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RESUMEN

El problema principal en los programas de reproduccion en cautiverio,
para la conservacibn de aves amenazadas o en peligro de extincidén, es la
ausencia de dimorfismo sexual, es decir que su fenotipo exterior es similar
(monomorfismo) y no se puede distinguir entre el macho y la hembra, lo cual es
critico para el establecimiento de parejas para el apareamiento en cautiverio.
Los métodos de sexado mas precisos, pero con mayor riesgo, eran los
quirargicos, hasta que recientemente la tecnologia molecular identifico
marcadores moleculares ligados a los cromosomas sexuales y facilitd este
proceso. En el presente trabajo se implementaron dos procedimientos de sexado
molecular para la distincion del sexo en varias especies monomérficas de la
Familia Psittacidae basados en la amplificaciéon del gen CHD (chromodomain-
helicase-DNA-binding protein). En un trabajo paralelo determinamos que
Oreophasis derbianus, ave endémica de México, mostré una secuencia génica
muy particular en el gen CHD y por ende el procedimiento de sexado varié con
relacion al de las demdas aves. En este trabajo extendimos este estudio al
analisis de otras especies pertenecientes a esta misma Familia (Cracidae),
encontrando que tienen un patrén similar al de Oreophasis derbianus, lo cual
resulta interesante ya que podemos utilizar esta estrategia y estos resultados
para determinar en que momento de la evoluciéon aparecid la Familia Cracidae
dentro del Orden Galliformes. Por ofro lado, en este mismo ftrabajo se
implementd una metodologia para el sexado molecular de un ave de importancia
economica: el avestruz. El sexado de esta ave es importante para la
identificacién y venta de parejas antes de los 14 meses de edad, que es cuando
aun no se puede diferenciar el sexo de los individuos. Este sexado molecular se
logré utilizando marcadores especificos para el cromosoma W de esta especie
de la Familia Struthionidae.



INTRODUCCION

La progresiva invasion y destruccién de los habitats naturales, la
contaminaciéon del medio ambiente, la sobreexplotacion, la caceria y el trafico
ilegal de especies silvestres, causados por el hombre, son las principales causas
que estan limitando la supervivencia de los ecosistemas llevando a muchas
especies a la extincion. Las practicas del hombre en agricultura, tala inmoderada
de bosques, pesca y manejo de agua no son sostenibles para el ambiente y la
biodiversidad.

Si el hombre no llevara a cabo este tipo de actividades que rompen el
equilibrio ecoldgico, la proporcion del proceso natural de extincibn y de
sustitucién en el sentido de la propia evolucioén, seria segun el archivo fésil de
una especie por siglo. Sin embargo, esto esta muy lejos de la realidad. Tan sdlo
en el caso de las aves, se estima que alrededor de 1 200 especies enfrentan un
verdadero riesgo de extinguirse en los préximos 100 afios. Ademas, otras
especies podrian facilmente sumarse a la lista de aves amenazadas. Existen
cifras que indican que la tasa de extincién se ha incrementado 40 veces en los
ultimos dos siglos.

Tan solo en el caso de las aves, México se encuentra entre los paises
que tiene mas especies amenazadas, siendo éstas alrededor de 50. Esta
situacién es preocupante, ya que el impacto que estamos causando en el

ambiente cada vez es mas destructivo y no sostenible, y la humanidad depende
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de la biodiversidad y de los recursos naturales; el uso sostenible es crucial a la
calidad de vida.

Las estadisticas son alarmantes, sin embargo, aun es posible evitar, en
este caso, la extincion de la enorme riqueza de avifauna que poseemos
implementando estrategias para moderar la explotacion de los recursos
naturales, identificar y proteger las areas importantes para las aves (sitios
criticos para su conservacion), mantener y restablecer la calidad y extensién de
los habitats naturales, conscientizar y obtener el apoyo de la gente, asi como
establecer programas de reproduccién en cautiverio para incrementar’ las
poblaciones.

Para alcanzar estas expectativas, se han fundado diversas
organizaciones cuya finalidad es la conservacidén de especies de aves en peligro
de extincion, asi como de sus habitats naturales. La drastica reduccion de
poblaciones de infinidad de especies de aves ha dado pié al establecimiento de
programas de reproduccién en cautiverio; sin embargo, el principal problema
para esto es que el 60% de las aves son monomaorficas y es necesario hacer uso
de técnicas de sexado para establecer parejas.

Por tal motivo, la finalidad de este estudio es contribuir y apoyar los
programas de reproduccioén de aves monomorficas en cautiverio, principalmente
especies que se encuentran en alguna categoria de proteccion, empleando
técnicas de sexado confiables, rapidas y accesibles, asi como lo menos

estresante posible para las aves.



ANTECEDENTES

FAMILIA PSITTACIDAE

Es la dnica Familia del Orden Psittaciformes, cuyos representantes
constituyen un grupo homogéneo con caracteres muy marcados que permiten
diferenciarlos sin dificultad de las demas Familias y Ordenes de aves
existentes.’

El tamafio de los integrantes de esta familia oscila entre los 10 y 85 cm de
longitud. Entre sus rasgos mas distintivos se puede nombrar la presencia de un
pico corto, globoso, muy fuerte y ganchudo, conspicuamente doblado hacia
abajo con la mandibula superior sobrepasando a la inferior. En |la base presenta
una cera carnosa, a veces cubierta parcialmente de plumas. Son de cuello corto
y cuerpo compacto. Sus alas, por lo general son cortas, redondeadas y
accionadas por una poderosa musculatura. La longitud de la cola es muy
variable con relacién al cuerpo, en algunos psitacidos resulta sumamente corta,
mientras que en otros es proporcionalmente larga. Su hermoso plumaje brillante
comprende una extraordinaria gama de colores. Los dedos presentan una
disposicién cigodactila, es decir, dos dirigidos hacia adelante y dos hacia atras
(Figura 1). °

Este grupo comprende alrededor de 82 géneros que se disgregan en
aproximadamente 340 especies, cuya distribucion abarca todas las regiones
tropicales del planeta. Su diversificacién ecologica es impresionante. Ademas,

salvo notables excepciones, no presentan dimorfismo sexual.



Lamentablemente, hoy en dia sabemos que las poblaciones de psitacidos
estan disminuyendo progresivamente. Sin embargo, existen instituciones que
apoyan los programas de reproduccion en cautiverio. Entre algunos de los
parques zooldgicos de nuestro entorno, se encuentra La Pastora. Esta
institucion cuenta con diversas especies de aves, entre ellas de psitacidos
(Tabla 1), y estan interesados en la conservacién de las mismas. Por tal motivo,
se han sumado para contribuir con nuestros esfuerzos en pro de la conservacion
por medio de este estudio, ya que la ausencia de dimorfismo sexual es

caracteristica en un importante porcentaje de la avifauna.

Tabla 1. Especies de psitacidos con [as que cuenta el Parque Zoolégico La Pastora y su
categoria de proteccion segun la NOM-Ecol-059-1994.

Género Especie Nombre comun Categoria de
proteccion
Amazona autumnalis Loro de mejilia
amarilla
Amazona oratrix Loro cabeza En peligro de
amarilla extincién
Ara macao Guacamaya roja En peligro de
aliamarilla extincién
Ara militaris Guacamaya En peligro de
militar/guacamaya extincién
verde
Aratinga canicularis
Aratinga holochiora Perico mexicano Amenazada
endémica
Cyanoliseus patagonius Guacamaya
argentina/loro
barranquero
Rhynchopsitta pachyrhyncha Cotorra serrana En peligro de
occidental extincion




Amazona autumnalis ) , .
Aratinga canicularis

Amazona oratrix

Rhynchopsitta pachyrhyncha

Ara macao

Ara militaris

Figura 1. Especies de la Familia Psittacidae



FAMILIA CRACIDAE

Esta es una de las seis Familias que integran el Orden Galliformes. **

Cabe senalar que los Ordenes Galliformes y Anseriformes divergieron
tempranamente de otras aves neognatas, las cuales radiaron a mas de 9 000
especies de aves acuaticas y terrestres. °

Los cracidos son los galliformes mas primitivos, menos estudiados y que
filogenéticamente se disgregan mas del resto de las Familias de este Orden. >

E! indice de reproduccién de esta familia es el mas bajo de todos los
galliformes, y puede asegurarse que en conjunto, ninguna otra familia de aves
mexicanas esta desapareciendo con mayor rapidez. 3

Los cracidos son aves de tamafio mediano a muy grande. Predominan los
tonos negros a veces con blanco, aunque algunas especies son pardas. El
plumaje varia entre las diferentes especies y esta adaptado a las condiciones
ambientales en que viven. Poseen grandes y fuertes extremidades posteriores,
el dedo posterior esta bien desarrollado y se encuentra a la misma altura de los
tres dedos delanteros, lo cual favorece su desplazamiento arbéreo. Sus alas son
cortas y la cola larga y redondeada. En esta familia se presentan estructuras
anatomicas que las diferencian completamente, no sélo de otros galliformes,
sino de cualquier otra familia de aves. El pico es corto y robusto. Los adultos
poseen estructuras caracteristicas en la cabeza y la cara, como son la

cardncula, la cera, y la barbilla, que varian de tamano, color y forma, segun la



especie. La traquea presenta modificaciones muy pronunciadas, ya que aparece
curvada, doblada y larga (Figura 2).34

Los cracidos son exclusivos de la regidon neotropical americana, cuya
distribucién estd comprendida desde el Sur de Estados Unidos, Tamaulipas y el
Sur de Sonora hasta Paraguay, y el Norte de Argentina. 3

Los ultimos reductos de Crax rubra y Penelope purpurascens en México
son las selvas Lacandona en Chiapas y la regién boscosa de la Peninsula de
Yucatan, desgraciadamente cada dia se ven mas afectados por la destruccion
que causa el hombre. Con respecto a las chachalacas mexicanas, tienen una
mayor distribucién geografica y menores exigencias de habitat; sin embargo,
estan comenzando a desaparecer de muchas partes. 3

Crax rubra esta catalogada como especie amenazada, Penelope
purpurascens esta sujeta a proteccion especial, Penelopina nigra se encuentra

en peligro de extincion, al igual que Oreophasis derbianus 2

, Y Si No se pone un
alto a la destruccion de habitats, Orfalis vetula, puede entrar en una de estas

categorias. 3

Tabla 2. Especies de cracidos con las que cuenta el Parque Zooldgico La Pastora y su categoria
de proteccion segun la NOM-Ecol-059-1994.

Género Especie Nombre comudn Categoria de
proteccion
Crax rubra Hocofaisan Amenazada
; Sujeta a
Penelope purpurascens Pava cojolita proteccién
especial
Penelopina nigra Pajuil, guan negro En peligro de
extincién
Ortalis vetula Chachalaca vetula




En la actualidad, se tienen indicios de la reproducciéon en cautiverio de
algunos cracidos. Sin embargo, en especies como Penelope purpurascens y
Ortalis vetula, al igual que en Oreophasis derbianus, hay dificultad en ello, ya

que no presentan dimorfismo sexual. 3

Crax rubra Penelopina nigra

Crtalis vetula

Figura 2. Especies de la Familia Cracidae



FAMILIA STRUTHIONIDAE

El avestruz es el Unico integrante de esta familia, pertenece al grupo de
las aves corredoras que no pueden volar (Subclase Ratites). Es el ave mas
grande del mundo superando los 2.5 m de altura asi como los 150 kg de peso.
Presentan una gran capacidad de adaptacion, lo cual ha permitido su
reproduccion en cautiverio. &7

Estas aves son originarias de Africa, en donde su comercio comenzé
hace mas de 150 afios. 7 Hoy en dia, el establecimiento de criaderos de
avestruces se esta incrementando en diversas partes del mundo. Su explotacion
comercial ha adquirido gran importancia ya que se puede aprovechar
practicamente todo de estas aves. En un principio se explotaron sus plumas por
su belleza, ahora son utilizadas para fabricar sacudidores; posteriormente su
piel, muy suave, resistente y elegante utilizada en la confeccién de articulos de
lujo; y recientemente su carne, apreciada por su sabor y propiedades
nutricionales ya que es carne roja baja en calorias, grasa, colesterol y sodio. En
sus paises de origen el huevo de avestruz es consumido, uno solo equivale a 12
huevos de gallina; ademas, son apreciados por su textura porcelanosa, tamano
y belleza para desarrollar artesanias. Las pestarias se utilizan para fabricar
brochas finas, y el pico y las ufias se emplean en joyeria. ®

Los avestruces presentan dimorfismo sexual al alcanzar los 14 meses de
edad. ® El plumaje del tronco es negro brillante en los machos, mientras las

plumas de las alas y la cola son blancas. Las hembras son mas pequerias y su
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colorido es predominantemente parduzco. El color de las partes desnudas, es en
general rojo carne o rosado en los machos y gris parduzco en las hembras, y
varia segun las subespecies (Figura 3). 7

Las subespecies que existen se conocen como: cuello rojo cuello azul y
negra africana (Cuadro 3), siendo la de cuello rojo pocc utilizada en
explotaciones comerciales debido a su temperamento agresivc y a un menor

volumen de carne y piel respecto de las otras dos subespecies. & 7

Tabla 3, Ubicacion geografica y subespecies del avestruz.

Subespecie Localizacion Conocida como:

S. c. camelus En vias de extincion; al noreste de
Etiopia, en el Sudan, y uno que otro
espécimen en Senegal.

S. c. massajcus En Kenya y Tanzania. Cuello rojo

S. c. molybdophanes En Africa tropical del Este (Somalia, Cuello azul
Etiopia y Kenya).

S. ¢. australis En Namibia, Botswana, Sudafrica y Cuello azul
Sur de Australia.

S. ¢. syriacus Extinta; habitaba en Siria y Arabia. Cuello rojo
S. ¢. domesticus Hibrido de las subespecies Negra africana

nor-africana, de Siria y Sudafricana.
Técnicamente es una raza.

En la actualidad, cada avestruz que ha alcanzado |la madurez sexual, es
decir, alrededor de los 3-3% afios de edad, ya sea macho o hembra, esta
cotizado para s i venta er $16,000; a los 12 meses de edad su valor es de

$5,000. ? De tal forma que mientras mas jovenes sean, su costo se reduce. Sin
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embargo, la determinacién sexual es indispensable para su venta. Para ello se
requiere émplear técnicas de sexado en etapas previas a los 14 meses de edad,
que es cuando no hay diferencia morfolégica visible entre macho y hembra.

Por lo general, los avestruces son sexados desde los cuatro dias de
nacidos examinando los érganos sexuales por palpacién. ® Método que pretende
sustituirse con una técnica mas confiable.

Recientemente se han retomado investigaciones a nivel cromosémico en
el grupo de las ratites con el fin de establecer una tecnologia molecular que
permita diferenciar los sexos y reemplazar con ella las técnicas convencionales

de sexado que provocan estrés en las aves.

A) Hembra B) Macho

C) Polluelos

Struthio camelus

Figura 3. Familia Struthionidae: A) Hembra, B) macho, y C) polluelos
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METODOS DE SEXADO

La inhabilidad de los investigadores para determinar con seguridad el
sexo de I;':ls aves ha sido uno de los principales problemas que han hecho nulos
los esfuerzos para reproducirlas en cautiverio. La ausencia de dimorfismo
sexual, aunado a la tendencia de las aves en cautiverio a desarrollar un patrén
de comportamiento sexual anormal imitando al sexo opuesto, ha llevado a los

avicultores a desarrollar métodos para el sexado. °

1. Cirugia.

Dentro de los métodos quirtrgicos se encuentra la laparotomia y la
laparoscopia. En ambos casos se examinan directamente las gonadas. Para
esto se requiere anestesiar localmente al ave y realizar una incisiéon en la region
lateral izquierda del abdomen entre las dos (ltimas costillas. En la laparotomia la
incision es lo suficientemente grande para permitir la insercion de una sonda de
metal que se usa para desplazar el tracto digestivo y permitir la observacion de
las génadas. Estas, son adyacentes a la espina dorsal y se encuentran justo
debajo de la caja toracica. En la laparoscopia se utiliza un cable de fibra 6ptica,
el cual es insertado para la inspeccion de las génadas. Para ello sbélo se requiere
de una pequefia puncién abdominal. Este método resulta ser exacto y
economico. Ambas técnicas pueden realizarse en pocos minutos cuando se
tiene experiencia en ello. 3 1%

Sin embargo, estos métodos no dejan de carecer de riesgo. Por ejemplo,

la aplicacion de la anestesia en las aves es complicada, ya que la diferencia
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entre la dosis que las adormece y la que puede causarles la muerte es muy
pequena; en aves juveniles, las gdnadas sufren regresion para disminuir su
peso, y por consecuencia son dificiles de identificar; en las aves pequefias que
soOlo pesan unos pocos gramos, la dificultad es mayor debido a la escala de !a
cirugia, sobre todo en el caso de los polluelos; otro posible efecto de las cirugias
es la presencia de una gran hinchazén en el punto de la incisién, causada por la

ruptura de sacos aéreos. > '

2. Cloacal.

Basicamente el sexado cloacal consiste en la examinaciéon de los érganos
sexuales por palpacion. La ausencia de pene y engrosamiento de la pared
cloacal indica que se trata de una hembra, mientras que en el macho e! pene se
aprecia como un érgano de forma cénica, de apariencia hinchada y de color rojo.
El clitoris de la hembra es mas pequefio y lateralmente comprimido. Es un
organo rosado, no hinchado y sin vasos sanguineos visibles. Por otro lado, se
puede observar el paso de la orina 0 cuando defecan, ya que el pene del macho
emerge al realizar estas actividades. °

Este procedimiento suele emplearse para el sexado de algunas aves, sin
embargo, no siempre resulta confiable y ademas causa un gran estrés en las

mismas.
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3. Citologico.

El cariotipo de las aves resulta muy complejo, pues a diferencia de otros
grupos éle vertebrados superiores, consta de un numero de cromosomas muy
elevado: el rango varia de 52 a 94 cromosomras, aunque el 77% se encuentra en
el rango de 76 a 84 cromosomas. °

La mayoria de los cariotipos de aves estan constituidos por dos clases de
cromosomas que de acuerdo a su tamafo se les ha denominado
macrocromosomas y microcromosomas. % 1°

Los macrocromosomas poseen una morfologia semejante ;a la de
mamiferos, y generalmente en un cariotipo de aves sélo se consideran dentro de
este grupo de seis a ocho pares. Con respecto a los migrocromosomas, es dificil
precisar la talla minima para esta denominacién. ® '°

El mecanismo de identificacion del sexo en aves es opuesto al
encontrado en mamiferos, es decir, el macho es homogamético ZZ y la hembra
es heterogameética ZW. ElI cromosoma sexual Z corresponde a un
macrocromosoma, y €l W a un microcromosoma. % 12

Los cromosomas mitdticos son de gran' utilidad ya que contienen un juego
completo del material genético de una célula. Para visualizar un cariotipo se
puede extraer la pulpa del tejido folicular de una pluma en crecimiento, después
se trata con colchicina, se afiade una solucién hipoténica que rompe cada una
de las células, Igs sromosomas de un solo nucleo (en metafase) se colocan y se
fijan a la superfic'e de una laminilla y se tifie con algtn colorante para conferir a

Y

los cromosomas un patron de bandas C, G o Q, en este ultimo patrén se utiliza
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un colorante fluorescente llamado quinacrina que confiere a los cromosomas un
aspecto de bandas cruzadas. Las bandas Q mas brillantes tipicamente
contienen secuer‘i’cias de DNA repetitivas ricas en A-T, y menor contenido de
genes que codifican proteinas. 9 1% 13

Sin embargo, solamente un 2% de las 9,000 especies de aves ha sido

cariotipado debido a lo complicado, prolongado y costoso que resulta este

proceso. °

4. Molecular.

Recientemente, la tecnologia ha permitido el desarrollo de métodos mas
confiables, rapidos, relativamente econdmicos, y sobre todo que no implican
ningun riesgo en las aves. Unicamente se requiere una pequefa muestra de
sangre e ingluso una pluma del ave de interés, por lo que el estrés causado es
minimo. A partir de esto se realiza el aislamiento de DNA y se efectian unas
pruebas con marcadores moleculares ligados a los cromosomas sexuales.

Los marcadores genéticos son simplemente caracteres heredables con
multiples estados de cada caracter. Tipicamente, en organismos diploides, cada
individuo puede tener uno o dos estados (alelos) diferentes por caracter (locus).
Todos los marcadores genéticos reflejan diferencias en las secuencias de
DNA. ™

Existen varios tipos .de marcadores asi como métodos para su
identificacion. Entre las principales técnicas para generar marcadores genéticos

se encuentran los RFLP’s, los microsatélites, los RAPD’s y los AFLP’s, 4.1
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En el caso de las aves, el uso de marcadores moleculares ha resultado
ser una solucién efectiva para diagnosticar el sexo. Como ya se menciond, en
este grupo el macho es homogamético ZZ y la hembra es heterogamética ZW.
Por lo tanto, el cromosoma W es Unico para un sexo, por lo que su presencia o
ausencia en una muestra de DNA genémico es indicativa del sexo. 12

Se sabe que el cromosoma W contiene pocos genes ya que es rico en
heterocromatina constitutiva, la cual corresponde a DNA permanentemente
silencioso y sélo se encuentra en alta densidad en el centrbmero de los
microcromosomas y en uno de los extremos del cromosoma Z, al menos en
Gallus domesticus. La region heterocromatica del cromosoma W consiste
principalmente en DNA satélite repetitivo de replicacion tardia, la cual ha sido
clonada y caracterizada en pocas especies. Generalmente, uno 0 unos pocos
tipos de este DNA satelite prevalecen dentro de cada una de las especies y las
repeticiones parecen estar pobremente conservadas entre las mismas. De los
pocos genes encontrados en el cromosoma W se ha encontrado una copia en el
cromosoma Z; sin embargo, no son pseudoautosomales, es decir, estan
presentes en partes no recombinantes de los dos tipos de cromosomas sexuales

y muestran un alto grado de similitud en su secuencia.
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4.1. Sexado molecular mediante la amplificacion y digestion del marcador

molecular CHD.

Inicialmente, un grupo de investigadores identificO6 un gen altamente
conservado en Gallus domesticus, el cual parecia estar ligado al cromosoma W
en todas las aves, con la posible excepcion de las aves ratites. Posteriormente,
descubrieron que existia un segundo gen bastante conservado en otra parte del
genoma. Utilizaron unos oligonucieétidos para ampliﬁcar una regidn de ambos
genes en Cyanopsitta :_spixii, y encontraron que el gen ligado al cromosoma W
tenia un sitio de restriccién reconocido por la enzima Ddel, mientras que el otro
gen carecia del mismo. Por lo tanto, en las hembras se generaron dos
fragmentos como producto de la digestidn, mientras que en los machos
permanecio6 el fragmento sin digerir. 17

En base a los estudios realizados con Cyanopsitta spixii descubrieron un
gen Iigado al cromosoma W en la especie Parus major. Este gen es llamado
CHD-W (chromodomain-helicase-DNA-binding protein W-linked). Ademas, se
encontré un segundo gen, el CHD-NW, del cual confirmaron después su
localizacion en el cromosoma Z. Ambos genes estAdn muy conservados; sin
embargo, existe una diferencia entre ellos que permite diferenciar los sexos.
Como se habia mencionado, el fragmento del CHD-W posee un sitio de
restriccion reconocido por Ddel, mientras que el CHD-NW tiene un sitio de
restriccion reconocido por Haelll, 18.18

Los genes CHD codifican proteinas CHD que son miembros de la familia

de cromodominio. Estas proteinas estan involucradas en la transcripcion,
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degradacion de DNA y estructura de la cromatina. La familia CHD consiste en
proteinas que comparten 3 secuencias caracteristicas: un cromodominio, una
ATPasa/helicasa y un segmento de uniéon al DNA. Las proteinas CHD estan
conservadas de levaduras a plantas a mamiferos. Hay dos Subfamilias de
proteinas CHD: CHD1 y CHD3/4. Los CHD de las aves, ligados al cromosoma W
y al Z pertenecen a la subfamilia CHD1. Estudios en levaduras revelaron que el
Chd1p es un factor de reconstruccion del nucleosoma, y que puede compartir
funciones traslapadas con el complejo SWI-SNF para regular la transcripcion.

20, 21

Un estudio previo demostré que la digestion del gen CHD con la enzima

Ddel permite determinar el sexo de varias especies del género Ara. > 23

4.2, Sexado molecular mediante la amplificacion del marcador molecular

CHD con intréon.

Por otro lado, encontraron regiones muy conservadas de ambos genes
que incluyen dos exones contiguos separados por un intrén, el cual usualmente
difiere en tamafo entre los genes CHD. De esta forma, por medio de una
reaccion de PCR con oligonucleétidos que flanquean dicha regién y analizando
en un gel de agarosa, en los machos se observa una sola banda que
corresponde al CHD-Z, en tanto que en las hembras hay una segunda banda
exclusiva del CHD-W. Por medio de esta técnica, 27 especies de 10 Ordenes

diferentes fueron sexadas, entre ellos pueden citarse los Ordenes Psittaciformes
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y Galliformes. Por lo tanto, este procedimiento resulta mas sencillo e igual de

eficaz que el anterior. %
4.3. Sexado molecular de la Familia Cracidae.

Un estudio reciente establece que los procedimientos universales para el
sexado molecular de aves " %4, no funcionaron satisfactoriamente para el pavén,
Oreophasis derbianus, un cracido en peligro de extincién; sin embargo. con
algunas modificaciones del primero, se estandarizé la tégnica. Se amplifico de
igual forma una regién de los genes CHD, pero se encontré6 que el CHD-W
carece del sitio de restriccion reconocido por la enzima Ddel, por lo que se hizo
un mapa de restriccion de los marcadores moleculares CHD del pavén y se
encontro otro sitio de restriccion exclusivo del CHD-W. Este nuevo sitio es para
la enzima NJalll, cuya digestion genera dos productos, permitiendo asi la
identificacion del sexo. % Asi pues, es posible que esta modificacién

determinada en el pavén, se presente a nivel de familia.
4.4, Sexado molecular de la Familia Struthionidae.

Al parecer, los procedimientos moleculares descritos permiten el sexado
de todas las aves no ratites. Esto se determind debido a que en muestras de
avestruces se revelaron patrones de bandas idénticos en machos y hembras.

Por lo tanto, se estableci6 que los avestruces carecen del gen CHD-W. *°
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A diferencia de las hembras de las aves carinadas, en las cuales los
cromosomas sexuales son heteromorficos, en las ratites son homomérficos, es
decir, tienen cromosomas sexuales indiferenciados morfolégicamente, a
excepcion de las especies Rhea americana %’ y Pterocnemia pennata. %

El cromosoma W de las ratites carece completamente de heterocromatina
constitutiva. Se cree que el primer paso del proceso de diferenciacion
morfolégica de los cromosomas sexuales de las aves, fue un cambio estructural
en el cromosoma W, probablemente la pérdida de material genético, y no asi la
heterocromatizacion. Poéiblemente, este proceso fue el que dio lugar a los
cromosomas heteromérficos, caracteristicos de las aves carinadas. 2°

Los cromosomas sexuales Z y W de las ratites han divergido muy poco, y
por lo tanto, pocos marcadores ligados al sexo son disponibies. 3°

Un grupo de investigadores confirmé que los cromosomas sexuales de las
ratites son hom(f:logos en gran parte. Ademas, mencionan que en la regién
centromeérica del cromosoma W puede localizarse un gen o genes determinantes
del sexo. °

Sin embargo, se realizé un estudio en el avestruz, en donde por medio de
AFLP’s se aisléron marcadores ligados al sexo, y se disefnaron oligonucledétidos
eSpecifiéos para la amplificacidn de marcadores del cromosoma W, con lo cual

se ha logrado diferenciar a ambos sexos. *!
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OBJETIVOS GENERALES

Establecer una tecnologia molecular para el sexado de aves sujetas a
proteccion especial, amenazadas o en peligro de extincidn de las Familias
Psittacidae y Cracidae; dentro de esta ultima, determinar si las diferencias
encontradas en el gen CHD ligado al sexo en Oreophasis derbianus estan
conservadas en dtras especies de esta familia; por Gltimo, establecer una
tecnologia molecular para el sexado del avestruz, Struthio camelus, Gnico

integrante de !a familia Struthionidae, cuya importancia econdmica es relevante.
OBJETIVOS PARTICULARES

1. Aislar DNA gendmico de integrantes de las Familias Psittacidae, Cracidae y
Struthionidaef:

1.1. Obtener muestras de sangre periférica y/o plumas de ambos
sexos.

1.2. Aislar DNA genémico a partir de sangre periférica.

1.3. Aiélar DNA genbmico a partir de pluma.

2. Amplificar por PCR marcadores moleculares ligados a los cromosomas
sexuales en integrantes de las Familias Psittacidae, Cracidae vy
Struthionidae.

3. Clonar y secuenciar los marcadores moleculares CHD con intron de

integrantes de la Familia Cracidae.
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1.

HIPOTESIS

Es posible el distinguir los sexos de especies de las Familias Psittacidae,
Cracidae y Struthionidae mediante el uso de marcadores moleculares ligados

al cromosoma sexual W, el cual es un cromosoma exclusivo de las hembras.

Oreophasis derbianus, especie perteneciente a la Familia Cracidae, presenta
un sitio de restriccion para la enzima Nl/alll en su gen CHD ligado al
cromosoma W, el cual es utilizado para el sexado de esta especie. Es posible
que otras especies pertenecientes a esta Familia, como lo son Crax rubra,
Ortalis vetula, Penelope purpurascens y Penelopina nigra, también presenten

este mismo sitio de restriccién y puedan ser sexadas molecularmente.
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MATERIAL Y EQUIPO

Camara de Electroforesis OWL Separation System Inc.
Campana de Flujo Laminar VECO S.Ade C.V.
Incubadora ORBIMIX 1010 BINKMANN, INCUBATOR.
Microcentrifuga 5415 C Eppendorf®

Termociclador PTC-100™, MJ Research, Inc.
Termo-mixer R Eppendorf 1.5 mi

Transiluminador FBTIV-88 Fischer Scientific

Muestras Bioldgicas:

Las muestras de sangré y/o plumas de los integrantes de la Familia
Psittacidae y Cracidae fueron proporcionadas por el Parque Zoolégico La
Pastora, en Guadalupe, Nuevo Ledn. El Zooldgico Regional Miguel Alvarez del
Toro, en Tuxtla Gutiérrez, Chiapas, contribuyd con muestras de hembras del
cracido Penelope purpurascens. Laé muestras de sangre y plumas
correspondientes' a la Familia Struthionidae se obtuvieron en el Centro de
Produccibn Agricola de la Facultad de Ciencias Forestales, de la Universidad
Auténoma de- Nuevo Ledn. Las Familias a las cuales pertenecen estas aves se

encuentran en la Tabla 4.
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Tabla 4. Especies de aves analizadas en este estudio.

FAMILIA PSITTACIDAE FAMILIA CRACIDAE FAMILIA STRUTHIONIDAE
Amazona autumnalis Crax rubra Struthio camelus
Amazona oratnx Penelope purpurascens
Ara macao Penelopina nigra
Ara militanis Ortalis vetula

Aratinga canicularis
Aratinga holochlora
Cyanoliceus patagonius
Rhynchopsitta pachyrhyncha

Las cepas bacterianas que se utilizaron corresponden a céiulas Ca'*

competentes de Escherichia coli JM109 y células electrocompetentes de

Eschenichia coli.

Tabla 5. Endonucleasas de restriccion utilizadas en el estudio.

ENZIMA  SITIO DE RECONQOCIMIENTO

Ddel 5 CYTNAG 3’

3 GANT,L.C 3
Haelll 5 GGYCC 3

3'CC.GG 5
Nialll 5 CATGY 3’

3 .GTAC 5
Notl 5 GCYGGCC GC 3

3 CG CCGG,LCGH

Pvull 5 CAGYCTG 3
3' GTC.GAC 5’
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METODOLOGIA

1. Aislamiento de DNA genémico de integrantes de las Familias
Psittacidae, Cracidae y Struthionidae.

El primer paso en el aislamiento de DNA consiste en la utilizacion de un
medio de extraccidon que contiene un detergente, el cual sirve para
desnaturalizar proteinas y lisar los nucleos para liberar el DNA. Después es
necesario separar los acidos nucléicos de contaminantes, como RNA vy

proteinas.

1.1. Obtenciéon de muestras de sangre periférica y/o de pluma de
ambos sexos.

Las muestras de sangre fueron tomadas de la vena braquial y
almacenadas con anticoagulante. Se inmovilizé el ave y se extendié una
de las alas visualizando la zona interna, para lo cual fue necesario
arrancar algunas plumas para facilitar el acceso. Se hicieren punciones
con lanceta recogiendo la muestra en capilares con heparina, e incluso
con jeringé almacenando en tubos con EDTA. En el caso de las plumas,
sé procurd que fueran de nuevo crecimiento, ya que la elevada irrigacidon
hace factible el aislamiento de DNA, *? sin embargo, éste se obtuvo aln

de plumas viejas.
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1.2. Aislamiento de DNA genémit_:o a partir de sangre periférica.

Esto se realizé por el método descrito por Bermudez-Humaran,
L.G., et al. & con algunas modificaciones.

Se colocaron 25 pl de sangre en un tubo de microcentrifuga, se
resuspendieron en 500 pl de bﬁffer TSNT (TRITON 100X 2%, SDS 1%,
NaCl 100 mM, Tris-HCI 10 mM pH 8.0). Se adicionaron 65 ul de SDS al
10% y 10 pl de proteinasa K (10 mg/ml), se mezclé con voértex para
homogenizar los reactivos y permitir su accién conjunta. Se incubd
durante 2 horas a 55 °C y 300 rpm. Se realizaron tres extracciones: una
con fenol, otra 06n fenol/cloroformo, y una ultima con cloroformo. Cada
una de ellas se agité con vortex y se centrifugd durante 2 minutos a
14,000 rpm para la separacion de fases. Al recuperar la fase acuosa de la
ultima de las extracciones ée precipito el DNA con dos volimenes de
etanol al 100% y 1/10 de la solucién |l (Acetato de Sodio 3M, pH 5.2). Se
centrifugd 5 minutos a 14,000 rpm, se descartd el sobrenadante, se lavd
la pastilla con 1 ml de etanol al 70 % y se secd. El DNA fue resuspendido
en 200 pl de buffer TE1X (Tris-HC! 10 mM, EDTA 1 mM, pH 8.0) o agua

esté ril.

1.3. Aislamiento de DNA genémico a partir de pluma.
Modificado de Taberlet, P. 33
Se realizé un corte transversal a 5 mm de la base del calamo de la

pluma, se colocé en un portaobjetos en donde se triturd con una hoja de
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bisturi. Se colocé en un tubo de microcentrifuga y se agregaron 500 pl de
buffer TSNT y 10 pl de proteinasa K, se mezcldé con vértex y se incubd
durante 12 horas a 55 °C y 500 rpm. Se realizaron tres extracciones: una
con fenol, otra con fenol/cloroformo, y una ultima con cloroformo. Cada
una de ellas se agité con vortex y se centrifugd durante 2 minutos a
14,000 rpm para la separacién de fases. Al recuperar la fase acuosa de la
ultima de las extracciones se precipitd el DNA con dos volimenes de
etanol al 100% y 1/10 de la solucién lll. Se centrifugd 5 minutos a 14,000
rpm, se descartd el sobrenadante, se lavé la pastilla con 1 ml de etanol al
70 % y se seco. £l DNA fue resuspendido en 20 ul de buffer TE1X o agua

estéril.

2. Amplificacion por PCR de marcadores moleculares ligados a los

cromosomas sexuales en integrantes de las Familias Psittacidae,

Cracidae y Struthionidae.

La reaccidén en cadena de la polimerasa permite amplificar un fragmento

de DNA especifico y generar miles de millones de copias del mismo. El DNA se

mezcla con los cuatro dNTP's, la DNA polimerasa, y los oligonucleétidos

complementarios de las secuencias de DNA en los extremos 3’ de la region de

interés. Los oligonucleétidos sirven como iniciadores donde se van agregando

los dNTP's durante los pasos de duplicacibn que consisten en una

desnaturalizacion de las moléculas de DNA, hibridacién de los oligonucleétidos y

extension por la adicién de nucleétidos.
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2.1. Amplificacién de los marcadores moleculares CHD-W y CHD-Z
en integrantes de las Familias Psittacidae y Cracidae.

Las amplificaciones se ilevaron a cabo en un volumen de 25 pl,
conteniendo 200-300 ng de DNA genémico de cada especie,- 250 uM de
cada dNTP, 100 ng de cada oligonucleétido: BSexP3 (5-AGATATTCTG
GATCTGATAG TGA-3") y BSexP2 (5'-CTCTGCATCG CTAAATCCTTT-3")
"7, 5 U de Taa DNA Polimerasa, 10 mM de Tris-HCI, 1.5 mM MgCl: y 50

mM KCI pH 8.3. E! programa del termociclador que se utilizd es el

siguiente:
PASO TEMPERATURA TIEMPO EVENTO
1 94° 4 minutos Desnaturalizaciéon
prolongada
2 94° 1 minuto Desnaturalizacion
3 49° 1 minuto Alineamiento
4 72° 3 minutos Extension
5 34 ciclos al paso 2
6 72° 7 minutcs Extension
prolongada

Los productos de PCR se analizaron por electroforesis en agarosa

al 2%. Posteriorr ente fueron digeridos con enzirras de restriccion.

2.1,1. Electroforesis en gel de agarosa.

En esta técnica se utiliza como soporte un ge de agarosa
que es s_u"nergido en una solucidn amartiguadora (buffer TAE 1X),
los fragmentos de DNA son cargados en pozos gue se encuentran

en uno do los extremos del gel y migran a través de éste por
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aplicacién de corriente eléctrica. El DNA tiene carga negativa, por
lo que migra hacia el anodo. El tamizado de los fragmentos
depende de la concentracion de agarosa.

Se preparé un gel de agarosa al 2% en una solucion
amortiguadora, TAE 1X (Tris-Acetato 0.04 mM; EDTA 0.001 M). El
gel polimerizado se depositd en una camara 'de electroforesis
horizontal y se cubrié con el mismo buffer. Después se mezclaron
10 pl de cada producto de PCR con 2 pl de jugo azul 6X (Azul de
Bromofenol 0.25%, Xilencianol 0.25% vy Glicerol 30%) y se
depositaron en los carriles del gel. Para determinar el tamafio del
producto de PCR se utilizaron marcadores de peso molecular
como 100 pb, 50 pb 6 25 pb (100 ng/ul). Al término de la
electroforesis el gel fue tefido por 10 minutos en una solucién de
bromuro de etidio (2 pg/ul), el cual se intercala entre las bases de
los acidos nucléicos, por lo que las bandas de DNA presentes son

fluorescentes al exponerse en un transiluminador de luz UV.

2.1.2. Digestién con enzimas de restriccion.

Estas enzimas reconocen secuencias especificas en el DNA
de doble cadena, y después catalizan la ruptura de éste en puntos
precisos, dando como resultado fragmentos de DNA que posee'n

extremos definidos.
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Los productos de PCR fueron digeridos con la enzima de
restriccion Ddel y/o Nialll, asi como Haelll. Cada reaccion se llevd
a cabo en un volumen de 20 pl, conteniendo 17 ul del producto de
PCR, 2 ul de buffer de reaccién y 5 U de la enzima. La digestién
con Ddel se incubd a 37° durante 1 hora, mientras que con Nialll y
Haelll se incubd de 12 a 16 horas. Posteriormente esto se analizé

en un gel de poliacrilamida al 10%.

2.1.3. Electroforesis en gel de poliacrilamida al 10%.

El fundamento es el mismo de la electroforesis en gel de
agarosa, la diferencia es que los geles de poliacrilamida tienen una
mayor resolucién, siendo posible la separacion de moléculas
pequefias de DNA de unos pocos cientos de nucledtidos 0 menos,
e incluso cuando la longitud difiere sélo en una base.

La solucién fue preparada a una concentracién del 10%
para un volumen de 10 ml, conteniendo 2.5 ml de acrilamida al
40%, 5 ml de agua bidestilada estéril, 2 ml de buffer TBE 5X estéril
(27 gr Tris-Base, 13.75 gr Acido Bérico, 10 ml EDTA 0.5 M, pH 8.0
aforado a 500 ml con agua bidestilada estéril), 115 pl de PSA al
10% cuya funcién es iniciar la polimerizacion, y 12 pl de TEMED,
usado como catalizador para la polimerizacion. Las camaras dé

electroforesis utilizadas son verticales y el buffer de corrida es

TBE 1X.
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2.2. Amplificacion de los marcadores moleculares CHD-W y CHD-Z
con intrédn en integrantes de las Familias Psittacidae y
Cracidae.

Las condiciones para esta reaccion fueron las mismas que en el
caso anterior, a excepcion de los oligonucleétidos, que fueron: BSexP8
(5'-CTCCCAAGGA TGAGRAAYTG-3’), donde R=A/G, Y=T/C vy
N=A/T/G/C %*; y BSexP2. El programa del termociclador fue el mismo. Los

productos de PCR se analizaron por electroforesis en agarosa al 2.5%.

2.2.1. Electroforesis eﬁ gel de poliacrilamida al 8%.

Este se utilizé para analizar los productos de PCR de los
cracidos.

La soluciéon fue preparada para un volumen de 60 ml,
conteniendo 12 ml de acrilamida al 40%, 35 ml de agua bidestilada
estéril, 12 ml de buffer TBE 5X estéril, 600 ul de PSA al 10% y 45

pl de TEMED.

2.3. Amplificacion de marcadores moleculares ligados al
cromosoma W especificos para la Familia Struthionidae.
Las amplificaciones se llevaron a cabo en un volumen de 25 l,
conteniendo 200-300 ng de DNA gendmico de la especie en cuestion, 25'0
puM de cada ANTP, 100 ng de cada oligonucledtido (OPERON): ScW1F

(5-AATTCAGGAC CTTGGTGAA-3), ScW1R  (5’ACAAGATGTT
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TTGGAAAGAA GAG-3') y ScW2F (5'CAATAAACAA CATGTGAAAG
AACA-3), ScCW2ZR (5’ACATGAGGAC AATGTGTAAG GA -3'); ademas de
los usados como control positivo: P8 y P18 (5-GAGATGGAGT
CACTATCAGA TCC-3) *', 5§ U de Tag DNA Polimerasa, 10 mM de Tris-
HCI, 1.5 mM MgCl; y 50 mM KCI pH 8.3. El programa del termociclador

fue como sigue:

PASO TEMPERATURA TIEMPO EVENTO

1 94° 4 minutos Desnaturalizaciéon
prolongada

2 94° 1 minuto Desnaturalizacién

3 47° 1 minuto Alineamiento

4 72° 2 minutos Extensiéon

5 28 ciclos al paso 2

6 72° 7 minutos Extension
prolongada

Los productos de PCR se analizaron por electroforesis en agarosa al

2.5%.

3. Clonacion y secuenciacion de los marcadores moleculares CHD con
intrén de integrantes de la Familia Cracidae.
La técnica de clonacion del DNA permite producir grandes cantidades de
un segmento de DNA especifico.
Esto se realiz6 con muestras de una pareja de Crax rubra, y una hembra

de la especie Penelope purpurascens.
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3.1. Ligacion de los marcadores moleculares CHD con intréon al
vector.

El segmento de DNA que desea clonarse primero debe ser unido a
un vector, el cual permite transportar DNA extrano a una célula huésped
como la bacteria Escherichia coli.

En este estudio se utilizaron tres vectores para clonacién: los
plasmidos pGEM®-T, pBluescript I SK y pCR®2.1-TOPO® (Figura 4).
Estos vectores poseen un gen que confiere resistencia a la ampicilina, asi
como el gen de la B-galactosidasa (lacZ) de Escherichia coli. El lacZ tiene
una serie de sitios de restriccién Gnicos incluidos en él, de tal forma que el
plasmido sélo puede ser cortado dentro del mismo. La eficiencia de la
ligacion es debido a la presencia de T en los extremos 3' de los vectores
abiertos, los cuales son complementarios con la desoxiadenosina que
adiciona la Taqg DNA polimerasa al extremo 3’ del fragmento amplificado.

La ligacién se llevd a cabo en un volumen de 6 a 10 pl
Conteniende en <l caso del macho 5 pl de buffer ligasa 2X, | pl del vector
pGEM®-T, 2 pl del producto de PCR del CHD con intrén, 1 U de T4 DNA
ligasa y 1 ul de agua bidestilada estéril. En ei caso de las hembras se
utilizé 1 pl de buffer ligasa 10X, 1 ul del vector pBluescript 1l SK, 1 pl del
producto de PCR, 1 U de T4 DNA ligasa y 6 ul de agua bidestilada estéril.
También se empled el vector pCR®2.1-TOPOP®, del cual se utiliz6 1 pl, asi
como 3 pl del producto de PCR de las hembras, 1 pl de buffer y 1 pl de

agua bidestilada estéril. En el caso de los vectores pGEM®-T y
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pBluescript Il SK, la reacciér se incubd a 4° C durante 12 horas. La
reaccion del vector pCR®2.1-TOPO® solo se incubé 5 minutos a

temperatura ambiente.

A) Mapa del Vector pGEM®-T Easy Vector

B) Mapa del Vector pBluescript Il SK C) Mapa del vector pCR®2.1-TOPO®

Figura 4. Mapa circular de los vectores. A) _pGEMO-T. B) pBluescript I SK, y
C) pCR®2.1,TOPO®.



3.2. Transformaciéon de  bacterias con los plasmidos
recombinantes.

Este procedimiento consiste en mezclar las células Ca**
competentes o electrocompetentes de Escherichia coli con el producto de
la ligacidén, en donde se espera que el fragmento de interés esté unido al
vector. Enseguida se les somete a un ligero choque térmico que las
estimula a captar el DNA de su medio y se les permite que se recuperen.
Después se siembran en placas de agar que contienen el substrato
artificial cromogénico de p-galactosidasa denominado X-GAL, cuya
hidrélisis produce un color azul. Sin embargo, si el vector posee el
fragmento de interés, el lacZ se ve interrumpido, por lo que las colonias
de bacterias son incapaces de descomponer el X-GAL y aparecen
blancas en el agar. De esta forma se seleccionan facilmente las colonias
que poseen el vector con el fragmento de interés. Después se inocula
medio nutritivo con las cepas de interés para finalmente aislar el DNA
plasmidico y secuenciar.

Se transformo la cepa de células Ca*™ competentes de Escherichia
coli JM109 con los vectores pGEM®-T (macho) y pBluescript Il SK
(hembras), asi como células electrocompetentes de Escherichia coli
(hembras) con el vector TOPO, en reacciones separadas. Se tomaron 50
ul de la cepa JM109 y se mezclaron con 3-5 ul de ligacidon con el vector
respectivo; pa.ra transformar las células electrocompetentes sélo se

utilizaron 2 pl de ligacién con el vector pCR®2.1-TOPQ®. Esto se incubé
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en hielo durante 20 minutos y se aplicé un choque térmico a 42° C
durante 1 minuto, se incubé de nuevo en hielo por 2 minutos y se
anadieron 950 pl de medio SOC (2 gr Peptona, 0.5 gr Extracto de
levadura, 1 ml NaCl 1 M, 0.25 mI KCl 1 M, 1 ml MgCI** 2 M, 1 ml Glucosa
2 M aforado a 100 ml y esterilizado), a excepcion de las células
electrocompetentes, en donde sélo se agregaron 250 pl. Posteriormente
se incubd 2 horas a 37° C y 200 rpm. Después se sembré por extension
en placas preparadas con medio LB-Agar ampicilina (100 ug/ml) donde se
anadieron 4 pl de IPTG (200 mg/ml) y 30 ul de X-GAL (20 mg/mi). Se dejé
crecer a 37° C durante 12 horas. Posteriormente, se seleccionaron varias
colonias, se inocularon 5 ml de medio LB-caldo-ampicilina (100 ug/ml) con

las cepas de interés. Se dejaron crecer a 37° C y 150 rpm durante 12

horas.

3.3. Aislamiento de DNA plasmidico.

Se tomaron 1.5 pl de la cepa de interés, se centrifug6 y la pastilla
obtenida se resuspendié en 150 pl de la solucién | (50 mM Glucosa, 10
mM EDTA pH 8.0, 25 mM Tris-HCI pH 8.0). Se agregaron 300 pl de la
soluciéon |l (NaOH 0.2 N, SDS 1%) y se mezcld por inversion. Después se
afiadieron 250 pl de la solucién il (Acetato de Potasio 5 M, Acido Acético
Glacial) y se mezclé con vértex. Se centrifugd 8 minutos a 14,000 rpm y
se recupero el sobrenadante. Se agregc’ﬁ un volumen de isopropanol y se

agitdé con voértex. Se centrifugd 7 minutos a 14,000 rpm y se descartd el

38



sobrenadante. Se lavo la pastilla con 800 pl de etanol al 70% y se dejo
secando. Después de ésto, la pastilla se resuspendié en 50 pl de buffer

TE1X con 1 pl de RNAsa (10 mg/ml), y se incubd a 55° C por 10 minutos.

3.4. Digestiéon de los plasmidos recombinantes.

Posteriormente, las clonas con el vector pGEM®-T se digirieron con
la enzima Notl para determinar cudles poseian el fragmento de interés.
Las reacciones se llevaron a cabo en un volumen de 20 pl, conteniendo
6 ul de DNA plasmidico, 2 ul de buffer, 11 pl de agua bidestilada estéril y
1 pl de la enzima respectiva. Las clonas con el vector pBluescript Il SK se
digirieron con la enzima Pvull para liberar el fragmento. Las reacciones
fueron también en un volumen de 20 pl, conteniendo 17 pul de DNA
plasmidico, 2 ul de buffer y 5 U de la enzima. Las clonas con el vector
pCR"°2.1-TOPO® se digirié con Notl para identificar por tamario las clonas
positivas, la reaccion se realizé de igual forma que en pGEM®-T. Todas
las mezclas se incubaron a 37° C por espacio de 1 hora. Ya identificadas
las clonas, se amplificd6 por PCR el gen CHD con los oligonucleétidos P3
y P2, se hicieron digestiones con las enzimas Nlalll y Haelll para

identificar si el inserto correspondia al CHD-W o al CHD-Z.
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3.5. Purificacion de DNA plasmidico.
Antes de secuenciar fue necesario obtener un DNA altamente

puro, lo cual se realizé de acuerdo al protocolo del High Pure Plasmid

Isolation Kit de Roche.

3.6. Secuenciacion de los marcadores moleculares CHD con intrén
de integrantes de la Familia Cracidae.
Los marcadores moleculares CHD-W y CHD-Z con intrén de una
pareja de Crax rubra, y una hembra de Penelope purpurascens fueron

secuenciados por medio de la técnica Sanger 6 técnica didesoxi. 3
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RESULTADOS

1. Aislamiento de DNA gendémico de integrantes de las Familias
Psittacidae, Cracidae y Struthionidae a partir de sangre y/o pluma.

El hecho de que los eritrocitos de las aves son nucleados y mas grandes
que los de los mamiferos permitié obtener sin dificultad una alta concentracién
de DNA, siendo el procedimiento de extraccién igual de efectivo tanto a partir de
sangre como de pluma. En la Figura 5 se muestra un gel de agarosa al 0.8%, en
donde se incluye sélo el DNA de algunas de las especies analizadas en este
estudio; sin embargo, todas ellas presentaron aproximadamente el mismo patrén

de concentracioén.

12, 216 pb 3

Figura 5. DNA gendmico de algunas especies de cracidos. El marcador de
peso mclecular (M) es 1 Kb, los carriles” 1-3 corresponden a Ortalis vetula, el
carril 4 a Penelopina nigra, y el carril 5 a Penelope purpurascens.
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2. Sexado de integrantes de las Familias Psittacidae, Cracidae vy
Struthionidae, por amplificacion de marcadores moleculares ligados a

los cromosomas sexuales.
2.1. Sexado de psitacidos por medio de PCR-RFLP’s.

Los oligonucleétidos P3 y P2 permitieron amplificar por PCR
ambos marcadores en las especies de psitdcidos previamente
mencionadas. Los productos de amplificacion se analizaron en geles de
agarosa al 2% y las digestiones en geles de poliacrilamida al 10%.

El producto de PCR de 110 pb (Figura 6) fue digerido ;:on la
enzima Ddel, y puesto que el sitio de restriccién reconocido por esta
enzima se encuentra sélo en el CHD-W, en las hembras se generaron
tres fragmentos, uno de ellos de 110 pb correspondiente al CHD-Z que
carece de este sitio por lo que permanece del mismo tamarno, y dos
fragmentos de la digestion del CHD-W, de 80 y 30 pb; en los machos el

fragmento de 110 pb de los CHD-Z conservé su tamafio (Figura 7).

110 pb

Figura 6. Amplificacién por PCR de los marcadores moleculares CHD de
tres especies de psitacidos. Los productos CHD se muestran como una banda
de 110 pb. El marcador de peso molecular (M) es 100 pb; los carrites 1, 3y §
muestran la amplificacién de los genes CHD-W y CHD-Z de las hembras, los
cuales son del mismo tamano; los carriles 2, 4 y 6 muestran la amplificacidén de
ambos alelos CHD-Z en los machos. Las especies analizadas son: Amazona
autumnalis, Aratinga holochlora y Ara militaris respectivamente.
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Figura 7. Digestiéon enzimatica con Ddel! de los marcadores moleculares
CHD de la especie Aratinga holochlora. Las muestras corresponden a una
pareja y su cria. El marcador de peso moelecular (M) es 25 pb, los carriles 1y 3
ccrresponden a hembras, y el carril 2 a un macho. El producto de digestion de 30
pb no se alcanza a percibir. '

2.2. Sexado de psitacidos por medio de la amplificaciéon de los
marcadores moleculares CHD con intrén.

Los oligonucledtidos P8 y P2 permitieron amplificar por PCR dos
exones contiguos separados por un intrén, el cual usualmente difiere en
tamarno entre los genes CHD.

| En este caso se obtuvieron dos productos de amplificacion en las
hembras, uro de ellos de aproximadamente 400 pb, y un.segundo
producto de alrededor de 380 pb, los cuales corresponden al CHD-W y

CHD-Z respectivamente. Er los machos, solamente se amplifico el

fragmenta del CHD-Z (Figura 8).
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1: 400 pb
380 pb

Figura 8. Identificacién del sexo de varias especies de psiticidos a través
de la amplificacion por PCR de los marcadores moleculares CHD con
intrén. Se utilizaron los oligonuclestidos P2 y P8, los cuales amplificaron una
banda .de 400 pb (CHD-W) y una banda de 380 pb (CHD-Z). El marcador de
peso molecular (M) es 50 pb. Carriles: 1 y 2, hembra y macho de Aratinga
canicularis, 3 y 4, hembra y macho de Cyanoliceus patagonius, y 5, hembra de
Rhynchopsitta pachyrhyncha.

Cabe mencionar que en un estudio previo las especies Ara macao
y A. militarias fueron sexadas por medio de la técnica de digestiéon con
Ddel. Asi pues, la técnica del intrén resulté igual de efectiva asi como

mas rapida y sencilla.

2.3. Sexado de cracidos por medio de la amplificacion de los
" marcadores moleculares CHD con intrén.

Con respecto a los cracidos, al igual que en Oreophasis derbianus,
la técn?ca no funcioné, por lo que no fue posible, al menos en las especies
analizadas, el sexado por medio de este procedimiento.

Se amplificaron los marcadores molecdlares CHD que incluyen el
intron, con los oligonucledtidos mencionados; sin embargo, al ser
analizados en un gel de poliacrilamida al 8% y utilizando como control

positivo amplificaciones del CHD con intron de hembras de psitacidos, se



obtuvo un solo producto de amplificacion de alrededor de 380 pb en

ambos sexos de las diferentes especies de cracidos (Figura 9).

=234 DB F

4— 400 pb
380 pb
00ph - S

Figura 9. Amplificacién por PCR de los marcadores moleculares CHD con
intrén de varias especies de cracidos. El marcador de peso molecular (M) es
100 pb. Carriles: 1, macho de Ortalis vetula, 2, macho de Penelopina nigra; 3,
hembra de Penelope purpurascens; 4 y 5, hembra y macho de Crax rubra; 6,
hembra de Rhynchopsitta pachyrhyncha; y 7, hembra de Amazona oralrix; estas
dos ultimas especies corresponden a psitacidos, las cuales se utilizaron como
control positivo,

2.4. Sexado de cracidos por medio de PCR-RFLP’s.

Con respecto a los cracidos, los fragmentos amplificados tuvieron
un tamano de 110 pb (Figura 10). Como se menciond anteriormente, un
estudio previo determiné que el sitio de restriccion reconocido por Ddel no
es conservado en el CHD-W de Oreophasis derbianus, un cracido en
peligro de extincién. Sin embargo, en dicho estudio se reporto otro sitio de
restriccion unico en el CHD-W que es reconacido por la enzima Nlalll, de
tal modo que se utilizd esta enzima con el objeto de determinar si esta

modificacion esta conservada en otros cracidos y permite el sexado de los

mismos.
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Figura 10. Amplificacién por PCR de los marcadores moieculares CHD de
varias especijes de cracidos. Los productos CHD se muestran como una banda
de 110 pb. El marcador de peso molecular (M) es 50 pb. Carriles: 1-3, machos
de Ortalis vefuyla; 4, macho de Pesnelopina nigra; 5 y 6, hembras de Penelope
purpurascens; y 7-9, dos hembras y un macho de Crax rubra.

Como resultado de la digestiéon de los productos de PCR con la
enzima Nlalll se generaron tres fragmentos en las hembras, el
correspondiente al CHD-Z de 110 pb sin digerir debido a que carece de
tal sitio, y dos correspondientes al CHD-W digerido, de 85 y 25 pb

(Figura 11).

25 pb

Figura 11. ldentificacidén del sexo de especies de cracidos por medio de
enzimas de restriccion. El producto de PCR de 110 nb se dgiri%; A) en el caso
de las hembras co~ Nialll (bandas de 85 y 25 pb}, y B) los machos con Haelll
{bandas de 65 y 4% pb). El marcador de peso mol<cular (M) es 50 pb.
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2.5. Sexado de la Familia Struthionidae por PCR multiple.

Como se menciond, los procedimientos anteriores no permiten
establecer una diferencia entre los cromosomas sexuales de las aves
ratites. Sin embargo, la identificacion de marcadores moleculares ligados
al cromosoma W en estas aves, permite el sexado de las mismas sin
mayor problema.

Se utilizaron dos marcadores moleculares amplificados por medio
de los oligonucleétidos ScW1F, ScW1R y ScW2F, ScW2R, siendo los
productos de 104 y 161 pb respectivamente. Para esto fue necesario
estandarizar la técnica de PCR por medio de un gradiente de temperatura
(Figura 12). Ademas, se utilizé como control positivo interno el gen CHD,
siendo amplificada una regién del mismo de airededor de 295 pb, por
medio de los oligonucleétidos P8 y P18 (Figura 13). Por lo tanto, al
analizar los productos de amplificacion en geles de agarosa al 2.5%,
obtenemos un patrén de tres bandas en las hembras, mientras que en los
machos se observa solo una. Esto es debido a que los marcadores son
especificos del cromosoma W, el cual es Gnico en las hembras, y el CHD

se encuentra en el cromosoma Z que es compartido por ambos sexos.
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Figura 12. Determinacion de la temperatura 6ptima de amplificacién para el
sexado de Struthio camelus. Las muestras corresponden a hembras. El

marcador de peso molecular (M) es 100 pb. En los carriles 1-5 se utiliz6 el -

marcador ScW1, en los carriles 6-10 se amplificé el marcador ScW2. Las
temperaturas son 47°, 49°, 51°, 53° y 55° respectivamente.

Figura 13. Ildentificacion del sexo de Struthio camelus por PCR miiltiple. El
marcador de peso molecular (M) es 100 pb. Carriles: 1-5, avestruces sexados
con los oligonucleétidos ScW1 (banda de 104 pb); y 6-10, con los
oligonuciedtidos ScW2 (161 pb). Se utilizd un control positivo interno que
amplifica el CHD con los oligonucledtidos P8 y P18 (295 pb). Se alternan
muestras de hembra y macho.
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3. Secuencias de los marcadores moleculares CHD con intron de

integrantes de la Familia Cracidae.

Los productos de amplificacién de los marcadores moleculares CHD-W y
CHD-Z con intrén, de alrededor de 380 pb de una pareja de Crax rubra, y una
hembra de Penelope purpurascens fueron clonados en Escherichia coli
utilizando los vectores pGEM®-T, pBluescript Il SK y pCR®2.1-TOPO®,

Esto se desarrollé con la finalidad de establecer una comparaciéon entre
las secuencias de los marcadores CHD-W y CHD-Z entre las diferentes especies
de cracidos mencionadas, asi como una comparacién con lo reportado en
Oreophasis derbianus.

Las transformantes positivas para los marcadores CHD fueron
identificadas por medio de la 'seleccion de colonias blancas y azules.
Posteriormente se aislé el DNA plasmidico y se digiri6 con enzimas de
restriccidn para identificar si el plasmido presentaba el marcador CHD.

El vector pGEM®-T fue digerido con Not/, enzima que flanquea el sitio de
clonacion y que libera un fragmento de 34 pb, por lo tanto, si el vector posee el
fragmento de aproximadamente 380 pb, se libera un fragmento de 414 pb. En la
Figura 14 se muestra la presencia del fragmento de interés en 5 de las
transformantes.

En el caso del vector pBluescript Il SK, el sitio de clonacién es flanqueado
por la enzima Pvull, cuya digestion genera un fragmento de 448 pb; por lo tanto,
la presencia de un fragmento de 828 pb nos indica que el vector posee el

marcador CHD (Figura 15).
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Por otro lado, el vector pCR®2.1-TOPO® se linearizé cortando con la
enzima Not/. El tamafio de este vector es de 3.9 kb, por lo que una banda de

4.28 kb sefala la presencia del fragmento de interés (Figura 16).

M 123456867

500 b‘—’ 414 pb
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Figura 14. Identificacion de las clonas recombinantes que poseen los
marcadores moleculares CHD. El DNA plasmidico (pGEM“-T) fue digerido con
la enzima Notl. Lcs carriles 1, 3, 4, 6 y 7 corresponden a las clonas con el
fragmento de interés. El marcador de peso molecular (M) es 1 kb.

M-12:3 45 6

Figura 15. Identificacion de las clonas recombinantes que poseen los
marcadores moleculares CHD. E! DNA plasmidico (pBluescript 1l SK) fue
digerido con la enzima Pvull. Los carriles 1 y 4 corresponden a las clonas con el
fragmento de interés. E! marcador de pesc molecular (‘W es 1 kb.
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Figura 16. ldentificacion de las clonas recombinantes que poseen los
marcadores moleculares CHD. EI DNA plasmidico (pCR®2.1-TOPO®) fue
linearizado con la enzima Notl. Los carriles 2-4 y 7 corresponden a las clonas
con el fragmento de interés. El marcador de peso molecular (M) es 1 kb.

Posteriormente, se amplificaron los marcadores CHD con. los
oligonucleétidos P3 y P2. Esto se realizé con la finalidad de identificar a cual
marcador correspondian los fragmentos clonados de las hembras, por lo que
después se digirieron con las enzimas de restriccién Nialll y Haelll.

Los marcadores CHD-Z de los machos se clonaron en pGEM®-T, los
marcadores CHD-Z de las hembras en pBluescript Il SK, asi como en pCR®2.1-
TOPO®, en donde también se clonaron los CHD-W de las hembras.

Con el propésito de determinar la homologia existente entre las especies
Crax rubra, Penelope purpurascens y Oreophasis derbianus, a nivel molecular,
se determiné la secuencia de nuclettidos de sus marcadores CHD, Como se
menciond en la metodologia, los marcadores CHD amplificados se clonaron en
el vector TOPO y se determin6 la secuencia de‘nucleétidos mediante el

procedimiento de Sanger (Figura 17).
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Figura 17. Secuenciacién del marcador molecular CHD de Crax rubra y
Penelope gmpurascens. La secuenciacion se realizé por el método de Sanger
utilizando **S-dATP y el oligonucledtido universal mp13. Los resultados se
muestran como sigue: A) Marcador CHD-Z de Crax rubra, B) Marcador CHD-Z
de Penelope purpurascens, C) Marcador CHD-W de Penelope purpurascens, y
D) Marcador CHD-W de Crax rubra. Gel de poliacrilamida al 6%.

La secuencia de nucleétidos de los marcadores moleculares CHD-W y
CHD-Z de Crax rubra y Penelope purpurascens se muestra en la Figura 18.
Asimismo, estas secuencias se compararon con una secuencia ya reportada de
Gallus domesticus, perteneciente al mismo Orden (Galliformes), y con una
secuencia de Ara militaris, del Orden Psittaciformes. Los resultados indican que
los marcadores CHD-W de Crax rubra y Penelope purpurascens poseen un
100% de homologia con respecto a —Oreophasis c{erbianus, pertenecientes a la

Familia Cracidae; y un 83% de similitud a nivel de secuencia de nucleétidos con

Gallus domesticus, y un 77% con el marcador CHD-W de Ara militaris. Por el
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contrario, la homologia entre los diferentes marcadores CHD-Z fue la siguiente:
95% entre Penelope purpurascens y Oreophasis derbianus, 95% entre Penelope
purpurascens y Gallus domesticus, asi como Ara militaris. Esto indica que el

marcador CHD-Z se ha conservado mejor entre los diferentes Ordenes.

G. domesticus CHD-W TTCCATCTCA GAAAGAAAAC GACCAAAAAR ACGTGGACGA CCACGAACTA TTCCCCGTGA AAACATT
0. derbianus CHD-W T’I‘CCA CA GRAAGARAAC GACCAAAAAA ACGTGGACGA C CTA TTC ARACATT
C. rubra CHD-W CA GAAAGAARAAC GACCARAAAA ACGTGGACGA C CTA TTC ARACATT
P. purpurascens CHD-W CA GRAAGARAAC GACCARAAAA ACGTGGACGA C! CTA TTC ARACATT
A. militaris CHD-W ccm‘clc;\ GARAGRARAC GBCCAARAARA BCGTGGARGA CCECGRACCA TTC ARAGATT
B)

G. domesticus CHD-Z CTCCATCACA GAAAGRARAC GGCCARRRARA GCGTGGAAGA CCTCGAACCA TTCCTCGAGA AARATATT
0. derbianus CHD-Z CTCCATCACA GAAAGAAAAC GGCCAARARA GCGTGGAAGA CCTCGAACCA TTCCTCGAGA ARATATT
P. purpurascens CHD-Z CTCCATCACE GAAAGAAAAC GGCCAAARARA GCGTGGAAGA CCHCGAA TTCCTCGAGA AAATATT
A. militaris CHD-Z CTCCATCHCE GAAAGEAARC GGCCAABAAA GCGTGGRAGA cag cczlg TTCCTCGAGA ARATATT

Figura 18. Comparacion de la secuencia nucleotidica de los marcadores
A) CHD-W y B) CHD-Z de Gallus domesticus, Oreophasis derbianus, Crax
rubra, Penelope purpurascens y Ara militaris. La secuencia subrayada
carresponde al sitio de restriccion reconocido por Malll (nétese que esta Oltima
es caracteristica de los cracidos). Los nucledtidos sombreados indican las
modificaciones con respecto a la secuencia de Gallus domesticus.
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DISCUSION

En algunas especies de aves se han identificado secuencias de DNA
ligadas al cromosoma W,; sin embargo, corresponden a repeticiones que no son
funcionales. El principal problema de esto es la velocidad a la que evolucionan,
por lo que suelen servir Unicamente para sexar un grupo limitado de aves
estrechamente emparentadas. '® A diferencia de esto, el marcador CHD ligado al
cromosoma W en las aves presenta un 82.9% de similitud a nivel de nucleétidos
y no menos de 95.6% de similitud a nivel de aminoacidos con el CHD1 del raton.
Este alto grado de homologia provee un procedimiento universal para el sexado
de todas las aves no ratites. 8

Los procedimientos moleculares para el sexado basados en los
marcadores CHD son bastantes sélidos; sin embargo, el riesgo de una mutacién
peculiar en algunas especies de aves no es imposible. '® Tal es el caso de
Oreophasis derbianus, y como muestra este estudio, otras especies de cracidos,
tal y como Crax rubra y Penelope purpurascens, en donde se perdio el sitio de
restriccidn reconocido por Ddel debido al cambio de un nucleétido, C a G, en el
marcador CHD-W. Sin embargo, esta modiﬁcaci_én origind un nuevo sitio de
restriccion para la enzima Nialil, del cual carece la secuencia del gen CHD-Z. °
Por tal motivo, existe la posibilidad de que esta mutacidén puntual si se conserve
a nivel de la Familia Cracidae.

Con respecto a los cracidos, los resultados encontrados en este trabajo

son semejantes a los reportados en un estudio previo sobre Oreophasis
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derbianus. % Como se hipotetizé, los marcadores CHD-W de Crax rubra y
Penelope purpurascens correspondieron en un 100% con el marcador CHD-W
de O. derbianus. Se encontrd una similitud notable con respecto al marcador
CHD-W de Gallus domesticus, debido a que junto con los cracidos forma parte
del Orden Galliformes. Con respecto a Ara militaris (Orden Psittasiformes), la
similitud fue menor; los cambios de nucleétidos entre los marcadores son mas
notables, lo cual hace relacién con el hecho de que son de diferente Orden.

El hecho de que el sitio de restriccion para la enzima Ddel no esté
presente en el marcador CHD-Z, aunado a la pérdida del mismo en el marcador
CHD-W de los cracidos, sugiere que este sitio de restriccion esta abierto a
mutaciones, por lo que es probable que esta forma de discriminacion no esté
conservada en todas las aves no ratites. Si los sitios discriminatorios conocidos
faltan en el CHD-W y el CHD-Z, se puede clonar y secuenciar el marcador CHD
de la especie e identificar nuevos sitios, '8

Por otro lado, mientras que diferencias en longitud en dos copias de
secuencias codificantes aitamente conservadas pueden ser raras, tales
diferencias pueden existir en intrones. 2°. Cabe la posibilidad de que la longitud
del intrén de secciones homoélogas de los marcadqres CHD-W y CHD-Z permita
establecer una diferencia en todas las aves no ratites. En este caso, se descarta
a la Familia Cracidae, al menos a Crax rubra y Penelope purpurascens, asi
como Oreophasis derbianus, previamente reportadc, ya que la visualizacion de

las secuencias de ambos marcadores sexuales en estas especies a través de un
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gel de poliacrilamida al 8%, mostré que el intrén conserva el mismo tamafo en
ambos marcadores.

Por lo tanto, es necesario el analisis de mas especies tanto de la Familia
Cracidae como de las demas Familias que forman parte del Orden Galliformes,
asi como los demas Ordenes que integran la Clase Aves, para establecer el
posible Orden evolutivo de las especies de aves.

Con respecto a las aves ratites, no existe evidencia que indique la
presencia de marcadores ligados al sexo que formen parte de genes, como el
CHD. '8 26 Una posible explicacién del fracaso de la deteccion de los mismos en
este grupo, es que los cromosomas sexuales de las aves no ratites comenzaron
a diferenciarse después de la separaci6n de las ratites. 3° Sin embargo, al menos
en Struthio camelus, la identificacién de marcadores moleculares ligados al
cromosoma W permite el diagnéstico del sexo de polluelos y aves juveniles. 3! %
Incluso, el sexado de embricnes, antes de que las diferencias morfoldgicas entre

macho y hembra se hayan desarrollado, es posible por medio de este tipo de

tecnologia molecular, 37. 38



CONCLUSIONES

1. Ambos procedimientos universales para el sexado de aves no ratites
funcionaron satisfactoriamente para las especies Amazona autumnalis,
Amazona orafrix, Ara macao, Ara militaris,- Aratinga canicularis, Aratinga
holochlora, Cyanoliceus patagonius y Rhynchopsifta pachyrhyncha de la
Familia Psittacidae (Ara macao y Ara militaris fueron sexadas en un estudio

previo por medio de la técnica de digestion).

2. Las modificaciones encontradas en el gen CHD-W de Oreophasis derbianus
también se determinaron en Crax rubra y Penelope purpurascens. En ias
especies Penelopina nigra y Ortalié vetfula no se pudo establecer esto, puesto
gue sélo se dispuso de muestras de machos. Sin embargo es posible que

tales modificaciones se presenten a nivel de la Familia Cracidae.
3. E! sexadc de Struthio camelus fue posible por medio del usc de marcadores

moleculares ligados al cromosoma W especificos para la Familia

Struthionidae.
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