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RESUMEN EN ESPAÑOL 

 

Gran variedad de especies de nemátodos es compartida entre perros domésticos 

(Canis familiaris) y cánidos silvestres, como los coyotes (Canis latrans) debido a la cercanía 

evolutiva entre ambos. Las parasitosis gastrointestinales en cánidos pueden tener impactos 

significativos en la salud humana, con especies como Ancylostoma caninum y Toxocara 

canis implicadas en cuadros zoonóticos. En Costa Rica, el conocimiento sobre estos parásitos 

en cánidos silvestres como los coyotes es limitado. El avance de las tecnologías moleculares 

y de secuenciación han permitido una exhaustiva identificación de organismos co-infectantes 

dentro de un mismo individuo, así como aquellas circulantes en poblaciones animales. Con 

el objetivo de caracterizar las comunidades de nemátodos gastrointestinales en perros y 

coyotes del Área de Conservación Central (ACC) y Guanacaste (ACG) de Costa Rica se 

recolectaron muestras de heces de ambos cánidos, las cuales fueron analizadas mediante 

observación microscópica y metabarcoding del gen cox1 para identificar la diversidad de 

nemátodos presentes y se realizaron análisis bioinformáticos para evaluar su variabilidad 

genética. Unificando metabarcoding y microscopía se detectaron al menos nueve especies 

de helmintos en perros y coyotes (A. caninum, T. canis, Trichuris vulpis, Toxascaris leonina, 

Spirocerca lupi, Spirometra sp., Alaria sp., Strongyloides sp, Taeniidae) siendo el nemátodo 

A. caninum el parásito predominante en ambos hospederos. Las especies más importantes en 

cuanto a porcentaje de identidad en la asignación taxonómica mediante metabarcoding 

fueron A. caninum, T. canis y S. lupi. Se observó una mayor riqueza de especies y diversidad 

genética en los perros de la ACG en comparación con el ACC y perros de hábitos 

domiciliares en la comunidad de Mata de Plátano (MDP). Además, se identificó una 

asociación entre la presencia de nemátodos y alteraciones hematológicas como anemia, 

trombocitopenia y leucocitosis en los perros afectados. La mayor frecuencia de nemátodos 

en perros que deambulan libremente y la alta similitud genética entre los nemátodos de perros 

y coyotes, sugiere una circulación activa entre cánidos domésticos y silvestres.  
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ABSTRACT  

 

A wide variety of nematode species are capable of infecting both domestic dogs 

(Canis familiaris) and wild canids, such as coyotes (Canis latrans), due to their close 

evolutionary relationship. Gastrointestinal parasitoses of canids can have significant impacts 

on human health, species like Ancylostoma caninum and Toxocara canis are common 

zoonotic parasites. In Costa Rica, knowledge about these parasites in wild canids such as 

coyotes is limited. Moreover, advances in molecular biology and sequencing technologies 

have enabled a detailed identification of co-infecting organisms within the same individual, 

as well as the description of parasites in animal populations. To characterize the 

gastrointestinal nematode communities of dogs and coyotes from the Central Conservation 

Area (ACC) and Guanacaste Conservation Area (ACG) in Costa Rica, fecal samples from 

both canid species were collected and analyzed using microscopic observation and 

cytochrome oxidase subunit 1 (cox1) gene metabarcoding to identify nematode diversity. 

Bioinformatic analyses were performed to assess their genetic variability. By combining 

metabarcoding and microscopy observation, nine helminth species were detected in dogs and 

coyotes (A. caninum, T. canis, Trichuris vulpis, Toxascaris leonina, Spirocerca lupi, 

Spirometra sp., Alaria sp., Strongyloides sp., and Taeniidae), with A. caninum being the 

predominant parasite in both hosts. The most relevant species in terms of identity percentage 

in taxonomic assignment through metabarcoding were A. caninum, T. canis, and S. lupi. 

Moreover a higher species richness and genetic diversity was observed in dogs from ACG 

compared to ACC and “indoor dogs” from Mata de Plátano (MDP) community. Furthermore, 

an association was identified between the presence of nematodes and hematological 

alterations such as anemia, thrombocytopenia, and leukocytosis in affected dogs. The higher 

frequency of nematodes in free-roaming dogs and the high genetic similarity of nematodes 

from dogs and coyotes suggest an active transmission cycle between domestic and wild 

canids. 
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1. INTRODUCCIÓN 

 

1.1 Nemátodos gastrointestinales de cánidos 

Las parasitosis gastrointestinales del perro doméstico (Canis familiaris), son 

mayoritariamente producidas por helmintos y protozoarios (Adolfo González Bermúdez et 

al., 2015). Dentro de los helmintos parásitos de perros destacan los nemátodos como los más 

importantes debido a su amplia distribución y riesgo tanto para la salud animal como humana 

(Traversa, 2012). En los perros, las infecciones por nématodos gastrointestinales pueden 

causar una diversidad de manifestaciones que destacan: anorexia, diarrea, pérdidas de sangre 

y proteínas plasmáticas en el tracto gastrointestinal, alteraciones en el metabolismo proteico, 

reducción de minerales, depresión en la actividad de algunas enzimas intestinales, entre otros 

(Adolfo González Bermúdez et al., 2015)(Robertson & Thompson, 2002). 

Debido a su cercanía evolutiva muchos de los nemátodos que infectan perros también 

han sido encontrados infectando cánidos silvestres como coyotes (C. latrans), lobos (Canis 

lupus), zorros rojos (Vulpes vulpes), zorras grises (Urocyon cinereoargenteus), zorros 

andinos (Lycalopex culpaeus), entre otros(Di Cataldo et al., 2023; Hernández-Camacho et 

al., 2011; Priest et al., 2018; Segovia et al., 2001). Desde el punto de vista de “una salud” 

esta versatilidad de los nemátodos de perros para infectar otros cánidos es importante, pues 

implica que existen ciclos selváticos que podrían influir en las parasitosis de animales 

domésticos y eventualmente el ser humano (Dantas-Torres & Otranto, 2014). 

Dentro de los nemátodos capaces de producir enfermedades zoonóticas destacan T. 

canis, Trichuris vulpis y Ancylostoma caninum, entre otros nemátodos de alta prevalencia en 

perros alrededor del mundo (Robertson & Thompson, 2002).  En el ser humano los 

nématodos de origen canino causan distintos cuadros zoonóticos que pueden afectar la piel y 

el tracto gastrointestinal, algunas de las afecciones más frecuentes son: larva migrans cutánea 

ocasionada por Ancylostoma spp. y el cuadro conocido como larva migrans visceral 

ocasionado por Toxocara canis. 

1.1.1.  Ancylostomatídeos 

 Ancylostomatídeos es un término popular para referirse a los individuos 

pertenecientes a la familia Ancylostomatidae. Esta familia de nemátodos se compone de 
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diversas especies que comparten una morfología y fisiología básica: son parásitos 

monoxenos que infectan el tracto digestivo de mamíferos, y han desarrollado una serie de 

estructuras bucales que les permite anclarse a la mucosa intestinal desde donde se alimentan 

de sangre (Loukas et al., 2016). La similitud morfológica supone uno de los retos 

diagnósticos pues un mismo hospedero puede albergar más de una especie de 

ancylostomatídeos, y los huevecillos de los ancylostomatídeos son indistinguibles 

morfológicamente entre sí (Illiano et al., 2023). El ciclo de vida de estos nemátodos también 

es bastante similar: los huevecillos son excretados en las heces de los cánidos donde la 

temperatura y humedad adecuada permiten el desarrollo de la larva infectante (L3). La 

transmisión se produce usualmente a través de la penetración de la fase larvaria infectante 

por vía percutánea, pero también puede ocasionarse mediante la ingestión de heces 

contaminadas, incluso los cachorros pueden infestarse por vía lactogénica. Posterior al 

ingreso, el parásito avanza por los tejidos hasta llegar al sistema cardiopulmonar. Desde los 

pulmones pueden ascender por los bronquios hasta llegar a la faringe, donde las larvas son 

deglutidas y pasan al intestino, en donde se desarrolla hasta su fase adulta (Bowman et al., 

2010). 

En los cánidos los ancylostomatídeos causan principalmente anemia e 

hipoproteinemia debido a la pérdida de sangre,  sintomatología suele ser más severa en los 

cachorros. Los perros también pueden experimentar manifestaciones cutáneas y respiratorias, 

así como diarrea y enteritis eosinofílica (Illiano et al., 2023). Los nemátodos de cánidos 

además tienen un alto potencial zoonótico pudiendo provocar una irritación cutánea conocida 

como larva migrans, pero también se ha identificado como causantes de complicaciones de 

mayor gravedad como la enteritis eosinofílica y neurorretinitis unilateral subaguda difusa en 

humanos (Loukas et al., 2016). A. ceylanicum es el único ancilostomatídeos descrito que 

puede utilizar al ser humano como hospedero definitivo, desarrollando su forma adulta en 

tracto gastrointestinal y desencadenando las manifestaciones típicas de anemia y malestar 

gastrointestinal (Colella et al., 2021). 

Los ancylostomatídeos más comunes de los cánidos son: A. caninum, Ancylostoma 

tubaeforme Ancylostoma braziliense, Ancylostoma ceylanicum y Uncinaria stenocephala. La 

distribución geográfica de las diferentes especies se superpone, pero en términos generales 

A. caninum es la especie más común a nivel mundial y tiene mayor frecuencia en las zonas 
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más cálidas del trópico infectando perros y gatos. De manera similar sucede en el caso del 

menos común A. tubaeforme (Bowman et al., 2021). A. braziliense de igual forma prefiere el 

trópico en sitios como Brasil, India, África y el sudeste asiático. Uncinaria stenocephala se 

presenta en perros y gatos en zonas templadas de América del Norte, América del Sur, 

Europa, Asia, Australia y Nueva Zelanda. A. ceylanicum ha sido reportado en Asia y Oceanía 

principalmente, donde además de perros y gatos también utiliza humanos como hospederos 

definitivos (Shepherd et al., 2018). Además, nuevos reportes han detectado A. ceylanicum en 

América, incluida Costa Rica (Zendejas-Heredia et al., 2024). 

1.1.2 Toxocara canis 

 Toxocara canis es un nemátodo perteneciente a la familia Ascarididae (Henke et al., 

2002). En su estado adulto tiene como hospedero definitivo al perro y otros cánidos silvestres 

incluidos zorros, coyotes, lobos y chacales (Holland, 2023). T. canis es uno de los helmintos 

más ampliamente distribuido a nivel mundial, se estima que más de 100 millones de perros 

se encuentran infectados con este parásito. La frecuencia de la toxocariasis en perros es 

mayor en perros de regiones tropicales y en países con bajos ingresos económicos. Además, 

en términos generales los perros cachorros, de hábitat callejero o forrajero, de zonas rurales 

y machos presentan una mayor prevalencia de infección que perros mayores, mascotas, 

urbanos o hembras (Rostami et al., 2020). 

  La hembra de T. canis pone alrededor de 200 000 huevecillos al día en el intestino 

delgado del perro, quienes dispersan huevos de T. canis al ambiente (Alvarado-Borja et al., 

2023). Estos huevecillos no son embrionados y, por lo tanto, no son infectivos en el momento 

de la expulsión a través de las heces, sino que requieren desarrollarse hasta la larva infectante 

(L3) en el ambiente. Una vez embrionados son resistentes a cambios de pH, frío y desecación 

hasta entre 2 y 4 años (Fan, 2020). Es por lo que T. canis es considerado un geohelminto. La 

principal vía de infección en perros es la ingesta de huevecillos embrionados que se 

encuentran en el suelo, los cuales liberan las larvas cuando alcanzan el intestino y la 

transmisión vertical. Los cachorros se infectan en el útero de la madre por larvas somáticas 

reactivadas. Después del nacimiento, los cachorros también adquieren la infección a través 

de la ingestión de larvas en la leche (Schwartz et al., 2022). Las larvas infecciosas a nivel 

intestinal realizan una migración somática que empieza cuando atraviesan la pared del 

duodeno, alcanzando el hígado por medio de la circulación portal a través de los capilares 
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venosos. Más tarde, las larvas continúan el desplazamiento al corazón donde llegan al pulmón 

por la arteria pulmonar. Las larvas pueden ingresar a los alvéolos, continúan por los 

bronquiolos, la faringe, hasta llegar a la tráquea y ser deglutidas, y así completar su desarrollo 

en adultos en el intestino (Alvarado-Borja et al., 2023).  

En hospederos paraténicos como ratones, cerdos y seres humanos, las larvas L3 de T. 

canis no mudan, tampoco crecen ni se replican y deambulan por varios órganos internos 

realizando migración somática. Estas larvas pueden entrar en un estado de hipobiosis y vivir 

en los tejidos de sus hospederos paraténicos por años. Además, las mismas pueden pasar de 

hospedero a hospedero mediante la depredación. Al alcanzar un cánido las larvas se reactivan 

y pueden desarrollarse en adultos (Bowman, 2020).  

La toxocariasis afecta con mayor frecuencia a perros jóvenes menores a un año y 

usualmente presenta signos respiratorios como tos, debido a la migración de larvas 

pulmonares. También hay retraso general del crecimiento, debilitamiento del pelaje, 

artralgias y trastornos intestinales como diarrea, estreñimiento, abultamiento del abdomen y 

vómitos. Las infecciones prenatales más intensas en los cachorros pueden conducir a 

enfermedades graves con caquexia, y en algunos casos lleva a la muerte (Alvarado-Borja et 

al., 2023). Como se mencionó anteriormente, T. canis puede transmitirse a humanos, esto 

ocurre cuando se ingieren huevecillos del ambiente o larvas provenientes de hospederos 

paraténicos. La infección puede resultar en cuatro posibles cuadros clínicos: 1. larva migrans 

visceral o toxocariasis visceral, 2. larva migrans ocular o toxocariasis ocular, 3. toxocariasis 

encubierta y 4. neurotoxocariasis (Schwartz et al., 2022). La toxocariasis es una zoonosis de 

alta importancia en seres humanos, que afecta principalmente niños debido a factores de 

comportamiento como la geofagia y el contacto más cercano con suelo contaminado en 

parques públicos, áreas de juego y playas (Merigueti et al., 2022). 

 

1.1.3 Spirocerca spp. 

Spirocerca es un género de nemátodos gastrointestinales de cánidos en el que se 

encuentran las especies Spirocerca lupi y Spirocerca vulpis . S. lupi afecta principalmente a 

perros y puede causar una enfermedad grave conocida como espirocercosis la cual se 

caracteriza por la presencia de nódulos a nivel esofágico que contienen los parásitos adultos 

(Alfaro-Segura et al., 2024). Los perros se infectan con S. lupi al consumir escarabajos 
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coprófagos que contienen larvas de tercer estadio (L3). En el estómago del perro, las L3 se 

liberan y migran a través de la pared de la aorta hacia el esófago, donde las larvas mudan 

hasta alcanzar la adultez. Los adultos de S. lupi se encuentran en nódulos que sobresalen 

hacia el lumen esofágico donde las hembras liberan huevecillos embrionados con larvas L1 

que son deglutidos y liberados a través de las heces del perro. Luego, los escarabajos 

consumen los huevecillos de las heces y las larvas L1 se convierten en L3 infecciosas en el 

hemocele del artrópodo (Rojas et al., 2020). Las larvas L3 pueden ser consumidas y 

albergadas por múltiples hospederos paraténicos como aves de corral, aves silvestres, 

lagartos, roedores, erizos y conejos. Por medio de la ingesta de dichos hospederos los perros 

y otros cánidos pueden infectarse (van der Merwe, 2010).  

 Las manifestaciones clínicas de la espirocercosis incluyen regurgitación, vómitos, 

caquexia, nódulos esofágicos, espondilitis vertebral torácica, periostitis, sialorrea, disnea, 

aneurismas aórticos, piotórax y hemotórax que pueden provocar la muerte (Alfaro-Segura et 

al., 2024). Además, se estima que en el 25% de los perros los nódulos esofágicos pueden 

progresar a fibro, osteo o condrosarcomas que pueden metastatizar a otros órganos (Porras-

Silesky et al., 2021). El parásito puede encontrarse en todos los continentes excepto la 

Antártida. Además,  los perros callejeros, de zonas urbanas, adultos, de razas grandes y de 

cacería tienen una mayor incidencia de infección en comparación con los cánidos domésticos, 

de razas pequeñas y cachorros (Rojas et al., 2020). Aunque el perro es el principal hospedero 

de S. lupi, este nemátodo también ha sido reportado en una serie de carnívoros silvestres 

incluidos coyotes (C. latrans), zorras grises (U. cinereoargenteus), perros venaderos 

(Speothos venaticus), zorros rojos (V. vulpes), zorros andinos (L. culpaeus),  chacal común 

(Canis aureus ) y chacal de lomo negro (Canis mesomelas) (Rinas et al., 2009; Rojas et al., 

2020). 

Estudios en la última década han revelado una alta diversidad genética dentro del 

género Spirocerca, con dos genotipos distintos de S. lupi identificados en perros a nivel 

mundial y llevando a la descripción de una nueva especie, S. vulpis, identificada en zorros 

rojos europeos (Rojas, Dvir, et al., 2018; Rojas, Sanchis-Monsonís, et al., 2018). Además, se 

ha sugerido que la historia evolutiva de Spirocerca spp. comenzó con S. vulpis en Eurasia 

que posteriormente divergió en S. lupi y se extendió a África, Asia y Suramérica a través de 

sus hospederos cánidos (Alfaro-Segura et al., 2023). Se necesitan más estudios para la 
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comprehensión de la patología y epidemiología de S. vulpis, sin embargo, hasta el momento 

este nemátodo solo ha sido descrito en Europa donde se reporta en zorros rojos (Vulpes 

vulpes) ocasionando lesiones muy similares a las de su pariente cercano S. lupi con la 

diferencia de que no se ha evidenciado neoplasia (Martín-Pérez et al., 2022), además se ha 

observado predominantemente en hospederos adultos sin diferenciación por sexo (Sanchis-

Monsonís et al., 2019). 

1.1.4 Trichuris vulpis  

Trichuris vulpis es un nemátodo que afecta principalmente a perros como hospederos 

de preferencia, sin embargo, se ha descrito también en humanos en varios casos (Elsemore 

& Ketzis, 2021). Este nemátodo también es capaz de infectar una serie de cánidos silvestres 

como coyotes, lobos, zorros rojos y chacales (Kirkova et al., 2006). Es un parásito 

cosmopolita con una alta prevalencia, principalmente en regiones tropicales y subtropicales. 

Existe una carencia de estudios epidemiológicos extensos enfocados específicamente en T. 

vulpis, pero en general, la tricurosis canina es una parasitosis ubicua, con altas tasas de 

infección en animales de refugios, mascotas domésticas y perros callejeros (Traversa, 2011). 

Además, se reporta mayor número de infecciones en animales adultos que en cachorros 

(Datz, 2011).  

 Los perros se infectan por la ingesta de huevecillos de ambientes contaminados. No 

ocurre transmisión perinatal y todo el desarrollo del parásito tiene lugar en los intestinos sin 

migración de tejidos ni estadios larvarios detenidos. La hembra adulta se ubica en el intestino 

grueso donde libera los huevecillos que son eliminados en las heces. Dependiendo de la 

temperatura y humedad, los huevecillos maduran en 1 o 2 meses hasta contener la larva 

infectante (L1) (Elsemore & Ketzis, 2021). Muchos animales pueden tener altas cargas de T. 

vulpis sin presentar sintomatología, sin embargo, está comprobado que T. vulpis causa una 

inflamación aguda o crónica en la mucosa del ciego y/o del colon lo que puede llevar a 

episodios diarreicos que se alternan con períodos de evacuación de heces normales. En las 

infecciones graves se produce diarrea mucosa, acuosa y a menudo hemorrágica, o incluso 

sangre pura, junto con pérdida de peso, letargo y anemia, causadas por la pérdida de sangre 

debido al daño que los tricocéfalos crean en la mucosa intestinal (Traversa, 2011). 
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1.1.5 Strongyloides spp.  

Strongyloides stercoralis, es un helminto de la familia Strongyloididae que afecta a 

poblaciones humanas y caninas principalmente en áreas tropicales y subtropicales. S. 

stercoralis es la única especie del género Strongyloides considerada zoonótica (Thamsborg 

et al., 2017). A diferencia de otros geohelmintos, Strongyloides spp. son parásitos anfizoicos, 

que alternan una generación sexual de vida libre y una parásita, representada únicamente por 

hembras que arrojan huevecillos por partenogénesis. Los huevecillos de la generación 

parásita eclosionan cuando aún se encuentran en el intestino del hospedero, y la mayoría de 

las larvas de primer estadio (L1) eclosionadas salen en las heces y se desarrollan hasta 

convertirse en larvas infecciosas de tercer estadio (L3) en el suelo. Sin embargo, algunas 

larvas pueden desarrollarse dentro del mismo hospedero y causar autoinfección, tanto en 

humanos como en perros, lo que lleva a una infección asintomática crónica, a menudo de por 

vida (De Liberato et al., 2022). 

S. stercoralis está presente en todo el mundo y su prevalencia oscila entre 0 y hasta más 

del 50 % en perros, con una prevalencia global del 6%; siendo más prevalente en los perros 

más jóvenes (Gorgani-Firouzjaee et al., 2022). La mayoría de las infecciones por 

Strongyloides en perros y gatos son asintomáticas y autolimitadas. En casos de alta carga 

parasitaria en perros puede ocurrir diarrea acuosa con o sin mucosidad y bronconeumonía 

(Thamsborg et al., 2017). Además del perro y los seres humanos, S. stercoralis ha sido 

reportado también en primates y cánidos silvestres incluidos los coyotes (Luna-Estrada et al., 

2017a) y lobos (Hermosilla et al., 2017). 

 

1.1.6 Otros nemátodos gastrointestinales 

Entre otros nemátodos que pueden afectar cánidos se encuentra Toxascaris leonina, un 

parásito que afecta tanto a perros como a gatos. Esta especie es, en general, menos difundida 

en perros en comparación a otros nemátodos como T. canis o A. caninum, especialmente 

porque no se producen transmisiones a través de la placenta y las glándulas mamarias. Los 

animales se infectan únicamente al ingerir huevecillos larvados. T. leonina tiene una 

patogenicidad menos dramática, pero en los perros puede causar pica, alteraciones digestivas 

y reducción del crecimiento, mientras que en los gatos la infección puede manifestarse como 

una enteritis con vómitos y diarrea, incluso con sangre (Traversa, 2012). 
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Angiostrongylus vasorum es también un nemátodo importante a destacar, aunque no 

habita en el trato gastrointestinal propiamente, sus larvas son liberadas a través de las heces 

del perro, siendo este hallazgo una de las formas de llegar al diagnóstico. A. vasorum puede 

denominarse gusano del corazón, ya que los vermes adultos se encuentran en la arteria 

pulmonar, por lo que más comúnmente se denomina gusano pulmonar. Los huevecillos se 

alojan en las arteriolas respiratorias y las larvas eclosionadas salen a las vías respiratorias. Al 

final estas larvas son tosidas, deglutidas y expulsadas con las heces. Los signos clínicos 

asociados con la infección se deben a los efectos tanto de los gusanos adultos como de las 

larvas y pueden incluir tos, disnea e intolerancia al ejercicio. (Fisher, 2001). Además de los 

perros, este parásito también se ha encontrado en canidos silvestres como zorros rojos, lobos 

y coyotes (Bourque et al., 2005; Tieri et al., 2021). 

1.2 Perros y sus nemátodos gastrointestinales  

Los perros tienen una distribución global y poseen la más amplia diversidad de 

funciones de cualquier otro animal domesticado pues sirven como animales de compañía, de 

trabajo, en granjas, perros policía o militares, pastores, cazadores, guardianes, transporte, etc. 

(Rostami et al., 2020). Se estima que en el mundo existe alrededor de 700 millones de perros 

(Smith et al., 2019). La evidencia genética sugiere que los perros fueron domesticados a partir 

de lobos, y que sucesivos eventos de domesticación ocurrieron durante al menos 33,000 años. 

La convivencia entre humanos y perros ha dado lugar a entornos nutricionales, bacterianos y 

patógenos compartidos. Compartir entornos entre sí aumenta el riesgo de infección cruzada 

con los parásitos de cada uno. Se sabe que helmintos de los géneros Strongyloides, Toxocara, 

Taenia y Ancylostoma pueden transmitirse de perros a humanos y que en algunos casos se 

produce una transferencia bidireccional, que actúa como reservorio de reinfección (Shepherd 

et al., 2018). Existen parásitos que afectan tanto a los carnívoros domésticos como a los 

salvajes y que pueden circular entre poblaciones simpátricas de animales, facilitando así la 

posible propagación de las infecciones a los humanos (Otranto et al., 2015). 

La composición parasitaria de los perros domésticos varía según las condiciones en 

que habiten, pues podemos encontrar grandes diferencias entre perros con hábitat domiciliar, 

perros en refugios de rescate de animales o perros forrajeros, por citar algunos ejemplos. 

Aproximadamente el 75% de los perros de todo el mundo encajan en esta categoría de perros 

que deambulan libremente (forrajeros) (Smith et al., 2019). En muchos casos, los perros 
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forrajeros pueden albergar más agentes infecciosos que los perros domésticos, por ejemplo, 

se ha identificado en el caso de T. canis una mayor presencia en perros forrajeros (Rostami 

et al., 2020). Otros factores que influencian en la prevalencia de infecciones parasitarias 

gastrointestinales son la edad del cánido, y en algunas ocasiones el sexo del animal. Por 

ejemplo, se ha reportado en diferentes estudios que las infecciones por T. canis son más 

frecuentes en cachorros, mientras que el parásito A. caninum afecta en mayor número perros 

mayores de 6 años (Rostami et al., 2020; Traversa, 2012). Se ha descrito tanto para 

ancylostomatídeos como para T. canis una mayor prevalencia de estas infecciones en perros 

macho que en hembras (Mohamed et al., 2009a; Rostami et al., 2020).   

Independiente de las distintas condiciones en que habiten los perros es un hecho que 

la prevalencia de parásitos gastrointestinales, y concretamente de nemátodos en perros 

domésticos es alta (Dantas-Torres & Otranto, 2014). Por ejemplo, en los Estados Unidos de 

América (E.U.A), un estudio masivo a lo largo de todo el país concluyó que existe 

parasitismo por T. canis que va desde 5.7% hasta 15.5 %, prevalencias estimadas de 

parasitismo por Ancylostoma spp. que oscilan entre el 9.7 % y 38.5 %, y estimaciones de 

prevalencias de parasitismo por T. vulpis que van desde 9.7% al 14.5%(Mohamed et al., 

2009b). En otros países del continente americano se ha reportado también una alta presencia 

de T. canis, de hasta un 71% por ejemplo en el caso de México, y de Ancylostoma spp. hasta 

21% en Colombia (Olave-Leyva et al., 2019), mientras que, en Brasil, un estudio encontró 

43% de perros infectados estaban infectados con T. vulpis (Yevstafieva et al., 2019). Cabe 

destacar que distintas técnicas son utilizadas para el diagnóstico parasitológico por lo que los 

resultados no son comparables directamente. Sin embargo, demuestran la alta presencia de 

nématodos gastrointestinales en perros. 

Es importante recalcar que la alta incidencia de nematodiasis intestinales en perros 

está influida también por el acercamiento del ser humano a la vida silvestre. A su vez la fauna 

silvestre se ve impactada por el acercamiento humano y sus animales de compañía. Como se 

mencionó anteriormente los nemátodos parasíticos de perros son pueden infectar la fauna 

silvestre, gracias a la cercanía evolutiva del perro con cánidos silvestres como coyotes (C. 

latrans). Diversas actividades humanas han resultado en la fragmentación del medio 

ambiente y cambios en el uso de la tierra que han favorecido consistentemente la intrusión 

de áreas urbanas en ambientes salvajes, causando alteración de muchos ecosistemas con 
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cambios en la composición de la fauna silvestre y destrucción de límites entre los ambientes 

domésticos y salvajes. Por lo tanto, el intercambio de parásitos de animales silvestres a 

domésticos y viceversa ha aumentado (Otranto & Deplazes, 2019).  

1.3 Coyotes y sus nemátodos gastrointestinales 

Los coyotes son una especie oportunista que se adapta con facilidad a una variedad de 

hábitat, desde bosques hasta áreas altamente fragmentadas por el ser humano, e incluso zonas 

urbanas (Lloyd, 2020). Por esta razón se han observado coyotes con mayor frecuencia cerca 

de asentamientos humanos, poniéndose en contacto con poblaciones de perros domésticos y 

aumentando el riesgo de transmisión de parásitos entre estas dos especies caninas (Liccioli 

et al., 2012). Los coyotes habitan únicamente en el continente americano, y gracias a su antes 

mencionada adaptabilidad han logrado distribuirse desde Alaska hasta Panamá, donde han 

sido observados incluso al sur en la región del Darién (Méndez-Carvajal & Moreno, 2014; 

Ramírez & León, 2015). Es un mamífero de entre 105-132 cm de altura y en promedio 122 

cm de longitud (contando la cola). Un macho pesa en promedio 16 kg, su color va de gris a 

marrón, a veces con tintes rojizos. De orejas y hocico largos en comparación con su cabeza. 

Puede ser identificado por su cola espesa y ancha, a menudo llevada cerca del suelo. Vive en 

promedio seis años (Whitaker Jr, 1996). Es una especie sumamente adaptable tanto en hábitat 

como en hábitos alimenticios, a pesar de haber sido intensamente cazado, es uno de los pocos 

animales grandes que ha ampliado su hábitat desde la conquista de América por los europeos.  

Ha ocupado zonas en Norteamérica y Centroamérica donde previamente habitaban grandes 

depredadores como lobos (C. lupus), pumas (Puma concolor) y jaguares (Panthera 

onca)(Ramírez & León, 2015); también se ha adaptado al consumo de basura y animales 

domésticos en zonas urbanas. Entre sus presas hay mamíferos de tamaño variados como 

venados principalmente jóvenes o enfermos, pero también conejos y ratones. Además, aves, 

reptiles como lagartijas, invertebrados y carroña. En los páramos sus principales presas son 

conejos y pequeños roedores, pero también se registran en su dieta aves, carroña y frutos. 

Aunque a veces se reúne en manadas, es generalmente solitario (Bekoff, 1977).  

En Costa Rica hay evidencia antigua de la presencia de C. latrans en el territorio, por 

medio de registros fósiles del Pleistoceno y Holoceno temprano, así como fuentes históricas 

de cronistas de los siglos XVI a XIX durante el tiempo de la colonia (Hidalgo-Mihart et al., 

2004). En territorio costarricense se ubican principalmente en las periferias de los bosques y 
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ambientes fragmentados en el Valle Central y el norte de la costa pacífica. Sin embargo, más 

recientes estudios reportan la presencia de coyotes en el Atlántico Norte, y el Pacífico Sur 

(Carazo-Salazar et al., 2020; Cove et al., 2012). Siempre en Costa Rica, estudios en el Área 

de Conservación de Guanacaste (ACG) han observado una preferencia de los coyotes por 

hábitats alterados, en particular, pastizales de ganadería y pastizales sin uso específico. Entre 

las áreas naturales el hábitat con el índice de selectividad más alto ha sido el bosque seco 

abierto. Además, el desplazamiento puede llegar a ser hasta de 35 km por día (Lloyd, 2020).  

Sucede similar al interior del país en el Área de Conservación Central (ACC), donde el 

ser humano ha ocupado al menos un 50 % del hábitat natural de los coyotes, provocando alta 

incidencia de registros de actividad en el bosque, potreros y sitios urbanos. Se postula 

entonces que C. latrans siempre ha estado distribuido en todo el país, pero que producto de 

la pérdida de cobertura forestal y defaunación ahora su presencia se hace notar aún más 

(Azofeifa, 2024). También existe información acerca de la dieta de los coyotes en Costa Rica, 

se ha descrito para el Cerro de la muerte (ACC) y el Parque Nacional Palo Verde (ACG) 

preferencia por chancho de monte (Pecari tajacu), seguido por el Sigmodon hirsutus, y 

ganado bovino (Bos taurus), además de algunas aves (Vaughan & Rodríguez, 1986). 

Estudios más recientes en la ACG describieron que la vegetación es el grupo más frecuente 

en la dieta de esta especie durante las dos estaciones climáticas, y la segunda preferencia más 

común son los mamíferos. Específicamente, existe una preferencia primaria por el nance, 

zacate, guaitil; y en los mamíferos el conejo, la guatusa y el venado cola blanca. 

Adicionalmente, se destaca el consumo de plástico, lo que refleja una tendencia al consumo 

de desechos humanos (Lloyd, 2020). 

La gran adaptabilidad del coyote a distintos hábitats le expone a la adquisición de 

parasitosis de diversas fuentes. Diversos factores geográficos, demográficos, climáticos y de 

dieta influyen en la tasa de parasitosis en coyotes y en las especies predominantes, por esto 

se observan variaciones entre los estudios que se han dedicado al estudio de las parasitosis 

en este cánido. Es importante considerar que las metodologías de estudio también son 

diferentes, por lo que la comparación directa debe realizarse con cautela en vista de que las 

diferencias están sujetas a la capacidad de detección de cada método. Algunas de las 

similitudes entre los estudios dedicados a la parasitosis de coyotes es que se encuentra una 

frecuencia de parasitosis por lo general mayor al 50%, estudios como el de Liccioli et al., 
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2012  describió un 61% de parasitosis en coyotes en un área urbana en Canadá. En E.U.A, se 

realizó un estudio que encontró un 56% de parasitosis en muestras de heces de coyotes, y en 

México, Petters et al., 2019 describieron una prevalencia de 70% de parásitos 

gastrointestinales. Cabe destacar que estas investigaciones utilizan diferentes métodos de 

concentración de parásitos y posteriormente su observación al microscopio, en ninguno de 

los casos se implementa el uso de herramientas de biología molecular u otros métodos 

similares de análisis. Además, otra de las semejanzas entre los hallazgos de estas 

investigaciones es que han evidenciado un predominio de las infecciones constituidas por 

nématodos, destacan: T. leonina, Uncinaria spp., Ancylostoma spp., T. canis y T. vulpis 

(Petters et al., 2019)(Liccioli et al., 2012)(Niehaus et al., 2012). Aunque se denotan 

variaciones entre regiones, en un área urbana en Alberta, Canadá el parásito más prevalente 

fue T. leonina (Liccioli et al., 2012), mientras que en México en una reserva forestal la 

especie predominante fue T. canis (Petters et al., 2019); por otro lado, en zonas urbanas en 

New York destaca una mayor presencia de Uncinaria stenocephala (Gompper et al., 2003).  

Otros nemátodos han sido reportados con menor frecuencia, tal es el caso de A. vasorum 

parásito que recientemente fue reportado en 4 coyotes en Canadá, confirmado a través de la 

secuenciación del gen de citocromo oxidasa subunidad 1 (cox1) (Priest et al., 2018). S. lupi 

ha sido reportado generando las lesiones esofágicas típicas con la presencia de parásitos 

adultos en coyotes en Texas, E.U.A (Pence & Stone, 1978). En México, se identificaron 

larvas morfológicamente compatibles con S. lupi (Petters et al., 2019). Y en Florida este 

parásito se describió en el intestino de coyotes (Foster et al., 2003). Además de nemátodos 

también se han reportado con frecuencia variable céstodos y tremátodos en coyotes. Por 

ejemplo, un estudio en Nebraska y Iowa, E.U.A encontró al menos una especie de céstodo 

en 3 de cada 4 intestinos de coyote analizados. Las especies de céstodos descritas en dicho 

estudió fueron Taenia hydatigena, Taenia pisiformis, Dipylidium caninum y Echinococcus 

spp. (W. K. Redman et al., 2016). Alta prevalencia de especies del género Taenia también 

han sido reportados en Newfoundland y Quebec, Canadá (Bridger et al., 2009). En este 

último 6 especies de Taenia (T. hydatigena, T. twitchelli, T. crassiceps, T. polyacantha, T. 

krabbei, y T. pisiformis) fueron identificadas utilizando secuenciación del gen cox1 

(Bouchard et al., 2021). De igual forma estudios canadienses han encontrado Echinococcus 

multilocularis y Echinococcus canadienses infectando C. latrans (Tse et al., 2019). En E.U.A 
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también, se describió el céstodo Spirometra spp. en coyotes de Nueva York (Gompper et al., 

2003). Por otro lado, tremátodos del género Alaria fueron obtenidos de coyotes en México 

(Petters et al., 2019) y también en Florida, E.U.A (Foster et al., 2003). 

 

1.4 Epidemiologia de las infecciones por nemátodos gastrointestinales en 

cánidos de Costa Rica 

En Costa Rica existe un vacío de conocimiento en cuanto a las parasitosis de coyotes 

y otros carnívoros silvestres. El único estudio encontrado en la literatura enfocado en el 

estudio de parásitos gastrointestinales de coyotes data de 2012. En esta investigación se 

recolectaron muestras de heces de coyotes en el Parque Nacional Volcán Irazú-Sector Prusia, 

y se encontró una frecuencia de parasitismo de 36.84%. El grupo de parásitos más 

representativo fueron los nemátodos de los cuales se encontró ancylostomatídeos en mayor 

cantidad, seguido de estrongilidios, T. canis y T. vulpis.(Niehaus et al., 2012).  

Las parasitosis gastrointestinales de perros han sido ampliamente estudiadas en Costa 

Rica, donde se estima que habitan 1,320,310 de perros (World Animal Protection, 2016). 

Varios estudios confirman que la prevalencia de los parásitos gastrointestinales en perros es 

elevada y que fluctúa de acuerdo con el tipo de población canina evaluada (perros forrajeros, 

perros domiciliares, de refugios, etc.). Laboratorios de diagnóstico y clínicas veterinarias 

reportan una frecuencia de parasitosis gastrointestinales de aproximadamente 60%. 

(Valverde, 2010). Consistentemente se ha encontrado Ancylostoma spp. como el parásito más 

frecuente en las heces de perros, confirmando la importancia de los nemátodos como 

parásitos caninos. Claro ejemplo, es una investigación donde se estudiaron perros en ocho 

áreas recreativas de diferentes provincias del país (San José, Alajuela, Limón, Heredia y 

Guanacaste) en donde se encontró 87.9% de cánidos positivos por ancylostomatídeos (Saénz, 

2013). Otros parásitos encontrados con una alta frecuencia son T. canis (principalmente en 

cachorros), T. vulpis, y D. caninum (Alemán, 2011; Ketzis & Lucio-Forster, 2020; Saénz, 

2013; Valerio et al., 2010; Valverde, 2010). En menor medida se han encontrado en los perros 

costarricenses parásitos como D. caninum, y S. lupi. Cabe destacar que en algunos casos se 

encuentra coocurrencia de parásitos, encontrándose 2 o incluso 3 parásitos en un mismo 

hospedero (Saénz, 2013; Valverde, 2010).  
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El número y tipo de parásitos gastrointestinales encontrados en perros en Costa Rica 

varía de acuerdo con factores como la zona geográfica, la edad, el hábitat y las prácticas 

sanitarias que reciban los perros en estudio. Notablemente, perros con hábitos domiciliares 

en el Gran Área Metropolitana (GAM) tienen bajas frecuencias de parasitosis 

gastrointestinales. Por ejemplo, un estudio encontró 14% de infección por nemátodos y 5.1% 

por protozoarios (Valerio et al., 2010). Los porcentajes de parasitosis son mucho mayores en 

perros de hábitos que les exponen en mayor medida a posibles fuentes de infección como el 

contacto con diferentes personas, animales y el suelo. Por ejemplo, un estudio también 

realizado en el GAM pero en perros de refugios encontró que hasta 39% de estos portaban al 

menos un parásito gastrointestinal (Alemán, 2011), casi el doble que los perros domiciliares 

en la misma área de estudio. Cabe destacar que el mismo estudio también concluyó que el 

número de infecciones era mucho mayor en los cachorros (Alemán, 2011). También perros 

de áreas en riesgo social han mostrado una tendencia a altos porcentajes de parásitos 

gastrointestinales, encontrándose un 61% de perros infectados (Valverde, 2010).  En Costa 

Rica se han estudiado perros callejeros y con dueño que frecuentan parques, y se encontraron 

parásitos en el 38% de ellos. De este estudio también destaca que uno de cada tres perros 

infectados portaba una infección múltiple (dos o más parásitos), y en su mayoría estas 

coinfecciones estaban constituidas por la mezcla de ancylostomatídeos y otro parásito 

(Saénz, 2013). Estos múltiples ejemplos son muestra clara de cómo las parasitosis 

gastrointestinales son frecuentes en perros, en especial en perros jóvenes y que tienen hábitos 

que les exponen a infectarse. Además, al igual que a nivel global los nemátodos son el 

principal grupo de parásitos gastrointestinales en perros de Costa Rica. 

1.5 Nemabioma: Secuenciación de Nueva generación para el estudio de 

helmintos gastrointestinales en animales domésticos y silvestres 

La identificación precisa de las especies es vital para comprender la evolución, la 

biogeografía y las enfermedades emergentes. Diferentes especies dentro de un mismo género 

de helmintos pueden variar en su capacidad de infectar a los animales, lo que hace que 

algunos parásitos tengan reservorios animales, mientras que otros sigan siendo patógenos 

exclusivamente humanos. Una comprensión más detallada de la estructura de la comunidad 

helmíntica es crucial para el adecuado abordaje de temas como la resistencia a los 
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antihelmínticos, las enfermedades emergentes o zoonóticas y los niveles umbral óptimos para 

la eliminación de enfermedades (Grant et al., 2019).  

Los métodos tradicionales de diagnóstico, basados en la concentración de los 

huevecillos y la observación microscópica, suelen requerir mucho tiempo. Además; tienen 

limitaciones, principalmente en términos de su especificidad y sensibilidad. Esto es 

particularmente desventajoso en el caso de infecciones mixtas, pues muchas veces no es 

posible diferenciar a nivel de especie los huevecillos presentes en una muestra, como en el 

caso de los ancylostomatídeos (Roeber et al., 2013). Gracias a las técnicas moleculares y de 

secuenciación, la determinación de parásitos específicos en muestras de animales se ha 

facilitado, debido a que estos métodos ofrecen mayor sensibilidad y especificidad en 

comparación a los métodos tradicionales (Christoforou et al., 2017). Sin embargo, estas 

técnicas suelen dirigirse a especies o grupos de parásitos específicos, por lo que en el contexto 

de infecciones por múltiples parásitos se requiere la realización de varias reacciones 

adicionales para identificar correctamente las especies co-infectantes dentro de una muestra 

(Aivelo & Medlar, 2018). Para solventar estas dificultades, técnicas de secuenciación 

profunda de amplicones han sido promovidas, en las cuales mediante el uso de primers 

universales se logra identificar la composición total de un grupo de parásitos de interés 

presentes en una misma muestra a través de una sola reacción de secuenciación. Los estudios 

en rumiantes han sido pioneros en el uso de la biología molecular para el diagnóstico de 

parasitosis por helmintos. La secuenciación de nueva generación (NGS por sus siglas en 

inglés) permite en una sola prueba la identificación específica de especies y el análisis de 

resistencia a antihelmínticos, lo que ha sido clave para avanzar en el entendimiento de la 

diversidad, epidemiología y la resistencia a antimicrobianos en ganado (Antonopoulos et al., 

2024). 

Dentro de las técnicas de NGS utilizadas para el estudio de helmintiasis destaca el 

metabarcoding, la cual es una técnica desarrollada para caracterizar la biodiversidad en 

muestras ambientales complejas que implica la amplificación de una región específica del 

ADN, como el ARN ribosomal 18S o 28S para una clasificación taxonómica amplia; o el 

cox1 para la discriminación a nivel de especie (Bucklin et al., 2016; Sudermann et al., 2024). 

Este método permite evaluar rápidamente la salud de los ecosistemas en términos de 

diversidad de especies. De esta manera se facilita la estimación del impacto del cambio 
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climático y las actividades humanas en la reducción de especies y diversidad genética. 

También permite identificar especies no reportadas con anterioridad en una región geográfica 

y/o describir especies cripticas (Bucklin et al., 2016). Otras ventajas en el campo de la 

parasitología de las técnicas de secuenciación profunda o metabarcoding son la capacidad de 

identificar especies a partir de individuos en cualquier estadío del ciclo de vida (huevecillos, 

larvas, adultos, etc.) y el reconocimiento de especies crípticas, es decir, especies 

morfológicamente indistinguibles, pero genéticamente distintas (Aivelo & Medlar, 2018). 

A pesar de sus múltiples ventajas el metabarcoding enfrenta desafíos, como el sesgo de 

los primers en la reacción en cadena de la polimerasa (PCR) y la necesidad de bases de datos 

de referencia integrales (Elbrecht & Leese, 2015; Taberlet et al., 2012). Si bien existe una 

correlación positiva entre la biomasa y la abundancia de lecturas de secuencias, la eficiencia 

de los primers varía significativamente entre especies, lo que limita las evaluaciones 

cuantitativas a través de este método (Elbrecht & Leese, 2015). En cuanto a las bases de datos 

integrales, las mismas se refieren a una base de datos que sea extensa, completa y bien curada 

apropiadamente. Se espera que contenga una amplia y diversa colección de secuencias de 

referencia, metadatos y anotaciones. Además, es importante que tenga secuencias de alta 

calidad y que estas secuencias se ajusten a la región del ADN en estudio para minimizar 

errores en la identificación (Keck et al., 2023). 

Los avances futuros podrían eliminar el paso de amplificación por PCR y mejorar las 

bibliotecas de referencia, aumentando el potencial del metabarcoding en la investigación de 

la biodiversidad (Taberlet et al., 2012). A pesar de estas limitaciones, el metabarcoding sigue 

siendo una herramienta poderosa para el análisis a gran escala de la biodiversidad (Bucklin 

et al., 2016; Sudermann et al., 2024). A través de esta metodología se ha conseguido describir 

comunidades de nemátodos en diferentes hospederos, destaca por ejemplo el caso de los 

primates no humano; en los cuales se han descrito nemátodos típicos del intestino de 

vertebrados como oxiuros (Oxyurida; Trypanoxyuris), tricocéfalos (Enoplea; Trichuris sp.) 

(Mann et al., 2020) y geohelmintos como Necator spp. y Oesophagostomum spp. (Sirima et 

al., 2021). También se suelen detectar muchas especies de nematodos que no son residentes 

intestinales y que probablemente fueron ingeridas o corresponden a taxones ambientales 

adquiridos tras la deposición de las heces. Es importante entonces considerar en los análisis 

de metabarcoding de muestras de heces colectadas en el ambiente que la señal eucariótica 
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intestinal no puede separarse de manera confiable de la contaminación dietética o ambiental 

a nivel comunitario, por lo que los análisis posteriores a la asignación taxonómica se deben 

enfocar en especies conocidas de nemátodos intestinales (Mann et al., 2020). 

Una de las recientes aplicaciones del metabarcoding ha sido la descripción de grupos 

de nemátodos gastrointestinales infectantes en mamíferos, a lo que se le ha denominado 

“nemabioma” (Avramenko et al., 2015). Hasta la fecha algunos de los mamíferos en los 

cuales se ha efectuado el estudio del nemabioma son: ovejas domésticas (Ovis spp.) 

(Avramenko et al., 2017)(E. Redman et al., 2019), Canguros rojos (Macropus rufus)(Lott et 

al., 2015), bisontes (Bison spp.) (Avramenko et al., 2018) y renos (Rangifer tarandus) (Davey 

et al., 2021).  

La descripción del nemabioma es un tipo de análisis reciente, y ha sido aplicado 

mayoritariamente en ungulados, y otros herbívoros. A nivel mundial existen diversos 

estudios que describen la composición de nématodos gastrointestinales de cánidos a través 

de métodos tradicionales. Sin embargo, a la fecha no se encontraron registros de aplicación 

de secuenciación profunda de amplicones para el estudio de los nemátodos intestinales de 

cánidos. En este estudio se pretende describir la composición de nemátodos gastrointestinales 

(nemabioma) de los cánidos C. latrans y C. familiaris de Costa Rica, haciendo uso de la 

metodología de secuenciación profunda de amplicones.  
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 2. JUSTIFICACIÓN 

Se estima que el perro doméstico puede albergar al menos 51 especies de nemátodos 

parasíticos, de los cuales aproximadamente un 66% provienen de animales silvestres como 

coyotes, zorros, ratas, ungulados o mapaches (Weinstein & Lafferty, 2015). Este intercambio 

de parásitos con la vida silvestre ha sido potenciado por el ser humano, el cual ha 

transformado de manera drástica la mayor parte de los ecosistemas, introduciéndose cada vez 

más en los bosques y llevando consigo animales domésticos como los perros. Como resultado 

de estos cambios, muchas especies silvestres, principalmente grandes depredadores, han sido 

eliminadas de sus áreas de distribución original. Sin embargo, la distribución de especies 

oportunistas como el coyote se ha ampliado con la desaparición o disminución de las 

poblaciones de grandes depredadores como el jaguar (P. onca) y el puma (P. concolor) 

(Ramírez & León, 2015). Es por esto que cobra importancia evaluar cualitativa y 

cuantitativamente las comunidades de parásitos circulantes en los coyotes, con el fin de 

dilucidar el riesgo de transmisión de nemátodos a cánidos domésticos. Lo anterior permitiría 

además estimar la distribución diferenciada de especies y genotipos dentro de los hospederos 

caninos y en sus respectivos rangos geográficos, tal como se ha descrito para otros nemátodos 

de perros, por ejemplo S. lupi (Rojas, Dvir, et al., 2018) y el agente zoonótico Onchocerca 

lupi (Rojas et al., 2021). Cabe destacar, que una clara caracterización de los agentes 

parasíticos de estas especies parásitas caninas y su distribución permitirá estimar de manera 

indirecta el riesgo de infección por agentes zoonóticos a seres humanos. 

En Costa Rica se conoce muy poco acerca de las infecciones parasitarias que afectan a 

animales silvestres como el coyote, y los estudios desarrollados a la fecha (Niehaus et al., 

2012) han abordado el tema a través de metodologías tradicionales de parasitología. El 

abordaje de este tema a través de técnicas de secuenciación de nueva generación permitirá 

un grado mayor de especificidad y sensibilidad en la detección de las especies de nemátodos 

que afectan a los cánidos costarricenses, así como la obtención de datos de diversidad 

genética parasitaria. 

Este proyecto atiende las necesidades nacionales e internacionales de conservación de 

vida silvestre y las políticas de “Una Salud” planteadas por la Organización Mundial de la 

Salud, con el fin de garantizar la salud óptima de todos sus componentes y prevenir brotes 

infecciosos por agentes zoonóticos emergentes y reemergentes (Regional Office for Europe, 
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2022). A través de una colaboración transdisciplinaria y multisectorial del estudio de los 

parásitos que afectan la vida humana, animales domésticos y silvestres, se analizará el 

impacto de la interconexión entre personas, animales y sus ambientes compartidos. 
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 3. HIPOTÉSIS DE TRABAJO 

Existe una alta diversidad de especies y genotipos de nemátodos gastrointestinales en los 

coyotes y perros que habitan Costa Rica. 

 

4. OBJETIVOS 

4.1 OBJETIVO GENERAL: 

Caracterizar las comunidades de nemátodos gastrointestinales en perros (Canis familiaris) 

y coyotes (Canis latrans) del Área de Conservación Central y Guanacaste, Costa Rica.  

4.2 OBJETIVOS ESPECÍFICOS: 

1. Determinar las especies de nemátodos gastrointestinales presentes en perros y 

coyotes del área de conservación central y Guanacaste de Costa Rica, 

respectivamente. 

 

2. Estimar la frecuencia de los nemátodos gastrointestinales en los coyotes y perros 

de las Áreas de Conservación Guanacaste y Central de Costa Rica.  

 

3. Evaluarla relación de variables demográficas y biológicas con la frecuencia de 

nemátodos gastrointestinales en coyotes y perros 

 

 

4. Analizar la variabilidad genética y los genotipos de cada especie de nemátodo 

gastrointestinal encontrado. 

 

5. Comparar la diversidad ecológica de nemátodos gastrointestinales de acuerdo con 

sitio de muestreo y especie de cánido hospedero 
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5. METODOLOGÍA 

 

5.1 Área de estudio 

El Área de Conservación Central (ACC) se ubica en la parte central del país y abarca 

la totalidad de la Reserva de Biosfera Cordillera Volcánica Central (declarada en 1988) y 

parcialmente las Reservas de Biosfera La Amistad (1982), Agua y Paz (2007) y Savegre 

(2017).  Es una cadena montañosa en la que sobresalen siete macizos volcánicos, siendo el 

de mayor altura el Volcán Irazú con 3432 metros sobre el nivel del mar (Sistema nacional de 

áreas de conservación de Costa Rica(SINAC), 2025). Las variaciones en topografía, 

precipitación y temperatura hacen de esta área una región de gran diversidad biológica, con 

tipos de vegetación que varían desde el bosque húmedo tropical, pasando por el bosque 

pluvial montano bajo; hasta el pluvial subalpino o páramo de vegetación de baja estatura en 

el Volcán Irazú. Cabe destacar que las áreas protegidas dentro de la ACC son las áreas 

naturales más cercanas y accesibles al Valle Central, y con ello a la mayoría de la población 

del país (Magalli Castro-Álvarez, 2019). En este estudio se visitaron los siguientes parques 

nacionales de la ACC: 

• Parque Nacional Volcán Irazú-Sector Cráteres 

• Parque Nacional Volcán Irazú-Sector Prusia 

• Parque Nacional Tapantí Macizo de la Muerte-Sector La Esperanza 

• Parque Nacional Volcán Turrialba 

El Área de Conservación Guanacaste (ACG) se ubica al noroeste de Costa Rica en la 

provincia de Guanacaste entre el mar Pacífico y la Cordillera de Guanacaste. El ACG 

comprende varias áreas silvestres protegidas con una extensión de 163,000 ha., las cuales 

incluyen el Parque Nacional Santa Rosa, Parque Nacional Guanacaste, Parque Nacional 

Rincón de la Vieja, Refugio Nacional de Vida Silvestre Junquillal y la Estación Experimental 

Forestal Horizontes (United Nations Educational, 2025).  

El ACG contiene cuatro diferentes ecosistemas: marino/costero bosque seco, bosque 

tropical, bosque nuboso y bosque lluvioso (Sistema Nacional de Área de Conservación 

(SINAC), 2016) . Destacan los bosques secos, pues en la ACG son la mayor y única muestra 
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de este tipo de bosque que se encuentra desde México hasta Panamá (United Nations 

Educational, 2025). El clima es cálido con dos estaciones, un periodo seco que va de 

diciembre a abril y un periodo lluvioso ubicado entre mayo a noviembre. Presenta una gran 

biodiversidad encontrándose aproximadamente 335.000 especies de organismos terrestres, 

lo que equivaldría a un 2.6 % de la biodiversidad mundial (United Nations Educational, 

2025)Alrededor de 500 especies de aves, 40 especies de murciélago y cuatro de las seis 

especies de felinos que se encuentran en Costa Rica. Adicionalmente, abarca una 

biodiversidad extraordinaria de invertebrados, con 20 000 especies de escarabajos, 13 000 

especies de hormigas, abejas y avispas y 8000 especies de mariposas (Janzen & Hallwachs, 

2019) . En esta investigación se visitaron para la colecta de muestras de coyotes el Parque 

Nacional Santa Rosa y Parque Nacional Guanacaste. 

 

5.2Recolección de muestras 

La recolección de muestras fecales de coyotes se realizó de marzo a diciembre del 

año 2021, en diferentes parques nacionales del ACG y el ACC de Costa Rica. La recolección 

de muestras contó con la colaboración del Instituto de Conservación y Manejo de Vida 

Silvestre (ICOMVIS) y los guardaparques de las áreas silvestres protegidas. Los sitios de 

muestreo se listan en el Cuadro 1: 

Cuadro 1. Parques nacionales visitados para la recolección de muestras de coyotes 

Área Silvestre Coordenadas Área de 

Conservación 

Parque Nacional Volcán Irazú-Sector 

Cráteres 

9.97691, -83.84959 ACC 

Parque Nacional Volcán Irazú-Sector 

Prusia 

9.95376, -83.88082 ACC 

Parque Nacional Tapantí Macizo de la 

Muerte-Sector La Esperanza 

9.68535, -83.87586 ACC 

Parque Nacional Volcán Turrialba 10.01689, -83.76329 ACC 

Parque Nacional Santa Rosa-Sector Santa 

Rosa 

10.83816, -85.70458 ACG 

Parque Nacional Guanacaste 10.96572, -85.47422 ACG 
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Figura 1. Mapa de sitios visitados para el muestreo de heces de coyote. Se observa en 

amarillo el Área de Conservación Guanacaste (ACG) y en verde el Área de Conservación 

Central (ACC). Los puntos rojos indican cada uno de los parques nacionales visitados, con 

su respectivo nombre. 

Cada una de las áreas silvestres protegidas fue visitada al menos una vez durante el 

período de estudio. La identificación y selección de los senderos para la recolección de heces 

se basó en registros previos de presencia de coyotes, por ejemplo, avistamientos, 

documentación con cámaras trampa y huellas. Debido a que en los sitios de muestreo 

coexisten otros depredadores como zorros grises (U. cinereoargenteus) y ocelotes 

(Leopardus pardalis), e incluso perros en algunas ocasiones, la inclusión de cada muestra se 

basó en criterios morfológicos previamente descritos en la literatura para la identificación de 

heces de coyote, tales como: forma cónica, diámetro entre 2 y 3 cm, longitud entre 8 y 10 
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cm, y restos de pelo, plumas o fragmentos óseos (Lukasik & Alexander, n.d.; Niehaus et al., 

2012). Las heces altamente resecas o con escaso material fecal fueron consideradas no aptas 

para el análisis genético y fueron descartadas. Las muestras aptas para el análisis se 

recolectaron en recipientes estériles, y se rotularon con la fecha y sitio de recolección. 

Posteriormente, las muestras fueron transportadas al laboratorio en un periodo de menos de 

24 horas y congeladas a -20 °C hasta su procesamiento. 

 

La recolección de muestras de perros domésticos fue realizada con el apoyo por parte 

del grupo de trabajo del Laboratorio de Parasitología de la Escuela de Medicina Veterinaria 

de la Universidad Nacional (UNA). En las comunidades visitadas se identificaron perros con 

hábitos forrajeros, es decir, que deambularan libremente pero que tuvieran vínculo con una 

persona. A los propietarios de los respectivos perros se les solicitó el consentimiento para 

realizar una toma de muestra sanguínea (obtenida por los médicos veterinarios de la UNA) y 

se les recolectó información básica como el sexo y edad aproximada del perro. Para las 

muestras de heces, se les entregó a los dueños el frasco estéril para que los propietarios 

pudrieran recolectar una muestra recién defecada en un plazo de 24 horas. En los casos en 

que no fue posible recolectar una muestra reciente,  se les pidió indicar la ubicación de heces 

frescas con menos de 24 horas de dicho perro para colectar. Las comunidades visitadas se 

listan en el cuadro 2. 

 

Cuadro 2. Comunidades visitadas para la recolección de muestras de perros 

Área Silvestre Coordenadas Área de 

Conservación 

Bagatzi 10.40242, -85.31308 ACG 

Quebrada Grande 10.430889, -84.94486 ACG 

Cuajiniquil 10.94319, -85.68531 ACG 

Finca Rosa María 10.7943, -85.5556 ACG 

Colonia Bolaños 10.97637, -85.63693 ACG 

Guarumos de Turrialba 10.0046, -83.77724 ACC 

San Rafael de Irazú 9.95655, -83.7952 ACC 

Mata de Plátano 9.95178, -84.02123 ACC* 
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* A pesar de que administrativamente la comunidad de Mata de Plátano pertenece al ACC, 

para efectos de este estudio será considerada como un sitio de muestreo independiente. Esto 

debido a que los perros muestreados en este sitio tenían hábitos domiciliares, permaneciendo 

dentro de las viviendas en comparación a las otras comunidades. No obstante, en esta 

comunidad también se han observado coyotes, por lo cual se recolectaron del ambiente 

muestras que cumplían con las características descritas en anterioridad para la identificación 

morfológica de heces de coyote. 

5.2 Análisis microscópico de las muestras 

Antes del procesamiento, las muestras de heces fueron retiradas del congelador y se 

procedió inmediatamente a raspar en distintas zonas de cada muestra. Se utilizó un bisturí 

para desprender fragmentos de la muestra hasta alcanzar 0.250 g, lo cuales que fueron 

colocados en tubos de 2 ml para posteriormente realizar la extracción de ADN. El resto de la 

muestra fue descongelada, y con una paleta de madera se tomó aproximadamente la mitad 

del contenido, el cual fue homogeneizado en 30 ml de Tampón de Fosfatos Salino (PBS), por 

sus siglas en inglés) estéril. Seguidamente se procedió a filtrar la muestra utilizando una gaza, 

para así obtener la materia fecal en solución, separada de los restos óseos y de pelaje.  

A partir de esta solución de la materia fecal se realizó sedimentación por 

centrifugación. La suspensión de heces se centrifugó durante 5 minutos a 3000 rpm, se 

descartó el sobrenadante y se tomaron unas gotas del sedimento con un palillo de madera que 

se mezclaron con una gota solución salina en un portaobjetos y Lugol. Finalmente, se 

colocaron un cubreobjetos a ambas gotas y se observaron al microscopio bajo los objetivos 

de 10X y 40X (Castro & Guerrero, 2010).  

 

5.3 Conservación y extracción de ADN de las muestras 

Como se describió anteriormente, aproximadamente 0.250 g de cada muestra de heces 

fueron colocados en un tubo de 2 ml y congelados a -20 °C. A partir de este material se 

realizó la extracción de ADN total con el kit “QIAamp DNA Stool mini” ® (Qiagen GmbH, 

Hilden, Germany) modificado:  

Inicialmente, se agregó 1 ml del reactivo Inhibex al tubo que contenía la muestra, y se 

mezcló en vortex. Se incubó durante 15 minutos a 95°C, y enseguida se mezcló en vórtex. 
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Luego, se incorporaron cinco perlas de vidrio estériles a cada tubo y se sometieron a agitación 

continua en vórtex durante 10 minutos ininterrumpidos, con el objetivo de facilitar la ruptura 

mecánica de los huevecillos de helmintos, como se recomienda en Waeyenberge et al. 

(2019)(Waeyenberge et al., 2019). Posteriormente se centrifugaron los tubos a máxima 

velocidad (15,000 rpm aproximadamente) durante 1 minuto. Se tomaron 200 µl del 

sobrenadante del paso anterior y se mezclaron con 200 µl de Buffer AL, y 15 µl de proteinasa 

K, incubando esta a 70 °C durante 10 minutos. Al finalizar la incubación, se agregó 200 µl 

de etanol absoluto, se mezclaron y el contenido total fue colocado en la columna provista por 

el kit. Se centrifugó a 15000 rpm por un minuto y el eluído fue descartado. Se realizaron dos 

pasos de lavado, para el primero se agregaron 500 µl de Buffer AW1 a la columna, y se 

centrifugó por un minuto, luego se descartó el eluído. El segundo lavado se realizó agregando 

500 µl de Buffer AW2 a la columna centrifugando por un minuto y descartando el eluído. 

Finalmente, para la elución del ADN, se agregaron 100 µl de Buffer AE a la columna, se 

incubó por dos minutos y se centrifugó. Este paso fue repetido una vez más, para obtener un 

eluído total de 200 µl de solución que contenía el ADN extraído. Posteriormente, se 

cuantificó la cantidad de ADN y se evaluaron los índices de pureza a través del equipo 

Nanodrop. Las muestras fueron almacenas a -20 °C hasta la continuación de los análisis. 

 

5.4 Confirmación de la identidad de la muestra 

Para confirmar que las muestras recolectadas de las áreas de conservación 

efectivamente eran muestras provenientes de coyotes se realizó un procedimiento combinado 

qué incluyó dos técnicas, un análisis de fragmentos de restricción de longitud polimórfica 

(RFLP por sus siglas en inglés) y posteriormente una secuenciación de un fragmento del gen 

12S del ARN ribosomal. 

Para ejecutar la técnica de RFLP se amplificó una región del gen citocromo B (cytb) 

de 234 pares de bases (pb) mediante una PCR, siguiendo el protocolo descrito por (Bidlack 

et al., 2007).Se utilizaron 2 µl de ADN diluido a una razón de 1:50, en una reacción total de 

20 µl. La reacción total se compuso además de 10 µl de DreamTaq HotStart PCR Master 

Mix (Thermo Fisher, Massachussets, E.U.A), 6 µl de agua libre de nucleasas, 1 µl del primer 

CanidL1 y 1 µl del primer HCarn200, para una concentración final de 0.5 µM de cada primer. 

Dichos primers amplifican fragmentos del cytb de un grupo de carnívoros norteamericanos 
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entre los que se encuentran coyotes, zorras grises y pumas. El programa de PCR consistió en 

un ciclo de 94 °C durante 2 min, seguido de 40 ciclos de 94 °C durante 1 min, 54 °C por 1 

min y 72 °C por 2 min. Todas las reacciones de PCR incluyeron al menos un control negativo 

para monitorear la contaminación. Y un control de muestras conocida de coyote y perro 

respectivamente. 

Para verificar la correcta amplificación del ADN se realizaron electroforesis en geles 

de agarosa al 1%, agregando el fluoróforo GelRed (Biotium, San Francisco, E.U.A) en una 

razón de 1 µl por cada 10 ml de solución de agarosa. La corrida se efectuó a 90 V durante 30 

minutos. Además, se utilizó un marcador de peso molecular GeneRuler 1 kb Plus DNA 

Ladder (Thermo Fisher, Massachussets, E.U.A) en cada corrida.  

Se consideraron amplificaciones exitosas aquellas en la que el control negativo se 

encontrase sin amplificación, y las bandas correspondientes a los amplicones presentaran el 

tamaño esperado (234 pb). Seguidamente se realizó la digestión de los productos 

amplificados, tomando 9 µl del amplificado y agregando 0.5 µl del Buffer R (Thermo Fisher, 

Massachussets, E.U.A) y 0.5 µl de la enzima Tru1I (Thermo Fisher, Massachussets, E.U.A) 

a una concentración de 10 U/µl. Dicha reacción se colocó en el termociclador para ser 

incubada a 65 °C durante 8 horas. Posteriormente se realizó una electroforesis de los 

productos digeridos en geles al 2% de agarosa, agregando el fluoróforo GelRed (Biotium, 

San Francisco, E.U.A) en una razón de 1 µl por cada 10 ml de solución de agarosa. La corrida 

en este caso se llevó a cabo a 100 V durante 1 hora. Además de los productos digeridos, se 

colocó en el gel un marcador de peso molecular GeneRuler 1 kb Plus DNA Ladder (Thermo 

Fisher, Massachussets, E.U.A) en cada corrida. 

 Dado que en el artículo de Bidlack et al., 2007 se emplea una enzima distinta a Tru1I, 

y considerando que el ensayo fue desarrollado para carnívoros norteamericanos, se realizó el 

ensayo in silico a través de la herramienta en línea Benchling, utilizando secuencias de 

carnívoros que podrían encontrarse en los sitios de muestreo y que potencialmente podrían 

confundirse sus excretas con las de coyotes. Para este proceso se utilizaron las secuencias del 

genoma mitocondrial, o en su defecto secuencias que contuvieran el gen cytb, obtenidas en 

GenBank la base de datos del Centro de Información en Biotecnología de los Estados Unidos 

(NCBI por sus siglas en inglés). Luego, se modeló en el programa la unión de los primers a 

dichas secuencias y posteriormente se procedió a realizar la digestión virtual de los productos 
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amplificados usando la enzima Tru1I. En este ensayo se utilizaron las siguientes secuencias: 

C. latrans (accesión: NC_008093.1 ), U. cinereoargenteus (accesión: NC_026723.1), C. 

familiaris (NC_002008.4), L. pardalis (NC_028315.1), P. concolor (NC_016470.1), P. onca 

(NC_022842.1). Como se observa en la figura 2 una vez modelado el ensayo se obtuvieron 

los siguientes patrones de bandas: para el caso de C. latrans la enzima realiza un corte de 15 

pb, resultando además un fragmento de 219pb. En U. cinereoargenteus ocurre de igual 

manera a C. latrans, la secuencia de C. familiaris es cortada en un fragmento de 177pb uno 

de 42 pb, y uno de 15 pb. El producto digerido del amplicón de ocelote (L. pardalis) tiene 

una banda de 192 pb, una de 33 pb y una de 9 pb; el puma (P. concolor) resulta en un patrón 

igual al de C. familiaris (177 pb, 42 pb, y 15 pb); y por último para los jaguares (P. onca) se 

obtiene un patrón con una banda de 122 pb y otra de 112 pb. 

 

 Figura 2. Digestión virtual de la secuencia del gen de cytb con la enzima Tru1I de 

distintos carnívoros presentes en Costa Rica. De izquierda a derecha: Escalera, 1. C. 

latrans 2. U. cinereoargenteus 3. C. familiaris. 4. L. pardalis 5. P. concolor 6. P. onca 
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Es de notar que para coyotes y zorras grises se obtiene un mismo resultado con el 

ensayo RFLP, por lo que la identificación morfológica a la hora de la colecta es de vital 

importancia. De esta manera, al tomar en cuenta los parámetros de tamaño y características 

de las heces de coyotes se evita incluir en el estudio las heces de animales más pequeños 

como lo son las zorras grises y que por ende tendrán un tamaño de heces con un diámetro y 

longitud menor. Además, se realizó la secuenciación masiva del gen del 12S del ARN 

ribosomal de vertebrados, con el objeto de confirmar la identificación de especie. Mediante 

el uso de un análisis de metabarcoding del gen 12S se puede identificar no solo la dieta del 

carnívoro sino también se confirma la especie hospedera al obtener una mayoría de 

secuencias de este (Roffler et al., 2021). De esta manera se logra identificar muestras 

provenientes de U. cinereoargenteus y otros carnívoros como los antes mencionados (pumas, 

jaguares, ocelotes, entre otros). Sin embargo, este ensayo tiene la limitante de que no puede 

discernir entre las diferentes especies del género Canis, por lo cual no se puede prescindir 

del estudio mediante RFLP para la identificación de la especie hospedera o se correría el 

riesgo de identificar muestras provenientes de perros como coyotes, y viceversa. 

Para el estudio del gen del 12S se utilizaron los primers y protocolos descritos en 

(Roffler et al., 2021) y (Massey et al., 2021).Se realizó una PCR para amplificar un fragmento 

de aproximadamente 100 pb del gen del ARN 12S del ribosoma. Cada muestra fue 

amplificada por triplicado, y cada réplica recibió un índice único constituido por 8 pb 

incluidas en el primer forward y reverse. Se incluyeron además tres controles negativos por 

cada placa de 96 pocillos. El PCR se realizó en reacciones de 20 µl que consistieron en 10 µl 

de Amplitaq Gold 360 Master Mix (Thermo Fisher, Massachussets, E.U.A), 2.5 µl de cada 

primer (concentración final de 0.25 µmol/L), 4 µl de agua libre de nucleasas y 2 µl de los 

respectivos extractos de ADN y controles negativos de PCR, según correspondiese. El perfil 

térmico utilizado consistió en una desnaturalización inicial a 95°C durante 3 min, seguido de 

35 ciclos de 98°C durante 20 s, 58 °C durante 15 s, 72 °C durante 30 s y una última extensión 

a 72°C por 1 min. Terminado el PCR se cuantificó la concentración de ADN de los productos 

amplificados de cada pocillo usando un ensayo fluorescente con un lector de microplacas con 

AccuBlue dsDNA Kit de cuantificación (Biotium, Hayward, California, E.U.A), a 

continuación, se normalizó cada muestra de manera que todos los pocillos tuviesen la misma 

concentración de ADN que el promedio. Después de la normalización, 3 µl de cada muestra 



30 

 

 

 

por placa de 96 pocillos se combinó en un tubo Eppendorf de 0.65 ml. Seguidamente se 

utilizó el kit NEBNext Ultra IIKit de preparación de bibliotecas (New England BioLabs, 

Ipswich, Massachusetts, E.U. A) para adecuar las mezclas (llamadas usualmente pooles) de 

productos de PCR en una sola biblioteca de secuenciación Illumina. En este paso se agregó 

a cada biblioteca un índice único de 6 pb.  

Seguidamente las bibliotecas fueron mezcladas en un solo tubo, el cual fue purificado 

utilizando inmovilización reversible en fase sólida (SPRI por sus siglas en inglés) utilizando 

perlas paramagnéticas (Aline Biosciences, Woburn, Massachusetts, EE. UU.). Luego el 

producto fue cuantificado mediante un fluorómetro Qubit 2.0 (Life Technologies, 

Carlsbad,nCalifornia, EE. UU.), y normalizado antes de ser enviado para secuenciación tipo 

“pair-end”, de 150 pb en un Illumina Next Seq 2000 en el Centro para la Investigación 

Genómica y Biocomputación, de la Universidad Estatal de Oregón (OSU por sus siglas en 

inglés). En este centro se verificó el tamaño de la biblioteca final a través de electroforesis 

capilar “High Sensitivity D5000 DNA ScreenTape assay” en el equipo Agilent Tapestation 

4200 (Agilent Technologies, Santa Clara, California, USA) y luego, se mezclaron las 

bibliotecas por corrida junto con el control interno PhiX (25% spike in) y se corrieron en el 

secuenciador utilizando un kit P1 (300 ciclos, 100 millones de reads, Illumina) según 

indicaciones del fabricante. 

Una vez obtenidas las secuencias sin procesar se analizaron utilizando PEAR (Paired-

End reAd merger, por sus siglas en inglés) (Zhang et al., 2014), una herramienta 

bioinformática diseñada para emparejar lecturas forward y reverse, recortar y 

“demultiplexar”, es decir, identificar cada réplica de PCR en función de su correspondiente 

índice de 8 pb. Las secuencias de cada muestra que tuviesen 100% de similitud se agruparon 

y se asignaron taxonómicamente a la especie correspondiente usando la herramienta BLAST 

para comparar contra secuencias del 12S de vertebrados en la base de datos GenBank, esto 

mediante la herramienta bioinformática LocaTT(Goodwin & Levi, 2024). De manera similar 

a los pasos utilizados por (De Barba et al., 2014) se llevó a cabo una serie de medidas de 

filtrado y control de calidad en las secuencias asignadas taxonómicamente. Para este ensayo 

no se tomaron en cuenta los taxones correspondientes a la dieta del cánido en estudio, sino 

únicamente las secuencias que se identificaron como C. latrans o en su defecto del carnívoro 
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correspondiente a la muestra. Además, las secuencias detectadas en menos de 1% del total 

de secuencias por muestra fueron considerados contaminación. 

 

5.5 Identificación de individuos de Canis latrans: Genotipeo mediante SNPs 

Las muestras recolectadas en las áreas de conservación y confirmadas como 

provenientes de C. latrans mediante el método descrito en la sección 5.4 fueron incluidas en 

el estudio, mientras que aquellas provenientes de otros carnívoros fueron excluidas. A las 

muestras de C. latrans se les realizó los análisis de su composición de nemátodos 

gastrointestinales.  

Asumir que cada muestra corresponde a un individuo implica un sesgo de 

sobremuestreo. Esto debido a que al ser muestras recolectadas del ambiente podría suceder 

que un mismo coyote haya defecado en el área más de una vez, incluso en diferentes días, 

por lo que al momento de la recolecta se estarían incluyendo varias muestras de un mismo 

individuo. Para disminuir los efectos de este sesgo, las muestras confirmadas como C. latrans 

fueron sometidas a un análisis de genotipeo por secuenciación (GBS por sus siglas en inglés) 

el cual utiliza múltiples polimorfismos de un solo nucleótido (SNP por sus siglas en inglés) 

secuenciados en una plataforma de secuenciación de nueva generación.  

El protocolo seguido fue el descrito por Eriksson et al., 2020; y comenzó con una 

reacción de PCR que tuvo como objetivo amplificar 48 regiones de 120 pb en las cuales se 

ha identificado un SNP, y un par de primers adicionales que flanquean una región del gen 

SRY que permite determinar el sexo del individuo en estudio. Para la ejecución de la reacción 

primeramente se colocaron 2 μl (concentración final de 0.2-0.3 μM) de cada par de primers 

específico para flanquear los distintos locus donde existan los SNPs. Se agregaron también 

10 μL de Amplitaq Gold Master Mix (Applied Biosystems, Foster City, California, E.U.A), 

7 μL de agua y 1 μL de ADN de cada muestra respectivamente, para un volumen total de 20 

µl. Las condiciones de termociclado de la PCR utilizadas fueron: Una desnaturalización 

inicial de 10 min a 95°C, luego 45 ciclos de 95 °C por 30 s, 56 °C por 30 s y 72 °C por 30 s, 

seguido de una extensión final de 7 min a 72 °C. Se realizaron triplicados de cada reacción 

de PCR y se incluyeron tres controles negativos de PCR por cada placa de 96 pozos. Además, 

se procesó también un control de extracción, es decir un tubo al que se le realizó todo el 

proceso de extracción, pero en vez de utilizar una muestra se colocó agua libre de nucleasas, 
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esto con el fin de evaluar la posible contaminación cruzada entre muestras durante el proceso 

de extracción de ADN. Los productos de PCR se limpiaron con perlas paramagnéticas 

utilizando PCRClean DX (Aline Biosciences, Woburn, Massachusetts, E.U.A) en un 

volumen de reacción de 1.8x, con el objetivo de eliminar cualquier secuencia de menos de 

120 pb (dímeros de primers, deoxinucleótidos fosfato- dNTP no incorporados). Los 

productos de PCR limpios se eluyeron en 40 μL de agua libre de nucleasas, causando una 

dilución doble pues el volumen de la reacción de PCR fue de 20 µl. 

A partir de los productos purificados se ejecutó una segunda PCR, en la cual se 

utilizaron 11 μL de los productos purificados de la primera PCR como molde para las nuevas 

reacciones. Esta segunda PCR tuvo un volumen total de 27.5 μL con 2 μL (concentración 

final de 0.7 μM) de cada uno de los primers que forman una combinación única de los índices 

P7 y P5, lo que permite identificar cada reacción, y finalmente se agregaron 12.5 μL de 

polimerasa de ADN Q5 (New England BioLabs, Ipswich,Massachusetts, E.U.A). El perfil 

térmico utilizado en este caso fue de 98°C durante 30s, 8 ciclos de 98 °C durante 10 s, 55 °C 

durante 30 s, 65 °C durante 30 s, y una extensión final de 5 min a 65°C. 

Para garantizar una profundidad de secuenciación uniforme en todas las muestras, se 

cuantificó la concentración de ADN utilizando un lector de microplacas de fluorescencia con 

el kit de cuantificación AccuBlue dsDNA (Biotium, Hayward, California, E.U.A) y se 

normalizó cada muestra en consecuencia. Después de la normalización, 3 μL de cada muestra 

por placa de 96 pocillos se agrupó en un único tubo Eppendorf de 0.65 ml. Luego se realizó 

una segunda ronda de limpieza con perlas paramagnéticas. Posterior a la limpieza se 

cuantificó cada tubo usando un fluorómetro Qubit 2.0 (Life Technologies, Carlsbad, 

California, E.U.A), se normalizó entre cada tubo y se agruparon los tubos en una sola 

biblioteca final, la cual fue enviada para secuenciación tipo “pair-end” de 150 pb en un 

Illumina NextSeq 2000, en el Centro para la Investigación Genómica y Biocomputación de 

OSU. En este centro se verificó el tamaño de la biblioteca final a través de electroforesis 

capilar “High Sensitivity D5000 DNA ScreenTape assay” en el equipo Agilent Tapestation 

4200 (Agilent Technologies, Santa Clara, California, E.U,.A) y luego, se mezclaron las 

bibliotecas por corrida junto con el control interno PhiX (25% spike in) y se procesaron en el 

secuenciador utilizando un kit P1 (300 ciclos, 100 millones de reads, Illumina) según 

indicaciones del fabricante. 
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Una vez obtenidas las secuencias se procedió a realizar el análisis bioinformático de 

las mismas, el cual comenzó asignado las lecturas de secuenciación sin procesar o “raw 

reads” a las muestras individuales correspondientes en función de su combinación de índices 

únicos (P5 y P7), lo que se llevó a cabo utilizando en el software Illumina (bcl2fastq). 

Seguidamente se utilizó un script con las indicaciones para que a través de la línea de 

comandos de Linux se lograse asignar un locus a cada secuencia en función de la secuencia 

del primer forward, y luego se hizo coincidir cada secuencia con una sonda in-silico 

específica dirigida a una región que rodea inmediatamente al SNP (6 pb en ambas 

direcciones). Solo las secuencias que incluyeron tanto el primer forward como la sonda in-

silico fueron tomadas en cuenta para producir los genotipos. Aquellas muestras en las que se 

perdiese más del 80% de los loci en este paso fueron descartadas. Luego de aplicado este 

filtro, se contó el número de secuencias que contenían cualquiera de los alelos, y se obtuvo 

la proporción del alelo 1 frente al alelo 2, para cada locus, y con la proporción obtenida para 

los 48 locus se construyeron los genotipos, esto mediante el software 

GTseq_Genotyper_v3.pl. En breve, los parámetros que utiliza este software son: una 

proporción mayor a 10 se denomina homocigoto para el alelo 1, mientras que una proporción 

menor a 0.1 sería homocigoto para el alelo 2 y una proporción menor a 2 y mayor a 0.1 se 

denomina heterocigota. 

Previo a generar la identificación de individuos se aplicaron ciertos filtros de calidad 

a los diferentes SNPs, primero se eliminaron aquellos SNPs que tuviesen un nivel de fallo en 

las muestras mayor que un umbral establecido por 2 desviaciones estándar por encima del 

promedio de fallo de todos los SNPs y también se eliminaron SNPs monomórficos (SNPs en 

los cuales se presentó el mismo genotipo en todos los coyotes). Con los SNPs que cumplieron 

los criterios anteriores se construyeron genotipos consenso para cada muestra en base a los 

tres replicados. Para ello se establece que un genotipo es heterocigoto si estuvo presente en 

al menos dos de las tres repeticiones, y en las tres repeticiones para un genotipo homocigoto. 

Se conservaron aquellas muestras donde hubiese al menos 30 loci que produjeran un genotipo 

consenso entre los tres replicados. Finalmente se utilizó el paquete de R “allelematch” para 

identificar individuos únicos a partir de los genotipos obtenidos (Eriksson et al., 2020). 
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5.6 Preparación de bibliotecas y secuenciación del gen cox1 

Para describir la composición parasitaria se utilizó el gen del cox1 como marcador 

genético. Para ello se realizó la amplificación mediante una PCR usando los primers JB3 

(primer forward) (Bowles et al., 1992) y JB5 (primer reverse) (Derycke et al., 2010). Estos 

primers fueron modificados a partir de un par de primers originalmente descritos para la 

identificación de Echinococcus spp. (Bowles et al., 1992), pero que a lo largo de los años han 

sido ampliamente usados para la identificación de nématodos. Usar cox1 como marcador 

genético ofrece la ventaja de ser un marcador que posee la suficiente variación genética para 

la identificación a nivel de especie. Además, existe una gran cantidad de secuencias 

disponibles en la base de datos de GenBank, lo que favorece la clasificación taxonómica. 

Otra ventaja del cox1 es que es haploide, por lo que los haplotipos se pueden determinar 

inequívocamente. También es ventajoso que al ser ADN mitocondrial no se recombina, lo 

que simplifica el análisis (Bowles et al., 1992; Chan et al., 2021). 

Este análisis fue ejecutado en la totalidad de las muestras, es decir, tanto las muestras 

de C. familiarias como las muestras de C. latrans. El PCR utilizó 1 μL (concentración final 

de 0.5 μM) de cada uno de los primer JB3 y JB5, respectivamente; 10 μL de Amplitaq Gold 

Máster Mix (Applied Biosystems, Foster City, California, E.U.A), 7 μL de agua y 1 μL de 

ADN de cada muestra respectivamente, para un volumen total de 20 µl. Se procesan además 

tres controles negativos por cada placa de 96 pocillos, y también un control de extracción 

para evaluar la posible contaminación cruzada entre muestras durante el proceso de 

extracción de ADN. Las muestras fueron procesadas por duplicado. Los primers utilizados 

en este paso contienen los adaptadores de Illumina i5 e i7, los cuales no se unen a la secuencia 

a amplificar sino que quedan colgando en los extremos del producto amplificado, y sirven de 

base para unir los primers que contienen los índices que identifican las muestras en una 

segunda PCR. El programa consistió en una desnaturalización inicial de 5 min a 94°C, 5 

ciclos de 94°C por 30 s; 54°C por 30 s y temperatura decreciente con 1°C por cada ciclo; 

72°C durante 30 s, seguido de 35 ciclos de 94°C por 30 s; 50°C por 30 s; 72°C por 30 s, y 

una extensión final de 10 min a 72°C (Derycke et al., 2010). 

A continuación, se realizó una limpieza con perlas paramagnéticas de cada placa de 

PCR utilizando PCRClean DX (Aline Biosciences, Woburn, Massachusetts, E.U.A) en un 

volumen de reacción de 1.8x. Los productos PCR limpios se eluyeron en 40 μL de agua libre 
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de nucleasas. Seguidamente a partir de los productos de purificado se ejecutó una segunda 

PCR, en la cual se utilizaron 11 μL de los productos purificados de la primera PCR como 

molde para las nuevas reacciones. Esta segunda PCR tuvo como volumen total  27.5 μL que 

contenían 2 μL (concentración final de 0.7 μM) de cada uno de los primers que forman una 

combinación única de los índices P7 y P5, lo que permite identificar cada reacción, y 

finalmente se agregaron 12.5 μL de polimerasa de ADN Q5 (New England BioLabs, 

Ipswich,Massachusetts, E.U.A). El perfil térmico que se utilizó consistió en una 

desnaturalización inicial de 98°C durante 30s, 8 ciclos de 98 °C durante 10 s, 55 °C por 30 

s, 65 °C por 30 s, y una extensión final de 5 min a 65°C. 

En el siguiente paso se cuantificó la concentración de ADN utilizando un lector de 

microplacas de fluorescencia con el kit de cuantificación AccuBlue dsDNA (Biotium, 

Hayward, California, E.U.A) y se normalizó cada muestra en consecuencia. Después de la 

normalización, 3 μL de cada muestra por placa de 96 pocillos se agruparon en un único tubo 

Eppendorf de 0.65 ml. Luego se realizó una segunda ronda de limpieza con perlas 

paramagnéticas. Posterior a la limpieza se cuantificó cada tubo usando un fluorómetro Qubit 

2.0 (Life Technologies, Carlsbad, California, E.U.A), se normalizó entre cada tubo y se 

agruparon los tubos en una sola biblioteca, la cual fue enviada para secuenciación tipo “pair-

end” de 300 pb en un Illumina MiSeq, en el Centro para la Investigación Genómica y 

Biocomputación de OSU. En este centro se verificó el tamaño de la biblioteca final a través 

de electroforesis capilar “High Sensitivity D5000 DNA ScreenTape assay” en el equipo 

Agilent Tapestation 4200 (Agilent Technologies, Santa Clara, California, E. U. A) y luego, 

se mezclaron las bibliotecas por corrida junto con el control interno PhiX (25% spike in) y 

se procesaron en el equipo utilizando un cartucho Miseq v3. (500 ciclos, 25 millones de reads, 

Illumina) según recomendaciones del fabricante. 

 

5.7 Construcción de Base de datos de referencia 

Los parásitos identificados en un análisis de secuenciación profunda de amplicones 

están determinados en gran parte por la base de datos usada como referencia de comparación. 

Por lo tanto, se necesitan bases de datos robustas y con altos estándares de calidad que se 

adecúen a los análisis. En esta investigación se cuenta con el antecedente de otros 

nemabiomas descritos en mamíferos, sin embargo, en dichos ensayos el marcador genético 
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utilizado fue principalmente el ITS1 (Avramenko et al., 2015, 2018; E. Redman et al., 2019) 

mientras que en esta investigación se utilizó el cox1. Además, los nemátodos estudiados en 

otros nemabiomas corresponden principalmente a estrongílideos y especies de nemátodos 

pertenecientes al clado V(Avramenko et al., 2018; E. Redman et al., 2019), muy diferente a 

lo que se espera en el caso de coyotes y perros. Además, realizar la asignación taxonómica 

contra una base no depurada (Ej: BOLD o Genbank completa) generaría una serie de 

coincidencias no deseadas de especímenes que pueden encontrarse en la muestra y ser 

amplificados por los primers, pero que no son nuestro objeto de estudio, como es el caso de 

nemátodos de vida libre, plantas y especies del reino Fungi (Sikder et al., 2020). Debido a 

esto, se generó una base de datos personalizada para la asignación taxonómica de las 

secuencias halladas. 

La construcción de una base de datos personalizada se realizó adaptando el 

procedimiento descrito por Robeson et al., 2021; comenzando con la recopilación de datos 

accesibles públicamente a partir de la base Barcode of Life Data System (BOLD por sus siglas 

inglés) en su versión 4 (BOLD v4). Los datos fueron obtenidos utilizando el script para el 

lenguaje de programación R titulado “bold_datapull_byGroup.R”(O’Rourke et al., 2021). 

Este script permitió seleccionar y obtener todos los registros públicos cox1 de BOLD que 

coincidiesen con una o varias categorías taxonómicas asignadas, en este caso se obtuvieron 

todos los registros correspondientes a especies en las categorías “Acanthocephala", 

"Nematoda", "Platyhelminthes”; de esta manera se obtuvieron todos los datos 

correspondientes a helmintos. Cabe destacar que este script solo extrae secuencias que 

posean su descripción taxonómica completa (dominio, reino, filo, clase, orden, familia, 

género, especie). El resultado de este script en R, es un par de archivos para cada grupo, que 

contienen: 

• La secuencia de ADN e información taxonómica (usada para crear un archivo 

formato .fasta). 

• Metadatos que incluyen los registros del identificador de secuencia, el número de 

accessos de Genbank, el país de origen y la institución de origen, entre otros. 

Los respectivos archivos de secuencia y metadatos fueron unificados en un solo 

documento, obteniéndose así un único par de documentos con la información de los 3 grupos 
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(filos). A continuación, mediante un script en R (Anexo 10.1) se realizaron algunos controles 

de calidad al archivo de secuencias y datos taxonómicos: 

• Se verificó que en el proceso de importado de BOLD no se obtuvieran ID duplicados. 

Estos son datos que contienen exactamente las mismas secuencias, y exactamente la 

misma asignación taxonómicas, pero diferencias en algunos metadatos. 

• Se eliminaron caracteres no aprobados por la Unión Internacional de Química Pura y 

Aplicada (IUPAC) en las secuencias. Estos caracteres pueden provocar fallos en 

pasos posteriores. El script busca en cada secuencia y determina si contiene o no un 

carácter fuera del conjunto de caracteres IUPAC aceptado. Luego se descarta 

cualquier secuencia que contenga esas secuencias incorrectas y se genera un archivo 

final. Específicamente, los caracteres válidos son el conjunto: ('T', 'H', 'A', 'D', 'G', 'R', 

'C', '.', 'S', 'M', 'B', 'N', '-', 'W', 'V', 'K', 'Y') 

Una vez aplicados estos filtros de calidad el archivo con las secuencias resultantes fue 

importado al aplicativo QIIME2 (Bolyen et al., 2019). Los siguientes pasos consisten en la 

aplicación de filtros sensibles a estas secuencias en QIIME2 mediante las funciones del 

plugin RESCRIPt (Robeson et al., 2021) (ver script en Anexo 10.2): 

• Eliminar secuencias con un alto número de secuencias ambiguas (N) 

• Eliminar secuencias con un número excesivo de homopolímeros 

• Eliminar secuencias extremadamente cortas o grandes (< 200 y >1600 pb) 

• Eliminar secuencias redundantes (derreplicación) 

Posteriormente la base de datos se recortó aún más hasta los límites que corresponden a 

las secuencias de los primers JB3 y JB5. El objetivo fue identificar las coordenadas donde 

los primers se alinean con las secuencias de referencia, luego se elimina cualquier nucleótido 

corriente arriba o corriente abajo fuera del par de primers de interés. Este recorte se realiza 

utilizando MAFFT (Katoh & Standley, 2013) (ver script en Anexo 10.3) en tres etapas: 

primero, el total de secuencias de referencia fue utilizado para crear un alineamiento de alta 

calidad con 'mafft—auto'; segundo, los primers se alinearon con este archivo de alineamiento 

con 'mafft—multipair—addfragments'; tercero, utilizando el archivo generado por el recurso 

'-mapout' se recortaron las secuencias alineadas con los primers dejando únicamente la región 

delimitada por los mismos. A continuación, se eliminaron los espacios vacíos (gaps) de las 

secuencias alineadas y luego se filtraron las secuencias por longitud nuevamente.  
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El archivo producido fue importado nuevamente a QIIME2 y allí se aplica una segunda 

estrategia de derreplicación, esto es necesario pues es posible que dos secuencias previamente 

diferentes sean idénticas dentro del límite recortado por los primers. El proceso de 

construcción de base de datos comenzó con 11829 secuencias de helmintos y su respectiva 

clasificación taxonómica completa, descargadas desde BOLD, y a este punto quedaron un 

total de 5035 secuencias de helmintos recortadas de acuerdo con el alineamiento de los 

primers específicos utilizados. De estas se filtró solo las secuencias del filo nematoda para 

los fines de esta tesis, para una base final de 396 secuencias de nemátodos. Finalmente, en 

QIIME2 se crea el archivo tipo “classifier” necesario para la asignación taxonómica (ver 

script en Anexo 10.4). Adicionalmente la base de datos generada también fue adaptada al 

formato necesario para realizar la comparación mediante BLAST con las secuencias 

obtenidas del metabarcoding del cox1 a través de la herramienta LocaTT (ver script en 

Anexo 10.5) 

 

5.8 Análisis bioinformático de la diversidad genética y estadística descriptiva de 

nemátodos  

El análisis bioinformático fue realizado con computadoras locales y con el apoyo del 

cluster Kabré del Centro Nacional de Alta Tecnología (CENAT) para la operacionalización 

de las variables asociadas a la diversidad de los nemátodos presentes en las muestras de 

heces. Primero, las secuencias correspondientes a los tres replicados de cada muestra fueron 

concatenados en un único archivo por cada muestra. Seguidamente los archivos fueron 

importados a QIIME2, plataforma en la cual se realizó la mayoría del procesamiento 

bioinformático. En breve, utilizando el plugin “q2‐demux” las lecturas de secuenciación sin 

procesar o “raw reads” fueron asignadas a las muestras correspondientes en función de su 

combinación de índices únicos, y se verificó la calidad de las lecturas obtenidas de cada 

muestra y de los controles por medio de la función “--qiime demux summarize”. Debido a un 

bajo nivel de calidad en las lecturas reverse se continuó trabajando únicamente con las 

secuencias forward. Para el trimming y control de calidad se cortaron las secuencias a partir 

de un Q score >= 30, quedando así un corte en 226 pb. Posteriormente, el aplicativo DADA2 

(v1.24) (Callahan et al., 2016) se utilizó para el filtrado, la derreplicación, la identificación 
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de quimeras, la concatenación y el agrupamiento de las secuencias en Amplicon Sequence 

Variants (ASV por sus siglas en inglés) (Kuczynski et al., 2011). 

Solo las muestras con al menos 500 lecturas de uno o más ASVs fueron consideradas 

como amplificaciones verdaderas, el resto fueron separadas del análisis y consideradas como 

negativas por parásitos. Se verificó que todos los controles negativos estuvieran dentro de 

este grupo de “no amplificadas”. Seguidamente, se filtraron aquellos ASVs que se 

encontraban en cantidades que representasen menos del 1% de total de ASVs en la respectiva 

muestra, estos ASVs son considerados contaminantes por lo que son descartados (Roffler et 

al., 2021). Los ASVs que pasaron los filtros anteriormente descritos fueron utilizados para la 

asignación taxonómica, para lo cual las secuencias representativas de cada ASV se 

compararon contra la base de datos personalizada con el uso de la herramienta BLAST 

(Altschul et al., 1990)a través de la aplicación LocaTT. A cada ASV se le asignó una especie 

determinada cuando la identidad fue mayor o igual al 98% y el query coverage (QC) mayor 

a 99%. Aquellas secuencias que tuvieron una identidad menor o coincidencias con más de 

una especie se clasificaron como “Género sp.” o familia, dependiendo del caso. Además, para 

un panorama más amplio de los resultados los ASV filtrados también fueron comparados 

contra todas las secuencias públicamente accesibles en GenBank a la fecha (junio, 2024), de 

igual forma esta comparación fue hecha mediante BLAST en la aplicación LocaTT. 

También se realizó la clasificación taxonómica en QIIME2 mediante el plugin “q2-

feature-classifier” (2024.10.0) (Bokulich et al., 2018) y el classifier Naive Bayes pre-

entrenado a partir de la base de datos personalizada. Todas las ASVs se alinearon con 

MAFFT (Katoh, 2002) a través del plugin “q2-alignment” y se utilizaron para construir una 

filogenia con FastTree2 (Price et al., 2010) a través del plugin “q2-phylogeny”. Utilizando el 

plugin “q2-diversity” se calcularon las siguientes métricas de alfa diversidad: diversidad 

filogenética de Faith (Faith, 1992), equidad de Pielou (Herrmann et al., 2022) y diversidad 

de Shannon (Beck & Schwanghart, 2010). Mediante “q2-diversity” también se analizaron las 

métricas de diversidad beta: UniFrac ponderado (C. A. Lozupone et al., 2007), UniFrac no 

ponderado (C. Lozupone & Knight, 2005), y disimilitud de Bray-Curtis (Bray & Curtis, 

1957). Para las tres métricas las muestras fueron rarefactadas con el método “-core-metrics-

phylogenetic” que submuestreó sin reemplazo a 500 secuencias por muestra. Para los análisis 

de alfa diversidad se utilizó la prueba de Kruskal-Wallis pareada para la comparación entre 
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grupos (Kruskal & Wallis, 1952). En el caso de beta diversidad para comprobar si las 

distancias entre muestras dentro de un grupo (muestras del mismo cánido o del mismo sitio 

de muestreo), fueron más similares entre sí que con respecto a las muestras de otros grupos, 

se utiliza una prueba PERMANOVA (Anderson, 2001). 

La filogenia de las secuencias encontradas para cada especie fue estudiada, para ello 

todas las secuencias fueron divididas por especie (A. caninum, T. canis y S. lupi) y fueron 

inspeccionadas y recortadas utilizando el software MEGA 7.0 

(https://www.megasoftware.net/) (Kumar et al., 2016). Las secuencias cox1 de cada especie 

se alinearon junto con otras secuencias de su correspondiente especie provenientes de otras 

partes del mundo recuperadas de la base de datos GenBank (para ver lista de secuencias y 

metadatos utilizados en cada especie: Anexo 10.6). utilizando el algoritmo MUSCLE (Edgar, 

2004). Las secuencias cox1 se analizaron mediante inferencia bayesiana (IB) con un 

algoritmo filogenético. Primero, los mejores modelos de sustitución de nucleótidos se 

calcularon utilizando los criterios de IB en MEGA 7.0 (Kumar et al., 2016) . Se seleccionó 

el modelo Hasegawa-Kishino-Yano (HKY) (Hasegawa et al., 1985) para las secuencias de 

A. caninum, el modelo Tamura-Nei con sitios invariantes (TrN+I) (Tamura & Nei, 1993) 

para T. canis y el modelo HKY con distribución gamma (HKY+G) (Hasegawa et al., 1985) 

para S. lupi. 

Los árboles filogenéticos se generaron utilizando el paquete Bayesian Evolutionary 

Analysis by Sampling Trees (BEAST v2.5) (Bouckaert et al., 2019), y el archivo de entrada 

en formato .xml se creó con Bayesian Evolutionary Analysis Utility (BEAUti v2.5) 

(Bouckaert et al., 2019) con 10⁷ generaciones de cadenas de Markov Monte Carlo (MCMC), 

un muestreo de cada 103 árboles y una longitud de burn-in del 10%. Se verificaron los priors 

del árbol con Tracer v1.7.2 (Rambaut et al., 2018), y los árboles fueron resumidos utilizando 

el software TreeAnnotator v1.10.4 (Helfrich et al., 2018.) y posteriormente visualizados con 

el programa FigTree 1.4.3 (http://tree.bio.ed.ac.uk/software/figtree/). 

Con el fin de evaluar las diferencias en el número de genotipos y especies en las dos 

especies de cánidos muestreados (coyote, y perro doméstico) y los diferentes hábitats (perros 

forrajeros y perros domiciliares), así como para evaluar las diferencias por la zona geográfica 

de muestreo, se construyó una red de haplotipos Templeton-Crandall-Sing (TCS) para 
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determinar las relaciones filogenéticas del gen cox1 en las diferentes ASVs encontrados para 

A. caninum, con un límite de conexión del 95%, utilizando el software PopArt (Leigh & 

Bryant, 2015). 

 Para la descripción de la estadística descriptiva de las infecciones por nemátodos se 

utilizó el programa estadístico IBM SPSS Statistics (v20) (IBM Corp, 2011) para el cálculo 

odds ratio para relacionar diferentes variables con la presencia de nemátodos en heces en 

perros y coyotes, y para los resultados obtenidos de los análisis microscópicos y el 

metabarcoding del cox1. Este paquete también fue utilizado para la construcción de gráficos 

que ilustraran la estadística descriptiva. Además, se utilizó el lenguaje de programación 

estadística R y el paquete “forestploter”(https://cran.r-project.org/package=forestploter) 

(Alimu, 2024) para la construcción de gráficos tipo forestplot donde se muestran los 

diferentes OR y sus respectivos intervalos de confianza al 95%. 
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6. RESULTADOS 

 

6.1 Confirmación de la especie de cánido en las muestras sospechosas de coyote 

 En esta investigación se recolectaron un total de 164 muestras identificadas 

morfológicamente como heces de coyotes y 149 muestras de perros en las comunidades 

aledañas a las áreas protegidas donde se recolectaron las muestras de coyote, para un total de 

313 muestras de cánidos. Las 164 muestras sospechosas de coyotes fueron sometidas al 

análisis mediante RFLP del cytb y el metabarcoding del gen 12S para así poder identificar el 

cánido que las excretó y asegurar que fueran de coyote. Mediante este análisis se logró 

confirmar la especie C. latrans como cánido excretor de 135 muestras (82.4%), 5 (3%) 

muestras sufrieron fallo de amplificación al no obtener suficientes lecturas para asignar un 

cánido en específico, y otras 5 muestras fueron clasificadas como “indeterminadas” debido 

a que en el ensayo RFLP se observó un patrón mixto, con las bandas esperadas para C. 

latrans/ U. cinereoargenteus (219 pb) y C. familiaris (177pb). En la figura 3 se observan 

resultados de RFLP y en el anexo 10.7 puede observarse el número de secuencias del gen 

12S asignadas al género Canis para cada una de las 135 muestras confirmadas como C. 

latrans. 

 Los 19 restantes muestras correspondían a excretas de otros animales que fueron 

inicialmente confundidas como de coyote debido a sus características macroscópicas. De 

estas muestras previamente sospechosas de coyote se confirmó que 13 (7.9%) pertenecían a 

zorras grises (U. cinereoargenteus), tres (1.8%) pertenecientes a perros (C. familiaris), dos 

(1.2%) a gatos (Felis catus), y una (0.6%) a un bovino (Bos taurus). A partir de este hallazgo 

se separaron del ensayo las muestras pertenecientes a cánidos diferentes de coyotes, y se 

continuó trabajando el metabarcoding del gen cox1, y el genotipeo de las 135 muestras 

confirmadas de coyote. Asimismo, se reportaron los resultados de la observación 

microscópica únicamente de estas muestras confirmadas y las muestras tomadas de perros 

domésticos. 
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Figura 3. Digestión de un fragmento del gen cytb a través de la enzima Tru1I de 

muestras morfológicamente identificadas como de coyotes. De izquierda a derecha:   E: 

Escalera. 1-5, y 7: muestras coincidentes con el patrón esperado para C. latrans/U. 

cinereoargenteus. 6, 9 y 10: Muestras no amplificadas. 8: Muestra indeterminada. 11 muestra 

con patrón esperado para C. familiaris o felinos. 12: control positivo C. familiaris. 13, 14: 

Blanco. 15 a 18: pocillos vacíos 

 

6.2 Parásitos identificados a partir de heces de coyotes y perros  

Como se indicó anteriormente, todas las muestras recolectadas en este trabajo se les 

realizó sedimentación por centrifugación y posteriormente observación al microscopio de 

luz. Esto permitió identificar diferentes nemátodos en estas muestras. La lista de nemátodos 

encontrados se amplió posteriormente gracias a los resultados del análisis de metabarcoding 

del gen cox1 de las muestras confirmadas de coyotes y las muestras de perros. Además de 

nemátodos, se identificaron otras especies de parásitos (protozoarios y otros helmintos), que, 

aunque no son el enfoque de este trabajo, se incluyen debido a la importancia de esta 

información a nivel de salud animal y humana.  

En las muestras de heces de perros se logró identificar, mediante sedimentación y 

microscopía, huevecillos de ancylostomatídeos, T. canis y T. vulpis. También se encontraron 

huevecillos pertenecientes a céstodos de la familia Taeniidae y a protozoarios de la familia 

Coccidia. El análisis microscópico de las muestras de coyotes reveló los mismos grupos de 
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nemátodos (ancylostomatídeos, T. canis y T. vulpis) y, adicionalmente, se observaron 

huevecillos de T. leonina en 2 muestras. Asimismo, en los perros se identificaron huevecillos 

de grupos parasíticos diferentes a nemátodos, concretamente céstodos de la familia Taeniidae 

y del género Spirometra. 

El análisis de metabarcoding del gen cox1 y la asignación taxonómica a partir de 

nuestra base BOLD curada permitió identificar con 100% de PID al parásito S. lupi, el cual 

fue encontrado en 2 muestras provenientes de perros. Dicho ensayo también permitió afinar 

la identificación de ancylostomatídeos hasta nivel de especie, confirmando la presencia de A. 

caninum tanto en perros como coyotes, con más de 99% de PID. Asimismo, se identificó a 

T. canis con más de 99% PID. En síntesis, asignando taxonomía de acuerdo con la base de 

datos personalizada se describe con alto porcentaje de confianza los nemátodos A. caninum, 

S. lupi y T. canis.  

Además, al utilizar la base de datos Genbank sin curar, se pudo identificar también la 

especie T. pisiformis en 6 muestras de coyotes del ACC, con un PID del 93.4%, lo que 

refuerza lo observado al microscopio. Además, la comparación con GenBank también 

permitió detectar dos parásitos adicionales en coyotes, al encontrar coincidencias de 

secuencias con Alaria sp. y Strongyloides sp. con PIDs que van del 90 al 94%. Alaria sp. se 

encontraba en 3 muestras del ACG y una del ACC, mientras Strongyloides sp. se encontró 

en 5 muestras del ACC. 

 Al acoplar la información de la microscopía y de secuenciación profunda de 

amplicones, se generó una lista completa de 10 parásitos gastrointestinales (nueve helmintos 

y un protozoario) identificados en heces de coyotes y perros del Área Central y Guanacaste 

de Costa Rica durante este trabajo: A. caninum, T. canis, T. vulpis, T. leonina y S. lupi. Así 

como Spirometra sp., Alaria sp., Strongyloides sp., miembros de la familia Taeniidae y del 

grupo Coccidia. 
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6.3 Estadística descriptiva de nemátodos gastrointestinales en los cánidos 

estudiados 

En este estudio se recolectaron y procesaron 135 muestras de coyotes y 149 de perros. 

Las muestras de coyote la mayoría provenían del ACC (85), seguido de MDP (28) y por 

último del ACG (22). En el caso de los perros, también predominaron las muestras adquiridas 

en alrededores de la ACC (57), de seguido la ACG (50) y por último MDP (42).  

Se calcularon frecuencias de los diferentes nemátodos encontrados según el sitio de 

recolección, el cánido en el que se detectaron, la estación climática, entre otros factores, a 

partir de los resultados de la secuenciación profunda de amplicones del gen cox1 y la 

microscopía



46 

 

 

 

6.3.1 Frecuencia de nemátodos determinada por metabarcoding en la totalidad de muestras recolectadas 

Cuadro 3. Frecuencia de muestras positivas por nemátodos en la totalidad de muestras analizadas a través de 

metabarcoding del gen cox1. 

 

                         Ancylostoma caninum Toxocara canis Spirocerca lupi   Total 

Variable y 

grupo 

N 

analizado 

Positivas % N 

analizado 

Positivas % N 

analizado 

Positivas % Total 

positivas 

% 

Cánido            

Perro 149 41 27.52 149 8 5.37 149 2 1 44* 29.53 

Coyotes 135 30 22.22 135 0 0.00 135 0 0 30 22.22 

Total 

cánido 

284 71 25.00 284 8 2.82 284 2 0.70 74 26.06 

Área 

muestreo 

           

ACC 142 15 10.56 142 1 0.70 142 0 0 16 11.27 

ACG 72 41 56.94 72 7 9.72 72 2 3 43* 59.72 

MDP 70 15 21.43 70 0 0.00 70 0 0 15 21.43 

Total área 

muestreo 

284 71 25.00 284 8 2.82 284 2 0.70 74 26.06 

*Grupos que presentan coinfecciones haciendo que el total no corresponda a la suma de las muestras positivas por cada una de 

las especies detectadas. 
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Figura 4. Abundancia relativa de los ASVs en las muestras positivas por nemátodos en metabarcoding del cox1 según especie de 

cánido . Cada barra representa la composición de nemátodos de una muestra, muestras rotuladas según especie de cánido 

Cánido 

A
b

u
n

d
a
n

ci
a
 R

el
a
ti

v
a

 



48 

 

 

 

 

Figura 5. Abundancia relativa de los ASVs en las muestras positivas por nemátodos en metabarcoding del cox1 según sitio de 

muestreo. Cada barra representa la composición de nemátodos de una muestra, muestras rotuladas según sitio de muestreo 
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Se observa un predominio de A. caninum en coyotes y perros, y en el ACG y ACC. 

En las muestras con más de una especie de nemátodo predomina de igual manera el 

porcentaje ASVs correspondientes a A. caninum. 

En las siete muestras positivas por T. canis y en las dos positivas por S. lupi se 

encontró también A. caninum y una muestra contenía los tres nemátodos. Se observa en estas 

muestras coinfectadas también el predominio de A. caninum como el parásito más abundante. 

Estas coinfecciones son la razón por la cual el número total de muestras de perros positivas 

no corresponde a la sumatoria de muestras positivas en cada una de las especies detectadas. 

Un patrón similar sucedió en el caso de la ACG, que fue la única de las áreas de muestreo en 

donde se encontraron coinfecciones. Se puede observar entonces como las siete muestras que 

contenían más de un parásito provenían de perros del ACG. De las seis muestras con 

poliparasitismo, tres correspondían a perros menores de dos años y tres a perros mayores de 

dos años. 

 

Figura 6. Distribución geográfica de las muestras positivas por nemátodos en cánidos 

de Costa Rica.  Sitios geográficos y proporciones en que se encontraron coinfecciones. Cada 

gráfico de pastel tiene un tamaño proporcional al número de muestras colectadas. La 
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proporción de cada color en los gráficos de pastel corresponde al porcentaje de muestras 

positivas por infecciones únicas, dobles o triples 

 

Figura 7. Distribución geográfica de las muestras positivas por nemátodos en cánidos 

de Costa Rica según especies encontradas. Cada gráfico de pastel tiene un tamaño 

proporcional al número de muestras colectadas. La proporción de cada color en los gráficos 

de pastel corresponde al porcentaje de muestras positivas por cada respectivo nemátodo.   

Para evaluar el efecto de las diferentes áreas de muestreo y cánidos sobre la frecuencia 

de nemátodos en el total de muestras recolectadas, con el objetivo de identificar posibles 

grupos de riesgo, se calcularon odds ratios (OR por sus siglas en inglés). Los resultados se 

resumen en el Cuadro 4 : 
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Cuadro 4. Odds ratio de las variables cánido y área de muestro en la totalidad 

de las muestras positivas por nemátodos

 
*OR estadísticamente significativo (Intervalo de confianza que no incluye el “1”) 

 

 

Figura 8. Gráfico de odds ratio (OR) de las variables cánido y área de muestro en la 

totalidad de las muestras positivas por nemátodos. El punto en cada gráfico representa 

el valor de OR calculado para cada respectiva relación, mientras que la línea denota la 

amplitud del intervalo de confianza al 95%, del límite inferior al superior. Los gráficos 

marcados en azul corresponden a aquellos OR estadísticamente significativos. 

 

6.3.2 Identificación de individuos de coyotes y su efecto en la epidemiología de 

nemátodos gastrointestinales determinada por metabarcoding  

En la sección anterior se presentaron las frecuencias y los valores de riesgo relativo 

calculados a partir de la totalidad de las muestras recolectadas. En el caso de los coyotes, 

estos datos brindan información únicamente acerca del efecto de la matriz (heces de coyotes) 

y de la diversidad total de parásitos en este cánido. Sin embargo, no refleja adecuadamente 

la epidemiología real de la presencia de nemátodos en coyotes al existir la posibilidad de 

tener múltiples muestras de un mismo coyote. Para distinguir individuos de coyote se realizó 
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GBS de 48 loci y el gen SRY del cromosoma Y en las 135 muestras de coyotes. El primer 

paso para obtener los individuos de coyotes fue eliminar muestras que tuvieran una baja 

calidad de amplificación (más de 80% de loci fallidos). Este paso llevó a la eliminación de 

50 de las 135 muestras (36%), quedando 85 muestras viables. Seguidamente, los SNP fueron 

reevaluados y se eliminaron aquellos que tuvieran un nivel de fallo en las muestras mayor 

que un umbral de 2 desviaciones estándar por encima del promedio general de fallo en todos 

los SNPs. También se eliminaron SNPs monomórficos, lo que llevó a la eliminación de 4 

SNPs, quedando 44 restantes. Finalmente, se consideraron exitosas aquellas muestras que 

tuvieran al menos 30 de 44 SNPs genotipeados resultando en 49 muestras exitosamente 

genotipeadas de las 85 seleccionadas previamente como viables para un rendimiento de 

genotipeo de 55%.  

Las 49 muestras genotipeadas exitosamente fueron utilizadas para construir genotipos 

consenso y así identificar individuos. Se consideró que 2 muestras correspondían al mismo 

individuo si presentaba 2 o menos loci discordantes, lo que resultado la identificación de 31 

individuos. Con estos datos se puede calcular una razón de individuos recolectados en la cual 

49/31 = 1.58. Es decir, por cada tres muestras recolectadas, se muestrearon aproximadamente 

dos individuos distintos y uno repetido. Por otro lado, el análisis del gen SRY mostró que 18 

de los 31 individuos eran machos y 13 hembras. Las muestras múltiples o repetidas de un 

mismo individuo coincidieron en todos los casos en cuanto a la ubicación geográfica (ACG, 

ACC o Mata de Plátano), así como en los nemátodos detectados a través del metabarcoding 

del gen cox1. Con excepción de un único individuo para el cual se recolectó una muestra 

positiva para A. caninum durante la época seca, y posteriormente una muestra negativa 

durante la época lluviosa. Los detalles de los resultados de la presencia de nemátodos en 

coyotes individuales se muestran en el Cuadro 5. 
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Cuadro 5. Individuos de coyote y perro positivos por Ancylostoma caninum según 

determinación por metabarcoding del gen cox1 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

A. caninum fue la única especie de nemátodo detectada en el metabarcoding de los 

31 individuos de coyotes determinados por genotipeo, razón por la cual en el cuadro 5 y las 

demás figuras de esta sección se hará referencia únicamente a este parásito.  

 

Figura 9. Comparación de individuos de coyote y perro positivos por Ancylostoma 

caninum al metabarcoding del gen cox1 según área de muestreo.  

Variable y grupos 

N.º 

Muestras 

procesadas 

N.º 

Positivas 

Porcentaje 

(%) 

Cánido       

Perro 149 41 27.52 

Coyote 31 12 38.71 

Total Cánido 180 53 29.44 

Área de muestreo       

ACC 77 11 14.29 

ACG 56 36 64.29 

Mata de plátano 47 6 12.77 

Total Área de 

Muestreo 180 53 29.44 
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Cuadro 6. Odds ratio de las variables cánido y área de muestreo en individuos de coyote y 

perro positivos por Ancylostoma caninum 

 

 

*OR estadísticamente significativo (Intervalo de confianza que no incluye el “1”) 

 

Cuadro 7. Muestras positivas por Ancylostoma caninum en individuos de coyote de 

acuerdo con diferentes variables demográficas 

Variable y Grupo 

N.º Muestras 

procesadas 

N.º 

Positivas 

Porcentaje 

(%) 

Área de muestreo       

ACC 20 4 20.00 

ACG 6 4 66.67 

Mata de plátano 5 4 80.00 

Total Área de Muestreo 31 12 38.71 

Época de Muestreo       

Seca 4 3 75.00 

Lluviosa 27 9 33.33 

Total Época de Muestreo 31 12 38.71 

Sexo       

Macho 18 9 50.00 

Hembra 13 3 23.08 

Total Sexo 31 12 38.71 

Método análisis    

Microscopía 31 7 22.58 

Metabarcoding 31 12 38.71 

 

 

 

Factor Numerador Denominador OR 
95% Intervalo de 

confianza 

  (Factor de riesgo)      Inferior Superior 

Cánido Coyote Perro 1.664 0.742 3.729 
Área de 

Muestreo ACG ACC 10.800* 4.661 25.026 
Área de 

Muestreo ACG 
Mata de 

Plátano 12.300* 4.452 33.982 
Área de 

Muestreo ACC 
Mata de 

Plátano 1.139 0.391 3.315 
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Cuadro 8. Odds ratio de variables demográficas relacionadas a individuos de coyote 

positivos por Ancylostoma caninum 

 
*OR estadísticamente significativo (Intervalo de confianza que no incluye el “1”) 

 

 

 

Figura 10. Odds ratio de variables demográficas relacionadas a individuos de coyote 

positivos por Ancylostoma caninum. El punto en cada gráfico representa el valor de OR 

calculado para cada respectiva relación, mientras que la línea denota la amplitud del intervalo 

de confianza al 95%, del límite inferior al superior. Los gráficos marcados en azul 

corresponden a aquellos OR estadísticamente significativos.
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6.3.3 Epidemiología de nemátodos gastrointestinales en perros determinada por metabarcoding  

 Los resultados de metabarcoding del gen cox1 de nemátodos de los perros estudiados, junto con los datos demográficos y 

biológicos obtenidos a través de entrevistas a los dueños/cuidadores de estos cánidos fueron compilados en una serie de cuadros y figuras 

que se presentan en esta sección.  

Cuadro 9. Frecuencia de muestras positivas por nemátodos en perros de acuerdo con diferentes variables demográficas 
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Figura 11. Comparación de porcentaje de muestras de perro positivas según variables demográficas. a) comparación según área 

de muestreo. b) Comparación según época en que fue recolectada la muestra. 

 

 

a) b) 
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Cuadro 10. Frecuencia de muestras positivas por nemátodos en perros de acuerdo con diferentes variables demográficas y biológicas 
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Figura 12. Comparación de 

porcentaje de muestras de perro 

positivas según variables 

demográficas y biológicas. a) 

comparación según hábitat b) 

Comparación según edad del perro 

c) Comparación según estado 

hematológico d) Comparación 

según sexo

c) 

a) 
b) 

d) 
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Cuadro 11. Odds ratio de variables demográficas y biológicas relacionadas a perros 

positivos por nemátodos 

Factor Numerador Denominador OR 
95% Intervalo de 

confianza 
     Inferior Superior 

Área de 
muestreo ACG ACC 11.890* 4.602 30.718 

Área de 
muestreo ACG 

Mata de 
Plátano 38.824* 8.357 180.364 

Área de 
muestreo ACC 

Mata de 
Plátano 3.265 0.656 16.251 

Sitio de 
muestreo** Quebrada Grande Guarumos 6.000 0.812 44.351 

Época de 
muestreo Seca Lluviosa 8.349* 3.445 20.227 

Hábitat Forrajero Domiciliar 12.424* 2.849 54.179 
Edad Menos 2 años Más 5 años 2.185 0.803 5.944 
Edad Menos 2 años 2-5 años 1.086 0.446 2.644 

Edad 9 meses-2años 
Menos 9 
meses 2.783 0.675 11.477 

Edad 2-5 años 
Menos 9 
meses 2.000 0.473 8.462 

Edad Más 5 años 
Menos 9 
meses 1.077 0.237 4.902 

Sexo Hembra Macho 1.176 0.281 4.926 
Talla Pequeña Grande 1.091 0.318 3.748 

 Pequeña Mediana 2.250 0.733 6.911 
 Grande Mediana 2.000 0.636 6.289 

Hematología 
Cambios 

hematológicos  Normal 80.083* 14.986 427.955 
Hematología Anemia Normal 38.750* 4.399 341.323 
Hematología Trombocitopenia Normal 36.167* 7.092 184.449 
Hematología Leucocitocis Normal 6.889* 1.317 36.042 
 

*OR estadísticamente significativo (Intervalo de confianza que no incluye el “1”).  

**Para el factor “sitio de muestreo” se realizó solo una de las múltiples comparaciones 

posibles entre variables dado que la subdivisión en cada sitio de muestreo lleva a un N muy 

pequeño en cada caso, reduciendo el poder estadístico al comparar cada uno de los sitios. La 

comparación colocada en esta tabla sirve de ejemplo: se observa cómo se obtiene un intervalo 

de confianza sin significancia estadística (valor 1 incluido) a pesar de haber un porcentaje 

mayor de perros positivos en Quebrada grande que en Guarumos .
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Figura 13. Gráfico de odds ratio de variables demográficas y biológicas relacionadas a perros positivos por nemátodos. El punto 

en cada gráfico representa el valor de OR calculada para cada respectiva relación, mientras que la línea denota la amplitud del intervalo 

de confianza al 95%, del límite inferior al superior. Los gráficos marcados en azul corresponden a aquellos OR estadísticamente 

significativos.  
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6.3.4 Epidemiología de nemátodos gastrointestinales en coyotes y perros determinada a partir de la observación 

microscópica 

 Como se mencionó anteriormente, el primer ensayo de laboratorio realizado a las muestras de este estudio fue una sedimentación 

por centrifugación y una posterior observación al microscopio de luz para la búsqueda de parásitos. Las frecuencias de los parásitos 

encontrados mediante esta técnica y su relación con las diferentes variables demográficas se muestran a continuación:  

Cuadro 12. Frecuencia de muestras positivas por nemátodos en la totalidad de muestras analizadas a través de microscopía 
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*Grupos que presentan coinfecciones haciendo que el total no sea la suma de las 

muestras positivas por cada una de las especies detectadas.  

 

Los resultados de la microscopía, al igual que los del metabarcoding, evidencian 

coinfecciones. Se detectaron 7 infecciones múltiples en el total de muestras usando 

metabarcoding, mientras que se identificaron nueve muestras coinfectadas utilizando 

microscopía. Una diferencia importante es que, a través de la secuenciación masiva se 

detectaron coinfecciones únicamente en el ACG, pero en la observación microscópica se 

detectaron 6 coinfecciones en el ACC: 3 dadas por la presencia de T. canis y 

ancylostomatídeos, 2 dadas por ancylostomatídeos y coccidios, y una por la concomitancia 

de T. canis y Spirometra sp. En su contraparte, en el ACG se encontraron 3 coinfecciones: 2 

de ellas constituidas por la presencia simultánea de ancylostomatídeos y T. canis, y una 

muestra que contenía 3 parásitos: T. vulpis,  ancylostomatídeos y T. canis.  

Dos de las muestras con múltiples parásitos pertenecían a coyotes, concretamente la 

muestras que contenían T. canis y Spirometra sp., y una de las muestras con toxocariasis y 

coccidiosis. Las otras 7 coinfecciones se reportaron en perros. Desafortunadamente, se carece 

del dato de edad de estos perros, excepto en un caso que tenía menos de 2 años. 

6.4 Variabilidad genética y genotipos de los nemátodos gastrointestinales 

encontrados en la población de estudio 

 En un análisis de secuenciación masiva de amplicones como el realizado para el cox1 

de nemátodos, se generan decenas, incluso cientos de secuencias (ASVs) diferentes de un 

mismo nemátodo en cada muestra. Para entender mejor la dinámica de transmisión de 

nemátodos entre cánidos de la misma y diferente especie, se estudió la variabilidad genética 

de las 3 especies de nemátodos descritas con alta confiabilidad a partir del metabarcoding: 

A. caninum, T. canis y S. lupi. A lo largo de la sección 6.4, se muestran una serie de figuras 

(figuras 14, 15, 16 y 17) que ilustran esta variabilidad genética de los nemátodos encontrados 

en las muestras estudiadas
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6.4.1 Variabilidad genética de Ancylostoma caninum de coyotes y perros de Costa 

Rica 

 Se obtuvieron 292 ASVs de A. caninum a partir de las 71 muestras positivas. De estas, 

108 de estas secuencias correspondieron a 30 muestras de perro y 184 obtenidas de las 41 

muestras de coyote positivas por este nemátodo. Esta gran cantidad de secuencias asignadas 

taxonómicamente como A. caninum fueron estudiadas mediante la construcción de un árbol 

filogenético (figura 14) y una red de haplotipos (figura 15). 
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Figura 14.  Árbol filogenético 

de inferencia bayesiana de un 

fragmento del cox1 de 

Ancylostoma caninum. Los 

valores numéricos en los nodos 

corresponden a las 

probabilidades posteriores, se 

muestran aquellas mayores a 0.6. 

Se usó una secuencia de Necator 

americanus como grupo externo. 

En el círculo interior se describe 

el hospedero del cual se extrajo 

el parásito o la respectiva 

muestra, El circulo exterior 

indica el sitio de origen de las 

secuencias, aquellas derivadas 

de este estudio se indican con los 

colores amarillo, anaranjado o 

verde oscuro (según 

corresponda). Acercamientos a 

este árbol para mayor detalle se 

encuentran en el Anexo 10.8. 

No se observa agrupamiento de 

acuerdo con ubicación geográfica u hospedero de los especímenes/muestras de A .caninum 

.
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Figura 15. Redes de haplotipos Templeton Crandall-Sing (TCS) que muestran 

conexiones entre secuencias de A. caninum. El tamaño del círculo es proporcional al 

número de secuencias que comparten el mismo haplotipo. Las marcas perpendiculares a las 

líneas representan mutaciones entre haplotipos y los círculos negros haplotipos hipotéticos. 

A. Análisis según cánido. B. Análisis según sitio de recolección de la muestra. 

A partir de las 292 secuencias de A. caninum, se identificaron 42 haplotipos diferentes, y no 

se observó agrupamiento de estos haplotipos por especie de cánido (coyotes y perros) o por 

sitio de muestreo (ACC, ACG y MDP). 
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6.4.2 Variabilidad genética de Toxocara canis de coyotes y perros de Costa Rica 

 Se obtuvieron 12 ASVs de T. canis en 8 muestras de perro. El árbol filogenético realizado a partir de estas secuencias se observa 

en la Figura 16. 

 

Figura 16. Árbol filogenético de inferencia bayesiana de un fragmento del cox1 de Toxocara canis. Los valores de probabilidad 

posteriores son proporcionales al tamaño y color del nodo. Se utiliza Lagochilascaris minor como grupo externo. Los nombres de cada 
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secuencia tienen un color distinto correspondiente al país en donde se detectó el parásito. Todas las secuencias fueron obtenidas a partir 

de especímenes infectantes de perros. Las secuencias de Costa Rica corresponden a las secuencias de este estudio (nombres de secuencias 

en azul).  

 No se observa agrupamiento continental, pero las secuencias se dividen en dos grandes grupos: las secuencias de Costa Rica 

agrupando junto a las de Irán y Alemania, mientras que por otro lado se agrupan las secuencias de Corea, China y Polonia (probabilidad 

posterior de 0.994)  

Toxocara canis fue detectado únicamente en muestras de perro y casi exclusivamente en heces recolectadas en la ACG (7 de 8 

muestras). Por esta razón, no se realizó una red de haplotipos pues no sería posible detectar diferencias entre áreas o cánidos, 

perdiéndose el valor de dicho análisis. 
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6.4.3 Variabilidad genética de Spirocerca lupi de coyotes y perros de Costa Rica 

 Se encontraron 5 ASVs en las dos muestras de perro positivas por S. lupi. Estas 

secuencias fueron utilizadas para construir el árbol filogenético en la Figura 17. Las 

secuencias de Costa Rica se agruparon junto a especímenes de Israel y Sudáfrica (genotipo 

1) con una probabilidad posterior de 0.99, y se encuentran separadas de los especímenes de 

Croacia y Hungría (genotipo 2). Similar a lo sucedido con T. canis, no se realizó red de 

haplotipos ya que todas las muestras provenían de perros en la ACG. 
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Figura 17. Árbol filogenético de inferencia 

bayesiana de un fragmento del cox1 de 

Spirocerca lupi. Los valores de probabilidad 

posteriores se indican en cada respectivo nodo. Se 

utilizó Dirofilaria immitis como grupo externo. El 

hospedero de cada secuencia se denotó con 

círculos de diferente color, y el país de recolecta 

con un cuadrado de color. Los acercamientos a 

este árbol se encuentran en mayor detalle en 

Anexo 10.9. 

. 
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6.5 Análisis de diversidad ecológica de los nemátodos encontrados en cánidos de Costa Rica 

  

Se calcularon varias métricas de diversidad alfa, con el objetivo de evaluar las posibles diferencias en especies de cánidos, sus 

proporciones, y su abundancia entre muestras, así como entre los diferentes cánidos y sitios de muestreo. Debido a que la mayoría de las 

métricas de diversidad son sensibles a diferentes profundidades de muestreo, se seleccionó una profundidad de muestreo uniforme 

(rarefacción) de 500 secuencias. Es decir, se realizó un submuestreo aleatorio de los ASVs en cada muestra para que cada una tuviese 

un recuento total de 500 secuencias. Muestras con menos de 500 ASVs fueron excluidas del análisis, quedando un  total de 71 muestras 

retenidas: 30 muestras de coyotes y 41 de perros, distribuidas en 16 muestras del ACC, 42 del ACG y 13 de MDP, de acuerdo con el 

sitio de muestreo. 
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6.5.1 Alfa diversidad de la comunidad de nemátodos en cánidos costarricenses 

Figura 18. Comparación de alfa diversidad en la comunidad de nemátodos gastrointestinales de coyotes y perros en tres 

diferentes áreas de muestreo en Costa Rica. a) La medida de la diversidad alfa a través del índice de diversidad de Faith. Se encontraron

a) b) c) 
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diferencias entre el promedio  para ACG (0.28) y ACC (0.24) (Kruskal-Wallis con p=0.024). 

Entre las otras áreas no se encontraron diferencias con significancia estadística: ACG (0.28) 

y MDP (0.25) con un p=0.532; ACC y MDP (p=0.38). En la comparación entre coyotes 

(0.25) y perros (0.28), tampoco se encontraron diferencias significativas (p=0.977). b) La 

medida de la diversidad alfa  a través de equidad de Pielou. No se observaron diferencias 

significativas entre áreas de muestreo, el promedio de equidad de Pielou para ACG (0.75) vs 

ACC (0.63) mostró en la prueba Kruskal-Wallis un p=0.114, ACG (0.75) vs MDP (0.66) con 

p=0.115, y ACC (0.63) vs MDP (0.66) con p=0.751. Tampoco se observaron diferencias 

entre los cánidos estudiados, coyotes (0.69) y perros (0.73), con un p=0.291 c) La medida de 

ladiversidad alfa a través del índice de diversidad de Shannon. Se encontraron diferencias 

significativas entre el promedio para ACG (1.68) y ACC (0.77) (Kruskal-Wallis con 

p=0.002), entre las otras áreas no se encontraron diferencias con significancia estadística: 

ACG y MDP (1.12) (p=0.068); ACC y MDP (p=0.308). En la comparación entre coyotes 

(1.23) y perros (1.48), tampoco se encontraron diferencias significativas (p=0.354). 
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6.5.2 Beta diversidad de la comunidad de nemátodos en cánidos costarricenses 

 

Similar a lo realizado para las métricas de diversidad alfa, al calcular índices de beta 

diversidad se realizó un submuestreo aleatorio de los ASVs en cada muestra para que cada 

una tuviese un recuento total de 500 secuencias. Muestras con menos de 500 ASVs fueron 

excluidas del análisis, quedando un total de 71 muestras retenidas. Para comprobar si las 

distancias entre muestras dentro de un grupo (muestras provenientes del mismo cánido o 

del mismo sitio de muestreo), fueron más similares entre sí que con respecto a las muestras 

de otros grupos, se utiliza una prueba PERMANOVA(Anderson, 2001) con un total de 999 

permutaciones. Los resultados muestran que hay gran similitud entre las muestras de 

diferentes áreas de muestreo si se utiliza UniFrac que considera las relaciones filogenéticas 

(Cuadro 13). Mientras que al evaluar diversidad en términos de abundancia mediante el 

índice de Bray-Curtis se observan diferencias entre áreas de muestreo(Cuadro13). Por el 

contrario al evaluar la diversidad por tipo de cánido muestreado se observan diferencias 

influidas principalmente por las relaciones filogenéticas pero que en términos de 

abundancia son similares (Cuadro14). 

 

 

Cuadro 13. Comparativa de estadísticas de beta diversidad de nemátodos gastrointestinales 

según sitio de muestreo 
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Cuadro 14. Comparativa de estadísticas de beta diversidad de nématodos gastrointestinales 

según especie de cánido hospedero 

Métrica utilizada Valor de p Significancia 

UniFrac no ponderado 0.005 Significativo 

UniFrac ponderado 0.194 No significativo 

Disimilitud de Bray-Curtis 0.111 No significativo 

 

Los grupos comparados por cánido hospedero fueron los mismos en los tres 

casos: perros vs coyote. 
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7. DISCUSIÓN 

 

Descripción general del nemabioma de coyotes y perros 

La mayoría de las muestras recolectadas en parques nacionales provenían de coyotes. 

Este alto porcentaje de identificación acertada refleja que la morfología sumada a la 

información sobre avistamientos y zonas de tránsito de coyotes permiten identificar en la 

mayoría de los casos las heces de estos cánidos. Es esperable la confusión de heces de coyote 

con las de otros depredadores con los que comparten de forma natural la misma área de uso 

como es el caso de U. cinereoargenteus (Rodríguez-Luna et al., 2024) así como con 

depredadores que habitan las mismas áreas producto  de la actividad humana como en el caso 

de F. catus. Las heces de estos mamíferos pueden presentar similitudes en morfología y 

composición, pues al ser carnívoros también pueden presentan restos de pelaje, huesos, uñas, 

entre otros (Lukasik & Alexander, 2012). Por lo tanto, se demostró que esta metodología 

tiene aplicabilidad para el estudio no invasivo a partir de heces de cánidos silvestres en 

nuestra región. 

La lista completa de 10 parásitos descritos en este trabajo son especies que se han 

reportado en anterioridad en sus respectivos hospederos, ya sean perros o coyotes, en Costa 

Rica (Alemán, 2011; Niehaus et al., 2012; Valverde, 2010). Sin embargo, en este trabajo se 

utilizaron herramientas de biología molecular que permiten la identificación específica de 

parásitos como A. caninum. Esta es la primera vez que se reporta esta especie de 

ancylostomatídeo en coyotes en Costa Rica. Previamente, se había sugerido que el parásito 

circulaba en el país ya que había sido descrito múltiples veces en perros. Es importante esta 

descripción a nivel de especie para conocer a profundidad la ecología del parasitismo 

gastrointestinal en cánidos costarricenses, y para evitar falsos positivos, dado a que 

recientemente se encontró también A. ceylanicum en coyotes costarricenses (Zendejas-

Heredia et al., 2024), el cual como otros ancylostomatídeos, es indistinguible de A. caninum 

a través la observación microscópica de sus huevecillos. 

 Entre la lista de especies de parásitos encontrados también destaca el hallazgo 

de huevecillos correspondientes a individuos de la familia Taeniidae en coyotes. Al 

microscopio los huevecillos de los céstodos de los géneros Taenia y Echinococcus son 

difíciles de distinguir, razón por la cual se asignó la clasificación taxonómica a nivel de 
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familia. En el análisis de metabarcoding se obtuvieron secuencias congruentes con T. 

pisiformis, sin embargo, el porcentaje de identidad (90-94%) no fue suficientemente alto para 

asignar una clasificación taxonómica a nivel de especie. Además se debe tomar en cuenta 

que este hallazgo se obtuvo al comparar con la base de datos de Genbank completa, sin 

ningún procesamiento para adecuar las secuencias contenidas a las delimitadas por nuestros 

primers, ni otro tipo de filtrado de las secuencias allí contenidas. Aún con estas limitaciones 

el obtener secuencias similares a T. pisiformis tiene relevancia en un sentido ecológico. Se 

sabe que una de las principales presas de los coyotes son los roedores, y en Costa Rica existen 

datos que demuestran que el conejo (Sylvilagus floridanu) es la presa de preferencia de 

coyotes (Lloyd, 2020). Taenia pisiformis es un parásito que usa conejos como hospederos 

intermediarios en su ciclo de vida, lo cual aumenta la posibilidad de que la identificación por 

metabarcoding haya sido certera. En el pasado otros autores también encontraron huevecillos 

de Taeniidae en coyotes del sector Prusia del parque Nacional Volcán Irazú de Costa Rica. 

En dicha investigación se clasificó taxonómicamente estos parásitos como T. pisiformis 

(Niehaus et al., 2012).  

Similar al caso de T. pisiformis ocurre con el nemátodo Strongyloides sp., parásito 

que fue detectado mediante metabarcoding, con un bajo PID y comparando contra una base 

de datos no especifica (Genbank). Aunque falta evidencia para dictaminar una especie 

puntual, la mejor sospecha apunta hacia S. stercoralis, especie detectada en coyotes en el 

pasado a través de microscopía en Costa Rica (Niehaus et al., 2012). En el mismo sentido 

llama la atención el caso de Alaria sp., especie que se detectó solamente a través de biología 

molecular en esta investigación pero no se observaron sus huevecillos en el microscopio, al 

igual que en el caso de Strongyloides sp. que no se observaron larvas en heces. Especies del 

género Alaria han sido descritas en perros y coyotes en América principalmente en Cánada, 

Oklahoma en el norte de E.U.A y Florida en el sur del mismo país (Johnson et al., 2017; 

Luna-Estrada et al., 2017b; Pence et al., 1988). Sin embargo, hasta la fecha no se ha reportado 

este parásito en coyotes costarricenses. Para ampliar la evidencia disponible y llegar a 

confirmar estas identificaciones presuntivas, en el futuro se podrían utilizar marcadores 

biológicos adicionales como por ejemplo los marcadores nucleares ITS-1 e ITS-2, o los 

marcadores mitocondriales 12S y 18S. Estos marcadores han demostrado alta eficiencia en 
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la identificación de especies de helmintos sobre todo al utilizar múltiples marcadores al 

mismo tiempo (Chan et al., 2021).  

 

Epidemiología de las infecciones por nemátodos en cánidos de Costa Rica: Coyotes 

Se identificaron los parásitos A. caninum, T. canis y S. lupi con 99% o más de 

confianza utilizando metabarcoding y la base de datos personalizada (Cuadro 3). Es 

importante recalcar que esta información se refiere a los resultados en la totalidad de las 

muestras de coyotes sin genotipear. Teniendo esto en cuenta, se observa como hubo 

porcentajes de muestras positivas similares en coyotes y perros (22% vs 29% 

respectivamente), aunque levemente mayor porcentaje de parasitismo en las muestras de 

perro. El cálculo de OR entre estos dos grupos no es concluyente ya que el intervalo de 

confianza incluye al valor 1, lo que hace que no se pueda afirmar que existe más riesgo de 

infección por nemátodos en perros que en coyotes. 

 Las muestras de coyotes recolectadas presentaron varias diferencias con respecto a 

las de perro. Primeramente, las muestras de coyotes suelen tener un número mayor de materia 

orgánica no digerida como pelos, huesos, uñas o materia vegetal. A diferencia de las de perro 

que por lo general se componen de materia fecal mayoritariamente (Lukasik & Alexander, 

2011). Esto podría influir en la extracción de ADN, pues en el peso utilizado para la 

extracción se estaría considerando estos detritos que probablemente poco aportan de carga 

parasitaria. Además, las muestras de perro fueron recolectadas por sus dueños con un tiempo 

máximo de 24 horas, mientras que las de coyote fueron recolectadas en los parques 

nacionales sin conocimiento certero del tiempo que pudieron estar expuestas al ambiente. 

Esta situación, junto al efecto de la temperatura, la radiación solar y el crecimiento 

microbiano pudieron afectar la amplificación del ADN parasitario (Murphy et al., 1973). A 

pesar de esto, no se detectaron diferencias estadísticamente significativas en el número de 

muestras positivas entre ambos cánidos. Además, el porcentaje de A. caninum encontrado en 

coyotes fue similar al descrito en el estudio llevado a cabo por Niehaus et al., (2012) en Costa 

Rica (26.8%) (Niehaus et al., 2012) y estudios como el de Redman, realizado en Iowa, 

Estados Unidos (31%) (W. K. Redman et al., 2016).  
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Resaltan diferencias cualitativas entre la detección de nemátodos en muestras de 

perros y coyotes, por lo cual, solo en perros se detectaron los nématodos S. lupi y T. canis. 

Estas diferencias cualitativas podrían estar influenciadas por los factores intrínsecos de la 

muestra ya mencionados para el caso de los coyotes. También es posible que este fenómeno 

esté asociado al método de diagnóstico utilizado, pues podemos observar cómo a través de 

la observación microscópica el número de especies descritas es mayor tanto para coyotes 

como para perros. Sobre este fenómeno se profundizará más adelante. Cabe recalcar, que el 

número de muestras de coyote colectadas en el ACG fue mucho menor que en la ACC, lo 

que también podría incidir en la diversidad de especies encontrada, dado a que la ACG resultó 

tener más número de muestras de coyote positivas, pero todas por A. caninum. Estudiar más 

muestras de coyotes en el ACG aumentaría las probabilidades de encontrar especies 

adicionales como se consiguió en el caso de los perros con T. canis y S. lupi. Cabe mencionar 

que a pesar de estas diferencias cualitativas evidentes no se encontraron diferencias 

cuantitativas de significancia estadística. 

En cuanto a áreas de muestreo se observa un mayor número de muestras positivas en 

el ACG vs el ACC, esto tomando en cuenta el total de muestras (Cuadro 3). El OR para área 

de muestreo de la totalidad de muestras indica que es hasta 11 veces más probable encontrar 

una muestra positiva en el ACG que en el ACC, y hasta 5 veces más probable que en la 

comunidad de Mata de Plátano (Cuadro 4). El intervalo de confianza mayor a 1 para ambos 

casos (Figura 8) brinda validez estadística a esta relación de riesgo. Esta relación se mantiene 

al analizar únicamente las muestras de coyotes genotipeados, donde porcentualmente el 

número de individuos de coyotes positivos por A. caninum es mayor en el ACG (67%) que 

en el ACC (20%), con un OR estadísticamente significativo (Figura 10), y esto también 

ocurre al analizar los individuos de perros. En otras palabras, al analizar individuos tanto de 

coyotes como de perros la prevalencia de nemátodos es mayor en el ACG, que en ACC y que 

en la comunidad de Mata de Plátano (Figura 9). Es importante destacar que además de tener 

una mayor prevalencia de nemátodos, el ACG también presentó la totalidad de individuos 

con parasitosis múltiples.  

Guanacaste es una zona rural “fragmentada” debido a que se encuentran extensiones 

de bosque seco tropicales taladas por fincas ganaderas y plantaciones de caña y arroz. 
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Muestra de ello son el Parque Nacional Guanacaste y el Parque Nacional Santa Rosa que 

tiene una matriz compleja a través del paisaje. En la cual los diferentes hábitats naturales 

están mezclados con los que son alteradas,  donde coexisten diferentes animales, tanto de 

vida silvestre como domésticos, como caballos, vacas, burros y perros (Lloyd, 2020). Esto 

es importante, pues la prevalencia de nemátodos en los cánidos de la ACG está dada 

mayoritariamente en perros (Figura 9). Los perros en el ACG tienen entonces mayores 

fuentes de infección por nemátodos al estar en contacto con otros animales domésticos, y con 

otros perros también. A la vez, las actividades humanas cerca de áreas silvestres aumentan el 

intercambio de parásitos con animales silvestres (Otranto & Deplazes, 2019); lo que podría 

estar llevando a un mayor intercambio de parásitos con sus parientes cercanos los coyotes. 

Considerando que Guanacaste es el sitio en Costa Rica dónde hay registros más antiguos de 

coyotes (Vaughan, 1983) una posibilidad es que las comunidades de nemátodos y el ciclo de 

transmisión ha tenido más tiempo para establecerse en coyotes de esta área. Caso contrario   

en áreas colonizadas recientemente como el Valle central, dónde se presenta menor 

frecuencia de nemátodos. 

A través del genotipeo de coyotes, se mitiga el sesgo por sobremuestreo de un mismo 

individuo en estos cánidos, lo que permite tener datos más fidedignos del parasitismo por 

nématodos en coyotes. El porcentaje total de individuos de coyote positivos por nemátodos 

en este estudio fue de 38.71% (Como se observa en el Cuadro 5), y cabe recalcar que la única 

especie descrita con alto porcentaje de confianza a través del metabarcoding fue A. caninum. 

En el estudio realizado por Niehaus et al., (2012) en 2012 se encontró un 10% de parasitismo 

por uncinarias en muestras de coyotes recolectadas en el Parque Nacional Irazú (Prusia) 

(Niehaus et al., 2012), es decir porcentualmente se encontró un parasitismo 4 veces menor al 

del presente estudio. Esto podría explicarse por la técnica utilizada, pues en el estudio de 

2012 se utilizaron técnicas de concentración y la posterior observación microscópica. El 

metabarcoding tiene la ventaja sobre la microscopia en el hecho de que no necesita de los 

huevecillos intactos para poder detectar la presencia de nemátodos, basta con que haya ADN 

amplificable, lo que aumenta su sensibilidad (Christoforou et al., 2017). Esto es 

especialmente ventajoso en muestras ambientales como las heces de coyote. 
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Estudios en el extranjero también han reportado porcentajes variables de positividad 

por A. caninum en coyotes: en 2019 un estudio en un parque nacional en Chihuahua, México 

obtuvo porcentajes menores de infección (21% ), utilizando técnicas de concentración-

flotación y observación microscópica (Petters et al., 2019). Por el contrario, estudios en áreas 

urbanas o fragmentadas han obtenido niveles mucho mayores de infecciones por A. caninum, 

como ejemplo en Carolina del Norte, E.U.A se obtuvo 16 de 17 coyotes infectados (94%) al 

estudiar parásitos obtenidos directamente del intestino de carcasas de coyotes (Brzeski et al., 

2015). Por lo que es notable que A. caninum es una especie común en coyotes, pero su 

prevalencia está determinada por el área en el que se encuentren dichos cánidos y por la 

metodología de estudio. Dentro de este estudio podemos observar diferencias en el número 

de coyotes positivos por sitio de muestreo, siendo Mata de Plátano el sitio con la mayor 

prevalencia de A. caninum, seguido de la ACG y con la menor prevalencia se encuentra la 

ACC (Cuadro 7), que dista por mucho de los otros 2 sitios. Se obtuvo que el área urbana fue 

la región con la mayor prevalencia, seguido el área fragmentada y por el último el área 

protegida más conservada. A partir de los OR entre Mata de Plátano y ACC, así como ACG 

vs ACC (Cuadro 8 y figura 10) podemos observar cómo es mucho más probable encontrar 

un coyote infectado por A. caninum en Mata de Plátano que en la ACC. De igual forma es 

muchas veces más riesgosa la ACG que la ACC en cuanto a la parasitosis de este nemátodo 

en coyotes. Otros factores parecen no tener mayor relevancia. Si bien se encontró una mayor 

prevalencia en los coyotes machos y aquellos muestreados en época seca, los intervalos de 

confianza de los OR de época y sexo incluyen el valor 1, haciendo su interpretación no 

concluyente. La literatura acerca de la influencia del sexo en las infecciones por A. caninum 

es escasa. Sin embargo, algunas investigaciones apuntan a que en perros y coyotes adultos 

los machos son más susceptibles a las infecciones que las hembras (Anene et al., 1996; 

Miller, 1965; Roche & Patrzek, 1966; Wirsing et al., 2007). En cuanto a la época, tendría 

sentido encontrar mayor parasitismo en época seca dado que se ha reportado en Costa Rica 

un aumento en el consumo de mamíferos y un descenso en el consumo de vegetales en los 

coyotes durante la época seca (Lloyd, 2020), y se sabe que diferentes mamíferos y pequeños 

vertebrados pueden actuar como hospederos paraténicos de A. caninum(Mehlhorn, 2020)Se 

necesitaría obtener más muestras para establecer con mayor robustez estadística si la época 

de muestreo o el sexo tienen algún efecto en la prevalencia de nemátodos. También estudios 
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prospectivos donde se habilite la captura y recaptura de coyotes (uso de collares) y toma de 

muestras frescas podría ayudar a evaluar con mayor detalle la dinámica de las infecciones 

por época y por sexo.  

Epidemiología de las infecciones por nemátodos en cánidos de Costa Rica: Perros 

Los nématodos encontrados en perros en este estudio coinciden con lo reportado 

previamente en la literatura nacional: A. caninum como el parásito más frecuente en perros, 

seguido de T. canis y S. lupi en menor número (Alemán, 2011; Valverde, 2010). En cuanto 

a los porcentajes de parasitismo, la prevalencia total de nemátodos en perros determinados 

por metabarcoding (34,%, ver cuadro 9) se asemeja a lo encontrado en 2011 por el grupo de 

Alemán y colaboradores, quienes describieron un 39.1% de parasitismo total en perros de 

refugios; utilizando técnicas de concentración y microscopía (Alemán, 2011). Otros estudios 

han descrito prevalencias aún mayores de parasitismo gastrointestinal, como el caso de un 

estudio de 2010 donde en 158 perros de lugares en riesgo social en las provincias de Heredia, 

Alajuela, Limón y Puntarenas; y se describió un 57.6% de prevalencia (Valverde, 2010). 

Estas diferencias posiblemente se deben a las características de la población estudiada, las 

cuales están determinadas principalmente por el sitio y las condiciones en las que viven los 

perros estudiados.  

En esta investigación se observan diferencias marcadas entre áreas de muestreo. En 

la figura 11a se observa el ACG, el número de perros positivos por alguno de los 3 nemátodos 

es mucho mayor que en la ACC y en la comunidad de Mata de Plátano. De acuerdo al estudio 

de Valverde et al., (2010), la prevalencia de nemátodos en el ACG se acerca bastante a lo 

descrito para Costa Rica (Valverde, 2010). Incluso, observamos localidades dentro de 

Guanacaste que tienen un nivel de positividad por nemátodos que alcanza el 100% como el 

caso de Cuajiniquil, región, en donde además de encontrar todas las muestras positivas, se 

encontraron 3 coinfeciones entre A. caninum y T. canis, y 2 entre A. caninum y S.lupi. Como 

se mencionó anteriormente, Guanacaste es zona rural fragmentada donde existen zonas 

boscosas cercanas a comunidades humanas, ganadería y plantaciones extensivas donde hay 

una alta cercanía de animales domésticos y silvestres, así como la presencia de actividades 

humanas. Al igual que en el caso de los coyotes, esta es posiblemente la principal causa de 

mayor prevalencia de nemátodos en esta área. Además no hay que perder de vista que todos 
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los perros muestreados en el ACG tenían hábitos forrajeros por lo que eran cánidos expuesto 

al ambiente y sus diferentes fuentes de infección. Es por lo que también se observa una 

marcada mayor prevalencia en perros de ACG que los perros con hábitat domiciliar de la 

comunidad de Mata de Plátano (Figura 12a), siendo 38 veces más probable encontrar un 

perro positivo por nemátodos en el ACG que en Mata de Plátano (Cuadro 11). Este riesgo 

aumentado de infección por nemátodos en perros con hábitos forrajeros está relacionado con 

sus hábitos, pues al moverse libremente aumentan su contacto con múltiples fuentes de 

infección como diferentes personas, animales domésticos, y terrenos. Este contacto con la 

tierra juega un papel fundamental considerando que la mayor cantidad de infecciones está 

dada por A. caninum y T. canis, dos geohelmintos. De igual forma estos perros tienen más 

posibilidad de depredar roedores u otros pequeños animales silvestres, lo que aumenta su 

riesgo de infección (Tull et al., 2022). A esto se suma a que en las zonas rurales los perros 

suelen tener un nivel menor de atención veterinaria y consecuentemente una tasa menor de 

administración de antihelmínticos (Valverde, 2010). Otros estudios en Costa Rica han 

encontrado también alta frecuencia de infecciones por más de un nemátodo. Por ejemplo, en 

2013 un estudio en perros que frecuentan parques y áreas recreativas describió un 13% de 

perros coinfectados por ancylostomatídeos y T. vulpis, un 3%% de perros que portaban al 

mismo tiempo ancylostomatídeos y T. canis, y al menos una muestra que contenía 

simultáneamente ancylostomatídeos, T. canis y T. vulpis (Saénz, 2013).  

 Diferentes variables biológicas y demográficas relacionadas a los perros fueron 

estudiadas, lo que permite observar que además de la asociación entre área (ACG) y hábitos 

forrajeros con infecciones por nemátodos, también parece haber una asociación entre la 

prevalencia de nemátodos y la época seca. De igual forma parece que la existencia de 

cambios hematológicos en el hemograma (Cuadro 11) está relacionado con la presencia de 

una infección por nemátodos gastrointestinales. Es decir, es más probable encontrar perros 

parasitados por nemátodos gastrointestinales en época seca, y si hay un cambio hematológico 

en el hemograma (Figura 13). Por el contrario no hay una asociación clara entre la 

prevalencia de nemátodos y la edad de los perros, la talla (pequeño, mediano o grande) o el 

sitio específico de muestreo. Esto se puede deducir al observar la figura 13 donde vemos que 

las relaciones entre edad, talla y sitios de muestreo poseen rangos de confianza que atraviesan 
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el valor 1, haciendo la interpretación poco concluyente (no se puede definir como de riesgo 

o protector). 

 Estudios en América, Europa y África han mostrado que A. caninum y T. canis son 

más frecuentes en cánidos menores a un año, así como perros con hábito forrajero (Ketzis & 

Lucio-Forster, 2020; Mohamed et al., 2009a; Savilla et al., 2011). En este estudio el tipo de 

hábitat de los perros tuvo mayor influencia en la presencia de parásitos que la edad del 

animal. Por otro lado, los cambios hematológicos son altamente esperables, se observó mayor 

frecuencia de anemia en perros infectados. Esto concuerda con la fisiopatología de la 

infección por ancylostomatídeos como A. caninum, ya que los nemátodos adultos se 

alimentan de sangre llevando a anemia y por tanto cambios en la homeostasis sanguínea. 

Consecuentemente, estudios han comprobado una fuerte asociación entre la presencia de 

anemia, trombocitopenia y/o leucocitosis con infecciones por Ancylostoma spp. (De Andrade 

Silva et al., 2010). 

  De igual forma, T. canis y S. lupi durante su tránsito, desarrollo y estadía en el tracto 

digestivo provocan secuelas en los perros tales como anorexia, pérdida de sangre y proteínas 

en el tracto gastrointestinal (por alimentación de los parásitos), alteraciones en el 

metabolismo proteico o reducción de minerales, entre otros (Adolfo González Bermúdez et 

al., 2015). Lo anterior también puede reflejarse a través de cambios en el hemograma. En el 

caso de S. lupi se ha documentado anemia microcítica hipocrómica, leucocitosis, neutrofilia, 

y en casos severos trombocitopenia (Pazzi et al., 2014). En cuanto a T. canis se reporta 

igualmente anemia, leucocitosis y también se ha observado frecuentemente eosinofilia 

(Abdelkareem et al., 2022).   

Comparación entre la detección por microscopía y el uso de herramientas moleculares 

Mediante metabarcoding del cox1 se encontró un número mayor de muestras 

positivas (71/284) que mediante microscopía (57/284) (Cuadro 3).  En particular, S. lupi no 

fue detectado con el método tradicional pero sí en 2 muestras a través de la secuenciación 

profunda de amplicones. Ha sido demostrado qué las técnicas moleculares y en especial la 

secuenciación masiva de amplicones posee una sensibilidad mayor que las técnicas 

tradicionales con observación microscópica (Avramenko et al., 2015; Gordon et al., 2011). 
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La sensibilidad de los métodos tradicionales es baja debido a que depende de la pericia 

técnica del analista al observar, distinguir e identificar los huevecillos y formas larvales,  

además porque parásitos como S. lupi pueden presentar deposición intermitente de 

huevecillos (van der Merwe et al., 2008). 

La variedad de especies detectada mediante la microscopía fue mayor a la obtenida a 

través de la secuenciación. Es importante considerar que uno de los mayores retos de las 

técnicas de metabarcoding es la selección o desarrollo de “primers universales” capaces de 

detectar la mayor cantidad de taxones posibles (Aivelo & Medlar, 2018).  Por ejemplo, el 

parásito T. vulpis fue observado al microscopio pero no detectado en el metabarcoding. 

Desafortunadamente, en BOLD no se encontraron secuencias de cox1 para este parásito 

mientras que en la base de datos Genbank existen únicamente 4 secuencias de fragmentos de 

cox1 provenientes únicamente del estudio por Callejón et al., (2013a).(Callejón et al., 2013a) 

Por lo tanto,  la ausencia de T. vulpis se debe con mayor probabilidad a la falta de referencias 

adecuadas. Sin embargo, no se descarta un posible fallo en la amplificación. Otras especies 

detectadas en microscopía (T. leonina, Spirometra sp. y Taeniidae) lograron ser detectados 

por el método molecular, pero no con la confiabilidad deseada debido a su bajo porcentaje 

de identidad con las secuencias en la base de referencia. Además, cabe destacar que solo 

fueron detectados al comparar contra una base de datos poco depurada como lo es la base 

completa de Genbank. Esta limitación se debe a la alta diversidad de los helmintos y la 

dificultad de establecer un solo marcador que abarque varios taxones dentro de un mismo 

filo.  

Para superar esta dificultad otros estudios de metabarcoding en macroinvertebrados 

han utilizado “cócteles” de primers dirigidos contra diferentes marcadores genéticos (Chan 

et al., 2022; Robinson et al., 2022). También se ha implementado el uso de múltiples primers 

contra un mismo marcador genético como lo hicieron Prosser y compañía en 2013 cuando 

diseñaron una mezcla de primers para estudiar el cox1 de helmintos parasíticos (Prosser et 

al., 2013). Otra limitación de la metodología utilizada en este estudio fue el uso de muestras 

de coyote presentes en el ambiente, lo cual aumenta la posibilidad de encontrar ADN 

degradado impidiendo su amplificación (Rojas et al., 2024). Estudios que utilizan collares 

para captura de individuos de coyote y toma de muestras frescas han detectado parásitos hasta 

en el 94%  de muestras utilizando técnicas tradicionales (Brzeski et al., 2015), por lo que esta 
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podría ser una medida que mejore el rendimiento también en técnicas de secuenciación 

profunda de amplicones. Sin embargo, implicaría la sedación y posterior estrés del animal. 

El metabarcoding mejoró la asignación taxonómica de los helmintos presentes en las 

muestras a pesar de que la diversidad biológica fue reducida. Por ejemplo,  a través de 

microscopía solo pudo reportarse la observación de individuos de la familia 

“Ancylostomatiidae” pero con el uso del metabarcoding se logró delimitar a la especie A. 

caninum. Es por esto que las técnicas de secuenciación profunda de amplicones poseen una 

mayor resolución taxonómica (Chan et al., 2021). Además, el número de coinfecciones 

encontradas en microscopía y metabarcoding fue similar, ya que en ambos métodos casi la 

totalidad de las coinfecciones estuvieron dadas por la presencia de ancylostomatídeos con 

otro helminto. No obstante, dos muestras de coyotes presentaron T. canis con Spirometra sp. 

o coccidios. 

 Las coinfecciones más comunes en otras ubicaciones geográficas son generadas por 

ancylostomatídeos y otro helminto, por lo general geohelmintos como T. canis y 

estrongilídeos. Esto probablemente se deba a que estas especies se transmiten por la misma 

vía de infección (Dubie et al., 2023; Pumidonming et al., 2016), como se ha observado en   

coyotes de Norteamérica (Petters et al., 2019; W. K. Redman et al., 2016). En otros estudios 

se ha logrado identificar que la edad y los hábitos forrajeros son factores de riesgo a la 

poliparasitemia en perros (Enriquez et al., 2019; Macpherson et al., 2023).  Los perros más 

jóvenes usualmente tienen mayor riesgo a tener infecciones por múltiples helmintos ligado a 

la transmisión intrauterina, transmamaria y a la inmadurez del sistema inmune (Enriquez et 

al., 2019). Por otro lado, los hábitos forrajeros aumentan el número de contactos de los perros 

con posibles fuentes de infección como otros perros y animales silvestres, así como contacto 

con personas y con diferentes terrenos que podrían ser fuente de infección (Macpherson et 

al., 2023) 

Existe un vacío de información acerca de los mecanismos de las coinfecciones 

helmínticas en cánidos. Sin embargo, en otros mamíferos se han estudiado in vitro e in vivo 

las dinámicas de las relaciones inter-especie y con el hospedero. Es así como se ha 

determinado que existe una sinergia entre nématodos que coinfectan seres humanos. Por 

ejemplo, se ha determinado una relación positiva para el poliparasitismo por Ascaris 

lumbricoides y ancylostomatídeos, también para ancylostomatídeos-Trichuris trichiura 
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(Donohue et al., 2019). Además, en conejos silvestres Oryctolagus cuniculu se logró 

determinar un efecto positivo de Cittotaenia. denticulata en la intensidad de la infección 

por Trichostrongylus retortaeformis cuando ambas especies se encuentran en el mismo 

individuo (Lello et al., 2004). Algunos de los mecanismos que intervienen en el desempeño 

de una coinfección son la competencia por recursos, la interacción con la microbiota y la 

capacidad de modular el sistema inmune del hospedero (Lello et al., 2004). Sin embargo, aún 

es un área que necesita de mayor exploración y debe estudiarse individualmente cada caso 

de poliparasitismo en su respectivo hospedero. 

 

Variabilidad genética de nemátodos de perros y coyotes de Costa Rica 

 Las secuencias analizadas de A. caninum demostraron que existe una alta variabilidad 

genética en esta especie. De acuerdo con los análisis filogenéticos (Figura 14), hubo pocas 

diferencias entre los especímenes que infectan coyotes y perros, y no se observó un 

agrupamiento de acuerdo con el sitio de colecta (ACG, ACCy Mata de Plátano). Las 

secuencias de Costa Rica se agruparon indistintamente con las de Asia (China, Bangladesh), 

Oceanía (Australia) y América (E.U.A). De igual forma las redes de haplotipos TCS no 

mostraron agrupamientos según el área de colecta ni el cánido del cual se obtuvieron. La falta 

de agrupamiento por cánido o sitio de colecta refuerza la hipótesis de A. caninum circulan 

entre coyotes y perros, y que no se han encontrado aún haplotipos que tengan preferencia por 

un cánido u otro. Existe poca información genética de especímenes extraídos de seres 

humanos, al ser afecciones dérmicas dónde rara vez se obtiene el espécimen (Mega Ayunita 

Suprapto et al., 2024). Sin embargo dado el conocido potencial zoonótico de A. caninum, la 

existencia de este parásito en coyotes y su circulación a perros domésticos resalta el riesgo 

que representa para la salud humana. 

 Los estudios enfocados en la diversidad genética de A. caninum son escasos. Sin 

embargo, en otras investigaciones se ha observado que los individuos de A. caninum 

extraídos de distintos hospederos presentan una alta homología genética. Por ejemplo, en el 

sur de China, se determinó que los gatos son el principal hospedero de A. caninum y que las 

secuencias de cox1 extraídas de especímenes de gatos se colocaban en el mismo nodo con 

secuencias de perros al elaborar árboles filogenéticos (Y. Liu et al., 2013). Una investigación 

reciente por Quintana et al., (2023), lograron identificar 35 haplotipos al estudiar secuencias 
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de especímenes de E.U.A, Brasil, Australia y China; no obstante, existe una 

subrepresentación importante al no incluirse secuencias de especímenes africanos o 

europeos. Cabe destacar que 25 de estos 35 haplotipos se encuentran en E.U.A lo que 

evidencia una alta diversidad genética de A. caninum en este país (Quintana et al., 2023).  En 

contraste, en el presente estudio no se logran identificar haplotipos asociados a áreas 

específicas dentro del país (ACG,ACC o MDP), esto posiblemente debido al número de 

muestras analizadas y al área considerablemente menor de Costa Rica comparada contra 

E.U.A. Por lo tanto, nuestros resultados se asemejan a lo obtenido en estudios anteriores. 

 Al analizar la filogenética de T. canis encontramos similitudes con lo encontrado en 

A. caninum. No se observó un agrupamiento por continente, sin embargo, se detectó que las 

secuencias de Costa Rica agruparon con las de Irán y Alemania, mientras que por otro lado 

se agrupan las secuencias de Corea, China y Polonia (Figura 16). Otros autores han 

encontrado hallazgos similares. Por ejemplo,  en el 2023 se analizaron secuencias del gen 

cox1 y de aminoácidos de T. canis provenientes de E.U.A, Australia, Brasil, China, Japón, 

Portugal, Dinamarca, Rusia, Irán, Polonia y Países Bajos (Martin et al., 2023), que 

demostraron que no existe un agrupamiento de acuerdo con la ubicación geográfica. A nivel 

interno del país tampoco fue posible determinar si existen diferencias genéticas entre los 

individuos de T. canis que infectan cánidos en el ACG y el ACC, esto debido a que todas las 

muestras positivas por T. canis provinieron de ACG, a excepción de una que provenía de 

ACC. Igualmente, no se estudiaron diferencias genéticas por cánido hospedero dado que 

todas las muestras positivas fueron de perro. Se necesitaría obtener un número mayor de 

muestras positivas por T. canis en diferentes localidades del país, e incluir muestras de 

coyotes y perros, para poder evaluar a cabalidad la variedad genética de este parásito y las 

variables que influyen en esta. 

Las secuencias obtenidas de S. lupi de perros de la ACG agrupan en un mismo nodo 

con secuencias tomadas de parásitos adultos de especímenes obtenidas de perros en Costa 

Rica,  y México (Figura 17), y cercanas a las de especímenes de Israel y Sudáfrica. Se han 

descrito dos genotipos de S. lupi utilizando los marcadores genéticos ITS1, cox1 y 18S 

rDNA: el primer genotipo incluye especímenes de Australia, India, Israel y Sudáfrica, 

mientras que el segundo genotipo especímenes de Hungría e Italia (Rojas, Dvir, et al., 2018). 

Se determinó que las secuencias derivadas de este estudio agruparon en el genotipo 1, lo cual 
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coincide con un estudio reciente, donde se infirió que los especímenes de S. lupi provenientes 

de América (E.U.A, Perú y Costa Rica) pertenecen al genotipo 1 y están estrechamente 

relacionados con especímenes de Israel (Alfaro-Segura et al., 2023).   

Para poder evaluar a mayor profundidad la variabilidad genética de S. lupi y obtener datos 

acerca de posibles diferencias a lo interno del país y en otros hospederos potenciales coyotes 

se necesitan de estudios más amplios con un mayor número de muestras. Hasta la fecha no 

hay publicaciones científicas que reporten S. lupi en coyotes en Costa Rica. No obstante, S. 

lupi ha sido reportado en México y el sur de E.U.A. Sin embargo, las descripciones no han 

profundizado sobre las lesiones, estadios del parásito o los métodos utilizados para confirmar 

que se trataba de S. lupi verdaderamente (Foster et al., 2003; Luna-Estrada et al., 2017). Los 

coyotes y perros tienen mayor cercanía debido al acercamiento de seres humano a zonas 

silvestres. Esto aumenta el riesgo de transmisión de especies de nématodos gastrointestinales 

que pueden infectar a ambos cánidos, como se ha destacado a lo largo de este trabajo. 

 

Análisis de diversidad ecológica de los nemátodos gastrointestinales de cánidos de Costa 

Rica  

 

 Los análisis de diversidad alfa se enfocan en evaluar la diversidad de especies o 

unidades taxonómicas (en este caso representadas por ASVs distintos) dentro de una sola 

comunidad o muestra (Jurburg et al., 2022). En este estudio el análisis de alfa diversidad, 

medido por el índice de diversidad de Faith y el de Shannon,  reveló una mayor diversidad 

en las muestras de la ACG que en las de la ACC. Por el contrario, el índice de Equidad de 

Pielou no encontró diferencias estadísticamente significativas entre estas dos áreas de 

muestreo (Figura 18). El índice de diversidad de Faith toma en cuenta tanto la riqueza de 

especies (número de especies diferentes) en una muestra, así como las relaciones 

filogenéticas de estas especies (Faith, 1992). Un índice de Faith mayor significa entonces que 

la comunidad de nemátodos en las muestras de la ACG es más diversa en términos de número 

diferente de ASVs presentes en cada muestra y la distancia evolutiva de dichos ASVs. En la 

Figura 18a se observaron unas muestras del ACG con un valor de Faith entre 0.3 y 0.7, 

mientras que los demás violin plots concentran sus valores entre 0.2 y 0.3 El índice de 

Shannon por su parte, evalúa las muestras según su riqueza y uniformidad. Con uniformidad 
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se refiere a qué tan equitativamente están distribuidas esas especies (ASVs) en la comunidad 

(muestra), si hay mayor dominancia de unas pocas ASV quiere decir que hay una baja 

uniformidad (Herrmann et al., 2022). El índice de Shannon mayor en ACG confirma que este 

sitio de muestreo presenta mayor riqueza de ASV, y además indica que estas ASVs están 

mejor distribuidas. El índice de Shannon de las muestras de la ACG se concentra entre 2 y 4 

en el violin plot, mientras que para la ACC valores iguales o cercanos a 0. En otras palabras, 

la comunidad de nématodos gastrointestinales en el ACC se compone de menos ASVs y hay 

mayor dominancia de algunos ASVs específicos.  

El índice de Pielou mide uniformidad de forma independiente de la riqueza de 

especies, y es una métrica derivada del índice de Shannon (Herrmann et al., 2022). En este 

trabajo, la equidad de Pielou no mostró diferencias significativas entre la ACG y ACC, lo 

cual sugiere que la forma en que los ASVs están distribuidos en ambas comunidades es 

similar. Como se observa en la Figura 18b, la equidad de Pielou promedio de ACG y ACC 

fue mayor a 0.5, y se observó que estos valores se concentran por encima de 0.5 para las dos 

áreas de muestreo y ambos cánidos estudiados. Esto sugiere que las muestras estudiadas 

tienen una distribución equitativa de sus ASV (Herrmann et al., 2022).  

 En síntesis, en la ACG se encontró mayor riqueza, y número de ASVs diferentes por 

muestra que en la ACC (según los índices de Faith y Shannon). Además, esos ASVs tuvieron 

mayor distancia evolutiva entre sí que los ASVs de la ACC (índice de Faith). Sin embargo, 

la distribución (la abundancia relativa de las especies por muestra) es similar entre ambas 

comunidades, y esto se debe al gran número de ASVs de A. caninum que predomina tanto en 

coyotes como perros (Figura 4). Las características socio geográficas de la ACG pueden jugar 

un rol importante que explica el mayor número y diversidad de especies y/o ASVs en la zona, 

pues el predominio de zonas rurales fragmentadas donde existen zonas boscosas cercanas a 

comunidades humanas y presencia de animales domésticos y silvestres interactuando de 

forma cercana ha facilitado la transmisión de parásitos (Lloyd, 2020). Cabe recalcar la 

posible influencia también de un factor temporal, pues la ACG tiene reportes de coyotes más 

antiguos que el resto de Costa Rica (Vaughan, 1983). Por lo que el contacto de coyotes con 

seres humanos y con perros en Guanacaste tiene una historia mucho más larga, pudiendo 

influir en la diversidad genética encontrada.  Por otro lado, no se observaron diferencias 
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significativas entre perros y coyotes, por lo que al agrupar por cánido las comunidades tienen 

valores de alfa diversidad (riqueza, abundancia relativa y distancia filogenética) similares. 

 Los análisis de diversidad beta sirven para medir cuán diferentes son las 

comunidades de microorganismos entre distintos grupos. Para lograrlo se compararon la 

cantidad, abundancia o las relaciones filogenéticas de las especies o unidades taxonómicas 

(ASVs, OTUs) que componen cada grupo (Calderón-Patrón et al., 2012). El índice de 

disimilitud de Bray-Curtis determinó diferencias significativas entre sitios de muestreo, 

concretamente entre Mata de Plátano y las otras dos áreas(ACC y ACG) (Cuadro 13). Por el 

contrario, no se detectaron diferencias significativas entre las comunidades de nemátodos por 

área de muestreo de acuerdo con el Unifrac ponderado y no ponderado. Integrar estos 

resultados permite inferir que la comunidad de Mata de Plátano contiene los mismos ASVs 

o muy similares filogenéticamente a los que existen en la ACC y ACG, pero las proporciones 

(abundancias relativas) de estos ASVs son diferentes en esta área de muestreo.  

Para entender esta afirmación es importante recordar que la disimilitud de Bray-Curtis 

solo analiza las diferencias en la abundancia de especies, sin importar la filogenia (Bray & 

Curtis, 1957) mientras que el Unifrac (tanto ponderado como no ponderado) compara la 

composición de especies entre comunidades considerando sus relaciones filogenéticas (C. 

Lozupone & Knight, 2005). Las diferencias en la abundancia relativa entres sitios de 

muestreo también pueden observarse en la Figura 5. El análisis de diversidad beta por cánido, 

se observa en el Cuadro 14 demostró que las diferencias significativas se encuentran en 

Unifrac no ponderado y no en los otros dos índices. Es decir, el nemabioma de perros y 

coyotes presenta diferencias en las especies (ASVs) que contiene, pero las especies más 

abundantes son similares en ambas comunidades.  

Como se mencionó anteriormente los coyotes de este estudio solamente produjeron 

ASVs con alto nivel de PID para A. caninum, mientras que los perros además presentaron 

ASVs para T. canis y S. lupi. No obstante, la especie más predominante con un número muy 

alto de muestras positivas y ASVs detectados fue A. caninum tanto en perros como coyotes. 

A la luz de lo anterior, es de esperar que solamente la disimilitud de Bray-Curtis (que 

considera únicamente abundancia) no encontrase diferencias, mientras que Unifrac no 

ponderado que pone mayor peso a las diferencias filogenéticas si lo hiciese. Es importante 

mantener presente que la mayoría de las muestras de coyote incluidas en este estudio 
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provienen del ACC, por lo que estudiar más muestras de coyotes en otros sitios del país 

permitiría evitar posibles sesgos y tener un panorama más exacto claro de las diferencias y 

similitudes del nemabioma de perros y coyotes en Costa Rica. 

 

Nemabioma: Retos de las tecnologías de secuenciación de nueva generación 

 Es de suma importancia considerar que los taxones descritos en un análisis de 

secuenciación profunda de amplicones están determinados en gran parte por la base de datos 

usada como referencia de comparación. Es así como observamos que al comparar los ASVs 

obtenidos contra la base de datos personalizada obtenemos asignaciones taxonómicas 

altamente fiables, con un 99% de PID y 100% de QC, sin embargo, solo se identificaron 3 

parásitos. Por el contrario, al utilizar la base de datos GenBank, una base sumamente amplia, 

se obtuvo un número mayor de especies, con tres especies de helmintos adicionales: T. 

pisiformis, Alaria sp. y Strongyloides sp. Esto se debe a que la base personalizada solo 

contiene secuencias correspondientes a especies del filo Nematoda mientras que en GenBank 

se encuentran secuencias de especies del Reino animal. Además, GenBank no es una base de 

datos curada y personalizada para adaptarse a los primers utilizados en este análisis, por lo 

que las congruencias encontradas presentan menor fiabilidad y no son reproducibles. Falsos 

positivos y asignaciones taxonómicas erróneas podrían darse al comparar nuestros ASVs 

contra GenBank.  

En este sentido, el poseer datos de observación al microscopio permite tener una 

validación adicional de lo detectado a través del ensayo molecular, como es el caso del 

hallazgo de huevecillos de la familia Taeniidae, los cuales se hallaron a través de la 

comparación con la base GenBank y no con la base de datos personalizada. Sin embargo, su 

observación a través del microscopio brinda respaldo a este hallazgo que podría considerarse 

poco fiable pues se hizo mediante una base no curada y con bajo porcentaje de identidad. La 

necesidad de bases de datos robustas y con altos estándares de calidad ha sido expresado por 

la comunidad científica. Algunas de las consecuencias al comparar secuencias con una base 

de datos tan grande y que recibe información de tantas fuentes incluyen: etiquetado 

incorrecto, conflicto de secuencia (secuencias muy distintas asignadas al mismo taxón), 

conflicto taxonómico (una misma secuencia identificada con 2 o más taxones distintos), baja 
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resolución taxonómica, taxones faltantes y variantes intraespecíficas faltantes, entre otras 

(Keck et al., 2023). 

Otro de los desafíos del metabarcoding es la selección de “primers universales”, es 

decir primers que amplifiquen el ADN del mayor número de taxones posibles. Los primers 

utilizados en este ensayo detectaron un número amplio de especies, incluso especies fuera 

del filo Nematoda, como los céstodos de la familia Taeniidae y Spirometra spp., y de 

tremátodos como Alaria sp. Sin embargo, algunas especies observadas en el microscopio no 

fueron detectadas, como es el caso de T. vulpis y T. leonina. El número de apareamientos 

incorrectos (discrepancias o mismatches en inglés) entre bases de los primers y el ADN de 

las especies blanco influye en la relación entre la biomasa de las especies y la abundancia de 

lecturas en la secuenciación. La tasa de éxito de amplificación difiere de acuerdo con el 

número de genes ribosómicos y mitocondriales entre especies, en la composición de la 

comunidad resultante de acuerdo al método de extracción de ADN, los primers utilizados y 

tipo de secuenciación. Dependiendo de los pasos de amplificación o secuenciación, puede 

haber diferentes tasas de error en los amplicones lo que lleva a que en el control de calidad 

se descarten proporcionalmente más amplicones de ciertas especies (Aivelo & Medlar, 

2018). 

La aplicación del metabarcoding a las helmintiasis de animales es reciente y hacen 

falta más estudios que profundicen en el sesgo de amplificación de los primers. Sin embargo, 

estudios en artrópodos han comparado el rendimiento del gen 16S y el cox1 y han demostrado 

que existe una correlación significativa entre la biomasa de las especies y la abundancia de 

lecturas para el 16S, pero no para cox1, el cual suele tener más mismatches en sus primers 

(M. Liu et al., 2023). Diferentes modelos han confirmado que el tipo y número de mismatches 

influyen en el sesgo de amplificación al realizar estudios de secuenciación profunda de 

amplicones tales como el metabarcoding (Piñol et al., 2015).  

En esta investigación se observó una predominancia de A. caninum, siendo el parásito más 

frecuente y abundante tanto en perros como en coyotes y en todos los sitios de muestreo. 

Podría existir un sesgo de amplificación que haga que los primers amplifiquen 

preferencialmente las secuencias de este parásito. Una forma de evaluar el impacto de este 

sesgo sería la elaboración de muestras control o “mock samples”, similar a lo realizado en 

los ensayos de nemabioma en ganado (Avramenko et al., 2015). Las mock samples se 
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elaboran colocando múltiples especies de nemátodos en una solución estéril, en cantidades 

conocidas, de manera que al secuenciar se esperaría que el número de ASVs de cada 

nemátodo siga la misma proporción que el número de huevecillos o larvas colocados en la 

muestra mock.  Sin embargo, realizar un control similar puede ser retador en el caso de 

cánidos, dado que el número e identidad de los nemátodos infectantes de coyotes y perros 

suele ser variable entre individuos; a diferencia por ejemplo del ganado ovino en donde se ha 

identificado al menos 10 especies principales que suelen estar presentes en todas las ovejas 

(E. Redman et al., 2019). 

Alternativamente, se podría utilizar primers para diferentes marcadores genéticos. 

Como se mencionó anteriormente, algunos parásitos como T. vulpis no se pudieron 

amplificar con los primers utilizados, y fue detectada únicamente mediante microscopía. 

Existen pocos registros en bases de datos de secuencias de cox1 de T. vulpis, y los existentes 

han utilizado primers distintos a los seleccionados para este ensayo. Por el contrario, estudios 

moleculares en este parásito han logrado detectar en diferentes hospederos a través del 

marcador nuclear ITS1 y el ARN ribosomal 18S (Callejón et al., 2013b; Cutillas et al., 2007). 

Los genes mitocondriales, como la subunidad 1 del citocromo oxidasa (cox1), el citocromo 

b (cytb) y la subunidad 1 de la nicotinamida adenina dinucleótido hidruro (NADH) 

deshidrogenasa (nad1), y el ARNr mitocondrial 12S y 16S tienen alto poder de resolución 

para niveles taxonómicos inferiores (es decir, identificación a nivel de género y especie) y 

permiten resolver filogenias a nivel de especie debido a su alto grado de variación.  

De manera similar, los espaciadores transcritos internos (ITS) 1 y 2 del ADN nuclear 

ribosómico también muestran un alto grado de variación de secuencia, con el desafío de que 

algunos nemátodos pueden tener múltiples copias de este gen, dificultando su 

análisis(Mejías-Alpízar et al., 2024). Por el contrario, el gen del ARNr nuclear 18S está 

altamente conservado dentro de las especies y tiene una baja variabilidad interespecífica, 

pero se ha empleado para caracterizar comunidades de nemátodos en niveles taxonómicos 

superiores. En conjunto, la variabilidad de cada marcador genético ofrece una resolución 

diferente para los análisis filogenéticos y permitiría la caracterización de comunidades de 

nemátodos complejas (Chan et al., 2021).  

Además de las estrategias mencionadas para el aumento de la sensibilidad y poder de 

resolución del nemabioma en cánidos, también debe considerarse la implementación de 
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estrategias que permitan recolectar muestras frescas. Dado que el tiempo en el ambiente no 

fue posible determinar en este ensayo y podría ser un factor influyente en la calidad del ADN 

extraído a partir de las heces. Una posibilidad es el uso de estrategias de atrapamiento de 

individuos, sedación y obtención de la muestra por acceso rectal. Sin embargo, esta es una 

estrategia metodológica invasiva, que causa cierta afectación al tratarse de vida silvestre. 

Alternativamente podrían considerarse el uso de protocolos moleculares menos sensibles a 

la calidad e integridad del ADN, como lo son las tecnologías de secuenciación de nueva 

generación independientes de amplificación (Chang et al., 2024; Plewnia et al., 2024). 
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8. CONCLUSIONES 

 

• Se identificaron al menos 9 especies distintas de helmintos en coyotes y perros de 

Costa Rica a través del metabarcoding de cox1, siendo las especies más importantes 

en cuanto a porcentaje de identidad en la asignación taxonómica A. caninum, T. canis 

y S. lupi. 

 

• A. caninum fue el parásito gastrointestinal más frecuente y abundantemente 

encontrado tanto en coyotes de parques nacionales en ACG y ACC como en los perros 

de comunidades aledañas. 

 

• El ACG presentó mayor número de individuos de coyotes y perros infectados por 

nemátodos gastrointestinales. 

 

• Se detectaron infecciones múltiples dadas por A. caninum y otro(s) nemátodo(s) como 

T. canis o S. lupi en perros de la ACG . 

 

• Se determinó un mayor riesgo de infección por nemátodos gastrointestinales en 

perros con hábitos forrajeros que en aquellos con hábitos domiciliares. 

 

• Se observó una asociación significativa entre la presencia de nemátodos 

gastrointestinales en perros y la presencia de cambios hematológicos como anemia, 

trombocitopenia y/o leucocitosis. 

 

• El análisis genético reveló que los mismos genotipos de A. caninum circulan entre 

coyotes y perros lo que sugiere un vínculo entre el ciclo selvático y el domestico  

 

• Se observó una mayor riqueza de especies y secuencias (ASV) distintas de nemátodos 

en perros de la ACG que en ACC o la comunidad de Mata de Plátano 
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8.1. Perspectivas futuras 

• Incluir otros marcadores genéticos para aumentar el poder de detección y mejorar la 

resolución a nivel taxonómico del nemabioma y posiblemente el “helmintoma” de 

cánidos. 

 

• Construir “mock communities” que incluyan cantidades conocidas de los diferentes 

nemátodos que pueden hallarse en perros y coyotes para determinar posibles sesgos 

de amplificación del nemabioma. 

 

• Implementar metodologías libres de amplificación o estrategidas de captura no 

invasivas para la obtención de muestras frescas con el fin de aumentar el éxito de 

amplificación.  

 

• Obtener carcasas o tejido disectado de coyotes y perros que permitan la obtención de 

nemátodos adultos y su estudio genético para la validación de la existencia de 

transmisión entre ciclo selvático y doméstico. 
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10. ANEXOS 

10.1 Script I: Filtros de calidad de secuencias extraídas de BOLD 

 

#!/bin/bash 

#SBATCH --job-name=Import_sequences 

#SBATCH --output=resultimporting.txt 

#SBATCH --partition=dribe  

#SBATCH --ntasks=1  

#SBATCH --time=72:00:00 

 

## getting the line numbers of the bad sequences 

grep -v '^>' bold_allrawSeqs.fasta | grep [^THADGRC\.SMBNWVKY-] -n > badseqs.txt 

 

## reformatting these line numbers to delete 

for val in $(cut -f 1 badseqs.txt -d ':'); do 

myvar1=$(($val*2)) 

myvar2=$(($myvar1-1)) 

echo $myvar2"d" 

echo $myvar1"d" 

done | tr '\n' ';' | sed 's/.$//' > droplines.txt 

 

## deleting these line numbers 

myval=$(cat droplines.txt) 

sed -e $myval bold_allrawSeqs.fasta > cleaned_bold_allrawSeqs.fasta 

 

## Next make the taxonomy file 

grep '^>' cleaned_bold_allrawSeqs.fasta | sed 's/^>//' | \ 

awk '{for(i=1;i<2;i++)sub(";","\t")}1' > bold_rawTaxa_forQiime.tsv 
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module load seqkit/0.7.1 

seqkit seq cleaned_bold_allrawSeqs.fasta -g -o degappedSeqs.fasta 

cat ./degap_tmpdir/ degappedSeqs.fasta | paste - - | \ 

awk -v OFS="\t" '{gsub(/^[N]+/,"",$2);print}' | \ ## removes prefix N's 

rev | sed 's/^N*//' | \ ## removes suffix N's 

rev | tr '\t' '\n' > bold_outerNtrimmed.fasta 
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10.2 Filtrado de secuencias mediante RESCRIPt 

 

#!/bin/bash 

 

#SBATCH --job-name=RESCRIPT_sequences 

#SBATCH --output=RESCRIPT.txt 

#SBATCH --partition=dribe  

#SBATCH --ntasks=1  

#SBATCH --time=72:00:00  

 

module load miniconda/ qiime2 2020.8 

 

qiime tools import \ 

 --input-path bold_outerNtrimmed.fasta \ 

 --output-path bold_outerNtrimmed.qza \ 

 --type 'FeatureData[Sequence]'  

 

## import taxonomy data 

qiime tools import \ 

 --type 'FeatureData[Taxonomy]' \ 

 --input-format HeaderlessTSVTaxonomyFormat \ 

 --input-path bold_rawTaxa_forQiime.tsv \ 

 --output-path bold_rawTaxa.qza 

 

qiime rescript cull-seqs \ 

  --i-sequences bold_outerNtrimmed.qza \ 

  --p-num-degenerates 5 \ 

  --p-homopolymer-length 12 \ 

  --o-clean-sequences bold_ambi_hpoly_filtd_seqs.qza 
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qiime rescript filter-seqs-length \ 

  --i-sequences bold_ambi_hpoly_filtd_seqs.qza \ 

  --p-global-min 200 \ 

  --p-global-max 1600 \ 

  --o-filtered-seqs bold_ambi_hpoly_length_filtd_seqs.qza \ 

  --o-discarded-seqs bold_ambi_hpoly_length_discarded_seqs.qza 

 

qiime rescript dereplicate \ 

--i-sequences bold_ambi_hpoly_length_filtd_seqs.qza \ 

--i-taxa bold_rawTaxa.qza \ 

--p-mode 'super' \ 

--p-derep-prefix \ 

--p-rank-handles 'greengenes' \ 

--o-dereplicated-sequences bold_derep1_seqs.qza \ 

--o-dereplicated-taxa bold_derep1_taxa.qza 
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10.3 Alineamiento de primers y delimitado de la Base de datos 

#!/bin/bash 

 

#SBATCH --job-name= DataBaseAligning 

#SBATCH --output=DataBaseAligning.txt 

#SBATCH --partition=dribe  

#SBATCH --ntasks=1  

#SBATCH --time=72:00:00  

 

module load miniconda/ qiime2 2020.8 

 

qiime tools export --input-path bold_derep1_seqs.qza --output-path tmpdir_boldFullSeqs 

qiime tools export --input-path bold_derep1_taxa.qza --output-path tmpdir_boldFullTaxa 

 

seqkit seq --min-len 200 --max-len 1600 -w 0 ./tmpdir_boldFullSeqs/dna-sequences.fasta > 

boldFull_lengthFiltd_seqs.fasta 

grep -c '^>' boldFull_lengthNtaxaFiltd_seqs.fasta 

 

module load mafft/7.397 

module load seqkit/0.7.1 

 

## ALINEAR TODO A LOS PRIMERS 

mafft --auto --thread -1 boldFull_lengthNtaxaNambigFiltd_seqs.fasta > reference_MSA4 

 

mafft --multipair --addfragments JB3_JB5_primers.fasta --keeplength --thread -1 --mapout -

-reorder reference_MSA4 > giant_alignment2 

 

## El mapout que salga de aquí se va a llamar JB3_JB5_primers.fasta.map  
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mv JB3_JB5_primers.fasta.map GiantJB3_JB5_primers.fasta.map  

 

## Fijarse en las posiciones a utilizar para el trimming (en este caso 871 y 1218) 

 

seqkit seq --min-len 871 --max-len 1218 -w 0 giant_alignment2 > 

bold_derep1_helminth_tmp2.fasta 
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10.4 Derreplicación y generación de “classifier” para QIIME2 

#!/bin/bash 

 

#SBATCH --job-name= DerrepNClassifier 

#SBATCH --output= DerrepNClassifier.txt 

#SBATCH --partition=dribe  

#SBATCH --ntasks=1  

#SBATCH --time=72:00:00  

 

module load miniconda/ qiime2 2020.8 

 

qiime tools import \ 

 --input-path bold_derep1_helminth.fasta \ 

 --output-path bold_derep1_helminth_seqs_aligned.qza \ 

 --type 'FeatureData[AlignedSequence]' 

 

qiime rescript degap-seqs \ 

  --i-aligned-sequences bold_derep1_helminth_seqs_aligned.qza \ 

  --p-min-length 170 \ 

  --o-degapped-sequences bold_derep1_helminth_seqs_nogaps.qza 

 

qiime rescript dereplicate \ 

 --i-sequences bold_derep1_helminth_seqs_nogaps.qza \ 

 --i-taxa bold_rawTaxa.qza \ 

 --p-mode 'super' \ 

 --p-derep-prefix \ 

 --p-rank-handles 'greengenes' \ 

 --o-dereplicated-sequences bold_helminth_seqs.qza \ 

 --o-dereplicated-taxa bold_helminth_taxa.qza 
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qiime feature-classifier fit-classifier-naive-bayes \ 

 --i-reference-reads bold_helminth_database.qza \ 

 --i-reference-taxonomy bold_helminth_taxa.qza \ 

 --o-classifier classifier.qza 
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10.5 Formato de base de datos para usarse en LocaTT 

 

################################################## 

### Create a BLAST Reference Database from BOLD ## 

################################################## 

 

# Load LocaTT. 

library(LocaTT) 

 

# Set working directory. 

# CHANGE THIS TO YOUR WORKING DIRECTORY. 

setwd("/Users/kenengoodwin/Desktop/Other/Seasonal_Work/GeneticsLab/ReturnToLLT/F

or_Joy/For_Joy4") 

 

# Read in reference FASTA file (Base_Taxa_Locate.fasta). 

reference<-LocaTT::read.fasta(file="Base_Taxa_Locate.fasta") 

 

# Remove the first line, which contains no information. 

reference<-reference[-1,] 

 

# Replace the leading "tax=" with "###root;" in the header lines. 

reference$Name<-sub(pattern="^tax=",replacement="###root;",x=reference$Name) 

 

# Remove the level identifiers. 

reference$Name<-gsub(pattern=";[[:alpha:]]__",replacement=";",x=reference$Name) 

 

# Add an arbitrary numeric identifier to the taxonomic levels (these are expected 

# in MIDORI format, but are removed when formatting the reference database). 

reference$Name<-gsub(pattern=";",replacement="_1;",x=reference$Name) 

 

# Complete the addition of a numeric identifier to the last taxonomic level. 
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reference$Name<-paste0(reference$Name,"_1") 

 

# Write out FASTA file in MIDORI format. 

LocaTT::write.fasta(names=reference$Name, 

          sequences=reference$Sequence, 

          file="BOLD_MIDORI_Format.fasta") 

# Format reference database. 

LocaTT::format_reference_database( 

 path_to_input_reference_database="BOLD_MIDORI_Format.fasta",  

 path_to_output_BLAST_database="BLASTBase_Taxa_Locate.fasta",  

 input_reference_database_source="MIDORI") 

# Done! 
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10.6 Secuencias extraídas de la base GenBank para la construcción de árboles 

filogenéticos 

 

Cuadro 15. Secuencias extraídas de la base GenBank para la construcción de árboles 

filogenéticos de Toxocara canis 

 

Número de accesión GenBank Lugar de Origen 

AF182297.3 Korea 

AJ920053.1 China 

KC293901.1 Irán 

KX962441.1 Alemania 

KX962445.1 Alemania 

LC133353.1 Vietnam 

MK913431.1 Irán 

MK913433.1 Irán 

MT942612.1 Irán 

MT942614.1 Irán 

OM867301.1 China 
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Cuadro 16. Secuencias extraídas de la base GenBank para la construcción de árboles 

filogenéticos de Ancylostoma caninum 

Número de accesión GenBank Lugar de Origen 

ON980673.1 USA 

ON980666.1 USA 

ON980656.1 USA 

AJ407963.1 Australia 

ON980669.1 USA 

ON980668.1 USA 

ON980667.1 USA 

ON980664.1 USA 

ON980655.1 USA 

ON980651.1 USA 

ON980650.1 USA 

AP017673.1 Japón 

ON980674.1 USA 

ON980672.1 USA 

ON980660.1 USA 

ON980658.1 USA 

ON980653.1 USA 

ON980652.1 USA 

AJ407964.1 Australia 

ON980671.1 USA 

ON980661.1 USA 

ON980659.1 USA 

ON980657.1 USA 

NC_012309.1 China 

AJ407961.1 Australia 

ON980662.1 USA 

AB751617.1 Japón 
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ON980670.1 USA 

ON980663.1 USA 

ON980654.1 USA 

AJ407965.1 USA 

MN215971.1 China 

AJ407966.1 Australia 

AJ407962.1 Australia 

OR810954.1 Bangladesh 

 

 

 

 

Cuadro 17. Secuencias extraídas de la base GenBank para la construcción de árboles 

filogenéticos de Spirocerca lupi 

Número de accesión GenBank Lugar de Origen 

KY634870.1 Perú 

KY634868.1 Perú 

KY634869.1 Perú 

MH634001.1 Israel 

MH633999.1 Israel 

MH633998.1 Israel 

MH633997.1 Israel 

MH633996.1 Israel 

MH633995.1 Israel 

MH634000.1 Israel 

MH634005.1 Sudáfrica 

HQ674752.1 Sudáfrica 

NC_021135.1 China 

HQ674751.1 Sudáfrica 

MK922357.1 Sudáfrica 
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HQ674753.1 Sudáfrica 

HQ674759.1 Sudáfrica 

MH634010.1 India 

MH634009.1 India 

MH634008.1 India 

MH634007.1 India 

MH634006.1 India 

LC597865.1 Vietnam 

LC597864.1 Vietnam 

LC597863.1 Vietnam 

LC597862.1 Vietnam 

LC597861.1 Vietnam 

LC597860.1 Vietnam 

HQ674760.1 Sudáfrica 

HQ674756.1 Sudáfrica 

MH634002.1 Sudáfrica 

LC731326.1 Vietnam 

LC731325.1 Vietnam 

MH634004.1 Sudáfrica 

MH634003.1 Sudáfrica 

OQ335956.1 Costa Rica 

OQ335955.1 Costa Rica 

OQ335962.1 México 

KY495495.1 Sudáfrica 

HQ674755.1 Sudáfrica 

HQ674754.1 Sudáfrica 

OP476447.1 Chile 

KY495494.1 Sudáfrica 

KY495493.1 Sudáfrica 

HQ674761.1 Sudáfrica 
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HQ674758.1 Sudáfrica 

MH634011.1 Hungría 

KY495496.1 Sudáfrica 

OP476451.1 Chile 

OP476450.1 Chile 

OP476449.1 Chile 

OP476448.1 Chile 

KY495503.1 Sudáfrica 

KY495502.1 Sudáfrica 

KY495501.1 Sudáfrica 

KY495500.1 Sudáfrica 

KY495499.1 Sudáfrica 

KY495497.1 Sudáfrica 

HQ674757.1 Sudáfrica 

MH634013.1 Hungría 

MH634012.1 Hungría 

KY495505.1 Sudáfrica 

KY495504.1 Sudáfrica 

KY495498.1 Sudáfrica 

PP930795 México 

KX265049.1_DI Croacia 
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10.7 Resultados secuenciación masiva gen 12S 

 

Cuadro 18. Número de reads por replicado en cada una de las muestras confirmadas de 

 C. latrans 

 

Muestras Replicado A Replicado B Replicado C 

CY1 15434 20888 13906 

CY100 18542 12698 13934 

CY101 16852 17196 17554 

CY102 24 72 0 

CY104 34262 31052 37700 

CY104 27068 21668 29662 

CY105 7054 6748 4784 

CY105 36640 44144 33634 

CY106 11800 18284 17864 

CY106 13604 20094 13832 

CY107 6658 9040 6008 

CY107 24302 21850 21014 

CY108 7022 8050 6476 

CY109 4604 3298 4854 

CY111 4584 2216 2452 

CY112 19544 16472 17682 

CY113 2536 4192 2550 

CY114 6834 2192 3118 

CY115 2276 2132 0 

CY116 606 1146 680 

CY117 10546 7824 14496 

CY118 1226 2958 2042 

CY119 12804 18074 17468 

CY12 34152 53476 53140 
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CY121 16904 14372 17536 

CY122 16300 13946 12488 

CY123 2274 1112 0 

CY124 1924 2154 1594 

CY126 14288 12522 13346 

CY127 1622 1834 1746 

CY128 18286 4774 12610 

CY129 4966 7672 0 

CY13 1380 1134 1164 

CY13 1242 1468 0 

CY131 26770 19192 17950 

CY132 24 44 0 

CY133 25040 19378 16404 

CY134 40 112 0 

CY135 8 88 0 

CY136 22 38 0 

CY137 14 868 0 

CY138 384 112 0 

CY139 716 952 890 

CY141 25532 18790 6280 

CY142 542 168 0 

CY143 28168 24270 32888 

CY145 1680 2134 3450 

CY147 4906 5366 17388 

CY148 464 2068 0 

CY149 22376 16888 31192 

CY15 110 168 522 

CY150 690 866 7666 

CY151 344 960 0 

CY152 820 3834 9036 
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CY153 34 328 0 

CY154 110 502 0 

CY155 19966 18964 28932 

CY156 1032 822 4208 

CY157 19454 21010 19258 

CY158 5562 2592 0 

CY158 110 26 0 

CY159 5616 1372 7640 

CY16 5936 3856 9702 

CY16 31556 29994 52928 

CY160 52 56 0 

CY163 1740 3040 1740 

CY164 276 376 282 

CY165 1586 1744 874 

CY166 1197 23 0 

CY167 88 210 0 

CY168 410 90 0 

CY173 50 248 0 

CY175 36 10 0 

CY176 260 128 0 

CY178 2892 2584 1806 

CY179 82 146 0 

CY182 116 126 38 

CY183 12 44 0 

CY184 554 996 300 

CY185 150 266 0 

CY186 120 74 0 

CY187a 358 984 0 

CY187a 98 164 0 

CY189 3218 6200 3306 
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CY19 34180 42878 11864 

CY190 666 1294 2074 

CY191 36 10 0 

CY194 25612 31918 47726 

CY195 5562 2592 0 

CY195 110 26 0 

CY196 5616 1372 7640 

CY198 52 56 0 

CY2 38 102 0 

CY20 2780 1222 284 

CY20 12728 18820 4160 

CY202 1740 3040 1740 

CY205 88 210 0 

CY205 410 90 0 

CY210 50 248 0 

CY212 260 128 0 

CY214 2892 2584 1806 

CY215 82 146 0 

CY216 116 126 38 

CY217 12 44 0 

CY218 554 996 300 

CY219 150 266 0 

CY220 120 74 0 

CY221 358 984 0 

CY221 98 164 0 

CY223 3218 6200 3306 

CY23 590 202 0 

CY3 11284 14834 0 

CY4 26830 424 192 

CY48 25612 31918 47726 
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CY5 2254 1240 0 

CY6 16840 78 0 

CY7 6164 2866 0 

CY71 440 1002 2062 

CY74 7378 8254 13098 

CY79 1304 2052 1348 

CY8 208 70 0 

CY82 1054 1204 0 

CY83 416 222 420 

CY86 5638 8806 8542 

CY87 17638 13336 27914 

CY88 2368 1608 2972 

CY89 1280 3078 878 

CY9 22 458 200 

CY9 898 9632 8070 

CY93 156 150 82 

CY94 214 620 1346 

CY96 10252 8876 12220 

CY97 274 374 280 

CY98 13586 10744 8784 

CY99 468 524 468 
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10.8 Acercamientos árbol filogenético Ancylostoma caninum 

Figura 19. Acercamiento 

árbol filogenético A. 

caninum: porción superior 

izquierda. Se muestran 

probabilidades posteriores 

mayores a 0.6 
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Figura 20. Acercamiento árbol filogenético A. caninum: porción superior derecha. Muestra probabilidades posteriores mayores a 0.6 
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Figura 21. Acercamiento árbol filogenético A. caninum: porción inferior izquierda. Muestra probabilidades posteriores mayores a 0.6 
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Figura 22. Acercamiento árbol filogenético A. caninum: porción inferior derecha. Muestra probabilidades posteriores mayores a 0.6 
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10.9 Acercamiento árbol filogenético Spirocerca lupi 

 

 

Figura 23. Acercamiento árbol filogenético Spirocerca lupi: porción superior. Se muestran probabilidades posteriores mayores a 0.6 
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Figura 24. Acercamiento árbol filogenético Spirocerca lupi: porción inferior izquierda. Se muestran probabilidades posteriores 

mayores a 0.6 
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Figura 25. Acercamiento árbol filogenético Spirocerca lupi: porción inferior derecha. Se muestran probabilidades posteriores 

mayores a 0.6 


