
 

 

 

 

 

 

 

Escuela Superior Politécnica del Litoral 

Facultad de Ciencias de la Vida 

 

“Indicador de salud: parásitos haemosporidios en la comunidad de aves del 

bosque seco tropical” 

 

PROYECTO DE TITULACIÓN 

 

Previo a la obtención del Título de: 

 

MAGÍSTER EN BIOCIENCIAS APLICADAS CON MENCIÓN EN 

BIODESCUBRIMIENTO 

 

Presentada por: 

 

Peter Andrés Pibaque Suárez 

 

GUAYAQUIL – ECUADOR 

 

Año: 2025



 

 

Agradecimientos 

 

 

 

 

 

Agradezco a los integrantes del 

Laboratorio de Zoología – ESPOL,  Centro 

de Investigaciones Biotecnológicas del 

Ecuador, Departamento de 

Comportamiento Animal – Universidad de 

Bielefeld, Arbofino, profesores, amigos, 

colegas y familiares que me ayudaron en 

todas las fases de esta maestría. 

 



 

 

Declaración Expresa 

 

Yo, Peter Andrés Pibaque Suárez acuerdo y reconozco que: 

La titularidad de los derechos patrimoniales de autor (derechos de autor) del proyecto de 

graduación corresponderá al autor o autores, sin perjuicio de lo cual la ESPOL recibe en este 

acto una licencia gratuita de plazo indefinido para el uso no comercial y comercial de la obra 

con facultad de sublicenciar, incluyendo la autorización para su divulgación, así como para la 

creación y uso de obras derivadas. En el caso de usos comerciales se respetará el porcentaje de 

participación en beneficios que corresponda a favor del autor o autores. El o los estudiantes 

deberán procurar en cualquier caso de cesión de sus derechos patrimoniales incluir una cláusula 

en la cesión que proteja la vigencia de la licencia aquí concedida a la ESPOL. 

 

La titularidad total y exclusiva sobre los derechos patrimoniales de patente de invención, 

modelo de utilidad, diseño industrial, secreto industrial, secreto empresarial, derechos 

patrimoniales de autor sobre software o información no divulgada que corresponda o pueda 

corresponder respecto de cualquier investigación, desarrollo tecnológico o invención realizada 

por mí durante el desarrollo del proyecto de graduación, pertenecerán de forma total, exclusiva 

e indivisible a la ESPOL, sin perjuicio del porcentaje que me corresponda de los beneficios 

económicos que la ESPOL reciba por la explotación de mi innovación, de ser el caso. 

 

En los casos donde la Oficina de Transferencia de Resultados de Investigación (OTRI) de la 

ESPOL comunique al autor que existe una innovación potencialmente patentable sobre los 

resultados del proyecto de graduación, no se realizará publicación o divulgación alguna, sin la 

autorización expresa y previa de la ESPOL. 

 

Guayaquil, 10 de julio de 2025 

 

 

Peter Andrés Pibaque Suárez 



 

 

 

Evaluadores 

 

 

 

María Isabelita Jiménez Feijoó 

Presidente del Tribunal 

 

 

 

Paolo Michael Piedrahita Piedrahita 

Tutor de Proyecto 

  

José Luis Rivera Parra 

Co-Tutor de Proyecto 

 

 

Efrén Germán Santos Ordóñez 

Docente Evaluador 

  

Julián Alfredo Pérez Correa 

Docente Evaluador 

 



I 

 

Resumen 

Los parásitos haemosporidios aviares (Orden: Haemosporidia) son el organismo causante de 

la malaria aviar y otras enfermedades que afectan a las aves a nivel mundial. Investigaciones 

referentes a este tema no han sido conducidas en el bosque seco deciduo, un ecosistema 

amenazado a nivel global y la avifauna presente en ellos. Se realizó un muestreo mediante la 

captura de aves por redes de neblina durante el año 2024 para obtener datos de morfología y 

muestras de sangre de aves en tres diferentes bosques deciduos del Ecuador. El análisis reveló 

infecciones de parásitos en especies sin registros previos: Saltón gorrinegro - Arremon abeillei, 

Reinita gris y dorada - Myiothlypis fraseri y Saltador listado - Saltator striatipectus. Pruebas 

estadísticas no mostraron diferencias en la condición corporal entre individuos infectados y no 

infectados de dos grupos de especies capturadas. Los resultados también mostraron casos de 

infección por parásitos no haemosporidios en dos especies sin registros previos de infecciones 

de parásitos. Este trabajo aporta con nuevos registros de parásitos de aves en el ecosistema del 

bosque seco deciduo, donde estudios de parasitología mediante técnicas de microscopía y de 

biología molecular en aves son escasos. 

Palabras clave: Haemosporidios, parásitos sanguíneos, bosque seco deciduo, malaria aviar. 
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Abstract 

Avian haemosporidian parasites (Order: Haemosporidia) are the causal organisms for avian 

malaria and other diseases that affect birds worldwide.  Research on this topic has not been 

conducted in the dry deciduous forest, a globally endangered ecosystem, and the avifauna 

present in them. Sampling via mist netting was conducted during 2024 to obtain morphology 

data and blood samples for further evaluation by microscopy and molecular biology methods 

of birds captured in three deciduous dry forests in Ecuador. Analysis revealed infection by 

parasites on bird species without records of parasite transmission: Black-capped Sparrow - 

Arremon abeillei, Gray-and-gold warbler - Myiothlypis fraseri and Streaked saltator - Saltator 

striatipectus. Statistical testing showed no differences in body condition between infected and 

non-infected individuals of two groups of captured species.  Results also showed infection by 

non-haemosporidian blood parasites on two species with no previous record of blood parasite 

infection. This research contributes new parasite observations on birds from the deciduous dry 

forests, a region where parasitology studies involving microscopy and molecular biology 

methods are scarce. 

Keywords: Haemosporidians, blood parasites, deciduous dry forests, avian malaria. 
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1. Introducción 

1.1 Descripción del problema 

Los parásitos haemosporidios (Apicomplexa: Haemosporida) son un grupo de protistas 

que están distribuidos globalmente, presentan una gran diversidad y multitud de hospederos en 

aves y reptiles (Valkiūnas, 2005). En aves, este grupo de microorganismos son el agente 

responsable de la malaria aviar (Valkiūnas & Iezhova, 2018) además de afectar procesos 

biológicos como el éxito reproductivo (Bosholn et al., 2016), tasas de supervivencia (Ashgar 

et al., 2016) e incluso han sido relacionados a eventos de extinción de especies endémicas en 

ecosistemas vulnerables como los bosques tropicales insulares (Atkinson, 2009).  En Ecuador 

los trabajos de investigación relacionados a este grupo son limitados, en la región Costa, solo 

existen registros de haemosporidios en aves pertenecientes al bosque húmedo del Chocó (de 

Aguilar, 2018), mientras que el ecosistema de bosque seco tropical solo ha sido evaluado una 

vez, demostrando la existencia de nuevas especies hospederas de parásitos haemosporidios 

(Pibaque & Piedrahita, 2022). 

Dada a la alta diversidad de aves en la región Neotropical (Lees et al., 2022), se ha 

propuesto la hipótesis de que también existe una alta diversidad de parásitos haemosporidios 

en la región (Ellis et al., 2020; Moens & Pérez-Tris, 2016; Ricklefs et al., 2017), por lo cual el 

presente estudio presentará datos novedosos acerca de la biodiversidad en un grupo de 

microorganismos que cuenta con un número muy limitado de estudios (Álvarez-Mendízabal et 

al., 2024). 

1.2  Justificación del problema 

Adicionalmente al vacío en la literatura científica referente a la presencia de parásitos 

haemosporidios en la región, los ecosistemas, salud animal y sus efectos en el desarrollo 
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humano son temas de interés contemporáneo en el enfoque “Una sola salud” de la Organización 

Mundial de la Salud (OMS, 2023). Dado que el ecosistema de bosque seco tropical alberga 

varias especies de aves endémicas a nivel regional, las cuales pueden consideradas como 

valores de conservación, investigaciones referentes a parásitos haemosporidios son relevantes 

en esta agenda, ya que proveen de datos que pueden ser utilizados para la toma de decisiones 

asociadas a temas de salud, manejo y conservación de ecosistemas y especies tanto a nivel local 

como regional.  

1.3 Objetivos 

1.3.1 Objetivo general 

Determinar la presencia de parásitos haemosporidios en avifauna perteneciente al 

ecosistema de bosque seco tropical mediante técnicas de microscopia y de biología molecular 

para la evaluación del estado de salud de la avifauna y la prevalencia y diversidad de parásitos. 

1.3.2 Objetivos específicos 

Identificar mediante análisis de microscopía y moleculares nuevos registros de 

parásitos haemosporidios. 

Determinar especies de aves hospederas, sus parásitos asociados y su correlación 

mediante la evaluación de características morfométricas de los hospederos. 

Estandarizar una metodología para la detección de parásitos haemosporidios de aves, 

adaptado a los laboratorios en la Escuela Superior Politécnica del Litoral. 

1.4 Marco teórico 

Los parásitos haemosporidios (Apicomplexa: Haemosporida) son un grupo de tres 

géneros de protistas: Haemoproteus, Plasmodium y Leucocytozoon, son parásitos heteroxenos 
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obligados, en vertebrados estos se alojan en células sanguíneas, principalmente eritrocitos y 

tejidos de sus huéspedes (Valkiūnas, 2005). Los vectores de transmisión de estos 

microorganismos son dípteros hematófagos de las familias: Hippoboscidae, Ceratopogonidae 

y Simuliidae (Chakarov et al., 2020; Hellgren et al., 2008; Malmqvist et al., 2004), el ciclo de 

vida de los haemosporidios involucra fases tanto en hospederos como vectores, los cuales al 

alimentarse de la sangre de vertebrados infectados ocasionan su transmisión (Sunantaraporn et 

al., 2022).  

Las infecciones por haemosporidios en aves duran años o inclusive pueden permanecer 

latentes durante toda la vida (Valkiūnas & Atkinson, 2020). La enfermedad principal causada 

por estos parásitos es la malaria aviar, causada por parásitos del género Plasmodium (Rivero 

& Gandón, 2018), enfermedad que afecta la hematología (Schoenle et al., 2017), desarrollo de 

tejidos (Coon et al., 2016) y condición física (Ellis et al., 2015). Por otro lado, los efectos 

negativos ocasionados por Haemoproteus están relacionados a elevación de tasas de mortalidad 

(Marzal et al., 2015), pérdida de masa (Valkiūnas et al., 2006) y disminución de tasas de 

supervivencia (Martínez-de la Puente et al., 2010), mientras que se ha demostrado que 

Leucocytozoon afecta caracteres sexuales como el canto (Gilman et al., 2007) además de la 

condición corporal (Martín-Maldonado et al., 2023).  

El impacto de los haemosporidios sobre la condición corporal de sus hospederos ha 

sido evaluado mediante el estudio de conteos de células sanguíneas (Granthon & Williams, 

2017) o parámetros morfológicos (De La Torre et al., 2020). En base a estos parámetros es 

posible el cálculo de índices de condición (Peig & Green, 2009) relacionados a mediciones de 

masa y tamaño (Schulte-Hostedde et al., 2005), que pueden ser utilizados para identificar la 

variación entre los individuos de una población afectada por estos microorganismos (Sánchez 

et al., 2018), los cuales afectan de manera generalizada a diversos grupos de aves a escala 

global (Doussang et al., 2021). 
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A pesar de que estos parásitos han sido descritos a nivel global, excepto las regiones 

polares, los esfuerzos de investigación respecto al tema tienen un sesgo geográfico en 

Norteamérica y Europa (Clark et al., 2014). La región Neotropical, un hotspot de diversidad 

biológica (Prieto-Torres et al., 2020), no ha sido evaluada completamente para la presencia de 

protozoos, tales como los parásitos haemosporidios en sus ecosistemas (Ellis et al., 2020), con 

la mayoría de observaciones llevadas a cabo en Brasil, Perú y Colombia (Álvarez-Mendizábal 

et al., 2024).  

 El bosque seco tropical es uno de los ecosistemas más amenazados a nivel mundial 

(Prieto-Torres et al., 2021) y está catalogado como ecosistema “En peligro crítico” por la IUCN 

(Ferrer-Paris et al. 2019). Se ha identificado a las actividades antropogénicas como el principal 

agente de cambio y las aves como un grupo representativo para determinar el estado de 

conservación en este ecosistema, del cual se ha perdido el 75% de su extensión en Ecuador 

(Prieto-Torres et al., 2020; Portillo-Quintero & Sánchez-Azofeifa., 2010).  

De acuerdo con BirdLife International (2025), Ecuador está en la quinta posición a nivel 

mundial respecto a la riqueza de aves con 1626 especies, a pesar de esto, los estudios de 

parásitos haemosporidios en el país son escasos, en la revisión de parásitos haemosporidios en 

la región Neotropical realizada por Ellis et al. (2020), Ecuador es mencionado brevemente y 

acorde a Álvarez-Mendízabal et al. (2024), Ecuador es el país con menos registros de 

protozoos, grupo al que los parásitos haemosporidios pertenecen, en América del Sur. 

 La detección de parásitos haemosporidios en aves es realizada mediante el análisis de 

muestras de sangre (Valkiūnas, 2005) de individuos capturados por medio del uso de redes de 

neblina (Spotswood et al., 2011) o trampas (Gosler, 2004). La sangre extraída es utilizada para 

crear placas que serán observadas mediante técnicas de microscopia (Clark et al., 2009) y su 

posterior almacenamiento en medios de conservación (Di Lecce et al., 2022). La identificación 
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morfológica de parásitos se realiza mediante claves taxonómicas, las cuales describen los 

parámetros morfológicos de los haemosporidios en su estadio de vida dentro de los eritrocitos 

de sus hospederos, donde dependiendo del tamaño y estructuras internas de los parásitos 

pueden ser clasificados como macro- o micro-gametocitos (Valkiūnas, 2005; Valkiūnas & 

Iezhova, 2018; Valkiūnas & Iezhova, 2022). Adicionalmente existen protocolos de PCR que 

permiten la amplificación de ciertas regiones del citocromo-b del ADN mitocondrial de 

parásitos haemosporidios (Ciloglu et al., 2019; Hellgren et al., 2004; Pérez-Rodríguez et 

al.,2013; Waldenstrom et al., 2004), cuyos resultados pueden ser secuenciados mediante la 

técnica Sanger (Barrow et al., 2018) o secuenciación de siguiente generación (Yeo et al., 2022), 

y mediante el uso de la base de datos MalAvi (Bensch et al., 2009) es posible la comparación 

y registro de observaciones a diferentes escalas. 

En la actualidad solo existe una publicación (Pibaque & Piedrahita, 2022) referente a 

parásitos haemosporidios en aves del bosque seco tropical en Ecuador, donde se confirmó la 

presencia de Haemoproteus en muestras de sangre de aves mediante técnicas de microscopía. 

El presente trabajo es una continuación de esta línea de investigación, con la adición del uso 

de técnicas de biología molecular para la identificación de parásitos previamente no descritos 

y su posible correlación sobre la condición corporal de sus aves hospederas.
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2. Metodología 

2.1 Sitio de estudio 

El presente estudio se desarrolló en tres áreas: Bosque y Vegetación Protector La 

Prosperina - BVPP, Caseta Jaguar en Bosque Protector Cerro Blanco – BPCB y Finca 

Armadillo, Arbofino AG – FA. Los sitios BVPP y BPCB fueron elegidos debido a su 

representatividad como remanentes de bosque seco tropical en ambientes urbanizados, 

mientras que el sitio FA, fue sugerido como parte de una colaboración académica con Arbofino 

AG. 

El BVPP es un área protegida de 265 ha. donde el ecosistema predominante es el bosque 

seco tropical (ESPOL, 2023). En este ecosistema predominan plantas como Ceibo – Ceiba 

trischistandra, Bototillo – Cochlospermum vitifolium, Palo santo – Bursera graveolens, 

Amarillo – Centrolobium ochroxylum entre otras (ESPOL, 2023), respecto a la avifauna se han 

reportado 214 especies de aves (ESPOL, 2023), 27 endémicas de la región tumbesina tales 

como: Saltón gorrinegro – Arremon abeillei, Pecholuna elegante – Melanopareia elegans y 

Mirlo ecuatoriano – Turdus maculirostris. Adicionalmente se realizó un muestreo en el área 

“Caseta Jaguar” en Bosque Protector Cerro Blanco - BPCB, ecosistema que comparte 

vegetación y avifauna similar al BVPP. 

De igual manera, se muestreó en el área de conservación del sitio “Finca Armadillo” – 

FA de 103 ha., propiedad de la empresa Arbofino AG en el cantón Pichincha, provincia de 

Manabí, zona de transición del bosque seco tropical a bosque húmedo tropical del Chocó 

(Segarra, 2024), caracterizado por plantas como: Caucho – Castilla elastica, Bototillo – 

Cochlospermum vitifolium y Guava – Inga spp. (Ramón, comm. pers), entre las especies de 

aves registradas en el sitio se encuentran: Batarito cabecigrís – Dysithamnus mentalis, Arasari 
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collarejo – Pteroglossus torquatus, Momoto gritón – Momotus subrufescens, entre otras (Obs. 

pers.). 

2.2 Captura de aves y toma de muestras sanguíneas 

En BVPP, la captura de aves se realizó en los puntos: 2°8’54”S, 79°57’25”O, 100 

m.s.n.m. y 2°9'7"S, 79°57'51"O, 144 m.s.n.m. mediante el uso de seis redes de neblina, una de 

12 x 3 m y cinco de 2.1 x 2.4 m con ojo de malla de 30 mm, durante el período Mayo a 

Diciembre de 2024. Las redes fueron abiertas a partir de las 06h00 hasta las 12h00 durante 96 

horas por red y un total de 576 horas. 

En FA, la captura fue realizada en el punto: 0°58’13” S, 79°52’3” O, 377 m.s.n.m., con 

cinco redes de neblina de 3x5 m con ojo de malla de 30 mm en una visita en el mes de abril de 

2024, durante 30 horas por red y un total de 150 horas. 

En BPCB, se realizó una sesión de captura de aves en el punto: 2°8’8” S, 80°5’27” O, 

132 m.s.n.m. con una red de neblina de 12x3 m y tres de 2.1 x 2.4 m con ojo de malla de 30 

mm, en el mes de julio de 2024, durante 10 horas por red y un total de 40 horas. 

Los sitios donde fueron desplegadas las redes de neblina fueron elegidos a discreción 

del investigador debido a su facilidad de acceso y sugerencias de observadores de aves, en 

muestreos oportunos. 

En cada ave capturada se midieron parámetros morfométricos: masa, largo, ancho y 

profundidad de pico, longitud de ala y metatarso. Las muestras sanguíneas fueron obtenidas 

mediante la punción de la vena braquial (Campbell, 2015) usando agujas desechables estériles 

(Fortune Medical Company, Tianchang, China), entre 5 y 10 µl de sangre fueron extraídos 

mediante el uso de un tubo capilar heparinizado. Utilizando una cantidad inferior a una gota se 

procedió a la preparación de placas sanguíneas (Santiago-Alarcón & Carbo-Ramírez, 2015), el 
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resto de la sangre en el tubo capilar fue transferida a un tubo Eppendorf el cual estaba lleno 

con 1.5 ml de Etanol Absoluto para su análisis genético posterior. En un subconjunto de 

muestras se utilizó EDTA como agente de fijación para análisis genéticos y su posterior 

evaluación en comparación al Etanol Absoluto. 

Al final de la extracción de sangre cada ave fue liberada luego de realizar un corte en 

la parte terminal de la segunda pluma rectriz del ala derecha para evitar muestreos en recapturas 

(Silvy et al., 2012), el tiempo de procesamiento de cada ave fue de aproximadamente 10 

minutos. Debido a limitaciones logísticas, muestras genéticas no fueron tomadas en el sitio de 

estudio FA. 

2.3 Tinción y análisis de placas para identificación de parásitos haemosporidios 

La tinción de las placas sanguíneas se realizó de acuerdo a Valkiūnas (2005), con una 

solución de Giemsa (Sigma-Aldrich, Darmstadt, Alemania) durante un período de 1 hr. Las 

placas fueron observadas mediante una cámara digital 60MP FHD Camera V8 (Eakins, 

Shanghai, China) adaptada a un microscopio óptico Micros MC100 (MICROS Austria 

Produktions, St. Veit, Austria) bajo una magnificación de 400x durante un período de 30 

minutos por placa (Cadena-Ortiz et al., 2018). Mediante el uso del software Micro-Manager 

2.0 (Edelstein et al., 2014) y Fiji-ImageJ (Schindelin et al., 2012) se tomaron fotografías de 

alta resolución para la identificación de haemosporidios. La identificación de caracteres 

taxónomicos fue realizada mediante la consulta de Valkiūnas & Iezhova (2022), Valkiūnas & 

Iezhova (2018) y Valkiūnas (2005), en la Tabla 1 se presentan los caracteres taxonómicos 

utilizados para la identificación de parásitos haemosporidios, los parásitos que encuentran en 

estados iniciales de desarrollo no pueden ser identificados debido a que no se pueden observar 

las características específicas de Haemproteus, Plasmodium y Leucocytozoon. 

Tabla 1  
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Rasgos taxonómicos utilizados para la identificación de parásitos haemosporidios asociados 

a la avifauna 

Parásito Rasgos taxonómicos Referencia 

Haemoproteus 

coatneyi 

Nucleo en posición terminal Valkiunas & Iezhova, 2022 

 Gametocito en forma de mancuerna que 

rodea al núcleo del eritrocito 

 

 Citoplasma de eritrocito no se deforma, 

creando una estructura en forma de globo en 

área de citoplasma no infectada 

 

No es posible 

identificar 

Inclusiones dentro del citoplasma de 

eritrocitos se asemejan a microgametocitos 

de los géneros Haemoproteus y Plasmodium 

Valkiunas, 2005 

Haemoproteus 

vireonis 

Gametocito que envuelve completa o 

parcialmente al núcleo del eritrocito 

infectado. 

Valkiunas & Iezhova, 2022 

 

Pigmentos granulares marcados en 

citoplasma de gametocito  

 

2.4 Análisis genético para identificación de haemosporidios 

A partir de las muestras fijadas en etanol absoluto y EDTA se realizó la extracción de 

ADN mediante un protocolo estándar de fenol-cloroformo (Chakarov, comm. pers.), la 

concentración de ADN fue determinada mediante el uso de un espectrofotómetro Nanodrop 

2000 (Thermo Scientific, Waltham MA, USA). Una concentración de ADN entre 20 y 200 

ng/µl fue determinada como aceptable para realizar el ensayo de PCR (Chakarov, comm. pers.), 

si la concentración de ADN excedía los 200 ng/µl se procedió a diluir el ADN a una 

concentración de 30 ng/µl, añadiendo la cantidad necesaria de agua ultrapura para llegar a la 

concentración deseada. El protocolo de PCR anidada se basó en Pérez-Rodríguez et al. (2013) 

con el objetivo de obtener un amplicon de 542 pb del citocromo b del genoma mitocondrial de 

parásitos haemosporidios luego de la reacción final de la PCR anidada. Este protocolo consiste 

en dos pasos de amplificación: el primer paso de amplificación fue realizado con los primers 

Plas1F (5’- GAG AAT TAT GGA GTG GAT GGT G -3’) y HaemNR3 (5’- ATA GAA AGA 

TAA GAA ATA CCA TTC-3’), el perfil de temperatura para esta PCR fue 10 min a 95°C 

seguido de 25 ciclos de 30 s a 95°C, 30 s a 48°C y 1 min a 72°C, luego de esto se realizó una 
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segunda PCR usando el producto amplificado de la primera reacción sin diluir como muestra 

y los primers internos 3760F (5’- GAG TGG ATG GTG TTT TAG AT -3’) y HaemJR4 (5’- 

GAA ATA CCA TTC TGG AAC AAT ATG -3’) para la detección de Haemoproteus, 

Plasmodium y Leucocytozoon. El perfil de temperatura fue igual al de la primera reacción con 

un período de 35 ciclos. Cada reacción de PCR fue realizada en un volumen total de 10 µl 

conformados por 5 µl de 2X GoTaq® Master Mix (M712, Promega, concentración final de 

1x), 200 nM de cada primer y 1 µl de muestra de ADN extraído o de producto de PCR, 

respectivamente; y completándose a 10 µl con H2O ultrapura. Los productos de la segunda 

reacción de la PCR fueron visualizados en un gel de agarosa al 1.5% con tinción SYBR™ 

SAFE (Invitrogen, E.E.U.U.) para verificar la existencia de infección por haemosporidios al 

visualizarse un amplicon de ADN de haemosporidios del tamaño deseado, 542 pb mediante el 

uso del marcador molecular TrackIt de 100 pb (Invitrogen, E.E.U.U.). 

2.5 Parasitismo, índice de condición de aves y análisis correlacional 

Mediante el análisis del modelo de regresión lineal de las medidas metatarso y masa, 

se puede obtener un índice de condición corporal en base a los residuales de este modelo, que 

puede ser utilizado para el análisis estadístico en vertebrados como las aves (Schulte-Hostedde 

et al., 2005). Un residual positivo denota a individuos cuya masa corporal es mayor a la 

esperada por su tamaño mientras que el negativo indica a una masa corporal menor a la 

esperada (Michlanski et al. 2025). Estos valores fueron utilizados para realizar una 

comparación estadística mediante la prueba de Kruskal-Wallis (Dytham, 2011) y comprobar si 

existen diferencias entre la condición de aves infectadas y no infectadas por haemosporidios. 

El cálculo de índice de condición se realizó mediante la obtención de los residuales de una 

regresión lineal de los parámetros masa y longitud de metatarso acorde a Schulte-Hostedde et 

al. (2005). 
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A partir de la inspección de las placas sanguíneas se procedió a calcular la prevalencia 

de infección total y por especie (Huyvaert, 2020) en todo el conjunto de muestras, además de 

verificar cualitativamente la presencia de otros organismos asociados al tejido sanguíneo como 

Trypanosoma sp. y microfilarias (Clark et al., 2009). En cada placa donde se observaron 

estructuras consistentes con infección por heamosporidios se calculó la intensidad promedio 

de infección: número de eritrocitos infectados por cada 6000 células no infectadas (Reiczigel 

et al., 2019; Santiago-Alarcón & Carbo-Ramírez, 2015), finalmente se verificó mediante la 

prueba Mann-Whitney-Wilcoxon existen diferencias entre el índice de condición en aves 

infectadas y no infectadas (Dytham, 2011). La evaluación de diferencias entre índices de 

condición fue realizada en especies en las cuales se logró capturar al menos cinco individuos, 

cantidad recomendada como mínima para su evaluación (Ellis et al., 2020). Todos los análisis 

estadísticos fueron realizados en el software R-Studio v2024.12.0 (Posit Team, 2024).
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3. Resultados y análisis 

3.1 Aves capturadas y muestras obtenidas 

Se capturó un total de 96 individuos pertenecientes a 18 familias y 6 órdenes (Tabla 2). 

Se utilizó la taxonomía de Clements et al. (2024) para la identificación de las especies de aves 

capturadas. Debido a que la extracción de sangre en especies de la familia Trochilidae, es 

realizada mediante la punción de la vena yugular, lo cual aumenta el riesgo de eventos de 

mortalidad (Clark et al., 2009), estas fueron excluidas del presente estudio. La extracción de 

ADN de muestras genéticas conservadas en EDTA no fue exitosa, se presentó contaminación 

en la extracción, por lo cual estas muestras no fueron consideradas para el análisis molecular. 

Tabla 2 

Especies capturadas en el presente estudio en tres áreas de bosque seco tropical durante el 

año 2024. Se indican porcentajes de prevalencia por especie y general, además del resultado 

de la evaluación por microscopía y biología molecular. 

Familia 
Especies 

capturadas 

Sitio 

 de 

Captura 

Capturas 

# de 

casos de 

infección 

Prevalenci

a 

[%] 

Detección  

Microsco

pia 

Detección 

PCR 

Bucconidae Malacoptila panamensis FA 1 0 
   

Columbidae Leptotila ochraceiventris BPCB 1 0 
   

 
Leptotila verreauxi BVPP 1 0 

   

Fringillidae Euphonia xanthogaster FA 1 0 
   

Furnariidae Campylorhamphus 

pusillus 

FA 1 0 
   

 
Dendrocincla fuliginosa BPCB 1 0 

   

 
Lepidocolaptes souleyetii BVPP 4 0 

   

Melanopareiidae Melanopareia elegans BVPP 2 0 
   

Momotidae Momotus subrufescens FA 1 0 
   

Onychorhynchidae Onychorhynchus 

coronatus 

FA 1 0 
   

Parulidae Myiothlypis fraseri BVPP, 

FA 

10 2 20 Si Si 

Passerellidae Arremon aurantiirostris FA 1 0 
   

 
Arremon abeillei BVPP 11 4 36 Si Si 

Pipridae Manacus manacus FA 1 0 
   

Polioptilidae Polioptila plumbea BVPP 1 0 
   

Ramphastidae Pteroglossus torquatus FA 2 0 
   

Thamnophilidae Dysithamnus mentalis FA 1 1 
 

Si** 
 

 
Thamnophilus bernardi BVPP 3 1 33 

 
Si 
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Thraupidae Sicalis flaveola BVPP 2 0 
   

 
Saltator maximus FA 1 0 

   

 
Saltator striatipectus BVPP 3 1 33 

 
Si 

 
Sporophila corvina BVPP 3 0 

   

 
Volatinia jacarina BVPP 16 0 

   

Trochilidae* Amazilis amazilia FA 2 0 
   

 
Amazilia tzacatl FA 1 0 

   

 
Phaetornis longirostris FA 10 0 

   

Turdidae Turdus maculirostris BVP 2 0 
   

Tyrannidae Mionectes oleagineus FA 2 0 
   

 
Euscarthmus fulviceps BVPP 3 0 

   

 
Myiophobus 

crypterythrus 

BVPP 1 0 
   

 
Tolmomyias 

sulphurescens 

BVPP 1 0 
   

Vireonidae Cyclarhis gujanensis BVPP 3 1 33 Si*** 
 

 
Vireo chivi BVPP 1 1 100 Si Si 

    
# total de capturas 96 

    
# total de ind. infectados 12 

    
Prevalencia general 13% 

BVPP: Bosque y Vegetación Protector Prosperina 

FA: Finca Armadillo 

BPCB: Bosque Protector Cerro Blanco 
*Trochilidae excluidos de análisis 

**Registro de microfilarias 

***Registro de Trypanosoma sp. 

3.2 Morfometría, índice de condición y parasitismo de aves capturadas 

Las medidas de cada ave fueron registradas. Mediante el análisis de microscopía de 124 

placas sanguíneas, se detectaron 9 individuos infectados por parásitos haemosporidios, 

mientras que, el análisis por medio de la técnica de PCR anidada detectó 7 individuos 

infectados. Todos los casos de infección por haemosporidios fueron registrados en aves 

capturadas en el sitio BVPP con una intensidad de infección menor al 1% para todas las placas 

donde se observaron haemosporidios (Tabla 3). 

Mediante el análisis de placas sanguíneas por microscopía (Fig. 1) se detectó 

infecciones en las especies Arremon abeillei (Passerellidae), Myiothlypis fraseri (Parulidae), 

Saltator striatipectus (Thraupidae) y Vireo chivi (Vireonidae), todas las infecciones detectadas 

por microscopia también fueron detectadas mediante la técnica de PCR anidada, excepto en el 

caso de Saltator striatipectus. 
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Figura 1 

Especies de aves capturadas en BVPP y parásitos detectados en muestras sanguíneas 

colectadas durante el año 2024. (A) Arremon abeillei, (a) Haemoproteus coatneyi, (B) 

Myiothlypis fraseri, (b) Desconocido, (C) Saltator striatipectus, (c) Desconocido, (D) Vireo 

chivi (d) Haemoproteus vireonis. Barra de escala: 2 µm 

 

En una especie se registró infección por haemosporidios por el método de PCR anidada 

(Fig. 2): Thamnophilus bernardi (Thamnophilidae). Las placas sanguíneas obtenidas de esta 

especie no mostraron indicios de infección por haemosporidios.  

Figura 2 

 (A,B)Electroforesis en gel de agarosa al 1.5%, de los productos de la segunda reacción de 

PCR. La presencia de amplicones indican la presencia de parásitos haemosporidios. Flecha: 

(A) Amplificación no específica de ADN extraído de Melanopareia elegans. Cabeza de flecha: 

(B) Muestra positiva, ADN extraído de macho de Thamnophilus bernardi. (C) Melanopareia 

elegans. (D) Thamnophilus bernardi. Bandas no señaladas pertenecen a muestras obtenidas 

de las especies Arremon abeillei, Myiothlypis fraseri y Vireo chivi. Recuadros rojos: banda de 

600 pb. 
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Tabla 3 

Intensidad de infección en casos detectados por microscopia de aves capturadas durante el 

año 2024, los conteos mostrados se realizaron en un total de 6000 eritrocitos 

Familia Especie Placa 

Número 

de 

eritrocitos 

infectados 

Passerellidae Arremon abeillei 1 29 

  2 14 

  3 8 

  4 11 

Parulidae Myiothlypis fraseri 1 10 

  2 10 

Thraupidae Saltator striatipectus 1 13 

Vireonidae Vireo chivi 1 34 

 

Además de parásitos haemosporidios, se detectaron un caso de presencia de 

microfilarias (Orden: Rhabditida) y otro de Trypanosoma sp. (Orden: Trypanosomatida) 

mediante la técnica de microscopia en las placas de sangre obtenidas (Fig. 3) en las especies 

Dysithamnus mentalis (Thamnophilidae) y Cyclarhis gujanensis (Vireonidae) de los sitios FA 

y BVPP, respectivamente. 

Figura 3 

Especies de aves capturadas en el presente estudio y parásitos no haemosporidios detectados 

en muestras sanguíneas. (A) Hembra de Dysithamnus mentalis, (a) Microfilaria, (B) Arremon 

aurantiirostris, (b) Microfilaria, (C) Cyclarhis gujanensis, (c) Trypanosoma sp. Barra de 

escala: 2 µm 
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La prevalencia de parásitos haemosporidios en todas las aves capturadas fue 13% 

(Tabla 1). Se calculó el índice de condición (Tabla 3, Figura 4) para las especies: Arremon 

abeillei (Passerellidae) y Myiothlypis fraseri (Parulidae).  

Tabla 4 

Índice de condición de las especies Arremon abeillei y Myiothlypis fraseri, el índice fue 

calculado mediante una regresión lineal de los valores de masa y longitud de metatarso. 

Valores mayores indican una mejor condición del individuo 

Individuo Especie 

Longitud 

de 

metatarso 

[mm] 

Masa 

[g] 

Índice de 

condición 

1 Arremon abeillei 25,1 24,0 0,17 

2 Arremon abeillei 26,6 25,2 1,65 

3 Arremon abeillei 25,4 25,7 0,44 

4 Arremon abeillei 23,9 27,9 -1,09 

5 Arremon abeillei 24,1 27,4 -0,88 

6 Arremon abeillei 24,1 24,9 -0,84 

7 Arremon abeillei 24,6 24,0 -0,32 

8 Arremon abeillei 25,9 30,0 0,87 

1 Myiothlypis fraseri 19,0 8,3 -0,91 

2 Myiothlypis fraseri 23,8 11,8 1,90 

3 Myiothlypis fraseri 24,6 15,0 0,87 

4 Myiothlypis fraseri 22,9 15,0 -0,82 

5 Myiothlypis fraseri 22,7 15,0 -1,02 
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Figura 4 

Diagrama: “Índice de condición C0” basado en la regresión lineal de masa y longitud de 

metatarso para cada individuo de las especies Arremon abeillei y Myiothlypis fraseri. Cruces 

denotan individuos infectados por haemosporidios 

 

No se encontraron diferencias significativas entre los índices de condición en aves 

infectadas y no infectadas para las especies Arremon abeillei (Mann-Whitney, W = 5, p >> 

0.05) y Myiothlypis fraseri (Mann-Whitney, W = 1, p >> 0.05), en contraste, se encontraron 

diferencias significativas entre los índices de condición de las especies capturadas (Kruskal-

Wallis, H = 29.6, g.l. = 4, p < 0.05).
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4. Discusión 

El presente trabajo es la primera evaluación de infecciones por haemosporidios 

mediante el uso de técnicas de microscopía y biología molecular en el bosque seco tropical, 

adicionalmente se estableció un índice de condición corporal en aves capturadas mediante el 

uso de redes de neblina, resaltan especies en estado de conservación “Casi amenazado” como: 

Arremon abeillei, Myiothlypis fraseri, Onychorhynchus coronatus y Pteroglossus torquatus, 

además de una especie catalogada como “Vulnerable”: Leptotila ochraceiventris por la Lista 

Roja de Aves del Ecuador (Freile et al., 2023). No se encontraron diferencias significativas 

entre los índices de condición corporal entre aves infectadas y no infectadas por 

haemosporidios, adicionalmente, se realizó una comparación de las especies infectadas 

encontradas en el presente estudio y la base de datos MalAvi (Bensch et al., 2009), las especies 

Vireo chivi, Myiothlypis fraseri y Thamnophilus bernardi tienen registros de parásitos 

haemosporidios de los géneros Haemoproteus y Plasmodium. Para la especie Arremon abeillei 

se ha registrado por primera vez parásitos haemosporidios por metodologías de biología 

molecular. Se ha detectado por primera vez parásitos haemosporidios en Saltator striatipectus 

mediante técnicas de microscopía. 

Debido a que Vireo chivi, se encuentra ampliamente distribuido a lo largo de Ámerica, 

existen registros previos de haemosporidios del género Haemoproteus en esta especie 

(Granthon & Williams, 2017; Ricklefs et al., 2005). Respecto a los registros de haemosporidios 

en Arremon abeillei, solo existe un reporte (Pibaque & Piedrahita, 2022), donde se logró 

identificar mediante técnicas de microscopia la presencia de Haemoproteus. En relación con 

Myiothlypis fraseri, Moens et al. (2016), reportó la presencia de Haemoproteus mediante la 

identificación por PCR y ausencia por medio de observación por microscopia, en contraste, en 

el presente estudio se detectaron estructuras consistentes con parásitos haemosporidios 

mediante la observación al microscopio (Tabla 4, Fig. 2).  
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En la Tabla 5, se describen los parásitos haemosporidios detectados mediante la 

observación de las placas sanguíneas obtenidas de A. abeillei, M. fraseri, S. striatipectus y V. 

chivi, para estas últimas dos especies no fue posible realizar una identificación a nivel de género 

o especie debido a que el estado de desarrollo detectado, microgametocito, no tiene 

características específicas distinguibles entre los géneros Haemoproteus, Plasmodium o 

Leucocytozoon (Valkiūnas, 2005). 

Tabla 5  

Parásitos haemosporidios observados directamente mediante técnicas de microscopía y 

avifauna huésped detectados en el presente estudio 

Parásito Especie huésped 

Haemoproteus coatneyi Arremon abeillei 

No es posible identificar Myothlypis fraseri, Saltator striatipectus 

Haemoproteus vireonis Vireo chivi 

 

En el caso de Saltator striatipectus, se observaron estructuras consistentes con 

infección por haemosporidios en el análisis por microscopia, en contraste, el resultado de la 

PCR en esta especie fue negativo, casos similares han sido reportados previamente en otros 

grupos de aves. Se ha sugerido que la variación genética en este grupo de parásitos es la causa 

probable de tener falsos negativos de acuerdo con el ensayo de PCR elegido (Pérez-Rodríguez 

et al., 2015, Bernotiené et al., 2016). Existen otros protocolos de PCR que pueden ser utilizados 

para determinar la presencia de haemosporidios o en su defecto, es posible diseñar primers 

específicos para ser utilizados en grupos de aves y parásitos de interés (Bernotiené et al., 2016). 

Los resultados de amplificación por PCR de las muestras de T. bernardi, corroboran 

que el uso de esta metodología puede detectar infecciones que pueden ser pasadas por alto si 

solo se utilizan técnicas de microscopía para la detección de haemosporidios (Wardjomto et 

al., 2023). Es posible que el protocolo de PCR utilizado posea una mayor sensibilidad a los 

haemosporidios encontrados en los hospederos analizados en el presente estudio. Harvey & 
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Voelker (2017), sugieren que la detección de los diferentes géneros Haemoproteus, 

Plasmodium y Leucocytozoon es dependiente del ensayo de PCR a utilizar.  Para las especies 

Myiothlypis fraseri, Arremon abeillei y Vireo chivi se observó un tamaño de amplicon 

esperado, alrededor de 542 pb (Figura 2, A, B), esto en conjunto con las observaciones de las 

placas sanguíneas confirma la infección por haemosporidios para individuos en estas especies. 

Adicionalmente, la muestra obtenida de un individuo de Thamnophilus bernardi generó un 

amplicon del tamaño deseado (Figura 2, B). En contraste, la muestra obtenida de Melanopareia 

elegans, generó un amplicon de menor tamaño al esperado (Figura 2, A), este puede ser un 

caso de amplificación no específica de material genético (Armstrong & Schulz, 2015). Existe 

la posibilidad de que los primers utilizados en la reacción de PCR no sean los adecuados para 

la detección de haemosporidios en esta especie (Valkiunas, 2005), debido a que M. elegans 

tiene una distribución restringida a la región tropical, es probable que se necesite realizar un 

nuevo diseño de primers adecuados para la identificación de haemosporidios en esta especie, 

dado que el análisis de placas para este individuo no mostró estructuras consistentes con 

haemosporidios, este resultado no es considerado como una infección por hemoparásitos.   

Debido a que existen varios protocolos para la detección de haemosporidios (Pacheco 

et al., 2018; Ciloglu et al., 2019), esto presenta una oportunidad para la descripción de nuevos 

parásitos asociados a la avifauna de la región, lo cual permite la aplicación de diferentes 

ensayos de PCR y de tipos de secuenciación genética (Reinoso-Pérez et al., 2024). Existe la 

posibilidad de que los parásitos haemosporidios presentes en la región Neotropical tengan una 

mayor afinidad a otros primers que los utilizados en la mayoría de ensayos de PCR (Bernotiené 

et al., 2016), esto se ha evidenciado en grupos como las rapaces, las cuales son evaluadas 

mediante el uso de un protocolo de PCR modificado (Pérez-Rodríguez et al., 2013) el cual 

presenta una mayor sensibilidad a haemosporidios del género Leucocytozoon además de 

permitir la detección de Hamoproteus y Plasmodium. 
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Resultados obtenidos en este tipo de investigaciones en combinación con la evaluación 

de parámetros ecológicos pueden ser utilizados para la determinar el estado de salud de las 

comunidades de aves de diferentes ecosistemas, lo cual puede ser utilizado para la toma de 

decisiones en enfoques como “Una sola salud” (OMS, 2023).  

Además de los registros de parásitos haemosporidios se detectó la presencia de 

microfilarias en la muestra obtenida de Dysithamnus mentalis (Thamnophilidae) y 

Trypanosoma sp. en una muestra de Cyclarhis gujanensis (Vireonidae), infecciones por 

microfilarias son consideradas comunes y benignas en aves (Binkiené et al., 2021). En relación 

con infecciones por Trypanosoma sp. se estima que algunas especies de aves son hospederas 

de esta clase de parásitos, pero sus efectos aún no están completamente caracterizados 

(Martínez-Hernández et al., 2022).  

El registro de haemosporidios en Arremon abeillei y Thamnophilus bernardi es 

relevante con relación a la biodiversidad, ya que estas tres especies son endémicas de la región 

Tumbesina, además del ampliamente distribuido Saltator striatipectus. La probabilidad de que 

los linajes a identificarse en estas especies no estén descritos, es alta, lo cual apoya a la hipótesis 

de que la región Neotropical es un área con potencial para la descripción de nuevos parásitos 

sanguíneos (Moens et al., 2016). 

En base a la evaluación de la infección por haemosporidios relacionada a la condición 

física de sus hospederos, no se encontraron diferencias significativas en el presente estudio, 

reportes previos difieren en sus resultados: Jiménez-Peñuela et al. (2019) registró índices de 

condición altos en individuos infectados, mientras que Muriel et al. (2023) no encontró ninguna 

asociación entre la presencia de parásitos y la condición de las aves afectadas.  

Uno de los factores que afectan la detección de parásitos haemosporidios y la condición 

de sus hospederos es la fase de infección, en la fase aguda se presentan una mayor cantidad de 
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haemosporidios en los eritrocitos de los hospederos y es posible que ocurran eventos de 

mortalidad, en el caso de supervivencia de las aves infectadas, estas infecciones pueden durar 

toda la vida de los hospederos y son determinadas como infecciones crónicas (LaPointe et al., 

2012). Debido a que las intensidades de infección en las aves capturadas en el presente estudio 

son menores al 1%, estas infecciones se consideran en la etapa crónica, de acuerdo a Da Silva 

et al. (2021), análisis a nivel hormonal y la cuantificación de células sanguíneas en conjunto 

con la obtención de índices de condición permiten la evaluación de grupos de especies de 

interés y podrían ser utilizados en estudios futuros. 

Acorde a los resultados presentados (Tabla 4) se encontraros individuos con valores 

más altos de índice de condición que individuos no infectados, es posible que existan 

mecanismos de compensación que eviten efectos negativos en la condición de las aves 

(Gutiérrez-Ramos & Acevedo, 2024), además, las aves capturadas por el muestreo de redes de 

neblina presentan una mejor condición, ya que solo aves que se encuentran relativamente 

activas son capturadas mediante esta metodología lo cual puede llevar a una estimación 

variable de los parásitos haemosporidios (Valkiūnas, 2005).   

Adicionalmente, se han registrado casos puntuales de aves con altos niveles de 

infección en bosques secos fuera del Ecuador, González-Olvera et al. (2022), registró 

prevalencia de haemosporidios del 100% en Icterus pustulatus (Icteridae), con un individuo en 

baja condición física, con una intensidad de infección mayor al 50%, esto sugiere que existen 

especies que pueden tener una mayor sensibilidad a haemosporidios, adicionalmente se 

sugieren estudios a largo plazo para tener una mayor detección de parásitos. 

Debido a la diversidad de especies en la región neotropical y el bosque seco tropical es 

necesario el levantamiento de información sobre haemosporidios en otras especies y su posible 
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relación con interacciones y procesos ecológicos en la región, lo cual brinda la apertura a 

investigaciones en el futuro. 

La descripción de nuevos hospederos de parásitos haemosporidios fue confirmada 

mediante técnicas de microscopía y de biología molecular, pero en todas las placas donde se 

encontró haemosporidios la intensidad de infección fue baja. Dado que la información sobre 

este grupo de parásitos es escasa en el ecosistema analizado, estos resultados pueden ser 

utilizados para la delimitación de la distribución de diferentes parásitos y su diversidad en la 

región Neotropical. 

Los nuevos registros de parásitos encontrados en el presente estudio permiten el 

reconocimiento de especies hospederas no descritas previamente para el ecosistema de bosque 

seco tropical, para el cual este tipo de información es escasa, además de establecer un protocolo 

para la detección y descripción de estos microorganismos. Debido a la falta de estudios sobre 

biodiversidad de parásitos, las observaciones presentadas en esta investigación son de interés 

relacionado a temas de conservación en ecosistemas con alta diversidad (Santiago-Alarcón & 

Rojas-Soto, 2021). 

4.1 Conclusiones 

● Parásitos haemosporidios fueron detectados en aves del bosque seco tropical 

por medio de técnicas de microscopía y de biología molecular. 

● Mediante el uso de la técnica de la PCR se detectaron seis casos de infección de 

haemosporidios, dos de los cuales no fueron detectados mediante el análisis de 

microscopía. 

● Se ha registrado por primera vez parásitos haemosporidios en las especies: 

Saltón gorrinegro – Arremon abeillei, Reinita gris y dorada – Myiothlypis 

fraseri y Saltador listado – Saltator striatipectus. 
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● Se logró la identificación a nivel de especie de los parásitos Haemoproteus 

coatneyi y Haemoproteus vireonis mediante el uso de claves taxónomicas. 

● No existen diferencias en la condición física entre individuos infectados y no 

infectados por haemosporidios en las aves capturadas en el presente estudio. 

● El establecimiento y estandarización de una metodología de campo y 

laboratorio permitió la detección y descripción de parásitos haemosporidios. 

4.2 Recomendaciones 

Para una asignación de especie y linaje de los parásitos detectados se debe realizar el 

proceso de identificación mediante la técnica de secuenciación genética ya sea por el método 

Sanger o secuenciación de siguiente generación (Yeo et al., 2022). Adicionalmente, la 

existencia de patrones de infección podría ser detectada mediante un período de muestreo más 

amplio, incluyendo tanto la temporada seca como húmeda, además del estudio de la 

determinación de los vectores transmisores en la región (Ellis et al., 2020). Además, se sugiere 

que investigaciones futuras sean enfocadas en verificar los efectos, de existir, que los parásitos 

haemosporidios tengan sobre sus hospederos y vectores en la región. 
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Anexos 1 

Anexo 1. Especies capturadas en el presente estudio en los sitios BVPP, FA y BPCB 2 

Código Familia Especie Nombre común 

ARBMAPA00

1 

Bucconidae Malacoptila panamensis White-whiskered puffbird 

BPLEVE01 Columbidae Leptotila verreauxi White-tipped dove 

CBLEOC01 Columbidae Leptotila ochraceiventris Ochre-bellied dove 

ARBEUXA001 Fringillidae Euphonia xanthogaster Orange-bellied euphonia 

ARBCAPU001 Furnariidae Campylorhamphus pusillus Brown-billed scythebill 

BPLESO01 Furnariidae Lepidocolaptes souleyetii Streak-headed Woodcreeper 

BPLESO02 Furnariidae Lepidocolaptes souleyetii Streak-headed Woodcreeper 

BPLESO03 Furnariidae Lepidocolaptes souleyetii Streak-headed Woodcreeper 

CBDEFU01 Furnariidae Dendrocincla fuliginosa Plain-brown Woodcreeper 

  Furnariidae Lepidocolaptes souleyetii Streak-headed Woodcreeper 

BPMEEL01 Melanopareiidae Melanopareia elegans Elegant crescentchest 

  Melanopareiidae Melanopareia elegans Elegant crescentchest 

ARBMOSU00

1 

Momotidae Momotus subrufescens Whooping motmot 

ARBONCO001 Onychorhynchida

e 

Onychorhynchus coronatus Royal flycatcher 

BPMYFR01 Parulidae Myiothlypis fraseri Gray-and-gold warbler 

BPMYFR02 Parulidae Myiothlypis fraseri Gray-and-gold warbler 

BPMYFR03 Parulidae Myiothlypis fraseri Gray-and-gold warbler 

BPMYFR04 Parulidae Myiothlypis fraseri Gray-and-gold warbler 

BPMYFR05 Parulidae Myiothlypis fraseri Gray-and-gold warbler 

BPMYFR06 Parulidae Myiothlypis fraseri Gray-and-gold warbler 

BPMYFR07 Parulidae Myiothlypis fraseri Gray-and-gold warbler 

BPMYFR08 Parulidae Myiothlypis fraseri Gray-and-gold warbler 

CBMYFR01 Parulidae Myiothlypis fraseri Gray-and-gold warbler 

N/A Parulidae Myiothlypis fraseri Grey-and-gold warbler 

ARBARAU001 Passerellidae Arremon arauntiirostris Orange-billed sparrow 

BPARAB01 Passerellidae Arremon abeillei Black-capped sparrow 

BPARAB02 Passerellidae Arremon abeillei Black-capped sparrow 

BPARAB03 Passerellidae Arremon abeillei Black-capped sparrow 

BPARAB04 Passerellidae Arremon abeillei Black-capped sparrow 

BPARAB05 Passerellidae Arremon abeillei Black-capped sparrow 

BPARAB06 Passerellidae Arremon abeillei Black-capped sparrow 

BPARAB07 Passerellidae Arremon abeillei Black-capped sparrow 

BPARAB08 Passerellidae Arremon abeillei Black-capped sparrow 

BPARAB09 Passerellidae Arremon abeillei Black-capped sparrow 

BPARAB10 Passerellidae Arremon abeillei Black-capped sparrow 

BPARAB11 Passerellidae Arremon abeillei Black-capped sparrow 

ARBMAN001 Pipridae Manacus manacus White-bearded manakin 

BPPOPL01 Polioptilidae Polioptila plumbea Tropical gnatcatcher 



 

 

ARBPTER001 Ramphastidae Pteroglossus torquatus Collared Aracari 

ARBPTTO002 Ramphastidae Pteroglossus torquatus Collared Aracari 

ARBDYME00

1 

Thamnophilidae Dysithamnus mentalis Plain antvireo 

BPTHBE01 Thamnophilidae Thamnophilus bernardi Collared antshrike 

BPTHBE02 Thamnophilidae Thamnophilus bernardi Collared antshrike 

BPTHBE03 Thamnophilidae Thamnophilus bernardi Collared antshrike 

CBDSME01 Thamnophilidae Dysithamnus mentalis Plain antvireo 

ARBSAMA00

1 

Thraupidae Saltator maximus Buff-throated saltator 

BPSAST01 Thraupidae Saltator striatipectus Streaked saltator 

BPSAST02 Thraupidae Saltator striatipectus Streaked saltator 

BPSAST03 Thraupidae Saltator striatipectus Streaked saltator 

BPSIFL01 Thraupidae Sicalis flaveola Saffron finch 

BPSIFL02 Thraupidae Sicalis flaveola Saffron finch 

BPSPCO01 Thraupidae Sporophila corvina Variable seedeater 

BPSPCO02 Thraupidae Sporophila corvina Variable seedeater 

BPSPCO03 Thraupidae Sporophila corvina Variable seedeater 

BPVOJA16 Thraupidae Volatinia jacarina Blue-black grassquit 

BPVOJA17 Thraupidae Volatinia jacarina Blue-black grassquit 

BPVOJA18 Thraupidae Volatinia jacarina Blue-black grassquit 

BPVOJA19 Thraupidae Volatinia jacarina Blue-black grassquit 

BPVOJA20 Thraupidae Volatinia jacarina Blue-black grassquit 

BPVOJA21 Thraupidae Volatinia jacarina Blue-black grassquit 

BPVOJA22 Thraupidae Volatinia jacarina Blue-black grassquit 

BPVOJA23 Thraupidae Volatinia jacarina Blue-black grassquit 

BPVOJA24 Thraupidae Volatinia jacarina Blue-black grassquit 

BPVOJA25 Thraupidae Volatinia jacarina Blue-black grassquit 

BPVOJA26 Thraupidae Volatinia jacarina Blue-black grassquit 

BPVOJA27 Thraupidae Volatinia jacarina Blue-black grassquit 

BPVOJA28 Thraupidae Volatinia jacarina Blue-black grassquit 

BPVOJA29 Thraupidae Volatinia jacarina Blue-black grassquit 

BPVOJA30 Thraupidae Volatinia jacarina Blue-black grassquit 

BPVOJA31 Thraupidae Volatinia jacarina Blue-black grassquit 

N/A Trochilidae Amazilis amazilia Amazilia hummingbird 

N/A Trochilidae Amazilia amabilis Blue-chested hummingbird 

N/A Trochilidae Phaetornis longirostris Long-billed hermit 

N/A Trochilidae Amazilis amazilia Amazilia hummingbird 

N/A Trochilidae Phaetornis longirostris Long-billed hermit 

N/A Trochilidae Phaetornis longirostris Long-billed hermit 

N/A Trochilidae Phaetornis longirostris Long-billed hermit 

N/A Trochilidae Phaetornis longirostris Long-billed hermit 

N/A Trochilidae Phaetornis longirostris Long-billed hermit 

N/A Trochilidae Phaetornis longirostris Long-billed hermit 

N/A Trochilidae Phaetornis longirostris Long-billed hermit 

N/A Trochilidae Phaetornis longirostris Long-billed hermit 

N/A Trochilidae Phaetornis longirostris Long-billed hermit 



 

 

BPTUMA01 Turdidae Turdus maculirostris Ecuadorian thrush 

BPTUMA02 Turdidae Turdus maculirostris Ecuadorian thrush 

ARBMIOL001 Tyrannidae Mionectes oleagineus Ochre-bellied flycatcher 

ARBMIOL002 Tyrannidae Mionectes oleagineus Ochre-bellied flycatcher 

BPEUFU01 Tyrannidae Euscarthmus fulviceps Fulvous-faced Scrub-Tyrant 

BPEUFU02 Tyrannidae Euscarthmus fulviceps Fulvous-faced Scrub-Tyrant 

BPEUFU03 Tyrannidae Euscarthmus fulviceps Fulvous-faced Scrub-Tyrant 

BPMYCR01 Tyrannidae Myiophobus crypterythrus Mouse-gray flycatcher 

BPTOSU01 Tyrannidae Tolmomyias sulphurescens Yellow-olive Flatbill 

BPCYGU01 Vireonidae Cyclarhis gujanensis Rufous-browed peppershrike 

BPCYGU02 Vireonidae Cyclarhis gujanensis Rufous-browed peppershrike 

BPCYGU03 Vireonidae Cyclarhis gujanensis Rufous-browed peppershrike 

BPVICH01 Vireonidae Vireo chivi Chivi vireo 
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Anexo 2. Índice de condición de individuos capturados en el presente estudio. Cálculo 4 

mediante la obtención de residuales de una regresión lineal de valores de masa y longitud de 5 

metatarso. 6 

 Especie Indice de condición 

Arremon abeillei 3,41 

Arremon abeillei 4,55 

Arremon abeillei 3,20 

Arremon abeillei 1,05 

Arremon abeillei 1,41 

Arremon abeillei 2,14 

Arremon abeillei 1,57 

Arremon abeillei 2,91 

Arremon abeillei 2,42 

Arremon abeillei 2,37 

Lepidocolaptes souleyetii -1,75 

Lepidocolaptes souleyetii -4,74 

Lepidocolaptes souleyetii -4,27 

Lepidocolaptes souleyetii -2,18 

Myiothlypis fraseri 2,01 

Myiothlypis fraseri 0,80 

Myiothlypis fraseri 5,77 

Myiothlypis fraseri 5,61 

Myiothlypis fraseri 3,91 

Myiothlypis fraseri 3,71 

Saltator striatipectus -2,23 

Saltator striatipectus -3,70 

Saltator striatipectus -1,97 

Volatinia jacarina -1,81 



 

 

Volatinia jacarina -1,85 

Volatinia jacarina -1,66 

Volatinia jacarina -1,50 

Volatinia jacarina -1,67 

Volatinia jacarina -2,11 

Volatinia jacarina -2,04 

Volatinia jacarina -2,17 

Volatinia jacarina -1,06 

Volatinia jacarina -1,63 

Volatinia jacarina -2,53 

Volatinia jacarina -1,11 

Volatinia jacarina -2,83 

Volatinia jacarina -1,02 

Volatinia jacarina -0,97 
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