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Resumen

Chlamydia psittaci es la bacteria causante de clamidiosis en aves, la cual causa altas tasas de morbilidad y mortalidad en
psitacidos, en funcion del genotipo bacteriano y las condiciones fisiologicas del hospedero. La infeccion por C. psittaci puede
ser un reto de conservacion para poblaciones silvestres que se enfrentan a otras presiones como la pérdida de habitat o la
extraccion de individuos para el trafico ilegal de fauna. El presente trabajo tuvo como objetivo evaluar la presencia de C.
psittaci en poblaciones silvestres de loros (Amazona spp.) en el Bajo Cauca antioquefio, para lo cual se capturaron loros
silvestres en Caucasia y Nechi en Colombia y se les tomo6 muestras para realizar pruebas PCR para detectar el ADN bacteriano
y pruebas ELISA para detectar anticuerpos especificos contra esta bacteria. Como resultado, no se encontr6 excrecion de
particulas infecciosas, pero si encontraron anticuerpos en el 21.4 % de los individuos evaluados. Se encontré la primera
evidencia de la circulacion de C. psittaci en poblaciones silvestres en el Bajo Cauca antioquefio, en Colombia, una region
caracterizada por la transformacion del habitat y las altas tasas de extraccion de individuos para el trafico ilegal.
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Abstract

Chlamydia psittaci is the bacterium responsible for chlamydiosis in birds, which causes high morbidity and mortality rates in
psittacines, depending on the bacterial genotype and the host's physiological conditions. Infection by C. psittaci can pose a
conservation challenge for wild populations already facing pressures such as habitat loss and the extraction of individuals for
illegal wildlife trafficking. The present work aimed to evaluate the presence of C. psitfaci in wild populations of parrots
(Amazona spp.) in the Bajo Cauca region of Antioquia, Colombia, for which wild parrots were captured in Caucasia and
Nechi, Colombia. Samples were collected for PCR tests to detect bacterial DNA from infectious particles and ELISA tests to
detect specific antibodies against this bacterium. As a result, no excretion of infectious particles was detected; however,
antibodies were found in 21.4% of the evaluated individuals. This study provides the first evidence of C. psittaci circulation
in wild populations in the Bajo Cauca region of Antioquia, Colombia, a region characterized by habitat transformation and
high rates of individual extraction for illegal trafficking.
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Introduccién genotipo presenta mayor afinidad por taxones aviares

Chlamydia psittaci (Lillie 1930) es una bacteria gram-
negativa intracelular que infecta a diversas aves y algunos
mamiferos, incluidos los seres humanos. Este patégeno es
de alta transmisibilidad ya que puede infectar a los
hospederos a través del contacto con aerosoles de
secreciones respiratorias, excrementos o polvo de plumén
de individuos infectados. La transmisién también puede
ocurrir mediante fomites contaminados y el contacto
directo entre individuos durante la regurgitacion
(Harkinezhad et al. 2009). En aves se han identificado
infecciones por siete genotipos de C. psittaci,
denominados A, B, C, D, E, F y E/B, los cuales se
corresponden con seis serovares (A, B, C, D, E y F). Cada
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particulares, por ejemplo, las infecciones en psitacidos
estan frecuentemente asociadas con el genotipo A (serovar
A), mientras que las infecciones de columbidos estan mas
asociadas al genotipo B (serovar B) (Sachse et al. 2023).
Adicionalmente se han identificado otros dos genotipos,
el WC y el M56 que estan asociados a la infeccion en
mamiferos y se corresponden con los serovares WC y M56
(Pannekoek et al. 2010, Sachse et al. 2015).

La enfermedad provocada por C. psittaci en aves,
conocida como psitacosis o clamidiosis aviar, puede
cursar de forma subclinica o clinica, manifestandose con
signos variables que incluyen anorexia, letargia, blefaritis,
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conjuntivitis, sinusitis, dificultad respiratoria y diarrea
verdosa amarillenta (Vanrompay 2019). En psitacidos las
tasas de morbilidad reportadas oscilan entre el 16 % y el
81 %, mientras que la mortalidad puede ser
alarmantemente alta, superando el 50 % en brotes no
tratados causados por el genotipo A (CFSPH & IICAB
2009). Las variaciones tanto en la morbilidad como en la
mortalidad, dependen de factores extrinsecos, como la
virulencia del genotipo bacteriano y de factores
intrinsecos del hospedero, como la especie y condiciones
fisiologicas que afectan la calidad de la respuesta
inmunologica (Santos et al. 2014, Tolba et al. 2019).

En psitacidos la transmisibilidad de C. psittaci se ve
favorecida por su comportamiento gregario, que incluye
compartir dormideros y acicalarse mutuamente. Ademas,
se han reportado numerosos casos de neumonias atipicas
en humanos, adquiridas por contacto cercano con
psitacidos en cautiverio portadores de esta bacteria
(Hogerwerf et al. 2017). Por tanto, C. psittaci representa
un desafio significativo tanto para la salud aviar como para
la salud publica (Zweifel ef al. 2009).

A pesar de la atencion prestada a identificar infecciones
por este patdgeno en animales en cautiverio -
especialmente en psitacidos mantenidos como mascotas o
en galpones de produccion avicola (Sukon et al. 2021) -
se ha investigado mucho menos sobre la circulacion de C.
psittaci  en poblaciones silvestres (Burnard &
Polkinghorne 2016, Stokes et al. 2021). En América se
han muestreado algunas poblaciones silvestres,
identificando prevalencias que van de 4.8 % a 78 %, segiin
la poblacion y la técnica usada para identificar a los
individuos positivos (de Freitas Raso ef al. 2006, Dusek et
al. 2018, Padilla et al. 2004, Ribeiro et al. 2013, Vaz et al.
2021). Sin embargo, también se han identificado
poblaciones que no ha tenido contacto previo con el
patogeno (Deem et al. 2005, Gilardi et al. 1995). Tras una
revision exhaustiva de la literatura disponible, no se
encontr6 ningin estudio enfocado en poblaciones
silvestres colombianas, aunque si se encontraron algunos
estudios en centros de atencion de fauna silvestre
recuperada del cautiverio o trafico de especies (Monsalve
et al. 2011, Ruiz-Laiton et al. 2022).

En poblaciones libres con dinamicas ecoldgicas estables,
la clamidiosis aviar puede actuar como un regulador
poblacional, al influir directamente en parametros como la
mortalidad y la natalidad (Kakehashi 1996, Martcheva et
al. 2017). La variacion en estos parametros es crucial para
la permanencia de poblaciones que ya enfrentan otras
presiones de conservacion (Choisy & Rohani 2006,
Melbourne & Hastings 2008), tales como la pérdida de
habitat y la extraccion ilegal de individuos para el trafico
de fauna (Daut e al. 2016). Este es el caso del Bajo Cauca
antioquefio y sur del departamento de Coérdoba en
Colombia (
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Figura 1), donde los habitats estan altamente
transformados (Guisao-Betancur ef al. 2024, Sanchez-
Cuervo & Aide 2013) y se extraen animales silvestres
frecuentemente para el comercio ilegal de fauna (Mancera
Rodriguez & Reyes Garcia 2008). El grupo de aves mas
traficado en el pais es el de los psitacidos (Ministerio de
Ambiente y Desarrollo Sostenible 2012), destacandose
especies como Amazona ochrocephala (Gmelin 1788),
Amazona farinosa (Boddaert 1783) y Amazona
autumnalis (Linnaeus 1758) por ser positivamente
seleccionadas por los traficantes, mientras que el trafico
de Amazona amazonica (Linnaeus 1766) no responde a
una predilecciéon marcada pero tampoco es rechazada por
los cazadores furtivos, por lo que su trafico parece
responder a la densidad y facilidad de obtener individuos
de la vida libre (Romero-Vidal et al. 2020).
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Figura 1. Ubicacion del sur del departamento de Cérdoba
y la subregion del Bajo Cauca antioqueiio en Colombia.

Considerando la marcada transformacion del paisaje del
Bajo Cauca antioquefio y sur de Cérdoba, junto con la
preferencia de los traficantes por los loros del género
Amazona, asi como las altas tasas de morbilidad y
mortalidad en psitacidos asociados a la infeccion con C.
psittaci, este estudio tiene como objetivo evaluar la
circulacion de este patdogeno en poblaciones que ya
enfrentan serias amenazas a su conservacion en esta
region de Colombia.

Materiales y métodos

Muestreo Se llevo a cabo un muestreo de campo en los
corregimientos La Ilusion y Margento del municipio de
Caucasia en Colombia (8°03° N & 75°00° W), al margen
izquierdo del rio Cauca y cerca de la carretera Caucasia —
Nechi (Figura 2). El area de estudio se caracteriza por un
paisaje altamente transformado con extensas areas
dedicadas a la ganaderia, un par de centros poblados
(Risaralda y Villa del Socorro) y parches de vegetacion
nativa de menos de 100 hectareas. La precipitacion anual
promedio de esta region es de 2 574 mm, con un régimen
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bimodal bien definido y una temperatura media de 28 °C
(Secretaria de Agricultura y Desarrollo Rural 2020).
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Figura 2. Ubicacion del area de estudio.

El muestreo se llevo a cabo entre los meses de diciembre
de 2019 y marzo de 2020, enfocandose en loros del género
Amazona. Se tomaron muestras de materia fecal para
evaluar la presencia de ADN de C. psittaci en sistema
digestivo, las cuales se almacenaron en tubos secos.
También se tomaron muestras de sangre, para evaluar la
presencia de anticuerpos especificos contra esta bacteria
en circulacion sanguinea.

Los individuos fueron capturados usando redes de niebla
de dosel y fueron examinados por una médica veterinaria
quien tomo las muestras. Una vez finalizado el examen
clinico y la recoleccion de muestras, las aves fueron
liberadas en el mismo sitio de la captura. Este
procedimiento se llevd a cabo amparado en el aval ético
CICUA-035-19 del Comité para el Cuidado y Uso de los
Animales de la Universidad Nacional de Colombia y la
resolucion 255 de 2014 de la Autoridad Nacional de
Licencias Ambientales mediante la que se otorga el
permiso marco de recoleccion de especimenes de especies
silvestres de la diversidad biologica con fines de
investigacion cientifica no comercial.

Pruebas de laboratorio

Las muestras fecales fueron almacenadas en tubos secos
de 2.0 ml a 4 °C para evitar su degradacion antes del envio
al laboratorio del Instituto Colombiano de Medicina
Tropical (ICMT) de la Universidad CES en Sabaneta,
Antioquia. En el laboratorio, el contenido de cada tubo fue
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disuelto en 1.0 ml de buffer para transporte de muestras,
posteriormente fue homogenizado con vortex y el
contenido transferido a un tubo de 1.5 ml donde se
concentr6 por centrifugacion a 14 000 rpm para decantar
los solidos. Finalmente se tomo 100 pL de sobrenadante
para la extraccion. El sedimento resultante fue purificado
utilizando el kit MagMAX™ CORE Nucleic Acid
Purification Kit (Applied Biosystems) disefiado para
muestras animales. E1 ADN resultante fue eluido en 80 pL
de buffer de rehidratacion y transferido a un tubo de 1.5
ml, el cual fue mantenido a 4 °C hasta su analisis. La
deteccion del ADN de Chlamydia spp. se realizé mediante
PCR en tiempo real para amplificar un fragmento
especifico del gen 23S rDNA con un tamafo aproximado
de 182 pb, utilizando el kit Power SYBR™ Green
(Applied Biosystems). Se emplearon 200 pmol de cada
iniciador y 2.5 pL del templado en un volumen total de 25
uL, segun el protocolo de Ehricht et al. (2006) el cual fue
estandarizado, optimizado y validado en el Laboratorio
Clinico Veterinario del ICMT. El perfil térmico consistid
en una desnaturalizacion inicial a 95 °C durante 5 minutos,
seguida por 40 ciclos que incluyeron desnaturalizacion a
95 °C durante 15 segundos y alineamiento/extension a 60
°C durante 45 segundos. La lectura se realizé en el canal
SYBR/FAM (canal 1). Posteriormente, se analizaron los
perfiles de disociacion en una curva entre 65 °C y 90 °C.
La integridad del material genético se evalué mediante la
amplificacion mediante PCR en tiempo real con SYBR de
un control positivo interno correspondiente al fragmento
del receptor melanocortina-1 (MCIR) (de Kloet et al.
2011). Para la deteccion de anticuerpos, las muestras
sanguineas fueron dejadas coagular y luego se extrajo el
suero que fue almacenado a -20 °C en campo antes de ser
trasladado al laboratorio de la Universidad Nacional de
Colombia sede Medellin, donde se conservo a -80 °C hasta
su procesamiento. Los anticuerpos IgY contra C. psittaci
se detectaron utilizando el kit Pigeons Chlamydia psittaci
- CPS Elisa Kit (AFG Bioscience), siguiendo las
instrucciones proporcionadas por el fabricante.

Resultados

Se capturaron un total de 29 individuos pertenecientes a
las siguientes especies: Amazona ochrocephala (14),
Amazona amazonica (9), y Amazona autumnalis (6)
(Tabla 1 y Figura 3). Todos los individuos eran adultos y
no presentaron signos clinicos asociados a psitacosis ni
indicios de otras enfermedades infecciosas, al momento de
la captura.



Deteccion de Chlamydia psittaci loros silvestres

https://doi.org/10.54588/cc.2025v30n1al0

Fernandez-Salazar & Zamora-Abrego

Tabla 1. Deteccion de ADN de Chlamydia spp. y anticuerpos especificos para Chlamydia psittaci en tres especies de loros
del género Amazona en el Bajo Cauca antioquefio, Colombia. PCR™: PCR positiva, PCR®: PCR negativa, PCR™®: PCR no
realizada, ELISA®: ELISA positivo, ELISA®: ELISA neg

ativo, ELISA®®: ELISA no realizado.

PCRO / PCRO / PCRO / PCRNR) | PCRORY e o
ELISA () ELISAC® | ELISAM®) ELISA®™ ELISAQ muestras por
Amazona amazonica 1 2 6 0 0 9
Amazona autumnalis 0 3 3 0 0 6
Amazona ochrocephala 2 4 6 0 2 14
Total por tipo de resultado 3 9 15 0 2

—
Amazona ochrocephala. Foto
tomada de Agudelo J., 2024

Amazona amazonica. Foto tomada
de Crewe M., 2018

list

Amazona autumanlis. Foto tomada
de Boscain L., 2024

Figura 3. Especies de loros (Amazona spp.) muestreadas.

Se realizaron pruebas de PCR (Figura 4A y Figura 4B) a
las muestras de materia fecal de 27 individuos (no fue
posible tomar muestra de dos de los individuos
capturados), y todos ellos resultaron negativos. Ademas,
se llevo a cabo pruebas ELISA (Figura 4C y Figura 4D) a
las muestras de 14 individuos, de los cuales 3 resultaron
positivos, lo que indica una frecuencia de deteccion de
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anticuerpos del 3.33 % (1 de 3) para 4. amazonica, del
25.0 % (2 de 8) para 4. ochrocephala 'y 0 % (0 de 3) para
A. autumnalis (Tabla 1). De los otros 15 individuos se
tomaron muestras sanguineas, pero el volumen de suero
obtenido o su calidad no fueron suficientes para realizar la
prueba ELISA.
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Figura 4. Ejemplos de las 7pruebas de laboratorio realizadas. A. Curva de amplificacion con control positivo y muestra sin
amplificacion, Threshold= 1000; B. Curva de disociacion con temperatura de melting de 81.5 °C. C. Plato de 96 pozos de la

prueba ELISA. D. Valores de densidad optica para cada uno de los pozos (Punto de corte: 0.254)

Pag. 104


https://doi.org/10.54588/cc.2025v30n1a10

Conservacion Colombiana 30 (1). Julio 2025
ISSN 1900-1592
https://revista.proaves.org

Discusion

Este trabajo representa el primer informe documentado
sobre la circulacion de C. psittacien loros del
género Amazona de vida libre en Colombia, asi como el
primer registro de infeccion por C. psittaci en las especies
de psitacidos A. ochrocephalay A. amazonica en su
habitat natural.

Ninguno de los loros muestreados se encontraba en fase
aguda de la infeccion al momento de muestreo, como se
determiné mediante el examen clinico y las pruebas PCR
negativas, que indicaron la ausencia de ADN de cualquier
especie del género Chlamydia en las heces. Andersen
(1996) demostro6 que la deteccion del material genético de
C. psittaci es mas probable en muestras de secreciones
orofaringeas poco después de la infeccion, mientras que
en infecciones cronicas es mas comun detectar ADN
bacteriano en muestras fecales o cloacales. Aunque la
eliminacion de C.  psittaci  puede  ocurrir
intermitentemente, incluso afios después de la infeccion
primaria, en este caso se pudo constatar que, pese a que
algunos individuos estuvieron expuestos previamente al
patdgeno, al momento del muestreo ninguna de las aves se
encontraba experimentando una recaida en la que se
reactivara la replicacion y excrecion de C. psittaci.

Estos resultados contrastan con los obtenidos en estudios
realizados en loros del género Amazona en dos regiones
de Brasil, donde se encontr6 ADN bacteriano en las
secreciones del 1.2 %y 2.5 % de los polluelos de Amazona
brasiliensis (Linnaeus, 1758), asi como en el 4.8 % y 6.3
% de los polluelos de Amazona aestiva (Linnaeus, 1758)
(de Freitas Raso et al. 2006, Ribas et al. 2014, Vaz et al.
2021). Estos resultados indican que algunos individuos
excretaban C. psittaci, mientras que en nuestro estudio
ningun individuo mostré excrecion bacteriana. Esta
diferencia puede deberse a que los estudios brasilefios
incluyeron polluelos que heredan IgY materna pero
requieren tiempo para desarrollar completamente su
propia respuesta inmunologica (Andersen 1996, de Freitas
Raso et al. 2006), por lo que en los individuos mas jovenes
las bacterias pueden replicarse dentro de las células antes
de que se establezcan mecanismos inmunoldgicos
efectivos para controlar la infeccion. En contraste, nuestro
estudio se centrd en individuos adultos, donde se espera
que el sistema inmunologico esté completamente maduro,
lo que reduce la probabilidad de replicacion bacteriana a
menos que el hospedador experimente un periodo de
inmunosupresion.

Por su parte, Deem et al. (2005) e valuaron 34 individuos
de A. aestiva en Bolivia y ninguno de los individuos habia
desarrollado anticuerpos especificos contra C. psittaci, lo
que podria indicar que esta poblaciéon nunca estuvo
expuesta a este patdgeno. En contraste, las frecuencias de
deteccion de anticuerpos del 33.3 % para la muestra de 4.
amazonica'y de 25 % para la muestra de A. ochrocephala
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encontradas en este estudio sugiere que parte de los
individuos analizados habian estado expuestos al
patdgeno y desarrollaron anticuerpos IgY especificos para
C. psittaci. Estos anticuerpos se producen alrededor de dos
a tres semanas después del inicio de la infeccion,
alcanzando concentraciones mas altas durante la respuesta
inmune secundaria y permaneciendo en circulacion
durante un tiempo considerable, lo que permite una
respuesta rapida ante futuras exposiciones al mismo
antigeno (Pacheco et al. 2023; Zhang et al. 2017).
Nuestros resultados contrastan con los obtenidos por de
Freitas Raso et al. (2006) donde ninguno de los polluelos
mostré respuesta humoral detectable, posiblemente
porque su sistema inmunoldgico aun no tenia la capacidad
de producir inmunoglobulinas en concentraciones
suficientes para ser detectadas.

Considerando que hasta el 2.5 % de los polluelos de 4.
brasiliensis y el 6.3 % de los polluelos de 4. aestiva se
infectan antes de abandonar el nido, no es de extrafiar que
el 33.3 % de A. amazonica 'y el 25.0 % de A. ochrocephala
en Caucasia hayan estado expuestos a la bacteria, dado
que todos los individuos eran adultos y que han tenido
mayor tiempo de exposicion potencial a la bacteria. Pese
a esto, durante el examen médico no se evidenciaron
sintomas clinicos asociados a psitacosis; aunque, dado el
ciclo de vida biféasico de los clamidiales y su dependencia
de las células de los hospederos, es probable que si estos
individuos sufren inmunosupresion, puedan reactivar la
fase aguda de la infeccion (Elwell ef al. 2016, Radomski
etal 2016).

En contraste, al comparar las frecuencias de deteccion de
anticuerpos obtenidos en este estudio con investigaciones
previas realizadas por Monsalve et al. (2011) en loros
recuperados del trafico ilegal en Colombia, se observa que
las poblaciones en cautiverio presentan tasas
significativamente mas altas de infeccion por C. psittaci,
con seroprevalencias entre el 79 % y el 90 %. Ruiz-Laiton
et al. (2022) también encontraron que el 81.3 % de los
psitacidos alojados en un centro de atencion de fauna en
Colombia, liberaban ADN de C. psittaci y hallaron una
correlacion entre la positividad y signos clinicos como
baja frecuencia respiratoria, por lo que dichos resultados
podrian sefialar un brote de psitacosis. Estos hallazgos
sugieren que el cautiverio puede favorecer la transmision
del patogeno entre loros, posiblemente debido a factores
como el hacinamiento o la falta de medidas sanitarias
adecuadas durante el cautiverio (Santos et al. 2014, Tolba
etal. 2019).

Esta situacion es preocupante, ya que existe una tendencia
nacional a reintroducir loros recuperados del trafico a sus
habitats naturales (Restrepo-Rodas & Pulgarin 2017). En
algunas ocasiones los psitacidos con resultados positivos
reciben tratamientos antibidticos para la psitacosis
(Balsamo et al. 2017), no obstante, se ha evidenciado la




persistencia de los clamidiales tras el tratamiento
antibidtico, aunque no es totalmente claro el mecanismo
de estas persistencias in vivo (Hogan et al. 2004, Sachse
et al. 2015). Es probable que los loros con resultados
positivos en pruebas seroldgicas reactiven la excrecion del
patégeno si  enfrentan situaciones que inducen
inmunosupresion, actuando como portadores o reservorios
(West 2011), lo cual podria permitir la diseminacion de C.
psittaci entre las poblaciones silvestres receptoras.

Este escenario tendria graves implicaciones para la
conservacion de especies de psitacidos silvestres, ya que
se ha demostrado que la introduccién de animales
portadores de patdgenos puede provocar brotes severos
entre las poblaciones receptoras, resultando en altas tasas
de mortalidad, aun en entornos controlados con acceso a
atencion veterinaria (Stagegaard et al. 2017). Incluso, la
introduccion de animales infectados con patdgenos
previamente existentes en la poblacion receptora puede
generar problemas, dado que las reintroducciones suelen
realizarse en los lugares con mayor concentracion y buena
calidad de recursos para mejorar la probabilidad de
sobrevivencia de los animales liberados; pero en estas
zonas también se concentra una mayor densidad
poblacional de animales silvestres, lo que incrementa las
tasas de contacto entre individuos recién llegados y
residentes, y aumenta la probabilidad de transmision de
patdgenos (Almberg et al. 2012), lo que se traduce en
mayor proporcion de individuos infectados y brotes
localizados. Sin embargo, existe poca informacion sobre
cOomo esta situacion afecta a las poblaciones silvestres. Por
ejemplo, en poblaciones silvestres de koalas
(Phascolarctos cinereus), se ha documentado una alta tasa
de mortalidad y una reduccion en la natalidad asociadas a
infecciones por Chlamydia spp; estas poblaciones,
ademas, enfrentan otras presiones, como la
transformacion de su habitat (Burnard & Polkinghorne
2016), lo que ha contribuido a extinciones locales. Asi
mismo, Chu ez al. (2016) demostraron que la infeccion por
C. psittaci deprime el sistema inmunologico de las aves,
incrementando la mortalidad por influenza aviar, y es
posible que efectos similares ocurran con otros patdogenos
presentes en las poblaciones receptoras o aquellos
introducidos por los animales recién liberados.

Ante este panorama, resulta crucial seguir realizando
muestreos en otras poblaciones silvestres libres para
identificar si C. psittaci circula entre los loros silvestres en
otras regiones del pais y cudl es su prevalencia natural.
Estos andlisis deben priorizarse en areas donde los
psitdcidos enfrentan presiones adicionales sobre su
conservacion, como pérdida del habitat natural o
extraccion ilegal para trafico; asi como también en zonas
donde se reintroducen individuos recuperados del trafico
ilegal. Asi mismo, es fundamental llevar a cabo pruebas
moleculares y serologicas entre individuos recuperados
del cautiverio para identificar aquellos con infecciones
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agudas o crdnicas y definir las mejores estrategias para su
manejo y disposicion final sin comprometer a las
poblaciones silvestres receptoras (Choperena Palencia &
Mancera-Rodriguez 2016).
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