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l. OBJETIVO: 

Investigar la eficiencia del colorante Ne~ro de Clorazol ~ para 

teñir y destacar caracterfsticas morfol6gicas diagn6sticas de 

protozoarios, en comparaci6n con 2 métodos de tinci6n clásicos: 

el de Hematoxilina férrica de Heidenhain y el Tricr6mico de Go-

morí. 

l. 
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II. INTRODUCCION, 

Frecuentemente, al tratar de hacer el diagnóstico definitivo de 

los protozoarios intestinales o de cavidades en un examen directo, espe­

cialmente de amibas, recurrimos a métodos de coloraci6n permanente 

para hacer manifiestas las caracterfsticas morfol6gicas indispensables PE_ 

ra tal fin; Los métodos de coloraci6n que han demostrado ser eficientes 

y que son universalm~nte usados para teñir protozoarios intestinales, en 

general, emplean Hematoxilina. Entre estos métodos clásicos destaca 

principalmente el de la Hematoxilina férrica de Heidenhailla que es un pr_2 

cedimiento complicado y que requiere invertir mucho tiempo; pero exis­

ten varias modificaciones que dan resultados satisfactorios para el diag­

n6stico en un perfodo mas corto~' 

En 19593 Barreto y Zago hicieron un estudio comparativo de los 

siguientes métodos rápidos de coloraci6n: Hemalum de Mayer (1901)3 He 

matoxilina férrica de Weigert (1904):~ Hematoxilina férrica de Walker 

(1908), Hemalum de Lillie (1942), Hematoxilina férrica de Noble (1944)~ 

Hematoxilina fosfotdngstica de Ratcliffe y Parkins (1944), Hematoxilina 

férrica de Goldman (1949) y el método de Lawles5(1953)3 los cuales emplean 

mordente y colorante (Hematoxilina en todos, excepto el tiltimo) en una so­

luci6n tinica, y encontraron que solamente con el Hemalum de Mayer y el 

Hemalum de Lillie obtenfan resultados satisfactorios~, 
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por largo tiempo, uniformidad en coloración y rapidez con que se reali­

za la técnica; pero, aunque poseen estas características, no destacan 

los detalles morfológicos tan bien como en los métodos clásicos de tinción, 

siendo los resultados mejores con aquellos métodos que emplean dos solu­

ciones para la coloración, que con los que requieren de una sola. 

Otro método de coloración ampliamente usado es el Tricrómico 

de Gomori (1950), quien le aplicó a cortes de tejidos de un caso de amibia­

sis severa, y vió que la cromatina de Entamoeba histolytica tiene afinidad 

por el colorante Cromotropo 2R. Wheatley (1951) encontró que, con cam­

bios apropiados en la fijación y la deshidratación, este método puede em­

plearse para teñir amibas y flagelados intestinales, en los que la croma ti­

na se colorea en variedad de tonos rojos, mientras que el citoplasma se E! 

ñe de verde claro o rosado pálido. Así con este método pudo observar de­

talles morfológicos para el diagnóstico de quistes de Entamoeba histolytica, 

Entamoeba coli, Iodamoeba bÜtschlii y Giardia lamblia. 

Posteriormente Kohn (1960), empleando el colorante Negro de Clo­

razol, describió un método para teñir protozarios intestinales. El Negro 

de Clorazol fué descubierto accidentalmente en 193 7 por H. Graham Cannon, 

mientras disecada un pequeño crustáceo sobre un trozo de terciopelo negro 

que utilizaba como fondo; el tinte se disolvió e hizo tomar un color verde 

obscuro a la quitina. Hirvió el trozo de terciopelo en una solución alcohó-
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lica y obtuvo una soluci6n negra que envi6 a la Imperial Chemical Indus­

tries~ Ltd., y su Grupo de las Substancias Tinto reales la investig6, pro­

duciendo un colorante del grup0 tri -azo de la serie Clorazoles, al que d~ 

nominaron "Chlorazol Black E". Este colorante se distribuye ahora por 

diferentes laboratorios con varios nombres: la National Aniline Division 

de la Allied Chemical Co., como "Erie Black GXOO"; I.E. Pont de Nemours 

y Co., como "Pontamine Black E". En experimentos ulteriores, se encon­

tr6 que este colorante sirve muy bien para diversas tinciones citol6gicas. 

Asf, Cannon (1937) observ6 que tiñe de negro núcleos y cromosomas, riva­

lizando en estos efectos con la Hematoxilina férrica, al mismo tiempo que 

el citoplasma adquiere tonos grises. Dicho autor recomienda una solución 

saturada del colorante en alcohol de 7\Jfo para teñir cortes histol6gicos~ en 

unos 15 a 30 minutos, pero no da muchos detalles acerca del uso del colo­

rante. Posteriormente, se ha utilizado por otros investigadores: Nebel 

(1940) describi6 el uso del Negro de Clorazol, como un colorante auxiliar, 

para hacer la cuenta de cromosomas en células vegetales tratadas con col­

chicina~ en aquellos casos donde el acetocarmfn no fué satisfactorio. Da­

rrow (1940) propuso un método en el cual, después de fijar diversos cortes 

histol6gicos (tejido epitelial; riñ6n e intestino de embri6n de conejo) y cito-

16gicos (de Puccinia) en soluciones de Zenker, Bouin o Alle~ los tiñ6 du­

rante 5 a 10 minutos en una soluci6n de Negro de Clorazol all% en alcohol 

de 7\Jfo y obtuvo una clara diferenciaci6n de los elementos tisulares en to­

nos negro, verde o verde-amarillentos. 



En dicho trabajo los autores mencionan que un buen m~todo de 

coloración debe reunir los siguientes requisitos: 

5. 

l.- Coloraci6n selectiva de las estructuras nucleares y citoplá~ 

micas qwe son esenciales para el diagnóstico diferencial. 

2."- Empleo de soluciones estables durante largo tiempo~· 

3.'- Que tiña con regularidad trofozoitos y quistes~· 

4~·- Uso de soluciones fáciles de preparar y que contengan re.ac­

tivos fáciles de eliminar~· 

5.- Empleo del menor nttmero posible de soluciones~· 

6.- Que evite el proceso de diferenciaci6n y que sea rápido~· 

Posteriormente., en 1960, Barreta y Zago., realizaron una evalua­

ci6n de algunos métodos rápidos que requieren dos soluciones diferentes 

para la tinción, esto es, el empleo de mordente y colorante en soluciones 

separadas, como los de la Hematoxilina fosfotttngstica de Dobell (1942)~ 

Hematoxilina molfbdica de Dobell (1942), Hematoxilina férrica de Tompkins 

y Miller (1947)3 Hematoxilina férrica de Alli (en Craig, 1948) y Hematoxi!! 

na férrica de Markey y cols~' (1943)3 y solamente con el íiltimo, combinado 

con el mordente Lang (1936), obtuvieron excelentes preparaciones para el 

diagn6stico de protozoarios intestinales. De ambos trabajos ellos conclu­

yeron que tanto el Hemalum de Mayerll como el de Lillie y el de la Hemato­

xilina de Markey, cumplen con los requisitos de emplear soluciones estables 



Levine y Morrill (1941) confirmaron los hallazgos de Darrow, y 

sugirieron el empleo de una solución al O. 5% en alcohol al 70% para una 

tinción simple de tejido conjuntivo, con muy buenos resultados. El valor 

del Negro de Clorazol como colorante biológico, también fue ensalzado 

por Conn (1943) cuando lo empleó en solución acuosa al 1% para teñir cro­

mosomas de la parte terminal de las raíces de cebolla, logrando prepara­

ciones excelentes para fotomicrograffa; los cortes se fijaron previamente 

en las siguientes soluciones: Cromo-acético, CRAF, Benda, Bouin, Zir­

kle o Carnoy, y la solución de Bouin fué la que dió los mejores resultados. 

Los cromosomas y el nucleolo se tiñeron intensamente de negro, en con­

traste con el color verde brillante del citoplasma y gris obscuro del nú­

cleo; sin embargo, este autor dice que la solución alcohólica del colora_!! 

te recomendada por Darrow y por Levine y Morrill, no es aplicable para 

teñir cromosomas. 

Cannon (1950) observó que las propiedades tintoreales del Negro 

de Clorazol son diferentes según el disolvente empleado: con la solución 

alcohólica, la pared de células vegetales toma un color negro y las estruc­

turas restautes, colores que van desde el amarillo, a través de gris verdg 

so, hasta el negro. Las medusas y crustáces>s diminutos se tiñen de dive_E 

sos colores cuando el colorante se disuelve en alcohol etnico o benzoico. En 

Micología es útil para teñir preparaciones de Penicillium cuando se emplea 

disuelto en alcohol metllico, pues colorea los núcleos con más facilidad que 
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el citoplasma, por lo que no es necesario el proceso de diferenciación. 

Baker (1941) le empleó como colarente supravita~ inoculando su 

solución acuosa al1% subcutáneamente a ratones3 y encontró que el colora_!! 

te se habfa difundido localmente debajo de la pie~ tiñendo únicamente el 

área circundante al sitio de. inoculación, a diferencia de otros colorantes 

supravitales que tiñen toda la piel del organismo. En cortes de piel los 

histiocitos mostraron gran cantidad de colorante fagocitado, en contraste 

con el resto del tejido en que el citoplasma se tiñó de anaranjado y los nú­

cleos de rojo. Este nuevo colorante, asf como otros supravitales, son 

azo-compuestos sulfonados; pero, mientras el Azul de Niágara., el Tripán 

azu~ el Tripán rojo, el Rubf congo3 etc., sólo poseen dos enlaces azo3 el 

Negro de Clorazol tiene tres. 

En relación con la propiedad de actuar como colorante supravita~ 

ésta no puede atribuírsele únicamente al peso molecular del colorante, sino 

también al tamaño relativo de la molocula, como lo sugirieron Gordon y 

Chambers (1941). 

Otra aplicación importante fue demostrada con el trabajo de Klatzo 

y McMillan (1952) quienes usaron el Negro de Clorazol con una nueva técnica 

para el diagnóstico rápido de tumores cerebrales, los cuales pueden ser di­

ferenciados claramente del tejido normal mediante caracterfsticas nuclea­

res:~ citoplásmicas y del tejido vascular conjuntivo. El tejido normal mues-
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tra un fondo obscuro, mientras que el área tumoral tiene un fondo claro. 

Dichos autores refieren que el método puede aplicarse tanto a tejido re­

ciente como a material conservado3 destacando detalles morfol6gicos n~ 

cesarios para el diagn6stico de casos en los cuales fallan los métodos de 

congelaci6n rápida. 

Hasta aqur nuestra revisi6n muestra como el Negro de Clorazol 

ha sido aplicado en Histologra botánica y animal, gracias a su propiedad 

de metacromasia. El Negro de Clorazol también ha sido empleado para 

teñir protozoarios intestinales: Dobell (1938) aplic6 este colorante a qui~ 

tes de Entamoeba histolytica y observ6 que el nCicleo y cuerpos cromatoi­

des se tiñen de negro~ en contraste con el color verdoso de la pared qur~ 

tica y el color rojo' del gluc6geno. 

Fue en 1960 cuando Kohn describi6 el método de coloraci6n para 

protozoarios intestinales~ empleando una soluci6n alcoh6lica-acético­

fosfot:Cingstica del colorante. Observ6 quea en los protozoarios; el ende­

soma, el m1cleo, los cuerpos cromatoidales y la pared celular se tiñen 

de negr<>¡, y que el citoplasma toma un color rosa en quistes de Entamoeba 

coli..:t y de gris o azulado en los de Entamoeba histolytica. Las causas de 

esta diferencia de coloraci6n en el citoplasma son desconocidas. Kohn 

observ6 que la intensidad y la diferenciaci6n de la coloraci6n pueden ace_!! 

tuarse con ligeras variaciones en la concentraci6n del ácido fosfot:Cingstico~ 
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as~ al disminuirla se obtiene un color más intenso y visceversa. Gleason 

y Healy, en 1965, encontraron que diluyendo la solución empleada por 

Kohn, o variando el tiempo de tinción, variaba la intensidad de la colora­

ción de los protozoarios. 
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Ill. MATERIAL Y METODOS 

Las muestras de materia fecal, colectadas sin conservador en 

recipientes de vidrio de boca ancha, limpios y tapados herméticamente, 

fueron llevadas al Laboratorio de Parasitología del Hospital de Desarrollo 

e Integración Familiar. Allí investigaron las heces diarréicas por examen 

directo y las heces sólidas mediante el método de F erreira y selecciona­

ron aquellas en las que encontraron trofozoitos o quistes. Entonces, di­

chas muestras fueron enviadas al Laboratorio de Parasitología del Depar­

tamento de Ecología Humana, Facultad de Medicina (U.N.A.M.) donde 

de inmediato, se procesaron simultáneamente por las siguientes técnicas 

de coloración: Hematoxilina férrica de Heidenhain, Tricrómico de 

Gomori y el método de Kohn. 

Las muestras de materia fecal no recibieron tratamiento alguno 

antes de seguir con ellas cualquiera de las técnicas de coloración. Cuando 

se trataba de heces líquidas, para lograr su adhesión al cubreobjetos, 

aplicamos una película delgada de albúmina de Mayer que dejamos secar 

a la temperatura ambiente del laboratorio (19°- 24°), sobre la cual 

hicimos los extendidos. Este procedimiento también lo utilizamos cuando 

tratamos de teñir trofozoítos de Entamoeba histolytica llllil.ntenidos en 

medio de cultivo. 



HEMATOXILINA FERRICA, 

Reactivos: 

Solución de Hematoxilina: 

Hematoxilina de Short al1% 

Hematoxilina en polvo 

Agua destilada 

1 g 

95 ml 

11. 

Disolver lentamente a ebullición y cuando se ha disuelto com­

pletamente, añadir: 

Fenollfquido 5 ml 

Después de enfriarse, la solución está lista para ser usada. 

La solución de tinción se prepara diluyendo con agua destilada 

la cantidad necesária de Solución Madre (al1%). 

Solución fijadora (Schaudinn): 

Solución acuosa saturada de cloruro mercúrico 

Alcohol etllico absoluto 

Acido acético glacial 

200 ml 

100 ml 

15 ml 

El ácido acético se agrega en el momento de usar la solución. 

Solución de Alumbre féi"''rico: 

Cristales de sulfato alurrúnico férrico 

Agua destilada 

2 g 

100 ml 

Esta solución se debe preparar recientemente, antes de usarse~-
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TECNICA (Según Faust, 1937): 

l.- Fijar las extensiones en solución de Schaudinn calentada a 60° 

durante 2 minutos. 

2~'- Sumergir los cubreobjetos en Alcohol de 7fffo; Alcohol de 7fffo yoda­

do (Alcohol de 7fffo al que se le ha agregado suficiente Yodo para 

producir un color vino de Oporto); Alcohol de 7(Jfo y 5(Jfo, 2 minu­

tos en cada uno. 

3.'- Lavar en agua de la llave durante 2 minutos~' 

4.- Sumergir las extensiones en solución acuosa de Alumbre férrico ca-

!entada a 40° durante 2 minutos. 

5.- Lavar en agua de la llave por espacio de 3 minutos~' 

62·- Teñir con Hematoxilina al O. 5%, de 10 a 15 minutos. 

7~'- Lavar en agua de la llave durante 2 minutos. 

8. - La diferenciación se hace en solución acuosa saturada de Acido 

pfcrico (Tuan, 1930), dur¡¡mte 5 minutos. 

9.- Lavar en agua de la llave durante 10 a 15 minutos.' 

10~'- Pasar a Alcohol de 7(Jfo 2 minutos, dos cambios. 

11. - Pasar a Alcohol de 95% 2 minutos, dos cambios." 

12.- Sumergir en Alcohol absoluto rápidamente. 

13~'- Aclarar en XiloL' 

14.'- Montar en resina sintética~' 



TRICROMICO DE GOMORI (Según Wheatley, 1951): 

Reactivos: 

Soluci6n de tinci6n: 

Cromotropo 2R 

Verde brillante SF 

Acido fosfotúngstico 

Acido acético glacial 

Agua destilada 

TECNICA: 

0.6 g 

0.3 g 

o;7 g 

1 ml 

lOO.ml 

13. 

1;- Hacer una extensi6n delgada de materia fecal en cubreobjetos de 

22 x 22 mm del número 1, y colocarla en soluci6n de Schaudinn 

(sin ácido acético), durante 30 minutos a una hora.' 

2. - Lavar en Alcohol de 7rJfo yodado, durante 2 minutos. 

3."- Pasar a Alcohol de 7Cifo 2 veces, 2 minutos en cada uno." 

4.- Lavar en Alcohol de 5rJfo, 2 minutos. 

5.- Enjuagar en agua de la llave. 

6.- Teñir durante 30 minutos. 

7.- Sumergir rápidamente en Alcohol de 95%." 

8.- Pasar a Alcohol absoluto, 1 minuto. 

9.- Dejar los cubreobjetos en Xilol durante 5 minutos. 

10. - Montar en Resina sintética~' 



14. 

METOOO DE KOHN. 

Para la coloración de protozoarios intestinales, Kohn (1960) em-

pleó una solución de tinción única, esto es, reunió fijador, colorante y di-

ferenciador en un sólo reactivo; 

Nota: 

Características qufmicas del Negro de Clorazol (Gurr, 1960): 

Peso Molecular: 781. 738 

C34H25N907S2Na2 

% de Solubilidad a 15° en: 

Agua 

Alcohol absoluto 

Cellosolve 

Etilenglicol 
(anhidro) 

Xilol 

6.0 

o.l 

2.25 

5.'0 

NO 

El colorante utilizado en este trabajo, fue el Negro de Clorazol 

E, distribufdo bajo esta denominación por Harleco (México), de-

bido a la dificultad de obtención de la fórmula original del Chlora-

zol Black (G. T. Gurr Londres, Inglaterra) utilizada por Kohn. 

Reactivos: 

Solución Madre: 

a) Negro de Clorazol E en polvo 5 g 

b) Solución Básica: 



Alcohol etflico de 90% 

Alcohol metflico 

Acido acético glacial 

F enol lfquido 

170 ml 

160 ml 

20 ml 

20 ml 

Acido fosfot(ingstico al1% 12 ml 

Agua destilada hasta 1000 ml 

Preparación de la Solución: 

15 • 

Se colocan 5 g de Negro de Clorazol E en un mortero y se muelen 

durante 3 minutos, se añade una pequeña cantidad de Solución Básica y se 

sigue triturando durante 5 minutos hasta obtener una pasta suave; se agre­

ga más Solución Básica y se continúa moliendo durante otros 3 a 5 minutos~~ 

Después, se decanta el sobrenadan te y se van agregando pequeñas cantida­

des de Solución Básica al sedimento, con la repetición del procedimiento 

anterior, hasta que todo el Clorazol se haya disuelto. La solución delco­

lorante debe dejarse varias semanas en maduración (encontramos que son 

suficieptes 10 semanas). Al cabo de algunos dfas comienza a producirse 

la separación de un líquido transparente, de color morado profundo y una 

capa negra sedimentada.' Para la coloración se debe utilizar el liquido de 

la capa superior. Si la solución preparada r¡,o se separa y se transparenta 

en un par de semanas, no es apta para la coloración y hay que prepararla 

nuevamente. 
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Solución de tinción: 

Preparamos esta solución diluyendo un volumen de solución Ma­

dre, en dos volúmenes de Solución Básica. 

TECNICA (Según Gleason y Healy, 1965): 

l.- Hacer extensiones delgadas de materia fecal, en cubreobjetos de 

22x22 mm y del número l. Empleamos cubreobjetos en lugar de 

portaobjetos como lo indica la técnica, porque tiene ventajas ta­

les como el empleo de cantidades pequeñas de colorante y mejor 

visualización de las formas parasitarias en el extendido por que­

dar mas cercano el objetivo. 

2. - Inmediatamente se colocan en vasos Columbia que contienen la 

Solución de tinción, y se dejan durante 20 a 24 horas a la tempe­

ratura ambiente del laboratorio. Pasado este tiempo se procede 

a deshidratados. 

3.- Lavarlos en alcohol al 7fflo durante 3 minutos. Introdujimos este 

paso, porque pasando los cubreobjetos directamente de la solución 

de tinción al alcohol de 96% como lo indica la técnica, obsetioomos 

que la gran mayoría de los quistes y trofozortos . sufrían deformaci_2 

nes que impedían su identificación. 

4~'- Pasar-los cubreobjetos a alcohol de 96% y dejarlos durante 10 a 15 

segundos. 

5.- Pasar los cubreobjetos a una mezcla de alcohol de 96%-Xilol (par­

tes iguales), y dejarlos durante 3 a 5 minutos~: 
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6.- Dejar en Xilol de 3 a 5 minutos. 

7.·- Montar en resina sintética. 

En las técnicas descritas anteriormente (Hematoxilina férrica y 

Tricrómico de Gomori) no hicimos modificación alguna, pero, para expe­

rimentar con el Negro de Clorazol, trazamos el siguiente esquema: 

A) Tiempo de nn duración del colorante~-

B) Efecto del almacenamiento sobre muestras: 

a) tiempo 

b) temperatura 

C) Efecto de la Solución Madre sin diluir~-

D) Efecto del tiempo de coloración y la temperatura sobre las 

extensiones~ 

E) Posible aceleración del tiempo de tinción mediante una fija­

ción previa de las extensiones; 

A) Debido a que no utilizamos la fórmula original del colorante, tra­

tamos de determinar el tiempo adecuado de maduración para que 

la diferenciación morfológica de los protozoarios fuese evidente. 

Para ésto, hicimos dos extensiones de cada una de las muestrEts 

y las sumergimos en la Solución de tinción, comenzando con colQ 

rante de 3 semanas de maduración, y continuamos tiñendo exten­

siones de otras muestras de manera semejante cada semana, has 

ta que el colorante alcanzó 54 semanas de maduración. 
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B) Con el objeto de observar si el tiempo de almacenamiento de las 

muestras y la temperatura a la que permanecieron, son factores 

que pudieran influir en la coloración de los protozoarios, proce­

dimos de la siguiente manera: 

1 > De cada una de las muestras separamos dos porciones, 

una que fue mantenida a la temperatura ambiente del 1~ 

boratorio y otra que permaneció en refrigeración, ambas 

durante 3 ó 4 dfas. 

2. - Al cabo del tiempo de almacenamiento, de cada una de 

las muestras teñimos dos extendidos de acuerdo con la 

técnica descrita anteriormente~~ 

C) Por otro lado, ensayamos la técnica, pero utilizando para la. colo­

ración Solución Madre sin diluir, con la finalidad de determinar 

si ésta puede o no ser utilizada como Solución de Tinción. 

D) Para observar si el tiempo de tinción y la temperatura pudieran 

influir el proceso de coloración, procedimos como sigue: 

l. - Hacer extendidos de cada una de las muestras, por dupli­

cado y sumergirlos en la Solución de Tin<;ión contenida en 

los vasos Columbia, los cuales tapados, permanecerán 

durante 1, 2 y 3 horas a 37°. 
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2.- A los 30 minutos de tinción, sacar unos extendidos para 

deshidratados como indicamos anteriormente. Conti-

nuar de esta manera hasta contemplar 3 horas de tinción. 

3.- Paralelamente y siguiendo el mismo procedimiento, hacer 

otros extendidos de las mismas muestras y dejarlos en la 

Solución de tinción durante 1, 2 y 4 horas, pero en esta 

ocasión, a la temperatura ambiente del laboratorio." 

También teñimos muestras de materia fecal siguiendo este proce-

dimiento, pero empleamos como solución de tinción la Solución Madre sin 

diluir. 

E) También tratamos de ver si el proceso de tinción puede ser acele-

rado fijando extensiones en solución Schaudinn, previamente a la 

coloración, de la siguiente manera: 

1 ~·- Colocar los extendidos en solución de Sachaudinn calenta-

da a 60° durante 2 minutos~· 

2> Lavarlos en los siguientes alcoholes para eliminar el Clo-

ruro de Mercurio: Alcohol de 7f1fo; Alcohol yodado; Alcohol 

de 7f1fo y Alcohol de 50%, dejándolos en cada uno de ellos 

durante 2 minutos~· 

3 ·.~ .- Pasar los cubreobjetos a la Solución de tinción, en la que 

probamos tres tiempos: 1, 2 y 3 horas, dejando los vasos 
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Columbia tapados,unos, a la temperatura ambiente del 

laboratorio y otros a 37°.- Pasados los primeros 30 

minutos de tinción, sacar algunos cubreobjetos para 

deshidratados y continuar de esta manera hasta alcan­

zar 3 horas de tinción~' 
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IV. RESULTADOS 

Mediante el método de Kohn diferenciamos claramente: quistes de 

Entamoeba col!, que se teñían en tonos rosados3 morados~ verde obscuro y 

grises, predominando los dos primeros; quistes de Entamoeba histolytica, 

que generalmente se tiñeron de gris o azul-verde; quistes de Giardia lam­

bliJk_ Chilomastix mesnilia. Endolimax ~ y Iodamoeba bÜtschliiJI. que por 

lo general se tiñeron en tonos azul obscuro o azul-grisáceo. También 

fue posible diferenciar trofozoftos de Entamoeba coli@ Entamoeba histolyti­

~3 Giardia lamblia y Iodamoeba bÜtschlii., lo cuales se tiñeron generalme_!! 

te en tonos azul-verde o azul-grisáceo;) predominando el primero; sin em­

bargo, cuando intentamos teñir muestras de materia fecal conteniendo tro­

fozoftos de Trichomonas hominis;¡ no lo logramos. 

Observamos que cuando la solución de tinci6n (del Negro de Clora­

zol) ha sido empleada 4 6 5 veces3 se tiñen fácilmente huevos de Ascaris 

lumbricoid~ Trichuris trichiura y de Hymenolepis nana11 los dos prime­

ros en tonos rojos y el "Ciltimo en morado3 y también ooquistes de Isospora 

hominis3 los cuales mostraron en color rosado los esporozoítos.-

Encontramos que pueden ocurrir variaciones muy marcadas en la 

coloración de los protozoarios cuando para preparar la Solución de tinción 

se emplea Solución Básica no reciente, o si el extendido es muy grueso. 

En el primer caso observamos que los quistes en su mayoría se teñían de 
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rojo, y en el segundo, que las áreas más densas del extendido y por 

consiguiente los quistes, se colorean en tonos rojos o morados, y las 

áreas delgadas en negro o azul-grisáceo. 

Como se aprecia en las fotografías, los resultados obte­

nidos mediante la tinción con Negro de Clorazol pueden ser compara­

bies con los obtenidos por las técnicas clásicas de coloración para 

teñir protozoarios intestínales. 

Empleando el colorante Negro de Clorazol E, encontramos 

que para obtener una diferenciación morfológica clara de los proto­

zoarios, el tiempo ele maduración era de 10 semanas y que su esta­

bilidad para teñirlos se mantuvo durante 37 semanas, a partir de 

cuyo tiempo su reactividad disminuyó notablemente. Observamos que 

empleando colorante de 38 ó 40 semanas de maduración, los proto­

zoarios se teñían escasamente; pero, cuando el colorante alcanzó un 

año ele maduración, no se teñían aún dejando los extendidos en el 

colorante durante 48 ó 72 horas a la temperatura ambiente del labo­

ratorio. 

En las muestras que permanecieron a la temperatura ambiente 

del laboratorio durante 3 ó 4 días, observamos que aunque si se 

teñían los protozoarios, era imposible diferenciarlos por las defor­

maciones que sufrían. Sin embargo, en las muestras conservadas en 

refrigeración durante el mismo tiempo la coloración de los quistes 

era semejante a la que adquirían los teñidos de muestras recientes, 

predominando la coloración morada. 
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Empleando solución Madre sin diluir, como solución de 

tinción fué difícil hacer la diferenciación morfológica de los proto- ' 

zoarios p0rque estaban sobreteñidos, y ocurría lo mismo cuando 

dejabamos los extendidos en el colorante durante 18 horas a la tem 

peratura ambiente del laboratorio. 

En los extendidos que permanecieron durante 1, 2 ó 3 horas 

a 37°, encontramos que los que permanecieron durante 1 hora no se 

tiñeron; obtuvimos resultados semejantes en los que sacamos a las 

2 horas; pero la diferenciación morfológica de los protozoarios la 

apreciamos muy bien en los extendidos que sacamos a las tres horas 

de tinción. Sin embargo, en las extensiones que permanecieron en 

el colorante durante 1, 2 ó 3 horas a la temperatura ambiente del 

laboratorio, los resultados no fueron satisfactorios, ocurriendo lo 

mismo cuando en lugar de la solución de tinción, empleamos la 

Solución Madre sin diluir. 

En los extendidos fijados en la solución de Schaudinn, previ-ª. 

mente a la coloración y ·que permanecieron a 37° durante 2. 5 horas 

en el colorante, los detalles morfológicos de los protozoarios fue -

ron observados sin dificultad, cosa que no ocurrió con los extendi-

dos que permanecieron el mismo tiempo en el colorante a la tempe­

ratura ambiente del laboratorio. 
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2.4. 

V. COMENTARIOS Y CONCLUSIONES 

La principal ventaja que ofrece el método de Kohn, es que a dife-

rencia de los métodos clásicos de tinción empleados, Hematoxilina férrica 

y Tricrómico de Gomori, no requiere mordente ni diferenciación. Otras 

ventajas son que se colorean selectivamente tanto las estructuras nuclea-

res como las citoplásmicas; usa soluciones fáciles de preparar, emplea 

reactivos fáciles de eliminar y emplea pocas soluciones. Por otro lado, 

las extensiones teñidas hace 3 años, no han sufrido deterioro en relación 

a la morfología de los quis tes o a su coloración. 

No obstante, presentar estas ventajas, el Negro de Clorazol E, no 

tiñe con regularidad quistes de Entamoeba coli, el tiempo de coloración es 

muy largo y en ocasiones el contraste obtenido es escaso. 

Cabe hacer notar que los ooquistes de Isospora hominis difíciles 

de teñir con otros colorantes, con el Negro de Clorazol mostraron clara-

mente en tono rosado los esporozoítos. 

Debido a las :dificultades que se presentan para diferenciar a los 

protozoarios empleando Solución Madre sin diluir, consideramos que no 

es recomedable para ser empleada como Solución de tinción. 

En relación a las variables de tiempo de alrm cerramiento y tempe-

ratura, la coloración no se ve afectada al cabo de 3 ó 4 días de almacena-
/" ·:~i f~f.:-~: i. /~':{;::. 

(' 
\' 
'. '>¡, 

' 



miento pero sí es difícil la diferenciación de los quistes aunque teñidos3 

en tanto las muestras permanezcan a temperatura ambiente3 no asr a 

la temperatura de refrigeraci6n. 
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Con respecto al efecto del tiempo de tinción y la temperatura3 so­

bre la coloraci6n de los protozoarios, podemos deci.r que acelera el pro­

ceso de coloración cuando los extendidos permanecieron en el colorante 

durante 3 horas a 37°. Pero los resultados mejoraron cuando los extendi­

dos fueron fijados previamente a la coloración y permanecieron en el colo­

rante 2.-5 horas a 37°. ·De estos dos últimos puntos podemos considerar 

que la temperatura a la que se sometan los extendidos, en el método de 

Koh~ juega un papel importante en el aceleramiento del proceso de tinción; 

de manera que los resultados son mejores y en menor tiempo que el que in­

dica el método original de Kolm. 

Dada la peculiaridad del colorante Negro de Clorazol de hacer ma­

nifiestos detalles morfológicos de los protozoarios, puede recomendarse para 

establecer diagnóstico morfulógico de los protozoarios intestinales y de 

cavidades. 



26. 

VI.BIBLIOG RAFIA 

l. Baker, J. R., (1941): Chlorazol Black E as a vital dye. Nature. 
Lond., 14z: 744. 

2. Barreto, M.P. y Zaga, F.J.,(l959): Estudos sobre a colora<;rao 
de protozoários intestinais. I. Métodos rápidos que empregam 
mordentes e corantes em una única solucao. Rev .- Brasil Biol. 
19: 421-428. ~ 

3. Barreto, M.P. y Zago., F.J,,(1960): Estudos sobre a colorac;ao 
de protozoários intestinais. II. Métodos rápidos que empregam 
mordentes e corantes em solucoes separadas. Rev. Brasil Biol. 
20(2): 131-138. 

4. Cannon, H.G., (1937): A new biological stain for general purposes. 
Nature~ Lond., 139! 549. 

5. Cannon, I-I. G.. (1950): TI1e technique of biological staining. 
Endeavour, _2: 188-195. 

6. Craig, C.F., (1948): Laboratory diagnosis of protozoan diseases. 
Lea and Febiger, Philadelphia (cit. por Barreto y Zago, 1960). 

7. Conn, J. E., (1943): Chlorazol Black E as a stain for root-tip 
chromosomes. Stain. Techn., _!§(4): 189-192. 

8. Darrow, M. A., (1940): A simple staining method for histology and 
citology. Stain. Techn., 15: 67-68. 

9. Dobell, c., (1938): Researches on intestinal protozoa of monkeys 
and man: life history of Entamoeba coli~with special reference to 
metacystic development. ParasitologY. 30(2): 195-238. 

1 o. Dobell, C. C . , (1942): Sorne new methods for studying intestinala 
amoebae and other protozoa. Pare.sitology, 34: 101-112. (cit. 
por Barreto y Zago, 1960). 

ll. Faust, (1937) en: Faust, E.C. y Russell, P,F;, (1957). Craig and 
Faust' s Clinical Parasitology. 6a. Ed. Lea and Febiger, Philadelphia. 

12. Gleason, N. y Healy, G. R,, (1965): Modification and evaluation 
of Kohn's one-step staining technic for intestinal protozoa in feces 
or tissue. Amer. J. Clin. Path., 43(5): 494-496. 



21. 

13. Goldman, M., (1949): A single solution iron-hematoxylin stain 
for intestinal protozoa. Stain. Techn., 24: 57-60 (cit. por Ba-
rreto y Zago, 1959). -

14. Gomori, G., (1950): A rapid one-step trichrome stain. Amer. 
J. Clin. Path., 20: 661-664. 

15.· Gordon, H.K. y Chabers, R., (1941). J. Cell. Comp. Physiol., 
17: 97 (cit. por Baker, 1941). 

16. Gurr, E., (1960): Encyclopaedia of Microscopic stains. London, 
Leonard Hill (Books) Limited. Pág.: 116-117. 

17. Klatzo, I. y McMillan, G.C., (1952): A ríew technic for the rapid 
diagnosis of brain tumors using Chlorazol Black E. Lab. Invest., 
1: 24-29. 

18. Kohn, J., (1960): Un método de coloraci6n permanente para pro­
tozoos fecales, en un solo paso. (Trad. del hebreo), Dapim. 
Refuiim. Med. Q. Israel., 19 (2/3): 160-161. 

19." Lang, A.G., (1936): A stable high contrast mordant for hematoxylin 
staining. Stain. Tech., 11: 149-151 (cit. por Barreto y Zago, 1960). 

20.· Lawless, D. K., (1953): A rapid permant mount. Stain technique 
for the diagnosis of the intestinal protozoa. Amer. J. Trop. Hyg. 
l: 1137-1138. (cit. por Barreto y Zago, 1959). 

21.' Levine, N. D. y Morrill, C.C. (1941): Chlorazol Black E, a simple 
connective tissue stain.' Stain.Techn., 16(3): 121-122. 

22. Markey, R. L., Culbertson, C.J. y Giordano, A.S~, (1943): A rapid 
method for staining of intestinal parasites: Amer. J. Clin. Path. 
Techn. Sec., 7: 2-3 (cit.· por Barreto y Zago, 1960). 

23. Mayer, P., (1901): z. Wiss. Mikr., 20: 410 (cit. por Barrero y 
Zago, 1959). -

24; Nebel, B. R., (1940): Chlorazol Black E asan aceto-carmine 
auXiliary stain. Stain; Techn; 15: 69. 

25. Noble, G.A., (1944): A five minute method for staining fecal smears. 
Science, lOO: 37-38 (cit. por Barreto y Zago, 1959). 



28. 

26. Ratcliffe, H. L. y Parkins, P. V., (1944): On the use af Mallary' s 
phosphotungstic acid hemataxylin for staining intestinal protozaa. 
J.Lab. Clin. Med.,]J: 534-535 (cit. por Barreta y Zaga, 1959)." 

27.· Tampkins, V.M. yMiller, J.K., (1947): Stainingintestinalpratazoa 
with iran-hemataxylin-:-phasphatungstic acid. Amer. J. Clin. PathaC 
17: 755-758. 

28. Tuan, H:-C., (1930): Picric acid as a destaining agent far iran 
alum hemataxylin, Stain Techn;, ~: 135-138. 

29. Walker, E.L., (1908): The parasitic amaebae af the intestinal 
tract af man athers an~ma1s. J. Med. Res.. 17: 379-459 (cit." por 
Barreta y Zaga, 195 9) ~ 

30. Weigert, c.,. (1904):_ Eine kleine verbesserning der Hemataxylin 
van Giesan Methade.' z. Wiss. Mikr •• _l!.: 1-5 (cit. por Barreta 
y Zaga, 1959). 

31.' Wheatley, W.B., (1951): A rapid staining procedure far intestinal 
amoebae and flagellates. Amer. J. Clin. Path., _!!.: 990-991. 


	Portada
	Índice
	I. Objetivo
	II. Introducción
	III. Material y Métodos
	IV. Resultados
	V. Comentarios y Conclusiones
	VI. Bibliografía



