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Introduccion

La malaria continua siendo una causa importante de muerte en la mayoria de regiones
tropicales del mundo, donde es endémica en 106 paises. En el 2010, cerca del 81% del total de
los 216 millones de casos de malaria ocurrieron en Africa, y 13% de los casos ocurrieron en el
sureste de Asia'. La proporcion mas grande (91%) del estimado de 665,000 muertes anuales
por malaria ocurre en Africa, afectando principalmente a nifilos menores de cinco afios de edad
(86%). En la region de las Américas, en el 2010 ocurrieron mas de 670,000 casos de malaria
confirmada, con |33 muertes atribuidas a la malaria. La malaria impone impedimentos serios al
desarrollo economico y es una causa importante de pobreza en muchos paises endémicos.

A pesar del marcado aumento en el financiamiento para el control de la malaria, la meta de
reduccién de casos propuesta por la incitativa Hacer Retroceder la Malaria® y los Programas
Nacionales para el Control de la Malaria aun estan lejos de alcanzarse en muchos paises. Esto se
debe en parte a la falta de capacidad en generar conocimiento local adecuado sobre la
epidemiologia de la enfermedad que sea Util para una implementacion costo-efectiva y para la
gerencia del programa. En particular, la capacidad para el monitoreo y vigilancia entomolégica
es aun rudimentaria en muchos paises endémicos. Existe una necesidad urgente en los
Programas Nacionales para el Control de la Malaria de crear un nimero adecuado de personal
capacitado para que puedan participar de manera efectiva en las actividades de control de la
malaria.

Propésito del manual

Se ha desarrollado un curso de capacitacion de dos niveles para técnicos en entomologia, con el
objetivo de facilitar el fortalecimiento de las competencias basicas para el monitoreo y la
vigilancia entomologica en paises endémicos para la enfermedad. Este manual esta dirigido a
servir de guia al curso entomoldgico de nivel basico (Nivel I) cubriendo:

I. El ciclo de vida y la bionomia de los mosquitos;

2. Muestreo de larvas y adultos, identificacion de mosquitos e incriminacion de vectores de
malaria;

Principales indices de la transmision de la malaria y que representan;
Control de vectores para malaria y las principales intervenciones en la actualidad;

El papel de la entomologia en el control de vectores;

o U AW

Principios basicos para la crianza de mosquitos en el laboratorio;

' WHO (2009). World Malaria Report 2011. World health Organization. Geneva, Switzerland
(http://www.who.int/malaria/world_malaria_report_2011/en/)
% Roll Back Malaria — Global Malaria Partnership (http://www.rbm.who.int/index.html)



7. Ensayos de susceptibilidad y eficacia residual de los insecticidas utilizados en el
control de vectores.

Este manual presenta los temas basicos que son criticos para comprender el objetivo
educacional primario de cada area tematica. Sin embargo, se anticipa que el curso de
capacitacion proporcionara mejores oportunidades para el trabajo de campo y asegurara una
experiencia de aprendizaje completa y afianzara las destrezas/competencias practicas. Se prevé
un aprendizaje para adultos y un formato participativo, en el que los alumnos deben ser
alentados a encontrar las cosas por si mismos y de los demas. En el Anexo | se encuentra un
ejemplo del curriculo y horario para el curso basico en entomologia para técnicos.

Audiencia a la que se dirige el manual

Este manual basico esta destinado al personal de malaria a nivel distrital o municipal en paises
endémicos para malaria. Este personal es quién normalmente conforma el equipo que colecta y
reporta a nivel local los indicadores entomoldgicos en apoyo a los programas de control de
vectores. Normalmente tiene educacion secundaria o un diploma en un area tematica que se
presta a la capacitacion en entomologia.

Lecturas adicionales

Este manual ha sido elaborado a partir de guias existentes, manuales y articulos publicados,
entre ellos:

I. Benedict M (2009). Methods in Anopheles research. Malaria Research and Reference
Reagent Center. Version 3. 264 pp

2. Hay SI, Sinka ME, Okara RM, Kabaria CWV, Mbithi PM, Tago CC, Benz D, Gething, PWV,
Howes RE, Patil AP, Temperley WH, Bangs MJ, Chareonviriyaphap T, Elyazar IR, Harbach
RE, Hemingway |, Manguin S, Mbogo CM, Rubio-Palis Y, Godfray HC (2010) Developing
global maps of the dominant Anopheles vectors of human malaria. PLoS Medicine 7:
e1000209.

3. Manguin S, Garros C, Dusfour |, Harbach RE, Coosemans M (2008). Bionomics,
taxonomy, and distribution of the major malaria vector taxa of Anopheles subgenus Cellia in
Southeast Asia: an updated review. Infection, Genetics and Evolution 8: 489-503.

4. Service MW, Townson H (2002). The Anopheles vector. In: Essential Malariology. Eds: DA
Warrell and HM Gilles. 4™ Ed. Arnold Publishers, London. 348 pp.

5. Sinka ME, Rubio-Palis Y, Manguin S, Patil AP, Temperley WH, Gething PW, Van Boeckel
T, Kabaria CW, Harbach RE, Hay SI (2010). The dominant Anopheles vectors of human
malaria in the Americas: occurrence data, distribution maps and bionomic précis. Parasites
& Vectors 3: 72.

6. Sinka ME, Bangs MJ, Manguin S, Coetzee M, Mbogo CM, Hemingway J, Patil AP, Temperley
WH, Gething PW, Kabaria CW, Okara RM, Van Boeckel T, Godfray HC, Harbach RE,



Hay Sl (2010). The dominant Anopheles vectors of human malaria in Africa, Europe and the
Middle East: occurrence data, distribution maps and bionomic précis. Parasites & Vectors 3:
7.

WHO (1975). Manual on practical entomology in malaria. World Health Organization,
Geneva Switzerland. 160 pp.

WHO (1992). Entomological Field Techniques for Malaria Control. Part I: learner’s guide. World
Health Organization, Geneva, Switzerland. 77 pp.

WHO (1998). Test procedures for insecticide resistance monitoring in malaria vectors, Bio-
efficacy and persistence of insecticides on treated surfaces. World Health Organization,
Geneva Switzerland. WHO/CDS/CPC/MAL/98.12

. WHO (2002). Manual for residual spraying: Application of residual sprays for vector control.

World Health Organization, Geneva Switzerland. WHO/CDS/WHOPES/GCDPP/2000.3

. WHO (2003a). Malaria control in the African Region. WHO Regional Office for Africa,

Harare, Zimbabwe.

. WHO (2003b). Malaria Entomology and Vector Control: Learner’s Guide. World Health

Organization, Geneva, Switzerland WHO/CDS/CPE/SMT/2002.18 Rev. |

. WHO (2005). Guidelines for laboratory and field testing of long-lasting insecticidal mosquito nets.

World Health Organization, Geneva, Switzerland. WHO/CDS/WHOPES/GCDPP/2005.1 |

. WHO (2006). Malaria vector control and personal protection. World Health Organization

Technical Report Series, n® 936, Geneva, Switzerland. 62 pp.

. WHO (2009). 2008 World Malaria Report. World health Organization. Geneva,

Switzerland. WHO/HTM/GMP/2008.1



Lista de Términos Utiles

En este manual las abreviaturas de los indices entomolégicos y métodos de captura se presentan en
inglés, con la finalidad de uniformar la terminologia a nivel global y que la misma pueda reconocerse,
independiente de la ubicacién geogrdfica o idioma.

Estivacion: Un estado de letargo e inactividad que los organismos experimentan para
sobrevivir a temperaturas extremadamente altas y a las condiciones aridas ocasionadas por la
temporada de calor.

Antropogénico: Se refiere a cualquier efecto que se relacione con, o es resultado de, el
impacto de la actividad humana en la naturaleza.

Anticuerpos: Son proteinas particulares (llamadas inmunoglobulinas) que el sistema inmune
utiliza para reconocer y neutralizar sustancias extranas en el interior del cuerpo, tales como
virus, bacterias o parasitos.

Especie biolégica: Un grupo de poblaciones, u organismos en una poblacidn, que tiene la
capacidad real o potencial de cruzarse en la naturaleza y producir descendencia fértil.

Bionomia: cuando se hace referencia a los mosquitos, este término se refiere a las
caracteristicas bioldgicas, ecologicas y de comportamiento de una especie o poblacién, que
influyen en su capacidad para actuar como un vector de la enfermedad.

Ciclo esporogonico: Esta es la parte del ciclo de vida del parasito de la malaria que se
desarrolla en el interior del mosquito. Se inicia cuando el mosquito ingiere sangre de un
hospedero humano infectado (u otro vertebrado). Dentro del estomago del mosquito, los
estadios sexuales del parasito (gametocitos) se unen para formar un huevo (oocineto) que se
mueve a la pared celular del estobmago. El oocineto se desarrolla en un oocisto en la cara
externa de la pared del estomago. En el interior del oocisto, se forman los esporozoitos por un
proceso de division celular (meiosis). Luego los oocistos estallan, liberando los esporozoitos,
que se mueven hacia las glandulas salivales, invadiéndolas. Una vez en las glandulas salivales, los
esporozoitos pasan a un hospedero humano la proxima vez que el mosquito pique y se
alimente de sangre. Hay algunos medicamentos antimalaricos que atacan estadios especificos del
parasito durante el ciclo esporogonico. Los medicamentos gametocitocidas matan a los
gametocitos Y las drogas esporontocidas matan a los esporozoitos. Un ejemplo de estos
farmacos es primaquina.

Citogenética: Estudio de la estructura y funcion de los cromosomas (estructuras heredadas
que portan los genes que determinan el sexo y las caracteristicas de un organismo). Cuando la
citogenética se aplica a la identificacion y el estudio de las relaciones entre las especies
biolégicas, se conoce como citotaxonomia.



Cromosomas politénicos: Estos son cromosomas gigantes formados por multiples copias
del material genético del cual estan compuestos. Estos cromosomas gigantes ocurren soélo en
ciertas células de insectos. Debido a su tamano, los cromosomas politénicos son muy Uutiles
para el andlisis citogenético.

Dimorfismo sexual: Diferencias caracteristicas entre machos y hembras de la misma especie.

Epidemiologia: Estudio de la distribucion, patrones y los determinantes de las caracteristicas
de salud y los eventos de salud (como enfermedades) en las poblaciones, y como se aplica para
el control de enfermedades y problemas de salud.

Espiraculos: Aberturas circulares en el cuerpo de los insectos que permiten que el aire entre
al interior del cuerpo.

Esporozoito: Esta es la etapa del ciclo de vida del parasito de la malaria en el mosquito que es
capaz de producir una infeccion en el humano (u otros hospederos vertebrados). Por lo tanto,
es la etapa del parasito de la malaria que es infectiva para los seres humanos. Los esporozoitos
se encuentran en las glandulas salivales de los mosquitos. La pared celular externa del
esporozoito esta cubierta por una proteina estadio-especifica llamada proteina del
circumsporozoito. Esta proteina es lo que se evalua en el laboratorio para determinar si un
mosquito es infectivo (transmitira el parasito de la malaria cuando pique) o no.

Material genético: Este es el material biologico que esta presente en todos los organismos
vivos y que puede ser transmitido de una generacion a la siguiente (heredable). El material
genético determina la estructura y funcién de las células que forman un organismo. Un gen es
una secuencia particular del material genético que determina una proteina especifica. En la
célula, el material genético esta organizado en estructuras llamadas cromosomas.

Morfologia: Este término se refiere al tamano, forma y estructura de los organismos, o de las
partes del cuerpo que los constituyen (tanto internas y externas). El término anatomia se
utiliza a menudo en lugar de morfologia, debido a que estudia la organizacién y estructura de
los organismos.

Mutacion genética: Este término se refiere a cualquier cambio en la secuencia de nucleotidos
en el ADN de un gen dado. Estos cambios pueden dar lugar a modificaciones de la proteina que
el gen codifica. Los organismos que llevan la mutacién se llaman mutantes, en contraposicion a
los individuos de tipo silvestre.

Paridad: El nimero de veces que una hembra ha dado vida a una descendencia. Una hembra
de mosquito que ha puesto huevos por lo menos una vez en su vida se denomina parida. Las
hembras que aln no han puesto huevos se llaman nuliparas.

Proteina: son compuestos bioquimicos (moléculas) que conforman las células de los
organismos vivos. Las proteinas desempenan un papel en todas las funciones bioldgicas.



Unidad |
El Control de la Malaria y el Rol de la Entomologia

Objetivos de aprendizaje

Esta unidad tiene como objetivo proporcionar los conocimientos basicos
sobre:

Las medidas para el control de la malaria utilizadas en la actualidad
Las principales medidas de control vectorial

El papel de la entomologia en el control de la malaria

Factores importantes a considerar cuando se planifica el control
vectorial para malaria

1.1 Componentes principales de un programa de control de malaria

Los programas de control de la malaria constan de tres componentes basicos:
e Deteccion temprana y tratamiento efectivo de los casos de malaria
e Control del mosquito(s) vector

e Educacion comunitaria
Diagnostico temprano y tratamiento efectivo de pacientes (quimioterapia)

El uso de medicamentos contra la malaria es la principal herramienta para reducir las
poblaciones de parasitos. Ademas del tratamiento y la profilaxis, los animalaricos
gametocitocidas y esporonticidas afectan el desarrollo esporogénico en el mosquito y por lo
tanto la transmision de malaria.

En la actualidad, la mayoria de los programas de control de la malaria han adoptado estrategias
de deteccidn temprana y tratamiento oportuno de los casos de malaria. Estas estrategias
conllevan la implementacion de centros de distribucion de medicamentos y puestos de
diagnostico rapido a nivel del sistema de atencion primaria de salud. Para ser mas efectivo, las
personas en riesgo de contraer malaria necesitan conocer los sintomas de la malaria y estar
listos para buscar el tratamiento adecuado. La ubicacion de personas capacitadas dentro de la
comunidad (p. €j. trabajadores de salud comunitarios) para ayudar a identificar los casos de
malaria y facilitar el acceso a un tratamiento efectivo ha resultado fundamental para que los
pacientes reciban el tratamiento de manera oportuna.

Sin embargo, hay varios problemas que ponen en riesgo estos métodos. Los obstaculos
relacionados con la accesibilidad a los medicamentos son una realidad comdn. Ademas, hay
problemas de falta de adherencia al tratamiento, relacionados a razones econémicas y a los
efectos secundarios de algunos medicamentos. Como resultado, los regimenes terapéuticos a



menudo no se completan, aumentando el riesgo del desarrollo de resistencia a los
medicamentos. El surgimiento y propagacion de la resistencia a los medicamentos antimalaricos
como la cloroquina y la sulfadoxina/pirimetamina (Fansidar®) es un obstaculo importante para
la sostenibilidad del componente parasitolégico de los programas de control de la malaria.

Control vectorial y principios para una implementacién efectiva

El control vectorial es un elemento fundamental de la Estrategia Global de Control de la Malaria
de la Organizacion Mundial de la Salud. Continua siendo la forma mas efectiva para prevenir la
transmision de la malaria. El control de los vectores de la malaria incluye medidas para reducir
el contacto entre el vector (es) y los seres humanos y para reducir el nimero de mosquitos
que llegan a la etapa en la que pueden transmitir el parasito (etapa infectiva). Si se hace de
manera efectiva, la transmision del parasito disminuye, lo cual reduce el nimero de personas
que desarrollan la malaria.

En la actualidad el control vectorial de la malaria se divide en dos grandes categorias, que se
muestran en la Tabla |, y en su mayoria se basan en el uso de insecticidas.

Tabla I. Medidas de control de los vectores de la malaria (adaptado de la OMS,
2006)
Para proteccion Para proteccion
Método Accién individual y familiar comunitaria
Reduccion del Mosquiteros tratados con  Mosquiteros tratados con
contacto humano- insecticidas, repelentes, insecticidas, zooprofilaxis
mosquito ropa protectora,

colocacion de cedazo o
malla en las casas y otras
mejoras en la vivienda
Eliminacion de Mosquiteros tratados con
mosquitos adultos insecticidas, rociado residual
intradomicialiar, rociado
espacial, nebulizacion

Control del
vector adulto

espacial
Eliminacién de larvas Saneamiento del Aplicacion de larvicidas a
Cr?ntrol de de mosquito peridomicilio superficies de agua,
crladeros irrigacion intermitente,
;Manejo de drenado, control biolégico
I::vnatSZS) Reduccion de fuentes Drenaje a pequefia escala ~ Saneamiento ambiental,

manejo del agua y drenajes

Los principales métodos de control vectorial implementados actualmente por los programas de
vectores de malaria incluyen métodos dirigidos o que atacan a las larvas y mosquitos adultos:

¢ Manejo de criaderos (LSM): Este tiene como objetivo reducir el niimero de
vectores que llegan a etapa adulta. LSM podria ser una buena intervencion
complementaria particularmente en situaciones de densidad alta de poblaciones de
mosquitos con distintos y pocos criaderos, como zonas secas con sitios limitados y
manejables (Tabla 2). LSM puede utilizar:



— Insecticidas quimicos (p. ej. temefos), agentes bioldgicos (p. ej. bacterias tales como
Bacillus thuringiensis israelensis - Bti) o toxinas que matan larvas y pupas.

— Peces larvivoros como Gambusia dffinis y el "guppy" (Poecilia reticulata).

— La aplicacion de aceite que forma una pelicula sobre el agua y de ese modo dificulta
la capacidad de respirar de las larvas y pupas.

— El uso de reguladores de crecimiento para insectos, que evitan que las larvas lleguen
a la etapa adulta

— Manipulando o eliminando fisicamente los habitats larvarios para prevenir la cria de
mosquitos. Cuando los cambios son permanentes (p. €]. drenado, llenado de
estanques Y zanjas), se llama modificacidon manejo ambiental.

¢ Rociado residual intradomiciliario (IRS): Este esta dirigido el vector adulto.
Consiste en rociar las paredes interiores de las viviendas con insecticidas de accion
residual aprobados por la OMS. Una vez aplicados, estos insecticidas se secan dejando
una pelicula pequena de cristales en la pared. El vector adquiere el insecticida cuando
reposa en las paredes, ya sea antes o después de una comida de sangre, y muere por la
exposicion, si es susceptible al insecticida. Algunos de los insecticidas utilizados para el
IRS también son capaces de repeler los mosquitos, y esto reduce el nimero de vectores
entrando en las habitaciones rociadas.

e Mosquiteros tratados con insecticidas (ITN): Esta medida esta dirigida al vector
adulto. El mosquitero prové una barrera efectiva entre la persona que esta durmiendo
debajo de él y el mosquito vector. Esto reduce la posibilidad de picadura e infeccion. El
insecticida impregnado también actla para matar y repeler cualquier vector susceptible
que repose en el mosquitero. En la actualidad, se utilizan los mosquiteros insecticidas de
larga duracion (LLIN) que tienen una vida util de alrededor de 2-3 anos. Es normal que
los programas se fijen como meta a un 80% o mas de la poblacion en riesgo en el drea
de operacion, ya que se ha demostrado que proporciona un efecto comunitario.

La efectividad de cada intervencion depende de un numero de variables que incluyen
caracteristicas bio-ecoldgicas de los mosquitos vectores, caracteristicas del habitat del area y
aspectos socio-econdmicos/culturales de la poblacion humana. La Tabla 2 muestra algunos de
los requisitos fundamentales para el uso de las tres principales intervenciones.



Tabla 2. Requerimientos para la implementacion exitosa de las principales
intervenciones de control vectorial (adaptado de WHO, 2006)

Intervencion Requerimiento
Rociado Residual e  Vectores que reposen predominantemente en el intradomicilio (especies endofilicas)
Intradomiciliario e  Viviendas con paredes y techos

e  La poblacién a quien va dirigida no sea nébmada (residentes permanentes)
e Movilizacién comunitaria efectiva para maximizar la voluntad de la poblacion a quién va
dirigida a aceptar el rociado y cumplir con los requerimientos de seguridad
e  Capacidad del programa nacional para organizar la entrega y la aplicacion correcta y
oportuna a todas las casas en las zonas seleccionadas, incluyendo informacion sobre el
numero Yy la ubicacion de las viviendas a rociar
Mosquiteros tratados e  La mayoria de infeccidnes de malaria se adquieren en el intradomiclio (especies
con insecticidas endofagicas)

e Por lo menos algunas de las picaduras del vector se producen en las horas en que la
gente esta durmiendo
e Una movilizacion comunitaria efectiva para maximizar la disposicion de las personas
para utilizar correctamente el mosquitero
e  Un sistema adecuado para suministrar mosquiteros tratados, incluyendo informacién
sobre el nimero y la ubicacién de las casas y los espacios para dormir que requieren
mosquitero.
e  Capacidad para organizar un programa de tratamiento de mosquiteros de forma
gratuita o para cambiar al uso de mosquiteros insecticidas de larga duracion.
Manejo de fuentes e Que se desarrollen en criaderos semipermanentes
larvarias e  Capacidad para ubicar y mapear una gran proporcion de los criaderos de mosquitos
que se ubiquen dentro de rango de vuelo en la comunidad que se requiere proteger
e la seleccion adecuada de las medidas anti-larvarias
e  Participacion de la comunidad para la reduccién y/o eliminacién de los criaderos

1.2 Educacion Comunitaria

. . . Jert e .
Las medidas de control antivectorial deben tener un fuerte componente de participacion social
que normalmente debe tener como objetivo motivar a la proteccion personal y familiar, y
podrian incluir la educacion sanitaria y la movilizacién comunitaria.

Las medidas destinadas a reducir el contacto humano-vector a menudo implican un cambio en
los habitos humanos. Generalmente, con los programas de control se llevan a cabo programas
educativos centrados en el uso correcto de los mosquiteros y otras medidas de proteccion
individual, saneamiento, y en la necesidad de terapias adecuadas.

1.3  Principios basicos de planificacion del control de los vectores de malaria y el
rol de la entomologia

La carga de enfermedad por malaria sigue siendo alta en muchos lugares, a pesar de la eficacia
de los métodos de control actuales. Aunque ha habido marcado aumento en el financiamiento
para el control de la malaria en la mayoria de los paises endémicos (tanto de fuentes externas
como internas de los paises), los recursos siguen siendo en general limitados para los
programas nacionales.



Las estrategias de control de la malaria deberian basare en estudios epidemiologicos y
entomologicos que aporten informacion de calidad respecto a los determinantes de la carga
local de la enfermedad. La mayoria de los paises endémicos, sin embargo, todavia enfrentan
retos significativos para planificar e implementar las medidas de control vectorial de manera
efectiva. La infraestructura, habilidades técnicas y competencias siguen siendo inadecuadas.
Ademas, en muchos lugares los vectores estan desarrollando resistencia a los insecticidas.

La entomologia de la malaria comprende el estudio de los factores bioldgicos, de
comportamiento y ecoldgicos que les permiten a los mosquitos vectores transmitir los
parasitos de la malaria de una persona a otra. Permite la investigacion sistematica sobre el por
qué las medidas de control que se estan implementando pueden o no estar funcionando. La
entomologia por lo tanto, es fundamental para la planificacion y el mejoramiento de la estrategia
de control de la enfermedad.

Algunas de las preguntas que pueden responder los estudios entomolodgicos incluyen:

e La identificacion de los mosquitos Anopheles presentes en el area local, y cuales de estas
especies son responsables de la transmision de la malaria en esta area.

e El comportamiento (p. ej. de picada, habitos de reposo) y criaderos de las especies
locales de vectores: por ejemplo, si los vectores se alimenta de sangre de otros animales
aparte de los seres humanos y qué proporcion se alimentan en el peridomicilio en
comparacion con el intradomicilio.

e Si estan afectando o no a los vectores las intervenciones que se estan implementando y
a su capacidad de transmitir la malaria. Los indicadores a medir incluyen los cambios en
la densidad de la poblacion vectora, las tasas de infeccion, niveles de
susceptibilidad/resistencia de los vectores a los insecticidas que se utilizan, y la accidn
residual de los insecticidas sobre superficies tratadas y en mosquiteros impregnados.

Los programas de control de vectores se planifican mejor si se basan en los resultados de
estudios entomoldgicos de este tipo. Finalmente, la implementacion del control vectorial debe
dar la importancia adecuada a la costo-efectividad y sostenibilidad. Se deben hacer esfuerzos
para fortalecer progresivamente las capacidades locales para la planificacién, implementacion,
monitoreo y evaluacion.

Tipos de encuestas de mosquitos

Hay cuatro tipos principales de encuestas de mosquitos:

e Encuestas preliminares: Estas son originales, basicas y a corto plazo. Se utilizan para
recopilar datos de linea base generalmente con el fin de planificar una intervencion de
control vectorial. El énfasis en este tipo de encuestas incluye la identificacion de especies
vectores, cambios en la densidad, comportamiento de reposo y alimentacion, habitats de
las larvas, la longevidad, las tasas de infeccidn y la susceptibilidad a los insecticidas.



Observaciones regulares o tendencia: Son observaciones de rutina o a largo plazo
(encuestas longitudinales o encuestas operacionales de monitoreo). Se llevan a cabo con
regularidad (p. ej. semanal, mensual) con el fin de evaluar el impacto de las medidas de
control.

Controles al azar: Estos se llevan a cabo en localidades elegidas al azar y que no son
los sitios fijos de monitoreo para proporcionar informacion suplementaria de aéreas que
de otro modo no estarian representadas en el monitoreo rutinario.

Investigaciones de foco: Estas se llevan a cabo en areas nuevas o persistentes de
transmision de malaria para investigar las razones de la transmision de la enfermedad, o
por qué las intervenciones implementadas no son efectivas en la reduccion de la carga
de enfermedad.



Unidad 2
Biologia de los Vectores de la Malaria

Objetivos de aprendizaje

El conocimiento sobre la biologia y el comportamiento de los mosquitos
Anopheles es importante para entender cOmo se transmite la malaria y ayudar
en el disefo de estrategias de control adecuadas. Esta unidad tiene como

objetivo proporcionar los conocimientos basicos sobre:
e Laenfermedad y el parésito.
e El ciclo de vida del mosquito Anopheles.
e Los criaderos larvarios y las condiciones que afectan el nUumero de
adultos que emergen.

2.1 Malaria

La malaria es una enfermedad de importancia en salud publica en la mayoria de los paises
tropicales. Es causada por parasitos del género Plasmodium que se transmiten de una persona a
otra a través de la picadura de un mosquito hembra Anopheles infectivo. El mosquito macho del
género Anopheles se alimenta solo de néctar y jugos de plantas, y por lo tanto no transmite la
malaria.

Hay cinco especies de Plasmodium que infectan al hombre: Plasmodium falciparum, Plasmodium
vivax, Plasmodium malariae, Plasmodium ovale y Plasmodium knowlesi. La ultima especie se limita al
Sudeste de Asia e infecta principalmente a primates no humanos.

Existen alrededor de 480 especies de mosquitos Anopheles de las cuales solo alrededor de 80
son conocidas por transmitir la malaria; |5 de ellas son consideradas las principales especies de
vectores de la malaria. EIl mosquito adquiere el parasito Plasmodium cuando succiona sangre de
una persona infectada. Una vez dentro del mosquito, el parasito se multiplica a medida que se
mueve desde el estomago del mosquito hacia las glandulas salivales, desde donde se transmite la
proxima vez que el mosquito infectado pica a otra persona.

2.2 Ciclo de vida del mosquito Anopheles

Hay cuatro estadios en el ciclo de vida de un mosquito: huevo, larva, pupa y adulto (Fig. I).
Durante su ciclo de vida el mosquito sufre dos cambios (metamorfosis), de larva a pupa y de
pupa de adulto.



Estadio de huevo
e Las hembras adultas de Anopheles copulan una vez y contintian poniendo huevos a lo
largo de su vida.

e Las hembras deben tomar una ingesta sanguinea cada 2-3 dias. La sangre es necesaria
para el desarrollo de los huevos. Las hembras ponen una tanda de huevos antes de la
siguiente alimentacion con sangre.

e Los huevos son depositados en el agua (pozas de lluvia, lagunas, riberas de rios, lagos,
etc.) en tandas de 50 a 200 huevos.

e El tiempo que transcurre para que los huevos eclosionen en larvas depende en gran
parte de la temperatura:

— A unos 30°C, los huevos eclosionan en larvas en unos 2-3 dias.

— En zonas templadas (16°C), en unos 7-14 dias.

Adulto Terrestre
) ~ Acuatico
~ /' |
/
Huevo Pupa
# f /
i ¢
Estadios Larvarios: L1 L2 L3 L4

Larva

Figura |. Estadios del ciclo de vida del mosquito Anopheles



Estadio de larva

La larva tiene una cabeza bien desarrollada con "cepillos bucales" utilizados para la
alimentacion (filtradores). La larva se alimenta de microorganismos (p. €j. algas,
bacterias) y materia organica en el agua donde se crian.

La larva de Anopheles no tiene sifon respiratorio. Se coloca paralelo a la superficie del
agua para respirar.

Hay cuatro etapas en el desarrollo de larva, conocidos como instares (denotado como
LIl a L4, Fig. I).

El desarrollo de larva a pupa tarda cerca de 5-10 dias en temperaturas tropicales
normales, dependiendo de la especie. La temperatura del agua afecta el tiempo
necesario para el desarrollo, el cual es mas corto en aguas mas calidas.

Estadio de pupa

La pupa tiene la forma de una coma y permanece en la superficie del agua.

Tiene un par de trompetas respiratorias a través de las cuales respira cuando esta en la
superficie.

No se alimenta durante este estadio, pero la pupa es moévil y responde a los estimulos.

Esta es la fase de reposo o inactividad durante la cual ocurre una gran transformacion de
vivir en el agua para emerger a vivir fuera del agua.

La etapa de pupa dura unos 2-5 dias.



Estadio adulto

e El adulto usualmente emerge de la
pupa al atardecer.

e Después de emerger de la pupa, el
mosquito adulto reposa por un corto
periodo de tiempo con el fin de
endurecer su cuerpo.

¢ Los mosquitos se aparean poco
después de emerger (Fig. 2). Al
atardecer los machos forman grandes
enjambres, y las hembras vuelan dentro
de los enjambres para aparearse.

e Tanto los mosquitos machos como las
hembras se alimentan de néctar para
obtener energia.

e Después de aparearse, los mosquitos

hembra salen en bisqueda una ingesta Figura 2.. Machos de Anopheles al
sanguinea, necesaria para el desarrollo atardecer, formado un enjambre para

de sus huevos. Para algunas especies aparearce

una alimentacion es suficiente para (foto: JD Charlwood)
desarrollar los huevos. En otras

especies se requieren dos alimentaciones, al menos para el desarrollo de la primera
tanda de huevos.

e El tiempo que transcurre en Anopheles de huevo a adulto puede variar entre 7 dias a
31°Cy 20 dias a 20°C.

2.3  Habitats larvarios y factores que afectan la produccion de adultos en
ambientes habitats acuaticos

El tipo de cuerpo de agua adecuado para el desarrollo de larvas de mosquitos (habitat larvario o
criadero), varia grandemente entre especies de mosquitos e incluso dentro de la misma especie.
Algunas especies prefieren los cuerpos de agua con sombra, mientras que otras prefieren
habitats soleados. Algunas requieren agua no contaminada, mientras que otras se crian en aguas
contaminadas. Algunas especies buscan cuerpos de agua de caracter mas permanente (p. €j.
drenajes, tanques de agua, canales de riego) y otras ocupan charcos temporales (Fig. 3).

Los Anopheles no suele criarse en arroyos o rios de movimiento rapido, ya que las larvas no
estan adaptadas para resistir a la accién del oleaje. Pero los criaderos pueden ser tan diversos
como pantanos, marismas, arrozales, lagunas temporales (charcos), zanjas, desagiies, zanjas de
drenaje, pozas de roca, agujeros de arbol, recipientes para almacenamiento de agua y latas



vacias. Sin embargo, algunas especies de anofelinos muestran preferencia a condiciones
especificas.

En Africa:

e Anopheles gambiae prefiere pequenos depositos temporales de agua que estén expuestos
a la luz solar, como charcos, pisadas de animales o marcas de neumaticos en caminos de
tierra.

o Anopheles funestus prefieren cuerpos de agua permanentes o semi-permanentes,
generalmente con vegetacion (p. ej. orillas de arroyos, pantanos y ciénagas).

En las Américas:

e Las larvas de Anopheles darlingi se encuentran principalmente en los margenes
sombreados de arroyos y lagunas de aguas transparentes y fondos lodosos, con
vegetacion emergente o flotante.

En Asia:

e En las zonas urbanas, Anopheles stephensi se cria en habitats hechos por el hombre tales
como cisternas, pozos, canales y fuentes con distintos tipos de agua, incluyendo agua
contaminada y salobre.

No se sabe mucho acerca de los factores que afectan a la supervivencia de las larvas y los
mecanismos que controlan la emergencia de los adultos. Sin embargo, se sabe que la
precipitacion, temperatura, humedad y la época del ano, influyen en la supervivencia larvaria y la
emergencia de los adultos.



a. Pequenio charco (temporal), b. Charcos de marcas de neumaticos a lo largo de una carretera (temporales), c. estanques
(permanente), d. Arrozales (semi-permanente), e. Tanques de agua y zanjas (permanentes).

Figura 3. Tipos de criaderos de mosquitos

2.4 Caracteristicas de importancia médica de los adultos

La longevidad de los Anopheles adultos varia entre especies y depende de factores externos
como la temperatura, humedad y la presencia de depredadores. El periodo de vida promedio
de un Anopheles hembra es de unos |5 dias, pero en algunas especies se han reportado hasta
dos meses de vida.

Son de gran importancia epidemiolégica los comportamientos relacionados a la ingesta
sanguinea y al reposo después de una comida de sangre para el desarrollo de los huevos.

e Algunos mosquitos pican predominantemente en el intradomicilio (endofagicos) y otros
en el peridomicilio (exofagicos).
e Algunos mosquitos prefieren picar a los humanos (antropofilicos), mientras que otros

prefieren alimentarse de animales (zoofilicos).

e Las especies de mosquitos que tienden a reposar en el intradomicilio durante la
digestion de la sangre y el desarrollo del huevo se llaman endofilicas mientras que otras
especies que reposan en el peridomicilio son exofilicas.



Las especies de mosquitos también pueden variar en su actividad de picadura durante la
noche. Algunas especies alcanzan un pico de picadura en las primeras horas de la noche,
mientras que otras en la madrugada. Algunos mosquitos empiezan a picar al atardecer,
incluso antes de que caiga la noche. El patron diario de picadura de una especie de
mosquito se conoce como ciclo de picadura.



Unidad 3
Anatomia e ldentificacion de los Mosquitos

Objetivos de aprendizaje

Al final de esta unidad, el participante debe ser capaz de:
Saber identificar los mosquitos adultos de Anopheles.

Diferenciar los mosquitos machos y hembras.

Distinguir la hembra de Anopheles de las hembras de otros
mosquitos.

Distinguir el huevo y la larva de Anopheles de las de otros

mosquitos.

La malaria humana es transmitida exclusivamente por mosquitos del género Anopheles. Este
género pertenece a una subfamilia lamada Anophelinae (anofelinos) dentro de la familia
Culicidae. Hay otra subfamilia llamada Culicinae (culicidos) que incluye dos géneros de gran
importancia médica: Aedes (p. ej. Aedes aegypti, vector del dengue y la fiebre amarilla) y Culex (p.
ej. Culex quinquefasciatus, vector de la filariasis linfatica). Con excepcion de la pupa, es posible
distinguir facilmente los anofelinos de los culicidos en todas las etapas del ciclo de vida del
mosquito.

3.1 {Co6mo distinguir los huevos de anofelinos de otros culicidos?

e Los huevos de Anopheles tienen flotadores (Fig. 4) en los extremos laterales y los huevos
flotan por separado en el agua.

e Los huevos de los culicidos no tienen flotadores. Los huevos de Culex son ovipositados
en agregados formando una “balsa” que flota en la superficie del agua. Aedes oviposita
los huevos en forma individual sobre superficies solidas y no en la superficie del agua.



Flotador

Aedes

Culex Anopheles

Figura 4. Ejemplos de huevos de Aedes, Culex y Anopheles

3.2 ;Como distinguir las larvas de anofelinos de las de otros culicidos?

La larva de un mosquito se divide en cabeza, térax y abdomen (Fig. 5). Durante su desarrollo, la
larva pasa a través de cuatro estadios o instares larvarios (L1-L4) con un aumento de tamano
entre instares (Fig. 1).

Figura 5. Anatomia de las larvas de Anopheles



Dos caracteristicas principales distinguen las larvas de anofelinos de las de culicidos (Fig. 6):
e Las larvas de culicidos (Culex y Aedes) tienen tubos sifén para respirar y suspenderse de
la superficie del agua.

e Las larvas de anofelinos no poseen sifon y reposan en posicion paralela a la superficie del
agua. En lugar de un sifén respiran a través de pequenos orificios llamados espiraculos.

Figura 6. Diferencias entre las larvas de anofelinos y culicidos

3.3 Lapupa

La pupa del mosquito tiene la forma de una coma (Fig. 7). Reposan justo en la superficie del
agua y nadan rapidamente cuando se les molesta. Es muy dificil distinguir entre pupas de
anofelinos y culicidos, ya que las diferencias entre ellas son mas sutiles.




Figura 7. Pupa de Anopheles

3.4 ;Coémo distinguir un adulto de anofelinos y culicido?

El cuerpo del mosquito adulto se divide en cabeza, torax y abdomen (Fig. 8). Los principales
componentes de la cabeza incluyen dos grandes ojos compuestos, dos antenas, dos palpos
maxilares y los proboscis, que esta adaptada para perforar y succionar. En el torax, hay tres
pares de patas (trasera, medias y anteriores), un par de alas y un par de halterios o balancines
(alas vestigiales modificadas). El abdomen esta compuesto por 10 segmentos y los dos dltimos
estan modificados para formar la genitalia (masculino o femenino).
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Figura 8. Anatomia de un mosquito adulto

Hay dos caracteristicas principales que se pueden utilizar para distinguir entre adultos de
anofelinos y culicidos: los palpos maxilares (Fig. 9) y la posicion de reposo (Fig. 10).

Palpos

Hembras

Antena Antena

Machos

Culicido Anofelino

Figura 9. Diferencias en la cabeza de anofelinos machos y hembra y
mosquitos culicidos



3.5

Las hembras de las especies del género Anopheles tienen palpos maxilares que son tan
largos como la proboscide. Las hembras de los culicidos tienen palpos mucho mas
cortos que la probéscide.

La punta de los palpos del macho de Anopheles estan ensanchados en el apice y la de los
culicidos no.

El dimorfismo sexual de la antenna es comun a ambos anofelinos y culicidos. Los machos
tiene antenas tupidas (plumosas) mientras que las hembras tienen antenas simples
(pilosa) (Fig. 9).

Los mosquitos Anopheles adultos tienden a reposar en un angulo de entre 50° y 90° con
respecto a la superficie. Los culicidos tienden a reposar en forma paralela a la superficie

(Fig. 10).

Anopheles

of

Figura 10. Posicion de reposo de mosquitos adultos, culicidos y anofelinos

Métodos para la identificacion de especies de mosquitos

Aparte de las diferencias mencionadas previamente entre anofelinos y culicidos, también es
importante distinguir entre las diferentes especies de anofelinos. Se pueden aplicar varios

métodos para la identificacion de las especies de Anopheles. Estos incluyen:

Métodos morfolégicos utilizando claves taxonomicas. Algunas de las principales
caracteristicas morfoldgicas utilizadas en la identificacion de mosquitos se encuentran en
los palpos, probéscide, patas, alas y torax. Estan disponibles claves taxonémicas para la
identificacion de especies locales de vectores de malaria y estas claves puede variar
segun la zona geografica y las especies de vectores presentes.



e Cytotaxonomia. Estos métodos utilizan diferencias especie-especificas en los
cromosomas. Estas técnicas solo se pueden aplicar en ciertas etapas del ciclo de vida y
sexo del mosquito, cuando los cromosomas politécnicos o "gigantes” estan visibles para
su observacion bajo el microscopio.

e Métodos moleculares. Estos métodos consisten en el andlisis de las diferencias
especie-especificas a nivel del ADN. Dado que el ADN no cambia durante el ciclo de
vida del mosquito, estos métodos se pueden aplicar en cualquier etadio de la vida
(inmaduro o adulto) del mosquito.

Los métodos de identificacion cytotaxonomicos y moleculares se utilizan normalmente para
identificar grupos de especies que no muestran diferencias morfoldgicas entre si, como en los
complejos de especies cripticas (véase la Unidad 4). Estos métodos no se mostraran en este
curso.



Unidad 4
Diversidad de los Vectores de la Malaria

Objetivos de aprendizaje

Es importante conocer los vectores locales de la malaria para comprender
la transmisién y desarrollar estrategias efectivas de control. Esta unidad
ayudara a entender:

e Que latransmision de la malaria, en muchos casos, es mantenida
por varias especies de vectores que coexisten en la misma zona o
region.

e Las diferentes especies muestran comportamientos diferentes, que
pueden afectar la transmision y el control de la malaria.

Los anofelinos comprenden aproximadamente 480 especies, de las cuales solo alrededor de 80
son consideradas vectores de la malaria. Con la excepcion de la Antartida, hay vectores de la
malaria en todos los continentes del mundo. Mas importante aun, varias especies de vectores
pueden concurrir en la misma zona y al mismo tiempo (especies simpatricas).

Debido a las diferencias en la ecologia y comportamiento, las especies simpatricas pueden
formar sistemas vectoriales complejos. Por ejemplo, cuando una especie de vector que busca
criaderos semi-permanentes concurre en la misma zona con una especie que selecciona charcos
temporales, representa una dificultad para el control vectorial larvario. De manera similar, la
ocurrencia simpatrica de una especie endofagica con una exofagica representa un reto adicional
para la efectividad de las medidas de control vectorial intradomiciliario tales como los
mosquiteros insecticidas de larga duracion (LLIN).

Es esencial la identificacion correcta de los vectores para la implementacién exitosa de
cualquier estrategia de control de vectores.

4.1 Complejos de especies cripticas

Los anofelinos comprenden varias especies que morfologicamente son iguales, pero tienen
diferente composicion genética. Estas especies se llaman especies gemelas o cripticas y en
conjunto se conocen como un "complejo” o "grupo". A pesar de ser morfologicamente
idénticas, las especies cripticas estan aisladas reproductivamente. Esto resulta en la
acumulacion de diferencias genéticas que a menudo conduce a diferencias en la bio-ecologia y
comportamiento. Estas diferencias pueden resultar en especies cripticas de un complejo que
tienen diferente importancia médica y que también puede tener importantes implicaciones en el
control vectorial.



Dependiendo de la region geografica, la composicion de las especies de Anopheles varia, y por lo
tanto los vectores responsables de la transmision de la malaria también varian de una region a
otra. En las siguientes secciones, se dara una descripcion breve de algunos de los principales
vectores de malaria humana en Africa, América y Asia. Las descripciones de las especies se
basaron en los trabajos de Service y Townson (2002), Manguin et al. (2008), Hay et al. (2010) y
Sinka et al. (2010a, b). Se alienta a los estudiantes a consultar estas referencias para obtener una
vision mas completa y detallada de la diversidad de especies de vectores de malaria en las
diferentes regiones geograficas del mundo.

4.2 Vectores de Malaria en las Américas

Entre los principales mosquitos vectores responsables de la transmision de la malaria en las
Américas se encuentran las siguientes especies:

Anopheles albimanus

Esta especie es un vector importante de la malaria en México, América Central y en la parte
noroeste de América del Sur (Colombia, Ecuador, Perd y Venezuela). Los habitats larvarios
tipicos son sitios abiertos, iluminados por el sol, ya sean naturales o hechos por el hombre con
agua fresca o salobre, que normalmente tiene vegetacion flotante o emergente. Esta especie
pica tanto en el intradomicilio como en el peridomicilio y es principalmente exofilica. Tiene una
tendencia a la zoofilia pero esto depende en gran medida de la ubicacion geografica y la
disponibilidad de hospederos.

Complejo de Anopheles albitarsis

El complejo de Anopheles albitarsis comprende cuatro especies: Anopheles albitarsis A 'y B,
Anopheles marajoara y Anopheles deaneorum. Las larvas crecen en pozas grandes e iluminadas por
el sol, estanques, arrozales y marismas de agua dulce y clara y con algas filamentosas. Los
adultos son exofilico y pican facilmente a los seres humanos y a los animales domésticos, en el
intra y peridomicilio. Este complejo se encuentra en casi todo el norte, este y partes centrales
de América del Sur.

Anopheles darlingi

Aunque esta especie esta muy extendida, es el principal vector de la malaria en la region
amazonica. Su distribucion se extiende desde el norte del continente (Colombia, Guyana
Francesa, Guyana, Suriname, Venezuela y el norte de Peru) hacia el este de Brasil y sur a
Paraguay y norte de Argentina. Es un mosquito fluvial adaptado a zonas rurales y boscosas. Los
criaderos caracteristicos son los bordes sombreados de arroyos con corriente lenta con agua
clara y vegetacion sumergida, pero también puede encontrarse en estanques de agua dulce,
pantanos, lagunas y arrozales. Anopheles darlingi tienden a reposar en el peridomicilio y su grado
de endofagia asi como antropofilia es muy variable. En algunas ocasiones, esta variacion ha sido
asociada con cambios en el comportamiento de la poblacion humana.



Complejo de Anopheles nuneztovari

Este complejo incluye dos o posiblemente tres especies cripticas (A y B/C) identificadas
mediante diferencias cromosomicas, pero el estado taxonomico de este complejo no esta del
todo claro todavia. El complejo se distribuye a lo largo de la mayor parte de las regiones del
norte y centro de América del Sur, y estd ausente en las zonas costeras del este y del oeste del
continente. Los habitats larvarios suelen ser estanques soleados de aguas turbias, marcas de
neumaticos, pisadas de animales y las charcos pequenas de caracter temporal o
semipermanente. Los adultos son principalmente exofilicos, exofagicos y zoofilicos, pero
pueden picar a los humanos en el peridomicilio. Las especies cripticas se diferencias en el ciclo
de picadura, con la especie A que pica temprano (pico de picada: 6-8pm) y la especie B/C
picando mas tarde (pico de picada: 10pm-2am).

Complejo de Anopheles pseudopunctipennis

Este complejo esta compuesto de al menos dos especies cripticas y tiene una amplia
distribucion desde el sur de EE.UU,, a través de América Central, la region oriental del
continente sudamericano y hasta el norte de Argentina. Puede sobrevivir a altitudes elevadas
(hasta 3000m). Las larvas se encuentran principalmente en los bordes iluminados por el sol de
las corrientes superficiales de agua dulce de rios y estanques donde la abundancia de algas
filamentosas les provee proteccion. Esta especie puede ser un vector importante durante la
estacion seca, cuando los niveles del rio son bajos y se forman lagunas pequenas. Los adultos
muestran un marcado comportamiento de picada oportunista, alimentandose tanto de humanos
como de animales, en el intradomicilio y peridomicilio. Se consideran principalmente exofilicos
pero varios estudios sugieren que una proporcion de mosquitos de esta especie reposan dentro
de la vivienda después de la ingesta sanguinea.

4.3 Vectores de Malaria en Africa

Los principales vectores de malaria en Africa son miembros del complejo de Anopheles gambiae
y del grupo de Anopheles funestus. Dada la gran importancia de la malaria en el continente
africano, estos son probablemente las especies mejor estudiadas en el mundo.

Complejo de Anopheles gambiae

Este complejo cuenta con 7 especies cripticas que se pueden agrupar en especies de agua dulce:
Anopheles gambiae sensu stricto, Anopheles arabiensis, Anopheles bwambae y Anopheles
quadriannulatus A 'y B, y las especies de agua salobre: Anopheles melas y Anopheles merus.

e Anopheles gambiae s.s. y Anopheles arabiensis

Anopheles gambiae s.s. y Anopheles arabiensis son los principales vectores de malaria del
complejo y tienen la distribucion geografica mas amplia. Anopheles gambiae s.s. predomina en
los bosques himedos y zonas de sabana, mientras que An. arabiensis tiene mas éxito en
ambientes aridos. Ambas especies buscan criaderos temporales, generalmente pequenos,



poco profundos, expuestos al sol y sin vegetacion. Ambas especies suelen ocupar el mismo
habitat larvario. Anopheles gambiae s.s. se alimenta principalmente en seres humanos
(antropofilico). An. arabiensis es generalmente mas zoofilico. Sin embargo, las especies
muestran una gran variabilidad en la preferencia de hospederos y comportamiento de
picadura a lo largo de Africa. Con pocas excepciones, Anopheles gambiae s.s. es
generalmente endofagico y endofilico. Anopheles arabiensis muestra una mayor variacion con
respecto a estos comportamientos.

Anopheles quadriannulatus A 'y B

Anopheles quadriannulatus A es estrictamente zoofilico y por lo tanto es el inico miembro
del complejo de An. gambiae que no transmite la malaria. Los lugares de ovipostura son
similares a los de las especies de agua dulce del complejo. En 1998, se describio una nueva
especie a partir de muestras colectadas en Etiopia y denominada provisionalmente como la
especie Anopheles quadriannulatus B. Se sabe muy poco acerca de su biologia.

Anopheles bwambae

Los criaderos de esta especie derivan de las aguas termales a temperaturas de 33-36°C y
con un pH ligeramente superior a los criaderos de agua dulce preferidos por las larvas de
An. gambiae s.s. La distribucion se limita al bosque Semliki de Uganda. En el bosque
prevalecen perennemente altas densidades, donde pican al hombre principalmente afuera
del domicilio. Aunque la especie es capaz de transmitir la malaria, no es un vector muy
importante debido a su distribucion local.

Anopheles melas y Anopheles merus

Estas son las dos especies del complejo adaptadas a agua salobres. Ambas ocupan habitats
costeros con cinturones de manglares (p. €j. en estuarios, lagunas y pantanos). Sin embargo,
difieren en su distribucién geografica. Anopheles melas existe en la costa oeste de Africa,
mientras que An. merus se limita a la costa del este de Africa. Ambas especies se consideran
vectores secundarios de la malaria.

Grupo de Anopheles funestus

El grupo de Anopheles funestus esta integrado por nueve especies cripticas o especies
estrechamente relacionadas. De éstas, solo la especie nominal, Anopheles funestus s.s es vector

de la malaria a lo largo de Africa. Ninguno de los siguientes miembros del grupo son vectores
de la malaria: Anopheles rivulorum (Africa occidental y oriental), Anopheles leesoni (Africa
occidental y oriental), Anopheles confusus (Africa Oriental), Anopheles parensis (Africa Oriental),
Anopheles vaneedeni (norte de Sudafrica), Anopheles fuscivenosus (Zimbabwe), Anopheles aruni
(Zanzibar) y Anopheles brucei (Nigeria). Estas especies son principalmente zoofilicas.



e Anopheles funestus s.s.

Es considerado el segundo vector mas importante de la malaria en Africa, después de An.
gambiae s.s. Al igual que esta ultima especie, tiene una amplia distribucion en todo el
continente africano al sur del desierto del Sahara. Los criaderos de Anopheles funestus s.s.
son por lo general masas de agua relativamente grandes, permanentes y semi-permanentes
con vegetacion (p. €j. pantanos, lagunas, orillas de los lagos). Es una especie muy
antropofilica que pica principalmente en el intradomicilio (endofagica).

4.4 Vectores de malaria en Asia

Algunos ejemplos de los principales vectores de malaria de la region del sudeste asiatico son:

Complejo de Anopheles culicifacies

El complejo de An. culicifacies tiene una amplia distribucidn en todo el continente asidtico, desde
Etiopia y la costa sur de la Peninsula Arabiga hacia el este a través del subcontinente Indio y
hacia el sur de China, Vietnam, Laos, Camboya, Tailandia y Myanmar. En este complejo se han
descrito cinco especies cromosomicamente reconocidas (A, B, C, D y E). De estas, la especie E
del complejo se considera el vector mas importante de la malaria, particularmente en la India.
La especie B no es vector. Las larvas ocupan una gran variedad de criaderos: agua limpia y
contaminada, expuestos al sol o de sombra. La especie E es altamente endofilica y antropofilica,
mientras que las otras especies son mas zoofilicas, especialmente la especies B. Pican tanto en
el intra como el peridomicilio.

Complejo de Anopheles dirus

Este complejo incluye siete especies cripticas: Anopheles dirus, Anopheles cracens, Anopheles
scanloni, Anopheles baimaii, Anopheles elegans, Anopheles nemophilous y Anopheles
takasagoensis. Con la excepcion de An. elegans (que se encuentra en los bosques montanosos
del suroeste de la India), An. baimaii (del noroeste de la India hasta el sur de Myanmar y
Tailandia occidental) y An. takasagoensis (Taiwan), las especies restantes de este complejo se
distribuyen a lo largo de las peninsulas Indochina y Malasia. Los criaderos de las larvas son
usualmente charcos temporales pequenos y sombreados, y pisadas de animales, dentro o en los
margenes de los bosques. El complejo incluye tanto vectores principales de la malaria en zonas
de selva tropical, bosque cultivado y margenes de los bosques, como especies de poca o
ninguna importancia como vectores de la malaria. Anopheles dirus y An. baimaii son los
principales vectores de malaria de bosque, siendo principalmente exofagicos y antropofilicos.
Ellos tienden a reposar afuera del domicilio después de la ingesta sanguinea. Anopheles
nemophilous y An. takasagoensis son especies zoofilicas y por tanto se considera que no son
vectores.



Grupo de Anopheles maculatus

El grupo de An. maculatus incluye 8 especies cripticas, 6 de las cuales forman dos subgrupos: el
subgrupo maculatus (Anopheles dispar, Anopheles greeni, Anopheles dravidicus, y Anopheles
maculatus), el subgrupo sawadwongporni (Anopheles notanandai y Anopheles
sawadwongporni). Dos especies adicionales no estan asignadas a un subgrupo: Anopheles
pseudowillmori y Anopheles willmori. Los miembros del grupo de An. maculatus se distribuyen
a lo largo de Asia, desde la India hasta Indonesia y Filipinas. Ha sido dificil elaborar una
definicion precisa de la importancia relativa de cada especie en la transmision de la malaria
debido a los problemas de errores en la identificacion.

e Anopheles maculatus

La especie nominal del grupo tiene la distribucién mas amplia, que va desde el oeste de
Afganistan y Pakistan hacia el este, al sur de China y Taiwan y hacia el sur de las peninsulas
de Indochina y Malasia, y las islas de Indonesia (Sumatra y Java). Se considera un importante
vector de la malaria en el este de India, el sur de Tailandia, Malasia y Java. Esta especie se
encuentra principalmente en o cerca de zonas montanosas, donde utiliza una gran variedad
de habitats larvarios, incluida el agua de filtraciones, canales, arrozales, lagunas, margenes de
arroyos, pantanos Y lagos. Los adultos pican animales y seres humanos, tanto en el
intradomicilio como en el peridomicilio, y reposan en el peridomicilio después de la ingesta
de sangre.

Complejo de Anopheles minimus

Este complejo esta formado por al menos tres especies cripticas: Anopheles minimus especie A,
Anopheles harrisoni (especie C) y Anopheles minimus (especie E). La distribucion del complejo se
extiende desde el noroeste de la India hacia el este de Bangladesh, Vietnam, Laos, Camboya,
Tailandia, Myanmar y China del sur, y hacia el sur de Malasia y las islas de Indonesia. An. minimus
y An. harrisoni son responsables de la transmision de la malaria en las regiones montafnosas a
altitudes entre 200-1000m. Se encuentran en zonas boscosas donde los criaderos de las larvas
estan en rios de aguas claras y corriente lenta con margenes herbosos, pero también pueden
sacar provecho de tanques de agua, arrozales y excavaciones. Anopheles minimus se considera
anthropofilico, endofagico y endofilico, pero muestra una gran variacion en el comportamiento
trofico. En comparacion con sus especies cripticas, An. harrisoni parece ser mas zoofilico y
exofagico.



Unidad 5
Colecta de Mosquitos (Larvas)

Objetivos de aprendizaje

Esta unidad proporcionara conocimientos basicos sobre como:

e Muestrear larvas y pupas de mosquitos vectores de habitats
naturales.

Las distintas especies de mosquitos vectores muestran diferentes preferencias de habitat
larvarios. Los criaderos pueden ser muy diversos, e incluyen estanques, lagos, pantanos,
marismas, arrozales, charcos de lluvia pequenos, pisadas de animales, rodada de neumaticos,
agujeros de arbol, axilas de plantas y margenes de arroyos. Es importante conocer las
preferencias de criaderos de los vectores de la malaria locales con el fin de poner en practica
medidas eficaces de control. La colecta de larvas de mosquitos es una actividad fundamental en
la vigilancia de vectores. La informacion obtenida a partir de las colectas larvarias incluye:

e Determinacion de las especies de vectores presentes en el area de estudio.
¢ |dentificacion de criaderos activos preferidos para cada especie.

e Determinacion de la distribucion geografica de los vectores.

e Evaluacion de las medidas anti-larvarias en la densidad de larvas.

e Colecta de muestras para la crianza de adultos en el insectario.

El equipo necesario para realizar las colectar de larvas depende del tipo de método a utilizar. El
equipo y materiales mas comunes incluyen (Fig. | I): cucharones, redes (redes para mayor
concentracion de larvas), cuadrantes, bandejas, coladores, cucharones pequenos para depositos
de agua pequenos, pipetas, recipientes con tapadera (para mantener las muestras) y material
para el registro de los datos (marcadores a prueba de agua, cintas adhesivas, formularios de
registro, ver seccion 5.2). También son utiles un GPS, termometro para agua y medidor de pH
para localizar y caracterizar los criaderos. Los técnicos deben usar botas de hule/goma y
guantes protectores durante la colecta.
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I.hielera, 2. cucharén pequeiio, 3. bandejas, 4.recipiente con tapadera, 5. pipetas, 6.colador, 7. cucharén

Figura I 1. Principales materials para la colecta de larvas

5.1 Métodos de muestreo

Estan disponibles varios métodos de muestreo de larvas. El uso de cada método de muestreo
depende de la naturaleza y el tipo de criadero, y se describen en los parrafos siguientes.

El técnico debe acercarse al criadero con cuidado, ya que cualquier movimiento hara que las
larvas y pupas naden hacia abajo y queden inaccesibles. Es importante que el técnico no
proyecte sombra sobre el agua. Si las larvas y pupas se mueven, puede ser necesario ponerse de
pie, sin moverse hasta que vuelvan a nadar hacia arriba.

Capturas con cuchararon

e Este método se utiliza normalmente para muestrear en cuerpos de agua relativamente
grandes, tales como pantanos, zanjas, arroyos y arrozales (Fig. 12).

e El cucharén se sumerge suavemente en un angulo de aproximadamente 45° para reducir
al minimo la alteracion del ambiente acuatico, o bien suavemente tocar la superficie del
agua permitiendo que el agua y larvas cercanas fluyan dentro del cucharén. Se debe
tener cuidado de no derramar agua al levantar el cucharon.

e Las larvas deben recolectarse del cucharén con una pipeta o gotero y transferirlas a un
frasco etiquetado apropiadamente.

e Cuando el criadero tiene vegetacién emergente, el técnico debe mover el agua y hacer
que las larvas naden hacia abajo, a continuacion, eliminar algo de vegetacion para crear
un espacio limpio para realizar el muestreo, y esperar unos minutos antes de reanudar
el muestreo como se describié previamente.



e Debe anotarse el niumero de cucharonadas realizados en cada criadero para calcular la
densidad larvaria. Anote también la cantidad de tiempo dedicado a la colecta.

Figura 12. Colecta de larvas por sumersion

Capturas con red

e Este método consiste en usar una red de malla fina ajustada a un mango, con una botella
de plastico o tubo amarrada a un extremo. Normalmente se utiliza para recoger larvas y
pupas en cuerpos de agua mas grandes, tales como estanques y pequenos lagos.

e La red debe mantenerse a un angulo de 45° con respecto a la superficie del agua y luego
arrastrarla por la superficie. Las larvas y pupas se recogen en la botella de plastico del
extremo.

Capturas con pipeta

e Este método se utiliza para colectar las larvas en los criaderos pequenas tales como
pequenos charcos, pisadas de animales, contenedores, axilas de plantas y agujeros de
arbol (Fig. 13).




5.2

Figura 13. Colecta de larvas utilizando una pipeta

Registros de la colecta

Cuando sea posible, utilice un GPS u otros medios manuales (p. e]. croquis) para localizar y
numerar los criaderos muestreados. Las caracteristicas del criadero deben anotarse, es decir:

Ubicacion geografica (coordenadas GPS, nombre de la localidad).
Tipo de criadero (permanente, semi-permanente, temporal).
Origen del agua (p.€j. lluvia, rio, laguna, hecho por el hombre).
Naturaleza de la fuente de agua (p. €j. charco, arrozal, zanja).
Exposicion a la luz solar (sombreado, expuesto al sol).

Presencia de vegetacion (emergente, sumergida, flotante).

Caracteristicas del agua (p. €j. clara, turbia, contaminada, oscura, temperatura, pH)

Los datos registrados también deben incluir el nimero de cucharonadas realizadas, el tiempo de
duracion del muestreo y la fecha. Todos los frascos/botellas que contienen las larvas de un
criadero deben tener una etiqueta con el nimero del criadero, similar al que fue anotado en el
cuaderno. En el Anexo Il se encuentra un ejemplo de un formulario de registro de datos para
las colectas de.




5.3  Transporte de larvas vivas

Todos los especimenes colectados de un criadero particular, deben guardarse en una botella o
frasco y etiquetarse con lapiz. La etiqueta se coloca en el interior del frasco. La etiqueta debe
incluir identificadores criticos, tales como fecha, lugar, iniciales del técnico recolector, nimero
de muestra. Esta informacion tambien debe estar en el formulario de datos. Ademas, el lado del
frasco también se puede marcar con un marcador de tinta permanente.

e Para evitar el movimiento excesivo o la exposicion al calor extremo, los frascos/botellas
deben ser transportados en un contenedor apropiado, tal como una hielera o caja
térmica con hielo artificial o baterias frias.

e Cuando transporte las larvas por distancias grandes, no tape el recipiente. Si el
recipiente esta tapado entonces abralo a intervalos (p. €. cada 2 horas). Asegurese de
que quede un espacio de |-2 cm entre el frasco o botella y la tapadera para dejar aire
para que las larvas y pupas respiren.

e En algunas ocasiones, lleve agua del criadero en otro recipiente, sobre todo si las larvas
se van a utilizar para hacer pruebas de susceptibilidad (ya que se necesita criarlas hasta
adultos).

54 Preservacion de muestras

En el laboratorio, las larvas se identifican, cuentan y preservan para su posterior analisis. Las
larvas pueden matarse utilizando calor (colocandola en agua caliente a 50°C - 70°C) o por
inmersion en etanol absoluto. Luego las larvas deben preservarse en etanol 70-80% o etanol al
80% + 2% de glicerina. Si se utiliza agua caliente, saque el agua del frasco, teniendo cuidado de
que las larvas, que ahora estan muertas, permanezcan en el mismo. A continuacion, anada el
etanol al frasco y ciérrelo.

5.5 Estimacion de parametros larvarios

Las encuestas larvarias proporcionan varios elementos de informacion sobre los aspectos bio-
ecologicos de las especies de mosquitos. También se utilizan para evaluar el impacto de las
medidas de control vectorial, mediante la comparacion de las densidades larvarias y la
productividad de los criaderos antes y después de realizada la intervencion.

La estimacion de la densidad larvaria es compleja, ya que requiere de la estandarizacion del
esfuerzo de muestreo. Por ejemplo, esto puede implicar realizar el mismo nimero de
cucharonadas en cada criadero y el uso de cucharones del mismo tamano. Esto puede ser dificil
en el campo, ya que los criaderos varian mucho en tamano y forma. Para superar estas
limitaciones, sera necesario contar con estrategias de muestro y dispositivos mas elaborados



para la estimacion de las densidades de larvas. Cuando se cumplen las condiciones correctas de
muestreo, un indice simple para la densidad larvaria es el indice larvario (Bl)3:

Bl = TLP + ND x BP
Donde:
TLP = nimero total de larvas y pupas colectadas
ND = nimero total de cucharonadas realizadas
BP = nimero de criaderos muestreados

Hay otros parametros disponibles para estimar la utilizacion de criaderos por parte de los
mosquitos. A continuacion se dan tres ejemplos*:

indice larvario General (GBI)

Este indice da una medida de la proporcion de los cuerpos de agua que los mosquitos utilizan
como criadero en una localidad dada. Se calcula dividiendo el nimero de criaderos con
culicidos inmaduros (larvas y pupas) por el numero total de criaderos.

indice larvario absoluto (ABI)

Esta es la proporcion relativa de criaderos ocupados por una especie de vector en una
localidad. El cilculo de este indice requiere que las larvas sean identificadas a nivel de especie.
Se obtiene dividiendo el numero de criaderos positivos para esta especie dentro del numero
total de criaderos encuestados.

indice larvario relativo (RBI)

Este parametro indica la abundancia de los criaderos de una especie dada en relacion con el
numero de cuerpos de agua donde los mosquitos se crian en una localidad. Se calcula
dividiendo el nimero de criaderos positivos para esta especie por el numero total de criaderos
positivos para mosquitos.

3

Belkin J.N. (1954). Simple larval and adult mosquito indexes for routine mosquito control operations. Mosquito News 14:127-131.
* Ribeiro H. et al. (1980). Os mosquitos de cabo verde (Diptera: Culicidae), sistemdtica, distribuicéo, bioecologia e importdncia médica. Junta de
Investigagdes Cientificas do Ultramar, Lisboa. [41p.



Unidad 6
Colecta de Mosquitos (Adultos)

Objetivos de Aprendizaje

Esta unidad proporcionara informacion béasica en:
e Métodos utilizados para el muestreo de mosquitos adultos.

En cualquier localidad, las poblaciones de mosquitos estan constituidas por especies diferentes,
las cuales muestran diferentes comportamientos y estados fisiologicos (p.ej. ingurgitados,
gravidas y recién emergidos). También pueden mostrar diferentes comportamientos
dependiendo del estado fisiologico del mosquito vector. Esto incluye la busqueda del
hospedero, reposo para la maduracién de los huevos y comportamientos de salida de las casas
en la busqueda de un sitio donde realizar la postura de sus huevos (sitio de oviposicion). Se
han identificado varios métodos de muestreo para tomar en consideracion estas diferencias
dentro de las poblaciones.

6.1 Métodos de colecta de mosquitos adultos

Antes de salir —al campo, es necesario asegurarse que todo el equipo necesario para las
colectas de los mosquitos adultos esté preparado. Se realizara una demostracion en clase
sobre como preparar los materiales utilizados en cada método de colecta y como manipularlos
de forma correcta. Los estudiantes tendran la oportunidad de practicar antes de las sesiones
de trabajo de campo.

Captura por atraccién humana (HLC)

Este método estandariza un procedimiento para evaluar las interacciones entre el vector y el
hospedero humano. El nimero de vectores picando a seres humanos es un parametro
importante para estimar el nivel de transmision de la malaria, debido a que ayuda a responder
lo siguiente:

e Cuales anofelinos pican al humano.

e Cuales especies son vectores de la malaria.

e Qué tan seguido es picada una persona por un vector.
e El patron de picadura durante la noche.

¢ Silos vectores pican adentro o afuera de la casa.



Materiales esenciales (Fig. 14): Aspiradores bucales/mecanicos, vasos de cartén o plastico
con malla cubriendo la abertura, hules, linternas y baterias de repuesto, tubos de ensayo
(I'10mm x 10mm o 60mm x 10mm) con tapones de hule (como alternativa a los aspiradores y
los vasos), algoddn, malla para mosquitos, solucion azucarada al 10%, lapiz o marcador
permanente, cinta adhesiva.

I. Aspirador bucal, 2. Aspirador mecanico, 3. Linterna, 4. Baterias de repuesto, 5.cinta adhesiva, 6. Hules, 7. Vasos con malla, 8.
Algodon.

Figura 14. Principales materiales para la colecta de mosquitos

Las capturas de mosquitos por atraccion humana requieren de un equipo de dos o mas
personas sentadas en el intradomicilio o peridomicilio, y colectando los mosquitos sobre ellos
mismos a medida que intentan picarlos (Fig. 15). Como forma alternativa, una pareja de
técnicos trabajaran juntos de forma que uno se sentara con las piernas expuestas hasta la
rodilla, mientras que el otro succiona con un aspirador los mosquitos que aterrizan sobre su
companero.



Figura 15. Captura de mosquitos por atraccion humana

Este tipo de colectas se realizan generalmente durante la tarde/noche, siguiendo el ciclo de
picadura de los mosquitos Anopheles. Cuando sea posible, los técnicos a cargo de las colectas
se colocan afuera (peridomiciliar) y adentro de las casas (intradomiciliar). Las colectas se
realizan a lo largo de la noche o parte de ella, dependiendo del objetivo del estudio. Las
colectas intradomiciliares se realizan de 6 pm a 6 am, mientras que las capturas peridomiciliares
puede realizarse de 6 pm a 10 pm, asumiendo que las personas se van a dormir a las 10 pmy
por lo tanto después de esa hora no estan en riesgo de ser picados afuera de la casa. Sin
embargo, en comunidades donde la gente generalmente duerme afuera, ya sea por lo caliente
del clima u otras razones, seria razonable realizar la colecta peridomiciliaria también de las 6 pm
alas 6 am.

Los técnicos exponen las piernas hasta la rodilla para servir como atrayente humano y se
sientan lo mas quietos que sea posible. Cuando el técnico siente el mosquito aterrizando, se
enciende la linterna para ver al mosquito, el cual se captura con el aspirador y se coloca dentro
del vaso cubierto con la malla. No es necesario dejar que el mosquito pique o se alimente, ya
que se capturan tan pronto como aterrizan sobre el técnico. Por lo tanto, la medida se
relaciona mas con el aterrizar que con el alimentar-.

Se debe utilizar un vaso diferente para cada hora de colecta y se debe rotular como
corresponde. Esto permitira contar cuantos mosquitos se capturaron a qué hora de la noche.
A la manana siguiente los mosquitos deberan de separarse por especie. - Las colectas son
separadas por especie, por casa, por dia y por hora de colecta.



Las limitaciones de las colectas con atrayente humano incluyen la variacion en la atraccién del
hospedero hacia los mosquitos y las consideraciones éticas relacionadas con la posible infeccion
accidental con malaria. Para superar la primera limitacion, los técnicos deben intercambiar
sitios cada hora o rotarse por tandas. Con respecto a la segunda limitacion, los técnicos estan
generalmente en tratamiento profilactico contra la malaria para prevenir la enfermedad.
También, debe haber acceso rapido a tratamiento con medicamentos efectivos contra la
malaria, en caso que alguno de los técnicos se enferme.

Capturas de barrido con piretro (PSC)

Las capturas de barrido con piretro se utilizan para estimar las cantidades de mosquitos que
reposan dentro de las habitaciones donde la gente durmié la noche anterior. Estas colectas se
realizan generalmente durante la manana. Las muestras que se obtienen de la captura -
permiten:

e Determinar la condicion fisiologica del abdomen de los mosquitos. El estado de su
abdomen proporciona una indicacion del comportamiento en reposo y de alimentacion.
Los vectores puede estar sin alimentar, llenos de sangre, parcialmente gravidos o
gravidos, dependiendo de qué tanto hayan estado en la habitacion.

e Determinar la densidad estacional de mosquitos vectores en la habitacion.

e Como una medida indirecta de la densidad de picadura, en sitios donde el vector es
altamente endofilico (reposo intradomiciliar).

Materiales esenciales: Linterna y baterias de repuesto, sabanas blancas de algodon (2 m X |
m, 2 m X 2 m, 2 m X 3 m), rociadores manuales (del tipo doble accién), insecticida (piretro
0.2-0.3% en kerosene), pinzas, algoddn, papel filtro, etiquetas y recipientes para transportar las
muestras.

Antes de rociar, se deben sacar todos los animales, tapar toda la comida y quitar todos los
muebles pequenos de la habitacion donde se va a realizar la colecta. Se extienden siabanas
blancas de forma que cubran completamente el suelo y las superficies planas (asegurese que la
sabana se extiende también debajo de las mesas). Todas las ventanas y puertas deben estar
cerradas.

El operador esparce cuidadosamente el insecticida, en el sentido de las manecillas del reloj,
hacia el techo, hasta que la habitacion se llene de un aerosol fino. El operador sale de la
habitacion rapidamente, cierra la puerta y espera durante |10 minutos.

Se levantan las esquinas de la sabana, comenzando desde la entrada, y se quita la sabana. Todos
los mosquitos noqueados se colectan a la luz del dia con unas pinzas y se colocan en las cajas de
Petri rotuladas, sobre una capa de algodon hiumedo y papel filtro (Fig. 16).

Los mosquitos colectados en cada vivienda se almacenan en cajas de Petri separadas y rotuladas
adecuadamente (e.j. fecha y hora de la colecta, comunidad, nimero de casa/nombre del jefe del
hogar).



Figura 16. Captura de barrido con piretro

Captura en reposo peridomiciliar (ORC)

Este método es utilizado para muestrear mosquitos en reposo fuera de las casas, en sus sitios
naturales de reposo (exofagico) (Fig. 7). Debido a que algunos vectores se alimentan adentro
y reposan afuera y otros se alimentan afuera y reposan afuera, normalmente la fuente de la
ingesta de sangre de los mosquitos que reposan afuera indicara la preferencia por el tipo de
hospedero y el comportamiento de alimentacion. Los datos de colectas realizadas en el
peridomicilio son importantes para evaluar el impacto de las medidas anti-vectoriales y
proporcionar informacion acerca de:

e Las especies que habitualmente reposan en el peridomicilio.
e La proporcion de mosquitos que reposan afuera.
e Los cambios estacionales en los habitats peridomiciliares de reposo.

e Cambios en los numeros relativos de mosquitos reposando afuera, después de la
aplicacién de insecticidas en el interior de las casas.

Materiales esenciales: Linterna y baterias de repuesto, aspiradores mecanicos de bateria o
de mochila, vasos de cartdn no encerados, con cubierta de malla para almacenar las muestras
colectadas, lapiz o marcador permanente para rotular, y un recipiente para transportar las
muestras.



a. En vegetacion, con un aspirador de mochila foto: C.A. Sousa), b. En un corral con un aspirador mecanico

Figura 17. Captura de mosquitos en reposo en el peridomicilio

Los técnicos que realizan las capturas deben buscar mosquitos reposando en lugares apropiados
del peridomicilio. Estos cominmente son lugares con sombra y humedos, como la vegetacion
circundante, agujeros de arboles, agujeros de cangrejo, o paredes exteriores cerca del techo,
asi como en refugios de animales domésticos (corrales, establos). Las capturas se realizan
durante el dia, normalmente en la mahana, pero algunas veces temprano en la tarde,
dependiendo de la especie de vector.

Captura en reposo intradomiciliar (IRC)

Las capturas manuales generalmente se realizan utilizando aspiradores mecanicos bucales u
operados por bateria (Fig. 18). Los mosquitos son aspirados y colectados de los dormitorios y
otras paredes y muebles de la casa, con la ayuda de la linterna. Esto proporciona informaciéon
importante como la siguiente:

e Las especies y proporcion de mosquitos que reposan en el intradomicilio

e La densidad de mosquitos que reposan en el intradomicilio, usualmente expresada como
el nimero de mosquitos en reposo por técnico, por hora.

e Cambios estacionales en la densidad de mosquitos en reposo intradomiciliar.

e Cambios en el nimero relativo de mosquitos reposando en el intradomicilio después de
la aplicacion de insecticidas adentro de las casas.

Materiales esenciales. Linterna y baterias, vasos de carton no encerado, aspiradores
mecanicos o bucales/tubos de ensayo, algoddn, etiquetas, solucion azucarada al 10%.

Las capturas generalmente se realizan como primera actividad en la manana, cuando los
ocupantes abandonan la vivienda. Usualmente se mantienen vivos los mosquitos por un
periodo de 24 horas para evaluar cualquier efecto de noqueo de alguna intervencion, como el
rociamiento residual intradomiciliario, si esta implementado.



Figura 18. Captura manual intradomiciliar de mosquitos en reposo

Captura con trampa de salida (ETC)

Este método consiste en fijar trampas en las ventanas de los dormitorios para determinar el
movimiento de los mosquitos durante la noche y su comportamiento de reposo (Fig. 19).

Figura 19. Trampa de salida




Materiales esenciales: Linterna y baterias, trampas de salida, vasos de carton y plastico,
aspiradores/tubos de ensayo, pinzas, algodon, papel filtro, etiquetas, solucion azucarada al 10%.

Los mosquitos se capturan del interior de las trampas, generalmente en la manana, y se colocan
dentro de los vasos para ser transportados al laboratorio.

En el laboratorio, los mosquitos hembra se disectan para determinar el estado fisiologico del
abdomen. Los mosquitos joévenes no alimentados sugieren que no tuvieron éxito en
alimentarse. Los mosquitos ingurgitados sugieren que estan saliendo de la habitacion para
reposar en otro sitio y desarrollar los ovarios. Los mosquitos gravidos sugieren que los ovarios
se desarrollaron mientras reposaban en el interior y estan saliendo para la postura de los
huevos en el exterior.

6.2 Registro de las capturas

Deben describirse las caracteristicas de cada sitio de colecta, es decir:
e Localidad y ubicacion geografica (coordenadas de GPS, nombre de la localidad)
e Tipo de casa y materiales de construccion.
e Numero de dormitorios y habitaciones en la casa.

e Numero de personas que durmieron en la casa la noche anterior y si utilizaron un
mosquitero (con o sin insecticida).

e Tipo y caracteristicas generales de los sitos de reposo en el peridomicilio.

También debe anotarse la informacion del dia y la hora de las capturas. Las muestras de
mosquitos deben rotularse de forma que puedan identificarse de acuerdo a la captura a la que
pertenecen. En el Anexo |l se proporciona un ejemplo de formulario para recopilacion de
datos.

Existen otros métodos para colectar mosquitos adultos que pueden utilizarse para situaciones
particulares. Algunos ejemplos son las trampas de luz, las trampas de tienda, cortinas
colombianas, y mosquiteros dobles. Se anima al estudiante a buscar referencias para mas
informacion.

6.3 Almacenamiento de las muestras

Dependiendo del tipo de andlisis de laboratorio que se vaya a realizar con los mosquitos
colectados, se utilizan diferentes métodos de conservacion. Estos métodos se revisan en la
Unidad 7.



Unidad 7
Preparacion y Almacenamiento de Muestras de Mosquitos

Objetivos de aprendizaje

Esta unidad se enfocara en:

e Las principales técnicas de laboratorio utilizadas para analizar
muestras de mosquitos y el propdsito de los analisis.
Describir cuales partes del cuerpo de los mosquitos se utilizan en
cada técnicay como preparar y almacenar muestras de mosquitos.

Las muestras de mosquitos obtenidas de las colectas de larvas y adultos pueden analizarse
utilizando varias técnicas de laboratorio, para obtener informacion importante respecto de la
biologia de las especies de mosquitos y su rol como vectores de la malaria. Las muestras de
mosquitos generalmente se utilizan para:

¢ |dentificacion morfoldgica de especies y complejos de especies para evaluar las
poblaciones de mosquitos vectores.

e Determinacion del estado gonotrofico para estudiar el comportamiento de reposo.

e Determinacion de la edad fisiologica e inseminacion de las hembras para estudiar la
longevidad y supervivencia de la poblacion de mosquitos.

e Deteccion de parasitos de malaria en los mosquitos para determinar la taza de
esporozoitos.

e Determinacion del origen de la ingesta sanguinea para estudiar la preferencia por el tipo
de hospedero.

e Anilisis citogenéticos y moleculares para la identificacion de especies cripticas.

e Anadlisis molecular para estudiar genes asociados a resistencia a insecticidas.

7.1 Principales técnicas de laboratorio

Frecuentemente se utilizan las siguientes técnicas de laboratorio para analizar muestras de
mosquitos capturados en estado silvestre durante las encuestas entomologicas.

Identificacién de especie utilizando caracteristicas morfolégicas

Ademas de distinguir anofelinos de culicidos, las estructuras morfolégicas pueden usarse
también para distinguir entre especies de anofelinos y complejos de especies (ver también
seccion 3.5 de la Unidad 3). Esto se puede realizar por observacion de caracteristicas
especificas a la especie, tanto en etapas inmaduras como en adultos. Los mosquitos deben
conservarse en muy buena condicion. Los adultos se mantienen secos dentro de vasos de
carton o plastico con algodon y papel filtro para evitar la pérdida de las escamas durante el



transporte. Las larvas se conservan en viales o tubos con etanol al 80%. Los métodos de
identificacion incluyen i) montar los especimenes en una lamina portaobjetos con cubre-objetos
(mosquitos inmaduros o partes del cuerpo de adultos) para observarlos bajo el microscopio, y
if) montar los especimenes adultos en un alfiler para observarlos bajo el estereoscopio. La
identificacion involucra el uso de claves taxondmicas. Estas técnicas de identificacion se van a
cubrir en un curso de nivel intermedio.

Disecciones de mosquitos

Las disecciones se utilizan para aislar ciertos organos internos del mosquito hembra para
observarlos generalmente bajo el microscopio. Estas estructuras incluyen:

e La espermateca, para determinar si la hembra ha sido inseminada.
e Los ovarios, para evaluar la edad fisiologica de las hembras (i.e. estado de paridad).
e El estobmago, para detectar oocistos de parasitos de malaria.

e Las glandulas salivares, para detectar esporozoitos de parasitos de malaria.

Los mosquitos a ser disectados deben ser frescos. ldealmente deben matarse o anestesiarse en
el congelador inmediatamente antes de la diseccion. Esto implica transportar los mosquitos
vivos desde el campo, ya sea en vasos de cartdn o plastico o en jaulas.

Existen otras técnicas mas sofisticadas que proporcionan respuestas a preguntas especificas
relacionadas con la biologia del vector en la transmision de la enfermedad. Estas técnicas se
resumen en las secciones siguientes.

Ensayo inmunoabsorbente ligado a enzimas (ELISA por sus siglas en ingles??

Estas técnicas inmunoquimicas utilizan anticuerpos para detectar proteinas especificas
(antigenos) de interés. n la entomologia de malaria se utilizan ampliamente dos métodos de
ELISA:

e ELISA del circumsporozoito (CS-ELISA): Este ensayo detecta la proteina del
circumsporozoito (CS) que recubre la superficie externa del esporozoito de malaria y
por lo mismo es un indicador de la presencia del estadio infectivo del parasito. Por
consiguiente, solo se analizan las cabezas y térax de los mosquitos hembra, para
asegurar que si se detecta proteina CS, es muy probable que sea de esporozoitos que
alcanzaron las glandulas salivares y por lo mismo, que la hembra esta lista para inocular
los parasitos de la malaria. Para este ensayo los mosquitos pueden mantenerse secos a
temperatura ambiente, dentro de tubos con gel de silice y algodon.

e ELISA de ingesta sanguinea: Este ensayo es utilizado para detectar el origen de la
ingesta sanguinea que un mosquito hembra tomo antes de ser capturado. En el ELISA se
pueden utilizar anticuerpos contra antigenos especificos de la sangre de diferentes
hospederos (p. ej. humano, ganado vacuno?, cerdo, perro, pollo) para identificar la
fuente de la sangre. La ingesta sanguinea de la hembra (preferentemente alimentada con



sangre fresca) se colecta comprimiendo el abdomen sobre papel filtro. Las gotas de
sangre se mantienen secas a temperatura ambiente hasta que se realiza el ensayo.

Analisis citogenético

Esta técnica consiste en la preparacion de cromosomas politénicos para la observacion
microscopica de los patrones de bandas, que pueden ser tanto especie-especificos o
polimorficos. Estos cromosomas politénicos o “gigantes” ocurren sélo en las células de cierto
tipo de tejidos/érganos del mosquito y solo en ciertas etapas del ciclo de vida o sexo. Por
ejemplo, en An. gambie, los cromosomas politénicos se encuentran en los ovarios de hembras
parcialmente gravidas o en las glandulas salivares de larvas L4. Las muestras para analisis
citogenético se conservan en solucidon de Carnoy (| parte de acido acético, 3 partes de etanol
absoluto), y se mantienen a 4°C (refrigeradora) o a -20°C (congelador) para periodos mas
largos de almacenamiento.

Anadlisis molecular basado en ADN/ARN

Estas técnicas se utilizan tanto para diferenciar miembros de complejos de especies cripticas o
para estudiar genes de interés como los genes asociados a resistencia a insecticidas. Las
técnicas basadas en ADN permiten identificar polimorfismos genéticos en genes de interés en
poblaciones de mosquitos. Las técnicas basadas en ARN se utilizan para estudiar los niveles de
expresion de estos genes.

El ADN es una molécula muy estable que facilita la conservacion de especimenes para
extraccion de ADN. Usualmente los mosquitos se mantienen secos (en gel de silice + tubos
rellenos de algoddn) a temperatura ambiente o conservados en etanol al 80%. Ademas,
dependiendo de las técnicas, se puede obtener suficiente ADN para estos estudios de partes
muy pequenas de mosquitos (p. €j. una pata).

Por otro lado, el ARN es muy inestable, lo que hace mas complicada la conservacion del
material biologico, especialmente en condiciones de campo. Idealmente, los mosquitos se
deben matar e inmediatamente almacenar en nitrégeno liquido (-180°C) o a -80°C. El uso de
agentes conservantes como el RNAlatter® permite mantener las muestras a temperatura
ambiente o en la refrigeradora, pero solo por unas cuantas horas o dias.

Para conservar mosquitos para estudios moleculares, es importante utilizar un tubo para
almacenar cada mosquito (o parte del cuerpo), para evitar contaminacion entre especimenes,
como puede ocurrir si se colocan juntos varios mosquitos en el mismo tubo.

7.2  Preparacion de muestras de mosquitos

Cuando se preparan muestras de mosquitos para analisis avanzados de laboratorio, se pueden
utilizar diferentes partes de un mismo mosquito para diferentes técnicas. Por ejemplo, para una
hembra parcialmente gravida, la cabeza y el térax pueden reservarse para el ELISA de la CS, el
abdomen puede disectarse para recuperar los ovarios para analisis citogenético, y las patas se



pueden utilizar para extraccion de ADN. La tabla 3 describe las partes del cuerpo del mosquito
que pueden utilizarse para diferentes técnicas de laboratorio y la forma en que se conservan.

Tabla 3. Tipo de método de conservacion de partes del cuerpo de un mosquito
para ser utilizadas en técnicas de laboratorio

Material Estado Medio de Temperatura de
Técnica biolégico gonotroéfico conservacion almacenamiento
Mosquitos Adultos: Gel de silice y

Extraccion de Temperatura ambiente

completos o Cualquiera algodoén. )
ADN partes del cuerpo Larvas: Etanol al 80% (ambiente seco)
.y o -180°C
- . Nitrogeno liquido o ;o
Extraccion de Mosquitos . (nitrogeno liquido)
Cualquiera o o
ARN completos RNAlater® -20°C o -80°C
e (RNAlater®)
Citogenética Ovarios Parc.lalmente Solucion de Carnoy 4°Ca-20°C
gravida
CS-ELISA Cabeza + Torax Cualquiera Gel de silice y algodon. TemPeratura ambiente
(ambiente seco)
) Completamente .
ELISA'Ingesta Abdor,’nen (ingesta alimentado de Papel filtro Whatman n°l. TemPeratura ambiente
sanguinea sanguinea) (ambiente seco)

sangre

Para que estos procedimientos tengan éxito, es esencial adoptar un buen sistema de rotulado e
identificacion de las muestras. Todos los tubos (y papeles filtro) que contengan partes del
cuerpo del mismo mosquito deben rotularse con el mismo nimero o cédigo de muestra. Los
codigos de las muestras deben ser informativos, simples e inequivocos. El rotulado es
complementado con una base de datos que describe cada mosquito muestreado.

Durante el procesamiento de una muestra es importante manipular los mosquitos con cuidado
para evitar la contaminacion entre especimenes. Utilice materiales desechables siempre que sea
posible y esterilice los equipos de diseccion (pinzas y agujas) entre especimenes.

Los tubos que contengan soluciones conservantes liquidas (p. e€]. etanol, solucion de Carnoy)
deben rotularse con etiquetas de papel escritas con lapiz y colocadas adentro de los tubos. Los
tubos con gel de silice se pueden rotular con marcadores permanentes. Las etiquetas se
pueden proteger con cinta adhesiva transparente.

7.3  Materiales y equipo esencial

Equipo Mayor: estereoscopio y microscopio 6ptico

Materiales: Pinzas entomologicas y agujas de diseccion, alfileres para insectos, plastilina,
laminas portaobjetos, cubreobjetos, mechero, algoddn, tubos plasticos (0.5 ml, 1.5 ml, 15 ml),
cristaleria de laboratorio de varios tipos, papel filtro (Whatman n° |), marcadores
permanentes, lapices, etiquetas de papel (papel pergamino), cinta adhesiva, cuaderno para notas.



Reactivos: Etanol absoluto, agua destilada, acido acético, gel de silice, medio de montaje para
preparaciones en lamina (p. €j. entellan®).

7.4 Buenas practicas de laboratorio

e Siempre mantenga el laboratorio limpio y ordenado

e Utilice mascaras protectoras y guantes cuando manipule reactivos toxicos y peligrosos.
Lea los panfletos de seguridad de los reactivos antes de utilizarlos.

e Limpie y esterilice los materiales de diseccion entre especimenes.
e Siempre utilice un tubo distinto para cada parte del mosquito.
e Siempre rotule los tubos de la misma forma con letra legible.

e Registre correctamente la informacion de cada mosquito procesado y mantenga la base
de datos actualizada.

e Cuide bien el equipo 6ptico, como los microscopios.



Unidad 8
Indices y Factores Que Afectan la Transmision de la Malaria

Objetivos de aprendizaje

Existen diferentes patrones de transmision de la malaria a lo largo de
diferentes areas geograficas. En esta unidad proporcionara un
conocimiento basico de:

e Los métodos utilizados para determinar si una especie de mosquito
es un vector de la malaria.
Los indicadores entomolégicos de la transmision y cOmo
calcularlos.
Algunos de los factores que afectan la transmision de la malaria.

8.1 Determinando qué mosquitos transmiten la malaria (incriminacion
vectorial)

Para poder concluir qué especies son vectores de la malaria, es importante demostrar que:

e Ocurre el contacto entre el mosquito y los humanos y que el mosquito se alimenta de
sangre humana.

e Existe una relacion, en tiempo y espacio, entre el mosquito y los casos locales de
malaria.

e Las glandulas salivares del mosquito contienen esporozoitos (el estadio del parasito de la
malaria que infecta al humano).

Se necesitan varios elementos de informacion entomologica para demostrar lo anterior,
incluyendo:
e La presencia y abundancia del mosquito.

e El comportamiento de alimentacion del vector: donde y cuando pica/se alimenta un
mosquito y la fuente de ingesta sanguinea.

e Edad y paridad de la poblacion de vectores.

e El porcentaje de mosquitos de una especie dada que estan infectados con esporozoitos.

La informacion anterior se puede generar de estudios longitudinales utilizando técnicas de
muestreo, algunas de las cuales se cubrieron en la Unidad 6 y con las que se pueden calcular los
siguientes indicadores entomoldgicos:

e Habitats de reposo
e Tasa de picadura en humanos

e Longevidad



e Tasa de esporozoitos (infectividad)
¢ Indice de sangre humana
e Tasa de inoculacion entomoldgica

e Capacidad vectorial

8.2 Técnicas para la incriminacion vectorial
Determinacién del estado de digestion de la sangre y desarrollo de los ovarios.

Dependiendo del estado de la digestion de la sangre y del desarrollo de los huevos (i.e. el
estado gonotroépico), el abdomen del mosquito asumira cierta coloracion y forma (Fig.20):

e Sin alimentar — abdomen vacio (no ingesta sanguinea).
e Alimentados recientemente— rojo brillante con ovarios (parte blanca) en la punta.

e Parcialmente grdvida — color rojo oscuro, sangre cubriendo 3-4 segmentos y
ovarios/huevos cubriendo el resto del abdomen.

e Grdvida — Sin sangre o mostrando un pequeno parche oscuro en la superficie ventral del
abdomen, y los ovarios/huevos cubriendo casi todo el abdomen.

_ -_—
== i

Sin alimentar

Alimentado recientemente

—. BK>Z

Gravida Parcialmente gravida

Figura 20. Condicion del abdomen de un mosquito hembra de acuerdo al estado
gonotropico



Tasa de paridad

La diseccion del abdomen y la observacion microscopica de la morfologia de los ovarios puede
determinar si:

¢ El mosquito hembra ha depositado los huevos al menos una vez en su vida — parida.

e El mosquito hembra no ha depositado huevos todavia — nulipara.

Esto permitira estimar la tasa de paridad de la poblacion de mosquitos, i.e. la proporcion de
hembras paridas, parametro que refleja la edad de la poblacion. Las poblaciones de mosquitos
mas viejas tendran tasas de paridad mas altas. Es mas probable que las poblaciones mas viejas
transmitan la malaria debido a que necesitan sobrevivir el tiempo necesario para que el parasito
se desarrolle dentro del mosquito y para tomar al menos dos ingestas de sangre para transmitir
la enfermedad.

Infectividad de una poblacién

La presencia de esporozoitos en las glandulas salivares del mosquito indica que es capaz de
transmitir los parasitos de la malaria a los humanos. Esto puede determinarse mediante la
diseccion y examen microscopico de las glandulas salivares del mosquito o mediante una técnica
de ELISA. Con este dato, podemos estimar la tasa de esporozoitos (o infectividad) de una
poblacion de mosquitos.

indice de ingesta sanguinea y preferencia por el tipo de hospedero

Se puede utilizar también una técnica de ELISA para determinar el origen de la ingesta sanguinea
que ha tomado un mosquito hembra (i.e. si la hembra se ha alimentado de un hospedero
humano o de algun animal).

e

8.3 Estimacion de los indices de transmision

Esta seccion es dedicada a comprender como estimar algunos de los indices entomolégicos mas
importantes utilizados para caracterizar la transmision de la malaria por una poblacion de
vectores. Algunos parametros, como la longevidad y supervivencia, requieren férmulas
matematicas complejas, para lo cual se necesita una capacitacién adicional.

Densidad en reposo intradomicilio (D)

Las densidades mensuales de mosquitos que reposan dentro de la vivienda se calculan mediante:

e Capturando mosquitos en reposo en el interior de un niumero seleccionado de casas en
un area por el método de captura de barrido con piretro. Usualmente las casas
muestreadas son de tamanos equivalentes.

e Después se separan los mosquitos colectados y se cuentan por especie y género.

e El total de mosquitos hembra colectados de cada especie se divide entre el nimero
total de casas muestreadas.



e Usualmente el muestreo es realizado durante dos o tres noches al mes y se toma un
promedio de las tres noches.

e Entonces, las densidades de mosquitos en reposo intradomiciliar se expresan como el
numero de hembras por casa, por noche. Por ejemplo:

— Asumiendo que se capturaron un total de 765 mosquitos hembra de una
determinada especie de mosquito mediante captura por rociado con piretro, en
cuatro casas muestreadas en tres noches consecutivas. Entonces,

Densidad intradomiciliar (D) = (niUmero de hembras + niimero de casas) + niumero de noches
D = (765 hembras + 4 casas) + 3 noches = 63.8 mosquitos/casa/noche

Tasa de picadura en humanos (ma)

La tasa de picadura en humanos se expresa como el niUmero de picaduras que recibe una
persona por parte de una especie de vector especifica, por noche. Este parametro se puede
estimar directamente de las capturas de mosquitos por traccion humana:

e Dividiendo el nimero total de mosquitos capturados por el total de técnicos que
participd en la colecta

e Cuando las capturas se hacen durante la noche completa (i.e. 12 horas), la tasa de
picadura se expresa como el niUmero de picaduras por hombre por noche:
Tasa de picadura = numero de mosquitos colectados + numero de técnicos

e Cuando las capturas son realizadas solo por unas cuantas horas de la noche, el nimero
total de mosquitos capturados puede dividirse por el nimero total de técnicos que
participaron en la colecta y el tiempo total que les llevo realizarla. Por ejemplo:

— Asumiendo que cinco técnicos capturaron |50 mosquitos durante cuatro horas de
captura. La tasa de picadura sera:
Tasa de picadura = niUmero de mosquitos + nimero de técnicos + numero de horas de colecta
Tasa de picadura = 150 mosquitos + 5 técnicos + 4 horas = 7.5 picaduras’/hombre/hora
Una forma indirecta de calcular este parametro es a través de las colectas realizadas por
captura de barrido con piretro:

e Todas las hembras recién alimentadas (F) que fueron colectadas se separan por especie
y se cuentan.

e Luego se divide el numero total de hembras de una especie por el numero total de
ocupantes (W) que permanecieron la noche en las habitaciones que se utilizaron para la
colecta. Por ejemplo:

— Asumiendo que se encontraron 63 mosquitos recién alimentados (F) en tres casas
(habitaciones) en una noche y que un total de 8 personas (W) durmieron en esas
tres casas (habitaciones) durante esa noche. Entonces:



Tasa de picadura = F + W =63 + 8 = 7.9 picaduras por noche.

Para esta estimacion indirecta se asume que:

e Todos los mosquitos recién alimentados obtuvieron la sangre de los ocupantes de la
casa esa noche.

¢ Ningln mosquito recién alimentado sali6 de la casa esa noche.

Si se conoce el indice de sangre humana de una especie de vector, entonces se puede ajustar la
tasa de picadura en humanos calculada a partir de la captura de barrido con piretro,
multiplicindola por el valor del indice de sangre humana.

Indices endofagicos y exofagicos para preferencia de picadura

Los Indices endofagicos y exofagicos se pueden obtener directamente de las estimaciones de
tasa de picadura en humanos, calculada a partir de las capturas por atracciéon humana. Esto
involucra:

e Realizar capturas por atraccion humana con equipos de técnicos colocados en el
interior y peridomicilio de la vivienda al mismo tiempo.

e Calcular las tasas de picadura en humanosen el intra y peridomicilio.

e Calcular el indice endofagico como la proporcion de hembras de una especie dada que
pican en el intradomiciliointerior (el indice exofagico sera la proporcion de hembras que
pican en el peridomicilio). Por ejemplo:

— Asumiendo que en cuatro horas de captura por atraccion humana, dos técnicos
capturan |68 hembras de An. gambiae s.I. adentro de las habitaciones y al mismo
tiempo dos técnicos mas capturan 122 hembras de An. gambiae s.l. afuera en la
comunidad. Entonces:

I. La tasa de picadura en humanos intradomiciliaria es:

Tasa de picadura (i) =168 hembras + 2 técnicos adentro + 4 horas de colecta = 21.0
picaduras/hombre/hora

2. La tasa de picadura en humanos en el peridomicilio es:

Tasa de picadura (e) =122 hembras + 2 técnicos afuera + 4 horas de colecta = 15.3
picaduras/hombre/hora

3. Elindice endofagico es entonces:
indice endofagico = Tasa de picadura (i) + [Tasa de picadura (i) + Tasa de picadura (e)] = 21.0 +
(21.0 + 15.3) = 0.58
4. El indice exofagico es entonces:

indice enxofagico = Tasa de picadura (e) + [Tasa de picadura (e) + Tasa de picadura (i)] =



5.3 = (15.3 +21.0) = 0.42

Notar que el indice endofagico + indice exofagico siempre debe ser igual a |I.
Tasa de esporozoitos (s)

La tasa de esporozoito es la proporcion de mosquitos de una especie dada que llevan
esporozoitos en las glandulas salivares (determinados ya sea por diseccion o por CS-ELISA).
Por ejemplo:

e Asumiendo que se analizan por CS-ELISA 1500 hembras de anofelinos de la misma
especie. De estos, 32 se encontraron positivos para la proteina del circumsporozoito
(un indicador de la presencia de esporozoitos). Entonces:

Tasa de esporozoitos (s) = nimero de mosquitos positivos + niumero de mosquitos analizados
s = 32 mosquitos positivos + 1500 mosquitos analizados = 0.021 (o 2.1%)

indice de sangre humana (ISH)

El ISH se puede obtener analizando la ingesta sanguinea, generalmente mediante técnicas de
ELISA, de especies identificadas, capturadas en el campo mediante capturas en reposo. El ISH
se calcula como la proporcion de hembras de una especie dada a las que se les confirme sangre
humana en sus estomagos. Se pueden calcular indices similares para cualquier tipo de ingesta
presente en las capturas analizadas. Por ejemplo:

e Asumiendo que el analisis de ingesta sanguinea por ELISA de una especie dada de
Anopheles revela que 83 mosquitos hembra se alimentaron en humanos, || en pollos y
36 en perros. Entonces:

ISH = n° ingestas sanguineas + (n° ingestas de humano + n° ingestas de pollo + n° ingestas
de perro)

ISH=83+ (83 + |l +36)=0.63

Determinacion de los habitos de reposo del vector luego de la ingesta sanguinea

Determinar donde reposa el vector después de una ingesta sanguinea es muy importante para
evaluar el potencial de una herramienta de intervencion (como el rociado residual
intradomiciliario) para interrumpir la transmisién. El habito luego de la ingesta (f) puede
calcularse utilizando los otros parametros que han sido descritos previamente:

f=lkxHxD]+[NxPxM]
Donde:
k = constante de correccion de |.16.
H = estimado de ISH.
D = densidad de mosquitos en reposointradomiciliar, calculada a partir de
colecta de barrido con piretro.
N = nimero promedio de personas por casa.



P = duracion del reposo intradomiciliario después de la ingesta sanguinea. Este
parametro se obtiene del analisis de la condicion del abdomen de hembras en
reposo. P = | + (nimero de hembras gravidas o parcialmente gravidas +
numero de hembras alimentadas recientemente)

M = estimado de la tasa mensual de picadura en humanos.

indice de Inoculacién Entomolégico (EIR)

EIR es el nimero de picaduras infectivas recibidas por persona por noche. A pesar que existen
metodologias mas complicadas para calcular este indice, una forma sencilla es:

EIR = [tasa de picadura (ma)] x [tasa de esporozoitos (s)]

Por ejemplo, asumiendo que para una especie identificada A, la tasa de picadura se determine
como ma = 7.9 y la tasa de esporozoitos s = 0.003. Entonces:

EIR = ma x s = 7.9 x 0.003 = 0.02 picaduras infectivas/persona/noche

Esto significa que en un mes de 31 dias, se esperan 0.62 picaduras infectivas (0.02 x 31| dias) por
parte de la especie A. De igual forma, el EIR anual para esta especie debe estar alrededor de 7
(0.02 x 365 dias) picaduras infectivas por ano.

8.4  Factores que afectan la transmision de la malaria

La intensidad de la transmision por parte de los vectores de la malaria es afectada por factores
ambientales y antropogénicos/demograficos. Los factores ambientales parecen tener un
impacto diferente en las distintas especies. Los principales factores ambientales que afectan la
transmision de la malaria incluyen:

Lluvia: En regiones tropicales y sub-tropicales, las variaciones en la precipitacion son
responsables de la estacionalidad de la mayoria de especies de mosquito. La lluvia crea
criaderos temporales que son criticos para el aumento de la densidad en la poblacidn de algunas
especies de vectores y por consiguiente, para el aumento en la transmision. Por ejemplo,
generalmente existe una correlacion positiva entre la lluvia y la densidad de adultos o la
formacion de conglomerados de An. arabiensis y An. gambiae s.l. Sin embargo, la lluvia esta
correlacionada negativamente con la formacion de conglomerados de An. funestus.

Temperatura y humedad: Mientras que en regiones templadas la temperatura es el principal
factor determinante que afecta la dinamica de poblacion de los anofelinos, este efecto parece
menos evidente en climas tropicales. Los mosquitos Anopheles se vuelven inactivos a
temperaturas bajas. El agua a temperaturas mas frias puede retardar el desarrollo y surgimiento
de las larvas. Sin embargo, la longevidad de los mosquitos disminuye significativamente a
temperaturas por arriba de los 35°C y a humedades relativas por debajo del 50%. Las hembras
copuladas de An. gambiae pueden sobrevivir a periodos célidos y secos largos por estivacion.

De la misma forma, se sabe que algunas especies de mosquitos de regiones templadas hibernan
durante el invierno.



Altitud: Se sabe que la transmision de la malaria generalmente tiende a caer a medida que
aumenta la altura. Generalmente no se encuentran anofelinos a altitudes por encima de los
2,000 metros. La temperatura disminuye un promedio de 6.5°C por cada 1000 m y esta
disminucion desacelera el desarrollo de los parasitos de la malaria dentro del mosquito,
afectando asi la transmision de la malaria.

Factores antropogénicos/demograficos: Estos incluyen el tipo de construccién de la casa,
actividades humanas que promueven la disponibilidad de criaderos, pobreza y comportamientos
relacionados con el nivel de entendimiento de los riesgos de la transmision de malaria, asi como
las practicas socio-culturales.



Unidad 9
Aspectos Basicos de la Crianza de Colonias de Mosquitos en el
Laboratorio

Objetivos de aprendizaje

Esta unidad proporcionaréa conocimientos acerca de:

e Las caracteristicas bésicas de un insectario.
e Los requerimientos béasicos parala crianza de larvas y adultos de

mosquitos anofelinos en un ambiente de laboratorio.

9.1 El insectario y su funcionamiento basico

Un insectario es un lugar donde se crian insectos y se mantienen bajo condiciones de
laboratorio. Puede variar entre sofisticado y simple, dependiendo del propésito para el cual fue
montado. Para propositos de control vectorial rutinario, un insectario puede ser relativamente
barato.

Los insectarios son importantes para mantener un suministro adecuado de mosquitos para
observacion, identificacion y otras evaluaciones, asi como para ensayos de susceptibilidad a
insecticidas, estimacion de la longevidad y los habitos de alimentacion.

Puede consistir de un cuarto pequeno para el mantenimiento de las larvas y colonias de adultos
(Fig. 21), o preferentemente dos habitaciones; una para las larvas y otra para las colonias de
adultos.
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Figura 21. Imagen de un insectario mostrando las bandejas para las larvas y las
jaulas para adultos

Algunas veces un insectario puede tener colonias de especies completamente susceptibles, asi
como especies silvestres capturadas localmente. En estos casos es esencial que las especies
(especialmente las susceptibles) no se contaminen con las silvestres.

Un insectario debe construirse con el objetivo central de prevenir que escapen o entren
mosquitos por si mismos. Generalmente tendra un techo bajo (no mas de 7 pies o 220 cm),
pisos de cemento y paredes con pintura clara (blanco o blanco apagado). Estas caracteristicas
son necesarias para poder divisar especimenes que hayan escapado. A las puertas y ventanas se
les debe colocar una malla o cedazo. Ademas:

e Debe haber seguridad adecuada para evitar la entrada de personas no autorizadas.

e Los muebles deben ser de metal anti-oxidante, fibra de vidrio, plastico o al menos
madera pulida. Las patas de los muebles debe estar aisladas de suelo (generalmente
utilizando recipientes llenos con aceite) y de las paredes para evitar la invasion de
hormigas y otros insectos rastreros.

El conocimiento respecto a los requerimientos especificos para la sobrevivencia de las especies
de mosquitos vectores (temperatura, alimento, humedad y luz) es critico para la cria exitosa en
el laboratorio.

Tenga cuidado de prevenir que crezca moho en la comida de los insectos; refrigere el alimento
de las larvas y prepare la cantidad adecuada a medida que se necesite. El agua azucarada es
particularmente propensa a crecimiento bacteriano y debe cambiarse regularmente.

Es importante el control regular de las plagas, especialmente orientado a hormigas y cucarachas,
ya que estos tienden a alimentarse de las colonias de mosquitos.



Es importante mantener un horario constante de las tareas especificas (p.ej. cuando alimentar a
las larvas, cuando recolectar los huevos, cuando alimentar con sangre a los adultos). Una buena
practica sera hacer el horario y prenderlo en un lugar accesible o en el cuaderno.

Es extremadamente importante mantener la pureza genética de las colonias de insectos. Una
vez que un stock de insectos se contamina, es ya de muy poco valor. Por esto, es importante
prevenir la contaminacion cruzada de huevos, larvas y adultos volando libremente en el
insectario. Todo esto es fuente de contaminacion de los stocks.

Es esencial mantener una nutricién adecuada para la supervivencia y fecundidad de la colonia de
mosquitos. La optimizacion de la nutricion, fotoperiodo, competencia (i.e. densidades de larvas
y adultos dentro de las bandejas y jaulas, respectivamente), y temperatura resultaran en una
colonia mas productiva.

9.2 Condiciones generales para criar mosquitos
Huevo

Solo algunas especies de Anopheles se pueden criar facilmente en el insectario. Para aquellas
especies que pueden criarse, hay dos formas de iniciar una colonia con mosquitos silvestres
locales. Una colonia puede iniciarse ya sea a partir de hembras adultas capturadas en reposo,
que ya se hayan alimentado de sangre y manteniéndolas alimentadas con solucién azucarada
hasta que pongan huevos; o de colectas de larvas silvestres?, criadas hasta adultos y luego
produciendo el primer lote de huevos al alimentar a las hembras adultas con sangre. Los pasos
son:

e Colectar larvas o hembras alimentadas con sangre en el intradomicilioy poniéndolas en
una jaula para mosquitos en el insectario.

e Mantenerlas en el insectario con humedad relativa (80%) y temperatura (27°C) estables.
e Mantener a los adultos con solucidn azucarada al 10%.

e Para que los adultos pongan huevos, puede ser necesario tener que alimentarlos con
sangre (en el caso de adultos criados en el insectario a partir de larvas).

e Para colectar los huevos, colocar recipientes para la oviposicién adentro de las jaulas.
Un recipiente para oviposicion se puede hacer facilmente utilizando la parte superior e
inferior de una caja de Petri, a la cual se le agrega un poco de agua y un pedazo de papel
filtro del tamano de la caja (o algo similar).
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Figura 22. Bandeja para larvas con huevos y larvas del | instar

Procedimiento bdsico para la eclosién de los huevos

e Cubra la base del recipiente de las larvas con agua des-ionizada y agregue una solucion
de levadura para una concentracion final ya disuelta de 0.02% (p. ej. 300 mL de aguay 3
mL de una solucién de levadura al 2% (p/v)).

e Desagle suavemente los huevos dentro de la bandeja, cubrala y déjela sin mover por 24
horas, asegurandose que los huevos no se peguen a los lados de la bandeja, por arriba
de la solucion.

e Los huevos eclosionan entre 24-48 hrs. Examine para encontrar larvas de ler instar
utilizando luz brillante.

Larva

La temperatura es el factor externo mas importante que afecta la tasa de crecimiento de las
larvas. Para el desarrollo de las larvas, es critico mantener una temperatura de cerca de 27°C.

El cuarto para las larvas debe tener una ventana de vidrio ancha para permitir que entre la luz
del dia o un sistema artificial de iluminacion que permita la alteracion de ciclos de 12 horas de
luz/oscuridad, otro factor ambiental critico para el desarrollo de las larvas.

Las larvas deben alimentarse dos veces al dia, generalmente con comida de pescado triturada.
Tanto la calidad como la cantidad de la dieta son importantes para la longevidad y fecundidad
del estadio adulto. La mortalidad de las larvas puede ser alta si las mismas estan
sobrealimentadas. Por otro lado, la falta de alimentacion puede producir adultos mas
pequenos. La primera alimentacion debe ser 24 horas después de eclosionar. Las larvas del
primer instar requieren mas comida que las de cuarto instar.



Revise si hay algas dentro de las bandejas, ya que pueden producir una alta mortalidad. Es
importante cambiar el agua cada |-2 dias y eliminar todas las larvas muertas de las bandejas.
Las larvas se deben manipular con suavidad, especialmente durante la transferencia de una
bandeja a la otra.

Las bandejas de las larvas no deben estar sobrepobladas ya que esto afecta su desarrollo debido
a la competencia por comida y al canibalismo.

Pupa

Ese es un estadio que no se alimenta. Las bandejas para larvas deben revisarse diariamente para
ver si hay pupas. Las pupas se sacan y se colocan en jaulas donde emergeran los adultos. La
separacion de las pupas de las larvas se puede realizar de una manera simple con el uso de una
pipeta o una espatula de malla fina; las pupas se colocan en un recipiente para transferirlas a una
jaula (Fig. 23). Cuando hay grandes cantidades, la tendencia de las larvas a nadar hacia abajo
cuando se les molesta y de las pupas a estar en la superficie, puede facilitar el procedimiento de
separacion. Un recipiente que contenga larvas y pupas se puede hacer girar, lo que ocasiona
que las larvas se muevan hacia el centro y abajo del recipiente, y las pupas se queden arriba, en
los lados. Entonces pueden separarse con la ayuda de una pipeta. El agua helada también
puede usarse para reducir la actividad de las pupas y larvas, y facilitar su separacion (pero debe
hacerse rapidamente para evitar dano a los estadios en desarrollo), lo que permite luego
decantar las pupas a través de una malla o colador y transferirlas a agua a temperatura
ambiente.

Figura 23. Separacion de pupas y larvas con una pipeta



Adultos

Los adultos se pueden mantener en vasos cubiertas con malla, las cuales son baratas y puede
albergar cerca de 10 — |5 adultos. Generalmente se hace un agujero en la malla para introducir
los adultos y se tapa con algodoén. Las jaulas para adultos pueden utilizarse para albergar
mayores cantidades. Los adultos se deben manipular con cuidado, usando aspiradores bucales
para transferirlos entre jaulas cuando sea necesario.

Las dietas de los adultos han mostrado que afectan su longevidad y fecundidad. Aquellos que se
alimentan solamente de sangre se ha visto que viven mas tiempo que los que se alimentan con
azucar y sangre. Generalmente a las hembras se les debe dar una ingesta de sangre cada 2-3
dias. Los animales de laboratorio que se utilizan para alimentar a los adultos (p.ej. conejos,
conejillos de indias) deben mantenerse alejados del insectario. Siempre se debe revisar el
algodon con solucion azucarada al 10% de la jaula y remplazarlo cada dia.

Una humedad relativa y constante de 80% (+10%) es critica para la supervivencia de los adultos.
Esto puede lograrse mediante el uso de inyectores de vapor, humidificadores o enfriadores
evaporativos. La temperatura debe mantenerse también estable a 25°C-27°C.



Unidad 10
Susceptibilidad a Insecticidas y Pruebas del Bioensayo de Conos

Objetivos de aprendizaje

La resistencia de los mosquitos vectores a los insecticidas utilizados en su
control es un problema creciente a nivel mundial, que amenaza la
sostenibilidad de los programas de control de la malaria. Al final de la
unidad, el estudiante sabrad como llevar a cabo:

e Lapruebadela OMS para estimar la susceptibilidad de los vectores
a los insecticidas.

El bioensayo de la OMS para evaluar la eficacia residual del
insecticida en superficies rociadas.
e El bioensayo de la OMS para evaluar la eficacia residual de los

mosquiteros insecticidas de larga duracion.

10.1 ;Por qué determinar la susceptibilidad de los vectores de malaria a los
insecticidas?

Si un vector es susceptible a un insecticida significa que el vector morira cuando entre en
contacto con el insecticida, a la dosis prescrita a la que se utiliza para una intervencion
particular (rociado residual intradomiciliario, mosquitero tratado con insecticida, o larvicida).
Cuando la susceptibilidad disminuye implica que el vector se ha vuelto mas tolerante al
insecticida, hasta llegar a un punto en el que se vuelve resistente.

Si un vector desarrolla resistencia a un insecticida, significa que puede tolerar la dosis que
normalmente lo hubiera matado, lo que puede afectar la efectividad de la intervencion. Por
esto es importante saber el grado de susceptibilidad de los vectores locales a los insecticidas a
ser utilizados en la intervencion.

La resistencia a los insecticidas surge como resultado de la interaccion de la presion de
seleccion, variabilidad genética (mutacion), flujo genético y la historia de vida de la poblacion de
mosquitos (Fig. 24).
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A. Las mutaciones genéticas que confieren resistencia a insecticidas en los mosquitos generalmente ocurren a una tasa muy baja
en poblaciones naturales. B: bajo presion de seleccion por parte del insecticida, las cepas mutantes sobreviviran mas y los
mosquitos silvestres (susceptibles) moriran. C: después de varias generaciones de presiéon continua del insecticida, los
mosquitos mutantes (resistentes) prevaleceran en las poblaciones.

Figura 24. Seleccion de resistencia a insecticidas en una poblacion de vectores

10.2 Preparacion de vectores para evaluaciones de susceptibilidad y bioensayo de
conos

Se utilizan dos métodos generales para preparar/obtener vectores para bioensayos:

e Se pueden colectar larvas de criaderos locales (ver Unidad 5). Luego las larvas se crian
en condiciones de laboratorio (ver Unidad 9). Las pupas se transfieren diariamente a
jaulas de adultos para capturar a los que emerjan. Los adultos se alimentan luego con
solucion azucarada al diez porciento y se mantienen en grupos de 3-5 dias después de
emergidos.

e Como alternativa, se colectan especies de mosquitos locales, alimentados con sangre y
gravidos, utilizando las técnicas de muestreo de adultos descritas en la Unidad 6. Estos
se mantiene luego en solucion azucarada al 10% para que pongan huevos (ver Unidad 9)
y la generacion Fl resultante se hace crecer hasta 3-5 dias de edad para ser utilizada en
las pruebas. En estos casos, se usan un minimo de 50 hembras para que aporten
huevos, para asegurar una adecuada variabilidad genética. Con An. funestus y An. darlingi
a menudo es muy dificil obtener grandes cantidades de hembras para ovipostura (i.e.
hembras que realmente pongan huevos en cautiverio).

10.3 Determinacion de la susceptibilidad de mosquitos adultos

Existen dos métodos estandarizados para determinar la susceptibilidad de los insecticidas en
mosquitos adultos. Es de hacer notar que estos métodos solo miden una reduccion en la
susceptibilidad en las poblaciones de vectores, no son una medida directa de la resistencia.
Para confirmar la resistencia se requieren analisis adicionales para determinar los mecanismos
que causan esta reduccion en la susceptibilidad.



Bioensayo de la botella de CDC: Este método es ampliamente utilizado en varios paises y el
protocolo puede obtenerse en www.cdc.gov/ncidod/wbt/resistance/assay/bottle/index.htm .

Ensayo de tubo de la OMS: Es una metodologia estandarizada, proporcionada por la
Organizacion Mundial de la Salud (OMS) para evaluar la susceptibilidad de las hembras de
Anopheles (WHO 1998). Mosquitos vectores de una especie conocida se exponen en tubos
especiales conteniendo papeles filtro impregnados con una concentracion letal (dosis
discriminante) de un determinado insecticida, disuelto en aceite.

|. Tubos de control/mantenimiento (punto verde), 2. Tubos de exposicion (punto rojo), 3. Unidades corredizas

Figura 25. Tubos de la OMS para evaluar susceptibilidad

El kit de la prueba de tubo de la OMS esta formado de dos tubos plasticos de 44 mm de
diametro y 125 mm de largo (Fig. 25). Un extremo de cada tubo tiene una malla No. 16. Uno
de los tubos esta marcado con un punto rojo y se usa como “tubo de exposicion” ya que esta
recubierto con papel filtro impregnado con insecticida, el cual se mantiene en su sitio con dos
aros de cobre. El otro tubo, con un punto verde, sirve como “tubo de mantenimiento”, el cual
tiene las paredes internas recubiertas con un papel simple, mantenido en su posicion por dos
aros de acero (Fig. 26).


http://www.cdc.gov/ncidod/wbt/resistance/assay/bottle/index.htm

|. tubos de exposicion (punto rojo), 2. aros, 3. Caja con papeles impregnados, 4. tubo control (punto verde)

Figura 26. Recubrimiento de tubos con papeles impregnados

El tubo de mantenimiento esta pegado a una unidad deslizante que tiene un agujero de 20 mm a
través de la cual se introducen los mosquitos, utilizando un aspirador. El tubo de exposicion
puede enroscarse al otro lado de la unidad deslizante. Un tabique deslizante dentro de la
unidad abre un agujero entre los tubos y los mosquitos que se van a evaluar se soplan
suavemente hacia adentro del tubo de exposicion para iniciar la exposicion al insecticida y,
después del tiempo de exposicion, se soplan de regreso al tubo de mantenimiento.

En cada ensayo, otro tubo de exposicion (también marcado con un punto verde) se recubre
con un papel filtro impregnado solo con el aceite utilizado para disolver el insecticida. Esta
exposicion sirve como control en el ensayo. Los pasos del ensayo son:

e Conecte los tubos de mantenimiento con las unidades deslizantes.

e Transfiera 15-25 mosquitos a cada uno de los tubos de mantenimiento a través del
agujero que los conecta. Los mosquitos a utilizar para la evaluacion, alimentados con
solucion azucarada, se colectan con cuidado de las jaulas de adultos, utilizando un
aspirador. Deje reposar a los mosquitos en los tubos de mantenimiento por 60 min.

e Conecte los tubos de exposicion (incluyendo el del control) a cada uno de los tubos de
mantenimiento en el otro extremo de las unidades deslizantes. Abra las unidades
deslizantes y sople suavemente los mosquitos del tubo de mantenimiento al tubo de
exposicion.

e Cierre la unidad, separe los tubos de mantenimiento y deje los tubos de exposicion (y
control) parados, rectos por una hora (dos horas si se esta utilizando fenitrotion).
Registre cualquier mosquito muerto a intervalos de |15 minutos durante la etapa de
exposicion.



e Después del periodo de exposicion, transfiera los mosquitos de regreso al tubo de
mantenimiento y déjelos parados, rectos por 24 horas. Coloque un pedazo de algodén
himedo en el extremo de la malla de metal del tubo y coloque los tubos en una caja de
madera con agujeros grandes para ventilacion, cubierta con una toalla himeda. Debe
monitorearse la temperatura y humedad en la caja (25+2°C; 75+10%).

e Después de pasadas 24 horas de la exposicion, cuente los mosquitos muertos por
contacto con el insecticida y los muertos en el control.

e Si se estan utilizando 25 mosquitos por tubo, se necesita evaluar un minimo de 100
mosquitos en cuatro o cinco réplicas para calcular el porcentaje de mortalidad, para
cada insecticida.

e Las tasas de mortalidad se calculan asi:

— Mortalidad control: C = (n° de mosquitos muertos)/(n° de mosquitos evaluados)
en el tubo control.

— Mortalidad de exposicion: E = (n° of mosquitos muertos)/(n° of mosquitos
evaluados) en los tubos de exposicion con insecticida.

— Si la mortalidad control esta entre 5 y 20%, el valor de la mortalidad de exposicion,
E, se corrige mediante la formula de Abbott:

Mortalidad de exposicion corregida: E’ = [(E- C) / (100-C)] x 100

Donde E es la mortalidad de exposicion (sin corregir) expresada en % y C es la
mortalidad control, expresada en %.

Por ejemplo, si la mortalidad control, C, es 10% y la mortalidad de exposicion, E, es
40%, la mortalidad de exposicion corregida es [(40 — 10)/100 — 10)] * 100 = 33%.

— Si la mortalidad control es menor que 5%, no hay necesidad de corregir E.
— Si la mortalidad es mayor que 20%, el experimento debe descartarse.

e Interpretacion de resultados
— Una tasa de mortalidad entre 98% y 100% indica susceptibilidad.

— Una tasa de mortalidad entre 80-97% sugiere una posible resistencia. Es deseable
realizar un muestreo y evaluaciéon mas amplia para confirmar estos niveles en la
poblacién de vectores.

— Una tasa de mortalidad menor del 80% indica resistencia.
Se pueden utilizar analisis bioquimicos o por métodos de PCR para identificar los mecanismos

responsables de la resistencia detectada. Esto permitira implementar el manejo efectivo de la
resistencia.



10.4 Eficacia residual de insecticidas en superficies rociadas (OMS 1998, 2005)

La eficacia residual de un insecticida en una superficie rociada se determina mediante la prueba
de bioensayo de conos. Esto se realiza verificando la mortalidad de las especies de mosquitos a
los que se dirige la intervencion, expuestas a superficies rociadas a intervalos de semanas o
meses después del rociamiento. Esta técnica puede ser utilizada también para evaluar la calidad
de un procedimiento de rociamiento residual. También se utiliza para determinar la eficacia
residual de un insecticida en los mosquiteros.

El kit del bioensayo de conos de la OMS incluye conos plasticos, cinta adhesiva de esponja,
aspirador o tubo curvo para succionar, aspiradores o tubos normales para succionar, carton,
clavos pequenos, martillo, algoddn, vasos de carton con tapadera de malla, hules, marcadores,
jaula para mosquitos, caja de madera con agujeros grandes, toallas. En la Fig. 27 se muestran los
conos plasticos.

Figura 27. Conos del bioensayo de la OMS sobre una pared

El procedimiento del ensayo para pared es:
e Recubra las orillas del cono plastico con cinta adhesiva de esponja.

e Los conos deben fijarse a la superficie rociada utilizando cinta adhesiva o clavos. Los
conos se fijan a tres diferentes alturas (abajo, en medio y arriba).

e Se clava a la pared un trozo de cartén sin insecticida, encima de él se fijan los conos
plasticos y se utiliza como control.

e Seintroducen dentro de cada cono |10 mosquitos de una cepa de Anopheles
completamente susceptible, y se inserta un pedazo de algodon en la abertura del cono.
Para transferir los mosquitos a los conos control, utilice un aspirador/tubo para
succionar diferente.



e Después de un periodo especifico de exposicion (generalmente 30 minutos), saque con
cuidado los mosquitos de los conos y transfiéralos a vasos separadas (y rotuladas).
Cuente el nimero de mosquitos muertos o “noqueados” al final del periodo de
exposicion, pero no los saque, ya que algunos de ellos se pueden recuperar mas tarde.

e Coloque un algodéon humedecido arriba de los vasos, coloquelos en la caja de madera y
cubralas con una toalla hiumeda.

e Después de 24 horas, cuente el nimero de mosquitos muertos y calcule el porcentaje
de mortalidad en los vasos de expuestos y en los del control.

¢ Sila mortalidad en el control es entre 5% y 20%, se debe corregir la mortalidad de
exposicion utilizando la formula de Abbott, descrita anteriormente. Si la mortalidad es
mayor de 20%, descarte los resultados.

e Para cada tipo de pared evaluada, el experimento se debe repetir sobre diferentes
paredes en la misma casa y también en diferentes casas para tener una muestra
representativa.

Eficacia residual de un insecticida en los mosquiteros

El procedimiento del bioensayo para mosquiteros tratados con insecticidas es similar al
procedimiento utilizado para paredes rociadas, excepto que los mosquitos se exponen solo por
tres minutos en grupos de 5 mosquitos por cono. Se colocan dos conos en cada lado y uno en
la parte superior del mosquitero, a diferentes alturas. Como control, se colocan dos conos en
un mosquitero no tratado. Los conos para la exposicion se pueden fijar al mosquitero
utilizando hules (Fig. 28). La prueba se puede hacer también bajando el mosquitero y estirando
una seccién sobre un pedazo de carton.

\ '

Figura 28. Bioensayo de conos de la OMS en un mosquitero tratado con insecticida



Anexo | Ejemplo de un Curriculo de Capacitaciéon y Agenda para un
Curso Entomoloégico Basico para Técnicos




Introduccion

La malaria continua siendo una causa importante de enfermedad y mortalidad infantil en
regiones tropicales del mundo. Esta enfermedad limita severamente el desarrollo econémico,
siendo una causa importante de pobreza en la mayoria de paises endémicos para esta
enfermedad. A pesar que ha habido un marcado aumento en el financiamiento para el control
de la malaria, los objetivos para la reduccion de la enfermedad, establecidos por la iniciativa
Hacer Retroceder la Malaria y los Programas Nacionales de Control de la Malaria, todavia
permanecen sin alcanzarse en muchos paises. Esto se debe en gran parte a la falta de capacidad
para generar un conocimiento adecuado de la eco-epidemiologia local de la enfermedad para
informar al programa de implementacion y manejo. En particular, la capacidad para el
monitoreo Y vigilancia entomolégica todavia es rudimentaria. Existe una necesidad urgente de
que los Programas Nacionales de Control de la Malaria logren un nimero adecuado de
personal capacitado para participar efectivamente en las actividades de control.

Objetivo de la capacitacion

El curso pretende apoyar los esfuerzos del programa nacional de control de la malaria (PNCM)
para crear una masa critica de personal capacitado a nivel regional, en la vigilancia y monitoreo,
para guiar las intervenciones de control de los vectores de la malaria. La capacitacion
proporcionara el conocimiento basico a los técnicos entomoldgicos en cuanto al rol del control
vectorial en el control de la malaria, la biologia y control de mosquitos vectores, asi como
competencia en la aplicacion de metodologias para la vigilancia y monitoreo de los vectores de
la malaria.

Audiencia a la que se dirige

El curso va dirigido a personal a nivel distrital en paises endémicos para malaria quienes
generalmente organizan los equipos que colectan y reportan los indicadores entomoldgicos, en
apoyo a los programas de control vectorial. Este personal generalmente tendra un nivel de
educacién secundaria o un diploma en un area que se presta a la capacitacién en entomologia.

Estructura del curso

El curso esta organizado en 10 unidades de aprendizaje. Cada unidad incluye clases teoricas,
practicas y tedrico-practicas (T-P). El curso esta disefado para tres semanas pero se puede
acortar a dos semanas, dependiendo de las necesidades del pais. Las primeras dos semanas
estan dedicadas a las unidades de aprendizaje. Las clases tedricas se concentraran en la primera
semana Y las practicas y T-P en la segunda semana. La tercera semana estara dedicada a
demostraciones de herramientas y métodos para el control vectorial, clases de revision y
discusion general, y evaluaciones de estudiantes y del curso.



Evaluacion del curso

El curso iniciara con una pre-evaluacion que permitira refinar el alcance del curso para alcanzar
el objetivo del curso de una mejor manera. Al final del curso los estudiantes deberan
responder una prueba final para evaluar la adquisicion de conocimiento nuevo y un cuestionario
confidencial para evaluar la calidad del curso en sus diferentes componentes.

Contenidos del curso

Todas las areas que seran cubiertas en la capacitacion estan detalladas a profundidad en el
Manual para la Capacitacién de Técnicos Entomolégicos (nivel basico). El manual servira como
documento basico para guiar la capacitacion. En la Tabla | se presenta el propésito y contenido
principal de cada unidad de aprendizaje

Agenda del curso

En la Tabla 2 se muestra una propuesta de agenda para el curso basico de 3 semanas. Esta
agenda es flexible y dependera de la logistica del lugar y de los requerimientos de quienes
reciben el curso (programas nacionales).



Tabla A-1. Objetivo y contenido de las unidades de aprendizaje

Unidad Titulo Objetivos Contenidos Clases
| Control de la malaria | Al finalizar esta unidad, los estudiantes seran capaces Enfoques bésicos para el control de la malaria Clases teodricas
y el rol de la de identificar el rol de control vectorial en los Herramientas para el control vectorial Clases practicas: demonstracion de las
entomologia programas de control de la malaria, las principales Control vectorial y principios para su principales herramientas para el control
herramientas disponibles para el control vectorial y implementacion efectiva vectorial (mosquiteros, rociado residual,
los principios basicos para su implementacion. Principios basicos de planificacién de control de larvicidas)
los vectores de la malaria
2 Biologia de los Al finalizar esta unidad, los estudiantes habran Ciclo de vida del mosquito Anopheles Clases teoricas
vectores de la aprendido las principales caracteristicas del ciclo de Principales caracteristicas bio-ecoldgicas de Clases practicas: demonstracién de los
malaria vida de un mosquito y los principales rasgos importancia médica diferentes estadios en el ciclo de vida en el
biolégicos, ecoldgicos y de comportamiento que insectario
afectan la capacidad de un mosquito para transmitir la
malaria.
3 Anatomia e Al finalizar esta unidad, los estudiantes seran capaces Principales caracteristicas morfoldgicas de los Clases tedricas
identificacion del de distinguir morfolégicamente los mosquitos mosquitos (Diptera: Culicidae) Clases practicas: Identificacion de las
mosquito Anopheles, vectores de la malaria humana, de Distinguir entre Anopheles (sub-familia principales caracteristicas que distinguen a
mosquitos culicidos, que no transmiten la malaria Anophelinae) y otros culicidos (sub-familia los mosquitos, identificacion morfologica de
humana. Culicinae) en estadios inmaduros y adultos Anopheles sp.
4 Diversidad de los En la mayoria de regiones endémicas, la transmision Distribucion geografica de los vectores de la Clases tedricas
vectores de la de malaria es mantenida por varias especies de malaria, diversidad de habitats y adaptacion Clases practicas: Introduccién a las claves
malaria v mosquitos vectores Yy, en algunas ocasiones, ecoldgica taxondémicas y su uso para adultos y larvas.
diferentes sub-poblaciones. Al finalizar esta unidad, Concepto de comple]o de especies crfpticas
los estudiantes habran adquirido informacion Descripcion del complejo de Anopheles gambiae y
respecto a la complejidad de los sistemas vectoriales el grupo de Anopheles funestus
en la naturaleza.
5 Colecta de Al finalizar esta unidad, los estudiantes seran capaces Razones de los estudios de larvas Clases tedricas
mosquitos (Larvas) de realizar el muestreo de larvas dentro del marco Rango de habitats larvarios y factores que Clases practicas: Muestreo e identificacion
de encuestas entomoldgicas para el monitoreo de los afectan la produccién de adultos en habitats de larvas y pupas de mosquito
mosquitos acuaticos
Métodos de muestreo, conservacion y
procesamiento de muestras
Factores ambientales que se registran
comunmente
Manejo y analisis de datos
6 Colecta de Al finalizar esta unidad, los estudiantes estaran Tipos de encuestas de mosquitos Clases teoricas

mosquitos (Adultos)

capacitados para realizar el muestreo de adultos
dentro del marco de encuestas entomoldgicas para el
monitoreo de los mosquitos

Métodos de colecta de mosquitos adultos
(atraccion humana; captura de barrido con
piretro; en reposo en peridomicilio; colecta por
trampa de salida; captura manual/aspiracion

Clases practicas: Muestreo de adultos
utilizando diferentes técnicas y
procesamiento de muestras.




Unidad Titulo Objetivos Contenidos Clases
7 Preparacioén y Al finalizar esta unidad, los estudiantes seran capaces Principales técnicas de laboratorio en Clases tedricas
almacenamiento de de decidir respecto a qué métodos es correcto entomologia de malaria (identificacion Clases practicas: Preparacion de muestras
muestras de aplicar para manipular y almacenar muestras de morfolégica, disecciones, ELISA, citogenética, de mosquitos para ELISA de ingesta
mosquitos mosquitos a ser utilizadas en analisis posteriores de analisis molecular basado en ADN/ARN) sanguinea y analisis basado en el ADN
laboratorio. Preparacion de muestras para diferentes técnicas
Material y equipo necesario
8 Indices de Al finalizar esta unidad, los estudiantes tendran el Determinar qué mosquitos transmiten la malaria | Clases teoricas
transmision de conocimiento acerca de los principales factores que (incriminacion vectorial) Clases practicas: determinacién de ingesta
malaria y factores afectan la transmision de la malaria. Habran Técnicas seleccionadas de incriminacion vectorial | sanguinea y etapa del desarrollo ovarico;
que afectan la aprendido cémo obtener informacion bioldgica para Estimacion de los indices de transmision, demostracion de diseccion de mosquitos e
transmision la incriminacién de vectores y para calcular los incluyendo densidades intradomiciliares en identificacion de glandulas salivares y
indices de transmisiéon. También seran capaces de reposo, tasas de picadura en humanos, ovarios.
calcular e interpretar los indices entomologicos y preferencia por el tipo de hospedero; habito de Clases T-P: calculo de indices de
epidemioldgicos basicos utilizados para establecer los reposo después de la ingesta sanguinea; tasas de transmision utilizando resultados de
niveles de transmision. inoculacién entomolégica (EIRs) muestreo en campo
Factores que afectan la transmision de malaria
9 Aspectos esenciales Al finalizar esta unidad, los estudiantes habran Insectario y su operacion basica Clases tedricas
de la crianza de adquirido informacion respecto a los requerimientos Condiciones necesarias para la crianza de Clases practicas: Colecta en campo de
colonias de de un insectario y los principales pasos a realizar para mosquitos: huevo, larva, pupa y adulto mosquitos silvestres para establecer una
mosquitos en el establecer y mantener colonias de mosquitos, asi colonia en un insectario basico
insectario como su utilidad para monitorear a los vectores de
malaria
10 Susceptibilidad a Al finalizar esta unidad, los estudiantes estaran Razones para determinar la susceptibilidad de los | Clases tedricas

insecticidas y prueba
de bioensayo en
pared

capacitados para realizar bioensayos para determinar
la susceptibilidad a insecticidas en poblaciones de
mosquitos y para ralizar bioensayos para evaluar la
eficacia residual de superficies tratadas con
insecticidas (paredes y mosquiteros).

vectores Y eficacia residual de insecticidas
Prueba de la OMS: susceptibilidad de mosquitos
adultos a los insecticidas

Prueba de la OMS: eficacia residual de
insecticidas en superficies rociadas

Prueba de la botella CDC para susceptibilidad

Clases practicas: demostracion y practica en
el campo sobre pruebas de susceptibilidad y
bioensayo en pared




Tabla A-2. Agenda del curso (semana |)

Hora Dia | Dia 2 Dia 3 Dia 4 Dia 5
9:00 AM . Principales Medidas de Preparacion y
Ceremonia de apertura Intervencion para el Incriminacién Vectorial e E—r B
9:30 AM Control Vectorial (Unidad 8; T) muestras de mosquitos Datos e Interpretacién
1000 AM (Unidad I; T) (Sl 73 1)
: Objetivos del Curso
10:30 AM Receso para café Receso para café Receso para café Receso para café
Receso para café
R as Justificacion para
11:00 AM Prmc.lPlos Basicos de Encuestas de Mosquitos Determinar la
Planeaciéon del Control de . L
2 Malaria (larvas) Susceptibilidad a Establecimiento &
Pre-prueba . Insecticidas Mantenimiento de
P (Unidad 5; T)
11:30 AM (Unidad 1; T) ’ (Unidad 10; T) Colonias de Mosquitos
(Unidad 9, T)
12:00 PM
Almuerzo Almuerzo Almuerzo Almuerzo
12:30 PM
Almuerzo
1:00 PM Tipos de Pruebas
Disponibles de la OMS &
Biologia de los Vectores de Identificacién de CDC
1:30 PM la Malaria Mosquitos (Unidad 10; T)
(Unidad 2; T) (Unidad 3; T) Encuestas de Mosquitos Colecta y Transporte de
(Adultos) Larvas y Mosquitos
2:00 PM (Unidad 6; T) Adultos para el Insectario
Practica Bioensayos OMS, (Unidad 9, P)
Prueba de Conos y/o
230 PM Principios Basicos del Diversidad de los Vectores Prueba de la Botella CDC
Control de la Malaria de la Malaria (Unidad 10, P)
Unidad I; T ; .
3:00 PM ( ) (Unidad 4; T) Receso para café
3:30 PM Receso para café Receso para café Receso para café Receso para café
Procedimientos
4:00 PM Operacionales
e i BIYE Estandarizados para el
El Papel de la Entomologia | Diversidad de los Vectores s;;:;?:t:o: d:s r;ﬁ:zza :;)eergzzzz yio g Mantenimiento de una
i i Colonia
430pM | en el Control de la Malaria de la Malaria Transmision de la Malaria | Prueba de la Botella CDC
i . i . Unidad 9, T-P
SRl (Unidad 4;T) (Unidad 8; T) (Unidad 10, P) (Uni )
5:00 PM

T: clase tedrica; T-P: clases tedrico-practicas; P: practicas




Tabla A-2. Agenda del curso (semana 2)

Time Dia | Dia 2 Dia 3 Dia 4 Dia 5 Dia 6
6:00 AM Colecta por
Rociado con
Piretro
< nidad 6,
8:00 AM (Unidad 6, P)
Viaje de Campo
8:30 AM (Identificacion de
criaderos y Procesamiento de
9:00 AM | Organizando las muestreo de Mosquitos
. larvas) ;
Actividades de . Procesamiento de
9:30 AM Campo & lo (Unidad 5, P) (Unidades 3&7, F) Muestras de HLC
Esencial ’ and LTC
10:00AM | (Unidades 5 & 6, (Unidades 3&7, P)
T-P) Procesamiento de Capturas de
Muestras de HLC OR(? e
10:30AM LT . E ta d
Receso para café 7 eIE de Salida nCLua?‘f/as € Receso para café
(Unidades 3&7, P) .
Habitats de (it G 5 (Unidad 5, P)
11:00 AM Crianza y
11:30 AM | Centrol Larvario Mosquito Frerassmicnie e
- . identificacion Muestras de HLC
(Unlda_cll_)es 182, (larvas) and LTC
(Unidad 3, P) (Unidades 3&7, P)
12:00 PM
Almuerzo Almuerzo Almuerzo
12:30 PM
1:00 PM Almuerzo Almuerzo
Almuerzo
Reporte de
1:30 PM Datos, Manejo y Calculo de
= Parametros de la
. Unidades 5&6, Transmision de . Mosquito
2:00 PM (Uni aT)es Identificacion de Malaria Procwelsamle.:nto de identificacion
2:30 PM Mosquitos OSIUILSS (larvas)
(Unidad 8, P) | (Unidades 387, P) Calculo de
e (Unidad 3, P) Parametros de la
3:00 PM Rl i) G (Unidad 3, P) Transmision de
p Malaria
3:30 PM Receso para café Receso para café | Receso para café (Unidad 8, P)
4:00 PM R : Calculo de Manejo de Datos
eceso para café Parametros de la | Analisis y Manejo (Unidad 8, P)
. oa Transmision de de Datos 3
4:30 PM Ide:;:lﬁcac.lon de Preparacion para Malaria . e e Receso para café
SSqUILOS Capturas por ) (Unidad 8, P) Capturas por
(Unidad 3 y 4; T) atraccion humana (Unidad 8, P) atraccion humana Calculo de
5:00 PM & Tran:_;;_i:de Luz B i & TrarE_T_zE:de Luz P_Ia_rémetl.*c?f dil la
(10 PSC (mafiana (tT0) ranrfl““l's'?" ©
(Unidad 6, P) siguiente) (Unidad 6, P) aara
5:30 PM Cona (Unidad 6, P) Comn Wl alie, 1)
Capturas por Capturas por
7:00 PM atraccion humana atraccion humana
& Trampa de Luz & Trampa de Luz
(LTC) (LTC)
10:00 PM (Unidad 6, P) (Unidad 6, P)

T: clase tedrica; T-P: clases tedrico-practicas; P: practicas




Tabla A-2. Agenda del curso (semana 3)

Time Dia | Dia 2 Dia 3 Dia 4
9:00 AM
Practica Bioensayo de la it
9:30 AM Demonstracion oA .
OMS Herramientas/Métodos de Repaso de Teoria Evaluauo(n riZbE:)tudlantes
(Unidad 10, P) Control Vectorial P
10:00 AM
10:30 AM
Receso para café Receso para café Receso para café Receso para café
11:00 AM
11:30 AM Practica Bioensayo de la Do
OMS Herramientas/Métodos de Repaso de Teoria Evaluacion del Curso
(Unidad 10, P) Control Vectorial
12:00 PM
12:30 PM
Almuerzo Almuerzo Almuerzo Almuerzo
1:00 PM
1:30 PM
Evaluacion del Curso
2:00 PM
2:30 PM Practica Prueba de la DEiehsiEEET
Botella CDC Herramientas/Métodos de | Discusion de las Practicas
(Unidad 10, P) Control Vectorial Ceremonia de Clausura
3:00 PM
3:30 PM
4:00 PM
Receso para café Receso para café Receso para café
4:30 PM
Practica Bioensayo de DEfshsiEEER
Conos Herramientas/Métodos de | Discusion de las Practicas
5:00 PM (Unidad 10, P) Control Vectorial

T: clase tedrica; T-P: clases tedrico-practicas; P: practicas




Anexo Il Ejemplos de Formularios de Recopilacion de Datos para las
Encuestas de Larvas y Mosquitos Adultos




A. FORMULARIO DE COLECTA DE DATOS PARA ENCUESTAS DE LARVAS
A.1. Identificacion de sitios de colecta

Regién/distrito Localidad

Coordenadas geograficas:
e Latitud

e Longitud

A.2. Caracterizacion de los criaderos

Tipo
e Permanente |:| Semi-permanente |:| Temporal |:|

Origen del agua (p.ej. lluvia, rio, laguna, hecho por el hombre)

Naturaleza del agua colectada (p.ej. charco, arrozales, dique)

Caracteristicas del agua (p.ej. clara, turbia, contaminada, oscura)

e Temperatura pH

Exposicidn al sol
e Sombreado |:| Parcialmente sombreado |:| Soleado |:|

Presencia de vegetacion (emergente, inmersa, flotante).

e Emergente |:| Inmersa |:| Flotante |:|

A.3. Descripcion del muestreo

Tiempo de muestreo (min) Numero de inmersiones

Presencia de larvas

e Anofelinos |:| Culicidos |:| Negativos |:|



B. FORMULARIO PARA COLECTA DE DATOS PARA ENCUESTASE DE ADULTOS
B.1. Identificacion del sitio de colecta

Region/distrito___ Localidad,_ .~~~
Coordenadas geograficas:
e Latitud

e Longitud

B.2. Tipo de colecta

Captura por atraccién humana: Intradomiciliario |:| Peridocimicioomicilio |:|
Captura de en reposo: Intradomiciliario |:| Peridomicilio |:|

Captura de barrido con piretro |:| Trampa de salida |:|

Otro

B.3. Caracteristicas del sitio de captura

Captura Intradomiciliaria

e Tipo de casas y material de construccion

e Numero de habitaciones Numero de divisiones

e Numero de personas que durmieron en la casa la noche anterior:

o Con mosquitero Sin mosquitero

e Tipo de mosquitero

o No impregnado |:| Impregnado |:| MILD |:|

e Fecha de la ultima vez que la casa fue rociada con insecticida

B.4. Descripcion del muestreo

Hora de colecta Tiempo de duracion N2 de técnicos

Presencia de mosquitos adultos

o Anofelinos |:| Culicidos |:| Negativos |:|



B.5. Notas




