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Resumen  

Los tripanosomátidos son microorganismos flagelados que parasitan a los principales 

grupos de organismos eucariotas. En este estudio evaluamos la infección por 

trypanosomátidos pertenecientes a los géneros Trypanosoma y Leishmania en monos 

aulladores negros y dorados (Alouatta caraya) de vida libre, y la presencia de los 

respectivos insectos vectores (triatominos y flebótomos) en distintos ambientes en el 

noreste argentino, aportando conocimiento sobre los potenciales hospedadores de los 

parásitos mencionados en ambientes con distinto grado de intervención humana del 

noreste de nuestro país. 

El estudio se llevó a cabo en San Cayetano (SC), en el Parque Provincial San Cayetano 

(PPSC) (noroeste de la provincia de Corrientes), y en Isla Brasilera (IB) e Isla del Cerrito 

(IC) (islas sobre el río Paraná, provincia de Chaco). En estos sitios A. caraya representa la 

mayor proporción en biomasa de los mamíferos arbóreos. Los sitios de estudio fueron 

clasificados de acuerdo al grado de contacto que los grupos de monos mantienen con el 

ambiente antropizado: remoto (IB), rural (PPSC), y rururbano (IC y SC). Para realizar los 

diagnósticos de infección, colectamos muestras biológicas mediante la captura de 

animales. Muestreamos un total de 109 monos (49 en el ambiente remoto, 39 en rural, 21 

en rururbano) provenientes de 32 grupos distintos (15 en remoto, 10 en rural, y 7 en 

rururbano). 

Hallamos infección por T. cruzi y T. minasense en los monos aulladores de los distintos 

ambientes estudiados. Se halló la Unidad Discreta de Tipificación (UDT) de T. cruzi 

coincidente con el grupo de TcII, V y VI en todos los ambientes evaluados, y la TcI solo en 

el ambiente remoto. Detectamos la presencia de T. minasense (o de una especie 

cercanamente relacionada) lo cual no había sido reportado previamente para monos 

aulladores en vida libre en Argentina. Por otro lado, registramos la presencia del 

triatomino hematófago Psammolestes coreodes en nidos de aves deshabitados hallados en 

los mismos árboles por los que circulan los monos, y hallamos tripanosomátidos 

flagelados en las heces de los mismos.  

Hallamos infección natural por Leishmania (Viannia) braziliensis, L. (Leishmania) 

amazonensis y L. (L.) infantum, en individuos capturados en los distintos ambientes 

relevados. Registramos por primera vez estos parásitos en A. caraya en vida libre, y 
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también se obtuvo el primer registro de L. (L.) amazonensis para la región noreste de la 

Argentina. El hallazgo de infección por L. (L.) infantum en los monos del ambiente 

rururbano (SC) y del ambiente remoto sugiere distintos escenarios epidemiológicos para 

la transmisión de este agente parasitario causante de la leishmaniasis visceral urbana. 

Lutzomyia longipalpis, el principal vector de L. (L.) infantum, solo fue detectada en el 

peridomicilio de las viviendas evaluadas. Detectamos la presencia de flebótomos vectores 

de Leishmania spp. (Nyssomyia neivai, Ny. whitmani y Migonemyia migonei) en los estratos 

alto y bajo de los árboles dormideros de los aulladores. Encontramos una asociación 

significativa entre el tipo de ambiente y las especies de flebótomos encontradas. Dado que 

los monos aulladores pueden habitar ambientes con distinto grado de disturbio, la 

interacción entre los flebótomos y los monos podría ser un factor clave en el ciclo de 

transmisión de Leishmania spp. en los paisajes rurales y silvestres. 

Los resultados nos permitieron registrar y dar conocimiento sobre infección de monos 

aulladores por Trypanosoma spp. y Leishmania spp. tanto en el ambiente natural remoto 

como en los alrededores de las poblaciones humanas del noreste argentino. Esta evidencia 

empírica abre nuevas preguntas y alertas respecto a la vigilancia de la transmisión actual 

de estos parásitos. 

Palabras claves: Zoonosis, reservorios silvestres, Alouatta caraya, Trypanosoma cruzi, 

Leishmania. 

  



 
 

8 
 

Summary 

 

Trypanosomes and leishmanias in howler monkeys (Alouatta caraya) in wild and 

rural areas of northeastern Argentina 

Trypanosomatids are flagellated microorganisms that parasitize the main groups of 

eukaryotic organisms. We evaluated the infection by trypanosomatids belonging to the 

genera Trypanosoma and Leishmania in free-living black and gold howler monkeys 

(Alouatta caraya), and the presence of the respective vector insects (triatomines and 

sandflies) in different environments in northeastern Argentina. Our main objective was 

to provide knowledge on the potential hosts of the mentioned parasites in the wild 

environment of the northeast of our country. 

The study was carried out in San Cayetano (SC), in the San Cayetano Provincial Park 

(PPSC) (northwest of the province of Corrientes), and Isla Brasilera (IB) and Isla del 

Cerrito (IC) (islands on the Paraná River in the province of Chaco). Alouatta caraya 

represents the highest biomass proportion of arboreal mammals in these sites. We 

classified the study areas according to the degree of contact that the groups of monkeys 

maintain with the anthropized environment: remote (IB), rural (PPSC), and rururban (IC 

and SC). In order to perform infection diagnosis, we collected biological samples by 

capturing animals. We sampled 109 howler monkeys (49 from remote site, 39 from rural 

site and 21 from rururban site) coming from 32 groups. 

We found infection by T. cruzi and T. minasense in the howler monkeys inhabiting both 

study areas. The Discrete Typing Unit (UDT) of T. cruzi founded to coincide with the group 

of TcII, V and VI in all the environments evaluated, and the TcI only in the remote 

environment. We detected the presence of T. minasense (or a closely-related species), 

which was not previously reported for free-living A. caraya in Argentina. In addition, we 

detected the presence of the hematophagous triatomine Psammolestes coreodes 

inhabiting the same environments as A. caraya, as well as flagellate trypanosomatids in 

the feces of the triatomines. 

We also found natural infection by Leishmania braziliensis, L. (L.) amazonensis and L. (L.) 

infantum, in howlers captured in the different surveyed environments. We recorded these 

parasites for the first time in free-living A. caraya, and the first record of L. (L.) 

amazonensis for the northeast region of Argentina. The finding of infection by L. (L.) 
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infantum in monkeys from the rururban environment (SC) and the remote environment 

(IB) suggests different epidemiological scenarios for the transmission of this parasitic 

agent that causes urban visceral leishmaniasis. Lutzomyia longipalpis, the main vector of 

visceral leishmaniasis, was only detected in the peridomicile of surveyed houses. We 

detected the presence of Leishmania spp. vector sandflies (Nyssomyia neivai, Ny. whitmani 

and Migonemyia migonei) in the lower and upper strata of howlers’ sleeping trees. We 

found a significant association between the type of environment and the species of 

sandflies. Since howler monkeys can inhabit environments with varying degrees of 

disturbance, the interaction between sandflies and monkeys could be a key factor in the 

transmission cycle of Leishmania spp. in rural and wild landscapes. 

The results from the present study allowed us to record and provide knowledge on howler 

monkey infection by Trypanosoma spp. and Leishmania spp., in the natural remote 

environment as well as in the surroundings of human populations in northeastern 

Argentina. This empirical evidence opens new questions and alerts regarding the 

surveillance of the current transmission of these parasites. 

 

Keywords: Zoonosis, wild reservoirs, Alouatta caraya, Trypanosoma cruzi, Leishmania. 
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Capítulo 1 – Trypanosomátidos y monos 

aulladores de vida libre 

 

1.1- Introducción 

El conocimiento acerca de los procesos de transmisión de patógenos entre primates no 

humanos (PNH) en vida libre y poblaciones humanas y animales domésticos es escaso. 

Sobre los monos aulladores, se conoce que la mayoría son hospedadores de parásitos que 

pueden afectar la salud de los seres humanos y de animales domésticos (Stuart y col., 

1998; Kowalewski y Gillespie, 2009). En esta tesis nos propusimos evaluar la frecuencia 

de infección causada por los trypanosomátidos pertenecientes a los géneros Trypanosoma 

y Leishmania en los monos aulladores en vida libre del noreste argentino y estudiar la 

presencia de los respectivos insectos vectores en los ambientes donde habitan los monos.  

Trypanosoma cruzi, Leishmania braziliensis y L. (L.) infantum, son los protozoos parásitos 

en los que basamos los objetivos de este trabajo. Dichos hemoparásitos causan morbilidad 

y mortalidad significativa en la población humana de nuestro país. Estudiar su prevalencia 

en los monos aulladores en vida libre, nos permite evaluar el rol de los mismos en el ciclo 

de transmisión silvestre de estos patógenos, y nos aporta conocimiento sobre el estado 

sanitario de estos primates en nuestro país y el riesgo que estas parasitosis pueden 

representar para su conservación. 

1.1.1- Tripanosomátidos 

Los tripanosomátidos son un grupo de microorganismos flagelados que parasitan a los 

principales grupos de organismos eucariotas (Molyneux y Ashford, 1983; Simpson, 1987). 

Pertenecen al orden protista Kinetoplastida (Honigberg, 1963), un grupo ampliamente 

distribuido de protozoos que poseen uno o dos flagelos. La característica morfológica que 

los distingue es una estructura prominente conocida como kinetoplasto, que se localiza 

cerca del cuerpo basal (región donde emerge el flagelo) en el interior de una única 

mitocondria que está ramificada por toda la célula (Figura 1.1); el kinetoplasto es una 
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condensación de ADN conformada por maxicírculos y minicírculos de ADN (Junqueira y 

col., 2005; Adl y col., 2012). Todos los tripanosomátidos son parásitos obligados. 

 

Figura 1.1- Morfología 

de un tripanosomátido. 

A) Esquema donde se 

pueden observar las 

organelas, como el 

kinetoplasto, la 

mitocondria y el flagelo, 

entre otros, y su 

distribución. B) 

Esquema general de un 

tripanosomátido.   

Ilustraciones adaptadas 

de imágenes halladas en 

internet de autor 

desconocido. 

 

 

En el ciclo de vida de los tripanosomátidos, como los integrantes de los géneros 

Trypanosoma y Leishmania, se requiere de un hospedador invertebrado representado por 

dípteros o hemípteros, y un hospedador vertebrado representado por mamíferos, reptiles 

o anfibios (Lake y col., 1988; Podlipaev, 2000). Los tripanosomátidos de los géneros 

Trypanosoma y Leishmania son importantes patógenos de humanos y animales 

superiores, causantes de enfermedades como los distintos tipos de leishmaniasis y la 

enfermedad de Chagas en Latinoamérica. 

1.1.2- Zoonosis y reservorios 

La Organización Mundial de la Salud define a una enfermedad zoonótica como “cualquier 

enfermedad o infección que es transmitida naturalmente desde animales vertebrados a 

humanos” (WHO, 2010). Los animales juegan un rol esencial en el mantenimiento de las 

infecciones zoonóticas en la naturaleza. Según la bibliografía, de los patógenos humanos 

identificados el 58% son zoonóticos (Woolhouse y Gowtage-Sequeria, 2005). 

Muchos patógenos zoonóticos se mantienen en ciclos silvestres independientemente de 

los ciclos domésticos, con los que pueden o no entrar en contacto. Estos focos naturales 

pueden permanecer no detectados hasta que personas susceptibles entran en contacto 

A 

B 
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con ellos, surgiendo así las enfermedades “emergentes” o “re-emergentes” que cada vez 

cobran mayor importancia para la salud humana (Ridel y col., 2004). 

Dependiendo del ambiente donde ocurre la transferencia de patógenos: doméstico o 

silvestre, los animales vertebrados involucrados son domésticos (animales de compañía, 

de trabajo, para consumo, o animales en cautiverio) o animales silvestres de vida libre, 

respectivamente. Por otro lado, la dirección de la transferencia del patógeno puede ser la 

contraria, desde humanos a animales vertebrados, y se denomina antropozoonosis (Pujol, 

2006). 

Para que ocurra el ciclo de transmisión de un patógeno en un determinado espacio y 

tiempo es necesario que estén presentes todos los factores que lo componen. Noireau y 

col. (2009) definen a un reservorio como una especie o un conjunto de especies (o 

hábitats) responsables de la mantención a largo plazo de un parásito dado en la 

naturaleza, en un ambiente en particular, garantizando la circulación indefinida del 

mismo en un determinado recorte espacial y temporal. La importancia de un reservorio 

depende principalmente, en el caso de enfermedades de transmisión vectorial, de su 

prevalencia de infección, su capacidad para infectar al vector y su tasa de contacto con el 

vector (Cohen y Gürtler, 2001). Una alta capacidad de infectividad al vector demuestra 

una alta competencia como reservorio en comparación con las especies de hospedadores 

que solamente manifiestan la infección por la presencia de anticuerpos o que se detecta 

con otras técnicas más sensibles cuando la parasitemia es muy baja (e.g., PCR) (Ceballos, 

2010). 

Estudiar los factores que componen a los procesos de las zoonosis es de gran importancia 

en la actual situación de emergencia y re-emergencia de enfermedades como 

consecuencia de los cambios en el clima y de las transformaciones en los paisajes 

naturales y no naturales generadas por las actividades humanas. Las consecuencias 

biológicas producidas en las poblaciones de los vectores a causa de las modificaciones 

ambientales y climáticas afectan a los ciclos de transmisión de las enfermedades de 

transmisión vectorial, y por lo tanto su posibilidad de emergencia (Klepac y col., 2024). 
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1.1.3- Zoonosis en primates no humanos del nuevo mundo 

La cercana relación filogenética entre humanos y PNH, junto a la expansión exponencial 

de la población humana y sus actividades en los hábitats de los monos, ha incrementado 

el potencial para el intercambio de patógenos (Gillespie y Chapman, 2008). 

Estudios referidos a enfermedades en PNH, en general se enmarcan en dos direcciones: 

en el riesgo que las mismas representan para el estado de conservación de las poblaciones 

de primates amenazadas (Da Silva y col., 2008), y en el conocimiento que aportan sobre 

el rol de los primates como reservorios en el ambiente silvestre de patógenos de 

implicancia en salud pública. Ambas son importantes, tanto en la biología de la 

conservación de los primates como en la vigilancia de epizootias de importancia sanitaria 

para la población humana, donde los monos por ejemplo pueden ser centinelas en la 

emergencia de enfermedades como es el caso del virus de la fiebre amarilla (Butcher, 

1991; Holzmann y col., 2010). El virus de la fiebre amarilla puede producir masivas 

mortandades de monos aulladores que proporcionan una alerta temprana a las 

autoridades de salud sobre la circulación viral y la necesidad de vacunar a la población 

humana (Bicca-Marques y col., 2010). En estos casos, los aulladores juegan un rol 

fundamental para la salud pública (Moreno y col., 2015). 

Existen diversos factores de riesgo ecológicos y socio-ecológicos que favorecen la 

transmisión de patógenos entre los PNH neotropicales de vida libre, y también de forma 

zoonótica o antropozoonótica involucrando otras especies (Pedersen y Davies, 2009; 

Carrillo-Bilbao y col., 2021). En el norte de nuestro país la deforestación se ha 

incrementado en las últimas décadas (UMSEF, 2017), registrándose una gran pérdida del 

bosque nativo. Los monocultivos y el desmonte de fragmentos enteros con 

establecimiento de pastos exóticos para ganadería han cambiado profundamente la 

composición natural de los bosques y suelos (Zunino y Kowalewski, 2008). Los estudios 

en A. caraya indican que las modificaciones antropogénicas en bosques nativos y la 

deforestación de bosques ribereños, que viene ocurriendo en las últimas décadas y que 

son cada vez más frecuentes, limitan la dispersión de la especie y pueden llevar al 

aislamiento de las poblaciones (Oklander y col., 2019). Las poblaciones de A. caraya de 

Argentina habitan en el límite más austral del rango de distribución de la especie, tienen 

un tamaño efectivo reducido y pueden estar genéticamente limitadas para enfrentar 
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eventos como brotes de fiebre amarilla, que podrían afectar rápidamente a todos los 

individuos que habitan gran parte del área de distribución de la especie (Holzmann y col., 

2010; Agostini y col., 2014; Oklander y col., 2017). Asimismo, el creciente proceso de 

urbanización, la pérdida y fragmentación del hábitat de los monos aulladores, 

incrementan las posibilidades de intercambio multidireccional de patógenos, generando 

desafíos para la conservación de la biodiversidad y la salud pública (Gillespie y Chapman, 

2008). 

Estudios que abarcan diferentes tipos de patógenos potencialmente zoonóticos fueron y 

son llevados a cabo en PNH neotropicales libres y en cautiverio, en general con el objetivo 

de evaluar su rol en el ciclo de transmisión de los mismos. En el trabajo de revisión de 

Carrillo-Bilbao y col. (2021) se registran gran parte de los trabajos de investigación de 

infección por patógenos zoonóticos (bacterias, virus, y protozoos) en PNH neotropicales 

libres y en cautiverio o semicautiverio realizados hasta la actualidad. 

Asimismo, diversos estudios fueron realizados en poblaciones de PNH direccionados a la 

detección de infecciones causadas por tripanosomátidos, muchos de los cuales están 

dirigidos a la detección de T. cruzi, agente causante de la enfermedad de Chagas, y de 

Leishmania sp. como veremos en los siguientes capítulos. En Argentina los estudios de 

infección por estos patógenos en PNH son escasos; lo cual sumado a la emergencia de 

leishmaniasis y la todavía presente transmisión vectorial de Chagas en la región, nos 

motivó a llevar a cabo este estudio en el año 2010 en las poblaciones de Alouatta caraya 

(Primates: Atelidae) en una región del noreste de la Argentina. 

1.1.4- Los monos aulladores negros y dorados (Alouatta caraya) 

Los monos aulladores A. caraya (Figura 1.2) presentan una amplia distribución 

geográfica, que se extiende desde México hasta el sur de Brasil, y Noreste de Argentina 

donde habita las selvas de inundación, sobre el sistema de islas del río Paraná, y la selva 

en galería al este y oeste del río Paraná en el Chaco húmedo (Crockett y Eisenberg, 1987) 

(Zunino y Kowalewski, 2008). El norte de Argentina abarca el límite sur de la distribución 

de A. caraya, y estos representan la mayor proporción en biomasa de los mamíferos 

arbóreos en esa región (Brown y Zunino, 1994). Esta especie de primates es la única que 

habita en el sistema de islas del río Paraná (Kowalewski y Zunino, 2004; Kowalewski y 

col., 2019). La densidad ecológica de A. caraya en el área rural alrededor de la Estación 
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Biológica Corrientes es cercana a un individuo por hectárea (Zunino y col., 2007), 

mientras que en el sistema de islas del Río Paraná (selva inundada) es de casi tres 

individuos por hectárea (Kowalewski y Zunino, 2004, Kowalewski y col. 2019). Como 

otros aulladores, A. caraya en general tolera bien una deforestación moderada (Bicca-

Marques, 2003; Zunino y col. 2007).  

 

Figura 1.2. Mono aullador negro y dorado (Alouatta caraya). A y C) Individuos hembra y juveniles. B y 

D) Individuos machos adultos. 

 

En todas las especies de aulladores los machos son por lo menos 25% más pesados que 

las hembras (dimórficos). Alouatta caraya a diferencia de otros aulladores, tiene un 

marcado dicromatismo sexual (Figura 1.2), los machos adultos son negros y las hembras 

rubias o doradas, machos y hembras nacen rubios y los machos se van oscureciendo a 

medida que maduran (Rumiz, 1990; Bicca-Marques y Calegaro- Marques, 1994). Viven en 

grupos sociales que pueden estar compuestos por 1 a 4 machos reproductivos, varias 

hembras y juveniles, alcanzando tamaños de grupos de hasta 15 individuos (Rumiz, 1990; 

Bravo y Sallenave, 2003; Kowalewski y Zunino, 2004; Kowalewski, 2007; Kowalewski y 

Garber, 2010; Di Fiore y col., 2011). Los grupos permanecen en un área de acción estable, 

de dimensión variable según el ambiente, en la que se alimentan, desplazan, duermen, etc. 

Los aulladores minimizan el tiempo de traslado y dedican gran parte del tiempo al reposo 

diario. Durante las noches se agrupan de forma cohesiva en los árboles dormideros. 
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Asimismo, los grupos de monos mantienen el uso de algunos árboles para dormir durante 

la noche (Kowalewski y Zunino, 2005; Brividoro y col., 2019). 

En diversas localidades del noreste argentino es frecuente el contacto de poblaciones 

humanas con poblaciones de A. caraya, los cuales se acercan periódicamente a las 

viviendas que aún conservan fragmentos de bosque (Zunino y Kowalewski, 2008). Éstos 

pueden permanecer durante días en dichas áreas, y bajo estas circunstancias, la 

probabilidad de que la población humana y de monos compartan enfermedades 

infecciosas se ve incrementada (Kowalewski y Gillespie, 2009). Por lo tanto, esas áreas 

compartidas podrían ser un factor de importancia sanitaria en localidades rurales con 

áreas silvestres vecinas, representando un riesgo potencial de transmisión zoonótica y/o 

antropozoonótica de patógenos (Kowalewski y col., 2011; Kuthyar y col., 2022). 

Dada la alta abundancia de esta especie de monos en la región y su cercanía con los 

ambientes peridomésticos como ocurre en muchos casos, consideramos que son un buen 

modelo para estudiar la presencia de tripanosomátidos como T. cruzi, L. (L.) infantum y L. 

(V.)  braziliensis en el ambiente silvestre, parásitos que son de interés para la salud pública 

en nuestro país y en la región. Por otro lado, estos hemoparásitos podrían estar afectando 

la salud de estos primates, y también el estado de conservación de los mismos en sitios 

donde la población de aulladores en vida libre se encuentra amenazada, como es el caso 

de la población de A. guariba en la provincia de Misiones. Esta especie de primates quedó 

reducida a unos pocos individuos luego del brote de fiebre amarilla en el año 2008-2009 

en la provincia de Misiones (Holzmann y col., 2010; Agostini y col., 2019). Asimismo, en 

esta provincia las leishmaniasis tienen un papel importante dentro de las parasitosis que 

pueden estar manteniendo su ciclo en el ambiente silvestre y que son de interés para la 

salud pública. Por ello, estudiar las infecciones que afectan a los primates en vida libre 

puede aportar importantes conocimientos sobre su estado sanitario, y también sobre el 

rol de los mismos en los ciclos de transmisión silvestre de patógenos de interés para la 

salud pública. 
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1.2- Objetivos 

El objetivo general del estudio es evaluar la infección y los vectores implicados en el ciclo 

de transmisión silvestre de los hemoparásitos Trypanosoma cruzi, Leishmania braziliensis 

y L. (L.) infantum en monos aulladores negros y dorados en vida libre, en ambientes con 

diferente grado de urbanización del noreste argentino. De esta manera, buscamos aportar 

al conocimiento sobre los potenciales hospedadores de los parásitos mencionados en el 

ambiente silvestre del noreste de nuestro país. 

La tesis se estructura en cuatro capítulos donde se abarca el estudio de la infección por 

Trypanosoma y Leishmania en monos aulladores en vida libre, y los estudios de las 

poblaciones de insectos potencialmente vectores: triatominos hematófagos y flebótomos, 

respectivamente. 

Por otro lado, el estudio se realiza en sitios que presentan diferencias en cuanto a sus 

características ambientales, y en estos lugares los grupos de monos interaccionan con los 

ambientes domésticos en distinto grado, lo que nos permite evaluar si existe alguna 

asociación entre los sitios de estudio y la presencia y prevalencia de los patógenos en 

estudio, y también con las comunidades de insectos, potenciales vectores, que se registren 

en los sitios donde habitan los monos. 

Objetivos específicos 

 Detectar y tipificar por técnicas de diagnóstico molecular la infección por T. cruzi 

(capítulo 2), L. (V.) braziliensis, y L. (L.) infantum (capítulo 3) en monos aulladores 

negros y dorados del noreste argentino en sitios con diferente grado de 

urbanización, estimando las prevalencias en cada sitio de estudio. 

 Estudiar la asociación entre las prevalencias de infección por T. cruzi, L. (V.) 

braziliensis, y L. (L.) infantum en monos aulladores, y el grado de urbanización de 

los sitios de estudio. 

 Estudiar la distribución y abundancia de los respectivos insectos vectores, 

flebótomos y triatominos, en las áreas de estudio, y su asociación con los 

distintos ambientes estudiados. 

 Determinar la infección por tripanosomas en los triatominos colectados.  
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Capítulo 2 – Infección por Trypanosoma 

cruzi y otros tripanosomas en Alouatta 

caraya 
 

2.1- Introducción 

El parásito protozoario Trypanosoma cruzi (Kinetoplastida: Trypanosomatidae) es el 

causante de la enfermedad de Chagas en humanos. La enfermedad de Chagas es una 

enfermedad zoonótica parasitaria confinada principalmente al continente americano y 

representa uno de los problemas de salud pública más importantes en América Latina. 

Entre seis y siete millones de personas están infectadas en el mundo por este parásito, y 

la mayoría de los casos ocurren en Latinoamérica (OMS, 2024), asimismo se estima que 

en nuestro país existen entre 1,5 y 2 millones de personas infectadas (Sanmartino y col., 

2015). En este capítulo describimos el trabajo realizado para estudiar la infección por 

Trypanosoma spp. en monos aulladores en vida libre, y evaluar la presencia de insectos 

vectores potenciales en el noreste de nuestro país. 

En Argentina, el área endémica para la enfermedad de Chagas, está definida por la 

presencia de los insectos vectores triatominos (vinchucas) y comprende a 19 provincias 

(Catamarca, Chaco, Córdoba, Corrientes, Entre Ríos, Formosa, Jujuy, La Pampa, La Rioja, 

Mendoza, Misiones, Neuquén, Río Negro, Salta, San Juan, San Luis, Santa Fe, Santiago del 

Estero y Tucumán). No obstante, el perfil epidemiológico de la enfermedad de Chagas en 

Argentina en los últimos años se ha modificado y la transmisión congénita se convirtió en 

la vía que genera mayor número de casos nuevos por año (Sanmartino y col., 2015; MSAL, 

2021). 

La enfermedad de Chagas tiene dos fases en humanos: 1) la fase aguda, que dura unos dos 

meses después de contraer la infección, en la que circulan por el torrente sanguíneo una 

gran cantidad de parásitos, pero en la mayoría de los casos no hay síntomas o estos son 

leves y no específicos; 2) la fase crónica, en la que los parásitos permanecen ocultos 

principalmente en el músculo cardíaco y digestivo. Hasta un 30% de los pacientes sufren 

trastornos cardíacos y hasta un 10% presentan alteraciones digestivas, neurológicas o 
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mixtas. Con el paso de los años, la infección puede causar muerte súbita por arritmias 

cardíacas o insuficiencia cardíaca progresiva como consecuencia de la destrucción del 

músculo cardíaco y sus inervaciones (OMS, 2024). 

2.1.1- Trypanosoma cruzi y su ciclo de vida  

El Trypanosoma (Schizotrypanum) cruzi (Chagas, 1909) es un protozoo unicelular 

flagelado perteneciente al orden Kinetoplastida y a la familia Trypanosomatidae, con un 

ciclo de vida complejo que requiere de un hospedador invertebrado y de un hospedador 

vertebrado. El género Trypanosoma se divide en dos grupos dependiendo del desarrollo 

del parásito: Stercoraria y Salivaria. En el primer grupo los tripanosomas se desarrollan 

en el tubo digestivo del vector, con liberación de las formas infectivas en las heces, el 

tripanosoma más importante de este grupo para el ser humano es T. cruzi. En el segundo 

grupo los tripanosomas se desarrollan en el tubo digestivo y llegan a las glándulas 

salivales, donde son inoculadas mecánicamente con la saliva. Los tripanosomas de este 

grupo ocurren principalmente en África, y T. brucei es el integrante más importante por 

ser el parásito causante de la enfermedad del sueño en dicho continente (Hoare, 1972). 

El ciclo de vida de T. cruzi transcurre entre un hospedador vertebrado y un insecto 

invertebrado generalmente de la familia Triatominae (Reduviidae: Triatominae). Su 

desarrollo tiene varias etapas de reproducción asexual, que ocurren en ambos tipos de 

hospedadores, pasando por tres estadios que se diferencian en su morfología celular y 

según el hospedador en el que se encuentran: epimastigotes (forma replicativa en el 

vector), tripomastigotes (forma infectiva), y amastigotes (forma replicativa en el 

mamífero) (Figura 2.1). 
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Figura 2.1. Descripción del ciclo de vida de Trypanosoma cruzi: un insecto triatomino infectado 

se alimenta de sangre de un hospedador mamífero liberando sus heces conteniendo 

tripomastigotes metacíclicos al mismo tiempo; los tripomastigotes ingresan al hospedador por 

alguna herida, que puede ser consecuencia de la misma picadura, o por mucosas (a, b); e invaden 

las células cercanas donde se diferencian en amastigotes intracelulares (c); estos se multiplican 

por fisión binaria, y se diferencian en tripomastigotes que son liberados a la circulación 

sanguínea (d, e, f); los tripomastigotes pueden infectar células de distintos tejidos donde se 

transforman en amastigotes intracelulares generando nuevos sitios de infección (g); el ciclo de 

vida se cierra cuando un triatomino no infectado ingiere sangre de un hospedador con 

tripomastigotes circulantes (h), que se transformaran en epimastigotes en el intestino del 

insecto vector, donde se multiplicarán y diferenciarán en tripomastigotes metacíclicos infectivos 

(i). Adaptado de Macedo y col. (2002). 

 

Entre los tripanosomátidos, T. cruzi abarca un rango de hospedadores mamíferos e 

insectos vectores muy amplio, siendo capaz de parasitar los más variados tejidos (Hoare, 

1972). Estas capacidades permiten la existencia de al menos dos tipos ciclos de 

transmisión para este patógeno: silvestre y doméstico. Ambos ciclos pueden ocurrir 

simultánea o independientemente involucrando distintos vectores y reservorios 

(Diotaiuti y col., 1995) (Figura 2.3). El solapamiento entre los paisajes antrópicos y 

silvestres, permite la invasión de un actor del ciclo doméstico en el medio silvestre y 

viceversa. Estos solapamientos aumentan su probabilidad de ocurrencia en tanto el ser 
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humano avanza sobre las áreas naturales, y consecuentemente puede emerger o re-

emerger la enfermedad. 

En el ambiente silvestre en general, la infección es sostenida por más de 160 especies de 

mamíferos pertenecientes a 25 familias en el continente americano, siendo los 

marsupiales, armadillos, roedores, carnívoros, murciélagos, y primates, los hospedadores 

selváticos más frecuentemente infectados (Barretto y col., 1979; Barretto, 1985; Zeledón, 

1974; Miles y col., 2003; Noireau y col., 2009). En el Chaco húmedo argentino, las 

zarigüeyas Didelphis albiventris y los armadillos Dasypus novemcinctus son los principales 

hospedadores de T. cruzi, y cada uno de estos grupos se halla infectado por una o más 

cepas del patógeno (Alvarado-Otegui y col., 2012; Orozco, 2012). A pesar de la gran lista 

de mamíferos silvestres que se registraron infectados naturalmente por T. cruzi, aún hay 

muchas incertidumbres respecto al rol que juegan estas especies en la mantención y/o la 

transmisión de T. cruzi en el ambiente silvestre (Noireau y col., 2009). Dada la 

heterogeneidad genética, y la plasticidad multi-hospedador que presenta T. cruzi, los 

actores involucrados en este ciclo serán diferentes según las características biológicas y 

ambientales particulares de cada región geográfica.  

La mayoría de las especies de insectos triatominos (Reduviidae: Triatominae) conocidas 

son silvestres, y casi todas pueden ser infectadas natural o experimentalmente con T. cruzi 

y pueden estar implicadas en el ciclo de transmisión silvestre del mismo (Lent y 

Wygodzinsky, 1979; Noireau y col., 2009). Los triatominos en este ambiente, en general, 

se encuentran asociados a una amplia variedad de hospedadores vertebrados, 

particularmente mamíferos y aves que habitan en nidos y cuevas (Schofield y col., 1999). 

Una gran cantidad de estas especies silvestres ocasionalmente pueden invadir las 

viviendas humanas, y así contribuir en la transmisión de T. cruzi al hombre y en la 

introducción de T. cruzi desde el ciclo silvestre al doméstico o peridoméstico (Noireau y 

col., 2005; Schofield y col., 1999). 

El ciclo doméstico involucra la circulación del parásito entre triatominos domiciliados, 

humanos, y animales domésticos y sinantrópicos. El escenario para la ocurrencia de este 

ciclo normalmente es de viviendas precarias rurales que se hallan infestadas con 

“vinchucas”, y en las que las personas viven en condiciones de necesidades básicas 

insatisfechas (Ceballos, 2010). Recientemente también se registran colonizaciones de 

triatominos en viviendas como consecuencia de las aglomeraciones urbanas (Carbajal y 
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col., 2022; Provecho y col., 2021). Así el Chagas urbano representa un nuevo desafío para 

el problema de la enfermedad de Chagas debido a las características particulares de los 

aglomerados urbanos (Carbajal y col., 2022). 

2.1.2- Vías de transmisión de Trypanosoma cruzi 

La transmisión de T. cruzi puede ocurrir por distintas vías; estas dependerán del nivel de 

endemicidad de la infección y del tipo de control vectorial implementado en el sitio en 

cuestión. Las vías de transmisión posibles son: vectorial, vertical (congénita), por 

trasplante de órganos o transfusión de sangre (horizontal), y oral.  

La principal y más conocida es la transmisión vectorial, sin embargo, la mejora en el 

control de vectores y también sobre la vía transfusional, ha reducido estas vías de 

transmisión (Días y col., 2002). Asimismo, se ha registrado un aumento en la incidencia 

de la transmisión congénita, lo cual puede estar asociado entre otros factores al aumento 

de cobertura de diagnóstico para T. cruzi en la mujer embarazada (Schofield y col., 2006; 

Gürtler, 2007; Danesi y col., 2019).  

La transmisión vectorial ocurre a través del contacto de mamíferos con las heces de 

múltiples especies de insectos hematófagos de la familia Triatominae (Reduviidae: 

Triatominae). Cuando un triatomino infectado se alimenta de la sangre de un hospedador 

mamífero libera sus heces, que contienen tripomastigotes infectivos, los cuales ingresarán 

al hospedador por alguna herida, que puede ser consecuencia de la misma picadura, o a 

través de alguna mucosa (Figura 2.1). Triatoma infestans es el principal vector de T. cruzi 

en el ambiente doméstico del cono sur de América. Los insectos triatominos habitan en 

viviendas desde el sur de Estados Unidos hasta el sur de Argentina, ellos encuentran un 

hábitat favorable en las grietas de paredes y techos, y también en hábitats peridomésticos 

como corrales, gallineros, depósitos y otros. Las áreas rurales de bajos recursos son las 

más afectadas por la infestación de las viviendas con triatominos domésticos (Sanmartino 

y col., 2015).  

La transmisión vertical o congénita, se refiere a la transmisión del parásito de una 

generación a la siguiente (Carlier y Truyens, 2010; Carlier y col. 2015). A raíz de la 

aplicación de planes de vigilancia vectorial y de los controles en los bancos de sangre, la 

transmisión vertical pasó a ser una de las vías más importantes para la persistencia de la 

infección en la población humana (Gürtler y col., 2003). La transmisión congénita es 
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escasamente estudiada en animales silvestres en vida libre, principalmente por las 

dificultades que representa manipular un animal recién nacido en estas condiciones 

(Jansen y col., 2015). Hasta la fecha, la única observación de transmisión congénita de T. 

cruzi en animales silvestres en vida libre fue reportada en murciélagos (Añez y col., 2009). 

En cambio, en condiciones experimentales hay abundantes artículos acerca de la 

transmisión congénita en diferentes especies de mamíferos (Alkmim-Oliveira y col., 

2013). En un estudio en Leontopithecus rosalia en vida libre, una especie de primate 

platirrino en grave peligro de extinción, sugieren que la transmisión vertical es 

improbable dado que ninguno de los infantes examinados resultó positivo, y que 

probablemente la infección con T. cruzi ocurra por contaminación con las heces de 

triatominos infectados mediante su picadura o por transmisión oral al consumir alimento 

contaminado con heces infectadas (Lisboa y col., 2000; 2015).  

La transmisión oral, por la ingesta de alimentos contaminados con el parásito (Nóbrega 

y col., 2009; Souza-Lima y col., 2013), parece ser un mecanismo muy importante en la 

dispersión de T. cruzi en mamíferos silvestres (Da Silva y col., 2008; Roque y col., 2008; 

Marcili y col., 2009a; Rocha y col., 2013; Lisboa y col., 2015; Santana y col., 2019). La 

eficiencia de esta vía de transmisión fue comprobada por varios estudios de infección 

experimental en roedores y zarigüeyas (Barreto y col., 1978; Calvo Mendez y col., 1992). 

También se observó que los jugos gástricos mejoran el potencial infectivo del parásito 

(Hoft y col., 1996; Cortez y col., 2006). La vía de transmisión oral puede explicar mejor la 

infección en grandes depredadores, que la vía vectorial la cual implica la contaminación 

con heces de triatominos infectados de la piel de estos animales, a menudo densamente 

pilosa (Roque y col., 2008; Rocha y col., 2013). También en sitios donde la transmisión 

vectorial en humanos no es frecuente, dado que no hay especies de triatominos que 

invadan las viviendas, y tampoco hay abundancia de viviendas, este mecanismo es 

considerado muy importante. Los antecedentes científicos han demostrado la aparición 

de numerosos casos humanos de infección con T. cruzi por vía oral debida a la 

contaminación de alimentos con heces de triatominos silvestres o con secreciones de 

reservorios, en regiones como el Amazonas y en áreas de diferentes países 

latinoamericanos (Marcili y col., 2009a; Shikanai-Yasuda y Carvalho, 2012; Rueda y col., 

2014). Los casos fueron mayormente atribuidos al consumo de jugos, agua, frutas y otros 

alimentos infectados con T. cruzi (Shikanai-Yasuda and Carvalho, 2012). 
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2.1.3- Las distintas cepas de T. cruzi y su especificidad con el hospedador  

La variedad de hospedadores reservorios y de insectos vectores que se encuentran 

implicados en la transmisión de T. cruzi puede explicar, en términos evolutivos, las 

variaciones entre las distintas cepas de T. cruzi (Zeledón, 1974). Las poblaciones naturales 

de T. cruzi están clasificadas en siete Unidades Discretas de Tipificación (UDTs), T. cruzi I 

– T. cruzi VI y T. cruzi Bat, que ha sido propuesto en último lugar, cercano 

filogenéticamente a TcI y prácticamente restringido a los murciélagos (Tibayrenc, 2003; 

Zingales y col., 2009; Marcili y col., 2009b; Zingales y col., 2012). Las UDTs son definidas 

como un conjunto de cepas que están genéticamente más relacionadas entre sí que con 

cualquier otra cepa, y se identifican mediante marcadores genéticos, moleculares o 

inmunológicos comunes (Tibayrenc, 1998). 

Las UDTs de T. cruzi se distribuyen diferencialmente entre insectos triatominos, 

hospedadores vertebrados, hábitats, y en diferentes áreas geográficas (Higo y col., 2004; 

Maffey y col., 2012). Según la bibliografía T. cruzi I circula en los ciclos selváticos del 

continente americano, y en algunos ciclos domésticos, está asociado a mamíferos 

marsupiales del género Didelphis (zarigüeyas), los cuales habitan en ecotopos arbóreos y 

terrestres, peridomésticos y selváticos (Bernabe y col., 2000; Diosque y col., 2003; Yeo y 

col., 2005; Ceballos y col., 2006; Alvarado-Otegui y col., 2012; Orozco y col., 2013; 

Enriquez y col., 2012). Trypanosoma cruzi II, V y VI se registra en ciclos domésticos, en 

Brasil y en países del cono sur del continente americano (Diosque y col., 2003; Yeo y col., 

2005; Burgos y col., 2007; Noireau y col., 2009; Enriquez y col. 2012). Trypanosoma cruzi 

III se ha encontrado en armadillos (Dasypus novemcinctus) a través del continente 

americano (Yeo y col., 2005; Lewis y col., 2009; Alvarado-Otegui y col., 2012; Orozco y col., 

2013; Cura, 2014), mientras que T. cruzi IV ha sido aislado mayormente de mamíferos 

silvestres en el norte de la cuenca del Amazonas y en Estados Unidos (Bernabe y col., 

2000; Yeo y col., 2005; Llewellyn y col., 2009). Los primates no humanos en vida libre 

parecen estar naturalmente asociados con T. cruzi I, T. cruzi II y T. cruzi IV en la selva 

Atlántica y Amazónica (Lisboa y col., 2006; Da Silva y col., 2008; Marcili y col., 2009; 

Araújo y col., 2011; Lisboa y col., 2015).  

En la Tabla 2.1 se expone el registro de las UDTs de T. cruzi que circulan en Argentina en 

distintos hospedadores silvestres y domésticos. 
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Hospedador Provincia Localidad Linaje Referencia 

Zarigüeyas (Didelphis albiventris) 

Chaco 
Pampa del Indio T. cruzi I 

Alvarado-Otegui y col., 2012 

Orozco y col., 2013 

Chacabuco T. cruzi I Diosque y col., 2003 

Santiago del 
Estero 

Amamá T. cruzi I Ceballos y col., 2006 

Misiones Candelaria T. cruzi I Argibay y col., 2016 

Misiones Capital T. cruzi I Argibay y col., 2016 

Armadillo de nueve bandas              
(Dasypus novemcinctus) 

Chaco Pampa del Indio 
T. cruzi 
III 

Orozco y col., 2013 

Alvarado-Otegui y col., 2012 

Cura, 2014 

Piche llorón (Chaetophractus 
vellerosus) 

Chaco Pampa del Indio 
T. cruzi 
III 

Orozco y col., 2013 

Tatú bola (Tolypeutes matacus) Chaco Pampa del Indio 
T. cruzi 
III 

Orozco y col., 2013 

Zorrino (Conepatus chinga) 

Santiago del 
Estero 

Amamá 
T. cruzi 
III 

Ceballos y col., 2006 

Chaco Pampa del Indio 
T. cruzi 
III 

Orozco y col., 2013 

Cuis (Microcavia australis) Tucumán Tafí del Valle T. cruzi I Cécere y col., 2015 

Gato doméstico (Felis catus) Chaco Pampa del Indio 

T. cruzi 
VI Enriquez y col., 2013 

T. cruzi V 

Perro doméstico (Canis familiaris) Chaco 

Chacabuco 
T. cruzi 
VI 

Diosque y col., 2003 

Pampa del Indio 

T. cruzi 
VI 

Enriquez y col., 2013 T. cruzi V 
T. cruzi 
III 

Vampiro común (Desmodus rotundus) Misiones Candelaria T. cruzi II Argibay y col., 2016 

Humanos (Homo sapiens) 
Chaco Chacabuco T. cruzi V Diosque y col., 2003 

Buenos Aires*  Buenos Aires* T. cruzi V Burgos y col., 2007 

Tabla 2.1. Antecedentes de los distintos linajes de T. cruzi registrados en Argentina. 

*Resultados de pacientes que viven en Buenos Aires pero provienen de localidades endémicas de 

Bolivia y Argentina. 

 

 

2.1.4- Tripanosomas en primates no humanos platirrinos, y en Alouatta 

caraya en Argentina 

Como mencionamos en la sección anterior, T. cruzi es un parásito que infecta a un gran 

número de especies de mamíferos silvestres participando de complejos ciclos de 

transmisión en el ambiente silvestre. Trypanosoma cruzi y otros tripanosomas se 

registraron infectando a un amplio rango de géneros de primates no humanos 

neotropicales en diversos trabajos de investigación, independientemente de su 

comportamiento social, o de su hábitat (e.g. Ziccardi y col., 2000; Da Silva y col., 2008; 
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Marcili y col., 2009a; Tenorio y col., 2014; Lisboa y col., 2015; Aysanoa y col., 2017; Carrillo 

Bilbao y col., 2021). 

Las altas prevalencias registradas de T. cruzi en algunas especies de primates no humanos 

en vida libre y la estabilidad de las infecciones en el tiempo (Lisboa y col., 2015; Aysanoa 

y col., 2017), sugieren que estos juegan un rol importante en la mantención del parásito 

en la naturaleza, y también que los primates no humanos en vida libre se encuentran 

altamente expuestos a la infección por tripanosomas (Lisboa y col., 2006). Asimismo, en 

algunos trabajos demostraron una alta infectividad potencial para los primates no 

humanos junto con los órdenes Didelphimorphia y Carnivora Procyonidae, dados los 

resultados de hemocultivos positivos (indicador de alta parasitemia) registrados (Jansen 

y col., 2018). 

En un estudio se registró la infección por T. cruzi en varias especies de las familias Cebidae 

y Callitrichidae que ocupan diferentes estratos del bosque y tienen diversos hábitos 

nutricionales que incluyen comportamientos de predación, sobre insectos o pequeños 

mamíferos, y hábitos vegetarianos (Da Silva y col., 2008). Estas características muestran 

que la infección por T. cruzi en primates en vida libre podría ser adquirida por distintos 

mecanismos de transmisión. La vía de transmisión oral, como ya hemos mencionado, es 

un eficiente mecanismo en los mamíferos silvestres, y en especial en los primates puede 

ser una vía importante para la transmisión de T. cruzi, dado que estos animales 

usualmente incluyen en sus dietas frutas y hojas de diferentes especies de palmeras que 

pueden ser microhábitats de varias especies de triatominos y pequeños mamíferos como 

marsupiales o roedores (Texeira y col., 2001; Da Silva y col., 2008). Excepto por T. cruzi y 

T. rangeli, las otras especies de tripanosomas registradas en monos, como T. minasense, 

no se reportaron infectando a humanos (Da Silva y col., 2008).  

Como ya mencionamos los primates no humanos, pueden también infectarse con T. 

(Megatrypanum) minasense (e.g. Resende y col., 1994; Ziccardi y col., 2000; Sato y col., 

2008; Tenório y col., 2014), el cual no es causante de enfermedad en humanos. Este 

tripanosoma fue detectado mediante técnicas de diagnóstico molecular por Sato y col. 

(2008) en primates de la especie Saguinus midas y Saimiri sciureus exportados a Japón 

como animales de laboratorio, y por Tenório y col. (2014) en un A. caraya en cautiverio. 

Asimismo, trypomastigotes de T. minasense han sido registrados por técnicas 

morfológicas en individuos en vida libre de A. palliata de Costa Rica (Chinchilla y col., 
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2005). Sin embargo, se ha registrado que T. minasense es altamente pleiomórfico en 

sangre en circulación, por lo que requiere una identificación confiable de la especie, 

basada no solo en la morfología (Sato y col., 2008). 

Si bien se han realizado algunos estudios experimentales de infección por T. cruzi en 

primates platirrinos y catarrinos (Falasca y col., 1991; Riarte y col., 1995; Espinola 

Carvalho y col., 2003), y también estudios de las consecuencias en la salud de monos en 

vida libre (Monteiro y col., 2006), el impacto de la infección por T. cruzi, o por otros 

tripanosomas, y el efecto en el estado de preservación en los primates silvestres aún no 

es claro. En los estudios realizados se observan anomalías cardíacas y otros síntomas 

similares a los producidos en humanos que padecen la enfermedad de Chagas (Falasca y 

col., 1991; Monteiro y col., 2006). Monteiro y col. (2006) observaron anomalías cardíacas 

en el 45% de los animales (Leontopithecus rosalia) positivos, sin embargo, no fueron 

lesiones capaces de causar insuficiencia cardíaca. A partir de estos resultados plantean 

dos hipótesis posibles: 1) que las lesiones causadas por T. cruzi en estos primates no son 

suficientemente severas como para causar enfermedad cardíaca; esto podría ser 

explicado por el tiempo evolutivo compartido entre el patógeno y los primates, lo que 

podría haber convertido la relación huésped-parásito en menos severa. Sin embargo, las 

anomalías graves ya descritas en otros primates neotropicales infectados 

experimentalmente (Falasca y col., 1991), hacen que esto no parezca probable. Y 2) los 

monos con lesiones graves no fueron capaces de sobrevivir, por lo que no llegaron a ser 

testeados. El aumento en la mortalidad en estos animales debilitados la explican, por 

ejemplo, por factores indirectos como la depredación.  

Como venimos observando, en la bibliografía se registran las distintas especies de 

primates no humanos que son afectados por la infección por T. cruzi, sus UDTs específicas, 

y la amplia distribución por toda Latinoamérica de la infección en primates no humanos 

en vida libre. Sin embargo, no está claro aún cómo estas infecciones afectan a las 

poblaciones de primates silvestres, como tampoco el potencial rol que estos tienen en los 

ciclos de transmisión y mantención de este patógeno en los ambientes silvestres. 

La información disponible sobre la infección por T. cruzi o por otros tripanosomas en A. 

caraya en Argentina y también en otros países es escasa. La especificidad y sensibilidad 

de las técnicas diagnósticas utilizadas en los estudios realizados en Argentina no 

permitieron hasta ahora definir con certeza la especie de los patógenos flagelados 
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detectados (Funayama and Barreto, 1970; Travi y col., 1982; Bar y col., 1999; Santa Cruz 

y col., 2000).  

En los estudios realizados por Travi y col. (1982) se utilizaron muestras de animales que 

se encontraban en cautiverio y en vida libre, en el Centro Argentino de Primates 

(CAPRIM). El CAPRIM funcionó en lo que es actualmente la Estación Biológica Corrientes 

(EBCo-CECOAL-CONICET-UNNE), donde llevamos a cabo parte de este estudio. Los 

autores registraron infección natural por al menos dos especies de flagelados. Santa Cruz 

y col. (2000) realizó un estudio en Isla Brasilera (sitio implicado en esta tesis) detectando 

la presencia de flagelados por observación al microscopio óptico de extendidos 

sanguíneos, y los registraron como Trypanosoma sp. y Plasmodium sp. 

En otras regiones de la Argentina habitadas por A. caraya, donde hay mayor riesgo de 

transmisión vectorial de T. cruzi, se han realizado estudios en otras especies de mamíferos 

en vida libre pero no hay registros en monos aulladores (e. g. Wisnivesky y col., 1992; 

Ceballos y col., 2006; Cardinal y col., 2008; Alvarado-Otegui y col., 2012; Orozco y col., 

2013; Cécere y col., 2015; Argibay, 2018). 

2.1.5- Insectos vectores de Trypanosoma sp.: Triatominos 

Una de las principales vías de infección por T. cruzi es a través del contacto con las heces 

de insectos hematófagos de la familia Triatominae (Reduviidae: Triatominae), 

comúnmente llamadas vinchucas. En América Latina las especies de triatominos de 

interés en salud pública pertenecen a los géneros Triatoma, Rhodnius, y Panstrongylus; y 

Triatoma infestans (Klug, 1834), Rhodnius prolixus (Stal, 1859), Panstrongylus megistus 

(Burmeister, 1835) y T. dimidiata (Latreille, 1811) son las principales especies de 

triatominos implicadas en el ciclo doméstico (Minter, 1976; Sherlock, 2000; Noireau y col., 

2009).  

Todas las especies de triatominos fueron originalmente selváticas y, entre ellas, solo un 

pequeño número, fue exitoso en colonizar el ambiente doméstico, y así potencialmente 

llegar a implicarse en la transmisión de T. cruzi a humanos. Los cambios ambientales 

antropogénicos y los consiguientes daños a los biotopos naturales de los triatominos 

favorecen ese proceso sinantrópico (Noireau y col., 2009). En nuestro país T. infestans es 

la especie más importante en la transmisión vectorial doméstica (Gürtler y col., 2007). 
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Los triatominos encuentran condiciones favorables para vivir en las grietas de paredes y 

techos, en el caso de las viviendas; en corrales, gallineros y otros en los patios de las casas; 

y en palmeras, nidos de aves, huecos de árboles, y cuevas de pequeños mamíferos, entre 

otros, en el ambiente silvestre (Bar and Wisnivesky-Colli, 2001; Damborsky y col., 2001; 

Noireau y col., 2002; Noireau y col., 2009; Bar y col., 2010). Algunos triatominos 

mantienen especificidad en su hábitat, como especies del género Rhodnius asociadas 

primariamente a palmeras, las de Panstrongylus asociadas a cuevas y cavidades de 

árboles, y las pertenecientes a Triatoma que habitan huecos de árboles y hábitats rocosos 

(Carcavallo y col., 1998; Gaunt y Miles, 2000). Algunas especies presentan una asociación 

más estrecha con un tipo de hábitat, como por ejemplo especies del género Psammolestes 

que se asocian con nidos de Furnáridos, mientras otras especies como, Panstrongylus 

megistus y Triatoma dimidiata, se asocian a un amplio rango de ecotopos arbóreos y 

terrestres (Noireau y col., 2009). 

Estudios en la provincia de Corrientes, registraron la presencia de triatominos vectores 

de T. cruzi, como T. infestans, T. sordida, T. platensis, T. rubrovaria, Panstrongylus megistus, 

Pa. geniculatus y Ps. coreodes (Damborsky y col., 2001). Por otro lado, Triatoma sordida, 

T. platensis, T. rubrovaria, y Ps. coreodes fueron hallados en ecotopos silvestres (Bar y col., 

1999b; Damborski y col., 2001; Bar y col., 2010) (Figura 2.2). 

En este trabajo nos proponemos registrar los triatominos que se encuentran 

compartiendo el hábitat con monos aulladores, y que podrían estar siendo parte del ciclo 

de transmisión de tripanosomas en estos ambientes rurales o silvestres en una región del 

noreste de nuestro país. 
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Figura 2.2. Imágenes y medidas de triatominos hematófagos, potenciales vectores de T. cruzi, 

registrados en la provincia de Corrientes (imágenes extraídas de GeoVin, 2020 - Proyecto de Ciencia 

Participativa: https://geovin.com.ar/). 

 

2.1.6- Trypanosoma cruzi en el Noreste argentino 

La ecorregión del Gran Chaco incluye el norte de Argentina, Bolivia, Paraguay, y el 

suroeste de Brasil. Es una de las regiones más endémicas para la enfermedad de Chagas 

(Gürtler, 2009; Gürtler y col., 2007). El Gran Chaco se divide en Chaco húmedo y Chaco 

seco, y ambos ambientes se encuentran representados en Argentina (Figura 2.3). En esta 

región desde hace décadas se llevan a cabo investigaciones sobre la dinámica de 

transmisión de T. cruzi y sobre la caracterización de la infección en animales domésticos 

y silvestres, mamíferos y vectores (e.g. Wisnivesky y col., 1992; Bar y col., 1999a; Diosque 

y col., 2003; Ceballos y col., 2006; Cardinal y col., 2008; Alvarado-Otegui y col., 2012; 

Orozco y col., 2016). Sin embargo, los estudios en mamíferos silvestres, y en particular en 

primates no humanos en vida libre, en el extremo este del Gran Chaco de la Argentina son 

muy escasos (Santa Cruz, 2000; Travi y col., 1982). 

https://geovin.com.ar/
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Figura 2.3. Mapa de las ecoregiones de Argentina, y ampliación del área geográfica que contiene el 

área de nuestro estudio (círculo amarillo). Imagen producida a partir de Mapa de Ecoregiones de 

Argentina en: https://www.argentina.gob.ar/parquesnacionales/educacionambiental/ecorregiones. 

 

Como ya mencionamos, en la región del chaco húmedo habitan insectos triatominos 

hematófagos silvestres, que son potenciales vectores de T. cruzi, como por ejemplo T. 

sordida y Ps. coreodes, las cuales colonizan biotopos silvestres como palmeras, huecos de 

árboles y nidos de aves (Bar y Wisnivesky-Colli, 2001; Bar y col., 2002; Damborsky y col., 

2001; Bar y col., 2010). Asimismo, se hallaron especímenes de T. sórdida infectados con T. 

cruzi en palmeras y nidos de aves, lo que evidencia su participación en la mantención del 

ciclo de transmisión silvestre de T. cruzi en la región (Bar and Wisnivesky-Colli, 2001). 

Los datos de infección en la población humana de la provincia de Corrientes registraron 

seroprevalencias de hasta 46% en el Dpto. Ituzaingó (Bar y col., 1996; Bar y col., 2005; 

Bar y col., 2010). Por otro lado, Danesi y col. (2019) presentaron datos correspondientes 

al subsector público de salud, donde se observa que la Tasa de Infección Materna en 

humanos por T. cruzi ha disminuido satisfactoriamente en todas las provincias entre 2002 

y 2014, excepto en Corrientes, y también que en 2014 Chaco fue la provincia con mayor 

tasa de infección materna. Asimismo, la transmisión vertical de madre a hijo es la mayor 

fuente de nuevos casos en Argentina en la actual etapa epidemiológica del Chagas (Lucero 

http://www.ncbi.nlm.nih.gov/pubmed?term=Wisnivesky-Colli%20C%5BAuthor%5D&cauthor=true&cauthor_uid=11685251
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en “Corrientes Hoy”, abril 2021). Por otro lado, en la provincia de Corrientes aún existe 

un gran número de viviendas vulnerables, tipo rancho, lo que favorece la posible 

recolonización y presencia de los insectos vectores (Figura 2.4) (Bar y col., 2010; Ulon y 

col., 2018).  

En 2018 la provincia de Corrientes logró la Certificación OPS/OMS “Libre de Transmisión 

Vectorial Domiciliaria de la Enfermedad de Chagas”. Sin embargo, los antecedentes 

evidencian la necesidad de continuar con la vigilancia y estudios en la región, 

principalmente en los sitios de mayor vulnerabilidad, en donde las personas viven con 

prioridades cotidianas para resolver aún más importantes que la presencia o ausencia de 

las vinchucas en sus hogares. 

 

 

 

 

Figura 2.4. Viviendas vulnerables a la infestación por triatominos potenciales vectores de T. cruzi en 

la provincia de Corrientes: A) Vivienda ubicada en San Cayetano (fotografía tomada durante nuestro 

trabajo en territorio en el 2011); B) Vivienda en San Luis del Palmar (Bar y col., 2010). 

 

2.1.7- Diagnóstico y caracterización molecular de Trypanosoma cruzi y otras 

especies del género 

Hasta hace un tiempo, cuando un tripanosoma “cruzi-like” era detectado en un animal 

silvestre, el mismo se identificaba como T. cruzi cuando cumplía con determinadas 

características morfológicas, su capacidad de reproducirse en medios de cultivo 

específicos y en insectos triatominos, y su capacidad de infectar y de producir amastigotes 

en animales mamíferos de laboratorio (Zeledón, 1974). Hoy en día, el método más 

A B 



 
 

36 
 

comúnmente utilizado para el diagnóstico de enfermedades infecciosas se basa en la 

detección de ácidos nucleicos del agente infeccioso. La técnica más utilizada es la PCR, la 

cual se basa en el principio de amplificación exponencial de la secuencia de ADN específica 

a la que se dirige la reacción, lo que le confiere una elevada sensibilidad y especificidad 

analítica.  

Frecuentemente, el ADN seleccionado como blanco para el diagnóstico del parásito es 

repetitivo, o de copia múltiple con extensiva variación intrínseca de la secuencia. Las 

ventajas radican en que es esencial tener un número grande de copias de la secuencia 

blanco para su amplificación, pues el ADN de copia única es más difícil de ser detectado 

especialmente cuando la parasitemia es baja. Por otro lado, las secuencias repetitivas son 

con frecuencia menos conservadas, por no tener función codificadora y, por lo tanto, su 

evolución da lugar a variación entre especies o grupos (Barker, 1990; Vallejo, 1998). 

Como mencionamos en la sección 2.1.1 los protozoos pertenecientes al orden 

Kinetoplastida se diferencian por una estructura prominente y paraflagelar conocida 

como kinetoplasto. El ADN del kinetoplasto (ADN-k) está compuesto por redes de 

maxicírculos y minicírculos concatenados, que representan entre un 10 y 20% del ADN 

total del parásito (Simpson, 1987; Vallejo, 1998). El ADN-k es utilizado como blanco para 

el diagnóstico y la caracterización molecular de tripanosomátidos. Cada protozoo 

contiene entre 5.000 y 10.000 minicírculos y entre 25 y 50 maxicírculos, todos los 

minicírculos de ADN presentan por lo menos una región conservada que varía entre 100 

y 200 pb. Cada especie de tripanosomátido mantiene el mismo número de regiones 

conservadas, T. cruzi posee únicamente minicírculos con cuatro regiones conservadas, 

mientras que, por ejemplo, T. rangeli posee minicírculos con una, dos o cuatro regiones 

conservadas dentro de una misma cepa (Vallejo, 1998). Estos dos tripanosomas pueden 

infectar al hombre, y en países de América Central y del Sur, donde estos dos parásitos 

pueden infectar a las mismas especies de vertebrados y vectores (D´Alessandro, 1976; 

D´Alessandro & Saravia, 1992), el diagnóstico diferencial de los mismos se puede 

complicar. Las pequeñas diferencias observadas en el tamaño de los productos de PCR 

podrían dificultar el diagnóstico de infecciones mixtas entre estos dos parásitos (Vallejo 

y col. 1999, Cura 2014). Se han desarrollado estrategias de PCR capaces de distinguir 

ambas especies en base a diferencias de tamaño o de secuencia de los fragmentos de ADN-

k amplificados (Vallejo y col., 1999; Vargas y col., 2000; Botero y col., 2010). 
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Una secuencia específica utilizada para el diagnóstico y caracterización molecular de T. 

cruzi, es la secuencia de ADN satélite (ADN-Sat) que presenta un gran número de 

repeticiones en el genoma nuclear, una secuencia específica conservada, organizada en 

serie, con unas 104 a 105 copias por genoma. El contenido de ADN satélite varía de 5 a 10 

veces entre las Unidades Discretas de Tipificación (UDTs) de T. cruzi TcI/TcIV y las UDTs 

TcII/III/V/VI (Duffy y col., 2009). 
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2.1.8- Objetivos e hipótesis 
 

Varias especies de primates no humanos del nuevo mundo se registraron infectadas con 

T. cruzi, sin embargo, no hay antecedentes precisos en monos aulladores silvestres de 

Argentina. Nos propusimos evaluar el rol potencial de Alouatta caraya en el ciclo de 

transmisión silvestre de Trypanosoma cruzi en ambientes antropizados del Noreste 

argentino. Investigamos la infección por T. cruzi y otras especies del genero en los 

aulladores, y la presencia de vectores triatominos asociados a estas poblaciones de A. 

caraya en vida libre. 

Objetivos específicos: 

 Determinar la prevalencia de infección por T. cruzi y por otros tripanosomátidos 

en poblaciones de A. caraya en vida libre que habitan en lugares con diferente 

grado de urbanización del noreste argentino, a través de distintas técnicas 

diagnósticas. 

 Caracterizar por métodos moleculares las UDTs de T. cruzi halladas en los monos 

aulladores. 

 Estudiar la asociación entre las prevalencias estimadas y el grado de urbanización 

de los sitios de estudio. 

 Identificar los potenciales triatominos vectores, su abundancia y los ecotopos 

silvestres donde habitan. 

 Determinar la infección por tripanosomas de los triatominos hallados. 

 

Hipótesis de trabajo: 

Dado que la provincia de Corrientes es considerada endémica para la enfermedad de 

Chagas, con prevalencias en humanos considerables (Bar y col., 1996; Bar y col., 2005; 

Bar y col., 2010; Danesi y col., 2019), y que en el ambiente silvestre los estudios de 

seroprevalencia en mamíferos son escasos o nulos, nos planteamos las siguientes 

hipótesis: 1) Los monos aulladores en vida libre del noreste argentino albergan a T. 

cruzi, incluso en zonas donde la transmisión vectorial en humanos ha sido 

interrumpida. 2) En los bosques del noreste de la Argentina la presencia conjunta de 

monos aulladores infectados y triatominos hematófagos posibilita la permanencia del 

ciclo de transmisión silvestre de T. cruzi en la región.  
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2.2- Metodología  

2.2.1- Descripción de los sitios de estudio. 

El estudio se llevó a cabo en dos localidades del noreste de Argentina: Isla del Cerrito en 

la provincia de Chaco, y San Cayetano en la provincia de Corrientes. Ambas localidades se 

encuentran inmersas en un ambiente rural, rodeadas de ríos, lagunas, y fragmentos de 

bosque habitados por A. caraya. Entre ambas localidades, se definieron cuatro sitios de 

estudio con diferente grado de urbanización y por lo tanto de contacto de los monos que 

allí habitan con el ambiente antrópico: Isla del Cerrito (IC) (27° 18' S - 58° 37' O) y San 

Cayetano (SC) (27° 34' S, 58° 42' O) como ambiente “rururbano”, Isla Brasilera (IB) (27º 

20' S - 58º 40' O) como ambiente “remoto”, y Parque Provincial San Cayetano (PPSC) (27° 

30' S, 58° 41' O) como ambiente “rural” (Figura 2.5). 

La localidad de IC se encuentra en el noreste de la provincia de Chaco en la confluencia 

del río Paraná y el río Paraguay (Figura 2.5), siendo uno de los principales puntos 

turísticos de la provincia. Según los datos registrados hasta el momento, Isla del Cerrito 

cuenta con 1.758 habitantes (INDEC, 2010). El clima es subtropical templado, con una 

media anual de entre 1.000 y 1.200 mm de precipitaciones y 22°C de temperatura, propios 

del Chaco Oriental. Existen pobladores dispersos en diversos puntos de la isla, pero la gran 

mayoría se concentra en el único centro urbano de la misma. El municipio se extiende por 

toda la isla y abarca también las islas Guáscara, Brasilera y Bosnia sobre el río Paraná, y 

las islas Mborebí y Carpincho sobre el riacho Ancho. Dos grupos de aulladores habitan en 

el casco urbano de esta localidad y circulan frecuentemente por árboles de los patios o 

predios de las viviendas de IC (Kowalewski & Garber, 2010). 

La IB se encuentra a 1,5 km del casco urbano de IC, y a 20 km al norte del PPSC. La isla 

tiene un área de 292 ha sin asentamientos humanos permanentes, aunque 

ocasionalmente es visitada por pescadores artesanales o turistas que acampan en la zona 

de la costa. La isla forma parte del municipio de IC y del grupo de islas del río Paraná. 

Según Cabrera (1976), la isla pertenece a la provincia fitogeográfica Paranaense, siendo 

parte de las selvas marginales que se extienden formando angostas galerías a lo largo de 

los ríos Paraná y Uruguay. Para los trabajos de primatología (Rumiz y col., 1986; Brown y 

Zunino, 1994; Zunino, 1996; Bravo, 2003) las islas del río Paraná representan un 

ambiente distinguible de las selvas que se encuentran en tierra firme, refiriéndose a ellas 

https://es.wikipedia.org/wiki/Instituto_Nacional_de_Estad%C3%ADstica_y_Censos_%28Argentina%29
https://es.wikipedia.org/wiki/Censo_argentino_de_2010
https://es.wikipedia.org/w/index.php?title=Riacho_Ancho&action=edit&redlink=1
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como "selva de inundación". El clima de la IB es subtropical templado con una 

temperatura anual promedio de 21,6 ºC y un promedio anual de lluvias de 1200 mm. El 

54% de la superficie de la isla está cubierta por bosques inundables continuos y el 46% 

restante por lagunas y pastizales (Bravo, 2003). La superficie cubierta por bosques se 

divide en dos tipos de comunidades, bosque alto localizado principalmente en el centro 

de la isla, y bosque bajo localizado en las áreas marginales de la isla. Ambos tipos de 

bosque son habitados por A. caraya. Entre 32 y 35 grupos de monos viven en la isla 

(Kowalewski & Garber, 2010); y la densidad ecológica de monos es de al menos tres 

individuos por hectárea (Kowalewski & Zunino, 2004; Kowalewski y col., 2019). 

La localidad de SC, a 18 km de la ciudad de Corrientes, se encuentra sobre el río Riachuelo, 

el cual desemboca en el río Paraná (Figura 2.5). La temperatura anual promedio es de 21,7 

°C y un promedio de lluvias anual de 1230 mm. Los alrededores del casco urbano de SC, 

están compuestos por un ambiente de pastizales, selva en galería, y fragmentos de bosque 

semideciduo degradado, los cuáles fueron y continúan siendo modificados por la 

deforestación, los incendios, la extracción de madera, y la presencia de ganado (Zunino y 

col., 2007; Zunino & Kowalewski, 2008). Estos bosques constituyen el hábitat de monos 

aulladores negros y dorados. Entre 7 y 8 grupos de estos monos habitan próximos a 

viviendas del pueblo de San Cayetano en árboles que se encuentran contiguos con árboles 

de los fragmentos de bosque vecinos (Kowalewski & Garber, 2010). 

A 3 km del casco urbano de SC, se encuentra el PPSC, donde se ubica la Estación Biológica 

Corrientes (EBCo) (Figura 2.5). En el PPSC y sus alrededores se registraron unos 34 

grupos de monos aulladores (Zunino y col., 2007), que junto con humanos y animales 

domésticos comparten estas áreas con características rurales y que aún conservan 

características del ambiente silvestre que allí existía. La densidad ecológica reportada de 

monos aulladores en el PPSC es de aproximadamente un individuo por hectárea (Zunino 

y col., 2007). 

La categorización de los grupos respecto al paisaje se realizó teniendo en cuenta su 

cercanía al casco urbano de SC e IC. Si se encuentran inmersos o lindan con el casco 

urbano, se los incluyó en la categoría “Rururbano”, a los grupos ubicados en el PPSC y sus 

alrededores se los incluyó en la categoría “Rural”, y los grupos que habitan en la IB se los 

incluyó en la categoría “Remoto”. 
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2.2.2- Identificación y localización de los grupos de monos. 

En la IB y el PPSC se llevan a cabo investigaciones de largo plazo en ecología y 

comportamiento de primates no humanos desde la década del 80 (Zunino y Rumiz, 1986; 

Zunino y Kowalewski, 2008; Kowalewski y col., 2019), lo que nos permitió la localización 

e identificación de los grupos de aulladores y su área de acción aproximada. Los A. caraya 

son primates sociales de hábitos arbóreos que durante la noche se agrupan de forma 

cohesiva en los árboles dormideros. Dentro del área de cada grupo localizamos árboles 

que por su forma y tamaño podrían ser seleccionados por los monos para dormir. Según 

algunos estudios, esta selección está asociada a reducir el riesgo de depredación y a 

aumentar los beneficios de la vida social al facilitar el agrupamiento nocturno 

(Kowalewski y Zunino, 2005; Brividoro y col., 2019). De los posibles árboles dormideros 

para cada grupo seleccionamos uno, el cual fue el punto de coordenadas geográfico para 

la ubicación espacial de cada grupo de monos estudiado. A estos árboles los llamaremos 

de aquí en más “árbol dormidero” (AD). 

2.2.3- Colecta de muestras para el diagnóstico de tripanosomátidos en los 
monos. 

La obtención de las muestras requirió la captura y posterior liberación de los animales. 

Las actividades de campo y tareas de logística necesarias las realizamos en el marco del 

proyecto “Actividad del virus de la fiebre amarilla y otros arbovirus de importancia 

sanitaria en primates no humanos, roedores y mosquitos en el noreste de Argentina”, el 

cual se planteó en paralelo a este proyecto, en colaboración con un grupo de trabajo del 

Instituto Nacional de Enfermedades Virales Humanas “Dr. Julio I. Maiztegui”. Teniendo en 

cuenta la complejidad de la logística que estos procedimientos implican, tanto de recursos 

humanos como económicos, además del posible impacto que dichas actividades pueden 

causar en la población de monos aulladores estudiada, procuramos sumar recursos y 

capacidades trabajando además en colaboración con otros grupos de investigación 

interesados en muestras biológicas con procedimientos de colecta de complejidad similar. 

De esta manera, se buscó aprovechar el material biológico y disminuir el impacto en la 

población de aulladores por capturas sucesivas. 
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- Captura de los animales:  

El sitio base para el procesamiento de la colecta de muestras de cada día de muestreo, se 

instaló de acuerdo con la localización de los grupos de aulladores, teniendo en cuenta la 

cercanía de los grupos objetivo para ese momento.  Una vez terminado el muestreo de 

esos grupos se procedió a instalar una nueva base de trabajo en otro punto asociado a 

otros grupos, y así sucesivamente avanzando con la captura de los distintos grupos 

(Figura 2.6). 

Para todo el procedimiento de captura y toma de muestras se contó con el apoyo continuo 

de al menos dos veterinarios. Los animales se capturaron e inmovilizaron con dardos 

anestésicos (tipo P Pneu-dart de 1 cc) mediante el uso de un rifle de aire comprimido 

(Figura 2.7). La vía de administración de la anestesia fue la intramuscular, con dardos 

anestésicos en primera instancia, y luego con jeringas en los casos que fue necesario 

suministrar una dosis extra. Las drogas anestésicas utilizadas fueron clorhidrato de 

xilazina (Xilacina 20®, Richmond Vet Pharma, Buenos Aires, Argentina) (20 mg/ml; 1,3-

3,5mg/kg), combinado con midazolam (Midazolam®, Richmond Vet Pharma) (5 mg/ml; 

0,5mg/kg), y ketamina (5,5-18mg/kg) (Ketonal 100®, Richmond Vet Pharma) (100 

mg/ml), a la mínima dosis apropiada para esta especie y según el peso de cada animal en 

particular (Kreeger y col., 2023). Dado que, al momento de la administración de la 

anestesia con los dardos, no contamos con el dato del peso exacto del animal, se utilizó la 

dosis mínima apropiada para la especie y el peso aproximado según el grupo etario al que 

correspondía el animal a capturar (juvenil, subadulto o adulto), y en los casos que fue 

necesario se aplicó posteriormente una dosis extra durante los procedimientos de toma 

de muestras biológicas.  

En el Anexo 2 se encuentran adjuntas las planillas de datos utilizadas durante la captura 

de los animales: ficha de contención química, medidas morfométricas, y ficha de 

identificación del individuo. 
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Figura 2.6. Base de procesamiento para la colecta de muestras biológicas de los monos aulladores. A) 
Caminata en la IB hasta el sitio donde se armará la base de procesamiento para ese día de muestreo; 
a la isla accedíamos con una pequeña embarcación. B) Base de procesamiento de un día en el PPSC, 

donde teníamos la posibilidad de acceder con vehículo a los sitios. 

 

Los individuos fueron clasificados en categorías de sexo (macho o hembra) y edad (adulto, 

subadulto, juvenil, o infante) de acuerdo con la clasificación propuesta por Rumiz (1990) 

con modificaciones realizadas por Kowalewski (2007) a partir de características 

morfológicas y comportamentales: 1) infantes (0 a 1 año); 2) juveniles (cuando comienza 

a disminuir el cuidado maternal, de 1 a 3 años en las hembras y de 1 a 4 años en los 

machos); 3) subadultos (desde los 3 hasta 4-5 años en las hembras y desde los 4 hasta los 

5 en los machos); 4) adultos (hembras a partir del primer parto, alrededor de los 4-5 años, 

y los machos a partir de los 5 años de edad). 

Al momento de la captura se priorizó a los animales adultos y subadultos, y en última 

instancia a juveniles avanzados. Asimismo, se tuvo en cuenta que las hembras no 

estuvieran preñadas, y que tanto hembras como machos no estén transportando una cría. 

Los animales fueron capturados aproximadamente entre las 10:00 y 12:00 hs y entre las 

14:00 y 16:00 hs. En esta franja horaria los monos aulladores están más activos, se 

encuentran a alturas relativamente bajas en el dosel, y la temperatura ambiental es más 

cálida. Al recibir el impacto del dardo los animales se encuentran en el dosel del árbol, por 

lo que se procuró estar preparados para amortiguar su caída con redes confeccionadas 

para este fin evitando golpes o lesiones durante la caída (Figura 2.7). Asimismo, teniendo 

en cuenta las bajas temperaturas invernales, y que un animal bajo anestesia experimenta 

una disminución en la temperatura corporal, pudiendo desencadenar otros efectos 
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fisiológicos adversos (Kreeger y col., 2023; Fowler, 2008), se mantuvo a los animales con 

calor, utilizando mantas y bolsas de agua caliente, y ambientando el espacio con una 

fogata controlada en el área de procesamiento (Figura 2.7). 

A cada animal se lo pesó, se le realizó una marca mediante el uso de caravanas para su 

reconocimiento en caso de ser necesaria su recaptura, y se examinó su estado de salud 

general, monitoreando su estado constantemente hasta el momento de su liberación 

(Figura 2.7).  

En los alrededores de SC y en el PPSC (ambiente “rururbano” y “rural”, respectivamente), 

las capturas se llevaron a cabo durante el mes de julio de 2010, y en IB (ambiente 

“remoto”) e IC (ambiente “rururbano”) la captura se realizó durante el mes de agosto de 

2010.  
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Figura 2.7- A) Dardos anestésicos tipo P Pneu-dart de 1 cc.; B) disparo y descarga de los dardos 

anestésicos mediante el uso de rifle de aire comprimido; C) utilización de redes para amortiguar la 

caída de los animales luego de ser anestesiados; D) monitoreo de un individuo bajo el efecto de la 

anestesia utilizando bolsas de agua caliente y abrigos; E) mantención de temperatura y recuperación 

de la anestesia; F) individuo liberado en su lugar de captura, post recuperación de la anestesia. 

 

- Colecta de muestras biológicas para el diagnóstico de tripanosomas:  

A cada animal se le tomaron tres tipos de muestras: 1) Muestra de sangre: se le extrajo 

aproximadamente 1,5 ml de sangre de la vena femoral que fue conservada en EDTA 0,5M 

(1:1) conservada en frío en campo, y luego en freezer a -20°C hasta su posterior 

diagnóstico por técnicas de biología molecular; 2) una muestra de xenodiagnóstico, cuyo 

procedimiento describiré más adelante; y 3) se extrajo una pieza de aproximadamente 2 
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mm por 2 mm de tejido del borde del pabellón auricular externo para el diagnóstico de 

leishmaniasis (que describiremos en el Capítulo 3). 

Para otros estudios de investigación en colaboración se extrajeron las siguientes 

muestras: suero; ectoparásitos; pelos para estudios genéticos; registro fotográfico de cara 

y dentadura; e hisopado de mucosa genital.  

Al finalizar con la toma de muestras, los animales fueron mantenidos en un lugar 

adecuado hasta su recuperación de la anestesia, luego fueron liberados en la base del 

árbol en el que fueron capturados, monitoreando su capacidad para moverse en los 

árboles el tiempo necesario con el apoyo constante del equipo veterinario. Los 

procedimientos utilizados para la captura y liberación de los animales han sido utilizados 

con éxito anteriormente en otras investigaciones (Schmidt y col., 2007; Kowalewski, 

2007; Oklander, 2007). Por otro lado, nuestros protocolos de captura fueron aprobados 

por el Comité de Evaluación Ética de Investigaciones Biomédicas del Instituto Nacional de 

Enfermedades Virales Humanas “Dr. Julio I. Maiztegui” (Anexo 1), y cumplieron con el 

Código de buenas prácticas para la primatología de campo (International Primatological 

Society), y con las pautas para el tratamiento ético de los primates (protocolo del Comité 

Institucional de Cuidado y Uso de Animales de Laboratorio, IACUC, protocolo nro. 09267). 

2.2.4- Xenodiagnóstico. 

Esta metodología requiere al menos de 20 minutos en los que el animal debe permanecer 

quieto y con temperatura adecuada, por lo que en muchos casos fue necesario aumentar 

levemente la dosis de anestesia durante el procedimiento para poder llevarlo a cabo. En 

cada animal se utilizaron 2 pequeñas cajas cilíndricas de madera tapadas con tela voile y 

una bandita elástica, con 8 ninfas de Triatoma infestans de tercer y/o cuarto estadio en su 

interior (Figura 2.8). Los insectos fueron provistos por el insectario de la Coordinación 

Nacional de Control de Vectores de Santa María de Punilla, Córdoba. Los mismos estaban 

libres de infección por T. cruzi u otros tripanosomátidos, y mantenidos sin alimentación 

durante las 3 semanas previas a su utilización. Durante el trabajo de campo las cajas 

conteniendo las ninfas fueron trasladadas en cajas conservadoras mantenidas a una 

temperatura aproximada de 25°C. A cada animal se le aplicaron dos cajas con triatominos 

en su abdomen durante 20 minutos, de manera que los insectos puedan alimentarse lo 

suficiente (Cerisola y col., 1974; Schenone, 1999). Las cajas con los triatominos 
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alimentados fueron mantenidas en laboratorio a temperatura ambiente estable 

aproximadamente entre 24-26°C, cuidando que no ocurran cambios abruptos en las 

condiciones de temperatura y humedad.  

La primera parte del diagnóstico de infección se llevó a cabo en el área de entomología del 

Instituto de Medicina Regional de la UNNE. Las observaciones se realizaron a los 30, y 60 

días post-exposición, manteniendo a los insectos en ayuno prolongado. 

La muestra para cada individuo fue obtenida por expresión abdominal, agrupando el 

contenido rectal de 4 vinchucas alimentadas de cada cajita de diagnóstico. Las cuatro 

alícuotas se colocaron en una gota de solución fisiológica, y se procedió al examen del 

preparado al microscopio óptico con una ampliación de 400x. 

 

 

Figura 2.8. Imágenes del procedimiento del diagnóstico de tripanosomas por el método del 

xenodiagnóstico. A) Exposición de los triatominos a alimentarse de una mona adulta A. caraya. B) 

Cajas cilíndricas de madera tapadas con tela voile y una bandita elástica, con 8 ninfas de tercer o 

cuarto estadío en su interior listas para ser utilizadas. C) Interior de caja de madera conteniendo las 

ninfas de Triatoma infestans una semana después de la colecta de muestras. D) Ninfas de T. infestans 

alimentadas pertenecientes a una misma caja en el momento previo a ser evaluadas. E) Preparado de 

pool de heces en una gota de solución fisiológica para ser observado al microscopio óptico. 
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Por otro lado, con el objetivo de evaluar la calidad del método en los monos aulladores, se 

evaluó la alimentación y sobrevida de los triatominos, para lo cual se contabilizaron el 

número de ninfas vivas por caja y se clasificaron según su estado nutricional cualitativo 

según Ceballos y col. (2005). Estas observaciones se realizaron a la semana de colectada 

la muestra, a los 30, y a los 60 días post exposición. Además, se tuvieron en cuenta las 

variables: peso del mono y temperatura diaria media, para evaluar una posible asociación 

con la calidad del método. 

 

2.2.5- Caracterización molecular de la infección por Tripanosoma sp. en las 
muestras de sangre 

Las muestras de sangre conservadas en solución de EDTA 0,5M, fueron procesadas 

extrayendo el ADN y aplicando protocolos de PCR específicos para T. cruzi. Los 

fragmentos de ADN compatibles con T. cruzi fueron secuenciados y analizados para la 

confirmación de los resultados. 

- Extracción de ADN: La extracción de ADN se realizó a partir de 200 μl de muestra (sangre 

+ EDTA) con columnas de extracción comerciales (High Pure PCR Template Preparation 

Kit, Roche Diagnostic Corp., Indiana, USA), siguiendo las instrucciones sugeridas por el 

fabricante. Previo a la extracción, a cada muestra se le adhirió 200 pg de plásmido 

linearizado p-ZErO, para ser utilizado como un control interno de amplificación (IAC), el 

mismo contiene una secuencia de Arabidopsis thaliana, una acuaporina específica del 

polen que no tiene semejanza con ninguna proteína de mamíferos, insectos o 

tripanosomátidos (Soto y col., 2008; Duffy y col., 2009). Este plásmido es amplificado en 

una reacción de qPCR (“quantitative” o “real time”) con una sonda TaqMan®, desarrollada 

en el laboratorio del INGEBI (Instituto de Investigaciones en Ingeniería Genética y 

Biología Molecular), sitio donde llevamos a cabo estos análisis (Duffy y col., 2009; Duffy y 

col., 2013). 

- Reacciones de amplificación por PCR: se utilizaron distintos procedimientos de 

amplificación para la detección específica de T. cruzi que se presentan en la Tabla 2.2. 

Después de algunos resultados, y dado que estos protocolos no habían sido utilizados con 

muestras de primates no humanos, se definió el siguiente algoritmo de aplicación de los 

mismos sobre las muestras (Figura 2.9): en primer lugar, se utilizó la PCR convencional 

dirigida a amplificar la región variable de 330 pares de bases (pb) del genoma de los 
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minicírculos del kinetoplasto (ADN-k) de T. cruzi, utilizando los oligonucleótidos 

iniciadores “121” y “122” (Tabla 2.2), y las condiciones de ciclado según Burgos y col. 

(2007). Esta reacción se aplicó por duplicado a cada muestra. Las muestras que 

presentaron fragmentos de ADN-k de tamaño compatible con T. cruzi (330 pb), se las 

analizó a continuación con la qPCR de ADN-Sat (Tabla 2.2), utilizando un equipo de PCR 

en tiempo real Rotor-Gene 6000 (Corbett Life Science, QIAGEN). Esta reacción está 

dirigida a amplificar un fragmento de 166 pb de secuencias satélite específicas de T. cruzi, 

utilizando los iniciadores “cruzi 1” y “cruzi 2”, y la sonda TaqMan® “cruzi 3” marcada con 

5_FAM (6-carboxyfluorescein) y 3_MGB (minor groove binder), siguiendo las condiciones 

de ciclado reportadas por Schijman y col. (2011). Esta reacción se aplicó por duplicado a 

cada muestra, y las muestras positivas a la qPCR ADN-Sat se analizaron a continuación 

por PCR convencional con los mismos iniciadores (“cruzi 1” y “cruzi 2”), y los fragmentos 

obtenidos fueron secuenciados (Figura 2.9). En paralelo las muestras fueron analizadas 

por una PCR convencional dirigida al dominio D7 del gen de ADN ribosomal (ADN-Rib) 

24Sα de tripanosomátidos, el cual presenta dimorfismo en la secuencia entre 

tripanosomátidos, incluso entre los linajes de T. cruzi, por lo que es utilizado como blanco 

para la detección diferencial entre tripanosomátidos (Souto y col., 1999). Esta reacción 

utiliza los oligonucleótidos “D75” y “D76” y aplicamos las condiciones de ciclado según 

Schijman y col. (2006) (Tabla 2.2). En principio este protocolo estaba destinado a la 

caracterización molecular diferencial de tripanosomátidos en las muestras positivas a la 

PCR ADN-k, sin embargo, los resultados obtenidos luego de aplicar este procedimiento 

redireccionaron los objetivos, y se continuó aplicando a todas las muestras para la 

detección de T. minasense, una especie de tripanosoma que no esperábamos hallar (ver 

en sección de resultados) (Figura 2.9). 

La reacción para el control interno (ADN-IAC) ha sido utilizada en su protocolo simple de 

qPCR (Duffy y col. 2009), y en su protocolo multiplex, en el que se cuantifica tanto el ADN 

del IAC como el de T. cruzi en una misma reacción (Duffy y col. 2013).  
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Figura 2.9: Algoritmo utilizado para el diagnóstico y caracterización de Tripanosoma sp. 

 

 

Cada reacción de PCR incluyó una reacción de amplificación sin ADN como control 

negativo, y una reacción de amplificación con el ADN total de una cepa de referencia de T. 

cruzi (T. cruzi VI CL-Brener), y/o de una cepa de T. rangeli proveniente de Brasil (Cuba 

Cuba, comunicación personal; Gurgel-Gonçalves y col., 2012), como controles positivos.  

Los fragmentos amplificados por ensayos de PCR convencional fueron analizados por 

electroforesis en geles de agarosa 2% con BrEt, a partir de una alícuota de 10 µl del 

producto de reacción. Se utilizó un marcador de peso molecular (1 Kb), y los fragmentos 

de ADN se visualizaron en un transiluminador de emisión UV.  
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- Análisis por secuenciación: Los fragmentos de ADN obtenidos de las reacciones ADN-Sat 

y ADN-Rib fueron analizados por análisis de secuenciación, según las instrucciones del 

sitio de procesamiento. El análisis de las secuencias de ADN satélite obtenidas permitió la 

caracterización de las UDTs de T. cruzi, pudiendo distinguir entre las UDTs I, III, IV y el 

grupo II, V y VI, entre los cuales no es posible diferenciar con este marcador molecular. 

Para esto los productos de PCR a analizar fueron purificados utilizando las columnas 

comerciales del QIA quick® PCR Purification Kit (QIAGEN) siguiendo las indicaciones del 

fabricante para la purificación. En los casos en los que se obtuvieron fragmentos 

inespecíficos, los fragmentos de interés fueron separados cortando el gel bajo 

visualización con luz UV, y cada fragmento inmerso en agarosa fue purificado utilizando 

las columnas comerciales del QIA quick® Gel Extraction Kit (QIAGEN) siguiendo las 

indicaciones del fabricante. 

La secuenciación se realizó en forma bidireccional sobre ambas hebras de ADN, utilizando 

cada oligonucleótido cebador de la reacción de PCR en cuestión. Se utilizó el servicio de 

secuenciación brindado por el Instituto Nacional de Tecnología Agropecuaria (INTA, 

Hurlingham, Buenos Aires). 

Los electroferogramas de las secuencias obtenidas se analizaron utilizando el programa 

CodonCode Aligner © versión 8.0.2 y el programa BioEdit Sequence Alignment Editor © 

versión 7.2.6 (Hall, 1999). Para el alineamiento de las secuencias se utilizó el algoritmo 

ClustalW (Thompson y col., 1994) del programa MEGA 10.0.5 (Kumar y col., 2018) y del 

programa BioEdit. Las secuencias obtenidas se compararon con las secuencias 

disponibles en la base de datos GenBank utilizando el análisis con el programa “BLAST” 

del sitio http://www.ncbi.nlm.nih.gov. 

 

2.2.6- Insectos vectores de Trypanosoma en árboles dormideros de Alouatta 
caraya 

Con el objetivo de evaluar la presencia de triatominos silvestres asociados a los monos 

aulladores, se realizaron muestreos utilizando trampas con cebo vivo tipo Noireau 

(Noireau y col. 1999, Noireau y col. 2002), y también mediante la disección de nidos de 

aves deshabitados.  

http://www.ncbi.nlm.nih.gov/
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- Muestreo con trampas adhesivas con cebo vivo:  

Las trampas tipo Noireau son trampas adhesivas con cebo vivo que fueron modificándose 

para que su uso fuera exitoso en la captura de triatominos en el ambiente silvestre 

(Noireau y col., 1999). Este sistema de captura ha sido puesto a prueba exitosamente en 

varios tipos de ecosistemas (Chaco, Caatinga, Cuenca del Amazonas, y bosques húmedos 

subtropicales) y en distintos tipos de micro-hábitats (huecos de árboles, copas de 

palmeras, entre rocas y rajaduras en riscos) (Noireau y col., 1999; 2000; 2002; Ceballos y 

col., 2009; Ceballos, 2010). La efectividad de estas trampas evita una meticulosa disección 

del hábitat para la captura de triatominos, lo cual a veces es muy dificultoso y destructivo. 

La trampa consistió de un pequeño frasco de plástico de 500 cm3 con una tapa a rosca con 

una abertura cubierta con una malla de alambre galvanizado de cuadrícula de 1 mm 

(malla mosquitera) que permite el intercambio gaseoso con el exterior, el borde de la tapa 

se cubrió parcialmente con una cinta adhesiva doble faz de 5 cm de espesor (Dancan®, 

Argentina) (Figura 2.10). La superficie del frasco se lijó suavemente para que su superficie 

sea rugosa y los triatominos puedan trepar por ella hasta la cinta adhesiva donde 

quedarían pegados. En la base del frasco se realizó un pequeño orificio para drenaje en 

caso de entrada de agua por lluvia. En el interior se colocó un ratón de laboratorio como 

fuente de atractantes (olores, CO2 y calor) junto con una pequeña cantidad de viruta de 

madera como “cama”, y comida que constó de un pellet de alimento balanceado y un trozo 

de manzana como fuente de agua y azúcares. Cuando la trampa fue colocada en forma 

colgante (como ocurre en huecos profundos) se le agregó un hilo que sirve para sostenerla 

a la altura adecuada (Figura 2.10). Se contó con dos grupos de ratones de manera que 

podíamos alternarlos para que no estén dos noches seguidas en las trampas. Los ratones 

fueron provistos por el bioterio del Instituto Nacional de Parasitología, “Dr. Mario Fatala 

Chaben”, y al finalizar el muestreo fueron destinados al serpentario CEPSAN (Centro 

Productor de Suero Antiofídico) ubicado en ese momento en la ciudad de Corrientes, para 

la alimentación de serpientes.  
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Figura 2.10. Trampas adhesivas con cebo vivo. A) Frascos acondicionados para le estadía de los 

ratones, con viruta de madera, pellet de alimento balanceado y porción de fruta. B) Montaje de la 

cinta doble faz e hilo en el borde superior del frasco. C) Traslado de trampas para ser colocadas y 

activadas en los micrositios previamente seleccionados. D) Jaulas contenedoras de los grupos de 

ratones utilizados como cebo vivo. E) Trampa activa en el hueco de un árbol. F) Trampa completa al 

retirarla a la mañana siguiente de una noche de muestreo.  

 

Antes de comenzar con el muestreo pusimos a punto las trampas haciendo una prueba 

piloto y realizando algunos ajustes: probamos el pegamento de la cinta adhesiva 

exponiéndolo a vinchucas de laboratorio, y colocamos doble malla mosquitera para que 

los ratones no se escapen o no sean removidos por otros animales. 

Los muestreos se llevaron a cabo durante el mes de marzo de 2012, colocando las trampas 

en los AD seleccionados de los distintos grupos de monos estudiados (como se mencionó 

en la sección 2.2.2) abarcando las tres categorías ambientales definidas: “remoto”, 

“rural” y “rururbano”. Las trampas fueron colocadas en un área aproximada de 1000 m2, 

quedando el AD ubicado aproximadamente en el centro de dicha superficie. En esa área 

se clasificaron y eligieron los distintos microhábitats (ecotopos) para ubicar las trampas, 

teniendo en cuenta que el espacio de instalación fuera suficientemente ancho y profundo 

para poder introducirla, y que tuviera condiciones apropiadas (ambientales y de cobijo) 

como para ser refugio de algún animal, potencial alimento para los triatominos. En 
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general fueron huecos en árboles vivos o muertos, refugio de algún animal (cueva) en la 

base de los árboles, o entre acumulaciones de ramas (Figura 2.11). 

Las trampas se colocaron durante una noche en cada AD, se instalaron aproximadamente 

entre las 17 y las 19hs y fueron retiradas a primera hora del día siguiente. En todo 

momento procuramos mantener a los ratones en las mejores condiciones posibles (Figura 

2.10). Durante la colocación de las trampas se utilizó una planilla de registro de datos 

ambientales que se encuentra adjunta en el Anexo 3. 

 

 

Figura 2.11. Ejemplos de microhábitats hallados en los distintos sitios. A) Trampa colgada en el hueco 

de un árbol procurando que el frasco toque las paredes. B) Trampa apoyada en hueco de árbol 

muerto. C) Trampa en hueco en base de un árbol, que podría servir de refugio de algún animal. D) 

Trampa sostenida por una rama entre las grietas de un ficus. E) Trampa en hueco en base de un 

árbol. F) Trampa en un hueco de un árbol en altura. En todos los casos se tuvo en cuenta que alguna 

sección del frasco toque las paredes del microhábitat, de manera de facilitar el acceso de los insectos. 

 

- Capturas por disección de nidos de aves:  

La selección de nidos de aves para su disección estuvo sujeta a su localización (cercana a 

algún AD), a que el nido se encuentre deshabitado en el momento de su colecta, y a la 

posibilidad de acceso a los mismos (acceso con escalera). Cada nido colectado fue 

colocado en una bolsa o tela contenedora para ser trasladado al lugar donde iba a ser 

disectado (Figura 2.12). Cada nido fue exhaustivamente examinado, los triatominos 
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capturados fueron conservados en recipientes acondicionados con papel plegado en su 

interior y fueron llevados al laboratorio para su identificación y procesamiento. Los 

insectos colectados se identificaron por especie y estadio siguiendo las claves de Lent y 

Wygodzinsky (1979), y fueron examinados para infección por tripanosomas observando 

su contenido rectal al microscopio óptico (MO) con una ampliación de 400x.  

 

 

Figura 2.12 – Colecta de nidos de aves deshabitados. A) Nido colgante característico de aves de la 

familia Furnariidae. B) Colecta de nido colgante. C) Disección del nido examinando la presencia de 

triatominos. 

 

2.2.7- Análisis de datos 

A partir de los procedimientos de diagnóstico por PCR se estimó la prevalencia de 

infección con intervalos de confianza del 95 % (IC) para cada protocolo. A partir de estas 

estimaciones se analizó la asociación entre las prevalencias de infección y las variables de 

sexo, grupo etario y grado de antropización del ambiente mediante la prueba de 

independencia de Chi Cuadrado (X2), asumiendo como significativo un p-valor menor a 

0,05. 

Los datos fueron analizados utilizando los programas Quantitative Parasitology (QP3.0) 

(Rozsa y col., 2000) e InsfoStat 2014 (Di Rienzo y col., 2014). 
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2.3- Resultados 

2.3.1- Captura de los monos aulladores. 

Se capturaron un total de 109 animales durante los meses de julio y agosto del 2010. 

Durante ocho días corridos en SC y en el PPSC (del 12 al 20 de julio de 2010, con un día de 

lluvia en el medio); y durante siete días corridos en IC e IB (del 9 al 15 de agosto). En IC 

se capturaron 2 animales pertenecientes a un grupo de monos, en IB 49 monos de 15 

grupos, en SC 19 animales de 6 grupos, y en el PPSC 39 monos aulladores pertenecientes 

a 10 grupos de monos. En el mapa de la Figura 2.13 se puede observar la ubicación de los 

grupos que fueron muestreados y en la Tabla 2.3 los datos de los animales de cada grupo 

muestreado.  

Se capturaron significativamente más machos que hembras (X2(0,05; 1) = 4,85, p-valor = 

0,028), y más animales del grupo etario “adulto” (X2(0,05; 1) = 21,71, p-valor < 0,0001), como 

se esperaba dada la preferencia planeada al momento de la captura. En la Figura 2.14 se 

muestran los valores del peso de los individuos capturados según el sexo y el grupo etario.  

Durante los días de captura en San Cayetano y EBCo, la temperatura mínima media fue de 

4,5˚C, la temperatura media 8,7 ˚C, y la temperatura máxima media 15,3˚C; y durante los 

días de trabajo en la Isla Brasilera y la Isla del Cerrito la temperatura mínima media fue 

de 6,1˚C, la temperatura media 12,4˚C, y la temperatura máxima media 19,9˚C. 
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Figura 2.13 – A) Ubicación de los sitios de estudio y de los grupos de monos muestreados. B) 

Ubicación espacial de los grupos en la Isla Brasilera (IB)/ambiente remoto (puntos verdes) e Isla del 

Cerrito (IC)/rururbano (puntos violetas). C) Ubicación espacial de los AD de los grupos estudiados en 

San Cayetano (SC)/rururbano (puntos violetas) y en el Parque Provincial San Cayetano (PPSC)/rural 

(puntos naranjas).  
 

 

Figura 2.14. Gráfico de barras donde se observa el peso promedio de los animales capturados, 

representados por sexo y grupo etario. Las barras de error corresponden al desvío estándar. 
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Fecha de 
muestreo 

Grupo Sitio 
Nro. 

individuos 
muestreados 

Razón de sexos 
(macho/hembra) 

Nro. de individuos por  
categoría de edad 

adulto subadulto juvenil 

15/8/2010 Sechep IC 2 1 2 0 0 

9/8/2010 Huerta isla IB 5 4 1 3 1 

10/8/2010 Enfermitos IB 2 1 1 1 0 

10/8/2010 Orejones IB 2 1 2 0 0 

10/8/2010 Gringos IB 3 2 1 1 1 

11/8/2010 Xeneises IB 7 6 5 0 2 

11/8/2010 Gritones IB 2 2 0 0 2 

11/8/2010 Marley IB 2 2 1 0 1 

12/8/2010 
Casa 
Quebracho 

IB 5 2 1 4 0 

12/8/2010 Maminos IB 3 0,5 2 0 1 

13/8/2010 Escuela IB 6 2 5 1 0 

13/8/2010 Banara Grande IB 3 0,5 3 0 0 

13/8/2010 X7 IB 3 0,5 3 0 0 

14/8/2010 10 Mangos IB 2 1 2 0 0 

14/8/2010 Punta Norte IB 2 1 2 0 0 

14/8/2010 Sambón IB 2 1 1 0 1 

12/7/2010 Inchi Norte SC 5 1,5 3 2 0 

12/7/2010 Gómez SC 3 2 2 1 0 

16/7/2010 Musculoso SC 4 3 2 1 1 

16/7/2010 Otero SC 2 1 2 0 0 

17/7/2010 Bety SC 3 0,5 3 0 0 

20/7/2010 Médico SC 2 2 1 1 0 

13/7/2010 Corral Viejo PPSC 3 2 0 1 2 

13/7/2010 Hembra Negra PPSC 5 0,67 1 4 0 

14/7/2010 Tacuaral PPSC 2 1 2 0 0 

14/7/2010 Alicia PPSC 4 3 1 0 3 

15/7/2010 Quitilina PPSC 7 2,5 2 2 3 

15/7/2010 Azula PPSC 5 1,5 3 1 1 

17/7/2010 Chupali PPSC 2 2 1 1 0 

19/7/2010 Zacarías PPSC 2 1 2 0 0 

19/7/2010 Media Luna 1 PPSC 2 2 1 0 1 

20/7/2010 Huerta PPSC 7 0,4 1 4 2 

Tabla 2.3. Datos de los grupos de Alouatta caraya muestreados en los distintos sitios de estudio. 
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2.3.2- Caracterización molecular de la infección por Trypanosoma en 
Alouatta caraya 

En la Tabla 2.4 se muestran los resultados para los distintos protocolos de PCR en cada 

sitio estudiado, y en la Figura 2.15 la distribución espacial de los grupos y la clasificación 

de cada grupo dependiendo de los resultados obtenidos a los protocolos de PCR aplicados 

(algoritmo de diagnóstico en Figura 2.9). 

 

Ambiente –  
Protocolo PCR 

Nro. grupos + /  
Nro. grupos 
examinados 

Nro. monos + / Nro. 
monos examinados 

Prevalencia (%)  
[IC 95%] 

Rururbano_IC       

ADN-k 1/1 1/2 - 

ADN-Rib 1/1 2/2 - 

ADN-Sat 0/1 0/1 - 

Remoto_IB    

ADN-k 14/15 19/49 38,8 [27 - 55,8] 

ADN-Rib 15/15 48/49  98 [89,1 - 99,95] 

ADN-Sat 3/14 3/19 6,1 [1,3 – 16,9]* 

Rururbano_SC      

ADN-k 5/6 9/19 47,4 [24,4 - 71,1] 

ADN-Rib 6/6 18/19 94,7 [74 - 99,9] 

ADN-Sat 1/5 1/9 5,3 [0,1 – 26]* 

Rural_PPSC      

ADN-k 7/10 19/39 48,7 [32,4 - 65,2] 

ADN-Rib 10/10 37/39 94.9 [82,7 - 99,4] 

ADN-Sat 3/7 4/19 10,3 [2,9 – 24,2]* 

Total       

ADN-k 27/32 48/109 44 [35,6 - 54,3] 

ADN-Rib 32/32 105/109 96,3 [90,9 - 99] 

ADN-Sat 7/27 8/51 7,3 [2,4 – 12,2]* 

* Estimación sobre el total de monos evaluados. 

Tabla 2.4. Prevalencias de infección obtenidas a partir de muestras de sangre, con los procedimientos 

de diagnóstico ADN-k, ADN-Rib y ADN-Sat PCR, en los cuatro ambientes estudiados. Las prevalencias 

son expresadas como porcentajes, con un intervalo de confianza del 95%. 
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Figura 2.15. Resultados del diagnóstico para los grupos de monos (con al menos un individuo con 

resultado positivo): solo la PCR ADN-Rib positiva (círculo celeste); resultado de ADN-Rib y ADN-k 

positivas (círculos azules); resultado de ADN-Rib, ADN-k y ADN-Sat positivas (círculos rojos).  

 

El 44% de las muestras de sangre resultaron positivas a la PCR de ADN-k, con fragmentos 

de ADN similares al esperado para T. cruzi (330 pb) con productos entre 300 y 340 pb 

aproximadamente (Figura 2.16). Se puede observar que algunas de las muestras, en las 

que luego se confirmó la infección por T. cruzi con la PCR de ADN-Sat, presentaron 

pequeñas variaciones en el tamaño de los productos de ADN-k (Figura 2.16 A y B). Por 

otro lado, en la Figura 2.16 B, donde algunos de los productos fueron expuestos a mayor 

tiempo de corrida durante la electroforesis, se puede observar que algunas muestras 
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correspondientes al mismo sitio de estudio presentaron fragmentos de ADN de igual 

tamaño (como en el caso de M9, M27 y M55 que pertenecen a la categoría “rural”). 

Asimismo, estos resultados también podrían deberse a infecciones causadas por T. 

rangeli, como a infecciones mixtas entre ambos parásitos. 

Al analizar la asociación entre la prevalencia de animales positivos a ADN-k y el grado de 

antropización del ambiente no hallamos relación entre ambas variables (X2= 0,62, gl= 2, 

p-valor= 0,7325). 

Figura 2.16. A) Gel de agarosa (2%) en el que se observan los productos obtenidos de la PCR ADN-k 

con los oligonucleótidos iniciadores 121 y 122. B) Gel de agarosa (2%) que corresponde al resultado 

de exponer los fragmentos de ADN-k a una electroforesis de mayor tiempo de corrida. El tamaño de 

los fragmentos es indicado a la derecha de las figuras y debajo y arriba de los fragmentos de los 

controles de referencia. La línea punteada amarilla señala el tamaño del fragmento para la cepa de 

referencia de T. cruzi. Los círculos naranjas señalan las muestras en las que luego se confirmó la 

presencia de T. cruzi por la qPCR ADN-Sat y análisis de secuencias. Los códigos de identificación de 

las muestras están indicados en la parte superior de la figura. Entre ambos geles se muestra el 

resultado de 23 muestras positivas. Cepas de referencia utilizadas como controles: TR, TR1 y TR2: T. 

rangeli, k98: T. cruzi I, ClBr: T. cruzi VI (Cl Brener). M: marcador de peso molecular de ADN 1 kb. 

 

Siguiendo con el algoritmo de diagnóstico, las muestras positivas a la PCR de ADN-k 

fueron analizadas por el protocolo de ADN-Sat. Ocho muestras (3 de animales del 

ambiente “remoto”, 4 del ambiente “rural”, y uno del ambiente “rururbano”) de las 49 

positivas a ADN-k resultaron positivas al análisis por PCR cuantitativa con sondas TaqMan 
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ADN-Sat, lo que confirmó la infección por T. cruzi en esos individuos (Tabla 2.5). En la 

Figura 2.16 se pueden observar los fragmentos obtenidos de ADN-k para estas 8 muestras 

positivas a ADN-Sat (macadas con un círculo naranja). La prueba exacta de Fisher 

presentó un p-valor= 0,7131, indicando que no habría asociación entre el número de 

muestras positivas a T. cruzi y el grado de antropización del ambiente. 

Logramos analizar las secuencias de 5 de las 8 muestras positivas, y los resultados 

confirmaron la presencia de T. cruzi en todas ellas (Tabla 2.5). En las 3 muestras que no 

pudimos secuenciar no fue posible amplificar suficiente cantidad de ADN para ser 

purificado y secuenciado. 

La caracterización molecular de las secuencias se obtuvo mediante el alineamiento con 

las secuencias homólogas de cepas de referencia representativas de las diferentes UDTs 

de T. cruzi (Figura 2.17). Las secuencias que obtuvimos están disponibles en la base de 

datos de GenBank bajo los números de acceso: KT369011 a KT369015. Como se puede 

ver en la Tabla 2.5, cuatro de las muestras analizadas presentan 99 o 100% de identidad 

con las secuencias reportadas para las UDTs del grupo II, V y VI para este marcador 

molecular; estas UDTs están asociadas con el ciclo de transmisión doméstico de T. cruzi. 

En cambio, la quinta secuencia (individuo de la IB) (M81), presentó mayor identidad con 

la UDT I, la cual se relaciona con el ciclo de transmisión silvestre, y con Didelphis sp. como 

el principal hospedador mamífero (Diosque y col., 2003; Yeo y col., 2005; Enriquez y col., 

2013). 
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ID Ambiente 
Nombre 

del grupo 
Sexo-edad Ct 

Especie 

(% de 

identidad) 

UDT 

Nro. de 

acceso en 

GenBank 

M9 Rural Corral Viejo ♂ subadulto 34,2 - -  

M15 Rural 
Hembra 

Negra 
♀ adulta 33,16 T. cruzi (99%) II, V, VI KT369011 

M40 Rururbano Otero ♂ adulto 34,82 T. cruzi (99%) II, V, VI KT369012 

M51 Rural Huerta ♂ adulto 37,86 - -  

M52 Rural Huerta ♀ subadulta 37,2 T. cruzi (99%) II, V, VI KT369015 

M61 Remoto Huerta Isla ♂ juvenil 36,47 T. cruzi (100%) II, V, VI KT369013 

M73 Remoto Xeneizes ♀ adulta 33,84 - -  

M81 Remoto Marley ♂ adulto 30,74 T. cruzi (99%) I KT369014 

Control +  T. cruzi Cl Brener (20fg/µl) 20.66   

Control +  T. cruzi Cl Brener (400fg/µl) 10.62   

Tabla 2.5- Resultados del análisis de qPCR ADN-Sat y de la caracterización molecular por 

secuenciación. Valores de Ct (ciclo umbral) obtenidos de la PCR en tiempo real y porcentajes de 

identidad obtenidos del análisis de comparación con las secuencias disponibles en GenBank 

utilizando el análisis por “BLAST”.  
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De los 109 individuos el 96,3% resultaron positivos a la PCR ADN-Rib, y los fragmentos 

de ADN ribosomal obtenidos por este procedimiento (de aproximadamente 230 pb) 

fueron, a simple vista, todos idénticos en las corridas electroforéticas (Figura 2.18 A). Los 

fragmentos pertenecientes a 9 muestras elegidas al azar (5 del ambiente “rural” y 4 del 

ambiente “remoto”) fueron analizados por secuenciación, resultando todas con un 99,5% 

de identidad nucleotídica con la secuencia correspondiente al gen homólogo de T. 

minasense publicado por Sato y col. (2008) (Nro. de acceso en GenBank: AB362411) 

(Figura 2.18 B). Las secuencias obtenidas de las nueve muestras resultaron entre 99% y 

100% idénticas entre sí y publicadas en GenBank con el número de acceso: KT369016. 

Los resultados confirman la presencia de T. minasense o de una especie cercanamente 

relacionada a T. minasense en las nueve muestras analizadas por secuenciación. Como ya 

mencionamos, los fragmentos de ADN ribosomal obtenidos presentaron el mismo tamaño 

en todas las muestras positivas (105 muestras) (Figura 2.18 A), con lo que podríamos 

extrapolar el resultado de infección por T. minasense obtenido en las 9 muestras 

analizadas por secuenciación al resto de las muestras positivas a la PCR ADN-Rib, 

resultando en una prevalencia del 97,96% en el ambiente “remoto”, del 94,87% en el 

“rural”, y de 94,4% en el ambiente “rururbano”. 

Cabe destacar que de las 9 muestras en las que se analizó la secuencia del ADN ribosomal 

confirmando la presencia de T. minasense, 6 fueron negativas a la PCR ADN-k y 3 positivas. 

Estos resultados nos sugieren que T. minasense no puede ser amplificado por los primers 

utilizados en la PCR ADN-k, y que la PCR ADN-Rib en presencia de T. minasense no pudo 

detectar los tripanosomátidos amplificados por el protocolo de ADN-k.  

No fue posible obtener ADN proveniente de alguna cepa de referencia de T. minasense 

para ser utilizado como control positivo en esta PCR. 
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A) 

 
B) 

Figura 2.18- A) Gel de agarosa (2%) donde se observan los fragmentos de ADN de algunas muestras 

(indicadas por su código de identificación) obtenidos por la PCR ADN-Rib. Con círculo naranja se 

indica en cuáles de estas muestras se confirmó el resultado por análisis de secuencia. TCI: T. cruzi I, 

TCII: T. cruzi II, TR: T. rangeli; M: marcador de peso molecular de ADN 1 kb. El tamaño de los 

fragmentos es indicado a la izquierda de la figura y debajo de los fragmentos de los controles 

positivos. B) Alineamiento de las secuencias de ADN ribosomal obtenidas de las nueve muestras de 

tejido auricular de mono aullador (Nro. de acceso en GenBank: KT369016), con la región equivalente 

de la cepa de referencia publicada por Sato y col. 2008 (Nro. de acceso en GenBank: AB362411). 

10 20 30 40 50 60 70 80
....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|

T. minasense - AB362411.1 GCAGATCTTGGTTGGCGTAGCAAAGATCTAACGGAAAAAAACTCAACATGCAACGTTGGATGCTGGAGCGGGGAAGGATT

T. minasense -M13 (Rural) --------------..................................................................

T. minasense -M20 (Rural) ----------..G...................................................................

T. minasense -M24 (Rural) -------------...................................................................

T. minasense -M30 (Rural) -------------------.............................................................

T. minasense -M45 (Rural) -.....N........A................................................................

T. minasense -M66 (Remoto) -----------G....................................................................

T. minasense -M71 (Remoto) ------------....................................................................

T. minasense -M78 (Remoto) ------------....................................................................

T. minasense -M79 (Remoto) ................................................................................

90 100 110 120 130 140 150 160
....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|

T. minasense - AB362411.1 TCGTGCCAACGGCACTCGTACACGAGTTGTTCGGATACTGAGCACAACGTTACACCGTTTTGTTAGGAAAGTGAAGGTGC

T. minasense -M13 (Rural) ...............................................................................T

T. minasense -M20 (Rural) ...............................................................................T

T. minasense -M24 (Rural) ...............................................................................T

T. minasense -M30 (Rural) ...............................................................................T

T. minasense -M45 (Rural) ...............................................................................T

T. minasense -M66 (Remoto) ...............................................................................T

T. minasense -M71 (Remoto) ...............................................................................T

T. minasense -M78 (Remoto) ...............................................................................T

T. minasense -M79 (Remoto) ...............................................................................T

170 180 190 200 210 220 230
....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|.

T. minasense - AB362411.1 GTCAGCGGTTGGGGTTCCTTACGGTTCCCCTTCCGCCTGGCCATAACTGAAAAGGGGCAACAGAGAACC--

T. minasense -M13 (Rural) .........................................................------------~-

T. minasense -M20 (Rural) ..........................................-----------------------------

T. minasense -M24 (Rural) ...................C.....-............................-----------------

T. minasense -M30 (Rural) ........................................................---------------

T. minasense -M45 (Rural) ...................C.....-.................N..................N.A....NA

T. minasense -M66 (Remoto) .........................................................--------------

T. minasense -M71 (Remoto) .........................................................--------------

T. minasense -M78 (Remoto) .........................................................--------------

T. minasense -M79 (Remoto) .........................................................A-------------
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A partir del algoritmo (Figura 2.5) utilizado para el diagnóstico, definimos 5 resultados 

posibles:  

a) Muestras que dieron positivas a los tres protocolos de PCR. Este grupo representa 

a los individuos en los que se confirmó la presencia de T. cruzi por PCR de ADN-

Sat, y además tuvieron resultado positivo para T. minasense por el protocolo de 

ADN-Rib, indicando que estos individuos mantienen una infección mixta entre 

estos dos parásitos (8 individuos presentaron este resultado, 7,34% de las 

muestras). 

b) Muestras que fueron positivas a las PCRs de ADN-k y ADN-Rib. En estos casos, no 

pudimos caracterizar y confirmar qué especie de Trypanosoma dio resultado 

positivo al protocolo de ADN-k. Sin embargo, de acuerdo con los antecedentes y la 

evaluación de nuestros resultados, podemos sugerir que se debe a la infección por 

T. cruzi no detectado por la PCR de ADN-Sat (menos sensible que la de ADN-k), o a 

la infección por T. rangeli que para este protocolo de PCR puede generar productos 

entre 300 y 450 pb derivados de minicírculos de ADNk de 4 regiones conservadas 

(Vallejo y col., 1999; Botero y col., 2010). Por lo tanto, podemos sugerir que son 

animales con infección mixta causada por T. minasense y T. cruzi/T. rangeli (40 

individuos presentaron este resultado, 36,7% de las muestras). 

c) Muestras positivas a la PCR de ADN-Rib, y negativas a ADN-k y ADN-Sat. En estas 

muestras solo se detectó la presencia de T. minasense (57 individuos, 52,3% de las 

muestras). 

d) Muestras que solo fueron positivas al protocolo de ADN-k. En estos animales se 

detectó un tripanosomátido que podría ser T. cruzi o T. rangeli como describimos 

en el punto B (1 individuo, 0,91% de las muestras). 

e) Muestras que fueron negativas a los tres protocolos de PCR (3 individuos, 2,75% 

de las muestras). 

En la Figura 2.19 podemos ver la proporción de individuos que resultó con uno u otro 

resultado en cada ambiente estudiado.  
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Figura 2.19. Resultados de diagnóstico por ambiente: proporción de individuos en los que se detectaron 

los siguientes resultados de infección: a) individuos con infección mixta de T. cruzi y T. minasense; b) 

individuos con infección mixta de T. minasense y T. cruzi o T. rangeli; c) individuos con infección de T. 

minasense; d) individuos con infección de T. cruzi o T. rangeli; y e) individuos con diagnóstico negativo. 

 

 

 

2.3.3- Xenodiagnóstico 

Esta técnica diagnóstica fue aplicada a 107 animales de los 109 capturados (utilizando un 

total de 213 cajas de xenodiagnóstico, en un animal se utilizó una única caja porque tenía 

bajo peso). Todas las muestras fueron negativas a los 30 (primera lectura) y 60 días 

(segunda lectura) post exposición de los triatominos.  

Se realizó una evaluación descriptiva de la calidad de implementación del método 

teniendo en cuenta la sobrevida y la alimentación de los triatominos en las cajas de 

xenodiagnóstico, contabilizando el número de ninfas vivas por caja y clasificándolas por 
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su estado nutricional cualitativo según Ceballos y col. (2005) (Figura 2.20). Algunos de 

estos datos se relacionaron con las variables: peso del mono y temperatura diaria media, 

para evaluar una posible asociación de estas variables con la calidad de la implementación 

del xenodiagnóstico. 

 

Figura 2.20. Clasificación respecto al estado nutricional cualitativo de los triatominos de cuarto y 

quinto estadio según Ceballos y col. (2005): Tipo 1) ayunados; Tipo 2) escasa reserva sanguínea; 

Tipo 3) buena reserva sanguínea; Tipo 4) gran reserva sanguínea 

 

En la mayoría de las cajas (177 de 213), a la semana de haber sido expuestos a alimentarse 

sobre el mono, la sobrevida de los triatominos fue satisfactoria sobreviviendo entre 7 y 9 

triatominos por caja (en 6 cajas hubo por error 9 triatominos). En 18 cajas, pertenecientes 

a 12 individuos, no sobrevivió ningún triatomino (Figura 2.21 A). Esto se debió a que 

durante el 4to día de muestreo (15/7) las cajas fueron acondicionadas para contrarrestar 

la baja temperatura de esos días, con el objetivo de mejorar la alimentación de los 

triatominos, resultando accidentalmente en una temperatura excesiva sobre algunas 

cajas. 

Al realizar un análisis de correlación de Spearman, entre la temperatura diaria media y la 

proporción de ninfas vivas a la semana de haber sido expuestas, sin tener en cuenta las 

cajas que fueron utilizadas el día 15/7, no se halló una relación lineal entre ambas 

variables (Sr = 0,15, p = 0,1383) (Figura 2.21 B). 

Para categorizar el estado nutricional de los triatominos, se utilizó la clasificación según 

Ceballos y col. (2005) (Figura 2.20). Para evaluar si la alimentación de las vinchucas 
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depende linealmente de la temperatura diaria, se realizó un análisis de regresión lineal 

simple relacionando la proporción de ninfas alimentadas (uniendo las categorías Tipo 2, 

3 y 4) con la temperatura diaria media. Si bien se observa una tendencia positiva entre 

ambas variables, la relación lineal no fue significativa (ndías = 12, R2 = 0,2, p-valor = 

0,1505). 

Otra variable analizada fue el peso de los monos. Al analizar la relación entre la 

proporción de triatominos vivos (a la semana de haber sido expuestos) y el peso del 

animal expuesto, no se encontró una relación lineal significativa (Sr = 0,08, p-valor = 

0,4540). Y al analizar la proporción de ninfas alimentadas con el peso del animal tampoco 

se obtuvo una relación lineal significativa, y el coeficiente de correlación fue negativo (Sr 

= -0,13, p-valor = 0,2177). En ambos análisis no se tuvieron en cuenta los datos de las cajas 

utilizadas el día 15/7. 

Cabe destacar que la mayor parte de los individuos capturados el 4to día de muestreo (7 

animales, de los grupos Quitilina y Azula), no pudieron ser analizados por 

xenodiagnóstico, dado que en 18 cajas murieron el total de los tratominos que contenían 

(Figura 2.21); 14 de estas cajas se habían utilizado en esos 7 animales, y las 4 cajas 

restantes pertenecen a animales en los que se perdieron los tratominos de una de las cajas 

del par utilizado para el diagnóstico. Dichos 7 animales de Quitilina y Azula resultaron 

negativos al diagnóstico molecular de la muestra de sangre. Uno de los animales de los 

que quedó una sola caja viable es el M15 de Hembra Negra que resultó positivo para T. 

cruzi con el diagnóstico de sangre por PCR. 
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Figura 2.21. Gráficos ilustrando los datos de sobrevida de los triatominos utilizados para aplicar la 

técnica del xenodiagnóstico. A) Distribución del número de cajas con diferente grado de sobrevida de 

triatominos a la semana de haber sido aplicado el método. B) Sobrevida de los triatominos por caja 

asociada al registro diario de temperaturas media, mínima y máxima, para cada día de muestreo.  

 

2.3.4- Insectos vectores de Trypanosoma sp. en árboles dormideros de 
Alouatta caraya 
 

- Trampas con cebo vivo:  

Entre los tres ambientes estudiados se colocaron un total de 150 trampas, con un esfuerzo 

de muestreo promedio de 8,95 trampas por día. En IB (ambiente “remoto”) fueron 

muestreados 6 sitios dormideros de los 15 en los que fueron muestreados monos 

aulladores; en PPSC (ambiente “rural”) se muestrearon 8 sitios de 10; y en SC (ambiente 

“rururbano”) 4 sitios de 6. En la Figura 2.11 de la sección anterior se muestran los 

A 

B 
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distintos ecotopos que fueron relevados en cada ambiente estudiado, y en la Tabla 2.6 

cuántas trampas se colocaron en cada microhábitat o ecotopo.  

El total de las trampas resultaron negativas para la presencia de triatominos. En algunas 

de las trampas se capturaron insectos del orden Opiliones, y de las familias Ixodidae 

(garrapatas duras), Argasidae (garrapatas blandas), y Psychodidae (flebótomos) (Figura 

2.22). 

 
 

Ambiente Ecotopo N trampas 

Remoto 

cueva 9 

entre ramas 1 

hueco árbol 32 

hueco tronco 13 

Total  55 

Rural 

cueva 1 

hueco árbol 27 

hueco tronco 19 

palmera 7 

planta epífita 2 

Total  56 

Rururbano 

cueva 5 

hueco árbol 25 

hueco tronco 7 

planta epífita 2 

Total  39 
 

Tabla 2.6. Número de trampas con cebo vivo colocadas en los distintos ecotopos seleccionados en 

cada ambiente estudiado.  
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Figura 2.22. Otros insectos capturados con las trampas de cebo vivo. A) Trampas colectadas luego de 

una noche de exposición, donde se pueden observar en una de ellas los insectos del orden Opiliones 

atrapados en la trampa. B) Flebótomo atrapado en el pegamento de la cinta bifaz. C) Garrapatas de la 

familia Argasidae. D) Garrapata de la familia Ixodidae. E) Opiliones atrapados en el pegamento de la 

trampa.  

 

- Capturas por disección de nidos de aves: 

Se realizó la disección de tres nidos de aves en el ambiente “rural” y de tres nidos de aves 

de la familia Furnariidae en el ambiente “remoto”. En todos los casos estuvieron asociados 

en cercanía a alguno de los grupos de aulladores muestreados (Figura 2.23). En los seis 

nidos disectados registramos la presencia de triatominos de la especie Psammolestes 

coreodes (Figura 2.24). Se colectaron un promedio de 12,17 ± 4,07 triatominos por nido.  

Se colectaron 41 triatominos en SC y 32 en IB, en la Tabla 2.7 se muestran los grupos de 

aulladores que se encontraban cercanos a cada nido colectado. Los insectos fueron 

analizados observando sus heces al microscopio óptico y en un individuo colectado en el 

ambiente “rural” (perteneciente al Nido 1) se registró la presencia de flagelados con 

morfología compatible con T. cruzi. Cabe destacar que el Nido 1 estaba ubicado en el área 

de acción del grupo “Huerta” y este grupo de animales es el grupo en el que se hallaron 

dos monos con resultado confirmado por PCR ADN-Sat para T. cruzi (Tabla 2.5).  

A 

D C 

B E 
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Las muestras de heces de los triatominos, incluida la muestra positiva, no pudieron ser 

analizadas mediante PCR debido a un incidente en el laboratorio. Por un error, las 

muestras fueron descongeladas inadvertidamente, lo que provocó su deterioro y las hizo 

inutilizables. Nuevos muestreos y estudios de los triatominos de la zona podrían facilitar 

nuevo material para su diagnóstico. 

 

                    
Figura 2.23. Ubicación de los nidos de aves colectados para la búsqueda de triatominos (rombos 

verdes) respecto de la ubicación de los grupos de monos muestreados (círculos azules, rojos y 

celestes, ya mostrados en Figura 2.15. A) Ubicación espacial de los nidos colectados en el ambiente 

“remoto” (IB: Isla Brasilera). B) Ubicación espacial de los nidos colectados en el ambiente 

“rururbano” (SC: San Cayetano) y en el ambiente “rural” (PPSC: Parque Provincial San Cayetano). 
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Figura 2.24. Especímenes de Psammolestes coreodes adultos colectados de nidos de aves de la familia 

Furnariidae. 

 

 

 

ID nido 

Grupo de 

monos más 

cercano 

Ambiente Especie 
Nro. de 

triatominos 

Nro. de 

positivos 

(observación 

al MO) 

N1 Huerta Rural Ps. coreodes 12 1 

N2 Cochelo Cue Rural Ps. coreodes 13 0 

N3 Hembra Negra Rural Ps. coreodes 16 0 

N4 10 Mangos Remoto Ps. coreodes 11 0 

N5 10 Mangos Remoto Ps. coreodes 5 0 

N6 Escuela Remoto Ps. coreodes 16 0 

Tabla 2.7. Información de los triatominos capturados en los nidos de aves disectados según el 
ambiente y el grupo de monos cercano. 
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2.4- Discusión y conclusiones  

2.4.1- Infección por T. cruzi en A. caraya  

A partir de los muestreos y diagnósticos realizados confirmamos que los monos 

aulladores que habitan en las áreas de estudio se encuentran infectados por T. cruzi y por 

T. minasense. Y con los muestreos para triatominos detectamos la presencia de Ps. 

coreodes habitando los mismos ambientes que A. caraya, y la presencia de flagelados de 

morfología compatible con T. cruzi en sus heces. Los resultados obtenidos nos permiten 

registrar y dar conocimiento sobre la presencia de T. cruzi en el ambiente natural 

circundante a la población humana, lo que abre nuevas preguntas y alertas respecto a la 

vigilancia de la transmisión de T. cruzi actual en estos sitios del noreste argentino. 

El número de monos capturados en la IB (ambiente “remoto”) fue mayor que en los otros 

sitios estudiados. Como hemos mencionado la densidad ecológica de monos en la isla es 

mayor en la isla que en el PPSC (Kowalewski y Zunino, 2004; Zunino y col., 2007), por lo 

que era esperable que la captura sea más exitosa en IB que en PPSC y los otros sitios. 

Respecto al sexo de los individuos capturados, fue mayor la proporción de machos que de 

hembras, y esto se debió en gran parte a que las hembras adultas y también las sub-

adultas, en muchos casos se encuentran transportando crías, o preñadas, estado en el cual 

se procuró no capturarlas. Por otro lado, las muestras fueron obtenidas mayormente de 

individuos adultos, que es el grupo etario preferente al momento de elegir los individuos 

a ser capturados, esto podría generar un sesgo en los resultados de prevalencia dado que 

en principio podríamos suponer que los individuos adultos tendrían más probabilidad de 

estar infectados que los juveniles o infantes. Sin embargo, este sesgo podría ser 

compensado dado que los adultos podrían mantener infecciones crónicas, como sucede 

en monos del género Macaca y la familia Cebidae (Samudio y col., 1999; Espinola Carvalho 

y col., 2003; De Lana, 2017), en las que es más difícil la detección de parásitos circulantes 

en sangre. 

El diagnóstico molecular de las muestras de sangre confirmó la presencia de T. cruzi y de 

T. minasense, estos resultados confirman los registros previos de infección por 

tripanosomas, basados en técnicas morfológicas y serológicas, en A. caraya en la misma 

región de estudio (Travi y col., 1982; Santa Cruz y col., 2000). 
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Los protocolos que nos permitieron llegar a la confirmación del diagnóstico fueron los 

dirigidos al ADN satélite y al ADN ribosomal, con posterior análisis por secuenciación de 

los productos amplificados. El protocolo dirigido a amplificar el ADN del kinetoplasto 

reveló resultados positivos, con pequeñas variaciones en el tamaño de los fragmentos de 

ADN obtenidos, en casi la mitad de las muestras colectadas. Las variaciones en el tamaño 

de los productos de esta PCR fueron mejor registradas al exponer a los fragmentos de ADN 

a mayor tiempo de electroforesis. Esto también nos permitió observar que, para algunos 

casos, fragmentos obtenidos de animales de un mismo ambiente presentaron un patrón 

similar, generando fragmentos muy similares en su tamaño. Teniendo en cuenta que al 

menos en alguna de estas muestras se confirmó la infección por T. cruzi, al ser positivas a 

ADN-Sat y/o al análisis de secuencia, estas observaciones más detalladas de los productos 

de ADN-k nos permite sugerir que varias muestras positivas a este protocolo y negativas 

al protocolo de ADN-Sat podrían ser positivas para T. cruzi, y que no fueron detectadas 

por el método de ADN-Sat menos sensible respecto al de ADN-k (Vallejo y col., 1998). La 

falta de capacidad de detección de la PCR de ADN-Sat pudo estar dada por la baja carga 

parasitaria, como lo indican los valores de Ct obtenidos, y en particular si se trata de 

infecciones causadas por T. cruzi I o T. cruzi IV, para las que este protocolo, según los 

antecedentes, es menos sensible (Duffy y col., 2009; Schijman y col., 2011; Ramírez y col., 

2015). 

Asimismo, como se ha visto en trabajos anteriores, los oligonucleótidos dirigidos a 

amplificar ADN-k de T. cruzi también hibridan con el ADN-k de T. rangeli, y puede resultar 

en un conjunto de productos de PCR con tamaños de entre 300 y 450 pb (derivados de los 

minicírculos con cuatro regiones conservadas de T. rangeli), y eventualmente de 760 pb 

(derivados de los minicírculos con dos regiones conservadas, como se observa en la cepa 

control que nosotros utilizamos) (Vallejo, 1998; Vallejo y col., 1999; Vargas y col., 2000; 

Ramírez y col., 2002; Vallejo y col., 2002; Botero y col., 2010). Entonces, si bien en nuestros 

resultados se observan productos de PCR de ADN-k con tamaño similar al esperado para 

T. cruzi (330 pb), en algún caso los fragmentos podrían ser resultado de la amplificación 

de T. rangeli. No podemos descartar la posibilidad de infección cruzada entre ambos 

parásitos, según los antecedentes, en infecciones con T. rangeli que no son recientes, y en 

presencia de ambos parásitos, ocurre una amplificación preferencial del ADN-k de T. cruzi 

y no es posible visualizar la presencia de T. rangeli, y si la infección de T. rangeli es reciente 
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no es posible detectar a T. cruzi (Vallejo y col., 1999; Vargas y col., 2000), por lo que este 

protocolo de PCR no sería capaz de detectar infecciones mixtas entre estos dos 

tripanosomas (Vargas y col., 2000). Estas muestras podrían seguir estudiándose, por 

medio de secuenciación de genes candidatos y análisis in silico de las secuencias, y así 

poder caracterizar las especies presentes y confirmar los resultados obtenidos. 

La reacción de PCR dirigida a ADN-Rib se aplicó en principio para diferenciar tanto entre 

las distintas cepas de T. cruzi como entre T. cruzi y T. rangeli (Schijman y col., 2006). Sin 

embargo, al aplicar este procedimiento de PCR se visualizó una banda de 

aproximadamente 240 pb en casi el total de las muestras, que al ser analizadas por 

secuenciación, nueve de estas muestras, resultaron en un 99,5% de identidad con T. 

minasense, un tripanosoma que ya ha sido registrado en muestras de primates no 

humanos en otros países de América latina (Chagas, 1908; Dunn y col., 1963; Hoare, 1972; 

Deane y col., 1974; De Resende y col., 1994; Ziccardi y col., 2000; Chinchilla y col., 2005; 

Sato y col., 2008; Tenorio y col., 2014) y es su primer registro en animales en vida libre en 

Argentina.  

Los resultados muestran que en la reacción de ADN-Rib los oligonucleótidos iniciadores 

sólo se han apareado con el ADN de T. minasense sin detectar la presencia de otro 

tripanosomátido, si detectado por los otros protocolos. Lo que sugiere que T. minasense 

se podría encontrar en mayor concentración en circulación que otro tripanosoma en los 

monos y compite positivamente en la amplificación del ADN blanco en este protocolo de 

PCR. 

Por otro lado, la detección de T. minasense y la similitud en el tamaño del fragmento con 

el esperado para T. rangeli, al utilizar este protocolo de PCR, pone en evidencia la falta de 

especificidad de los oligonucleótidos iniciadores sobre la detección de las especies para 

las que hasta ahora eran utilizados: T. cruzi, T. rangeli, y Leishmania sp. (Schijman y col., 

2006; Cura, 2014; Martínez y col., 2016). Por lo que, posterior a estos hallazgos se 

procedió al diseño de sondas de hibridación específicas (Cura, 2014), que no llegaron a 

ser utilizadas en este trabajo. Sin embargo, al margen de que la especificidad se encuentre 

garantizada por la hibridación con las respectivas sondas, la utilización de cebadores que 

potencialmente hibridan con los genomas de numerosas especies de tripanosomátidos 

podría, eventualmente, afectar la sensibilidad y eficiencia del ensayo ante la presencia de 

infecciones mixtas de T. cruzi o T. rangeli con otras especies (por ejemplo, con Leishmania 
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sp. en muestras clínicas, con Blastocrithidia sp. en muestras procedentes de vectores, o 

con T. minasense en primates no humanos) (Cura, 2014). 

Respecto a los resultados del xenodiagnóstico, como ya mencionamos la carga parasitaria 

en los sujetos en los que se detectó ADN de T. cruzi era baja; posiblemente la técnica del 

xenodiagnóstico no haya tenido la suficiente sensibilidad para la detección de estos 

individuos positivos, como así tampoco de los monos que resultaron positivos a la PCR 

ADN-k. En otros trabajos realizados en animales silvestres donde aplicaron esta técnica 

diagnóstica también se registra baja sensibilidad en el xenodiagnóstico respecto a las 

técnicas de biología molecular: Orozco (2012) registra un 6% de prevalencia por 

xenodiagnóstico respecto a 17,3% detectado por PCR; y Ceballos (2010) registra una 

prevalencia de infección de 0,9% (5 de 585 animales) por xenodiagnóstico. Asimismo, no 

se puede descartar que algunos de los resultados positivos que obtuvimos con la PCR 

ADN-k pudieran ser falsos positivos, como consecuencia de la contaminación en algún 

paso del análisis o que los fragmentos de ADN obtenidos correspondieran a la 

amplificación de otro tripanosomátido. 

Por otro lado, la técnica del xenodiagnóstico permite evaluar la capacidad de infectividad 

del vector, lo que está directamente relacionado con la competencia del hospedador como 

reservorio. En este sentido, los resultados obtenidos sugieren que las poblaciones de 

monos aulladores estudiadas no serían reservorios efectivos para la transmisión vectorial 

de T. cruzi. 

Mediante algunos análisis hemos evaluado la calidad con la que fue aplicado el método, 

teniendo en cuenta el grado de alimentación de los triatominos en relación con el 

acondicionamiento de los triatominos, la temperatura ambiente, y el peso de los monos; 

ya que es de esperar que cuanto más se alimenten los triatominos, mayor será la 

probabilidad de detección del parásito. Se registró una tendencia positiva entre la 

temperatura y la cantidad de vinchucas que se alimentaron, pero no significativa, 

entonces la temperatura ambiente no sería un factor que haya afectado la alimentación 

de los triatominos. Sin embargo, debemos tener en cuenta que las vinchucas fueron, 

dentro de las posibilidades, cuidadosamente acondicionadas durante toda su estadía en 

los sitios de trabajo y durante el trabajo en campo siendo mantenidas en conservadoras 

para mantener una temperatura adecuada hasta el momento de ser expuestas al abdomen 

del animal anestesiado, y luego de la exposición. También observamos que la sobrevida 
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de los triatominos fue satisfactoria, y no se registró una asociación significativa entre la 

sobrevida y la temperatura diaria.  El peso de los monos tampoco resultó ser una variable 

que influya en la alimentación o la sobrevida de los triatominos.  

En conclusión, sostenemos la idea de una baja carga parasitaria circulante en sangre, 

difícilmente detectada por el método del xenodiagnóstico, que sí pudo ser detectada por 

las PCRs dirigidas al kinetoplasto y a la región de secuencias satélites del ADN de T. cruzi. 

 

2.4.2- Transmisión de Trypanosoma cruzi y la relación con variables 

biológicas y ambientales 

La prevalencia de animales positivos para ADN-k no estuvo asociada a la edad de los 

animales. Los individuos juveniles, que se estima tienen entre 1 y 4 años de edad (Rumiz 

1990, Kowalewski 2007), se encontraron infectados por T. cruzi en proporciones 

similares a los otros grupos etarios, estos individuos pudieron contraer la infección por 

vía congénita (transmisión vertical), sin embargo, no hay antecedentes que confirmen que 

la transmisión vertical existe en esta especie de primates. En un estudio en otra especie 

de primates, tamarinos de la especie Leontopithecus rosalia, se sugiere que la transmisión 

vertical es improbable en dicha especie (Lisboa y col., 2000; 2015). Otra hipótesis es la 

transmisión oral por consumo de hojas o frutos contaminados, lo que implicaría la 

presencia de triatominos vectores en las áreas donde habitan los monos. Lo cual es posible 

dados nuestros hallazgos de Ps. coreodes en los nidos de furánidos y los antecedentes de 

T. sórdida en palmeras de la región (Damborsky y col., 2001; Bar y col., 2010). De la misma 

manera para la hipótesis de transmisión vectorial. 

La prevalencia de positivos a ADN-k no estuvo asociada significativamente a ninguno de 

los ambientes estudiados en particular (remoto, rural o rururbano). Sin embargo, en las 

UDTs de T. cruzi halladas encontramos alguna diferencia. Se logró la tipificación de 5 

muestras, en la IB se caracterizó una secuencia compatible con T. cruzi I, y otra muestra 

fue compatible con el grupo de las UDTs II, V y VI. También se caracterizó una muestra del 

ambiente “rururbano” y dos del ambiente “rural”, resultando en los tres casos compatibles 

con el grupo de las UDTs II, V y VI. 

El registro de T. cruzi I, solo en el ambiente “remoto”, es consistente con lo hallado en la 

bibliografía, donde asocian a esta UDT con el ciclo de transmisión silvestre de T. cruzi 
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(Bernabe y col., 2000; Diosque y col., 2003; Yeo y col., 2005; Ceballos y col., 2006; Cardinal 

y col., 2008; Ceballos, 2010; Alvarado-Otegui y col., 2012; Orozco y col., 2013; Cécere y 

col., 2015). La infección por T. cruzi I en monos aulladores, también sustenta la teoría de 

transmisión arbórea para esta UDT (Yeo y col., 2005; Cardinal y col., 2008; Llewellyn y 

col., 2009). Asimismo, las UDTs II, V y VI se han registrado en la bibliografía asociadas a 

ambos ciclos de transmisión (Noireau y col., 2009), pero principalmente al ciclo de 

transmisión doméstico de T. cruzi (Yeo y col., 2005). Nuestros resultados son compatibles 

con estas asociaciones, y el hallazgo en la Isla Brasilera de estas UDTs, si bien allí los 

monos no co-habitan con animales u hogares domésticos, su cercanía a chacras donde 

viven personas y animales domésticos hace que no podamos considerar estrictamente a 

la Isla como un ambiente alejado y sin interacción con el ambiente antrópico. 

Por otro lado, existen registros de las UDTs T. cruzi V y T. cruzi VI en pacientes humanos 

crónicos provenientes de la provincia de Corrientes (San Roque y Goya) y en Chaco (varias 

localidades, algunas cercanas a la región de estudio), lo cuál coincide con las UDTs 

halladas en los monos aulladores. 

Para obtener conclusiones más definidas respecto a las UDTs circulantes y sus diferencias 

entre los ambientes estudiados es necesario acceder a mayor cantidad de muestras 

caracterizadas por análisis de secuencias. 

 

2.4.3- Infección por Trypanosoma minasense 

Nuestros resultados muestran la presencia de T. minasense en la mayor parte de las 

muestras de sangre de A. caraya estudiadas, detectamos fragmentos de ADN ribosomal 

que presentaron identidad nucleotídica con la cepa de referencia de T. minasense 

registrada por primera vez por Sato y col. (2008). El grado de identidad que obtuvimos 

con la cepa de referencia fue similar al obtenido entre secuencias disponibles de ADN 

ribosomal 24S de dos cepas de T. rangeli (“San Agustín“ y “SC58”: 99.58%, nro. de acceso 

en GenBank.: U73612 y KJ742907, respectivamente), y fue mayor que la identidad 

obtenida entre cepas de T. cruzi de una misma UDT (por ejemplo, las cepas “DM28” y “La 

Cruz” [TC I: 96.4%] [Souto y col. (1999) y nro. de acceso: L22334, respectivamente] y las 

cepas “TC IIb” e “Y” [TC II: 92.7%] [Nros. de acceso: GQ303145, y M28885, 

respectivamente]). Por lo tanto, definimos nuestros resultados como infección por T. 
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minasense en las 9 muestras secuenciadas y extrapolamos el resultado a todos los 

animales en los que la PCR ADN-Rib resultó positiva con amplicones de peso molecular 

idénticos a los fragmentos de ADN secuenciados, obteniendo una prevalencia de infección 

del 96,3%.  

El protocolo de PCR de ADN del kinetoplasto no detectó la presencia de T. minasense, sin 

embargo, la falta de ADN de referencia de T. minasense no nos permitió contar con el 

control positivo para esta especie. Por otro lado, la PCR dirigida al ADN ribosomal reveló 

fragmentos de ADN de T. minasense y no los específicos de T. cruzi (Schijman y col., 2006), 

posiblemente porque la mayor carga de T. minasense en los individuos con infección mixta 

favorece la detección de este tripanosoma y no de T. cruzi. Este protocolo está dirigido a 

amplificar el dominio D7 del gen de ADN ribosomal 24Sα de tripanosomátidos, el cual 

presenta dimorfismo en la secuencia entre tripanosomátidos, y es originalmente utilizado 

para la detección diferencial de tripanosomátidos y de las UDTs de T. cruzi (Souto y col., 

1999; Schijman y col., 2006). Por lo tanto, suponemos que la cantidad de ADN de T. 

minasense presente en las muestras predominó respecto a la de otros tripanosomas, 

detectándose solamente dicho parásito por este protocolo.  

Cerca de la mitad de las muestras presentó infección mixta para T. minasense y T. cruzi/T. 

rangeli, y en la otra mitad detectamos solo la infección por T. minasense.  

Trypanosoma minasense ha sido registrado en primates del género Alouatta, como en A. 

palliata en vida libre por medio de técnicas morfológicas en Costa Rica (Chinchilla y col., 

2005), y en A. caraya en cautiverio en Brasil por diagnóstico molecular (Tenório y col., 

2014). Este estudio es el primero en diagnosticar específicamente la presencia de T. 

minasense, o de una especie cercanamente relacionada con este tripanosoma, en A. caraya 

de vida libre, y en detectar esta especie en Argentina. 

Tripomastigotes de T. minasense fueron originalmente descritos por Chagas (1908) en la 

sangre de Callithrix penicillata (mono tití de pincel negro) del sudeste de Brasil. Esta 

especie de tripanosoma se encuentra ampliamente distribuida en primates platirrinos, 

como A. palliata, Saimiri sciureus, Saguinus midas, y Callithrix penicillata (Chagas, 1908; 

Dunn y col., 1963; Sousa y Dawson, 1976; Ziccardi y Lourenço de Oliveira, 1997; Ziccardi 

y col., 2000; Chinchilla y col., 2005; Sato y col., 2008). Su vía de transmisión es 
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desconocida. Dado que la mayoría de los primates en los que se ha registrado la infección 

por este parásito son primariamente arbóreos, Dunn y col. (1963) sugirió que sus 

vectores probablemente sean insectos arbóreos o parcialmente arbóreos. 

La prevalencia de infección por T. minasense hallada en nuestro estudio (96%) es, según 

nuestros conocimientos, más alta que la registrada en la bibliografía para monos 

platirrinos. Tenório y col. (2014) hallaron un 90% de similitud con la secuencia homóloga 

de la cepa de referencia de T. minasense publicada por Sato y col. (2008) en un A. caraya 

en cautiverio, y los reportes en otros estudios fueron resultado de técnicas de diagnóstico 

como frotis de sangre, hemocultivos y/o xenodiagnóstico, sin caracterización genética de 

los parásitos (De Resende y col., 1994; Ziccardi y Lourenço de Oliveira, 1997; Ziccardi y 

col., 2000). Nuestro estudio reveló un valor de prevalencia similar al obtenido por Sato y 

col. (2008), donde detectaron T. minasense por PCR en el 93% de un grupo de S. midas 

capturados en el ambiente silvestre. Posiblemente los valores altos de prevalencia se 

deben a la mayor sensibilidad de los métodos moleculares de diagnóstico utilizados, pero 

también podrían deberse a la presencia de un parásito ya establecido en las poblaciones 

en vida libre de primates platirrinos, coincidiendo con lo que manifiesta Hoare (1972) que 

consideró a las especies pertenecientes al subgénero Megatrypanum filogenéticamente 

como los representantes más primitivos del género Trypanosoma de mamíferos.  

Nuestro actual conocimiento acerca de las vías de transmisión de T. minasense, los efectos 

de la infección en monos, y cómo este u otro tripanosoma no zoonótico interactúa con T. 

cruzi en una infección mixta, es muy escaso. Los resultados de nuestro estudio nos abren 

preguntas sobre estos puntos específicos y en general sobre la biología de T. minasense en 

poblaciones de primates platirrinos en vida libre, y también en cautiverio, por ejemplo, 

en acciones de manejo ex-situ de individuos como soporte en estrategias de rescate, 

reintroducción y refuerzo poblacional en casos de acciones para conservación de una 

especie. 

 

2.4.4- Insectos vectores de T. cruzi en árboles dormideros de A. caraya 

Hallamos especímenes de la especie Ps. coreodes en nidos de aves aparentemente 

deshabitados en el momento de ser colectados, y no se capturó ningún triatomino con las 

trampas adhesivas con cebo vivo tipo Noireau.  
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Las trampas con cebo vivo fueron puestas a prueba exitosamente en varios tipos de 

ecosistemas y en distintos tipos de hábitats (Noireau y col., 1999; 2000; 2002; Ceballos, 

2010), teniendo en cuenta estos antecedentes cabe destacar que las trampas que 

producimos y utilizamos fueron puestas a prueba en condiciones de laboratorio y campo. 

Pudimos probar la efectividad del pegamento de la cinta con vinchucas adultas de 

bioterio, y en campo comprobamos su efectividad al capturar con la misma otras especies 

de artrópodos como opiliones, garrapatas y flebótomos. 

Por otro lado, según los antecedentes el éxito en las capturas con las trampas de cebo vivo 

depende del estado nutricional de la población de los triatominos, los insectos con falta 

de alimento son capturados con más facilidad (Noireau y Dujardin, 2001; Noireau y col., 

2002). Por lo tanto, podríamos suponer que las trampas estaban funcionando 

correctamente y que efectivamente no había presencia de triatominos en los sitios en 

donde las activamos, o que los triatominos presentes estuvieran en buen estado 

nutricional y no se acercaran a la trampa. 

Las palmeras, las cuevas de armadillos y de zarigüeyas, los huecos de árboles, y los nidos 

de aves mantienen condiciones adecuadas para que muchas especies de triatominos 

residan y se reproduzcan, y han sido registrados como ecotopos específicos en lugares 

cercanos a nuestros sitios de estudio (Bar y Wisnivesky-Colli, 2001; Damborsky y col., 

2001; Bar y col. 2010). Aunque las asociaciones entre vectores y ecotopos pueden variar, 

algunas especies presentan una relación más cercana con un tipo de hábitat, como los 

triatominos del género Psammolestes que se asocian a nidos de aves de la familia 

Furnariidae (Carcavallo y col., 1998; Bar y col., 1999b), mientras otros se asocian a un 

gran rango de ecotopos terrestres y arbóreos (Gaunt y Miles, 2000; Noireau y col., 2009). 

Nosotros hemos observado variadas cavidades y nidos de aves en los árboles dormideros 

de los monos aulladores, que podrían ser habitados por triatominos silvestres. En varias 

ocasiones hemos avistado pequeñas cuevas de mamíferos en las bases de los árboles 

dormideros. Sin embargo, solo hemos detectado la presencia de triatominos en nidos de 

aves de furnáridos deshabitados, los cuales se encontraban en árboles ubicados dentro 

del área de uso de los grupos de aulladores estudiados.  

En todos los nidos hallamos especímenes de Ps. coreodes y algunos de ellos presentaban 

rastros que nos indicaban que habían estado habitados recientemente por aves y/o 

pequeños mamíferos. El género Psammolestes pertenece a la subfamilia Triatominae la 
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cual se diferencia de las otras subfamilias de Reduviidae por ser hematófagas, lo que las 

ubica en la definición de potenciales vectores de T. cruzi (Hwang y col., 2012; Cruz- 

Guzmán y col., 2014). En las heces de un triatomino colectado detectamos protozoos 

flagelados en movimiento, de los que no fue posible caracterizar la especie por diagnóstico 

molecular por las razones ya mencionadas en la sección de resultados. Los antecedentes 

muestran que la detección de infección en las heces de los triatominos tiene baja 

sensibilidad cuando la carga parasitaria es baja, y también baja especificidad debido a la 

posibilidad de infección con otros tripanosomátidos morfológicamente similares como T. 

rangeli o Blastocrithidia triatomae (Cerisola y col., 1971; Chiurillo y col., 2003; Schijman y 

col., 2006), un protozoo flagelado de la familia Trypanosomatidae que afecta a los 

triatominos. Teniendo en cuenta los resultados de este estudio podemos sugerir que el 

flagelado observado podría ser T. cruzi o T. minasense, pero también podría ser otro 

tripanosoma o B. triatomae, u otro tripanosomátido.  

De acuerdo con los antecedentes, los triatominos asociados a nidos de aves generalmente 

no se encuentran infectados por T. cruzi, dado que las aves son refractarias a la infección, 

pero pueden ser importantes fuentes de alimentación para los triatominos. Por otro lado, 

los nidos también son habitados por roedores y/o marsupiales, principalmente en el 

invierno para protección y alimentación (Marti y col., 2014). Estos habitantes 

oportunistas son reservorios de T. cruzi implicados en el ciclo silvestre del parásito, por 

lo que, los nidos de aves infestados representan un potencial curso de infestación para 

ambientes domésticos y peridomésticos en áreas rurales y consecuentemente un riesgo 

epidemiológico para la transmisión de T. cruzi (Marti y col., 2014). Asimismo, no podemos 

descartar que estos triatominos puedan alimentarse de los monos, si bien deben coincidir 

varios factores a la vez para que ocurra el evento como, por ejemplo, que los monos 

duerman cerca de un nido infestado y que los triatominos estén hambreados y no tengan 

otra fuente de alimento más cercana, esto no es descartado. 

Según la bibliografía la transmisión de tripanosomas en monos en vida libre ocurre 

principalmente a través de la ingestión de triatominos infectados (Da Silva y col., 2008; 

Roque y col., 2008; Marcili y col., 2009a). La dieta de los monos aulladores consiste 

primariamente de hojas, frutas y flores (Fernández, 2014; Días y Rangel-Negrín, 2015), 

pero ellos pueden ingerir accidentalmente insectos cuando comen frutas u hojas o cuando 
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remueven ectoparásitos de otro individuo durante el acicalamiento. Por lo tanto, los 

monos podrían estar infectándose por esta vía oral. 

En varios departamentos de la provincia de Corrientes, incluyendo el departamento 

Capital donde se encuentran nuestros sitios de estudio rural y rururbano, ya se había 

registrado la presencia de triatominos vectores de T. cruzi, como T. infestans, T. sórdida, T. 

platensis, T. rubrovaria, Panstrongylus megistus, Pa. geniculatus y Ps. coreodes (Damborsky 

y col., 2001). Además, T. sordida, T. platensis, T. rubrovaria, y Ps. coreodes se habían 

registrado en ecotopos silvestres, y en nidos de aves en particular se hallaron T. platensis, 

T. sórdida y Ps. coreodes (Bar y col., 1999b; Damborski y col., 2001; Bar y col., 2010). Por 

otro lado, en otros estudios en la región se ha registrado la infección por T. cruzi en 

triatominos y se constató una seroprevalencia humana de infección por T. cruzi que osciló 

entre 5,2% y 32,3% (Bar y col., 1992; 1996; 1997; 2010). Estos elementos podrían estar 

manteniendo la endemia chagásica en la provincia, y nos surge la pregunta de si 

actualmente estos factores siguen estando presentes y cuál es la situación actual de la 

transmisión de T. cruzi en los ambientes rurales y silvestres de la zona. 

 

2.4.5- Enfermedad de Chagas, monos aulladores y la interface doméstica-

silvestre 

Nuestros resultados revelan la infección por T. cruzi y por T. minasense en los monos 

aulladores del noreste de Argentina. Teniendo en cuenta que el ADN de un hemoparásito 

parece no persistir por mucho tiempo en circulación sanguínea en ausencia del organismo 

intacto, entonces la detección del ADN del parásito en sangre indicaría una infección 

activa (Barker, 1990; Vallejo, 1998), lo que nos hace suponer que los monos en los que se 

confirmó la detección de ADN de T. cruzi mantienen al mismo en circulación. Asimismo, 

nuestros resultados muestran una carga parasitaria baja por lo que su participación en 

mantener el ciclo de transmisión activo en el ambiente que habitan sería acotada. 

En la provincia se registraron seroprevalencias humanas que oscilaban entre 5,2% y 

32,3% (Bar y col., 1992; 1996; 1997; 2010), y durante el año 2017 el Programa Provincial 

de Chagas de Corrientes realizó tareas de vigilancia entomológica y relevamiento de 

seroprevalencia en niños de entre 0 y 10 años, con el objetivo de certificar la interrupción 

de la transmisión vectorial (Ministerio de Salud Pública, Provincia de Corrientes). Estas 
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acciones nos indican que la transmisión de T. cruzi se encontraba activa en la provincia, 

ya sea por la vía vectorial o la congénita en la población humana. Y la infección confirmada 

en A. caraya en vida libre en bosques de áreas rurales y remotas, sugieren la posibilidad 

de un ciclo de transmisión silvestre activo. 

En este estudio además de confirmar la infección por T. cruzi en monos aulladores en vida 

libre en las localidades estudiadas, hemos hallado diferentes UDTs del parásito en los 

distintos ambientes relevados, lo que nos hace preguntarnos sobre las UDTs que estarían 

circulando en la población humana aledaña. La posibilidad de analizar las secuencias de 

T. cruzi de muestras humanas, y de animales domésticos, nos permitiría cruzar la 

información con nuestros resultados y evaluar coincidencias y diferencias entre ambos 

ciclos de transmisión, el enzoótico y el zoonótico.  

Los estudios parasitológicos en primates no humanos nos aportan una importante 

oportunidad para entender mejor la dinámica de transmisión y el riesgo de emergencia 

de varias zoonosis y antropozoonosis tal como la enfermedad de Chagas, la cual aún afecta 

a las poblaciones humanas en muchos lugares en la región del Chaco Argentino húmedo 

y semiárido. Los resultados obtenidos en este estudio aportan al conocimiento sobre los 

animales en vida libre que portan el parásito y que podrían estar cumpliendo algún rol en 

la mantención del parásito en el ambiente. Para evaluar esto último hacen falta más 

estudios en esta y otras especies de animales en vida libre en la región.  
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Capítulo 3 – Infección por Leishmania en 
monos aulladores (Alouatta caraya) del 
Noreste Argentino 

3.1 - Introducción 

Las leishmaniasis son enfermedades zoonóticas causadas por parásitos tripanosomátidos 

del género Leishmania (Kinetoplastida: Trypanosomatidae), que se transmiten en forma 

vectorial a través de la picadura de la hembra de un insecto díptero del grupo de los 

flebotominos (Diptera: Psychodidae: Phlebotominae). Las leishmaniasis representan un 

serio problema de salud pública en el mundo (PAHO/WHO, 2023), y se reportan, entre las 

enfermedades tropicales desatendidas, como las de mayor aumento en prevalencia entre 

1990 y 2016 (Hotez, 2018). Brasil, Paraguay y Argentina están clasificados como países 

con escenarios de transmisión de LV en expansión (PAHO, 2023). 

El género Leishmania en humanos causan tres tipos de enfermedad diferentes según las 

manifestaciones clínicas que se presenten: leishmaniasis visceral (LV), y leishmaniasis 

tegumentaria (LT), esta última incluye a la leishmaniasis cutánea (LC) y la leishmaniasis 

mucocutánea. La LV es la forma más grave, afecta en forma sistémica a diferentes órganos, 

usualmente se produce hepato y esplenomegalia, y cuando las manifestaciones son 

polisintomáticas la enfermedad puede ser fatal en el 90% de los casos humanos si no se 

trata adecuadamente, especialmente en niños. En América Latina la tasa de letalidad 

promedio es del 8% (PAHO, 2023). En la LT se producen lesiones, que pueden resolverse 

en tiempos variables, persistir, provocar recidivas en el tiempo, o una leishmaniasis 

mucocutánea. Esta enfermedad produce un alto costo social, ya que las personas que no 

reciben el tratamiento adecuado pueden llegar a tener lesiones mutilantes que afectan su 

vida social y su capacidad productiva (Salomón y Quintana, 2022).  

3.1.1- Ciclo de vida 

El género Leishmania presenta una forma extracelular flagelada o promastigote (en el 

hospedador invertebrado), y una forma aflagelada o amastigote de vida intracelular (en 

el hospedador vertebrado). En la Figura 3.1 está representado el ciclo de vida, en donde 
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se pueden observar las distintas formas del parásito en cada etapa del ciclo. En el tracto 

digestivo del hospedador invertebrado ocurre el proceso de metaciclogénesis, en el que 

los amastigotes, provenientes del hospedador vertebrado, se transforman en 

promastigotes procíclicos y luego en promastigotes metacíclicos, que es la forma 

altamente infectiva del parásito, capaz de sobrevivir al ingresar al hospedador 

vertebrado. Los promastigotes infectan a macrófagos y se transforman en amastigotes 

que se dividirán por mitosis dentro de la célula infectada, infectando luego nuevas células, 

y quedando disponibles para ser transmitidos al insecto vector. El proceso de 

metaciclogénesis involucra la expresión de ciertas proteínas que son las responsables de 

la especificidad de la interacción parásito-vector (Sacks y col., 2001; Akhoundi y col., 

2016). 

 

Figura 3.1- Ciclo de transmisión de las leishmaniasis (adaptación de imagen de Mariana Ruiz 
Villareal: http://commons.wikimedia.org/wiki/File:Leishmaniasis_life_cycle_diagram_en.svg). 

 

3.1.2- Los vectores 

La transmisión de Leishmania spp. es determinada por interacciones entre el insecto 

vector, el parásito y el animal hospedador reservorio. La transmisión al hospedador 

mamífero se da a partir de la picadura de una hembra de flebótomo infectada con 

Flebótomo hembra 

http://commons.wikimedia.org/wiki/File:Leishmaniasis_life_cycle_diagram_en.svg
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Leishmania sp. específica de su interacción parásito-vector. Muchas especies de insectos 

de la subfamilia Phlebotominae están involucrados como vectores de Leishmania spp.  

Los flebótomos son encontrados en diversos ecosistemas de nuestro país incluyendo la 

selva húmeda y seca chaqueña, la selva en galería, la selva paranaense y las yungas. En 

estos bosques, el estrato vertical se extiende desde el suelo hasta la copa de los árboles, y 

esta última puede ser un hábitat diferente con componentes físicos y biológicos diferentes 

(Cortez y col., 2007). En nuestros sitios de estudio, las copas de los árboles están 

principalmente habitados por los monos aulladores. 

Los flebótomos miden entre 2 y 3 mm en estado adulto, la duración de su ciclo de vida es 

de aproximadamente 45 días, dependiendo de la especie, de los recursos disponibles y de 

las condiciones de humedad y temperatura en el ambiente y el sustrato (Rangel y col., 

1986; Escovar y col., 2004). El ciclo de vida se completa en la tierra, los huevos son puestos 

en tierra húmeda o materia orgánica no anegada en condiciones de sombra; se desarrollan 

las larvas que pasan por tres mudas (I-IV) antes de pasar a pupa, de la que emergerá el 

adulto (Figura 3.2). 

Los adultos se alimentan del néctar de las flores, frutos y otros azúcares vegetales. Las 

hembras además se alimentan de sangre, lo que les permite ser parte del ciclo de 

transmisión de Leishmania. En la mayoría de las especies requieren de al menos una 

ingesta para desarrollar los huevos (Sherlock y col., 2003). Algunas especies de 

flobótomos se alimentan específicamente de una especie de vertebrado, pero usualmente 

son generalistas, pudiendo alimentarse de varias especies de mamíferos (Sherlock y col., 

2003). El radio de vuelo de los adultos está condicionado por la oferta y distribución de 

fuentes de alimento. Generalmente se encuentran activos al atardecer y al amanecer. 

Normalmente no vuelan más de 200 metros (Salomón, 2005), con un promedio de 60 

metros (Kondratieff y col., 2005), y las especies asociadas a ambientes antropizados 

presentan mayor radio de vuelo que las asociadas a ambientes silvestres (Sherlock y col., 

2003; Kondratieff y col., 2005). Entre los estímulos que atraen a los flebótomos hasta su 

hospedador, se ha descrito la temperatura y el olor corporal (Sherlock y col., 2003). 

Durante el día los flebótomos se refugian en sitios oscuros, relativamente frescos 

respectos al ambiente externo, húmedos y templados, donde no ocurran cambios bruscos 
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en las condiciones ambientales, como por ejemplo cuevas de animales o huecos de árboles 

(Sherlock y col., 2003; Salomón, 2005), y para las especies más antrópicas sus refugios se 

encuentran generalmente dentro de los límites del peridomicilio, en corrales de animales, 

como chiqueros y gallineros (Sherlock y col., 2003). 

 

 

Figura 3.2- Ciclo de vida de los flebótomos, gráfico adaptado a partir de imagen en: 

http://www.infectionlandscapes.org/2011/05/leishmaniasis.html. a) Hembra adulta hematófaga; y 

b) macho adulto de Lu. longipalpis en lupa binocular (Moya, 2022). Rangos de longitud (tamaño real): 

adultos <5mm; huevos 0,3mm longitud-0,10mm ancho; larvas 0,4 a 0,7mm y pupas 2,5 a 2,8mm. 

 

En América latina, Lu. longipalpis es el principal vector de L. (L.) infantum, parásito 

causante de la LV en ambientes urbanos (Acardi y col., 2010). La LT es principalmente 

causada por L. (V.) braziliensis (Vianna, 1911), y sus vectores principales, en el cono sur, 

son Nyssomyia neivai, Ny. whitmani (Antunes y Coutinho, 1939) y Migonemyia migonei 

(Salomón y col., 2004; Pita Pereira y col., 2005). En Ny. neivai y Ny. whitmani se registró la 
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presencia de ADN de Leishmania, y Mg. migonei fue propuesta como un posible vínculo 

entre los ciclos zoonóticos y antropozoonóticos de la LT (Santini y col., 2013). 

Numerosas especies de flebótomos que son vectores confirmados o potenciales vectores 

de Leishmania spp., han sido registrados en las provincias de Corrientes y Chaco, incluidos 

Lu. longipalpis, Ny. neivai, Mg. migonei y Pintomyia pessoai (Countinho & Barretto, 1940), 

entre otros (Bejarano & Duret, 1950; Salomón y col., 2008b; 2009b; 2011a,b; Rosa y col., 

2010; Szelag y col., 2018a; Moya y col., 2022). Salomón y col. (2011a) reportó la presencia 

de Ny. neivai y Mg. migonei en ambientes peridomésticos cercanos a sitios de descanso de 

monos aulladores silvestres y a espacios de cuarentena de osos hormigueros 

(Myrmecophaga tridactyla) en los alrededores de la Estación Biológica Corrientes (EBCo) 

donde fueron realizados estos estudios. 

3.1.3- Leishmaniasis en Argentina 

Así como las leishmaniasis presentan diferentes características clínicas, también tienen 

diferentes características ecológicas, como los agentes etiológicos que las causan, los 

vectores que las transmiten, los reservorios y sus escenarios de transmisión. En nuestro 

país la LV es causada principalmente por L. (L.) infantum, y transmitida principalmente 

por el flebótomo Lu. longipalpis, su escenario de transmisión es generalmente de 

características urbanas, y su principal reservorio es el perro doméstico (Acardi y col. 

2010; Salomón y col., 2008a). La LC es causada principalmente por L. (V.) braziliensis, 

transmitida por Ny. neivai en espacios peri-domésticos en áreas endémicas del país, y por 

Ny. whitmani en paisajes silvestres de la región noreste (Córdoba-Lanús y col., 2006; 

Salomón y col., 2004; Salomón y col., 2009a; Salomón y col. 2016; Moya y col., 2022).  

Respecto a las Leishmania spp. registradas en nuestro país, L. (V.) braziliensis y L. (L.) 

infantum son frecuentemente reportadas, mientras que L. (L.) amazonensis, Le. guyanensis 

y Le. panamensis solo se hallan como agentes causantes de las leishmaniasis 

ocasionalmente (Córdoba Lanús y col., 2005; Cuba y col., 1996; Frank y col., 2003; Marco 

y col., 2012; Segura y col., 2000; Salomón y col., 2016). 

El noreste argentino puede ser considerado como la región marginal para la presencia de 

las leishmaniasis. El primer foco urbano autóctono de LV causado por L. (L.) infantum y 

que involucró como vector a Lu. longipalpis en Argentina fue reportado en 2006 en la 



 
 

95 
 

ciudad de Posadas, provincia de Misiones (Salomón y col., 2008a). Durante el año 2007 

emergió otro foco de LV en el centro-norte del país, aunque en este caso Mg. migonei fue 

la especie sugerida como vector de L. (L.) infantum (Salomón y col., 2010). La LC ha sido 

endémica en Argentina al menos desde las primeras décadas del siglo veinte, sin embargo, 

el primer brote reportado en el país ocurrió desde 1985 a 1987 en la región noroeste del 

país (Salomón y col., 2011c). 

En la región noreste, se registraron brotes de LC en varias localidades de la provincia de 

Corrientes, como en Bella Vista en 2003 (Salomón y col., 2006), en Riachuelo y en la ciudad 

de Corrientes en 2015 (Acosta-Soto y col., 2020; Andreo y col., 2022). En la provincia de 

Corrientes la media de número de casos humanos reportados anualmente por el Sistema 

Nacional de Vigilancia de la Salud (SNVS) para LC y LV humana en el periodo 2010-2016 

fue de 115,4 ± 42,3 y 16,0 ± 7,9 casos por año, respectivamente. Asimismo, en el 2008 se 

reportó por primera vez la presencia de Lu. Longipalpis en la ciudad de Corrientes, y en 

otras localidades de la provincia (Salomón y col., 2009b), desde entonces, la abundancia 

relativa de Lu. longipalpis se sigue incrementando (Berrozpe y col., 2017), y desde el año 

2010 hasta la fecha los casos humanos de LV aparecen y se propagan como una 

enfermedad urbana de manera dispersa en el tiempo y el espacio (Salomón y col., 2015; 

Bruhn y col., 2018). Respecto a la provincia de Chaco, se mantiene una alta incidencia de 

brotes de LC, con un ciclo peridoméstico zoonótico sinantrópico que se activa 

esporádicamente, siendo Ny. neivai y Ny. whitmani las especies más abundantes en estos 

ambientes (Salomón y col., 2008b; Moya y col., 2022). Por otro lado, Lu. longipalpis se 

registró en la provincia de Chaco (Salomón y col., 2011b), y en localidades sobre el río 

Paraná cercanas a nuestros sitios de estudio (Szelag y col., 2014; Moya y col., 2022). 

3.1.4- Leishmania y primates no humanos 

El género Leishmania puede infectar naturalmente a un amplio rango de especies de 

mamíferos, como perros, zorros, roedores, equinos, marsupiales y primates no humanos 

(Lainson y col., 1989; Malta y col., 2010; Humberg y col., 2012; Acardi y col., 2013; 

Fernández y col., 2018; De Oliveira y col., 2020); y algunos de estos, como varias especies 

de roedores, perezosos, osos hormiguero, puercoespines y carnívoros salvajes están 

registrados como los reservorios selváticos más probables para Leishmania, por lo que es 

probable que los ciclos selváticos sean mantenidos por un ensamble de especies de 
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mamíferos hospedadores (Roque y Jansen, 2014). Por otro lado, para algunas especies, 

como es el caso de L. (L.) infantum, es conocido que su principal reservorio en áreas 

urbanas es el perro doméstico y su vector más importante es Lu. longipalpis, entonces en 

algunos casos ya conocemos el reservorio de una especie en un escenario de transmisión 

particular (Grimaldi y Tesh, 1993). Retomando la definición de reservorios, estos son los 

mamíferos que mantienen al parásito presente en la naturaleza con una carga parasitaria 

suficiente para que pueda ser transmitida efectivamente al vector (Haydon y col., 2002). 

Los primates no humanos platirrinos y catarrinos han sido propuestos como reservorios 

en diferentes áreas endémicas del mundo; y los casos de infección natural hallados en 

primates platirrinos son más frecuentes que los hallados en monos catarrinos (Santos y 

Oliveira, 2020). En la Tabla 3.1 se pueden observar los registros de infección por 

Leishmania spp. encontrados hasta el momento en primates platirrinos. 

 

Especie 

hospedadora 

Especie de 

Leishmania 
Hábitat 

Método 

diagnóstico 
País Referencia 

Saguinus geoffroyi L. (L.) amazonensis Vida libre Aislamiento Panamá Herrer y col., 1973 

Aotus trivirgatus L. (V) braziliensis Vida libre Aislamiento Panamá 
Herrer y 

Christensen, 1976 

Chiropotes satanas L. (V) shawi Vida libre Aislamiento Brasil Lainson y col., 1989 

Sapajus apella L. (V) shawi Vida libre Aislamiento Brasil Lainson y col., 1989 

Cebus 

xanthosternos 
L. (L.) infantum Cautiverio PCR (sangre) Brasil Malta y col., 2010 

Callicebus 

nigrifrons 
L. (L.) infantum Cautiverio 

Inmuno-

histoquímica y 

PCR (tejido) 

Brasil Malta y col., 2010 

Alouatta guariba L. (L.) infantum Cautiverio PCR (sangre) Brasil Malta y col., 2010 

Leonthopitecus 

crysomelas 
L. (L.) infantum Cautiverio PCR (sangre) Brasil Malta y col., 2010 

Pithecia irrorata L. (L.) infantum Cautiverio PCR (sangre) Brasil Malta y col., 2010 

Saguinus 

imperator 
L. (L.) infantum Cautiverio PCR (sangre) Brasil Malta y col., 2010 

Aotus nigriceps L. (L.) infantum Cautiverio PCR (sangre) Brasil Malta y col., 2010 

Aotus azarae L. (Viannia) sp. Vida libre 
PCR/RFLP 

(sangre) 
Argentina Acardi y col., 2013 
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Alouatta pigra y 

Alouatta palliata 
L. (L.) mexicana 

Semi-

cautiverio 
Serología México 

Rovirosa Hernández 

y col., 2013 

Ateles paniscus L. (L.) amazonensis Cautiverio 
PCR y qPCR 

(sangre) 
Brasil 

Felix de Lima y col., 

2012 

Alouatta guariba L. (L) infantum Cautiverio PCR (sangre) Brasil 
Lombardi y col. 

2014 

Callithrix sp. Leishmania sp. Vida libre PCR (sangre) Brasil Trüeb y col., 2018 

Callithrix 

penicillata 
L. (L) infantum Vida libre 

Serología y PCR 

(sangre y piel) 
Brasil Paiz y col., 2019 

Callithrix jacchus L. (L) infantum Vida libre 
Serología y PCR 

(sangre y piel) 
Brasil Paiz y col., 2019 

Sapajus apella L. (L) infantum Cautiverio 
Serología y 

xenodiagnóstico 
Brasil 

Rodriguez de 

Oliveira y col., 2019 

Leontopithecus 

rosalia 
L. (L) infantum Cautiverio 

Serología y 

xenodiagnóstico 
Brasil 

Rodriguez de 

Oliveira y col., 2019 

A. seniculus L. (L) infantum Vida libre 
Serología y PCR 

(sangre) 

Guayana 

Francesa 

Medkour y col., 

2019 

A. seniculus L. (V) guyanensis Vida libre 
Serología y PCR 

(sangre) 

Guayana 

Francesa 

Medkour y col., 

2019 

Plecturocebus 

vieirai 
L. (L) infantum Cautiverio PCR Brasil Guiraldi y col., 2022 

Alouatta caraya L. (V) braziliensis Cautiverio PCR Brasil Guiraldi y col., 2022 

Ateles chamek L. (V) braziliensis Cautiverio PCR Brasil Guiraldi y col., 2022 

Tabla 3.1. Especies de primates no humano neotropicales que se han registrado con infección por 

alguna especie de Leishmania (datos basados en Roque y col. (2014) y Santos y Oliveira (2020)). 
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3.1.5- Objetivos e hipótesis 

La leishmaniasis cutánea es endémica en varias provincias del norte de la Argentina, y la 

leishmaniasis visceral presenta un marcado aumento de los casos entre el 2006 y la 

actualidad en el noreste argentino. Los componentes del ciclo de transmisión de las 

leishmaniasis en los ambientes silvestres aún quedan por esclarecerse en nuestro país. 

Asimismo, no hay estudios de infección por Leishmania sp. en las poblaciones de monos 

aulladores en vida libre en la Argentina.  

El objetivo general de este estudio es evaluar el rol potencial de Alouatta caraya en el ciclo 

de transmisión silvestre de L. (L.) infantum y L. (V.) braziliensis en ambientes antropizados 

del Noreste argentino. 

A partir de los antecedentes planteamos las siguientes hipótesis: 1) Los monos 

aulladores que habitan en vida libre en los fragmentos de bosque del noreste argentino 

están infectados por L. (L.) infantum y L. (V.) braziliensis. 2) La presencia conjunta de 

monos aulladores infectados y flebótomos vectores de L. (L.) infantum y L. (V.) braziliensis 

posibilita la permanencia del ciclo de transmisión de dichos parásitos en los fragmentos 

de bosque natural del noreste argentino. 

Objetivos específicos: 

 Determinar la prevalencia de infección por Leishmania spp. en poblaciones de A. 

caraya en vida libre que habitan en paisajes con diferente grado de urbanización 

del noreste argentino.  

 Realizar la caracterización molecular de las especies de Leishmania spp. halladas 

en los monos aulladores estudiados. 

 Estudiar la asociación entre las prevalencias halladas y el grado de urbanización 

de los sitios de estudio. 

 Identificar las especies de flebótomos que se encuentran asociadas a los árboles 

dormideros, y estimar sus abundancias en las bases y en las copas de los árboles 

dormideros de los monos.  
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3.2 - Metodología  

3.2.1- Descripción de los sitios de estudio: 

Los sitios de estudio son los mismos ya mencionados y descriptos en la sección 2.2.1: Isla 

del Cerrito (IC) (27° 18' S - 58° 37' O), Isla Brasilera (IB) (27º 20' S - 58º 40' O), San 

Cayetano (SC) (27° 34' S, 58° 42' O), y Parque Provincial San Cayetano (PPSC) (27° 30' S, 

58° 41' O) (donde se encuentra la Estación Biológica Corrientes (EBCo)) (ver Figura 2.13 

en el capítulo anterior); y en esta parte del estudio se agrega la localidad de Riachuelo (R) 

(27° 35′ S, 58° 44,5′ O), a 3 km del casco urbano de SC, donde se llevaron a cabo capturas 

de flebótomos en unidades domésticas. Riachuelo presenta características de 

urbanización similares a SC, pero con algunas calles asfaltadas, y el Municipio de 

Riachuelo abarca el paraje San Cayetano (Figura 3.8). Respecto de las categorías 

ambientales, la localidad de Riachuelo pertenece a la categoría “rurubano”, como el casco 

urbano de SC. Estos sitios aún mantienen características rurales, como la cría de ganado 

(en los casos que tienen lotes grandes), huertas familiares, producción de huevos y/o cría 

de pollos en el caso de los productores más pequeños; y como en SC se encuentran 

cercanos o vecinos a parches de bosque remanente habitados por A. caraya.  

 

3.2.2- Colecta de muestras biológicas: 

En la sección 2.2.3 se describieron los procedimientos para la captura y liberación de los 

animales (109 monos aulladores), los cuales fueron capturados con dardos anestésicos y 

liberados al recuperarse de la anestesia. Además de las muestras colectadas para el 

diagnóstico de Trypanosoma cruzi, se les extrajo una muestra del pabellón auricular para 

la búsqueda de Leishmania. Se colectó una pieza de aproximadamente 2 mm por 2 mm de 

tejido del borde del pabellón auricular externo; la forma y posición del corte en la oreja 

fue también utilizado como marca de identificación del individuo (además de colocaron 

pequeñas caravanas metálicas numeradas en la oreja de cada animal), esta muestra fue 

conservada en buffer PBS (Buffer Fosfato Salino), mantenida en frío en campo, y luego en 

freezer a -20°C hasta su posterior análisis en el laboratorio.  
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3.2.3- Caracterización molecular de la infección por Leishmania en Alouatta 

caraya: 

Las muestras fueron procesadas extrayendo el ADN y aplicando protocolos de PCR 

específicos para la detección de leishmanias de interés sanitario como L. (V.) braziliensis 

y L. (L.) infantum. Los fragmentos de ADN compatibles con Leishmania spp. fueron 

confirmados por análisis de secuenciación. 

- Extracción de ADN: La extracción de ADN de las muestras de tejido auricular externo 

se llevó a cabo mediante columnas de extracción comerciales (Inbio Highway® ADN 

Puriprep-S), según el protocolo sugerido por el fabricante. 

- Reacciones de amplificación por PCR: Las muestras de ADN fueron analizadas 

utilizando el procedimiento de PCR convencional dirigido a amplificar la región del 

espaciador transcrito interno del ADN ribosomal (ribosomal internal transcribed spacer 

(ITS)), cuyo protocolo se denomina ITS-1. La reacción de amplificación utiliza los 

oligonucleótidos iniciadores LITSR (5´-CTGGATCATTTTCCGATG-3´) y L5.8S (5´-

TGATACCACTTATCGCACTT-3´) (El Tai y col., 2000), y se espera obtener un fragmento de 

ADN de 300-350 pb con las condiciones de ciclado reportadas por Schönian y col. (2003). 

Se utilizó una cepa de referencia de L. (V.) braziliensis (HOM/BR75M2903) como control 

positivo de la reacción, y agua estéril como control negativo. Los productos amplificados 

fueron revelados por electroforesis en geles de agarosa al 2% conteniendo SyberGreen® 

(Invitrogen™), utilizando un marcador de peso molecular de 1 Kb.  

Para evaluar la eficacia de la extracción del ADN de las muestras, se les practicó un 

protocolo de PCR dirigido a la región del ADN mitocondrial que codifica para el gen del 

cytocromo B (CytB), con los oligonucleótidos iniciadores L14841 (5’-

CCATCCAACATCTCAGCATGATGAAA-3’) y H15149 (5’-

CCCCTCAGAATGATATTTGTCCTCA-3’), amplificando un fragmento esperado de 359 pb 

(Lah y col., 2012). 

Los fragmentos obtenidos de tamaño compatible con los esperados para L. (V.) braziliensis 

fueron analizados por RFLP (restriction fragment length polymorphism) con la enzima de 

restricción Hae III (5´-GGCC-3´ Promega), y los fragmentos resultantes fueron revelados 

por electroforesis en gel de agarosa 2,5%.  
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Para el análisis por secuenciación, los productos de PCR compatibles con Leishmania spp. 

fueron purificados utilizando las columnas comerciales Inbio Highway® ADN Puriprep-GP 

siguiendo las indicaciones del fabricante. En los casos en los que se obtuvieron fragmentos 

inespecíficos, los fragmentos de interés fueron separados cortando el gel bajo 

visualización con transiluminador, y cada fragmento inmerso en agarosa fue purificado 

utilizando las mismas columnas comerciales de Inbio Highway® ADN Puriprep-GP 

siguiendo las instrucciones del fabricante. La secuenciación se llevó a cabo utilizando los 

oligonucleótidos iniciadores respectivos en las concentraciones indicadas por el sitio de 

procesamiento (Cromátida, Argentina). Los cromatogramas obtenidos se analizaron con 

el programa Codon Code Aligner™ (v 3.0.1) (CodonCode Corporation, Dedham, 

Massachusetts, USA) y el programa BioEdit Sequence Alignment Editor© versión 7.2.6 

(Hall, 1999). Para el alineamiento de las secuencias se utilizó el algoritmo ClustalW 

(Thompson y col., 1994) del programa MEGA 10.0.5 (Kumar y col., 2018) y del programa 

BioEdit Sequence Alignment Editor©. Las secuencias obtenidas se compararon con las 

secuencias disponibles en la base de datos GenBank con el programa de alineamiento 

BLAST en el sitio http://www.ncbi.nlm.nih.gov.  

 3.2.4- Muestreo de flobótomos en árboles dormideros de A. caraya y en 

ambientes peridomésticos 

Las capturas de flebótomos se realizaron asociadas a parte de los grupos de monos 

aulladores estudiados para el diagnóstico de tripanosomátidos. Las trampas fueron 

colocadas en los árboles dormidero (AD), seleccionando un árbol por grupo de monos 

como se describió en la sección 2.2.2. Además, se colocaron trampas en los peridomicilios 

ubicados en los cascos urbanos de SC y R. Se utilizaron trampas de luz negra (“trampas 

REDILA”) (Fernández y col., 2015) que se activaron aproximadamente desde las 19hs 

hasta las 9hs del día siguiente, durante dos noches consecutivas en cada punto de 

muestreo (Figura 3.4). En el Anexo 4 se encuentra adjunta la planilla para la colecta de 

datos ambientales. 

http://www.ncbi.nlm.nih.gov/
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Figura 3. 4. Sitios de colocación de las trampas de luz negra. A) Árbol donde duermen gallinas en 

peridomicilio. B) Gallinero. C) Trampa de luz colocada en el estrato alto de un árbol dormidero de 

monos (AD), donde se observa a una mona adulta descansando. D) Trampa colocada en el estrato 

bajo de un AD.  

 

En los AD de los monos las trampas se instalaron en dos estratos de altura diferente: a 

1,5m (estrato bajo) (Figura 3.4D) y entre 5 y 8m (estrato alto) (Figura 3.4C), resultando 

activas dos trampas por sitio por noche durante dos noches consecutivas. 

En los sitios rururbanos se dividió la localidad en una grilla de celdas de 200m x 200m 

para abarcar toda la extensión del área. En cada celda se selecciónó una vivienda 

utilizando el criterio de “sitio crítico”, una definición operacional que define al sitio con 

mayor probabilidad de hallar flebótomos como consecuencia de sus características 

ambientales (Fernández y col., 2010). Teniendo en cuenta este criterio, se estudió la 

presencia de flebótomos en los siguientes micrositios: gallineros, árboles dormideros de 

gallinas, y sitios del peridomicilio donde dormían los perros de la casa. Las trampas fueron 

colocadas en estos micrositios, dando prioridad a los dormideros de gallinas y si no había 
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gallinas en la casa entonces se colocaban en el sitio donde dormían los perros. En estos 

sitios todas las trampas fueron colocadas a una altura aproximada de 1,5m durante dos 

noches consecutivas (Figura 3.4B).  

Los muestreos en peridomicilios se realizaron entre el 3 y el 6 de diciembre de 2011. En 

los AD de los monos aulladores del PPSC y SC entre el 13 y el 16 de febrero de 2012, y en 

los AD de la IB entre el 22 y el 26 de marzo de 2012. Todos los sitios de muestreo fueron 

georreferenciados.  

Los flebótomos capturados fueron conservados a -20°C hasta su procesamiento. Los 

individuos fueron clarificados con lacto-fenol, observados bajo microscopio óptico, y 

clasificados por especie de acuerdo a la clave de Galati (2003). Se contabilizaron todos los 

individuos capturados, y se obtuvieron las abundancias de cada especie y sexo en cada 

punto de muestreo. 

Los individuos de las especies de Brumptomyia (França & Parrot, 1921) se unificaron 

como Brumptomyia sp. dado que las hembras de este género no pudieron distinguirse 

morfológicamente y es un género que carece de importancia sanitaria. Asimismo, las 

hembras de las especies Evandromyia cortelezzii (Brethes, 1923) y Ev. sallesi (Galvão & 

Coutinho, 1939) no pueden distinguirse por su morfología, entonces estos individuos 

fueron clasificados como complejo Cortelezzii (Szelag y col., 2018b). 

3.2.5- Análisis de datos 

Se estimaron las prevalencias de infección en los monos con intervalos de confianza del 

95 % (IC) para cada especie de Leishmania hallada y en cada sitio evaluado.  

La abundancia de flebótomos se estimó por especie y por sexo, acumulando los individuos 

capturados durante las dos noches de muestreo. En los peri-domicilios se evaluó la 

asociación entre el tipo de micrositio (gallineros, sitio donde duermen los perros, árbol 

donde duermen las gallinas) y la presencia de flebótomos mediante la prueba de 

independencia de Chi cuadrado (X2). En los AD de los monos aulladores se evaluó si había 

diferencias respecto a la abundancia de flebótomos entre los dos estratos verticales (bajo 

y alto) aplicando la prueba de Wilcoxon para muestras pareadas. La asociación entre las 

especies de flebótomos presentes y los ambientes estudiados (rururano, rural, y remoto) 

se evaluó mediante la prueba de X2, diagrama de perfiles multivariados, y análisis de 

correspondencias simple (ACS) (Benzécri, 1973). En todos los casos, un p-valor menor a 
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0,05 fue considerado estadísticamente significativo. Los datos fueron procesados 

utilizando el programa Info Stat (Di Rienzo y col., 2008).  

 

3.3 - Resultados: 

En la sección 2.3.1 del capítulo anterior se describieron las características de los monos 

aulladores capturados, y en la Tabla 2.3 los datos y las características de los grupos de 

monos, las edades y el sexo de los individuos. Uno de los 109 animales capturados se 

encontraba en condiciones de salud desfavorables, por lo que se decidió no extraer la 

muestra de oreja de este individuo. Entonces se colectaron un total de 108 muestras para 

el diagnóstico de leishmaniasis (Tabla 3.2). 

 

Sitio 
N° de 

grupos 
N° de 
indiv. 

Promedio N° 
indiv. 

capturado 
por grupo 

(D.E.) 

Razón de sexos 
(macho/hembra) 

Categoría de edad 

adulto subadulto juvenil 

Rururbano_IC 1 2 2 (0) (1:1) 1 2 0 0 

Rururbano_SC 6 19 3,2 (1,2) (12:7) 1,7 13 5 1 

Rural 10 38 3,8 (2) (22:16) 1,4 14 13 10 

Remoto 15 49 3,3 (1,5) (30:19) 1,6 30 10 9 

Total 32 108 - (65:43) 1,5 59 28 21 

Tabla 3.2. Características de las poblaciones de monos aulladores muestreadas. 

 

 

3.3.1- Caracterización molecular de la infección por Leishmania en Alouatta 
caraya 

Nueve monos aulladores (8,3%) resultaron positivos para la presencia de leishmanias, y 

el análisis por RFLP (Figura 3.5) y el de secuenciación revelaron la presencia de L. (V.) 

braziliensis, L. (L.) infantum y L. (L.) amazonensis en los sitios de estudio (Tabla 3.3).  
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Figura 3.5. Gel de agarosa (2%) donde se observan los fragmentos amplificados de ITS-1 y el patrón 

polimórfico de los productos de la restricción con HaeIII. Las muestras están indicadas con su 

número de ID, y los productos de PCR digeridos por HaeIII con la letra “d”. M: marcador molecular de 

ADN de 1 kb. El tamaño de los fragmentos es indicado a la izquierda en pares de bases. 

 

ID Ambiente 
Grupo de 
monos 

Sexo 
Categoría 
etaria 

 ITS-1 PCR-RFLP (perfil de pb 
aproximado) – Especie de 
Leishmania 

BLAST 

MO-69 Remoto Gringos M Adulto 
 

(156 - 143) - L. (V.) braziliensis   -  

MO-86 Remoto Quebracho F Subadulto 
 

(184 - 72 - 55) - L. (L.) infantum L. (L.) infantum 

MO-87 Remoto Maminos F Adulto 
 

(156 - 143) - L. (V.) braziliensis  L. (V.) braziliensis 

MO-103 Remoto 10 Mangos F Adulto 
 

(184 – 250)     - L. (L.) infantum 

MO-28 Rural Quitilina M Juvenil 
A: (156 - 143) - L. (V.) braziliensis  L. (V.) braziliensis  

B: (186 - 142) - L. (L.) amazonensis L. (L.) amazonensis 

MO-44 Rural Chupali M Adulto 
 

(186 - 142) - L. (L.) amazonensis L. (L.) amazonensis 

MO-36 Rururbano Musculoso M Subadulto 
 

(184 - 72 - 55) - L. (L.) infantum L. (L.) infantum 

MO-37 Rururbano Musculoso M Adulto 
 

(184 - 72 - 55) - L. (L.) infantum L. (L.) infantum 

MO-39 Rururbano Otero F Adulto 
 

(186 - 142) - L. (L.) amazonensis L. (L.) amazonensis 

Tabla 3.3. Resumen de resultados obtenidos del diagnóstico por PCR ITS-1, RFLP y análisis de 

secuencias de las muestras de tejido auricular externo de los monos aulladores positivos 

muestreados entre julio y agosto de 2010, en San Cayetano (ambientes rural y rururbano), provincia 

de Corrientes, e Isla Brasilera (ambiente remoto), provincia de Chaco. 

 

Los valores de las prevalencias halladas para cada protozoo fueron bajas, y no fueron 

suficientes para analizar estadísticamente la independencia con las variables planteadas 

como el grado de antropización del ambiente, el grupo etario y el sexo de los individuos. 

Se obtuvieron resultados de infección por Leishmania sp. en los tres grupos etarios y para 
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ambos sexos (Tabla 3.3). En los tres ambientes estudiados encontramos animales 

infectados con alguna de las tres especies detectadas, en el ambiente remoto se registró 

L. (L.) infantum y L. (V.) braziliensis, en el ambiente rururbano L. (L.) infantum y L. (L.) 

amazonensis, y en el ambiente rural L. (V.) braziliensis y L. (L.) amazonensis (Figura 3.6). 

Los ambientes rural y rururbano que se encuentran conectados comparten la presencia 

de L. (L.) amazonensis, sin embargo, en el ambiente remoto (IB) no se registró esta especie, 

y en los grupos rurales no se registró a L. (L.) infantum. Cabe destacar que los animales 

positivos fueron detectados en grupos diferentes: en el ambiente remoto se detectó 

infección en 4 individuos de 4 grupos distintos, los 2 individuos del paisaje rural 

pertenecen a dos grupos diferentes, y en el paisaje rururano fueron 3 animales de 2 

grupos cercanos (Figura 3.6). 

Sitio  
Nro. grupos +/ 

examinados 
Nro. monos +/ 

examinados 
Prevalencia 

(%)      [IC 95%] 
Especie de 

Leishmania 
Rururbano_IC       

L. (L.) infantum 0/1 0/2  -  

L. (V.) braziliensis 0/1 0/2  -  

L. (L.) amazonensis 0/1 0/2  -  

Remoto_IB       

L. (L.) infantum 2/15 2/49 4,1 [0,5 - 14] 

L. (V.) braziliensis 2/15 2/49 4,1  [0,5 - 14] 

L. (L.) amazonensis 0/15 0/49  -  

Rururbano_SC       

L. (L.) infantum 1/6 2/19 10,5 [1,3 - 33,1] 

L. (V.) braziliensis 0/6 0/19  -  

L. (L.) amazonensis 1/6 1/19 5,3 [0,1 – 26] 

Rural_PPSC       

L. (L.) infantum 0/10 0/38  -  

L. (V.) braziliensis 1/10 1/38 2,6 [0,07 - 13,8] 

L. (L.) amazonensis 2/10 2/38 5,3 [0,6 – 17,75] 

Total       

L. (L.) infantum 3/32 4/108 3,7 [0,1 - 7,3] 

L. (V.) braziliensis 3/32 3/108 2,8 [-0,3 - 5,9] 

L. (L.) amazonensis 3/32 3/108 2,8 [-0,3 - 5,9] 

 
Tabla 3.4. Prevalencias de infección obtenidas de la PCR para ITS-1. Las prevalencias son expresadas 

como porcentajes, con un intervalo de confianza del 95%.  
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Figura 3.6. Resultados del diagnóstico de Leishmania para los grupos de monos (con al menos un 

individuo con resultado positivo): detección de L. (V.) braziliensis (círculo azul); detección de L. (L.) 

amazonensis (círculos rojos); detección de L. (L.) infantum (círculos amarillos). Se observa con un 

círculo azul de borde rojo el grupo “Quitilina” en el que se halló el individuo con infección mixta entre 

L. (V.) braziliensis y L. (L.) amazonensis. 

 

El análisis de las secuencias de las muestras positivas confirmó los resultados obtenidos 

por RFLP, excepto para la muestra MO-69 que presentó un perfil de bandas compatible 

con L. (V.) braziliensis, pero el fragmento de ADN no pudo ser secuenciado porque no 

obtuvimos suficiente cantidad de ADN en el proceso de purificación.  
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10 20 30 40 50
. . . . | . . . . | . . . . | . . . . | . . . . | . . . . | . . . . | . . . . | . . . . | . . . . |

Le. infantumn (MF688836.1) T C T G G A T C A T T T T C C G A T G A T T A C A C C C A A A A A A - C A T A T A C A A - - - - C T

MO-103 (IB) - . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . - . . . . . . . . . - - - - . .

MO-86 (IB) - . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . - . . . . . . . . . - - - - . .

MO-36 (SC) - . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . A . . . . . . A . . . . . . . . . - - - - . .

MO-37 (SC) - . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . A . . . . . . A . . . . . . . . . - - - - . .

Le. amazonensis (KP274862.1) - . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . A . . . . . . - . . . . . . . . . A A C T . .

MO-28B (PPSC) - . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . A . . . . . . - . . . . . . . . . A A C T . .

MO-44 (PPSC) - . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . A . . . . . . - . . . . . . . . . A A A T . .

MO-39 (SC) - . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . A . . . . . . - . . . . . . . . . A A A T . .

Le. braziliensis (MF802822.1) - . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . A . . . . . - - . - - . . . . . . - - - C T C

MO-87 (IB) - . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . A . . . . . - - . - - . . . . . . - - - C T C

MO-28A (PPSC) - . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . A . . . . . - - . - - . . . . . . - - - C T C

60 70 80 90 100
. . . . | . . . . | . . . . | . . . . | . . . . | . . . . | . . . . | . . . . | . . . . | . . . . |

Le. infantumn (MF688836.1) C G G G G A G A C C T A T G T A T A T A T A - - T G T A G G C C T T T C C C A C A T A C A C A G C A

MO-103 (IB) . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . - - . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . .

MO-86 (IB) . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . - - . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . .

MO-36 (SC) . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . T A . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . .

MO-37 (SC) . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . T A . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . .

Le. amazonensis (KP274862.1) . . . . . . . . . . . . . - . C . T . C G . T A G . C G C C T T . C C . A . . . . . . . . . . . . .

MO-28B (PPSC) . . . . . . . . . . . . . - . C . T . C G . T A G . C G C C T T . C C . A . . . . . . . . . . . . .

MO-44 (PPSC) . . . . . . . . . . . . . - . C . T . C G . T A G . C G C C T T . C C . A . . . . . . . . . . . . .

MO-39 (SC) . . . . . . . . . . . . . - . C . T . C G . T A G . C G C C T T . C C . A . . . . . . . . . . . . .

Le. braziliensis (MF802822.1) . . . . . . . G . T . G . . . T . T C T A G C A A . C - - C T T . C C . A . . G . . . . G . . A T .

MO-87 (IB) . . . . . . . G . T . G . . . T . T C T A G C A A . C - - C T T . C C . A . . G . . . . G . . A T .

MO-28A (PPSC) . . . . . . . G . T . G . . . T . T C T A G C A A . C - - C T T . C C . A . . G . . . . G . . A T .

110 120 130 140 150
. . . . | . . . . | . . . . | . . . . | . . . . | . . . . | . . . . | . . . . | . . . . | . . . . |

Le. infantumn (MF688836.1) A A G T T T T - G T A C T C A A A A - - - - - - - - - T T T G C A G T A A A - - - - - - A A A A A G

MO-103 (IB) . . . . . . . - . . . . . . . . . . - - - - - - - - - . . . . . . . . . . . - - - - - - . . . . . .

MO-86 (IB) . . . . . . . - . . . . . . . . . . - - - - - - - - - . . . . . . . . . . . - - - - - - . . . . . .

MO-36 (SC) . . . . . . . - . . . . . . . . . . - - - - - - - - - . . . . . . . . . . . - - - - - - . . . . - .

MO-37 (SC) . . . . . . . - . . . . . . . . . . - - - - - - - - - . . . . . . . . . . . - - - - - - . . . . - .

Le. amazonensis (KP274862.1) . . . . . . . T . . . . . . . . . . A C A - - - A C A . . . . . . . . . . . C A A - - - . . . . T .

MO-28B (PPSC) . . . . . . . T . . . . . . . . . . A C A - - - A C A . . . . . . . . . . . C A A - - - . . . . T .

MO-44 (PPSC) . . . . . . . T . . . . . . . . . . A C A - - - A C A . . . . . . . . . . . C A A - - - . . . . T .

MO-39 (SC) . . . . . . . T . . . . . . . . . . A C A - - - A C A . . . . . . . . . . . C A A - - - . . . . T .

Le. braziliensis (MF802822.1) C . A . C . A T A . G T G T . T . T A T A T A T A T A G A C A . . A C . T . C A G T A G . . . . . .

MO-87 (IB) C . A . C . A T A . . T G T . T . T A T A T A T A T A G A C A . . A C . T . C A G T A G . . . . . .

MO-28A (PPSC) C . A . C . A T A . . T G T G T . T A T A T A T A T A G A C A . . A C . T . C A G T A G . . . . . .

160 170 180 190 200
. . . . | . . . . | . . . . | . . . . | . . . . | . . . . | . . . . | . . . . | . . . . | . . . . |

Le. infantumn (MF688836.1) G C C G A T C G A C G T T A T A A C G C A C C G C C - - - - - T A T A C A A A A G C A A A A A T G T

MO-103 (IB) . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . - - - - - . . . . . . . . . . . . . . . . . . .

MO-86 (IB) . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . - - - - - . . . . . . . . . . . . . . . . . . .

MO-36 (SC) . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . - - - - - . . . . . . . . . . . . . . . . . . .

MO-37 (SC) . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . - - - - - . . . . . . . . . . . . . . . . . . .

Le. amazonensis (KP274862.1) . . . . . . . . . . . . . . . . G . . . . . A A . . G C G T A . . . . . . . . . . . . G . G . A A A

MO-28B (PPSC) . . . . . . . . . . . . . . . . G . . . . . A A . . G C G T A . . . . . . . . . . . . G . G . A A A

MO-44 (PPSC) . . . . . . . . . . . . . . . . G . . . . . A A . . G C G T A . . . . . . . . . . . . G . G . A A A

MO-39 (SC) . . . . . . . . . . . . . . . . G . . . . . A A . . G C G T A . . . . . . . . . . . . G . G . A A A

Le. braziliensis (MF802822.1) . . . . . . . . . . . . . - - . . . A T . T . . . G - - - - - . . . . . . . - - - . . . . . . A . .

MO-87 (IB) . . . . . . . . . . . . . - - . . . A T . T . . . G - - - - - . . . . . . . - - - . . . . . . A . .

MO-28A (PPSC) . . . . . . . . . . . . . - - . . . A T . T . . . G - - - - - . . . . . . . - - - . . . . . . A . .

210 220 230 240 250
. . . . | . . . . | . . . . | . . . . | . . . . | . . . . | . . . . | . . . . | . . . . | . . . . |

Le. infantumn (MF688836.1) C C G T T T A T A C A A A A A A T A T A C G G C G T T T - C G G T T T T T G G C G - G G G T G G G T

MO-103 (IB) . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . - . . . . . . . . . . . . - . . . . . . . .

MO-86 (IB) . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . - . . . . . . . . . . . . - . . . . . . . .

MO-36 (SC) . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . - . . . . . . . . . . . . - . . . . . . . .

MO-37 (SC) . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . - . . . . . . . . . . . . - . . . . . . . .

Le. amazonensis (KP274862.1) A T . C C C G . T T C . . - - - - - . . . . . . . . . . T . C . . . . . . . . G . C . . . G . . . .

MO-28B (PPSC) A T . C C C G . T T C . . - - - - - . . . . . . . . . . T . C . . . . . . . . G . C . . . G . . . .

MO-44 (PPSC) A T . C C C G . T T C . . - - - - - . . . . . . . . . . T . C . . . . . . . . G . C . . . G . . . .

MO-39 (SC) A T . C C C G . T T C . . - - - - - . . . . . . . . . . T . C . . . . . . . . G . C . . . G . . . .

Le. braziliensis (MF802822.1) T . . . . C - - - - - - - - - - - - . . . . . . T . . . - - - - . . . . . . . . . - - - - - - - - -

MO-87 (IB) T . . . . C - - - - - - - - - - - - . . . . . . T . . . - - - - . . . . . . . . . - - - - - - - - -

MO-28A (PPSC) T . . . . C - - - - - - - - - - - - . . . . . . T . . . - - - - . . . . . . . . . - - - - - - - - -

260 270 280 290 300
. . . . | . . . . | . . . . | . . . . | . . . . | . . . . | . . . . | . . . . | . . . . | . . . . |

Le. infantumn (MF688836.1) G C G T G T G T G G A T A A C G G C T C A C A T A A C G T G T C G C G A T G G A T G A C T T G G C T

MO-103 (IB) . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . .

MO-86 (IB) . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . .

MO-36 (SC) . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . .

MO-37 (SC) . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . .

Le. amazonensis (KP274862.1) . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . .

MO-28B (PPSC) . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . .

MO-44 (PPSC) . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . .

MO-39 (SC) . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . .

Le. braziliensis (MF802822.1) . . . . . C . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . .

MO-87 (IB) . . . . . C . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . .

MO-28A (PPSC) . . . . . C . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . .

310 320 330 340
. . . . | . . . . | . . . . | . . . . | . . . . | . . . . | . . . . | . . . . | . . . . |

Le. infantumn (MF688836.1) T C C T A T T T C G T T G A A G A A C G C A G T A A A G T G C G A T A A G T G G T A T C A

MO-103 (IB) . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . .

MO-86 (IB) . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . .

MO-36 (SC) . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . .

MO-37 (SC) . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . .

Le. amazonensis (KP274862.1) . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . .

MO-28B (PPSC) . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . .

MO-44 (PPSC) . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . .

MO-39 (SC) . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . .

Le. braziliensis (MF802822.1) . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . .

MO-87 (IB) . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . .

MO-28A (PPSC) . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . .
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Figura 3.7.  Alineamiento de las secuencias de ITS-1 (espaciador transcrito interno del ADN 

ribosomal) obtenidas de las nueve muestras positivas (números de acceso en GenBank: MN496377 a 

MN496380, y MN497062 a MN497066) con las secuencias de referencia de L. (L.) infantum, L. (L.) 

amazonensis and Le. brasilienzis reportadas previamente en GenBank (nros. de acceso en la figura). 

 

La búsqueda de identidad de las secuencias usando el programa BLAST en GenBank indicó 

que las secuencias halladas en los monos aulladores comparten entre el 99,7% y el 100% 

de identidad con secuencias previamente reportadas para L. (L.) infantum, L. (L.) 

amazonensis y L. (V.) braziliensis (Figura 3.7). Las secuencias obtenidas de las muestras 

positivas se encuentran disponibles en la base de datos del GenBank con los siguientes 

números de acceso: MN496377, MN496378, MN496379, MN496380, MN497062, 

10 20 30 40 50
. . . . | . . . . | . . . . | . . . . | . . . . | . . . . | . . . . | . . . . | . . . . | . . . . |

Le. infantumn (MF688836.1) T C T G G A T C A T T T T C C G A T G A T T A C A C C C A A A A A A - C A T A T A C A A - - - - C T

MO-103 (IB) - . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . - . . . . . . . . . - - - - . .

MO-86 (IB) - . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . - . . . . . . . . . - - - - . .

MO-36 (SC) - . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . A . . . . . . A . . . . . . . . . - - - - . .

MO-37 (SC) - . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . A . . . . . . A . . . . . . . . . - - - - . .

Le. amazonensis (KP274862.1) - . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . A . . . . . . - . . . . . . . . . A A C T . .

MO-28B (PPSC) - . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . A . . . . . . - . . . . . . . . . A A C T . .

MO-44 (PPSC) - . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . A . . . . . . - . . . . . . . . . A A A T . .

MO-39 (SC) - . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . A . . . . . . - . . . . . . . . . A A A T . .

Le. braziliensis (MF802822.1) - . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . A . . . . . - - . - - . . . . . . - - - C T C

MO-87 (IB) - . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . A . . . . . - - . - - . . . . . . - - - C T C

MO-28A (PPSC) - . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . A . . . . . - - . - - . . . . . . - - - C T C

60 70 80 90 100
. . . . | . . . . | . . . . | . . . . | . . . . | . . . . | . . . . | . . . . | . . . . | . . . . |

Le. infantumn (MF688836.1) C G G G G A G A C C T A T G T A T A T A T A - - T G T A G G C C T T T C C C A C A T A C A C A G C A

MO-103 (IB) . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . - - . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . .

MO-86 (IB) . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . - - . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . .

MO-36 (SC) . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . T A . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . .

MO-37 (SC) . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . T A . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . .

Le. amazonensis (KP274862.1) . . . . . . . . . . . . . - . C . T . C G . T A G . C G C C T T . C C . A . . . . . . . . . . . . .

MO-28B (PPSC) . . . . . . . . . . . . . - . C . T . C G . T A G . C G C C T T . C C . A . . . . . . . . . . . . .

MO-44 (PPSC) . . . . . . . . . . . . . - . C . T . C G . T A G . C G C C T T . C C . A . . . . . . . . . . . . .

MO-39 (SC) . . . . . . . . . . . . . - . C . T . C G . T A G . C G C C T T . C C . A . . . . . . . . . . . . .

Le. braziliensis (MF802822.1) . . . . . . . G . T . G . . . T . T C T A G C A A . C - - C T T . C C . A . . G . . . . G . . A T .

MO-87 (IB) . . . . . . . G . T . G . . . T . T C T A G C A A . C - - C T T . C C . A . . G . . . . G . . A T .

MO-28A (PPSC) . . . . . . . G . T . G . . . T . T C T A G C A A . C - - C T T . C C . A . . G . . . . G . . A T .

110 120 130 140 150
. . . . | . . . . | . . . . | . . . . | . . . . | . . . . | . . . . | . . . . | . . . . | . . . . |

Le. infantumn (MF688836.1) A A G T T T T - G T A C T C A A A A - - - - - - - - - T T T G C A G T A A A - - - - - - A A A A A G

MO-103 (IB) . . . . . . . - . . . . . . . . . . - - - - - - - - - . . . . . . . . . . . - - - - - - . . . . . .

MO-86 (IB) . . . . . . . - . . . . . . . . . . - - - - - - - - - . . . . . . . . . . . - - - - - - . . . . . .

MO-36 (SC) . . . . . . . - . . . . . . . . . . - - - - - - - - - . . . . . . . . . . . - - - - - - . . . . - .

MO-37 (SC) . . . . . . . - . . . . . . . . . . - - - - - - - - - . . . . . . . . . . . - - - - - - . . . . - .

Le. amazonensis (KP274862.1) . . . . . . . T . . . . . . . . . . A C A - - - A C A . . . . . . . . . . . C A A - - - . . . . T .

MO-28B (PPSC) . . . . . . . T . . . . . . . . . . A C A - - - A C A . . . . . . . . . . . C A A - - - . . . . T .

MO-44 (PPSC) . . . . . . . T . . . . . . . . . . A C A - - - A C A . . . . . . . . . . . C A A - - - . . . . T .

MO-39 (SC) . . . . . . . T . . . . . . . . . . A C A - - - A C A . . . . . . . . . . . C A A - - - . . . . T .

Le. braziliensis (MF802822.1) C . A . C . A T A . G T G T . T . T A T A T A T A T A G A C A . . A C . T . C A G T A G . . . . . .

MO-87 (IB) C . A . C . A T A . . T G T . T . T A T A T A T A T A G A C A . . A C . T . C A G T A G . . . . . .

MO-28A (PPSC) C . A . C . A T A . . T G T G T . T A T A T A T A T A G A C A . . A C . T . C A G T A G . . . . . .

160 170 180 190 200
. . . . | . . . . | . . . . | . . . . | . . . . | . . . . | . . . . | . . . . | . . . . | . . . . |

Le. infantumn (MF688836.1) G C C G A T C G A C G T T A T A A C G C A C C G C C - - - - - T A T A C A A A A G C A A A A A T G T

MO-103 (IB) . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . - - - - - . . . . . . . . . . . . . . . . . . .

MO-86 (IB) . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . - - - - - . . . . . . . . . . . . . . . . . . .

MO-36 (SC) . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . - - - - - . . . . . . . . . . . . . . . . . . .

MO-37 (SC) . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . - - - - - . . . . . . . . . . . . . . . . . . .

Le. amazonensis (KP274862.1) . . . . . . . . . . . . . . . . G . . . . . A A . . G C G T A . . . . . . . . . . . . G . G . A A A

MO-28B (PPSC) . . . . . . . . . . . . . . . . G . . . . . A A . . G C G T A . . . . . . . . . . . . G . G . A A A

MO-44 (PPSC) . . . . . . . . . . . . . . . . G . . . . . A A . . G C G T A . . . . . . . . . . . . G . G . A A A

MO-39 (SC) . . . . . . . . . . . . . . . . G . . . . . A A . . G C G T A . . . . . . . . . . . . G . G . A A A

Le. braziliensis (MF802822.1) . . . . . . . . . . . . . - - . . . A T . T . . . G - - - - - . . . . . . . - - - . . . . . . A . .

MO-87 (IB) . . . . . . . . . . . . . - - . . . A T . T . . . G - - - - - . . . . . . . - - - . . . . . . A . .

MO-28A (PPSC) . . . . . . . . . . . . . - - . . . A T . T . . . G - - - - - . . . . . . . - - - . . . . . . A . .

210 220 230 240 250
. . . . | . . . . | . . . . | . . . . | . . . . | . . . . | . . . . | . . . . | . . . . | . . . . |

Le. infantumn (MF688836.1) C C G T T T A T A C A A A A A A T A T A C G G C G T T T - C G G T T T T T G G C G - G G G T G G G T

MO-103 (IB) . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . - . . . . . . . . . . . . - . . . . . . . .

MO-86 (IB) . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . - . . . . . . . . . . . . - . . . . . . . .

MO-36 (SC) . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . - . . . . . . . . . . . . - . . . . . . . .

MO-37 (SC) . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . - . . . . . . . . . . . . - . . . . . . . .

Le. amazonensis (KP274862.1) A T . C C C G . T T C . . - - - - - . . . . . . . . . . T . C . . . . . . . . G . C . . . G . . . .

MO-28B (PPSC) A T . C C C G . T T C . . - - - - - . . . . . . . . . . T . C . . . . . . . . G . C . . . G . . . .

MO-44 (PPSC) A T . C C C G . T T C . . - - - - - . . . . . . . . . . T . C . . . . . . . . G . C . . . G . . . .

MO-39 (SC) A T . C C C G . T T C . . - - - - - . . . . . . . . . . T . C . . . . . . . . G . C . . . G . . . .

Le. braziliensis (MF802822.1) T . . . . C - - - - - - - - - - - - . . . . . . T . . . - - - - . . . . . . . . . - - - - - - - - -

MO-87 (IB) T . . . . C - - - - - - - - - - - - . . . . . . T . . . - - - - . . . . . . . . . - - - - - - - - -

MO-28A (PPSC) T . . . . C - - - - - - - - - - - - . . . . . . T . . . - - - - . . . . . . . . . - - - - - - - - -

260 270 280 290 300
. . . . | . . . . | . . . . | . . . . | . . . . | . . . . | . . . . | . . . . | . . . . | . . . . |

Le. infantumn (MF688836.1) G C G T G T G T G G A T A A C G G C T C A C A T A A C G T G T C G C G A T G G A T G A C T T G G C T

MO-103 (IB) . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . .

MO-86 (IB) . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . .

MO-36 (SC) . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . .

MO-37 (SC) . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . .

Le. amazonensis (KP274862.1) . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . .

MO-28B (PPSC) . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . .

MO-44 (PPSC) . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . .

MO-39 (SC) . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . .

Le. braziliensis (MF802822.1) . . . . . C . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . .

MO-87 (IB) . . . . . C . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . .

MO-28A (PPSC) . . . . . C . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . .

310 320 330 340
. . . . | . . . . | . . . . | . . . . | . . . . | . . . . | . . . . | . . . . | . . . . |

Le. infantumn (MF688836.1) T C C T A T T T C G T T G A A G A A C G C A G T A A A G T G C G A T A A G T G G T A T C A

MO-103 (IB) . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . .

MO-86 (IB) . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . .

MO-36 (SC) . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . .

MO-37 (SC) . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . .

Le. amazonensis (KP274862.1) . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . .

MO-28B (PPSC) . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . .

MO-44 (PPSC) . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . .

MO-39 (SC) . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . .

Le. braziliensis (MF802822.1) . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . .

MO-87 (IB) . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . .

MO-28A (PPSC) . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . .
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MN497063, MN497064, MN497065, y MN497066 (correspondientes a las muestras: MO-

103, MO-36, MO-37, MO-86, MO-28A, MO-87, MO-28B, MO-39, y MO-44, 

respectivamente).  

El resultado para el individuo MO-28 revela una co-infección entre L. (V.) braziliensis y L. 

(L.) amazonensis. Cabe mencionar que, si bien el individuo MO-28 (macho juvenil) no 

presentó lesiones en la piel, en el grupo al que pertenecía este individuo (“Quitilina”) se 

hallaron dos monos (un macho adulto y una hembra juvenil) con lesiones cutáneas de 

diferentes características (Figura 3.8). Se tomaron muestras de estas lesiones para ser 

analizadas por PCR y los resultados fueron negativos. Las PCRs de estas muestras se 

realizaron seis años después de haber sido colectadas (preservadas a -20°), lo que pudo 

haber favorecido la degradación del ADN del parásito, sin poder llegar a la detección del 

mismo. 

 

 
Figura 3.8. Imágenes de dos individuos pertenecientes al grupo “Quitilina” con lesiones cutáneas. A) 

Macho adulto con lesiones de color claro, algunas ulceradas, en rostro. B) Hembra juvenil con 
lesiones en distintas partes del cuerpo características de las producidas en la leishmaniasis cutánea, 

tipo llaga con borde elevado cubiertas o no de costra. Las cuatro imágenes ampliadas muestran 
algunas de las lesiones de la hembra.  

 

La secuencia de MO-103 tuvo una identidad del 100% con secuencias de referencia de L. 

(L.) infantum, sin embargo, en el análisis por RFLP mostró un fragmento de ADN extra que 

difiere del perfil esperado para L. (L.) infantum. Cabe destacar que las secuencias de las 
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muestras positivas para L. (L.) infantum pertenecientes al sitio remoto (IB) se 

diferenciaron de las secuencias de ADN obtenidas en los grupos del ambiente rururbano 

(SC) en cuatro nucleótidos. Este resultado nos sugiere la existencia de cierto polimorfismo 

nucleotídico en las secuencias de L. (L.) infantum con al menos dos haplotipos para la 

región del espaciador transcrito interno del ADN ribosomal (Figura 3.7).  

Los resultados de la PCR dirigida a amplificar el gen de CytB fueron positivos en todas las 

muestras, confirmando de esta manera la eficacia de la extracción de ADN de las mismas 

(Figura 3.9). 

 

 

Figura 3.9. Control de extracción de ADN. Gel de agarosa (2%) donde se observan los fragmentos de 

Cytb amplificados de algunas de las muestras (presentadas con su número de ID) analizadas en 

representación del total de las muestras de monos aulladores estudiadas. M: marcador molecular de 

ADN de 1 kb; C+: control positivo; C-: control negativo. El tamaño de los fragmentos se indica en 

pares de bases. 

 

3.3.2- Flebótomos en árboles dormideros de A. caraya y en ambientes 

peridomésticos 

En el mapa de la Figura 3.8 se muestran los sitios de estudio y los puntos de los 

peridomicilios y ADs en los que se colocaron las trampas de luz. El número de trampas 

colocadas en los distintos sitios y tipos de micrositios para la captura de flebótomos se 

describe en la Tabla 3.5. Se capturaron un total de 2365 individuos pertenecientes a 8 

especies de la familia Phlebotominae: Ny. neivai (61,4%), Mg. migonei (18,73%), Lu. 

longipalpis (0,76%), Ny. whitmani (0,55%), Psathyromyia bigeniculata (Floch y Abonnenc, 

1941) (0,51%), complejo Cortelezzii (0,21%), Pi. pessoai (0,04%) y Brumptomyia spp. 

(17,8%) (Tabla 3.6). 
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Figura 3.8. A) Ubicación de los sitios de estudio en el noreste de Corrientes y en el este de la provincia 

de Chaco muestreados para la captura de flebótomos. B) Ubicación de los ADs (triángulos verdes) 

estudiados en el ambiente “remoto” (IB: Isla Brasilera). C) Ubicación espacial de las viviendas 

(triángulos negros) muestreadas en Riachuelo (R) y San Cayetano (SC), y de los ADs (puntos verdes) 

en el ambiente “rururbano” (SC) y en el ambiente “rural” (PPSC). 

 

 

Sitio de 
muestreo 

Nro.  
ADs 

Nro. trampas por 
micrositio: Nro. peri-

domicilios 

Nro. trampas por micrositio: 

Arriba Abajo Gallinero 
Árbol 

gallinas 
Perros 

Rururbano_R 0 0 0 11 12 7 2 

Rururbano_SC 4 8 8 9 8 0 8 

Rural 5 10 10 0 0 0 0 

Remoto 8 13 15 0 0 0 0 

Total 17 31 33 20 20 7 10 

 
Tabla 3.5: Descripción de los puntos de muestreo de flebótomos, cantidad de trampas colocadas, por 

ambiente y por micrositio. AD: Árbol dormidero de monos. 
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Los gallineros fueron los micrositios con mayor abundancia de flebótomos: 211 

individuos, 10 trampas positivas de 20, abarcando cuatro especies: Mg. migonei (67,8%), 

Ny. neivai (23,2%), Lu. longipalpis (8,1%) y Ny. whitmani (0,95%). Los dormideros de 

perros siguieron con una abundancia de 36 flebótomos en 6 de las 10 trampas colocadas, 

pertenecientes a 6 especies: Ny. neivai (58,3%), Mg. migonei (22,2%), Brumptomyia spp. 

(11,1%), Lu. longipalpis (2,8%), Pi. pessoai (2,8%) y Pa. bigeniculata (2,8%). En los árboles 

dormideros de gallinas se colectaron 21 individuos flebotominos en 4 de 7 trampas 

colocadas, pertenecientes a dos especies: Mg. migonei (81%) y Ny. neivai (19%). No se 

obtuvieron resultados significativos al analizar la asociación entre el tipo de micrositio y 

el número de trampas positivas (X2 = 0,3; P = 0,86). 

En los árboles dormideros de monos de los sitios rururbanos (SC) se capturaron 543 

individuos en los 4 ADs muestreados, el 83,1% se capturaron en el estrato bajo (Ny. neivai 

(53%), Mg. migonei (29,7%), Brumptomyia spp. (16,6%), Ny. whitmani (0,2%), Pa. 

bigeniculata (0,2%) y Pi. pessoai (0,2%)); y el 16,9% en el estrato alto de los árboles (Ny. 

neivai (59,8%) y Mg. migonei (40,2%)). 

En el ambiente rural (PPSC) se colocaron 20 trampas en 5 árboles dormideros de monos, 

y se capturaron 586 flebótomos de 6 especies distintas en 18 de las trampas activadas. El 

55,5% de los individuos se capturó en el estrato bajo (Brumptomyia spp. (49,2%), Ny. 

neivai (41,2%), Mg. migonei (8,3%), Ny. whitmani (0,9%), y complejo Cortelezzii (0,3%)), 

y el 44,5% en el estrato alto (Ny. neivai (51,7%), Brumptomyia spp. (23%), Mg. migonei 

(21,8%), Ny. whitmani (1,9%), y Pa. bigeniculata (1,5%)). 

En el ambiente remoto (IB) se colocaron 28 trampas en 8 árboles, de los cuales 7 eran AD, 

y se colocaron 4 trampas en cada AD (dos noches en dos estratos) (en un sitio una trampa 

quedó inactiva), y un sitio en la costa de la IB donde se colocó una trampa noche. Se 

colectaron 964 individuos en 22 de las 28 trampas activadas en 5 de los 8 sitios 

muestreados, alcanzando a 6 especies de flebótomos distintas (Tabla 3.6). El 70,9% de los 

flebótomos se capturó en el estrato bajo (Ny. neivai (81,7%), Brumptomyia spp. (15,95%), 

Mg. migonei (1,5%), Pa. Bigeniculata (0,7%) y complejo Cortelezzii (0,1%)); y el 29,1% de 

los flebótomos se colectaron en el estrato alto (Ny. neivai (91,5%), Mg. migonei (3,2%), Ny. 

whitmani (0,35%), Pa. bigeniculata (0,35%) y Brumptomyia spp. (4,6%)).  
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Species 

Rururbano (Peri-
domicilios)  

Rururbano    
(AD ) 

Rural (AD) Remoto (AD) 

Total (n trampas= 37) (n trampas= 16) (n trampas= 20) (n trampas= 28) 

Ab. % Ab. % Ab. % Ab. % 

Ny. neivai 74 27,6 294 54,1 269 45,9 815 84,5 1452 

Mg. migonei 168 62,7 171 31,5 84 14,3 19 2 442 

Lu. longipalpis 18 6,7 0 0 0 0 0 0 18 

Ny. whitmani 2 0,75 1 0,2 8 1,4 1 0,1 12 

Pa. bigeniculata 1 0,4 1 0,2 4 0,7 6 0,6 12 

Complejo 
Cortelezzii  

1 0,4 0 0 1 0,2 1 0,1 3 

Pi. pessoai 0 0 1 0,2 0 0 0 0 1 

Brumptomyia sp. 4 1,5 75 13,8 220 37,5 122 12,7 421 

Total 268   543   586   964   2361 

Tabla 3.6: Especies y abundancias de flebótomos hallados en los distintos sitios estudiados.  

 

La razón promedio entre la abundancia de flebótomos hallada en el estrato bajo y el 

estrato alto de los AD fue 2,3:1 (abajo: arriba) (Figura 3.9). Sin embargo, la prueba de 

Wilcoxon para muestras pareadas no resultó en diferencias significativas entre los 

estratos de altura para la presencia de flebótomos (Z =1,84; P = 0,0664).  

 
 

 

Figura 3.9. Abundancia total de flebótomos registrada en los dos estratos estudiados en los árboles 

dormideros de monos: 1,5 m (estrato bajo) y aproximadamente 5 m (estrato alto). Nn: Nyssomyia 

neivai; B: Brumptomyia sp.; Mm: Migonemyia migonei; Nw: Nyssomyia whitmani; Pb: Psathyromyia 

bigeniculata; CC: Cortelezzii complex; Pp: Pintomyia pessoai. 
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Por otro lado, la prueba de Chi-cuadrado de independencia entre las especies de 

flebótomos presentes y los distintos ambientes resultó en una asociación significativa 

entre dichas variables (X2 = 977,09, P < 0,0001). Las especies incluidas en el análisis 

fueron: Ny. neivai, Mg. migonei, Lu. longipalpis, Ny. whitmani y Brumptomyia spp. Las 

especies Pi. pessoai, el complejo Cortelezzii, y Pa. bigeniculata no se tuvieron en cuenta 

debido a sus bajas abundancias por fuera de los requerimientos del análisis. Estos 

resultados también se reflejan en el diagrama de perfiles multivariados, donde cada 

especie mostró un patrón diferente y todos se diferencian del perfil promedio (Figura 

3.10A). En el ACS el Eje 1, el cual representa la contribución más alta al estadístico chi-

cuadrado, explicó el 72,68% de la inercia de los datos, y se puede observar a Lu. longipalpis 

y Mg. migonei asociadas positivamente con el ambiente rururbano, y Lu. longipalpis aún 

más con los peridomicilios respecto de lo esperado bajo independencia. Mientras que Ny. 

neivai se registra asociada positivamente con el ambiente remoto y rural, y en forma 

negativa respecto a los ambientes rururbanos (Figura 3.10B). 
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Figura 3.10.  A) Diagrama de perfiles multivariados: se observan los perfiles de las abundancias 

relativas de cada especie de flebótomos según los ambientes estudiados. B) Resultados del análisis de 

correspondencias simple (ACS). 

 

Identificamos a Ny. neivai como la especie asociada predominantemente con A. caraya, 

siendo la que se registró con mayor abundancia en las copas de los ADs durante la noche 

en la IB y también en el PPSC, mientras que Lu. longipalpis y Mg. migonei se encontraron 

asociadas con los ambientes peridomésticos de SC y R.  

A
)

B) 
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3.4- Discusión de resultados 

3.4.1- Infección por Leishmania en Alouatta caraya 

Las muestras obtenidas de los monos aulladores presentaron infección natural por L. (V.) 

braziliensis, L. (L.) amazonensis y L. (L.) infantum, detectando individuos infectados en los 

tres ambientes relevados. La infección por leishmanias fue registrada en varias especies 

de primates platirrinos, nuestro estudio registra por primera vez estos parásitos para 

monos A. caraya en vida libre, y también el primer registro de L. (L.) amazonensis en la 

región noreste de nuestro país.  

Como ya mencionamos, la LT en nuestro país es usualmente causada por L. (V.) 

braziliensis, la especie más frecuentemente registrada en la región. Nuestros resultados 

para L. (V.) braziliensis, están en consistencia con el registro histórico de su endemicidad 

en la región (Salomón y col., 2006; Salomón y col., 2008b). Sin embargo, no detectamos 

infección por L. (V.) braziliensis en los monos de los sitios rururbanos, posiblemente un 

mayor número de muestras permita su detección. Asimismo, en los ADs de los tres 

ambientes estudiados, incluidos los ADs del área rururbana, encontramos a los insectos 

vectores de L. (V.) braziliensis, como Ny. neivai, Mg. migonei y Ny. whitmani.  

Los casos de LV canina y humana en la provincia de Corrientes son atribuídos a L. (L.) 

infantum, aunque no hay diagnóstico registrado, la provincia de Corrientes comparte el 

bioma ecológico con su contigua provincia de Misiones, endémica para la LV, en donde se 

ha reportado a L. (L.) infantum como agente etiológico de leishmaniasis visceral urbana 

por medio de diagnósticos moleculares (Moya y col., 2017). El hallazgo de L. (L.) infantum 

en los monos de los ADs rururbanos (SC) apoya dicha extrapolación de resultados, y nos 

sugiere diferentes escenarios ecoepidemiológicos posibles: que los monos son 

potenciales fuentes de infección para las familias humanas y perros vecinos a los bosques 

habitados por los aulladores; que estos grupos de primates adquirieron la infección desde 

algún foco de transmisión doméstico de LV canina, cercano a los parches de bosque donde 

habitan los monos; o que la presencia del parásito podría deberse a la circulación 

enzoótica del parásito (Salomón y col., 2011c), involucrando a otros animales silvestres 

como por ejemplo el zorro gris pampeano (Lycalopex gymnocercus) o el zorro de monte 

(Cerdocyon thous) (Da Silva y col., 2021). Asimismo, la infección por L. (L.) infantum en los 

monos de la IB, los cuales mantienen escaso contacto con el ambiente doméstico, podría 
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deberse a la circulación enzoótica del parásito en la Isla, involucrando a otros animales 

como cánidos silvestres (Da Silva y col., 2021), o a un foco de transmisión proveniente de 

la urbanización cercana, como perros que circulan junto a pescadores u otras personas 

locales. 

Por otro lado, las secuencias de L. (L.) infantum revelaron cierto polimorfismo 

nucleotídico (cuatro bases) entre las muestras provenientes de IB y las de SC. Este 

polimorfismo identificado en la región ITS-1 del ADN ribosomal, sugiere una posible 

diferenciación genética de L. (L.) infantum entre ambos sitios. No obstante, este patrón 

requiere confirmación mediante un análisis con un mayor número de muestras. 

Detectamos por primera vez la infección por L. (L.) amazonensis en el noreste de nuestro 

país. Este parásito ya había sido registrado en el noroeste argentino, como en la provincia 

de Salta en personas cursando una leishmaniasis cutánea (Frank y col., 2003; García 

Bustos y col., 2016). Se destaca que se detectaron monos infectados con L. (L.) 

amazonensis en los sitios rurales y rururbanos, uno de ellos en co-infección con L. (V.) 

braziliensis, y ninguno en el ambiente remoto de la IB.  

A pesar de la reciente urbanización y expansión de L. (L.) infantum en la región (Salomón 

y col., 2015) la hipótesis de permanencia del ciclo enzoótico con contacto excepcional con 

humanos se propuso en los primeros reportes de Lu. longipalpis, después de haberlo 

encontrado durante más de 50 años asociado a registros dispersos de LV humana en 

Argentina (Salomón y col., 2001). El escenario para L. (L.) amazonensis podría ser muy 

diferente, su expansión es aparentemente más reciente (Azeredo-Coutinho y col., 2007; 

Recalde y col., 2019), con vectores desconocidos en Argentina, y probablemente por vías 

y reservorios distintos que los implicados para L. (L.) infantum. Por lo tanto, puede ser 

que el contacto de L. (L.) amazonensis con poblaciones de animales silvestres más remotas 

como las de IB aún no haya sucedido, o que la tasa de infección sea muy baja y no la 

estamos detectando. Asimismo, consideramos que la caracterización de los parásitos 

causantes de LC en la región aportaría mayor comprensión a nuestros resultados. 

Ninguno de los monos con resultado positivo presentó lesiones u otros síntomas 

compatibles con la enfermedad, esto coincide con lo reportado por Santos y Oliveira 

(2020), donde mencionan que las infecciones en monos de vida libre parecen ser 

asintomáticas, como también hay infecciones asintomáticas en humanos (Moreno y col., 

2002). La ausencia de síntomas podría significar que estos parásitos, o la carga parasitaria 
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que mantienen, no afectan la salud de estos animales. Sin embargo, cabe mencionar que 

dos animales del PPSC presentaron lesiones cutáneas, y ambos pertenecen al grupo del 

mono en el que se detectó la infección mixta por L. (L.) amazonensis y L. (V.) braziliensis. 

En otros estudios de infección experimental con L. (V.) braziliensis y L. (L.) amazonensis 

en Sapajus apella hallaron parásitos alojados cerca de la superficie de la piel, y en las 

infecciones con L. (L.) amazonensis se registran lesiones de corto término, que forman 

nódulos y se van cicatrizando. En cambio, en las lesiones causadas por L. (V.) braziliensis 

los nódulos terminan en ulceraciones espontáneas, las ulceras duran mucho más tiempo 

que en las infecciones por L. (L.) amazonensis (Silveira y col., 1990). Estos datos podrían 

coincidir con lo hallado en los monos con lesiones del grupo Quitilina, pero los animales 

resultaron negativos para la PCR sobre tejido de oreja y sobre tejido de lesión, lo cual 

puede ser porque efectivamente eran negativos a la infección, o porque la técnica no fue 

lo suficientemente sensible para detectarla, y en el caso de las lesiones por el tiempo 

transcurrido hasta el análisis de las muestras. 

A partir de estos resultados nos queda abierta la pregunta sobre el origen de esas lesiones 

y si podrían deberse a la infección por L. (V.) braziliensis o L. (L.) amazonensis. Futuros 

análisis de muestras biológicas de estas poblaciones de monos aulladores podrían 

dilucidar estos datos.  

 

3.4.2- Flebótomos asociados a árboles dormideros de Alouatta caraya y 

ambientes peridomésticos 

En la IB (ambiente remoto) se registró la mayor abundancia de flebótomos, seguido por 

el ambiente rural, rururbano y peridoméstico. Las especies de flebótomos que detectamos 

representan a la diversidad previamente registrada para la zona (Bejarano & Duret, 1950; 

Salomón y col., 2008b; 2009b; 2011a,b; Rosa y col., 2010; Szelag y col., 2018a), excepto 

para la presencia Ny. whitmani en la IB que representa el primer registro para la provincia 

de Chaco.  

Nyssomyia neivai fue la especie más abundante en los ambientes rururbano, rural y 

remoto, seguida por Mg. migonei, la dominancia de Ny. neivai en la región es consistente 

con los registros previos en la eco-región del Chaco húmedo y en particular, en las islas 

del río Paraná (Salomón y col., 2008b; Rosa y col., 2010; Santos y col., 2018; Szelag y col. 
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2018a). Szelag y col. (2018a) hallaron una co-dominancia de Ny. neivai y Mg. migonei en 

localidades cercanas a la IB en ambientes rurales y periurbanos, por lo que nuestros 

resultados sugieren que Ny. neivai podría prevalecer sobre Mg. migonei en ambientes 

menos perturbados como es la IB. 

Lutzomyia longipalpis se registró sólo en los peridomicilios, y fue precedida en 

abundancia por Mg. migonei y Ny. neivai. Sin embargo, debemos tener en cuenta que la 

alta abundancia para Mg. migonei es consecuencia de la abundancia registrada en un 

peridomicilio (132 de 168 individuos colectados). Por otro lado, los resultados nos 

muestran que Mg. migonei mantiene características rurales y peri-urbanas a la vez que 

está en cercanía a fragmentos de bosque remanentes. Estudios previos mostraron que 

esta especie está usualmente asociada a vegetación primaria y en abundancias menores 

en vegetación secundaria, así como también dentro y fuera de domicilios, y asociada a 

refugios de animales domésticos (Rangel y Lainson, 2009). Asimismo, Mg. migonei fue 

registrado como vector de L. (V.) braziliensis (Salomón y col., 2004; Pita Pereira y col., 

2005) y como vector putativo de L. (L.) infantum en Brasil y en nuestro país (De Carvalho 

y col., 2010; Salomón y col., 2010). Moya y col. (2015) registraron por primera vez ADN 

de L. (L.) infantum en Mg. migonei en Argentina. Nuestros resultados son consistentes con 

lo registrado en estudios previos, sugiriendo que Mg. migonei podría estar conectando el 

ciclo de transmisión zoonótico y antropozoonótico de las leishmaniasis (Santini y col., 

2013). 

La presencia de ciertas especies de flebótomos depende significativamente del ambiente, 

esto es consistente con otros estudios en la región donde se muestra que la distribución y 

abundancia de especies está asociada al grado de modificación antrópica sobre los 

ambientes naturales (Szelag y col., 2018a). En los ADs de los tres ambientes evaluados la 

especie predominante fue Ny. neivai, el vector primario asociado a la LC a lo largo de las 

áreas endémicas de nuestro país (Salomón y col., 2004; Córdoba-Lanús y col., 2006). La 

abundancia fue mayor en el ambiente remoto que en el ambiente rural y rururbano, donde 

Mg. migonei podría jugar un rol importante.  

A partir del análisis multivariado se observa que Mg. migonei se asocia junto a Lu. 

longipalpis con el ambiente rururano y Ny. neivai con el ambiente remoto, y que Lu. 

longipalpis es la especie que más se diferencia del perfil promedio en el diagrama de 

perfiles multivariados y la especie que más contribuye a la falta de independencia en el 
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ACS. Esta especie solo fue encontrada en los peridomicilios, coincidiendo con los 

antecedentes que muestran que el ambiente urbano es más favorable para esta especie 

(Rangel y col., 2012). Resultados similares fueron reportados en otras localidades del 

noreste argentino cercanas a ambientes silvestres (Salomón y col., 2011a; 2011b; Santini 

y col., 2013; Szelag y col., 2014; Berrozpe y col., 2017). Asimismo, registramos a Lu. 

longipalpis en dos viviendas localizadas a 3km del casco urbano y muy próximas a 

fragmentos de bosque (50m), lo que puede atribuirse a la capacidad de dispersión de Lu. 

longipalpis en paisajes discontinuos (Oliveira y col., 2011), y sugiere que la dispersión de 

la especie en esto sitios de estudio es un proceso que está ocurriendo desde el ambiente 

rururbano al ambiente rural. 

Szelag y col. (2018a) registraron gran variación mensual en la abundancia de las especies 

en la región, entonces las diferencias que observamos entre los ambientes podrían estar 

dadas por las variaciones estacionales, dado que los muestreos fueron realizados todos 

en verano, pero en distintos meses. Muestreos estacionales en estos sitios aportarían 

importante información adicional sobre la diversidad y abundancia de flebótomos en los 

sitios estudiados y en particular en los habitados por A. caraya. 

Respecto a los ADs, en el estrato vertical bajo se halló un mayor número de flebótomos, 

pero no obtuvimos diferencias significativas con las abundancias halladas en el estrato 

alto. Las especies registradas en las copas de los árboles, donde habitan los monos 

aulladores, fueron casi las mismas halladas en el estrato bajo. Varios estudios en 

Latinoamérica han reportado la distribución vertical de flebótomos con diferentes 

patrones de estratificación (Días-Lima y col., 2002; Cortez y col., 2007), pero en Argentina 

este es el primer estudio que registra la diversidad de flebótomos asociada a copas de los 

árboles en bosques naturales y asociada a sitios dormideros de monos aulladores. Lo que 

contribuye a sustentar la hipótesis de flujo parasitario entre los monos durmiendo en el 

dosel y los humanos y animales domésticos o silvestres en el terreno próximo a la base de 

los árboles. 

Por lo tanto, en lugares con transmisión activa de leishmaniasis, la presencia de 

flebótomos competentes vectores de Leishmania sp. en las copas de los árboles 

dormideros de A. caraya, sumado a nuestros resultados de infección y a los antecedentes 

para otras especies de primates platirrinos, como A. guariba (Humboldt, 1812) (Primates: 

Atelidae), Callicebus nigrifrons (Primates: Pitheciidae) (Spix, 1823), Cebus xanthosternos 
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(Wied, 1820) (Primates: Cebidae) y Aotus azarae (Primates: Aotidae) (Humboldt, 1812) 

que son susceptibles a la infección (Malta y col., 2010; Acardi y col., 2013), podemos 

sugerir que A. caraya podría ser un potencial reservorio de leishmanias en esos 

escenarios. Por otro lado, los monos aulladores forman unidades sociales cohesivas, 

especialmente a la hora de dormir, estos primates también pueden estar funcionando 

como recurso de alimento para los flebótomos, y por lo tanto como amplificadores de la 

población de vectores. 

La interacción entre los flebótomos y los monos podría ser un factor clave en el ciclo de 

transmisión de las leishmanias en los paisajes rurales y silvestres. Y esta observación 

podría cobrar importancia dado que los monos aulladores pueden habitar ambientes con 

distinto grado de disturbio, desde selvas conservadas a bosques severamente 

intervenidos antrópicamente. 

3.4.3- Leishmania, flebótomos y Alouatta caraya 

La detección de Leishmania spp. y de flebótomos asociados a monos aulladores, tanto en 

ambientes más antropizados como remotos, nos genera preguntas acerca de la actual 

prevalencia de estos parásitos, la capacidad de A. caraya como reservorio, y la morbilidad 

de las leishmaniasis en esta especie de primate. Como ya presentamos en la Tabla 3.1, 

varias especies de primates platirrinos son susceptibles a la infección por Leishmania sp., 

nuestros registros demuestran la infección natural por Leishmania spp. en A. caraya, 

sugiriendo la potencial participación de estos animales como hospedadores en el ciclo de 

transmisión en la interface ambiental silvestre-urbana en esta región. Sin embargo, 

estudios adicionales son necesarios para dilucidar su rol como hospedador accidental o 

reservorio de estos parásitos. 

Respecto a los criterios para incriminar a una especie como reservorio de leishmanias aún 

hay que evaluar a muchos de ellos para A. caraya (Chaves y col., 2007; WHO, 2010). La 

superposición en tiempo y espacio entre monos aulladores y casos humanos, el contacto 

entre los monos y los vectores, la longevidad de los aulladores, y la disponibilidad de 

parásitos en piel en animales aparentemente sanos, podrían favorecer a su rol en el ciclo 

de transmisión de las leishmanias. Por otro lado, la sobrevida con infección de los 

aulladores, la identidad de parásitos entre humanos y monos requieren estudios 

adicionales.  
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Respecto al requisito de una prevalencia de infección mayor al 20%, la participación de A. 

caraya en la transmisión zoonótica periurbana y enzoótica selvática, podría darse 

actuando como parte de una comunidad de reservorios y no como el reservorio principal 

o primario (Haydon y col., 2002). A pesar de ello, el reporte de ADN de tres especies de 

leishmania patogénicas para el ser humano en la piel de individuos de A. caraya en 

diferentes sitios y ambientes merece que se realicen más estudios para entender si ellos 

son hospedadores accidentales, en donde se produce una transmisión eventual desde 

humanos (o animales domésticos) hacia animales silvestres en vida libre, o si los monos 

cumplen algún rol epidemiológico en el ciclo silvestre de las leishmaniasis.  

Nuestro conocimiento actual respecto al impacto de Leishmania spp. sobre la salud de las 

poblaciones de A. caraya en vida libre es acotado. En consecuencia, creemos que los 

estudios en epidemiología, ecología de los ciclos de transmisión, y consecuencias clínicas 

de las infecciones por Leishmania en A. caraya y sobre otras poblaciones de primates no 

humanos, nos proveerá de conocimientos más profundos y seguros sobre la dinámica de 

estas enfermedades en la interface silvestre-doméstica. Los resultados obtenidos, si bien 

son relevantes, dado que estos parásitos no se habían registrado en hospedadores 

mamíferos en vida libre en la región, no nos permiten obtener inferencias eco-

epidemiológicas al respecto. Por ello, consideramos que sería necesario profundizar en 

próximas investigaciones para evaluar los distintos eslabones del ciclo de transmisión 

silvestre, como la infección en otras especies de mamíferos en vida libre, y la infección por 

leishmanias en los flebótomos asociados a los ADs.  
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Capítulo 4 – Conclusiones e interrogantes 
que surgen de este estudio 
 
Detectamos y confirmamos la infección por dos tipos de UDTs de T. cruzi, por T. minasense, 

L. (V.) braziliensis, L. (L.) infantum y por L. (L.) amazonensis en las poblaciones de monos 

aulladores A. caraya del noreste de la Argentina. Además, evaluamos la presencia de los 

potenciales vectores de estos parásitos coincidiendo espacio temporalmente con las 

poblaciones de A. caraya estudiadas. 

Hemos detectado frecuencias de infección con valores relativamente bajos en todos los 

casos, excepto para T. minasense, que fue hallado en la mayoría de los animales 

estudiados, y para los resultados de PCR del ADN del kinetoplasto que muestra valores 

positivos en casi la mitad de los individuos. Aunque las prevalencias son bajas, la 

detección de hemoparásitos en monos en vida libre, que son causantes de enfermedades 

infecciosas de alto interés para la salud pública, aporta información relevante sobre la 

eco-epidemiología de estos agentes patógenos en el ambiente silvestre, tanto para su 

potencial repercusión sobre la salud humana como sobre la conservación de las especies 

de animales en vida libre susceptibles.  

La posibilidad de transmisión de estos hemoparásitos requiere de la coincidencia espacio 

temporal del agente patógeno, el hospedador, y el vector; lo cual hemos hallado en los 

sitios de estudio a lo largo de este trabajo, principalmente para Leishmania spp. Los 

resultados de infección por Leishmania spp. nos indican una amplia distribución del 

parásito en la región. Los casos de infección en monos no parecen ser focos acotados sino 

algo establecido en los sitios de estudio, lo que nos sugiere pensar en un ciclo de 

transmisión silvestre potencialmente estable en la región. Estudiar la infección en los 

flebótomos asociados a los monos aulladores aportaría a este interrogante. 

Los resultados reflejan la importancia de los estudios en animales silvestres dado su 

potencial rol en el ciclo enzoótico de agentes patógenos. Los monos aulladores podrían 

ser hospedadores e incluso reservorios putativos en el ciclo silvestre de T. cruzi y/o 

Leishmania spp. en la región. Resultados más rigurosos, con un mayor número de sitios y 

de muestras evaluadas, así como también con nuevos muestreos de vectores, nos 
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permitirían comprender más precisamente la dinámica de transmisión de los agentes 

patógenos hallados en las áreas silvestres de la región. 

Los análisis diagnósticos para la detección de Trypanosoma spp. y de Leishmania spp. 

fueron realizados en diferentes laboratorios. Los protocolos de diagnóstico en biología 

molecular en general están puestos a punto con humanos o animales domésticos, lo que 

genera dificultades técnicas al momento de analizar muestras de animales silvestres. 

Asimismo, en los análisis de diagnóstico molecular para la detección de T. cruzi, hemos 

ajustado los protocolos mientras íbamos avanzando en los resultados. Por ejemplo, la 

detección de T. minasense por un protocolo que era inicialmente utilizado para diferenciar 

entre Leishmania sp., T. rangeli, y T. cruzi en muestras clínicas y/o Blastocrithidia sp. en 

muestras vectoriales dejó en evidencia la necesidad de indagación y plasticidad para con 

los métodos ya establecidos, cuando los utilizamos en muestras de animales silvestres.  

Cambios masivos en el uso de la tierra, entre otros efectos, usualmente resultan en un 

incremento de la probabilidad de transmisión cruzada de parásitos en tanto el contacto 

entre aulladores y humanos y sus animales domésticos asociados se incrementa. Nuestro 

actual conocimiento respecto al impacto de la infección por los hemoparásitos hallados 

en este estudio sobre la salud de las poblaciones de A. caraya en vida libre, es escaso. En 

consecuencia, nosotros creemos que las investigaciones en epidemiología, ecología de la 

transmisión, y las consecuencias clínicas de las infecciones en A. caraya y en otras 

poblaciones de primates no humanos proveerán información más precisa acerca de la 

dinámica de estas enfermedades en la interface doméstica-silvestre. 

 

Interrogantes generados a partir de los resultados: 
 

 ¿Está activo el ciclo de transmisión enzoótico de T. cruzi, L. (L.) infantum, L. (V.) 

braziliensis y L. (L.) amazonensis en los paisajes naturales de la región donde se 

realizó el estudio?   

 ¿Cómo adquirieron la infección por T. cruzi los monos aulladores y qué rol tienen 

en el ciclo enzoótico del parásito? 

 ¿Cuánto podrían los monos infectados aportar a la transmisión vectorial de T. 

cruzi, L. (V.) braziliensis, L. (L.) infantum y L. (L.) amazonensis en estos ambientes? 

 ¿Podría haber un ciclo de transmisión vectorial arbóreo de T. cruzi en estos sitios? 
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 ¿Podría haber un ciclo de transmisión vectorial arbóreo de Leishmania spp. en 

estos sitios? 

 ¿Qué consecuencias en la salud y la conservación de Alouatta caraya le pueden 

traer las infecciones por tripanosomátidos halladas?  

 ¿Cómo adquirieron la infección por T. minasense los monos aulladores?  

 ¿Los flebótomos presentes en los sitios de estudio de qué especies de mamíferos 

se alimentan mayormente en el ambiente silvestre? ¿Se encuentran infectados por 

Leishmania spp.? 
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Abreviaciones: 

 

SC: San Cayetano 

IB: Isla Brasilera 

PPSC: Parque Provincial San Cayetano 

EBCo: Estación Biológica Corrientes 

AD: Árbol dormidero de monos 

ID: Identificación 
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Anexo 1 
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Anexo 2: Planilla de datos de los monos capturados 

ID NUMBER: 

Tu nombre:
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Medidas del cuerpo 

Parte del cuerpo Medida Comentarios 

Largo de cabeza (nuca-frente)   

Ancho de cabeza (frente)   

Altura de cabeza (cara)   

LARGO TOTAL   

Cabeza (nuca)-comienzo de cola   

Largo de cola y cola digital   

Alto oreja der e Izq   

Span de brazos   

Span de piernas   

Rodilla-cabeza de fémur    

Tobillo-rodilla    

Tobillo-metatarso (inicio dedos)   

Largo de planta de pie    

*Dedo largo del pie   

Altura de planta   

Largo de mano   

Muñeca a comienzo de dedos   

Ancho de palma   

Altura de palma   

Muñeca-codo   

Codo-cabeza de humero   

Altura de pezón   

Ancho de pezón   

Área de lactación   

Canino bajo der izq   

Canino Alto der izq   

Largo de genitales   

Ancho de genitales   

Altura de genitales   

Notas: Cicatrices faciales: ubicación, herida abierta/curada, número - Marcas en las orejas: ubicación, herida 

abierta/curada, número. 

Incluya comentarios como: ¿los dientes son blancos y no están desgastados?, ¿han erupcionado todos los dientes 

permanentes?, ¿hay dedos faltantes?, ¿hay lesiones? y cualquier otra información relevante. 

 

NUMERO DE CARAVANA Y MARCAS: 

PESO DEL MONO: 

TIEMPO DE INICIO y FINALIZACION DE TRABAJO 

DIENTES: LADO BAJO IZQUIERDO MÁS INCISIVOS BAJOS. LIMPIAR ANTES. 

COMENTARIOS: 
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CAPTURAS CARAYA 2010. FICHA DE CONTENCIÓN QUÍMICA Nº………….. 
 

Fecha: …. / …. /10 Lugar:…………………………….………………. Caravana:….……..…… ( - ) 

Nombre: …………………………….. …………… Tropa:……….…………………………………. 

Edad:…………………..Cría( ). Juvenil(  ). Adulto( ). Senil( ).                                 Sexo: M( ). H( ). 

Estado de Nutrición: Obeso( ). Excelente( ). Bueno( ). Regular( ). Malo( ). Caquexia( ). ……….….. 

Constitución: Fuerte( ). Débil( ).                                         Temperamento: Linfático( ). Sanguíneo( ) 

Condición Social: Aislado( ). Pareja( ). Grupo( ).                                       Temp. Ambiente: ………. 

Peso Estim: ….…Kg.  Dosis Estim. : ….….…………-…...... mg/Kg. …..……………-……. mg/Kg 

Peso Real: ……...Kg.  Dosis Real: …….…..…...……-…….. mg/Kg. ……….….……-……. mg/Kg 

Hora Droga Tipo
 1
 Dosis (ml) Medio/Vía

2
 Exito

3
 Efecto

4
 

       

       

       

       

       

       

       

       

 

 

 

 

 

 

Limpieza( ). Cicaderma( ). Curabicheras( ). Colirio( )………………………………………………... 

………………………………………………………………………………………………………… 

Recuperación de la Anestesia: Normal( ). Prolongado( ). Deceso( ). …………… hs ……………….. 

………………………………………………………………………………………………………… 

Evaluación de la  Anestesia: Excelente( ). Buena( ). Regular( ). Mala( ). ………… ………………... 

Responsable: 

Lugar de Impacto del dardo Desequilibrio Dormido en Arbol Bajado Apto 

     

Hora FR FC Tº TRC Pulso R.O. COMENTARIOS 

        

        

        

        

        

        

        

        

        

        

        

        

        

        

       Final de la Intervención: 

1. Tipo:  T- Tranquilizante (pre-anestésico) 
               I-  Inmovilizante (inductor / anestésico) 

               S- Suplemento (p/ obten. plano deseado) 

              M- Mantenimiento (dosis extras para 
                    Mantener el plano) 

              A- Antagonista 

              O- Otros 

4. Efectos: 0 – Ninguno 
  (estados)  1 – Ligera anestesia 

                  2 – Moderada Anest. 

                  3 – Profunda Anest. 
                  4 – Excesiva / Prof. 

                  5 – Deceso 

2. Medio Aplicac.: 
   J – Jeringa 

   C – Cerbatana 

   R – Rifle 
 

Vía:   IM 

          SC 
          IV 

3. Éxito de 
Aplicación: 

 

T – Total 
P – Parcial 

N – Ninguno 
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Anexo 3 

Planilla datos ambientales trampas de Noireau 

 

     Planilla n°:       Fecha: 

     Localidad:       Dormidero: 

Pto. 

GPS 

n° de 

trampa 
Lugar de coloc Sp. de árbol Altura de coloc Observaciones 

           

           

           

           

           

           

 
     

 
     

 
     

      

 

n° de 

trampa 

Hs de 

coloc 

Hs de 

retiro 

T° 

coloc 

T° 

retiro 

Humed. 

coloc 

Humed. 

retiro 

T° 

máx 
T°mín H máx 

H 

mín 

                      

                      

                      

                      

                      

                      

 

Observaciones: 
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Anexo 4: Planilla de datos ambientales de la captura de flebótomos 

 

Nombre de unidad de muestreo:      Fecha:   

 

1. Ubicación geográfica 

 

Provincia:      Responsable Muestreo:                              

Minicipio:                Tomador de datos:  

       Nro. Foto: 

       

2. Sitio muestreado 

 

             Dirección ____________________________________________ 

 Nombre familia:_______________________________________ 

 

3. MICROSITIO (Trampa) 

 

 

 

4.  VARIABLES PARA CADA MICROSITIO (repetir en caso de mas de 1 micrositio) 

  

SUELO (2x2 mts alrededor de la trampa) 

% de cobertura:  0-25%        25-50%         50-75%        75-100% 

% de sombra:        0-25%        25-50%         50-75%        75-100% 

Nº de estratos:  

Nº de árboles presentes en área de 10x10 metros: 

                      Nro. frutales: 

                      Nro. sin hojas:  

 

 

5. Características de la Unidad Doméstica: 

Latitud (GPS): Longitud (GPS): 

Altura terreno (GPS):  

Lugar de 

colocación: 
Gallinero                Perro                Árbol c/gallinas                Chiquero                otros 

 

Fecha Hora coloc. Hora retir. Tmín Tmáx HRmín HRmáx 
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m2 Totales:  

m2 domicilio: 

m2 Peridomicilio (todo lo exterior): 

         % cemento:                                

         % tierra (sin vegetación): 

         % vegetación (incluye huerta y macetas):    

                   %  pasto <20 cm 

                     % pasto  >20 cm  

                     Cantidad de árboles totales: 

                     # Frutales: 

                         Nro. de macetas presentes: 

Esquema de vivienda (croquis):                                

ANIMALES  #perros:                 #gallinas:           #chanchos:          Otros (número y tipo): 

Se inunda alguna zona del peridomicilio? NO/ SI              

 

SI: ¿Cuántos m2?  

m2 ocupados por “materiales fuera de uso”: 

 

6. Características del entorno  
 

La vivienda fue fumigada?......................... SI/NO……….Hace cuánto?......................Con què?.................................. 

Registro de inundación de menos de 5 años?:…………….... SI / NO 

Basural permanente a menos de 300 metros: ……………..…SI / NO 

 

Tiene….                 agua de red?.............................................SI / NO    

                               energía eléctrica?.....................................SI / NO 

                               recolección de residuos?..........................SI……frecuencia?......... 

                                                                                                 NO….Quema / Entierra / Tira en otro lado / Otro 

                               alumbrado público?........................................................ .SI / NO 

                               cloaca ( ) ……..pozo ciego ( )……….Otro ( )………….. 

 

En la vereda…       hay árboles?       SI / NO                SI: Cuántos?: 

                               hay vegetación? SI / NO                SI:  % cubierta por:    vegetación < 20 cm: 

                                                                                                                          vegetación > 20cm: 

 

Material de la calle:       Tierra ( )               Empedrado ( )             Asfalto ( )             Ripio ( )  

 Escriba aquí todo tipo de observación / variable adicional que considere pertinente para el 

sitio donde colocó la trampa.  Incluya información si alguna trampa resultó defectuosa / 

batería descargada, etc.  
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