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RESUMEN 

 

Los parásitos del orden Haemosporida infectan la sangre de los hospederos, su 

ciclo de vida incluye a un insecto hematófago como vector y un vertebrado en el que 

cumplen por lo menos una etapa de su desarrollo. En México habitan por lo menos 

1,115 especies de aves, de las cuales por lo menos 115 son consideradas 

endémicas, 44 de estas se encuentran en el Estado de México. El objetivo de este 

trabajo fue identificar los géneros, la proporción y la intensidad de infección de los 

hemoparásitos que infectan a las aves paseriformes de la zona centro del país. Se 

detectó una proporción del 29.93% de aves parasitadas de las 157 capturadas, siete 

fueron endémicas de estas 5 fueron positivas, los hemoparásitos encontrados 

fueron Haemoproteus (17.19%), Leucocytozoon (15.92%) y microfilaria (1.91%). Se 

encontraron co-infecciones en el 12.76% en seis especies de aves endémicas 

pertenecientes a dos familias. De las 10 especies positivas a Haemoproteus spp., 

la intensidad de infección observada fue media (> 0.1 a 0.5%) y alta (> 0.5%). De 

las nueve especies positivas a Leucocytozoon spp., la intensidad de infección 

observada fue de media (> 0.02 a 0.1%) a alta (> de 0.1%). Este es el primer estudio 

sobre hemoparásitos realizado en la zona centro de México en las aves 

paseriformes endémicas y residentes. 

 

Palabras clave: Haemoproteus, Leucocytozoon, microfilaria, Passeriformes, 

endémicas. 
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ABSTRACT 

 

Parasites order Haemosporida infect the blood of hosts, their life cycle includes a 

blood-sucking insects as vectors and vertebrate in which they accomplish at least 

one stage of their development. In Mexico, there are leastways 1,115 bird species, 

of which 115 are considered endemic, 44 of them are found in the State of Mexico. 

The objective of this work was to identify the genera, the proportion and intensity of 

infection of haemoparasites that infect passerine birds in the Central Mexico. A 

proportion of 29.93% of parasitized birds was detected from the 157 captured, seven 

were endemic of these 5 were positive, the haemoparasites found were 

Haemoproteus (17.19%), Leucocytozoon (15.92%) and microfilaria (1.91%). Co-

infections were found in 12.76% in six species of endemic birds belonging to two 

families. Of the 10 species positive for Haemoproteus spp., the intensity of infection 

observed was medium (> 0.1 to 0.5%) and high (> 0.5%). Of the nine species positive 

for Leucocytozoon spp., the intensity of infection observed was medium (> 0.02 to 

0.1%) at high (> 0.1%). This is the first study in haemoparasites carried out in Central 

Mexico for endemic and resident passerine birds 

 

Key words: Haemoproteus, Leucocytozoon, microfilaria, Passeriformes, endemics. 
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INTRODUCCIÓN 

 

México es un país privilegiado por su biodiversidad, de las 10,500 especies de aves 

que existen en el mundo 1,115 se encuentran en territorio mexicano (CONABIO, 

2017). De las cuales 192–212 son consideradas endémicas; es decir que solo se 

encuentran en esta zona, ocupando el onceavo lugar en riqueza avifaunística y el 

cuarto en proporción de endemismos entre los países mega diversos del mundo. El 

77% de las especies de aves, se reproducen en México; y la mayor parte son 

residentes permanentes (Navarro-Sigüenza et al., 2014). En el Estado de México 

se ha reportado la presencia 407 especies de aves; de las cuales 44 son endémicas 

(CONABIO, 2017). Sin embargo, la investigación en estas especies es escasa. 

 

La mayoría de las aves silvestres se encuentran con frecuencia infectadas por una 

gran diversidad de parásitos, tal es el caso de los hemoparásitos, que pueden 

infectar eritrocitos, leucocitos o el plasma. El grupo de los parásitos hemosporidios 

pertenecientes al filo Apicomplexa son un grupo de protistas heterogéneos que 

requieren de un insecto díptero hematófago como vector (Valkiūnas, 2005). 

 

Diversos grupos de parásitos helmintos y protozoarios utilizan el torrente sanguíneo 

de las aves como hábitat para su desarrollo y reproducción. Entre estos parásitos 

se encuentran los nematodos filarias los cuales se pueden encontrar en los tejidos 

o en la cavidad peritoneal de los hospederos que infectan, estos liberan a la 

circulación larvas denominadas microfilarias (Bartlett, 2008). 

 

Los parásitos hemosporidios tienen un ciclo de vida que involucra tanto un insecto 

(vector) como un hospedero (ave). La diversidad de este grupo de hemoparásitos 

es bastante amplio; en aves se han descrito con base en su morfología más de 200 

especies que incluyen aproximadamente 1,000 variedades genéticas. Asimismo, la 

diversidad de vectores es amplia; existen cinco familias de moscas, de las cuales 

cada una contiene cientos de especies, las cuales pueden actuar como vectores de 

uno o más hemoparásitos del orden Haemosporida (Santiago-Alarcon et al., 2012). 
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El uso de las aves como bioindicadores de cambios ambientales se fundamenta en 

que debido a su posición en la escala trófica se verán afectados por una gran 

variedad de factores. El uso de especies bioindicadoras implica su monitoreo y su 

uso para formular planes de manejo de los recursos naturales (Altamirano et al., 

2003). 
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REVISIÓN DE LITERATURA 

 

PARASITISMO 

 

El parasitismo es la relación o simbiosis en la cual uno de los participantes el 

parásito perjudica a su hospedero o en cierto sentido vive a expensas de él. Los 

parásitos pueden causar heridas mecánicas, como perforar un agujero en el 

hospedero o cavar en la piel u otros tejidos, estimular el sistema inmune o un daño 

inflamatorio, o simplemente robar los nutrientes del hospedero. El parasitismo es 

usualmente el resultado de una larga historia evolutiva compartida entre parásito y 

hospedero (Roberts et al., 2009). 

 

El parasitismo es la asociación entre dos organismos de distintas especies, en 

donde la dependencia del parasito respecto al hospedero es metabólica y supone 

un mutuo intercambio de sustancias (Quiroz, 1999). Si el parásito vive en la 

superficie del hospedero se le llama ectoparásito; si es interno se le llama 

endoparásito. La mayoría de estos son parásitos obligados, los cuales tienen como 

condición fundamental e indispensable que toda su existencia o parte de ella la 

realicen a expensas de un hospedero, sin embargo, algunos parásitos obligados 

tienen estadios fuera de algún hospedero, incluyendo algunos periodos de tiempo 

en el ambiente exterior sin protección. Los parásitos facultativos, son aquellos que 

normalmente no son parasíticos; sin embargo, pueden convertirse en parásitos 

cuando son ingeridos accidentalmente o ingresan en una herida u otra cavidad del 

hospedero. A los parásitos que se adhieren o ingresan a un hospedero de una 

especie diferente a la de su hospedero normal se le denomina como un parásito 

accidental o incidental (Roberts et al., 2009). 

 

Algunos parásitos pasan su vida adulta dentro o sobre sus hospederos y a estos se 

les denomina como parásitos permanentes, los parásitos temporales o intermitentes 

son aquellos que únicamente se alimentan del hospedero y después se retiran tal 

es el caso de los mosquitos. Los parasitoides son insectos como las avispas o 
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moscas que inyectan sus huevos en un hospedero, el cual comúnmente es otro 

insecto más pequeño y donde se desarrollan las etapas inmaduras de la avispa o 

mosca y finalmente matan al hospedero cuando emergen (Roberts et al., 2009). 

 

Los parásitos han sido señalados como uno de los principales protagonistas de la 

evolución de las especies por sus efectos sobre la selección sexual. Existen 

diferentes mecanismos por los que los parásitos podrían ser mediadores en la 

selección sexual de sus hospederos, la información más importante podría ser el 

nivel de infección o la inmunocompetencia del emisor; la carga de parásitos podrían 

condicionar a un individuo en la selección de pareja, puesto que los individuos más 

parasitados podrían tener una capacidad reproductiva reducida, podrían 

incrementar la probabilidad de contagio de los parásitos o podrían carecer de genes 

de resistencia frente a estos (Møller et al., 1998). 

 

Debido al costo que los parásitos ejercen en sus hospederos, el estudio del 

parasitismo es una herramienta fundamental para comprender el efecto de estos en 

las poblaciones de hospederos. Con base en esto las infecciones por parásitos 

sanguíneos se presentan como una de las posibles causas de la pérdida de 

biodiversidad en sistemas insulares como Hawái (Warner, 1968). 

 

PROTOZOARIOS 

 

Los protozoos son microorganismos eucariotas unicelulares considerados un 

subgénero del reino Protista, sin embargo, está ubicado en el reino Animalia. Se 

han descrito 50,000 especies, la mayoría de los cuales son organismos en vida libre; 

los protozoos se encuentran en casi todos los hábitats posibles. Sin embargo, todos 

los animales superiores se encuentran infectados con una o más especies de 

protozoarios. Las infecciones van desde asintomáticas a potencialmente mortales, 

dependiendo de la especie del parásito y la resistencia del hospedero (Yaeger, 

1996). 
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Las estructuras orgánicas de los protozoarios son llamadas organelos, por ser 

diferentes porciones de la célula. Son eucariotas, es decir, con núcleo encerrado en 

una membrana, a diferencia de las bacterias que son procariotas en las que el 

núcleo no está separado del citoplasma (Quiroz, 1999). 

 

Haemoproteus 
 

Las especies de Haemoproteus que infectan a las aves son parásitos 

intraeritrocitarios transmitidos por un vector; relacionados estrechamente con los 

parásitos de la malaria de los vertebrados. Son algunos de los hemoparásitos más 

comunes y distribuidos en aves silvestres; sin embargo, su potencial como agente 

patogénico en las poblaciones de aves silvestre es desconocido. Son usados 

actualmente por los ecologistas como modelos para evaluar las teorías evolutivas 

sobre el efecto de la enfermedad en el estado de salud de los hospederos y la 

selección sexual, pero estos esfuerzos se han visto obstaculizados por la falta de 

conocimientos básicos sobre sus ciclos de vida, vectores y epizootiología. Algunas 

especies de Haemoproteus pueden ser altamente patogénicas y causar una miositis 

severa en las aves hospederas; no obstantes, casos bien documentados son 

escasos (Atkinson, 2008). 

 

Distribución 

 

Los parásitos de la familia Haemoproteidae tienen una distribución mundial en 

climas templados y tropicales. Esta amplia distribución está relacionada 

probablemente a los diversos hábitats ocupados por sus vectores, moscas de la 

familia Ceratopogonidae e Hippoboscidae (Greiner et al., 1975). Las especies de 

Haemproteidae han sido reportadas incluso en islas remotas en donde habitan los 

vectores (Padilla et al., 2017). 

 

La mayor diversidad de especies se encuentra en las regiones zoogeográficas 

holártica, etíope y oriental, con un menor número de especies reportadas en las 
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regiones neotropical y australiana (Valkiūnas, 2005). En norte y sur américa, las 

especies de Haemoproteus tienden a tener una distribución relativamente uniforme 

en el continente y están virtualmente ausentes en la tundra ártica, principalmente 

por la ausencia del vector (Bennett et al., 1992). 

 

Etiología 

 

Los representantes de este género son clasificados como miembros del filo 

Apicomplexa, clase Aconoidasida, orden Haemosporida, familia Haemoproteidae, y 

son definidos principalmente por su desarrollo intraeritrocitario, la producción de 

prominentes gránulos para la digestión de hemoglobina del hospedero y la ausencia 

de reproducción sexual en las células sanguíneas circulantes (Peirce, 2000). 

 

Todas las especies de este género se distinguen por la morfología de los 

gametocitos circulantes (Figura 1), la presunta especificidad de hospedero y por los 

cambios distintivos en la morfología de los eritrocitos. Se reconocen cinco tipos 

diferentes de gametocitos por su morfología, que difieren en forma ya sea redonda 

o elongada y hasta donde llega alrededor del núcleo del eritrocito. Recientemente 

los estudios filogenéticos basados en secuencias de genes mitocondriales han 

ubicado a Haemoproteus en un grupo filogenético en el mismo clado que 

Plasmodium (Perkins y Schall, 2002). 
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Figura 1. Morfología de los gametocitos de Haemoproteus mansoni en aves 

(Valkiunas, 2005). 

 

Los análisis más recientes realizados con base en las técnicas moleculares han 

demostrado que la especie Haemoproteus columbae filogenéticamente no está 

relacionada a la mayoría de las especies del genero Haemoproteus (Martinsen et 

al., 2008). Algunas autoridades dividen al género Haemoproteus en dos subgéneros 

basados en los vectores; Las especies de Haemoproteus que infectan a 

columbiformes por las moscas de la familia Hippoboscidae y las especies de 

Parahaemoproteus que infectan a una gran diversidad de especies reportadas de 

otras familias de aves alrededor del mundo y su vector mosquitos Ceratopogonidae 

(Valkiūnas, 2005). 

 

Epizootiología 

 

El complejo ciclo de vida de Haemoproteus involucra tanto la reproducción sexual 

en el vector (esporogonia) como asexual en el vector (merogonia) (Figura 2). Los 

vectores para la familia Haemoproteidae incluyen tanto mosquitos del género 

Culicoides como moscas de la familia Ceratopogonidae e Hippoboscidae. El ciclo 

sexual comienza cuando la sangre que contiene los estadios sexuales maduros del 

parásito, macrogametocito femenino y microgametocito masculino son ingeridas por 

un hospedero infectado por el insecto hematófago o vector. En el estadio sexual se 
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lleva a cabo la gametogénesis y fertilización en el intestino medio del vector y se 

produce un cigoto móvil denominado ooquineto (Atkinson, 2008). El ooquineto 

penetra la pared del intestino medio desarrollándose los ooquistes en las células 

epiteliales del intestino, donde maduran y dan lugar a un gran número de 

esporozoítos, los cuales se dirigen a las glándulas salivales donde se acumulan 

(Valkiūnas, 2005). 

 

El desarrollo del parásito en ambos vectores es similar, pero el tamaño de los 

oocistos, el número de esporozoítos producidos y la duración de la esporogonia 

difieren. En las moscas de la familia Ceratopogonidae, los oocistos miden 

aproximadamente 10 μm de diámetro, mientras que en las moscas de la familia 

Hippoboscidae los oocistos son considerablemente más grandes con un diámetro 

aproximado de 40 μm (Atkinson, 1991). La esporogonia típicamente tarda 4 a 6 días 

en las moscas de la familia Ceratopogonidae, eventualmente produciendo 100 

esporozoítos por cada esporozoblasto. La esporogonia en moscas de la familia 

Hippoboscidae tardada aproximadamente 10 días y produce eventualmente miles 

de esporozoítos (Atkinson, 2008). 

 

La transmisión ocurre cuando el esporozoíto es introducido en el hospedero por 

medio de la secreción de la glándula salivar del vector. Después de haber ingresado 

en el torrente sanguíneo los esporozoítos invaden los tejidos y desarrollan un 

crecimiento intracelular (Atkinson y van Riper, 1991). Se inicia el desarrollo de los 

merontes exoeritrociíticos en megalomerontes; encontradas generalmente en el 

endotelio vascular de los pulmones y en menor medida en el hígado (Ferrell et al., 

2007). Durante su desarrollo los merontes pueden dividirse formando citómeros 

multinucleados, los cuales pueden liberar una gran cantidad de merozoiítos en la 

sangre (Valkiūnas, 2005). 

 

Los merozoítos dan lugar a los microgametocitos y a los macrogametocitos, los 

cuales surgen entre 2 o 3 días después de que los merozoítos ingresen en los 

eritrocitos. Tanto los macro gametocitos como lo micro gametocitos se desarrollan 
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a lo largo del núcleo del eritrocito sin invadir este, se pueden diferenciar 

dependiendo del número y disposición de los gránulos, puesto que en los 

macrogametocitos estos se encuentran distribuidos de manera homogénea, 

mientras que en los microgametocitos los gránulos se encuentran situados en los 

polos (Valkiūnas, 2005). 

 

 

Figura 2. Diagrama del ciclo de vida de Haemoproteus mansoni en aves 

(Valkiūnas, 2005). 

 

Signos clínicos 

 

Los signos clínicos usualmente no son evidentes en infecciones de baja intensidad, 

pero puede ser evidente durante la fase aguda de la infección, cuando la 

parasitemia en los eritrocitos y el número de merontes en los tejidos alcanzan una 

alta intensidad (Atkinson, 2008). En organismos de codorniz cotuí norteña (Colinus 

virginianus) con infecciones naturales de H. lophortyx se reúsan al movimiento, se 

observan depresivos y presentan signología neurológica; como perdida de balance 
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y dificultad de movimiento (Cardona et al., 2002). 

 

En aves domésticas pavos, patos, gansos y palomas los signos clínicos específicos 

son pocos, sin embargo, apatía, letargia y anemia pueden ser indicadores de la 

enfermedad (Pierce 2016). Otros estudios en paseriformes han reportado anemia 

en infecciones con Haemoproteus spp. (Ots y Hõrak, 1998). De igual manera se ha 

reportado en Bubo scandiacus anemia regenerativa con policromasia marcada 

(Evans y Otter 1998). 

 

Patogénesis y Patología 

 

Se conoce poco respecto a la patogénesis de las infecciones de las especies de 

Haemoproteus y su desarrollo en los hospederos tanto de manera natural como 

experimental. Se reportó en dos aves oropéndola en donde la cavidad celómica se 

encontraba llena de fluido oscuro y sanguinolento, esplenomegalia y 

hepatomegalia. El hígado de estas aves se observó de color morado con numerosos 

focos de color rojo a negro que variaban de tamaño de 1 a 4 mm distribuidos 

aleatoriamente a través del parénquima. En la chara verde se observó la cavidad 

celómica llena de un fluido viscoso de color rojo, hemorragias equimóticas fueron 

visibles en el pericardio, se observó hepatomegalia con focos amarillos que varían 

de tamaño dispersos aleatoriamente a través del parénquima. El bazo se encontró 

rojizo y significativamente alargado. En crías de flamencos se encontraron áreas de 

hemorragia subcutánea en el tejido blando cervical, esplenomegalia, hepatomegalia 

(Ferrell et al., 2007). 

 

En codornices blancas se han reportado brotes recurrentes de Haemoproteus 

lophortyx, con mortalidad de 20% asociada con la parasitemia, anemia y la 

presencia de grandes megaloesquizontes en musculo esquelético, particularmente 

en los muslos y dorso, la mortalidad se aumentaba alrededor de las 5 a 6 semanas 

de edad (Cardona et al., 2002). 
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En uno de los trabajos experimentales más detallados que existen se reportó que 

en el día 57 post infección, en los juveniles de urraca azul se encontraron lesiones 

microscópicas en el tejido de hígado, bazo y pulmones. Se observaron células 

necróticas en el hígado, en el bazo de algunas de las aves infectadas hubo un 

incremento del número de macrófagos, células plasmáticas, así como linfocitos 

necróticos dispersados (Garvin et al., 2003). 

Diagnóstico 

 

La técnica de diagnóstico por elección para Haemoproteus, es un frotis sanguíneo 

en donde se podrá observar la presencia de los gametocitos intraeritrocitarios. La 

identificación de la especie tradicionalmente es definida por la morfometría de estos. 

Actualmente, los métodos moleculares han ayudado a la identificación y 

diferenciación de los géneros y linajes (Valkiūnas et al., 2007). 

 

Las especies de Haemoproteus pueden ser dificiles de distinguir de las epecies de 

Plasmodium en las aves, particularmente en infecciones cronicas donde el número 

de los gametocitos circulantes es bajo y donde puede ser dificil determinar si las 

caracterisiticas de los merontes intracelulares de Plasmodium estan presentes o 

ausentes (Atkinson, 2008). El uso de la morfologia en los estadios en tejidos es 

complicado para realizar diganosticos precisos de infeccion con Haemoproteus. La 

pared oval de los merontes que es caracteristica de algunas especies de 

Haemporteus en columbiformes son similares en morfologia en los estadios en 

tejidos a especies de Leucocytozoon y Plasmodium (Atkinson, 2008). 

 

Inmunidad 

 

Prácticamente nada se conoce acerca de los mecanismos inmunológicos de las 

infecciones de las especies de Haemoproteus (Atkinson, 2008). Se ha reportado en 

infecciones con Haemoproteus columbae recuperaciones espontaneas en las aves 

afectadas, sin evidencia de inmunidad conferida a una segunda infección. En la 

mayoría de los casos las aves probablemente permanecen infectadas por largos 
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periodos de tiempo y tienen recaídas espontaneas que pueden disminuir en 

frecuencia y eventualmente conducen a una recuperación (Ahmed y Mohammed, 

1978). Las recaídas asociadas con infecciones crónicas probablemente por los 

estadios persistentes en los tejidos, pero esto no ha sido probado en estudios 

experimentales (Atkinson, 2008). 

 

Impacto en la población de aves silvestres 

 

Los efectos individuales de la infección con Haemoproteus son difíciles de 

determinar en las poblaciones silvestres. En la gran mayoría de los estudios 

realizados hasta el momento las aves están infectadas frecuentemente con otros 

hemoparásitos incluyendo Leucocytozoon, Plasmodium y Trypanosoma (Atkinson, 

2008).  

 

Diversos estudios se han realizado tanto en infecciones naturales como 

experimentales para determinar el impacto en la salud de las aves en vida libre y en 

cautiverio. La mortalidad asociada con la infección por Haemoproteus y otros 

hemoparásitos en aves silvestres probablemente ocurre con mayor frecuencia de la 

reportada puesto que los individuos enfermos pueden ser difíciles de encontrar para 

ser muestreados o recuperados para realizar la necropsia (Bennett, 1993). 

 

Algunos estudios sugieren que las infecciones con estos hemoparásitos ocasionan 

cambios en la coloración del plumaje (Hõrak et al., 2001). En cernícalos 

muestreados se reportó una correlación positiva entre la coloración y brillo del 

plumaje y la carga parasitaria, las parejas de los machos infectados con 

Haemoproteus tiene un menor número de huevos que los que no están parasitados, 

esto puede ser debido a que los parasitados proveen menos alimento lo que puede 

afectar el periodo de puesta y el número de huevos de su pareja (Korpimäki et al., 

1995). 
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Se ha reportado una pobre condición corporal en hembras parasitadas de cernícalo 

americano durante la incubación. Los hemoparásitos están asociados con la 

reducción de la condición (Dawson y Bortolotti, 2000). En las hembras de Ficedula 

hypoleuca se encontró un aumento en el abandono del nido durante el periodo de 

incubación y una disminución en el éxito de la nidada en los individuos parasitados 

(Sanz et al., 2001). En un estudio realizado en Cyanistes caeruleus infectados de 

manera natural con Haemoproteus majoris y Leucocytozoon majoris se realizó de 

manera experimental el tratamiento de una dosis única subcutánea de primaquina, 

el grupo tratado tubo un mayor éxito de los polluelos y una disminución en la 

mortalidad de estos (Merino et al., 2000).  

 

Tratamiento y control 

 

Se utilizan compuestos antimaláricos los cuales han resultado efectivos para reducir 

la intensidad de la parasitemia tanto en aves silvestres y domesticas infectadas con 

Haemoproteus. Estos incluyen sulfato de cloroquina y primaquina (Remple, 2004). 

En aves en cautiverio la infección con Haemoproteus puede ser controlada en las 

viviendas colocando mallas para controlar o eliminar los vectores (Atkinson, 2008). 

 

Leucocytozoon 
 

La leucocytozoonosis, es una enfermedad de las aves causada por una gran 

variedad de especies del filo Apicomplexa del género Leucocytozoon. Existen 

muchas especies de Leucocytozoon, pero solo algunas se saben patogénicas para 

sus hospederos. Los grupos de aves en riesgo incluyen aves acuáticas, palomas, 

galliformes, falconiformes y avestruces. Todas las especies de Leucocytozoon son 

específicas de hospederos en órdenes y en algunos casos a nivel de especie. Están 

estrechamente relacionados con especies de los géneros Plasmodium y 

Haemoproteus con ciclos de vida similares, pero que son transmitidos por moscas 

negras de la familia Simuliidae, excepto por L. caulleryi el cual es transmitido por 

moscas de la familia Ceratopogonidae (Valkiūnas, 2005). 
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Distribución 

 

Las especies de Leucocytozoon se distribuyen a nivel mundial excepto en la 

Antártida (Valkiūnas, 2005). Todas las especies conocidas se encuentran en la 

región holártica, etíope y occidental del planeta con algunas especies siendo 

encontradas en la región neotropical y australiana. La alta prevalencia de especies 

de Leucocytozoon, la alta diversidad de especies y el gran número de especies 

especificas ocurren particularmente en la región zoo geográfica holártica (Forrester 

y Greiner, 2008). El incremento en la prevalencia de especies de Leucocytozoon en 

una zona geográfica se ha atribuido al incremento de la densidad de hospederos en 

la región norte y los cambios en la dinámica de transmisión (White et al., 1978). 

 

Las tres especies de mayor importancia en poblaciones silvestres incluyen L. 

simondi en aves acuáticas, L. marchouxi en palomas y pichones y L. toddi en 

rapaces. Las tres se encuentran comúnmente en la región holártica. Leucocytozoon 

toddi es probablemente la más distribuida de las tres especies encontrándose 

también en la región neotropical, no hay reportes de transmisión de L. simondi en 

África, Sur Asia y México (Forrester y Greiner, 2008). Se ha reportado la asociación 

de Leucocytozoon con ambientes en grandes altitudes, donde es más abundante 

en grandes elevaciones, en donde ocho de los nueve linajes reportados se 

encontraron cerca de los 2200 m s.n.m. Dos de estos linajes se encontraron a 

altitudes excepcionales 4123 y 4384 m s.n.m. (Galen y Witt, 2014). 

 

Rango de hospederos 

 

Las especies de Leucocytozoon han sido reportadas en 22 de los 28 órdenes y 113 

de las 204 familias de aves reconocidas, 41 especies de Leucocytozoon han sido 

reconocidas (Valkiūnas, 2010). La gran mayoría de especies ocurre en las 

Passeriformes, cerca del 45% de las especies de aves en el mundo han sido 
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investigadas buscando especies de Leucocytozoon y ha sido reportado en el 30% 

de estas (Valkiūnas, 2005). 

 

Ninguna especie de Leucocytozoon ha sido reportada de 5 ordenes de aves, 

Tinamiformes, Podicipediformes, Procellariiformes, Phoenicopteriformes y 

Pterocliformes. En algunos casos para algunos ordenes pueden ser reportadas 

infecciones esporádicas o accidentales en hospederos anormales, estos casos han 

ocurrido en cautiverio (Forrester y Spalding, 2003). 

 

La leucocytozoonosis ocurre principalmente en las familias Anatidae y Columbidae 

y es menos común en las familias Accipitridae y Falconidae. Leucocytozoon simondi 

es el agente más importante y patogénico en aves silvestres, particularmente en la 

región holártica, ha sido reportada en 46 especies de aves acuáticas de 17 países 

(Forrester y Greiner, 2008). 

 

Etiología 

 

Las especies de Leucocytozoon son parásitos protozoarios y están clasificados en 

el filo Apicomplexa, Clase Aconoidasida, orden Achromatorida, familia 

Leucocytozoidae. Históricamente la desaparición de las especies de Leucocytozoon 

han sido basadas en la morfología de los gametocitos en las células sanguíneas 

(Figura 3) sin embargo, existen algunos problemas asociados con esta práctica 

(Valkiūnas, 2005). 

 

La intensidad de la infección en aves silvestres es baja, y se requiere revisiones 

extensas y prolongadas de los frotis sanguíneos al microscopio para encontrar un 

número adecuado de células infectadas, los gametocitos a menudo se encuentran 

deformados cuando se preparan los frotis sanguíneos si no se toman las 

precauciones adecuadas; asimismo, existen menos características morfológicas 

disponibles para comparar las especies de Leucocytozoon con otras especies de 

protozoarios y a menudo la morfología de las células del hospedero es más 
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importante que la morfología del parásito y por último el empleo de la morfología de 

los merontes para propósitos taxonómicos no siempre es válido debido a que estos 

son desconocidos para la mayoría de las especies y algunas especies producen 

merontes que son diferentes dependiendo del ave hospedera (Forrester y Greiner, 

2008). 

 

Tomando en cuenta el enfoque donde las especies de Leucocytozoon son 

específicas de la familia del hospedero el número descrito de especies seria 143 

aproximadamente, mientras que la especificidad del hospedero y el enfoque 

morfológico resulta en numerosas sinonimias y solo 36 especies válidas. La 

investigación combinada de técnicas tradicionales parasitológicas y las técnicas 

moleculares resultara en la determinación o reubicación de las especies de 

Leucocytozoon (Forrester y Greiner, 2008). 

 

 

Figura 3. Morfología de los gametocitos de Leucocytozoon simondi en aves 

(Valkiūnas, 2005). 
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Epizootiología 

 

Históricamente la desaparición de las especies de Leucocytozoon han sido basadas 

en la morfología delos gametocitos en las células sanguíneas, sin embargo, existen 

algunos problemas asociados con esta práctica (Valkiūnas, 2005). 

 

El ciclo de vida de las especies de Leucocytozoon ha sido estudiado en 1/3 de las 

especies descritas hasta el momento, las moscas de la familia Simuliidae 

hematófagas son los vectores de este parásito; sin embargo, Leucocytozoon 

caulleryi utiliza a los mosquitos de la familia Ceratopogonidae como vector. La 

merogonia exoeritrocítica en las aves ocurre en los hepatocitos, en los macrófagos 

y otras células del sistema fagocítico mononuclear (SFM), (antes llamado sistema 

retículo-endotelial), incluyendo las células endoteliales de los capilares (Figura 4). 

Los gametocitos y todos los estadios del desarrollo no poseen el pigmento malárico. 

Los gametocitos se desarrollan los eritroblastos, eritrocitos y leucocitos 

mononucleares. La merogonia no ocurre en las células sanguíneas (Valkiūnas, 

2005). 

 

Los esporozoítos son introducidos en las aves por las moscas de la familia 

Simuliidae durante la ingestión de sangre por los vectores, se pueden desarrollar 

únicamente en los hepatocitos. Los esporozoítos viables son encontrados en las 

aves por varios días. Los esporozoítos penetran gradualmente en los hepatocitos y 

es una de las propiedades de la merogonia en el hígado. Los esporozoítos dan lugar 

a los merontes hepáticos de la primera generación. El crecimiento de los merontes 

está acompañado por un incremento de la cantidad del citoplasma y la división 

múltiple del núcleo (Valkiūnas, 2005). 

 

El citoplasma del parásito logra un gran número de invaginaciones y romperse en 

partes separadas conteniendo un gran número de núcleos. Esta parte es 

denominada citómero. La invaginación del citoplasma y la división del núcleo en 

citómeros dirige la apariencia de los merozoítos mononucleares, los cuales tiene un 
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diámetro de 1 a 2 µm. Los fragmentos citoplasmáticos, los cuales están rodeados 

por una membrana plasmática y que contiene múltiples núcleos desarrollándose 

simultáneamente; estos fragmentos son denominados sincitio. Los merontes 

hepáticos maduros alcanzan un diámetro de 45 µm, pero usualmente son menores. 

Los núcleos de las células infectadas están marcadamente agrandados. El 

desarrollo de los merontes hepáticos está completa de cuatro a cinco días 

(Valkiūnas, 2005). 

 

Después de que los merozoítos ingresan a la sangre, estos penetran en los 

eritrocitos maduros e inmaduros dando lugar a los gametocitos. El periodo pre 

patente es de aproximadamente cinco días. Los gametocitos jóvenes causan una 

marcada hipertrofia y deformación de las células hospederas y sus núcleos. El 

crecimiento de los gametocitos está completo en dos días. Los gametocitos 

completamente desarrollados son redondeados u ovales (Valkiūnas, 2005). 

 

Algunos merozoítos de los merontes hepáticos inducen una merogonia 

exoeritrocítica secundaria en los hepatocitos. El sincitio ingresa a la sangre y se 

propaga e varios órganos. Son fagocitados por macrófagos y otras células del SFM, 

dando lugar a una segunda generación de merontes los cuales son llamados 

megalomerontes o megaloesquizontes debido a su gran tamaño. Este término 

define el complejo célula hospedera-parásito (Valkiūnas, 2005). 
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Figura 4. Diagrama del ciclo de vida de Leucocytozoon simondi en aves 

(Valkiūnas, 2005). 

 

Signos clínicos 

 

Los signos clínicos de la leucocytozoonosis usualmente no son específicos, los 

patos y gansos juveniles son los más susceptibles para desarrollar la enfermedad y 

pueden morir poco después de infectarse. Los signos clínicos pueden variar 

dependiendo de la edad y la condición física del hospedero. Los patos juveniles 

manifiestan inapetencia, debilidad, disnea, y algunas veces muerte dentro de las 24 

hs. Los signos en adultos son menos abruptos y son consistentes con debilidad y 

una baja mortalidad. Cerca del 60% de las fatalidades ocurren entre 11 y 19 días 

pos exposición. En pavos juveniles los signos incluyen anorexia, polidipsia, 

depresión, somnolencia y algunas veces incoordinación, la muerte puede ocurrir 

súbitamente durante el estadio agudo de la enfermedad (Bermudez, 2013). 
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Las palomas infectadas con L. marchouxi han sido reportadas por exhibir debilidad, 

plumas erizadas, anemia y disminución de peso (Peirce, 1984). Los signos clínicos 

en rapaces infectadas pueden variar entre vuelo errático, reducción de la velocidad 

de vuelo, ausencia de coordinación, depresión, ceguera o vocalización espontanea 

(Raidal y Jensch, 2000). También ha sido reportado en rapaces convulsiones, 

anorexia, pérdida de peso, vomito, debilidad, respiración dificultosa y plumas 

erizadas (Tarello, 2006). 

 

Patogénesis 

 

Tres especies de Leucocytozoon han sido reportadas como patogénicas para aves 

silvestres, L. simondi, L. marchouxi y L. toddi. Asimismo, se ha reportado mortalidad 

en búhos juveniles atribuidas a lesiones severas por picaduras de moscas negras y 

a la infección de L. danilewskyi, reportando que en varios de los ejemplares 

analizados los gametocitos ocupaban casi todos los eritrocitos del ave. Estas aves 

tenían numerosos esquizontes dentro de las células endoteliales del pulmón y 

megaloesquizontes en el hígado, corazón, músculos y bazo (Hunter et al., 1997). 

 

La patogénesis en patos y gansos está bien documentada, esta puede ser bien 

entendida por el ciclo de vida y el desarrollo de gametocitos y estadios 

exoeritrocíticos en los tejidos de las aves infectadas. Comienza con la inyección de 

los esporozoítos dentro del torrente sanguíneo y la subsecuente invasión de los 

hepatocitos. En ellos se desarrollan los merontes por un periodo de cinco días. En 

el día cuatro a seis post-infección, los eritrocitos se vuelven frágiles y el ave se 

encuentra anémica por la disminución del número de eritrocitos. La anemia está 

asociada con la ruptura de los merontes y la liberación de los merozoítos a la 

circulación. Los merozoítos invaden los eritrocitos y se desarrollan en los 

gametocitos redondos; los sincitio son llevados por la sangre a varios órganos 

incluyendo bazo, linfonodos, hígado y cerebro para posteriormente ser consumidos 

por los macrófagos y formar numerosos megalomerontes que contienen miles de 

merozoítos (Desser, 1976). 



	 21	

 

La ruptura de los megalomerontes y la liberación de los merozoítos ocurre entre el 

día nueve a 12 post-infección y coincide con el pico de fragilidad de los eritrocitos y 

la anemia. La alta moralidad de los de los patos juveniles ocurre en el día 12 post-

infección cuando la anemia alcanza su punto más alto y la mayoría de los 

megalomerontes se han roto (Valkiūnas, 2005). 

 

Numerosas muertes de gansos jóvenes atribuidas a la infección de L. simondi 

fueron observadas en el Refugio Nacional de Fauna Silvestre en Canadá, con 

mortalidades del 70% cada cuatro años (Herman et al., 1975). 

 

Patología 

 

Las lesiones macroscópicas en leucocytozoonosis fatal incluyen esplenomegalia, 

hepatomegalia y palidez de los tejidos (Wobeser, 1997). 

 

Los capilares del pulmón, hígado y bazo se encuentran distendidos por la presencia 

de múltiples gametocitos; sin embargo, las reacciones en los tejidos del hospedero 

no son evidentes. Los megalomerontes en el cerebro tienen reacciones celulares 

de moderadas a marcadas, los merontes pueden provocar o no reacciones ligeras 

a moderadas. Los megalomerontes están localizados en asociación con pequeños 

vasos sanguíneos y la reacción del hospedero está caracterizada por la proliferación 

de grandes células mononucleares. Algunos megalomerontes en el pulmón tienen 

reacciones marcadas consistentes con múltiples estratos de células linfoides, 

células plasmáticas y grandes células mononucleares y fibroblastos. Una variedad 

de cambios microscópicos se observa en varios órganos. En el hígado se observa 

una severa necrosis central que se encuentra extendida en algunos casos. El bazo 

se observa agrandado y congestionado. Algunas aves presentan congestión 

pulmonar y en algunas se reporta infiltrados de histiocitos. La infiltración de linfocitos 

en el miocardio se ha observado en algunas aves. se presenta hiperplasia de 

moderada a marcada (Forrester y Greiner, 2008). 
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Se ha reportado en aves de la familia Artamidae, reacciones inflamatorias y los 

efectos patológicos de los esquizontes pueden ser observados en el miocardio y en 

los riñones con un infiltrado inflamatorio de macrófagos, células plasmáticas, 

granulocitos en el miocardio y el pericardio, así como hemorragia en el miocardio e 

inflamación en los riñones (Peirce et al., 2004). 

 

Diagnóstico 

 

El diagnóstico de la infección por especies de Leucocytozoon y el diagnóstico de la 

enfermedad causada por Leucocytozoon spp. debe ser considerado de manera 

separada. Las infecciones por Leucocytozoon spp. puede ser diagnosticada 

fácilmente por la examinación de frotis sanguíneos encontrando en ellos los 

característicos gametocitos (Forrester y Greiner, 2008). Mientras que el diagnostico 

de leucocytozoonosis puede incluir la observación de los signos clínicos 

especialmente la anemia, la presencia de las lesiones histológicas y la identificación 

de los gametocitos de Leucocytozoon spp. en la sangre (Wobeser, 1997). 

 

Inmunidad 

 

La información que se tiene con respecto a la respuesta inmunológica provocada 

por la infección causada por las especies de Leucocytozoon es poca en aves 

silvestres, sin embargo, se cuenta con estudios experimentales tanto en patos como 

en pollos (Forrester y Greiner, 2008). 

 

Se desconoce si la respuesta inmune que ocurre en pollos infectados con L. 

caulleryi también ocurre en infecciones primarias en aves silvestres con otras 

especies de Leucocytozoon. En aves acuáticas infectadas con L. simondi, no se 

observa esta reacción, sin embargo, los patos expuestos a infecciones primarias de 

L. simondi y posteriormente vueltos a exponer a los vectores infectados tres 

semanas después presentaron una persistencia menor en la parasitemia que los 
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patos no infectados del grupo control que fueron expuestos a los vectores infectados 

al mismo tiempo (Fallis et al., 1951). 

 

Impacto en la población de aves silvestres 

 

El impacto de la leucocytozoonosis en las poblaciones de aves silvestres no es 

claro, las tres especies a considerar para las aves silvestres son; L. simondi en aves 

acuáticas, L. marchouxi en pichones y palomas y L. toddi en rapaces; sin embargo, 

puede haber otras especies patogénicas que no han sido reconocidas como tal 

hasta el momento (Forrester y Greiner, 2008). 

 

Se ha reportado que existe una asociación en la prevalencia de Leucocytozoon con 

un incremento en el riesgo a la depredación de los hospederos, existe una relación 

entre la vulnerabilidad a ser presa con la masa corporal, y la densidad de la 

población (Moller y Nielsen, 2007). 

 

En las palomas rosadas se reportó mortalidad atribuida a una infección ocasionada 

por L. marchouxi, las palomas de menos de un año de edad presentaron una mayor 

prevalencia comparada con las aves de mayor edad. La mortalidad en las aves 

muestreadas fue del 21% (Bunbury et al., 2007). 

 

Las aves silvestres comúnmente tienen infecciones concurrentes con una gran 

variedad de otros agentes infecciosos y no infecciosos. Las infecciones con 

Leucocytozoon pueden tener efectos adicionales o interactuar con estos agentes en 

sinergia y comprometer el comportamiento o la salud de las aves. Las infecciones 

por Leucocytozoon pueden no ser la causa directa de muerte, pero puede elevar la 

susceptibilidad del hospedero a la depredación o comprometer el estado físico para 

la reproducción o la migración. Se conoce poco acerca del costo fisiológico y 

ecológico ocasionado por la infección con Leucocytozoon (Forrester y Greiner, 

2008). 
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Tratamiento y control 

 

Una variedad de técnicas ha sido usada para prevenir y tratar clínicamente la 

enfermedad causada por Leucocytozoon caulleryi y Leucocytozoon smithi en aves 

domésticas (Forrester y Greiner, 2008). 

 

En aves marinas positivas a infección con Leucocytozoon han sido tratadas con 

metronidazol a dosis de 40 mg/kg PO (vía oral) por 10 días (Parsons et al., 2017). 

 

Se han desarrollado dos vacunas contra los megalomerontes de L. caulleryi para 

proteger a pollos contra leucocytozoonosis. La vacuna recombinante O-rR7 está 

basada en esquizontes de segunda generación la cual fue verificada en condiciones 

de campo obteniendo resultados positivos para la inmunización y un incremento en 

la producción de huevo (Ito y Gotanda, 2004). 

 

Plasmodium 
 

Las infecciones causadas por las especies de Plasmodium en aves se conocen 

como Malaria aviar, la cual es una enfermedad de las aves que es transmitida por 

mosquitos, tiene un amplio rango de hospederos y una gran distribución geográfica. 

Las especies de Plasmodium que afectan a las aves comparten características 

morfológicas y de desarrollo que están relacionadas estrechamente con los 

parásitos hemosporidios del genero Haemoproteus y Leucocytozoon, sin embargo, 

se distinguen de estos por la presencia de la fase de reproducción asexual en los 

eritrocitos circulantes (Atkinson, 2008). 

 

Distribución 

 

Las especies de Plasmodium que infectan a las aves tienen una distribución 

cosmopolita, se encuentran en la mayoría de las zonas zoo geográficas del planeta 

con excepción de la Antártica, donde los vectores responsables de la transmisión 
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no se encuentran. Los reportes de Plasmodium de la región australiana son mucho 

menores que en otras zonas del planeta (Atkinson, 2008). Se tiene reporte de siete 

especies de Plasmodium, las cuales tienen un amplio rango de hospederos, con 

reportes de por lo menos 67 especies de aves hospederas (Valkiūnas, 2005). 

 

Rango de hospederos 

 

Las infecciones con Plasmodium han sido reportadas en casi todos los órdenes de 

aves con la excepción de los Struthioniformes, Coliiformes y Trogoniformes, sin 

embargo, solo la mitad de todas las especies de aves han sido muestreadas 

buscando este parásito (Atkinson, 2008). La mayor diversidad de especies de 

Plasmodium se ha registrado en los Galliformes, Columbiformes y Passeriformes 

(Valkiūnas, 2005). 

 

Plasmodium relictum es una de las especies más distribuidas en los hospederos, la 

infección natural ocurre en por lo menos 70 familias de aves. El amplio rango de 

hospederos de las especies de Plasmodium es considerado característico de este 

género. Basadas en la identificación por métodos tradicionales como la morfometría 

algunas especies parecen tener una distribución bastante estricta de hospederos 

en las poblaciones silvestres (Atkinson, 2008).  

Las aplicaciones recientes de los métodos moleculares en las aves hospederas ha 

revelado una gran complejidad de los linajes del genero Plasmodium y lo 

estrechamente relacionado que se encuentra con el género Haemoproteus, 

actualmente es difícil relacionar las especies por medio de la morfometría tradicional 

(Bensch et al., 2004). 

 

Etiología 

 

Los miembros de este género están clasificados en el filo Apicomplexa, orden 

Haemosporida, familia Plasmodiidae y están definidos por su desarrollo 

intraeritrocitario y su reproducción asexual en el torrente sanguíneo (Peirce, 2000). 
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Se reconocen seis subgéneros en las especies de Plasmodioides, estos inusuales 

parásitos de las aves carecen de gránulos pigmentados en todos los estadios del 

desarrollo y se desarrollan exclusivamente en los leucocitos y trombocitos 

circulantes (Atkinson, 2008). 

 

Las especies de Plasmodium se distinguen principalmente por el rango de 

hospederos, los vectores y el desarrollo característico de estadios exoeritrocíticos 

en el tejido (Figura 5). Se reconocen más de 40 especies, sin embargo, este número 

está cambiando continuamente ya que regularmente nuevas especies son descritas 

(Atkinson, 2008). 

 

Gracias a la reciente aplicación de métodos moleculares a la taxonomía de este 

grupo se han identificado nuevas especies, mientras que otras se han redefinido 

(Bensch et al., 2004). El entendimiento de la taxonomía y la filogenia de estos 

parásitos, así como su clasificación probablemente se someterá a una nueva 

revisión en los próximos años (Valkiūnas, 2005). 

 

 

Figura 5. Morfología de los gametocitos de Plasmodium relictum en aves 

(Valkiūnas, 2005). 
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Epizootiología 

 

El conocimiento del ciclo de vida de los parásitos de la malaria aviar ha sido posible 

gracias a los modelos experimentales, principalmente por que se ha usado como 

modelo de estudio de la malaria en humanos. El desarrollo de las especies del 

subgénero Haemamoeba es el más estudiado. Los mosquitos hematófagos 

(Diptera: Culicidae) son los vectores del parásito de la malaria en aves. Únicamente 

las hembras de estos insectos son las que consumen sangre y por consiguiente 

participan en la diseminación de la infección. La gran mayoría de las especies de 

vectores pertenecen a los géneros Culex, Aedes y Culiseta. Los mosquitos del 

género Anopheles también son vectores de ciertas especies (Valkiūnas, 2005). 

 

La merogonia exoeritrocítica ocurre en las células de las aves de origen 

mesodérmico, es decir en las células endoteliales que recubren los capilares, en las 

células hematopoyéticas y macrófagos del sistema linfoide (Figura 6). Los merontes 

eritrocititarios se desarrollan en las células de la serie eritrocitaria, mientras que los 

gametocitos se desarrollan principalmente en eritrocitos maduros (Valkiūnas, 2005). 

 

El desarrollo en las aves puede estar dividido en merogonia exoeritrocítica, 

merogonia eritrocitaria y la formación de gametocitos. La merogonia exoeritrocítica 

es divida en primaria (pre-eritrocitaria) y secundaria (post eritrocitaria). La 

merogonia exoeritrocítica primaria consiste en dos generaciones de merontes, los 

cuales son llamados criptozoitos y metacriptozoitos, respectivamente. La merogonia 

exoeritrocítica secundaria incluye múltiple generación de merontes, llamados 

fanerozoitos (Valkiūnas, 2005). 

 

Los esporozoítos son inyectados por el vector en las aves dando lugar a la primera 

generación de merontes exoeritrocíticos primarios (criptozoitos). Estos se 

desarrollan predominantemente en las células reticulares de varios órganos y 

tejidos incluyendo la piel. Frecuentemente los criptozoitos son encontrados en el 

bazo, usualmente el diámetro de estos no excede los 30 µm, menos de 100 
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merozoítos se forman ahí; estos aun no pueden infectar las células sanguíneas. Los 

merozoítos desarrollados en criptozoitos inducen una segunda generación de 

merontes exoeritrocíticos primarios, los cuales se desarrollan en los macrófagos. 

Los metacriptozoitos son muy parecidos a los criptozoitos, pero usualmente 

contienen un gran número de merozoítos (Valkiūnas, 2005). 

 

Los merozoítos formados en metacriptozoitos pueden infectar las células de la serie 

eritrocitaria. Una parte de los merozoítos desarrollados en metacriptozoitos induce 

la siguiente generación de metacriptozoitos y fanerozoitos, mientras que otra parte 

invade los eritrocitos, dando lugar a los estadios asexuales y los gametocitos, que 

simultáneamente aparecen en la sangre. En este estadio del desarrollo, el número 

de parásitos en las células sanguíneas aun no es grande. El tiempo para la 

inoculación de los esporozoítos en las aves hasta la maduración de la primera 

generación de metacriptozoitos se conoce como periodo pre patente del desarrollo 

lo cual usualmente no excede las 120 hs para Plasmodium relictum (Valkiūnas, 

2005). 

 

El desarrollo de los merozoítos en metacriptozoitos induce el desarrollo asexual en 

los eritrocitos. El parásito penetra tanto en los eritrocitos jóvenes como maduros, 

volviéndose de forma redondeada y dando lugar a los trofozoítos. Algunas veces 

los trofozoítos juveniles poseen una gran vacuola y un núcleo excéntrico, el cual se 

ve como un anillo. El anillo sin embargo no se forma en todas las especies de 

malaria aviar. La forma creciente de los trofozoítos varía. La cantidad del citoplasma 

y el tamaño del núcleo se incrementan con el crecimiento del parásito y después 

aparecen los gránulos pigmentados de la malaria. Desde el momento de la primera 

división del núcleo, el parásito se desarrolla en un estadio denominado meronte 

eritrocitario. Como resultado de división múltiple asexual los merozoítos unicelulares 

se forman los merontes eritrocitarios. Su número es un de las mayores 

características en la identificación de las especies. Los merontes eritrocitarios de 

los parásitos de la malaria contienen gránulos pigmentados de color dorado, café o 

negro, que frecuentemente se agrupan en merontes maduros. El pigmento es un 
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residuo insoluble formado en el proceso de la digestión de la hemoglobina. Los 

gránulos pigmentados son fáciles de distinguir bajo el microscopio (Valkiūnas, 

2005). 

 

 

Figura 6. Diagrama del Ciclo de vida de Plasmodium relictum en aves (Valkiūnas, 

2005). 

 

Signos clínicos 

 

Las aves infectadas se observan anémicas, letárgicas, anoréxicas y con las plumas 

erizadas. El hematocrito puede estar disminuido en más del 50%. En pollos 

infectados Plasmodium gallinaceum y Plasmodium juxtanucleare se ha descrito 

letargia, crestas pálidas, heces verdosas, diarrea y parálisis parcial o total. En pavos 

jóvenes infectados con Plasmodium durae se observan pocos signos antes de la 

muerte cuando ocurren severas convulsiones, en adultos se observan letárgicos, 

anoréxicos y en ocasiones desarrollan hipertensión pulmonar derecha como 

consecuencia de hipertensión arterial pulmonar hipóxica, también se llega a 
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desarrollar edema en las patas. Los capilares cerebrales pueden estar bloqueados 

por el desarrollo de los merontes exoeritrocíticos y las aves infectadas pueden 

exhibir signos neurológicos y parálisis antes de la muerte (Atkinson, 2008). 

Patología y patogénesis 

 

La malaria aviar es una enfermedad principalmente de la sangre y el SFM, y el 

progreso de la enfermedad y los signos clínicos están relacionados con el 

incremento del número de parásitos en la circulación periférica (van Riper et al., 

1994). Las especies más patogénicas pueden causar el 90% de mortalidad. Algunos 

cambios patológicos de la malaria aviar están relacionados con los estadios 

exoeritrocíticos, en donde se pueden llegar a bloquear los capilares del cerebro, 

resultado en la muerte por el colapso del sistema nervioso central (Bermudez, 

2013).  

 

Se ha reportado en pingüinos infectados con Plasmodium lesiones subcutáneas, 

edema pulmonar y epicárdico, hidropericardio, así como hepato y esplenomegalia, 

el mayor número de esquizontes exoeritrocíticos se encontró en los pulmones, 

seguido de bazo, hígado y corazón, un menor número se encontró en riñones, 

musculo esquelético, intestinos, cerebro y medula espinal (Fleischman et al., 1968). 

 

En aves paseriformes muestreadas en Austria se observó esplenomegalia, 

hepatomegalia y un severo edema pulmonar en 42 de las 233 aves positivas, en 

nueve de estas se observaron signos neurológicos como ataxia, torticolis lo cual era 

observado justo antes de la muerte. Se observaron merontes predominantemente 

en cerebro, hígado, pulmón, bazo y corazón. En el cerebro la mayor cantidad de 

merontes estaban presentes en el endotelio de los capilares, frecuentemente 

ocasionado una oclusión del lumen. En el hígado se observaron grandes merontes 

que contenían numerosos merozoítos en el endotelio sinusoidal y en el citoplasma 

de las células de von Kupffer. En el pulmón el endotelio contenía generalmente 

grandes números de merontes. El bazo mostró necrosis multifocal y de moderado 

a grandes números de merontes (Dinhopl et al., 2015). 
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En aves paseriformes de Hawái se han realizado estudios experimentales con 

Plasmodium, reportando que 10 aves murieron a consecuencia de la infección, 

observando oscurecimiento y agrandamiento del hígado y el bazo y la presencia de 

edema en corazón, las aves murieron a los 21 días post infección (Atkinson et al., 

2000). 

 

Las infecciones con P. cathemerium produce miopatía inflamatoria en musculo 

esquelético en canarios infectados experimentalmente. Esta caracterizado por la 

degradación de los capilares y las fibras musculares y la presencia de infiltrado de 

células mononucleares, también se observó anemia, deficiencia circulatoria e 

hipertrofia del corazón (Carmona et al., 1996). 

 

Diagnóstico 

 

La técnica diagnóstica por excelencia para Plasmodium es un frotis sanguíneo, en 

donde es posible demostrar la presencia de los merontes eritrocíticos y los 

gametocitos con prominentes gránulos pigmentados. Tradicionalmente se identifica 

la especie pro el tamaño y la forma de los gametocitos y los merontes 

intraeritrocitarios, el número de merozoítos producidos por los merontes maduros, 

los cambios y la morfología de los eritrocitos del hospedero y otras características 

biológicas como el rango del hospedero, la susceptibilidad de las especies de 

mosquitos, la morfología y localización de los merontes exoeritrocíticos (Valkiūnas, 

2005). 

 

La mayoría de las infecciones por Plasmodium en aves silvestres son crónicas sin 

embargo la intensidad puede ser extremadamente baja. En estos casos puede ser 

imposible de identificar al parásito bajo el nivel de subgénero. Cuando los merontes 

eritrocíticos no están presentes, puede volverse difícil distinguir los gametocitos de 

Plasmodium de los de Haemoproteus, a pesar de que los gametocitos de 
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Haemoproteus son más pequeños y robustos que los de Plasmodium (Atkinson, 

2008). 

 

El desarrollo relativamente reciente de las técnicas moleculares como métodos de 

diagnóstico de la malaria aviar usando PCR (por sus siglas en inglés: polymerase 

chain reaction), el desarrollo de oligonucleótidos para genes ribosomales y 

mitocondriales ayudan como método diagnóstico, aportando una mayor sensibilidad 

en casos con una parasitemia extremadamente baja (Jarvi et al., 2002). 

 

Inmunidad 

 

Las aves infectadas con Plasmodium desarrollan anticuerpos y una respuesta 

celular a los parásitos eritrocitarios (van Riper et al., 1994). Inmunológicamente las 

especies endémicas que no han tenido contacto con la malaria aviar y no han co 

evolucionado con el parásito se ven más afectados por la infección. La introducción 

accidental de especies de Plasmodium en el archipiélago Hawaiano es una prueba 

de esto, cuando el mosquito vector fue introducido en las islas la prevalencia de la 

infección y la parasitemia fue alta en aves paseriformes de la familia Fringillidae, por 

lo que la infección produjo una marcada disminución de la masa corporal, el 

hematocrito y finalmente una alta mortalidad (Atkinson et al., 2000). 

 

Durante el curso de la infección, la primera fase estimula una respuesta inflamatoria 

con la liberación de compuestos citotóxicos seguidos por una respuesta adquirida y 

la producción de anticuerpos. Previas exposiciones al patógeno confieren una 

protección parcial a una infección subsecuente (Sorci, 2013). Se han realizado 

estudios en el proceso de resistencia/tolerancia a los parásitos de la malaria, estos 

han sido realizados experimentalmente en canarios domésticos infectados con 

Plasmodium relictum (Cellier-Holzem et al., 2010). 

 

La persistencia de infecciones subclínicas puede hacer que las aves sean 

vulnerables a los parásitos eritrocitarios sobre todo si el hospedero esta 
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inmunológicamente comprometido por estrés o por infecciones causadas por otros 

patógenos. La exposición a otras enfermedades puede comprometer el sistema 

inmunológico e incluso intensificar la infección (Atkinson, 2008). 

 

Impacto en la población de aves silvestres 

 

Existe poca evidencia de que las especies de Plasmodium ocasionen alta 

mortalidad en sus hospederos naturales, solo el 4% de los estudios realizados han 

reportado mortalidad o patogenicidad en las aves infectadas, la mayoría de estos 

estudios son en aves domésticas o en aves de colecciones zoológicas. Existe poca 

evidencia de los efectos directos e indirectos en la vida de las aves o su éxito 

reproductivo. En un estudio realizado en el comportamiento del canto en gorriones 

corona blanca (Zonotrichia leucophrys), la consistencia del canto fue influenciada 

por la infección por Plasmodium y Leucocytozoon. Las aves infectadas con 

Plasmodium producían menos cantos después de la reproducción experimental de 

cantos grabados (Gilman et al., 2007). Lo cual puede provocar un impacto 

significativo en la elección de pareja y el éxito reproductivo en machos infectados. 

Efectos similares en infecciones agudas pueden incrementar el riesgo de ser 

depredados (Møller y Nielsen, 2007). 

 

En estudios experimentales en donde se manipuló el tamaño de la nidada, esto 

condujo a un incremento en la prevalencia de Plasmodium en hembras de Parus 

major que tuvieron un mayor número de huevos, soportando la idea en que existe 

un intercambio entre el costo de la producción de huevos y la respuesta contra los 

parásitos (Oppliger et al., 1996). 

 

Los reportes más significativos de la patogenicidad de las especies de Plasmodium 

que infectan a las aves se han realizado en aves de colecciones privadas, 

colecciones zoológicas o en islas aisladas que no han tenido contacto con el agente 

y por lo tanto son interacciones nuevas entre hospedero y parásito. La malaria aviar 

es particularmente patogénica en pingüinos en cautiverio que no han tenido 
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contacto con los vectores en ambientes naturales, no se han documentado casos 

de mortalidad por Plasmodium en pingüinos en vida libre (Sturrock y Tompkins, 

2007). 

 

La introducción accidental de P. relictum y del vector (C. quinquefasciatus) a las 

islas hawaianas ha tenido un devastador impacto en las aves endémicas de Hawái 

conduciendo a la extinción a una especie endémica de las islas (Warner, 1968). 

 

Tratamiento y control 

 

El fosfato de cloroquina, el fosfato de primaquina y la mefloquina son efectivos en 

el tratamiento de canarios, pingüinos y rapaces infectados con malaria aviar 

(Remple, 2004). Los fármacos anticoccidiostáticos como la Sulfamonometoxina y 

Sulfacloropiridazina han resultado ser efectivos en el tratamiento de P. durae en 

pavos domésticos y también puede ser efectiva contra P. gallinaceum. La 

Sulfamonometoxina suprime la parasitemia, pero no provee una protección 

completa contra la mortalidad cuando aparecen los parásitos circulantes. 

Sulfacloropiridazina reduce la mortalidad, pero no tiene efecto en la parasitemia, 

puede tener alguna eficacia contra los esquizontes exoeritrocíticos (Huchzermeyer, 

1993). 

 

Hepatozoon 
 

El género Hepatozoon son hemoparásitos pertenecientes al filo Apicomplexa, que 

puede infectar un gran rango de hospederos mamíferos, reptiles, anfibios y aves 

(Smith, 1996). En las aves se ha reportado la presencia de Hepatozoon en varias 

familias y en total 15 especies se consideran validas (Peirce, 2005).  

 

En general el ciclo de vida consiste en el desarrollo en el invertebrado cuando 

ingiere la sangre de un vertebrado infectado y la infección de un vertebrado por la 

ingestión de un invertebrado hematófago. En algunos casos los vertebrados pueden 
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funcionar como hospederos intermediarios e infectar a los predadores cuando estos 

los consumen. El parásito puede infectar los eritrocitos o comúnmente leucocitos en 

aves y mamíferos (Smith, 1996). 

 

Las especies de Hepatozoon exhiben una amplia variedad de ciclos de vida lo cual 

es consistente con el rango de hospederos vertebrados e invertebrados que utilizan 

estos parásitos. Sin embargo, un ciclo de vida básico sería el desarrollo 

esporogónico y la formación de oocistos ocurren en el invertebrado hematófago, y 

el desarrollo merogónico y gametogónico ocurren en los vertebrados que ingieren a 

los invertebrados infectados. La complejidad del ciclo de vida se manifiesta en la 

formación de quistes dizoicos latentes en los órganos internos, especialmente en el 

hígado y pulmones de algunos hospederos vertebrados infectados con especies de 

Hepatozoon (Smith, 1996). 

 

Trypanosoma 
 

Los parásitos clasificados en el género Trypanosoma tienen un ciclo de vida con 

estadios en la sangre del hospedero vertebrados, el cual se puede encontrar 

también en estadios en un hospedero invertebrado. A pesar de que se conocen 100 

especies de tripanosomas en las aves se cuestiona la viabilidad de muchas de estas 

(Votypka et al., 2002). Trypanosoma avium ha sido reportado en un amplio rango y 

número de especies de aves. Típicamente Trypanosoma spp. tiene una baja 

parasitemia. Por lo tanto, los frotis sanguíneos deben revisarse completamente con 

un menor objetivo para facilitar la detección de los parásitos. Sin embargo, el 

tamaño y la morfología distintiva de los parásitos ayudan a su identificación. Se 

observa una variedad en la morfología de los diferentes estadios del ciclo de vida 

del Trypanosoma spp. El estadio más reconocido es el tripomastigote. 

Generalmente, los tripomastigotes tienen una forma elongada que se estrecha 

hasta formar un flagelo. Una membrana ondulante se extiende a lo largo de gran 

parte de la longitud del parásito, un cinetoplasto focal basófilo oscuro, está ubicado 

en la parte anterior de este. El citoplasma es típicamente de un color basófilo pálido. 
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La morfología y la dimensión relativa de las estructuras varia con las especies y los 

estadios del desarrollo en el hospedero (Clark et al., 2009). 

 

HELMINTOS 

 

Los helmintos son parásitos parecidos a gusanos, son invertebrados caracterizados 

por cuerpos alargados, planos o redondos. Los gusanos planos o platelmintos 

incluyen a los trematodos y tenias. Los gusanos redondos son nematodos, estos 

grupos se subdividen por conveniencia de acuerdo con el órgano del hospedero en 

el que residen. Los helmintos se desarrollan en etapas, huevos, larva (juvenil) y 

adulto. El conocimiento de las diferentes etapas en relación con su crecimiento y 

desarrollo es la base para comprender la epidemiología y la patogénesis de las 

enfermedades causadas por helmintos, así como para el diagnóstico y el 

tratamiento de los hospederos que albergan estos parásitos (Castro, 1996). 

 

Nematodos filaroides 

 

Los filaroides son parásitos nematodos altamente especializados que parasitan los 

tejidos de las aves, mamíferos, anfibios y reptiles. Aproximadamente 160 especies 

se conocen en las aves. Sin embargo, las infecciones son mucho más comunes de 

lo que se reportan puesto que los estadios adultos pueden ser difíciles de encontrar 

y estos no son vistos o son pasados por alto en la necropsia. En algunas 

excepciones las filarias que infectan a las aves pueden no ser patogénicas. Aunado 

a esto algunas especies tiene una vida corta y desaparecen después de que 

aparezca las microfilarias (MF), primera etapa larvaria producida por la hembra 

adulta (Bartlett, 2008). 

 

El ciclo de vida de todos los filaroides incluye un insecto hematófago como vector 

que ingiere las MF. Después de que estas son liberadas por las hembras adultas, 

las MF generalmente ingresan al torrente sanguíneo para que el vector las absorba. 

Las MF en el torrente sanguíneo son relativamente fáciles de detectar, la mayoría 
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de lo que se sabe con respecto a los filaroides de las aves como parásitos comunes 

de las aves está basado en la examinación de los hospederos sobrevivientes y la 

examinación de los frotis sanguíneos. Sin embargo, no siempre se hacen las 

pruebas para detectar hemoparásitos, la mayoría no incluyen examinación 

microscópica de la piel, en donde podríamos observar la presencia de las MF, 

probablemente están más distribuidas de lo que esta reportado. Por lo tanto, un ave 

puede ser portadora de más de una especie filaroide, tanto del mismo género como 

de otro, y esta posibilidad no siempre es tomada en cuenta en las necropsias 

(Bartlett, 2008). 

 

Filaroides adultos 
 

Todos los géneros de los filaroides de las aves están clasificados en la familia 

Onchocercidae, se han reconocido 16 géneros. Aproximadamente se conocen 160 

especies basadas en la descripción de los estadios adultos, por lo tanto, cuando la 

descripción está basada únicamente en las MF esta desaprobada. Los estadios 

adultos de los filaroides en las aves son nematodos esbeltos de color blancuzco con 

una cutícula delgada. Generalmente miden de 1 a 5 cm de longitud, sin embargo, 

especímenes más cortos o largos no son inusuales. Las hembras generalmente son 

más largas que los machos. En comparación con otros parásitos nematodos de los 

vertebrados, los filaroides tienen una morfología externa simple. Las papilas 

cefálicas están reducidas. El extremo caudal en los machos tiene una papila caudal 

y en algunas especies están presentes estructuras parecidas a alas. Se pueden 

observar estriaciones cuticulares delicadas o marcadas a lo largo del cuerpo 

(Bartlett, 2008). 

 

Microfilarias 
 

Los filaroides de las aves producen MF (microfilarias) que pueden estar en la sangre 

o en la piel. La morfología de las MF puede proveer pistas útiles para una 

identificación genérica, pero es insuficiente como una base sólida para la 
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identificación de las especies la cual está basada principalmente en los estadios 

adultos. Las características clave de las MF son más fácilmente y mejor observadas 

en montajes frescos ya que pueden ser oscurecidas en frotis sanguíneos secos 

(Bartlett, 2008). Al preparar los frotis sanguíneos es necesario dejar una preparación 

sin teñir fijada en metanol al 100%, para poder contar los núcleos de las MF, una 

característica importante para la identificación taxonómica y estos se pierden con la 

tinción o no son fácilmente identificables cuando la preparación está teñida 

(Santiago-Alarcon, 2015). 

 

Rango de hospederos y distribución 

 

De las 175 familias de aves en las que se ha reportado la presencia de estos 

parásitos se cruzaron referencias con los 16 géneros de filaroides reportados en 

aves. De estos Pelecitus es el género más distribuido se ha reportado en 17 

ordenes, seguido por Chandlerella en 13, y Paronchocerca, Splendidofilaria y 

Cardiofilaria en 11. La familia Phasianidae ha sido más estudiada dado su 

importancia económica por lo que se han reportado ocho géneros. De igual manera 

se han reportado más géneros en las familias de aves que son más comunes en las 

colecciones zoológicas o como mascotas, en la familia Psittacidae se reportaron 

siete géneros y tanto en Muscicapidae y Corvidae se reportaron siete géneros. Con 

base en esto se ha reportado la presencia de MF en 97 familias de aves de las 175 

reportadas (Bartlett, 2008). 

 

La distribución de los filaroides en las aves es reducida cuando los vectores son 

específicos de los hospederos y más amplia cuando el vector tiene un rango de 

hospedero más extenso (Bartlett, 2008). 

 

Epizootiología 

 

El ciclo de vida de los filaroides en las aves sigue un patrón estándar que 

invariablemente involucra a un vertebrado como hospedero definitivo y un 
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invertebrado como intermediario o vector. Los estadios adultos de los gusanos 

hembra y macho se reproducen en los vertebrados, y la hembra produce las MF 

que entran en la sangre del hospedero o en la piel. El tercer estadio larvario 

infeccioso migra a la cabeza y a las glándulas salivales del artrópodo y una vez que 

el insecto se alimenta ingresa en la piel del hospedero. Con las condiciones 

adecuadas de humedad rápidamente entran por la herida hecha por el artrópodo y 

tienen acceso al cuerpo del hospedero. En el vertebrado continua el desarrollo del 

cuarto estadio larvario y finalmente el quinto estadio adulto (Bartlett, 2008). 

 

El género Eulimdana y Pelecitus se sabe que tienen algunas especies que producen 

MF que habitan en la piel y otras especies que producen MF que habitan en el 

torrente sanguíneo. Otros géneros solo tienen estadios de MF en el torrente 

sanguíneo. Algunas especies de filaroides de las aves tienen rasgos de su historia 

de vida que aún no se conocen (Bartlett, 2008). 

 

Signos clínicos 

 

Poco ha sido reportado con respecto a los signos clínicos producidos por la infección 

con filaroides en aves puesto que pocas son las especies patogénicas e incluso 

cuando lo son las infecciones generalmente son subclínicas. Aunado a esto, los 

signos clínicos de la enfermedad, solo se observan en pocas aves (Bartlett, 2008). 

 

Se ha reportado casos en loros donde los signos clínicos varían desde letargia, 

heces sanguinolentas, inflamación de las articulaciones de ambas patas y muerte 

(Greve et al., 1982). En palomas domesticas se ha observado pérdida del apetito, 

emaciación y muerte (Pizarro et al.,1994). En un tucán se reportó disminución del 

peso, plumaje maltratado, inflamación de las articulaciones, disminución del 

movimiento y muerte (Madani y Dorrestein, 2012). En emús se ha reportado 

torticolis, ataxia progresiva y muerte (Law et al., 1993). 
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Patología 

 

Las MF generalmente se consideran no patogénicas, sin embargo, existen 

excepciones. En cuervos americanos infectados con MF de Splendidofilaria 

caperata, en torrente sanguíneo se observa una inflamación en las paredes de las 

arterias pulmonares. Las MF atrapadas in situ y la infección se mantiene oculta. En 

palomas domesticas en las que se observan MF en la piel está la posibilidad de que 

causen enfermedad (Bartlett, 2008). 

 

En varias especies de anátidos se ha reportado debilidad, cardiomegalia, 

hemorragia en miocardio, inflamación del miocardio, necrosis y eventualmente 

fibrosis, la severidad de las lesiones incrementan cuando el número de gusanos 

aumenta (Bartlett, 2008). En palomas domesticas se observó moderada traqueítis 

catarral, necrosis del hígado, el tejido subcutáneo del cuello congestionado y 

hemorrágico (Pizarro et al., 1994). 

 

En aves de la familia Corvidae en la urraca piquirroja (Urocissa erythrorhyncha) 

infectadas con MF, se ha observado neumonía aguada, caracterizada por 

congestión, edema e infiltración de los capilares por un gran número de 

granulocitos. Los granulocitos son visibles en las paredes del lumen del para 

bronquio. Se observaron MF en el hígado asociadas con marcada infiltración linfoide 

peri vascular (Simpson et al., 1996). 

 

Se ha reportado dilatación del ventrículo derecho del corazón en un tucán y las 

arterias coronarias congestionadas. Los riñones se observaron oscurecidos y 

congestionados, el duodeno y otras partes de intestino estaban llenos de contenido 

mucoso anaranjado (Madani y Dorrestein, 2012). 

 

En el loro eclecto (Eclectus roratus) se observaron MF distribuidas en pequeños 

vasos del cerebro, corazón, pulmones, hígado y riñones. La vena central se 

encontró llena con numerosas MF, en el cerebro se observaron múltiples 
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microfilarias grandes y oscuras en los vasos del cerebelo. Se observaron MF en las 

arterias renales y en los capilares glomerulares e incluso presentes en las venas y 

sinusoides del hígado (Huang et al., 2016). 

 

Diagnóstico 

 

Para la identificación de la especie es esencial encontrar los estadios adultos en la 

necropsia, esto provee gran información acerca del género de los filaroides, para 

posteriormente cotejarlo con lo que ha sido reportado en algunas familias de aves 

(Bartlett, 2008). 

 

Es importante usar técnicas apropiadas para la observación de las MF, cuando el 

cadáver de un animal es examinado una pequeña porción del pulmón y de la piel 

se puede dividir en pequeñas partes en laminillas con unas gotas de solución salina. 

Después de remover un pedazo del tejido se coloca en una laminilla y se colocan 

unas gotas de formol al 2-5%, y posteriormente se coloca un cubre objetos para 

observarla al microscopio. Cuando el ave está viva se toma una muestra de sangre, 

preferiblemente usando técnicas que no involucren el secado de la sangre. La 

técnica de centrifugación de hematocrito permite estudiar las MF en un montaje 

húmedo. Después de la centrifugación el capilar del hematocrito se debe romper 

entre el suero y las células sanguíneas donde las MF están concentradas y se 

colocan en una laminilla para su observación. Los frotis sanguíneos para su 

posterior tinción y observación también son utilizados (Bartlett, 2008). 

 

Inmunidad 

 

Muy poco es lo que se conoce con respecto a la respuesta inmune producida por la 

infección de filaroides en aves silvestres. Los adultos, sin embargo, pueden ser más 

vulnerables ante la respuesta inmunológica del hospedero; sin embargo, se 

requieren más estudios al respecto (Anderson y Bartlett, 1994). 
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La presencia de MF está asociada con el incremento del rango heterófilo/linfocito, 

este aumento es provocado por el incremento de heterófilos y la disminución de 

linfocitos lo que supone una respuesta inmunológica a la presencia de las MF (Clark 

et al., 2016). 

 

Impacto en la población de aves silvestres 

 

Muy poco se conoce acerca del impacto de los filaroides en las poblaciones de aves 

y en este aspecto ha sido poco estudiado. Las MF pueden causar inflamación de 

las venas y arterias ocasionando impactos negativos en los hospederos, llegando a 

ocasionar mortalidades, lo que puede llegar a una disminución o desbalances en la 

diversidad de las especies de aves en vida silvestre (Silva et al., 2015). 

 

Tratamiento y control 

 

Las infecciones con filaroides en aves son raras y de preocupación menor, 

usualmente no está indicado el tratamiento, sin embargo, se ha empleado levamisol, 

mebendazol y febendazol en psitácidos (Bartlett, 2008). Se han tratado emús con 

ivermectina parece prevenir los signos clínicos (Law et al., 1993). 

 

AVES PASERIFORMES DE MÉXICO 

 

Las aves son uno de los grupos de vertebrados más exitosos y diversos del mundo, 

entre sus principales características están sus coloridos plumajes, llamativos cantos 

y la capacidad de volar. Se han diversificado ampliamente y se encuentran 

distribuidas en todos los ambientes terrestres y acuáticos, excepto en los desiertos 

más extremosos y en el centro de la Antártida, por lo cual constituyen uno de los 

grupos de vertebrados más ricos en especies (Navarro-Sigüenza et al., 2014). 

 

Existen 10,500 especies de aves en el mundo, de las cuales aproximadamente seis 

mil especies pertenecen al orden paseriformes (Ricklefs, 2012). En México se 
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reportan 1,150 especies. El 77% de las especies se reproducen en el país y la mayor 

parte de estas especies son residentes permanentes. Entre194 y 212 se consideran 

endémicas de México, lo que representa entre el 18 y 20% del total de especies que 

están registradas en el país y entre 298 y 388 especies de la avifauna mexicana se 

encuentran en alguna categoría de amenaza de acuerdo a autoridades nacionales 

o internacionales (Navarro-Sigüenza et al., 2014). En el Estado de México se 

reportan 221 especies de aves paseriformes (CONABIO, 2017). 

 

Categorías de endemismo 
 

Una especie endémica (EN) es aquella que se restringe a una región geográfica y 

no se encuentra en ningún otro lugar, es decir pertenecen a los limites políticos del 

territorio de México. Las especies cuasiendémicas (CE) son aquellas que se 

encuentran distribuidas ligeramente a algún país vecino debido a la continuidad del 

hábitat o sistemas orográficos, las especies semiendémicas (SE) incluyen a las 

especies cuya población completa se distribuye únicamente en México durante 

cierta época del año (González-García y Gómez de Silva, 2002; Berlanga et al., 

2015). 

 

Categorías de residencia 
 

Las especies consideradas Residentes (R) son las especies que viven a lo largo de 

todo el año en una misma región, las Migratorias de invierto (MI) son aquellas 

especies que se reproducen al norte del continente y pasan el invierno en México y 

más al sur, por lo general entre los meses de septiembre y abril, las especies 

Migratorias de verano (MV) son aquellas que están en México únicamente durante 

la temporada de reproducción en verano, por lo general entre marzo y septiembre, 

las especies Transitorias (T) son las que durante la migración van de paso por 

México para dirigirse a sus áreas de invernación al sur en el otoño, o a hacia sus 

áreas de reproducción en el norte durante la primavera, las Accidentales (A) son 

especies cuya presencia en México es rara o irregular, es decir individuos en 
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dispersión que están fuera de sus áreas de distribución habitual, o individuos que 

han sido arrastrados por fenómenos meteorológicos extremos como huracanes y 

tormentas y las Oceánicas (O) están representadas por las especies de aves 

pelágicas que pasan la mayor parte del tiempo en mar abierto, y que por lo general 

se reproducen en las islas. Si bien esta no es una categoría de residencia, destaca 

su presencia regular en el mar abierto durante la mayor parte del año (Berlanga et 

al., 2015). 

 

Valores de vulnerabilidad 
 

Para la evaluación del estado de conservación de las aves del Norte América, se 

realizó un análisis de vulnerabilidad de las aves de México, con la participación de 

expertos que trabajaron en talleres organizados por la Coordinación Nacional de la 

Iniciativa para la Conservación de las Aves de América del Norte de la CONABIO. 

Se utilizó el método de la iniciativa Partners in Flight, asignando puntajes globales 

para seis factores que evalúan aspectos independientes de la vulnerabilidad de las 

especies en toda su área de distribución. Estos parámetros son: Tamaño de la 

población (PS), Distribución en época de reproducción (BD), Distribución en época 

no reproductiva (ND), Amenazas en época de reproducción (TB), Amenazas en 

época no reproductiva (TN) y Tendencia poblacional (PT). Cada puntaje refleja el 

grado de vulnerabilidad de una especie como resultado de una variable o factor, 

estos valores van desde 1, para baja vulnerabilidad, hasta 5, para alta vulnerabilidad 

(Berlanga et al., 2015). 

 

El valor o índice de vulnerabilidad global (VV) resulta de la suma de los valores PS 

más los valores más altos de BD y NB y de TB y TN mas PT. Estos valores varían 

entre 4 y 20 y mientras mayor sea el índice, más vulnerable es la especie (Berlanga 

et al., 2015). 
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Categorías oficiales de riesgo 
 

La Norma Oficial Mexicana NOM-059-SEMARNAT-2010 señala aquellas especies 

o poblaciones de vida silvestre que se encuentran en alguna categoría de riesgo en 

México. De acuerdo con esta Norma Oficial, las especies se clasifican como: 

Sujetas a protección especial (Pr), son aquellas que podrían llegar a encontrase 

amenazadas por factores que inciden negativamente en su viabilidad, por lo que se 

determina la necesidad de propiciar su recuperación y conservación o la 

recuperación y conservación de poblaciones de especies asociadas; Amenazadas 

(A), aquellas que podrían llegar a encontrarse en peligro de desaparecer a corto o 

mediano plazo, si siguen operando los factores que inciden negativamente en su 

viabilidad, al ocasionar el deterioro o modificación de su hábitat o disminuir 

directamente el tamaño de sus poblaciones; En peligro de extinción (P), aquellas 

cuyas áreas de distribución o tamaño de sus poblaciones en el territorio nacional 

han disminuido drásticamente poniendo en riesgo su vulnerabilidad biológica e todo 

su hábitat natural, debido a factores como la destrucción o modificación drástica del 

hábitat, aprovechamiento no sustentable, enfermedades o depredación, entre otros; 

Probablemente extintas en el medio silvestre (E), aquellas especies nativas de 

México cuyos ejemplares en vida libre dentro del Territorio Nacional han 

desaparecido, hasta donde la documentación y los estudios realizados lo prueban, 

y de la cual se conoce la existencia de ejemplares vivos, en confinamiento o fuera 

del territorio Mexicano (SEMARNAT, 2010). 

 

Categorías de riesgo de IUCN 
 

La Unión Internacional para la Conservación de la Naturaleza (IUCN, por sus siglas 

en inglés: International Union for Conservation of Nature), clasifica en la Lista Roja 

a aquellas especies que enfrentan un alto riesgo de extinción global. De acuerdo 

con esta lista, las especies se agrupan en: Extinto (EX), cuando todos los individuos 

han desaparecido; Extinto en estado silvestre (EW), cuando sobrevive únicamente 

en cautiverio o como naturalizada fuera de su área de distribución original; En 
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peligro crítico (CR), cuando enfrenta un riesgo de extinción extremadamente alto en 

vida silvestre; En peligro (EN), cuando enfrenta un riesgo de extinción muy alto en 

vida silvestre; Vulnerable (VU), cuando enfrenta un riesgo de extinción alto en vida 

silvestre; Casi amenazado (NT), cuando no se cumple con los criterios para 

considerarla En peligro crítico, En peligro o Vulnerable, pero podría llegar a estarlo 

en un futuro cercano; Preocupación menor (LC), cuando la especie evaluada es 

abundante y de amplia distribución; Datos insuficientes (DD), cuando no existe 

información adecuada sobre la abundancia y distribución para realizar una 

evaluación del riesgo de extinción del taxón; No evaluado (NE), cuando la especie 

no ha sido analizada y clasificada con base en los criterios de valoración (Berlanga 

et al., 2015). 

 

ÁREAS NATURALES PROTEGIDAS 

 

Las Áreas Naturales Protegidas son las zonas del territorio nacional y aquellas sobre 

las que la nación ejerce su soberanía y jurisdicción en donde los ambientes 

originales no han sido significativamente alterados por la actividad del ser humano 

o que requieren ser preservadas y restauradas. Se crean mediante un decreto 

presidencial y las actividades que pueden llevarse a cabo en ellas se establecen de 

acuerdo con la Ley General del Equilibrio Ecológico y Protección al Ambiente, 

su reglamento, el programa de manejo y los programas de ordenamiento ecológico. 

Están sujetas a regímenes especiales de protección, conservación, restauración y 

desarrollo, según categorías establecidas en la Ley. La Comisión Nacional de Áreas 

Naturales Protegidas (CONANP) administra actualmente 176 áreas naturales de 

carácter federal que representan más de 25,394,779 hectáreas. Y están divididas 

en nueve regiones en el país (CONANP, 2016). 

 

El Área de Protección de Flora y Fauna Nevado de Toluca es una de las Áreas 

Naturales Protegidas con más antigüedad en nuestro territorio mexicano, decretado 

inicialmente como Parque Nacional el 25 de enero de 1936, y modificado por 

decreto del presidente Lázaro Cárdenas el 19 de febrero de 1937 para establecer 
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una reserva forestal nacional dentro del parque. Nuevamente se modificó el decreto 

presidencial del Nevado de Toluca, el 1 de octubre de 2013, para establecerla como 

Área de Protección de Flora y Fauna. El Nevado de Toluca forma parte del Sistema 

Volcánico Transversal, cuya vertiente oeste y norte desciende al Valle de Toluca, y 

la vertiente sur y suroeste desciende a la cuenca del Río Balsas. Es el cuarto volcán 

más grande de México, formado por sucesivas capas de lava, con un cráter de forma 

elíptica. Destacan dos cumbres, el Pico del Fraile con una altitud de 4,660 m s.n.m. 

y el Pico del Águila con 4,550 m s.n.m. (CONANP, 2016). 

 

MEDICINA DE LA CONSERVACIÓN 

 

La medicina de la conservación examina la interacción entre patógenos y 

enfermedades y sus vínculos con las sinergias que ocurren entre especies y 

ecosistemas. Por lo tanto, se enfoca en el estudio del contexto ecológico de la salud 

y la solución de problemas ecológicos. En respuesta a las crecientes implicaciones 

a la salud de la degradación ambiental, la medicina de la conservación incluye la 

examinación de la relación entre (a) cambios climáticos, calidad del hábitat y uso de 

suelo (b) agentes infecciosos emergentes y re-emergentes y los contaminantes 

ambientales y (c) el mantenimiento de la biodiversidad y la función de los 

ecosistemas puesto que ellos mantienen la salud de las comunidades de plantas y 

animales incluido el ser humano (Aguirre et al., 2012). 

 

La ciencia y la práctica de la medicina de la conservación involucra una visión global 

en: clima, destrucción y alteración de hábitats, biodiversidad; incluyendo las 

poblaciones de fauna silvestre, animales domésticos, patógenos, parásitos y 

contaminantes. Además, la medicina de la conservación se enfoca en los vínculos 

explícitos entre estas entidades. Como una disciplina orientada a la solución, la 

utilidad de la medicina de la conservación dependerá en última instancia en aplicarla 

para resolver problemas (Aguirre et al., 2012).  
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JUSTIFICACIÓN 

 

Las aves participan en el equilibrio de los ambientes naturales, ejercen funciones 

ecológicas vitales como la diseminación de semillas y el control de plagas en los 

cultivos. México ocupa el onceavo lugar en la riqueza avifaunística, el cuarto en 

proporción de endemismos; y el Estado de México cuenta con el 20.75% de estas 

especies endémicas. La parasitosis en las aves silvestres de México ha sido poco 

estudiada. Las infecciones por parásitos sanguíneos pueden provocar enfermedad 

y algunas veces la muerte del hospedero. Por lo tanto, conducir trabajos de 

investigación para identificar los hemoparásitos que infectan a las aves de la región, 

con especial énfasis en aquellas que son endémicas, permitirá establecer el estado 

de salud de las aves paseriformes del Estado de México. 
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HIPÓTESIS 

 

Las aves paseriformes del Estado de México están infectadas con parásitos del 

orden Haemosporida, y el género de hemoparásitos con mayor proporción en las 

aves es Haemoproteus. 
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OBJETIVOS 

 

Identificar los géneros de los hemoparásitos que infectan a las aves paseriformes 

del Estado de México. 

 

Determinar la proporción de aves paseriformes infectadas con hemoparásitos. 

 

Determinar la densidad de parasitemia en las aves infectadas con hemoparásitos. 
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MATERIAL Y MÉTODOS 

 

Sitios de muestreo 

 

El muestreo se llevó a cabo en dos sitios. En el Parque Ecoturístico Corral de Piedra, 

localizado en el municipio de Amanalco de Becerra, Estado de México; entre las 

coordenadas 19º13'25" N 99º57'57" O; 19º13'26" N 99º13'76" O; 19º12'31" N 

99º57'27" O; 19º12'39" N 99º56'53" O y a una altitud que va desde los 2,830 m 

s.n.m. a los 2,960 m s.n.m., con una temperatura media anual de 13.4 ºC con una 

mínima de 0.5 ºC y una máxima de 29.7 ºC, y una precipitación pluvial anual de 

1,155 mm; cuenta con un clima templado subhúmedo con lluvias en verano 

(CONABIO, 2008). El tipo de bosque es Abeto (Abies spp.), con Pino (Pinus spp.), 

y pastizales al pie de la montaña (Beltrán y Díaz de la Vega, 2010). Y en el Parque 

Ecológico Ejidal de Cacalomacán, localizado en el Área de Protección de Flora y 

Fauna Nevado de Toluca, Estado de México; entre las coordenadas geográficas: 

19°12’37.6” N, 99°44’42.6” O; 19°12’31.9” N, 99°43’51.1” O; 19°11’31.9” N; 

99°44’22.8” O, 19°11’47.3” N; 99°45’09.2” O, con un gradiente altitudinal que va de 

los 2,800 a los 3,247 m s.n.m., con una temperatura media anual de 12 a 18 ºC, con 

una mínima de -3 a 9 ºC y una máxima de 13 a 22 ºC, y una precipitación pluvial 

anual de 1,200 a 1,800 mm. El tipo de vegetación corresponde a un bosque con 

Cedro blanco (Cupressus lindleyi), Goma azul de Tasmania (Eucalyptus globulus), 

Pino blanco mexicano (Pinus ayacahuite), Pino llorón mexicano (P. patula) y Pino 

Montezuma (P. montezumae) (Sánchez-Jasso et al., 2013). 

 

Muestreo de aves 

 

Se tramito el permiso correspondiente ante la Secretaria de Medio Ambiente y 

Recursos Naturales, para poder llevar a cabo la investigación y colecta científica de 

flora y fauna silvestre en territorio mexicano con base en la NOM-126-SEMARNAT-

2000 donde establece las especificaciones para la realización de actividades de 

colecta científica de material biológico de especies de flora y fauna silvestres y otros 
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recursos biológicos en el territorio nacional (SEMARNAT, 2000). Obteniendo los 

permisos: SGPA/DGVS/07613/14 y SGPA/DGVS/00955/16. 

 

Se muestrearon mensualmente las aves paseriformes de las áreas descritas 

anteriormente. Se utilizó muestreo por puntos y redes de niebla, ya que este es el 

método principal de captura de aves (Santiago-Alarcon, 2015). 

 

Se colocaron de 8 redes de niebla de 3 a 9 metros de largo y 3 metros de alto, de 

color negro, durante las horas de mayor actividad, de 6:00 a.m. a 3:00 p.m. Una vez 

colocadas las redes se revisaron cada 30 minutos, para comprobar si algún ave 

había caído en las redes, para extraer a las aves de las redes el proceso debe 

realizarse de manera segura y delicada para evitar lastimar al ave. Una vez 

extraídas las aves de la red, se colocaron en bolsas de tela, para transportarlas al 

sitio de procesamiento, tratando de que sufrieran el menor estrés posible. Se realizó 

la identificación de la especie y previo a su liberación se registró el peso, la longitud 

del tarso y el ala, la condición corporal y la presencia del parche de incubación, para 

posteriormente colocarle un anillo de identificación o registrar si se trataba de una 

recaptura y guardar registro de todos sus datos. 

 

Toma de muestra sanguínea 

 

El volumen total de sangre de un ave es el 10% de su peso corporal, el máximo que 

se puede extraer de sangre como regla estricta es el 1% del peso corporal. La 

sangre se colecta de la vena braquial por elección sin embargo también puede ser 

obtenida de la yugular. La piel de las aves es delicada y se daña fácilmente, 

sangrado excesivo y el desarrollo de hematomas pueden ocurrir fácilmente, por lo 

que se debe tener mucho cuidado. Las muestras deben ser conservadas con EDTA 

como anticoagulante, también pueden ser usados capilares con heparina (Samour, 

2006). 
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Una vez capturadas las aves se procedió a tomar la muestra de sangre, se 

separaron las plumas del interior del ala para exponer la vena braquial, se limpió el 

área y se realizó la punción de la vena y la colecta de la sangre, se procedió a 

realizar el frotis sanguíneo, el cual se dejó secar para posteriormente ser fijado en 

Metanol al 100% (Valkiūnas, 2005). 

 

Procesamiento de las muestras 

 

Cada frotis fue identificado con el número del anillo del ave, su especie, fecha de 

colecta y lugar. Posteriormente en el laboratorio se tiñeron los frotis mediante la 

tinción May-Grünwald Giemsa (Piaton et al., 2015). 

 

Identificación de hemoparásitos 

 

Mediante la observación de los frotis sanguíneos teñidos, se realizó la 

determinación morfológica de los parásitos (Valkiūnas, 2005). Los frotis, fueron 

observados en un microscopio Primo Star, marca Carl Zeiss (USA). Cada frotis fue 

observado con el objetivo 40´, y posteriormente con el 100´ (con aceite de 

inmersión); este procedimiento se realizó aproximadamente durante 35 minutos o 

hasta observar el frotis en su totalidad para determinar la presencia o ausencia de 

hemoparásitos (Godfrey et al., 1987). Para determinar el género del parásito, se 

consultó bibliografía especializada (Valkiūnas, 2005); asimismo, mediante el uso de 

imágenes se comparó la morfología del parásito hasta lograr su identificación (Clark 

et al., 2009). 

 

Intensidad de infección 

 

Si la muestra fue positiva, se procedió a determinar la intensidad de infección. Se 

contó el número de parásitos por 10,000 eritrocitos y la intensidad se clasificó de la 

siguiente manera: Haemoproteus: intensidad baja = un parásito por frotis hasta 

0.1% de eritrocitos afectados, intensidad media > 0.1 a 0.5% de eritrocitos 
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afectados, intensidad alta > 0.5% de eritrocitos afectados. Leucocytozoon: 

intensidad baja = un parásito por frotis hasta el 0.02% de eritrocitos afectados, 

intensidad media > 0.02 a 0.1% de eritrocitos afectados, e intensidad alta > 0.1% de 

eritrocitos afectados (Hauptmanová et al., 2006). 
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Intensidad de infección 
 

En el Cuadro 1, se muestra la intensidad de infección de Haemoproteus spp. y 

Leucocytozoon spp., de las aves Passeriformes, incluidas en el estudio. De las 10 

especies de aves positivas a Haemoproteus spp., la intensidad de infección 

observada fue media (> 0.1 a 0.5%) y alta (> 0.5%). No se encontró intensidad baja 

en las aves positivas a Haemoproteus spp. En el caso de las nueve especies 

positivas a Leucocytozoon spp., la intensidad de infección observada fue de media 

(> 0.02 a 0.1%) a alta (> de 0.1%). Ninguna especie presentó una intensidad baja. 

 

Es muy importante resaltar que se encontraron co-infecciones en seis aves, de las 

cuales cinco pertenecen a la especie Catharus occidentalis y solo una a la especie 

Atlapetes pileatus. Las co-infecciones en C. occidentalis corresponden a tres aves 

con Haemoproteus spp. y Leucocytozoon spp. y dos con Haemoproteus spp., 

Leucocytozoon spp., y microfilarias (Cuadro 2). 
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Cuadro 1. Intensidad de infección de Haemoproteus spp. y Leucocytozoon spp. en 

aves del orden Passeriformes, incluidas en el estudio. 

 
Familia  Intensidad de infección 

Especie Número de aves 
infectadas 

Haemoproteus spp. 
(número de aves) 

Leucocytozoon spp. 
(número de aves) 

 B M A B M A 
Vireonidae 

Vireo huttoni 1     1  
Paridae 

Poecile sclateri 3     1 2 
Troglodytidae 

Troglodytes aedon 1      1 
Turdidae 

Catharus occidentalis 12  1 5   6 
Ptilogonatidae 

Ptiliogonys cinereus 1   1    
Peucedramidae 

Peucedramus taeniatus 1     1  
Passerellidae 

Arremon virenticeps 2   2    
Atlapetes pileatus 3   1  2  
Pipilo maculatus 4  1 2   1 
Oriturus superciliosus 2  1   1  
Junco phaeonotus 3   3    

Parulidae 
Setophaga townsendi 1   1    
Cardellina rubra 2     1 1 
Myioborus miniatus 1  1     

Cardinalidae 
Pheucticus melanocephalus 1   1    

Haemoproteus spp.: B (intensidad baja) un parásito por frotis hasta 0.1% de eritrocitos 
afectados, M (intensidad media) > 0.1 a 0.5% de eritrocitos afectados A (intensidad alta) > 0.5% 
de eritrocitos afectados. 
Leucocytozoon spp.: B (intensidad baja) un parásito por frotis hasta el 0.02% de eritrocitos 
afectados, M (intensidad media) > 0.02 a 0.1% de eritrocitos afectados, A (intensidad alta) > 
0.1% de eritrocitos afectados. 
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Cuadro 2. Co-infecciones de Haemoproteus spp., Leucocytozoon spp., y 

microfilarias en aves del orden Passeriformes, incluidas en el estudio. 

 
Especie Número 

de aves 
infectadas 

Haemoproteus spp. y 
Leucocytozoon spp. 

(número de aves 
positivas) 

Haemoproteus spp., 
Leucocytozoon spp. y 

microfilarias 
(número de aves positivas) 

Turdidae 
Catharus occidentalis 5 3 2 

Passerellidae 
Atlapetes pileatus 1 1  
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DISCUSIÓN 
 

Se analizaron 337 laminillas de 157 especies de aves del orden Passeriformes, de 

las cuales el 29.9% fueron positivas a alguna especie de hemoparásito; hasta el 

momento este es el primer estudio realizado en la zona centro del país que reporta 

la presencia de hemoparásitos en aves paseriformes de la región. 

 

Los trabajos realizados en el país son escasos. Históricamente, Beltrán en 1940 

reporta los hemoparásitos de las aves mexicanas, analizó 85 aves en su mayoría 

del orden Passeriformes, obtenidas principalmente de pajareros, de las cuales el 

24.7% fueron positivas, el parásito con mayor proporción en este estudio fue 

Plasmodium (11.76%), seguido por Haemoproteus (9.4%), así como co-infecciones 

de Plasmodium y Haemoproteus (2.3%) (Beltrán, 1940). A estos trabajos, se suman 

los realizados por Hewitt, quien analizó 94 muestras proporcionadas por Beltrán; 

reportando un 26.5% de muestras positivas a Trypanosoma (especie no identificada 

por Beltrán), un 13.8% a Haemoproteus y un 12.7% a Plasmodium (Hewitt, 1940). 

Posteriormente, Beltrán realizó el estudio de 102 muestras pertenecientes a 79 

especies de aves del norte de México, de las que el 26.4% resultaron positivas, 

encontrando parásitos del género Haemoproteus (14.7%), Plasmodium (4.9%), 

Leucocytozoon (4.9%) y Trypanosoma (1.9%) (Beltrán, 1942). Después en 1944, 

Beltrán analizó muestras de 16 especies de aves provenientes del norte y el sureste 

del país reportando por primera vez para el país la presencia de microfilarias en 

estas especies de aves (Beltrán, 1944). 

 

Continuando con los estudios en México, Pardiñas en 1946 analizó los protozoarios 

sanguíneos de las aves de Oaxaca en donde se examinaron 102 muestras de aves 

de las cuales el parásito con mayor proporción fue Plasmodium (55.8%), seguido 

de Trypanosoma (16.6%), Haemoproteus (3.92%) (Pardiñas, 1946). De los estudios 

más recientes se encuentra el realizado en el noreste de México, en donde se 

analizaron 196 aves de 15 familias, de estas en 25 aves se encontró la presencia 

de algún hemoparásito, 15 de estas fueron positivas a Haemoproteus (Bennett et 
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al., 1991). El estudio realizado en algunas zonas del norte de San Luis Potosí, en 

donde se muestrearon 162 aves de 3 especies, 65 de estas fueron positivas a una 

o más especies de hemosporidios (Reinoso-Pérez et al., 2016). El estudio más 

reciente realizado en el zacatonero garganta negra (Amphispiza bilineata) un ave 

residente del país, se obtuvieron 104 muestras, la prevalencia general fue del 

22.1%. La prevalencia y la parasitemia fueron mayores para Haemoproteus spp. 

que para Plasmodium spp. (Ham-Dueñas et al., 2017). 

 

Sin embargo, estos estudios en su mayoría fueron realizados en áreas del territorio 

en donde el clima es cálido, lo que tiende a representar una mayor prevalencia de 

parásitos en estas zonas, así mismo, se relaciona con la presencia de los vectores 

(Durrant et al., 2006). por lo cual la mayor proporción de aves parasitadas 

corresponde a los géneros Plasmodium y Trypanosoma y con menor proporción 

Haemoproteus y Leucocytozoon, lo que contrasta con lo encontrado en el presente 

estudio en donde la mayor proporción fue Haemoproteus con el 17.19% lo que 

concuerda con la literatura que señala que este género es el más común en las 

zonas neotropicales (White et al., 1978), en México los trabajos realizados 

previamente también señalan a Haemoproteus como el parásito con mayor 

frecuencia, sin embargo la prevalencia que ellos reportan es menor que la reportada 

en el presente trabajo (Hewitt, 1940; Beltrán, 1944; Bennett et al., 1991; Pardiñas, 

1946). 

 

La ausencia de infecciones causadas por Plasmodium en el presente trabajo puede 

atribuirse a que las aves se capturaron a una altitud de entre 2,800 y 3,000 m s.n.m. 

y se menciona que su presencia a grandes altitudes (>1,700 m s.n.m.), el hábitat 

para las larvas del mosquito es escaso y las temperaturas más frías restringen la 

abundancia estacional de los mosquitos (LaPointe et al., 2012). 

 

Las co-infecciones se encontraron en el 12.76% de las aves infectadas en seis aves 

endémicas de dos familias, en otros lugares la prevalencia de co-infecciones se ha 

reportado entre 6% (Ishtiaq et al., 2007) y 8.2% (Savage et al., 2009), se ha 
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señalado que las co-infecciones no son comunes, posiblemente por una 

especificidad en los parásitos hacia ciertos hospederos (Sehgal et al., 2011, 

Marsello et al., 2006). Sin embargo, desde la aplicación de técnicas moleculares 

para la detección de hemoparásitos se ha aumentado la detección de co-

infecciones, por lo que podrían estar subestimadas (Santiago-Alarcon et al., 2011). 

 

Es muy poco lo que se conoce con respecto a los hemoparásitos que infectan a las 

aves de nuestro país, en especial a las aves endémicas, las cuales tienen una gran 

importancia para la biodiversidad, de las 157 especies de aves muestreadas siete 

son endémicas (EN), de las cuales cinco fueron positivas a alguna especie de 

hemoparásito; cuatro son CE y una SE, todas positivas, esto es un dato importante 

puesto que es el primer reporte de la presencia de estos parásitos en estas aves, 

debido al poco conocimiento que se tienen sobre estas especies. 

 

La especie más capturada en los muestreos Catharus occidentalis es también el 

ave con mayor prevalencia con el 52.9% de aves positivas y con la mayor diversidad 

de hemoparásitos, encontrando Haemoproteus, Leucocytozoon y microfilarias y 

algunas co-infecciones, sin embargo, es poco lo que se conoce con respecto a la 

historia de vida de esta especie, se encuentra catalogada según la NOM-059- 

SEMARNAT-2010, como SC (sin categoría), sin embargo su VV es de 14, por lo 

tanto es importante todo lo que se pueda obtener de información con respecto a 

esta especie para poder aportar un mayor conocimiento sobre su estatus y por lo 

tanto sobre el estado de salud de su población (SEMARNAT, 2010). 

 

La intensidad de infección reportada en el presente trabajo es mayor a lo ya 

reportado en México (Ham-Dueñas et al., 2017, Reinoso-Pérez et al., 2016), todas 

las especies positivas tuvieron una intensidad de infección entre media y alta, estos 

resultados contrastan con lo reportado por otros autores en donde la parasitemia es 

baja (Blanco et al., 2001, Basto et al., 2006, Fast et al., 2016). Sin embargo, 

intensidades mayores de infección a lo reportado en este trabajo, se han encontrado 

en otras aves paseriformes (Hauptmanová et al., 2006). En ninguno de estos 
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trabajos se observan signos clínicos en las aves aun con altos niveles de infección, 

sin embargo, se han realizado estudios en los que se relaciona la presencia de 

hemoparásitos con cambios en la coloración del plumaje (Hõrak et al., 2001), un 

incremento en la vulnerabilidad de ser presa (Møller y Nielsen, 2007). Se desconoce 

hasta el momento como la presencia o la intensidad de infección pueden afectar el 

estado de salud de las aves paseriformes del Estado de México, por lo que se 

requieren más estudios al respecto. 

 

Este es el primer estudio en el Estado de México; reportando por primera vez la 

presencia de hemoparásitos en las aves endémicas: Catharus occidentalis, 

Cardellina rubra, Atlapetes pileatus, Arremon virenticeps, Oriturus superciliosus. Y 

en las aves cuasiendémicas: Poecile sclateri, Ptiliogonys cinereus y Junco 

phaeonotus. También es el primer registro para las aves residentes: Vireo huttoni, 

Peucedramus taeniatus, Troglodytes aedon, Myioborus miniatus, Pipilo maculatus 

y Pheucticus melanocephalus. 

 

La información obtenida durante este trabajo se suma a los pocos estudios 

realizados en nuestro país, por lo que se requiere realizar más estudios 

incrementando el número de muestra y las áreas de muestreo para poder realizar 

comparación entre las especies de aves, así como analizar la intensidad de 

parasitemia y el estado de salud de las aves, de igual manera se requiere realizar 

estudios filogenéticos de las especies de hemoparásitos encontrados. 
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CONCLUSIONES 
 

Este es el primero estudio registrado de hemoparásitos en aves paseriformes de la 

zona alta de México. 

 

La proporción de aves positivas a hemoparásitos fue 29.93%. Se identificaron los 

géneros de Haemoproteus spp. (17.9%) y Leucocytozoon spp. (15.92%), así como 

la presencia de microfilarias (1.91%). 

 

Se observaron co-infecciones en seis (12,76%) especímenes endémicos de dos 

familias. 

 

La intensidad de infección en las aves positivas a la presencia de hemoparásitos, 

fue de media a alta. No se encontró intensidad de infección baja en ninguna de las 

aves muestreadas. 

 

Es necesario, realizar más estudios de hemoparásitos en las aves paseriformes del 

Estado de México; incrementando el esfuerzo de muestreo, así como los sitios de 

captura de las aves. De igual manera, se requiere llevar a cabo estudios 

filogenéticos para determinar las especies de hemoparásitos. 
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