
 

UNIVERSIDAD DE COSTA RICA 

SISTEMA DE ESTUDIOS DE POSGRADO 

 

 

 

DIVERSIDAD, PREFERENCIAS ALIMENTARIAS Y PREVALENCIA 

VIRAL EN MOSQUITOS (DIPTERA: CULICIDAE) EN DOS ZONAS 

ENDÉMICAS A ARBOVIRUS ZOONÓTICOS DE COSTA RICA. 

 

Tesis sometida a la consideración de la Comisión del Programa de Posgrado 

en Microbiología, Parasitología, Química Clínica e Inmunología para optar al 

grado y título de Maestría Académica en Microbiología. 

 

 

LUIS MARIO ROMERO VEGA 

 

  

 

 

 

 

 

Ciudad Universitaria Rodrigo Facio, Costa Rica 

 

 

 

2020 

 

 



 

 II 

Dedicatoria 

 

A Papi, Mami, Ana, Lau y Lumi. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Muchas gracias. 

 

 

 



 

 III 

“Esta tesis fue aceptada por la Comisión del Programa de Estudios de Posgrado en 

Microbiología, Parasitología, Química Clínica e Inmunología de la Universidad de Costa 

Rica como requisito parcial para optar al grado y título de Maestría Académica en 

Microbiología.” 

 

 

_______________________________________ 

PhD. Carlos Chacón Díaz 

Representante del Decano   

Sistema de Estudios de Posgrado 

 

 

_______________________________________ 

PhD. Adriana Troyo Rodríguez 

Directora de Tesis 

 

 

_______________________________________ 

PhD. Eugenia Corrales Aguilar 

Asesora 

 

 

_______________________________________ 

PhD. Luis Fernando Chaves Sanabria 

Asesor 

 

 

_______________________________________ 

PhD. Fernando Soley Guardia 

Representante del Director de Programa de Posgrado  

 

 

_______________________________________ 

Luis Mario Romero Vega 

Candidato 

 

 

 

 

Hoja de Firmas 

 

 

 

 



 

 IV 

Tabla de Contenidos 

 

Dedicatoria ........................................................................................................................... II 

Hoja de Firmas .................................................................................................................. III 

Tabla de Contenidos ........................................................................................................... IV 

Índice de Cuadros ............................................................................................................... VI 

Índice  de Figuras ............................................................................................................. VII 

Lista de Abreviaturas ..................................................................................................... VIII 

Resumen .............................................................................................................................. IX 

Abstract ................................................................................................................................ X 

Introducción .......................................................................................................................... 1 

2. Justificación ................................................................................................................... 6 

3. Hipótesis ......................................................................................................................... 8 

4.1. Objetivo general ........................................................................................................ 9 

4.2. Objetivos específicos ...................................................................................................... 9 

5. Metodología.................................................................................................................. 10 

5.1. Sitios de muestreo ................................................................................................. 10 

5.2. Captura de mosquitos ........................................................................................... 14 

5.2.1. Adultos .......................................................................................................... 14 

5.2.2. Larvas ........................................................................................................... 14 

5.3. Montaje e identificación morfológica................................................................... 15 

5.3.1. Adultos .......................................................................................................... 15 

5.4. Extracción de ácidos nucleicos y transcripción reversa ....................................... 15 

5.5. Detección viral ...................................................................................................... 16 

5.6. Identificación de fuente de alimentación sanguínea ............................................. 18 

5.7. Análisis de datos ................................................................................................... 18 

5.7.1. Curvas de rarefacción, riqueza de especies y diversidad de especies ......... 19 

5.7.2. Preferencias alimentarias ............................................................................ 20 

5.7.3. Positividad viral ........................................................................................... 20 

5.7.4. Tasa de infección mínima ............................................................................. 21 

6. Resultados .................................................................................................................... 22 

6.1. Captura e identificación de mosquitos ................................................................. 22 

6.2. Curvas de rarefacción de Coleman ....................................................................... 30 

6.3. Estimación de riqueza y diversidad de especies ................................................... 32 

6.4. Análisis de preferencias alimentarias ................................................................... 33 



 

 V 

6.5. Positividad viral .................................................................................................... 35 

7. Discusión ...................................................................................................................... 36 

7.1. Especies vectoras y métodos de captura ............................................................... 36 

7.2. Estructura de las comunidades de mosquitos ....................................................... 39 

7.2.1. Estimación de riqueza .................................................................................. 41 

7.2.2. Diversidad de especies ................................................................................. 41 

7.3. Preferencias alimentarias ...................................................................................... 42 

7.4. Prevalencias virales .............................................................................................. 43 

8. Conclusiones ................................................................................................................ 46 

9. Resumen esquemático ................................................................................................. 47 

10. Recomendaciones .................................................................................................... 48 

11. Condiciones de Biodiversidad y Financiamiento ................................................. 49 

12. Referencias .............................................................................................................. 50 

13. Anexos ...................................................................................................................... 63 

Coordenadas de puntos de muestreo ................................................................................ 63 

Trámite de Ingreso Área de Conservación Tempisque ..................................................... 64 

Trámite de Ingreso Área de Conservación La Amistad-Caribe ....................................... 65 

Resolución de la Comisión Institucional de Biodiversidad .............................................. 74 

Otras publicaciones asociadas a mosquitos en Costa Rica y enfermedades vectoriales. 78 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 

 VI 

Índice de Cuadros 

Cuadro 1. Mosquitos capturados en trampas EVS en Cuajiniquil…………….……………23 

Cuadro 2. Mosquitos capturados en trampas EVS en Talamanca………………………….24 

Cuadro 3. Especies capturadas en Cuajiniquil utilizando las trampas para hembras  

grávidas………………………………………………………………………………….…25 

Cuadro 4. Especies capturadas utilizando las trampas para Aedes grávidas BG-GAT.…..26 

Cuadro 5. Especies capturadas en Ovitrampas en Cuajiniquil y Talamanca………….......27 

Cuadro 6. Especies de larvas colectadas en sitios de cría naturales en los cantones de 

Cuajiniquil y Talamanca………………………...…………………………………………29 

Cuadro 7. Positividad viral en pooles de mosquitos………………………………………35 

Cuadro 8. Tasa de Infección Mínima para cada especie de mosquito…………………….35 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 

 VII 

Índice  de Figuras 

Figura 1. Sitios de muestreo en el cantón de Cuajiniquil……………….………………....13 

Figura 2. Sitios de muestreo en el cantón de Talamanca………………………………......14 

Figura 3. Curvas de rarefacción de Coleman ………………………………………………31 

Figura 4. Estimación de la riqueza de especies………………………………………….....32 

Figura 5. Índices de Shannon………………………………………………………………33 

Figura 6. Preferencias alimentarias identificadas en mosquitos de Cuajiniquil y 

Talamanca…………………………………………………………………………………. 34 

Figura 7. Resumen Esquemático…………………………………………………………. 47 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 

 VIII 

Lista de Abreviaturas 

BG-GAT   Trampas para Aedes grávidas 

BO    Bosque 

DO    Domiciliar 

CEC    Comité Ético Científico de la Universidad de Costa Rica 

cDNA    ADN complementario 

CHIKV   Chikungunya 

COI    Citocromo oxidasa subunidad I 

DENV    Virus del dengue 

EEEV    Virus de la encefalitis equina del este 

EN    Encierro de animales 

EVS    Trampas de monitoreo de vectores de encefalitis 

HG    Trampas CDC para hembras grávidas 

MADV   Virus Madariaga 

OV    Ovitrampas 

PE    Peridomiciliar 

SLEV    Virus de la Encefalitis de San Luis 

TIM    Tasa de Infección Mínima 

VEEV    Virus de la encefalitis equina venezolana 

WNV    West Nile virus,Virus del oeste del Nilo 

YFV    Yellow fever virus, Virus de la fiebre amarilla 

ZIKV    Virus Zika 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 

 IX 

Resumen 

Los arbovirus son virus que se transmiten al ser humano y los animales a través de un 

artrópodo vector. Los mosquitos son los vectores de arbovirus más importantes a nivel 

mundial. En el continente Americano son vectores de una gran cantidad de arbovirus 

incluidos en dos principales géneros virales: Flavivirus (virus del dengue, virus del Zika, 

virus de la fiebre amarilla, virus del oeste del Nilo) y Alfavirus (virus de chikungunya, virus 

de la encefalitis equina venezolana y virus de Madariaga). No obstante, en Costa Rica no se 

ha investigado en profundidad cuáles son las especies de mosquito que puedan funcionar 

como vector para estos arbovirus, principalmente los que tienen un ciclo zoonótico. 

En el presente estudio, se realizó un muestreo en dos zonas de Costa Rica con 

evidencia de circulación para diferentes arbovirus zoonóticos. Una zona fue el distrito de 

Cuajiniquil en la provincia de Guanacaste, y el otro el cantón de Talamanca en la provincia 

de Limón. Cada cantón fue muestreado tanto en época lluviosa como en época seca. En cada 

cantón, se seleccionaron ocho puntos de muestreo y cada uno fue dividido en cuatro áreas 

diferentes: domiciliar, peridomiciliar, establo y bosque. En cada una de ellas se colocaron 

cuatro diferentes tipos de trampa: Trampas para vectores de encefalitis, Trampas CDC para 

hembras grávidas, ovitrampas y trampas para Aedes grávidas. También se colectaron larvas 

de mosquito en sitios naturales de ovipostura. Con los datos de los individuos capturados se 

calculó la curva de acumulación de especies (Rarefacción de Coleman), la riqueza (Chao2) 

y la diversidad (Índice de Shannon) en ambos cantones. A los adultos capturados se les 

realizó RT-PCR para la detección molecular de Alfavirus y Flavivirus. A las hembras 

grávidas también se les realizó un RT-PCR para establecer sus preferencias alimentarias. Los 

productos positivos de todos los PCR y RT-PCR fueron secuenciados para así confirmar su 

secuencia. 

La diversidad y riqueza de especies varió en ambos cantones entre época seca y época 

lluviosa. La riqueza de especies fue mayor en Talamanca que en Cuajiniquil, no obstante, la 

diversidad fue mayor en Cuajiniquil. La principal especie capturada en ambos cantones fue 

Culex quinquefaciatus. Asimismo, en esta especie se logró identificar dos individuos 

positivos para ARN viral de virus del dengue y de virus del Zika. Respecto a las preferencias 

alimentarias se detectó sangre de humano y de gallina principalmente. También se detectó 

sangre de otros animales domésticos y silvestres. Este trabajo permitió establecer una base 

en cuanto a las especies de mosquito presentes en estas zonas con actividad para diferentes 

arbovirus. Asimismo, demostró la circulación de diferentes arbovirus en estas zonas.  No 

obstante, ninguna especie se logró incriminar como un potencial vector para un arbovirus 

zoonótico. 

Se necesita más investigación para complementar los hallazgos realizados en este 

trabajo, y así describir completamente los patrones de transmisión que involucran a estos 

vectores. 
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Abstract 

 

Arboviruses are a group of viruses that are transmitted to humans and animals through 

an arthropod vector. Mosquitoes are the most important arboviral vectors worldwide. In 

America, mosquitoes function as vectors of several arboviruses. The majority of these 

arboviruses belong to two different genera Flavivirus (dengue virus, Zika virus, yellow fever 

virus and West Nile virus) and Alfavirus (Chikungunya virus, Venezuelan equine 

encephalitis virus and Madariaga virus). There has been a lack of research in Costa Rica on 

which mosquito species can work as vectors of these viruses, specially the zoonotic ones. 

In this study, we sampled two different mosquito communities in two different sites 

in Costa Rica with evidence of arboviral activity. One was the district of Cuajiniquil, located 

in Guanacaste province, and the other was Talamanca, located in Limón province. We 

sampled both counties in rainy and dry seasons. We selected 8 different sampling points in 

each site. Every sampling point was subdivided in 4 different areas: domiciliary, 

peridomiciliary, pen and forest. We placed traps in all of these areas. The traps used were: 

Encephalitis vector surveillance traps, CDC traps for gravid females, ovitraps, and gravid 

Aedes traps. Also, mosquito larvae were collected at natural breeding sites. Using the 

collected data, we estimated the species accumulation curve (Coleman rarefaction), species 

richness (Chao2) and diversity (Shannon Index) for both sites.  We performed the molecular 

detection of Alfaviruses and Flaviviruses by RT-PCR on all the adult mosquitoes collected. 

We also performed a PCR for blood meal identification on all the gravid females collected. 

All the PCR products were sequenced to correctly identify its DNA. 

Diversity and species richness was different between dry and rainy season in both 

sites. Talamanca had a greater species richness compared to Cuajiniquil. On the other hand, 

Cuajiniquil had a greater diversity than Talamanca. Culex quinquefasciatus was the most 

frequent specie captured at both sites. Furthermore, we were able to detect ARN from dengue 

virus and Zika virus in this species. Finally, we were able to identify bloodmeals mainly from 

humans and chickens. Other domestic and wild animals were also detected. With this study, 

we were able to identify, at a base level, the different mosquito species in this two counties 

with arboviral activity. Also we detected the active presence of two different arboviruses and 

the blood meal preferences of the main mosquitoes at these sites. Nonetheless, we were not 

able to incriminate any mosquito species as a potential vector for any of these zoonotic 

arboviruses. More research is needed to correctly assess the arboviral transmission cycles in 

Costa Rica. 
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Introducción 

 

Los arbovirus son un grupo de virus de importancia médica transmitidos por 

artrópodos (1, 2). Más de 40 tipos de arbovirus son transmitidos por mosquitos (3, 4). Los 

arbovirus son un problema de salud pública a nivel global. Entre los de mayor importancia 

en el continente Americano destacan el virus del dengue (DENV), virus del oeste del Nilo 

(WNV) y más recientemente los virus chikungunya (CHIKV) y Zika (ZKV) (1, 5, 6). 

Asimismo, existen otros arbovirus que pueden ocasionar cuadros clínicos severos, como lo 

son el virus de Madariaga (MADV) y el virus de la encefalitis equina venezolana (VEEV) 

(7, 8). Algunos de estos arbovirus pueden tener ciclos que involucran animales domésticos, 

humanos, animales silvestres y mosquitos; tanto en ciclos enzoóticos como en epizootias. 

Los ciclos enzoóticos son aquellos que involucran a vertebrados no humanos en una 

determinada región geográfica, mientras que la epizootia es un aumento de la incidencia de 

un determinado patógeno en animales en una zona geográfica (9). 

Los mosquitos pertenecen a la familia Culicidae del orden Diptera. La gran mayoría 

son insectos hematófagos que utilizan la sangre exclusivamente como aporte de proteínas 

para la reproducción (10). Las proteínas presentes en la sangre son en su mayoría 

metabolizadas en vitelina, que es fundamental para el desarrollo de los huevos (11). Esta 

adaptación es la que permite a algunos patógenos ser transmitidos entre sus hospederos 

vertebrados, por medio del proceso de ingesta de sangre que realizan los mosquitos. 

 

1.1.Competencia y capacidad vectorial 

 

La capacidad de una especie de mosquito de transmitir un virus está definida por factores 

extrínsecos e intrínsecos. La capacidad vectorial es el término que comprende los factores 

extrínsecos, mientras que la competencia vectorial incluye los factores intrínsecos. Tanto 

capacidad vectorial como competencia vectorial son indispensables para comprender qué 

define a una determinada especie de mosquito como vector (10). La capacidad vectorial 

agrupa la relación espacio tiempo entre el hospedero vertebrado y el vector, así como la 

preferencia de alimentación del vector hacia el vertebrado.  

Existen también otros factores ecológicos que interfieren en estas relaciones. Dentro 

de los factores abióticos que afectan la capacidad vectorial destacan: clima, uso de suelos y 
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fotoperiodo (12–14).  Por otra parte, entre los factores bióticos que afectan la capacidad 

vectorial se incluyen la densidad vectorial, la duración del ciclo gonadotrófico, la persistencia 

al alimentarse, las preferencias alimentarias, entre otros (15). 

Por otro lado, la competencia vectorial se describe como la combinación del potencial 

de adquirir la infección de un hospedero virémico, permitir la diseminación y acumulación 

del virus en las glándulas salivales, y posteriormente ser capaz de transmitir el virus a un 

nuevo hospedero (10). Durante todo este proceso, existen barreras anatómicas y fisiológicas 

propias del mosquito que pueden limitar esta diseminación. La primera de ellas es el intestino 

del mosquito. El virus debe atravesar la matriz periotrófica y los enterocitos del vector para 

poder diseminarse en la hemolinfa. Sin embargo, en el intestino pueden existir otros factores 

que limiten la replicación viral.  Uno de ellos es la microbiota intestinal, la cual se ha 

observado que puede secretar péptidos con capacidad antiviral (16). Además, el sistema 

inmune del mosquito puede secretar compuestos para evitar la infección, como por ejemplo 

radicales libres de oxígeno (17). Una vez que el virus atraviesa la barrera intestinal debe  ser 

capaz de diseminarse y alcanzar las glándulas salivales. En ese sitio debe ocurrir una 

replicación a títulos virales elevados para que sean transportados por la saliva del mosquito, 

logrando así una infección del hospedero vertebrado en el momento de la alimentación. 

Debido a la complejidad que conlleva medir estos parámetros, la competencia vectorial 

únicamente puede ser determinada por medio de ensayos ex situ. Por ejemplo, para establecer 

las diferentes especies de mosquitos de California como vectores de WNV, fue necesaria la 

inoculación y posterior determinación de títulos virales en glándulas salivales para poder 

establecer su competencia vectorial (18). 

Dicho esto, está claro que definir a un mosquito como vector es un proceso complejo, 

que no se resuelve con una única detección de infección en el campo. Se han sugerido un 

mínimo de criterios que se deben cumplir para establecer una especie de mosquito como 

vector: (i) aislamiento del virus en esa determinada especie con prevalencia alta de infección; 

(ii) preferencias alimentarias que incluyan a un hospedero amplificador conocido; (iii) rango 

y periodicidad de vuelo que se traslape con la distribución y accesibilidad de un hospedero; 

(iv) que los periodos de actividad del vector coincidan con los de ocurrencia del virus; (v) 

competencia vectorial comprobada en el laboratorio (10). 
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1.2. Flavivirus de importancia en el continente Americano y sus vectores  

 

Flavivirus es un género viral perteneciente a la familia Flaviviridae. Los virus de este 

geenero tienen una distribución mundial y pueden afectar tanto a humanos como animales 

(19). Algunos flavivirus tienen un ciclo que involucra principalmente a los seres humanos, 

por lo tanto son considerados antroponóticos. Los virus DENV y ZIKV son los dos 

principales virus, dentro del género Flavivirus, que tienen ciclo antroponótico. No obstante, 

en su zona geográfica de origen pueden mantener ciclos selváticos en primates no humanos; 

en el neotrópico se considera que la evidencia serológica y molecular  es producto de un 

spillback (infección de DENV circulante en humanos hacia primates sin establecimiento de 

un ciclo filogeneticamente distinto) viral y no del establecimiento de un ciclo selvático (9). 

Tanto DENV como ZIKV tienen varios vectores dependiendo de su zona. En América, la 

principal especie vectora de DENV y ZIKV es Aedes aegypti Linneaus (20). 

Aedes aegypti Linneaus es uno  de los vectores de arbovirus más estudiados a nivel 

mundial (21). Además de ser vector de DENV y ZIKV, también puede transmitir  CHKV y 

el virus de la fiebre amarilla (YFV) en su ciclo urbano (1, 22, 23). Este mosquito es altamente 

antropofílico y competente para DENV y ZIKV, explicando así su importancia como vector 

(24). Además de Ae. aegypti, existen  otros vectores con menor capacidad vectorial, por 

ejemplo Aedes albopictus Skuse. Para DENV (25), la capacidad vectorial de Ae. albopictus 

es menor, pues es menos antropofílico que Ae. aegypti (26). 

En otros virus, como es el caso del WNV, un mismo vector puede tener papel 

relevante tanto en el ciclo enzoótico como epizoótico. Por ejemplo, en Estados Unidos de 

América, durante los meses de primavera y verano, WNV circula entre mosquitos 

ornitofílicos y aves (6). Durante esta fase, Culex pipiens Linnaeus es el principal vector; no 

obstante, el mosquito cambia su patrón de alimentación a final de verano y pasa de 

ornitofílico a antropofílico (27). Lo mismo sucede para otras especies de Culex en 

Norteamérica (24, 28–30). Esta es la razón por la cual en humanos los brotes de WNV en 

Estados Unidos se dan en este periodo de tiempo (27). 

Para el YFV, su ciclo en el continente Americano se mantiene entre primates no 

humanos y mosquitos selváticos (31). En años recientes ha causado importantes brotes en 

Suramérica (23). Sus principales vectores en América son Haemagogus janthynomis Dyar y 
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Sabethes chloropterus Humboldt (32). Las dos especies son exclusivas de bosque primario y 

tienen su patrón de vuelo principalmente en el dosel del bosque. Es por ello que YFV afecta 

principalmente primates no humanos (33). Sin embargo, es importante destacar que YFV 

también puede ser transmitido por Ae. aegypti, por lo que pueden ocurrir brotes y epidemias 

importantes de este virus en ambientes urbanos (31). 

 

1.3. Alfavirus de importancia en el continente Americano y sus vectores 

 

El género Alfavirus pertenece a la familia Togaviridae (34). Dentro de este género 

viral existen virus que pueden causar encefalitis (35) y otros que pueden causar artralgia (1); 

no obstante el cuadro clínico de estos agentes puede variar ampliamente.  

Dentro del grupo de virus causantes de encefalitis destacan el virus de encefalitis 

equina del este (VEEE), virus de la encefalitis equina del oeste (VEEO), VEEV y MADV. 

Este grupo de virus mantiene ciclos enzoóticos entre mosquitos y reservorios silvestres: 

roedores para VEEV y MADV, y aves para VEEE y VEEO. En todos estos agentes pueden 

darse ciclos epizoóticos. 

En el caso de VEEE en su ciclo enzoótico en Norteamérica, las especies que son 

consideradas vectores son Aedes vexans Meigen y otras del género Culex (36). Mientras que 

en el ciclo epizoótico, la especie Culiseta melanura Coquillett es encargada de transmitir el 

virus por su ornitofilia (37). Para VEEV, se sabe que el ciclo epizoótico incluye a las 

siguientes especies: Psorophora confinnis Arribalzaga, Aedes (Ochlerotatus) sollicitans 

Walker, Aedes (Ochlerotatus) taeniorhynchus Wiedemann y Deinocerites pseudes Dyar & 

Knab (38). Cabe destacar que el conocimiento ecológico de los vectores en el ciclo enzoótico 

es escaso. El subgénero Melanoconion del género Culex es el grupo taxonómico que se ha 

descrito como el principal vector enzoótico de VEEV (39). A pesar de estar identificado, este 

es un subgénero cuya ecología es bastante desconocida, en parte por la difícil identificación 

de los especímenes adultos (40). 

 

1.4. Vectores en Costa Rica 

 



 

 

5 

 

Los géneros Alfavirus y Flavivirus son dos de los taxones con mayor número de 

arbovirus de importancia médica y veterinaria (2, 41). En Costa Rica se ha documentado la 

circulación de virus de ambos géneros. Como parte del género Flavivirus se ha reportado la 

transmisión de DENV (5), ZIKV (42), WNV (43), Virus de la encefalitis de San Luis (SLEV) 

(44) y, anteriormente, YFV (45). Con respecto a Alfavirus, se ha reportado CHIKV (46), 

VEEV (47) y EEEV (48). Es necesario mencionar que a los linajes suramericanos de EEEV 

recientemente se les renombró como MADV (8).  

Costa Rica es uno de los países con mayor diversidad y endemicidad de mosquitos 

(49). Actualmente se tienen registradas aproximadamente 185 especies (50). Del total de 

especies, una pequeña porción ha sido reportada como vector en el país. De ellas, la especie 

más estudiada en el país ha sido Ae. aegypti (51). Esto se debe a su alta eficiencia como 

vector de DENV, el cual es el arbovirus de mayor incidencia en humanos en Costa Rica (5). 

Otras especies que también han sido investigadas como vectores en el país son Ae. albopictus, 

una especie globalmente invasiva (52, 53), y Culex quinquefasciatus Say (54). No obstante, 

Cx. quinquefasciatus ha sido investigado no por su papel como vector de arbovirus, sino 

como vector del parásito Wuchereria bancrofti (55). Aun así, Cx. quinquefaciatus podría ser 

vector de algunos arbovirus circulantes en el país, por ejemplo WNV, pues ya ha sido 

propuesto como el principal vector para este virus en Guatemala (56).  

En cuanto a vectores selváticos, se ha encontrado que mosquitos del género 

Haemagogus y Sabethes fueron abundantes en el dosel de bosque primario en un área 

endémica para fiebre amarilla en Costa Rica en el año 1951 (57). Entre ellos destacan 

Haemagogus spegazzinii Brethes, Haemagogus lucifer Howard, Dyar & Knab, Haemagogus 

equinus Theobald, Sa. chloropterus, Sabethes cyaneus Fabricius y Sabethes tarsoupus Dyar 

& Knab. 

Respecto a vectores de alfavirus zoonóticos, los estudios realizados en Costa Rica se 

han enfocado principalmente en la zona de Guanacaste. Durante un brote en 1973 de VEEV, 

se realizaron aislamientos del virus únicamente en Ae. taeniorhynchus y De. pseudes (47). 

Entre las otras especies capturadas en la zona, se mencionó a Culex  nigripalpus Theobald y 

Ps. confinnis, entre otros. En Panamá, recientemente se describió la culicidofauna en una 

región endémica a VEEV (58). En ese estudio se observó una baja densidad de posibles 

vectores enzoóticos de este virus. Uno de los vectores con baja densidad fue Culex 
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(Melanoconion) pedroi Sirivanakarn & Belkin. Por otra parte, respecto a alfavirus 

antroponóticos, Ae. aegypti y Ae. albopictus pueden ser vectores de CHIKV, y este virus se 

ha encontrado en varias zonas Costa Rica (59). 

 

1.5. Técnicas de captura de vectores 

 

El método usado para capturar los mosquitos puede influir en los resultados sobre 

potenciales vectores colectados, ya que cada trampa tiene un uso específico (60). Las trampas 

CDC de CO2, al usar dióxido de carbono, atraen de manera inespecífica a los mosquitos, 

asimismo, posee una luz incandescente la cual atrae a otras especies con alto fototropismo 

(61). En relación con otro tipo de trampas como las BG- Sentintel, estas usan cebos 

especialmente diseñados para asemejarse al olor humano, por lo que no son tan útiles para 

capturar especies zoofílicas (62). Por otro lado, existen trampas que capturan hembras 

grávidas.  Dos de ellas son las trampas para hembras grávidas tipo CDC  o “CDC Gravid 

Trap” (HG) y las trampas para Aedes grávidas o “Biogents Gravid Aedes Trap” (BGT-GAT), 

las cuales simulan sitios de ovipostura para atraer a las hembras listas para ovipositar (63). 

Las trampas HG fueron diseñadas para capturar principalmente especies del género Culex, 

mientras las BGT-GAT para capturas del género Aedes (63, 64).    

Como parte de la presente investigación, se intentó detectar la presencia de arbovirus 

de los géneros Alfavirus y Flavivirus en mosquitos de dos zonas endémicas para arbovirus 

de Costa Rica: Cuajiniquil y Talamanca. Debido al tipo de trampas y horarios de muestreo 

establecidos, se capturaron principalmente mosquitos que potencialmente transmiten 

arbovirus zoonóticos. Además, estas son zonas biogeográficas distintas, ya que Cuajiniquil 

posee una marcada estación seca debido a sus bajas precipitaciones, mientras que Talamanca 

tiene una estación lluviosa de 10 meses con disminución de lluvias en los meses de setiembre 

y octubre (65).  

Se espera que los hallazgos de este estudio sean considerados para un mejor control 

y manejo de las enfermedades causadas por arbovirus, gracias a los aportes básicos en 

ecología y epidemiología de este estudio. 

 

2. Justificación 
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Los arbovirus son una preocupación importante a nivel mundial (66). Al ser 

transmitidos por artrópodos, su incidencia depende de los procesos ecológicos que sufra este 

grupo de invertebrados.  En Costa Rica, los trabajos enfocados en  vectores de arbovirus 

zoonóticos han sido escasos y algunos de ellos son antiguos (47, 57). Actualmente, los 

vectores de virus como MADV y WNV siguen sin ser estudiados en el país. Existe evidencia 

serológica de la circulación viral de estos agentes en todo el territorio nacional, con ciertas 

áreas en tierras bajas que presentan mayor incidencia (67, 68). 

Tanto en Cuajiniquil como en Talamanca, que son los sitios de estudio seleccionados, 

se ha descrito la circulación de distintos arbovirus. En Cuajiniquil y alrededores, existe 

evidencia serológica por medio de ELISA para  IgM e IgG en equinos contra VEEV y WNV 

(48). En 1970 se realizaron aislamientos virales para VEEV en la región Chorotega durante 

un brote de esta enfermedad (47). Por otro lado, respecto a Talamanca, en el año 2016 en el 

pueblo de Catarina hubo dos casos de encefalitis en dos menores de edad; en su momento, 

WNV y VEEV fueron parte de los diagnósticos diferenciales para este brote (69). Para 

complementar, en el pueblo panameño de Guabito, el cual es fronterizo con Talamanca, se 

han dado casos confirmados de VEEV (70). Finalmente, tanto como en Cuajiniqul y 

Talamanca, y alrededores, se ha reportado la circulación de DENV(5), ZIKV(42) y 

CHIKV(46). 

Las especies virales circulantes en una determinada región pueden pertenecer a varios  

géneros virales. Algunos se pueden caracterizar por medio de aislamientos a partir de 

pacientes virémicos (5). Sin embargo, los mosquitos funcionan como cuellos de botella del 

material genético viral (71).  Es decir, en ellos se pueden presentar linajes virales que no van 

a ser detectados en aislamientos clínicos. Por lo tanto, para un correcto abordaje 

epidemiológico, no sólo es relevante el estudio de virus  obtenidos de vertebrados, sino 

también es necesaria la descripción de los posibles virus circulantes en los vectores. 

Al establecer cuáles especies de vectores están involucradas en el ciclo de estos 

arbovirus, se puede hacer un control epidemiológico más efectivo, pues no todos los 

mosquitos se controlan de la misma manera (72). Las acciones de control de vectores 

dependen de factores como su periodo de actividad, si son endofílicos o exofílicos y el tipo 

y características de hábitat larval. Por lo tanto, al generar datos de cuáles especies de 
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mosquitos son las involucradas en el ciclo de transmisión de un determinado arbovirus, será 

más factible evitar o controlar un brote. 

3. Hipótesis 

La diversidad de especies de mosquitos, prevalencia viral y preferencias alimentarias tienen 

patrones ecológicos diferentes en dos zonas endémicas con barreras geográficas 

significativas de Costa Rica. 
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4. Objetivos 

4.1.Objetivo general 

Determinar  la diversidad de especies, prevalencia viral y preferencias alimentarias de 

mosquitos posiblemente implicados en la transmisión de arbovirus zoonóticos (Alfavirus y 

Flavivirus)  durante la época lluviosa y seca en  Cuajiniquil y Talamanca, dos zonas con 

eventos de transmisión de Costa Rica. 

4.2. Objetivos específicos 

4.2.1.  Cuantificar la diversidad y riqueza de las poblaciones de especies de mosquitos de 

Cuajiniquil y Talamanca, para identificar especies que habiten en zonas asociadas a la 

transmisión de arbovirus zoonóticos. 

4.2.2.  Estimar la prevalencia de especies de arbovirus zoonóticos de los géneros Alfavirus y 

Flavivirus en los mosquitos, para identificar probables vectores involucrados en el ciclo de 

transmisión del virus. 

4.2.3.   Identificar las preferencias alimentarias de mosquitos hembras grávidas para asociar 

su fuente de alimentación a factores espaciotemporales de la positividad viral, estación y 

patrones de actividad de los mosquitos en Cuajiniquil y Talamanca. 
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5. Metodología 

 

5.1. Sitios de muestreo 

 

Los puntos de muestreo fueron establecidos en Cuajiniquil, distrito perteneciente al 

cantón de Santa Cruz en la provincia de Guanacaste, y en Talamanca, cantón de la provincia 

de Limón. El área que comprende todos los puntos de muestreo fue aproximadamente de 

14,8 km2 en Cuajiniquil y 229 km2 en Talamanca. 

Se establecieron un total de 16  puntos de muestreo, 8 en  Cuajiniquil y 8 Talamanca 

(Figura 1 y Figura 2; ver anexos). Los puntos de muestreo en Cuajiniquil  fueron 

principalmente de haciendas ganaderas (n=5), el resto fueron dos casas de habitación (n=2) 

y una granja avícola de pequeña escala (n=1). La composición de los puntos de muestreo en 

Talamanca fue más heterogénea. Los puntos estaban compuestos por casas de habitación 

(n=3), haciendas ganaderas de pequeña escala (n=3) y casas de habitación dentro de 

plantaciones bananeras (n=2). En todos los sitios habitaba al menos una persona en una casa 

o unidad habitacional. Asimismo, en todos los puntos habitaba al menos un equino, así como 

gallinas de traspatio. En cada punto también existía la presencia de un parche boscoso para 

designarlo como el área  de bosque (BO), en donde la distancia entre las áreas domiciliares 

y BO siempre fue mayor a 50 m. EL bosque en Cuajiniquil es del tipo tropical seco al estar 

ubicado al norte de la vertiente Pacífica (73). De igual el bosque en la vertiente Caribe es 

catalogado como bosque tropical muy húmedo (73). Las trampas en el área  peridomiciliar 

(PE) se ubicaron a menos de 5 metros de la casa de habitación. Por último, la ubicación con 

mayor variabilidad fue el establo (ES), ya que dependía en su totalidad de donde estaban 

ubicados los animales dentro de la propiedad, que en algunos casos era cercano al DO y en 

otros más cercano a PE. En las figuras 1 y 2  se detalla la distribución espacial de cada sitio 

de muestreo y en dónde fueron colocadas las diferentes trampas en Cuajiniquil y Talamanca. 

En todos los puntos se logró efectuar el muestreo tanto en época lluviosa como seca, con 

excepción de un punto en Talamanca, el cual no pudo ser muestreado una segunda vez en 

época lluviosa por disposición de los propietarios.  

Solo se muestrearon las propiedades que el encargado hubiera firmado un consentimiento 

informado aprobado por el CEC (acuerdo VI-4050-2017). 



 

 

11 

 

En ambos cantones, se muestreó tanto en época lluviosa como en época seca. Las fechas 

de muestreo fueron entre agosto del 2017 y marzo del 2018 en Cuajiniquil, y mayo del 2018 

y noviembre del 2018 en Talamanca. En ambos periodos, se logró un muestreo tanto durante 

los periodos de mayor y menor precipitación. El periodo de mayor precipitación (época 

lluviosa) en el distrito de Cuajiniquil va de mayo a diciembre, mientras que en el cantón de 

Talamanca va de octubre a diciembre. Es importante recalcar que en Cuajiniquil sí existe una 

época seca marcada, mientras que en Talamanca se da una disminución en las precipitaciones 

(65). 
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Figura 1. Sitios de muestreo en el distrito de Cuajiniquil. A: CSCA, B: CSCB, C: CSCC, D: 

CSCD, E: CSCE, F: CSCF, G: CSCG, H: CSCH. Áreas: • Domiciliar, • Peridomiciliar, • 

Establo y • Bosque. La figura de regla que aparece en cada sitio de muestreo es equivalente 

a 50 metros. 
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Figura 2. Sitios de muestreo en el cantón de Talamanca. A: CTAA, B: CTAB, C: CTAC, 

D: CTAD, E: CTAE, F: CTAF, G: CTAG, H: CTAH. Áreas: • Domiciliar, • Peridomiciliar, 

• Establo y • Bosque. La figura de regla que aparece en cada sitio de muestreo es equivalente 

a 50 metros. 
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5.2. Captura de mosquitos 

 

5.2.1. Adultos 

 

La captura de mosquitos adultos se efectuó desde las 18:00 hasta las 06:00 horas. Se 

utilizaron las trampas “Monitoreo de Vectores de Encefalitis” (EVS) (Bioquip), CDC para 

Hembras Grávidas (HG) (Jonh W. Hock) y trampas para Aedes Grávidas (BG-GAT) 

(Biogents). Las trampas EVS fueron cebadas con  dióxido de carbono a un flujo de 200 

ml/min utilizando un regulador de gas CO2  (Bioquip) y colocadas a una altura de 1,5 

metros sobre el nivel del suelo. Las trampas HG y BG-GAT fueron  cebadas con una solución 

de infusión de heno en agua a razón de 1:5. Todas las trampas fueron colocadas en todas las 

áreas de muestreo excepto por la trampa HG, que no se colocó en el área DO. Tanto las HG 

como las BG-GAT fueron colocadas a nivel del suelo y a una distancia de dos metros para 

evitar que una interviniera con la captura de la otra. Posteriormente a la finalización del 

tiempo de captura, los mosquitos adultos fueron  puestos en  congelación a -20°C y colocados 

en tubos cónicos de 15 mL. Su transporte al laboratorio se realizó en  hieleras con bolsas de 

hielo y fueron conservados a – 20º C hasta su identificación. 

 

5.2.2. Larvas 

 

La captura de larvas se realizó utilizando ovitrampas (OV) de latas de aluminio de 330 

ml pintadas de negro (74). Se colocaron a un metro de altura en las áreas PE, ESy BO. Se 

llenaron con 250 mL de infusión de heno diluida 1:5 en agua destilada.  Las OV 

permanecieron en el sitio de muestreo durante dos semanas. Posteriormente, el contenido de 

la ovitrampa fue vertido en una bandeja blanca de 34,3 x 25,4 cm (Bioquip) para la 

visualización y recolección de las larvas. Complementaria a las capturas en OV, se realizó la 

colecta de larvas en hábitats larvales existentes en los sitios. Los hábitats larvales incluyeron: 

contenedores artificiales, charcos, arrozales, bebederos de animales y phytotelmata 

(cavidades en plantas terrestres que se llenan con agua). Las larvas colectadas se colocaron 

en etanol 70% v/v para su conservación y traslado al laboratorio. Para una correcta 

identificación, las larvas de Toxorynchites fueron criadas hasta su fase adulta, ya que tres de 

las cuatro especies en el país no son identificables a nivel de especie en su fase larval (75). 
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5.3. Montaje e identificación morfológica 

 

5.3.1. Adultos 

 

El montaje de cada mosquito se realizó de acuerdo con lo recomendado por el 

Instituto Walter Reed utilizando alfileres, papel triangular y pegamento blanco (76). Para su 

identificación se utilizó una clave general para mosquitos de Costa Rica y claves específicas 

para los géneros Haemagogus, Toxorynchites y Anopheles (75, 77–79). Respecto a los 

mosquitos provenientes de las trampas EVS, se realizaron pooles de la misma 

especie,incluyendo machos, por área y punto de muestreo, con un máximo de 20 individuos. 

Los pooles fueron colocados en tubos cónicos de microcentrífuga de 2 mL con 500 µL de 

RNALater (Thermo Scientific) y mezclados vigorosamente durante 30 segundos. Las 

hembras grávidas provenientes de las trampas HG y BG-GAT fueron identificadas de la 

misma manera, no obstante fueron almacenadas en tubos individuales y clasificados de 

acuerdo con la observación en el estereoscopio de sangre evidente, grávida o vacía.  

 

5.3.2.  Larvas 

  Las larvas fueron montadas utilizando alcohol polivinílico y lactofenol (PVA) 

(Bioquip) como medio de montaje y montadas en un portaobjetos, y se utilizó un 

cubreobjetos circular #2 (Bioquip). Cada larva fue cortada a nivel del VII segmento del 

abdomen de acuerdo con el protocolo del Walter Reed Institute (76), para así lograr una 

correcta lateralización del segmento VIII y posteriores. El resto  del cuerpo fue posicionado 

con el dorso de la larva hacia arriba. Las láminas fueron colocadas en una incubadora a 45ºC 

hasta el completo endurecimiento del medio PVA. Finamente fueron  anilladas con esmalte 

de uñas para evitar la rehidratación del medio PVA. Se utilizó la clave “Key for Mosquitoes 

of Costa Rica” para la identificación de las larvas. Las larvas fueron depositadas en la 

colección de referencia de la Sección de Entomología Médica de la Facultad de 

Microbiología de la Universidad de Costa Rica. 

 

5.4. Extracción de ácidos nucleicos y transcripción reversa 

 

  A los pooles de mosquitos capturados con las trampas EVS se les realizó la extracción 

de ARN utilizando TRIzol Reagent (Invitrogen) de acuerdo con las instrucciones del 
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fabricante. Inmediatamente después, se sintetizó el ADN complementario (cDNA) con el kit 

de transcriptasa reversa RevertAid (Thermo Scientific). En cada reacción se utilizó 1 L 

de Ribolock, 1 L de RevertAid, 1 L de Random Primers, 2 L de dntps, 4 L de buffer de 

reacción y 11 L del ARN extraído del pool. El ciclo de temperaturas para utilizar fue de 

5:00 min a 25°, 1:00 min a 42°C y 5: 00 min a 70°C. El cDNA fue almacenado a -20º C y el 

ARN restante a -80º C. A los mosquitos provenientes de las trampas GT y BG-GAT con 

sangre evidente se les extrajo el ARN y ADN utilizando el kit de extracción NucleoSpin 

Triprep (Macherey-Nagel) de acuerdo con las instrucciones del fabricante. Posteriormente 

a la extracción, el cDNA fue sintetizado de acuerdo con lo descrito anteriormente. De igual 

manera,  cDNA fue almacenado a -20º C y el ARN restante a -80º C. 

Como control positivo para la  extracción de ARN y reacción de síntesis de cDNA, 

se efectuó la extracción de ARN de un mosquito Aedes aegypti cepa Rockefeller alimentado 

con Mus musculus.  Con el cDNA de esta hembra, se efectuó un PCR para el gen GADPH 

murino como control de extracción. Para ellos se utilizaron los primers comerciales incluidos 

en el RevertAid  (Thermo Scientific). Las temperaturas de amplificación fueron 3:00 min 

a 94°C y 35 ciclos de 30 s a 94°C, 30 s a 58°C y 45 s a 72°C.  

Como control a la extracción de ADN se amplificó el Citocromo Oxidasa Subunidad I 

(COI)  utilizando los primers HCO 5'-TAAACTTCAGGGTGACCAAAAAATCA-3' y LCO 

5'-GGTCAACAAATCATAAAGATATTGG-3', los cuales amplifican un segmento del COI 

en metazooarios (80) Las temperaturas de amplificación fueron 1:00 min a 95°C, 35 ciclos 

de 1:00 min a 95°C, 1:00 min a 55°C y 1:30 a 72°C; finalmente una extensión de 7:00 min a 

72°C. 

 

5.5. Detección viral 

 

Para las hembras grávidas provenientes de las trampas HG, no se realizaron grupos y se 

analizaron de manera individual. Para la detección de Alfavirus y Flavivirus se utilizarón 

reacciones de  PCR de punto final.  

 

En el caso de Alfavirus, se efectuó un PCR anidado. Se utilizaron los primers                                                         

5’-TTTAAGTTTGGTGCGATGATGAAGTC-3’  y                                                                                    
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5’-GCATCTATGATATTGACTTCCATGTT-3’ para la primera reacción y                                    

5’-GGTGCGATGATGAAGTCTGGGATGT-3’  y                                                                                      

5’-CTATGATATTGACTTCCATGTTCATCCA-3’ para la segunda reacción de Alfavirus 

(81). En la mezcla de reacción se utilizaron 12,5 L de GreenTaq DNA Polymerase Master 

Mix (Fermentas), 7,5 de agua de grado molecular (Fermentas), 1 L de cada primer a 

una concentración de 10  nmolar y 3 L de la muestra de ADN. Las temperaturas de 

amplificación para la primera reacción  fueron 3:00 min a 95°C, 10 ciclos de 20 s a 95°C, 

1:00 min a 55°C y 1:30 a 72°C; y una extensión final de 7:00 min a 72°C. Para la segunda 

reacción fueron 2:00 min a 92°C, 40 ciclos de 20 s a 95°C, 20 s a 58°C y 20 s a 72°C. El 

producto final de la reacción fue de 210 pb. El control positivo utilizado para la amplificación 

por PCR fue cDNA de la cepa vacunal TC-83 del VEEV mantenida en el Laboratorio de 

Virología de la Facultad de Microbiología de la Universidad de Costa Rica.  

Para la detección de Flavivirus se utilizó un PCR semianidado utilizando los primers 

cFD2 5’-GTGTCCCAGCCGGCGGTGTCATCAGC-3’ y  MAMD 5’-

CATGATGGGRAARAGRGARRAG-3’ en la primera reacción y FS778 5’-

AARGGHAGYMCDGCHATHTGGT-3’ con cFD2  

5’-GTGTCCCAGCCGGCGGTGTCATCAGC-3’ en la segunda reacción (81). En la mezcla 

de reacción se utilizaron 12,5 L de GreenTaq DNA Polymerase Master Mix 

(Fermentas), 7,5 de agua de grado molecular (Fermentas), 1 L de cada primer a una 

concentración de 10  nmolar y 3 L de la muestra de ADN. Las temperaturas de amplificación 

para la primera reacción  fueron 5:00 min a 95°C, 25 ciclos de 1:00 min a 95°C, 1:00 min a 

53°C y 1:00 a 72°C;  con una extensión final de 7:00 min a 72°C. Para la segunda reacción 

fueron 5:00 min a 94°C, 35 ciclos de 1:00 min a 94°C, 1:00 min a 54°C y 1:00 a 72°C; y una 

extensión final de 7:00 min a 72°C. El producto final de la reacción fue  de 220 pb. El control 

positivo utilizado fue cDNA del genotipo Angola de DENV Tipo 1 mantenida en el 

Laboratorio de Virología de la Facultad de Microbiología de la Universidad de Costa Rica. 

Los productos  resultantes de ambos protocolos fueron visualizados mediante 

electroforesis en gel de agarosa 1,5% (Thermo Scientific) a la cual se le agregó 1 µL de 

GelRed™ (Biotium).  El medio de buffer utilizado en la cámara de electroforesis fue Tris-

Borato-EDTA a una concentración de 0,5 X (Thermo Scientific). Se utilizó una escalera 

de 100 pb (Thermo Scientific), así como un control positivo en concordancia con el 
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protocolo por analizar. En cada pocillo del gel, se cargaron 4 L de muestra y se efectuó la 

electroforesis con un voltaje de 120 v durante 30 minutos. Posteriormente, los geles fueron 

visualizados utilizando luz ultravioleta con una longitud de onda de 340 nm, dando como 

positivo  los pocillos con una banda concordante con el peso molecular del control positivo.  

Para la purificación de las muestras positivas, se cargaron 20 L del restante del producto 

del PCR junto a 8 L de ExoSap IT™ (Thermo Scientific) en un tubo cónico de 0,2 mL. 

El producto de PCR fue purificado a una temperatura de 37°C por 15:00 min y luego a 80°C 

por 15:00 min de acuerdo con las instrucciones del fabricante. El ADN purificado fue 

secuenciado  por metodología de Sanger en una empresa comercial de secuenciación 

(Macrogen, Corea del Sur).  

 

5.6. Identificación de fuente de alimentación sanguínea 

 

Las hembras grávidas seleccionadas para el análisis de preferencias alimentarias fueron 

todas capturadas con las trampas HG y BG-GAT. Del total de hembras grávidas, se realizó 

la identificación de la preferencia alimentaria en las hembras con sangre evidente con un 

aproximado de 60 horas post-ingesta (82). Debido a la alta diversidad de especies de 

vertebrados en Costa Rica, se utilizó un método genérico y no primers específicos, que 

podrían dejar por fuera algunas especies de vertebrados. Para ello, se amplificó un segmento 

del Citocromo Oxidasa I (COI) vertebrado utilizando los primes ModRepCOIF  5’-

TNTTYTCMACYAACCACAAAG A -3’ y VertCOI7216R 5’- CAR AAG CTY ATG TTR 

TTY ATD CG -3’ (81). En la mezcla de reacción se utilizaron 12,5 L de GreenTaq DNA 

Polymerase Master Mix (Fermentas), 7,5 de agua de grado molecular (Fermentas), 1 

L de cada primer a una concentración de 10  nmolar y 3 L de la muestra de ADN. Las 

temperaturas de amplificación para la primera reacción  fueron 3:00 min a 94°C, 40 ciclos 

de 40 s a 94°C, 30 s a 48,5°C y 1:00 a 72°C;  con una extensión final de 7:00 min a 72°C. El 

producto final de la reacción tuvo un tamaño de 244 pb. Los productos de PCR fueron 

purificados y secuenciados como se describió anteriormente. 

 

5.7. Análisis de datos 

 



 

 

19 

 

5.7.1. Curvas de rarefacción, riqueza de especies y diversidad de especies 

 

El análisis de riqueza y diversidad de especies fue realizado utilizando el software 

EstimateS® Versión 9.1. del Museo de Historia Natural de la Universidad de Colorado. 

Previamente al procesamiento de los datos, estos fueron tabulados utilizando el software 

Excel®  Version 16.38. Los datos fueron cargados al software EstimateS®  utilizando el 

formato Tipo 1; de acuerdo con el manual de usuario, este formato es el indicado para datos 

de abundancia o incidencia proveniente de muestreo por réplicas (83).  

La curva de rarefacción se utiliza para graficar la riqueza de especies observadas.  La 

metodología utilizada fue la Curva de rarefacción de Coleman, ya que es la mayormente 

utilizada en estudios ecológicos. La curva se graficó para las trampas EVS, HG y OV a nivel 

de localidad, es decir, se incluyeron todas las capturas realizadas en las diferentes zonas y en 

la época lluviosa y seca para la graficación de la curva. Se decidió incluir todas estas capturas 

por localidad en una sola curva, ya que la curva de Coleman asume que las muestras están 

distribuidas de manera mixta, por lo que al fraccionar los datos por zona y época podría 

alterar la graficación de la curva. 

Para el cálculo de la riqueza de especies se utilizó el estimador Chao2 (84). Se decidió 

utilizar este estimador ya que a diferencia de otros métodos, este tiene una mayor exactitud 

en calcular las especies “no vistas”, es decir, especies que no fueron recolectadas por nuestros 

métodos de captura. Se estimó la riqueza de especies tanto para las trampas EVS, HG y OV 

de Cuajiniquil y Talamanca, considerando todas las especies capturadas en la época lluviosa 

y seca, así como en las cuatro diferentes zonas de captura. Respecto a los valores utilizados 

en el software EstimateS para el cálculo de Chao2, se utilizaron los valores preestablecidos 

por el software, realizando así 100 réplicas y el método “no corregido” del estimador Chao2. 

La elección por el método “no corregido” de Chao2 se debe a la recomendación dada por el 

software, ya que la distribución de la incidencia es mayor a 0,5 por lo que se recomienda esta 

opción para una estimación más acertada (83).  

La estimación de la diversidad se calculó utilizando el Índice de Diversidad de Shannon 

(83). Esta metodología permite cuantificar la diversidad presente en una comunidad. Un valor 

más alto del índice indica que la diversidad en este sitio es mayor. A diferencia del estimador 

de riqueza de especies Chao2 que interpreta los datos como ausencia/presencia, el Índice de 

Shannon considera la homogeneidad de la comunidad, por lo que una estimación alta de la 
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riqueza de especies no se correlaciona necesariamente con un Índice de Shannon alto. Para 

establecer esta diversidad general, se realizó la estimación de diversidad considerando todas 

las especies capturadas, tanto en época lluviosa como en época seca. Para la estimación de la 

época lluviosa y seca se consideraron los individuos capturados en cada época. Finalmente, 

para el cálculo de la diversidad por área de captura se incluyeron los individuos capturados 

en cada área por localidad. El Índice de Diversidad de Shannon se calculó únicamente con 

los datos colectados con las trampas EVS, ya que estas fueron las que tuvieron una mayor 

riqueza de especies. Asimismo, se hizo un cálculo total de diversidad para ambas localidades, 

así como para ambas estaciones y las zonas dentro de los diferentes sitios (DO, PE, ES y 

BO). 

Los datos de especies capturadas por colecta manual no fueron incluidos en los análisis 

de riqueza de especies y diversidad de especie, ya que los números totales de larvas no fueron 

cuantificados por no haber sido colectados de manera estandarizada. Los datos provenientes 

de estas colectas fueron discutidos únicamente de manera cualitativa en relación con los 

mosquitos. 

 

5.7.2. Preferencias alimentarias 

 

Las secuencias obtenidas fueron procesadas utilizando el software MEGA X para así 

obtener una secuencia consenso de la muestra sentido y asentido. La secuencia consenso de 

cada muestra fue comparada utilizando la herramienta BLAST™. Para una identificación 

correcta mediante el uso de BLAST®, se consideró que la secuencia debería  tener más de 

un 90% de similitud respecto a una secuencia ya identificada en GeneBank®.  Asimismo, la 

especie se asoció a la secuencia comparada con un menor E-Value, es decir, que las 

probabilidades de que esa asociación fueran al azar, fueran menores (85). 

 

5.7.3. Positividad viral 

 

De igual manera, las secuencias obtenidas producto de los PCR para positividad viral  

fueron procesadas utilizando el software MEGA X, para obtener una secuencia consenso de  

las secuencias sentido y asentido. Para asociar una secuencia consenso a un virus 

determinado, se estableció que tuviera el porcentaje de similitud más alto. Asimismo, la 
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identidad se asoció a la secuencia comparada con un menor E-Value, es decir, que las 

posibilidades de que esa asociación fuera al azar, fueran menores.  

 

5.7.4. Tasa de infección mínima 

 

Para el cálculo de la Tasa Mínima de Infección (TMI), se utilizó una metodología que 

contemple el cálculo en grupos o  pooles de diferente tamaño para arbovirus que se estimen 

en baja prevalencia (86, 87). Por lo tanto, la TIM es la mejor forma metodológica para 

calcular la prevalencia en virus que se estiman son raros (88), ya que no tiende a sobreestimar 

los valores de la prevalencia. La TMI se estimó en el software Excel utilizando el 

complemento PooledInfRate, Version 4.0 desarrollado por el Centro de Control de 

Enfermedades de Estados Unidos (89). El cálculo fue realizado para las especies positivas 

por localidad, ya que es esperable que las tasas de infección varíen por zonas geográficas. 
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6. Resultados 

 

6.1. Captura e identificación de mosquitos 

 

Se capturaron un total de 1802 individuos de mosquitos pertenecientes a 55 especies. El 

esfuerzo de captura fue en total de 128 noches trampa para las trampas EVS y BG-GAT, 

mientras que para las HG fue de 96 noches trampa, debido a que no se colocaron trampas 

HG en el área ID. Cada ovitrampa  fue colocada en el sitio durante aproximadamente 15 días, 

para un esfuerzo de captura de 1500 días.  

 

En las trampas EVS se capturaron un total de 1313 individuos de mosquitos. La especie 

capturada en mayor abundancia en las trampas EVS fue Culex quinquefasciatus (n=446) en 

ambos cantones, siendo de igual manera el género Culex el más común. Con estas trampas,  

el género Anopheles se capturó de manera abundante en Cuajiniquil (n=79) (cuadro 1), pero 

no en Talamanca (n=6) (Cuadro 2).  Se capturaron 83  mosquitos Culex subgénero 

Melanoconion entre los dos sitios de muestreo. Las especies menos comunes en trampas EVS 

fueron Trichoprosopon digitatum (n=1) y Deinocerites costaricensis (n=1). 
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Cuadro 1. Mosquitos capturados en trampas EVS en Cuajiniquil. Cantidad de 

individuos por época lluviosa o seca, y por área de captura: Intradomiciliar (ID), 

Peridomiciliar (PE), Establo (ES) y Bosque (BO). 

 

 

 

 

 

 

 

Especies de Mosquito 

Estación  

Lluviosa Seca Total 

ID PE ES BO Total ID PE ES BO Total  

Anopheles sp. 0 0 3 0 3 0 0 0 0 0 3 

An. albimanus 1 21 9 18 49 0 0 0 0 0 49 

An.apicimacula 0 1 0 0 1 0 0 0 0 0 1 

An. pseudopuctipennis 4 0 3 5 12 0 0 0 5 5 17 

An. neomaculipalpus 1 0 1 1 3 0 0 1 0 1 4 

An. punctimacula 3 5 1 4 13 0 0 0 0 0 13 

Ae. squamipennis 0 2 0 0 2 0 0 0 0 0 2 

De. costaricensis 0 0 0 0 0 0 1 0 0 1 1 

De. pseudes 7 25 9 15 56 2 10 14 49 75 131 

De. epitedeus 0 4 0 0 4 0 0 0 0 0 4 

Culex sp. 13 0 2 16 31 1 0 0 1 2 33 

Cx. restrictor 15 4 9 24 52 0 0 0 0 0 52 

Cx. coronator 23 0 5 24 52 1 0 0 1 2 54 

Cx. chiresteri 0 1 0 0 1 0 0 1 0 1 2 

Cx. nigripalpus 0 0 8 1 9 0 0 0 0 0 9 

Cx. quinquefasciatus 63 5 12 69 149 0 1 2 2 5 154 

Cx. mollis 1 0 0 1 2 0 0 0 0 0 2 

Cx (Carollia) sp. 0 0 0 0 0 2 0 0 1 3 3 

Cx (Meanoconion) sp. 2 1 2 5 10 0 0 0 2 2 12 

Cx. (Mel.) taeniopus 1 0 0 1 2 0 0 0 0 0 2 

Cx. (Mel.) theobaldi 4 8 0 16 28 0 0 0 0 0 28 

Cx. (Mel.) erraticus 1 0 0 1 2 0 0 0 0 0 2 

Haemagogus sp. 0 0 0 0 0 0 0 2 1 3 3 

Psorophora sp. 0 1 1 1 3 0 0 0 0 0 3 

Ps. cilipes 1 0 0 1 2 0 0 0 0 0 2 

Ps. confinnis 1 2 4 1 8 0 0 0 0 0 8 

Sabethes undosus 1 0 0 1 2 0 0 0 0 0 2 

Tricoprosopon digitatum 0 0 0 0 0 1 0 0 0 1 1 

Uranotaenia coatzalcoalcos 1 0 2 1 4 0 0 0 0 0 4 

Total 143 80 71 206 500 7 12 20 62 101 601 
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Cuadro 2. Mosquitos capturados en trampas EVS en Talamanca. Cantidad de 

individuos por época lluviosa o seca, y por área de captura: Intradomiciliar (ID), 

Peridomiciliar (PE), Establo (ES) y Bosque (BO). 

 

 

Especies de Mosquito 

Estación  

Lluviosa Seca Total 

ID PE ES BO Total ID PE ES BO Total  

Ae. aegypti 0 0 2 0 2 0 0 0 0 0 2 

Anopheles sp. 1 1 0 3 5 0 0 1 0 1 6 

An. aquasalis 0 0 2 0 2 0 0 0 0 0 2 

An. apicimacula 0 0 0 3 3 0 0 0 0 0 3 

An. neivai 0 0 0 0 0 0 0 0 1 1 1 

An. neomaculipalpus 0 0 0 0 0 1 0 0 1 2 2 

An. vestitipennis 0 0 1 0 1 0 0 0 0 0 1 

De. pseudes 0 0 0 0 0 0 0 0 1 1 1 

Co. nigricans 1 0 0 0 1 0 0 0 0 0 1 

Culex sp. 4 2 3 28 37 1 1 0 6 8 45 

Cx. declarator 0 0 0 0 0 1 0 0 1 2 2 

Cx. coronator 5 4 8 73 90 0 0 0 2 2 92 

Cx. lactator 1 0 0 0 1 0 0 0 0 0 1 

Cx. nigripalpus 1 1 0 5 7 1 1 3 9 14 21 

Cx. quinquefasciatus 95 89 4 13 201 104 34 18 3 159 360 

Cx. stigmatosoma 0 2 0 0 2 0 0 0 0 0 2 

Cx. pseudostigmatosoma 40 1 11 12 64 0 0 0 0 0 64 

Cx. pleuristratus 0 0 2 0 2 0 0 0 0 0 2 

Cx. secundus 0 0 0 1 1 0 0 0 0 0 1 

Cx. (Mel.) spisipes section 0 1 0 0 1 0 0 0 0 0 1 

Cx. (Mel) sp. 2 1 7 27 37 0 0 0 1 1 38 

Haemagogus sp. 1 0 0 0 1 0 0 0 0 0 1 

Limatus durhamii 1 1 1 4 7 0 1 0 3 4 11 

Li. asolleptus 0 0 0 2 2 0 0 0 0 0 2 

Mansonia sp. 1 0 0 4 5 0 0 0 0 0 5 

Ma. dyari 1 0 2 3 6 1 2 0 0 3 9 

Ma. titillans 2 1 3 10 16 1 0 25 10 36 52 

Psorophora. ciciliata 0 0 0 0 0 0 0 0 1 1 1 

Ps. ferox 2 2 1 2 7 0 0 0 0 0 7 

Ps. lineata 0 0 0 0 0 1 0 0 0 1 1 

Shannonia fluvitialis 0 0 0 1 1 0 0 0 0 0 1 

Wyeomyia sp. 2 0 5 6 13 3 1 0 3 7 20 

Wy. complosa 0 0 0 1 1 0 0 0 0 0 1 

Total 160 106 52 198 516 114 40 47 42 243 759 
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En total se capturaron un total de 324 individuos con las trampas HG: 90 grávidas 

(huevos en abdomen), 181 con sangre, 20 machos y el resto fueron hembras sin abdomen 

distendido. Se capturaron principalmente 5 especies de mosquito, siendo predominantemente 

del género Culex (n=255), con las especies Cx. quinquefasciatus (n=126) y Culex corniger  

(n=92). La cantidad de individuos capturados varió notablemente entre época seca y época 

lluviosa. En la época lluviosa se capturaron 34 individuos en Cuajiniquil y 165 en Talamanca, 

mientras que en la época seca fueron 37 para Cuajiniquil y 43 para Talamanca (cuadro 3). 

 

Cuadro 3. Especies capturadas utilizando las trampas para hembras grávidas. 

Cantidad de individuos por localidad, época lluviosa o seca, y por área de captura: 

Peridomiciliar (PE), Establo (ES) y Bosque (BO). 

 

 

 

 

 

Especies de Mosquito 

Cuajiniquil Talamanca  

Lluviosa Seca Lluviosa Seca Total 

PE ES BO PE ES BO PE ES BO PE ES BO  

Anopheles apicimacula 0 0 0 0 0 0 0 1 0 0 0 0 1 

Anopheles pseudopunctipennis 0 0 0 0 0 1 0 0 0 0 0 0 1 

Aedes aegypti 0 0 0 0 1 0 0 0 0 0 1 0 2 

Culex sp. 1 0 0 1 1 2 5 0 0 1 0 0 11 

Culex corniger 0 0 0 0 0 0 18 55 4 7 7 1 92 

Culex coronator 0 0 0 0 0 0 1 0 2 0 0 0 3 

Culex nigripalpus 2 1 0 4 0 5 0 2 2 1 0 0 17 

Culex quinquefasciatus 0 0 0 18 13 11 33 20 1 19 11 0 126 

Culex pseudostigmatosoma 0 0 0 0 0 0 0 0 2 0 0 0 2 

Culex restrictor 0 0 0 0 1 0 0 0 0 0 0 0 1 

Culex restuans 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 

Deinocerites pseudes 0 0 0 0 3 2 0 0 0 0 0 0 5 

Haemagogus iridicolor 0 0 0 0 1 0 0 0 0 0 0 0 1 

Limatus durhamii 0 0 0 0 0 0 0 1 1 0 0 0 2 

Psorophora confinnis 0 0 1 0 0 0 0 0 0 0 0 0 1 

Uranotaenialowii 0 0 2 0 0 0 0 1 4 0 2 0 9 

Total 3 1 3 23 20 21 57 80 16 28 21 1 274 
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Respecto a las trampas BG-GAT se capturaron un total de 48 individuos, pertenecientes a 8 

especies diferentes,  de los cuales la mayoría fue De. pseudes (n=21). No se capturaron 

individuos de Ae. aegypti utilizando esta trampa (cuadro 4).  

 

Cuadro 4. Especies capturadas utilizando las trampas para Aedes grávidas BG-GAT. 

Cantidad de individuos por localidad, época lluviosa o seca, y por área de captura: 

Intradomiciliar (ID), Peridomiciliar (PE), Establo (ES) y Bosque (BO). 

 

 

En las ovitrampas se capturaron un total de 156 larvas pertenecientes a 10 especies 

diferentes, siendo Limatus durhamii (n=93)  la especie más abundante. La variación entre 

época seca y época lluviosa fue importante. En Cuajiniquil se capturaron un total de 10 larvas 

de mosquito  en la época seca y 22 en la época lluviosa. En Talamanca se capturaron 29 

larvas en la época seca y 93 en la época lluviosa. De todos los métodos de captura utilizados, 

este fue el único positivo a las especies Ae. aegypti y Ae. albopictus. En el cuadro 5 se detallan  

las especies capturadas. El único mosquito Culex (Melanoconion) capturado en ovitrampas 

fue en la trampa BO de un punto de muestreo en Talamanca. 

 

 

 

 

Especies de Mosquito 

Cuajiniquil Talamanca  

Lluviosa Seca Lluviosa Seca Total 

ID PE ES BO ID PE ES BO ID PE ES BO ID PE ES BO  

Deinocerites pseudes 0 0 0 0 0 3 18 0 0 0 0 0 0 0 0 0 21 

Culex coronator 0 0 0 0 0 0 0 0 0 1 0 1 0 0 0 0 2 

Culex restrictor 0 0 0 4 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 4 

Culex corniger 0 2 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 2 

Culex quinquefasciatus 0 1 0 0 0 0 2 0 0 0 1 0 3 1 0 0 8 

Haemagogus clarkii 0 0 0 0 0 1 0 2 0 0 0 0 0 0 0 0 3 

Limatus durhamii 0 0 2 0 0 0 0 0 0 1 1 0 0 1 0 0 5 

Trichoprosopon digitatum 0 0 1 0 0 0 0 0 0 0 0 2 0 0 0 0 3 

Total 0 3 3 4 0 4 20 2 0 2 2 3 3 2 0 0 48 
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Cuadro 5.   Especies capturadas en ovitrampas en Cuajiniquil y Talamanca. Cantidad 

de individuos por cantón, época lluviosa o seca, y por área de captura: Peridomiciliar (PE), 

Establo (ES) y Bosque (BO). 

 

 

 

Por medio del muestreo de  sitios de hábitats larvales se logró identificar un total de 

29 especies pertenecientes a 11 géneros distintos (cuadro 6). Las especies más comunes, de 

acuerdo con el número de sitios positivos encontrados, fueron Culex coronator y Li. 

durhamii.   Los sitios larvales muestreados fueron los siguientes:   

-Arácea: Brácteas de plantas del género Aracea. 

-Arrozales: Plantaciones de arroz. 

-Bambú: Brácteas de género Bambusa. 

-Bebederos de ganado: Contenedores de cemento con agua para ganado. 

-Bromelias: Bromelias ornamentales y bromelias silvestres. 

-Charco: Acúmulo de agua de lluvia en el suelo.  

-Contenedores plásticos: contenedores de alimentos, botellas plásticas, bolsas plásticas, 

lonas, tazas de alimentos de perro. 

-Hueco de árbol: Orificio donde se acumula agua en un tronco vivo. 

-Hueco de cangrejo: Orificio en manglares parcialmente inundados donde habitan cangrejos. 

-Laguna: Cuerpo natural de agua permanente sin movimiento. 

-Llantas: Neumáticos en desuso. 

Especies de Mosquito 

Cuajiniquil Talamanca  

Lluvioso Seco Lluvioso Seco Total 

PE ES BO PE EN BO PE ES BO PE EN BO  

Aedes aegypti 0 1 0 0 10 0 2 0 2 0 0 0 15 

Aedes albopictus 0 1 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 1 

Aedes septemstriatus 0 0 5 0 0 0 0 0 0 0 0 0 5 

Aedes epactius 0 2 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 2 

Culex (Mel.) psatharus 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 3 3 

Limatus durhamii 1 4 6 0 0 0 39 2 17 1 23 0 93 

Limatus asolleptus 0 0 0 0 0 0 5 5 20 0 0 0 30 

Toxorhynchites hypoptes 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 1 1 

Toxorhynchites moctezuma 0 1 0 0 0 0 0 0 1 0 0 0 2 

Wyeomyia aporomona 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 1 1 

Total 1 9 11 0 10 0 46 7 40 1 23 5 153 
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-Pantano: Terreno con alta vegetación en los cuales el fondo es fangoso y propicia el acúmulo 

de agua. 

-Poza temporal: Acúmulos de agua en cauces de ríos secos. 
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Cuadro 6. Especies de larvas colectadas en sitios de cría naturales en los cantones de 

Cuajiniquil y Talamanca. 

 

  

 

   

Sitios de Cría Sitio de Estudio Especies identificadas 

Arácea Talamanca Johnbelkinia leucopus 

Arrozales Cuajiniquil Anopheles albimanus 

  Culex coronator 

  Culex theobaldi 

Bambú Talamanca Haemagogus lucifer 

Bebedero Cuajiniquil Culex quinquefasciatus 

  Culex coronator 

Bromelia Cuajiniquil Wyeomyia abebela 

 Talamanca Culex pleuristriatus 

  Culex rejector 

  Toxorhynchites superbus 

Charco Talamanca Culex coronator 

  Culex nigripalpus 

  Culex lactator 

Coco Talamanca Limatus durhamii 

Contenedor plástico Cuajiniquil Aedes aegypti 

  Aedes septemstriatus 

  Culex quinquefasciatus 

  Culex mollis 

  Culex corniger 

 Talamanca Culex coronator 

  Limatus durhamii 

Laguna Talamanca Culex chidesteri 

  Mansonia dyari 

Llanta Cuajiniquil Culex coronator 

 Talamanca Aedes aegypti 

  Culex coronator 

  Limatus durhamii 

Hueco de árbol Talamanca Culex coronator 

Haemagogus iridicolor 

Hueco de cangrejo Cuajiniquil Deinocerites pseudes 

Pantano Talamanca Culex aquarius 

  Culex conservator 

  Uranotaenia coatzacoalcos 

Poza temporal Cuajiniquil Culex mutator 

  Culex (Melanoconion) sp. 

  Culex conspirator 

  Uranotaenia lowii 

  Uranotaenia coatzacoalcos 



 

 

30 

 

6.2. Curvas de rarefacción de Coleman 

 

Las curvas de acumulación de especies por rarefacción de Coleman (Figura 3) fueron 

diferentes según el tipo de trampa y cantón de muestreo. En total, en cada cantón se realizó 

un esfuerzo de captura de 64 noches trampa para las EVS, 48 para las HG y 48 semanas para 

las OV. . Las trampas BG-GAT no fueron incluidas en el análisis debido al bajo número de 

trampas positivas. La variación entre noches y semanas consiste en el tiempo en que fueron 

puestas en funcionamiento las trampas y el funcionamiento de cada una. Las EVS y HG 

funcionaron por un periodo de 12 horas en cada sitio de muestreo, mientras que las OV fueron 

colocadas durante 15 días. Por ello el cambio en las unidades de esfuerzo de captura. En 

ninguna de las curvas de acumulación de especies se observa que haya alcanzado una  

asíntota clara. Las trampas EVS y OV de Cuajiniquil y HG de Talamanca mostraron una 

tendencia al aplanamiento. Por otra parte, las trampas HG de Cuajiniquil y EVS de 

Talamanca evidencian una baja captura de la riqueza de especies presentes. 
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Figura 3. Curvas de rarefacción de Coleman. Las curvas se muestran para las distintas  trampas  por cantón y el esfuerzo de captura 

en cada una de ellas: Trampas de monitoreo de vectores de encefalitis (EVS), Trampas CDC para hembras grávidas (HG) y 

Ovitrampas (OV).
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6.3. Estimación de riqueza y diversidad de especies 

 

La riqueza de especies fue calculada para las tres trampas con mayor número de capturas. Las 

trampas BG-GAT no fueron incluidas en el análisis debido al bajo número de trampas positivas. 

Al calcular la riqueza de especies por trampa, lo que refleja es el número de especies potencial que 

puede ser capturado por ese método.  El resultado de la estimación del Índice de Chao2 se visualiza 

en la figura 4. La estimación de riqueza de especies fue mayor en las trampas EVS que en las 

trampas HG y OV. De todas, la estimación de la riqueza de especies fue mayor en las trampas EVS 

de Talamanca. La estimación de riqueza de especies varió considerablemente entre los dos 

cantones.  La riqueza de especies estimada para EVS en Talamanca (n=65) fue casi el doble en 

comparación con Cuajiniquil (n=37,8).  

 
Figura 4. Estimación de la riqueza de especies. Calculada utilizando el estimador 

Chao2 para los datos de cada trampa en cada cantón. 

 

Según el Índice de Shannon, el cantón con mayor diversidad general fue Cuajiniquil (figura 

5). Tanto en Cuajiniquil como en Talamanca, hubo una mayor diversidad de especies en la época 

lluviosa. La zona más diversa en los sitios de muestreo de Cuajiniquil fue el PE, mientras que en 

Talamanca fue BO. 
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Figura 5. Índice de Shannon. Calculado de acuerdo con los datos de mosquitos capturados para  

cada cantón por época lluviosa o seca  y área de muestreo: Intradomiciliar (DO), Peridomiciliar 

(PE), Establo (ES) y Bosque (BO). 

 

 

 

6.4. Análisis de preferencias alimentarias 

 

Se capturaron un total de 271 hembras grávidas, de las cuales 181 mostraron sangre evidente 

en su abdomen. La captura de hembras con sangre evidente fue más numerosa en Talamanca 

(n=142) que en Cuajiniquil (n=39). . De estas, se logró una amplificación de ADN en 79 hembras 

con sangre evidente, de las cuales 74tuvieron una identificación correcta mediante secuenciación 

(figura 6). En ambos cantones, el porcentaje de amplificación y secuenciación exitosa fueron 

similares. En Cuajiniquil secuenció exitosamente el 43,5% (17/39), mientras que en Talamanca 

fue del 43,6% (62/142). Todos los individuos a los cuales se les logró determinar la preferencia 

alimentaria pertenecen a la tribu Culicini, específicamente los géneros Culex y Deinocerites. La 

especie de mosquito con mayor cantidad de secuencias identificadas fue Cx. corniger (n=34 ) 

seguida de Cx. quinquefasciatus (n=32). También se identificaron preferencias alimentarias de Cx. 

coronator (n=2), Culex nigripalpus (n=3) y De. pseudes (n=3) 

La mayor cantidad de secuencias correspondientes a fuentes de alimentación fueron 

identificadas como provenientes de Gallus gallus (n=46) seguidas de humano (n=19). Se identificó 
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además sangre de varias especies de animales domésticos, así como un ave silvestre (Leptotila 

verrauxi) y reptiles (Iguana iguana y Anolis sp.).  

 

Figura 6. Preferencias alimentarias identificadas en mosquitos de Cuajiniquil y Talamanca. 
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6.5. Positividad viral  

 

Se detectó ARN viral en un pool de mosquitos y una hembra grávida, provenientes de las 

trampas EVS y HG, respectivamente. El pool positivo corresponde a la especie Cx. 

quinquefasciatus. Por otra parte, la hembra positiva en la trampa HG también fue identificada 

como Cx. quinquefasciatus, la cual, es importante destacar, tenía la presencia de sangre 

humana en su abdomen. 

El virus del pool positivo proveniente de la trampa EVS fue identificado como ZIKV, 

mientras que el de la hembra de la trampa HG fue DENV tipo 3. Los códigos de las 

secuencias en GeneBank con las cuales fueron comparadas, así como su porcentaje de 

similitud, se detalla en el cuadro 6. Adicionalmente, en el cuadro 7 se detalla los resultados 

para el cálculo de la Tasa Mínima de Infección. 

 

Cuadro 6. Positividad viral en pooles de mosquitos.  La positividad viral se detalla de 

acuerdo con la trampa: Trampas de monitoreo de vectores de encefalitis (EVS), Trampas 

CDC para hembras grávidas (HG; Cantón: Cuajiniquil (CU) o Talamanca (TA) y área: 

peridomiciliar (PE) y bosque (BO). 

 

 

 

 

Cuadro 7. Tasa de infección mínima para cada especie de mosquito. 

 

 

  

 

 

 

 

Especie del pool Trampa Porcentaje de 

Identificación en 

BLAST 

Secuencia 

homóloga en 

BLAST 

Cantón  Zona 

Culex 

quinquefasciatus  

EVS ZIKV (97,25%)  MH179341.1  CU BO 

Culex 

quinquefasciatus  

HG DENV3 (96,7) MH544650.1 TA PE 

Cantón Especie Virus TIM 

Cuajiniquil Cx. quinquefasciatus ZIKV 0.01 

Talamanca Cx. quinquefasciatus DENV 0.01 
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7. Discusión 

 

7.1.  Especies vectoras y métodos de captura 

Las especies de mosquitos capturados por los diferentes métodos de captura fueron 

variables. A pesar de que no fue uno de los objetivos de este trabajo, fue evidente que la 

trampa que produjo una mayor captura de individuos y de especies fue la EVS. Esta trampa 

utiliza CO2 como método atrayente para los mosquitos. El CO2 es el principal compuesto que 

detectan las hembras de mosquito durante la búsqueda de fuentes de alimentación (90), por 

lo que es un método bastante efectivo y genérico. Una ventaja de utilizar CO2, en 

comparación con sitios de ovipostura, es que no existe un sesgo en cuanto al tipo de hábitat 

larval que puede emplear una determinada especie de mosquito. Por otra parte, las trampas 

HG y OV se ven limitadas en cuanto a las especies de mosquitos que pueden capturar, debido 

a que únicamente van a ser útiles para especies con hábitats larvales que estas dos trampas 

emulen. Por una parte, las trampa HG tiene mayor facilidad de capturar especies que utilicen 

contenedores artificiales amplios o agua acumulada de tipo charco (91). En cambio, las 

trampas OV suelen ser mayormente efectivas en especies que habiten normalmente en huecos 

de árbol o en contenedores artificiales (92). A pesar de esto, las trampas OV en otros estudios 

han demostrado que puede capturar una diversidad significativa de especies aun en bosques 

primarios altamente diversos (74).  

Según los datos de captura de las trampas HG y EVS, hubo una tendencia a mostrar 

patrones diferentes a nivel de cantón en cuanto al éxito de captura. En la época lluviosa de 

Cuajiniquil, la cantidad de individuos capturados con las trampas HG fue muy bajo (n=71);  

una posible explicación biológica para esto es que en época lluviosa abundan los sitios de 

ovipostura naturales, por lo que el agua que actúa como cebo en las trampas HG puede no 

ser percibida como óptima por las hembras de mosquito, en comparación con los sitios 

naturales de ovipostura (93). Por otra parte, durante la época seca, los sitios de ovipostura 

naturales y los contenedores artificiales con agua (objetos desechados al aire libre que 

contengan agua) son muy escasos, por lo tanto, las hembras de mosquitos pueden verse 

forzadas a escoger las trampas HG como sitio de ovipostura.  

En ambos cantones se evidenció la presencia de especies de mosquitos que pueden 

ser vectores de arbovirus. El género para el cual se recolectó la mayor cantidad de mosquitos 

adultos fue Culex. Este género incluye dos subgéneros que son de importancia médica Culex 
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(Culex)  y Culex (Melanoconion). Dentro del subgénero Culex (Culex), las especies de mayor 

importancia capturadas fueron Cx. quinquefasciatus, Cx nigripalpus y Cx. coronator. Estas 

tres especies han sido confirmadas como vectores de WNV en otros países (94, 95).  Las tres 

especies ya han sido ampliamente reportadas en zonas costeras de nuestro país (96). Cebe 

destacar que en algunos ensayos de ex situ, Cx. quinquefasciatus  ha demostrado ser un vector 

competente para ZIKV (97); no obstante, de momento no hay evidencia contundente para 

considerarlo un vector competitivo en un ciclo de transmisión natural (98). 

Respecto al subgénero Melanoconion, este es ampliamente reconocido como el 

principal vector enzoótico de MADV y VEEV (58). En la trampa EVS se logró capturar 

varias especies de este subgenéro, en la cual destaca Culex (Melanoconion) theobaldi. No 

obstante, no se logró capturar las principales especies vectoras de este subgénero, entre ellas 

Culex (Melanoconion) pedroi.  

Dentro de la tribu Culicinii, se logró la captura del género Deinocerites. Se capturó 

un total de tres especies pertenecientes a este género, destacando  Deinocerites pseudes, la 

cual ha sido considerada de los vectores epizoóticos más importantes para VEEV en Costa 

Rica en esta zona (47). Esta especie se capturó en gran número en el cantón de Cuajiniquil 

(n=124) pero no así en Talamanca (n=1). El hábitat de esta especie, tanto para la fase adulta 

como larva, está estrechamente asociado a las madrigueras de cangrejo, principalmente en 

áreas con presencia de mangle (99). Si bien es cierto los casos de VEEV se localizan 

principalmente en toda la región Chorotega, De. pseudes probablemente sea una especie 

determinante en el ciclo de VEEV cerca de las costas (67). 

Respecto a la tribu Adeinii, se capturaron individuos de los géneros Psorophora y 

Haemagogus, los cuales incluyen especies vectores de diferentes arbovirus. Psorophora es 

un género importante en el ciclo enzoótico de VEEV, en especial la especie Ps. confinnis, la 

cual ha sido propuesta como vector enzoótico y epizoótico para VEEV (100). Asimismo, el 

género Haemagogus es un género de importancia en el ciclo enzoótico de YFV (32). 

En relación con otros grupos de importancia menor, en la tribu Mansoniini, 

únicamente se capturó el género Mansonia, incluyendo a las especies Mansonia dyari y 

Mansonia titillans. Mansonia titillans puede ser vectora de VEEV(58). Esta dos especies ya 

habían sido colectadas anteriormente en la zona (101). No se logró una captura numerosa de 

especies de la tribu Sabethinii. Entre las especies capturadas con la trampa EVS destacan 
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Sabethes undosus y Trichoprosopon digitatum, las cuales no tienen una importancia médica 

mayor. Por último, a pesar de no ser vectores de Alfavirus ni Flavivirus, se detectó una 

presencia importante del género Anopheles en Cuajiniquil, principalmente de Anopheles 

albimanus, que es el principal vector de Plasmodium vivax en Costa Rica. Cuajiniquil es  

parte de la región noreste del país que fue históricamente afectada por la transmisión de 

malaria (102, 103). 

En la trampa HG, no se capturó ninguna especie de importancia médica que no haya sido 

capturada con las trampas EVS. Por otra parte, las trampas BGT-GAT no fueron muy 

efectivas en la captura de mosquitos. De acuerdo con las instrucciones del fabricante, estas 

trampas deben ser utilizadas con una franja de papel con pegamento, para que así los 

mosquitos Aedes queden atrapados en ella (104). Debido a que el interés de este estudio era 

capturar especies de importancia en la transmisión de arbovirus zoonóticos, se decidió 

eliminar este pegamento ya que podría dañar al espécimen e imposibilitar su identificación 

debido al desprendimiento de escamas. Este cambio en la metodología de captura hizo que 

este fuera una prueba de concepto, ya que dichas trampas no fueron diseñadas para operar de 

esta manera. No obstante, a pesar de que se capturaron mosquitos de interés como De. 

pseudes, el número total fue bajo en comparación con los otros métodos de captura.  

Las trampas OV tuvieron gran valor en los muestreos, ya que permitieron capturar 

especies de importancia médica con actividad diurna. Las especies Aedes aegypti y Ae. 

albopictus fueron capturadas por este método. Si bien es cierto, el objetivo de este estudio no 

era capturar estas especies, su presencia demuestra la complejidad de las comunidades de 

vectores en un área determinada, demostrando así la necesidad de múltiples metodologías 

para intentar capturar las especies representativas satisfactoriamente. Asimismo, el uso de 

este tipo de trampas permitió la captura de Aedes epactius, que es de importancia médica 

debido a la posibilidad de mantener el ciclo enzoótico de SLEV de manera vertical (105). 

Desde un punto de vista de riqueza de especies, el uso de trampas OV permitió ampliar el 

número de subgéneros de Aedes capturados, ya que se logró la captura de Aedes 

septemstriatus, el cual pertenece al subgénero Howardina. Asimismo, las trampas OV 

evidenciaron la presencia del género Toxorynchites, depredadoras naturales de Ae. aegypti y 

Ae. albopictus (106, 107); no obstante, este género no es de importancia médica ya que no es 

hematófago. Además, se logró la captura de Culex (Mel) psatharus, la cual de momento no 
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se ha definido como vector de ningún arbovirus; sin embargo, podría indicar un posible papel 

como vector por pertenecer al subgénero Melanoconion. 

Adicionalmente, se logró detectar la presencia de más vectores mediante el muestreo 

de hábitats larvales. En el género Aedes se logró detectar nuevamente la presencia de Ae. 

aegypti. Se detectó la presencia de Haemagogus iridicolor en un hueco de árbol, el cual se 

ha dicho que tiene la capacidad de transmitir YFV a nivel de laboratorio (57). Haemagogus 

iridicolor fue la única especie de importancia médica que no fue capturada con las trampas 

tipo EVS, HG, BG-GAT y OV, sino que fue la única especie a la cual se capturó 

manualmente. Anteriormente esta especie también fue capturada mediante colecta manual en 

la vertiente Atlántica (57)  

A partir de este estudio, los arrozales se podrían perfilar como un sitio relevante para 

el desarrollo de larvas de especies de mosquito de importancia en salud pública, a pesar de 

que únicamente fue posible muestrear un arrozal en la zona de Cuajiniquil. De las tres 

especies que se identificaron en este arrozal, An. aAlbimanus y Cx. coronator, como ya se 

mencionó, son especies que transmiten Plasmodium vivax y WNV respectivamente (94, 108).  

Asimismo, Culex (Melanoconion) theobaldi es reconocido como vector de VEEV (109).  

Tanto An. albimanus como Cx. coronator son especies para los cuales se sabe que los 

arrozales pueden ser un sitio de hábitat larval. Además, se conoce que el subgénero 

Melanoconion también puede habitar este hábitat larval (110). Es destacable  que en un solo 

hábitat larval de origen antropogénico se están reproduciendo tres diferentes mosquitos que 

pueden ser vectores de tres distintas enfermedades.  Por lo tanto, en futuros estudios de 

enfermedades vectoriales en Guanacaste, se debe tomar en cuenta los arrozales como un 

hábitat importante para investigar. 

En términos generales, el muestreo manual no reveló ningún dato novedoso en cuanto a 

selección de sitios larvales, ya que todas las especies fueron colectadas en un sitio larval 

correspondiente a su bionomia larval. 

 

7.2. Estructura de las comunidades de mosquitos 

 

Para considerar que se logró capturar todas las especies capturables en la zona, las 

curvas de rarefacción deben alcanzar una asíntota evidente. Por lo tanto, en este estudio aún 
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faltaron especies por capturar en los sitios evaluados (Ver Figura 3).  Es importante aclarar 

que cada tipo de trampa tiene limitaciones en cuanto a las especies que puede capturar y que 

las curvas variaron mucho entre cada tipo de trampa y entre los cantones estudiados.  

De las trampas utilizadas, la que tiene un potencial para capturar un número mayor 

de especies es la EVS, debido a que utiliza CO2. No obstante, el esfuerzo de captura no fue 

capaz de saturar la curva de rarefacción en ninguno de los dos cantones. Además, a pesar de 

que el CO2 es altamente efectivo como atrayente, no es el único compuesto que las mosquitos 

hembra perciben en el ambiente, por lo que en ocasiones podría no ser suficiente el estímulo 

para atraerlas, como por ejemplo, las hembras de Ae. aegypti pueden ser atraídas por CO2, 

pero al utilizar otros atrayentes como octenol, la trampa llega a ser más efectiva (62) . 

Asimismo, es posible que las especies no capturadas no tengan poblaciones estables a lo largo 

de las dos estaciones, o tienen poblaciones de densidades muy bajas, por lo cual se requería 

un muestreo más agresivo para su captura, en cuanto a número de noches trampa (111).  

Las trampas HG y OV están limitadas por los hábitos de postura de las diferentes 

especies, en donde puede influir incluso la apertura del orificio o el color del contenedor (74, 

112).  Las trampas HG no estuvieron cercanas a capturar todas las especies posibles, aunque 

en Talamanca se aprecia que la pendiente disminuyó un poco al final de la curva, sin lograr 

aplanarla (Figura 3). Las trampas HG emulan agua empozada, tipo charcos, que son 

abundantes a lo largo de todo el año en ambos cantones. A pesar de que en Cuajiniquil, 

durante la época seca, no hay acúmulos de agua causados por lluvias, durante la época seca, 

los riachuelos de la zona pueden formar pozas temporales al secarse, de acuerdo con lo 

observado durante las colectas. Por lo tanto, esto podría permitir una riqueza de especies 

mayor, debido a la presencia de especies que utilicen estos sitios de ovipostura similares 

Respecto a la OV, en Cuajiniquil se capturó un número bajo de especies (6 en total), la 

curva indica que el número de especies capturables con este método no es muy alto en esta 

zona (Figura 3).  Una posible razón podría ser que los sitios de postura  que  esta trampa 

emula (contenedores artificiales y huecos de árbol) no son muy utilizados por las especies 

presentes en la zona, debido a una escasez de estos sitios durante una importante época del 

año, lo que resulta en pocas especies que dependen de este tipo de sitios. En otros estudios 

se ha observado que las OV atrapan principalmente especies de mosquitos que utilicen 

contenedores artificiales, huecos de árbol y bambú (74, 113). Por otra parte, en Talamanca 
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las trampas OV no alcanzaron la asíntota a pesar de haber capturado un total similar (7 

especies) (Figura 3). Esto sugiere que la riqueza de especies que utilicen este tipo de sitio de 

ovipostura es mayor en Talamanca que en Cuajiniquil. En Talamanca es más probable que 

existan más especies que utilicen huecos de árboles o contenedores plásticos, ya que se 

podrían mantener con agua más tiempo por ser una zona sin una estación seca pronunciada.  

En Costa Rica, en un estudio similar en la vertiente Atlántica utilizando OV, se capturó un 

total de ocho especies de mosquito. En este caso,  el esfuerzo de captura fue de tres semanas, 

lo que posiblemente permitió alcanzar la asíntota (74).  

 

7.2.1. Estimación de riqueza 

 

Las variaciones en la riqueza (Figura 4) de especies pueden ser múltiples y  resulta 

especulativa, ya que son factores que no se midieron en el presente estudio; no obstante, es 

importante discutirlos. Una de las principales causas podría ser la homogeneidad de los sitios 

de muestreo en Cuajiniquil. En este cantón, los parches boscosos seleccionados eran de 

bosque secundario joven en todos los casos, lo que disminuye la posibilidad de que diferentes 

especies encuentren un nicho ecológico, ya que la modificación del hábitat tiende a reducir 

la riqueza de especies (114–116). No obstante, esta relación se invierte con las trampas HG 

y OV, por lo que se deben investigar a futuro en los  factores bióticos y abióticos que puedan 

explicar esta diferencia a nivel de cantón. Empero,  al ser la trampa EVS la más generalista, 

es decir con mayor capacidad de capturar diferentes especies, sería correcto pensar que 

Talamanca tiene una riqueza de especies mayor que Cuajiniquil. 

 

 

7.2.2. Diversidad de especies 

 

Antes de discutir los valores del Índice de Shannon, es importante recalcar que, al 

realizarlo para un subconjunto de datos, los índices de diversidad no son comparables entre 

sí, debido al cambio en el esfuerzo de captura (Figura 5). Es decir, únicamente se pueden 

comparar los índices ya sea entre cantones, entre estaciones de un mismo cantón o entre  

zonas  de captura en un mismo cantón. Respecto a los índices de diversidad generales, es 
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decir, a nivel de cantón considerando época lluviosa y seca, Cuajiniquil fue más diverso. Esto 

contrasta con la riqueza de especies en donde Talamanca tuvo un número mayor de especies. 

Este dato se puede deber a que la comunidad de mosquitos en Cuajiniquil es más homogénea, 

es decir, tiene menos especies “raras” o especies que se encuentren en bajo número. Que una 

comunidad tenga una alta riqueza de especies no la hace necesariamente más diversa, ya que 

muchas de estas especies pueden estar en números bajos o representadas por un único 

individuo en el muestreo.   

En ambos cantones, la época lluviosa fue más diversa que la época seca. Probablemente 

la diferencia tan marcada se deba a que en la época lluviosa aumenta virtualmente la 

disponibilidad de todos los sitios de ovipostura, por lo que especies que se mantienen en 

bajos números en la época seca pueden aumentar, haciendo más homogénea la comunidad. 

Además, esta diferencia no se debe únicamente al aumento de la homogeneidad, sino también 

a que la riqueza de especies aumenta durante la época lluviosa. Por lo tanto, esta diferencia 

de diversidad se da debido a cambios en la homogeneidad y riqueza de especies (14). 

Recapitulando, la diversidad en las distintas zonas de muestreo, las zonas DO, PE y ES 

fueron más diversas en Cuajiniquil que en Talamanca. Los índices de diversidad en las cuatro 

zonas de Cuajiniquil fueron bastante similares a diferencia de las zonas evaluadas de 

Talamanca. Una posible hipótesis para esto podría ser que la comunidad de mosquitos en 

Cuajiniquil está circulando entre las cuatro zonas de estudio. Diferente es la situación en 

Talamanca, ya que la diversidad es relativamente baja en DO y PE pero aumenta en ES, 

llegando a tener un número mayor en BO. La caracterización de los parches boscosos no era 

el objetivo en este estudio, pero podría ser un factor importante para tomar en cuenta en una 

explicación más certera de los cambios de diversidad entre las distintas zonas de Cuajiniquil 

y Talamanca. A pesar de que la relación entre diversidad y patógenos ha sido modelada 

extensamente, las relaciones entre diversidad y presencia de patógenos raramente han sido 

medidas con éxito empíricamente (117). 

 

7.3. Preferencias alimentarias 

 

Los resultados sobre las preferencias alimentarias de mosquitos en las zonas de estudio, 

a pesar de que se limitaron a los géneros Culex y Deinocerites, coinciden con otros estudios 
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realizados en ambientes similares. Tanto el género Culex como Deinocerites, se ha 

demostrado que pueden alimentarse de múltiples fuentes (118, 119). En otros estudios en 

ambientes similares, la proporción de mosquitos Cx. quinquefaciatus alimentados a partir de 

Gallus gallus ha sido de un 16 %, mientras que en el presente estudio fue de un 20 % (120). 

En ocasiones, los mosquitos prefieren a los hospederos que se encuentran en grupos, por lo 

que los grupos de G. gallus presentes en los patios de las casas pueden ser altamente 

atractivos para las hembras (121). A pesar de obtener un porcentaje alto de individuos 

alimentados por sangre de ave, en el presente estudio no se evidenció un porcentaje alto de 

aves silvestres. La única especie de ave silvestre representada fue Leptotila verrauxi. En un 

estudio en Puerto Rico, se detectó que Cx. quinquefasciatus prefiere aves no paseriformes y 

reptiles (122). No obstante, Cx. quinquefaciatus es una especie que puede adaptarse a varias 

fuentes de alimentación, según su disponibilidad. El hecho de que los mosquitos se alimenten 

ampliamente de G. gallus puede poner a esta especie de ave como una posible zooprofilaxis, 

ya que esta especie no es un huésped enzoótico efectivo en los ciclos de arbovirus (123–126).  

En cuatro especies de mosquitos se evidenció la presencia de sangre de reptil, 

específicamente de iguana (Iguana iguana) y lagartija (Anolis sp.), lo que podría coincidir 

con la idea de que algunos reptiles pueden estar involucrados en los ciclos de transmisión de 

arbovirus (127); sin embargo, este tipo de estudios no se han realizado extensivamente en el 

neotrópico.  Además, como todas las especies de mosquito (para las cuales se identificó la 

fuente de sangre) tuvieron al menos un individuo positivo para sangre humana, todas estas 

especies podrían ser consideradas como potenciales vectores de virus al ser humano (siempre 

y cuando sean vectores competentes). Para Cx. quinquefasciatus, Cx. nigripalpus y De. 

pseudes ya existe suficiente evidencia de que pueden transmitir virus como WNV y VEEV 

(18, 99). Con respecto a  Cx. corniger, esta especie no ha sido tan investigada y no se han 

descrito en profundidad sus preferencias alimentarias ni su competencia vectorial, por lo que 

queda abierta la posibilidad de que sea vector de algún arbovirus. 

 

7.4. Prevalencias virales 

 

La detección de virus DENV y ZIKV exclusivamente en mosquitos Cx. 

quinquefasciatus fue esperable, debido a lo variado que pueden ser sus preferencias 
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alimentarias. Existe cierta evidencia científica de que Cx. quinquefasciatus tiene competencia 

vectorial para ZIKV, aunque ya se ha demostrado que su capacidad vectorial in situ es casi 

nula (128, 129). Por esto, la detección de ARN viral en un individuo de Cx. quinquefasciatus 

no lo convierte en un vector, sino que es probable que el virus se encontrara en títulos virales 

bajos en comparación a una especie competente como Ae. aegypti (129). 

El individuo positivo a ZIKV fue capturado en la zona BO de Cuajiniquil. A pesar de que 

esta especie de mosquito no es vector para ZIKV, demuestra la presencia del virus en esta 

área boscosa, por lo que abre la posibilidad de una circulación viral entre primates no 

humanos y humanos.  Existe evidencia en otros países de que ZIKV puede infectar a primates 

no humanos de vida libre; no obstante, se necesita más evidencia de campo para sostener esta 

afirmación (130). Aun así, esta es una posibilidad que necesita investigarse en un futuro, para 

conocer realmente el papel de las poblaciones de primates no humanos en el ciclo de ZIKV 

en Costa Rica. La secuencia de ZIKV detectada en este individuo de Cx. quinquefasciatus, 

se asoció utilizando la herramienta BLAST a una secuencia colombiana de ZIKV, aislada 

en el año 2015 de un mosquito Aedes aegypti. Hasta el 2016, año previo a la detección de 

esta secuencia, se había establecido que todos los aislamientos de ZIKV en el continente 

Americano, provenían de un clado único del linaje asiático (131).  

 En las trampas HG de Talamanca, se detectó un individuo de Cx. quinquefasciatus 

positivo a DENV tipo 3, aunque este tipo de DENV no se detecta en Costa Rica desde el año 

2016 (132). No obstante, sí se ha detectado recientemente en Panamá en el 2017, por lo que 

podría estar relacionado con la detección en Talamanca. El análisis de la secuencia obtenida 

se asoció con un DENV3 detectado en Colombia en el año 2016. En ese sentido,  un estudio 

filogenético de los aislamientos de DENV en Panamá evidenció que los aislamientos 

panameños de DENV3 tienen un ancestro común con los aislamientos de DENV3 

colombianos (133). Estos corresponden a los aislamientos que se asociaron con la secuencia 

detectada en Costa Rica, por lo que existe la posibilidad de que este sea una misma cepa que 

circuló (o circula) en esta zona geográfica. La razón por la cual no se pudo asociar nuestra 

secuencia con las secuencias panameñas se debe a que en ambos estudios se amplificaron 

regiones diferentes, mientras que para el DENV colombiano estaba disponible el genoma 

completo.  
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El hallazgo de ARN de DENV3 en Cx quinquefasciatus no es esperado pues esta 

especie no transmite el DENV, más bien se podría deber a la ingesta de sangre a partir de un 

humano virémico, pues se demostró la presencia de sangre humana en su abdomen  

 

Los arbovirus zoonóticos suelen tener tasas de infección bajas en las comunidades de 

mosquitos por lo que los resultados negativos pueden ser comunes en estudios de este tipo 

(134, 135). 
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8. Conclusiones 

 

8.1. Existe una mayor variación en la riqueza de especies entre la estación lluviosa y la  

seca en Cuajiniquil, en comparación con Talamanca, evidenciando que las 

variaciones en las comunidades de mosquitos son fluctuantes, y apoyando así la 

evidencia de que los brotes en esta zona son estacionales. 

8.2. La riqueza de especies y diversidad es menor en la época lluviosa en comparación 

con la época seca en ambas localidades por lo que también apoya la idea de que la 

estacionalidad de los arbovirus zoonóticos se deba a los cambios en las poblaciones 

de vectores. 

8.3. Se generó evidencia de que existe circulación arboviral entre Panamá y Costa Rica, 

demostrando así la circulación de arbovirus que no están siendo detectados en Costa 

Rica. 

8.4. Las tasas de infección mínima en estos vectores son bajas, lo que indica que la 

circulación viral se mantiene baja en estos vectores y probablemente sea fluctuante 

a lo largo del año, en el sentido de que probablemente aumenta en los momentos 

que ocurra un ciclo epizoótico. 

8.5. Las preferencias alimentarias demuestran que existe una interacción entre 

mosquitos vectores, posibles reservorios y humanos; por lo tanto, a pesar de que no 

se haya detectado arbovirus zoonóticos, existe un escenario adecuado para la 

circulación de estos patógenos. 
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9. Resumen esquemático 

 

Figura 7. Resumen esquemático. Dentro de la comunidad de mosquitos estudiados, Culex 

quinquefasciatus fue la más relevante. Fue detectada con ARN de ZIKV y DENV 3. 

Asimismo, se detectó sangre de varios animales domésticos y algunos silvestres. 
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10. Recomendaciones 

 

10.1.  Realizar las capturas diurnas de mosquitos en zonas endémicas para 

arbovirus zoonóticos, ya que existen vectores que no fueron capturados con las 

trampas EVS y HG, y que podrían también estar involucrados en el ciclo de estos 

arbovirus. 

 

10.2.  Establecer por parte de las autoridades competentes, un programa de 

monitoreo activo de mosquitos acompañado de la detección viral de diferentes 

arbovirus. En este sentido, se debería establecer una cooperación transfronteriza con 

Panamá, para así colaborar mutuamente con la detección de arbovirus en ambos 

países. 

 

10.3.  Realizar la captura de vectores en momentos de brotes, tanto de humanos 

como en equinos, para así lograr aumentar las probabilidades de detectar ARN viral 

en diferentes especies de mosquitos, estableciendo así cuáles son las especies que 

tienen un papel más importante tanto en el ciclo enzoótico como epizoótico. 

 

10.4.  Continuar los estudios de ecología y prevalencia viral en estas zonas, ya que 

se demostró que son zonas con comunidades diversas de mosquitos, y se necesitan 

estudios a largo plazo para lograr determinar así el patrón de circulación que tienen 

estos agentes virales en las comunidades de mosquitos en la zona. 
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11. Condiciones de Biodiversidad y Financiamiento 

Para la ejecución de este proyecto se contó con la aprobación de la Comisión 

Institucional de Biodiversidad de la Universidad de Costa Rica. El permiso de acceso a la 

Biodiversidad se detalla en la Resolución #096, en el oficio VI-2994-2017 de la Vicerrectoría 

de Investigación de la Universidad de Costa Rica con fecha del 16 de mayo del 2017. 

Además, se contó con el oficio ACT-PIM-070-17 con fecha del 09 de agosto del 2017 del 

Área de Conservación Tempisque y  el oficio R-SINAC-PNI-ACLAC-054-2018 del Área de 

Conservación la Amistad Caribe. En ambos se aprobó el ingreso y muestreo de mosquitos en 

zonas pertenecientes a esas áreas de conservación. 

El proyecto se financió con los fondos del FEES-CONARE “Dinámica de las 

arbovirosis en Costa Rica: estudio de vectores (Aedes aegypti, Culex sp., etc.), reservorios 

(aves y mamíferos), aspectos virológicos y seroepidemiológicos de Zika, Chikungunya y 

otros arbovirus en dos localidades endémicas a Dengue, Encefalitis Equina Venezolana y 

Virus del Oeste del Nilo”, inscrito en la Vicerrectoría de Investigación bajo el código 

B7362. 
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13. Anexos 

Coordenadas de puntos de muestreo 

 

 

 

Cuajiniquil 

Punto Latitud Longitud 

CSCA 9°59'35.95"N 85°40'22.04"O 

CSCB 10° 0'14.28"N 85°41'7.77"O 

CSCC 9°59'45.12"N 85°41'58.87"O 

CSCD 9°59'52.57"N 85°41'44.99"O 

CSCE 10° 0'40.80"N 85°43'3.30"O 

CSCF 10° 0'11.10"N 85°40'56.41"O 

CSCG 10° 2'22.44"N 85°44'5.89"O 

CSCH 10° 5'2.42"N 85°46'6.88"O 

Talamanca 

Punto Latitud Longitud 

CTAA 9°44'1.88"N 82°52'21.43"O 

CTAB 9°41'58.77"N 82°54'21.03"O 

CTAC 9°44'34.87"N 82°53'39.20"O 

CTAD 9°34'12.86"N 82°43'30.70"O 

CTAE 9°40'40.40"N 82°49'53.14"O 

CTAF 9°33'58.61"N 82°55'23.06"O 

CTAG 9°34'22.62"N 82°43'53.88"O 

CTAH 9°43'52.98"N 82°50'25.81"O 
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Trámite de Ingreso Área de Conservación Tempisque 
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Trámite de Ingreso Área de Conservación La Amistad-Caribe 
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Resolución de la Comisión Institucional de Biodiversidad  
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Otras publicaciones asociadas a mosquitos en Costa Rica y enfermedades 

vectoriales. 
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RESUMEN

Introducción. Aedes albopictus (Skuse) es un 

vector de arbovirus ampliamente distribuido. 

En Costa Rica, la expansión geográfica  de Ae. 

albopictus se ha incrementado en la última 

década, por lo que es importante actualizar el 

conocimiento sobre su distribución. 

Objetivo. Informar sobre el hallazgo de Aedes 

albopictus en nuevas localidades de Costa Rica.

Materiales y Métodos. Se colectaron formas 

inmaduras de mosquitos con morfología 

sugestiva de Ae. albopictus en localidades de las 

provincias de Puntarenas (isla de Chira y Golfito ) , 

Guanacaste (Liberia), Alajuela (Upala), San José 

(Acosta) y Heredia (Sarapiquí). Los especímenes 

fueron fija dos  en etanol al 70%, aclarados en 

lactofenol e identifica dos  con el uso de claves 

dicotómicas.

Resultados. Las especies identifica das fueron 

Ae. albopictus, Aedes aegypti, Haemagogus 

equinus y Haemagogus iridocolor-H. lucifer. Las 

de Ae. albopictus procedieron de los siguientes 

depósitos: recipiente plástico, tanque de agua, 

lona plástica, balde, llanta, canoa, piscina, maceta 

y bota de hule. Se reporta la presencia de Ae. 

albopictus en Liberia (Guanacaste), isla de Chira 

y Golfit

o

 (Punt arenas) y Up al a (Al aj uel a) . 

Conclusiones. Se evidencia la expansión 

que ha experimentado Ae. albopictus en Costa 

Rica. Se enfatiza la necesidad de un diagnóstico 

microscópico certero, pues las larvas de Ae. 

albopictus pueden coexistir con otras especies 

que resultan difíciles de diferenciar, tales como 

Ae. aegypti y algunas especies de Haemagogus. 

Considerando que Ae. albopictus es un vector 

competente para virus dengue (DENV), 

chikungunya (CHIKV) y Zika (ZIKV), se 

recomienda investigar su papel en la transmisión 

de virus en estas zonas, así como el desplazamiento 

y/o coexistencia con especies como Ae. aegypti. 

Palabras clave: dengue, chikungunya, Zika, 

Aedes albopictus, Culicidae, Costa Rica.

Titulo corto: Nuevos registros de Aedes 

albopictus en Costa Rica
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