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RESUMEN GENERAL

Las especies del género Chlamydia son bacterias Gram negativas intracelulares que
infectan una amplia gama de animales (aves, reptiles, anfibios y mamiferos, incluyendo
humanos), y causan una gran variedad de enfermedades. La amplia diversidad biolégica
del pais crea un nicho apropiado para el desarrollo de ciclos de transmision de Chlamydia
spp., lo que representa un peligro para las especies animales y humana. En la primera parte
de esta investigacion se tuvo como objetivo determinar la presencia e identificar
molecularmente las especies clamidiales presentes en aves de produccion (industrial y de
traspatio) de Costa Rica. Inicialmente se implementaron las técnicas de reaccion en cadena
de la polimerasa en tiempo real (QPCR) y en tiempo final (PCR) para Chlamydia spp. y C.
psittaci, seguidamente se analizaron 150 grupos de muestras de tejidos pulmonares de
aves de produccién industrial con problemas respiratorios y 112 grupos de hisopados
traqueales de aves de traspatio asintométicas con las técnicas moleculares (QPCR, PCR y
secuenciacion). Un total de 16,8 % (44/262) muestras resultaron positivas a Chlamydia
spp., encontrandose sobre todo en las muestras de aves de traspatio asintomaticas (28,6
%, 32/112) y en menor cantidad en aves de produccién industrial (8%, 12/150). Un 45,5 %
(20/44) de estas muestras se determinaron pertenecientes a la especie C. psittaci. En dos
pollos de produccién industrial y en un pavo de traspatio se logré determinar por primera
vez, a nivel latinoamericano, la presencia de C. psittaci genotipo A. La presencia de
Chlamydia gallinacea en pollos de traspatio y de Chlamydia muridarum en pollos y pavos
de produccion industrial y de traspatio se reporta por primera vez en Costa Rica y
Centroamérica. En un 40,9 % (18/44) de los casos, sin embargo, no fue posible identificar
la especie clamidial infectante. Estos hallazgos representan un riesgo especialmente para
trabajadores de granjas avicolas, mataderos y personas que tienen contacto directo con

estas aves.

El objetivo de la segunda parte del estudio fue diagnosticar y caracterizar molecularmente
las especies de Chlamydia presentes en animales domésticos y silvestres de Costa Rica.
Se recolectd un total de 333 muestras de hisopados o tejidos de animales asintomaticos
(299) y con signos clinicos (34); las cuales fueron analizadas mediante diferentes técnicas
moleculares (QPCR, PCR y secuenciacion); ademas se implementd la técnica de
aislamiento en cultivo celular. Del total de muestras analizadas, 59 (17,7 %) resultaron

positivas a Chlamydia spp., encontrdndose sobre todo en animales con enfermedad



respiratoria (50% de los casos), pero también en animales asintomaticos (14 % de los
casos). En aves se determin6 un 13,9 % (28/201), en mamiferos un 25,9 % (21/81) y en
reptiles un 19,6 % (10/51) de las muestras como positivas. La especie mas frecuentemente
diagnosticada fue Chlamydia psittaci genotipo A (22/59, 39 %), encontrandose por primera
vez en un gato, en un canario, en un cockatiel, en una lora, y una garza verde, aumentando
asi el rango de hospederos reportados en el pais. Se reporta por primera vez la presencia
de Chlamydia pneumoniae, en siete serpientes (Boa constrictor) y de Chlamydia suis en
cerdos. Estos hallazgos representan los primeros reportes a nivel centroamericano y
latinoamericano, respectivamente. Finalmente se diagnostico la presencia de C. psittaci en
un hisopado faringeal de un humano. Los hallazgos confirman la presencia de diversas
especies de Chlamydia con potencial zoonético en una gran variedad de animales
domésticos y silvestres que conviven con el ser humano. En vista del riesgo que
representan las clamidias para la salud publica se recomienda realizar un control activo de
enfermedades respiratorias en aves de produccion, reglamentar e implementar medidas de
bioseguridad en establecimientos de exhibicion y venta de animales, y descartar Chlamydia
spp. en problemas respiratorios de animales y humanos. Ademas, es importante
concientizar y alertar a los profesionales de la salud a considerar a las clamidias en el

diagnéstico diferencial de enfermedades respiratorias.
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INTRODUCCION GENERAL
Definicidon, historiay epidemiologia

El género Chlamydia es el microorganismo con el mas amplio espectro de infeccién
en el reino animal (Jones et al., 2008), ya que infecta tanto a mamiferos, como a
reptiles, anfibios y aves, en los cuales puede causar una importante gama de
enfermedades. Algunas de las especies que se encuentran en los animales se

transmiten ademas al hombre (Figura 1), por lo que este género de bacterias es de
gran importancia para la salud publica.

(1),
§r ) 5 {. 2

==p Transmision zodnotica demostrada
Limitada evidencia de transmision zoonotica

Potencial zoonotico desconocido

Figura 1. Especies de Chlamydia con potencial zoonético (Tomado de Longbottom &
Coulter, 2003).

~ Xiv ~



Dentro de las infecciones clamidiales, la que ha ganado mas relevancia a nivel
mundial es la clamidiosis aviar (CA), zoonosis ocasionada por la bacteria Chlamydia
psittaci. Se habia denominado psitacosis cuando afectaba aves psitacidas y
humanos; pero actualmente se emplea el término clamidiosis aviar para incluir otras
especies de aves afectadas. La infeccidon de las aves con C. psittaci es frecuente en
todo el mundo, reportandose su presencia en 469 especies de aves (Kaleta &
Taday, 2003). Los brotes en psitacidas y en explotaciones avicolas causan
considerables pérdidas economicas (Comision Europea, 2002). Chlamydia psittaci
afecta también al ganado ovino, caprino y bovino, cerdos y caballos (Sachse et al.,
2009).

La clamidiosis aviar se describi6 por primera vez hace mas de 100 afios, cuando se
asocio a una epidemia de neumonia en humanos, los cuales habian estado en
contacto con aves tropicales (Ritter, 1880; Harrison, 1989). Tiempo después, se
demostré que ademas de las aves psitacidas, las palomas, las aves acuaticas y las
gallinaceas son reservorios de C. psittaci (Morange, 1895; Harkinezhad et al., 2009).
Entre 1950-1980 se registraron brotes epidémicos en trabajadores de la industria
avicola en EE. UU. y Europa debido al contacto con patos (Grimes & Wyrick, 1991;
Meyer, 1967). En EE. UU. se han logrado disminuir los casos de psitacosis humana,
ya que entre 1988 y 2003 se reportaron 935 casos, con una mortalidad del 1 %, la
mayoria asociados al contacto con aves psitacidas y palomas (Vanrompay et al.,
2007), mientras que del 2003 al 2014, el Centro para la Prevencioén y Control de
Enfermedades (CDC) report6 112 casos de psitacosis (CDC 2014).

Con la ayuda de técnicas moleculares se han descrito nuevas especies de
clamidias, que parecen tener potencial zoonético, tales como Chlamydia ibidis
(Vorimore et al., 2013), Chlamydia avium y Chlamydia gallinacea, las cuales han
sido encontradas en aves pelecaniformes, psitaciformes, y galliformes,

respectivamente (Sachse et al., 2014).



Etiologia

Las especies de Chlamydia pertenecen al phylum Chlamydiae, orden Chlamydiales,
familia Chlamydiaceae (Horn et al., 2011). Son bacterias Gramnegativas,
intracelulares obligadas, con un ciclo de vida caracteristico del género Chlamydia,
que alterna entre una forma extracelular infectante, metabdlicamente inactiva,
llamada cuerpo elemental (CE), y la forma intracelular no infectante,
metabdlicamente activa, llamada cuerpo reticular (CR) (Schachter & Caldwell,
1980).

Los principales componentes antigénicos del género estan presentes en la
membrana externa, la cual contiene un lipopolisacarido (LPS) y una proteina mayor
de la membrana externa (MOMP). El LPS es un antigeno termoestable comun a
todos los miembros de la familia Chlamydiaceae, y de gran importancia, porque en
Su ausencia, no se realiza la transicion de la forma no infectante (CR) a la forma
infectante (CE) (Nguyen et al., 2011). Estos dos componentes antigénicos son parte
de los mecanismos de virulencia del género Chlamydia y pueden ser utilizados para
la identificacion del agente. Sin embargo, el LPS es un factor de virulencia que
puede ocasionar reacciones cruzadas en pruebas seroldgicas, no solamente entre
los distintos miembros de la familia Chlamydiaceae, sino que también con algunas
enterobacterias. Por otro lado, la MOMP representa el 60 % del peso seco de la
membrana de Chlamydia y es el antigeno dominante en C. psittaci, ya que esta
expuesta en la superficie de la membrana. Esta proteina consta de 5 dominios
transmembrana conservados (CDI-CDV) y 4 dominios variables (VDI-VDIV)
expuestos en la superficie externa. Las mutaciones en la MOMP estan relacionadas
con las estrategias de evasion del sistema inmune.

La MOMP es el antigeno especifico de especie que se utiliza en las pruebas directas
de deteccién de C. psittaci (Alonso et al., 2012). En base al gen ompA, que codifica
para la MOMP, se han diferenciado claramente nueve genotipos distintos de C.
psittaci. Siete de estos genotipos se han encontrado en reservorios aviares (A, B C,
D, E, F, EB), mientras que dos genotipos se han hallado en hospedadores no

aviares (WC y M56 en ganado vacuno y roedores, respectivamente). Actualmente,
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los genotipos mas heterogéneos se han clasificado en subtipos (A-VS1, A-6BC, A-
8455, EB-E30, EB-859, EB-KKCP, D-NJ1 y D-9N). Adicionalmente, para las cepas
gue no habian sido tipificadas hasta la fecha se han sugerido seis nuevos genotipos
provisionales (1V, 6N, Mat116, R54, YP84 y CPX0308), por lo que el niUmero total

de genotipos ascenderia a 15 (Sachse et al., 2008).

Transmision

Los animales infectados pueden excretar grandes cantidades del agente en forma
regular o intermitentemente en las heces (alrededor de 105 unidades infecciosas
por gramo de heces), orina, fluido lagrimal, descarga nasal, moco de la cavidad oral
y faringea, asi como por medio de la leche de buche de las aves infectadas. Se
desconocen los periodos en que los animales con enfermedad clinica o portadores
pueden transmitir el organismo. Los animales que comparten agua contaminada
también pueden infectarse, asi como los depredadores que comen cadaveres
contaminados con clamidias (Vanrompay et al., 1995). La transmision vertical a
través del huevo ha sido documentada en patos domésticos, gaviotas cabeza negra
(lllner, 1962), periquitos de amor (Olsen, 1990) y en pavos (Gerlach, 1986). Asi
mismo, los ectoparasitos como pulgas, acaros y piojos se reportan como posibles
vectores para transmitir de un animal a otro la enfermedad (Shewen, 1980).
Finalmente, el microorganismo puede ser introducido por contaminacién de equipos
y alimentos (Harkinezhad et al., 2009). La transmision a los humanos puede darse
por inhalacion, ingestion o contacto directo con animales infectados con diferentes

especies clamidiales (Longbottom & Coulter, 2003).

Patogénesis

El desarrollo de Chlamydia spp. se da tanto a nivel intracelular como extracelular. A
nivel intracelular presentan un comportamiento bifasico que consiste en dos formas
de vida morfologica y funcionalmente distintas (Figura 2): el cuerpo reticulado (CR)
gue puede presentar actividad metabdlica y replicativa o puede existir como un

organismo latente y no replicativo conocido como cuerpo criptico o aberrante. Este
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se produce por ciertas condiciones ambientales, o dependiendo del estado del
agente infeccioso o de la célula hospedadora (Beatty et al., 1994).

El curso extracelular discurre como una forma metabdlicamente inactiva, pero con
capacidad infecciosa llamada cuerpo elemental (CE) (tamafio 300-400 nm)
(Beeckman & Vanrompay, 2010). El CE puede infectar las células susceptibles
donde es capturado por endocitosis, aunque el mecanismo exacto adn se
desconoce. Knittler & Sachse (2015) han propuesto que C. psittaci puede infectar
gran cantidad de diferentes células (células epiteliales, monocitos, macréfagos,
fibroblastos, células dentriticas, entre otras), utilizando multiples rutas de entrada,
explicando asi el desarrollo de una infeccion sistémica en el animal. Los CE se
ubican dentro de vacuolas intracitoplasmaticas denominadas inclusiones, las cuales
no llegan a fusionarse con los lisosomas debido a un cambio en la membrana de
los CE que bloguea este evento. Transcurridas ocho horas se diferencian y se
transforman en CR de mayor tamafio (500-1500 nm), pleomdérficos que se
reproducen por medio de fisién binaria. Los CR requieren de ATP y nutrientes
celulares para su metabolismo y replicacion, ya que no poseen los mecanismos de
glucdlisis aerobia y son incapaces de sintetizar nucleétidos de novo. Esta
dependencia reduce el rendimiento energético de la célula huésped.

Después de varios ciclos de replicacion, el CR se reorganiza de nuevo en CE (de
24 a 48 horas), y se libera durante la lisis de la célula huésped (de 48 a 72 horas),
invadiendo otras células cercanas (Figura 2) (Longbottom & Coulter, 2003). ElI CE
se caracteriza por su resistencia tanto a factores fisicoquimicos como del medio
ambiente extracelular (Longbottom & Coulter, 2003). Esta resistencia es una
consecuencia de la rigidez de la envoltura, que es osméticamente estable y poco
permeable, y también por la reducida area superficial de los CE en comparacién con
la de los CR. Debido a que estas bacterias son resistentes a la desecacion, pueden
permanecer en un estado infectivo en el ambiente por varios meses (Rodolakis &
Yousef-Mohamad, 2010).
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Figura 2. Ciclo de desarrollo de Chlamydia spp. (Tomado de Longbottom & Coulter, 2003).

Manifestaciones clinicas
Para las aves enjauladas, el tiempo entre la exposicion a C. psittaci y la aparicion
de la enfermedad varia desde 3 dias hasta varias semanas. Sin embargo, las
infecciones latentes son comunes entre las aves, y la enfermedad activa puede
aparecer afos después de la exposicibn a Chlamydia. Las aves asintomaticas
pueden desarrollar la enfermedad bajo condiciones de estrés, tales como:

hacinamiento, destruccion del habitat, captura y condiciones inadecuadas de
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comercializaciéon. En las aves, la infeccibn puede producir una enfermedad
sistémica y ocasionalmente, puede causar la muerte. Los signos clinicos son
inespecificos y de gravedad variable. Estos dependen de la especie y la edad del
ave, asi como de la cepa infectante de clamidia. La clamidiosis aviar puede
manifestarse con letargo, hipertermia, secreciones anormales, rinorrea y lagrimeo,
y una disminucion de la puesta de huevos. En las aves domésticas, los signos
clinicos mas frecuentes son conjuntivitis, anorexia y pérdida de peso, diarrea,
deposiciones amarillentas, sinusitis, estornudo, dificultad respiratoria y biliverdinuria
(Mohan, 1984). Las aves psitacidas viejas pueden ser asintomaticas; sin embargo,
liberan el agente durante periodos largos de tiempo y en forma intermitente. En la
necropsia las aves afectadas muestran con frecuencia esplenomegalia vy
hepatomegalia, inflamacion fibrinosa de los sacos aéreos, pericarditis y celenitis
(Andersen & Vanrompay, 2003).

En el ser humano la enfermedad varia, se reportan desde sintomas inespecificos
parecidos a una gripe hasta neumonias severas (Crosse, 1990). Los hallazgos
radiolégicos incluyen infiltrados lobulares o intersticiales. Asimismo, han sido
reportados sintomas gastrointestinales no especificos como vomitos, dolor
abdominal y diarrea. Las complicaciones que pueden presentarse, por falta de
tratamiento especifico son miocarditis, endocarditis, encefalitis, queratoconjuntivis,
ictericia, linfomas oculares y fallas multiorganicas, que eventualmente producen la
muerte del paciente. En mujeres embarazadas puede ocasionar neumonia,
hepatitis, insuficiencia renal, sepsis, parto prematuro y muerte fetal (Longbottom &
Coulter, 2003).

Ciertas cepas de C. psittaci infectan el ganado, causando infecciones cronicas del
tracto reproductivo, insuficiencia placentaria y abortos. Estas cepas de C. psittaci
pueden transmitirse a las personas expuestas a los fluidos del parto y de la placenta

de estos animales infectados (Longbottom & Coulter, 2003).



Diagndstico

Numerosos estudios demostraron una pobre correlacion de resultados obtenidos
con diferentes técnicas diagnosticas (serologia, técnicas moleculares y cultivo)
(Hyman et al., 1995; Normann et al., 1998; Verkooyen et al., 1998; Wellinghausen
et al., 2006), concluyendo que es necesario conocer con precision la fase de
infeccion en la que se encuentra el animal, o determinar el momento en el que se
esta obteniendo la muestra, para establecer la técnica diagnéstica a utilizar (Frutos
2015) (Figura 3). En la Fase 1, en el momento que aparecen los primeros signos
clinicos, se recomienda el diagndstico mediante técnicas moleculares, mientras que
los anticuerpos de tipo IgM apareceran 3 a 6 semanas posterior a la sintomatologia
clinica. En la Fase 2 es posible detectar anticuerpos IgM en el suero de fase aguda,
mientras que los anticuerpos de tipo IgG se detectaran 6-8 semanas después de la
aparicion de los signos clinicos. Solamente en esta fase es posible realizar el
diagnéstico mediante técnicas moleculares y seroldgicas. En la Fase 3 el uso de
técnicas moleculares puede arrojar resultados negativos, por lo que se recomienda
utilizar sueros pareados para confirmar seroconversion (Frutos, 2015).

4+ PCR+
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(—

N

>
Periodo de incubaciéon 3 sem. 6sem. Tiempo
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Fase1 Fase 2 Fase 3

Figura 3. Dinamica de la aparicién de titulos de anticuerpos y marcadores moleculares para
ser detectados por técnicas de serologia o de PCR (Tomado de Hvidsten et al., 2009).

El aislamiento mediante cultivo celular se considera la prueba de oro (Andersen &
Franson, 2007; Andersen & Vanrompay, 2008). Las lineas celulares mas
frecuentemente empleadas son las BGM (células de rifibn de mono verde de

Buffalo), McCoy (fibloblastos de raton comuan), HelLa (células humanas derivadas de
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una muestra de cancer cérvico-uterino) y Vero (rifion de mono verde africano)
(Vanrompay et al., 1992). Esta técnica permite producir controles positivos puros
que pueden ser empleados en el diagndstico rutinario y para la caracterizacion
molecular de los aislamientos. Sin embargo, debido al tiempo necesario, la dificultad

y el riesgo bioldgico, el cultivo no es recomendado para el diagnéstico rutinario.

En cuanto a técnicas seroldgicas, la mayoria de los laboratorios de salud publica
utilizan en casos sospechosos las pruebas de fijacibn de complemento o
microinmunofluorescencia para la deteccion de anticuerpos contra Chlamydia spp.
(National Association of State Public Health Veterinarians, 2017). Dado que tanto la
fijacion del complemento, como la microinmunofluorescencia requieren de sueros
pareados, se consideran ensayos retrospectivos y no adecuados para un
diagndstico oportuno (Mitchell et al., 2009). ElI ELISA (ensayo por inmunoabsorciéon
ligado a enzimas, por sus siglas en inglés) ha sido ampliamente introducido en
formato de ensayos comerciales para el diagnoéstico de la clamidiosis humana.
Estos kits detectan el antigeno del LPS (antigeno de grupo) identificando todas las
especies de Chlamydiaceae. Un inconveniente con estas pruebas es que el LPS de
las clamidias comparte algunos epitopos con otras bacterias Gramnegativas,
ocasionando reacciones cruzadas y dando lugar a un gran numero de falsos

positivos (Vanrompay et al., 1994).

El CDC define un caso confirmado de CA, si al menos se logra un resultado positivo
con una de las siguientes técnicas de laboratorio:
e Aislamiento de C. psittaci en cultivo celular de una muestra respiratoria o de
tejido de ave.
e Aumento de cuatro veces del titulo de anticuerpos entre dos muestras de
suero, al menos con dos semanas de diferencia.
e Presencia del antigeno de C. psittaci identificado por PCR en una muestra
de tejido o hisopado.
Por otro lado, se considera un caso probable de CA en un animal o humano cuando
éste presenta signos clinicos compatibles, y se logra un resultado positivo al menos
con una de las siguientes técnicas de laboratorio:
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e Un solo titulo alto de anticuerpos en una 0 mas muestras obtenidas después
de la aparicion de los signos clinicos.
¢ Presencia del antigeno identificado por ELISA o Inmunofluroscencia indirecta

(IF1) en heces, frotis de cloaca, exudados respiratorios u oculares.

Por las razones anteriormente descritas, las técnicas de PCR estan reemplazando
el aislamiento de clamidias en cultivo de tejidos, ya que la sensibilidad y
especificidad de la PCR para Chlamydia spp. suele ser superior a la técnica de
cultivo celular. Adicionalmente, la sensibilidad es ain mayor si se utiliza una PCR
anidada o una PCR en tiempo real (gQPCR). Sin embargo, la PCR anidada tiene la
desventaja que si no se manipulan las reacciones con sumo cuidado existe el riesgo
de contaminacion, por otro lado, la gPCR presenta la desventaja de que se requiere
una sonda marcada con fluorescencia y un equipo especial, lo cual aumenta
sustancialmente los costos. No obstante, con la gPCR se reducen los problemas de
contaminacion, ya que se basa en una reaccion en un sistema cerrado (Everett et

al., 1999; Pantchev et al., 2009) lo cual compensa la inversion inicial.

Tratamiento y profilaxis

Existen diferentes métodos para el tratamiento de las aves con CA. Se han descrito
tratamientos con tetraciclinas via oral (25-50 mg/kg cada 24 horas por 45 dias),
mediante agua medicada (400 mg/L), o por via parenteral (75-100 mg/kg, cada 5 a
7 dias para las primeras 4 semanas y posteriormente cada 5 dias durante la
duracion del tratamiento (45 dias) (Smith et al., 2005). Recientemente se han
afiadido fluoroquinolonas y macrélidos de ultima generaciéon inyectables como
posibles tratamientos, sin embargo, estos se encuentran en experimentacion
(NASPHYV, 2017).
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Articulo |
Caracterizacion molecular de especies de Chlamydia en granjas avicolas

comerciales y de traspatio en Costa Rica

Resumen

La clamidiosis aviar es una enfermedad ocasionada por Chlamydia psittaci, un agente
zoonotico, el cual se ha reportado en mas de 469 especies de aves, y se encuentra
ampliamente distribuido a nivel mundial. Recientemente se han reportado brotes en
explotaciones avicolas causados por C. psittaci y otras especies clamidiales, ocasionando
considerables pérdidas econdmicas. El objetivo del presente trabajo fue determinar la
presencia e identificar molecularmente las especies clamidiales presentes en aves de
produccion (industrial y de traspatio) de Costa Rica. Inicialmente se implementaron las
técnicas de reaccion en cadena de la polimerasa en tiempo real (QPCR) y en tiempo final
(PCR) para Chlamydia spp. y C. psittaci, seguidamente se analizaron 150 grupos de
muestras de tejidos pulmonares de aves de produccion industrial con problemas
respiratorios y 112 grupos de hisopados traqueales de aves de traspatio asintomaticas con
las técnicas moleculares (QPCR, PCR y secuenciacion). Un total de 16,8 % (44/262)
muestras resultaron positivas a Chlamydia spp., sobre todo en muestras de aves de
traspatio asintomaticas (28,6 %, 32/112) y en menor cantidad en aves de produccién
industrial (8 %, 12/150). Un 45,5 % (20/44) de estas muestras se determinaron
pertenecientes a la especie C. psittaci. En dos pollos de produccién industrial y en un pavo
de traspatio se logré determinar por primera vez, a nivel latinoamericano, la presencia de
C. psittaci genotipo A. Ademas, por primera vez en Costa Rica y Centroamérica, se reporta
la presencia de Chlamydia gallinacea en pollos de traspatio y Chlamydia muridarum en
pollos de produccién industrial y de traspatio. En un 40,9 % (18/44) de los casos, sin
embargo, no fue posible identificar la especie clamidial infectante. Estos hallazgos
representan un riesgo potencial para trabajadores de granjas avicolas, mataderos y
personas que tienen contacto con estas aves, por lo que se desea concientizar y alertar a
los profesionales de la salud a considerar la clamidiosis aviar en el diagndstico diferencial

y control activo de enfermedades respiratorias en aves de produccion.

Palabras clave: Chlamydiaceae, Chlamydia psittaci, Chlamydia gallinacea, aves de

corral, Costa Rica.



Abstract

Avian chlamydiosis is a disease caused by Chlamydia psittaci considered a zoonotic agent,
which has been reported in more than 469 species of birds and is widely distributed
worldwide. Recently, outbreaks in poultry farms caused by C. psittaci and other chlamydial
species have been reported, causing considerable economic losses. The objective of this
work was to determine the presence and molecularly identify the chlamydial species present
in production birds (industrial and backyard) of Costa Rica. Initially, real-time polymerase
chain reaction (QPCR) and end-time (PCR) techniques were implemented for Chlamydia
spp. and C. psittaci, 150 groups of lung tissue samples from industrially produced birds with
respiratory problems and 112 groups of tracheal swabs from asymptomatic backyard birds
were then analyzed with molecular techniques (QPCR, PCR and sequencing). A total of
16.8% (44/262) samples were positive for Chlamydia spp., especially samples of
asymptomatic backyard birds (28.6 %, 32/112) and in lesser quantity samples of birds of
industrial production (8 %, 12/150). A total of 45.5 % (20/44) of these samples were
determined to belong to the species C. psittaci. The presence of C. psittaci genotype A in
two industrial chickens and in a backyard turkey is reported for the first time in Latin America.
In addition, Chlamydia gallinacea in backyard chickens and Chlamydia muridarum in
chickens of industrial and backyard production is reported for the first time in Costa Rica and
Central America. In 40.9 % (18/44) of the cases, however, it was not possible to identify the
infecting chlamydial species. These findings represent a risk especially for workers of poultry
farms, slaughterhouses and people who have direct contact with these birds, so it is desired
to raise awareness and alert medical health professionals to consider avian chlamydiosis in

the differential diagnosis and active control of respiratory diseases in production birds.

Keywords: Chlamydiaceae, Chlamydia psittaci, Chlamydia gallinacea, poultry,

Costa Rica.
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1. Introduccién

La clamidiosis aviar (CA) es una enfermedad zoondética causada por la bacteria
intracelular Chlamydia psittaci, la cual se encuentra ampliamente distribuida a nivel
mundial (OIE, 2018). Esta bacteria puede infectar mas de 467 especies de aves y
varias especies de mamiferos, incluidos los humanos (Kaleta & Taday, 2003). La
patogenicidad en las aves infectadas dependera de la especie afectada y de la cepa
de C. psittaci infectante, ocasionando cuadros clinicos asintomaticos hasta muerte
aguda (OIE, 2018). Las cepas aviares de C. psittaci se dividen actualmente en siete
genotipos basados en la secuencia del gen ompA que codifica la proteina principal
de la membrana externa (MOMP) (Sachse et al., 2009), y cada uno de los genotipos
tiende a estar asociado a ciertas especies de aves. En resumen, el genotipo A se
ha encontrado en aves psitacidas, el genotipo B en palomas, el genotipo C en patos
y gansos, el genotipo D en pavos, el genotipo E en palomas, patos y otras aves, el
genotipo EB en patos, pavos y palomas, y el genotipo F en periquitos (OIE, 2018).
La mayoria de genotipos aviares también se han identificado esporadicamente en
humanos, sobre todo los genotipos A, B y EB (Heddema et al., 2006; Vanrompay et
al., 2007). La transmisién a los seres humanos ocurre principalmente a través de
aerosoles de excreciones fecales o respiratorias de aves. A nivel mundial, la
psitacosis es una enfermedad notificable en humanos y aves de compaifiia, y mas
recientemente también en aves de corral (Heijne et al., 2018). En aves de corral, los
pollos y pavos inicialmente parecian ser menos susceptibles a la infeccion por
clamidia y una fuente esporadica de infeccion humana (Salisch et al., 1996;
Vanrompay et al. 1997; Lagae et al., 2014). Sin embargo, estudios recientes
reportan mas a menudo C. psittaci en este tipo de aves y la transmisién hacia el
humano (Hulin et al., 2015; Laroucau et al., 2015; Guo et al., 2016; Cechova et al.,
2018; Heijne et al., 2018, CDC, 2018).

Chlamydia psittaci se consideraba el Unico agente etioldgico de la clamidiosis aviar;
sin embargo, también se han reportado otras especies en aves, como Chlamydia

abortus, Chlamydia pecorum, Chlamydia trachomatis, Chlamydia suis y Chlamydia
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muridarum (Tanaka et al., 2005; Pantchev et al., 2009; Sachse et al., 2012; Guo et
al., 2016). En el 2009 se detectaron dos nuevas especies, Chlamydia gallinacea en
aves de corral y Chlamydia avium infectando palomas y aves psitacidas, las cuales
se establecieron como nuevas especies del género Chlamydia por Sachse y
colaboradores en 2014. Estudios recientes plantearon la hipdtesis de que C.
gallinacea es endémica en pollos y ocasiona signos clinicos leves y reduccion del
peso en pollos de engorde (Guo et al., 2016), mientras que las infecciones con C.
avium se han reportado como asintomaticas (OIE, 2018). Ademas, se ha sugerido
un potencial zoonético de C. avium, sin embargo, no se ha presentado evidencia

concluyente hasta la fecha (Heijne et al., 2018).

Estudios realizados en Costa Rica determinaron la presencia de anticuerpos contra
C. psittaci en psitacidas que se encontraban en cautiverio, y la presencia de la
bacteria en psitacidas y palomas que convivian en hogares y plazas publicas,
respectivamente, con los costarricenses (Herrera et al., 2001; Sheleby-Elias et al.,
2013; Dolz et al., 2013). Se desconoce, sin embargo, la presencia de C. psittaci y
otras especies de Chlamydia en aves gallinaceas, por lo que el presente trabajo
plante6 determinar la presencia de especies clamidiales en pollos de produccion
(industrial y de traspatio) de Costa Rica, las cuales podrian estar transmitiéndose al

ser humano durante la manipulacién y sacrificio de las aves.

2. Materiales y métodos

2.1 Tipo de estudio y poblacién de referencia

Se analizaron dos grupos de muestras, los cuales se recolectaron en los afios 2014
y 2015 en el marco del Programa de Vigilancia Epidemiolégica de Salud Aviar, por
el Servicio Nacional de Salud Animal (SENASA). Para el primero se realizé un
estudio no probabilistico de muestreo por conveniencia para determinar la presencia
de especies de Chlamydia en aves gallindceas con sintomas respiratorios. Para el
segundo, se efectué un estudio probabilistico de seleccion aleatoria de las

muestras. El primer grupo de muestras consistié de tejidos pulmonares recolectados
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de pollos (Gallus gallus domesticus) de produccién con problemas respiratorios de
sistemas industrial-comerciales en la Region Central Occidental (Alajuela, Cartago,
Heredia, San Jos€) y Puntarenas, y el segundo grupo constaba de hisopados
traqueales tomados de pollos y pavos (Meleagris gallopavo) de explotaciones de
traspatio sin signos respiratorios provenientes de diferentes zonas geogréficas del

pais (Alajuela, Cartago, Guanacaste, Heredia y Puntarenas).

2.2 Tamafo y tipo de muestra

Se analizaron 150 grupos de muestras de tejidos pulmonares de aves de 77
establecimientos de produccion industrial-comercial. Cada grupo de muestra estaba
conformado por tejidos pulmonares de 1 a 5 pollos de una misma granja de
produccion con problemas respiratorios (Grupo 1). Se escogieron muestras de aves
con signos clinicos de aerosaculitis, ya que existia mayor probabilidad de encontrar
el agente. Ademas, se analizaron un total de 112 grupos de muestras de hisopados
traqueales de 25 establecimientos de aves de traspatio, para 111 grupos la muestra
se conformo por hisopados de 1 a 5 pollos y un grupo de muestra se compuso de 3
hisopados de pavos, los 112 sin signos clinicos evidentes (Grupo 2). Las muestras
se conservaron en frio (hielera) por un maximo de 24 horas hasta ser remitidas al

laboratorio, donde se preservaron inmediatamente a una temperatura de -80°C.

2.3 Extraccién de ADN muestras de aves

Para la extraccion de los acidos nucleicos se empled el kit MagMax™ Pathogen
RNA/DNA (Life Technologies, Caldsbald, USA), y se utilizé el equipo MagMax™
Express 96 (Applied biosystem, Foster City USA), procediendo segun instrucciones
del fabricante. Se procedié con la cuantificacion y verificacion de la calidad de los

extractos mediante un espectrofotometro NanoDrop® ND-1000.
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2.4 Implementacion de latécnicade qPCR parala deteccion de Chlamydia spp.
Para la implementacién de las técnicas se siguieron las recomendaciones dictadas
por la OIE sobre la validacion y el control de calidad de métodos de PCR para el
diagnostico de enfermedades infecciosas (OIE, 2008). Para optimizar la
especificidad de la técnica se realizaron pruebas determinando la concentracién
ideal de los iniciadores y de la sonda a utilizar en el gPCR. Para determinar la
sensibilidad, se analizaron diluciones seriadas en base de 10 de extractos de
cultivos celulares de C. muridarum por triplicado. EI gPCR implementado utilizo el
protocolo descrito por Everett et al. (1999) para la deteccion del gen ARNr 23S de
la familia Chlamydiaceae con las siguientes modificaciones: Se utilizaron los
iniciadores  TQF  5-GAAAAGAACCCTTGTTAAGGGAG-3 y TQR 5'-
CTTAACTCCCTGGCTCATCATG-3’; y la sonda FAM-
CAAAAGGCACGCCGTCAAC-TAMRA. El volumen de la reaccién (25 uL) incluyé
12.5 pL de Maxima Probe/ROX gPCR Master Mix - 2X (Thermo Scientific, Waltham,
USA), 1.0 pyL de cada iniciador a una concentraciéon desde 5 hasta 20 pmol/uL
(finalmente se emple6 10 pmol/uL), 0.5 pL de la sonda a concentracion desde 5
hasta 20 pmol/uL (finalmente se utiliz6 10 pmol/uL), 5 uL de ADN y 5 pL de agua
grado biologia molecular (Thermo Scientific). Los pasos para la amplificacion
consistieron en 95°C por 10 minutos; 40 ciclos de 95°C por 15 segundos y 60°C por

1 minuto.

Una vez implementado el qPCR, se analizaron las extracciones por triplicado, como
control positivo se utilizd un extracto de ADN del cultivo de la cepa patron C.
muridarum ATCC VR-123, donada por el Laboratorio de Chlamydias y Virus
Papiloma Humano, Instituto de Virologia, Facultad Ciencias Médicas, Universidad
Nacional de Cdrdoba, Argentina. Todas las muestras amplificando el segmento de
130 pb y con una curva de crecimiento superando el umbral (calculado

automéaticamente) hasta el ciclo 35 se consideraron positivas (Everett et al. 1999).
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2.5 Validacion de latécnica de gPCR para la deteccidon especifica de C. psittaci

en muestras positivas a Chlamydia spp.

Para implementar el protocolo de amplificacion del gen ompA de C. psittaci descrito
por Pantchev et al. (2009), se procedié de manera similar como con la validacion
del gPCR de Chlamydiaceae (2.4) y se implementd con las siguientes
modificaciones: Se  emplearon los iniciadores  CppsOMP1-F  (5'-
CACTATGTGGGAAGGTGCTTCA-3) y CppsOMP1-R (5'-
CTGCGCGGATGCTAATGG-3'); y la sonda CppsOMP1-S (5-FAM-
CGCTACTTGGTGTGAC-TAMRA-3’). Los volumenes de reactivos y condiciones de
amplificacion fueron las mismas como descritas en 2.4. El control positivo utilizado
correspondié a un extracto de ADN de C. psittaci donado por el Laboratorio de
Chlamydias y Virus Papiloma Humano, Argentina. Todas las muestras amplificando
un segmento de 77 pb y con una curva de crecimiento superando el umbral
(calculado automaticamente) entre los primeros 36 ciclos se consideraron positivas
(Pantchev et al. 2009).

2.6 Caracterizacion molecular y analisis filogenético comparativo de las

muestras positivas a Chlamydia spp.

A las muestras que resultaron positivas en el gPCR a familia Chlamydiaceae, se les
realizé una PCR convencional, para amplificar una secuencia parcial de dominios
variables del gen ARNr 23S de Chlamydia spp. (Guo et al., 2016); esto con el
objetivo de determinar la especie clamidial presente en la muestra. Se utilizaron las
siguientes condiciones: el volumen de la reaccion (25 pl) incluyé 12.5 pL de Dream
Tag™ PCR Master Mix 2X (Thermo Scientific, Waltham, USA), 2.0 uL de cada
iniciador  (23S-UP:  5-GAGTCCGGGAGATAGACAGC-3’;  23S-DN:  5'-
CATGGATCTTCACTAGTATCCGC-3’) a una concentracion de 10 pmol/uL, 5 pL de
ADNy 3.5 uL de agua grado biologia molecular (Thermo Scientific). Los pasos para
la amplificacién consistieron en 95°C por 3 minutos; 40 ciclos de 95°C por 30

segundos, 50°C por 30 segundos, 72°C por 45 segundos, y una extension final a
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72°C por 5 minutos. El control positivo utilizado correspondi6 a un extracto de ADN
de C. psittaci donado por el Laboratorio de Chlamydias y Virus Papiloma Humano,
Argentina. Muestras con amplicones de tamafio de 329 pb se consideraron
positivas. Los amplicones se visualizaron en electroforesis en gel de agarosa al 1%
en amortiguador TBE 0.5x (Tris Base, Acido acético glacial, EDTA pH 8, 0.5 M),
teflidas con colorante GelRed™ Nucleic Acid Gel Strain (0.5 pg/mL). La corrida
electroforética se realizé a 100 voltios durante 45 minutos. Como marcador de peso
molecular se utilizé GenRuler 100 bp DNA Ladder Plus (Thermo Scientific). Cada
producto de PCR de tamafio 329 pb fue purificado con el kit QIAquick® (QIAGEN,
Venlo, Netherlands), segun las indicaciones del proveedor, y enviado a Macrogen
(Seoul, Corea) para su secuenciacion. Las secuencias parciales se alinearon con el
programa BioEdit Sequence Aligment Editor® (Hall, 1999) y se compararon
mediante el algoritmo BLASTn con la base de datos del NCBI (Nacional Center for
Biotechnology Information). Posteriormente se importaron en MEGA X (Kumar et
al., 2018), utilizando el algoritmo de Jukes y Cantor (Jukes & Cantor, 1969) y el
método Neighbor-Joining (Saitou & Nei, 1987) para el disefio del arbol filogenético.
Se calcularon diez mil réplicas (Felsenstein, 1985). Secuencias de cepas de
referencia de diferentes especies clamidiales (C. gallinacea 08-1274/3
(AWUS01000004), C. avium 10DC88 NR121988, Chlamydia abortus S26/3
(NRO77001), C. psittaci 6BC (NR102574), Chlamydia felis Fe/C-56 (NR076260),
Chlamydia caviae GPIC (NR076195), Chlamydia pneumoniae CWL029
(NR0O76161), Chlamydia pecorum E58 (NR103180), Chlamydia suis R22 (U68420),
Chlamydia trachomatis 434/BU (NR103960) y Chlamydia muridarum Nigg3

(CP009760)), fueron incluidos en el analisis de filogenia.
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2.7. Genotipificacién y analisis filogenético de las muestras positivas a C.

psittaci.

A las muestras que resultaron positivas en el gPCR a C. psittaci se les realizd un
PCR anidado para amplificar el gen ompA y determinar el genotipo presente,
siguiendo el protocolo descrito por Sachse and Hotzel (2003). Se utilizaron los
iniciadores 191CHOMP (5'-GCIYTITGGGARTGYGGITGYGCIAC-3)y 371 CHOMP
(5-TTAGAAICKGAATTGIGCRTTIAYGTGIGCIGC-3) en la primera ronda de
amplificacion, asi como el par 218 PSITT (5'-
GTAATTTCIAGCCCAGCACAATTYGTG-3) y 336 CHOMP (5'-
CCRCAAGMTTTTCTRGAYTTCAWYTTGTTRAT-3") en la segunda, los cuales
amplifican el dominio variable IV del gen ompA. En ambos PCR el volumen de la
reaccion (25 pL) incluyé 12.5 yL de Dream Tag™ PCR Master Mix 2X (Thermo
Scientific, Waltham, USA), 1.0 pL de cada iniciador a una concentracién de 20
pmol/uL, 5 pL de ADN y 5.5 yL de agua grado biologia molecular (Thermo
Scientific). Asimismo, los pasos para la amplificacion consistieron en: 95°C por 3
min; 35 ciclos de 95°C por 30 segundos, 55°C por 30 segundos, 72°C por 45
segundos y una extension final a 72°C por 5 minutos. Muestras que amplificaron un
segmento de 389 pb se consideraron positivos. Los amplicones se visualizaron
mediante electroforesis, se purificaron, se enviaron a secuenciar a Macrogen
(Korea) y se les realiz6 el andlisis filogenético como se detallé anteriormente (2.6).
Se emplearon las secuencias de referencia de los genotipos A (AY762608), B
(AF269265), C (L25436), D (AF269266), E (X12647), F (AF269259), E/B
(AY762613), M56 (AF269268) y WC (AF269269) (Sachse et al., 2008) en el analisis.
El arbol fue comparado con la secuencia ompA de C. caviae como grupo externo
(GPIC, GenBank AF269282) (Zhang et al., 1989)).
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3. Resultados

Un total de 44 (16,8 %) de 262 muestras resultaron positivas a Chlamydia spp.
mediante la qPCR de familia, doce (8,0 %) en el Grupo 1 (pulmones de aves de
produccién comercial que habian presentado problemas respiratorios) y 32 (28,6 %)
en el Grupo 2 (hisopados de aves de traspatio sin signos clinicos aparentes)
(Cuadro 1). El analisis de las 44 muestras positivas con el PCR convencional de
Chlamydia spp. establecio la especie clamidial en ocho muestras (Cuadro 1).
Mientras que con el gPCR de C. psittaci, se determinaron 20 muestras positivas,
cuatro (4/44, 9,1 %) en el Grupo 1y 16 (16/44, 36,3 %) en el Grupo 2. De las 20
muestras positivas, tres se confirmaron como C. psittaci mediante PCR anidado

especifico (Cuadro 1). No se logré determinar la especie de clamidia en 18 de ellas.

Cuadro 1. Numero de muestras positivas amplificadas con diferentes PCR

gPCR PCR gPCR PCR Sin identificar
Chlamydia spp.  Chlamydia spp. C. psittaci C. psittaci especie
+/total (%) +/total (%) +/total (%) +/total (%) +/total (%)
Grupo 1 12/150 (8,0) 2/12 (16,7) 4/12 (33,3) 2/4 (50,0) 7/12 (58,3)
Grupo 2 32/112 (28,6) 6/32 (18,7) 16/32 (50,0) 1/16 (6,2) 11/32 (34,4)
Total 44/262 (16,8) 8/44 (18,2) 20/44 (45,5)  3/20 (15,0) 18/44 (40,9)

De las 12 muestras positivas en el Grupo 1, cuatro muestras se determinaron como
C. psittaci mediante gPCR, y de estas, dos muestras (P1 y P30) se confirmaron
mediante PCR especifico de la especie y secuenciacion (Cuadro 2, Figura 1).
Asimismo, una de estas muestras (P1) se detecté ademas mediante el PCR de
Chlamydia spp. y secuenciacion como C. psittaci (Cuadro 3, Figura 2), mientras que
otra muestra (P53) se determiné como C. muridarum (Cuadro 3, Figura 2). En siete

muestras no se logré establecer la especie clamidial infectante (Cuadro 1).

De las 32 muestras positivas a Chlamydia spp. en el Grupo 2, 16 muestras se
determinaron como C. psittaci en gPCR, y el resultado se confirmé en una de estas
muestras (H27) mediante los dos PCR punto final y secuenciacion (Cuadros 2y 3,

Figuras 1 y 2). Mediante PCR convencional para Chlamydia spp. tres muestras
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(H102, H105 y H112) se determinaron como C. gallinacea (Cuadro 3, Figura 2) y
dos muestras (H58 y H59) como C. muridarum (Cuadro 3, Figura 2). En 11 muestras

no se pudo esclarecer cual clamidia estaba presente (Cuadro 1).

Cuadro 2. Muestras positivas para el gen ompA de C. psittaci segun especie ave,

tipo de produccion, ubicacién e identidades nucleotidicas con secuencias del

GenBank

Cadigo Especie aviar Tipo Provincia Similitud Cepa patrén (Codigo N°

Muestra P explotacion nucleotidica (pb) GenBank) acceso*
P1 Gallus gallus Industrial Alajuela 100 % (330/330) C. psittaci (X56980) 2349691
P30 Gallus gallus Industrial Alajuela 100 % (330/330) C. psittaci (X56980) 2349692
H27 Meleagris 1 coatio  Puntarenas 100 % (330/330)  C. psittaci (X56980) 2349698

gallopavo
* N° provisional.

@ P30 POLLO INDUSTRIAL COSTA RICA
64| ® H27 PAVO TRASPATIO COSTA RICA

@ P1 POLLO INDUSTRIAL COSTA RICA
99 <> GENOTIPO A LORA BELGICA

GENOTIPO B PALOMA CALIFORNIA-USA
100 64| - GENOTIPO E PATO CHINA
86/ GENOTIPO E/B PATO BELGICA
GENOTIPO M56 RATA ALMIZCLERA CANADA
" GENOTIPO D PAVO NEW JERSEY-USA
» GENOTIPO C GANSO BELGICA
99\— GENOTIPO F PERICO GEORGIA-USA
{ GENOTIPO WC VACA GEORGIA-USA
CHLAMYDIA CAVIAE COBAYO GEORGIA-USA

0.02

Figura 1. Dendograma obtenido de un fragmento de 330 nucledtidos del dominio
variable IV del gen ompA de C. psittaci, construido por el método de Neighbor joining
y el modelo Jukes y Cantor. La secuencia de C. caviae GPIC se incluyé como grupo

externo. Se indican los valores de bootstrap (10.000 pseudoréplicas) en los nodos

de las ramas.
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Cuadro 3. Muestras positivas a Chlamydia spp. segun especie ave, tipo de

produccion, ubicacion e identidades nucleotidicas al PCR gen ARNr 23S con

secuencias del GenBank

Cadigo Especie aviar Tipo Provincia Similitud Cepa patron (Codigo N°
Muestra P explotacion nucleotidica (pb) GenBank) acceso*
P1 Gallus gallus Industrial Alajuela 99.7 % (316/317)  C. psittaci (NR102574.1) 2420257
P53 Gallus gallus Industrial Alajuela 99.4 % (327/329) C. muridarum (CP007217.1) 2420260
H27 g;:gsgcg Traspatio  Puntarenas 99.4 % (323/325) C. psittaci (NR102574.1) 2420258
H58 Gallus gallus  Traspatio Alajuela 99.4 % (327/329) C. muridarum (CP007217.1) 2420261
H59 Gallus gallus  Traspatio Alajuela 99.4 % (327/329) C. muridarum (CP007217.1) 2420262
H102 Gallus gallus  Traspatio  Puntarenas 100 % (327/327) C gallinacea (MK294049.1) 2420265
H105 Gallus gallus  Traspatio  Puntarenas 100 % (327/327) C gallinacea (MK294049.1) 2420266
H112 Gallus gallus  Traspatio Cartago 100 % (327/327) C gallinacea (MK294049.1) 2420267

* N° provisional.

48

33

——

621C. caviae GPIC

C. abortus S$26/3
QO C. psittaci 6BC
@ C. psittaci P1
70 '@ C. psittaci H27
C. felis Fe/C-56

& C. gallinacea H95
74 | ® C. gallinacea H101
¥ C. gallinacea H78
{ C. gallinacea 08-1274/3
C. avium 10DC88

C. pneumoniae CWL029
C. pecorum ES8

79[

C. suis R22

0.005

O C. muridarum Nigg3
B C. muridarum P53

94 |l C. muridarum H68
M C. muridarum H69
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Figura 2. Dendograma obtenido de un fragmento de 317 nucle6tidos de dominios
variables del gen ARNr 23S de Chlamydia spp., construido por el método de
Neighbor joining y el modelo Jukes y Cantor. Se muestran once cepas de referencia
de Chlamydia spp. y las especies clamidiales encontradas en el presente estudio
(vifietas negritas). Se indican los valores de bootstrap (10.000 pseudoréplicas) en

los nodos de las ramas.

Las tres muestras C. psittaci positivas se establecieron como genotipo Ay recibieron
los numeros de acceso GenBank que se indican en el Cuadro 2. El andlisis
filogenético basado en el gen ARNr 23S demostré que las secuencias de las tres
especies identificadas en este estudio (C. psittaci, C. muridarum y C. gallinacea)
fueron similares (99.4 %-100 %) a secuencias de especies clamidiales depositadas
en GenBank (Cuadro 3) y recibieron los nimeros de acceso que se indican en el
Cuadro 3.

La mayor cantidad de muestras Chlamydia positivas se encontraron en el grupo de
aves de traspatio sin signos clinicos. Un 28,6 % (32/112) de estas muestras
resultaron positivas, ademas, se encontraron positivos en un 60,0 % (15/25) de los
establecimientos analizados (Cuadro 4). En contraste, en el grupo de muestras de
aves provenientes de establecimientos industrial-comerciales, solamente un 8,0%
(12/150) resultaron positivos, las aves positivas se determinaron en 12,9 % (10/77)
de los establecimientos analizados. Las muestras positivas a Chlamydia spp. se
encontraron sobre todo en Alajuela (33/44, 75,0 %), sin embargo, en esta provincia
se recolecté también la mayor cantidad de muestras (195/262, 74,4 %). Asi, todas
las muestras positivas a Chlamydia spp. del Grupo 1 (aves industrial-comercias) se
encontraron en la provincia de Alajuela (Cuadro 4), mientras que las muestras
positivas en el Grupo 2 (aves de traspatio) se encontraron sobre todo en Alajuela,

pero también en Puntarenas, Cartago y Guanacaste (Cuadro 4).

La presencia de C. psittaci se detect6 en tres establecimientos comerciales en la
provincia de Alajuela, en cuatro establecimientos de aves de traspatio en Alajuela y

un establecimiento de aves de traspatio de Puntarenas (QPCR C. psittaci) (Cuadro
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2), mientras que C. gallinaceae se determin6 en dos establecimientos de aves de
traspatio en Puntarenas y uno en Cartago (Cuadro 3), y la presencia de C.
muridarum se establecio en un establecimiento comercial y en un establecimiento

de aves de traspatio de Alajuela (Cuadro 3).

Cuadro 4. Distribucion de las muestras positivas a Chlamydia spp. por sistema de

produccion y ubicacion

Sistem_a} Provincia N° muestras + gPCR Estab]ecimientos Animales
produccion (%) (%) analizados (+) analizados
Alajuela 133(88,7) 12 (8,0) 65 (10) 534
Cartago 6 (4,0) 0 4 (0) 22
Comercial Heredia 4(2,7) 0 3(0) 18
(Grupo 1) San José 4(2,7) 0 3(0) 20
Puntarenas 3(2,0) 0 2(0) 11
Total 150 (100,0) 12 (8,0) 77 (10) 605
Alajuela 62 (55,4) 21 (18,7) 13 (10) 310
Cartago 6 (5,4) 1(0,9) 3(1) 30
Traspatio  Guanacaste 6 (5,4) 1(0,9) 1(1) 30
(Grupo 2)  Heredia 12 (10,7) 0 2 (0) 60
Puntarenas 26 (23,2) 9 (8,0) 6 (3) 125
Total 112 (100,0) 32 (28,6) 25 (15) 555
Total 262 44 102 (25) 1160
4. Discusion

El presente estudio reporta por primera vez la deteccion de diferentes especies de
Chlamydia en aves gallinaceas de granjas comerciales y de traspatio de Costa Rica
y Centroamérica. El porcentaje de positividad determinado en granjas comerciales
(8,0 %) fue mayor que lo reportado en México (3,4%), en Polonia (2,2 %) y
Eslovaquia (6,9 %) (Szymanska-Czerwinska et al., 2017; Cechova et al., 2018;
Ornelas-Eusebio et al., 2020), pero menor que lo encontrado en granjas avicolas
comerciales de Holanda (9,8 %) y Argentina (40,3 %) (Heijne et al., 2018; Origlia et
al., 2016). Asimismo, el porcentaje determinado en granjas de traspatio de nuestro
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pais (28,6 %) fue superior que el de otros paises como Estados Unidos (13.6 %),
Italia (15 %) y China (24.7 %) (Li et al., 2017; Guo et al., 2016; Donati et al., 2018),
pero similar al que recientemente se reportd en México (28,6 %) (Ornelas-Eusebio
et al., 2020).

En las aves de traspatio se determiné cuatro veces mas muestras positivas a
especies de Chlamydia que en muestras de aves de explotacion industrial, a pesar
de que fueron las dltimas, las que habian mostrado signos respiratorios. Esto se
puede deber a la falta de medidas de bioseguridad en los establecimientos de
traspatio y la posibilidad de contacto con otros animales, principalmente con aves
silvestres, que pueden transmitir el agente (Hulin et al., 2015; Vorimore et al., 2015;
Ornelas-Eusebio et al., 2020). Factores como medidas de bioseguridad estrictas,
buenas practicas de limpieza y desinfeccion, uso de medicina preventiva
(antibidticos) y buen manejo de la nutricion han demostrado reducir el riesgo de
transmision de patégenos (Sims, 2006, Hulin et al., 2015, Vorimore et al., 2015). Es
de notar, el hallazgo de C. psittaci en aves con signos respiratorios en explotaciones
comerciales. Los porcentajes de positividad determinados en los dos grupos
podrian estar, sin embargo, subestimados, por un lado, porque las bacterias se
excretan en forma intermitente en animales asintomaticos (Andersen & Vanrompay,
2003), por el otro lado, porque el ave generalmente excreta la bacteria por faringe
0 por cloaca, y no de los dos sitios (Sheleby-Elias et al., 2013 y Cechova et al.,
2018).

En este estudio se logré determinar por primera vez en Costa Rica y Centroamérica
C. psittaci en aves gallinaceas de produccién y de traspatio, lo que debe de alertar
a los trabajadores en granjas avicolas, en mataderos y a las personas que tienen
contacto directo con estas aves, sobre el riesgo de infeccion y de enfermar con la
bacteria. Chlamydia psittaci se ha determinado en pollos en Australia, Alemania,
Bélgica, Francia, Eslovaquia, Italia y China (Yang et al., 2007; Gaede et al., 2008;
Zhang et al., 2008; Laroucau et al., 2009; Robertson et al., 2010; Zhou et al., 2010;
Dickx et al., 2010; Yin et al., 2013; Guo et al., 2016; Cechova et al., 2018; Donati et
al., 2018), causando pérdidas econémicas a la industria avicola debido a su reporte

obligatorio (Cechova et al. 2018). Los porcentajes de infeccién en todos estos
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paises no superan el 6,9 % (Eslovaquia), en contraste a los porcentajes obtenidos
en este estudio (45,5 %); sin embargo, estudios serologicos (ELISA especifico de
C. psittaci) en granjas de engorde en Bélgica determinaron seropositividades del 95
%, por lo que los porcentajes obtenidos mediante PCR pudieran estar
subestimadas, debido a la excrecion intermitente de la bacteria (Dickx et al., 2010).
La deteccion del genotipo A en pollos de nuestro pais concuerda con reportes de
Bélgica (Van Loock et al., 2005; Lagae et al., 2014) y representa un riesgo para las
personas en contacto con estas aves, ya que este genotipo se considera altamente
virulento (Beeckman & Vanrompay, 2009). En los diferentes establecimientos,
especialmente en los que resultaron positivos a C. psittaci se deberian de revisar e
implementar las medidas de proteccion personal, que deben de incluir: protocolo de
higiene de las manos y ropa protectora, uso de guantes y mascara de filtro de aire
de cara completa. Debe de existir una sala de transicion, donde se pueda guardar
la ropa de proteccion, asimismo, se debe de realizar una adecuada limpieza y
ventilacion natural o mecanica que evite la contaminacién cruzada entre los
diferentes espacios (Deschuyffeleer et al., 2012).

El diagndstico de agentes infecciosos que ocasionan problemas respiratorios en
aves de produccion en Costa Rica se realiza por SENASA como control activo, e
incluye la enfermedad de Newcastle, la influenza aviar, la laringotragueitis
infecciosa, la bronquitis infecciosa aviar y especies de Mycoplasma. Un estudio
reciente realizado por De Boek et al., (2015), determind problemas de conjuntivitis,
enfermedad respiratoria superior y disnea en pollos de engorde infectados con C.
psittaci, asimismo, se establecio supresion del sistema inmune (Chu et al., 2016),
por lo que se recomienda incluir la clamidiosis aviar en el diagnéstico diferencial de
enfermedades respiratorias de aves de produccion (Dickx et al., 2010, Laroucau et
al., 2014, Lagae et al., 2014, Hulin et al., 2015, CDC, 2018).

Se reporta ademas, por primera vez en Costa Rica y Centroamérica, la presencia
de C. muridarum (especie no zoonotica) en pollos comerciales y de traspatio. Este
hallazgo se considera accidental y esporadico, posiblemente por contacto cercano
de las aves con los hospederos naturales (roedores) de la bacteria (Guo et al. 2016).
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Finalmente, se reporta por primera vez en Costa Rica y Centroamérica, la presencia
de C. gallinacea en pollos de traspatio, un agente clamidial detectado recientemente
a nivel mundial, por lo que no se cuenta con mucha informacion. Su presencia se
reporta en cuatro paises europeos (Francia, Grecia, Eslovenia, Crocia), asi como
en China, Argentina, México y Estados Unidos (Zocevic et al., 2012; Guo et al.,
2016; Origlia et al., 2016; Li et al., 2017; Ornelas-Eusebio et al., 2020). Estudios
experimentales con C. gallinacea mostraron una reduccion significativa del peso
corporal (desde un 6,5 hasta a un 11,4 %) de los animales sin presentacion de
signos clinicos (Guo et al., 2016). Sin embargo, trabajadores de mataderos
expuestos a pollos infectados con este agente, desarrollaron neumonia atipica,
indicando un potencial zoono6tico de C. gallinacea (Li et al., 2017).

Las técnicas de gPCR resultaron ser méas sensibles, que las técnicas de PCR de
punto final, lo que esta ampliamente documentado en la literatura (DeGraves et al.,
2003; Opota et al., 2015; OIE 2018). De las muestras detectadas como positivas en
el gPCR de Chlamydia spp., un 45,4 % (20/44) se confirmaron como C. psittaci
mediante el qPCR especifico para esta especie, confirmando una presencia
significativa del agente en nuestro medio (Sheleby-Elias et al., 2013; Dolz et al.,
2013). Los PCR punto final para Chlamydia spp. y C. psittaci, en contraste, solo
lograron detectar un 18,2 % (8/44) y un 15,0 % (3/20) de positivos detectados en los
gPCR, respectivamente. En un 40,9 % (18/44) de los casos no fue posible identificar
la especie clamidial infectante. Es posible, que el uso de gPCR para otras especies
de Chlamydia (por ejemplo C. gallinacea) ayude a identificar las clamidias no
determinadas. Estudios recientes (Hulin et al., 2015, Origlia et al., 2016; Guo et al.,
2016; Li et al., 2017; Taylor-Brown & Polkinghorne, 2017; Cechova et al., 2018) han
establecido la mayoria de las clamidias sin identificar como pertenecientes a C.
gallinacea (detectadas mediante gPCR), una especie que se considera endémicay
predominante en pollos.

Los resultados de este estudio demuestran la complejidad de la epidemiologia de la
clamidiosis aviar, y confirma, que las infecciones clamidiales en aves no solo se

deben a C. psittaci.
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. Conclusiones

Se detecto la presencia Chlamydia spp. en 8,0 % (12/150) de muestras de aves
de establecimientos industriales con sintomatologia respiratoria y en un 28,6 %
(32/112) de muestras de aves de traspatio sin sintomatologia clinica.
Chlamydia psittaci se determiné presente en un 45,5 % (20/44) de las aves de
produccion positivas a Chlamydia spp.

Se logr6 determinar por primera vez en Costa Rica y a nivel latinoamericano la
presencia de C. psittaci, genotipo A tanto en pollos como pavos de
establecimientos industriales y de traspatio.

Se detectd por primera vez en el pais y en Centroamérica C. gallinacea en pollos
de traspatio y C. muridarum en pollos comerciales con problemas respiratorios
y pollos de traspatio.

Se confirmo6 una mayor sensibilidad de la técnica de gqPCR en comparacién con
la PCR convencional para la deteccion de clamidias.

Recomendaciones

Alertar a personas que laboran en avicultura comercial 0 posean contacto con
aves, sobre el riesgo de contagio con agentes clamidiales, para que tomen las
medidas de bioseguridad necesarias.

Concientizar y alertar a los profesionales de la salud para considerar a las
clamidias en el diagnéstico diferencial de agentes causantes de problemas
respiratorios en aves de produccion.

Concientizar y alertar al Servicio Nacional de Salud Animal (SENASA) para que
incluya el diagnéstico de clamidiosis aviar en el control activo de enfermedades
respiratorias en aves de produccion para evitar el contagio de las personas.
Utilizar métodos de diagndéstico moleculares, sobre todo la técnica de gPCR por
su alta sensibilidad y especificidad para determinar la presencia de especies de
Chlamydia en aves de produccion.
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e Investigar la patogenicidad, el efecto en la produccion y el posible potencial

zoonatico de C. psittaci y C. gallinacea en aves de produccion de Costa Rica.
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Articulo Il
Especies de Chlamydia con potencial zoonético en animales domeésticos y

silvestres de Costa Rica.

Resumen

Las especies del género Chlamydia son bacterias Gram negativas intracelulares que
infectan una amplia gama de animales (aves, reptiles, anfibios y mamiferos, incluyendo
humanos), y causan una gran variedad de enfermedades. La amplia diversidad biolégica
del pais crea un nicho apropiado para el desarrollo de ciclos de transmision de Chlamydia
spp., lo que representa un peligro para las especies animales y humana. El objetivo del
presente trabajo fue diagnosticar y caracterizar molecularmente las especies de Chlamydia
presentes en animales domésticos y silvestres de Costa Rica. Se recolecto un total de 333
muestras de hisopados o tejidos de animales asintomaticos (299) o con signos clinicos (34);
las cuales fueron analizadas mediante diferentes técnicas moleculares (reaccién en cadena
de la polimerasa en tiempo real y punto final y secuenciacién); ademas se implemento la
técnica de aislamiento en cultivo celular. Del total de muestras analizadas, 59 (17,7 %)
resultaron positivas a Chlamydia spp., encontrdndose sobre todo en animales con
enfermedad respiratoria (50% de los casos), pero también en animales asintomaticos (14
% de los casos). En aves se determin6 un 13,9 % (28/201) de las muestras como positivas,
en mamiferos un 25,9 % (21/81) y en reptiles un 19,6 % (10/51). La especie mas
frecuentemente diagnosticada fue Chlamydia psittaci genotipo A (22/59, 39%),
encontrandose por primera vez en un gato, en un canario, en un cockatiel, en una lora, y
una garza verde, aumentando asi el rango de hospederos reportados en el pais. Se reporta
por primera vez la presencia de Chlamydia pneumoniae en siete serpientes (Boa
constrictor) y de Chlamydia suis en cerdos. Estos hallazgos representan los primeros
reportes a nivel centroamericano y latinoamericano, respectivamente. Finalmente se
diagnostico la presencia de C. psittaci en un hisopado faringeal de un humano. Estos datos
confirman la presencia de diversas especies de Chlamydia con potencial zoon6tico en una
gran variedad de animales domésticos y silvestres que conviven con el ser humano. En
vista del riesgo que representan las clamidias para la salud publica se recomienda
reglamentar e implementar medidas de bioseguridad en establecimientos de exhibicion y
venta de animales, y descartar Chlamydia spp. en problemas respiratorios de animales y

humanos. Ademas, es importante concientizar y alertar a los profesionales de la salud y
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médicos veterinarios a considerar a las clamidias en el diagnéstico diferencial de

enfermedades respiratorias.

Palabras clave: Chlamydiaceae, Chlamydia psittaci, Chlamydia pneumoniae,

Chlamydia suis, psitacosis, Costa Rica.

Abstract

Species of the genus Chlamydia are intracellular Gram-negative bacteria that infect a great
range of animals (birds, reptiles, amphibians, and mammals, including humans), and cause
a wide variety of diseases. The broad biological diversity of the country creates an
appropriate niche for the development of transmission cycles of Chlamydia spp., which
represents a danger to animal and human species. The objective of this work was to
diagnose and molecularly characterize the Chlamydia species present in domestic and wild
animals of Costa Rica. A total of 333 swabs or tissue samples were collected from
asymptomatic (299) and symptomatic (34) animals; which were analyzed by different
molecular techniques (real-time and end point polymerase chain reaction and sequencing).
In addition, the isolation technique in cell culture was implemented. Of the total samples
analyzed, 59 (17.7%) were positive for Chlamydia spp., found mainly in animals with
respiratory disease (50 % of cases), but also in asymptomatic animals (14 % of cases). In
birds, 13.9 % (28/201), in mammals 25.9 % (21/81), and in reptiles 19.6 % (10/51) of the
samples were determined as positive. The most frequently diagnosed species was
Chlamydia psittaci genotype A (22/59, 39 %), detected for the first time in a cat, a canary, a
cockatiel, a parrot, and a green heron, thus increasing the range of hosts reported in the
country. Chlamydia pneumoniae was reported for the first time in seven snakes (Boa
constrictor) and Chlamydia suis in pigs. These findings represent the first reports in Central
American and in Latin America, respectively. Finally, the presence of C. psittaci was
diagnosed in a pharyngeal swab from a human. These data confirm the presence of various
species of Chlamydia with zoonotic potential in a wide variety of domestic and wild animals
that coexist with humans. In view of the risk posed by Chlamydia spp. for public health, it is
recommended to regulate and implement biosecurity measures in establishments for the
exhibition and sale of animals, and to rule out Chlamydia spp. in animals and humans with
respiratory disease. It is important to raise awareness and alert health professionals to

consider Chlamydia spp. in the differential diagnosis of respiratory diseases.
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1. Introduccién

Las infecciones zoonoéticas son una progresiva amenaza para la salud mundial.
Chlamydia es el microorganismo mas ampliamente distribuido en el reino animal
(Jones et al., 2008), infectando aves, reptiles, anfibios y mamiferos, incluyendo
humanos, y causando una gran variedad de enfermedades. Actualmente este
género comprende 13 especies (Cuadro 1) y cuatro especies candidatas (Ca.
Chlamydia ibidis, Ca. Chlamydia corallus, Ca. Chlamydia sanzinia y Ca. Chlamydia
testudinis). Chlamydia psittaci y Chlamydia abortus ocasionan psitacosis y abortos,
respectivamente, en los humanos, su potencial zoonético estd ampliamente
documentado (Longbottom & Coulter, 2003; Cheong et al., 2019), pero no asi el de
las restantes especies clamidiales.

Cuadro 1. Especies clamidiales y enfermedades causadas en su hospedero
primario y en el humano

Especies Hospedero primario Enfermedades en el Enfermedades en humanos
hospedero primario*

Aborto, muerte fetal,

. . Aborto al final de la septicemia gestacional,
. Ovinos, caprinos, o T
Chlamydia abortus bovi . gestacion o parto de un enfermedad pélvica
ovinos y equinos s . . .
feto débil / muerto inflamatoria y neumonia
atipica
Chlamydia avium Aves psitacidas y Problemas respiratorios Desconocido
palomas
Conjuntivitis e Conjuntivitis leve
Chlamydia caviae Cobayos infecciones del tracto ) Y
. neumonia severa adquirida
urogenital
Chlamydia corallus /
Chlamydia
poikilothermis / Serpientes Desconocido Desconocido
Chlamydia sanzinia /
Chlamydia serpentis
Conjuntivitis con
Chlamydia felis Gatos enfermedad respiratoria Conjuntivitis

e infeccion del tracto
reproductivo superior

Pollos, patos,
Chlamydia gallinacea gallinas de Guineay
pavos
Chlamydia ibidis Ibis sagrado Desconocido Desconocido

Reduccion del peso

Neumonia atipica
corporal
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Chlamydia muridarum

Roedores y pollos

Infeccion cervico vaginal,

oclusion del oviducto,

formacion de hidrosalpinx

en ratones

Desconocido

Chlamydia pecorum

Koala, ganado
vacuno, ovejas,
cabras, bufalos de
agua, cerdos,
bandicuts y palomas

Neumonia, conjuntivitis,
ceguera, incontinencia
urinaria, cistitis, nefritis,
aborto, infertilidad,
poliartritis,
encefalomielitis bovina
esporadica y enteritis

Desconocido

Chlamydia
pneumoniae

Humanos y una
amplia gama de
mamiferos y reptiles:
koalas, caballos,
bandicuts,
serpientes, iguanas,
camaleones, ranas y

Koalas: enfermedad
respiratoria (estornudos,
tos, congestién en el
pecho, dificultad para
respirar, rinitis y
secrecion nasal)

Neumonia, artritis reactiva,
enfermedad pulmonar
obstructiva crénica y
faringitis. Asma, cirrosis
biliar primaria,
arterosclerosis, artritis
reactiva y cancer de

tortugas pulmén
Conjuntivits, rinitls, " 1opr esnle'gg";rf;g’;tgf
Chlamydia psittaci Aves blef_arltls,_ trastornos general con o sin sintomas
respiratorios, enteritis . :
respiratorios.
Trastornos respiratorios,
Chlamydia suis Cerdos conjuntivitis, enteritis e Desconocido
insuficiencia
reproductiva.

Fuente: Cheong et al. (2019) con modificaciones.
* En todas las especies se pueden observar infecciones asintomaticas.

Costa Rica posee una amplia diversidad biolégica creando un nicho adecuado para
el desarrollo de diversos ciclos de transmision de C. psittaci y de otras especies de
Chlamydia en animales, representando un peligro para los animales y las personas
(Jones et al. 2008). Hasta la fecha se han realizado pocos estudios sobre la
presencia de diferentes especies clamidiales en animales de Costa Rica. A nivel
latinoamericano soélo un estudio en Argentina ha analizado la presencia de
Chlamydia spp. en distintos grupos de animales; el mismo determiné un 6,3 %
(50/793) en aves, 41,7 % (15/36) en mamiferos y 75 % (15/20) en reptiles (Frutos,
2015). La presencia de anticuerpos contra C. psittaci se determin6 en nuestro pais
por primera vez hace 20 afios en un 12.4 % de 129 guacamayas (Ara macao y Ara
ambiguus), las cuales se encontraban en cautiverio (Herrera et al., 2001).
Posteriormente, Sheleby-Elias et al. (2013) determinaron la presencia de C. psittaci

(genotipo A) en cuatro psitacidas que convivian en hogares con los costarricenses,
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mientras que Dolz et al. (2013) detectaron la presencia de C. psittaci (genotipo B)
en heces de una paloma (Columba livia) que habitaba una plaza publica de San
José, en la que los nifios solian alimentar a estos animales. Todos estos estudios
evidenciaron el riesgo zoonotico al que estdn expuestas las personas que conviven
y trabajan cerca de aves en nuestro pais. Finalmente, Tien et al. (2014) describieron
el primer posible caso de psitacosis en un adulto mayor de San José, que se
contagio por contacto con sus mascotas (cockatiels) enfermas. Debido a la poca
informacion que existe en Costa Rica y Centro América, el objetivo de la presente
investigacion fue detectar y caracterizar molecularmente especies clamidiales en
animales domeésticos (de compafia) y silvestres (en cautiverio o vida libre) de
nuestro pais, e implementar la técnica de cultivo celular para el aislamiento de estas

bacterias.

2. Materiales y Métodos

2.1 Tipo de estudio y poblacion de referencia

Se realiz6 un estudio no probabilistico y un muestreo por conveniencia para
determinar la presencia de especies de Chlamydia en animales con y sin signos
clinicos o con hallazgos histopatolégicos compatibles con infecciones clamidiales.
Las muestras de los animales (hisopados o tejidos) fueron remitidas por el Hospital
de Especies Menores y Silvestres (HEMS) de la Escuela de Medicina Veterinaria de
la Universidad Nacional (EMV-UNA), el Laboratorio de Patologia Aviar de la EMV-
UNA, estudiantes de la EMV-UNA, cinco Centros Médicos Veterinarios (uno en
Heredia, cuatro en San José), cuatro Centros de Rescate y Zoologicos (dos en
Alajuela, uno en Guanacaste y uno Puntarenas), una finca ganadera en Alajuela,
una finca porcina en Alajuela, y una finca ovina en San José. Asimismo, se visitaron

tres Centros de Rescate y Zooldgicos (uno en Alajuela y dos en San José).
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2.2 Tamafo y tipo de muestras recolectadas de los animales

Se analizaron un total de 333 muestras de mamiferos, aves y reptiles (Cuadro 2).
Un total de 34 muestras provenian de animales con sintomatologia compatible con
infecciones clamidiales, mientras que 299 muestras de animales asintomaticos
(Cuadro 2). La descripcion de los 333 animales analizados, como especie animal,
modo de vida (doméstico o silvestre), tipo de vida (compafiia, produccion, vida libre
0 cautiverio) y procedencia se muestra en el Anexo 1.

Cuadro 2. Numero de aves, mamiferos y reptiles sintomaticos y asintomaticos
analizados y tipo de muestras analizadas

Animales Tipo muestra Aves Mamiferos Reptiles Total
Hc - - - 0
Hf - 1* - 1
. i~ Hc+Hf 7 - - 7
Sintomaticos Heo . 11 - 11
H 7 - - 7
T 8 - - 8
Subtotal 22 12 0 34
Hc 122 - 47 169
Hc+Hf 45 - - 45
Asintomaticos Ha . 42 . 42
Hco - 10 - 10
Hv - 17 - 17
H 1 - 4 5
T 11 - - 11
Subtotal 175 69 51 299
Total 201 81 51 333

Hc: hisopado cloacal; Hf: hisopado faringeal; Hco: hisopado conjuntival; H: heces; T: tejidos de sacos aéreos
Ha: hisopado anal; Hv: hisopado vaginal; * Muestra tomada a un veterinario.

Las muestras se tomaron de forma aséptica, en 1 mL de medio de transporte
Sacarosa-Fosfato-Glutamato (SPG) (Anexo 2) para mantener la infectividad de las
clamidias durante el envio y el almacenamiento (Spencer & Johnson, 1983) (Anexo
2). Las muestras se conservaron en frio (hielera), y se remitieron al laboratorio,
donde fueron resuspendidas por agitacion con vortex, seguidamente se retiré el
hisopo y se fraccion6 en dos alicuotas. Una alicuota de 200 pyL se sometio
inmediatamente a analisis molecular, muestras que resultaron positivas se
sometieron a aislamiento mediante cultivo celular, para eso se utiliz6 la segunda

alicuota de 200 pL almacenada a -80°C hasta su procesamiento.
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2.3 Anélisis molecular

Para la extraccion de los acidos nucleicos se empleo el kit DNeasy® Blood & Tissue
(QIAGEN, Venlo, Netherlands), procediendo segun instrucciones del fabricante. Se
continud con una cuantificacion y verificacion de la calidad de los extractos mediante
un espectrofotometro NanoDrop® ND-1000. Luego se analizaron las muestras
mediante PCR en tiempo real (QPCR) para Chlamydia spp., utilizando el protocolo
descrito por Everett et al. (1999). Muestras que resultaron positivas se sometieron
a un segundo qPCR para la deteccion de C. psittaci siguiendo el protocolo de
Pantchev et al. (2009). El volumen de la reaccién (25 L) incluyé 12.5 L de Maxima
Probe/ROX gPCR Master Mix-2X (Thermo Scientific, Waltham, USA), cada iniciador
a una concentracion final 400 nM, la sonda a concentracion final de 200 nM, 5 uL
de ADN y 5 pL de agua grado biologia molecular (Thermo Scientific). Los pasos
para la amplificacion consistieron en 95°C por 10 minutos; 40 ciclos de 95°C por 15
segundos y 60°C por 1 minuto. Todas las muestras amplificando los segmentos
esperados y con una curva de crecimiento superando el umbral (calculado
automéaticamente) entre los primeros 35 ciclos se consideraron positivas (Everett et
al., 1999, Pantchev et al., 2009) (Cuadro 3). Como controles positivos se utilizaron
un extracto de ADN del cultivo de la cepa patron C. muridarum ATCC VR-123 y un
extracto de ADN de C. psittaci, donados por el Laboratorio de Chlamydias y Virus
Papiloma Humano, Instituto de Virologia, Facultad Ciencias Médicas, Universidad
Nacional de Cérdoba, Argentina.

Ademas, se utilizaron los siguientes protocolos de PCR convencionales para
caracterizacion de las muestras positivas: PCR para amplificacion de una secuencia
parcial de dominios variables del gen ARNr 23S (Guo et al., 2016) para detectar
Chlamydia spp., PCR anidados para amplificacién del dominio variable 1V del gen
ompA (Sachse & Hotzel, 2003), de las especies C. psittaci/ C. abortus y C. pecorum.
Ademas, dos PCR anidados para C. pneumoniae, uno amplificando el segmento
Pstl del gen rpol3 (Campbell et al., 1998; Maass et al., 1998) y el otro, el dominio
variable IV del gen ompA para la genotipificacién de las muestras positivas a esta
especie (Bodetti et al., 2002) (Cuadro 3).
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Los volimenes (25 pL) de las reacciones (convencional o anidado) incluyeron 12.5
uL de Dream Taq™ PCR Master Mix-2X (Thermo Scientific, Waltham, USA), cada
iniciador a una concentracion final de 800 nM, 5 uL de ADN y 5.5 pL de agua grado
biologia molecular (Thermo Scientific). Asimismo, los pasos para la amplificacion
consistieron en: 95°C por 3 minutos; 35 ciclos de 95°C por 30 segundos, 50°C (ARNr
23S) // 55°C (ompA C. psittaci/C. abortus/C. pecorum) // 53°C (rpol3 C. pneumoniae)
// 60°C (ompA C. pneumoniae), 72°C por 45 segundos y una extension final a 72°C
por 5 minutos. Las corridas electroforéticas se realizaron a 100 voltios durante 45
minutos. Como marcador de peso molecular se utiliz6 GenRuler 100 bp DNA Ladder
Plus (Thermo Scientific). Cada producto de PCR fue purificado con el kit QIAquick®
(QIAGEN, Venlo, Netherlands), segun las indicaciones del proveedor, y enviado a
Macrogen (Seoul, Corea) para su secuenciacion. Las secuencias parciales se
alinearon con el programa BioEdit Sequence Aligment Editor® (Hall, 1999) y se
compararon mediante el algoritmo BLASTn con la base de datos del NCBI (Nacional
Center for Biotechnology Information). Posteriormente se importaron en MEGA 10
(Kumar et al., 2018), utilizando el algoritmo de Jukes y Cantor (Jukes & Cantor,
1969) y el método Neighbor-Joining (Saitou & Nei, 1987) para el disefio de los
cladogramas filogenéticos sobre el calculo de diez mil réplicas (Felsenstein, 1985).
Secuencias de cepas de referencia de diferentes especies clamidiales fueron

incluidos en los andlisis de filogenia para cada gen.
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Cuadro 3. Protocolos de PCR en tiempo real (QPCR) y punto final (convencional o

anidado) empleados para caracterizacion de diferentes especies clamidiales.

ESP?‘C.'e (}en Iniciadores Secuencia (5’-3) pares Protocolo
clamidial (método) bases
. TQF GAAAAGAACCCTTGTTAAGGGAG
Chlsmyd'a A(R';EZZRQ;S TQR CTTAACTCCCTGGCTCATCATG 132 Ea‘l’erlegt;gt
pp- q TQS FAM-CAAAAGGCACGCCGTCAAC-TAMRA "
ombA CppsOMP1-F CACTATGTGGGAAGGTGCTTCA Pantchev
C. psittaci ( PgR) CppsOMP1-R CTGCGCGGATGCTAATGG 77 et al.,
q CppsOMP1-S FAM-CGCTACTTGGTGTGAC-TAMRA 2009
Chlamydia ARNr 23S 23S-UP GAGTCCGGGAGATAGACAGC 329 Guo et al.,
spp. (PCR) 23S-DN CATGGATCTTCACTAGTATCCGC 2016
;‘?J:}((:Z:CO)'\I\//II'; GCIYTITGGGARTGYGGITGYGCIAC
C. psittaci / 218 PSITT TTAGAAICKGAATTGIGCRTTIAYGTGIGCIGC 389
C. abortus 336 CHOMP GTAATTTCIAGCCCAGCACAATTYGTG
OompA CCRCAAGMTTTTCTRGAYTTCAWYTTGTTRAT
Sachse&
(PCR
anidado) Hotzel,
;7911((:2:(())'\(/':; GCIYTITGGGARTGYGGITGYGCIAC 2003
C. pecorum 204 PECOR TTAGAAICKGAATTGIGCRTTIAYGTGIGCIGC 241
P 536 CHOMP CCAATAYGCACAATCKAAACCTCGC
CCRCAAGMTTTTCTRGAYTTCAWYTTGTTRAT
Campbell
HL1 GTTGTTCATGAAGGCCTACT ot al
C. rpof3 (PCR HR1 TGCATAACCTACGGTGTGTT 128 1995
pneumoniae anidado) N1 AGTTGAGCATATTCGTGAGG Maass et
N2 TTTATTTCCGTGTCGTCCAG
al., 1998
ompA Cpn5P CCAATATGCACAGTCCAAACCTAAAA
C. ® (?R Cpn3P CTAGATTTAAACTTGTTGATCTGACAG 279 Bodetti et
pneumoniae anidado) Cpn5N CTCTGTAAACAAACCGGGC al., 2002
Cpn3N GATCTGACAGGAAACAATTTGCAT
. Heddema
C. psittaci ompA CPsittGenoFor GCTACGGGTTCCGCTCT 1041 ot al
P (PCR) CPsittGenoRev TTTGTTGATYTGAATCGAAGC 2006

2.4 Implementacion de la técnica de cultivo celular para el aislamiento de

Chlamydia spp.

Un total de 24 muestras que resultaron positivas a Chlamydia spp. en gPCR, se

sometieron a aislamiento de la bacteria mediante cultivo celular. Las muestras se

descontaminaron antes de ser inoculadas en el cultivo celular de la siguiente
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manera: la muestra se descongel6 y se agregé 5 ml de solucién descontaminante
(Andersen & Vanrompay, 2008) durante 24 horas a 5°C, seguido de centrifugacion
a 1000g por 10 minutos. Después de la centrifugacion se eliminé la capa superficial
y el sedimento, y se recogio el sobrenadante, el cual se volvié a centrifugar 10009
por 10 minutos. El sobrenadante final se utilizé para la inoculacion. Muestras que
no fueron posible descontaminar con este método, se pasaron por un filtro con un
tamafo de poro medio de 0,45 um (OIE, 2013). Para el aislamiento de clamidias se
usoé la linea celular LLC-MK2 (células de riidn de mono Rhesus (Macaca mulatta),
ATCC, CCL-7). Esta linea celular se mantuvo creciendo y repicaba cada 5 dias, se
utilizé para inocular o para congelar las bacterias. En el Anexo 2 se describen las
soluciones utilizadas y se detalla la metodologia utilizada para el cultivo celular de
las clamidias. Brevemente, las células se sembraron en medio de cultivo con
antibiéticos (Anexo 2); hasta formar una monocapa con 100 % de confluencia (1.10°
cels/mL) en aproximadamente 24 horas. Se inoculd6 0.6 mL de la muestra
descontaminada sobre la monocapa de células en placas de cultivo de 24 pozos por
duplicado, se centrifugd 620 x g durante 60 minutos a 37°C, luego se elimind el
indculo y se reemplazé por medio de infeccion (Anexo 2) conteniendo cicloheximida
1 ug/mL, e incub6 a 37°C por 2 horas. Finalmente, se reemplaz6é por medio de
cultivo (Anexo 2) e incubd a 37°C con 5 % COZ? Los cultivos se examinaron
diariamente para detectar el crecimiento de las clamidias. Los cultivos negativos se
inocularon al quinto dia en medio nuevo, realizando como maximo 3 pasajes (cada
pasaje consistio en realizar un raspado de las células con la punta de la micropipeta
e inocular 0.6 mL del raspado en un pozo con medio nuevo y continuar con lo
descrito). Se considerd un aislamiento como positivo cuando se visualizé al menos
3 inclusiones citoplasméticas por pozo (Cuffini com. pers., 2016)). La confirmacién
de los aislamientos mediante tincién con Naranja de Acridina al 1 % (Anexo 2) y

visualizacion en Microscopio de Inmunofluorescencia o deteccion mediante PCR.
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2.7.1 Caracterizacion genotipica y analisis filogenético de aislamientos de
Chlamydia psittaci.

Las células de cuatro aislamientos positivos se desprendieron por accion fisica de
los pozos de cultivo y se sometieron a extraccion de ADN con el kit DNeasy® Blood
& Tissue (QIAGEN, Venlo, Netherlands), como previamente descrito. Seguidamente
se sometieron al andlisis molecular de secuencias del gen ompA de Chlamydia
psittaci, abarcando los cuatro dominios variables (Heddema et al., 2006). El volumen
de la reaccion fue como descrito en 2.3. Los pasos para la amplificacion consistieron
en: 95°C por 10 minutos; 35 ciclos de 95°C por 1 minuto, 55°C por 1 minuto),
extension (72°C por 1 minuto) y una extension final a 72°C por 10 minutos. El
producto de PCR fue visualizado en electroforesis, purificado, secuenciado y
analizado filogenéticamente como anteriormente detallado (2.3). Secuencias de
referencia de los genotipos A (AY762608), B (AF269265), C (L25436), D
(AF269266), E (X12647), F (AF269259), E/B (AY762613), M56 (AF269268) y WC
(AF269269) (Sachse et al., 2008) se incluyeron en el analisis. El arbol se comparé
con la secuencia ompA de C. caviae (GPIC, GenBank AF269282) (Zhang et al.,
1989).

3. Resultados

De un total de 333 muestras analizadas, 59 (17,7 %) resultaron positivas a
Chlamydia spp. Las muestras positivas correspondieron a 29 animales domésticos
(11 sintomaticos (incluyendo un médico veterinario) y 18 asintomaticos) y 30
animales silvestres (seis sintomaticos y 24 asintomaticos). Del total de animales
domésticos positivos, 12 eran animales de compafiia y 17 animales de produccién,
mientras que 29 de los animales silvestres positivos vivian en cautiverio y solo un
animal provenia de vida libre, aunque se encontro en estado enfermo en un area
urbana. En cuanto a grupos de animales, 13,9 % (28/201) de las muestras positivas
se detectaron en aves, 25,9 % (21/81) en mamiferos y 19,6 % (10/51) en reptiles.
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La mayoria de los animales positivos, provenian de Alajuela (29) y San José (21);

cuatro de Guanacaste, tres de Puntarenas y dos de Heredia (Cuadro 4).

Cuadro 4. Descripcion de los animales positivos a Chlamydia spp.

Especie Hallazgos Muestra Procedencia  Modo vida Tipo vida Resultado (%)
(nombre comun) (Y) histopatolégicos o
signos clinicos
Ara ambiguus Sacos aéreos con Sacos Zooloégico Silvestre Cautiverio C. psittaci
(Lapa verde 1) exudado caseoso, aéreos Alajuela®
esplenomegalia,
hepatomegalia,
focos necréticos en
pulmén.?
Ara ambiguus Hepatomegalia, Sacos Zooloégico Silvestre Cautiverio C. psittaci
(Lapa verde 2) secrecion faringea, aéreos Alajuela®
esplenomegalia,
hidropericardio,
secrecion
espumosa en
pulmones, puntos
necroticos
pancreaticos,
nefromegalia.?
Ara macao Hepatomegalia, Sacos Zooloégico Silvestre Cautiverio C. psittaci
(Laparoja 1) lesiones en aéreos Alajuela®
pancreas, buche
con mucha
dilatacion, sacos
aéreos con fibrina,
estomago con
ulceraciones,
nefromegalia.?
Ara macao Dificultad Hisopado Centro Silvestre Cautiverio C. psittaci
(Lapa roja 3) respiratoria cloacal y Rescate
faringeal Alajuela
Butorides virescens Hepatomegalia, Sacos Zooloégico Silvestre Cautiverio C. psittaci
(Garza verde) exudados caseosos aéreos Alajuela®
en sacos aéreos,
esplenomegalia,
cardiomegalia?
Leptotila verreauxi Hepatomegalia, Sacos Plaza Silvestre Vida libre C. psittaci
(Paloma titiba) neumoniay aéreos publica San
aerosaculitis? José
Nymphicus Cardiomegalia, Sacos Hogar Doméstico Compaifiia C. psittaci
hollandicus neumoniay aéreos Heredia
(Cockatiel) aerosaculitis?
Felis catus Secresiones Hisopado Hogar Doméstico Compaifiia C. psittaci
(Gato) nasalesy conjuntival San José
conjuntivitis? y nasal
Felis catus Secresiones Hisopado Hogar Doméstico Compaifiia Chlamydia spp.
(Gato) (8) nasales? nasal Alajuela 2)
Homo sapiens Dificultad Hisopado Alajuela C. psittaci
(Humano) (3) respiratoria, dolor faringeal
de cabeza,
malestar
generalizado
Sus scrofa Conjuntivitis Hisopado Finca Doméstico Produccion C. suis (7)
domestica conjuntival Alajuela
(Cerdo) (7)
Ara ambiguus Asintomaticas? Hisopado Centro Silvestre Cautiverio Chlamydia spp.
(Lapa verde) (61) cloacal y Rescate 2)
faringeal Guanacaste
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Ara macao Asintomaticas? Hisopado Zooloégico Silvestre Cautiverio Chlamydia spp.

(Lapa roja) (73) cloacal Alajuela (8) (4), C. psittaci
y faringeal 4)
Centro
Rescate Chlamydia spp.
Guanacaste 2).
@)
Serinus canaria Asintomatico? Heces Hogar Doméstico Compafiia C. psittaci
(Canario) (2) Heredia
Amazona Asintomatica Hisopado Hogar Doméstico Compaifiia C. psittaci
autumnalis cloacal Alajuela
(Lora) (3)
Nymphicus Asintomatico Hisopado HEMS Doméstico Compaifiia C. psittaci
hollandicus cloacal (Hogar San
(Cockatiel) (4) José)
Columba livia Asintomaéticas Hisopado Hogar Doméstico  Produccion C. psittaci (5)
(Paloma cloacal San José
mensajera) (32)
Pelecanus Asintomatico Hisopado Zooloégico Silvestre Cautiverio Chlamydia spp.
occidentalis cloacal Puntarenas
(Pelicano) (2)
Aterelix albiventris Asintomatico? Hisopado Hogar San Doméstico Compaifiia Chlamydia spp.
(Erizo africano) (7) cloacal José (©)]
Bos Taurus Asintomaticas? Hisopado Finca Doméstico  Produccion Chlamydia spp.
(Vaca) (4) vaginal Alajuela (4)
Ovis aries Asintomatica? Hisopado Finca San Domeéstico  Produccion Chlamydia spp.
(Oveja) (12) vaginal José
Equus caballus Asintomaticos? Hisopado San José Doméstico Compaifiia Chlamydia spp.
(Caballo) (13) conjuntival 3)
Boa constrictor Asintométicas Hisopado Zoolégico Silvestre Cautiverio C. pneumoniae
(Boa) (7) cloacal San José 7
Trachemys spp. Asintomaética? Heces Hogar Silvestre Cautiverio Chlamydia spp.
(Tortuga) Alajuela
Trachemys scripta Asintomaticas Hisopado Zooloégico Silvestre Cautiverio Chlamydia spp.
(Tortugas) (2) cloacal Puntarenas (2)

(Y) Nimero de animales analizados, en caso de haberse analizado mas de un animal; ? Tejidos o hisopados a los que se les
realizé cultivo celular 3Zooldgico Alajuela en el que laboraba el médico veterinario que resulté positivo a C. psittaci; “Nimero
de animales que resultaron positivos.

Un 50.0 % de las muestras de animales sintomaticos resultaron positivas mientras
que un 14,0 % de animales asintomaticos fueron positivos a Chlamydia spp.
(Cuadro 5). El analisis de las 59 muestras positivas a Chlamydia spp. mediante
gPCR de C. psittaci determind 23 muestras positivas, nueve provenientes de
animales sintomaticos y 14 de asintométicos (Cuadro 5). De estas 23 muestras
positivas, 11 se confirmaron como C. psittaci mediante PCR convencional (Cuadro
5), mientras que con el PCR (23S) de Chlamydia spp. se detectaron especies
clamidiales en 15 muestras. Todas las 59 muestras resultaron negativas para C.

pecorum (Cuadro 5).
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Cuadro 5. Numero de muestras positivas detectadas con diferentes PCR

Andlisis S_Amma}lgs Animales Asintomaticos Total
intomaticos
gPCR 23S Chlamydia spp.
+ltotal (%) 17/34 (50,0) 42/299 (14,0) 50/333 (17,7)
gPCR ompA C. psittaci
+ltotal (%) 917 (52,9) 14142 (33,3) 23/59 (39,0)
PCR ompA C. psittaci
+ltotal (%) 8/9 (88,8) 3/14 (21,4) 11/23 (43,8)
PCR ompA C. pecorum
+total (%) 0/17 (0) 0/42 (0) 0/59 (0)
PCR 23S Chlamydia spp.
+ltotal (%) 13/17 (76.,5) 2142 (4,8) 15/59 (25,4)
PCR rpof3 C. pneumoniae
+total (%) 0/17 (0) 7142 (16,7) 7/59 (11,9)
PCR ompA C. pneumoniae
+/total (%) 0/0 (0) 7/7 (100) 7/7 (100)
Sin identificar especie 1/17 (5,9) 15/42 (35,7) 16/59 (27,1)

De las 17 muestras positivas de animales sintomaticos, ocho se confirmaron como
C. psittaci mediante PCR especifico (Cuadro 6, Figura 1), seis se detectaron
ademas mediante el PCR ARNr 23S de Chlamydia spp. como C. psittaci (Cuadro 7,
Figura 2) y siete muestras se determinaron como C. suis (Cuadro 7, Figura 2). En
una muestra no se logré la amplificacion por PCR convencional y secuenciacion
para establecer la especie clamidial infectante (Cuadro 5y Cuadro 7).

En cuanto a los animales sin sintomatologia aparente, se logré identificar en tres
muestras C. psittaci (Cuadro 6, Cuadro 7, Figura 1, Figura 2) y en siete muestras C.
pneumoniae (Cuadro 5y Cuadro 8). En 16 muestras de animales asintomaticos no
se pudo determinar la especie clamidial (Cuadro 5), 15 de ellas no fueron
amplificables mediante PCR convencional y la Unica que se logré amplificar
mediante el PCR ARNr 23S de Chlamydia spp. (Cuadro 7, Figura 2) no se logré

secuenciar.

Con respecto a la genotipificacion de las muestras positivas a C. psittaci., la
secuenciacion parcial del gen ompA y analisis molecular de filogenia determiné que
10 muestras pertenecieron al genotipo A y una muestra al genotipo B (Cuadro 6,
Figura 1). Las secuencias fueron depositadas en la base de datos del GenBank y

recibieron los nimeros de acceso que se presentan en el Cuadro 6.
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Cuadro 6. Identidades nucleotidicas y numeros de acceso de las secuencias del

gen ompA de C. psittaci depositados en Gen Bank de muestras determinadas como

positivas en diferentes especies de animales de Costa Rica

Especie (nombre comun) Signos clinicos nuclgzi)rg’gii?:(pb) Cepag::]rBégn(E)édigo Genotipo accl\le"SO*

Ara ambiguus (Lapa verde 1) Sintomatico 100,0 % (329/329) C. psittaci (X56980) A 2420270
Ara ambiguus (Lapa verde 2) Sintomatico 100,0 % (329/329) C. psittaci (X56980) A 2420271
Ara macao (Lapa roja 1) Sintomatico 100,0 % (329/329) C. psittaci (X56980) A 2420272
Butorides virescens (Garza verde) Sintomatico 100,0 % (329/329) C. psittaci (X56980) A 2420273
Felis catus (Gato) Sintomatico 99,4 % (325/327) C. psittaci (X56980) A 2420278
Leptotila verreauxi (Paloma titib() Sintomatico 100,0 % (324/324) C. psittaci (AF269265) B 2420280
Nymphicus hollandicus (Cockatiel 1) Sintomatico 99,7 % (328/329) C. psittaci (X56980) A 2420270
Homo sapiens (Humano) Sintomatico 100,0 % (329/329) C. psittaci (X56980) A 2420274
Amazona autumnalis (Lora) Asintomatico  100,0 % (313/313) C. psittaci (X56980) A 2420275
Nymphicus hollandicus (Cockatiel 2)  Asintomatico ~ 100,0 % (298/298) C. psittaci (X56980) A 2420276
Serinus canaria (Canario) Asintomatico 99,7 % (324/325) C. psittaci (X56980) A 2420277

* N° provisional.

Genotipo D Pavo New Jersey-USA

Genotipo WC Vaca Georgia-USA

co Georgia-USA

Genotipo C Ganso Belgica
B Ara ambiguus (Lapa verde 2) CR
B Nymphicus hollandicus (Cockatiel 2) CR

M Ara ambiguus (Lapa verde 1)CR

B Homo sapiens (Humano) CR

B Nymphicus hollandicus (Cockatiel 1) CR

M Ara macao(Laparoja) CR

M Butorides virescens (Garza verde) CR
[0 Genotipo A Lora Belgica

M Serinus canaria (Canario) CR

# Felis catus (Gato domestico) CR
9, O Genotipo B Paloma California-USA
@ Leptotila verreauxi (Paloma silvestre) CR

Genotipo E Pato China

86 ' Genotipo E/B Pato Belgica

Genotipo M56 Rata Almizclera Canada

51
40 |
99 — GenotipoF Peri
40
37
99
7
29
61
—
0.02

Chlamydia caviae Cobayo Georgia-USA
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Figura 1. Dendograma obtenido de un fragmento de 298 nucleétidos del dominio
variable IV del gen ompA de C. psittaci., construido por el método de Neighbor
joining y el modelo Jukes y Cantor. La secuencia de C. caviae GPIC (GenBank
AF269282) se incluyé como grupo externo. Se indican los valores de bootstrap

(10.000 pseudoréplicas) en los nodos de las ramas.

El analisis filogenético basado en el gen ARNr 23S demostré que las secuencias de
dos especies identificadas en esta investigacion (C. suis y C. psittaci) fueron
altamente similares (99,7 %-100 %) a secuencias de estas especies clamidiales
presentes en GenBank (Cuadro 7); a excepcion de una muestra de un erizo (Aterelix
albiventris) que se logré amplificar y secuenciar, pero no se logré establecer la

especie clamidial. Todas las secuencias se depositaron en el GenBank (Cuadro 7).

Cuadro 7. Identidades nucleotidicas y numeros de acceso de las secuencias del
gen ARNr 23S de Chlamydia spp. depositados en Gen Bank de muestras

determinadas como positivas en diferentes especies de animales de Costa Rica

. . Signos Similitud Cepa patron (Codigo o

Especie (nombre comn) cligicos nucleotidica (pb) i (genBan(k) ¢ N® acceso™
Sus scrofa domestica (Cerdo 1) Sintomatico  99.7 % (323/324) C. suis (U68420.1) 2420282.1
Sus scrofa domestica (Cerdo 2) Sintomatico 99.7 % (323/324) C. suis (U68420.1) 2420282.2
Sus scrofa domestica (Cerdo 3) Sintomatico 99.7 % (323/324) C. suis (U68420.1) 2420282.3
Sus scrofa domestica (Cerdo 4) Sintomatico 99.7 % (323/324) C. suis (U68420.1) 2420282.4
Sus scrofa domestica (Cerdo 5) Sintomatico 99.7 % (323/324) C. suis (U68420.1) 2420282.5
Sus scrofa domestica (Cerdo 6) Sintomatico 99.7 % (323/324) C. suis (U68420.1) 2420282.6
Sus scrofa domestica (Cerdo 7) Sintomético 99.7 % (323/324) C. suis (U68420.1) 2420282.7

Aterelix albiventris (Erizo africano)  Asintomético  93.0 % (306/329)  Chlamydia spp. (LT993738.1) 2420291
Nymphicus hollandicus (Cockatiel) ~ Asintomatico  100,0 % (328/328)  C. psittaci (NR102574.1) 2420290
* N° provisional.
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@ Leptotila verreauxi (Paloma silvestre) CR
@ Homo sapiens (Humano) CR

@ Ara ambiguus (Lapa verde 1) CR

58| @ Butorides virescens (Garza verde) CR
@ Felis catus (Gato domestico) CR

@ Nymphicus hollandicus (Cockatiel)CR

2 O C. psittaci 6BC NR102574.1 Perico California-USA
35 @ Serinus canaria(Canario)CR
C. abortus S26/3 NRO77001.1
64 — C. gallinacea 08-1274/3 AWUSO1

97— C. avium 10DC88 NR121988
53 C. felis Fe/C-56 NRO76260
60 74' C. caviae GPIC NR076195

C. pneumoniae CWL029 NR076161.1

C. pecorum E58 NR103180.1

—— C. muridarum Nigg NR076163.1

C. trachomatis 434/BU NR103960

84 B Sus scrofa(Cerdo 1) CR

M Sus scrofa(Cerdo 2) CR

M Sus scrofa(Cerdo 3) CR

B Sus scrofa(Cerdo 4) CR

B Sus scrofa(Cerdo 5) CR

M Sus scrofa(Cerdo 6) CR

’— [ C. suis R22 U68420 Sus scrofa(Cerdo) USA
M Sus scrofa(Cerdo 7) CR

A Aterelix albiventris (Erizo africano) CR

78

98

—_—
0.01

Figura 2. Dendograma obtenido de un fragmento de 324 nucleétidos de dominios
variables del gen ARNr 23S de Chlamydia spp., construido por el método de
Neighbor joining y el modelo Jukes y Cantor. Se muestran once cepas de referencia
de Chlamydia spp. y las especies clamidiales encontradas en este estudio. Se

indican los valores de bootstrap (10.000 pseudoréplicas) en los nodos de las ramas.

El andlisis de filogenia de las secuencias del dominio variable IV del gen ompA de
las muestras positivas a C. pneumoniae (Cuadro 8), establecio el genotipo A en

todas ellas (Figura 3).
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Cuadro 8. ldentidades nucleotidicas y numeros de acceso de las secuencias del

gen ompA de C. pneumoniae depositados en Gen Bank de las muestras

determinadas como positivas en boas de Costa Rica

Espegé?n(grc]))mbre nuclgtlnrpl'glitéf (b) Cepa patron (Cédigo GenBank)  Genotipo acheso*
Boa constrictor (Boa H1) 100 % (224/224) C. pneumoniae (KY086261.1) A 2420294
Boa constrictor (Boa H2) 100 % (236/236) C. pneumoniae (KY086261.1) A 2420293.1
Boa constrictor (Boa H3) 100 % (236/236) C. pneumoniae (KY086261.1) A 2420293.2
Boa constrictor (Boa B1) 100 % (236/236) C. pneumoniae (KY086261.1) A 2420293.3
Boa constrictor (Boa B2) 100 % (231/231)  C. pneumoniae (KY086261.1) A 2420295
Boa constrictor (Boa B3) 100 % (236/236)  C. pneumoniae (KY086261.1) A 2420293.4
Boa constrictor (Boa B4) 100 % (236/236)  C. pneumoniae (KY086261.1) A 2420293.5

* N° provisional.

Genotipo A1 Rana de arbol AY026516
Genotipo A1 Tortuga AY 026520
Genotipo A1 Piton burmese AY 026517
4 Boa constrictor B1 Costa Rica
Genotipo A1 Iguana AY026518

# Boa constrictor B2 Costa Rica

# Boa constrictor H2 Costa Rica

4 Boa constrictor H3 Costa Rica
Genotipo A Humano Argentina
Genotipo A Humano China

Genotipo A1 Vibora bufadora AY026519
4 Boa constrictor H1 Costa Rica

# Boa constrictor B3 Costa Rica

4 Boa constrictor B4 Costa Rica

SI= Genotipo C Humano Australia

| Genotipo C Koala Australia
| Genotipo B Humano Australia

&5 Genotipo B Gaballo Reino Unido

Genotipo A2 Camaleon AY026515

Genotipo D Rana USA

Figura 3. Dendograma obtenido de un fragmento de 224 nucle6tidos del dominio

variable IV del gen ompA de C. pneumoniae, construido por el método de Neighbor

joining y el modelo p-distance. Se indican los valores de bootstrap (10.000

pseudoréplicas) en los nodos de las ramas.
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El aislamiento mediante cultivo celular se hizo con un total de 24 muestras (Cuadro

1). En cuatro casos (lapa verde, garza verde, cockatiel y gato) se logro aislar la

bacteria, que resulté ser C. psittaci (Figura 4).

Figura 4. Aislamiento de Chlamydia psittaci genotipo A de una lapa verde (Ara
ambiguus) infectada mediante cultivo celular. A: Inclusiones clamidiales provocando
un aumento del volumen de células infectadas y posterior lisis celular. B: Monocapa
de células LLCMK2 infectadas, tincion con Naranja de Acridina al 1 % visualizadas
en Microscopio de Inmunofluorescencia con un aumento de 100 X. Se pueden

visualizar las inclusiones en tonalidad verde junto a los nucleos celulares.

En la Figura 5 se muestra el analisis filogenético de las secuencias de los cuatro
dominios variables y las regiones conservadas del gen ompA de las cuatro muestras
que se lograron aislar mediante cultivo celular, mas dos secuencias obtenidas de
una muestra de sacos aéreos de una paloma silvestre (Cuadro 4) y de un hisopado
faringeal de un humano (Cuadro 4). Se confirmé el genotipo A en cinco de las
muestras (lapa verde, garza verde, cockatiel, gato y humano), y el genotipo B en

una muestra (paloma silvestre).
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W Ara ambiguus (Lapa verde) CR
W Homo sapiens (Humano) CR
. B Butorides virescens (Garza verde) CR
g0 || Genotipo A cepa 90/1051
B Nymphicus hollandicus (Cockatiel) CR
(» Felis catus (Gato domestico) CR

/4 Genotipo B cepa CP3
95 ' A Leptotila verreauxi (Paloma silvestre) CR

Chlamydia caviae GPIC

Figura 5. Dendograma obtenido de un fragmento de 939 nucleétidos
comprendiendo los dominios variables |, Il, Ill y IV del gen ompA de C. psittaci.,
construido por el método de Neighbor joining y el modelo Jukes y Cantor. La
secuencia de C. caviae (GenBank AF269282) GPIC se incluyd como grupo externo.
Son indicados los valores de bootstrap (10.000 pseudoréplicas), en los nodos de las

ramas.

4. Discusién

La deteccion de Chlamydia spp. en un 17,7 % de muestras analizadas es mayor a
lo reportado en una investigacion similar en Argentina (6.8 %, 80/849) (Frutos, 2015)
Estas diferencias se pueden deber a la amplia diversidad biolégica de nuestro pais,

sin embargo, los dos estudios se trataron de analisis no sistematicos.

Las especies de Chlamydia se detectaron en una gran cantidad de animales
domésticos, tanto de compaiiia (gatos, loras, canarios, cockatiels, erizos) como en
especies productivas (cerdos, caballos, ovejas, vacas), y ademas en animales
silvestres viviendo en cautiverio (sobre todo aves y reptiles), confirmando que es
una bacteria ampliamente distribuida en nuestro pais (Jones et al., 2008). Hasta la
fecha solamente se habia reportado la presencia de C. psittaci en aves psitacidas y

columbiformes, por lo que los resultados del presente estudio contribuyen a ampliar
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el rango de especies de Chlamydia, y el de animales infectados con esta bacteria
en Costa Rica y Latinoamérica. La extensa mayoria de animales infectados con
especies de Chlamydia vivian en hogares o en centros de rescate, en contacto con
sus cuidadores, por lo que se enfatiza la necesidad de diagnostico y control de este
agente en especies animales domésticas de nuestro pais, como la implementacién
de normas de bioseguridad para personas que laboran con animales en cautiverio,
debido al potencial zoonético documentado para estas bacterias (Longbottom &
Coulter, 2003; Cheong et al., 2019), Asimismo, el hecho de encontrar la bacteria en
un 50% de animales con signos clinicos, y en algunos casos con lesiones severas,
indica la urgencia de incluir a los agentes clamidiales en el diagnéstico diferencial

de enfermedades respiratorias.

Los nuevos hospederos de C. psittaci reportados por primera vez en nuestro pais
son lora, gato, canario, garza verde, y paloma silvestre (paloma titibd). Las
secuencias analizadas mostraron una alta homologia entre ellas, indicando una
posible alta clonalidad de esta especie bacteriana en el pais, particularmente del
genotipo A, ya que fueron similares a secuencias encontradas previamente en el
pais (Sheleby-Elias et al. 2013). Este genotipo se caracteriza por estar ampliamente
distribuido debido posiblemente a su alta virulencia (Beeckman & Vamrompay,
2009). Por otra parte, el genotipo B se encontré en un ave columbiforme, esto ya
habia sido reportado previamente (Dolz et al., 2013). La transmision de estos
genotipos aviares a humanos ha sido documentado por Heddema et al. (2006) y

Vanrompay et al. (2007).

Se reporta por primera vez la presencia de C. pneumoniae en nuestro pais y en la
region centroamericana. Este agente se encontré en siete boas de un centro de
exhibicién al publico, lo que coincide con la literatura, que considera las serpientes
como portadores naturales de este agente (Cochrane et al., 2005). Preocupa, sin
embargo, que estos reptiles podrian transmitir las bacterias a sus cuidadores o a los
visitantes y generar enfermedad severa, sobre todo en personas con sistema
inmune debilitado (Cuffini et al., 2006). La maxima variabilidad entre los aislamientos

de C. pneumoniae en humanos y no humanos se da en la region variable 1V del gen
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ompA, la cual se seleccion6 en el presente trabajo para genotipificar la bacteria,
determinando el genotipo A, el cual es el mas frecuentemente encontrado en
humanos (Bodetti et al., 2002; Cochrane et al., 2005). Hasta la fecha, la transmision
de C. pneumoniae solamente se ha documentado entre personas a través de
secreciones respiratorias (Yucesan & Sriram, 2001; Cuffini et al., 2006), sin
embargo, debe ser considerado como un potencial agente zoonético (Cochrane et
al., 2005; Kutlin et al., 2007).

El hallazgo de C. suis en siete cerdos de un establecimiento corresponde al primer
reporte en nuestro pais y en Latinoamérica. Aunque esta especie se considera
endémica en los cerdos domeésticos, no se descarta su potencial zoonético (Marti et
al. 2017, De Puysseleyr et al. 2017), lo cual podria representar un riesgo para la
salud de las personas que laboran con estas especies en nuestro pais. Otro aspecto
importante por considerar es que se han establecido cepas de C. suis resistentes a
antibioticos, especificamente a tetraciclinas, que son las que se usan generalmente
en el tratamiento contra las clamidias (Seth-Smith et al. 2017). Marti et al. (2017)
advierten, que eventos de recombinacion genética entre especies, podrian generar

una resistencia generalizada de la familia Chlamydiaceae.

En el caso del erizo africano, un animal exdtico que se vende en tiendas de
mascotas, no se logré identificar la especie clamidial presente, se hipotetiza, que se
puede deber a la presencia de una especie de Chlamydia no reportada hasta la
fecha. Se recomienda caracterizar en futuros estudios la especie de clamidia
presente en estos animales exaticos, eventualmente realizando secuenciacion del
genoma completo (Sigalova et al. 2019).

Considerando el aumento de la tenencia de animales exoéticos (reptiles, mamiferos,
entre otros, pero también cockatiels y canarios) como mascotas en la poblacién
costarricense, es necesario implementar un sistema de vigilancia y control en las
tiendas de mascotas, para evitar el contagio de los animales que ahi conviven, y
para asegurar la venta de animales libres de Chlamydia, que podrian ocasionar

enfermedad en hogares con personas inmunosupresas (Frutos, 2015; CDC, 2018).
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En el presente trabajo se logré implementar la técnica de cultivo celular y aislar por
primera vez en Costa Rica y Centroamérica varias cepas de C. psittaci. El
aislamiento mediante cultivo celular se considera la prueba de oro (Andersen &
Franson, 2007; Andersen & Vanrompay, 2008), permite producir controles positivos
(antigenos) que pueden ser empleados en el diagndstico rutinario, ademas permite
la caracterizacion molecular de los aislamientos. Sin embargo, debido al tiempo
necesario, la dificultad y el riesgo bioldgico, el cultivo no es recomendado para el
diagndstico rutinario (Frutos, 2015). Las técnicas de PCR estan reemplazando el
aislamiento de clamidias en cultivo de tejidos, ya que la sensibilidad y especificidad
del PCR para C. psittaci suele ser superior a la técnica de cultivo celular.
Adicionalmente, la sensibilidad es aun mayor si se utiliza un PCR anidado o un PCR
en tiempo real (QPCR) (Everett et al., 1999; Pantchev et al., 2009).

Por primera vez en nuestro pais se reporta la presencia de C. psittaci en un hisopado
faringeal de un médico veterinario, que present6 fiebre y signos respiratorios. El
profesional habia atendido un brote y fallecimiento de aves psitacidas (Ara macao y
Ara ambiguus), realizando la necropsia de los animales sin medidas adecuadas de
bioseguridad. En las aves se confirmé mediante hallazgos histologicos y diagndstico
molecular la presencia de C. psittaci genotipo A. Tres meses después se diagnostico
el mismo genotipo de C. psittaci en este médico veterinario, el cual estaba
presentando desde hace 22 dias tos productiva, sinusitis, ligera insuficiencia
respiratoria y malestar generalizado con fiebre intermitente.

En el presente trabajo se implementaron técnicas de diagndstico, que facilitan la
deteccién de especies de Chlamydia. El uso de estas técnicas determind la
presencia de diversas especies de Chlamydia con potencial zoon6tico en una gran
variedad de animales domésticos y silvestres que conviven con el ser humano. En
vista del riesgo que representan las clamidias para la salud publica se recomienda
reglamentar e implementar medidas de bioseguridad en establecimientos de
exhibicion y venta de animales, y descartar Chlamydia spp. en problemas

respiratorios de animales y humanos.
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Conclusiones

Se determind la presencia de especies de Chlamydia en un 17.7 % (59/333) de
muestras analizadas, encontrandose sobre todo en animales con enfermedad
respiratoria (50% de los casos), pero también en animales asintomaticos (14 %
de los casos).

La especie mas diagnosticada fue C. psittaci genotipo A, determinandose por
primera vez en el pais en un gato, en un canario, en una lora, en un cockatiel y
una garza verde, aumentando el rango de hospederos reportados.

Se reporta por primera vez en América Central la presencia de C. pneumoniae
en serpientes (Boa constrictor).

Se reporta por primera vez a nivel latinoamericano la presencia de C. suis en
cerdos.

Se reporta por primera vez en América Central la presencia de C. psittaci en un
humanao.

Con la implementacion de técnicas moleculares se logré ampliar el conocimiento
sobre Chlamydia spp. de importancia para la salud animal y salud publica en
Costa Rica.

Con la implementacion de la técnica de aislamiento en cultivo celular se logré

aislar varias cepas de C. psittaci.

. Recomendaciones

Alertar a los profesionales de la salud de la presencia de clamidias con potencial

zoonotico en animales domésticos y silvestres

Implementar medidas de bioseguridad en centros de rescate, para evitar el
contagio de los animales que ahi conviven, y para prevenir el contagio del
personal de cuido y de los visitantes.

Implementar un sistema de vigilancia y control en las tiendas de mascotas para

evitar el contagio de los animales que ahi conviven y asegurar la venta de
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animales libres de Chlamydia, que podrian ocasionar enfermedad en hogares
con personas inmunosupresas.

e Considerar a las clamidias en el diagnostico diferencial de problemas
respiratorios en animales y humanos.

e Transferir la técnica molecular de Chlamydia spp. al INCIENSA, a la CCSSy al
SENASA para facilitar la deteccion temprana y tratamiento certero de las
personas y de los animales infectados.

e Realizar investigaciones para establecer la importancia de C. pneumoniae como
agente zoonotico en Costa Rica.

e Investigar la prevalencia de C. suis en cerdos y determinar si las cepas
circulantes en el pais poseen genes de resistencia a antibiéticos.

e Investigar la presencia de nuevas especies de Chlamydia mediante métodos

mas robustos como secuenciacion del genoma completo.

7. Referencias Bibliograficas

Andersen, A. & Vanrompay, D. (2003). Avian chlamydiosis (psittacosis, ornithosis).
In Diseases of Poultry, Eds., Saif, Y.M., H.J. Barnes, A.M. Fadly, J.R. Glisson, L.R.
McDougald & D.E. Swayne (editors), Ames, lowa, State University Press, USA, 11th
edition, pp. 863-887.

Andersen, A. & Franson, J. (2007). Avian chlamydiosis. In: Infectious diseases of
wild birds. Edited by Thomas, N.; Hunter, B. and Atkinson, C. Blackwell Publishing
Professionals,Ames, lowa, USA. pp: 303-316.

Andersen, A. & Vanrompay, D. (2008). Chlamydiosis. In: A laboratory manual for the
isolation, identification, and characterization of avian pathogens, 5 edition. Edited by
Dufour-Zavala, L.; Swayne, D.E.; Glisson, J.; Pearson, J.; Reed, W. and Jackwood,
M. American Association of Avian Pathologists, Athens, GA, USA. pp: 65-74.

~_50_~



Beeckman, D.S. & Vanrompay D.C. (2010). Biology and intracellular pathogenesis
of high or low virulent Chlamydophila psittaci strains in chicken macrophages. Vet.
Microbiol. 141: 342-353.

Bodetti, T., Jacobson, E. & Wan, C. (2002). Molecular evidence to support the
expansion of the host range of Chlamydia pneumoniae to include reptiles as well as

humans, horses, koalas and amphibians. Syst Appl Microbiol. 25:146-152.

Campbell, L.A., Kuo, C.C. & Grayston, J.T. (1998). Chlamydia pneumoniae and
cardiovascular disease. Emerg Infect Dis. 4: 571-579.

CDC. (2018). Multistate Psittacosis Outbreak Among Poultry Plant Workers.
https://www.cdc.gov/pneumonia/atypical/psittacosis/surveillance-
reporting/outbreaks/2018-poultry-multistateinvestigation.html

Cheong, H.C., Lee, C.Y.Q., Cheok, Y.Y., Grace, M.Y., Looi, Chung Y. & Wong, W.F.
(2019). Chlamydiaceae: Diseases in Primary Hosts and Zoonosis. Microorganisms.
7 (5): 146.

Cochrane, M., Walker, P., Gibbs, H. & Timms, P. (2005). Multiple genotypes of
Chlamydia pneumoniae identified in human carotid plaque. Microbiol. 151: 2285-
2290.

Cuffini, C., Guzman, L.A., Villegas, N., Alonso, C.E., Martinez-Riera, L., Rodriguez-
Fermepin, M., Entrocassi, A., Adamo, M.P., Pedranti, M. & Zapata, M. (2006).
Isolation of Chlamydophila pneumoniae from Atheromas of the Carotid Artery and

their antibiotics susceptibility profile. Rev Enf Infecc y Microbiol Clin. 24:81-85.

De Puysseleyr, K., De Puysseleyr, L., Dhondt, H., Geens, T., Braeckman, L. &
Morre, S.A. (2014). Evaluation of the presence and zoonotic transmission of

Chlamydia suis in a pig slaughterhouse. BMC Infect Dis. 14:560.

Dolz, G., Solérzano-Morales, A., Angelova, L., Tien, C., Fonseca, L. & Bonilla, M. C.
(2013). Chlamydia psittaci genotype B in a pigeon (Columba livia) inhabiting a public
place in San José, Costa Rica. Open Veterinary Journal. 3(2): 135-139.

~_51_~



Everett, K.D., Hornung, L.H. & Andersen, A.A. (1999). Rapid detection of the
Chlamydiaceae and other families in the order Chlamydiales: three PCR tests.
Journal of Clinical Microbiology. 37: 575-580.

Felsenstein, J. (1985). Confidence limits on phylogenies: an approach using the
bootstrap. Evolution 39, 783-791.

Frutos, M.C. (2015). Eco-epidemiologia de Chlamydia psittaci, Chlamydia
pneumoniae y Chlamydia pecorum: Impacto en la Salud Publica. Tesis -Doctorado
en Ciencias de la Salud, Facultad de Ciencias Médicas, Universidad Nacional de

Cérdoba. 169 pp. http://lildbi.fcm.unc.edu.ar/lildbi/tesis/frutos_maria_celia.pdf

Guo, W., Li, J., Kaltenboeck, B., Gong, J., Fan, W. & Wang, C. (2016). Chlamydia
gallinacea, not C. psittaci, is the endemic chlamydial species in chicken (Gallus
gallus). Sci. Rep. 6: 1-10. https://doi.org/10.1038/srep19638.

Hall, T. A. (1999). BioEdit: a user-friendly biological sequence alignment editor and
analysis program for Windows 95/98/NT. Nucleic Acids Symposium Series 41: 95-
98.

Heddema, E.R., van Hannen, E.J., Duim, B., Vandenbroucke-Grauls, C.M. &
Pannekoek, Z. (2006). Genotyping of Chlamydophila psittaci in human samples.
Emerging Infectious Diseases. 12: 1989-1990.

Herrera, I., Khan, S.R., Kaleta, E.F., Muller, H., Dolz, G. & Neumann, U.. (2001).
Serological status for Chlamydophila psittaci, Newcastle disease virus, Avian
polyomavirus, and Pacheco disease virus in scarlet macaws (Ara macao) kept in
captivity in Costa Rica. J. Vet. Med. B Infect. Dis. Vet. Public Health. 48: 721-726.

Jones, K.E., Patel, N.G., Levy, M.A., Storeygard, A., Balk, D., Gittleman, J.L. &
Daszak, P. (2008). Global trends in emerging infectious diseases. Nature. 451: 990-
993.

Jukes, T.H. & Cantor, C.R. (1969). Evolution of protein molecules. In Mammalian
Protein Metabolism, Ed., Munro, H.N., Academic Press, New York, pp. 21-132

~_52_~



Kaleta, E.F. & Taday E.M. (2003). Avian host range of Chlamydophila spp. based

on isolation, antigen detection and serology. Avian Pathol. 32: 435-461.

Kumar, S., Stecher, G., Li, M., Knyaz, C. & Tamura, K. (2018). MEGA X: Molecular
evolutionary genetics analysis across computing platforms. Molecular biology and
evolution, 35(6), 1547-1549. https://doi.org/10.1093/molbev/msy096

Kutlin, A., Roblin, P.M., Kumar, S., Kohlhoff, S., Bodetti, T., Timms, P. &
Hammerschlag, M.R. (2007). Molecular characterization of Chlamydophila

pneumoniae isolates from Western barred bandicoots. J Med Microbiol. 56:407-417.

Longbottom, D. & Coulter, L.J. (2003). Animal chlamydioses and zoonotic
implications. Journal Comparative Pathology, 128: 217-244.

Maass, M., Bartels, C., Engel, P.M., Mamat, U. & Sievers, H.H. (1998). Endovascular
presence of viable Chlamydia pneumoniae is a common phenomenon in coronary
artery disease. J Am Coll Cardiol. 31(4): 827-832.

Marti, H., et al. 2017. Tet(C) gene transfer between Chlamydia suis strains occurs
by homologous recombination after co-infection: Implications for spread of

tetracycline-resistance among Chlamydia. Front Microbiol. 8: 156.

OIE. (2018). Avian Chlamydiosis. In Manual of standards for diagnostic test and
vaccines. Office International des epizooties, Paris.

http://www.oie.int/eng/normes/mmanual.

Pantchev, A., Sting, R., Tyczka, J., Bauerfeind, R. & Sachse, K. (2009). New real-
time PCR test for species-specific detection of Chlamydophila psittaci and
Chlamydophila abortus from tissue samples. Vet J. 181: 145-150.

Seth-Smith, H.M., Wanninger, S., Bachmann, N., Marti, H., Qi, W., Donati, M., di
Francesco, A., Polkinghorne, A. & Borel, N. (2017). The Chlamydia suis Genome
Exhibits High Levels of Diversity, Plasticity, and Mobile Antibiotic Resistance:
Comparative Genomics of a Recent Livestock Cohort Shows Influence of Treatment
Regimes. Genome Biol Evol. 9(3):750-760. doi: 10.1093/gbe/evx043.

~_53_~


http://www.oie.int/eng/normes/mmanual

Sachse, K. & Hotzel, H. (2003). Detection and differentiation of Chlamydiae by
nested-PCR. Methods Mol Biol. 216: 123-36. 178.

Sachse, K., Laroucau, K., Hotzel, H., Schubert, E., Ehricht, R. & Slickers, P. 2008.
Genotyping of Chlamydophila psittaci using a new DNA microarray assay based on
sequence analysis of ompA genes. BioMed Central Microbiology. 8: 1471-2180.

Saitou, N. & Nei, M. (1987). The neighbour-joining method: a new method for
reconstructing phylogenetic trees. Mol. Biol. Evol. 4: 406-425.

Sheleby-Elias, J., Solérzano-Morales, A., Romero-Zufiga, J.J. & Dolz, G. (2013).
Molecular detection and genotyping of Chlamydia psittaci in captive Psittacines from
Costa Rica. Vet. Med. Int. 142962: 1-6.

Sigalova, O.M., Chaplin, A.V. & Bochkareva, O.0O. (2019). Chlamydia pan-genomic
analysis reveals balance between host adaptation and selective pressure to genome
reduction. BMC Genomics 20, 710 https://doi.org/10.1186/s12864-019-6059-5

Spencer, W.N. & Johnson, F.W.A. (1983). Simple transport medium for the isolation
of Chlamydia psittaci from clinical material. Vet. Rec. 113: 535-536.

Tien, C., Arrieta, M., Solérzano-Morales, A. & Dolz, G. (2014). Chlamydia psittaci:
agente zoonotico diagnosticado en aves y en el ser humano en Costa Rica. Il
Encuentro Anual de Medicina Veterinaria. Escuela de Medicina Veterinaria,

Universidad Nacional, Heredia, Costa Rica.

Vanrompay, D., Harkinezhad, T., Van De Walle, M., Beeckman, D., Van
Droogenbroeck, C., Verminnen, K., Leten, R., Martel, A. & Cauwerts, K. (2007).
Chlamydophila psittaci transmission from pet birds to humans. Emerg. Infect. Dis.
13:1108-1110.

Yucesan, C. & Sriram, S. (2001). Chlamydia pneumoniae infection of the central

nervous system. Curr Opin Neurol. 14(3):355-359.

~_54._~



Zhang, Z.X., Morrison, S.G., Caldwell, H.D. & Baehr, W. (1989). Cloning and
sequence analysis of the major outer membrane protein genes of two Chlamydia

psittaci strains. Infection Immunity 57, 1621-1625.

Discusién general

La primera parte de esta investigacion tuvo como objetivo determinar la presencia
de especies clamidiales en aves de produccion de Costa Rica. Se reporta por
primera vez la deteccién de diferentes especies de Chlamydia en aves gallindceas
de granjas comerciales y de traspatio de Costa Rica y Centroamérica. El porcentaje
de positividad determinado en granjas comerciales (8,0 %) fue mayor que lo
reportado en México (3,4%), en Polonia (2,2 %) y Eslovaquia (6,9 %) (Szymanska-
Czerwinska et al., 2017; Cechova et al., 2018; Ornelas-Eusebio et al., 2020), pero
menor que lo encontrado en granjas avicolas comerciales de Holanda (9,8 %) y
Argentina (40,3 %) (Heijne et al., 2018; Origlia et al., 2016). Asimismo, el porcentaje
determinado en granjas de traspatio de nuestro pais (28,6 %) fue superior que el de
otros paises como Estados Unidos (13.6 %), Italia (15 %) y China (24.7 %) (Li et al.,
2017; Guo et al., 2016; Donati et al., 2018), pero similar al que recientemente se
reportd en México (28,6 %) (Ornelas-Eusebio et al., 2020).

En las aves de traspatio se determind cuatro veces mas muestras positivas a
especies de Chlamydia que en muestras de aves de explotacién industrial, a pesar
de que fueron las ultimas, las que habian mostrado signos respiratorios. Esto se
puede deber a la falta de medidas de bioseguridad en los establecimientos de
traspatio y la posibilidad de contacto con otros animales, principalmente con aves
silvestres, que pueden transmitir el agente (Hulin et al., 2015; Vorimore et al., 2015;
Ornelas-Eusebio et al., 2020). Factores como medidas de bioseguridad estrictas,
buenas practicas de limpieza y desinfeccion, uso de medicina preventiva
(antibidticos) y buen manejo de la nutricibn han demostrado reducir el riesgo de
transmision de patégenos (Sims, 2006, Hulin et al., 2015, Vorimore et al., 2015). Es

de notar, el hallazgo de C. psittaci en aves con signos respiratorios en explotaciones
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comerciales. Los porcentajes de positividad determinados en los dos grupos
podrian estar, sin embargo, subestimados, por un lado, porque las bacterias se
excretan en forma intermitente en animales asintomaticos (Andersen & Vanrompay,
2003), por el otro lado, porque el ave generalmente excreta la bacteria por faringe
0 por cloaca, y no de los dos sitios (Sheleby-Elias et al., 2013 y Cechova et al.,
2018).

En este estudio se logré determinar por primera vez en Costa Rica y Centroamérica
C. psittaci en aves gallinaceas de produccién y de traspatio, lo que debe de alertar
a los trabajadores en granjas avicolas, en mataderos y a las personas que tienen
contacto directo con estas aves, sobre el riesgo de infeccidon y de enfermar con la
bacteria. Chlamydia psittaci se ha determinado en pollos en Australia, Alemania,
Bélgica, Francia, Eslovaquia, Italia y China (Yang et al., 2007; Gaede et al., 2008;
Zhang et al., 2008; Laroucau et al., 2009; Robertson et al., 2010; Zhou et al., 2010;
Dickx et al., 2010; Yin et al., 2013; Guo et al., 2016; Cechova et al., 2018; Donati et
al., 2018), causando pérdidas econdémicas a la industria avicola debido a su reporte
obligatorio (Cechova et al. 2018). Los porcentajes de infeccibn en todos estos
paises no superan el 6,9 % (Eslovaquia), en contraste a los porcentajes obtenidos
en este estudio (45,5 %); sin embargo, estudios seroldgicos (ELISA especifico de
C. psittaci) en granjas de engorde en Bélgica determinaron seropositividades del 95
%, por lo que los porcentajes obtenidos mediante PCR pudieran estar
subestimadas, debido a la excrecién intermitente de la bacteria (Dickx et al., 2010).
La deteccion del genotipo A en pollos de nuestro pais concuerda con reportes de
Bélgica (Van Loock et al., 2005; Lagae et al., 2014) y representa un riesgo para las
personas en contacto con estas aves, ya que este genotipo se considera altamente
virulento (Beeckman & Vanrompay, 2009). En los diferentes establecimientos,
especialmente en los que resultaron positivos a C. psittaci se deberian de revisar e
implementar las medidas de proteccién personal, que deben de incluir: protocolo de
higiene de las manos y ropa protectora, uso de guantes y mascara de filtro de aire
de cara completa. Debe de existir una sala de transicion, donde se pueda guardar

la ropa de proteccion, asimismo, se debe de realizar una adecuada limpieza y
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ventilacion natural o mecénica que evite la contaminacion cruzada entre los
diferentes espacios (Deschuyffeleer et al., 2012).

El diagndstico de agentes infecciosos que ocasionan problemas respiratorios en
aves de produccion en Costa Rica se realiza por SENASA como control activo, e
incluye la enfermedad de Newcastle, la influenza aviar, la laringotraqueitis
infecciosa, la bronquitis infecciosa aviar y especies de Mycoplasma. Un estudio
reciente realizado por De Boek et al., (2015), determind problemas de conjuntivitis,
enfermedad respiratoria superior y disnea en pollos de engorde infectados con C.
psittaci, asimismo, se establecié supresion del sistema inmune (Chu et al., 2016),
por lo que se recomienda incluir la clamidiosis aviar en el diagnostico diferencial de
enfermedades respiratorias de aves de produccion (Dickx et al., 2010, Laroucau et
al., 2014, Lagae et al., 2014, Hulin et al., 2015, CDC, 2018).

Ademas, por primera vez en Costa Rica y Centroamérica, la presencia de C.
muridarum (especie no zoonética) en pollos comerciales y de traspatio. Este
hallazgo se considera accidental y esporadico, posiblemente por contacto cercano
de las aves con los hospederos naturales (roedores) de la bacteria (Guo et al. 2016).
Finalmente, se reporta por primera vez en Costa Rica y Centroamérica, la presencia
de C. gallinacea en pollos de traspatio, un agente clamidial detectado recientemente
a nivel mundial, por lo que no se cuenta con mucha informacién. Su presencia se
reporta en cuatro paises europeos (Francia, Grecia, Eslovenia, Crocia), asi como
en China, Argentina, México y Estados Unidos (Zocevic et al., 2012; Guo et al.,
2016; Origlia et al., 2016; Li et al., 2017; Ornelas-Eusebio et al., 2020). Estudios
experimentales con C. gallinacea mostraron una reduccién significativa del peso
corporal (desde un 6,5 hasta a un 11,4%) de los animales sin presentacion de signos
clinicos (Guo et al., 2016). Sin embargo, trabajadores de mataderos expuestos a
pollos infectados con este agente, desarrollaron neumonia atipica, indicando un
potencial zoondtico de C. gallinacea (Li et al., 2017).

Las técnicas de gPCR resultaron ser mas sensibles, que las técnicas de PCR de
punto final, lo que esta ampliamente documentado en la literatura (DeGraves et al.,
2003; Opota et al., 2015; OIE 2018). De las muestras detectadas como positivas en
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el gPCR de Chlamydia spp., un 45,4 % (20/44) se confirmaron como C. psittaci
mediante el gPCR especifico para esta especie, confirmando una presencia
significativa del agente en nuestro medio (Sheleby-Elias et al., 2013; Dolz et al.,
2013). Los PCR punto final para Chlamydia spp. y C. psittaci, en contraste, solo
lograron detectar un 18,2 % (8/44) y un 15,0 % (3/20) de positivos detectados en los
gPCR, respectivamente. En un 40,9 % (18/44) de los casos no fue posible identificar
la especie clamidial infectante. Es posible, que el uso de gPCR para otras especies
de Chlamydia (por ejemplo C. gallinacea) ayude a identificar las clamidias no
determinadas. Estudios recientes (Hulin et al., 2015, Origlia et al., 2016; Guo et al.,
2016; Li et al., 2017; Taylor-Brown & Polkinghorne, 2017; Cechova et al., 2018) han
establecido la mayoria de las clamidias sin identificar como pertenecientes a C.
gallinacea (detectadas mediante gPCR), una especie que se considera endémica y
predominante en pollos. Los resultados de este estudio demuestran la complejidad
de la epidemiologia de la clamidiosis aviar, y confirma, que las infecciones

clamidiales en aves no so6lo se deben a C. psittaci.

La segunda parte del estudio tuvo como objetivo diagnosticar las especies de
Chlamydia presentes en animales domésticos y silvestres de Costa Rica. La
deteccién de Chlamydia spp. en un 17,7 % de muestras analizadas es mayor a lo
reportado en Argentina (6.8%, 80/849) (Frutos, 2015), estas diferencias se pueden
deber a la amplia diversidad bioldgica de nuestro pais, sin embargo, en los dos
estudios se traté de analisis no sistematicos. Las especies de Chlamydia se
detectaron en una gran cantidad de animales domésticos, tanto de compaiiia (gatos,
loras, canarios, cockatiels, erizos) como en especies productivas (cerdos, caballos,
ovejas, vacas), y ademas en animales silvestres viviendo en cautiverio (sobre todo
aves y reptiles), confrmando que es una bacteria ampliamente distribuida en
nuestro pais (Jones et al., 2008). Hasta la fecha solamente se habia reportado la
presencia de C. psittaci en aves psitacidas y columbiformes, los resultados del
presente estudio contribuyen a ampliar el rango de especies de Chlamydia, y el de
animales infectados con esta bacteria en Costa Rica y Latinoamérica. La extensa

mayoria de animales infectados con especies de Chlamydia vivian en hogares o en
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centros de rescate, en contacto con sus cuidadores, por lo que se enfatiza la
necesidad de diagnostico y control de este agente en especies animales domésticas
de nuestro pais, como la implementacion de normas de bioseguridad para personas
que laboran con animales en cautiverio, debido al potencial zoonético documentado
para estas bacterias (Longbottom y Coulter, 2003; Cheong et al., 2019), Asimismo,
el hecho de encontrar la bacteria en un 50% de animales con signos clinicos, y en
algunos casos con lesiones severas, indica la urgencia de incluir a los agentes

clamidiales en el diagnéstico diferencial de enfermedades respiratorias.

Los nuevos hospederos de C. psittaci reportados por primera vez en nuestro pais
son lora, gato, canario, garza verde, y paloma silvestre (paloma titibd). Las
secuencias analizadas mostraron una alta homologia entre ellas, indicando una
posible alta clonalidad de esta especie bacteriana en el pais, particularmente del
genotipo A, ya que fueron similares a secuencias encontradas previamente en el
pais (Sheleby-Elias et al. 2013). Este genotipo se caracteriza por estar ampliamente
distribuido debido posiblemente a su alta virulencia (Beeckman & Vamrompay,
2009). Por otra parte, el genotipo B se encontré en un ave columbiforme, esto ya
habia sido reportado previamente (Dolz et al., 2013). La transmision de estos
genotipos aviares a humanos ha sido documentado por Heddema et al. (2006) y
Vanrompay et al. (2007).

Se reporta por primera vez la presencia de C. pneumoniae en nuestro pais y en la
region centroamericana. Este agente se encontré en siete boas de un centro de
exhibicién al publico, lo que coincide con la literatura, que considera las serpientes
como portadores naturales de este agente (Cochrane et al., 2005). Preocupa, sin
embargo, que estos reptiles podrian transmitir las bacterias a sus cuidadores o a los
visitantes y generar enfermedad severa, sobre todo en personas con sistema
inmune debilitado (Cuffini et al., 2006). La maxima variabilidad entre los aislamientos
de C. pneumoniae en humanos y no humanos se da en la region variable 1V del gen
ompA, la cual se seleccion6 en el presente trabajo para genotipificar la bacteria
(Wardrop et al., 1999), determinando el genotipo A, el cual es el mas

frecuentemente encontrado en humanos (Bodetti et al., 2002; Cochrane et al.,
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2005). Hasta la fecha, la transmision de C. pneumoniae solamente se ha
documentado entre personas a través de secreciones respiratorias (Yucesan &
Sriram, 2001; Cuffini et al., 2006), sin embargo, debe ser considerado como un
potencial agente zoondtico (Rivero, 2001, Cochrane et al., 2005; Kutlin et al., 2007).
El hallazgo de C. suis en siete cerdos de un establecimiento corresponde al primer
reporte en nuestro pais y en Latinoamérica. Aunque esta especie se considera
endémica en los cerdos domeésticos, no se descarta su potencial zoonaotico (Marti et
al. 2017, De Puysseleyr et al. 2017), lo cual podria representar un riesgo para la
salud de las personas que laboran con estas especies en nuestro pais. Otro aspecto
importante por considerar es que se han establecido cepas de C. suis resistentes a
antibioticos, especificamente a tetraciclinas, que son las que se usan generalmente
en el tratamiento contra las clamidias (Helena et al. 2017). Marti et al. (2017)
advierten, que eventos de recombinacion genética entre especies, podrian generar
una resistencia generalizada de la familia Chlamydiaceae.

En el caso del erizo africano, un animal exdético que se vende en tiendas de
mascotas, no se logré identificar la especie clamidial presente, se hipotetiza, que se
puede deber a la presencia de una especie de Chlamydia no reportada hasta la
fecha. Se recomienda caracterizar en futuros estudios la especie de clamidia
presente en estos animales exoticos, eventualmente realizando secuenciacion del
genoma completo (Sigalova et al. 2019).

Considerando el aumento de la tenencia de animales exoticos (reptiles, mamiferos,
entre otros, pero también cockatiels y canarios) como mascotas en la poblacién
costarricense, es necesario implementar un sistema de vigilancia y control en las
tiendas de mascotas, para evitar el contagio de los animales que ahi conviven, y
para asegurar la venta de animales libres de Chlamydia, que podrian ocasionar
enfermedad en hogares con personas inmunosupresas (Frutos, 2015; CDC, 2018).
En el presente trabajo se logré implementar la técnica de cultivo celular y aislar por
primera vez en Costa Rica y Centroamérica varias cepas de C. psittaci. El
aislamiento mediante cultivo celular se considera la prueba de oro (Andersen &
Franson, 2007; Andersen & Vanrompay, 2008), permite producir controles positivos

(antigenos) que pueden ser empleados en el diagndstico rutinario, ademas permite
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la caracterizacion molecular de los aislamientos. Sin embargo, debido al tiempo
necesario, la dificultad y el riesgo bioldgico, el cultivo no es recomendado para el
diagnéstico rutinario (Frutos, 2015). Las técnicas de PCR estan reemplazando el
aislamiento de clamidias en cultivo de tejidos, ya que la sensibilidad y especificidad
del PCR para C. psittaci suele ser superior a la técnica de cultivo celular.
Adicionalmente, la sensibilidad es aiin mayor si se utiliza un PCR anidado o un PCR
en tiempo real (QPCR) (Everett et al., 1999; Pantchev et al., 2009).

Por primera vez en nuestro pais se reporta la presencia de C. psittaci en un hisopado
faringeal de un médico veterinario, que presentd fiebre y signos respiratorios. El
profesional habia atendido un brote y fallecimiento de aves psitacidas (Ara macao y
Ara ambiguus), realizando la necropsia de los animales sin medidas de
bioseguridad. En las aves se confirmé mediante hallazgos histolégicos y diagndstico
molecular la presencia de C. psittaci genotipo A. Tres meses después se diagnostico
el mismo genotipo de C. psittaci en este médico veterinario, el cual estaba
presentando desde hace 22 dias tos productiva, sinusitis, ligera insuficiencia
respiratoria y malestar generalizado con fiebre intermitente.

En el presente trabajo se implementaron técnicas de diagnostico, que facilitan la
deteccién de especies de Chlamydia. El uso de estas técnicas determind la
presencia de diversas especies clamidiales con potencial zoon6tico en una gran
variedad de animales domésticos y silvestres que conviven con el ser humano. En
vista del riesgo que representan estos agentes para la salud publica se recomienda
reglamentar e implementar medidas de bioseguridad en establecimientos de
exhibicibn y venta de animales, y descartar Chlamydia spp. en problemas

respiratorios de animales y humanos.
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Conclusiones generales

e Se detect6 la presencia Chlamydia spp. en 8,0% (12/150) de muestras de aves
de establecimientos industriales con sintomatologia respiratoria y en un 28,6 %
(32/112) de muestras de aves de produccion traspatio sin sintomatologia clinica.

e Chlamydia psittaci se determind presente en un 45,5 % (20/44) de las aves de
produccion positivas a Chlamydia spp.

e Se logr6 determinar por primera vez en Costa Rica y a nivel latinoamericano la
presencia de C. psittaci, genotipo A tanto en pollos como pavos de
establecimientos industriales y de traspatio.

e Se detecto por primera vez en el pais y en Centroamérica C. gallinacea en pollos
de traspatio y C. muridarum en pollos comerciales con problemas respiratorios
y pollos traspatio.

e Se confirmé una mayor sensibilidad de la técnica de gPCR en comparacién con
la PCR convencional para la deteccion de clamidias.

e Se determindé la presencia de especies de Chlamydia en un 17.7 % (59/333) de
muestras de animales domésticos y silvestres analizados, encontrandose sobre
todo en animales con enfermedad respiratoria (50% de los casos), pero también
en animales asintomaticos (14 % de los casos).

e La especie mas diagnosticada fue C. psittaci genotipo A (22/59),
determindndose por primera vez en el pais en un gato, en un canario, en una
lora, en un cockatiel y una garza verde, aumentando el rango de hospederos

reportados.
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Se reporta por primera vez en América Central la presencia de C. pneumoniae
en serpientes (Boa constrictor).

Se reporta por primera vez a nivel latinoamericano la presencia de C. suis en
cerdos.

Se confirma molecularmente por primera vez en América Central la presencia
de C. psittaci en un humano.

Con la implementacion de técnicas moleculares se logré ampliar el conocimiento
sobre Chlamydia spp. de importancia para la salud animal y salud puablica en
Costa Rica.

Con la implementacion de la técnica de aislamiento en cultivo celular se logré

aislar varias cepas de C. psittaci.

Recomendaciones generales

Concientizar y alertar a los profesionales de la salud a considerar a las clamidias
en el diagnostico diferencial de agentes causantes de problemas respiratorios
en animales y humanos.

Concientizar y alertar al Servicio Nacional de Salud Animal (SENASA) para que
incluya el diagnéstico de clamidiosis aviar en el control activo de enfermedades
respiratorias en aves de produccién para evitar el contagio de las personas.
Alertar a los profesionales de la salud y poblacion en general de la presencia de

clamidias con potencial zoonoético en animales domeésticos y silvestres.
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Implementar medidas de bioseguridad en establecimientos de produccion
animal, centros de rescate, zoolOgicos y tiendas de mascotas; para evitar el
contagio de los animales que ahi conviven, asegurar liberacion al ambiente,
venta o exposicion de animales libres de Chlamydia y para prevenir el contagio
del personal de cuido y de los visitantes.

Utilizar métodos de diagndstico moleculares, sobre todo la técnica de qPCR por
su alta sensibilidad y especificidad para determinar la presencia de especies de
Chlamydia en animales y humanos.

Transferir la técnica molecular de Chlamydia spp. al INCIENSA, a la CCSS vy al
SENASA para facilitar la deteccion temprana y tratamiento certero de las
personas y de los animales infectados.

Investigar la patogenicidad, el efecto en la produccion y el posible potencial
zoonotico de C. psittaci y C. gallinacea en aves de produccion de Costa Rica.
Realizar investigaciones para establecer la importancia de C. pneumoniae como
agente zoonotico en Costa Rica.

Investigar la prevalencia de C. suis en cerdos y determinar si las cepas
circulantes en el pais poseen genes de resistencia a antibiéticos.

Investigar la presencia de nuevas especies de Chlamydia mediante métodos

mMas robustos como secuenciacion del genoma completo.
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ANEXOS

Anexo 1: Descripcion de los animales muestreados (333)

Especie Hallazgos Muestra  Procedencia Modo vida Tipo vida
(nombre comdn) (%) histopatolégicos o
signos clinicos
Ara ambiguus Sacos aéreos con Sacos Zoologico Silvestre Cautiverio
(Lapa verde 1) exudado caseoso, , aéreos Alajuela
esplenomegalia,
hepatomegalia, focos
necroticos en pulmon.
Ara ambiguus Hepatomegalia, Sacos Zoologico Silvestre Cautiverio
(Lapa verde 2) secrecion faringea, , aéreos Alajuela
esplenomegalia,
hidropericardio,
secrecion espumosa en
pulmones, puntos
necréticos pancreéticos,
nefromegalia.
Ara ambiguus Hepatomegalia, Sacos Zooldgico Silvestre Cautiverio
(Lapa verde 3) esplenomegalia, aéreos Alajuela
aerosaculitis
Ara macao Hepatomegalia, Sacos Zooldgico Silvestre Cautiverio
(Lapa roja 1) lesiones en pancreas, aéreos Alajuela
buche con mucha
dilatacion, sacos aéreos
con fibrina, estémago
con ulceraciones,
nefromegalia.
Ara macao Aerosaculitis,. Sacos Zooldgico Silvestre Cautiverio
(Lapa roja 2) aéreos Alajuela
Ara macao Dificultad respiratoria Hisopado Centro Silvestre Cautiverio
(Lapa roja 3) cloacal y Rescate
faringeal Alajuela
Butorides virescens Hepatomegalia, Sacos Zoologico Silvestre Cautiverio
(Garza verde) exudados caseosos en aéreos Alajuela
sacos aéreos,
esplenomegalia,
cardiomegalia
Leptotila verreauxi Hepatomegalia, Sacos Plaza Silvestre Vida libre
(Paloma titibu) neumoniay aéreos publica San
aerosaculitis José
Nymphicus Cardiomegalia, Sacos Hogar Domeéstico Compafiia
hollandicus neumoniay aéreos Heredia
(Cockatiel) aerosaculitis
Felis catus Secresiones nasalesy  Hisopado Hogar Doméstico Compafiia
(Gato) conjuntivitis conjuntiv San José
al y nasal
Felis catus Secresiones nasales Hisopado Hogar Doméstico Compafiia
(Gato) (8) nasal Alajuela
Homo sapiens Dificultad respiratoria, Hisopado Alajuela
(Humano) (3) dolor de cabeza, faringeal
malestar generalizado
Sus scrofa Conjuntivitis Hisopado Finca Doméstico Produccion
domestica conjuntiv Alajuela
(Cerdo) (7) al
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Ara ambiguus
(Lapa verde) (61)

Ara ambiguus
(Lapa verde)

Ara macao
(Lapa roja) (73)

Psittacara finschi
(Perico) (5)
Quiscalus
nicaraguensis
(Zanate) (3)
Serinus canaria
(Canario) (2)
Amazona
autumnalis
(Lora) (3)
Nymphicus
hollandicus
(Cockatiel) (3)
Nymphicus
hollandicus
(Cockatiel)
Coturnix coturnix
(Codorniz)
Columba livia
(Paloma
mensajera) (32)
Gallus gallus
(Gallina)

Pavo cristatus
(Pavo real) (2)
Pelecanus
occidentalis
(Pelicano) (2)
Pelecanus
occidentalis
(Pelicano) (9)
Ramphastos
sulfuratus (Tucén)
Aterelix albiventris
(Erizo africano) (7)
Bos Taurus
(Vaca) (4)
Bradypus
variegatus
(Perezoso) (2)
Saimiri sciureus
(Mono ardilla) (3)
Cebus capucinus
(Mono cariblanco)
(8)

Equus caballus
(Caballo) (6)

Asintomaticas

Asintomatica

Asintomaticas

Asintomaticos

Asintomaticos

Asintomatico

Asintomaticas

Asintomaticos

Asintomatico

Asintomatico

Asintomaticas

Asintomatico
Asintomaticos

Asintomaticos

Asintomaticos

Asintomatico
Asintomaticos
Asintomaticas

Asintomaticos

Asintomaticos

Asintomaticos

Asintomaticos

Hisopado

cloacal y

faringeal
Sacos
aéreos

Hisopado
cloacal+

y
faringeal

Hisopado
cloacal
Hisopado
cloacal

Heces

Hisopado
cloacal

Hisopado
cloacal

Hisopado
cloacal

Hisopado
cloacal
Hisopado
cloacal

Sacos
aéreos
Sacos
aéreos
Hisopado
cloacal

Sacos
aéreos

Sacos
aéreos
Hisopado
cloacal
Hisopado
vaginal
Hisopado
anal

Hisopado
anal
Hisopado
anal

Hisopado
conjuntiv
al

Centro
Rescate
Guanacaste
Centro
Rescate
Puntarenas
Zoologico
Alajuela (28)

Centro
Rescate
Guanacaste
(45)
HEMS

HEMS

Hogares
Heredia
Hogar
Alajuela

HEMS
(Hogares
San José)

HEMS

(Hogar
Heredia)

Hogar
San José

Hogar
San José

Finca
Alajuela
Finca
Heredia
Zoologico
Puntarenas

HEMS

HEMS
Hogares
San José
Finca
Alajuela
HEMS
HEMS

HEMS

San José

Silvestre

Silvestre

Silvestre

Silvestre

Silvestre

Doméstico

Doméstico

Doméstico

Doméstico

Doméstico

Doméstico

Doméstico

Doméstico

Silvestre

Silvestre

Silvestre

Doméstico

Doméstico

Silvestre

Silvestre

Silvestre

Doméstico

Cautiverio

Cautiverio

Cautiverio

Cautiverio

Vida libre

Compafiia

Compafiia

Compafiia

Compafiia

Produccion

Produccion

Produccion
Produccion

Cautiverio

Vida libre

Vida libre
Compafiia
Produccion

Vida libre

Vida libre

Vida libre

Compafiia
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Equus caballus Asintomaticos Hisopado Limén Domeéstico Compafiia

(Caballo) (7) conjuntiv
al

Ovis aries Asintomaticas Hisopado Finca San Domeéstico Produccion
(Oveja) (12) vaginal José
Tamandua spp. Asintomaticos Hisopado HEMS Silvestre Vida libre
(Oso hormiguero) anal
3)
Boa constrictor Asintomaticas Hisopado Zoologico Silvestre Cautiverio
(Boa) (7) cloacal San José
Boa constrictor Asintomaticas Hisopado HEMS Silvestre Cautiverio
(Boa) (11) cloacal
Boa constrictor Asintométicas Heces HEMS Silvestre Cautiverio
(Boa) (4)
Crotalus simus Asintoméaticas Hisopado  Serpentario Silvestre Cautiverio
(Serpiente cloacal San José
cascabel) (25)

Asintomético Hisopado Zooldgico Silvestre Cautiverio
Ctenosaura similis cloacal Puntarenas
(Saurio)
Trachemys spp. Asintomética Heces Hogar Silvestre Cautiverio
(Tortuga) Alajuela
Trachemys scripta Asintomaticas Hisopado Zooloégico Silvestre Cautiverio
(Tortugas) (2) cloacal Puntarenas

() Namero de animales analizados por especie, en caso de haberse analizado mas de un animal.

Anexo 2: Soluciones utilizadas en el cultivo celular

Medio de transporte SPG (sacarosa/fosfato/glutamato)

e Sacarosa (74,6 g/L);

e KH2PO4 (0,512 g/L);

e KH2POA4 (1,237 g/L);

e Acido L-glutamico (0,721 g/L).
Se puede esterilizar en autoclave o por filtracion. A esto se de afiadir suero fetal
bovino (SFB) (10%), vancomicina, kanamicina y estreptomicina (200-500 ug/ml),
anfotericina B y gentamicina (50 pyg/ml). La adicién de antibidticos reduce el efecto
de la contaminacién, aunque las muestras se envien a temperatura ambiente. En
ausencia de un almacenaje en refrigeracion, el microorganismo sigue viable durante
incluso 30 dias y a 4°C durante incluso 34 dias (Spencer & Johnson, 1983). Este
medio también puede usarse como diluyente en el laboratorio y para congelar las
clamidias.
Asimismo, se puede emplear como medio de transporte: Medio de Cultivo para
células suplementado con SFB y los antibioticos descritos.

Medio de Cultivo para Células

Opcion A: Medio DMEM (Gibco™ 11995065) (Glucosa (4500mg/L), Piruvato
(110mg/L), 4mM de L-Glutamina (200mM 100X, estabilizado el pH con rojo fenol y
2.2 ¢g/L de NaHCO3) suplementado con 10% de Suero Fetal Bovino
descomplementado y con antibiéticos que no inhiban las clamidias (vancomicina,
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kanamicina y estreptomicina (200-500 pg/ml), anfotericina B y gentamicina (50
Mg/ml)). Se conserva a 4°C.

Opcién B:
Para 1000 ml:
e 1 sobre de MEM (Minimum Esential Medium) para 1 litro.
Agua miliQ en cantidad suficiente.
Agua destilada.
Suero Fetal Bovino descomplementado (irradiado e inactivado a 56°C por 1
hora para eliminar complemento) (se conserva a -20°C hasta su uso).
Buffer HEPES 1M (se conserva a 4°C).
L-Glutamina 200mM 100X (se conserva a -20°C hasta su uso).
NaOH 1N estéril.
Aminoacidos no esenciales 10mM 100X (se conserva a 4°C).
Gentamicina 40mg/mL (se conserva a 4°C).
e NaHCO3 7,5% estéril (se conserva a 4°C).
Preparacion:

Se prepara primero el MEM, disolviendo el contenido del sobre en una
pequefia porcion de agua miliQ. Una vez disuelto completamente, se lleva el
volumen a 820 ml con agua miliQ. Se fracciona en cinco frascos con 164 ml cada
uno y se esteriliza a 121-124°C durante 15 min. Una vez frio, o a temperatura
ambiente, se agrega a cada frasco en condiciones de esterilidad:

20 ml Suero Fetal Bovino.

3 ml buffer HEPES, de a 1 mL y agitando cada vez.

3 ml glutamina.

6 ml de NaHCO3, de a 1 mL y agitando cada vez.

2 ml de amino&cidos no esenciales.

250 pl de gentamicina.

Agregar solucion de NaOH gota a gota hasta lograr un rojo claro (unas 12
gotas aproximadamente). Vancomicina, kanamicina y estreptomicina (200-500
pg/ml), anfotericina B y gentamicina (50 pg/ml).

Se conserva a 4°C.

NoOkwNE

Medio de Infeccién

Preparacion:

Misma que para medio de cultivo. Se conserva a 4°C. Antes de su uso se
afiade 1ml de solucion 100 ug/ml de cicloheximida por cada 100ml de medio de
infeccion, para una concentracion final de cicloheximida en el medio de 1 ug/mL.

Medio de Congelamiento para Células

e Suero Fetal Bovino: 20% v/v.
e Dimetil Sulféxido: 5% v/v.
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e MEM: 75% vl/v.

Solucioén para repique de las lineas celulares

e 0,7 g tripsina cristalizada.

e 2,24 gNacCl; 0,112 g KClI; 0,28 g glucosa.
e 0,1624 g NaHCO3; 0,056 g EDTA Na2

e 1,54 mL Rojo de fenol

e Agua miliQ

Preparacion: se colocan 238 mL de agua miliQ en un Erlenmeyer, se agregan todos
los componentes solidos, de uno en uno y disolviendo totalmente cada uno antes
de agregar el siguiente, se ajusta el pH a 7,4 empleando NaOH y HCI, luego se
afora con agua miliQ hasta 280 mL. Se esteriliza por filtracion, y se fracciona en
botellas estériles en alicuotas de 40 mL. Se conserva a -20°C hasta su uso. Las
botellas en uso se conservan a 4°C.

Subcultivo: Se realizan 3 lavados de la monocapa celular con 5 mL de solucién de
PBS. Se realiza el desprendimiento de las células de la botella de 25cm2 con accion
de 0,5mL de Tripsina / EDTA; 0.25% / 0.1%.

Buffer PBS (solucién tamponada con Fosfato Salino)

Para 1000 mi:

e 8gNacCl; 0,2 gKClI.

e 1,44 g Na2HPO4; 0,24 g KH2PO4.

e Solucién HCI 1N.

e Agua destilada: cantidad suficiente.
Preparacion: Se pesan exactamente todos los componentes, y disolverlos
completamente en 800 mL de agua destilada. Se ajusta el pH a 7,4. Se adiciona
agua destilada hasta llegar al volumen final. Se esteriliza a 121-124°C durante 15
minutos. Se conserva a temperatura ambiente.

Tincién Naranja de Acridina:

Transcurrido el tiempo de incubacion de los cultivos celulares inoculados (48-72
horas), se puede tomar la placa y extraer cuidadosamente el medio de infeccion,
con la precaucién de no dafiar el cultivo adherido al fondo del pozo. El cultivo celular
(monocapa infectada) se fija colocando en cada pozo 1 ml de metanol puro durante
20 minutos al menos. Se retira restos de metanol y se deja secar al aire. Se tifie con
solucion de Naranja de Acridina al 1% durante 10 minutos y posteriormente se
descartd. Se realizan 3 lavados consecutivos con PBS y se observaron las placas
con las células en microscopio de inmunofluorescencia con un aumento de 100x.
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