UNIVERSIDAD DE LA REPUBLICA
FACULTAD DE VETERINARIA

ESTANDARIZACION DE LA REACCION EN CADENA DE LA POLIMERASA
PARA LA IDENTIFICACION DE CHLAMYDIA PSITTACI EN AVES DE URUGUAY.

POR

FERNANDEZ VALLO, Maria Magdalena
PICUN ROUX, Tatiana Camila

TESIS DE GRADO presentada como uno
de los requisitos para obtener el titulo de
Doctor en Ciencias Veterinarias

Orientaciéon: Medicina Veterinaria

MODALIDAD: Ensayo experimental

MONTEVIDEO
URUGUAY
2025



PAGINA DE APROBACION

Tesis de grado aprobada por:

Presidente de mesa:

Segundo miembro (Tutor):

Tercer miembro:

Cuarto miembro:

Fecha:

Autores:

Dr. Lorenzo Verger

Vickar aeormegaron

Dra. Victoria Iribarnegaray

24

Dr. Rody Artigas

A
nl_/_‘v/ [ \ .

Dra. Natasha Eliopulos

22/12/2025

Maria Magdalena Fernandez Vallo

g &3

Tatiana Camila Picun Roux



AGRADECIMIENTOS

A nuestra tutora, Vicky, por su dedicacion, disposicidn y paciencia, siempre presente
y con su toque de humor que hizo todo mas sencillo.

A nuestra co-tutora, Natasha, por involucrarnos en el maravilloso mundo de la
medicina de los animales no tradicionales y orientarnos en este proceso.

A todos los y las profesionales que colaboraron con este proyecto y nos compartieron
generosamente sus conocimientos.

A nuestras familias, amigos y amigas por su apoyo incondicional.

“Si he visto mas lejos es porque estoy sentado sobre hombros de gigantes.”
Isaac Newton



TABLA DE CONTENIDO

PAGINA DE APROBACION ..o, 2
AGRADECIMIENTOS ... e 3
LISTADE CUADROS Y FIGURAS ... 6
1. RESUMEN ... 7
2, SUMM A RY .o 8
3. INTRODUCCION ..., 9
4. REVISION BIBLIOGRAFICA ... 11
4.1, Agente etiolOgICO ........oiuiuii i 11
4.1.1.  Historia y taxonomia ...........coooiiiiiiiiii 11
4.1.2. Morfologiayciclodevida ..............coooiiiiiiiiiiiie, 12

4.1.3. Genotipos y variabilidad ..................cocii 14
4.1.4. Epidemiologia y transmision ............ccccoiviiiiiiiiiii i 15

4.1.5. Patogenia y manifestaciones clinicas ................................ 17

4.1.6. Clamidiosis aviar en humanos ..............ccccoiiiiiiiiiiinnennnn 17

4.2. Herramientas diagnosticas €N aves ...........cocvviiiiiiiiiiiiiiiee 18
4.21. Pruebas serol0giCas ..........cccoveiuiiiiiiiii 19

4.2.2. Identificacion delagente ... 19

4221, Aislamiento ... 19

4.2.2.2. Tincidn CitologiCa ......cevieii i 20

4.2.2.3. Detecciondelantigeno ............ccooiiiiiiiii, 20

4.2.2.4. Métodos moleculares ..........ccooviiiiiiiiiiiiiii, 20

4.3. Diagnostico en humanos ........ccoiiiiiiiiii e 21

4.4,  Tratamiento ... 22

4.5.  Control y PrevenCiON .........o.oiiiiiiii e 22
4.6. Situacion epidemiolOgiCa ..........ocvviiiiiii 23

5. HIPOTESIS ..o 26
6. OBUETIVO ..o 27
6.1. Objetivogeneral ..o 27

6.2. Objetivos eSPecCifiCoS ......c.viiiiii i 27

7. METODOLOGIA ... 28
7.1, ASPECIOS ELICOS ... 28

7.2. Poblacidn de estudio ..o 28

7.3.  Tomade MUESHIAs .......coiviiiiii i 28

7.4. Estandarizacion de la PCR convencional para la identificacion de
ChlamydiaCeae ...........oiviiiiiii e 28
7.5. Estandarizacion de la PCR convencional para la identificacion de

Chlamydia psittaci mediante el gen ompA ..........coiiiiiiiiiiiinnn... 29

7.6. Extraccion de ADN ... 30

7.7. Procesamiento de muestras mediante PCR ................cccociiiiiin, 30

7.8, SECUENCIACION ...t 30

7.9. Analisis filogenético de Chlamydia psittaci basado en el gen ompA... 31



8. RESULTADOS ..o e e a e 32
8.1. PCR convencional para la identificacion de Chlamydiaceae ............ 32

8.2. PCR convencional para la identificacion de Chlamydia psittaci mediante

Bl QBN OMIPA o 32

8.3. Muestras obtenidas y procesamiento por PCR para detectar Chlamydia
PSITEACH ... o 33

8.4.  SECUENCIACION .. ..iii i e aeaes 35

8.5. Analisis filogenético de Chlamydia psittaci basado en el gen ompA .. 35

9. DISCUSION ... 37
10. CONCLUSIONES Y PERSPECTIVAS ..., 43
11. REFERENCIAS BIBLIOGRAFICAS ..o 44
ANE X O S .. 56



LISTA DE CUADROS Y FIGURAS
Figura 1. Cultivo celular Buffalo green monkey (BGM), 18hs después de la inoculacion

con una cepa de Chlamydia pSittaci .................ccccceviiiiiiiininnannnn. 13
Figura 2. Cultivo celular BGM, 52hs posteriores a la inoculacion de una cepa de
Chlamydia PSITEACI. ............. i 13

Figura 3. Representacion esquematica del ciclo de vida de Chlamydia psittaci ..... 14
Figura 4. Huéspedes de C. psittaci y posibles rutas de transmision al ser

UMANO. e 15
Figura 5. Electroforesis en gel de agarosa (2%) de los productos de PCR para detectar
géneros de la familia Chlamydiaceae..................ccooiiiiiiiiiii i, 32

Figura 6. Electroforesis en gel de agarosa (2%) de los productos de PCR para detectar
Bl QBN OMIPA . 32

Figura 7. Electroforesis en gel de agarosa (2%) de los productos de PCR para detectar
C. psittaci mediante €l gen OMPA ..., 35

Figura 8. Arbol filogenético construido a partir del gen ompA............ccccceeeveee. 36
Tabla 1. Ocurrencia de C. psittaci en aves psitacidas a nivel mundial.................. 25
Tabla 2. Distribucion de los géneros/especies de los ejemplares muestreados segun
S o5 o =T o 33
Tabla 3. Deteccion de Chlamydia psittaci mediante PCR de las muestras obtenidas
segun el tipo de muestray el origendelas aves............ccoviiiiiiiiiiiiic i 34



1. RESUMEN

Chlamydia psittaci es un patdgeno zoondtico de relevancia en salud publica y
medicina veterinaria, responsable de la psitacosis en humanos y de cuadros
respiratorios y sistémicos en aves. En Uruguay existe escasa informacion sobre su
circulacidon en aves, pese a la frecuente interaccion entre personas y aves de
compaiiia, el ingreso de ejemplares confiscados por trafico ilegal y la presencia de
aves silvestres en centros de rehabilitacion y reservas. El objetivo de este estudio fue
estandarizar una técnica de PCR convencional dirigida al gen ompA para la
identificacion de C. psittaci y aplicarla al analisis de muestras provenientes de aves
psitacidas mantenidas en diferentes condiciones de cautiverio. Para ello, se optimizd
la amplificacién del gen blanco utilizando ADN control y se procesaron un total de 77
muestras, correspondientes a hisopados cloacales, orofaringeos y materia fecal de
aves de distintos origenes: pertenecientes a bioparques, custodiadas por el Ministerio
de Ambiente y atendidas en la Policlinica de Fauna Silvestre y Mascotas No
Tradicionales de Facultad de Veterinaria. La técnica estandarizada permitié identificar
la presencia de C. psittaci en 9/34 aves confiscadas y en 3/19 aves de compania,
constituyendo el primer antecedente de diagnostico molecular de este patdégeno en
Uruguay. Estos hallazgos evidencian su circulacion en distintos entornos y subrayan
la necesidad de fortalecer las capacidades de vigilancia y control en el pais.

Este trabajo aporta una herramienta diagndstica aplicable en el ambito nacional y
establece una base para futuros estudios, incluyendo la ampliacion del muestreo, la
incorporacion de otras especies de aves y la eventual implementacion de PCR en
tiempo real para mejorar la sensibilidad diagnéstica.



2, SUMMARY

Chlamydia psittaci is a zoonotic pathogen of relevance to public health and veterinary
medicine, responsible for psittacosis in humans and for respiratory and systemic
disease in birds. In Uruguay, information on its circulation in avian populations is
scarce, despite the frequent interaction between people and companion birds, the
arrival of confiscated specimens from illegal trafficking, and the presence of wild birds
in rehabilitation centers and wildlife reserves. The objective of this study was to
standardize a conventional PCR technique targeting the ompA gene for the
identification of C. psittaci and to apply it to the analysis of samples from psittacine
birds kept under different captivity conditions. To achieve this, amplification of the
target gene was optimized using control DNA, and a total of 77 samples were
processed, including cloacal swabs, oropharyngeal swabs, and fecal material from
birds housed in zoological parks, held in custody by the Ministerio de Ambiente and
attended at the Policlinica de Fauna Silvestre y Mascotas No Tradicionales de
Facultad de Veterinaria.

The standardized technique enabled the identification of C. psittaci in 9/34 confiscated
birds and in 3/19 companion birds, representing the first report of molecular diagnosis
of this pathogen in Uruguay. These findings demonstrate its circulation across different
settings and highlight the need to strengthen surveillance and control capacities in the
country.

This work provides a diagnostic tool applicable at national level and establishes a
foundation for future studies, including expanding sampling efforts, incorporating
additional bird species, and the potential implementation of real-time PCR to improve
diagnostic sensitivity.



3. INTRODUCCION

Chlamydia psittaci (C. psittaci) es una bacteria perteneciente a la familia
Chlamydiaceae, reconocida como el agente causal de la clamidiosis aviar o psitacosis,
una zoonosis de distribucion mundial (Kaleta & Taday, 2003). Se trata de una bacteria
Gram negativa, intracelular obligada, que presenta un ciclo reproductivo bifasico
caracteristico (Knittler & Sachse, 2015; Longbottom & Coulter, 2003).

C. psittaci posee amplia distribucion geografica, con registros en Europa, América,
Asia, Oceania y, en menor medida, Africa (Stokes et al., 2021; Wang et al., 2024).
Aunque inicialmente se asociaba principalmente a aves psitacidas (Vanrompay et al.,
2007), actualmente se reconoce su presencia en numerosos mamiferos domésticos
y silvestres, incluidos bovinos, ovinos, equinos y felinos, asi como en animales de
laboratorio y en reptiles (Cox et al., 1998; Everett, 2000; Inchuai et al., 2021; Knittler
& Sachse, 2015; Wang et al., 2024 ). Sin embargo, las aves continuan siendo sus
principales reservorios y huéspedes naturales (Andersen & Franson, 2008),
destacandose aquellas con estrecho contacto con el ser humano, como palomas,
patos, pavos y gallinas, ademas de los Psittaciformes (Kaleta & Taday, 2003; Sachse,
Laroucau et al., 2015).

La transmision entre aves y hacia humanos ocurre principalmente por inhalacion de
particulas aerégenas contaminadas con secreciones o excreciones infectadas, y en
menor medida por ingestion (Dickx & Vanrompay, 2011). Las aves pueden eliminar el
agente de forma intermitente, incluso sin manifestar signos clinicos, y aumentar la
excrecion en situaciones de estrés como hacinamiento o transporte (Harkinezhad et
al., 2009). La bacteria puede permanecer viable hasta 30 dias en heces y varias
semanas en el ambiente (Caul & Sillis, 1998; Longbottom & Coulter, 2003), lo que
favorece su persistencia. Estas caracteristicas incrementan el riesgo de transmisién
de C. psittaci en personas con contacto frecuente con aves, tales como médicos
veterinarios, trabajadores del sector avicola, personal de centros de rescate de fauna
silvestre y propietarios de aves de compafia (Beeckman & Vanrompay, 2009;
Hogerwerf et al., 2020; Hulin et al., 2015; Sheleby-Elias et al., 2013).

En las aves, la infeccidn suele ser subclinica, permitiendo la diseminacién del agente,
aunque también puede causar cuadros respiratorios, digestivos u oculares de
gravedad variable (Andersen & Franson, 2008). Los signos clinicos incluyen fiebre,
anorexia, rinitis, diarrea amarillenta y erizamiento de plumas, pudiendo evolucionar a
estados graves (Harkinezhad et al., 2009). En humanos, la enfermedad se manifiesta
desde formas leves hasta neumonias intersticiales severas, con signos inespecificos
como fiebre, cefalea y dificultad respiratoria. Si bien el diagndstico suele realizarse de
forma tardia, el tratamiento antibiético resulta eficaz y las tasas de mortalidad son
bajas (OMSA, 2018).

Existen diversos métodos para el diagnéstico de C. psittaci en aves, clasificados en
dos grupos principales: por un lado, la deteccion directa del agente en muestras de
tejidos, secreciones o0 excreciones, y por otro, el analisis seroldgico de sangre para
identificar anticuerpos anti-clamidiales (Sachse et al., 2009). Actualmente la



Organizacion Mundial de Sanidad Animal (OMSA) recomienda las pruebas de
amplificacion de acido nucleico como la reaccién en cadena de la polimerasa (PCR)
convencional y en tiempo real, la deteccion basada en microchips de ADN vy la
secuenciacion de ADN (OMSA, 2018).

La psitacosis es reconocida como zoonosis desde fines del siglo XIX, cuando Ritter
describié un brote de neumonia asociado a aves tropicales en Suiza (Ruiz-Laiton,
2020). Desde entonces, se han reportado casos humanos vinculados al contacto con
psitacidos, aves domeésticas y silvestres en distintos paises (Cadario et al., 2017;
Kaibu et al., 2006; Laroucau et al., 2009; Rehn et al., 2013). En América del Sur, los
registros son escasos, pero esto puede responder al subdiagnostico y a la falta de
obligatoriedad en la notificacidn, y no necesariamente a una baja incidencia (Stokes
et al.,, 2021). En Uruguay, si bien existen antecedentes de casos humanos, la
enfermedad no es de denuncia obligatoria ante el Ministerio de Salud Publica, por lo
que los registros oficiales probablemente no representen la casuistica real.

Wang et al., (2024) reportaron que la incidencia de Chlamydia psittaci en aves y
humanos a nivel mundial ha mostrado un incremento sostenido en los ultimos afos,
lo que evidencia la importancia de continuar investigando su distribucién y dinamica
epidemiologica a escala regional. En este sentido, se han llevado a cabo en
Latinoamérica numerosos estudios que reportan prevalencias muy variables en aves:
desde 81,8 % en psitacidos de Colombia (Ruiz-Laiton et al., 2022), 21,1 % en aves de
compafiia en Argentina (Origlia et al., 2019), hasta 3,4% en psitacidos en Costa Rica
(Sheleby-Elias et al., 2013).

En Uruguay, los estudios son limitados. El primer diagnostico se realizé en 1986 en
un ejemplar de Myiopsitta monachus mediante histopatologia (Caffarena, 1987), y
desde entonces no se cuenta con informacion sobre su prevalencia, pese a ser una
enfermedad de notificacién obligatoria ante el Ministerio de Ganaderia, Agricultura y
Pesca (MGAP, 2024).

Dado el escaso conocimiento sobre la presencia de C. psittaci en aves en Uruguay y
la inexistencia de técnicas moleculares validadas para su diagnostico en el pais, este
estudio tuvo como objetivo principal estandarizar una PCR convencional para su
deteccion, contribuyendo asi al conocimiento y a la vigilancia epidemiolégica nacional.
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4, REVISION BIBLIOGRAFICA

4.1. Agente etiolégico

4.1.1. Historia y taxonomia

La psitacosis, reconocida como enfermedad zoonética, fue descrita por primera vez
en 1879, cuando se reportd en Suiza un cuadro de neumonia atipica en humanos
asociado al contacto con aves (Harkinezhad et al., 2009). El agente causal,
posteriormente identificado como Chlamydia psittaci, fue considerado en un principio
un virus, segun la clasificacién propuesta por Bedson y colaboradores en 1930. En
las décadas siguientes, particularmente entre 1931 y 1963, se registraron casos de
psitacosis en distintos paises, entre ellos India, lo que contribuyé a reconocer la
amplia distribucion de la enfermedad. El desarrollo de la microscopia electrénica en
1966 permitio demostrar que las clamidias poseen ADN, ARN, ribosomas y una pared
celular similar a la de las bacterias Gram negativas, lo que llevo a reclasificarlas como
bacterias (Harkinezhad et al., 2009; Matsumoto & Manire, 1970; Ravichandran et al.,
2021).

Posteriormente, el género Chlamydia se incorporo a la familia Chlamydiaceae, (orden
Chlamydiales), sumandose nuevas especies hasta alcanzar las quince reconocidas
en la actualidad (Luu et al., 2023), entre ellas C. aviumy C. gallinaceae, descritas mas
recientemente por Sachse y colaboradores (2014).

La clasificacion taxondmica de los organismos clamidiales ha sido objeto de multiples
revisiones y controversias a lo largo del tiempo. Inicialmente, estos microorganismos
fueron descritos como Rickettsia (Lillie, 1930), aunque su ubicacion sistematica fue
modificada en sucesivas ocasiones durante los afios siguientes (Ruiz-Laiton, 2020).
El género Chlamydia, perteneciente a la familia Chlamydiaceae y al orden
Chlamydiales, fue establecido por Page en 1966, incluyendo bacterias intracelulares
Gram negativas caracterizadas por un ciclo de desarrollo bifasico (Page, 1966;
Sachse, Laroucau et al., 2015).

Hasta 1980 se reconocian dos especies dentro del género Chlamydia: C. trachomatis
y C. psittaci, correspondientes a cepas aisladas de humanos y animales,
respectivamente (Longbottom & Coulter, 2003; Page, 1968). En aquel momento, la
asignacion de cepas a una u otra especie se realizaba considerando caracteristicas
bioquimicas y morfoldgicas, junto con particularidades en su replicaciéon y en los
hospedadores que infectaban (Sachse, Laroucau et al., 2015).

En 1999, Everett y colaboradores propusieron una revision del orden Chlamydiales,
dividiéndolo en cuatro familias y reestructurando la familia Chlamydiaceae en dos
géneros: Chlamydia y Chlamydophila. Esta propuesta incluyé la incorporacion de
nuevas especies y la reclasificacion de algunas ya conocidas, como Chlamydia
psittaci, renombrada como Chlamydophila psittaci. De esta ultima derivaban tres
nuevas especies: C. abortus, C. caviae y C. felis (Everett et al., 1999). Sin embargo,
dicha reorganizaciéon no obtuvo una aceptacion general dentro de la comunidad
cientifica, debido a las controversias sobre sus fundamentos y su limitada aplicacion
practica (Schachter et al., 2001; Stephens et al., 2009). Posteriormente, en 2009, el
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Subcomité de Taxonomia de Chlamydiales de la Sociedad de Microbiologia acordo
reunificar los géneros dentro de la familia Chlamydiaceae, decision respaldada por la
propuesta de Sachse, Bavoil y colaboradores (2015). Este consenso dio lugar a la
clasificacion actualmente aceptada, que reconoce un unico género: Chlamydia
(Greub, 2010; Sachse, Bavoil et al., 2015).

4.1.2. Morfologia y ciclo de vida

Chlamydia psittaci es una bacteria intracelular obligada, de morfologia coccoide y
Gram negativa (Cheong et al., 2019; Everett, 2000; Ravichandran et al., 2021,
Sachse, Laroucau et al., 2015; Vanrompay, 2020) (Figuras 1 y 2). Presenta un ciclo
de desarrollo bifasico caracteristico y altamente conservado en sus hospedadores,
que involucra dos formas principales morfoldgica y funcionalmente diferenciadas: el
cuerpo elemental (CE) y el cuerpo reticulado (CR), ademas de un cuerpo intermedio
(IB), identificado durante la transicion de CR a CE, y una forma aberrante asociada a
la persistencia (Vanrompay, 2020) (Figura 3).

El CE, electron denso y de 0,2-0,3 ym de diametro, constituye la forma infecciosa.
Se adhiere a la mucosa de la célula blanco y, una vez internalizado, se transforma en
CR, la forma intracelular metabdlicamente activa y de mayor tamafio (0,5-2,0 ym). El
CR se localiza dentro de una inclusion citoplasmatica, donde se divide por fision
binaria, generando nuevos corpusculos que maduran nuevamente a CE entre las 24
y 72 horas posteriores a la infeccion. Estos son liberados por lisis celular o mediante
endocitosis reversa, completando asi el ciclo (Harkinezhad et al., 2009; Knittler &
Sachse, 2015; Vanrompay, 2020). Durante este proceso pueden observarse los
cuerpos intermedios (0,3—1,0 um), que representan la transicion entre las fases activa
e infecciosa (Vanrompay, 2020).

Frente a condiciones adversas o factores de estrés, como la presencia de citoquinas
inflamatorias, antibidticos, o falta de nutrientes, la bacteria puede adoptar una
morfologia intracelular reversible, metabdlicamente inactiva, denominada cuerpos
aberrantes o cuerpos reticulares aberrantes (CRa o AB) (Goellner et al., 2006). Estas
estructuras, de mayor tamano al de los CR, son viables pero no cultivables, y se
asocian con el fendbmeno de persistencia, considerado un factor clave en la
patogenicidad de la familia y en el establecimiento de infecciones cronicas. Cuando
las condiciones vuelven a ser favorables, los cuerpos aberrantes pueden
reconvertirse en CR normales, reanudando el ciclo completo de desarrollo (Goellner
et al., 2006; Knittler & Sachse 2015; Sachse, Laroucau et al., 2015; Vanrompay,
2020).
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Figura 1. Cultivo celular Buffalo green monkey (BGM), 18hs después de la
inoculacién con una cepa de Chlamydia psittaci. Se observa la inclusion vacuolar
cerca del nucleo de la célula huésped (N), con dos cuerpos reticulados (RB) en

distintas etapas de division. Extraido de Vanrompay, 2020.

Chlamydia psittaci. Se observa la inclusion vacuolar ocupando gran parte de la célula
huésped, con las mitocondrias bordeando a la misma (M) y cuerpos elementales (EB)
aparentemente “escapando” de esta. Extraido de Vanrompay, 2020.
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Figura 3. Representacion esquematica del ciclo de vida de Chlamydia psittaci. Se
muestran los CE (EB) como la forma infectante, los CR (RB) dentro de la inclusién
citoplasmatica, responsables de la replicacién, y formas de persistencia (AB) frente a
diversas situaciones adversas. Se mencionan ademas algunos factores de virulencia,
como la inhibiciéon de la fusién de los lisosomas de la célula huésped, y algunos
blancos de la antibioticoterapia disponible. Extraido y adaptado de Ravichandran et
al., 2021.

4.1.3. Genotipos y variabilidad

Chlamydia psittaci presenta una notable variabilidad genética y fenotipica (Sachse,
Laroucau et al., 2015). A partir del analisis del gen ompA, que codifica la proteina
principal de la membrana externa (MOMP, por sus siglas en inglés), se han
establecido diversos genotipos que muestran preferencia por determinados
hospedadores y diferencias en su virulencia (Knittler & Sachse, 2015; Vanrompay,
2020). Inicialmente se describieron nueve genotipos: siete asociados a aves (A—-F y
E/B)y dos a mamiferos (WC y M56) (Andersen, 1991; Geens et al., 2005; Vanrompay,
2020; Vanrompay et al., 1997) (Figura 4). Sin embargo, dado que numerosas cepas
aisladas no se ajustaban a esta clasificacion, se propusieron posteriormente
genotipos adicionales mediante distintas técnicas moleculares (Sachse et al., 2008;
Stokes et al., 2021).

El genotipo A se considera endémico en aves psitacidas (Psittacidae) y altamente
virulento, aunque también ha sido detectado en pavos, patos, palomas y
paseriformes. El genotipo B, generalmente menos virulento, se asocia principalmente
a palomas (Columbiformes), pero puede infectar también pollos, pavos, patos,
psitacidas y paseriformes. El genotipo C se encuentra en aves acuaticas, como patos
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y gansos (Anseriformes), ademas de en pollos y palomas. El genotipo D se relaciona
con mayor frecuencia con pavos, aunque también ha sido aislado en palomas y, mas
recientemente, en pollos (Dickx et al., 2010). El genotipo E —también denominado
Cal-10, MP o MN— ha sido identificado en diversas especies de aves, incluyendo
pavos, palomas, patos, avestruces y Aandues, y fue aislado en humanos durante un
brote de neumonia en la década de 1930. El genotipo F se encuentra representado
por aislamientos procedentes de aves psitacidas, aunque en 2001 fue identificado
ademas en una granja de pavos en Bélgica (Van Loock et al., 2005). El genotipo E/B
se presenta con mayor frecuencia en patos, pero también ha sido hallado en loros
(Harkinezhad et al., 2007), pavos (Van Droogenbroeck et al., 2009) y palomas
(Geigenfeind et al., 2012). El genotipo M56 fue aislado a partir de roedores vy liebres
(Spalatin et al.,, 1971), aunque Stalder y colaboradores (2020) encontraron este
genotipo en aves rapaces. Finalmente, el genotipo WC se identificé en bovinos
(Knittler & Sachse, 2015; Pannekoek et al., 2010). Todos los genotipos se consideran
potencialmente transmisibles al ser humano (Knittler & Sachse, 2015; Sachse,
Laroucau et al., 2015; Stokes et al., 2021; Vanrompay, 2020).
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Poultry Ducks Equines and tissues
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Natural Hosts

Figura 4. Huéspedes de C. psittaci y posibles rutas de transmision al ser humano.
Extraido de Wang et al., 2024.

4.1.4. Epidemiologia y transmision

Chlamydia psittaci presenta una amplia distribucion geografica, con registros de
animales infectados en Europa, América, Asia, Oceania y, en menor medida, Africa
(Knittler & Sachse, 2015; Stokes et al., 2021; Wang et al., 2024). Inicialmente, esta
bacteria se asociaba principalmente a aves psitacidas; sin embargo, con el avance de
las investigaciones, se amplié considerablemente el espectro de hospedadores
conocidos. En la actualidad, se reconoce su presencia no solo en aves, sino también
en reptiles y en varias especies de mamiferos, adquiriendo asi relevancia tanto en
salud publica, por su caracter zoonético, como en el ambito productivo (Harkinezhad
et al., 2009; Inchuai et al., 2021; Knittler & Sachse, 2015).
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A lo largo del tiempo se fueron documentando aislamientos en pavos, palomas, patos
y pollos, muchos de ellos vinculados a casos de zoonosis y con impacto directo en la
industria avicola. En este contexto, C. psittaci se considera endémica en la produccion
de pavos en Estados Unidos y Bélgica (Harkinezhad et al., 2009; Van Loock et al.,
2005), donde ocasiona signos respiratorios leves y reduccion en el consumo
alimenticio, con baja mortalidad, sin alcanzar la magnitud de los brotes registrados en
la primera mitad del siglo XX (Sachse, Laroucau et al., 2015).

Hasta la fecha, C. psittaci ha sido detectada en al menos 477 especies de aves
pertenecientes a 30 6rdenes distintos (Chahota et al., 2006; Kaleta & Taday, 2003),
incluyendo aves silvestres, domésticas y de compaiiia, siendo los Psittaciformes el
grupo mas representado (Chahota et al., 2006; Harkinezhad et al., 2009; Kaleta &
Taday, 2003; Ravichandran et al., 2021; Sachse, Laroucau et al., 2015; Wang et al.,
2024). Asimismo, se ha identificado en diversos mamiferos, como bovinos, ovinos,
caprinos, porcinos, equinos y felinos, asi como en fauna silvestre -incluyendo su
deteccidn reciente en un marsupial en Australia (Anstey et al., 2021)- y en animales
de laboratorio (Knittler & Sachse, 2015; Wang et al., 2024).

La transmision de C. psittaci ocurre predominantemente entre aves, siendo estas su
huésped preferencial. También se reconoce la transmisién de aves a mamiferos,
considerados hospedadores alternativos (Knittler et al., 2014), y de aves a humanos
(Harkinezhad et al., 2009; Hogerwerf et al., 2020; Knittler et al., 2014). En 2017, Chan
y colaboradores (2017) reportaron un posible caso de contagio desde una especie de
mamifero (equino) hacia humanos. A su vez, existen algunos reportes que sugieren
la transmisién entre humanos (Hogerwerf et al., 2020; Ito et al., 2002; Wallensten et
al., 2014; Zhang et al., 2022).

La transmisién de C. psittaci ocurre principalmente entre aves infectadas y
susceptibles que se encuentran en contacto cercano, a través de la inhalacién de
particulas infectadas presentes en material contaminado y, en menor medida, por
ingestion. El agente se excreta a través de las heces, las secreciones respiratorias y
las secreciones oculares. La eliminacion fecal es intermitente y puede reactivarse ante
factores de estrés, tales como deficiencias nutricionales, transporte, hacinamiento,
reproduccion, tratamientos o manipulacién. El periodo de excrecion de la bacteria
varia segun la virulencia de la cepa, la dosis infectante y el estado inmunitario del
hospedador, pudiendo prolongarse durante meses o incluso afos (Dickx &
Vanrompay, 2011; Harkinezhad et al., 2009; Vanrompay, 2020; Van Wettere, 2025).
Otras vias de contagio menos frecuentes incluyen la transmision por ectoparasitos
hematdéfagos, como piojos, acaros y moscas, lo cual podria tener una mayor
relevancia en los nidos de aves de produccién. Ha sido documentada la transmision
vertical en pollos, patos, periquitos, gaviotas y gansos nivales, aunque su ocurrencia
es baja (Vanrompay, 2020).

Los cuerpos elementales de C. psittaci pueden sobrevivir en las heces y en la cama
hasta treinta dias; sin embargo, el agente es inactivado por la mayoria de los
detergentes y desinfectantes debido a su alto contenido lipidico (Harkinezhad et al.,
2009; Vanrompay, 2020).
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C. psittaci puede transmitirse a aves domésticas o mascotas a través del contacto con
aves silvestres. El agua de bebida, los habitats acuaticos compartidos y el alimento
contaminado representan fuentes potenciales de infeccién, por lo que deben
mantenerse protegidos del acceso de aves silvestres, particularmente en las
instalaciones de aves de corral. Asimismo, aves carrofieras pueden contagiarse
mediante la ingestion de cadaveres infectados.

4.1.5. Patogenia y manifestaciones clinicas

En las aves, la infeccion por C. psittaci suele ser sistémica y puede manifestarse de
forma inaparente a severa, con cursos tanto agudos como crénicos (Kaleta & Taday,
2003; Knittler & Sachse, 2015; Vanrompay, 2020). Se presume que la evolucién y la
gravedad del cuadro clinico estan estrechamente vinculados con la virulencia de la
cepa, la respuesta inmune del hospedador, la via de entrada del agente y la dosis
infectante (Knittler et al., 2014; Ravichandran et al., 2021). Si bien existe consenso
respecto a estos factores, todavia es poco lo que se conoce sobre la interaccion
huésped-patdégeno (Knittler et al., 2014).

La bacteria infecta inicialmente a las células epiteliales de la mucosa respiratoria y los
macrofagos, a través de los cuales se cree que se disemina por sangre hacia la
conjuntiva, el tracto gastrointestinal y diversos 6rganos como el higado y el bazo
(Beeckman & Vanrompay, 2009; Knittler & Sachse, 2015; Ravichandran et al., 2021).
Las manifestaciones clinicas son inespecificas e incluyen signos respiratorios como
rinitis, tos, disnea y secreciones nasales u oculares, ademas de conjuntivitis, letargia,
anorexia y heces de color verde-grisaceo, ocasionalmente con curso fatal
(Harkinezhad et al., 2009; Sachse, Laroucau et al., 2015). La presentacion clinica se
asocia con condiciones de hacinamiento, sobrepoblacion y estrés fisiologico
(Ravichandran et al, 2021). Entre las lesiones observadas post mortem se describen
hepatomegalia y esplenomegalia con hemorragias subcapsulares, asi como hepatitis,
saculitis y pericarditis (Knittler & Sachse, 2015; Ravichandran et al., 2021).

C. psittaci es capaz de establecer infecciones latentes, las cuales parecen ser
considerablemente mas comunes que las manifestaciones clinicas, tanto en aves
como en humanos, aunque Sus consecuencias aun no estan claramente
documentadas (Knittler et al., 2014; Sachse, Laroucau et al., 2015). Estas infecciones
pueden derivar en cuadros cronicos o recurrentes, con excrecion intermitente del
agente (Ravichandran et al., 2021).

4.1.6. Clamidiosis aviar en humanos

También denominada ornitosis o fiebre del loro, la psitacosis en humanos constituye
una importante clamidiosis de origen animal con caracter zoondético (Knittler et al.,
2014). A lo largo del siglo XX se registraron grandes epidemias, aunque en la
actualidad los casos reportados corresponden, en su mayoria, a pequefos brotes y
casos aislados (Hogerwerf et al., 2020; Knittler y Sachse 2015; Nieuwenhuizen et al.,
2018). Aunque Chlamydia psittaci continla siendo el principal agente causal de la
clamidiosis aviar en humanos, la identificacion de nuevas especies de Chlamydia con
aves como sus principales huéspedes —como C. gallinacea y C. avium (Sachse et al.,
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2014) y Candidatus C. ibidis (Vorimore et al., 2013)— sugiere una etiologia mas
compleja para esta enfermedad (Knittler y Sachse, 2015).

Histéricamente, la enfermedad se vinculé al contacto con aves psitacidas y
columbiformes. Sin embargo, en los ultimos afos se ha reconocido su asociacion con
otras especies de aves, como pavos, patos y pollos, lo que refleja su estrecha relacion
con la industria avicola (Hogerwerf et al., 2020; Kaleta & Taday, 2003; Nieuwenhuizen
et al., 2018).

La infeccion en humanos ocurre por contacto cercano con aves portadoras, a través
de la inhalacion de particulas contaminadas procedentes de heces o secreciones del
tracto respiratorio (Dickx & Vanrompay, 2011; Hogerwerf et al., 2020) (Figura 4). Los
principales grupos de riesgo incluyen a trabajadores del sector avicola, veterinarios y
propietarios de aves de compania (Beeckman & Vanrompay, 2009; Hogerwerf et al.,
2020).

El periodo de incubacion suele ser entre 5 y 14 dias, aunque se han documentado
casos con periodos mas largos (Dickx & Vanrompay, 2011; OMSA, 2018; West,
2011). Los signos clinicos son predominantemente respiratorios e inespecificos,
semejantes a los de un cuadro gripal, e incluyen cefalea, mialgia, fiebre, tos y disnea
(Dickx & Vanrompay, 2011; Knittler & Sachse, 2015; West, 2011). En casos
avanzados puede desarrollarse neumonia, y mas raramente pericarditis, endocarditis
o hepatomegalia (Knittler & Sachse, 2015; OMSA, 2018).

Si bien se han registrado casos fatales, la psitacosis es facilmente tratada con
antibidticos, por lo que rara vez es mortal. Sin embargo, en ausencia de tratamiento
adecuado, la infeccion puede evolucionar hacia formas graves con riesgo de muerte
(Dickx & Vanrompay, 2011; Knittler & Sachse, 2015; Smith et al., 2011; West, 2011).
A pesar de que la psitacosis puede generar una neumonia adquirida en la comunidad
(CAP, por sus siglas en inglés), Chlamydia psittaci no suele considerarse en las
rutinas diagndsticas de pacientes con neumonia (salvo que se conozca un
antecedente de contacto con aves psitacidas) y los signos son inespecificos. Esto
contribuye a que el diagndstico sea en general tardio y a que la enfermedad esté
probablemente subdiagnosticada y subnotificada (Hogerwerf et al., 2020; Knittler &
Sachse, 2015; Nieuwenhuizen et al., 2018; Senn & Greub, 2008).

4.2. Herramientas diagnésticas en aves

El diagnéstico de Chlamydia psittaci en aves constituye un componente critico tanto
para la medicina veterinaria como para la salud publica, debido a la naturaleza
zoondtica de la enfermedad y a la inespecificidad de sus signos clinicos. La
identificacion precisa del agente es especialmente relevante para la prevencion de
brotes en poblaciones de aves y para minimizar el riesgo de transmision a humanos.
Existen diversos métodos para el diagndstico de C. psittaci que se agrupan en dos
enfoques principales, la deteccidn directa del agente en muestras de tejidos,
secreciones 0 excreciones, y el analisis seroldgico de sangre para identificar
anticuerpos anti-clamidiales (Sachse et al., 2009). Histéricamente, los diagndsticos se
han establecido con base en la presentacion clinica y las pruebas serolégicas, las
cuales carecen de especificidad y pueden ser dificiles de interpretar (Balsamo et al.,
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2017). Actualmente la Organizacion Mundial de Sanidad Animal (OMSA) recomienda
las pruebas de amplificacion de acido nucleico como la reaccion en cadena de la
polimerasa (PCR) convencional y en tiempo real, la deteccion basada en microchips
de ADN y la secuenciacién de ADN. Otras herramientas diagndsticas que se pueden
utilizar en caso de no disponer de pruebas de amplificacién de acido nucleico
comprenden el aislamiento, la tincion citolégica de frotis de exudados o heces y frotis
de impresion de tejidos, asi como la tincidon inmunohistoquimica de preparaciones
citolégicas e histologicas, y el enzimoinmunoanalisis (ELISA) por captura de antigeno
(OMSA, 2018).

Si bien Andersen (1996) reporta que las muestras de hisopados faringeos son las de
mayor sensibilidad para el aislamiento, Soon y colaboradores (2025) describen que
los hisopados cloacales y las muestras de materia fecal suelen ser las muestras de
eleccion para el diagndstico. Para lograr una mayor precision recomiendan tomar
muestras tanto del tracto respiratorio como gastrointestinal (Soon et al., 2025). Por
otro lado, en casos agudos es posible extraer muestras de exudados, secreciones,
frotis por impronta de higado, sangre entera y muestras de tejido de pulmoén y bazo
(OMSA, 2018).

4.2.1. Pruebas seroldgicas

El diagnodstico serologico incluye métodos como la aglutinacion de cuerpos
elementales (CE), la prueba ELISA de anticuerpos (detecta IgA, IgG e IgM), la fijacién
modificada del complemento y la inmunofluorescencia directa e indirecta
(Ravichandran et al., 2021).

Segun Vanrompay (2020), la serologia por si sola no es particularmente util para
diagnosticar una infeccion por clamidia en aves debido a su alta prevalencia y a la
persistencia a largo plazo (hasta varios meses) de anticuerpos anticlamidiales. Por lo
tanto, para determinar si una sola ave esta infectada, la serologia siempre debe
utilizarse junto con la deteccion de antigenos o genes, o bien, deben analizarse
sueros pareados.

4.2.2. Identificacion del agente

4.2.2.1. Aislamiento

Antiguamente la técnica “gold standard” para la identificacién de C. psittaci era el
aislamiento in vitro en el saco vitelino de huevos embrionados o en cultivos celulares
en monocapas de células de raton, mono o humanos (Everett, 2000). Debido a su
potencial riesgo zoonético para el personal de laboratorio, el tiempo requerido, las
exigencias relacionadas a la bioseguridad de las instalaciones, asi como al desarrollo
de pruebas diagndsticas basadas en la deteccion de ADN, el aislamiento del
organismo ya no se recomienda para el diagnéstico (Balsamo et al., 2017,
Ravichandran et al., 2021).
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4.2.2.2. Tincidn citolégica

C. psittaci puede detectarse en frotis de hisopados cloacales y/o conjuntivales, asi
como en frotis de impresion de tejidos (pulmén, higado, bazo, rindn y sacos aéreos)
mediante tinciones citolégicas como las de Giemsa, Giménez, Giménez modificada,
Ziehl-Neelsen y Macchiavello (Campbell, 2015). Sin embargo, ninguna de estas
tinciones detecta especificamente la bacteria. Todas ellas son menos sensibles que
los métodos de deteccion de antigenos basados en anticuerpos o las pruebas de
amplificacion de acido nucleico especificas. Por lo tanto, el uso de la tincion citolégica
esta perdiendo popularidad (Vanrompay, 2020).

4.2.2.3. Deteccion de antigeno

La inmunohistoquimica (IHQ) y el ELISA por captura de antigeno son dos de los
métodos recomendados por la OMSA para el diagndstico de C. psittaci cuando las
pruebas de amplificacion de acido nucleico no estan disponibles. La
inmunohistoquimica se utiliza como método para detectar Chlamydiae en
preparaciones citoldgicas e histologicas. Tiene la ventaja de ser mas sensible que la
tincion citologica, pero pueden producirse reacciones cruzadas con algunas bacterias
y hongos. Esta técnica permite estudios retrospectivos cuando se conservan tejidos
que han sido fijados con formalina. Mediante marcadores inmunohistoquimicos, los
diversos antigenos de C. psittaci puede detectarse en higado, bazo, pulmén, intestino,
saco aéreo, glandula suprarrenal, médula 6sea, conjuntiva y endotelio capilar de
numerosos organos y tejidos, asi como en macréfagos en zonas de inflamacion
(Andersen & Franson, 2008; Vanrompay, 2020).

Por su parte, las pruebas de ELISA detectan todas las especies de Chlamydiaceae,
ya que estan disefiadas para detectar el antigeno del lipopolisacarido (LPS)
(Andersen & Vanrompay, 2000). Han sido ampliamente introducidas en formato de
kits comerciales para el diagnostico de psitacosis humana, y aunque fueron probados
varios de estos kits para la deteccion de clamidiosis en aves (Vanrompay et al., 1994),
ninguno ha sido oficialmente autorizado para la deteccién de C. psittaci (Vanrompay,
2020).

4.2.2.4. Métodos moleculares

Los métodos moleculares son actualmente los mas sensibles para detectar C. psittaci
en aves (Soon et al., 2025). Dentro de ellos, multiples técnicas han sido utilizadas,
como la PCR convencional, PCR en tiempo real y microchips de ADN (OMSA, 2018).
Los microchips o arrays de ADN son una serie de sondas de ADN unidas a un soporte
soélido en una disposicion regular y prefijada. El acido nucleico diana puede ser ADN
o ARN y previamente a la hibridacion debe ser marcado con una sustancia
fluorescente o radiactiva (Doménech-Sanchez & Vila, 2004). La principal ventaja con
respecto a otras técnicas de biologia molecular, como la reaccion en cadena de la
polimerasa, es que permite que las muestras de ADN sean examinadas
simultdneamente por un gran numero de sondas, que pueden derivarse de un
segmento genético polimérfico y/o de diferentes regiones gendmicas (Sachse et al.,
2009).
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Las posibilidades de deteccion rapida y especifica de Chlamydia spp. han mejorado
considerablemente desde la introduccién de métodos moleculares, en particular la
PCR. Este método permite la diferenciacion basada en ADN entre especies
individuales y la identificacion directa del agente a partir de muestras clinicas (Sachse
et al., 2009). La PCR presenta la ventaja de ofrecer resultados en un corto periodo de
tiempo, permite la genotipificaciéon, y se encuentra disponible en numerosos
laboratorios (Balsamo et al., 2017; Santos et al., 2023). A su vez, las técnicas de PCR
han reemplazado al aislamiento debido al menor riesgo que supone para el personal
de laboratorio y por su mayor sensibilidad (OMSA, 2018). Cabe destacar que,
mientras la PCR convencional solo puede confirmar la presencia o ausencia de un
patogeno determinado, la PCR en tiempo real permite ademas cuantificar el agente
presente en la muestra. Otra ventaja es que la PCR en tiempo real no requiere
manipulacion de la muestra luego de realizada la técnica, lo que evita la posible
contaminaciéon del producto de PCR y permite ensayos mas rapidos y de alto
rendimiento (Sachse et al., 2009).

La OMSA (2018) recomienda una estrategia diagnostica para C. psittaci con un
enfoque jerarquico, el cual implica un primer procesamiento de las muestras mediante
una PCR especifica de género, seguido de una PCR para C. psittaci. Dicho enfoque
puede permitir la deteccion de otras especies de Chlamydia circulantes en aves (Soon
et al., 2025).

Segun Soon et al. (2025) las secuencias mas utilizados para el diagnostico de C.
psittaci son ompA (proteina principal de membrana externa), ompB (proteina principal
de membrana externa B), pmp (proteina putativa de membrana externa), rnpB (gen
de ARN RNasa P), incA (proteina de membrana de inclusion), ITS, Cpsit 0607
(proteina A hipotética), ARNr 16S, ARNr 23S e IGS-23S ARNr (espaciador intergénico
ARNr 16S-ARNr 23S junto con el dominio | del ARNr 23S). Dentro de ellos, ompA es
el gen mas utilizado cuando el diagnostico se realiza mediante una sola secuencia
objetivo. La combinacién mas comun con dos genes de deteccion es ARNr 23S y
ompA, y con tres genes de deteccion es ARNr 16S, ARNr 23S y ompA (Soon et al.,
2025).

El gen ompA codifica la proteina principal de membrana externa (MOMP) y contiene
cuatro dominios variables (VD), cada uno delimitado por regiones conservadas.
Mientras que las regiones conservadas contienen los determinantes antigénicos
especificos de género y especie, los segmentos especificos de serovar se localizan
en los dominios variables, principalmente VD2 y VD4. Esta estructura primaria
heterogénea convierte al gen ompA en una diana ideal para la PCR diagnéstica, asi
como para ensayos de diferenciacion intraespecie (Sachse et al., 2009).

4.3. Diagnéstico en humanos

El diagnéstico de la psitacosis humana se basa principalmente en una combinacion
de la historia clinica del paciente, pruebas seroldgicas, pruebas de amplificaciéon de
acido nucleico y técnicas de imagen, como la radiografia de térax o tomografia
computarizada (Khadka et al., 2022). A nivel mundial, la psitacosis se ha
diagnosticado con mayor frecuencia mediante serologia. Sin embargo, las pruebas

21



serologicas de C. psittaci muestran reaccion cruzada con otras especies de clamidias,
por lo que su especificidad es variable (Balsamo et al., 2017; Rybarczyk et al., 2020;
Wong et al., 1994). Por su parte, el uso de las pruebas de amplificacién de acido
nucleico para el diagndstico de psitacosis ha ido en aumento debido a que su
sensibilidad y especificidad son mayores que la serologia en la fase aguda de la
enfermedad y permiten una rapida identificacién del agente (Rybarczyk et al., 2020).
Es por esto que uno de los métodos de diagndstico mas utilizado consiste en combinar
pruebas serologicas con pruebas de amplificacion del acido nucleico (Hogerwerf et
al., 2020; Nieuwenhuizen et al., 2018).

4.4. Tratamiento

El tratamiento de la clamidiosis aviar se ha mantenido incambiado a lo largo de los
anos y consiste en la terapia antimicrobiana. Los antibiéticos de eleccion son algunos
de los pertenecientes a la familia de las tetraciclinas (doxiciclina, clortetraciclina,
oxitetraciclina) y de las fluoroquinolonas (enrofloxacina), aunque algunos paises han
prohibido el uso de este ultimo en aves de corral debido al riesgo de generar
resistencia antimicrobiana en familias de antibiéticos que son de uso humano
(Vanrompay, 2020). El tratamiento habitualmente se realiza durante periodos
prolongados que van desde los 21-45 dias (Ravichandran et al., 2021). EI mismo
puede ser administrado via oral (con el alimento o agua de bebida) o parenteral
(subcutaneo o intramuscular) (Flammer, 1989).

Al igual que en las aves, el tratamiento en humanos consiste en la terapia
antimicrobiana, aunque se deben tener en cuenta algunas consideraciones. Las
tetraciclinas son las drogas de eleccion, pudiendo administrarse via oral para los
casos de infecciones moderadas y via intravenosa en los casos de infecciones
severas (Balsamo et al., 2017). Como alternativa pueden utilizarse las
fluoroquinolonas como la moxifloxacina o levofloxacina (Shi et al., 2021). En el caso
de mujeres embarazadas y nifios las mismas estan contraindicadas, cuya alternativa
es el uso de los macrolidos como la eritromicina o azitromicina (Ravichandran et al.,
2021; Stewardson & Grayson., 2010). Segun Rybarczyk y colaboradores (2020), con
un tratamiento antibiético adecuado, el porcentaje de muerte por infeccion por C.
psittaci es inferior al 1%, aumentando hasta un 10-20% en aquellas infecciones sin
tratamiento.

Se puede esperar una respuesta al tratamiento en 1 o 2 dias, pero el mismo debe
continuarse durante al menos 14 dias (Rybarczyk et al., 2020).

4.5. Control y prevencion

Para prevenir la transmision de C. psittaci, se recomiendan una serie de acciones que
pueden ser Utiles para individuos con mayor riesgo de contraer la enfermedad como
aquellos que permanecen en contacto directo con aves, ya sean, médicos
veterinarios, trabajadores de la industria avicola, empleados de tiendas de mascotas,
zoolégicos, centros de recepcidn de fauna silvestre y propietarios de aves de
compainiia (Hulin et al., 2015; Sheleby-Elias et al., 2013).
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Balsamo y colaboradores (2017) publicaron un compendio con recomendaciones
especificas para el control de la infeccién por Chlamydia psittaci. Dichas medidas
incluyen: (1) realizar una cuarentena minima de 30 dias a las aves recién adquiridas
o expuestas, y mantener el aislamiento fisico respecto de aquellas enfermas; (2)
utilizar desinfectantes en todas las superficies, dado que C. psittaci es sensible a
numerosos desinfectantes y detergentes, aunque presenta resistencia a acidos y
alcalis. Su infectividad se inactiva rapidamente mediante la exposicion a compuestos
de amonio cuaternario y disolventes lipidicos como el cloruro de benzalconio, la
solucion de yodo alcohdlico y el etanol al 70%, o el perdxido de hidrégeno al 3%
(Vanrompay, 2020); (3) promover la educacion de las personas en riesgo y de los
profesionales sobre la enfermedad; (4) reducir el riesgo de infeccibn en humanos
durante el manejo de aves enfermas o expuestas mediante el uso de elementos de
proteccion personal (tapabocas, guantes, mameluco, gafas y cubrezapatos); (5) evitar
la mezcla de aves de distintos origenes; (6) realizar pruebas diagnésticas en aves que
mantienen contacto frecuente con la poblacion; (7) conservar registros precisos de
todos los movimientos de aves durante al menos un afo, a fin de facilitar la
identificacion de posibles fuentes de infeccion y personas expuestas; (8) adoptar
practicas preventivas adecuadas en la cria y manejo de aves para minimizar el riesgo
de transmision; y finalmente, (9) abstenerse de adquirir o comercializar aves que
presenten signos compatibles con clamidiosis aviar.

Por otra parte, si bien la vacunacion es una de las practicas mas utilizadas como
medida preventiva de enfermedades infecciosas, actualmente no existe una vacuna
comercial para aves contra C. psittaci. Sin embargo, el desarrollo de una vacuna
eficaz continua siendo una linea activa de trabajo en diversos grupos de investigacion
(Balsamo et al., 2017; Ravichandran et al., 2021; Vanrompay, 2020).

4.6. Situacién epidemioldgica

La psitacosis es una enfermedad zoondtica reconocida desde hace mas de un siglo.
Su primer registro se remonta a 1879, cuando Ritter, un médico suizo, describié un
brote de neumonia atipica en siete personas tras la exposicion a aves tropicales
(Harkinezhad et al., 2009). Afios mas tarde, durante el invierno de 1929-1930, se
produjo una pandemia de psitacosis humana en Estados Unidos y Europa, atribuida
a la importacion de loros amazonicos (Amazona aestiva) provenientes de Argentina
(Harkinezhad et al., 2009; Macfarlane & Macrae, 1983). Desde entonces se han
reportado casos de psitacosis humana asociada a contacto con psitacidos, aves
silvestres, patos, pavos, gallinas y palomas en diversos paises como Argentina
(Cadario et al., 2017), Francia (Laroucau et al., 2009), Alemania (Gaede et al., 2008),
Bélgica (Verminnen et al., 2008), Suecia (Rehn et al., 2013) y Japon (Kaibu et al.,
2006; Matsui et al., 2008), entre otros.

En la region, los reportes de psitacosis humana son escasos; sin embargo, esto no
refleja necesariamente una baja incidencia. Esta situacién se debe, por un lado, a que
en muchos paises la enfermedad no es de notificacion obligatoria ante las autoridades
sanitarias, y por otro, al frecuente subdiagnéstico que presenta (Harkinezhad et al.,
2009; Stokes et al., 2021).
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En Argentina, donde si se exige su notificacion, se registraron 194 casos entre 2020
y 2024, de los cuales 32 fueron confirmados. En el transcurso de 2025, se notificaron
520 casos, confirmandose 99 de ellos (Ministerio de Salud de Argentina, 2025). En
Brasil, por su parte, no existen reportes oficiales centralizados sobre la prevalencia
de Chlamydia psittaci en humanos, pero si hay estudios que demuestran su
circulacién en aves del pais (Santos et al., 2014; Vilela et al., 2019).

En cuanto a la situacion en Uruguay, se han registrado casos humanos en los ultimos
anos (Diaz et al., 1995); sin embargo, estos no figuran oficialmente debido a que la
enfermedad no es de denuncia obligatoria ante el Ministerio de Salud Publica (MSP).
En marzo de 2022 se reportd en la prensa local un caso de psitacosis en la ciudad de
Salto, y previamente, en 2018, el MSP emitié un comunicado alertando a la poblacion
por “un incremento de casos de una enfermedad denominada psitacosis” (Ministerio
de Salud Publica, 2018). Si bien el numero de reportes en humanos no ha sido
elevado, la enfermedad continua registrandose de forma persistente afo tras afo.
Con el propdsito de estudiar la presencia de la bacteria en las aves, se han llevado a
cabo en la ultima década diversos estudios en busca de C. psittaci. En la Tabla 1 se
muestran diversos reportes de ocurrencia mundial de C. psittaci en aves psitacidas.
Las ocurrencias reportadas mostraron una gran variabilidad: desde un 81,8% en
psitacidos de un centro de recepcion de fauna silvestre en Colombia (Ruiz-Laiton et
al., 2022), 71.6% en loros amazdnicos en un centro de rehabilitacion de vida silvestre
en Minas Gerais, Brasil (Vilela et al., 2019); hasta un 21,1% en psitacidos mascota en
Buenos Aires, Argentina (Origlia et al., 2019), un 10,6% en aves psitacidas vendidas
en tiendas de mascotas en Salvador de Bahia, Brasil (Santos et al., 2014) y 3,4% en
aves de clinicas veterinarias de las ciudades de San José y Heredia, Costa Rica
(Sheleby-Elias et al., 2013).

En lo que respecta a Uruguay, los estudios sobre C. psittaci son escasos. Se
desconoce la prevalencia de la bacteria en psitacidos del pais, a pesar de figurar en
la lista de enfermedades de animales de denuncia obligatoria ante el Ministerio de
Ganaderia Agricultura y Pesca (MGAP) (Ministerio de Ganaderia, Agriculturay Pesca,
2024). El primer diagnostico de clamidiosis aviar en Uruguay fue realizado por
Caffarenay su equipo en el afio 1986 en un ejemplar de Myiopsitta monachus (cotorra
argentina) en base a la presencia de sintomas, patologia y estudios histopatologicos
en parénquima hepatico (Caffarena, 1987). Por otra parte, en 1997 se llevé a cabo un
estudio seroldgico de C. psittaci en ovinos observandose que 3 de 107 ovejas
procedentes de 7 establecimientos de 6 departamentos del Uruguay presentaron
titulos de anticuerpos compatibles con la infeccion a C. psittaci (Freyre et al., 1997).
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Tabla 1. Ocurrencia de C. psittaci en aves psitacidas a nivel mundial.

Pais Técnica diagnéstica Ocurrencia (%) Referencia

Colombia  PCR convencional 81.8 (144/176) Ruiz et al., 2022

EE.UU. TC 75 (45/60) Panigrahy et al., 1978
Brasil PCR convencional 71.6 (152/212) Vilela et al., 2019

Egipto PCR convencional 52.5 (63/120) Tolba et al., 2019

Brasil PCR 40 (4/10) de Freitas Raso et al., 2004
Brasil PCR convencional 37 (22/59) Santos et al., 2023

Brasil IFD 35.8 (34/95) de Freitas Raso et al., 2002
Argentina  gPCR 21.1 (19/90) Origlia et al., 2019

EE.UU. Cultivo 20 (58/287) Schwartz & Fraser, 1982
China gPCR 19.9 (27/136) Feng et al., 2017

Brasil PCR semi-anidada 18.2 (14/77) de Freitas Raso et al., 2006
Brasil PCR semi-anidada 10.6 (33/311) Santos et al., 2014

Polonia PCR convencional 10.3 (16/156) Piasecki et al., 2012

Costa Rica PCR anidada 3.4 (41117) Sheleby-Elias et al., 2013
Eslovenia gPCR 2.4 (3/125) Marhold et al., 2012

Peru FC 0.1 (2/2407) Karesh et al., 1997

Nota. FC = fijacion del complemento; IFD = inmunofluorescencia directa; TC = tincion
citolégica; qPCR = reaccién en cadena de la polimerasa cuantitativa. Adaptado de

Ruiz-Laiton, 2020; Sukon et al., 2021.
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5. HIPOTESIS

Existe circulacion de Chlamydia psittaci en aves psitacidas dentro del territorio
uruguayo. Dicha circulacion puede ser detectada a partir de hisopados cloacales,

hisopados orofaringeos y materia fecal mediante la amplificacion del gen ompA con
PCR convencional.
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6. OBJETIVOS

6.1. Objetivo general

Estandarizar e implementar una técnica de reaccion en cadena de la polimerasa
(PCR) para la deteccion de Chlamydia psittaci, y aplicarla al analisis de muestras
biolégicas de aves en distintas condiciones de cautiverio.

6.2. Objetivos especificos
1. Estandarizar la amplificacion del gen ompA Chlamydia psittaci mediante
la técnica de PCR, utilizando ADN gendmico control como referencia.

2. Obtener muestras de hisopado cloacal, orofaringeo y de materia fecal de
aves pertenecientes a la familia Psittacidae residentes de bioparques, aves
custodiadas por el Ministerio de Ambiente, y aves atendidas en la Policlinica de Fauna
Silvestre y Mascotas No Tradicionales de la Facultad de Veterinaria.

3. Extraer ADN gendmico de calidad a partir de dichas muestras.

4. Comprobar la utilidad de la técnica de PCR para detectar Chlamydia
psittaci a partir del ADN gendmico obtenido de las muestras.
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7. METODOLOGIA

7.1. Aspectos éticos

El presente trabajo contempld lo estipulado en la Ley N° 18.611 de 2009 y se realizd
con el aval de la Comisién de Etica en el Uso de Animales (CEUA), bajo el protocolo
N° 1785.

7.2. Poblacién de estudio

Se obtuvieron un total de 77 muestras provenientes de aves de la familia Psittacidae
mantenidas en distintos contextos de cautiverio, recolectadas entre los afios 2022 y
2024. De la totalidad de muestras, 19 correspondieron a aves de compafia atendidas
en la Policlinica de Fauna Silvestre y Mascotas No Tradicionales de la Facultad de
Veterinaria de la Universidad de la Republica, 20 a ejemplares alojados en el
Zoologico de Villa Dolores del Sistema Departamental de Zoolégicos de Montevideo
(SDZM), 4 a aves residentes del Parque Nacional Santa Teresa y 34 a aves
decomisadas por el Ministerio de Ambiente (MA) de trafico ilegal de fauna.

7.3. Toma de muestras

La toma de muestras de hisopados cloacales e hisopados orofaringeos se realizé
mediante una inmovilizacion fisica de las aves, posterior a su captura, siguiendo las
recomendaciones de Fowler (2008). Los individuos fueron capturados y sujetados por
la cabeza y extremidades posteriores, extendiendo el procedimiento el minimo tiempo
necesario de manera de minimizar el estrés. Para la obtencion del hisopado cloacal,
la cloaca fue expuesta y se introdujo un hisopo estéril, previamente humedecido en
solucion salina tamponada con fosfato (PBS) 1X, mediante movimientos rotatorios
suaves. En el caso del hisopado orofaringeo, se mantuvo el pico abierto mediante
técnicas manuales y se introdujo el hisopo humedo en la cavidad orofaringea,
asegurando el contacto con la mucosa.

Las muestras de material fecal fueron obtenidas del recinto individual o colectivo de
los ejemplares, segun correspondiera, sin necesidad de manipulacién del animal. En
todos los casos, la persona encargada de la toma de muestras utilizé equipo de
proteccion personal (EPP), que consistié en guantes, mascarilla y tunica, durante el
manejo del ave y la recoleccion de la muestra.

Una vez obtenida la muestra, los hisopos y la materia fecal fueron colocados en tubos
Eppendorf con medio de transporte PBS 1X, debidamente identificados. Todas las
muestras fueron almacenadas a -20°C hasta su procesamiento.

7.4. Estandarizacion de la PCR convencional para la identificaciéon de
Chlamydiaceae

Inicialmente se procuré la estandarizacién de la PCR que identifica a los géneros
pertenecientes a la familia Chlamydiaceae. Para ello se utilizaron como controles
positivos ADNg de C. psittaci y ADNg de Chlamydia abortus, ambos cedidos por la
Agence Nationale de Sécurité Sanitaire de |'Alimentation, de I'Environnement et du
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Travalil (Francia). Se emplearon los cebadores FW (5°-
GAAAAGAACCCTTGTTAAGGGAG-3") y RV (5°-
CTTAACTCCCTGGCTCATCATG-3") descriptos por Everett et al., (1999), los cuales
amplifican un fragmento de 132 pb del gen ARNr 23S y son especificos para
Chlamydiaceae. Para la reacciéon de PCR se utilizaron 12,5 uyL de Master Mix
(NZYtech), 1,25 uL de cada cebador [0,5 uM], 9 yL de agua y 1 yL de ADN gendmico,
para un volumen final de 25 uL. La amplificacién se llevé a cabo en el termociclador
Bio-Rad (C1000 touch cycler; Hercules, CA, EE.UU.) utilizando el siguiente ciclado:
desnaturalizacion inicial a 98°C durante 30 segundos, seguido de 35 ciclos de
desnaturalizacion a 98°C durante 10 segundos, hibridacion a 63.3°C durante 30
segundos y extension a 72°C durante 10 segundos, terminando con una extension
final a 72°C por 5 minutos.

Los productos de PCR se visualizaron mediante electroforesis en gel de agarosa (2%)
con buffer TAE 1X, tefidos con GoodView™ (Beijing SBS Genetech Co., Ltd), a 100
V durante 23 minutos. Como marcador de peso molecular se utilizé HyperLadder™
100 pb (Bioline).

7.5. Estandarizacién de la PCR convencional para la identificacion de Chlamydia
psittaci mediante el gen ompA

El siguiente paso fue la estandarizacion de la PCR que identifica a C. psittaci mediante
la amplificacion de un fragmento del gen ompA. Para esto se utilizé el ADNg de C.
psittaci y ADNg de C. abortus mencionados anteriormente. Debido al alto porcentaje
de identidad que presentan estas especies en este gen, se empleo el cebador ompA-
F (5-ATGAAAAAGAAATACCTAAGCG-3’), conservado para ambas especies, y los
cebadores ompA-RPsi (5-CCCTCTATGTACAGTGTCAT-3’) especifico para C.
psittaci y ompA-RAbo (5-CCCTCTATATACAGTGTTGC-3’) especifico para C.
abortus, todos ellos descriptos por Ruiz-Laiton et al., (2022).

En la PCR que identifica a Chlamydia psittaci se utiliz6 como control positivo ADNg de
C. psittaci y como control negativo ADNg de C. abortus. Por otra parte, para la PCR
que identifica a C. abortus se utilizé como control positivo ADNg de C. abortusy control
negativo ADNg de C. psittaci. En ambos casos el amplicon esperado fue de 365 pb,
identificado como C. psittaci o C. abortus dependiendo de los cebadores. En ambas
PCR se utilizé un control negativo de reaccion (NTC).

El objetivo principal de la puesta a punto de la PCR es optimizar las condiciones de la
reaccion para obtener una amplificacién especifica y eficiente del ADN de Chlamydia
psittaci. Se utiliz6 como guia el protocolo de la PCR descrito por Ruiz-Laiton et al.
(2022), con algunas modificaciones, empleando 12,5 uL de Master Mix (NZYtech),
1,25 pL de cada cebador [0,5 pM], 8 uL de agua y 2 uL de ADN gendmico, para un
volumen final de 25 pL. La amplificacion se llevo a cabo en el termociclador Bio-Rad
(C1000 touch cycler; Hercules, CA, EE.UU.). Para su estandarizacion se realizd un
gradiente de temperatura entre 53°C a 68.1°C en la etapa de hibridacion de los
cebadores. El ciclado consistio en una desnaturalizacion inicial a 98°C durante 30
segundos, seguidos de 35 ciclos de desnaturalizacion a 98°C durante 10 segundos,
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hibridacién a 59°C durante 30 segundos y extension a 72°C durante 20 segundos,
terminando con una extension final a 72°C por 10 minutos.

Los fragmentos amplificados fueron sometidos a electroforesis en gel de agarosa (2%)
con buffer TAE 1X, tefiido con GoodView™ (SBS Genetech Co., Ltd), a 100 V durante
23 minutos. Como marcador de peso molecular se utilizé HyperLadder™ 100 pb
(Bioline).

7.6. Extraccion de ADN

Previamente al procesamiento por PCR de las muestras obtenidas se realizé la
extraccion del ADN, empleando el kit comercial Quick-DNA Miniprep D3025 Zymo
Research, siguiendo las indicaciones del fabricante. Todas las muestras fueron
inicialmente inactivadas en el flujo laminar (cabina de bioseguridad clase Il) mediante
el agregado de 400 ul del buffer de lisis a 100 ul de cada una de ellas. Luego fueron
homogeneizadas utilizando el agitador Vortex (FlexVortex2 Loccus) durante 4-6
segundos y se dejaron reposar 5-10 minutos a temperatura ambiente. Transcurrido
este tiempo, se transfirié la mezcla a una columna Zymo-Spin™ [ICR dentro de un
tubo colector y se centrifugé a = 10,000 x g por un minuto. El tubo colector fue
descartado con el contenido. La columna Zymo-Spin™ |ICR fue transferida a un nuevo
tubo colector y se adicionaron 200 pl de solucion buffer de pre-lavado de ADN y se
centrifugd a = 10,000 x g por un minuto. Posteriormente se agregaron 500 pl de buffer
de lavado de ADNg a la columna y se centrifugé a = 10,000 x g por un minuto. El ultimo
paso consistio en transferir la columna a un tubo de microcentrifuga y agregar = 50 pl
de buffer de elucion de ADN. Se incubd 2-5 minutos a temperatura ambiente y se
centrifugd a 10,000 x g por 30 segundos para eluir el ADN.

El ADN genomico se cuantifico6 empleando el espectrofotometro NanoDropTMOne
(Thermo Scientific ™), mediante la relacion de absorbancia 260/280 y la concentracion
de ADN medida en ng/pl. Los extractos de ADN fueron conservados a -20°C hasta su
utilizacioén.

7.7. Procesamiento de muestras mediante PCR

Las 77 muestras obtenidas fueron procesadas para evaluar mediante PCR la
presencia o ausencia de C. psittaci. Para ello se realizd la extraccion de ADN
genomico y posterior PCR para deteccidén del gen ompA especifico de C. psittaci,
como se describié anteriormente. Las muestras con un amplicén de 365 pb fueron
consideradas positivas para C. psittaci.

7.8. Secuenciacion

Fueron seleccionados 5 productos de PCR de muestras positivas a la deteccion del
gen ompA especifico de C. psittaci y enviados a Macrogen (Corea) para su
secuenciacion, de manera de confirmar su identidad.
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7.9. Analisis filogenético de Chlamydia psittaci basado en el gen ompA

Se realizaron analisis filogenéticos basados en la secuencia del gen ompA que
codifica para la proteina principal de la membrana externa (MOMP), utilizando un
amplicén de 365pb (Ruiz-Laiton et al., 2022). Varios estudios han demostrado que
este gen posee gran variabilidad, siendo un adecuado marcador para clasificar los
genotipos de C. psittaci (Frutos et al., 2015, Longbottom & Coulter, 2003; Sachse,
Laroucau et al., 2015). Para ello se utilizaron un total de 29 secuencias, de las cuales
5 correspondieron a muestras positivas a Chlamydia psittaci y 24 fueron secuencias
de referencia recuperadas de GenBank (Anexo |), representativas de cada genotipo.
Las secuencias fueron alineadas utilizando el programa MUSCLE (Multiple Sequence
Comparison by Log-Expectation), que permite generar alineamientos multiples de alta
precision y rendimiento (Edgar, 2004). Finalmente, se construyé un arbol filogenético
utilizando el método de maxima verosimilitud, con un analisis de bootstrapping basado
en 1000 réplicas para evaluar la robustez de las ramas filogenéticas
(https://www.ebi.ac.uk/ Tools/; European Bioinformatics Institute, 2024).
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8. RESULTADOS

8.1. PCR convencional para la identificacion de Chlamydiaceae

En cuanto a la estandarizacion de la PCR que identifica a los géneros pertenecientes
a la familia Chlamydiaceae, se obtuvo una correcta amplificacién del gen ARNr 23S
para ambos ADN, observandose los dos fragmentos de 132 pb (Figura 5).

Figura 5. Electroforesis en gel de agarosa (2%) de los productos de PCR para
detectar géneros de la familia Chlamydiaceae. (1) ADN de Chlamydia psittaci; (2)
ADN de Chlamydia abortus; (3) control negativo; MPM: marcador de peso molecular
(100 pb).

8.2. PCR convencional para la identificacion de Chlamydia psittaci mediante el
gen ompA

Utilizando los cebadores descriptos por Ruiz-Laiton et al., (2022) para cada especie y
bajo las condiciones detalladas previamente se logré amplificar correctamente el
fragmento del gen ompA a partir de los ADNg de C. psittaciy C. abortus, observandose
el amplicén esperado de 365 pb (Figura 6).

Figura 6. Electroforesis en gel de agarosa (2%) de los productos de PCR para
detectar el gen ompA. Los carriles 1, 2 y 3 corresponden a los productos de
amplificacion de la PCR para detectar el gen ompA con los cebadores especificos
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para C. psittaci. (1) control positivo: ADN de C. psittaci; (2) control negativo: ADN de
C. abortus; (3) control negativo de reaccion; (4) sin muestra. Los carriles 5, 6y 7
corresponden a los productos de PCR para detectar el gen ompA con los cebadores
especificos de C. abortus. (5) control negativo: ADN de C. psittaci; (6) control positivo:
ADN de C. abortus; (7) control negativo de reaccion. MPM: marcador de peso
molecular (100 pb).

8.3. Muestras obtenidas y procesamiento por PCR para detectar Chlamydia
psittaci

Se obtuvieron un total de 77 muestras, todas de aves pertenecientes a la familia
Psittacidae. Del conjunto, 19 de ellas correspondieron a aves de compania, de las
cuales 3 pertenecian a la especie Amazona aestiva, 2 al género Ara spp y 14 a
individuos de la especie Myiopsitta monachus. Las 20 muestras provenientes del
Zoologico de Villa Dolores correspondieron a ejemplares de la especie A. aestiva. En
el Parque Nacional Santa Teresa se obtuvieron 4 muestras, pertenecientes a 3
ejemplares de la especie A. aestivay 1 del género Ara sp. Finalmente, se recolectaron
34 muestras de aves decomisadas por el Ministerio de Ambiente: 25 de la especie A.
aestiva, 1 identificado como Amazona sp y 8 del género Ara spp (Tabla 2).

Tabla 2. Distribucion de los géneros/especies de los ejemplares muestreados
segun su origen.

Origen / Géneroo Amazona Myiopsitta N° total de

Amazonasp Araspp

especie aestiva monachus muestras
Aves de compaiiia’ 3 0 2 14 19
Zooloégico de
Villa Dolores 20 0 0 0 20
Parque Nacional
Santa Teresa E ! L ! “
Decomiso? 25 1 8 0 34
N® total de 51 1 11 14 77
muestras

'Aves de compaiiia atendidas en la Policlinica de Fauna Silvestre y Mascotas No
Tradicionales de la Facultad de Veterinaria de la Universidad de la Republica.
2Aves decomisadas por el Ministerio de Ambiente.

Se recolectaron muestras de hisopado cloacal, hisopado orofaringeo y de materia
fecal, a las cuales se les realiz6 la extraccion de ADN segun lo especificado en la
seccion de metodologia. Se obtuvieron 19 muestras de aves de compaiia, de las
cuales 18 correspondieron a hisopados cloacales y 1 muestra de materia fecal
individual. De las aves del Zoolégico de Villa Dolores se obtuvieron 17 hisopados
cloacales, 1 muestra de materia fecal proveniente de un recinto individual, y 2
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muestras de materia fecal de recintos en los que habia mas de un individuo de la
misma especie (colectivos), sumando un total de 20 muestras. Las 4 muestras
provenientes del Parque Nacional Santa Teresa fueron hisopados cloacales. Por
ultimo, de las 34 muestras procedentes de decomiso por el Ministerio de Ambiente, se
obtuvieron 27 hisopados cloacales, 5 hisopados orofaringeos y 2 muestras de materia
fecal (ambas de recintos colectivos) (Tabla 3).

EI ADN de Chlamydia psittaci se detecté en 12 de las 77 muestras procesadas (15.6%)
(Figura 7). De las muestras positivas, 9/12 correspondieron a aves decomisadas por
el Ministerio de Ambiente, todas ellas pertenecientes a la especie Amazona aestiva.
De estos 9 positivos, 8 fueron hisopados cloacales y una muestra de materia fecal.
Las 3 muestras restantes (3/12) correspondieron a hisopados cloacales de individuos
mantenidos como mascotas en residencias particulares, pertenecientes a la especie
Myiopsitta monachus (Tabla 3).

Tabla 3. Deteccion de Chlamydia psittaci mediante PCR de las muestras
obtenidas segun el tipo de muestra y el origen de las aves.

. N° de . C. psittaci no C. psittaci
Origen muestras Tipo de muestra detectada detectada
Aves de compaiiia’ 19 Hisopado cloacal 15 3
Materia fecal 1 0
Zoolégico de .
Villa Dolores 20 Hisopado cloacal 17 0
Materia fecal 3 0
Parque Nacional .
Santa Teresa 4 Hisopado cloacal 4 0
Decomiso? 34 Hisopado cloacal 19 8
Hisopado orofaringeo 5 0
Materia fecal 1 1
Total 77 65 12

'Aves de compaiiia atendidas en la Policlinica de Fauna Silvestre y Mascotas No Tradicionales de la Facultad de
Veterinaria de la Universidad de la Republica.
2Aves decomisadas por el Ministerio de Ambiente.
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Figura 7. Electroforesis en gel de agarosa (2%) de los productos de PCR para
detectar C. psittaci mediante el gen ompA. Se presenta una corrida electroforética
de 10 muestras procesadas. (1) (2) (3) (4) (6) (7) (9) muestras negativas a C. psittaci,
(5) (8) (10) muestras positivas a C. psittaci; (11) control negativo; (12) control positivo.
MPM: marcador de peso molecular (100 pb).

8.4. Secuenciacioén

Una vez obtenidas las secuencias de nucleétidos de los productos de PCR positivos
enviados a Macrogen, estas fueron alineadas mediante la herramienta BLAST
(https://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi), confirmando su identidad como Chlamydia
psittaci.

8.5. Analisis filogenético de Chlamydia psittaci basado en el gen ompA

El analisis revela que las muestras 2C, 13C, 17C y 20C conforman un clado bien
definido, indicando una estrecha relacién evolutiva y una probable pertenencia al
genotipo A, representado también por las secuencias de referencia AY762608.1,
OR227495.1, OR227492.1, OR227491.1 y OR227488.1.

En contraste, la muestra 5C se agrupa en un clado separado, mostrando mayor
distancia genética y una similitud con el genotipo B, junto con referencias como
OR227496.1 y OR227483.1.

Ademas, otras secuencias de referencia que representan diferentes genotipos como
C, D, E, F y WC se agrupan en clados independientes, lo que confirma la diversidad
genética del conjunto analizado.

El arbol proporciona evidencia sélida para la clasificacion genotipica de las muestras
basandose en su proximidad filogenética a secuencias de referencia, apoyando el uso
del gen ompA para estudios moleculares y epidemiolégicos de Chlamydia.
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Figura 8. Arbol filogenético construido a partir del gen ompA. Cepas locales (5C,
17C, 13C, 2C, 20C). Construccion mediante EMBL-EBI Job Dispatcher sequence

analysis tools.
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9. DISCUSION

La presencia de Chlamydia psittaci en aves psitacidas constituye un desafio relevante
para la salud animal y humana. Esto es especialmente importante en contextos donde
el comercio ilegal de fauna silvestre, la tenencia de psitacidos autdéctonos y exéticos
como animales de compaiia, y las actividades de atencién y recuperacion de
animales rescatados convergen, generando ambientes propicios para la circulacion y
eventual transmision zoondtica del agente.

En este estudio se analizaron 77 muestras provenientes de aves psitacidas, de las
cuales 12 resultaron positivas a Chlamydia psittaci (15.6%). Este hallazgo confirma la
circulacién del agente en el pais y constituye un antecedente relevante, dado que
hasta el momento no existian registros de diagndstico molecular de la bacteria en
aves a nivel nacional. La deteccion de C. psittaci en este conjunto de muestras revela
que la infeccion ha pasado probablemente desapercibida durante afios. Esto sucede
en un contexto donde la vigilancia de fauna silvestre no es sistematica y la psitacosis
no suele incluirse de forma rutinaria en el diagnéstico diferencial en humanos,
fendbmeno que esta ampliamente descrito en otros paises y se asocia al
subdiagnéstico de la psitacosis (Harkinezhad et al., 2009; Rybarczyk et al., 2020).

La mayoria de los individuos positivos correspondié a aves incautadas (9/12),
resultado que era esperable considerando que las condiciones de hacinamiento,
estrés y contacto estrecho entre ejemplares favorecen la transmisién del agente. En
contraste, las tres muestras restantes (3/12) pertenecian a aves mantenidas como
mascotas. Este aspecto cobra particular relevancia desde el punto de vista de la salud
publica, dado que la psitacosis es una zoonosis capaz de generar cuadros
respiratorios graves, incluyendo neumonia (Knittler & Sachse, 2015; Rybarczyk et al.,
2020). Por ejemplo, Favier y colaboradores (2024) encontraron un 28,6% de
positividad en trabajadores de reservas de Buenos Aires, que mantuvieron contacto
con aves portadoras de Chlamydia psittaci. Durante uno de los operativos de
incautacion de aves de trafico vinculados a este trabajo, algunos de los trabajadores
presentaron sintomatologia respiratoria compatible con la enfermedad. Asimismo,
uno de los ejemplares mantenidos como mascota, una Myiopsitta monachus sin
signos clinicos compatibles con clamidiosis aviar, pertenecia a una persona que cursé
un cuadro de neumonia compatible con psitacosis, lo que refuerza la posible relaciéon
entre la infeccién en aves y su transmision al ser humano y subraya nuevamente el
potencial zoondtico de C. psittaci y la necesidad de considerar esta enfermedad
dentro del diagndstico diferencial en Uruguay.

Este punto reviste especial importancia en Uruguay, donde el trafico ilegal de fauna
continda siendo una amenaza tanto para la conservacion de la biodiversidad como
para la salud publica: ademas del impacto directo sobre las poblaciones silvestres,
estas practicas pueden facilitar el movimiento de patdégenos entre regiones y
especies, aumentando el riesgo de introduccion o mantenimiento de zoonosis.
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Se trabajo exclusivamente con aves pertenecientes a la familia Psittacidae. Esta
decision respondio, por una parte, a la disponibilidad de ejemplares en el contexto
local dado su frecuente uso como mascota; y, por otra parte, a la relevancia de este
grupo como importante reservorio y fuente de infeccién de psitacosis para los
humanos (Bello de Vasconcelos et al., 2016; Stokes et al., 2021) debido a que la
infeccion por C. psittaci es particularmente comun en loros en cautiverio (orden
Psittaciformes), donde la prevalencia esta entre el 16% y el 81% (Stokes et al., 2021).
Dentro de las especies analizadas, Amazona aestiva tuvo una representacion
destacada, lo que probablemente refleje su alta frecuencia en el comercio y trafico
ilegal de fauna en la region.

Las muestras provinieron de tres origenes distintos: aves residentes de dos
bioparques (n = 24), aves provenientes de incautaciones (n = 34) y aves de compainia
(n = 19). Debido a que la seleccién de los lugares de muestreo dependid de la
disponibilidad de ejemplares en cada momento y no de un disefio sistematico, no es
posible establecer conclusiones soélidas en relacidn con la proporcion de animales
muestreados segun el origen o con respecto al periodo de tiempo.

En cuanto al tipo de muestra obtenida, se recolectaron 66 hisopados cloacales (HC),
5 hisopados orofaringeos (HOF) y 6 muestras de materia fecal (MF). Los hisopados
cloacales son el tipo de muestra mas utilizado en el diagndstico de C. psittaci (Soon
et al., 2025), debido a que el agente infecta el tracto gastrointestinal y una de las
principales vias de eliminacién es mediante las heces. Sin embargo, la materia fecal
como muestra suele presentar inhibidores que interfieren con la PCR (Sareyyupoglu
et al.,, 2007) y la excreciéon de la bacteria por este medio suele ser intermitente
(Harkinezhad et al., 2009; Rodriguez-Leo et al., 2017). En este sentido, Ruiz-Laiton y
colaboradores (2022) encontraron una probabilidad 8,15 veces mayor de detectar
Chlamydia psittaci en hisopados cloacales frente a materia fecal. A su vez, el hisopado
cloacal es una muestra de facil obtencién y poco invasiva, lo que representa una
ventaja practica con respecto a los hisopados orofaringeos. Probablemente, estas
caracteristicas expliquen la mayor proporcion de hisopados cloacales dentro del total
de muestras obtenidas.

Considerando los tres tipos de muestras analizadas, los hisopados cloacales fueron
los que presentaron la mayor proporcion de resultados positivos (11/66), frente a los
hisopados orofaringeos (0/5) y las muestras de materia fecal (1/6). Sin embargo, es
posible que algunos individuos con resultado negativo se encontraran en etapas
tempranas de la infeccién, antes del inicio de la eliminacién bacteriana por via cloacal
(Andersen, 1996; Ruiz-Laiton et al., 2020). En este sentido, Santos y colaboradores
(2023) observaron aves que resultaron positivas entre 11 a 24 dias después de haber
sido negativas en un primer muestreo mediante hisopados cloacales. Asimismo,
Andersen (1996) y Sheleby-Elias y colaboradores (2013) reportaron discrepancias en
la deteccidon de C. psittaci entre distintos tipos de muestras tomadas del mismo
individuo, lo que respalda la recomendacion de obtener mas de un tipo de muestra
por animal, preferiblemente de sistemas diferentes (Soon et al., 2025).
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Por otra parte, la fiabilidad de los hisopados puede verse comprometida por errores
en la técnica de muestreo, tales como la falta de contacto adecuado con la mucosa o
la obtencidn insuficiente de células epiteliales, lo que podria generar falsos negativos
(Corsaro & Greub, 2006; Soon et al., 2025). En este estudio se registrd un caso en el
que dos hisopados cloacales obtenidos simultaneamente del mismo ave arrojaron
resultados discordantes -uno de ellos siendo positivo a C. psittaci y el otro negativo-,
lo que refuerza esta posibilidad. De todas formas, las diferencias observadas entre
los distintos tipos de muestras deben interpretarse con cautela, dado el tamaro
muestral limitado y desigual de cada grupo.

En el presente trabajo se detectd la presencia de Chlamydia psittaci en aves
psitacidas en Uruguay, con una frecuencia del 15,6% (12/77). Si bien estos resultados
confirman la deteccion del agente en el pais, los valores obtenidos no representan
una estimacion de prevalencia debido a la ausencia de un disefio de muestreo
epidemiologico. Este valor es comparable al reportado por Madariaga et al. (2024) en
la ciudad de Buenos Aires, donde se detectd un 12,5% (69/550) de psitacidos
positivos mediante PCR anidada. De manera similar, Origlia y colaboradores (2019)
registraron una prevalencia del 21% (19/90) en psitacidos mantenidos como mascotas
en el noreste de la provincia de Buenos Aires, utilizando gPCR. En contraste, Frutos
et al. (2015) analizaron 793 aves de distintos 6rdenes en la ciudad de Cérdoba,
Argentina (505 de vida libre y 288 de cautiverio) y reportaron una prevalencia
considerablemente menor. Entre las 288 aves de cautiverio evaluadas, solo 3 (1%)
resultaron positivas, todas pertenecientes al orden Passeriformes y mantenidas en
residencias particulares. De estas 288 aves, 76 permanecian alojadas en zooldgicos
y ninguna presento infeccion por C. psittaci. Esto coincide con lo observado en nuestro
estudio, en el cual se evaluaron 24 muestras de aves mantenidas en bioparques sin
detectarse positivos. Si bien se podrian considerar factores como el tiempo de
residencia o las condiciones de manejo, es posible que las aves alojadas en
bioparques, al encontrarse habituadas a su entorno, compartiendo recintos con los
mismos ejemplares por un largo periodo de tiempo y no sometidas a estrés agudo,
tengan una menor probabilidad de encontrarse en fase de excrecion activa detectable
mediante técnicas moleculares.

Frutos y colaboradores (2015) tampoco detectaron la bacteria en ninguna de las 505
aves de vida libre analizadas. Las diferencias observadas entre estos resultados y los
de Madariaga et al. (2024) y Origlia et al. (2019) podrian reflejar el impacto de factores
epidemioldgicos vinculados al origen y manejo de las aves. Las poblaciones silvestres
suelen mostrar una menor circulacion de C. psittaci, mientras que las aves en
cautiverio, especialmente aquellas provenientes del trafico ilegal, presentan mayor
riesgo de infeccion debido al estrés, la densidad poblacional y las deficientes
condiciones sanitarias, que favorecen la diseminacion del agente y la excrecion del
mismo (Frutos et al., 2015; Vanrompay, 2020).

Por otra parte, estudios realizados en Brasil evidencian prevalencias mas elevadas.
Santos y colaboradores (2023) reportaron un 37% (22/59) de positividad en Amazona
aestiva provenientes de un centro de fauna que recibe animales del trafico ilegal,
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mientras que Vilela et al. (2019) hallaron una prevalencia del 71,6% en 212
ejemplares muertos de la misma especie, procedentes de un centro de rescate en
Minas Gerais. Estos resultados reflejan la alta circulacion del agente en aves
sometidas a condiciones de hacinamiento y estrés, y ponen de manifiesto el riesgo
zoonotico asociado al trafico y manejo de fauna silvestre. Las prevalencias reportadas
en los paises limitrofes adquieren especial relevancia para el contexto nacional, por
la proximidad geogréafica y el continuo flujo de aves silvestres a través de las fronteras,
factores que pueden favorecer la introduccion y diseminacion de C. psittaci en
Uruguay.

En el resto de Latinoamérica, los reportes son mas limitados. Ruiz-Laiton et al. (2022)
reportaron una prevalencia del 81,3% en aves psitacidas de un centro de recepcion
de fauna silvestre en Colombia, Rodriguez-Leo et al. (2017) informaron un 62% de
positividad en psitacidos de un zoolégico en Venezuela, mientras que Sheleby-Elias
y colaboradores (2013) reportaron un 3,4% en psitacidos en cautiverio en Costa Rica,
todos ellos mediante diagnéstico molecular. Aunque estos estudios confirman la
amplia distribucién de C. psittaci en la region, su numero sigue siendo escaso, lo que
refleja la necesidad de ampliar la vigilancia epidemiologica.

Estudios llevados a cabo a nivel internacional evidencian una amplia variabilidad en
las prevalencias de C. psittaci. En Corea, Lee et al. (2023) reportaron una elevada
circulacién del agente en psitacidos provenientes de zooldgicos, criaderos y cafés
tematicos, donde el 63.9% de las 263 muestras analizadas resultaron positivas a
Chlamydia spp., y el 36.5% especificamente a C. psittaci mediante qPCR, a pesar de
que todas las aves eran asintomaticas. De forma similar, en Egipto, Tolba et al. (2019)
detectaron C. psittaci en el 52.5% (63/120) de las aves pertenecientes a tiendas de
mascotas de El Cairo, utilizando PCR convencional dirigida al gen ompA. En
contraste, prevalencias menores se han reportado en poblaciones silvestres. Stokes
et al. (2020), al analizar 123 psitacidos de vida libre en el sureste de Australia
mediante PCR, encontraron una positividad del 9.8%, lo que sugiere una menor
circulacion del patdogeno en aves no sometidas a condiciones de hacinamiento o
estrés. Resultados intermedios fueron observados por Feng et al. (2017) en China,
quienes identificaron un 19.9% (27/136) de aves psitacidas positivas, provenientes de
zoolégicos y tiendas de mascotas mediante gPCR.

Las prevalencias suelen ser mayores cuando se emplean pruebas serologicas, debido
a que estas detectan anticuerpos anti-chlamydiales, los cuales pueden persistir tras
infecciones pasadas y no se ven afectados por la excrecién intermitente del agente.
Ademas, presentan menor especificidad y sensibilidad, dado que no discriminan entre
infecciones activas o previas y pueden verse afectadas por reacciones cruzadas
(Fenga et al., 2007; Nieuwenhuizen et al., 2018; Stokes et al., 2020; Sukon et al.,
2021). En este sentido, Monsalve y colaboradores (2011) reportaron una prevalencia
de 85.5% (118/138) en sueros positivos por ELISA indirecto en aves psitacidas en
Colombia. Sin embargo, Carlos & Luyo (2018) reportaron un 44,7% (17/38) en Ara
spp. mantenidos en cautiverio en zooldgicos de Lima y Larraechea et al. (2021)
encontraron una prevalencia seroldgica del 5,26% (5/95) en Myiopsitta monachus en
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Chile. Estos valores mas bajos podrian deberse al origen de las aves, la distribucion
geografica y al numero de ejemplares muestreados.

En conjunto, estos resultados ponen de manifiesto que C. psittaci se encuentra
ampliamente distribuida en aves psitacidas de la region, y que los valores de
ocurrencia varian segun las condiciones de muestreo, el tipo de poblacion estudiada
y la metodologia diagnostica empleada.

La PCR convencional utilizada en este estudio como herramienta diagndstica para la
deteccion de Chlamydia psittaci fue adecuada para los objetivos planteados,
particularmente para su implementacion como técnica diagnodstica en el laboratorio
de la Facultad de Veterinaria. La PCR convencional es un método rapido, accesible y
sencillo, con buena relacion costo-efectividad, y permite la amplificacion especifica de
secuencias blanco del agente. En este caso, se utilizaron los cebadores descritos por
Ruiz-Laiton et al. (2022), disefiados especificamente para la deteccién de C. psittaci,
lo que asegura la especificidad de la reaccidon. Asimismo, se trata de una metodologia
sensible, capaz de detectar cantidades minimas de ADN, aunque su rendimiento
optimo suele observarse durante fases agudas de infeccion, cuando la carga
bacteriana es mayor (Nieuwenhuizen et al., 2018; Sukon et al., 2021). Esto implica
que ciertas aves pueden resultar negativas por PCR pese a haber estado expuestas
previamente al agente y presentar anticuerpos detectables por serologia.

Por otra parte, la técnica puede verse afectada por limitaciones inherentes a la calidad
de las muestras. La presencia de inhibidores en la materia fecal puede interferir en la
reaccion y reducir la eficiencia de amplificacion (Sareyyupoglu et al., 2007), a
diferencia de los hisopados cloacales y orofaringeos, que suelen presentar menor
interferencia. Ademas, aunque la técnica permite amplificar cantidades minimas de
ADN (Hewinson et al., 1997), la concentracion final del material genético extraido
puede no ser suficiente para una amplificacion detectable, especialmente en muestras
donde la excrecién bacteriana es intermitente o escasa. Estos factores deben
considerarse al interpretar resultados negativos y refuerzan la importancia de una
adecuada seleccion y manejo de las muestras para maximizar la sensibilidad
diagnostica.

Durante el analisis de las muestras provenientes de una de las incautaciones de
fauna, se identificé un ave positiva a Chlamydia spp. pero negativa a C. psittaci, en
contraste con otros ejemplares del mismo grupo que si resultaron positivos a C.
psittaci. Este hallazgo resulta de interés, ya que plantea la posibilidad de que el
ejemplar estuviera infectado con otra especie del género Chlamydia. Entre las
especies de relevancia reportadas en aves psitacidas se destacan Chlamydia avium,
asociada a infecciones respiratorias o portadores asintomaticos (Popelin-Wedlarski et
al., 2020) y Chlamydia abortus, causante de abortos en rumiantes y con importante
riesgo zoonoético (Origlia et al., 2019). En este contexto, Frutos y colaboradores (2015)
obtuvieron en Argentina 15/76 psitacidos positivos a Chlamydia spp. pero ninguno
positivo a C. psittaci. Las detecciones correspondieron a C. pneumoniae, especie
reportada principalmente en humanos y otros mamiferos, y a C. pecorum, usualmente
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asociada a rumiantes y marsupiales. La coexistencia de distintas especies de
Chlamydia dentro de un mismo lote de aves es epidemioldégicamente posible,
especialmente en contextos de trafico ilegal, donde aves de diferentes origenes y
estados sanitarios son mantenidas en condiciones de hacinamiento que pueden
favorecer la transmision de diversos agentes infecciosos.

Cuatro de las muestras se agruparon con el genotipo A de C. psittaci. Este genotipo
es el mas comun en psitacidos (Ravichandran et al., 2021) y se ha descrito como
altamente virulento tanto para aves y humanos (Sachse, Laroucau et al., 2015; Stokes
et al., 2021). Dichas muestras procedian de aves decomisadas pertenecientes a un
mismo conjunto en el que se habian observado ejemplares con sintomatologia clinica.
Sin embargo, no se registro el estado individual de cada ave, por lo que no es posible
establecer una relacion directa entre la deteccidn del patéogeno y la presentacion
clinica de la enfermedad. Por otro lado, aunque todas las muestras provenian del
mismo operativo de incautacién, la muestra 5C mostré mayor similitud con el genotipo
B. Este genotipo es considerado endémico en palomas, aunque también ha sido
reportado en pavos, patos, psitacidos y paseriformes (Ravichandran et al., 2021;
Vanrompay, 2020). En la region, fue informado por primera vez en aves en Argentina
por Origlia y colaboradores (2019), lo que podria sugerir un vinculo epidemiologico
asociado al trafico ilegal de fauna entre ambos paises. No obstante, si bien el analisis
de la secuencia de la muestra 5C presentd homologia con el genotipo B, su
confirmacion requeriria la amplificacion completa del gen ompA.
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10. CONCLUSIONES Y PERSPECTIVAS

Los hallazgos de este trabajo constituyen el primer antecedente de diagndstico
molecular de Chlamydia psittaci en aves en Uruguay y demuestra la eficacia de la
PCR convencional como herramienta de diagnéstico y vigilancia. La aplicacion de
esta técnica permitio la identificacion de casos positivos tanto en aves confiscadas
como en aves de compafia. Esto resalta la necesidad de trabajar en la
concientizacion y educacion de la poblacion respecto a la tenencia de aves, la
problematica del trafico ilegal de especies y el impacto que tiene esta zoonosis en la
salud publica. Dadas las presiones regionales derivadas del trafico ilegal de fauna
silvestre, es crucial fortalecer las capacidades locales de diagnéstico, vigilancia y
control, como un monitoreo sistematico y la implementacion de medidas de
bioseguridad mas rigurosas en entornos de riesgo, para prevenir la apariciéon de
nuevas enfermedades, en linea con el concepto de Una Salud. Este estudio
representa un primer paso hacia ese objetivo, sentando las bases para el monitoreo
continuo de C. psittaci asociada a la fauna silvestre en Uruguay.

A futuro, seria pertinente ampliar el area de muestreo para estimar la distribucién de
la bacteria a nivel nacional, considerando incluir otras especies de aves con estrecho
contacto con el ser humano. Asimismo, seria conveniente establecer un protocolo
estandarizado de toma y remisién de muestras que optimice la deteccién. Finalmente,
el desarrollo de una PCR cuantitativa en tiempo real permitiria mejorar la sensibilidad
diagndstica y aportar informacion adicional sobre las cargas bacterianas en distintas
condiciones epidemioldgicas.
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ANEXOS

Anexo |. Secuencias de referencia del gen ompA obtenidas de la base de datos

de GenBank
Locus GEe notu?ol Muestra Pais Aino Huésped Referencia
specie
OR227491.1 A HC  Argentina 2014 A. aestiva Madariaga et
al., 2024
OR227492.1 A HC  Argentina 2014 A. aestiva Madariaga et
al., 2024
OR227523.1 A HC  Argentina 2015 M. monachus Madariaga et
al., 2024
OR227495.1 A HC  Argentina 2014 A. aestiva Madariaga et
al., 2024
OR227488.1 A Organos Argentina 2013 M. monachus Madariaga et
al., 2024
OR227483.1 B HC  Argentina 2013 C.livia Madariaga et
al., 2024
OR227496.1 B HC  Argentina 2014 M. monachus Madariaga et
al., 2024
KU258190.1 B HC  Argentina SD A. aestiva Origlia et al.,
2019
AF269261.1 C Huevos SD SD Pato Everett et al.,
2000
AF269266.1 D Musculo Nueva 1954 Pavo Bush & Everett,
Jersey 2001
AY762611.1 E SD SD SD SD Geens et al.,
2005
OR227500.1 E HC  Argentina 2014 C. livia Madariaga et
al., 2024
AF269269.1 WC Organo SD SD Bovino Bush & Everett,
2001
EU837071.1 C. SD SD SD SD Mohamad et al.,
pecorum 2008
E58
GQ398033. C. HC SD SD Gallina Laroucau et al.,
1 gallinacea 2009
08-1274/3
AF269282.1 C. caviae Conjuntiva USA SD Cavia Zhang, Y.X. et
porcellus al., 1989
AF269259.1 Chlamydia Hisopado  USA 1991 Aratinga Everett
psittaci canicularis et al., 2000
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AY762612.1 F SD SD SD SD Geens

et al., 2005
AY762610.1 D SD SD SD SD Geens
et al., 2005
AF269268.1 M56 SD SD 1961 Liebreyrata Bush, RM. &
almizclera Everett, K.D.,
2001
AY762608.1 A SD SD SD SD Geens
et al., 2005
AY762613.1 E/B SD SD SD SD Geens
et al., 2005
AY762609.1 B SD SD SD SD Geens
et al., 2005
AF269265.1 B Sacos USA 1958 Paloma Bush, R.M. &
aéreos Everett K.D.,
2001

Nota. SD= Sin dato; HC = Hisopado cloacal
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