancos potenciales para el diseño de una vacuna (MSP 

Cuba, 2001). En los últimos años se han identificado varios antígenos candidatos 

para la elaboración de una vacuna. Existen 4 tipos de vacunas basadas en las 

etapas del ciclo de vida del parásito que son: vacunas pre-eritrocíticas 

(Hollingdale et al., 1984), vacunas contra los estadios hemáticos (Thera y Plowe, 

2012), vacunas que bloquean la transmisión (Thera y Plowe, 2012) y vacunas 

multi-estadíos/ multi-antígenos ((Shi et al., 1999; Thera y Plowe, 2012). 

Actualmente RTS, S/ AS01 es la vacuna más desarrollada clínicamente y 

aprobada por la Agencia Europea de Medicina en julio de 2015, tiene como 

blanco la proteína CSP de P. falciparum (Gosling y Seidlein, 2016). 

 

2.9 Genotipos de Plasmodium falciparum 

  

2.9.1 Genética de poblaciones 

 

La genética de poblaciones se encarga del estudio comparativo de la variabilidad 

entre diferentes individuos. Aporta una visión estadística acerca de la dinámica 

y distribución de alelos y genomas entre y dentro de diferentes poblaciones (Hartl 

y Clark, 1997), entendiendo por población al grupo de individuos que tienen la 

capacidad de reproducirse entre sí y coexisten en la misma zona geográfica y 

tiempo (Hedrick, 2000).  

  

El hecho de que dos individuos sean distintos puede deberse a que cada uno 

posee diferentes herramientas para afrontar problemas de adaptación, es decir 

que la variabilidad genética es la base del desarrollo evolutivo de cada especie 

(Lande, 1998).  La variación se puede dar por cambios de los nucleótidos dentro 

de una secuencia de ADN. Estos cambios genéticos en las poblaciones pueden 

ser medidos determinando el número de loci polimórficos, heterocigosidad 
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esperada y observada y el número de alelos (Reece et al., 2010; Passarge, 

2010).  

 

La endogamia y las medidas de diferenciación determinan la estructura genética 

de la población sabiendo cómo los genotipos y los alelos se distribuyen entre y 

dentro de ellas (Wright, 1949). Además, el desequilibrio de ligamiento (LD) es 

una herramienta importante en el estudio de genética de poblaciones ya que 

ayuda a entender cómo ciertos haplotipos presentan una mayor frecuencia en 

función de lo que corresponde al azar, mientras que, si dos genes se encuentran 

cerca, el porcentaje de recombinación disminuye (Solari et al., 2007). El origen 

de las diferencias genéticas radica en las fuerzas evolutivas como la selección 

natural, endogamia, mutaciones, deriva génica y el flujo genético. Estas 

características producen un equilibrio o no en las especies dependiendo de su 

población dentro de un tiempo determinado (Wright, 1949).  

 

La genética de poblaciones proporciona herramientas importantes para el 

estudio de las variaciones genéticas a partir de la secuenciación completa del 

genoma de Plasmodium falciparum. Estas variaciones pueden poner en 

evidencia los cambios evolutivos de una población en un tiempo determinado. 

Las diferencias presentes en la estructura de la población permiten hacer un 

seguimiento de la tendencia de la transmisión de una región determinada 

(Carlton et al., 2015).    

  

2.9.2 Diversidad genética 

 

Diversidad genética se define como cualquier medida que permita cuantificar la 

dimensión de la variación genética de una población (Wright, 1920; Fisher, 

1930).  Es decir, la diversidad genética permite determinar el grado de evolución 

y adaptación de una población considerando la capacidad de perpetuar en su 

progenie. Si la diversidad genética de una población es alta, la capacidad para 

perdurar y perpetuar en el tiempo de igual manera será mayor (Sánchez, 2005). 

Debido a que la diversidad depende de factores inter e intrapoblacionales es 
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importante analizar cómo se va estructurando la variabilidad genética (Sosa et 

al., 2002). 

 
  
 2.9.2.1 Análisis intrapoblacional  

 

La diversidad genética intrapoblacional que se muestra mediante el uso de 

marcadores moleculares se calcula por medio de diferentes índices de 

cuantificación, siendo relevantes la riqueza alélica (A), número de polimorfismos 

(P) y heterocigosidad esperada (He). 

  

- Riqueza alélica 

  

Riqueza alélica está definida como el número promedio de alelos presentes por 

locus. Se encarga de cuantificar la cantidad de alelos diferentes de cada locus 

de una población determinada. Cada población pudo haber sufrido una mayor o 

menor reducción de la variabilidad genética, posiblemente debido a un evento 

de cuello de botella (Sytsma y Schaal, 1985). La riqueza alélica se basa 

fundamentalmente en cuantificar la reducción de la variabilidad genética y en la 

detección de los efectos producidos por la deriva génica (Sosa et al., 2002). 

  

- Polimorfismo 

  

Los polimorfismos son las variaciones del genoma que surgen como resultado 

de mutaciones que pasan a la descendencia y logran cierta frecuencia en la 

población después de varias generaciones. Los polimorfismos se caracterizan 

porque distintos individuos tienen diferentes nucleótidos o a su vez presentan 

variaciones en una posición específica dentro del genoma, el cual se denomina 

locus. Cada variante se llama alelo (Iniesta et al., 2005). Para determinar su valor 

se divide el número de loci polimórficos para el número total de loci analizados 

(Sosa et al., 2002). 
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- Heterocigosidad esperada 

 

La heterocigosidad esperada (He) cuantifica la igualdad o equidad de las 

frecuencias alélicas en los loci (Hoelzel, 1998; Sosa et al., 2002). La He se calcula 

mediante la siguiente fórmula (Ecuación 1): 

 

  

  

Donde,   

 n: número de alelos analizados.  

 p: frecuencia del alelo i de una población. 

 

Los valores determinados para la heterocigosidad esperada oscilan entre 0 y 1, 

en donde los valores próximos a 1 indican alta diversidad genética en una 

población, mientras que un valor igual a 0 determina que no hay diversidad 

(Gunawardena et al., 2010).  

 

2.9.2.2 Análisis interpoblacional 

 

El análisis interpoblacional permite determinar la variación de la diversidad 

genética que se ve afectada por factores como procesos evolutivos, ecológicos 

o reproductivos, dependiendo de la interacción de estos sobre la población (Sosa 

et al., 2002).   

 

- Distancia genética (Fst) 

 

El estadístico Fst evalúa la distancia genética entre distintas especies o individuos 

pertenecientes a la misma especie mediante la medida de la diferencia del 

material genético. Este tipo de medida genética se basa en modelos evolutivos, 

donde la variación está dada por la acción de mutaciones y la deriva génica, 

asumiendo que los marcadores moleculares utilizados no están sujetos a 

selección. En el caso de los microsatélites las distancias se calculan sin tomar 

en cuenta el número de repeticiones en que difieren dos alelos (Nei, 1972; Nei 

(Ecuación 1) 
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1987).  El rango para interpretar los valores de las distancias genéticas (Fst) entre 

dos poblaciones son: los valores entre 0 y 0,05 indica baja diferenciación, los 

valores entre 0,05 y 0,15 indican una diferenciación moderada y los valores entre 

los rangos 0,15 y 0,25 muestran alta diferenciación genética. Los valores 

mayores a 0,25 señalan una intensa diferenciación entre poblaciones. 

 

- Estadísticos F de Wright (AMOVA) 

 

El análisis de la varianza molecular se evalúa mediante el estadístico de Wright 

que describe la metodología para dividir el coeficiente de endogamia de una 

población subdividida (FIT) entre apareamientos no al azar en poblaciones 

formadas por la cruza entre parientes (FIS) y por el equilibrio entre deriva y flujo 

génico (FST) (Wright, 1951). El estadístico de Wright se entiende como la 

relación entre genes que son homólogos a nivel de una subdivisión con cualquier 

otro nivel superior, determinando lo siguiente:  

 

Endogamia total (FIT): Correlaciona los genes de la población total (T) 

con los genes de cada individuo (I). 

 

Coeficiente de endogamia (FIS): correlaciona a genes de una 

subpoblación (S) con genes de cada individuo. 

 

Índice de fijación (FST): correlaciona genes de la población total con 

genes de la subpoblación. Muestra la probabilidad de que dos alelos iguales 

mediante la descendencia se combinen (Excoffier et al., 2010).    

 

Los estadísticos F se relacionan mediante la siguiente fórmula (Ecuación 2):   

 

(1 - FIT) = (1 - FST) (1 - FIS)  

 

El rango establecido para la interpretación de FST determinan que: los valores 

entre 0 y 0,05 indica baja diferenciación genética, los intervalos entre 0,05 y 0,15 

(Ecuación 2) 
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señala una diferenciación genética media y los valores encerrados entre los 

rangos 0,15 y 0,25 indican alta diferenciación genética. Los valores mayores a 

0,25 señalan una intensa diferenciación entre poblaciones, mientras que un valor 

de 0 muestras que las subpoblaciones presentan las mismas frecuencias 

alélicas, es decir, no hay diferenciación (Wright, 1951).   

 

- Desequilibrio de ligamiento (LD) 

 

El desequilibrio de ligamiento es la asociación no al azar de alelos en dos o más 

loci que pueden estar o no en un mismo cromosoma (Slatkin, 2008). El 

desequilibrio de ligamiento está influenciado por la tasa de recombinación, la 

tasa de mutación, el apareamiento no aleatorio, la deriva génica y la estructura 

de la población. Se evalúa mediante el índice de asociación (ISA) que determina 

la independencia estadística de los alelos en cada loci. El índice de asociación 

compara la varianza (VD) de los alelos compartidos entre pares de haplotipos 

observados dentro de una población (D) con la varianza esperada bajo equilibrio 

de ligamiento (VE). Esta relación se define mediante la ecuación 3: 

 

 

 

donde,  

 r: número de loci 

VE: valor derivado de 100 000 datos simulados en el cual los alelos se 

remodelan de forma aleatoria entre haplotipos.  

 

Cuando el valor de ISA es 0 indica un alto equilibrio de ligamiento mientras que 

un LD alto sugiere una tasa de recombinación poco frecuente (Koepfli et al., 

2013).  

 

 

 

 

(Ecuación 3) 
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2.10 Herramientas moleculares para el estudio de poblaciones 

 

2.10.1 Marcadores microsatélites  

 

Los marcadores moleculares, microsatélites, han sido utilizados ampliamente 

para el estudio de la estructura de los grupos genéticos de P. falciparum (Carter 

et al., 2015). Los microsatélites son repeticiones cortas de ADN en tándem 

compuestos de 2 a 8 nucleótidos y se encuentran cada 2 a 3 kb a lo largo del 

genoma de P. falciparum (Guichoux et al., 2011), se caracterizan por ser 

codominantes, presentan alta variabilidad y locus específicos (Rezende et al., 

2010).    

 

Los microsatélites se encuentran en regiones codificantes y regiones no 

codificantes del ADN. Los marcadores moleculares ampliamente utilizados son 

los marcadores neutrales ubicados en regiones no codificantes. Los marcadores 

neutrales sufren cambios en los caracteres fenotípicos o metabólicos, es decir, 

no se ven afectados por la selección natural (Ellegren et al., 2004). La 

variabilidad que presentan los microsatélites se debe al resultado de eventos de 

deslizamiento de la hebra durante los procesos de replicación y reparación del 

ADN, en donde, la tasa de mutación oscila entre 10-3 a 10-4 por locus (Orjuela-

Sánchez et al., 2013). La abundancia de los microsatélites en el genoma del 

parásito está relacionada con el alto contenido de AT que alcanza un 95% de los 

dominios de repetición (Tyagi et al., 2011). Los microsátelites neutrales se han 

empleado para determinar la herencia de ciertos rasgos producto de cruces 

genéticos, comparar perfiles genéticos de distintas poblaciones de regiones 

endémicas, determinar la presencia de infecciones múltiples, comparar el grado 

de diversidad genética en poblaciones simpátricas y conocer el origen geográfico 

de una infección (Orjuela-Sánchez et al., 2013) 

  

El conocimiento de la variabilidad genética contribuye al esclarecimiento de la 

procedencia y estructura de los grupos de P. falciparum por medio de la 

comparación de marcadores moleculares, microsatélites (Ferreira et al., 2002; 
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Yalcindag, et al., 2012). Para emplear microsatélites en estudios de genética de 

poblaciones es necesario conocer cómo evolucionan las secuencias, la tasa y el 

tamaño de una mutación y el tipo de rearreglo que se genera por la variación en 

longitud (Anderson et al., 2000).  

 

La presente investigación caracteriza molecularmente la dinámica de los grupos 

genéticos de P. falciparum presentes en la ciudad de Esmeraldas en el periodo 

2002 – 2006. El estudio de la diversidad y estructura genética de los grupos 

genéticos del parásito de la malaria aporta información importante acerca de 

cómo diferentes alelos son generados y conservados a lo largo del tiempo y cuál 

es la vinculación con la biología del parásito. 

 

3. CAPÍTULO III. PROCEDIMIENTOS  

3.1 Población 

Las muestras utilizadas para el presente estudio se recolectaron en la provincia 

de Esmeraldas, cantón Esmeraldas, ciudad de Esmeraldas, durante el periodo 

2002 a 2006. La ciudad de Esmeraldas se encuentra ubicada al noroeste del 

territorio ecuatoriano (Figura 4).  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 4. Localización del área de estudio. El punto negro indica la ciudad de 

Esmeraldas, zona de colección de las muestras por el Servicio Nacional para el 

Control de las Enfermedades Transmitidas por Vectores (SNEM), durante los 

años 2002 – 2006. 

(Adaptado de Sáenz et al., 2015) 
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3.1.1 Recolección de las muestras 

Las muestras obtenidas fueron tomadas por el Servicio Nacional para el Control 

de las Enfermedades Transmitidas por Vectores (SNEM) entre el 2002 y el 2006. 

Se seleccionaron como participantes a personas infectadas por P. falciparum 

confirmadas mediante microscopía. Se colectaron un total de 79 muestras. El 

material biológico fue sangre conservada en papel filtro Whatman (1MM o 3MM) 

a 4ºC.  

 

La cepa NF54 se utilizó como control positivo y la cepa ECU1120 como control 

interno para el análisis de los genotipos del parásito de la malaria. La extracción 

de ADN de la cepa ECU1120 se realizó a partir del cultivo del parásito mediante 

el protocolo de extracción a partir de sangre completa. La nomenclatura 

empleada para la codificación fue “Pfeh” que se deriva de “Plasmodium 

falciparum Esmeraldas histórico”, seguido de una numeración (Anexo 1).  

 
 

3.2 Extracción de ADN 

 

3.2.1 Extracción de ADN a partir de papel filtro 

 

El ADN fue aislado utilizando el mini Kit PureLink® Genomic DNA (Invitrogen, 

Life Technology, EEUU). Se colocaron de 2 a 3 círculos de sangre impregnada 

en papel filtro en un tubo para microcentrífuga de 1,5 mL según el protocolo del 

fabricante. Se adicionaron 180 µL de buffer de digestión y 20 µL de proteinasa 

K. Se mezcló vigorosamente en un vórtex y se incubó a 55 ºC durante 30 

minutos. Posteriormente, se centrifugó a 14 000 rpm durante 3 minutos y se 

transfirió el sobrenadante a un nuevo tubo de 1,5 mL.    

 

Se colocaron 20 µL de RNasa A y se incubó a temperatura ambiente durante 2 

minutos. Después se adicionaron 200 µL de buffer de lisis y 200 µL de etanol al 

100%, se mezcló y se centrifugó a 12 000 rpm durante 1 minuto.  La muestra se 

transfirió a un tubo nuevo de recolección y se centrifugó a 12 000 rpm a 
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temperatura ambiente durante 1 minuto. Se eliminó el sobrenadante y se colocó 

en un tubo nuevo para microcentrífuga.  

 

Para el primer lavado se adicionaron 500 µL de buffer de lavado 1, se centrifugó 

a 12000 rpm durante 1 minuto y se eliminó el residuo. A continuación, se 

adicionaron 500 µL de buffer de lavado 2, se centrifugó a 14000 rpm durante 3 

minutos, se descartó el residuo y se cambió la columna de recolección a un tubo 

de 1,5 mL.  

 

Se adicionaron 40 µL de buffer de elusión en el centro de la columna y se incubó 

a temperatura ambiente por 2 minutos. Luego se centrifugó a 14000 rpm durante 

1 minuto. Después se colocaron 20 µL de buffer de elusión y se incubó 2 minutos 

a temperatura ambiente, para luego centrifugar el tubo a 14000 rpm por 3 

minutos y finalmente se almacenó el ADN a -20 ºC.      

 

3.2.2 Extracción de ADN a partir de sangre completa  

 

La extracción de ADN a partir de sangre completa se llevó a cabo con el kit 

Axyprep Body Fluid Viral DNA/RNA Miniprep (Axygen Scientific, EEUU). Se 

siguió el protocolo de recomendado por el fabricante. Se colocaron 200 µL de la 

muestra de sangre total en un tubo para mirocentrífuga de 1,5 mL, se añadieron 

200 µL de buffer Viral lysis (V-L), se mezcló y dejó reposar durante 5 minutos a 

temperatura ambiente. Posteriormente, se añadieron 75 µL de buffer de 

precipitación Protein precipitation (V-N), se centrifugó a 12000 rpm por 5 minutos. 

El sobrenadante resultante se transfirió a un tubo de 2 mL y se adicionaron 250 

µL de isopropanol más ácido acético glacial y se mezcló. Se colocó columnas 

Miniprep en tubos de 2 mL y se transfirió la mezcla anterior, se centrifugó durante 

1 minuto a 6000 rpm, se descartó el líquido filtrado. Se cambió la columna 

Miniprep a un nuevo tubo de 2 mL, se adicionaron 500 µL de buffer de lavado 

Wash buffer (W1A), se dejó reposar a temperatura ambiente por 1 minuto, se 

centrifugó a 12000 rpm por 1 minuto y se descartó el líquido resultante. Se colocó 

la columna Miniprep en un tubo limpio de 2 mL, se colocaron 800 µL de buffer 
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de lavado Desalting buffer (W2), se centrifugó a 12000 rpm por 1 minuto y se 

eliminó el sobrenadante. Nuevamente se transfirió la columna Miniprep a un tubo 

de 2mL, se centrifugó a 12000 rpm por 1 minuto. Finalmente, la columna 

Miniprep se colocó en un tubo de 1,5 mL, se añadieron 50 µL de buffer de elución 

(TE), se dejó reposar durante 1 minuto a temperatura ambiente y se almacenó a 

- 20 ºC.    

 

3.3 Tipificación de microsatélites neutrales 

El ADN genómico fue utilizado para la caracterización de siete microsatélites 

neutrales localizados en seis cromosomas (Tabla 1).  

 

Tabla 1.  

Ubicación y motivo de repetición de microsatélites neutrales  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

(Adaptado de Anderson et al., 2000; Abdallah et al., 2015) 

 

3.3.1 Amplificación de los microsatélites TA1, Polyα, PfPK2, TA109 Y 2490 

 

Los microsatélites TA1, Poly-α, PfPK2, TA109 y 2490 fueron amplificados 

mediante una PCR semianidada. Las secuencias de los cebadores utilizados se 

muestran en la tabla 2. Para el ensamblaje de la PCR se utilizó un volumen final 

de 15 µL que incluyó: 7,5 µL de GoTaq Colorless, 2,3 µL H2O, 0,6 µL de cada 

cebador (10 mM) y 4 µL de ADN, con el Kit GoTaq® Colorless Mastermix (1x) 

Microstálite Cromosoma Motivo de repetición  

TA1 6 AAT 

Poly-α 4 AAT 

PfPK2 12 TTA 

TA109 6 CTA 

2490 10 AAT 

C2M34 2 AT, TATT 

C3M69 3 TA 
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(Promega, Madison, EEUU). Cada lote de PCR tuvo un control negativo que 

consistió en reemplazar el ADN por agua libre de nucleasas en el momento del 

ensamblaje de la reacción (Modificado de Anderson et al., 1999).  

 

Tabla 2.  

Secuencias de cebadores utilizados para la amplificación de microsatélites 

neutrales TA1, Poly-α, PfPK2, TA109 Y 2490.  

(Tomado de Anderson et al., 1999) 

 

Los perfiles térmicos utilizados para la desnaturalización, hibridación y 

elongación de las PCR1 y PCR2 se detallan en la tabla 3 y 4 respectivamente.  

 

La reacción se llevó a cabo en el termociclador PERKIN ELMER (Norwalk, CT. 

06859 USA).    

 

 

Nombre del cebador Sentido Secuencia (5’- 3’) 

Neu1_TA1 Iniciador (forward) CTA CAT GCC TAA TGA GCA 

Neu1_TA1 Inverso (reverse)  TTT TAT CTT CAT CCC CAC 

Neu1_TA1_HEX Iniciador (forward) CC GTC ATA AGT GCA GAG C 

Neu3_POLYA Iniciador (forward) AAA ATA TAG ACG AAC AGA 

Neu3_POLYA Inverso (reverse) ATC AGA TAA TTG TTG CTA 

Neu3_POLYA_FAM Inverso (reverse) GA AAT TAT AAC TCT ACC A 

Neu7_PFPK2 Iniciador (forward) CTT TCA TCG ATA CTA CGA 

Neu7_PFPK2 Inverso (reverse) CCT CAG ACT GAA ATC CAT 

Neu7_PFPK2_HEX Inverso (reverse) AAA GAA GGA ACA AGC AGA 

Neu9_TA109 Iniciador (forward) TAG GGA ACA TCA TAA GGA T 

Neu9_TA109 Inverso (reverse) CCT ATA CCA AAC ATG CTA AA 

Neu9_TA109_FAM Iniciador (forward) GG TTA AAT CAG GAC AAC AT 

Neu12_2490 Iniciador (forward) TTC TAA ATA GAT CCA AAG 

Neu12_2490 Inverso (reverse) ATG ATG TGC AGA TGA CGA 

Neu12_2490_FAM Iniciador (forward) AGA ATT ATT GAA TGC AC 
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Tabla 3.  

Condiciones para la amplificación de los microsatélites TA1, Poly-α, TA109 y 

2490 (PCR1).  

 

  

 

 

 

 

 

 

 

(Tomado de Anderson et al., 1999) 

 

Tabla 4.  

Condiciones para la amplificación de los microsatélites TA1, Poly-α, TA109 y 

2490 (PCR2). 

 

 

 

 

 

 

 

 

(Tomado de Anderson et al., 1999) 

 

Con el producto amplificado se realizó una electroforesis en gel de agarosa al 

3% (Multi-Purpose Agarose de Axygen) teñido con SyBR® Safe Gel Stain 

(Invitrogen, Carlsbad, EEUU).   

Etapa Temperatura (ºC) Tiempo (minutos) Ciclos 

Denaturación inicial  94  2 minutos  1 

Denaturación  94 30 segundos  25 

Hibridación  42 30 segundos  25 

Elongación  40 30 segundos 25 

Elongación  65 40 segundos 25 

Elongación final  65 2 minutos 25 

Incubación  4 - - 

Etapa Temperatura (ºC) Tiempo (minutos) Ciclos 

Denaturación inicial  94  2 minutos  1 

Denaturación  94 20 segundos  25 

Hibridación  45 20 segundos  25 

Elongación  65 30 segundos 25 

Elongación final  65 2 minutos 25 

Incubación  4 - - 



32 
 

En cada pocillo se colocaron 5 µL del amplicón con 2 µL de tampón de carga 

Blue/Orange 6X (Promega, Madison, EEUU). Se utilizó un marcador molecular 

de 100 pb a 1500 pb (Promega, Madison, EEUU).  

 

Se aplicó un voltaje de 70 voltios durante 1 hora y 45 minutos. Los resultados de 

la electroforesis se visualizaron en un transiluminador BioDoc-ItTM. 

 

3.3.2 Amplificación de los microsatélites C2M34 y C3M69 

 

Para la amplificación de C2M34 se utilizaron los cebadores 313_F_FAM y 

313_R; y los cebadores 383_F_HEX y 383_R para C3M69 como se muestra en 

la Tabla 5 mediante PCR convencional.  

 

La reacción final tuvo un volumen de 15 µL con: 7,5 µL de Go Taq Colorless 

Mastermix (Promega, Madison, EEUU), 0,6 µL de cada cebador (10 µM); 2,3 µL 

de agua ultra pura y 4 µL de ADN (Modificado de Abdallah et al., 2015).  El perfil 

térmico utilizado para la PCR de describe en la tabla 6.  

 

Tabla 5.  

Secuencias de cebadores utilizados para la amplificación de microsatélites 

neutrales C2M34 y C3M69. 

 

(Tomado de Abdallah et al., 2015) 

 

 

 

 

Nombre del 

cebador 
Sentido Secuencia (5’- 3’) 

313_FAM  Iniciador (forward) TC CCT TTT AAA ATA GAA GAA A 

313_R Inverso (reverse)  GAT TAT ATG AAA GGA TAC ATG 

383_HEX  Iniciador (forward) AA TAG GAA CAA ATC ATA TTG 

383_R Inverso (reverse) AGA TAT CCA GGT AAT AAA AAG 
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Tabla 6.  

Condiciones para la amplificación de los microsatélites C2M34 y C3M69. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

(Tomado de Abdallah et al., 2015) 

 

Se observaron los resultados de igual manera que en el numeral 3.3.1.  

 

3.4 Determinación de los tamaños de los microsatélites neutrales  

Los productos obtenidos en las PCRs fueron enviados a la empresa Macrogen 

en la República de Corea del Sur, para la determinación del tamaño de 

fragmentos, donde se empleó electroforesis capilar.    
 

3.4.1 Determinación del tamaño de los fragmentos amplificados  

 

 

3.4.1.1 Software Peak Scanner  

Para analizar fragmentos de ADN y clasificarlos de acuerdo con su tamaño, se 

utilizó el Software Peak TMScanner versión 1.0 (Swiss Institute of Bioinformatics).  

Se obtuvo información de los perfiles genéticos de cada una de las muestras.  

 

 

 

 

Etapa Temperatura (ºC) Tiempo (minutos) Ciclos 

Denaturación inicial  94 2 minutos  1 

Denaturación  94 30 segundos  5 

Hibridación  50 30 segundos  5 

Elongación  60 30 segundos  5 

Denaturación  94 30 segundos  1 

Hibridación  45 30 segundos  40 

Extensión  60 30 segundos  40 

Incubación  4 - - 
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3.5 Análisis de los grupos genéticos  

Para determinar la estructura y diversidad genética de los genotipos del parásito 

de la malaria, P. falciparum, se agruparon los aislados según el año de colecta, 

utilizando los programas Arlequin (Excoffier et al., 2010), Network, LIAN y 

Estructure (Pritchard et al., 2000). Se clasificaron las muestras como Esmeraldas 

2002, Esmeraldas 2003, Esmeraldas 2004, Esmeraldas 2005 y Esmeraldas 

2006.  
 

3.5.1 Software Arlequin 

Para el análisis de datos de diferentes grupos genéticos se utilizó el software 

Arlequin versión 3.5.1.2 (Swiss Institute of Bioinformatics). El programa permitió 

estimar la diferenciación y diversidad entre grupos genéticos. Con los resultados 

obtenidos, se calculó el índice de diversidad genética, la frecuencia alélica, 

heterocigocidad esperada (He) y el análisis de la variación molecular (AMOVA) 

(Excoffier et al., 2010). 

 

3.5.2 Software Network 

El software Network versión 4.6.1.3 (Fluxus Tehnology Ltd., 2012) permitió crear 

un diagrama de redes para relacionar los diferentes grupos genéticos presentes 

en el periodo entre 2002 a 2006 en la ciudad de Esmeraldas.  

 

3.5.3 Software Structure 

El software Structure versión 2.3.4 (Pritchard Lab, Stanford University) permitió 

asignar a los parásitos a diferentes grupos genéticos utilizando métodos 

bayesianos (Pritchard et al., 2000). El análisis se llevó a cabo con aislados del 

periodo 2002 a 2006 de la ciudad de Esmeraldas.  

 

3.5.4 Software LIAN 

El software LIAN versión 3.7 (Haubold y Hudson, 2000) permitió determinar si 

los alelos de los diferentes loci se asociaban entre sí. Se calculó estadístico 
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índice de asociación (ISA) que permitió evaluar la presencia de desequilibrio 

multilocus en cada uno de los grupos genéticos de P. falciparum del periodo 2002 

– 2006.  

 

3.6 Comparación temporal entre grupos genéticos de P. falciparum 

ecuatorianos y de países vecinos 
 

El análisis comparativo se realizó mediante el análisis de los grupos genéticos 

presentes en Esmeraldas 2002 – 2006 (n=79), Esmeraldas 2013 (n=32) (Sáenz 

et al., 2015), Perú (n=140) (Griffing et al., 2011) y Colombia (n=91) (Murillo et al., 

2015). Con la finalidad de conocer si los mismos grupos genéticos de P. 

falciparum de los años 2002 a 2006 se mantuvieron en el tiempo y si presentaron 

relación con los grupos genéticos de países vecinos. Esta comparación se basó 

en el valor de estadístico Fst obtenido con el software Arlequin. Posteriormente 

el software Network permitió crear una red de haplotipos para agrupar a los 

parásitos según su similitud genética.  
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4. CAPÍTULO IV. DISEÑO DEL PLAN EXPERIMENTAL  

  

Comparación de 
resultados de los 
genotipos de P. 

falciparum del estudio 
con países vecinos: 

Colombia y Perú   
 

Recepción de muestras: 
Centro de Investigación para 
la Salud en América Latina 

Extracción de ADN de 
muestras impregnadas en 

papel filtro  

PureLink® Genomic DNA 

Mini Kit (Invitrogen,Life 
technology, EEUU) 

Reacción en cadena de la 
polimerasa (PCR): Kit 

GoTaq ® Colorless 

Mastermix   

Amplificación de 
microsatélites neutrales  

Determinación de tamaño de 
los fragmentos amplificados   

 

Applied Biosystem 313xl 

Genetic Analyzer, 
Macrogen, República Corea 

del Sur   

Programas bioinformáticos: 
Peak Scanner, Structure 
versión 2.3.5, Arlequin 
versión 3.5.1., Network 

versión 4.61.3, LIAN versión 
3.7. 

 

Análisis de resultados  

Determinación de la 
variabilidad genética 
de la población de P. 

falciparum 

Figura 5: Esquema del diseño experimental del presente estudio 
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5. CAPÍTULO V. RESULTADOS Y DISCUSIÓN  

 

 

5.1 Población y muestra  

 

En la presente investigación se llevó a cabo el análisis de 79 aislados del parásito 

de la malaria de la especie Plasmodium falciparum colectadas en el periodo 2002 

a 2006 en la ciudad de Esmeraldas por el Servicio Nacional de Control de 

Enfermedades Transmitidas por Vectores Artrópodos (SNEM).  

 

5.2  Confirmación de la especie Plasmodium falciparum  

 

La especie P. falciparum se confirmó previamente en el Centro de Investigación 

para la Salud en América Latina (CISeAL) empleando PCR anidada basada en 

la amplificación del gen 18S de la subunidad ribosomal pequeña del ARN 

(Snounou, 1996).  

 

Los genes blanco contienen en su interior las secuencias específicas de cada 

género y especie de los parásitos de malaria (Snounou, 1996); además, se 

empleó la PCR-PET que midió la cantidad de fluorescencia de los productos 

amplificados, así como también se determinó el número de ciclos requeridos 

para la amplificación de la muestra, indicando la positividad o no de la presencia 

de Plasmodium (Lucchi et al., 2013).   

 

Ambas pruebas de identificación molecular que emplean ácido nucleico se usan 

para este tipo de estudios y se caracterizan por ser técnicas muy sensibles y 

específicas para la detección de las especies del parásito de la malaria. 
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5.3 Caracterización genética empleando marcadores microsatélites 

neutrales   

 

En este estudio se utilizaron 7 marcadores microsatélites neutrales (STRs) de P. 

falciparum, distribuidos a lo largo de 6 cromosomas. El primer grupo de cinco 

microsatélites neutrales (TA1, Poly-α, PfPK2, TA109 y 2490) fue descrito por 

Anderson et al., 1999 y Anderson et al., 2000 en estudios de genotipificación de 

aislados de P. falciparum pertenecientes a la Amazonía Peruana y a Papua 

Nueva Guinea, respectivamente.  

 

Además, se emplearon dos marcadores microsatélites neutrales (C2M34 y 

C3M69) utilizados en la caracterización de poblaciones de parásitos de P. 

falciparum (McCollum et al., 2007).  

 

Se realizaron un total de 574 reacciones de amplificación de 79 aislados, un 

control positivo (NF54), un control interno (ECU1120) y un control negativo (agua 

libre de nucleasas) mediante la técnica de PCR semianidada.  

 

Los productos amplificados se visualizaron en geles de agarosa al 3%, donde se 

confirmó la presencia de una banda única en el gel indicando un resultado 

positivo para cada microsatélite (Figura 6).  

 

Los productos amplificados presentaron los siguientes rangos de tamaños: para 

TA1 171 pb, Poly-α un valor entre 147 pb y 179 pb, para PfPK2 un valor entre 

167 pb y 173 pb, para TA109 un tamaño único de 160 pb, para 2490 un solo 

tamaño de 79 pb, para C2M34 una longitud de 223 pb y para C3M69 un valor 

entre 124 pb y 141 pb (Tabla 7).  

 

Los tamaños de los amplicones analizados concuerdan con los ya reportados 

anteriormente por Vera, 2015.   
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Figura 6. Identificación de los productos amplificados de 7 marcadores 

microsatélites neutrales en geles de agarosa al 3%.  
a) TA1 con un rango de tamaño aproximado entre 150 pb y 200 pb.  

b) Poly-α con un rango de tamaño aproximado entre 150 pb y 200 pb.  

c) PfPK2 con un rango de tamaño aproximado entre 160 pb y 170 pb.  

d) TA109 con un rango de tamaño aproximado entre 160 pb y 180 pb.  

e) 2490 con un rango de tamaño aproximado entre 50 pb y 90 pb. 

f) C2M34 con un rango de tamaño aproximado entre 200 pb y 300 pb.  

g) C3M69 con un rango de tamaño aproximado entre 100 pb y 180 pb.  
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Tabla 7. 

Rango de tamaño de los 7 microsatélites neutrales empleados en este estudio.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Para determinar el tamaño de los fragmentos de los microsatélites neutrales, las 

muestras fueron enviadas a la empresa Macrogen.  

 

El tamaño de los alelos para cada microsatélite fue obtenido con el software Peak 

TMScanner versión 1.0 mediante inspección manual de cada espectroferograma.  

 

El tamaño exacto de cada alelo correspondió al pico más alto. Además, la 

presencia de dos picos sobresalientes en el espectroferograma indicó una co-

infección con dos clonas diferentes, es decir la presencia de una infección 

múltiple.  

 

En la figura 7 se muestra la lectura del patrón de la genotipificación de las 

muestras Pfeh.02 (monoclonal) (Figura 7a) y Pfeh.25 (multiclonal) (Figura 7b) 

con el microsatélite PfPK2.  
 

 

 

 

 

 

Loci  

Rango de 

tamaño (pb) 

muestras 

Tamaño (pb) 

cepa control 

NF54 

Infecciones 

múltiples 

TA1 171 184 0 

Poly-α 147- 179 151 1 

PfPK2 167 - 173  167 1 

TA109 160 172 0 

2490 79 79 0 

C2M34 223 260 0 

C3M69 124 - 141  172 0 



41 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 7. Perfil de tamaño del microsatélite PfPK2.  
a) Espectroferograma de un aislado monoclonal con un tamaño de 167 pb, perteneciente a la 

muestra Pfeh.02.  

b) Espectroferograma de la muestra Pfeh.25, multiclonal, en donde se evidencia a presencia de 

dos picos de tamaños entre 167 pb y 173 pb respectivamente.  

 

Se identificaron dos infecciones multiclonales para las muestras Pfeh.25 (Figura 

7b) con el microsatélite PfPK2 y Pfeh.16 con el microsatélite Poly-α. Estas 

muestras con infecciones múltiples fueron colectadas en el año 2003 y 

representan apenas el 2,6% del total de las muestras analizadas. Para el análisis 

de las muestras con infecciones múltiples se tomó en cuenta únicamente a los 

aislados que corresponden al pico más alto en el espectroferograma.  

 

Tres  muestras no presentaron resultados, posiblemente debido a problemas de 

complementariedad de los cebadores con la hebra molde o por una baja 

concentración de ADN de las muestras; o errores de manipulación al momento 

de realizar la PCR.  

 

 

a) Pfeh.02 

b) Pfeh.25 



42 
 

5.4 Genotipificación de las poblaciones de Plasmodium falciparum en 

Esmeraldas entre el periodo 2002 a 2006 

 

Para este estudio se analizaron los aislados de P. falciparum colectados durante 

el periodo entre 2002 a 2006 en la ciudad de Esmeraldas. Mediante el uso de 

siete marcadores microsatélites se determinó la diversidad y estructura genética 

del parásito de la malaria, P. falciparum, en Ecuador. Es importante mencionar 

que en América del Sur se han empleado los mismos siete microsatélites 

neutrales para determinar el perfil genético de los genotipos del parásito de la 

malaria en países como: Perú (Griffing et al., 2011; Akinyi et al., 2013), Colombia 

(Murillo et al., 2017; Dorado et al., 2016), Honduras y Nicaragua (Larrañaga et 

al. 2013), Venezuela (Chenet et al., 2012) y Ecuador (Sáenz et al., 2015; Vera, 

2015).  

 

La comprensión de los orígenes y dinámica temporal de los grupos genéticos de 

los parásitos, en América del Sur, permitirán obtener información útil para apoyar 

al desarrollo de estrategias con el fin de prevenir brotes futuros e intervenir con 

los programas de eliminación de la malaria (Ruebush et al., 2004; Sáenz, et al., 

2015). 

 

Para los análisis realizados con el software Arlequin, las únicas muestras 

obtenidas de los años 2005 y 2006 se agruparon junto con las muestras de 

Esmeraldas del 2004 ya que se determinó, en un análisis previo, que estas 

muestras son idénticas a aislados de este año.  

 

5.4.1 Diversidad genética  

 

Los índices de diversidad genética fueron estimados a partir del cálculo de la 

heterocigosidad esperada (He), el análisis de la varianza molecular (AMOVA), el 

número de polimorfismos por locus y el índice de fijación (Fst) calculado por el 

software Arlequin.  
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5.4.1.1 Polimorfismo y heterocigosidad  

 

Se determinó el número de loci polimórficos y la heterocigosidad esperada en 

Esmeraldas, periodo 2002 – 2006, para conocer cuál fue la dinámica de la 

variación genética de los parásitos de la malaria, P. falciparum, a lo largo de los 

años.     

 

Las muestras colectadas en el año 2002 no presentaron loci polimórficos, es 

decir, los parásitos colectados en este año fueron clonales, mientras que en el 

año 2003 se encontraron 3 loci polimórficos: Poly-α, PfPK2 y C3M69, cada uno 

con dos alelos diferentes. Los microsatélites Poly-α, PfPK2, 2490 y C3M69 

mostraron ser polimórficos con 2 alelos por locus en el periodo 2004 – 2006. Los 

marcadores neutrales TA1, TA109 y C2M34 no presentaron polimorfismos 

(Tabla 8).   

 

Tabla 8. 

Número de loci polimórficos de P. falciparum en la ciudad de Esmeraldas en el 

periodo 2002 – 2006. 

    

 

Los parásitos colectados en el año 2002 no mostraron ser diversos 

genéticamente entre ellos, por esta razón la heterocigosidad fue nula, indicando 

que los parásitos colectados en dicho año fueron clonales. Para el año 2003 

Poly-α fue el locus con mayor heterocigosidad (0,43561). El microsatélite C3M69 

presentó la mayor heterocigosidad (0,51515) en el periodo 2002 – 2006.  Los 

marcadores microsatélites TA1, TA109 y C2M34 presentaron valores de He igual 

a cero (Tabla 9). 

Localidad / 

Año 

Tamaño de la 

muestra 
Polimorfismos 

Nº de loci 

polimórficos 

Esmeraldas 2002 9 No 0 

Esmeraldas 2003 33 Si 3 

Esmeraldas 2004-2006 37 Si 4 
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Tabla 9. 

Heterocigosidad esperada (He) de loci de microsatélites de P. falciparum en la 

ciudad de Esmeraldas en periodo 2002 – 2006. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Los valores obtenidos para la media de heterocigosidad fueron en el año 2003 

(0,14448) y en los años 2004 – 2006 (0,15122) (Tabla 9). Los aislados colectados 

en el año 2002 no presentaron diversidad genética (He=0), lo que posiblemente 

se debió al número limitado de muestras (n=9). En América del Sur, la mayoría 

de estudios han determinado que la He en la región es baja. Específicamente, 

Colombia presentó una He = 0,27 (Echeverry et al., 2013), Venezuela He = 0,44 

± 0,035 (Chenet et al., 2012), mientras que otras localidades han mostrado alta 

diversidad como la costa norte de Papua Nueva Guinea que presenta una He = 

0,62 (Anderson et al., 2000a) y Yemen un valor de He = 0,88 (Al-Hamidhi et al., 

2013). La heterocigosidad esperada determinada en esta investigación se puede 

considerar como baja. Los valores obtenidos en esta investigación concuerdan 

con los estudios realizados en América del Sur.  

 

Sin embargo, al comparar los valores de He = 0,035 reportados por Sáenz et al., 

2015 de los parásitos tomados en la ciudad de Esmeraldas en el año 2013, se 

evidenció que los parásitos analizados en este estudio presentaron mayor 

Locus 
Esmeraldas 

2002 

Esmeraldas 

2003 

Esmeraldas 

2004 - 2006 

TA1 0,00000 0,00000 0,00000 

Poly-α 0,00000 0,43561 0,42943 

PfPK2 0,00000 0,06061 0,10511 

TA109 0,00000 0,00000 0,00000 

2490 0,00000 0,00000 0,05556 

C2M34 0,00000 0,00000 0,00000 

C3M69 0,00000 0,51515 0,46847 

Media 0,00000 0,14448 0,15122 

SD 0,00000 0,21135 0,19196 
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diversidad. El aumento de la diversidad de P. falciparum puede explicarse por 

una mayor transmisión de la malaria en la ciudad de Esmeraldas en los años 

2002 a 2006, así como también que los aislados obtenidos para esta 

investigación se obtuvieron de diferentes casos clínicos ocurridos a lo largo de 

ese periodo, mientras que los aislados analizados por Sáenz et al., 2015 

pertenecieron a un único brote ocurrido en el año 2013.       

 

Los resultados obtenidos en esta investigación corroboran que los parásitos, P. 

falciparum, presentes en países sudamericanos presentan valores de 

heterocigosidad bajos en comparación con los valores observados en el sudeste 

de Asia (He= 0,5 – 0,65) y en las localidades africanas (He=0,76 – 0,80), ya que 

en zonas de mayor transmisión de malaria la diversidad genética tiende a 

aumentar (Anderson et al., 2000).  

 

La baja diversidad genética de los parásitos permitiría tener mejores resultados 

en el proceso de eliminación de la malaria en una región, debido al limitado 

acervo genético producto de la baja recombinación de sus haplotipos. Es decir, 

con una menor variación genética de los parásitos se limita la recombinación 

dentro del mosquito resultando en parásitos altamente emparentados. Con esto 

se espera expansiones de pocos grupos genéticos.  

 

5.4.1.2 Desequilibrio de ligamiento  

 

Para la determinación del desequilibrio de ligamiento se calculó el estadístico 

índice de asociación (ISA) para cada uno de los años de colecta de los parásitos. 

Para este análisis las muestras se dividieron en Esmeraldas 2002, Esmeraldas 

2003 y Esmeraldas 2004 – 2006.  

 

En el año 2002 se obtuvo un ISA  de 0,0041, para el año 2003 un ISA de 0,0494 y 

para los años 2004 – 2006 un ISA igual a 0,1173. Cuando el valor del índice de 

asociación es alto (ISA) se puede decir que el grupo genético analizado tiene una 

baja tasa de recombinación, mientras que si el valor del desequilibrio de 
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ligamiento es bajo los eventos de recombinación del grupo genético analizado 

son más frecuentes.  

 

Los resultados obtenidos para el desequilibrio de ligamiento del año 2002 no 

concuerdan con los resultados obtenidos de heterocigosidad esperada (Tabla 9), 

posiblemente debido a que las muestras colectadas en ese año fueron clonales 

y a un número limitado de muestras (n=9). Los valores obtenidos para los años 

2003 y 2004 – 2006 sugieren que los parásitos presentaron una tasa de 

recombinación media/alta entre los haplotipos, es decir la mayoría de genes 

fueron heredados manera independiente (Vera, 2015).  

 

5.4.1.3 Índices de fijación  

 

Para determinar la distancia genética existente entre los grupos genéticos de P. 

falciparum se calcularon los índices de fijación (Fst) a lo largo de los años. Los 

valores de los Fst fueron estimados con el programa Arlequin versión 3.5.1.2.  

 

En la tabla 10 se observa que la distancia genética entre los años 2002 y 2003 

fue 0,22594 y en los años 2002 y 2004-2006 el valor Fst  fue de 0,14506. Mientras 

que los aislados de los años 2003 y 2004 – 2006 presentaron un Fst de -0,00408 

indicando una marcada baja distancia entre ambos (Tabla 10).  Estos estimados 

se expresan como una distancia genética moderada según la clasificación de los 

valores Fst  de Hartl y Clark, 1989.   

 

Tabla 10. 

Diferenciación genética mediante comparación de índices de fijación (Fst) de P. 

falciparum entre años en la ciudad de Esmeraldas. 

Fst 
Esmeraldas 

2002 
Esmeraldas 

2003 
Esmeraldas 
2004 - 2006 

Esmeraldas 2002 0,00000   

Esmeraldas 2003  0,22594 0,00000  

Esmeraldas 2004 - 2006   0,14506 -0,00408 0,00000 
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Los resultados obtenidos de la comparación entre años confirman que en 

Esmeraldas en el periodo 2002 - 2006 no se evidenció una distancia genética 

considerable de los parásitos, P. falciparum, tomando en cuenta que la baja 

diversidad es una característica propia de regiones de baja transmisión (Griffing., 

et al 2011) y coinciden con estudios realizados en Honduras (Larrañaga et al., 

2013), Haití (Carter et al., 2015), Panamá (Obaldia et al., 2015) y Colombia 

(Echeverry et al., 2013; Murillo et al., 2015).   

 

5.4.1.4 Análisis de varianza molecular (AMOVA)  

 

El análisis AMOVA se utilizó para la determinación de la variación genética 

dentro y entre grupos a partir de la comparación de los valores de los índices de 

fijación. El AMOVA se realizó empleando el software Arlequin versión 3.5.1.2. Se 

utilizaron los 7 marcadores microsatélites previamente descritos, con el fin de 

revelar diversidad genética de P. falciparum en la ciudad de Esmeraldas en el 

periodo 2002 – 2006.  

 

Para definir la fuente de variación en el procesamiento de los datos se separaron 

las muestras por año de colecta y por grupos. A cada año de colecta de los 

aislados se le denominó como subgrupo, es decir, para este análisis se 

obtuvieron 3: Esmeraldas 2002, Esmeraldas 2003 y Esmeraldas 2004 – 2006. A 

la vez estos subgrupos de parásitos se clasificaron en dos grandes grupos. Un 

grupo incluyó a Esmeraldas 2002 y Esmeraldas 2003, mientras que otro grupo 

incluyó Esmeraldas 2004 – 2006 (Tabla 11).  

 

El índice FST se relaciona con el porcentaje de variación genética entre grupos 

en función de la varianza total. El índice FSC evalúa la variación entre subgrupos, 

cuyo valor para el presente estudio fue de 0.21426, valor no significativo. La 

variación entre grupos frente a la varianza total (FCT) fue de -0.23812, valor no 

significativo. Estos valores no significativos indican que no hay diferencias 

genéticas entre los aislados colectados en los años 2002, 2003, 2004 - 2006 ni 

dentro de los subgrupos (2002-2003 y 2004-2006) (Tabla 11). Las muestras 
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colectadas en los años 2005 y 2006, debido al limitado número, se agruparon 

con las muestras colectadas en el año 2004.    

 

Estudios enfocados en grupos genéticos de parásitos que se encuentren en una 

zona geográfica delimitada determinan que existe menor diferenciación genética 

entre aislados dentro de un periodo determinado (Prajapati et al., 2011). Cabe 

recalcar que no se elimina la posibilidad de que el análisis intrapoblacional 

presente una sobre-estimación debido al número limitado de aislados 

analizados.  

 

Tabla 11. 

Análisis de la varianza molecular entre aislados del periodo 2002 – 2006 en la 

ciudad de Esmeraldas. 

 

Nota: NS Valor no significativo  

 

5.4.2 Relación genética de aislados de Plasmodium falciparum en la ciudad 

de Esmeraldas  

 

Los diagramas de nexo indican la relación genética entre parásitos de malaria, 

P. falciparum, de los años 2002 -2006. Se construyó un diagrama de red con el 

software Network versión 4.6.1.3, con el fin de determinar la relación entre 

genotipos multilocus. Los aislados fueron agrupados de acuerdo con la similitud 

de sus haplotipos. La red de nexos mostró la relación entre las muestras 

colectadas de Esmeraldas 2002, Esmeraldas 2003, Esmeraldas 2004, 

 

División 

Fuente de 

variación 

Porcentaje de 

variación 

Índice de 

fijación 

 

SUBGRUPOS:  

Esmeraldas 2002, 

Esmeraldas 2003, 

Esmeraldas 2004 – 

2006 

Entre subgrupos 

(años) y dentro 

de los grupos 

 

 

26,53 

 

 

 

FSC: 0.21426NS 

Dentro de los 

subgrupos  

97,28 FCT:-0.23812NS 
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Esmeraldas 2005 y Esmeraldas 2006, empleando 7 microsatélites neutrales 

(Figura 8). 

 

Se identificaron 6 haplotipos para los parásitos del periodo 2002 - 2006. En el 

diagrama de red se aprecia la alta relación genética de las muestras obtenidas 

en el periodo 2002 – 2006, sugiriendo que existe una baja diversidad entre los 

aislados colectados en diferentes años, lo que concuerda con los resultados de 

análisis previos (Figura 8). Además, se evidencia que los parásitos colectados 

en los años 2003 (rojo) y 2004 (amarillo) fueron los que presentaron más relación 

con la mayoría de haplotipos encontrados. Por esta razón se observa un 

dendograma muy simplificado y poco ramificado. Cuando hay diferencias 

significativas dentro de las poblaciones los dendogramas tienden a ser más 

grandes y con muchas ramificaciones (Saitou et al., 1987).  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

      

Figura 8. Diagrama de nexos entre haplotipos de P. falciparum en Esmeraldas 

en el periodo 2002 – 2006.  Cada color representa el año de colecta de los 

parásitos y el tamaño de cada círculo la frecuencia de cada haplotipo. Se observa 

la estrecha relación genética que presentan los parásitos de la malaria, P. 

falciparum. 

 

La determinación de la relación genética entre parásitos colectados en diferentes 

años en la ciudad de Esmeraldas permitió determinar que cerca del 60% (47/79) 

Esmeraldas (2002)  
Esmeraldas (2003)  

Esmeraldas (2004)  
Esmeraldas (2005)  

Esmeraldas (2006)  
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del total de las muestras compartieron un perfil genético similar, mientras que el 

40% (32/79) de las muestras se diferenciaron únicamente en uno a cinco loci.  

 

Por otro lado, el software Structure permitió inferir la estructura putativa de las 

poblaciones de P. falciparum. Esta herramienta bioinformática utiliza datos 

genotípicos a partir de marcadores moleculares, para estimar el número posible 

de grupos genéticos y asignar a grupos cada uno de los individuos con el objetivo 

de identificar migrantes (Pritchard et al., 2000; Huelsenbeck et al., 2007). 

Mientras que, para determinar K, número más probable de grupos genéticos de 

P. falciparum, se empleó el software Structure Harvester (Evanno et al., 2005).  

 

Mediante el análisis con Structure se determinó la presencia de dos 

conglomerados entre los 79 aislados de P. falciparum.  En el primer grupo 

genético, color rojo, se encontraron las 9 muestras (100%) colectadas en el 2002 

con 16 aislados del 2003, 21 aislados del 2004 y 1 aislado del 2005 (100%). En 

el grupo genético 2, color verde, están incluidas 17 muestras colectadas en el 

año 2003 junto con 14 muestras (42%) del 2004 y 1 muestra (100%) del año 

2006 (Figura 9).  

 

Figura 9. Estructura poblacional de P. falciparum en el periodo 2002 – 2006 en 

la ciudad de Esmeraldas. El análisis de conglomerados determinó la presencia 

de dos grupos genéticos (k=2) mediante el software Structure versión 2.3.4. 

Cada color representa un grupo genético diferente. 

 

Generalmente el software Structure es la primera herramienta bionformática 

utilizada para determinar la estructura poblacional de un grupo de parásitos, 

Grupo genético 1  Grupo genético 2  
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dando un preámbulo general para el análisis genético o para la inferencia de los 

posibles orígenes de aislados con características desconocidas, en periodos de 

tiempo prolongados (Porras et al., 2013).  

 

El parásito P. falciparum presenta una gamma de características genético-

poblacionales relacionadas directamente con la endemicidad y la transmisión. 

Algunos estudios enfocados en el parasito de la malaria indican que la estructura 

poblacional de P. falciparum puede ir desde poblaciones panmíticas, que se 

caracterizan por no tener apareamientos preferenciales, hasta poblaciones 

clonales (Daniels et al., 2013).  

 

5.5 Comparación entre los grupos genéticos de Plasmodium falciparum del 

periodo 2002 – 2006 y los Plasmodium falciparum del año 2013 en la ciudad 

de Esmeraldas 

 

Mediante la comparación de los grupos genéticos de P. falciparum en la ciudad 

de Esmeraldas se determinaron patrones generales de la dinámica temporal del 

parásito. La información genética de las muestras colectadas en el año 2013 

(Sáenz et al., 2015) se contrastó con las del periodo 2002 – 2006. Este estudio 

permitió estimar la variabilidad y estructura genética de P. falciparum a lo largo 

de los años.  

 

Para la comparación se analizaron un total de 111 muestras, de las cuales 79 

aislados pertenecían al periodo 2002 – 2006 y 32 muestras eran del año 2013 

(Sáenz et al., 2015). Los 32 aislados analizados por Sáenz et al., 2015, con 7 

microsatélites, fueron colectados de un brote ocurrido en el año 2013 en la 

ciudad de Esmeraldas y se caracterizaron por ser clonales.  

 

Para el procesamiento de los aislados con el software Arlequin se dividieron las 

muestras por año de colecta. Además, para poder realizar el análisis comparativo 

se dividieron las muestras en dos grupos. Con los programas Structure y Network 
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el análisis, de igual manera, se realizó según el año de procedencia de las 

muestras.    

 

En el análisis intrapoblacional se observó que la heterocigosidad esperada (He) 

del año 2013 (0,03571) (Sáenz et al., 2015) fue menor que la reportada para los 

años 2003 (0,14448) y 2004 – 2006 (0,15169) (Tabla 12). La reducción de la 

diversidad genética de P. falciparum se debe a la posible disminución del tamaño 

de la población del parásito en el año 2013, como consecuencia de la aplicación 

de los programas de control de la malaria. La posible reducción en el número de 

individuos de una población está relacionada con la pérdida de alelos diferentes 

y por ende una heterocigosidad baja (Orjuela-Sánchez et al., 2014). 

 

Tabla 12. 

Heterocigosidad esperada (He) de loci de microsatélites de P. falciparum en la 

ciudad de Esmeraldas en el periodo 2002 – 2006 y el año 2013 (Sáenz et al., 

2015).  

 

 

El índice de asociación (ISA) evaluó el grado desequilibrio de ligamiento de los 

grupos genéticos de P. falciparum en la ciudad Esmeraldas. Sáenz et al., 2015 

determinaron un valor de ISA igual a 0,4297 para los parásitos colectados en el 

año 2013. Este resultado para el índice de asociación es mayor a los 

Locus 
Esmeraldas 

2002 

Esmeraldas 

2003 

Esmeraldas 

2004 - 2006 
Media 

Esmeraldas 

2013 (Sáenz 

et al., 2015) 

TA1 0,00000 0,00000 0,00000 0,00000 0,0000 

Poly-α 0,00000 0,43561 0,42943 0,28835 0,0625 

PfPK2 0,00000 0,06061 0,10511 0,05524 0,0000 

TA109 0,00000 0,00000 0,00000 0,00000 0,0000 

2490 0,00000 0,00000 0,05556 0,01852 0,0625 

C2M34 0,00000 0,00000 0,00000 0,00000 0,0625 

C3M69 0,00000 0,51515 0,46847 0,32787 0,0625 

Media 0,00000 0,14448 0,15122 0,09857 0,03571 
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determinados para el periodo 2002 – 2006. Es decir, los parásitos colectados en 

el año 2013 (Sáenz et al., 2015) presentaron más homogeneidad que los 

colectados en el periodo 2002 – 2006. Debido a la mayor diversidad de los 

parásitos encontrados en los años 2002 -2006 se puede afirmar que existió una 

tasa mayor de recombinación y por ende un menor desequilibrio de ligamiento.       

Con el índice de fijación Fst se pudo determinar el grado de distancia genética de 

P. falciparum en los diferentes años. En la tabla 13, se observa la distancia 

genética existente entre los parásitos de Esmeraldas 2013 frente a Esmeraldas 

2002, Esmeraldas 2003 y Esmeraldas 2004 – 2006.  

 

Los valores del índice de fijación (Fst) de las muestras de este estudio con 

respeto al año 2013 fueron de 0,95110 con el año 2002, 0,63323 con el año 2003 

y para el periodo 2004 – 2006 fue de 0,65800 (Tabla 13). Se observó una alta 

distancia genética entre los aislados analizados por Sáenz et al., 2015 y los 

aislados analizados en la presente investigación. Los aislados colectados en el 

periodo 2002 – 2006 no presentan alta relación genética con los parásitos 

colectados en el año 2013. Esta diferenciación se produjo debido a una 

expansión clonal de un grupo de parásitos que se mantuvo (Sáenz et al., 2015).  

 

Tabla 13. 

Diferenciación genética mediante comparación de índices de fijación (Fst) de P. 

falciparum entre años 2002 – 2006 y el año 2013 (Sáenz et al., 2015) en la ciudad 

de Esmeraldas. 

 

 

 

 

 

 

 
 

Mediante el AMOVA se determinó la diferenciación genética de los aislados de 

P. falciparum en la ciudad de Esmeraldas. Para el procesamiento de las 111 

Fst 
Esmeraldas 2013 

(Sáenz et al., 2015)  

Esmeraldas 2002 0,95110 

Esmeraldas 2003  0,63323 

Esmeraldas 2004 - 2006   0,65800 

Esmeraldas 2013 0,00000 
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muestras se clasificaron a los parásitos en dos grupos. Los grupos 

predeterminados fueron: grupo 1 (Esmeraldas 2002 – 2006) y grupo 2 

(Esmeraldas 2013). La diferenciación encontrada dentro de los subgrupos (años) 

mediante el valor del FCT fue 0.58135, valor significativo. Mientras que los valores 

para el índice de asociación FSC = 0.09633 y para el índice de fijación FST fue 

0.62168, y no presentaron significancia (Tabla 14). Es decir, los parásitos del 

periodo 2002 – 2006 presentaron baja diferencia genética entre ellos, mientras 

que se evidenció una diferenciación considerable entre los parásitos de los años 

2002 – 2006 frente a los parásitos del 2013 con un porcentaje de variación del 

58,13%.  

 

Estos resultados implican que los grupos genéticos presentes a lo largo de los 

años en la ciudad de Esmeraldas presentan variaciones genéticas significativas 

dificultando así los esfuerzos realizados por los sistemas de control de la malaria. 

 

Tabla 14. 

Análisis de la varianza molecular entre aislados del periodo 2002 – 2006 y 2013 

(Sáenz et al., 2013) en la ciudad de Esmeraldas. 
 

Nota: * Valor significativo  

         NS Valor no significativo  

 

División Fuente de variación 
Porcentaje de 

variación 

Índice de 

fijación 

Dos grupos: 

Esmeraldas 2002, 

Esmeraldas 2003, 

Esmeraldas 2004 – 

2006 y Esmeraldas 

2013 (Sáenz et al., 

2013) 

Entre grupos 58,13 

 

FST: 0.62168NS 

Entre los subgrupos 

(años) dentro de los 

grupos 

 

4,03 

 

 

 

FSC: 0.09633NS 

 

Dentro de los 

subgrupos 

37,83 FCT:0.58135* 
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La determinación de los valores de FST permitió medir el nivel de diferenciación 

entre grupos, así como también los índices de asociación FSC y FCT determinaron 

la diferenciación de la heterocigosidad de la población y la diferenciación dentro 

de las poblaciones (Wright, 1949).    

 

Mediante el software Network se creó un diagrama de relación entre los parásitos 

de malaria de los periodos 2002 – 2006 y 2013 (Sáenz et al., 2015).  

 

Cada aislado se agrupó según la similitud de su haplotipo. Se determinó la 

presencia de 10 haplotipos, en el cual las muestras colectadas en el año 2013 

(plomo) presentaron el mismo haplotipo y conformaron una sola agrupación 

(Sáenz et al., 2015).  

 

Los parásitos del periodo 2002 – 2006 presentaron de 2 a más loci de diferencia 

con los parásitos colectados en el año 2013 (Sáenz et al., 2015) (Figura 10).   

  

Las muestras colectadas en el periodo 2002 – 2006 se relacionaron 

genéticamente entre ellas, las muestras pertenecientes a los años 2003 y 2004 

están presentes en la mayor parte de haplotipos descritos en la figura 10.  

 

Los círculos de menor tamaño corresponden a las muestras Pfeh.25, Pfeh.46, 

Pfeh.55, Pfeh.77 y PF031 (Esmeraldas 2013) que presentaron haplotipos únicos 

(Figura 10).    
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Figura 10. Diagrama de nexo entre haplotipos de P. falciparum en Ecuador.  La 

red muestra la relación genética que presentan las muestras tomadas en la 

provincia de Esmeraldas a lo largo del tiempo basado en perfiles de 7 

microsatélites neutrales. Cada color indica el año de colección de las muestras, 

mientras que el tamaño de los círculos representa la frecuencia de cada 

haplotipo.  Las muestras colectadas en los años 2002 a 2006 presentaron 

relación entre ellas, mientras que casi todas las muestras tomadas en el año 

2013 (Sáenz et al., 2015) formaron una agrupación. Software: Network 5.0.0.1. 

 

El 97% de las muestras colectadas en el año 2013 (Sáenz et al., 2015) 

comparten el mismo haplotipo, es decir, son genéticamente similares y forman 

un único grupo (Sáenz et al., 2015), mientras que las muestras colectadas en el 

Esmeraldas (2002)  
Esmeraldas (2003)  

Esmeraldas (2004)  
Esmeraldas (2005)  

Esmeraldas (2006)  
Esmeraldas (2013)  

PF031 

Pfeh.77 

Pfeh.46 

Pfeh.25 Pfeh.55 
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periodo 2002 – 2006 se relacionaron entre ellas, y presentaron mayor variación 

genética.  

 

Sáenz et al., 2015 determinaron que los parásitos colectados en el año 2013 

presentaron un perfil genético similar a un único aislado colectado en 1990 en la 

costa ecuatoriana. Se puede especular que los aislados del periodo 2002 – 2006 

han estado presentes desde hace mucho tiempo. Desgraciadamente no se 

conoce si estos parásitos estaban circulando en el periodo 2002-2006.   

 

Con el análisis de los programas Structure y Structure Havester (en línea), se 

determinó la estructura de la población de P. falciparum. El número k más 

probable para la estimación de grupos genéticos fue 3, es decir, que las muestras 

colectadas en los años 2002 – 2006 y 2013 se agruparon en 3 conglomerados.  

 

El primer conglomerado, color rojo, abarcó 17 aislados del año 2003, 13 aislados 

del año 2004, 1 aislado del año 2006 y 1 aislado del 2013. En el segundo 

conglomerado, color verde, se encontraron 9 muestras del año 2002, 16 

muestras del año 2003, 22 muestras del 2004 y una muestra del 2005. La 

muestra PF031 (conglomerado rojo) colectada en el año 2013 presentó un 

haplotipo similar a los parásitos del año 2003, 2004 y 2006.  

 

El resto de muestras colectadas en el año 2013 formaron un solo grupo, color 

azul (Figura 11). La muestra PF031, colectada y analizada por Sáenz et al., 2015, 

posiblemente puede ser el resultado de una población residual de parásitos de 

años anteriores, es por esta razón que es el único aislado que se relaciona 

genéticamente con las muestras obtenidas en el periodo 2002 – 2006, mientras 

que el resto de aislados se conservan en un solo conglomerado.  

 

A pesar de que todas las muestras utilizadas en este estudio provinieron de la 

ciudad de Esmeraldas, se evidenció un alto grado de distancia genética entre los 

parásitos colectados en los años 2002 – 2006 y los parásitos del año 2013 

(Sáenz et al., 2015), esto ocurre debido a la alta tasa de migración tanto interna 
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como externa (entre países) o a que las poblaciones actuales pueden haber sido 

resultado de la mezcla de poblaciones de parásitos genéticamente diversos  

 

 

 

  

 

 

 

 

 

Figura 11. Inferencia de la estructura genética de P. falciparum en Esmeraldas 

entre los años 2002 a 2006 y 2013 mediante el programa Structure versión 2.3.4. 

Cada segmento de color representa una subpoblación genética (K = 1-5). 

Structure Harvester determinó que el número más probable de grupos genéticos 

es K = 3.   

 

5.5.1 Frecuencia de grupos genéticos de Plasmodium falciparum en los 

años 2002 – 2006 y 2013 

 

La determinación de la dinámica de los grupos genéticos presentes a lo largo del 

tiempo permite conocer la frecuencia de las variaciones de los genes en P. 

falciparum. Para este análisis se emplearon las muestras colectadas en el año 

2002 – 2006 y 2013 (Sáenz et al., 2015). En base a los resultados obtenidos 

previamente con el software Structure, se determinó la presencia de 3 

conglomerados (grupos genéticos) utilizando 7 marcadores microsatélites, que 

denominamos grupo genético 1, grupo genético 2 y grupo genético 3. En la figura 

12 se resume la frecuencia de los haplotipos encontrados en los años 2002 – 

2006 y 2013. Además, se creó un diagrama de red en el cual se relacionaron los 

haplotipos encontrados en el periodo 2002 – 2006 y 2013 (Figura 13).  
 

Grupo genético 1  Grupo genético 2  Grupo genético 3  
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Figura 12. Dinámica temporal de los grupos genéticos presentes en la ciudad de 

Esmeraldas en el periodo 2002 – 2006 y 2013 (Sáenz et al., 2015). Cada color 

representa a un grupo genético diferente determinado por el software Structure. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
 

Figura 13. Diagrama de red de haplotipos presentes en la ciudad de Esmeraldas 

en el periodo 2002 – 2006 y 2013 (Sáenz et al., 2013). Se puede observar un 

diagrama de red, idéntico al de la figura 10 (por años), donde la distribución de 

los parásitos colectados en el periodo 2002 – 2006 se encuentran agrupados por 

grupos genéticos determinados por el software Structure. Cada color representa 

un grupo genético diferente.    

Grupo genético 1 Grupo genético 2   Grupo genético 3   

PF031 

Pfeh.77 

Pfeh.46 

Pfeh.25 Pfeh.55 
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El grupo genético 1 se mantuvo en el 52% de los aislados del año 2003, el 37% 

de los aislados del 2004, el 100% de los aislados del 2006 y el 3% de los aislados 

del año 2013, mientras que en el grupo genético 2 se conservaron el 100% de 

las muestras colectadas en el año 2002, el 48% de las muestras colectadas en 

el 2003, en el 63% de las muestras colectadas en el año 2004 y la única muestra 

del año 2005. Finalmente, el grupo genético 3 estuvo presente en el 97% de las 

muestras colectadas en el 2013 (Sáenz et al., 2015).  

 

El grupo genético 1 no se evidenció en el año 2002 ni en el año 2005, pero en el 

año 2003 aumentó su frecuencia, disminuyendo nuevamente en el año 2004, 

pero permaneció presente en el año 2006.  

 

Por otro lado, se evidenció que el grupo genético 2 incrementó su frecuencia 

desde el 2002 hasta el 2004 y se mantuvo presente en el año 2005. En el año 

2013 se encontró una sola muestra perteneciente al grupo genético 1, 

correspondiente al aislado PF031, muestra analizada previamente por Sáenz et 

al., 2015.  

 

El grupo genético 3 únicamente se encontró en el año 2013.  

 

5.6 Análisis genético de Plasmodium falciparum ecuatorianos y de países 

vecinos    

 

La genotipificación de marcadores moleculares neutrales es una de las 

principales herramientas empleadas para la determinación de la estructura 

poblacional de P. falciparum.  

 

El consenso en el uso de un determinado número de microsatélites neutrales, 

para el análisis genético, permite la comparación entre grupos genéticos del 

parásito de la malaria. Es por esta razón que estudios realizados en América 

Latina han reportado un panel típico de 7 microsatélites neutrales (Griffing et al., 

2011; Larrañaga et al., 2013; Akinyi et al., 2013; Abdallah et al., 2015; Akinyi et 
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al., 2015; Murillo et al 2015; Sáenz et al., 2015; Vera, 2015; Baldeviano et al., 

2015; Akinyi et al., 2016; Dorado et al; 2016) para la determinación de la 

diversidad genética de P. falciparum en la región.   

 

Las técnicas moleculares de genotipado han permitido identificar la fuente de los 

parásitos importados, los patrones de migración, así como también la dinámica 

de la transmisión, la diversidad y estructura genética de P. falciparum.  

 

5.6.1 Análisis comparativo de los grupos genéticos de Plasmodium 

falciparum ecuatorianos (2002 – 2006 y 2013) con Plasmodium falciparum 

peruanos  

 

Para este estudio comparativo se analizaron las muestras colectadas en el 

periodo 2002 – 2006 y 2013 (Sáenz et al., 2015) y los aislados, colectados en 

los años 1999 -2000, previamente analizados por Griffing et al., 2011, utilizando 

7 marcadores microsatélites neutrales.  

 

El análisis comparativo se llevó a cabo dividiendo las muestras de Ecuador por 

año de colecta (Esmeraldas 2002, Esmeraldas 2003, Esmeraldas 2004, 

Esmeraldas 2005, Esmeraldas 2006 y Esmeraldas 2013 (Sáenz et al., 2015)) y 

los cinco linajes clonales descritos en Perú (A, B, C, D y E) (Griffing et al., 2011).  

 

Un total de 250 aislados se procesaron, de los cuales 111 muestras fueron de 

Ecuador y 149 muestras de Perú. Los programas Arlequin, Structure y Network 

permitieron determinar la estructura y relación de los grupos genéticos de 

Plasmodium falciparum entre los dos países.  

 

El primer análisis se realizó con el software Arlequin, que estimó el valor de los 

índices de fijación Fst. Mediante el estadístico Fst se determinó la distancia 

genética existente entre las muestras procedentes de Ecuador y Perú.  
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La diferencia encontrada entre los aislados analizados de Ecuador (2002- 2006) 

y Perú, varía de 0,32072 a 0,85796, determinando que existen altos niveles de 

distancia genética entre los grupos genéticos (Tabla 15).  

 

Los parásitos colectados en los años 2002 – 2006 y 2013 (Sáenz et al., 2015) 

presentaron mayor diferenciación con el linaje clonal B de Perú, con valores de 

Fst que oscilaron entre 0,52118 y 0,88081 (Esmeraldas 2003 y Linaje clonal B; 

Esmeraldas 2013 y Linaje clonal B). Estos resultados coinciden con los datos 

reportados por Sáenz et al., 2015; Vera, 2015.  

 

Además, se evidenció menor distancia genética entre las muestras de 

Esmeraldas 2002, Esmeraldas 2003 y Esmeraldas 2004 – 2006 con el linaje 

clonal D con valores de Fst de 0,54107, 0,32077 y 0,36020 respectivamente.  

 

Los aislados de Esmeraldas 2013 comparados con el linaje clonal E son casi 

idénticos genéticamente (Sáenz et al., 2015) (Tabla 15).   
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Los grupos genéticos de P. falciparum correspondientes a los años 2002 – 2006, 

con valores de índice de fijación que oscilaron entre 0,32077 a 0,85796 (Tabla 

15), revelaron que las distancias genéticas entre grupos de parásitos son 

significativas con el país vecino, esto se debe posiblemente a la distancia y 

barreras geográficas entre las dos localidades.   

 

Algunos estudios han determinado la existencia de diferenciación genética 

significativa del parásito de la malaria entre regiones continentales (Anderson et 

al., 2000; Manske et al., 2012), entre países (Creasey et al., 1990) e incluso 

dentro un país (Anderson et al., 1999; Fricke et al., 2010). Además, la diversidad 

genética de los grupos genéticos del parásito de la malaria P. falciparum está 

relacionada con la intensidad de la trasmisión de la enfermedad en cada 

localidad (Obaldia et al., 2015), en donde los índices de diferenciación genética 

pueden explicar el grado de adaptabilidad de los parásitos en una región en 

particular en un tiempo determinado (Larrañaga et al., 2013). Cabe recalcar que 

la migración influye en la transferencia de genes de una población a otra y, como 

consecuencia de esto ocurre la aparición de nuevas variantes genéticas (Wright, 

1949).      

 

El diagrama de nexo de haplotipos de P. falciparum, se creó comparando los 

aislados colectados en el periodo 2002 – 2006 y 2013 (Sáenz et al., 2015) en la 

ciudad de Esmeraldas – Ecuador, con los cinco linajes clonales A, B, C, D, E 

reportados en Perú en los años 1999 – 2000 (Griffing et al., 2011). La red de 

nexo reveló la relación genética existente entre la mayor parte de las muestras 

de Ecuador. Las muestras analizadas fueron agrupadas según la similitud de sus 

haplotipos, independientemente de la ubicación geográfica.  

 

Las muestras colectadas en el periodo 2002 – 2006 y 2013 (Sáenz et al., 2015) 

se ubicaron a la izquierda del diagrama de red, indicando la relación genética 

existente entre los parásitos de este periodo con el linaje clonal E de Perú. De 

igual manera, la mayor parte de las muestras colectadas en el año 2013  

presentaron el mismo haplotipo que las muestras pertenecientes al linaje clonal 
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E (Sáenz et al., 2015). El aislado PF031 colectado en el año 2013 presentó 

mayor relación con el linaje D del vecino país (Sáenz et al., 2015). La mayoría 

de las muestras pertenecientes a Perú permanecieron agrupadas en una sola 

zona del diagrama, en donde los linajes A y B presentaron mayor relación entre 

ellos y el linaje clonal D se encontró mucho más cercano a los aislados de 

Ecuador (Figura 14).    

 

 

 

 

  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 14. Red de haplotipos de P. falciparum ecuatorianos y peruanos. 

Diagrama realizado con el software Network 5.0.0.1, que indica la relación 

genética de las muestras colectadas en los años 2002 – 2006 y 2013 (Sáenz et 

al., 2013) (Ecuador) con los linajes clonales A, B, C, D y E (Perú).      

 

 

 

Esmeraldas (2002)  
Esmeraldas 
(2003)  Esmeraldas 
(2004)  

Esmeraldas 
(2005)  Esmeraldas 
(2006)  Esmeraldas 
(2013)  

Linaje clonal A  
Linaje clonal B  

Linaje clonal C  
 

Linaje clonal D  
 Linaje clonal E  
 

PF031  
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La estructura de los grupos genéticos de P. falciparum se infirió mediante 

Structure y Structure Harvester (en línea). En el análisis de los parásitos 

ecuatorianos con los parásitos peruanos se determinó que k = 5, siendo este 

valor del número de grupos genéticos más probables (Figura 15) encontrado 

entre los parásitos analizados de Ecuador y Perú. 

 

Se evidenció que el grupo genético 1 contenía 31 aislados del año 2013 (Sáenz 

et al., 2015) y 32 aislados del linaje clonal E, mientras que en el grupo genético 

2 se encontraron 9 muestras del año 2002, 16 muestras del 2003, 23 muestras 

del 2004, 1 muestra del 2005 y 12 muestras del linaje clonal E. El grupo genético 

3 estuvo compuesto por 25 muestras pertenecientes al linaje clonal A, 17 

muestras del linaje clonal B y 1 muestra del linaje clonal D. El grupo genético 4 

abarcó 26 muestras del linaje clonal C y 27 muestras del linaje clonal D. 

Finalmente, en el grupo genético 5 se agruparon 17 muestras del 2003, 12 

muestras del 2004 y 1 muestra del 2006.  
 

 
 

 

Figura 15. Diagrama de la estructura poblacional de P. falciparum de Ecuador y 

Perú. Diagrama realizado con el software Network 5.0.0.1, que indica la relación 

genética de las muestras colectadas en los años 2002 – 2006 y 2013 (Sáenz et 

al., 2015) (Ecuador) con los linajes clonales A, B, C, D y E, (Perú) (Griffing et al., 

2011). Cada color representa un grupo genético diferente de P. falciparum. Se 

observa 5 grupos genéticos definidos, en donde, los parásitos colectados en los 

años 2002 – 2006 formaron dos conglomerados (grupo genético 2 y grupo 

genético 5) y las muestras del año 2013 (Sáenz et al., 2015) se mezclaron con 

los parásitos pertenecientes al Linaje clonal E (Perú) (Griiffing et al., 2011).     
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En los grupos genéticos 1 y 2 se mezclaron las muestras obtenidas en 

Esmeraldas - Ecuador con los linajes clonales encontrados en Perú. Mientras 

que en el grupo genético 5 solo se encontraron muestras pertenecientes a 

Ecuador y en el grupo genético 3 y 4 únicamente se encuentran aislados de Perú. 

Cabe recalcar que algunas muestras del periodo 2002 – 2006 compartieron el 

mismo haplotipo con el linaje clonal E, además, se evidenció una cercanía con 

los parásitos pertenecientes al linaje D, mientras que con el resto de linajes (A, 

B y C) se observó menor relación genética.  

 

5.6.2 Análisis comparativo de los grupos genéticos de Plasmodium 

falciparum ecuatorianos y colombianos  

 

En este análisis se caracterizaron los grupos genéticos de Esmeraldas – Ecuador 

y las poblaciones antes descritas en Colombia por Murillo et al., 2015, empleando 

7 marcadores neutrales.   

 

Para el análisis comparativo entre parásitos de Ecuador y Colombia se utilizaron 

un total de 202 muestras. Las muestras provenientes de Ecuador (n=111) se 

clasificaron de acuerdo al año de colecta, descrito anteriormente, mientras que 

los aislados de Colombia (n=91) se dividieron por localidades (Amazonas, 

Córdoba, Nariño y Valle), con el fin de determinar si los grupos genéticos de P. 

falciparum ecuatorianos se encuentran relacionados genéticamente con los 

parásitos de Colombia. Se calculó el estadístico Fst para los 7 microsatélites 

neutrales (Tabla 16). Las muestras ecuatorianas presentaron mayor distancia 

genética con las muestras pertenecientes a la localidad Amazonas, mientras que 

se evidenció menor distancia con las localidades de Nariño y Valle. Los aislados 

de Esmeraldas 2003 presentaron alta similitud genética con Nariño y Valle, cuyos 

valores Fst fueron 0,19901 y 0,18958 para cada localidad, respectivamente.  
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Mediante el software Network se realizó el análisis de nexos con el fin de 

determinar la relación entre haplotipos encontrados en las poblaciones 

ecuatorianas y colombianas (Figura 16).    

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

  

 

 

 

 

 

 

Figura 16. Red de haplotipos de P. falciparum ecuatorianos y colombianos. 

Diagrama realizado con el software Network 5.0.0.1, que indica la relación 

genética de las muestras colectadas en los años 2002 – 2006 y 2013 (Sáenz et 

al., 2015) (Ecuador) con las localidades Amazonas, Valle, Córdoba y Nariño 

(Colombia) (Murillo et al., 2015).     
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Se puede evidenciar un diagrama de red complejo, donde las muestras 

pertenecientes a Ecuador se encontraron agrupadas únicamente en una zona, 

indicando la relación genética existente entre ellas, mientras que las localidades 

analizadas de Colombia se encuentran mucho más dispersas.  

 

Los aislados colectados en el año 2013 (Sáenz et al., 2015) mostraron una 

estrecha relación con los aislados provenientes del Valle. Las muestras 

colectadas en el periodo 2002 – 2006 precisaron tener mayor relación con los 

aislados de la localidad de Nariño.  

 

Los resultados obtenidos mediante la creación del diagrama de nexos coinciden 

con los valores de los índices de fijación, ya que se ratificó la cercanía de las 

muestras de Esmeraldas 2002 – 2006 con la localidad de Nariño y el Valle. La 

evidente relación genética entre los aislados de Esmeraldas puede estar 

marcada por migraciones existentes entre Ecuador y Colombia y por la cercanía 

geográfica de las dos localidades.   

 

Structure se empleó para establecer la estructura genética de la población de los 

parásitos de la malaria. Este software utiliza procesos de inferencia bayesiana 

para determinar el número de grupos genéticos más probable, además, mostró 

qué aislado está asignado en una población específica.     

 

En el grupo genético 1 se agruparon 4 muestras provenientes de Córdoba, 13 

muestras de Nariño y 20 muestras del Valle. El grupo genético 2 estuvo 

compuesto por 9 aislados de Esmeraldas 2002, 16 aislados del año 2003, 21 

aislados del 2004 y 1 aislado del 2005. El grupo genético 3 constó de 16 

muestras del Amazonas. El grupo genético 4 abarcó 31 muestras del año 2013 

y 3 muestras del Valle. Finalmente, el grupo genético 5 estuvo conformado por 

8 muestras de Nariño, 13 muestras de Córdoba y 1 muestra colectada en el año 

2013 (Sáenz et al., 2013), mientras que el grupo genético 6 estuvo conformado 

por 13 aislados de Nariño, 1 muestra del Valle, 17 muestras del año 2003, 13 

muestras del 2004 y 1 muestra del 2006 (Figura 17).  
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Figura 17. Inferencia de la estructura genética de P. falciparum en Esmeraldas 

entre los años 2002 a 2006 y 2013 (Sáenz et al., 2013) y las localidades de 

Colombia: Amazonas, Córdoba, Nariño y Valle, mediante el programa Structure 

versión 2.3.4. Cada segmento de color representa un grupo genético diferente. 

Structure Harvester (programa en línea) determinó que el número más probable 

de grupos genéticos es K = 6. El grupo genético 2 abarcó la mayor parte de las 

muestras ecuatorianas del periodo 2002 – 2006, en el grupo genético 4 de 

agruparon las muestras colectadas en el año 2013 (Sáenz et al., 2015), mientras 

que en el grupo genético 6 se mezclaron los parásitos ecuatorianos con los 

parásitos colombianos.   

 

En el análisis de la determinación del número de grupos genéticos de P. 

falciparum se encontró que el 31% de las muestras colectadas en Esmeraldas 

2002 - 2006 se agruparon en el mismo conglomerado que las muestras 

obtenidas en Nariño (Colombia) (grupo genético 6), determinando la cercanía 

genética de estos parásitos. Mientras que el 69% de las muestras restantes se 

encontraron en un solo grupo (grupo genético 2), sin mezclarse con ninguna 

localidad de Colombia. Por otro lado, los 97% de los aislados obtenidos en 

Esmeraldas 2013 se relacionaron con aislado provenientes del Valle (Colombia) 

(grupo genético 4). Sin embargo, la muestra PF031, del año 2013 (Sáenz et al., 

2015), presentó una mayor relación genética con muestras obtenidas en 

Córdoba y el Valle (grupo genético 5).   
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5.6.3 Análisis comparativo de los grupos genéticos de Plasmodium 

falciparum ecuatorianos, peruanos y colombianos  

 

Se realizó la caracterización de los grupos genéticos de P. falciparum presentes 

en Ecuador colectados en el periodo 2002-2006 y en el año 2013 (Sáenz et al., 

2015), en Perú de los años 1999 y 2000 (Grifing et al., 2011) y en Colombia del 

periodo 1999 a 2009 (Murillo et al., 2015), mediante el uso de siete microsatélites 

neutrales.  

 

Un total de 342 muestras fueron procesadas utilizando los programas Structure 

y Network. El análisis comparativo de los parásitos se realizó entre Ecuador por 

años de colecta (2002 – 2006 y 2013), Perú por linajes clonales (A, B, C, D y E) 

y Colombia por localidades (Amazonas, Córdoba, Nariño y Valle).    

 

El software Network permitió conocer la relación genética entre los parásitos de 

la malaria de las diferentes localidades. Cada aislado fue agrupado según la 

semejanza de su haplotipo. El resultado del análisis comparativo entre aislados 

ecuatorianos con países vecinos determinó la similitud genética entre los 

parásitos de la localidad de Nariño y Valle (Colombia) con los parásitos 

colectados en Esmeraldas 2002 – 2006, sugiriendo la existencia de flujo génico 

entre las localidades, posiblemente debido a la cercanía geográfica (Figura 18).  

 

Además, se evidenció una diferencia genética con los linajes clonales A, B y C 

de Perú, posiblemente influenciada por la distancia geográfica entre localidades, 

mientras que el linaje clonal E presentó mayor relación genética con los parásitos 

del periodo 2002 - 2006 (Figura 18), confirmando la similitud genética existente 

entre parásitos ecuatorianos y peruanos previamente reportados por Sáenz et 

al., 2015. 
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Figura 18. Red de haplotipos de P. falciparum ecuatorianos, peruanos y 

colombianos. Diagrama realizado con el software Network 5.0.0.1, que indica la 

relación genética de las muestras colectadas en Esmeraldas en el periodo 2002 

– 2006 y 2013 (Sáenz et al., 2015) (Ecuador) con las localidades Amazonas, 

Valle, Córdoba y Nariño (Colombia) (Murillo et al., 2015) y los linajes clonales (A, 

B, C, D y E) encontrados en Perú (Griffing et al., 2011).      
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Se determinó la estructura poblacional de P. falciparum entre Ecuador, Perú y 

Colombia. El número más probable de grupos genéticos fue k=6 (Figura 19).  

 

 

 

 

 

 
 

Figura 19. Inferencia de la estructura genética de P. falciparum en Esmeraldas 

entre los años 2002 a 2006 y 2013 (Sáenz et al., 2013) con los linajes clonales: 

A, B, C, D y E, (Perú) (Griffing et al., 2011) y las localidades de Colombia: 

Amazonas, Córdoba, Nariño y Valle, mediante el programa Structure versión 

2.3.4. Cada segmento de color representa un grupo genético diferente. Structure 

Harvester (programa en línea) determinó que el número más probable de grupos 

genéticos es K = 6.  

 

El grupo genético 1 (rojo) estuvo conformado por 17 aislados del 2003 

(Esmeraldas), 13 de 2004 (Esmeraldas), 1 de 2006 (Esmeraldas), 1 del Valle 

(Colombia) y 13 de Nariño (Colombia), mientras que en el grupo genético 2 

(verde) se agruparon 9 muestras del 2002 (Esmeraldas), 16 muestras del 2003 

(Esmeraldas), 22 muestras del 2004 (Esmeraldas), la única muestra del 2005 

(Esmeraldas) y 12 muestras del linaje clonal E (Perú). El grupo genético 3 (azul) 

abarcó 24 parásitos del linaje clonal A (Perú), 17 parásitos del linaje clonal B 

(Perú) y 16 parásitos de la localidad Amazonas de Colombia, mientras que 25 

muestras pertenecientes al linaje clonal C (Perú), 27 muestras del linaje clonal D 

(Perú), 1 muestra de Esmeraldas del año 2013 y 1 muestra de Nariño se 

agruparon en el grupo genético 4 (amarillo). En el grupo genético 5 (lila) se 

evidenció 16 aislados de Córdoba, 21 aislados de Valle y 20 aislados de Nariño. 

Finalmente, en el grupo genético 6 (celeste) estuvieron 31 parásitos del año 2013 

(Esmeraldas), 31 parásitos del linaje clonal E (Perú) y 3 parásitos de Valle 

(Colombia).       
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Cada uno de los grupos genéticos establecidos por el software Structure fue 

representado con diferentes colores en un mapa, donde se mostró la distribución 

de los grupos genéticos en Esmeraldas y localidades cercanas a Ecuador en 

Perú y Colombia (Figura 20).     

 

 

 

 

 

 

  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 20. Distribución de los grupos genéticos obtenidos mediante el software 

Structure (K=6) en las localidades de Ecuador (Esmeraldas), Perú (Zarumilla, 

Bellavista y Amazonas del Oeste) y Colombia (Nariño y Valle).  Cada color 

representa un grupo genético distinto en donde el Grupo genético 1 - Rojo; Grupo 

genético 2 - Verde; Grupo genético 3 – Azul; Grupo genético 4 – Amarillo; Grupo 

genético 2 – Fucsia; Grupo genético 6 - Turquesa.  

 

En la localidad de Esmeraldas (Ecuador), en el periodo 2002 – 2006 se 

determinó la presencia de 2 grupos genéticos (grupo genético 1 y grupo genético 
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2), mientras que en el año 2013 los parásitos se distribuyeron de igual manera 

en dos grupos genéticos (grupo genético 4 y grupo genético 1).  

 

Los parásitos de la ciudad de Esmeraldas del periodo 2002- 2006, en su mayoría, 

presentaron relación con los grupos genéticos de Nariño y Valle (Grupo genético 

– Rojo), posiblemente debido a la cercanía geográfica; mientras que los aislados 

colectados en el año 2013 presentaron mayor relación genética con Zarumilla 

(Perú) (Grupo genético - Celeste), lo que sugiere migración entre las localidades 

o posiblemente los parásitos pueden haber estado en Ecuador desde antes. 

Además, algunos de los P. falciparum ecuatorianos (2002 – 2006) mostraron ser 

genéticamente similares a ciertos parásitos de las localidades de Zarumilla y 

Bellavista (Grupo genético verde), que pertenecen en su mayoría al linaje clonal 

E.  El grupo genético 2 fue compartido únicamente entre Ecuador y Perú 

coincidiendo con el análisis del literal 5.6.1. cuyo resultado determinó una 

distancia genética baja entre los parásitos de dichas localidades. 

 

Se evidenció que el grupo genético 4 estuvo presente en Ecuador, Perú y 

Colombia al igual que el grupo genético 6, indicando que existe flujo genético 

entre las diferentes localidades, lo que genera diversidad genética.  

 

Este estudio indica que la estructura poblacional de P. falciparum en la región se 

encuentra influenciada por la constante migración del parásito, además de las 

constantes fluctuaciones de la intensidad de transmisión de la enfermedad, 

generando así mayor diversidad genética.  
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6. CONCLUSIONES Y RECOMENDACIONES 

 

6.1 Conclusiones  

 

El análisis de la estructura poblacional del parásito de la malaria, utilizando 7 

microsatélites neutrales, en la ciudad de Esmeraldas, evidenció la presencia de 

dos grupos genéticos de P. falciparum en el periodo 2002 – 2006.    

 

La diversidad de los grupos genéticos de P. falciparum en Esmeraldas en el 

periodo 2002 – 2006 fue baja.  

 

Mediante la comparación de los grupos genéticos de P. falciparum del periodo 

2002 a 2006 con parásitos colectados en el año 2013 se determinó que son 

genéticamente distantes.  

 

Los parásitos que circularon en los años 2002 – 2006 en la ciudad de Esmeraldas 

estuvieron cercanamente relacionados con los parásitos encontrados en las 

localidades de Nariño y el Valle (Colombia). Por otro lado, únicamente los 

parásitos de los linajes clonales D y E, procedentes de Perú, presentaron 

relación genética con los parásitos ecuatorianos, mientras que los parásitos de 

los linajes clonales A, B, y C mostraron mayor diferenciación. 

 

La diversidad genética del parásito de la malaria, P. falciparum se encuentra 

principalmente influenciada por la constante migración que puede estar 

transportando parásitos de un país a otro.  

 

6.2 Recomendaciones  

 

Realizar muestreos periódicos para obtener información genética importante 

acerca de la dinámica de los parásitos de la malaria, P. falciparum, circulantes 

en el Ecuador.   
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Realizar estudios más profundos que abarquen mayor número de localidades y 

muestras de la Costa y Amazonía ecuatoriana con el fin de caracterizar de 

manera efectiva los grupos genéticos de P. falciparum circulantes en el Ecuador. 

 

Comparar los grupos genéticos de los parásitos de la malaria, Plasmodium 

falciparum, del periodo 2002 – 2006 con parásitos de otras localidades 

ecuatorianas para comprender el cambio de la dinámica y estructura de las 

poblaciones a lo largo de los años.  

 

Realizar análisis adicionales de los grupos genéticos encontrados en el periodo 

2002 – 2006 con el fin conocer como los procesos de recombinación de los 

parásitos influyen en la diversidad genética de los mismos, además es 

importante construir árbol del “vecino más cercano” para determinar el origen de 

P. falciparum.  

 

Compartir los resultados obtenidos en la presente investigación acerca de la 

biología de Plasmodium falciparum con los programas de control y eliminación 

del MSP, mediante la colaboración multisectorial que permita fortalecer el 

entendimiento de la dinámica de los grupos genéticos del parásito de la malaria, 

para así contribuir en el proceso de eliminación de la malaria en el Ecuador. 
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Anexo 1. 

Listado de muestras de P. falciparum para el presente estudio. 

 

Código Provincia Cantón Cuidad 
Fecha de 

colecta 

Pfeh.01 Esmeraldas Esmeraldas Esmeraldas nov-2002 

Pfeh.02 Esmeraldas Esmeraldas Esmeraldas feb-2002 

Pfeh.03 Esmeraldas Esmeraldas Esmeraldas mar-2002 

Pfeh.04 Esmeraldas Esmeraldas Esmeraldas mar-2002 

Pfeh.05 Esmeraldas Esmeraldas Esmeraldas abr-2002 

Pfeh.06 Esmeraldas Esmeraldas Esmeraldas abr-2002 

Pfeh.07 Esmeraldas Esmeraldas Esmeraldas dic-2002 

Pfeh.08 Esmeraldas Esmeraldas Esmeraldas dic-2002 

Pfeh.09 Esmeraldas Esmeraldas Esmeraldas dic-2002 

Pfeh.10 Esmeraldas Esmeraldas Esmeraldas jun-2003 

Pfeh.11 Esmeraldas Esmeraldas Esmeraldas jun-2003 

Pfeh.12 Esmeraldas Esmeraldas Esmeraldas ago-2003 

Pfeh.13 Esmeraldas Esmeraldas Esmeraldas ago-2003 

Pfeh.14 Esmeraldas Esmeraldas Esmeraldas ene-2003 

Pfeh.15 Esmeraldas Esmeraldas Esmeraldas ene-2003 

Pfeh.16 Esmeraldas Esmeraldas Esmeraldas ene-2003 
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Pfeh.17 Esmeraldas Esmeraldas Esmeraldas ene-2003 

Pfeh.18 Esmeraldas Esmeraldas Esmeraldas ene-2003 

Pfeh.19 Esmeraldas Esmeraldas Esmeraldas ene-2003 

Pfeh.20 Esmeraldas Esmeraldas Esmeraldas mar-2003 

Pfeh.21 Esmeraldas Esmeraldas Esmeraldas may-2003 

Pfeh.22 Esmeraldas Esmeraldas Esmeraldas may-2003 

Pfeh.23 Esmeraldas Esmeraldas Esmeraldas may-2003 

Pfeh.24 Esmeraldas Esmeraldas Esmeraldas jun-2003 

Pfeh.25 Esmeraldas Esmeraldas Esmeraldas dic-2003 

Pfeh.26 Esmeraldas Esmeraldas Esmeraldas dic-2003 

Pfeh.27 Esmeraldas Esmeraldas Esmeraldas feb-2003 

Pfeh.28 Esmeraldas Esmeraldas Esmeraldas sep-2003 

Pfeh.29 Esmeraldas Esmeraldas Esmeraldas sep-2003 

Pfeh.30 Esmeraldas Esmeraldas Esmeraldas sep-2003 

Pfeh.31 Esmeraldas Esmeraldas Esmeraldas sep-2003 

Pfeh.32 Esmeraldas Esmeraldas Esmeraldas sep-2003 

Pfeh.33 Esmeraldas Esmeraldas Esmeraldas sep-2003 

Pfeh.34 Esmeraldas Esmeraldas Esmeraldas oct-2003 

Pfeh.35 Esmeraldas Esmeraldas Esmeraldas oct-2003 
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Pfeh.36 Esmeraldas Esmeraldas Esmeraldas oct-2003 

Pfeh.37 Esmeraldas Esmeraldas Esmeraldas jun-2003 

Pfeh.38 Esmeraldas Esmeraldas Esmeraldas nov-2003 

Pfeh.39 Esmeraldas Esmeraldas Esmeraldas nov-2003 

Pfeh.40 Esmeraldas Esmeraldas Esmeraldas nov-2003 

Pfeh.41 Esmeraldas Esmeraldas Esmeraldas nov-2003 

Pfeh.42 Esmeraldas Esmeraldas Esmeraldas nov-2003 

Pfeh.43 Esmeraldas Esmeraldas Esmeraldas may-2004 

Pfeh.44 Esmeraldas Esmeraldas Esmeraldas may-2004 

Pfeh.45 Esmeraldas Esmeraldas Esmeraldas jul-2004 

Pfeh.46 Esmeraldas Esmeraldas Esmeraldas sep-2004 

Pfeh.47 Esmeraldas Esmeraldas Esmeraldas dic-2004 

Pfeh.48 Esmeraldas Esmeraldas Esmeraldas ene-2004 

Pfeh.49 Esmeraldas Esmeraldas Esmeraldas ene-2004 

Pfeh.50 Esmeraldas Esmeraldas Esmeraldas ene-2004 

Pfeh.51 Esmeraldas Esmeraldas Esmeraldas feb-2004 

Pfeh.52 Esmeraldas Esmeraldas Esmeraldas oct-2004 

Pfeh.53 Esmeraldas Esmeraldas Esmeraldas oct-2004 

Pfeh.54 Esmeraldas Esmeraldas Esmeraldas mar-2004 
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Pfeh.55 Esmeraldas Esmeraldas Esmeraldas mar-2004 

Pfeh.56 Esmeraldas Esmeraldas Esmeraldas mar-2004 

Pfeh.57 Esmeraldas Esmeraldas Esmeraldas mar-2004 

Pfeh.58 Esmeraldas Esmeraldas Esmeraldas may-2004 

Pfeh.59 Esmeraldas Esmeraldas Esmeraldas abr-2004 

Pfeh.60 Esmeraldas Esmeraldas Esmeraldas abr-2004 

Pfeh.61 Esmeraldas Esmeraldas Esmeraldas abr-2004 

Pfeh.62 Esmeraldas Esmeraldas Esmeraldas oct-2004 

Pfeh.63 Esmeraldas Esmeraldas Esmeraldas nov-2004 

Pfeh.64 Esmeraldas Esmeraldas Esmeraldas may-2004 

Pfeh.65 Esmeraldas Esmeraldas Esmeraldas jun-2004 

Pfeh.66 Esmeraldas Esmeraldas Esmeraldas jun-2004 

Pfeh.67 Esmeraldas Esmeraldas Esmeraldas may-2004 

Pfeh.68 Esmeraldas Esmeraldas Esmeraldas ago-2004 

Pfeh.69 Esmeraldas Esmeraldas Esmeraldas ago-2004 

Pfeh.70 Esmeraldas Esmeraldas Esmeraldas jul-2004 

Pfeh.71 Esmeraldas Esmeraldas Esmeraldas jul-2004 

Pfeh.72 Esmeraldas Esmeraldas Esmeraldas sep-2004 

Pfeh.73 Esmeraldas Esmeraldas Esmeraldas sep-2004 
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Pfeh.74 Esmeraldas Esmeraldas Esmeraldas ago-2004 

Pfeh.75 Esmeraldas Esmeraldas Esmeraldas ago-2004 

Pfeh.76 Esmeraldas Esmeraldas Esmeraldas nov-2004 

Pfeh.77 Esmeraldas Esmeraldas Esmeraldas dic-2004 

Pfeh.78 Esmeraldas Esmeraldas Esmeraldas jul-2005 

Pfeh.79 Esmeraldas Esmeraldas Esmeraldas ene-2006 
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