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RESUMEN

El estudio tuvo como objetivo identificar y describir lesiones intestinales ocasiona-
das por helmintos en jabutis (Chelonoidis carbonarius y Chelonoidis denticulatus)
criados en cautiverio en el Parque Zoobotanico de Teresina, estado de Piaui, Brasil. La
evaluacion parasitologica de 142 de estas tortugas reveld que todas estaban parasitadas
por helmintos (ascarideos y estrongilideos), que fueron identificados por medio de mi-
croscopio de luz y microscopio electronico como Atractis thapari y Chapiniella
variabilis. Los 12 animales mas parasitados (seis de cada especie) fueron eutanasiados
y muestras de intestino delgado y grueso fueron evaluadas por histopatologia.
Macroscopicamente, todos los intestinos, tanto delgado como grueso, presentaron
hiperemia. Microscopicamente, en el intestino delgado se observo hiperemia (12/12),
hiperplasia difusa de células caliciformes (8/12) y edema de submucosa (1/12). En el
intestino grueso se observo hiperemia, variando entre discreta a intensa (12/12) y enteri-
tis transmural granulomatosa focalmente extensa e intensa (1/12).
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Parasitismo intestinal en jabutis mantenidos en cautiverio

The aim of this study was to identify and describe intestinal lesions caused by
helminths in red-footed tortoise (Chelonoidis carbonarius) and yellow-footed tortoise
(Chelonoidis denticulatus) reared in captivity in the Zoo and Botanical Park of Teresina,
Piaui State, Brazil. The parasitological evaluation of 142 of these tortoises revealed that
all were parasitized by helminths (ascarids and strongyles), which were identified by light
and electron microscopy as Atractis thapari and Chapiniella variabilis. The 12 most
parasitized tortoises (six per species) were euthanized, and samples of small and large
intestine were evaluated by histopathology. Macroscopically, all small and large intestines
had hyperaemia. Microscopically, hyperaemia (12/12), diffuse goblet cell hyperplasia (8/
12) and submucosa oedema (1/12) were observed in the small intestine. Hyperaemia was
observed in the large intestine, varying from discrete to intense (12/12) and focally extensive
and severe transmural granulomatous enteritis (1/12).

Key words: intestinal lesions; chelonia; captivity

INTRODUCCION

Los jabutis son quelonios de habitos te-
rrestres, pertenecientes a la familia
Testudinidae, la segunda mayor familia del
orden Testudines en nimero de especies
(Ernst y Barbour, 1989). Las especies de
jabutis existentes en Brasil son Chelonoidis
carbonarius y Chelonoidis denticulatus
(Costay Bénils, 2014). Aunque son animales
considerados silvestres y cuyo comercio es
ilegal, es comun la tenencia de estas espe-
cies en los hogares como mascotas.
Chelonoidis denticulatus se muestra en el
apéndice II de CITIES como vulnerable por
la Union Mundial de Conservacion (IUCN,
2016).

Muchos nematodos se han descrito en
la literatura mundial parasitando reptiles
(Jacobson, 2007); sin embargo, hay pocas
revisiones en la literatura, especialmente de
jabutis. La mayoria de los trabajos sobre
parasitologia de quelonios se relaciona con
especies de tortugas marinas, principalmente
Chelonia mydas (Wernek y Silva, 2015;
Gomes et al., 2017). Los nematodos mas
comunes reportados en quelonios terrestres
son oxiurideos, ascaridos, anquilostomideos

Rev Inv Vet Peru 2019; 30(2): 558-568

y estrongilideos (Hedley et al., 2013). Algu-
nos helmintos reportados en la literatura son
Labiduris gulosa, Labiduris zschokkei,
Labiduris irineuta, Atractis marquezi,
Atractis thapari, Atractis morinae,
Klossinemella travassosi, Sauricola
sauricola, Chapiniella variabilis,
Angusticaecum holopterum, Ophidascaris
arndti, Angusticaecum brevispiculum,
Helicotrema spirale, Labiduris gulosa,
Labiduris irineuta, Ophiotaenia lopesi y
Sauricola sauricola (Bouamer y Morand,
2006; Muniz-Pereira et al.,2009; Julca et al.,
2014).

El parasitismo en los reptiles es mayor-
mente asintomatico. Solo cuando esta rela-
cion parasito-huésped se quiebra, como en el
caso de altas cargas parasitarias, es que se
llegan a manifestar signos clinicos (Keymer,
1978; Rose, 2005; Martinez, 2007; Hedley et
al., 2013). Se han reportado casos de
ulceraciones, colitis verminotica, engrosa-
miento de la mucosa del ciego y colon, focos
hemorragicos y congestion ocasionados por
la presencia de ascarideos y oxiurideos en el
intestino grueso de quelonios terrestres
(Rideout et al., 1987; Frye, 1991; Julca et
al.,2014).
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La investigacion de parasitos en anima-
les silvestres es una herramienta util para el
estudio sanitario de una poblacion y de la ca-
lidad del ambiente, que permite comprender
determinadas relaciones entre los parasitos,
el huésped y el medio ambiente en que viven
(Almonsay y Santos, 2002). En este trabajo
se tuvo como objetivo identificar los parasi-
tos gastrointestinales y describir las lesiones
histopatologicas que ocasionan en el intesti-
no de C. carbonarius y C. denticulatus
mantenidos en cautiverio.

MATERIALES Y METODOS

Aspectos Eticos

El estudio fue aprobado por el Comité
de Etica en Experimentacion Animal (CEEA)
de la Universidad Federal de Piaui y del Sis-
tema de Autorizacion e Informacion en
Biodiversidad (SISBIO) a través de los opi-
niones 093/14 y 44782-1, respectivamente,
estando en conformidad con las normas del
Colegio Brasilefio de Experimentacion Ani-
mal (COBEA).

Origen de los Animales

Los jabutis provinieron del Parque
Zoobotanico de Teresina, estado de Piaui,
Brasil (5°04°10" S de latitud y 42° 76’87" W
de longitud). Se evaluaron 142 jabutis (40 C.
Denticulatus y 102 C. carbonarius) entre
junio de 2014 y junio de 2015. El recinto don-
de se localizan los animales en cautiverio po-
see un espacio totalmente abierto con una
superficie total de 225 m?. En este espacio,
los jabutis-tinga (C. denticulatus) dividen
espacio con jabutis-piranga (C.
carbonarius). Estas instalaciones poseen un
comedero, bebedero y un area libre cubierta.

Analisis Parasitologico
Para facilitar la recoleccion de las he-

ces, los animales fueron colocados en decu-
bito dorsal en cuencas de plastico de 44x64
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cmy 18 cm de profundidad, con restriccion
de espacio. Por tratarse de una posicion in-
comoda, el animal defeca en respuesta al
estimulo de estrés y facilita la toma de la
muestra fecal.

El analisis de las muestras se hizo en el
Laboratorio de Sanidad Animal del Centro de
Ciencias Agrarias de la Universidad Federal
de Piaui. Las muestras fueron analizadas
mediante los métodos de Hoffman (1987), la
técnica de Willis-Mollay (1921) modificada
utilizando solucion de sacarosa y la técnica
de examenes parasitologicos cuantitativos
OPG segtin Gordon y Whitlok (1939). Se uti-
liz6 solo una muestra por animal

Eutanasia de los Animales

Los 12 jabutis mas pararasitados (seis
de cada especie), determinados por cualquie-
ra de los métodos coproparasitologicos, fue-
ron sacrificados. Para esto, se utilizd una aso-
ciacion anestésica de ketamina (15 mg/kg)
(Vetnil) y xilazina 2% (10 mg/kg) (Agener
Unido), por via intramuscular. La muerte fue
inducida luego de 45 minutos con sobredosis
de tiopental sddico (25 mg/kg) (Thiopentax®,
Cristalia) por via endovenosa (vena braquial).

Durante la necropsia y retirada del plas-
tron se realizo una evaluacion macroscopica
en busca de helmintos y anormalidades su-
gestivas de parasitismo en la superficie de
los organos, en el tejido muscular esqueléti-
co, en el tejido subcutaneo y en la propia ca-
vidad celomica. Los 6rganos fueron separa-
dos individualmente en placas de petri conte-
niendo solucion salina 0.9% de NaCl y exa-
minados en microscopio estereoscopico.

Identificacion de los Parasitos

Los helmintos fueron lavados en solu-
cion salina. Una parte de ellos fueron fijados
con alcohol 70% caliente, segun protocolo de
Amato et al. (1991) y otra parte fueron fija-
dos en AFA (2% acido acético glacial, 3% de
formaldehido y 95% de etanol 70° GL). En
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seguida los helmintos fueron deshidratados
en serie alcoholica, clarificados con lactofenol
de Aman y montados en laminas temporales
para analisis en microscopio de luz.

La identificacion de las especies de
helmintos se bas6 en datos morfologicos y
morfométricos como longitud y anchura del
cuerpo, posicion del poro excretor y papila
cervical, didmetro y profundidad de la cap-
sula bucal, nimero de elementos foliares y
dimensiones del esofago, espirito, la cola,
cantidad y disposicion de las papilas cauda-
les, usando para ello las llaves de identifica-
cion de nematodos de Yamaguti (1961),
Anderson et al. (2009), Vicente et al. (1993),
Skrjabin et al. (1969a, b) y articulos con des-
cripciones especificas de especies.

Se utilizé un microscopio de luz con sis-
tema de analisis de imagenes Leica Qwin D-
1000, v, 4.1. Para la microscopia electronica
de barrido (MEV), los helmintos se fijaron
en 2.5% glutaraldehido con 0.1 m tampoén
cacodilato de sodio (pH 7.4), y luego fijados
en 1% tetroxido de osmio, deshidratados en
serie alcoholica, secos en punto critico con
CO, montadas sobre bases, revestidos de
oro. Las laminas fueron examinadas en el
microscopio electronico de exploracion
VEGA-3 (Tescan) del Laboratorio de
Ultraestructura / Laboratorio de Histologia'y
Embriologia animal / Instituto de Salud y Pro-
duccion Animal / Universidad Federal Rural
de la Amazonia (UFRA).

Carga Parasitaria

El contenido de los tractos
gastrointestinales fue lavado con 500 ml de
solucion fisiologica al 0.9%. Se retird 1 ml de
esta solucion para el conteo de los parasitos.
La carga parasitaria total fue calculada mul-
tiplicando el ntimero de individuos por ml y
luego multiplicado por el volumen total del
conjunto. La carga parasitaria fue clasifica-
da segtn Julca et al. (2014), donde la canti-
dad de helmintos presentes se establece como
minima (1-100), moderada (100-500) y abun-
dante (mayor a 500).
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Analisis Histopatoldgico

La necropsia se hizo inmediatamente
después de la eutanasia. Se tomaron frag-
mentos del intestino delgado y del intestino
grueso que presentaban las zonas mas
hiperémicas (Welsch y Sobotta, 2009). El te-
jido fue fijado en formol a 10% tamponado
con fosfato 0.01M pH 7.4 (Mikel, 1994). Los
tejidos fueron procesados por la técnica ru-
tinaria de inclusiones en parafina, cortadas a
5 umy coloreados con Hematoxilina-Eosina
(H-E) (Luna, 1968) para examen en micros-
copio de luz. Los resultados fueron presenta-
dos en forma descriptiva, estableciendo la
localizacion (mucosa, submucosa, muscular,
serosa y transmural), distribucion (focal,
multifocal y difusa) e intensidad (normal, mi-
nima, moderada e intensa) de la lesion.

RESULTADOS

Infeccion y Carga Parasitaria

Los 142 jabutis del estudio presentaron
huevos de helmintos (Atractis thapari,
Chapiniella variabilis) en al menos una de
las pruebas parasitologicas realizadas (Figu-
ra 1). De los métodos utilizados, la técnica de
Willis fue la que presento los mejores resulta-
dos para determinar la presencia de huevos.

Los 12 jabutis necropsiados presenta-
ron parasitos en el intestino grueso y cuatro
(33.3%) en el intestino delgado. No se en-
contraron parasitos en otros organos. Los
helmintos identificados en la necropsia fue-
ron Atractis thapari (Petter, 1966) y
Chapiniella variabilis (Chapin, 1924), ha-
biéndose encontrado el primero en ambos in-
testinos. Chapiniella variabilis se encontrd
solo en el intestino grueso.

La carga parasitaria de 4. thapari en
el intestino grueso fue abundante, variando
entre 5500 a 588 500 (media: 124 152 para-
sitos) y entre 0 y 7500 parasitos en el intesti-
no delgado (media: 1541 parasitos). La car-
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Figura 1. Huevos de helmintos en jabutis criados en cautiverio. Microscopia de luz. (A) huevos
de Chapiniella variabilis. (B) larva de Atractis thapari. Escala de las barras: 60 pm

Figura2. Intestino delgado de jabuti. A) Hiperemia (h) e hiperplasia de células caliciformes
(he), HE. B) hiperplasia de células caliciformes (hc) y edema de submucosa (¢), HE.
C) hiperemia (h), HE. D) hiperemia (h), hiperplasia de células caliciformes (hc) y
edema de submucosa (¢) HE. Escala de la barrra: 10 pm
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Figura 3. Intestino grueso de jabuti. A) Hiperemia, HE, escala de la barra: 10 um. B) edema de
submucosa (¢), HE, escala de la barra: 10 um. C-D) acumulacion intracitoplasmatica
de pigmento granular marrdn cobrizo (p), HE, escala de la barra: 5 um. E-F) enteritis
transmural mostrando infiltrado eosinofilico (¢) HE, escala de la barra: 5 um

ga parasitaria de Chapiniella variabilis en
el intestino grueso fue abundante, variando
entre 333 y 1500 (media: 652.7).

Hallazgos Anatomopatoldégicos

Todas las muestras (12/12) de intestino
delgado presentaron alteraciones durante la
evaluacion macroscopica, incluyendo
hiperemia (12/12) y edema de pared (1/12),
contenido pastoso de coloracion amarillenta
(1/12), mucosa irregular (12/12) y nodulos
milimétricos suaves y blanquecinos (1/12).
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La evaluacion histopatologica del intes-
tino delgado revel¢ alteraciones en todos los
animales, incluyendo hiperemia difusa, entre
moderada (8/12) a intensa (4/12), hiperplasia
de células caliciformes difusa entre discreta
(4/12), moderada (6/12) e intensa (2/12), ede-
ma de submucosa difusa moderada, infiltra-
do inflamatorio linfocitico en la submucosa
superficial focal moderada y areas focales
de hemorragia (1/12). Se observd una acu-
mulacién intracitoplasmatica de pigmento
granular marron cobrizo en areas focales de
enterocitos (1/12) y macrofagos (1/12) en
cantidad moderada (Figura 2).
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En el intestino grueso se observo
hiperemia entre discreta (3/12) a moderada
(5/12) e intensa (1/12) (los tres animales res-
tantes no tenian hiperemia), enteritis
transmural granulomatosa focalmente exten-
sa ¢ intensa (1/12), edema difuso moderado
de submucosa (1/12), edema difuso discreto
de submucosa (2/12), discreto infiltrado in-
flamatorio eosinofilico en la submucosa focal
(2/12). En el intestino grueso también se ob-
servé una acumulacion intracitoplasmatica de
pigmento granular marrén cobrizo en areas
focales de macrofagos (5/12) en cantidad
moderada (Figura 3).

DiScUSION

La tenencia de reptiles como mascotas
ha aumentado significativamente en los ulti-
mos afios, generando la aparicion de nuevos
ecosistemas que deben ser investigados para
evaluar los riesgos relacionados. Entre estos
animales se han destacado los quelonios, que
aliado al comercio ilegal, ha surgido un pro-
blema que se ha vuelto comun, que es el aban-
dono de estos animales en areas ptblicas y la
mezcla de animales de diferentes especies
conviviendo en un mismo lugar. En este con-
texto de cambio ecoldgico que involucra ani-
males exodticos, el hombre y agentes
microbioldgicos, atn se tiene un conocimien-
to limitado sobre sus consecuencias (Hassl y
Benyr, 2003; Marenzoni, 2015).

Se cree que todos los reptiles que viven
en estado silvestre presentan parasitos; sin
embargo, su intensidad parasitaria es gene-
ralmente baja, diferente de lo que ocurre en
cautiverio, donde la disminucion del espacio
y la convivencia con varios animales hacen
que la concentracion de los parasitos sea
mucho mas elevada (Telford, 1971;
Klingenberg, 1993). Los parasitos encontra-
dos en reptiles mantenidos en cautiverio (par-
ques zoologicos, granjas, mascotas) pueden
inducir efectos perjudiciales a estos animales
(Greiner y Mader, 2006; Rataj et al., 2011).
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Latécnica de OPG fue utilizada inicial-
mente en este estudio para, a través de los
huevos, determinar la carga parasitaria de los
jabutis, pues hasta entonces no se sabia las
especies de parasitos que podrian ser encon-
tradas durante la necropsia. Esta técnica tam-
bién fue utilizada por Traversa et al. (2008) a
fin de determinar la carga parasitaria de
Testudo hermanni, Testudo graeca y
Testudo marginata en Italia.

Marenzoni et al. (2015) verificaron la
presencia de huevos de ascarideos en 3 de
38 quelonios (7. hermanni, T. marginata, T.
graeca, T. horsfieldii) en cautiverio. En el
presente estudio, los 142 jabutis presentaron
huevos de ascarideos y estrongilideos. Esto
ocurrié porque ambas especies (C.
carbonarius y C. denticulatus) se encon-
traban juntas en un terrario. Los parasitos
encontrados son de ciclo directo, siendo el
suelo la principal fuente de contaminacion
(Wilson y Carpenter, 1996; Pierezan et al.,
2009; Papini et al., 2011). La introduccion de
quelonios de diferentes origenes en un mis-
mo ambiente aumenta el riesgo de nuevos
agentes patogenos (Marenzoni ef al., 2015);
ademas, el ambiente de cautiverio reduce la
calidad del habitat y la disponibilidad de ali-
mento, lo que conlleva un contenido nutricional
bajo y, por consiguiente, una mayor suscepti-
bilidad a las infecciones (Primack y
Rodrigues, 2001).

Chapiniella variabilis pertenece a la
subfamilia Cyatostominae y las larvas de
ciatostomineos no realizan migracion por la
mucosa del ciego y el colon. No obstante, en
grandes cantidades pueden ocasionar diarrea
acuosa asociada con inflamacion grave de la
membrana mucosa del ciego y colon. Las le-
siones se presentan como una colitis
granulomatosa y masas de larvas de
ciatostomineos quedan embebidas en la mem-
brana de la mucosa. La mayoria de estos
nematodos son inmaduros, por lo que el conteo
de huevos es engafiosamente bajo (Bowman,
2010). Los trabajos realizados con jabutis
muestran que estos parasitos han sido obser-
vados en animales con colitis (Schumacher,
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2006). La carga parasitaria observada tanto
para Atractis thapari como para Chapiniella
variabilis fue abundante, lo que explica la
hiperemia en el intestino delgado y grueso.

La mayor cantidad de parasitos encon-
trados en el intestino grueso concuerda con
otros estudios (Petter, 1966; Iverson, 1982;
Roca, 1999; Juca et al., 2014).

Wilson y Carpenter (1996) en una revi-
sion sobre enfermedades causadas por
endoparasitos en reptiles indican que los
ascarideos y estrongilideos son parasitos co-
munes de reptiles de cautiverio, causando le-
siones intestinales cuando la carga parasita-
ria es elevada, tales como las encontradas en
el presente estudio. Los ascarideos pueden
causar lesiones como larvas, a través de la
migracion visceral, o como adultos al fijarse
en la mucosa gastrointestinal (Jacobson,
2007). En este trabajo se observd engrosa-
miento de la pared intestinal, hiperplasia de
células caliciformes, edema de submucosa e
infiltrado linfocitico en el intestino delgado e
hiperemia y enteritis transmural
granulomatosa en el intestino grueso; lesio-
nes que pueden estar relacionadas con la pre-
sencia de A. chabaudi (ascarideo) y C.
variabilis (estrongilideo). En equinos, donde
los ciatostomineos son mas estudiados, los
hallazgos de necropsia muestran inflamacion
del colon y ciego y en casos cronicos se pue-
de observar el engrosamiento de la mucosa.
En la histopatologia, puede haber una res-
puesta celular inflamatoria con poblaciones
mixtas de células mononucleares y
polimorfonucleares (Corning, 2009). En otros
estudios se observo enteritis hemorragica o
fibrinosa en el ciego (Bodecek ef al., 2010),
enteritis no supurativa e infiltracién de
eosinofilos, linfocitos y macréfagos en la
mucosa intestinal y submucosa, asi como
granulomas focales y multifocal en el intesti-
no grueso (Oryan et al., 2013).

Chapiniella variabilis fue reportado en
el Perti causando granulomas eosinofilicos en
la mucosa del intestino grueso en C.
denticulatus (Julca et al., 2014). Este
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ciatostomineo penetra en la mucosa intesti-
nal en la fase larval migrando por la
submucosa o muscular donde forman nddulos
y, posteriormente, retorna a la luz intestinal
(Bowman, 2010). Sin embargo, en este estu-
dio no se encontraron parasitos en los nodulos
presentes en el intestino grueso de los jabutis.

Las estructuras nodulares de coloracion
amarillenta han sido encontradas en es6fago,
intestino, estdbmago e higado de serpientes
parasitadas con estrongilideos. Algunos de
estos nodulos contenian nematodos enrolla-
dos y en otros solo un material espeso amari-
llento (Mihalca, 2007). Uno de los animales
evaluados en este estudio presentaba la mu-
cosa del intestino grueso irregular por la pre-
sencia de nodulos milimétricos, blanquecinos
y firmes, pero no se encontraron nematodos
en la la evaluacion histopatologica.

CONCLUSIONES

e Atractis thapari se encontrd parasitando
intestino delgado y grueso y Chapiniella
variabilis en el intestino grueso de los
jabutis (Chelonoidis carbonarius y
Chelonoidis denticulatus) mantenidos
en cautiverio en el Parque Zoobotanico
de Teresina-Piaui.

e Las lesiones anatomopatologicas ¢
histopatologicas observadas en el intes-
tino grueso de jabutis (Chelonoidis
carbonarius y Chelonoidis denticu-
latus) pueden estar relacionadas con la
presencia de los helmintos Atractis tha-
pari y Chapiniella variabilis debido a
la alta carga parasitaria encontrada.
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