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1. Introduccién

1.1 Ectoparésitos y su importancia sanitaria

Los artropodos son el Phylum més numeroso y diverso del reino animal
(Morrone & Coscardn, 1998). Los miembros de este grupo se caracterizan por
poseer: cuerpo dividido en metameros, un exoesqueleto quitinoso que los
protege y apéndices articulados, tanto ambulatorios, como de caréacter
alimenticio o reproductor (Ribera et al., 2015).

Dentro de los artrépodos existen diversos tipos de vida, entre éstos se
encuentra el parasitismo. Un parasito se define como un organismo que vive a
expensas de otro organismo (el hospedador). Las especies de artrépodos
parasitos que viven en el exterior de su hospedador se denominan ectoparasitos
e incluyen &caros, pulgas, garrapatas y piojos. Estos, pueden parasitar una
amplia gama de organismos, desde humanos hasta insectos y plantas (McNair,
2014).

Los ectoparasitos presentan importancia sanitaria dado que tienen la
capacidad de generar lesiones y también pueden actuar como vectores,
transmitiendo diversos patégenos a sus hospedadores. Especialmente los
hematéfagos, que desempefian un papel epidemiolégico central en la
transmision de patégenos causantes de enfermedades (virus, bacterias,
protozoos y helmintos) a animales y humanos (Sponchiado et al., 2015),
participando, ademas, en el ciclo de mantenimiento de patdgenos entre los
animales que actuan como hospedadores (Linardi & Guimaraes, 2000).

Al mismo tiempo, se sabe que las infecciones transmitidas por
ectoparasitos estan emergiendo o reemergiendo en todo el mundo, y su
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incidencia va en aumento (Bitam et al.,, 2010). Por ejemplo, luego de los
mosquitos, las garrapatas constituyen el vector mas importante en la transmisién
de patdgenos a la poblacion humana (Baneth, 2014).

En relacion a su distribucion geografica, los ectoparasitos habitan en todo
el mundo. En Argentina se distribuyen cerca de 500 especies de ectoparasitos
(Morrone & Coscaron, 1998). En los ultimos afios se intensificaron los estudios
en algunas regiones del pais, ampliando el conocimiento ecolégico y sisteméatico
de los ectoparasitos asociados a mamiferos (principalmente roedores)
(Patagonia: Sanchez et al., 2009; Sanchez & Lareschi, 2013, 2018; Centro:
Navone et al., 2009; Lareschi, 2010; NOA: Lareschi et al., 2010; Lopez
Berrizbeitia et al., 2013, 2018). Sin embargo, el conocimiento sobre la fauna
ectoparasitaria de mamiferos sigue siendo escaso o0 nulo para muchas regiones
del pais. Asimismo, para la mayoria de las especies de ectoparasitos distribuidos
en Argentina, con la excepcion de algunas especies de garrapatas (i.e Cicuttin
et al., 2015, 2017; Monje et al., 2016), no se han realizado estudios de infeccion

para el pais, por lo que se desconoce la importancia sanitaria de los mismos.

1.1.1 Arbovirus

Entre los patégenos que pueden transmitir los artrépodos se encuentran
numerosos virus, denominados arbovirus (del inglés arthropod-borne viruses).
Los arbovirus son un grupo de virus cuya transmision se da entre hospedadores
vertebrados susceptibles y artropodos hematofagos (Arredondo-Garcia et al.,

2016).

Los modos de transmision de los arbovirus son mdltiples (Fig. 1). Dentro

de los ectoparasitos, las garrapatas has sido las mas estudiadas y las que

7



transmiten virus de una forma mas diversa (Baneth, 2014). Entre estos modos
de transmision se puede dar:

a) Trasmision mecanica a través de la contaminacion del aparato bucal, en la
cual no hay replicacion del virus en el vector o

b) Transmision biolégica que implica la replicacién del arbovirus en el vector
previo a la transmision, y puede ser:

b.1) vertical, se produce por el paso del virus de un vector hembra infectado
a su progenie.

b.2) horizontal, venérea, cuando un vector infectado le transmite el virus a
otro durante la cépula, u oral, desde un vector infectado a un hospedador
vertebrado a través de la saliva durante la alimentacion sanguinea.

Entre los arbovirus, la transmisién biolégica horizontal oral es la mas
frecuente. En este caso se produce la infeccion del tracto digestivo del vector
después de alimentarse con sangre infectada, luego la diseminacion del virus en
el mismo y su replicacién en las glandulas salivales, lo que permite la transmisién
(Weaver & Reisen, 2010).

En los ectoparasitos se detectd la posibilidad de transmision mecanica
tanto en garrapatas (Lubinga, et al., 2013) como en acaros (Durden et al., 1992).
En garrapatas también se ha registrado la transmision bioldgica vertical (Lubinga

et al, 2013) y bioldgica horizontal (Endris & Hess, 1994).



Transmision

Bioldgica Mecanica

Vertical Horizontal

Figura 1. Esquema representativo de los posibles modos de transmision

de los arbovirus.

Para la mayoria de los arbovirus, con excepcion de aquellos que se
mantienen en la naturaleza por transmision vertical, establecer y mantener el
ciclo de transmision de los arbovirus depende del patégeno, el vector y el
hospedador, que deben interactuar en un ambiente propicio para la transmision
(Fig. 2) (Pfeffer & Dobler, 2010). Por otro lado, existen investigaciones que hacen
énfasis en la importancia de factores extrinsecos, como por ejemplo la
disponibilidad, la densidad y la abundancia de especies de hospedadores
vertebrados, que se modifican con el tiempo y el espacio. Por lo que es
importante comprender el ensamble entre las especies de vectores y
hospedadores, sus interacciones y fluctuaciones en tiempo y espacio (Diaz et

al., 2013).



é_/

Figura 2. Esquema que representa el ciclo de transmision de los arbovirus

entre artrépodos que actian como vectores y hospedadores susceptibles.

En cuanto a la clasificacion de los arbovirus de mayor importancia
sanitaria se agrupan en 3 familias: Flaviviridae, Togaviridae y Bunyaviridae.
Estos, son transmitidos por una gran variedad de vectores como mosquitos y

garrapatas entre otros (Arredondo-Garcia et al., 2016).

Dichas familias corresponden a virus cuyos genomas son de ARN de
diferentes longitudes y polaridades, segmentados y no segmentados. La longitud
del genoma de los virus, junto con la baja fidelidad de sus ARN polimerasas
permite un alto grado de heterogeneidad genética de estos, lo que les ofrece la
capacidad de una rapida adaptacién a nuevos sistemas ecoldgicos (Vasilakis et

al., 2016).
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Con respecto a la diversidad de los arbovirus, el ultimo catélogo
internacional ha enumerado més de 500 arbovirus de los cuales
aproximadamente 150 causan enfermedades en humanos y/o animales. Para
muchos de ellos solo existe informacién limitada con respecto a su vector y
espectro del hospedador (Pfeffer & Dobler, 2010), por lo que es de gran
importancia el abordaje de esta problematica identificando distintos escenarios
de riesgo comprendiendo el ensamble entre el hospedador, el vector y el

patdégeno.

1.1.1.1 Arbovirus del género Flavivirus

La familia Flaviviridae actualmente consta de cuatro géneros: Flavivirus,
Pestivirus, Hepacivirus y el recientemente género propuesto Pegivirus. Aunque
los miembros de la familia tienen un gran rango de hospedadores que incluyen
vertebrados e invertebrados, solo los miembros del género Flavivirus se conocen
como arbovirus, que son transmitidos por mosquitos o garrapatas (Vasilakis et

al., 2016).

El genoma de los Flavivirus tiene aproximadamente 11 kb de longitud, se
trata de ARN monocatenario de polaridad positiva (Vasilakis et al., 2016).
Contienen un unico marco abierto de lectura (ORF) flanqueado por regiones no
codificantes (NCR) cortas. La poliproteina codificada por el ORF se escinde para
producir 3 proteinas estructurales presentes en los viriones maduros: la capside
(©), la proteina de membrana (M) derivada de su precursora prM y la proteina
de la envoltura (E), y 7 proteinas no estructurales (NS) presentes en la células
infectadas: la glicoproteina NS1, NS2A, NS2B, NS3, NS4A, NS4B y NS5 (Fig. 3)

(Cook & Holmes, 2006).
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Como se observa en la figura 4, la proteina C interactta con la molécula
de ARN para formar la nucleocépside. prM es procesada por una proteasa dando
como resultado una proteina estructural M anclada a la envoltura. La envoltura
viral consiste en una bicapa lipidica derivada de la célula infectada, con dimeros
de la proteina de la envoltura en la superficie. La proteina E juega un papel
fundamental en el tropismo celular, la virulencia y la inmunidad. En cuanto a las
proteinas no estructurales, NS1 es expresada en la superficie celular de las
células infectadas. NS3 tiene actividad serinoproteasa en el corte
postraduccional y también tiene actividad de ARN helicasa y ARN trifosfatasa.
Por estas funciones, la secuencia del gen NS3 es altamente conservada. La
proteina NS5 esta también muy conservada y sus funciones son de ARN
polimerasa en la replicacion viral y metiltransferasa en la metilacion del cap 5

(Monath, 2001).

3'NCH

Estructural No estructural
V| N N b
S‘cap—% oM E NSt |NS2A ﬁ NS3 ﬁ NS4B NS5
5 Bl z z

Figura 3. Esquema de la estructura gendmica de los Flavivirus (Vasilakis

N. et al., 2016).
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Proteina M

Dimero E

Proteina C

ARN gendmico

Figura 4. Representacion de la disposicion del material génico y las proteinas
estructurales de los virus del género Flavivirus. Imagen tomada de Viral zone

(https:/iviralzone.expasy.org/24?outline=all_by species).

1.1.1.2 Arbovirus del género Alfavirus

La familia Togaviridae incluye 3 géneros virales: Alfavirus, Rubivirus y
Arterivirus (Westaway et al., 1985). Los virus del género Alfavirus fueron objeto
de multiples estudios en las décadas recientes debido, en gran medida, a su
importancia como agentes causales de algunas zoonosis que han generado
epizootias y epidemias recurrentes (Mufioz & Navarro, 2012), por lo que en este

trabajo nos centramos en la busqueda de virus de este género.

Los Alfavirus como todos los demas miembros de la familia Togaviridae,
comprenden un genoma de ARN de polaridad positiva monocatenaria. Este
genoma de es de aproximadamente 11-11.7 kb de longitud (Vasilakis et al.,

2016).

El genoma de los Alfavirus (Fig. 5), puede subdividirse en dos regiones:

la regién subgendmica 57, que constituye dos tercios del genoma y codifica para
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proteinas no estructurales (nsP1, nsP2, nsP3 y nsP4), estas proteinas cumplen
funciones de replicasa/transcriptasa (Rupp et al ., 2015). La region subgendémica
3’, representa un tercio del genoma y codifica para proteinas estructurales, los
componentes polipeptidicos del viribn maduro como se describen en la figura 6
(E1, E2, E3, C, y 6K) (Mufioz & Navarro, 2012). El pequefio péptido llamado 6K,

no esta presente en todos los viriones (Strauss & Strauss, 1986).

26S
5'Cap-| nsP1| nsP2 | nsP3| nsP4 rC” E2 || E1 |'Poly[A]-3
B8 6K

Figura 5. Esquema del genoma de los Alfavirus (Vasilakis et al., 2016).

Proteina de la
cépside

Figura 6. Representacion de la disposicion del material génico y las proteinas
estructurales de los virus del género Alfavirus. Imagen tomada y modificada de

Viralzone (https://viralzone.expasy.org/24?outline=all_by species).
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1.1.1.3 Arbovirus del género Orthobunyavirus

La familia Bunyaviridae estd compuesta por cuatro géneros de virus que
infectan animales (Orthobunyavirus, Phlebovirus, Nairovirus y Hantavirus) y uno

que infecta plantas (Tospovirus) (Plyusnin & Elliott, 2011).

El género Orthobunyavirus comprende arbovirus zoonoéticos que causan
diferentes enfermedades, las cuales pueden incluir desde sintomas febriles
hasta encefalitis (Barbosa, et al., 2017).

Como se observa en las figuras 7 y 8, los virus de este género poseen un
genoma trisegmentado de ARN de cadena negativa. Este genoma comprende
un segmento pequefio (S), uno mediano (M) y uno grande (L). Los segmentos
son de 6,8 kb, 4,4 kb y 0,9 kb, organizandose de forma circular debido a la
complementariedad de los extremos 5 y 3%, lo que hace que puedan
superponerse las secuencias y generar estructuras circulares cerradas de forma
no covalente. Cada uno de los segmentos consiste en una region codificante que
esta flanqueada por regiones 3’ Y 5 UTR. Las regiones UTR contienen los
promotores que regulan la transcripcion y la replicacion del genoma viral. El
segmento L codifica para la polimerasa viral y el segmento M expresa una
poliproteina que es cotraduccional, esta es cribada y forma las glicoproteinas
Gn, Gsy la proteina no estructural NS. El segmento S codifica dos proteinas, N
y la proteina no estructural NS, que se traducen de marcos de lectura

superpuestos en el mismo ARNm (Blakqori et al., 2012).

El segmento S del ARN de los Orthobunyavirus es el segmento mas

conservado del genoma y por lo tanto ese segmento se usa ampliamente para
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la reconstruccion filogenética, deteccidon del virus e incluso para aislamientos

(Fernandes Cardoso, et al., 2015).

S M L

N

?ﬂkb — —_—>,
s Gn NSm Gc  ~4kb L ~Bkb

Figura 7. Esquema del genoma de los virus del género Orthobunyavirus

(Vasilakis et al., 2016).

Glicoproteinas (Gn y Gc)

Nucleoproteina N

Polimerasa

Figura 8. Representacion de la disposicion del material génico y las proteinas
estructurales de los virus del género Orthobunyavirus. Imagen tomada de

Viralzone (https://viralzone.expasy.org/24?outline=all by species).
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1.2 Ectoparésitos y sus hospedadores

Para introducir el tema de la relacion existente entre los ectoparasitos y
sus hospedadores es importante definir el concepto de especificidad, que es uno
de los principales atributos de los ectoparasitos y se relaciona con el nimero de
especies hospedadoras explotadas por una poblacién parasita (Poulin &
Mouillot, 2005). Los ectoparasitos presentes en una sola especie hospedadora
se denominan especialistas, mientras que aquellos hallados en diferentes
especies de hospedadores son definidos como generalistas. Desde una
perspectiva ecoldgica, la especificidad muestra la diversidad de recursos usados
por el paréasito (Poulin et al., 2006). Si nos centramos en la importancia sanitaria,
en el caso de las especies generalistas se amplia la posibilidad de transmisién
de patdgenos, desde los animales que actlian como reservorios hacia animales

domésticos y el hombre (Poulin & Mouillot, 2005).

En cuanto al ciclo de vida del ectoparasito, este puede tener un ciclo de
vida directo cuando requiere de un solo hospedador para completar su ciclo de
vida, o puede tener un ciclo de vida indirecto cuando requiere procesos de
multiplicacion y/o diferenciacién en varios tipos de hospedadores (Poulin et al.,
2006).

Para analizar el rol de los ectoparasitos como vectores en la transmision
de patdgenos, tener éxito en las estrategias de control y prevencion de las
enfermedades que dichos patégenos provocan, se requiere del conocimiento
completo de la biologia, sistematica, y de la distribucion geogréafica y
hospedatoria de las especies ectoparasitas en cuestion. Por esta razon, es
fundamental la correcta identificacion taxonOmica de todas las especies
involucradas en el sistema ectoparasito-patdgeno-hospedador.
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Si bien existen numerosos posibles hospedadores para los ectoparasitos,
la fauna ectoparasita mas rica y diversa se asocia a los roedores (Krasnov, 2006)
por lo cual este sistema parasito-hospedador se toma usualmente como modelo
para su estudio y, ademas, tiene importancia epidemiolégica ya que los roedores
son hospedadores de varios de los patdgenos transmitidos por ectoparasitos

(Marshall, 1981 ;Linardi & Guimaraes, 2000).

Los roedores se diversificaron para aprovechar todos los ambientes
terrestres dentro de su extensa distribucion geografica, ocupando un amplio
gradiente altitudinal. El conocimiento es parcial para los géneros y especies. Este
panorama describe ajustadamente la situacion en Tucuman y toda la region
noroeste de Argentina (NOA), en donde el conocimiento sobre la distribucion de
la mayoria de las especies es todavia muy incompleto. Los sigmodontinos estan
representados por algo mas de 50 especies en el NOA, lo que constituye
aproximadamente el 30% de los mamiferos registrados en esta region,
mostrando una notable diversidad reunida en un &area pequefia del continente
(Jayat et al., 2018). Entre los géneros de roedores encontrados en el noroeste
argentino se encuentran: Akodon, Calomys, Necromys, Oligoryzomys, Phyllotis,

Andinomys, Neotomys, Graomys, Tapecomys (Jayat et al., 2008).

Los ectoparasitos que suelen parasitar a roedores se pueden clasificar en
grupos principales: Orden: Phthiraptera (piojos), Orden Siphonaptera (pulgas) y
Subclase Acari, que son divididos en los 6rdenes Mesostigmata (acaros) e

Ixodida (garrapatas) (Sponchiado et al., 2015).
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1.2.1 Orden Phthiraptera

Los piojos se agrupan en varios subordenes entre los que se destacan

Anoplura (chupadores) y Mallophaga (masticadores) (Cortinas & Jones, 2006).

Los piojos son parasitos en todos sus estadios, por lo cual necesitan del
hospedador en todo su ciclo de vida, pudiendo cumplirlo en un mismo individuo
hospedador o en varios. Las hembras sexualmente maduras realizan la
oviposicion, los huevos (liendres) generalmente se encuentran adheridos al pelo
o0 plumas del hospedador (Mullen & Durden, 2009). El primer estadio ninfal
cumple con tres mudas o instares, hasta convertirse en adulto (Boyd & Reed,

2012).

1.2.1.1 Importancia sanitaria

Los Anoplura parasitan estrictamente mamiferos, son los de mayor
importancia sanitaria porque tienen la capacidad de transmitir una gran cantidad
de patdgenos como bacterias de los géneros Borrelia, Rickettsia, Bartonella y
Salmonella. También pueden actuar como vectores de la viruela porcina, y
posiblemente del virus del célera (Gonzélez et al., 2005; Boyd & Reed, 2012;

Artiga et al., 2016;).

1.2.2 Orden Siphonaptera

Las pulgas pertenecen a la clase Insecta, e incluyen a la fecha mas de
2500 especies y subespecies descriptas, agrupadas en 16 Familias. La mayoria
de las especies de pulgas, se asocian con hospedadores mamiferos, entre éstas,

cerca del 75% se registraron parasitando a roedores, mientras que por otro lado
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un porcentaje mucho mas pequefio de la diversidad total de pulgas parasita aves
(Withing et al., 2008). Para Argentina se conocen alrededor de 120 especies y
subespecies (Sanchez, 2012; Lareschi et al., 2016).

Su ciclo de vida consta de un huevo, tres estadios larvales, pupa y adulto;
es decir, realiza una metamorfosis completa que puede prolongarse durante tres
semanas. El desarrollo del ciclo completo puede variar segun la temperatura.
Los huevos se encuentran generalmente en lugares donde el animal permanece
mas tiempo. La fase de larva no es parasita y usualmente se alimenta de detritus
provenientes del hospedador, aunque algunas especies requieren de sangre
para su crecimiento, la que obtienen de heces de pulgas adultas. Una vez
completado el estadio, la larva teje un capullo y entra en una etapa de prepupa,
para luego mudar a pupa. La emergencia del adulto del pupario se lleva a cabo
como respuesta a determinadas vibraciones o a un aumento del dioxido de
carbono (CO2). Sin estos estimulos de emergencia, las pulgas pueden
permanecer quiescentes durante mucho tiempo (Pullido Villamarin et al., 2016).
Debido a los requerimientos para la alimentacion mencionados previamente, los
individuos adultos, tanto machos como hembras, se encuentran altamente
especializados a la vida hematé6faga obligada, en cambio, los huevos, larvas y

pupas se desarrollan en el suelo (Linardi & Guimaréaes, 2000).

1.2.2.1 Importancia sanitaria

Desde el punto de vista epidemioldgico, los sifonapteros son importantes
como parasitos propiamente dichos, como hospedadores intermediarios y como

vectores de patogenos (Linardi & Guimaréaes, 2000).
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Todas las especies de pulgas parasitan animales y pueden picar a los
humanos como hospedadores alternativos, ya que muchas especies poseen
baja especificidad. Algunas especies pueden actuar en la transmisién de
bacterias, entre las que se incluyen Yersinia pestis, Bartonella henselae y los
géneros Rickettsia y Borrelia (Bitam et al., 2010; Baneth, 2014).

En cuanto a los virus que pueden ser transmitidos por las pulgas, no
existen muchos antecedentes, pero se ha reportado en Australia que la pulga del
conejo europeo actla como vector del virus Mixoma que pertenece a la familia
de virus de ADN bicatenario Poxviridae (Shepherd & Edmonds, 1977). Ademas,
se cree que las pulgas son los vectores mas probables del virus de la viruela
aviar en las colonias de pinglinos de Magallanes en nuestro pais (Kane, et al.,

2012).

1.2.3 Subclase Acatri

En esta tesis nos centramos en acaros del Superorden Anactinotrichida,
debido a que comprende 6rdenes de gran importancia sanitaria y que pueden
parasitar a los roedores, como los 6rdenes Ixodida (garrapatas) y Mesostigmata

(acaros) (Balashov, 2006).

1.2.3.1 Orden Ixodida

Las garrapatas son ectopardsitos de los vertebrados y se alimentan de la
sangre de sus hospedadores. Se han descripto mas de 800 especies de

garrapatas que se dividen en tres familias: Argasidae, Ixodidae y Nuttalliellidae.

21



Las familias que contienen las especies con impacto en la salud publica y la de
los animales corresponden a las familias Argasidae e Ixodidae (Venzal et al.,

2003).

Las garrapatas buscan una fuente de sangre entre la primavera y el otofio,
por lo general, en dias calidos y soleados. Suben a la vegetacion y esperan a
que pase un animal. El diéxido de carbono emitido por el animal atrae a las
garrapatas (Gritsun et al., 2003). Muchas garrapatas, tanto duras (Ixodidae)
como blandas (Argasidae), explotan sus huéspedes por un corto periodo de
tiempo (horas o dias) durante la toma de sangre y su supervivencia depende por
lo tanto fuertemente de su capacidad para hacer frente a la condicién del entorno

abidtico durante el periodo fuera del hospedador (McCoy et al.,2013).

Durante el desarrollo de las garrapatas se pueden observar cuatro
estadios de desarrollo: huevo, larva (6 patas), ninfas (8 patas) sexualmente
inmaduras y adultos sexualmente maduros (8 patas). Luego de un periodo de
alimentacion, la hembra adulta ingurgitada (llena de sangre), cae al suelo para

realizar la oviposicion (Pullido Villamarin et al., 2016).

La fauna argentina de garrapatas, actualmente se compone de al menos
39 especies, siendo el género Amblyomma el mas numeroso con 24 especies

(Lamattina et al., 2018).

1.2.3.1.1 Importancia sanitaria

Las garrapatas transmiten mas variedad de agentes patdgenos que
cualquier otro grupo de artropodos luego de los mosquitos. Los agentes

patogenos generalmente, son transmitidos a través de la saliva en el momento
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en que se alimenta (Faccioli, 2011). Los patdgenos transmitidos por garrapatas

incluyen bacterias, protozoos y virus (Maruyama, et al., 2014).

En cuanto a las bacterias transmitidas por este grupo de artrépodos, para
nuestro pais se ha informado la presencia del ADN de Bartonella spp, Rickettsia
rickettsii (agente causal de fiebre manchada), Rickettsia parkeri y Rickettsia

massiliae (Cicuttin et al., 2017).

En cuanto a los virus transmitidos por garrapatas, se sabe que éstos
tienen un impacto significativo en la salud de humanos y la de los animales. Ellos
son responsables de algunas de las enfermedades infecciosas emergentes y
reemergentes mas graves de las que enfrenta el mundo hoy y que ocurren con
frecuencia en forma epidémica (Wesula Lwande, et al., 2013). Entre ellos se
pueden citar el virus de la encefalitis transmitida por garrapatas (TBEV), el cual
se mantiene en un ciclo que involucra garrapatas y hospedadores vertebrados
silvestres. Las garrapatas permanecen infectadas durante todo su ciclo de vida
y transmiten el virus a garrapatas no infectadas cuando se alimentan
simultdneamente del hospedador (Gritsun et al., 2003). También se hall6 el virus
de Langat (LGTV), que fue aislado en Malasia y Tailandia de pools de
garrapatas, el virus Louping Ill (LIV) es el Unico Flavivirus que se conoce por
estar presente en el Reino Unido y el Flavivirus Powassan (POWYV) que circula
en Dakota del Sur, el Oeste de Estados Unidos, oeste de Canada y Siberia
(Gritsun et al., 2003). Cabe destacar que los virus mencionados corresponden a
hallazgos del hemisferio Norte, en el hemisferio sur, hasta el momento, no hay

registro de circulacion de ellos.
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1.2.3.2 Orden Mesostigmata

El orden Mesostigmata comprende un grupo de acaros que incluye una
gran diversidad de parasitos de vertebrados, simbiontes de insectos, que son en

su mayor parte depredadores de vida libre (Moghadam & Saboori, 2015).

Se alimentan de sangre, linfa, restos dérmicos y secreciones sebaceas
que ingieren al perforar el tegumento, por lo que causan gran irritacion, mientras
pueden actuar en ese proceso, ademas, como vectores de diversos patdgenos

afectando a animales domésticos, silvestres y humanos (Gonzalez et al., 2005).

Este orden incluye una gran cantidad de familias entre las cuales se
destacan algunas de ellas por su importancia sanitaria como son las familias

Dermanyssidae, Macronyssidae y Laelapidae (Lareschi et al., 2017).

El ciclo de vida de los &caros puede durar cuatro semanas, incluyendo
uno o varios estadios: huevo (eclosiona en 4 a 6 dias), prelarva (3 a 6 dias), larva
(3 a 5 dias), protoninfa (4 a 5 dias), deutoninfa (6 a 10 dias), tritoninfa y adulto.
Las larvas o estadios juveniles solo presentan tres pares de patas, mientras que
las protoninfas, ninfas y adultos presentan cuatro pares de patas (Mullen &

Durden, 2009).

El desarrollo de huevo a adulto puede durar de 2 a 3 semanas. Los huevos
pueden ser depositados externamente o son mantenidos en el Utero de la

hembra hasta la eclosion (Pullido Villamarin et al., 2016).
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1.2.3.2.1 Importancia sanitaria

Este tipo de ectoparasitos pueden producir anemia en sus hospedadores,
dermatitis intensa y en individuos sensibles reacciones alérgicas importantes.
Son vectores de virus, bacterias, protozoos y helmintos que afectan a la salud

humana y animal (Gonzalez et al., 2005).

Varios autores han demostrado que la Familia Dermanyssoidae esta
implicada en la transmisién de bacterias de los géneros Salmonella, Rickettisia,
Francisella, Borrelia, Pasteurella, Yersinia, Coxiella y Listeria. Estos acaros,
ademas, pueden transmitir diversos virus. Entre ellos se pueden mencionar
Alfavirus como el virus de la encefalitis equina del Este y del Oeste, asi como
también la forma venezolana. También se los encontré actuando como vectores
de Flavivirus como el virus de la encefalitis de San Luis, el virus West Nile y la
encefalitis transmitida por garrapatas (Moro et al., 2005).

En Argentina se estudié el acaro Ornithonyssus bursa (Berlese)
(Mesostigmata: Macronyssidae) que es considerada una plaga de aves de corral
gue causa infestaciones importantes en pollos y se considera un vector potencial
de arbovirus. Evaluaron presencia de virus de los géneros Alfavirus, Flavivirus y
Bunyavirus en los acaros, sin hallar ninguno de los géneros virales en sus
muestras(Santillan, et al., 2015).

Como se mencion0 previamente, si bien en el noroeste del pais se
intensificaron los estudios en los ultimos afios, ampliando el conocimiento de los
ectoparasitos asociados a roedores del area, aun quedan zonas donde falta
estudiar la fauna ectoparasita de mamiferos y su rol como vectores de patégenos

(L6pez Berrizbeitia et al., 2013). Tal es el caso de la provincia de Tucuman,
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donde hasta la fecha, no existen estudios sobre circulacion de arbovirus de los
géneros Alfavirus, Flavivirus y Orthobunyavirus en ectoparasitos de roedores,
por lo que este trabajo contribuye al conocimiento de los patégenos asociados a
la fauna ectoparasita de los roedores, ayudando a comprender la dinamica de
algunas zoonosis que son emergentes o re- emergentes y aportando datos para
entender escenarios de transmision que no  estan  siendo

contemplados/analizados actualmente.
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2. Hipdtesis

Los roedores presentan una gran diversidad de ectoparasitos y los
mismos estan infectados con agentes virales de los géneros Flavivirus, Alfavirus

y Orthobunyavirus.

3. Objetivos
3.1 General

El objetivo general del presente trabajo final de grado es conocer la fauna
ectoparasitaria asociada a los roedores de la provincia de Tucuman y analizar
su rol como potenciales vectores de agentes virales de los géneros Flavivirus,

Alfavirus y Orthobunyavirus.

3.2 Especificos

a) Detectar ectoparasitos de importancia sanitaria colectados en roedores
de Tucuman y estudiar su rol como potenciales vectores de agentes

virales del género Flavivirus, Alfavirus y Orthobunyavirus.

b) Establecer una nueva metodologia de trabajo que permita la colecta y

conservacion de ectoparasitos para posteriores analisis virales.
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4. Materiales y métodos

4.1 Captura de roedores, identificacion y colecta de sus ectoparasitos.

La captura de los roedores fue realizada en el marco de un brote de
Hantavirus los dias 25, 26, 27 y 28 de abril de 2016 por personal del Instituto
Nacional de Enfermedades Virales Humanas “Dr. Julio I. Maiztegui” (INEVH) en
el departamento de Burruyacu en la provincia de Tucuman. Burruyacu es un
departamento ubicado en la region noreste de la provincia de Tucuman. Es el
departamento mas grande de la provincia en términos de extension territorial,
pero el que posee menor densidad poblacional. Dentro de este departamento,
fueron muestreadas algunas localidades: ElI Chafar, EI Naranjo, La Ramada y

Marino (Fig.9).

& Naranjo}a Ramada

JMarino
.

Figura 9. Mapa de la provincia de Tucuman en el cual se encuentra

destacado en tono verde el departamento de Burruyacu. Se indican en el
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departamento las localidades muestreadas: El Chaiiar, EI Naranjo, Marino y La

Ramada.

En los sitios seleccionados para el muestreo quedaron representados los
ambientes colindantes a todos los cultivos que se desarrollaban en el area (cafia

de azucar, cafia forrajera, soja, maiz, citricos, nogales).

En el sitio de captura se colocaron un total de 1.077 trampas. Se usaron
trampas de captura viva de tipo Sherman como las mostradas en la figura 10,

permaneciendo activas 1.040 trampas.

Figura 10. Trampas Sherman para la captura de los roedores.

Luego de la revisacidén de las trampas, los animales capturados fueron

trasladados al laboratorio de campo.

La identificacion de los roedores capturados fue realizada por personal del
Instituto Maiztegui. La misma se realiz6 a campo, tomando diversos datos
morfométricos como el largo total, el largo de la cola, de las orejas, etc., que
permiten distinguir entre los distintos géneros de roedores. La conservacion en

el campo y el transporte de los roedores se llevo a cabo en termos de nitrogeno

29



liguido hasta su arribo al INEVH en la ciudad de Pergamino donde fueron

conservados a -70°C.

Una vez en el laboratorio, con los roedores conservados a -70°C, se
puede llevar a cabo luego de la identificacion de roedores por caracteres
morfométricos, complementariamente, la identificacion molecular a nivel de
especie de los roedores. Para llevarlo a cabo, se utilizé el gen mitocondrial b de
la citocromo oxidasa. Este, permite realizar la identificacion molecular a nivel de
especie debido a la existencia de un gran numero de copias de ADN mitocondrial
por célula, a su rapida tasa de evolucion, a la baja variabilidad intraespecifica y
alta variabilidad entre especies (Arif & Khan, 2009). La metodologia empleada
fue la extraccion de ADN a partir de muestras de tejidos, mediante el kit comercial
DNeasyBlood and Tissue (QIAGEN). La amplificacion del gen mitocondrial b de
la citocromo oxidasa se realizé a través de la reaccion en cadena de la
polimerasa (PCR) utilizando el par de cebadores Mus14095/Mus15398
(Gonzalez-lttig, et al., 2009). Los productos amplificados se secuenciaron en el
equipo 3100- Avant GeneticAnalyzer (AppliedBiosystems) del instituto Maiztegui.
Se utilizaron secuencias de referencia para la identificacién de especimenes de

los géneros Akodon y Calomys.

De los roedores capturados y conservados a -70°C, se colectaron sus
ectoparasitos examinando cuidadosamente la piel o pelaje del hospedador, se
utilizaron férceps, pinzas de punta fina y/o agujas de diseccion.
Complementariamente a este procedimiento, se realizé un cepillado vigoroso
para tener la seguridad de que se estaba colectando la totalidad de los

ectoparasitos.
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4.2 Procesamiento de ectoparasitos, identificacién y armado de pools

Los ejemplares de ectoparasitos fueron identificados taxondmicamente.
Para llevar a cabo la identificacion se revisaron las descripciones originales de
especies y subespecies y se compararon los ejemplares con aquellos
depositados en las colecciones de referencia. La descripcion de la morfologia
general incluye: estructuras de la cabeza, torax, patas, abdomen, y la genitalia,
tanto de la hembra como del macho de cada especie en detalle, teniendo en
cuenta aquellas de valor diagnostico. En este caso, se utilizaron las claves
Furman (1972) en el caso de los acaros, Boero (1957) para las garrapatas,
Johnson (1957) para las pulgas y Johnson (1972) y Durden y Musser (1994) para
los piojos. Estas identificaciones se realizaron bajo lupa estereoscoépica con el
uso de una platina fria. Los ectoparasitos fueron identificados solo a nivel de
familia dado que para lograr una identificacion a nivel de género y/o especie los
mismos deben ser preparados siguiendo técnicas que no permiten el posterior
analisis molecular de deteccion de virus.

Los ejemplares previamente identificados fueron colocados en tubos tipo
eppendorf de 1,5 mililitros (ml) conformando un pool. Cada pool contenia entre
1y 50 ejemplares. Los pooles fueron constituidos con aquellos ejemplares de la
misma familia que se hallaban presentes en el mismo género de roedor
capturados en un sitio determinado. Los pools fueron macerados con pilones de
plasticos estériles en tubos tipo eppendorf. Luego, a cada tubo se les afiadi6é 0,5
ml del diluente de la muestra que contenia albumina bovina (0,75%), penicilina
+ estreptomicina (1%), fungizona (1%) y solucion buffer fosfato (PBS) apH 7,4y
se continué macerando. Finalmente, se agregé nuevamente 0,5 ml del diluente

y se continu6 con el macerado durante 2 minutos mas. La suspension resultante
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fue centrifugada a 13.200 revoluciones por minuto (rpm) durante 10 minutos a
4°C. El sobrenadante se trasvaso a crioviales rotulados y dicha suspension fue

conservada a -70°C para su posterior andlisis molecular.

4.3 Extraccion del ARN total a partir de los pools de ectoparasitos

Se realiz6 la extraccion de ARN a partir de la suspension de ectoparasitos.
Esta se llevo a cabo mediante la técnica de Trizol (Sigma-Aldrich, St. Louis, MO,
USA). La funcion de este, es la desnaturalizacion de proteinas y ruptura de las
estructuras celulares. La solucién resultante luego del agregado de 900 ul de
Trizol se homogeneiz0 y se dej6 reposar a temperatura ambiente.
Seguidamente, a cada muestra se le agregd cloroformo frio, para permitir la
separacion de la solucion en una fase acuosa, donde se encontraba el ARN, y
una interfase donde se encontraban los restos de proteinas. Las muestras se
agitaron nuevamente y se dejaron reposar durante 2 minutos. Posteriormente,
se centrifugd en frio a 13.200 rpm durante 15 minutos. La fase acuosa fue
trasvasada a un nuevo tubo eppendorf estéril evitando tocar la interfase. Se le
adiciond isopropanol frio para deshidratar el ARN, se mezclé por inversion y se
incubo a temperatura ambiente durante 10 minutos. Seguidamente se centrifugé
en frio durante 10 minutos. El sobrenadante se descartdé por inversion.
Posteriormente, se logrd la precipitacion del ARN por el agregado de etanol a
4°C seguido de centrifugacion en frio de 1 minuto. El sobrenadante fue
descartado por inversion y el precipitado se dej6é secar a temperatura ambiente

durante 30 minutos.
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Por ultimo, el ARN se rehidrat6é con 20 ul de agua despirogenada libre de
ARNasa y se agitdo suavemente para favorecer la re-suspension del ARN. Las
muestras fueron almacenadas a —70°C hasta su posterior utilizacion.

Es importante destacar que todos los pools fueron procesados en
gabinetes de seguridad biolégica, los procedimientos de extraccion del ARN viral
y la posterior reaccion de reaccion en cadena de la polimerasa, en este caso RT-
PCR y RT-nested-PCR se realizaron en gabinetes de seguridad biologica y

ambientes diferentes para minimizar el riesgo de contaminaciones.

4.4 Amplificacién del genoma viral por RT-Nested- PCR para la deteccion

de virus de los géneros Alfavirus y Flavivirus

Para la deteccion y amplificaciéon del genoma de virus de los géneros
Flavivirus y Alfavirus en los ectoparasitos obtenidos se utilizé la técnica de
reaccion en cadena de la polimerasa (PCR) modalidad anidada, tras
retrotranscripcion de la muestra (RT-Nested-PCR). El fundamento de esta
técnica consiste en una primera reacciéon (1° ciclo) en la cual el ARN viral se
convierte en ADN complementario o copia (ADNc) mediante la accién de una
transcriptasa reversa y éste, luego, se somete a varios ciclos de amplificacion

utilizando oligonucledétidos iniciadores especificos (cebadores).

Como se muestra en el esquema de la figura 11, el ADN amplificado en la
primera reaccion (1°ciclo) es sometido a una segunda reaccién de amplificacion
(2°ciclo) utilizando cebadores internos. Con esta segunda amplificacién se

aumenta la especificidad y sensibilidad de la técnica.
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Primer reaccion de PCR

5 P

¥ 5

Iniciadores externos
s niciadores internos

- mm Porcion amplificada en la 1er. PCR
J— —— Porcion amplificada en la 2da. PCR

Segunda reaccién de PCR
5 3

=1

Figura 11. Diagrama de los fragmentos amplificados por cada par de

cebadores.

La region que amplifican los cebadores internos y especificos
corresponden a una porcion del gen de la polimerasa viral NS5 en el caso de los
Flavivirus y, el gen nsP4 en el caso de los Alfavirus, ambas regiones son
altamente conservadas. Los cebadores permiten de esta manera amplificar el
genoma de una gran diversidad de Flavivirus y Alfavirus presentes en las
muestras (Sanchez-Seco et al.,, 2001, 2005). En la Tabla | se describe la
secuencia de los cebadores utilizados.

En todos los casos, se usaron controles positivos que validen los ensayos.
En este caso, como control positivo, en todas las reacciones de amplificacion, se
utiliz6 ARN puro extraido del virus Dengue y del virus Chikungunya para
Flavivirus y Alfavirus respectivamente. Como control negativo se us6 agua
destilada.

Como se menciond previamente, para evitar contaminaciones la
preparacion de la mezcla de reactivos se realizO en gabinete de seguridad
bioldgica en un area del laboratorio diferente de aquella donde se afiadio el ARN

de las muestras, o el ADNc molde, para la realizacion del 2° ciclo.
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Los reactivos en sus respectivas concentraciones para ambos ciclos se
describen en las tablas Il y Ill. Las condiciones del ciclado se describen en la
tabla IV.

En todos los procesos de amplificacion se utilizaron termocicladores
marca MyCycler™ Bio Rad y tubos de reaccién de 0,2 ml estériles, libres de

DNasas y RNasas.

Tabla |. Secuencias nucleotidicas de los cebadores utilizados en la
reaccion RT-Nested-PCR para la amplificacibn de genomas de Alfavirus y

Flavivirus (Sanchez-Seco et al., 2001, 2005) en los dos ciclos de PCR.

Género Diana | Cebadores | Secuencia de los cebadores Productos
viral

ALFA +1 5" GAYGCITAYYTIGAYATGGTIGAIGG- | Primera reaccion:
Alfavirus | nsP4 3 481 pb
ALFA -1 5 CKYTCYTCIGTRTGYTTGTICCIGG-

3
ALFA +2 5 GGIAAYTGYAAYGTIACICARATG-3" | Segunda
ALFA-2 5 GCRAAIARIGCIGCIGCYTYIGGICC- | reaccion:

3 195 pb
FLAVI +1 5 GAYYTIGGITGYGGIIGIGGIRGITGG- | Primera reaccion:

Flavivirus | NS5 3 1385 pb
FLAVI -1 5" TCCCAICCIGCIRTRTCRTCIGC-3’
FLAVI +2 5 YGYRTIYAYAWCAYSATGGG-3’ Segunda
FLAVI -2 5" CCARTGITCYKYRTTIAIRAAICC-3’ reaCCE’W
143 p

El nimero 1 corresponde a los cebadores utilizados en el 1¢" ciclo y el nimero 2
a los utilizados en el 2% ciclo. El signo “+” corresponde al sentido genémico (5=

37) y el “=” al antisentido de los cebadores (3" >5")
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Tabla Il. Reactivos y volumenes utilizados en la reaccion RT-Nested-PCR para

la deteccion de genomas de Flavivirus y Alfavirus en el 1¢ciclo:

Reactivos Volumen/
muestra
H20 16,06l
Buffer (10X) 3 ul
MgCl, (50mM) 1,1
dNTP’s (A, T, C, G) (20mM) 4x0,3pl
Taq (5U/ul) 0,24 ul
RT (21pg/ul) 0,4 ul
Cebadores Alfavirus (100ng/ul) 2x1pl
Cebadores Flavivirus 2x2yl
(200ng/ul)
ARN molde 2 ul
Reaccion total 30 ul
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Tabla lll. Reactivos y volumenes utilizados en la reacciéon RT-Nested-PCR para

la deteccion de genomas de Flavivirus y Alfavirus en el 29 ciclo:

Reactivos Volumen/
muestra
H.O 17,46l
Buffer (10X) 3ul
MgCl, (50mM) 1,1
dNTP’s (A, T, C, G) (20mM) 4x0,3
Tagq (5U/pl) 0,24 pl
Cebadores Alfavirus 2x 1l
(200ng/ul)
Cebadores Flavivirus 2x 2yl
(200ng/ul)
ADNCc 1 pl
Reaccion total 30 ul

Tabla IV. Condiciones de ciclado utilizadas.

1° ciclo = 42°C 45" + 94°C 2" + [ 94°C 30" + 47°C 1’ + 72°C 1"15”"] x 40 + 72°C &’

2% ciclo = 94°C 2’ + [94°C 30" + 47°C 3’ + 72°C 30”] x40 + 72°C &’

También se utilizo la PCR genérica para la deteccion de Flavivirus descrita

por Kuno y colaboradores (1998). En este caso, a diferencia de la descrita

anteriormente, no es anidada. Para este procedimiento, los cebadores se
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utilizaron para amplificar las regiones gendmicas de cerca de 1 kb de longitud

gue se encuentran en el extremo 3 'del gen NS5 (Tabla V).

Tabla V. Secuencia de los cebadores para la deteccion de Flavivirus.

Género Diana Cebadores | Secuencia de los cebadores Productos
viral
FU1l 5
Flavivirus | extremo TACAACATGATGGGAAAGAGAGAGAA-
3 'del 3 1000 pb
gen NS5 | cFD3 5 AGCATGTCTTCCGTGGTCATCCA 3’

Tabla VI. Reactivos y volumenes utilizados en la reaccién de RT-PCR para la

deteccidén de genomas de Flavivirus.

Reactivos Volumen/
muestra
H.0 19,65 pl
Buffer (10X) 3,3 ul
MgCl, (50mM) 0.9 ul
dNTP’s (mix) 0,6 ul
DTT (0.1M) 15u
RNAsin 0,05 pl
Primer (100 uM) 2x0,3 ul
Taq (5U/ul) 0,3 ul
RT (SSliI) 0.1 ul
ARN 3ul
Reaccion total 30 ul
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Tabla VII. Condiciones de ciclado usadas para la deteccion de virus del

género Flavivirus descrita por Kuno et al 1998.

50°C 607 + 94°C 2" + [ 94°C 20" +45°C 1" + 68°C 1] x 3 + [ 94°C 20"" + 50°C 30" +

68°C 1] x 10 + [ 94°C 20’ + 50°C 30" + 68°C 1] x 16 + 68°C & + 4°C

4.5 Amplificacién del genoma viral por RT-PCR para la deteccién de virus
del género Orthobunyavirus

Esta reaccion no es anidada, y se realizd, amplificando un fragmento de
251 pb del segmento S usando los cebadores BCS82C y BCS332V. Las

secuencias se encuentran descritas en la Tabla VIII (Kuno et al., 1996).

Tabla VIII. Secuencias nucleotidicas de los cebadores utilizados en la reaccién

de PCR para la amplificacién de genomas de virus del género Orthobunyavirus.

Género viral Diana Cebador | Secuencia de los cebadores Producto
es
BCS82C | 5’ATGACTGAGTTGGAGTTTCATGATGTCGC-
Orthobunyavirus | Segmento 3 251 pb
S BCS332V | 5"GAATATCAGCTTTGGGTGTTGRTG-3"

En la Tabla 1X, se describen los reactivos utilizados y sus voliumenes para

la RT-PCR usada para la deteccion de virus del género Orthobunyavirus.
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En este caso, como control positivo, en todas las reacciones de
amplificacion, se utilizd6 ARN puro extraido del virus Maguari y como control

negativo se utilizé agua destilada.

Tabla 1X. Reactivos y volumenes necesarios para realizar la RT-PCR para la

deteccidn de virus del género Orthobunyavirus.

Reactivos Volumen/muestra
H.O 19,35 ul
Buffer (10X) 3,3 ul
MgCl, (50mM) 0,9 ul
dNTP’s (mix) 0,6 ul
DTT (0,1 M) 1,5 ul
RNAsin 0,05 pl
Primer (100 uM) 2x0,3ul
Taq (5U/ul) 0,3 ul
RT (21pg/pl) (3V) 0,4 ul
ARN 3ul
Reaccion total 30ul

Tabla X. Condiciones de ciclado para la deteccion de Orthobunyavirus.

45°C 607 +94°C 2° + [ 94°C 20" +45°C 1"+ 72°C 1’ x 3+ [ 94°C 20'" + 50°C 30’" + 72°C
11x 10 +[94°C 20" + 50°C 30" + 72° C 1] x 16 + 72°C &’ + 4°C
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4.6 Visualizacion de los productos de amplificacion

Los productos de la reaccion de RT-PCR se visualizaron mediante
electroforesis en gel de agarosa al 2%, separando los fragmentos de acidos
nucleicos de distinto tamafio mediante la migracion a diferente velocidad segun

su peso molecular al ser sometidos a una corriente eléctrica.

Se prepararon los geles usando 100 ml de buffer tris-acetato-EDTA (TAE)
1X, 2 gr de agarosa, se agregd 10 pul de SYBR ® Safel0.000 X (Invitrogen
Eugene, Oregon, USA) al 10%, se mezclo, se vertid en la cama de electroforesis
y se dejé solidificar por 30 minutos. A cada muestra se le agrego 3 ul de la
solucién de carga al 1% que contenia azul de bromofenol, glicerol y agua. Luego,
se sembraron 30 yl en cada calle del gel. Para que pueda determinarse el
tamafio de los fragmentos en la muestra de RT-PCR, el marcador de peso
molecular empleado fue un patrén de ADN comercial de 1kb Plus DNA Ladder
(Invitrogen, Eugene, Oregon, USA) a una concentracion de 100 nanogramos/pl.

La electroforesis se desarroll6 en una solucién de buffer TAE 1X y el
proceso se llevé a cabo con una intensidad de corriente eléctrica de 80 voltios
durante aproximadamente 60 minutos, visualizandose los productos de
amplificacion con transiluminador.

Las bandas que se correspondian con un resultado positivo fueron
cortadas y conservadas a -20°C hasta su posterior purificacion y secuenciacion

genomica.
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5. Resultados

5.1 Captura de los roedores y obtencion de los pools de ectoparésitos

En total se examinaron 94 roedores que fueron cepillados con el fin de
obtener la totalidad de ectoparasitos que se hallaban en su pelaje. Del total de
animales examinados, se realizo la identificacion a campo a nivel de género por
caracteres morfométricos y 19 pertenecieron al género Calomys (20 %) y 75 al
género Akodon (80%) (Fig 12). A fin de detectar la presencia de Calomys
fecundus (roedor de la zona muestreada que actia como hospedador natural de
Hantavirus) dentro de la muestra de roedores examinados, se seleccionaron 6
roedores con caracteristicas morfométricas compatibles a dicha especie. Solo
estos roedores fueron caracterizados molecularmente hasta el nivel de especie
por amplificacion del gen mitocondrial b de la citocromo oxidasa, obteniendo
como resultado que 5 roedores pertenecieron a la especie Calomys boliviae y 1
a la especie Calomys musculinus. En los 5 roedores de la especie Calomys
boliviae se hallaron pulgas de la Familia Stephanocircidae y acaros de la Familia
Laelapidae, en el roedor de la especie Calomys musculinus no se hallaron

ectoparasitos.

Del total de los 94 hospedadores capturados se obtuvieron 184
ectoparasitos, de los cuales 143 pertenecieron a acaros de la Familia Laelapidae,
11 a pulgas de la Familia Stephanocircidae, 3 garrapatas de la Familia Ixodidae

y 27 a piojos de la Familia Hoplopleuridae (tabla XI).
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Figura 12. Imagenes de roedores de los géneros A) Calomys y B) Akodon.

A partir del total de los ectoparasitos colectados pudieron constituirse 51
pools de ectoparasitos, de los cuales 10 pertenecieron a pulgas de la Familia
Stephanocircidae, 3 a garrapatas de la Familia Ixodidae, 34 a &caros de la

Familia Laelapidae y 4 a piojos de la Familia Hoplopleuridae.
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Tabla XI. Numero de roedores de cada género con su correspondiente

género y numero de ectoparasitos obtenidos

NUmero de roedores

analizados de cada

especie

Tipo de ectoparasito y

familia a la que pertenece

N° de ejemplares

Calomys sp. (19)

Akodon sp. (75)

Total de ectoparasitos colectados

(Familia Laelapidae)

(Familia Stephanocircidae)

Garrapatas

(Familia Ixodidae)

(Familia Hoplopleuridae)

(Familia Laelapidae)

(Familia Stephanocircidae)

Garrapatas

(Familia Ixodidae)

(Familia Hoplopleuridae)

51

13

92

14

184
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5.2 Prevalencia de infestacion segun el sexo

Existen estudios previos en los que se evaluod la existencia de prevalencia
de infestacion de los roedores con ectoparasitos dependiendo de su sexo (Zuk

& McKean, 1996; Sponchiado et al., 2016).

Como se ve en latabla XIl, en el caso de los &caros y los piojos, los cuales
representan la mayor abundancia, no se observa gran diferencia de porcentajes
entre la cantidad de ectoparésitos hallados en roedores hembras y machos, al
contrario de lo que fue observado en las pulgas y garrapatas donde la mayor

abundancia se observa en machos.

Tabla XlI. Porcentaje de ectoparasitos en los distintos sexos de los roedores.

Porcentaje de Porcentaje de
ectoparasitos en roedores | ectoparasitos en roedores
machos hembras
Acaros 44,9 % 55,1 %
Piojos 55,5% 44,5%
Pulgas 70% 30%*
Garrapatas 66,6% 33,4%*

* Diferencias significativas. X20,05,1 (p<0,05)
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5.3 Deteccion de genoma de Flavivirus, Alfavirus y Orthobunyavirus

No se detectaron agentes virales de los géneros Flavivirus, Alfavirus y
Orthobunyavirus en ninguno de los pools de ectoparasitos analizados por las

técnicas moleculares mencionadas anteriormente.

En la figura 13 se muestra la fotografia del revelado de uno de los geles
correspondiente a las RT-Nested-PCR realizadas para la busqueda de virus de
los géneros Flavivirus y Alfavirus. Se puede observar que en la calle 1, la muestra
arrojo un resultado negativo para ambos géneros virales. En la calle 2 se observa
el control positivo para Flavivirus y se corresponde con una banda de 150 pb. En
la calle 3, se observa el control positivo para el género viral Alfavirus (200 pb).
Luego se observa el control negativo, para el cual se utiliz6 agua puray la dltima

calle corresponde al patrén de peso molecular.

46



Figura 13. Fotografia correspondiente al revelado del gel luego de la
corrida electroforética, para visualizar los resultados de la RT-Nested-PCR para

la busqueda de virus de los géneros Flavivirus y Alfavirus.

En la figura 14, se observa la fotografia correspondiente al revelado de
una de las corridas electroforéticas luego de realizar RT-PCR para la deteccion
de virus del género Orthobunyavirus. En la primera calle del gel se ve al patrén
de peso molecular, las calles 2, 3, 4,6 y 7 pertenecen a muestras negativas para
virus del género Orthobunyavirus, en la calle 5 se observa el control positivo, que
pertenece al ARN de una muestra positiva para el virus Maguari y su banda se
corresponde con 251 pb. En la calle 8 se sembr6 una muestra que contenia agua

pura como control negativo.

Figura 14. Fotografia correspondiente al revelado de uno de los geles luego de

la electroforesis para la busqueda de virus del género Orthobunyavirus.
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6. Discusion

En total se examinaron 94 roedores del departamento de Burruyacu (75
del género Akodon y 19 de Calomys). Se observo que los roedores presentaban
una gran cantidad de ectoparasitos. Como se observa en la Tabla XI la mayoria
de los ectoparasitos hallados pertenecieron al orden Mesostigmata (acaros),
seguido de Phthiraptera (piojos).

En cuanto a las pulgas, el nimero de ejemplares colectados fue menor.
Este numero tan bajo, puede deberse a que las pulgas abandonan rapidamente
el cuerpo del hospedador durante una situacién estresante como captura o
manipulacion (Sponchiado J. , et al., 2015).

Las garrapatas también fueron colectadas en un numero bajo y los
ejemplares se encontraban en estadios juveniles. Generalmente el ciclo de vida
de las garrapatas influye en su grado de especificidad, tendiendo los adultos a
tener predileccidn por ciertas especies de mamiferos de mayor tamafio, mientras
que las ninfas tienden a parasitar mamiferos pequefios, principalmente roedores
(Bonifaz Osorio, 2017 ; Cicuttin, De Salvo, & Nava, 2017).

Respecto de las familias de ectoparasitos que componen el ensamble
asociado a roedores, nuestros resultados coinciden con lo mencionado en la
bibliografia para é&caros, garrapatas y piojos. Por ejemplo, en roedores
capturados en una zona de bosque en el limite entre Brasil y Paraguay, en el
Delta Bonaerense, en humedales del Rio de La Plata y en La Rioja se hallaron
ectoparasitos de las Familias Laelapidae, Ixodidae y Hoplopleuridae, mientras
que las pulgas fueron de las familias Tungidae, Ctenophthalmidae vy
Rhopalopsyllidae (Lareschi & Sanchez Lopez, 2000; Navone, et al., 2009;

Sponchiado et al., 2016;). Dichos autores no hallaron pulgas de la Familia
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Stephanocircidae en roedores de las regiones mencionadas, no obstante esta
familia de pulgas esta ampliamente representada en el NOA y en particular en
Tucuman (Lareschi et al.,2016), también se hall6 en roedores de Coérdoba
(Lareschi et al., 2007), por lo que su dentificacion en este trabajo era esperable.

Con respecto a los grupos de ectoparasitos que han sido previamente
mencionados en roedores del NOA, ademéas de pulgas de la Familia
Stephanocircidae, se registran 4caros de la Familia Laelapidae en roedores del
género Akodon en La Rioja y Tucuman (LO6pez Berrizbeitia et al., 2013) y
garrapatas de la Familia Ixodidae en Akodon y Calomys de Salta y Tucuman
(Beldomenico, et al., 2003).

Por otro lado, con los resultados obtenidos de los roedores
secuenciados, puede confirmarse que pulgas de la Familia Stephanocircidae y
acaros de la Familia Laelapidae parasitan roedores de la especie Calomys
boliviae. Este estudio debe continuarse para poder determinar con exactitud que
especies de roedores se encuentran asociadas a cada familia de ectoparasitos
y de esta forma tener una visibn mas integral acerca de los posibles escenarios
de transmision de patdgenos.

En cuanto al sexo de los roedores parasitados, numerosos estudios
(Khokhlova et al. 2011; Krasnov et al. 2005, 2011; Kiffner et al. 2014; Kowalski
et al. 2015) han sugerido que los machos de mamiferos pequefios tienden a
tener tasas mas altas de infestacion que las hembras. Esto se atribuye al hecho
de que, en los mamiferos, los machos tienen rangos de distribucion mas
grandes, frecuencias de desplazamiento mas altas y contacto con otros
individuos debido a actividades de competencia o actividad de crianza. Ademas,

las hormonas esteroides, particularmente la testosterona, causan
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inmunosupresion, lo que aumentaria la susceptibilidad al parasitismo
(Sponchiado et al.,, 2015). Los resultados de este estudio no mostraron
diferencias significativas en las prevalencias de parasitismo de &caros y piojos
entre sexos del hospedador, en concordancia con los estudios realizados por
Lareschi y colaboradores en Brasil (Linardi & Guimarées, 2000; Lareschi, 2004,
2010). Sin embargo, en relacién a las pulgas y garrapatas, se encontré6 una
mayor prevalencia en machos (Tabla XIIl). Este hecho pudo haberse debido al
azar, ya que los ejemplares colectados de estos dos tipos de ectoparasitos
fueron escasos o0 a que, como describieron algunos trabajos (Lareschi M. , 2004,
2010) efectivamente, los mamiferos pequefios del sexo masculino tienen mas

susceptibilidad al parasitismo.

Los resultados obtenidos en relacion a la deteccion de agentes virales de
los géneros Flavivirus, Alfavirus y Orthobunyavirus en los ectoparasitos
colectados, fueron negativos en todos los casos. Como se menciond
previamente, se realizd en el pais la busqueda de estos géneros virales en un
tipo de acaros de aves, en los cuales tampoco se hallé ninguno de los tres
géneros virales (Santillan, et al., 2015). Los resultados obtenidos a partir de las
muestras analizadas no evidencian gque exista circulacion de los géneros virales
analizados. La falta de evidencia de la circulacion viral no significa que no haya
circulacion, por lo que deberian ampliarse los estudios de este tipo en otras
zonas del pais, 0 sobre especies de ectoparasitos que se encuentren en otros
hospedadores, a fin de mejorar la prevencion, control y vigilancia de

enfermedades zoondticas.

Por otro lado, esta nueva metodologia de obtencion de ectoparasitos a

partir de animales conservados en nitrégeno ligquido y luego a -70°C, hace que
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los muestreos puedan ser colaborativos y se amplia de esta forma, la cantidad

de informacion que puede ser obtenida a partir de un mismo grupo de muestras.

7. Conclusioén

En el muestreo realizado en el departamento de Burruyacu, en la provincia
de Tucuman, los roedores mas abundantes pertenecen a los géneros Akodon y
Calomys. Estos roedores tienen importancia sanitaria, ya que pueden actuar
como reservorios de diversos agentes patdgenos. A su vez, estos presentan una
gran cantidad de ectoparasitos, principalmente acaros de la Familia Laelapidae,
y piojos de la Familia Hoplopleuridae. En menor proporcién se hallan parasitados

por garrapatas de la Familia Ixodidae y pulgas de la Familia Stephanocircidae.

Todas las muestras de ectoparasitos analizadas resultaron negativas para
la deteccion de virus de los géneros Flavivirus, Alfavirus y Orthobunyavirus por

la metodologia utilizada.

Si bien no se detectaron agentes virales en las muestras analizadas, este
trabajo aporta datos acerca de las familias de ectoparasitos que se hallan
principalmente en los roedores de dicha zona y esta informacion aumenta el
conocimiento sobre los roles que cumplen los ectoparasitos en los posibles ciclos

de transmision de agentes patdégenos a sus hospedadores.

Esta busqueda realizada de virus en ectoparasitos de roedores sienta las
bases en cuanto a una novedosa metodologia para futuros estudios en otras
regiones y/o buscando otros géneros virales. La conservacion de los roedores
en termos con nitrégeno liquido y luego en congeladoras a -70°C, permite

preservar los ectoparasitos asociados y realizar potencialmente el estudio de
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agentes patdgenos, situacion que no seria posible en un muestreo convencional
de ectoparasitos. Esta metodologia, ademas, permite un mejor aprovechamiento
de los recursos econdmicos, logrando explotar al maximo los ejemplares
colectados para distintos estudios. De esta manera, se posibilita ademés la
realizacion de estudios colaborativos con otras instituciones, compartiendo el
material biolégico para estudios con distintos objetivos, teniendo siempre en

cuenta los principios éticos para la experimentacion con animales.
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