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RESUMEN

La malaria aviar es una enfermedad causada por los parésitos del género Plasmodium y
Haemoproteus, que comprometen la condicion fisica y reproductiva de las aves, amenazando
la conservacién de especies endémicas. Actualmente, ya ha sido reportada en algunas areas
protegidas de las provincias de Esmeraldas, Pichincha, Morona Santiago, Napo, Orellana,
Loja. Sin embargo, poco se sabe sobre su prevalencia en hébitats fragmentados, para ello en
este estudio se compararon dos zonas, con y sin intervencién humana, analizando 33
passerines del Bosque Valle Hermoso y 107 passerines del Bosque Protector Oglan Alto,
mediante microscopia y PCR anidada. Los fragmentos de 478 pb del citocromo B fueron
secuenciados, analizados en las bases de datos del GenBank - MalAvi mediante BLAST y
analizados filogenéticamente mediante el método de méxima verosimilitud. En Valle
Hermoso y Oglan Alto, se detectaron prevalencias de malaria aviar de 18.18% (6/33) y 3.81%
(4/105) mediante microscopia, mientras que empleando PCR anidada aumentaron a 48.39%
(15/31) y 17.14% (18/105), respectivamente. Las infecciones producidas por Plasmodium
spp. no estuvieron asociadas a cada zona con diferente grado de intervencién humana
(p>0.05), mientras que las infecciones por Haemoproteus spp. si (p<0.05). Finalmente, se
hallaron 17 linajes de hemoparésitos, 8 de los cuales fueron identificados como linajes tinicos,
incluyendo 5 linajes de Haemoproteus en Valle Hermoso, un linaje de Haemoproteus y 2 de
Plasmodium en Oglan Alto. Asi, se concluyé que el hébitat fragmentado de Valle Hermoso
promovio la prevalencia de malaria aviar en passerines silvestres, favoreciendo a la diversidad
de Haemoproteus spp.

PALABRAS CLAVE:
e PLASMODIUM
e HAEMOPROTEUS
e MICROSCOPIA

e PCR ANIDADA
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ABSTRACT

Avian malaria is a disease caused by Plasmodium and Haemoproteus parasites, which
compromise the physical and reproductive condition of birds, jeopardizing the endemic
species conservation. Currently, it has already been reported in some protected areas in the
provinces of Esmeraldas, Pichincha, Morona Santiago, Napo, Orellana, Loja. However, little
is known about its prevalence in fragmented habitats, in this study, two zones were compared
with and without human intervention, analyzing 33 passerines from Valle Hermoso Forest and
107 passerines from Oglan Alto Protected Forest, through microscopy and nested PCR. The
478 bp fragments of cytochrome B were sequenced, analyzed in the databases of GenBank -
MalAvi by BLAST and phylogenetically analyzed through maximum likelihood method. In
Valle Hermoso and Oglan Alto, avian malaria prevalences of 18.18% (6/33) and 3.81%
(4/105) were detected by microscopy, while using nested PCR increased to 48.39% (15/31)
and 17.14% (18/105), respectively. Plasmodium spp. infections were not associated with each
area with a different degree of human intervention (p>0.05), while Haemoproteus spp.
infections were (p<0.05). Finally, 17 hemoparasite lineages were found, 8 of which were
identified as unique lineages, including 5 Haemoproteus lineages in Valle Hermoso, one
Haemoproteus and 2 Plasmodium lineages in Oglan Alto. Thus, it was concluded that the
fragmented habitat of Valle Hermoso promoted the prevalence of avian malaria in wild
passerines, favoring the diversity of Haemoproteus spp.
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CAPITULO I: INTRODUCCION

1.1. Antecedentes

Los estudios de hemoparésitos en aves comenzaron a finales del siglo XIX en Rusia, a
través de la técnica de microscopia, centrdndose principalmente en la familia Plasmodiidae,
debido a la necesidad de establecer los ciclos de vida, modo de infeccién y el desarrollo de
vacunas contra el agente causante de la malaria humana. Con el paso del tiempo, en la dltima
década del siglo XX, el enfoque de su estudio cambid debido a que los planes de conservacién y
de reintroduccion de aves en cautiverio condujeron a la muerte masiva de individuos en estado
silvestre, despertando el interés por conocer la ecologia, biologia, distribucion, patogenicidad y

filogenia de los parasitos del orden Haemosporida (Valkitinas, 2005).

La taxonomia tradicional basada en la observacion de caracteres morfologicos, reconocid
16 especies de Plasmodium y 63 especies de Haemoproteus en aves Passeriformes (Valkitinas,
2005). Sin embargo, a partir del afio 1983 con la apariciéon de las técnicas moleculares y la
implementacién de la reacciéon en cadena de la polimerasa (PCR) como herramientas de
deteccion, la diversidad de linajes identificados aument6 significativamente (Alarcon et al., 2010;
Valkitinas & Iezhova, 2018; Waldenstrom et al., 2004). De esta manera, por primera vez, la PCR
convencional se empled en la deteccion de malaria aviar, Feldman et al. (1995) detect6
Plasmodium en aves de Hawaii empleando como marcador molecular una region del gen 18S del
ARN ribosomal del parésito (Waters & Mccutchan, 1989), mientras que Bensch et al. (2000)
detectd Plasmodium y Haemoproteus en aves Passeriformes empleando un fragmento del gen del
citocromo B del ADN mitocondrial. Poco después, Richard er al. (2002) compar¢ la efectividad

de ambos marcadores moleculares, verificando experimentalmente que al amplificar el gen del
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cyt B, existe mayor tasa de deteccién de malaria aviar en muestras confirmadas por microscopia.

En tanto que, Waldenstrom et al. (2004) demostr6 que la PCR anidada que amplifica un
fragmento del gen del cyt B es una herramienta mucho mds especifica y sensible para evaluar la

prevalencia de Haemoproteus y Plasmodium en aves.

Desde el afio 2004, se desarrollaron nuevos protocolos de PCR anidada con nuevos
cebadores que amplificaban marcadores nucleares como DHFR-TS, SSU-rRNA, DGAT, LSU-
rRNA, TRAP, ClpC, y marcadores mitocondriales como Cyt oxidase 3, y nuevas regiones del
Cyt-b para poder detectar mayor nimero de especies y comprender mejor las implicaciones
evolutivas y ecoldgicas que conducen a una diversidad genética de los parasitos (Clark et al.,

2014).

Hoy en dia, las técnicas utilizadas para el diagndstico de hemoparéasitos son la biologia
molecular y microscopia, ambas complementarias (Valkitinas er al., 2006). Ya que en la
observacion de frotis sanguineos con el microscopio Optico se pueden distinguir las etapas de
vida del pardsito y estimar la intensidad de la infeccion, mientras que al emplear los protocolos de
PCR de Waldenstrom et al. (2004) o el ligeramente modificado de Hellgren et al. (2004), se
pueden detectar infecciones con baja parasitemia e incluso se pueden distinguir sin problemas

linajes muy filogenéticamente cercanos.

Por otra parte, las enfermedades aviares introducidas son una preocupacién para la
conservacion de especies endémicas, y Ecuador al ser un pais con una gran diversidad de
ecosistemas, especies y genes también se incluye en el problema (Bravo, 2013). Especialmente,
al tener conocimiento de que la diversidad de aves en América del Sur abarca 28 d6rdenes, 96

familias y 440 especies, de las cuales cerca del 90% se sitia en los Andes de Colombia, Ecuador,
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Perd, Bolivia debido a sus pronunciados gradientes altitudinales y climaticos que favorecen a la

especiacion y la divergencia evolutiva (Harrigan et al., 2014).

Esta tendencia también se refleja en la diversificacion de Haemosporidia aviar, puesto que
estudios realizados en reservas, bosques protegidos, parques nacionales y estaciones cientificas
de diferentes provincias del pais (Pichincha, Esmeraldas, Morona Santiago, Azuay, Loja, Zamora
Chinchipe, Napo, Santa Elena, Galdpagos y Francisco de Orellana), en los afios comprendidos
entre 1999 y 2017, han demostrado que existen abundantes linajes de Plasmodium y
Haemoproteus, y principalmente que la prevalencia de haemosporidios ha aumentado conforme
el tiempo (Cadena Ortiz, 2015; Harrigan et al., 2014; Levin et al., 2013; Mantilla et al., 2016;
Mena, 2018; Moens & Pérez-Tris, 2015; Moens et al., 2016; Munro et al., 2009; Svensson et al.,

2013).

Ademads, se ha observado que los factores ecoldgicos que favorecen la presencia de
hemoparasitos en América del Sur son la altura, la temperatura y la precipitacion (Jones et al.,
2013). Aunque segun Renner et al. (2016) y Sehgal (2015), el factor primordial es la presencia y
abundancia del vector en un habitat, el cual afecta directamente la dinamica de infeccidon
huésped-pardsito; de manera que, las caracteristicas y recursos del hébitat son de cierta manera

concluyentes en la tasa e intensidad de infestacion parasitaria.

1.2. Justificacion

En condiciones naturales, los pardsitos dentro de un hdbitat son capaces de mantener el
equilibrio y la dindmica poblacional, ya que pueden causar el debilitamiento de una poblacién
hasta conseguir la evoluciéon o extinciéon de la misma (Gulland, 1995; Harvell et al., 2002;

Woodworth et al., 2005); por ello, los haemosporidios han sido detectados en las aves de todas
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las regiones del mundo, excepto la Antdrtida (Valkitinas, 2005). Sin embargo, el problema

comienza cuando debido al incremento de los efectos antropogénicos como el cambio climatico,
la deforestacion, la fragmentacion de un hébitat y la urbanizacién, la dindmica de transmision
pardsito - huésped se ve alterada (Dobson & Foufopoulos, 2001; Sehgal, 2015; Warner, 1968), y
emergen enfermedades infecciosas en nuevos hospederos (Alarcon et al., 2010; Schrag &

Wiener, 1995).

El Ecuador es considerado uno de los paises megadiversos del mundo, debido a que posee
un gran nimero de especies por metro cuadrado (Sierra ef al., 2002), donde alberga al 17% de las
especies de aves a nivel mundial (Freile et al., 2017). Como consecuencia, los pardsitos
generalistas, capaces de infectar a varias especies hospedadoras se ven favorecidos y de este
modo, la transmisién de hemopardésitos se vuelve exitosa. De hecho, estudios en la comunidad de
Wisui, provincia de Morona Santiago, demostraron que Ecuador alberga un mayor nimero de
especies de Haemoproteus generalistas en comparacion a cualquier otra regién del Neotrépico

(Moens & Pérez-Tris, 2015).

Por otro lado, el paso de aves migratorias en el pais, como patos y cisnes (Smith &
Ramey, 2015) o aves paseriformes de hédbitos migratorios (Perlut ez al., 2018), que migran en
invierno desde Norteamérica a los paises de Sudamérica, son un riesgo de transmision de nuevos

hemoparasitos.

Los efectos en la salud de las aves pueden variar entre leves y letales, dependiendo la
especie (Renner et al., 2016), la edad (Fecchio et al., 2014) y el tipo de contacto del parésito con
el hospedero, es decir, si el parasito fue introducido deliberadamente o naturalmente (Daszak et

al., 2000). Generalmente, el sintoma mas comun es la anemia, aunque cuando existen infecciones
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mixtas de Plasmodium y Haemoproteus en la fauna silvestre, los efectos son graves y pueden

provocar hasta la extincién de una especie (Valkitinas, 2005).

En este contexto y a fin de incrementar la informacion existente sobre hemoparasitos en
Ecuador, este estudio empleard en paralelo, la técnica de microscopia y la PCR anidada de
Waldenstrom et al. (2004) para poder distinguir infecciones mixtas (Bernotiené et al., 2016;
Valkitinas et al., 2006; Zehtindjiev et al., 2012), estimar la densidad e intensidad parasitaria, e
identificar los linajes de Plasmodium y Haemoproteus (Alger, 2001). Asi se establecerd el estatus
actual de las poblaciones de Passeriformes de dos diferentes tipos de hébitats, en Ogldn Alto y

Valle Hermoso, localizados en la regién Andina.

1.3. Objetivos

1.3.1. Objetivo General

Identificar Plasmodium spp. y Haemoproteus spp. mediante técnicas moleculares y
microscopicas en aves del orden Passeriformes en dos zonas de las estribaciones andinas del

Ecuador.

1.3.2. Objetivos Especificos

e Identificar la presencia de Plasmodium spp. y Haemoproteus spp. en aves del orden
Passeriformes de las zonas de Oglan Alto y Valle Hermoso con microscopia optica y PCR
convencional.

e Caracterizar los linajes de hemoparasitos identificados en aves del orden Passeriformes

mediante secuenciacion.
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e Establecer si existe diferencia entre la biodiversidad de Haemosporidios del género

Plasmodium y Haemoproteus encontrada en las dos zonas de estudio mediante un analisis

de métodos no paramétricos

1.4. Hipoétesis

La identificaciéon de hemoparasitos en aves del orden Passeriformes mediante la técnica

molecular y de microscopia, respectivamente, permitirdn diferenciar las dos zonas de estudio.



CAPITULO II: REVISION BIBLIOGRAFICA

2.1. El orden haemosporida

2.1.1. Caracteristicas generales

Los parésitos del orden haemosporida son un grupo de protistas endopardsitos
especializados que se desarrollan en dos tipos de hospederos, un intermediario y un definitivo. Es
decir, su crecimiento y reproduccion asexual tiene lugar en la sangre de anfibios, reptiles, aves y
mamiferos, mientras que su reproduccion sexual se da en el intestino de insectos que actuan
como vectores de transmision (Atkinson & Van Riper III, 1991; Levin & Parker, 2012;

Valkiiinas, 2005).

Aunque dentro de este orden existen cuatro familias (plasmodiidae, haemoproteidae,
leucocytozoidae y garniidae), las familias plasmodiidae y haemoproteidae han sido las maés
estudiadas ya que sus miembros son los agentes causales de la malaria aviar (Richard et al.,
2002). De manera que su sistema parasito — huésped estd bien establecido (Garcia et al., 2019) y
se considera histéricamente a los géneros Plasmodium y Haemoproteus, muy patogénico y

relativamente benigno, respectivamente (Levin & Parker, 2012).

2.1.2. Vectores de transmision

La palabra vector hace referencia al organismo capaz de transmitir un pardsito entre
hospederos. Asi para poder transmitir la malaria aviar, los insectos deben ser hemat6fagos y
pertenecer al orden diptera. En la transmision, intervienen diferentes familias en funcion del
género de haemosporidios, por ejemplo los hemoparasitos del género Plasmodium intervienen

s6lo los mosquitos hembra de la familia culicidae, donde la mayor parte de las especies
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pertenecen a los géneros Culex, Aedes, Culiseta y Anopheles. Mientras que los del género

Haemoproteus son transmitidos por mosquitos de la familia Ceratopogonidae y las moscas piojo

de la familia Hippoboscidae (Valkitinas, 2005).

Por otro lado, los hemoparésitos han desarrollado estrategias adaptativas en sus vectores.
Asi, los insectos transmisores de Plasmodium spp. sufren disminuciones dristicas en su
fecundidad y a cambio adquieren aumentos significativos en su longevidad, para poder transmitir
por mds tiempo a los parasitos (Vézilier et al., 2012), y la razén segiin Martinez de la Puente
(2010) radica en que el parésito busca producir una respuesta inmune duradera que disminuya su
eficacia bioldgica. Adicionalmente, otra estrategia descrita es el incremento de la atraccién de

vectores hacia un ave infectada (Cornet ef al., 2013b, 2013a).

2.1.3. Ciclo de vida de haemosporidios en aves

Los hemopardsitos poseen un ciclo vital bastante complejo (Levin & Parker, 2012), ya
que su desarrollo implica varias etapas en las que se producen cambios de hospedero, diferentes

formas de reproduccién y cambios morfofuncionales (Valkitinas, 2005).

En la Figura 1, se observa que la dindmica de transmision requiere de un vector infectado
y de un ave, en donde las etapas parasitarias comienzan con el desarrollo de los esporozoitos
hasta la formacién del oocisto, a través de divisiones celulares asexuales (esporogonia,
merogonia, gametogonia, gametogénesis, esporogonia) y sexuales (oogonia). Mientras que en la
Figura 2, se puede visualizar la forma de cada estado parasitario, comenzando con el ciclo exo-
eritrocitico para formar merozoitos, el ciclo eritrocitico para formar gametocitos, la division
sexual y la esporogonia en los insectos para producir esporozoitos que iniciardn nuevos ciclos de

infeccion (Rivero & Gandon, 2018; Valkiunas & Iezhova, 2017). Los esporozoitos y gametocitos
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representan el estado del pardsito que es infeccioso para el ave y el vector, respectivamente

(Levin & Parker, 2012; Valkitnas, 2005).

Hospedero invertebrado

Oocisto

Oocineto

Zigoto

Gametos Esporozoitos

Gametocitos

Merozoitos

Hospedero vertebrado

Figura 1. Esquema general del ciclo de infeccion

de haemosporidios.
Fuente: (Levin & Parker, 2012).

El ciclo comienza cuando un insecto infectado se alimenta de la sangre de un ave y

transfiere varios esporozoitos mediante la secrecion de sus glandulas salivales, los cuales infectan

los tejidos del ave e inician el ciclo exo-eritrocitico, en el que mediante una o varias merogonias

formaran abundantes merozoitos unicelulares y se habrd conseguido la adaptacion en el interior

del ave. Después, inicia el ciclo eritrocitico, donde los merozoitos migran a los eritrocitos y

mediante gametogonia se transforman en microgametocitos (macho) y macrogametocitos

(hembra). Entonces, cuando un nuevo insecto se alimenta del ave infectada, se contagia con

ambos gametocitos, los cuales maduran en gametos por gametogénesis y luego, se reproducen

sexualmente mediante oogonia para formar el zigoto (Levin & Parker, 2012; Valkitinas, 2005).
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Finalmente, el zigoto se transforma en un oocineto moévil alargado, que penetra la capa

epitelial del intestino medio y reposa bajo la l1dmina basal durante algunos dias hasta convertirse
en un oocisto, el cual se caracteriza por estar encapsulado por una pared. Mientras esto ocurre, en
el interior del oocisto, se da la formaciéon de numerosos esporozoitos (cuerpos alargados
uninucleares) mediante varias esporogonias. Asi cuando la maduracién del oocisto termine, se
romperd y se liberardn esporozoitos, que infectardn las glandulas salivales del vector para que
empiece nuevamente el ciclo de infeccion (Levin & Parker, 2012; Rivero & Gandon, 2018;

Valkitinas, 2005).
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Ciclo enifrocflico Ciclo exo - erifrocfiico

Figura 2. Ciclo de vida de los hemoparésitos.
Fuente: (Rivero & Gandon, 2018)
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Durante cada etapa parasitaria los haemosporidianos son haploides. Solo el cigoto tiene

un conjunto diploide (2n) de cromosomas, cuya carga se reduce mediante meiosis cuando se dan

las etapas de desarrollo del oocineto (Valkitinas, 2005).

Por otro lado, cabe mencionar que la gametogénesis tiene lugar debido a estimulos como
el cambio en la concentracion de oxigeno y didxido de carbono, cuando la sangre se transfiere del
ave al insecto. En donde, un macrogametocito forma un solo macrogameto de forma redonda,
mientras que el microgametocito da lugar a ocho microgametos con forma de hilos moéviles

(Valkitinas, 2005).

Del ciclo de vida detallado previamente, el desarrollo del parésito en el hospedero
invertebrado es igual en todos los miembros del orden Haemosporida, con la peculiaridad de que
los tiempos son diferentes en funcion de la familia de los mosquitos. Sin embargo, en el
desarrollo parasitario de las familias plasmodiidae y haemoproteidae, existen diferencias
significativas en el lugar y la manera en la que se lleva a cabo los ciclos exo-eritrocitico y

eritrocitico en el interior del ave (Valkiiinas, 2005).

2.1.3.1. Familia Plasmodiidae

El ciclo de vida de los pardsitos de esta familia involucra la existencia de merontes en los
ciclos exo-eritrocitico y eritrocitico, tal como se observa en la Figura 3. De modo que, la
merogonia primaria (pre-eritrocitica), ocurre en las células endoteliales de los capilares y de los
sistemas hemopoyético y linfoide, para formar dos generaciones de merontes, los criptozoitos y
metacriptozoitos. Los criptozoitos se localizan en el bazo, miden hasta 30 um de didmetro y dan
lugar hasta 100 merozoitos, que son capaces de inducir a la segunda generacién de merontes en

los macréfagos para formar metacriptozoitos, donde una parte de los metacriptozoitos pasan al
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ciclo eritrocitico para formar gametocitos, otra induce a la siguiente generacién de

metacriptozoitos y otra induce a la merogonia secundaria (post-eritrocitica), que consiste en

varias generaciones de merontes llamadas fanerozoitos (Valkiiinas, 2005).
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Figura 3. Esquema del ciclo vital de Plasmodium relictum.
Fuente: (Valkitinas, 2005)
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En el ciclo eritrocitico, los merozoitos penetran en los eritrocitos jovenes y se vuelven de

forma redondeada, dando lugar a los merontes eritrociticos llamados trofozoitos, los cuales se
dividen asexualmente y forman merozoitos uninucleares. Al liberarse tendrdn tres destinos:
formar gametocitos en eritrocitos maduros, inducir més ciclos de merontes eritrociticos y penetrar
en las células endoteliales de los capilares de muchos 6rganos, incluido el cerebro, para inducir a

la merogonia secundaria post-eritrocitica (Valkitnas, 2005).

Una vez que los gametocitos maduros llegan al intestino de los mosquitos se lleva a cabo
el proceso descrito previamente en el ciclo general de haemosporidios, con la peculiaridad de que
el oocisto de P. relictum mide al menos 40 um, posee granulos de pigmento, y desarrolla cientos
de esporozoitos en funcién de la temperatura, siendo la mas 6ptima 24-25°C. Si el desarrollo
ocurre a temperaturas mds altas, la viabilidad de los esporozoitos disminuye, mientras que ocurre

degeneracion del oocisto si la temperatura es muy baja, alrededor de 4°C (Valkitnas, 2005).

2.1.3.2. Familia Haemoproteidae

El ciclo exo-eritrocitico de los miembros de esta familia puede comenzar en las células
endoteliales, los macréfagos fijados o los miofibroblastos del ave, donde se produce la primera
generacion de merontes que alcanzan un tamafio de 20 um y contienen merozoitos alargados de 5
a 6 um. Tal como se muestra en la Figura 4, la presencia de cada merozoito es capaz de inducir a
una segunda merogonia, dando lugar a merontes de hasta 100 pm en las células del bazo,
pulmén, higado, rifiones, corazén, misculo esquelético y otros 6rganos del ave (Valkilnas,

2005).

En algunas especies, en las células endoteliales de los capilares y los miofibroblastos del

musculo esquelético y del miusculo cardiaco es posible la formacion de megalomerontes
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(merontes de segunda generacion), cuyo tamafio puede exceder las 400 pm y posee numerosos

merozoitos redondos de 1 um de didmetro, capaces de entrar al ciclo eritrocitico. Entre 1 y 15
merozoitos pueden penetrar a un solo eritrocito, y después de 2 a 6 dias forman gametocitos

maduros, capaces de entrar a gametogénesis (Valkiiinas, 2005).
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Figura 4. Ciclo vital de Haemoproteus mansoni.
Fuente: (Valkitinas, 2005)

Después de que un mosquito se infecta con la sangre del ave, los gametocitos maduros

empiezan a redondearse y se liberan de los eritrocitos para formar microgametos de 10 a 18 um
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y macrogametos con un didmetro de 6 a 7 um, los cuales se reproducirdn sexualmente

(Valkitinas, 2005).

2.1.4. Patogenicidad y virulencia en aves

Cuando un ave es infectada por un hemopardésito atraviesa principalmente las siguientes
cuatro etapas, donde el tiempo de cada una diferird entre cada especie de las familias de

haemosporidios (Valkiiinas, 2005):

=  Prepatente, cuando el desarrollo del parisito se produce en los tejidos del
parénquima fuera de la sangre

= Aguda, cuando los pardsitos aparecen en la sangre del ave y se da un gran
aumento de la parasitemia

= (risis, cuando la parasitemia alcanza su punto maximo

*  Cronica o latente, cuando la parasitemia en sangre disminuye y se mantiene en
niveles muy bajos como consecuencia de la respuesta inmune del ave, y a cambio

los pardsitos permanecen en los érganos internos

Como consecuencia de una infeccion, las aves pueden reducir su condicién fisica, su
reproduccién y su esperanza de vida (Lachish et al., 2011; Marzal et al., 2008; Merino et al.,
2000), ya que existe aceleramiento del envejecimiento celular (Asghar et al, 2015).
Especialmente, si es producida por Plasmodium ya que se induce a anemia, agrandamiento y

necrosis del bazo e higado, y a hemorragias cerebrales y edemas (Rivero & Gandon, 2018).

Los hemoparasitos tienen la capacidad de persistir en las aves, por lo que un ave infectada
mantendrd a los pardsitos durante muchos afios o incluso por el resto de su vida, siendo asi el

origen de infeccidon de nuevos vectores. Asi pues, existirdn recaidas s6lo en momentos de estrés
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fisiologico y durante la reproduccién del ave, para transmitir la infeccion a la descendencia y

mantener el pardsito en la naturaleza (Allander, 1997; Valkiiinas, 2005).

En la mayoria de los casos, el estudio de la patogenicidad y su efecto en la salud de aves
se han basado solo en experimentos de laboratorio con aves domésticas o en cautiverio,
dilucidando efectos en la inversion parental de las aves y en el retraso en la eclosién de huevos
(Levin & Parker, 2012; Marzal, 2005; Rivero & Gandon, 2018). No obstante, monitoreos en aves
silvestres durante aproximadamente una década, encontraron efectos subletales en la
supervivencia, el comportamiento, la seleccion de pareja y el éxito reproductivo (Fallon et al.,

2003).

De modo que, el impacto en aves puede ser significativo, tanto en situaciones en las que el
parasito ha sido recientemente introducido como en las situaciones en las que las aves han
evolucionado con linajes locales durante un largo periodo de tiempo (Levin & Parker, 2012),

produciendo efectos letales y subletales, respectivamente (Rivero & Gandon, 2018).

Normalmente si la patogenicidad de un hemopardsito oscila entre alto y moderado, el
sistema inmune del ave puede manejar la situacidn, no obstante puede volverse peligrosa o letal
cuando existe coinfeccion con un segundo linaje de haemosporidio, ya que su sistema inmune al

encontrarse previamente comprometido es mas susceptible (Levin & Parker, 2012).

Por ultimo, varios estudios resumidos por Rivero & Gandon (2018), conducen a que la
razén por la que los hemopardsitos son altamente virulentos radica en su plasticidad, es decir, la
capacidad de adaptacion y respuesta a cambios en el estado fisiolégico del hospedador o a
condiciones ambientales desfavorables. Por ejemplo, en respuesta a la administracién de

medicamento antimaldrico, los pardsitos aumentan la proporcion de microgametocitos para
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garantizar la fertilizacién de un mayor nimero de macrogametocitos (Paul et al., 2000; West et

al., 2002). Mientras que cuando un ave infectada tiene una recaida de Plasmodium y hay
presencia de mosquitos en el ambiente, el hemopardsito mejora su replicaciéon dentro del huésped

para aumentar su tasa de transmision (Cornet et al., 2014).

2.2. Factores ecologicos implicados en el parasitismo

El parasitismo se define como una asociacion entre dos organismos, en la que el parasito
depende del hospedero para su supervivencia y reproduccion, comprometiendo asi la eficacia

bioldgica del hospedero durante toda o alguna parte de su vida (Marzal, 2005).

Desde otra perspectiva, es un fendémeno ecoldgico, que se considera esencial para la vida
ya que los pardsitos ejercen presiones selectivas, creando eventos evolutivos que permiten la
diversificacion de las especies (Aradjo et al., 2003). Asi, los hemopardsitos tienen un rol
fundamental en la estructuraciéon de las comunidades de hospederos, pudiendo afectar la
abundancia de diferentes especies y determinar la biodiversidad de las comunidades (Poulin,

1999), como regular la evolucién de sus hospederos (Navas et al., 2007).

En la actualidad, es posible que en una regién geogréfica coexistan linajes de pardsitos
especialistas y generalistas, capaces de infectar a una sola especie de ave y a un gran rango de
especies, respectivamente (Marzal, 2005). Aunque los hemopardsitos generalistas son
predominantes en algunas regiones de América del Norte, Europa (Hellgren et al., 2009)y

Sudamérica (Moens et al., 2016).

Algunos autores han determinado que para el caso de la malaria aviar, un linaje
generalista ofrece mds oportunidades de transmisién que un especialista, conduciendo a una

mayor prevalencia en la comunidad de acogida. Ya que un linaje especialista es més eficiente en
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la explotacion de su hospedero, mientras que un linaje generalista al utilizar multiples hospederos

permite que los pardsitos tengan una mayor distribucién geogréfica (Rivero & Gandon, 2018). No
obstante, segin Garcia-Longoria et al. (2019), la prevalencia de un hemoparésito es fortuita, ya
que se debe principalmente a la interacciéon entre las defensas inmunitarias del huésped

(susceptibilidad) y las estrategias de explotacion de pardsito (virulencia y plasticidad).

Ciertamente, los hemopardsitos se encuentran ampliamente extendidos en la naturaleza.
Sin embargo, su prevalencia y el éxito en su dindmica de transmision depende de la abundancia
del vector y del hospedero en un hébitat, lo que directamente estd influido por la estructura
abidtica que posea un ecosistema (Jones et al., 2013; Renner et al., 2016; Sehgal, 2015). Por
ejemplo, la precipitacién en bosques tropicales, es una variable que favorece la prevalencia y
parasitemia de haemosporidios debido a la mayor abundancia y actividad de los mosquitos

(Hernandez-Lara et al., 2017).

Por otro lado, si existe una alteracion humana de los habitats y transporte de vectores, en
conjunto con el cambio climdtico antropogénico, no se ve favorecida la evolucion, sino la
extincion de una especie. Como ejemplo, estan las aves endémicas del bosque nativo de Hawaii,
que tras la introduccion accidental del vector Culex quinquefasciatus junto a un nuevo linaje
Plasmodium relictum, a inicios del siglo XX, contindan teniendo tasas de mortalidad de 65 a 90%

como lo demuestra el estudio realizado por Atkinson et al. (2000).

Incluso hay evidencia de que si se traslada un ave de su hébitat natural a un nuevo hébitat
(como zooldgicos) o viceversa, los resultados pueden ser desastrosos. En el primer caso, si su
habitat natural estaba libre de malaria aviar, al ser introducido en una regién donde si estd

presente, la especie en cuestion se extinguiria. Mientras que en el segundo caso, si se introduce
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un ave en cautiverio, la cual probablemente tuvo contacto con un gran rango de pardsitos, al ser

introducida en un habitat natural, introducird un nuevo linaje de parasito que puede ser agresivo

con la avifauna nativa (Levin & Parker, 2012; Valkitinas, 2005).

2.2.1. Parasitismo en habitats perturbados

Actualmente, el 93% de la superficie del planeta ha sido perturbada por la presencia del
ser humano, dando lugar a cambios a nivel estructural y funcional, causando la pérdida del

habitat y de su biodiversidad (Markesteijn, 2015).

Uno de los principales efectos es la alteracion de las interacciones bioldgicas, incluyendo
la dindmica entre pardsitos y hospederos (Renner et al., 2016; Sehgal, 2015). Ya que se ha visto
un aumento en la presencia y abundancia del vector, producida por los cambios en las
condiciones ambientales, la sobrepoblaciéon de hospederos y la llegada de nuevos hospederos,
parasitos y vectores (Fischer & Lindenmayer, 2007). Ademds de una mayor parasitemia en aves

en bosques fragmentados (Ogrzewalska et al., 2011).

Por otro lado, la degradacién de la cobertura de un bosque primario da lugar a un bosque
secundario, donde el impacto producido es reversible, ya que solo disminuye la calidad en cuanto

a su vegetacion, fauna y suelo mas no su funcionalidad en si (Markesteijn, 2015).

2.2.2. Parasitismo en habitats no perturbados

En bosques primarios o virgenes ocurren alteraciones naturales que se dan a escalas
temporales y que provocan impactos agudos que afectan la estructura del hédbitat permitiendo

conservar el equilibrio entre el habitat y el ecosistema (Markesteijn, 2015).



20
Generalmente, un habitat no perturbado es de gran tamaifio y posee nichos ecoldgicos muy

diversos, que albergan una mayor diversidad de hospederos y pardsitos en comparacién a los

habitats perturbados (Kamiya et al., 2014; Lacorte et al., 2013; Laurance et al., 2013).

2.3. Métodos de deteccion de haemosporidios

Para el diagndstico de hemopardsitos se emplea en forma complementaria las técnicas de
biologia molecular y microscopia. Ya que la observacion de frotis sanguineos en el microscopio
optico permite observar el parésito en el ciclo eritrocitico y cuantificar la intensidad de la
infeccion, mientras que la técnica de PCR permite detectar una baja parasitemia e identificar el
género y especie de los pardsitos involucrados en la infeccién (Bensch et al., 2009; Valkitinas et

al., 2006; Valkitinas, 2005).

Segin Valkitinas er al. (2006), las infecciones causadas por mds de un linaje de
haemosporidio en un hospedero son comunes en aves silvestres, y el emplear dnicamente el
ensayo de PCR subestima los resultados reales. Por ello para detectar infecciones mixtas, es
recomendable emplear una combinacién de las técnicas de microscopia y de PCR (Valkiiinas et

al., 2006; Zehtindjiev et al., 2012).

2.3.1. Técnica de microscopia

La técnica de microscopia Optica permitié la deteccién de haemosporidios en frotis
sanguineos, y durante aproximadamente un siglo dio lugar a su descripcion y clasificacion basada
en la observacion de caracteres morfoldgicos, entre los cuales se considera las mediciones del
tamano y la forma de las células del parésito, la orientacion en la célula hospedadora, el nimero
de merozoitos por meronte, el nimero y la posicion de grinulos de hemozoina y vacuolas.

(Perkins, 2014).
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A pesar de los inconvenientes y la controversia con la precision de dichos caracteres

morfoldgicos en estados sanguineos, se han descrito aproximadamente 210 especies de pardsitos

haemosporidios en aves (Valkitinas, 2005).

De manera general, una placa bien tefiida, segin Valkitnas (2005) permite que el
citoplasma de los eritrocitos se observe de color rosado con brillo violeta, mientras que el
citoplasma del parésito es de color azul y su nicleo se tifie de rojo. Por otro lado, la distincién de
los gametocitos de los haemosporidios puede ser ficil, ya que presentan dimorfismos sexuales,

(Valkitinas, 2005; Valkitinas & Iezhova, 2018), como se detalla en la Tabla 1.

Tabla 1
Diferencias generales entre los estados adultos de hemopardsitos (macrogametocitos y
microgametocitos).

Macrogametocito Microgametocito
Citoplasma tefiido intensamente de azul Tincién del citoplasma es mas pélida
Nicleo compacto con contorno claro Nicleo difuso
Presencia de nucléolo Ausencia de nucléolo

Generalmente hay ausencia de cimulos de granulos de Acumulacién de granulos de hemozoina en los

hemozoina en los extremos extremos de los microgametocitos alargados

Fuente: (Valkitnas, 2005; Valkitinas & Iezhova, 2018)

2.3.1.1. Caracteristicas de la familia Plasmodiidae

Los parasitos de esta familia pueden ser observados en forma de trofozoitos, merontes

juveniles, merontes maduros, gametocitos juveniles y gametocitos adultos (Valkitinas, 2005).
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Asi los trofozoitos juveniles de diferentes especies pueden observarse, como la Figura 5,

donde su tamafio y ndmero de pigmentos de hemozoina varian de acuerdo al crecimiento del
pardsito, pueden poseer una vacuola grande y un nicleo excéntrico que les da la apariencia de un

anillo (Valkiiinas, 2005).

Plasmodium relictum Plasmodium vaughani
Nacleo
del
eritrocito
L]
2
B\
—_T _—

Figura 5. Esquema de trofozoitos juveniles de

diferentes especies de Plasmodium.
Fuente: (Valkitinas, 2005)

De este modo, en la Figura 6, se pueden observar trofozoitos vistos bajo la luz del
microscopio, los cuales son de menor tamaifio que el nicleo del eritrocito y poseen pocos

gréanulos de hemozoina.

Figura 6. Trofozoitos juveniles del género Plasmodium (a-d).
Nota: Vacuola (a), glébulo no refractivo (b), granulos de hemozoina (c),
citoplasma y nicleo del parésito (d).

Fuente: (Valkitinas & Iezhova, 2018)
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Los merontes eritrociticos pueden ser visibles desde su primera division nuclear hasta

conseguir la formacién de merozoitos como se observa en la Figura 7 y Figura 8. Una
caracteristica en comin es que contienen grdnulos de color dorado, marrén o negro, que
provienen de la digestiéon incompleta de la hemoglobina en el interior de la vacuola, los cuales

poseen una fuerte refraccion de la luz bajo el microscopio (Valkiiinas, 2005).

Niicleo
parisito

Grinulos
de

e
Pigmento

Grinulos
de

e
Pigmento

Figura 7. Esquema de merontes eritrociticos de Plasmodium

relictum.
Fuente: (Valkitinas, 2005)

Por otro lado, la forma de los merontes eritrociticos es diferente en cada especie, asi en la
Figura 7, los merontes de P. relictum son redondeados y deforman visiblemente a los eritrocitos
infectados, desplazando su nucleo parcialmente hacia un extremo o definitivamente de la célula.
Mientras que en la Figura 8, los merontes de P. vaughari tienen forma variada y no afectan a la

forma ni al niicleo de los eritrocitos infectados (Valkitinas, 2005).

En la Figura 9, se pueden observar el desarrollo de merontes eritrociticos vistos bajo la luz

del microscopio, comenzando con un meronte juvenil hasta alcanzar la madurez y formar varios
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merozoitos. Ademds son visibles las vacuolas del pardsito y grdnulos de hemozoina de color

negro.

Niicleo
parasito

Figura 8. Esquema de merontes eritrociticos de Plasmodium

vaughari.
Fuente: (Valkitinas, 2005)

e h m Sk Y.

Figura 9. Merontes eritrociticos en diferentes estados de desarrollo.

Nota: juvenil (e), en proceso de desarrollo (h, m), maduro con merozoitos (y).
Fuente: (Valkitinas & Iezhova, 2018)

Con respecto a los microgametocitos y macrogametocitos, pueden ser redondeados y
deformar al eritrocito como sucede con P. relictum o ser alargados sin afectar al eritrocito como

sucede con P. vaughani (Figura 10, 11). Ademads, los dimorfismos sexuales y las descripciones
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generales de la Tabla 1, son evidentes al observar los esquemas de las Figuras 10, 11, y los

pardésitos vistos en el microscopio 6ptico de la Figura 12 (Valkitinas, 2005).

Plasmodium relictum Plasmodium vaughani

10 pm

Figura 10. Esquema de microgametocitos de dos

especies diferentes de Plasmodium.
Fuente: (Valkitinas, 2005)

Plasmodium relictum

Nicleo
parisito

10 pm

Plasmodium vaughani

Vacuola

Figura 11.Comparacién de macrogametocitos de

P. relictum y P. vaughani.
Fuente: (Valkitinas, 2005)
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2.3.1.1. Caracteristicas de la familia Haemoproteidae

Los parasitos de esta familia pueden ser observados en los eritrocitos del ave en forma de

gametocitos juveniles, microgametocitos y macrogametocitos (Valkitinas, 2005).

Figura 12. Gametocitos maduros del género Plasmodium.
Nota: macrogametocitos (a, ¢, q), microgametocitos (b, h, v).
Fuente: (Valkiiinas & Iezhova, 2018; Valkiunas et al., 2018)

Asi, una de las posibles caracteristicas de los gametocitos maduros y en proceso de
desarrollo, es la presencia de granulos hemozoina o verdadero pigmento de la malaria, como se
observa en la Figura 13, 14. Cuya importancia radica en permitir determinar especies de acuerdo

a su nimero, forma y posicién (Valkiiinas, 2005).

En la Figura 13, se puede observar que los gametocitos juveniles pueden ser alargados
con un tamafo menor a 10 um, o de forma esférica, que probablemente represente a un merozoito

de aproximadamente 1 um de didmetro que empieza a madurar (Valkitinas, 2005).
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Gametocitos juv eniles Macrogametocito

Macrogametocitos

Figura 13. Esquema de gametocitos de Haemoproteus

mansoni.
Fuente: (Valkiiinas, 2005)

Figura 14.Macrogametocito
y microgametocito maduro
de Haemoproteus majoris.
Fuente: (Valkitinas, 2005)
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Por otro lado, las Figuras 13, 14, 15 demuestran los dimorfismos sexuales entre

gametocitos (Tabla 1). En la Figura 15, los pigmentos de hemozoina estin presentes en los
gametocitos adultos y es evidente que el macrogametocito tiene un nidcleo bien definido y una

tincién més fuerte que el microgametocito.

> ‘ |t
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Figura 15. Gametocitos juveniles (a, b), macrogametocito adulto (j),
microgametocito adulto (q) del género Haemoproteus.
Fuente: (Valkiiinas et al., 2017).

2.3.2. Técnica de PCR anidada

La PCR anidada consiste en dos corridas de PCR convencionales consecutivas, en las
cuales se emplean dos conjuntos de cebadores diferentes. En donde, el segundo par de cebadores

amplifica una region especifica dentro del producto de la primera corrida (Rahman et al., 2013).

Una de las ventajas de emplear esta técnica es reducir la contaminacion en los productos
producido por amplificaciones inespecificas (Rahman et al., 2013). Ademds se ha demostrado
que para la deteccion de Plasmodium vivax en humanos, su especificidad y sensibilidad es del

81.2% y 97.7%, respectivamente, en comparacion con la técnica de microscopia (Genc et al.,

2010).
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Asi en el afio 2004, se demostré que el fragmento del gen del citocromo B del ADN

mitocondrial de los hemopardsitos puede ser amplificado mediante PCR anidada a partir del
ADN extraido de la sangre de un ave infectada para detectar Plasmodium spp. y Haemoproteus
spp. (Waldenstrom et al., 2004). La deteccion es posible ya que, estados parasitarios como
gametocitos juveniles, gametocitos maduros, trofozoitos, merontes eritrociticos juveniles y
merontes eritrociticos maduros que contienen mitocondrias (Valkitinas, 2005), se desarrollan en

los glébulos rojos del ave, por lo que es posible extraer su ADN en conjunto con el ADN del ave.

Segtin Bensch er al. (2009), el protocolo mas empleado por los investigadores es el de
Waldenstrom et al. (2004), cuyos cebadores externos, HAEMNF y HAEMNR?2, amplifican una
region de 580 pares de bases, que después de ser amplificada con los cebadores internos HAEMF

y HAEMR?2 conducen a una regién de 524 pares de bases (incluyendo los cebadores).

2.4. Distribucion geografica

La malaria aviar ha sido reportada en todas las regiones geograficas del mundo, a
excepcion de la Antartica, donde los vectores necesarios para su transmision estdn ausentes por

las condiciones climéticas (Valkitnas, 2005).

2.4.1. Malaria aviar en el Neotrépico

El Neotrépico comprendido por la regiéon tropical del continente americano, alberga la
mayor diversidad del planeta Tierra (Brown, 2013). Dentro de este marco, la diversidad de
haemosporidios es también muy elevada debido sus condiciones climéticas y a la diversidad de
sus hospederos (Moens & Pérez-Tris, 2015), ya que se ha determinado que los ambientes mas
calidos estimulan las tasas de crecimiento, la capacidad reproductiva y los estados infecciosos de

los parésitos (Garcia-Huidobro et al., 2019).



30
Por otro lado, el ciclo de infeccién de hemoparésitos es exitoso porque el clima himedo

permite que los vectores estén activos durante todo el afio y las aves son residentes permanentes

(Valkitinas, 2005).

2.5. Aves del orden Passeriformes

2.5.1. Clasificacion de aves passerines

Las aves son un grupo ecolégicamente importante, ya que la radiacién adaptativa las ha
llevado a diversificarse en 10135 especies (Dickinson & Christidis, 2014), las cuales ocupan
diferentes biotopos terrestres alrededor del mundo (excepto de la Antdrtica) y tienen diversos
comportamientos y morfologias (Payevsky, 2014). En contraste, Ecuador es considerado el
cuarto pais mds rico en aves, ya que segiin el Comité Ecuatoriano de Registros Ornitoldgicos
(CERO), hasta el afio 2017, existen 1679 especies de aves (Freile et al., 2017), que representan

casi el 17% de las especies a nivel mundial.

En general, el orden passeriforme, esta constituido por 6030 especies, que representan casi
el 60% de todas las aves, es decir, que representan mds de la mitad de las especies de aves
descritas en el mundo (Dickinson & Christidis, 2014), por ello segin Payevsky (2014), muchos

ornit6logos optan por dividir a las aves en passerines y no passerines.

De este modo su clasificaciéon taxondémica incluye 134 familias y 1357 géneros
distribuidos en los subdrdenes Passeri (oscines), Tyranni (suboscines) y Acanthisitti (Dickinson
& Christidis, 2014). Los subdrdenes Passeri y Tyranni, se diferencian principalmente en la
complejidad de la estructura de la siringe (6rgano vocal ubicado en la base de la trdquea que
permite el canto). Asi, las aves cantoras o del suborden Passeri, representan al 70% de especies

del orden Passeriformes y poseen una compleja morfologia con la que pueden realizar diferentes
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vocalizaciones y cantar un diverso nimero de canciones (Edwards & Harshman, 2013; Payevsky,

2014).

2.5.2. Caracteristicas generales

Las aves passeriformes generalmente tienen plumajes de colores muy vistosos, la mayoria
de ellas son de pequefio tamafo, cuyo peso varia entre 4 y 6 gramos; no obstante existen

individuos de mayor tamafio cuyo peso puede alcanzar 1.5 kilogramos (Payevsky, 2014).

En cuanto a su alimentacién, es muy variada pudiendo ser a base de insectos, araiias,
anélidos, semillas, frutas y néctar de flores. Es comin encontrarlos en bosques tropicales,
elaborando diversos tipos de nidos con ramas o hierbas, ya sea en arbustos u orillas de los rios de

corriente rapida (Payevsky, 2014).

Por otro lado, pueden ser migratorios o no migratorios dependiendo de su zona de
nidificacion. Asi, algunos migran desde el Neartico y el Paleartico hacia alrededor del Ecuador, o
desde las regiones templadas del sur hasta los trépicos ubicados al norte (Edwards & Harshman,

2013).

En los dltimos afios han sido muy estudiados porque son un grupo de ficil observacion,
recoleccion y estudio para establecer la ecologia del comportamiento y la biologia de la
evolucion, asi como para el estudio de haemosporidios (Edwards & Harshman, 2013; Payevsky,

2014; Valkitinas, 2005).
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CAPITULO III: MATERIALES Y METODOS

3.1. Fase de campo

3.1.1. Area de estudio

Para obtener las muestras sanguineas de aves passeriformes se realizaron muestreos en

dos zonas de las estribaciones andinas del Ecuador, con diferente grado de intervencién humana.

La recoleccion fue llevada a cabo por el equipo de investigacion de la Unidad de Estudios
de la Vida Silvestre de la Universidad Central del Ecuador, bajo la direccién de la Dra. Nivia
Luzuriaga. Para ello se cont6 con la autorizacién expedida por el Ministerio de Medio Ambiente

de Ecuador (Anexo A).

®»  Zona sin intervencion humana

Arajuno — Pastaza: Se tomaron 111 muestras de sangre aviar del Bosque Protector
Oglan Alto, ubicado en la Estacion Cientifica Juri Juri Kawsay perteneciente a la Universidad
Central del Ecuador (longitud 1°16'40,74", latitud 1°20'57,87") con una gradiente altitudinal entre
580 m.s.n.m. y 1100 m.s.n.m. (Cajamarca, 2018), durante los meses de diciembre 2017, marzo y

junio 2018.

= Zona con intervencion humana

Santo Domingo — Santo Domingo de los Tsachilas: Se tomaron 33 muestras de sangre
aviar del bosque secundario ubicado en la parroquia de Valle Hermoso perteneciente a propiedad
privada (longitud 0°00°03,87°’, latitud 79°17°05,54°’) con altitudes de 307 m.s.n.m., en el mes de

mayo 2018.
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3.1.2. Captura de aves

Las aves fueron capturadas con 10 redes de neblina (12m de largo x 2.5m de ancho),
ubicadas en diferentes sitios del sotobosque de cada zona de estudio, en horarios de la mafiana y

la tarde (Mena, 2018; Moens & Pérez-Tris, 2015; Moens et al., 2016).

Después, cada ave fue trasladada en una bolsa ornitoldgica, para registrar sus medidas
morfométricas: masa corporal, sexo, longitud del ala, cola y tarso, e identificarla
taxondmicamente segun las claves de la Guia de campo de Aves del Ecuador de Ridgely &
Greenfielde (2001). Antes de ser liberadas en el sitio de captura, las aves fueron identificadas con

anillo numérico unico y se extrajo una muestra de sangre de la vena braquial del ala.

3.1.3. Recoleccion de muestras de sangre

La recoleccion de las muestras de sangre aviar se realizé siguiendo el procedimiento
descrito por Valkiunas (2005) y adaptado por Mena (2018), que consistié en exponer la vena
braquial del ave para punzarla con una aguja hipodérmica y asi recolectar de 5 a 80 uL. de sangre

con un microcapilar sin anticoagulante.

3.1.3.1. Preparacion de frotis sanguineos

De la sangre recolectada en el microcapilar, se colocd una gota en el extremo de un
portaobjetos, con otro portaobjetos en un dngulo aproximadamente de 45° se consiguié que la
sangre forme una pelicula delgada entre ambos y se realizé un barrido con un movimiento firme
y continuo que permitié obtener un extendido fino y uniforme. Se dejo secar por unos minutos, y
se procedio a su fijacion con metanol al 99% por un lapso de 3 a 5 minutos y su posterior secado

a temperatura ambiente (Alarcon & Ramirez, 2015; Valkiiinas, 2005). Todos los frotis
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sanguineos fijados fueron transportados al laboratorio en una caja de almacenamiento para

portaobjetos.

3.1.3.2. Almacenamiento en tarjetas FTA

La sangre remanente del microcapilar fue recolectada en el papel filtro de la tarjeta cldsica
FTA WB120205, la cual tuvo la capacidad de almacenar hasta cuatro muestras por tarjeta,

siguiendo las instrucciones descritas por el fabricante y detalladas a continuacion.

La muestra fue colocada en el interior de una de las dreas de papel filtro, se etiquet6 con
lapiz y se dejé secar a temperatura ambiente durante 30 minutos, manteniéndola libre de la
exposicion a la luz directa del sol. Una vez que se recolectd cuatro muestras en una tarjeta, se la
envolvid en papel aluminio y se colocé en una bolsa hermética zip-lock de pléstico para evitar el

contacto con la humedad del ambiente hasta la extraccion del ADN.

3.2. Fase de laboratorio

3.2.1. Tincion de los frotis sanguineos

Los frotis sanguineos fueron tefiildos con solucién Giemsa en el Laboratorio de
Parasitologia de la Facultad de Medicina Veterinaria y Zootecnia de la Universidad Central del
Ecuador. Para ello, todas las placas se sumergieron en cajas coplin llenas de solucién Giemsa,
durante 45 a 60 minutos a temperatura ambiente y después, el exceso de colorante se lavo
suavemente con agua del grifo. Las muestras se secaron y conservaron a temperatura ambiente

hasta ser observadas en el microscopio (Mena, 2018; Moens et al., 2016; Valkitinas, 2005).
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3.2.2. Analisis microscépico e identificacion morfolégica

Para la observacion de cada frotis fijado y tefiido se empled el microscopio compuesto
Motic A210 del Laboratorio de Parasitologia de la Facultad de Medicina Veterinaria y Zootecnia
de la Universidad Central del Ecuador. Primero se inspecciond todo el frotis con el lente de 40X
para detectar la presencia de pardsitos intra y extracelulares (Valkitinas, 2005). Ademads, para
evitar la confusién entre los campos observados y no observados se empled la técnica de zig —

zag, representado en la Figura 16 (Montoro, 2015).

Figura 16. Técnica de zig - zag
para la bisqueda e identificacion
de hemoparasitos en los campos

opticos de un frotis sanguineo.
Fuente: (Montoro, 2015)

Posteriormente, para la identificacién de géneros entre Haemoproteus y Plasmodium, se
examinaron 100 campos empleando el lente de 100X bajo aceite de inmersion y se utilizé6 como
guia, las claves taxondmicas y fotografias de Valkiiinas & Iezhova (2018), Valkiiinas (2005),
Valkitinas et al. (2018), Valkitinas et al. (2017). El tiempo empleado por placa fue

aproximadamente de 60 minutos.
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3.2.3. Determinacion de densidad parasitaria

Cuando una muestra presentd infeccidn parasitaria, se procedié a estimar su densidad
empleando el método de cruces, recomendado por la Organizaciéon Mundial de la Salud (Alger,
2001). Para lo cual, se observaron 100 campos Opticos aleatorios con el lente de 100X bajo aceite
de inmersion y se estim6 si la densidad parasitaria era baja, media, alta, o muy alta considerando

los criterios descritos en la Tabla 6 (Alarcon & Ramirez, 2015; Alger, 2001; Mena, 2018).

Tabla 2
Meétodo de cruces para estimar la densidad parasitaria en un frotis sanguineo.

Parasitemia observada Densidad parasitaria por Cruces Interpretacién
1-10 parasitos en 100 campos + Baja
11-100 parasitos en 100 campos ++ Media
2-10 parasitos por campo +++ Alta
>10 parasitos por campo ++++ Muy alta

Fuente: Modificado de (Alger, 2001; Mena, 2018).

3.2.4. Determinacion de la intensidad de infeccion

Para determinar la intensidad parasitaria de una placa se utiliz6 el método descrito por
Valkiiinas (2005), Moens & Pérez-Tris (2015), Moens et al. (2016), el cual consistié en contar el
numero de pardsitos presentes en 10 000 eritrocitos de extendido fino. Para asi, posteriormente

obtener el porcentaje de infeccidn al dividir el niimero de parasitos entre el nimero de eritrocitos.
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3.2.5. Extraccion de ADN de sangre almacenada en tarjetas FTA

La extraccion de ADN de las muestras recolectadas se hizo en el Laboratorio de
Biotecnologia Animal de la Universidad de las Fuerzas Armadas — ESPE, empleando una
adaptacion del protocolo del Centro de Terapia Génica, Brno, Republica Checa, modificado por

Albén y Tamayo (2009).

De cada muestra, se cortaron 10 trozos de 4 mm” de papel filtro con sangre impregnada,
empleando para ello hojas de bisturi N°11, y se colocaron en un microtubo de 1.5 mlL,
respectivamente. Entre cada muestra, la hoja de bisturi fue desinfectada con alcohol al 70% y fue

reemplazada por una nueva cuando se perdio su firmeza al cortar.

Para eliminar la hemoglobina de la sangre, los trozos de papel filtro se lavaron con 1 mL
de PBS (10 mM, pH 7.4) enriquecido con 0.05% de Tween 20, dejando reposar una noche a 4°C.
Al dia siguiente, el tubo fue agitado orbitalmente durante 30 minutos y homogeneizado en un
agitador vortex Velp Scientifica. Luego, se centrifugé a 10 000 rpm por 10 minutos en la

microcentrifuga MIKRO 200 Hettich Lab.

Si al descartar el sobrenadante de cada tubo, se evidenci6 la eliminacién de hemoglobina,
se realiz6 un segundo lavado con PBS enriquecido con Tween 20, caso contrario se procedié a un

lavado con 500 uL de PBS (10 mM, pH 7.0).

Después, se adicioné 1 mL de buffer de lisis (CTAB 2%, Tris - HCL 100 mM, EDTA 20
mM, NaCl 1.4 M, pH 7.5), 10 pL de proteinasa K (20 mg/mL), y se homogeneizé mediante
inversion. El tubo fue incubado en el termobloque con agitacion Thermo — Shaker 88810R, a
70°C con agitacion de 600 rpm durante 1 hora. Seguidamente, para desactivar la proteinasa K, se

homogeneizé en el agitador vortex y se procedid a una incubacién a 95°C con agitaciéon de 200
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rpm durante 15 minutos. Luego, se centrifugd a 10 000 rpm por 10 minutos y se transvasé el

sobrenadante en un nuevo microtubo de 2 mL.

La mezcla de cloroformo y alcohol isoamilico en la proporcion 24:1 permitié la
separacion del ADN vy de las proteinas y lipidos, asi que se agregd 700 uL de esta mezcla a cada
tubo, se homogeneizé por inmersion y se centrifugé a 10 000 rpm por 15 minutos. Después, se
recuperd solamente la fase acuosa en un nuevo microtubo de 1.5 mL, tomando precaucién de no

mezclar ambas fases.

Para precipitar el ADN, se adicion6 600 pL de etanol absoluto frio, se mezclé suavemente
por inmersion y se dejo reposar una noche a — 20°C. Al dia siguiente, para recolectar el ADN, se
centrifugé a 14 000 rpm por 15 minutos y se descarto el sobrenadante con micropipeta. Luego, se
lavo el pellet con etanol al 70% frio, agregando 500 pL, mezclando suavemente por inmersion

dos veces y centrifugando a 14 000 rpm por 15 minutos.

Se descart6 el etanol y para conseguir la evaporacion del etanol remanente, se colocé boca
abajo al microtubo sobre papel absorbente, durante al menos 20 minutos. Finalmente, para
hidratar y diluir el ADN, se agregd 30 uL de agua libre de nucleasas y se dejo reposar a 4°C toda

la noche.

Los tubos que contenian trozos de papel filtro fueron lavados con 700 uL de PBS (10
mM, pH 7.0). Se omitieron los pasos de la agitacién con vortex y la centrifugacion, se retiré el
sobrenadante con micropipeta y se dejo secar los trozos de tarjeta FTA a temperatura ambiente
durante una noche, para poder conservarlos. De tal manera, que si la concentraciéon de ADN
obtenida en alguna muestra fue baja, se volvi6 a re-extraer ADN, partiendo de un lavado con 500

pL PBS (10 mM, pH 7.0) sin centrifugacion y continuando con el procedimiento antes descrito.
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3.2.6. Cuantificacion de ADN

La concentracion del ADN extraido fue cuantificada por espectrofotometria UV, mediante
el equipo NanoDrop 2000 (Thermo Fisher Scientific, USA) del Centro Internacional de Zoonosis

de la Universidad Central del Ecuador.

Antes de iniciar, se limpi0 el lente con 2 pL de agua destilada y se selecciond el programa
para cuantificacion de acidos nucleicos. Después, se colocé 2 plL de solucion blanco y se
procedié a colocar 2 pL. de cada muestra para estimar su concentraciéon de ADN y su pureza

mediante los indices de 260/280 y 260/230.

3.2.7. Evaluacion de la integridad de ADN

La determinacion de la integridad de ADN se realiz6 en los laboratorios de la Unidad de
Investigacién de Enfermedades Transmitidas por Alimentos y Resistencia a los Antimicrobianos
(UNIETAR) de la Universidad Central del Ecuador. Para lo cual, se realiz6 una corrida
electroforética en gel de agarosa al 0.8% (p/v) teilido con SYBR® Safe DNA Gel Stain

(Invitrogen) segtin la relacién 0,1 pL/mL TBE 1X.

Asi, en cada pocillo se cargé 3 uL de ADN con 1 pL de buffer de carga Green GoTaq
Flexi 5X, y se configur$ la fuente de poder a 120 mA y 100 eV durante 60 minutos. Para
visualizar el gel se empled un transiluminador ENDURO™ UV Transilluminator U1001 y la
camara digital Sony DSC-W800, luego se edité la imagen en el programa FastStone Image

Viewer.

Si se observo la presencia de RNA, se procedio a un tratamiento con RNAsa A durante 15

minutos a 37°C.
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3.2.8. Identificacion de muestras positivas a Haemoproteus spp. y Plasmodium spp.

mediante PCR convencional

Para la identificaciéon de Haemoproteus spp. y Plasmodium spp. se amplificé la region
conservada del citocromo B del ADN mitocondrial, utilizando los equipos de los laboratorios de
la Unidad de Investigacién de Enfermedades Transmitidas por Alimentos y Resistencia a los

Antimicrobianos (UNIETAR) de la Universidad Central del Ecuador.

Los controles positivos usados fueron los ADNs de las muestras HFC 034 y HFC 044,
positivas para Haemoproteus spp. y Plasmodium spp., recolectadas en la tesis de pregrado de
Cadena (2015) y proporcionadas por el Colegio de Ciencias Biologicas y Ambientales de la

Universidad San Francisco de Quito.

En primera instancia se siguié la metodologia de PCR convencional descrita por Bensch
et al. (2000), utilizando los cebadores HAEMF y HAEMR?2, descritos en la Tabla 3 y sintetizados
por la empresa Macrogen® Corea. Para verificar la viabilidad de este protocolo, se realizé un
ensayo de sensibilidad diagndstica, en el cual la muestra con el menor nimero de pardsitos segtin
el andlisis microscopico fue analizada mediante PCR convencional bajo un gradiente de
concentraciones de ADN de 400, 200, 150, 100 y 50 ng. Sin embargo, debido a que el resultado
obtenido no fue el esperado, la PCR convencional fue reemplazada por la PCR anidada descrita

por Waldenstrom et al. (2004).

En el ensayo de PCR se utilizaron los reactivos del kit GoTag® Flexi DNA Polymerase y
dNTP Mix® 10mM (Promega) asi como, el termociclador SimpliAmp Thermal Cycler (Thermo
Fisher Scientific, USA), donde las concentraciones y condiciones de la PCR se describen en la

Tabla 4 y 5, respectivamente.



Tabla 3
Cebadores para amplificar la region del citocromo B de los pardsitos Haemoproteus spp. y
Plasmodium spp.

Cebador Secuencia

HAEMNF 5-CATATATTAAGAGAATTATGGAG-3
HAEMNR2 5-AGAGGTGTAGCATATCTATCTAC-3

HAEMF 5- ATGGTGCTTTCGATATATGCATG-3

HAEMR2 5-GCATTATCTGGATGTGATAATGGT-3

Fuente: (Bensch et al., 2000; Waldenstrom et al., 2004).

Tabla 4
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Composicion del coctel de la PCR convencional para la deteccion de hemopardsitos del género

Haemoproteus spp. y Plasmodium spp.

Reactivos Unidad Concentracion inicial Concentracion final ‘ Volumen (uL)
Agua puL -- -- 8.88
Buffer X 5 1 5
MgCl, mM 25 3 3
Cebador HAEMF uM 10 0.6 1.5
Cebador HAEMR2 uM 10 0.6 1.5
dNTP mM 10 04 1
Flexi Taq polimerasa  U/uL 5 0.625 0.125
ADN ng/uL -- -- 4
Total 25

Fuente: Modificado de (Bensch et al., 2000).

Tabla 5
Programa de PCR anidada para amplificar la region del citocromo B de los pardsitos
Haemoproteus spp. y Plasmodium spp.

Proceso Temperatura Tiempo Ciclos
Desnaturalizacion inicial 94 3 min 1
Desnaturalizacion 94 30 seg 35
Hibridacion 50 30 seg 35
Extension inicial 72 45 seg 35
Extension final 72 10 min 1
4 0 -

Fuente: (Waldenstrom et al., 2004)
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3.2.9.Identificacion de muestras positivas a Haemoproteus spp. y Plasmodium spp.

mediante PCR anidada

Se siguié la metodologia de PCR anidada descrita por Waldenstrom et al. (2004), que
emplea a los cebadores HAEMNF y HAEMNR? en la primera ronda de PCR, y a los cebadores

HAEMF y HAEMR?2 en la segunda ronda, los cuales se describen en la Tabla 3.

Al igual que con la PCR convencional, se llevd a cabo el ensayo de sensibilidad
diagndstica con la misma muestra y bajo un gradiente de concentraciones de ADN de 400, 200,
100, 50, 25, 12.5, 6.25, 3.125, 1.56, 0.78 y 0.39 ng. De este modo, en cada reaccién de la primera
PCR se incluy6 aproximadamente 150 ng de ADN gendmico (Tabla 6), y en la segunda PCR se
agregd como molde 1 pL del producto de la primera ronda de PCR (Tabla 7). Ademés en cada
ensayo se incluyeron controles negativo (agua) y positivo (muestras HFC 034 y HFC 044,
positivas para Haemoproteus spp. y Plasmodium spp.).

Tabla 6

Composicion del coctel de la primera ronda de PCR para la deteccion de hemopardsitos del
género Haemoproteus spp. y Plasmodium spp. mediante la técnica de PCR anidada.

Reactivos Unidad Concentracion inicial Concentracion final Volumen (uL)
Agua uL -- -- 11.38
Buffer Green GoTaq X 5
MgCl, mM 25 3 3
Cebador HAEMNF uM 10 0.6 1.5
Cebador HAEMNR2 uM 10 0.6 1.5
dNTP mM 10 04 1
Flexi Taq polimerasa  U/uL 5 0.625 0.125
ADN ng/uL 100 150 1.5
Total 25

Fuente: Modificado de (Waldenstrom et al., 2004).
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Tabla 7

Composicion del coctel de la segunda ronda de PCR para la deteccion de hemopardsitos del
género Haemoproteus spp. y Plasmodium spp. mediante la técnica de PCR anidada.

Reactivos Unidad Concentracion inicial Concentracion final Volumen (uL)
Agua uL -- -- 11.88
Buffer X 5
MgCl, mM 25 3 3
Cebador HAEMNF uM 10 0.6 1.5
Cebador HAEMNR?2 uM 10 0.6 1.5
dNTP mM 10 04 1
Flexi Taq polimerasa  U/uL 5 0.625 0.125
Producto de PCR ng/uL -- -- 1
Total 25

Fuente: Modificado de (Waldenstrom et al., 2004).

Por otro lado, el programa de PCR para las dos rondas fue el mismo que se describi6 en la
Tabla 5, con la peculiaridad que en la primera ronda, la desnaturalizacién, hibridacién y

extension inicial fueron repetidas durante 20 ciclos, mientras que en la segunda fueron 35 ciclos.

3.2.10. Visualizacion de productos de PCR

La corrida electroforética se realizé en un gel de agarosa al 1.5% (p/v), preparado con 50
mL de buffer TBE 1X y tefiido con SYBR® Safe DNA Gel Stain (Invitrogen) segun la relacion
0,1 uL/mL TBE 1X. En cada pocillo se cargd 10 uL de producto de PCR, dejando un pocillo
libre para el marcador de peso molecular de 100 bp, se us6 3 uL de 100bp DNA Ladder

Molecular Weight Marker (Promega™) con 3 pL de buffer de carga Green GoTaq Flexi 5X.

La fuente de poder fue configurada a 300 mA, 120 eV durante 75 minutos. Para visualizar
el gel se empled el transiluminador ENDURO™ UV Transilluminator U1001 y la cdmara digital

Sony DSC-W800, luego se editd la imagen en el programa FastStone Image Viewer.
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Cuando una muestra presentd fragmentos inespecificos, se recuper6 el fragmento de ADN

deseado después de la corrida electroforética y realiz6 una purificacion del gel utilizando el kit

Wizard® SV Gel and PCR Clean-Up System, siguiendo el protocolo descrito en el kit.

3.2.11. Secuenciacion

La secuenciaciéon de productos de PCR se realiz6 en la empresa Macrogen® Corea,
mediante la técnica de Sanger, empleando los cebadores HAEMF y HAEMR?2, descritos en la
Tabla 7. Se envi6 20 pL de cada muestra con una concentracién de 100 ng/uL y se solicit6 el

servicio de sintesis de los cebadores para su secuenciacion.

3.2.12. Ensamblaje de secuencias

Las secuencias fueron ensambladas en el software Sequencher 5.4.6, mediante la
observacion de la calidad de los picos del cromatograma y la eliminacién de los extremos de baja
calidad. Las secuencias consenso de alta calidad de cada muestra, fueron guardadas en formato

texto.

3.2.13. Analisis de similitud y homologia

Mediante la herramienta Basic Local Aligment Search Tool (BLAST) para nucleétidos, se
compararon las secuencias consenso de los pardsitos con la base de datos del GenBank y con la
base de datos unificada de pardsitos de la malaria aviar basados en los linajes del citocromo B
mitocondrial (MalAvi) creada por Bensch er al. (2009), para determinar si los parasitos

corresponden a los géneros Haemoproteus spp. o Plasmodium spp.
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3.2.14. Analisis filogenético

Las relaciones filogenéticas fueron establecidas empleando 24 secuencias, detalladas en la
Tabla 8. Entre ellas, las secuencias recuperadas por el andlisis de similitud, previamente
realizado, y las secuencias de hemoparasitos reportadas en la provincia de Morona Santiago que
constaban en las bases de datos tanto del GenBank como del MalAvi, y que fueron producto de

estudios realizados por Moens & Pérez-Tris (2015).

De este modo, mediante la herramienta Clustal W del programa DS Gene 1.5 se realizaron
dos alineamientos multiples, uno para Plasmodium spp. y otro para Haemoproteus spp., los
cuales fueron guardados en formato FASTA. Posteriormente, empleando el software Mega 7, se
obtuvieron los andlisis filogenéticos mediante el método de mdxima verosimilitud basado en el
modelo evolutivo Kimura 2 pardmetros, utilizando una distribucién gamma discreta para modelar

las diferencias de tasas evolutivas entre sitios, y realizando 1000 repeticiones.

Tabla 8
Secuencias de Plasmodium spp. y Haemoproteus spp. empleadas para el andlisis filogenético,
detallando su procedencia, niimero de acceso de GenBank y linaje asignado segiin MalAvi.

Linaje segin Género del Origen Numero de acceso
MalAvi Parisito Continente Pais de GenBank

TASCHO1 Haemoproteus América del Norte Estados Unidos AY172843
BT7 Plasmodium Europa Suecia AY393793
ICTCAYO1 Plasmodium América del Sur Uruguay DQ659545
ICTCAYO1 Plasmodium América del Norte Estados Unidos GQ141577
BT7 Plasmodium América del Norte Estados Unidos GU252010
PADOMI11 Plasmodium Varios Varios HM 146899
-- Plasmodium América Central Costa Rica JN819332

-- Plasmodium América Central Costa Rica JN819333

-- Haemoproteus América Central Costa Rica JN819335

-- Haemoproteus América Central Costa Rica JN819386
TANICTO1 Haemoproteus América Central Costa Rica JN819389
TRMUSO1 Haemoproteus América del Sur Brasil JX029918

Continua
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Linaje segin Género del Origen Numero de acceso
MalAvi Parasito Continente Pais de GenBank

LEPCORO1 Plasmodium América del Sur Peru KF482355
TACRUBO1 Plasmodium América del Sur Peru KF482356
TANIGO1 Haemoproteus América del Sur Colombia KF537285
MYMACO02 Haemoproteus América del Sur Brasil KP686097
EUXANO1 Haemoproteus América del Sur Ecuador KT373860
LEPCORO04 Plasmodium América del Sur Ecuador KT373874
TACCRIO1 Haemoproteus América del Sur Brasil KU562138
WILPOEO9 Plasmodium América del Sur Brasil KU562597
WILPOEQ09 Plasmodium América del Sur Brasil KU562598
-- Plasmodium Europa Francia KY801296
PADOMI11 Plasmodium América del Norte Estados Unidos MH177857
CYCGUJO1 Plasmodium América del Sur Brasil MK695416

3.2.15. Analisis estadistico

Para analizar los resultados se utiliz6 el programa estadistico RStudio (Version 1.1.456).

De modo que, con un nivel de confianza del 95% para determinar si existen diferencias

significativas entre la intensidad de infeccion de cada parésito y las zonas de estudio (Ogléan Alto

y Valle Hermoso) se emple6 la prueba no paramétrica U de Mann-Whitney. Mientras que para

determinar la relacién de dependencia entre la tasa de infeccidon de cada pardsito y las zonas de

estudio se empled la prueba de chi-cuadrado.

Adicionalmente, se calcularon las prevalencias de infeccion para cada sitio de estudio y se

elaboraron graficas de estadistica descriptiva en el programa GraphPad Prism 6.
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CAPITULO IV: RESULTADOS Y DISCUSION

4.1. Prevalencia de haemosporidios

En total, se capturaron 140 aves de 70 especies diferentes, 107 en el Bosque Protector
Oglan Alto, incluyendo 103 passerines, y 33 en el Bosque de Valle Hermoso, incluyendo 26
passerines; de modo que en total 129 correspondieron al orden passeriformes, 4 al
columbiformes, 1 al coraciiformes, 4 al piciformes y 2 al cuculiformes (Figura 17). Ademais,
durante los ultimos dos muestreos, 3 passerines fueron recapturados en el Bosque Protector

Oglan Alto (Anexo B).

Aunque esta investigacion tuvo como objetivo identificar la presencia de Plasmodium
spp. y Haemoproteus spp. en aves silvestres del orden passeriformes, los analisis se realizaron a
todas las aves que fueron capturadas, no obstante los resultados de los no passerines se reportaron

en el Anexo H.
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Figura 17. Descripcion de la cantidad de aves capturadas en funcién de su
orden taxondémico, en los Bosques Protector Oglan Alto y Valle Hermoso.
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En algunos casos, debido a la edad, tamafio y condicién fisica del animal, la muestra

tomada no fue suficiente para realizar el frotis sanguineo y el andlisis molecular. Por ello, en 2
passerines solo se realizé el andlisis molecular, mientras que en 4 passerines solo el andlisis

microscopico (Anexo B, C).

En este estudio, el Bosque Protector Oglan Alto representa un hdabitat continuo y no
perturbado por el ser humano, al contrario del Bosque de Valle Hermoso, que representa un
habitat fragmentado, el cual es el resultado de un hdbitat continuo desarticulado en varios
fragmentos pequeiios, que fueron separados para que el ser humano pueda usar esa tierra con

diferentes fines (Rogan & Lacher, 2018), en este caso para la agricultura.

La prevalencia de malaria aviar (Plasmodium spp. y Haemoproteus spp.) y la prevalencia
de cada pardsito en las dos zonas de estudio, fueron calculadas. En el Bosque de Valle Hermoso
(Santo Domingo de los Tsachilas) y en el Bosque Oglan Alto (Pastaza), se hallaron prevalencias
de malaria aviar de 23.08% (6/26) y 3.96% (4/101) mediante microscopia, mientras que al
emplear la técnica de PCR anidada, el nivel de detecciéon aumentd llevando a prevalencias de

58.33% (14/24) y 16.83% (17/101), respectivamente.

En la Tabla 9, se compararon los individuos diagnosticados con los parasitos Plasmodium
spp. Yy Haemoproteus spp., empleando las técnicas de PCR anidada y microscopia. Aunque se
observé que evidentemente la sensibilidad de deteccion de la técnica molecular es mayor a la
técnica de microscopia, ambas técnicas son complementarias, ya que la observacion de los frotis
sanguineos con el microscopio Optico permitié distinguir las etapas juveniles y adultas de los
pardsitos, y estimar la intensidad de infeccion en cada ave diagnosticada como positivo para

malaria (Valkitnas et al., 2006).



Tabla 9
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Comparacion del niimero de aves diagnosticadas con los hemopardsitos Plasmodium spp. y
Haemoproteus spp. mediante la técnica de PCR anidada y microscopia, en los Bosques de Ogldn

Alto y Valle Hermoso.

Plasmodium spp. Haemoproteus spp.

Zonas de estudio

Microscopia  PCR anidada  Microscopia  PCR anidada

Bosque Protector Oglan Alto ) 15 ) )

Bosque de Valle Hermoso 0 3 6 11

Las prevalencias de los parasitos Plasmodium spp. y Haemoproteus spp., determinadas

mediante PCR anidada, en Ogldn Alto, fueron de 14.85% (15/101) y 1.98% (2/101); mientras que

asf mismo, en Valle Hermoso, fueron de 12.5% (3/24) y 45.83% (11/24), tal como se muestra en

la Figura 18.
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Figura 18. Deteccion de los parasitos Plasmodium spp. y
Haemoproteus spp. mediante la técnica de PCR anidada,
en los Bosques Protector Ogldn Alto y Valle Hermoso.
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En contraste al analizar, las muestras mediante la técnica de microscopia los niveles de

deteccion fueron menor, de modo que, las prevalencias de los parésitos Plasmodium spp. y
Haemoproteus spp. en Oglan Alto fueron de 1.98% (2/101) y 1.98% (2/101), mientras que en

Valle Hermoso, fueron de 0% (0/26) y 23.08% (6/26), tal como se muestra en la Figura 19.
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Figura 19. Deteccion de los pardsitos Plasmodium spp. y
Haemoproteus spp. mediante la técnica de microscopia,
en los Bosques Protector Oglan Alto y Valle Hermoso.

Por ambos métodos, se observé que la prevalencia de Plasmodium spp. es similar en
ambos sitios de estudio, al contrario de Haemoproteus spp., cuya prevalencia fue mayor en Valle

Hermoso en comparacion a Oglan Alto.

Después de haber determinado el género del parasito causante de la infeccion de cada
muestra, se elaboraron tablas de contingencia con los resultados de presencia y ausencia de
infeccion para Plasmodium y Haemoproteus, respectivamente, mediante ambas técnicas de
deteccion. Con ello, se pudo determinar estadisticamente que las infecciones producidas por
Plasmodium spp. no estuvieron asociadas a las zonas con distinto grado de intervencion humana

(Chi cuadrado de Pearson, PCR: y*> = 0.087, p = 0.768; Microscopia: y* = 0.5231, p = 0.4495;
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p>0.05), es decir, que su infeccién no depende de la intervencion del ser humano, probablemente

sea ya que una de las caracteristicas mds predominantes de Plasmodium spp. es ser cosmopolita
(Valkitnas, 2005). Mientras que las infecciones producidas por Haemoproteus spp. si estuvieron
relacionadas con las zonas de estudio (Chi cuadrado de Pearson, PCR: > =40.02, p = 2.51x10";
Microscopia: > = 15.59, p = 7.86x107 ; p<0.05), por ende la diferencia de prevalencias entre

ambos sitios fue producida por la perturbacién del ser humano.

Los resultados obtenidos constituyen el primer reporte sobre la infeccién de
hemoparasitos, entre dos zonas con distinto grado de intervencién humana, a nivel nacional y
regional. En este contexto, la fragmentacién de un hdbitat deberia producir una alteracién en la
dindmica de transmisién de un hemopardsito y facilitar el riesgo de infeccién, aumentando su
prevalencia (Laurance et al., 2013; Pérez-Rodriguez et al., 2018), lo cual se pudo evidenciar en

Valle Hermoso, cuya prevalencia de Haemoproteus spp. fue mayor a Oglan Alto.

Estudios realizados en el Bosque de Oglan Alto, en los meses de julio y agosto de 2017,
empleando solo la técnica de microscopia, reportaron una prevalencia de Haemoproteus spp. de
5.05% (5/99) y ausencia de infecciones por Plasmodium spp. (Mena, 2018). El haber realizado
los muestreos en diferentes temporadas, podria explicar estos resultados, ya que, en este estudio
los muestreos fueron llevados a cabo en los meses de diciembre de 2017, marzo y junio 2018,
considerados dentro de la temporada mas mojada de Arajuno, mientras que Mena (2018) lo hizo
en la temporada mds seca segin el GAD de Arajuno (2014). La temporada de lluvia es
determinante para la abundancia del vector y por ende para la prevalencia de infeccion de
hemoparasitos, lo que explicaria la presencia de Plasmodium spp. en la temporada mas mojada y

su ausencia en la temporada més seca.
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Las prevalencias en Oglan Alto (Pastaza) fueron similares a las reportadas en provincias

limitrofes (Morona Santiago y Orellana), que emplearon en paralelo la técnica de microscopia y
molecular. Moens & Pérez-Tris (2015) reportaron 15.81% (n=345) de prevalencia de malaria
aviar en aves de Wisui, mientras que Svenson et al. (2013) reportaron una prevalencia promedio
del 21.7% (n=2488) y una prevalencia mayor en Plasmodium (9.6%) que en Haemoproteus
(6.4%), entre los afios 2001 y 2010, en la estacion de biodiversidad Tiputini. Ademas, Harrigan et

al. (2014), reportaron 7.7% de prevalencia entre 1999 y 2004 al este de la cordillera de los Andes.

No existe ningln reporte en la provincia de Santo Domingo de los Tséchilas, sin embargo
un estudio similar en varias zonas del bosque fragmentado de la Reserva Mache Chindul
(Esmeraldas) realizado por De Aguilar et al. (2018), report6 una prevalencia general de 9.13%
(n=504), donde Plasmodium (5.35%) fue mayor a Haemoproteus (3.77%). El comportamiento de
dichas prevalencias se asemejan mds a Oglan Alto, debido a que el bosque fragmentado de la
Reserva Macha Chindul, representa una huella de la agricultura que hubo en la zona varios afios
atrds, de modo que la salud del habitat se encuentra en proceso de recuperacion. Mientras que en

Valle Hermoso, es una zona fragmentada que actualmente sigue siendo usada para cultivos.

Se encontré un estudio con las mismas variables que el llevado a cabo aqui, desarrollado
en el bosque tropical de Australia, en el que se comparan la prevalencia entre un hébitat
fragmentado y un sitio de bosque continuo; donde se halla que la prevalencia de Haemoproteus
fue mayor a Plasmodium en el bosque continuo, mientras que las prevalencias de Plasmodium
entre el hédbitat fragmentado y el habitat continuo fueron similares (Laurance et al., 2013). Los

resultados coinciden con los hallados aqui, posiblemente sea ya que las altitudes, entre el noreste
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de Australia (600 —900m) y Oglén Alto (500 — 1000m) son aproximadamente iguales, ademas de

las condiciones de temperatura y clima.

Por otro lado, las diferencias entre las prevalencias reportadas en diferentes sitios, pueden
tener varias explicaciones, ya que no existe un patron definido. En primer lugar, la prevalencia de
los hemopardasitos depende de la dindmica de transmision pardsito — huésped, que puede ser muy
heterogénea y variar entre diferentes lugares (Roche & Guégan, 2011). En segundo lugar, una
transmision exitosa del pardsito, se debe principalmente a la interaccién entre las defensas
inmunitarias del huésped (susceptibilidad) y las estrategias de explotacién de pardsito, como
virulencia y plasticidad (Garcia-Longoria et al., 2019). Por otro lado, la prevalencia de un
pardsito y su éxito en la dindmica de transmision depende de la abundancia del vector y del
hospedero en un hébitat, lo que directamente estd influido por la estructura abiética que posea un

ecosistema (Jones et al., 2013; Renner et al., 2016; Sehgal, 2015).

Al haber desarrollado este estudio en el Neotrépico, donde la precipitaciéon en bosques
tropicales, es una variable que favorece la prevalencia y parasitemia de haemosporidios debido a
la mayor abundancia y actividad de los mosquitos (Herndndez-Lara et al., 2017), es posible que
por este motivo la prevalencia de Plasmodium spp. haya sido mayor en Oglan Alto que en Valle

Hermoso.

No existen registros de las comunidades de mosquitos transmisores de malaria aviar en
Ecuador, que puedan respaldar las prevalencias halladas en este estudio. Sin embargo, al parecer
en dreas protegidas como Oglan Alto (Pastaza), Tiputini (Orellana), Mache Chindul

(Esmeraldas), que se localizan en regiones tropicales lluviosas, se ha visto favorecida la
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prevalencia de Plasmodium sobre Haemoproteus, donde probablemente exista abundancia de los

mosquitos culicidae.

La prevalencia de Plasmodium fue menor a Haemoproteus en Valle Hermoso,
probablemente se deba a que los mosquitos culicidae influyeron en la distribucién del parasito en
las aves, ya que pueden actuar como filtro de compatibilidad para especies especificas de
Plasmodium spp. en un sitio dado (Carlson et al., 2015; Gangoso et al., 2019). Es decir, que no
todos los insectos que se alimentan de la sangre de aves infectadas poseen la capacidad de
transmitir la enfermedad, sino que el éxito de la dindmica de transmision parasitaria estd
directamente relacionada con la compatibilidad entre pardsito y ave, y la compatibilidad entre

parasito vector (Gangoso et al., 2019).

La misma teoria podria justificar que la prevalencia de Haemoproteus se vea
desfavorecida en el Bosque Oglian Alto en contraste con el Bosque fragmentado de Valle
Hermoso, ya que Valkitinas (2005), reporta que en un estudio con Haemoproteus mansoni, un
grupo de mosquitos culicoides fueron capaces de transmitir el pardsito a los hospederos
intermediarios, sin embargo, en otro grupo de mosquitos culicoides la transmisién no se llevo a
cabo ya que el oocisto maduro no fue capaz de terminar su desarrollo; lo que sugiere que los

pardsitos de la malaria aviar tienen un desarrollo selectivo en vectores.

Desde otra perspectiva, que la prevalencia de Haemoproteus se vea favorecida en el
Bosque fragmentado de Valle Hermoso, se puede deber en primer lugar a la posible abundancia
de los mosquitos ceratopogonidae e hippoboscidae, que actian como vectores (Jones et al., 2013;
Renner et al., 2016; Sehgal, 2015). En segundo lugar, los hallazgos de Moens & Pérez-Tris

(2015), sugieren que Sudamérica es rica en parasitos Haemoproteus mas generalistas que en otras
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regiones del mundo, razén por la cual existe una ventaja notable sobre la infeccion por

Plasmodium. En tercer lugar, un hébitat fragmentado se caracteriza por cambios en las
condiciones ambientales, la sobrepoblacién de hospederos y por la introduccién de nuevos
parasitos y vectores (Fischer & Lindenmayer, 2007), lo que conduce a una mayor parasitemia en

bosques fragmentados (Ogrzewalska et al., 2011).

4.2. Microscopia e intensidad de infeccion

La identificacion entre los géneros Plasmodium y Haemoproteus mediante la técnica de
microscopia 6ptica y el uso de la clave taxondmica elaborada por Valkitinas y colaboradores
(2018) no fue posible, ya que en ella se sefiala claramente que para diferenciar entre ambos
pardsitos, se debia decidir si es correspondiente al género Plasmodium al observar merontes
eritrociticos. De modo que, inicialmente las 10 muestras en las que se observaron gametocitos

adultos (Figura 20, 21, Anexo E) fueron sospechosas para Haemoproteus spp.

Para corroborar que las muestras eran sospechas para Haemoproteus, se opt6 por la guia
en claves antiguas (Valkitinas, 2005) y en fotografias publicadas en articulos cientificos
(Valkitinas & lezhova, 2018; Valkiunas et al., 2018; Valkitnas et al., 2017), con lo cual, las
muestras P50 y P86 fueron sospechosas para Plasmodium spp. del subgénero Giovanolaia o
Novyella, ya que su forma es elongada, irregular y existe una separaciéon entre el nicleo y el
pardsito; tras la PCR anidada y andlisis de similitud se confirmé que en efecto fueron parasitos

del género Plasmodium.
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Figura 20. Observacion de hemoparasitos
adultos del género Haemoproteus en la muestra

P134, confirmada molecularmente.
Nota: En el lado izquierdo se observa un microga-
metocito, y en el lado derecho un macrogametocito.

Figura 21. Observacion de hemoparésitos

adultos y juveniles del género Haemoproteus

en la muestra P99, confirmada molecularmente.
Nota: En la esquina superior derecha se observa un
microgametocito, mientras que en la parte inferior
se observan dos macrogametocitos, y en el medio,
mediante una flecha corta, un gametocito juvenil.

Por otro lado, la muestra P57 presentd pardsitos juveniles (Figura 22), y al observar su

forma se sospech6 que estuvo infectada por algtin linaje relacionado a Plasmodium del subgénero
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Haemamoeba, la cual fue confirmada posteriormente en el andlisis molecular. También se

observaron pardsitos juveniles en las muestras P96 y P113 (Anexo E), los cuales
morfolégicamente no permitieron la identificacién de género pero mediante PCR anidada se pudo

determinar que pertenecian al género Plasmodium spp.

Cuando una muestra tiene una baja intensidad parasitaria, la dificultad de encontrar
merontes eritrociticos aumenta (Valkitinas, 2005), por ello, como se muestra la Tabla 9, las dos
muestras que fueron confirmadas para Plasmodium spp. mediante PCR presentaron una baja

intensidad parasitaria, por lo que la probabilidad de encontrar un meronte fue escasa.

‘-.\“ | /;m e .9

Figura 22. Observacion de sospechosos a gametocitos juveniles del género
Plasmodium en la muestra P57, confirmado molecularmente.

Asi, en total, se analizaron 130 frotis sanguineos de passerines, 104 de Oglan Alto
(incluyendo 3 recapturas) y 26 de Valle Hermoso, de las cuales el 3.96% (4/101) y el 23.08%
(6/26) de las muestras, respectivamente, fueron diagnosticadas como positivas para la infeccién

por hemoparasitos.

Después de haber determinado el género del parasito causante de la infeccion de cada
muestra, se elaboraron tablas de contingencia con los resultados de presencia y ausencia de

infeccion para Plasmodium y Haemoproteus. Con ello, se pudo determinar estadisticamente que
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las infecciones producidas por Plasmodium spp. no estuvieron asociadas a las zonas con distinto

grado de intervencién humana (Chi cuadrado de Pearson, y* = 0.5231, p = 0.4495; p>0.05).
Mientras que las infecciones producidas por Haemoproteus spp. si estuvieron relacionadas con

las zonas de estudio (Chi cuadrado de Pearson, > = 15.59, p = 7.86x107; p<0.05).

La densidad parasitaria varié entre baja y muy alta, mientras que la intensidad de
infeccion cuantificada en 10 000 eritrocitos varié entre 0.01% y 1.5% (Tabla 10). La intensidad
de infeccién, tanto de Plasmodium spp. como Haemoproteus spp., no fue significativamente
diferente entre ambos sitios de estudio (P: 4, Wilcoxon test, W = 18, p = 0.09421; H: 6, Wilcoxon

test, W =12, p =0.06513).

En la muestra P118, detectada positiva por microscopia y PCR anidada, no se pudo
determinar su linaje debido a la baja calidad de su secuencia. Sin embargo, la morfologia de sus

macro y microgametocitos son similares a la muestra P134 (Anexo E).

Los valores de intensidad de infeccidn reportados en aves infectadas por Haemoproteus
en Oglan Alto, son diferentes a los reportados por Mena (2018). Ya que en este estudio por
primera vez se reporta infeccion por Haemoproteus spp. en los miembros de la familia

Thraupidae y Fringillidae en Ogldn Alto (provincia de Pastaza).
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Tabla 10

Densidad parasitaria e intensidad de infeccion de hemopardsitos del género Plasmodium
spp. y Haemoproteus spp. en aves passeriformes en relacion al sitio de estudio y especie,
mediante la técnica de microscopia.

Intensidad de infeccion . Nuamero
Sitio Muestra Especie - Densidad
Plasmodium Haemoproteus oo de
Parasitaria* . .
spp. (%) spp. (%) parasitos
P50 Cyanoloxia cyanoides 0.05 - + 5
\§ e P86 Cryptopipo holochlora 0.01 - + 1
é’o = P17 Tangara schrankii - 0.75 +++ 75
P99 Euphonia saturata - 1.5 4+ 4+ 150
P114 Pheucticus aureoventris - 0.09 + 9
- P118 Tangara episcopus - 0.04 + 4
2 g P122 Ramphocelus icteronotus - 0.06 + 6
g g P126 Ramphocelus icteronotus - 0.06 + 6
T P129 Sporophila angolensis - 0.03 + 3
P134 Myiodynastes maculatus - 0.31 ++ + 31

*Interpretacion: (+) parasitemia baja, (+ +) parasitemia media, (+ + +) parasitemia alta, (+ + + +)
parasitemia muy alta.

4.3. Analisis molecular

4.3.1. Ensayo de sensibilidad diagnéstica de PCR convencional y PCR anidada

Desde finales del siglo XX, el citocromo B ha sido usado como marcador molecular para
el andlisis de relaciones evolutivas y diversidad genética (Arif & Khan, 2009) y actualmente
continda siendo empleado en muchos estudios. De modo que, los ensayos de sensibilidad
diagnostica para ambos tipos de PCR permitieron amplificar un fragmento de 478 pb del
citocromo B, empleando la muestra P86, cuya intensidad de infeccién fue la menor (0.01%), al

estar infectada por un pardsito adulto y tres pardsitos juveniles.

Con respecto a la PCR convencional, en la Figura 23, se puede observar que la intensidad
del fragmento de 478 pb disminuy6 acorde al gradiente de concentracién, de modo que al llegar a

100 y 50 ng las bandas fueron casi imperceptibles. En contraste, en la PCR anidada (Figura 24),
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la intensidad de las bandas a estas mismas concentraciones fueron intensas y muy perceptibles,

pudiendo observar las bandas hasta una concentracion de 1.56 ng.

Figura 23. Electroforesis en gel
de agarosa 1.5% del gradiente de
concentracion de la muestra P86
para la estimacion de la sensibilidad
diagnoéstica de la técnica de PCR

convencional.

Nota: Primer pocillo con el marcador
molecular de 100 pb, CN: control
negativo (agua), CP: control positivo
(Haemoproteus spp., Plasmodium spp.)
80 ng de la muestra HFC 034, d1: 400
ng, d2: 200 ng, d3: 150 ng, d4: 100
ng; d5: 50 ng.

Al comparar la intensidad de las bandas obtenidas y la capacidad de amplificacién entre

cada técnica, se pudo determinar que la PCR anidada fue mds sensible para la deteccién de

hemoparasitos del género Plasmodium y Haemoproteus en las muestras de passerines silvestres

de los Bosques de Oglén Alto y Valle Hermoso, tal como lo demostré Bensch et al. (2004).
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Aunque la técnica de PCR convencional, que emplea los cebadores HAEMF y HAEMR?2

disefiados por Bensch et al. (2000), no fue util en este ensayo, no significa que haya sido
desplazada en la deteccion de la malaria aviar. Ya que, en el estudio realizado por Cadena (2015),
cuyas muestras tuvieron una alta y muy alta intensidad parasitaria, la PCR convencional fue
sensible para la deteccion de malaria aviar. En contraste, la PCR convencional no fue sensible en
este estudio, ya que la mayoria de muestras tuvieron una baja intensidad de parasitemia o una

parasitemia imperceptible a la luz del microscopio.

Figura 24. Electroforesis en gel de agarosa 1.5%
del gradiente de concentracion de la muestra P86
para la estimacion de la sensibilidad diagnéstica de
la técnica de PCR anidada.

Nota: Primer pocillo con el marcador molecular de 100 pb,
CN1: control negativo (agua), CN2: control negativo primera
ronda de PCR, CP: control positivo (Haemoproteus spp.,
Plasmodium spp.) amplicén de muestra HFC 034, d1: 400
ng, d2: 200 ng, d3: 100 ng, d4: 50 ng; d5: 25 ng, d6: 12.5
ng, d7: 6.25 ng, d8: 3.125 ng, d9: 1.56 ng, d10: 0.78 ng,
d11: 0.39 ng.
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Al emplear PCR anidada en un ensayo de detecciéon de malaria aviar existen dos ventajas,

la reduccién de la contaminacién en los productos producidos por amplificaciones inespecificas
(Rahman et al., 2013); y un aumento en la especificidad (81.2%) y sensibilidad (97.7%),

demostrado en la deteccidén de P. vivax en humanos (Genc et al., 2010).

Por otro lado, para establecer la cantidad de ADN para realizar los analisis moleculares de
todas las muestras, se observé que entre 200 y 100 ng la intensidad de la banda no varié (Figura
23), por lo que se establecié que la concentraciéon aproximada de 150 ng de ADN genémico

permitiria la deteccion de malaria aviar.

4.3.2. Analisis molecular mediante PCR anidada

En total, 128 muestras de passerines fueron analizadas molecularmente mediante la
prueba de PCR anidada, 104 de Oglan Alto (incluyendo 3 recapturas) y 24 de Valle Hermoso. De
las cuales 17 y 14 muestras, respectivamente, amplificaron el fragmento de 478 pb del citocromo
B del ADN mitocondrial de los parasitos, tal como se puede observar en la Figura 25 y el Anexo
D. De modo que en total, 31 muestras fueron positivas para la infeccion producida por al menos

uno de los hemoparésitos de Haemoproteus spp. y Plasmodium spp.

Las 10 muestras que fueron determinadas como positivas mediante microscopia fueron
confirmadas mediante la técnica de PCR anidada. Inclusive, debido a la alta sensibilidad de la
prueba (Genc et al., 2010), se pudo detectar infecciones en muestras que microscopicamente no
presentaron hemoparasitos, de modo que, se triplicé el nimero de muestras diagnosticadas como

positivo.
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Figura 25. Corrida electroforética (1.5% agarosa) de las

muestras analizadas mediante la técnica de PCR anidada.
Nota: Primer pocillo con el marcador molecular de 100 pb; CN1:
control negativo (agua); CN2: control negativo primera ronda de
PCR; CP: control positivo amplicon de muestra HFC 034 con 80
ng de ADN inicial; Muestras P74, P76, P78, P79, P81, P83, P86,
P87, P93, P94, P95, P97.

Por otro lado, mediante la técnica de microscopia y PCR anidada, no se diagnosticé la
presencia de hemopardsitos en las tres aves que fueron recapturadas en el Bosque Oglan Alto
(Automolus ochrolaemus, Contopus nigrescens, Cryptopipo holochlora), es decir, que en el

transcurso de 3 meses no hubo contacto ni se adquirié ningiin hemoparasito.
4.4. Caracterizacion de Plasmodium spp. y Haemoproteus spp.

4.4.1. Analisis de similitud de las secuencias obtenidas por la PCR anidada

Después de haber realizado la secuenciacion mediante el método de Sanger, en la empresa
Macrogen, se obtuvieron 31 secuencias forward y 30 secuencias reverse de hemopardsitos
provenientes de Oglan Alto y Valle Hermoso, cuyos cromatogramas fueron examinados en el
software Sequencher 5.4.6. A partir de la secuencia forward y reverse de cada muestra, se obtuvo

una secuencia consenso de alta calidad para su posterior andlisis de similitud. La muestra P118,
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solo contd con una secuencia forward de baja calidad, razén por la que no permitié establecer una

secuencia confiable.

Las secuencias consenso obtenidas se compararon con secuencias conocidas de las bases
de datos del GenBank y del MalAvi, mediante la herramienta de BLAST, con lo que se predijo el

género del pardsito y su respectivo linaje.

El GenBanK es una base de datos publica de secuencias de nucledtidos, creada por el
NCBI en el 2004, donde cada entrada tiene un nimero de acceso, una descripcion concisa de la
secuencia, la taxonomia del organismo en donde fue hallada y el nombre del autor (Benson et al.,
2005). Actualmente, existen 213 millones de secuencias publicadas, por lo que existe la
probabilidad de que diferentes autores ingresen una misma secuencia bajo dos nombres distintos.
Como solucién a esta problemadtica, en el aino 2009, fue creada la base de datos unificada de
parasitos de la malaria aviar (Plasmodium, Haemoproteus y Leucocytozoon) identificados por
una region parcial de sus secuencias de citocromo b (Bensch et al., 2009), la cual controla el
ingreso de linajes repetitivos y en el caso del registro del aislado de un linaje, se asigna un linaje
alternativo y se registra al mismo nivel que el linaje principal con su respectivo sitio de

referencia.

En algunas ocasiones, fue preciso el uso de la Tabla de los nombres de linajes de la pagina

del MalAvi, para una adecuada identificacion del linaje o aislado.

Después de haber determinado el género del pardsito causante de la infeccion de cada
muestra, se elaboraron tablas de contingencia con los resultados de presencia y ausencia de

infeccion para Plasmodium y Haemoproteus, respectivamente. Con ello, se pudo determinar
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estadisticamente que las infecciones producidas por Plasmodium spp. no estuvieron asociadas a

las zonas con distinto grado de intervencién humana (Chi cuadrado de Pearson, ¥> = 0.087, p =
0.768; p>0.05). Mientras que las infecciones producidas por Haemoproteus spp. si estuvieron
relacionadas con las zonas de estudio (Chi cuadrado de Pearson, > = 40.02, p = 2.5 1x107";

p<0.05).

El andlisis de similitud permiti6 encontrar la identidad de 15 muestras con un porcentaje
de similitud de 100%, dentro de las cuales se identificaron 9 linajes de Plasmodium 'y

Haemoproteus, tal como se observa en la Tabla 11.

Asi, en Oglan Alto, se hallaron 6 linajes de Plasmodium y 1 de Haemoproteus:
Plasmodium BT7 (P40, P69), Plasmodium LEPCOR04 (P86, P96), Plasmodium TACRUBOI1
(P49), PADOMI11 (P50), Plasmodium LEPCORO1 (P84), Plasmodium idéntico a JN819385
(Archer et al., datos no publicados) de la muestra P17, y Haemoproteus idéntico a KY801296

(Pérez-Rodriguez et al., 2018) de la muestra P79.

Mientras que en Valle Hermoso, se hallaron 2 linajes de Plasmodium y 1 de
Haemoproteus: Plasmodium PADOM11 (P117, P119), Plasmodium idéntico a JIN819331 (Archer

et al., datos no publicados) de la muestra P113, y Haemoproteus MYMACO02 (P134, P140).
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Resumen del resultado del andlisis de similitud realizado en las bases de datos del GenBank y MalAvi para las 30 muestras obtenidas

por la amplificacion del citocromo B.

. Género del Aislados segin  Nuimero acceso Porcentaje de Linaje segtin MalAvi Numero acceso Porcentaje de
Sitio Muestra parasito GenBank de GenBank identidad (aislados) de GenBank identidad
P17 Haemoproteus STTA23H JN819335 100% TASCHO1 AY172843 100%
P20 Plasmodium WILPOEO9 KU562597 99.1% WILPOEO9 KU562598 99%
P40 Plasmodium  AMR.KGM64* GU252010 100 % BT7 AY393793 100 %
P49 Plasmodium  TACHURIS01* KF482356 100 % TACRUBO1 KF482356 100%
P50 Plasmodium PADOM11 MH177857 99.8 % PADOM11 HM146899 100%
é P57, P67 Plasmodium bird_sp.4* GQ141577 99.8% ICTCAYO1 DQ659545 99%
£ P69 Plasmodium  AMR.KGM64* GU252010 99.79 % BT7 AY393793 100%
gﬂ P72, P74 Plasmodium bird_sp.4* GQ141577 99.79% ICTCAYO1 DQ659545 99%
P79 Plasmodium FRAGI18 KY801296 100% CYCGUJO1 MK695416 99 %
P84 Plasmodium LEPIDO* KF482355 100% LEPCORO01 KF482355 100%
P86, P96 Plasmodium BCRM2 JN819332 100% LEPCORO04 KT373874 100%
P93, P94 Plasmodium bird_sp.4* GQ141577 99.79% ICTCAYO1 DQ659545 99%
P99 Haemoproteus STTA17H* JN819389 99.79% EUXANO1 KT373860 99%
P112 Haemoproteus WTTH2H JN819386 99.58% TACCRIO1 KU562138 99%
P113 Plasmodium STTAS JN819331 100% ICTCAYO01 DQ659545 99 %
P114 Haemoproteus WTTH2H IN819386 99.2% TACCRIO1 KU562138 99%
% P115,P122 Haemoproteus WTTH2H IN819386 99.4% TACCRIO1 KU562138 99%
g P117,P119 Plasmodium PADOM11 MH177857 100% PADOM11 HM146899 100%
E P120 Haemoproteus STTA17H* JN819389 99.58% EUXANO1 KT373860 99%
= P126 Haemoproteus WTTH2H JN819386 99.6% TRMUSO1 J1X029918 99%
g P129 Haemoproteus WTTH2H JN819386 99.8% TRMUSO1 J1X029918 100%
P134, P140 Haemoproteus MYMACO02 KP686097 100% MYMACO02 KP686097 100%
P138 Haemoproteus WTTH2H IN819386 99.56% TACCRIOI1 KU562138 99%

*Sinénimos de los linajes principales hallados en la base de datos de MalAvi. STTA17H: TANICTO01, AMR.KGM64: BT7, TACHURISO1: TACRUBOI,
bird_sp.4: ICTCAYO01, LEPIDO: LEPCOROLI. En negrita:muestras que mostraron 100% de similitud en las bases de datos GenBank y MalAvi.
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El parésito de Plasmodium PADOMI11, fue comin en ambos sitios de estudio, afectando a
passerines de la familia Cardinalidae en Ogldn Alto y de la familia Thraupidae en Valle
Hermoso. En el pais, este linaje parasitario, ya fue reportado en zonas fragmentadas de la Reserva
Ecolégica Mache Chindul (Esmeraldas) en miembros de la familia Emberizidae (De Aguilar et
al., 2018). Por otro lado, también ya ha sido reportado en passerines de paises del Neotrépico
como Brasil (Ferreira et al., 2017; Lacorte et al., 2013), Pert (Marzal et al., 2011) y Guyana y

Uruguay (Durrant et al., 2006).

Dos linajes, Plasmodium BT7 y Haemoproteus idéntico a KY801296, se reportan por
primera vez en la Amazonia ecuatoriana afectando a los passerines de la familia Turdidae (C.
minimus, C. ustulatus) y Tityridae (Schiffornis turdina), respectivamente. Plasmodium BT7 no ha
sido reportado en la region, aunque si ha sido reportado en passerines de Suecia (Hellgren et al.,
2004), en lechuzas nortefias y patos de Estados Unidos (Carlson et al., 2018; Outlaw & Ricklefs,
2010). Mientras que el otro linaje, ha sido reportado tinicamente en el camachuelo taurino de la
familia Thraupidae, endémico de la region del Caribe y de la Isla Guadalupe (propiedad de
Francia), ubicada en el mar Caribe, al sureste de Republica Dominicana (Pérez-Rodriguez et al.,

2018).

Con respecto a los parésitos Plasmodium de los linajes LEPCORO1, LEPCORO04,
TACRUBO1, y a Haemoproteus linaje TASCHOI, ya han sido reportados en la provincia de
Morona Santiago, en la comunidad de Wisui (Moens & Pérez-Tris, 2015). En la provincia de
Pastaza, se hallo una Tangara schrankii infectada por el linaje TASCHOI, tal como sucedié en
Morona Santiago (Moens & Pérez-Tris, 2015) y en el zooldgico de San Diego, USA (Schrenzel

et al., 2003), aunque también ha sido reportada en Tangara icterocephala en Costa Rica (Archer
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et al., datos no publicados). Mientras que los linajes LEPCORO1, LEPCOR04, TACRUBO1

también han sido reportados en Brasil (Bosholn et al., 2016; Fecchio et al, 2017), Costa Rica
(Archer et al., datos no publicados), Perd (Marzal et al., datos no publicados) infectando a
Lepidothrix. coronata y Tachuris rubrigastra, al igual que ocurre en el estudio de Moens &
Pérez-Tris (2015). Sin embargo, en Ogldan Alto estos linajes infectaron a las aves de la familia

Pipridae, tal como se encontré al Este de Brasil (Bosholn et al., 2019).

En cuanto a las muestras de Valle Hermoso, por primera vez se reportd en Santo Domingo
que un passerin de la familia Icteridae esté infectado con el linaje de Plasmodium idéntico a
JN819331 (Archer et al., datos no publicados), el cudl ha sido reportado en un ave de la familia

Thraupidae en Costa Rica.

El linaje Haemoproteus MYMACO2, ha sido reportado en el parque de Mata Seca de
Brasil, en el passerin Myiodynastes maculatus de la familia Tyrannidae (Ferreira et al., 2017). No
obstante, en este estudio se reportd por primera vez en la provincia de Santo Domingo de los
Tsachilas-Ecuador, infectando también al passerin Myiodynastes maculatus y a otra ave de la

familia Thraupidae.

En relacién a las secuencias, que no mostraron un 100% de similitud con ninguna
secuencia conocida de las bases de datos, y difirieron en al menos una sustitucion de un

nucledtido, se considerd que representaban linajes tinicos.

Esta guia para reconocer linajes tnicos en pardsitos de la malaria aviar es usada
ampliamente por varios investigadores (Cadena, 2015; De Aguilar et al., 2018; Alan Fecchio et

al., 2013; Harrigan et al., 2014; Moens & Pérez-Tris, 2015; Moens et al., 2016), y se fundamenta
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en los ensayos realizados por Bensch y colaboradores en el 2004, en el que se realizaron dos

estudios en paralelo del citocromo B del ADN mitocondrial y de un gen nuclear de evolucién
relativamente rdpida (DHFR-TS), propio de los haemosporidios. Lo que condujo a dos arboles
genéticos congruentes y una aparente ausencia de recombinacién para muchos linajes
estrechamente relacionados, por lo que dichas secuencias similares del citocromo B
representaban diferentes especies. No obstante, el mismo autor aclar6 que, aunque se determinen
diversos linajes que representan especies, no se debe tomar como evidencia de que todos dichos
linajes son buenas especies. Ya que para demostrarlo, se requeriria un andlisis de varios

marcadores genéticos (Bensch et al., 2009).

En total, 8 linajes nuevos fueron descubiertos, 3 en Oglan Alto y 5 en Valle Hermoso. A
cada uno se le asigné un cédigo con la abreviacion de la especie del ave en la que fue encontrado
el linaje, seguido de un nimero, siguiendo las indicaciones de MalAvi (Bensch et al., 2009), tal

como se muestra en la Tabla 12.

De modo que, en Oglan Alto se reportaron 8 linajes de Plasmodium y 2 linajes de
Haemoproteus, mientras que en Valle Hermoso, se reportaron 2 linajes de Plasmodium y 6
linajes de Haemoproteus. De los cuales, en ambos sitios de estudio, se hall6 un hemoparasito en

comun Plasmodium PADOMI11.



Tabla 12

Nombres asignados a los linajes tinicos de Plasmodium spp. y Haemoproteus spp. hallados en

los Bosques del Ogldn Alto y Valle Hermoso.
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Sitio  Nuimero de muestra Parasito Linaje asignado Género Especie
P20 Plasmodium WILPOE22 Willisornis poecilinotus
E 8 P57, P67, P72, Plasmodium CYACYAO06 Cyanoloxia cyanoides
&< P74, P93, P94
P99 Haemoproteus EUPHOSAO1 Euphonia saturata
P112,P114 Haemoproteus PHAUREO1 Pheucticus aureoventris
o % P115, P122, P138 Haemoproteus RAMICTO1 Ramphocelus icteronotus
= E P120 Haemoproteus SALMAXO03 Saltator maximus
> ﬁ P126 Haemoproteus RAMICTO02 Ramphocelus icteronotus
P129 Haemoproteus SPOANGO1 Sporophila angolensis

4.4.2. Analisis filogenético de secuencias del citocromo B

Se establecieron relaciones filogenéticas de los linajes de Plasmodium y Haemoproteus
reportados en Ecuador, Perd, Colombia, Brasil, Uruguay, Costa Rica, Estados Unidos, Francia,
Suecia, y los linajes obtenidos en el presente estudio. Los andlisis para Plasmodium y
Haemoproteus involucraron 34 y 21 secuencias de nucledtidos, respectivamente, con 458

posiciones que conformaron el conjunto final de datos.

La importancia de haber realizado una inferencia filogenética entre los linajes de los
pardsitos de la malaria aviar, consisti6 en monitorear a los pardsitos que amenazan la
conservacion de especies endémicas de aves del pais. Ya que, Ecuador hasta el afio 2017, alberg6
a 1679 especies de aves passeriformes, que represent6 casi el 17% de las especies a nivel mundial

(Freile et al., 2017).

Si bien es cierto, cuando un parasito ha coevolucionado junto a su hospedero no existen

efectos letales sobre ellos. Sin embargo, cuando se pone en contacto a un ave con un nuevo
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pardsito, si existe abundancia de vectores, condiciones favorables y compatibilidad del vector con

el parésito (Carlson et al., 2015; Gangoso et al., 2019; Valkitnas, 2005), las consecuencias
podrian ser graves, asi como el caso reportado por Atkinson et al. (2000), de Plasmodium

relictum en el bosque de Hawaii a inicios del siglo XX.

La propagacion de parésitos en nuevas regiones puede ser facilitada por las mismas aves,
ya que sus hdbitos migratorios entre continentes los expone a numerosos vectores, capaces de
transmitir patégenos. De modo que, pueden conectar a las comunidades de haemosporidios

aviares de las zonas templada y tropical (Ricklefs et al., 2017).

4.4.2.1. Relaciones filogenéticas entre linajes de Haemoproteus

La historia evolutiva para los linajes de Haemoproteus se dedujo empleando el método de
mdaxima verosimilitud basado en el modelo de Kimura 2 pardmetros, mostrandose el arbol con
mayor probabilidad de registro en la Figura 26, en donde se consider6 como outgroup a una

secuencia de Plasmodium.

Se pudo observar la formacién de 3 clados principales, con un buen nivel de confianza
para su formacién en el arbol filogenético, ya que los valores de soporte fueron 93%, 98%, y
100%.

El primer clado fue compuesto por los linajes TACCRIO1, TRMUSO1 y los linajes tnicos
descubiertos en el presente estudio RAMICTO1, RAMICT02, PHAUREOI, SPOANGOI. El
linaje SPOANGO1 demostr6 una relaciéon més cercana al linaje TRMUSO1, ya que ambas parten

del mismo nodo.

En el caso de PHAUREO] y RAMICTO1, aunque también demuestren tener una relacion

muy cercana y sus secuencias son bastante similares, se sospecha que Haemoproteus PHAUREO1
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es un pardsito introducido originario de Sudamérica, ya que se reportd en los passerines

extensamente migratorios Pheucticus aureoventris (muestra P112 y P114), que se extienden por
el centro de Sudamérica (IUCN, 2019). Mientras que RAMICTO1, se report6 en los passerines no

migratorios Ramphocelus icteronotus.

En el segundo clado, se observd la division en dos subclados, cuyos nodos presentaron
una buena robustez. Uno compuesto por el taxén del linaje TASCHOI1, que fue reportado en

Estados Unidos, Morona Santiago - Ecuador, y en la provincia de Pastaza.

Mientras que el otro subclado, estuvo compuesto por los linajes TANICTO1, EUXANO1 y
los linajes tunicos SALMAXO03 y EUPHOSAOI. La topologia mostrada entre los linajes
EUXANO1 y TASCHOI1, fue similar al reportado por Moens & Pérez-Tris (2015) mediante un
andlisis bayesiano. El linaje EUPHOSAOl demostr6 una relacién mdas cercana al linaje
EUXANOI1, al mismo tiempo que ambos fueron reportados en passerines del género Euphonia de

la familia Fringillidae, de donde posiblemente evolucion el linaje EUPHOSAO].

El tercer clado fue compuesto por el taxén del linaje MYMACO2, que fue reportado por
en Brasil en el passerin extensamente migratorio Myiodynastes maculatus. Segin la pagina del
IUCN (2019), dicha ave se extiende por Centroamérica y el norte de Sudamérica (incluyendo a
Brasil y Ecuador). La muestra P134 correspondi6 al passerin Myiodynastes maculatus, el cual al
migrar pudo contagiarse con Haemoproteus MYMACO2 y en su paso por Ecuador, contagio al
ave Tangara nigroviridis (muestra P140). De modo que, por primera vez se reporta este pardsito

en el paifs, en Bosque Valle Hermoso, provincia de Santo Domingo de los Tsachilas.
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Muestras provincia de Pastaza - Ecuador

Muestras provincia de Santo Domingo- Ecuador

Muestras base de datos GenBank y MalAvi P115Haem RAMICTO1*
P114 Haem PHAUREOQ1**
P122 Haem RAMICTO1**

93 |P112Haem PHAUREOQ1**

P138 Haem RAMICTO1**
— KU562138 Haem Brazil TACCRIO1
P126 Haem RAMICT02**

P129 Haem SPOANG01**

JX029918 Haem Brazil TRMUS01
JN819386 Haem Costa Rica
AY172843 Haem USA* TASCHO1

JN819385 Haem Costa Rica

P17 Haem TASCHO01

98 JN819389 Haem Costa Rica* TANICTO01
P120 Haem SALMAX03**

KT373860 Haem Morona Santiago Ecuador EUXANO1
P99 Haem EUPHOSA01**

| P140 Haem MYMACO02

P134 Haem MYMACO02

| KP686097 Haem Brazil MYMACO02

KT373874 Plasmodium Ecuador LEPCORO04

0,0100

Figura 26. Arbol filogenético de maxima verosimilitud de Haemoproteus spp. basados en las

secuencias de una region del citocromo B.
Nota: Los ndmeros indican los valores de soporte (%), estimados de las 1000 repeticiones. Los linajes reportados
también en Ecuador se representan con (*), mientras que los linajes tnicos descubiertos en este estudio se
representan con (%),

4.4.2.2. Relaciones filogenéticas entre linajes de Plasmodium

La historia evolutiva para los linajes de Plasmodium se dedujo empleando el método de

maxima verosimilitud basado en el modelo de Kimura 2 pardmetros, mostrandose el arbol con
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mayor probabilidad de registro en la Figura 27, en donde se consider6 como outgroup a una

secuencia de Haemoproteus.

Se pudo observar la formacién de 6 clados principales con un buen nivel de confianza, ya
que los valores de soporte fueron de 99% para la mayoria, aunque el primero presentd 98% vy el
tercero 92%. Ademds, se pudo observar que el sexto clado es més antiguo que el resto de clados,

mientras que el tercer clado es el mas nuevo.

Segun Harrigan et al. (2014), es normal que los clados para Plasmodium sean mas
diversos, ya que poseen la capacidad de infectar a numerosos hospederos, por ello en
comparacion al arbol filogenético de Haemoproteus, se observé mayor nimero de ramificaciones

para Plasmodium.

El primer clado fue compuesto por el linaje ICTCAYO01 y el linaje tinico CYACYAO06. El
parasito Plasmodium CYACYAOQO6, se reportd en passerines no migratorios (Cyanoloxia
cyanoides, Glyphorynchus spirurus) y se pudo observar que se asemeja mads al linaje ICTCAYOI,
aunque este ultimo es mds actual que CYACYAOQ6. Adicionalmente, se observé la formacion de
un subclado, en el que se encontraron agrupados el linaje de la muestra P113 y la secuencia sin

publicar de Archer et al.

El segundo clado fue compuesto por el taxén del linaje BT7, el cual ha sido reportado en
los continentes de Europa, Asia, América del Norte, y América Central (Costa Rica), segin los

registros en la Tabla de sitios y hospederos de la padgina de MalAvi.

En este estudio, dicho pardsito se hallo infectando a dos passerines del género Catharus
de la familia Turdidae, los cuales segiin la pagina del IUCN (2019), son aves extensamente

migratorias que se extienden en la parte norte de Sudamérica, América del Norte, y Rusia. De
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modo que se sospecha que Plasmodium BT7 es un parésito introducido originario del Hemisferio

Norte.

P67 Plasm CYACYAO06™

Muestras provincia de Pastaza - Ecuador P57 Plasm CYACYAO06**

Muestras provincia de Santo Domingo- Ecuador P72 Plasm CYACYA06**

Muestras base de datos GenBank y MalAvi 98

P74 Plasm CYACYAO06™*
P93 Plasm CYACYAO06™*
P94 Plasm CYACYAO06™
DQ659545 Plasm Uruguay ICTCAY01

12 GQ141577 Plasm USA ICTCAY01

| 62

P113 Plasm
711 JN819331 Plasm Costa Rica
P40 Plasm BT7
P69 Plasm BT7

24 99 | GU252010 Plasm USA BT7

AY393793 Plasm Sweden BT7

76 | P79 Plasm
99| 'KY801296 Plasm France
MK695416 Plasm Brazil CYCGUJO01

92

P49 Plasm TACRUBO01

| P84 Plasm LEPCORO1

P86 Plasm LEPCOR04
P96 Plasm LEPCORO04
97 | KT373874 Plasm Ecuador LEPCOR04
JNB19332 Plasm Costa Rica
P20 Plasm WILPOE22**

gg | | KUB62598 Plasm Brazil WILPOE09
59‘| KU562597 Plasm Brazil WILPOEQ9

P119 Plasm PADOM11

P117 Plasm PADOM11

P50 Plasm PADOM11

HM146899 Plasm PADOM11

MH177857 Plasm USA PADOM11

KF482356 Plasm Peru* TACRUBO1

72 | KF482355.1 Plasm Peru® LEPCORO1

KT373860 Haemoproteus Ecuador EUXANO1

0,020

Figura 27. Arbol filogenético de maxima verosimilitud de Plasmodium spp. basados en las
secuencias de una region del citocromo B.

Nota: Los ndmeros indican los valores de soporte (%), estimados de las

1000 repeticiones. Los linajes reportados

también en Ecuador se representan con (*), mientras que los linajes tinicos descubiertos en este estudio se

representan con (*¥%).
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En el tercer clado, se observé la division en dos subclados, cuyos nodos presentaron una

buena robustez (99% y 97%). Uno compuesto por el taxén del linaje LEPCORO04 y otro con

linajes relacionados a CYCGUIJO1.

En aquel que incluy¢ el linaje CYCGUIJO01, se observé un nodo interno que relacioné a los
parasitos de Schiffornis turdina (muestra P79), residente del norte de Sudamérica y Loxigilla
noctis (linaje KY801296), endémico del caribe. Ambos passerines son no migratorios segin el
IUCN (2019), razén por la cual no se encontré una explicacién para que dicho linaje de

Plasmodium esté presente en la provincia de Pastaza.

Mientras que el otro subclado, estuvo compuesto por el taxén del linaje LEPCORO04, el
cual ha sido reportado solo en Sudamérica (Morona Santiago - Ecuador, Brasil, Pert) segun los
registros en la Tabla de sitios y hospederos de la pagina de MalAvi. La familia de aves en la que
mds ha sido reportado Plasmodium LEPCORO04, fue la familia Pipridae segun MalAvi (2019),
cuyos miembros se caracterizan por no ser migrantes (IUCN, 2019). Asi, en Ceratopipra
erythrocephala (muestra P96) ya fue reportado este parasito en estudios en Brasil (Fecchio et al.,
2017), mientras que en Cryptopipo holochlora (muestra P86) es la primera vez que se reporta una

infeccidn por este pardsito.

El cuarto clado estuvo formado por el taxén del linaje WILPOEQ9, el cual ha sido
reportado solo en Brasil (Fecchio et al., 2018), infectando a Willisornis poecilinotus, un passerin
no migrante (IUCN, 2019). En este estudio, el ave de la muestra P20 correspondié a la misma
especie, sin embargo, el linaje parasitario no correspondid, ya que como se observa el linaje

unico WILPOE22 es mas actual y evolucionado que WILPOEOQ9.
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El quinto clado fue conformado por el taxén del linaje PADOMI1, el cual ha sido

reportado en Sudamérica (Ecuador, Brasil, Perd, Guyana, Uruguay) y América del Norte (ITUCN,

2019). Este clado mostré una topologia similar al estudio realizado por De Aguilar et al. (2018).

Finalmente, el sexto clado fue conformado por los linajes reportados TACRUBO1 vy
LEPCOROI, cuya topologia fue similar a estudios realizados previamente (De Aguilar et al.,
2018; Moens & Pérez-Tris, 2015). En Oglan Alto, Plasmodium LEPCOROI infecté a Cryptopipo
holochlora (P84), passerin no migrante, miembro de la familia Pipridae. Segin MalAvi (2019),
este pardsito afecta comuinmente a los miembros de esta familia y ha sido reportado en

Sudamérica (Morona Santiago — Ecuador y Perd).

En cuanto a Plasmodium TACRUBOI, ha sido reportado en Ecuador (Morona Santiago) y
Brasil en passerines no migrantes, afectando principalmente a la familia Pipridae (MalAvi, 2019).
Sin embargo, existen reportes en Peri en el passerin extensamente migrante Tachuris
rubrigastra, que se extiende en Sudamérica. En este estudio se encontro este pardsito afectando al

ave, no migrante, Chiroxiphia pareola (muestra P49), miembro de la familia Pipridae.

Los linajes que no mostraron rastro de haber sido propagados por aves migratorias,
probablemente hayan sido producto de una radiacién adaptativa. Ya que, estudios reportan que
los hemoparasitos del género Plasmodium y Haemoproteus poseen altas tasas de evolucién en sus
genes del ADN mitocondrial, como resultado de procesos evolutivos a nivel comunitario entre

sus hospederos y vectores (Pacheco et al., 2018).
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CAPITULO V: CONCLUSIONES

Las infecciones producidas por Plasmodium spp. no estuvieron asociadas a las zonas de
estudio (p>0.05), mientras que las infecciones por Haemoproteus spp. si estuvieron asociadas a

cada zona con diferente grado de intervencion humana (p<0.05).

Las prevalencias de aves infectadas por Plasmodium spp. en el bosque continuo Oglan
Alto y el bosque fragmentado Valle Hermoso fueron 14.85% y 12.5%, mientras que para

Haemoproteus spp. fueron 1.98% y 45.83%, respectivamente.

La PCR convencional no permitié la deteccion de infecciones por hemopardsitos del
género Plasmodium spp. y Haemoproteus spp. en aves silvestres de los bosques Valle Hermoso y
Oglan Alto, por lo que fue reemplazada por una PCR anidada que demostr6 ser mds sensible en

la deteccidn de malaria aviar.

La caracterizaciéon de linajes de hemopardsitos mediante secuenciaciéon permitié la
identificacién de 9 linajes de Plasmodium y Haemoproteus previamente reportados. Ademads del
hallazgo de 2 linajes nuevos de Plasmodium y 6 linajes nuevos de Haemoproteus en las

provincias de Pastaza y Santo Domingo de los Tséachilas.
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CAPITULO VI: RECOMENDACIONES

Aun cuando la técnica de microscopia no posea un alto nivel de sensibilidad en la
deteccion de hemopardsitos, se recomienda seguirla empleando paralelamente a las técnicas
moleculares. Ya que permitid la estimacion de la intensidad de infeccion parasitaria y la

distincién de estados juveniles y adultos en las muestras analizadas.

La deteccién de infecciones mixtas, mediante el andlisis meticuloso de electroferogramas
en las muestras analizadas no fue posible en este ensayo. Por ello se recomienda, el uso de

enzimas de restriccién, un método sencillo y econdémico.

Para asegurar la obtencion de una secuenciacion de alta calidad, se recomienda emplear el
primer HAEMR?2, ya que debido a la gran diversidad de parésitos de la malaria aviar, en varias

secuencias se pudo observar que el primer HAEMF no se alineé completamente.

En futuras investigaciones, se recomienda determinar la presencia de los pardsitos de la
malaria aviar en las poblaciones de mosquitos de las familias culicidae (vectores de Plasmodium

spp.) y ceratopogonidae e hippoboscidae (vectores de Haemoproteus spp.) del Ecuador.
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