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Editorial 

 

 

Parasitología: necesario y complejo recambio. 
 

Seremos testigos, a través del homenaje de uno de sus discípulos, de la destacada trayectoria 

académica del Prof. Dr. Prof. Dr. Gerold Sievers Prekehr (Q.E.P.D.), insigne parasitólogo chileno, 
de excepcional calidad humana. 

 

Parasitología Latinoamericana, reconoce la trayectoria de tantos docentes e investigadores 
que dejan la academia, después de una vida dedicados a la clínica, la docencia y la investigación en 

Parasitología, dando paso a nuevas generaciones de recambio.  

 

No obstante, este proceso enfrenta importantes dificultades, entre las que podemos 
mencionar: 

 

- Disminuida oferta de cargos académicos.  
- Escasas becas y financiamiento para proyectos de inserción en la academia.  

- Falta de becas y financiamiento para cursar estudios de postgrado. 

- Cambios drásticos en mallas curriculares con disminución de horas de la disciplina. 

- Falta de políticas gubernamentales e institucionales para enfrentar cambios sociales, económicos, 
climáticos, sanitarios, tecnológicos, entre otros. 

- Convocatorias de proyectos competitivos que requieren de un investigador principal consolidado. 

 
La posibilidad de contar con laboratorios modernos y equipados, el necesario 

acompañamiento en la formación académica y el financiamiento para emprender nuevas líneas de 

investigación, son, para estas nuevas generaciones (muchos con estudios de Magister, Doctorado, e 
incluso Post-Doctorado), escollos que les obligan a dejar su alma mater y abandonar líneas de 

investigación incipientes que podrían aportar al desarrollo del país desde una mirada One Health. 

 

Los actuales académicos e investigadores de Parasitología a nivel nacional están, por tanto, 
invitados a redoblar sus esfuerzos para: gestionar, plantear, discutir y formular nuevas estrategias 

ante las autoridades correspondientes, a fin de que los grupos de Parasitología, en vez de ser 

debilitados, sean fortalecidos, integrando a las universidades nuevo capital humano especializado, 
conformado así sólidos equipos llamados a colaborar entre sí. 

Serán estas nuevas generaciones, las responsables de asumir la docencia, la investigación y las 

acciones de vinculación con el medio necesarias para enfrentar, en el futuro cercano, las múltiples 

problemáticas de salud pública a nivel nacional (algunas urgentes) y la formación de futuros 
profesionales a través de la docencia de pre y postgrado. 

 

Sólo la reflexión crítica y las acciones concretas, permitirán este necesario, pero complejo 
proceso de recambio.  

 

 
 

Prof. Inés Zulantay Alfaro 

Editora 

Revista Parasitología Latinoamericana 
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In memoriam 
 

Prof. Dr. med. vet.  

Gerold Sievers Prekehr (Q.E.P.D.) 

(1943–2023) 

 

 
 

El 22 de agosto del presente falleció Gerold Sievers Prekehr, eminente parasitólogo 

veterinario y exprofesor titular de la Facultad de Ciencias Veterinarias de la Universidad Austral de 

Chile (UACh), en la ciudad de Valdivia, Región de los Ríos.  

 
Gerold Hans Conrad Sievers Prekehr nació el 14 de noviembre de 1943, hijo de Erwin 

Sievers Wicke y Herminia Lucía Prekehr. Luego de titularse como Médico Veterinario en la UACh, 

ingresó como docente al Hospital Veterinario de la misma Universidad. Obtuvo su Doctorado (Dr. 
med. vet.) en 1973 en la Escuela Superior de Medicina Veterinaria de Hannover (TiHO) en 

Alemania, con una tesis describiendo un nuevo método para la detección de larvas infectantes de 

nematodos estrongílidos (Strongylida) en muestras de pasto, el que aún se utiliza en laboratorios 

alrededor del mundo. Luego de trabajar como investigador en la industria farmacéutica alemana, 
retornó a Chile en 1975 como Profesor y Director del Laboratorio de Parasitología Veterinaria de la 

Facultad de Ciencias Veterinarias de la UACh, roles que desempeñó hasta su retiro de la Universidad 

en 2009.  
 

Durante su carrera académica y científica de más de 40 años, el Dr. Sievers contribuyó 

significativamente al estudio de la biología, epidemiología, diagnóstico, prevención y control de 
parásitos de importancia veterinaria y zoonótica en Chile, principalmente en la zona sur y austral del 

país. Realizó los primeros estudios para elucidar las dinámicas de excreción y de desarrollo 

ambiental de estados infectantes de nematodos gastrointestinales del bovino, ovino, equino y de 

cérvidos en el Sur de Chile. Además, investigó la biología y epidemiología de Fasciola hepatica, 
Toxocara canis y Echinococcus granulosus, y de ectoparásitos como Haematobia irritans en 

bovinos, Gasterophilus en equinos, y Ceratothoa gaudichaudii y Caligus rogercresseyi en salmones. 

El Dr. Sievers lideró numerosos estudios de eficacia de fármacos antiparasitarios en animales 
domésticos, y confirmó los primeros casos de resistencia antihelmíntica en nematodos del bovino y 

del equino en Chile. Su trabajo pionero aportó nuevos conocimientos de las dinámicas locales de 

infección de numerosos sistemas parásito-hospedero, permitiendo el diseño de estrategias de 
prevención de endo- y ectoparásitos en base a prácticas de manejo de animales y áreas contaminadas 

para evitar las parasitosis clínicas, y al uso estratégico de fármacos antiparasitarios para reducir la 

contaminación parasitaria en el medio ambiente.  

 
Publicó su trabajo en 40 artículos científicos en revistas indexadas, además de informes 

técnicos para el sector agropecuario y guías de parasitología para estudiantes de Medicina 

Veterinaria. Gran parte de sus estudios y hallazgos se plasmaron en las más de 80 tesis de pregrado y 
postgrado que patrocinó como profesor guía. Presentó sus investigaciones en numerosas conferencias 
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nacionales e internacionales, incluyendo charlas en congresos de la Sociedad Chilena de 

Parasitología, de la World Association for the Advancement of Veterinary Parasitology y en los 

Encuentros Rioplatenses de Veterinarios Endoparasitólogos, entre otros. En 1982 fue el organizador 
científico de la VIII Jornada Veterinaria sobre “Epizootiología y control de las parasitosis de los 

rumiantes” en Valdivia. El Dr. Sievers fue miembro del Colegio Médico Veterinario de Chile y socio 

de la Sociedad Chilena de Parasitología, que le entregó un reconocimiento en 2004 en Concepción.  
 

Las clases del Dr. Sievers fueron para muchos de los que fuimos sus estudiantes la primera 

ventana al fascinante mundo de la parasitología. Sus didácticas cátedras cautivaron la atención de 

decenas de generaciones de estudiantes de Medicina Veterinaria en la UACh, en las que 
habitualmente explicaba los complejos ciclos biológicos de los parásitos apoyado con piezas 

musicales u otras referencias culturales relacionadas al sistema parásito-hospedero en cuestión. En 

paralelo a sus actividades académicas, el Dr. Sievers siempre estuvo interesado en transferir sus 
hallazgos científicos a los médicos veterinarios de terreno y productores pecuarios. Realizó más de 

140 charlas técnicas sobre control parasitario a lo largo de Chile, junto a participaciones en ferias 

ganaderas y publicaciones de artículos de divulgación en la prensa. Luego de su retiro de la UACh en 

2009, se mantuvo activo como patrocinante de tesis y consultor científico independiente, siempre 
desarrollando nuevos métodos para sus estudios. En 2022 publicó el libro “Parasitosis del Bovino: 

Epidemiología y Posibilidades de Control”, en el que sintetizó sus conocimientos de las 

enfermedades parasitarias del ganado vacuno en Chile.  
 

El Dr. Sievers se recordará como un apasionado profesor de parasitología que formó a 

muchas generaciones de médicos veterinarios en Chile, como un entrañable profesor patrocinante 
que guió y motivó a decenas de tesistas en los primeros caminos de la investigación, y como un 

parasitólogo veterinario con una curiosidad científica incesante y una creatividad incombustible al 

enfrentarse a nuevos desafíos. En lo personal, ha partido un amigo y un maestro, un ejemplo de 

consecuencia, honestidad y espíritu crítico, y a la vez, de compromiso, sencillez y amor por la 
parasitología. Acompañamos como SOCHIPA en este momento con nuestras sinceras condolencias a 

su esposa Helga Lüders y a la familia Sievers Lüders. Auf Wiedersehen, Gerold! 

 
 

 

 
 

 

Miguel Peña Espinoza, MV, MSc, PhD 

Institute of Parasitology 
University of Veterinary Medicine Vienna (Vetmeduni) 

Viena – Austria 

Socio SOCHIPA 
miguel.pena@vetmeduni.ac.at 
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Parasitología médica y/o veterinaria: investigación original 
 
 
 
 

Factores de riesgo asociados a la infección por Toxoplasma gondii  

en gallinas (Gallus gallus domesticus): comparación entre distintos 

sistemas de producción y parámetros climáticos. 
 

Risk factors associated with Toxoplasma gondii infection in chickens 

(Gallus gallus domesticus): comparison between different production 

systems and climatic parameters. 
 
 
 

 

Camila Muñoz Zanzi1 e Ivette Robayo Martínez 2 
 
 

1 Magister  en  Ciencias Animales y Veterinarias, Facultad de Ciencias Veterinarias y Pecuarias, 

Universidad de Chile. 
2 Facultad de Recursos Naturales y Medicina Veterinaria, Universidad Santo Tomás, Concepción, 

Chile. 
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Abstract 
Background: Toxoplasma gondii is a zoonotic parasite acquired through consumption of oocysts excreted by 

felines or tissue cysts present in intermediate hosts, such as chickens. Aim: To identify risk factors associated 

with a higher seroprevalence of T. gondii in chickens, analyzing the variables "production system", "annual 

mean T°" and "annual precipitation". Methods: A systematic search was carried out for studies that reported 

seroprevalence and the following was extracted: proportion of seropositive/total chickens, type of management 

and geographical location. The strength of association between the variables was measured through binary 
logistic regression. Results: Global seroprevalence was 35% (IC 95%: 31-40%). Backyard (OR=7.9; 95% CI: 

7.0-8.9) and semi-intensive (OR=3.8; 95% CI: 3.3-4.4) categories –versus intensive–, mean annual T° 12-

17.9°C (OR=1.3; 95% CI: 1.2-1.5), mean annual T° 18-23.9°C (OR=2.1; CI 95%: 1.9-2.3) and mean annual T° 

24-29°C (OR=2.4; 95% CI: 2.1-2.6) categories –versus mean annual T° 4.9- 11.9°C–, and annual precipitation 

801-1,600.9mm (OR=2.0; 95% CI: 1.9-2.1), annual precipitation 1,601-2,400.9mm (OR=1.6; 95% CI: 1.5-1.8) 

and annual precipitation 2,401-3,200mm (OR=3.1; 95% CI: 2.5-4.0 ) categories –versus annual precipitation 7-

800.9mm– , presented an OR significantly higher than 1 (p < 0,05). Conclusions: The higher temperature and 

precipitation in a region, and the lower the level of intensification of the productive system, the greater the 

seroprevalence of T. gondii. 

Keywords: Toxoplasma gondii, chickens, seroprevalence, risk factors. 

 

Resumen  
Introducción: Toxoplasma gondii es un parásito zoonótico que se adquiere a través del consumo de ooquistes 

excretados por felinos o quistes tisulares presentes en una gran variedad de hospedadores intermediarios, entre 

ellos las gallinas domésticas. Objetivos: Identificar factores de riesgo asociados a una mayor seroprevalencia 

de T. gondii en gallinas, analizando las variables “sistema productivo”, “T° media anual” y “precipitación 
anual”. Materiales y métodos: Se realizó una búsqueda sistemática de estudios que reportaran seroprevalencia 

y se extrajo: proporción de gallinas seropositivas/totales, tipo de manejo y ubicación geográfica. La fuerza de 

asociación entre las variables se midió a través de regresión logística binaria. Resultados: La prevalencia 

global fue 35% (IC 95%: 31-40%). Las categorías traspatio (OR=7,9; IC 95%: 7,0-8,9) y semi-intensivo 

(OR=3,8; IC 95%: 3,3- 4,4) –versus intensivo–, T° media anual 12-17,9°C (OR=1,3; IC 95%: 1,2-1,5), T° 

media anual 18-23,9°C (OR=2,1; IC 95%: 1,9-2,3) y T° media anual 24-29°C (OR=2,4; IC 95%: 2,1-2,6) –

versus T° media anual 4,9-11,9°C–, y pp. anual 801-1.600,9mm (OR=2,0; IC 95%: 1,9-2,1), pp. anual 1.601-

2.400,9mm (OR=1,6; IC 95%: 1,5-1,8) y pp. anual 2.401-3200mm (OR=3,1; IC 95%: 2,5-4,0) –versus pp. 

Anual 7-800,9mm–, presentaron OR significativamente superiores a 1 (p < 0,05). Conclusiones: A mayor 

temperatura y precipitación en una región, y a menor nivel de intensificación del sistema productivo, mayor es 

la seroprevalencia de T. gondii. 
Palabras clave: Toxoplasma gondii, gallinas, seroprevalencia, factores de riesgo. 

 

Introducción 

Toxoplasma gondii es un parásito intracelular 

obligado de la familia Apicomplexa, orden Coccidia; 

aislado por primera vez en 1908 por Nicolle y 

Manceaux. Luego de su descubrimiento, se han 
detectado infecciones por este parásito en todo el 

mundo(1). Los hospedadores definitivos de T. gondii 

son el gato doméstico (Felis silvestris catus) y otros 

felinos; los que liberan ooquistes al ambiente a través 

de sus heces. Las vías de infección son el consumo 

de ooquistes esporulados y el consumo de quistes 

tisulares, presentes en los tejidos de una amplia gama 

de hospedadores intermediarios(2). La toxoplasmosis 

es una enfermedad zoonótica, y es especialmente 

grave en personas inmunocomprometidas, mujeres 

embarazadas y recién nacidos(3). Desde el punto de 
vista de las enfermedades de transmisión alimentaria, 

T. gondii es uno de los patógenos zoonóticos más 

mortales.  

Un informe de la Organización de las Naciones Unidas 

 

 

 

para la Alimentación y la Agricultura (FAO) y la 

Organización Mundial de la Salud (WHO) lo 
consideró el cuarto parásito más relevante a nivel 

mundial(4). 

Las gallinas (Gallus gallus domesticus) son 

susceptibles a la infección y presentan estadios 

infectantes de T. gondii en sus tejidos(5,6), pero se 

consideran clínicamente resistentes a la 

toxoplasmosis. A nivel mundial, solo existen unos 

pocos reportes de gallinas infectadas de manera 

natural que hayan manifestado signología clínica y, 

cuando se inoculan experimentalmente con ooquistes 

esporulados, la mayoría de éstas permanece 

asintomática o desarrolla una enfermedad muy 
leve(7). Esto implica que el rol de las gallinas en la 

mantención de T. gondii en los ecosistemas podría 

ser relevante, ya que viven más tiempo y son 

resistentes a cepas que han demostrado ser mortales 

para ratones(8). 

La  seroprevalencia  de T. gondii  en  gallinas ha sido 
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reportada en varios países y regiones del mundo con 

resultados muy diversos. Esta variabilidad podría ser 

explicada por el distinto grado de exposición que 

tienen las aves a este parásito dependiendo de sus 

condiciones de manejo, la presencia de gatos y de 

factores que favorecen la persistencia de los 

ooquistes en el ambiente(9). Por sus estrategias de 

forrajeo y dieta omnívora, las gallinas de libre 

pastoreo se utilizan como indicadores de la carga 

ambiental de T. gondii y para caracterizar 

genéticamente las distintas cepas presentes en un 
área en particular(7).  

Para asegurar la inactivación de los quistes tisulares 

de T. gondii, el pollo debería alcanzar una 

temperatura interna uniforme de 71°C según la 

Administración de Alimentos y Medicamentos de los 

Estados Unidos (FDA). Probar la carne durante la 

cocción y la falta de higiene en la cocina han sido 

reportados como factores de riesgo para la infección 

humana(10,11). 

El presente trabajo busca analizar factores de riesgo 

que se asocian a una mayor seroprevalencia de T. 

gondii en gallinas. Se compararán gallinas 
pertenecientes a distintos sistemas productivos y bajo 

distintas condiciones climáticas. 

 

Materiales y Métodos 
 

1. Estrategia de búsqueda y extracción de datos 

Para evaluar la seroprevalencia mundial de T. gondii 

en gallinas, se realizó una búsqueda sistemática en 

las bases de datos electrónicas, ProQuest, 

ScienceDirect, Scopus, PubMed y Scielo; 

identificando artículos científicos publicados entre el 

1 de enero de 2000 y el 1 de octubre de 2020, 

utilizando los términos de búsqueda: (“Toxoplasma 

gondii” OR “toxoplasmosis”) AND (“chickens” OR 
“poultry”) AND (“prevalence” OR 

“seroprevalence”) con coincidencia para el título del 

artículo. Se revisó la bibliografía de cada artículo 

encontrado y se agregaron otros artículos que 

cumplieran con los criterios de inclusión. Después de 

remover los duplicados, se procedió a seleccionar los 

estudios que refirieran: (1) prevalencia de T. gondii 

en gallinas infectadas de forma natural (2) utilizando 

técnicas de diagnóstico serológico; (3) ubicación 

geográfica de las aves que formaron parte del 

estudio, como mínimo a nivel regional; (4) 
información sobre el sistema de producción o tipo de 

manejo al que las aves estaban sometidas. Para el 

análisis estadístico se extrajo la siguiente 

información: Apellido del autor, año, país, localidad, 

número de aves en estudio, número de aves positivas 

y negativas, tipo de test serológico y antecedentes 

del tipo de producción/manejo. Solo se incluyeron 

estudios disponibles en idioma inglés o español. Para 

la  tabulación  y  organización  de  datos  se utilizó el 
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programa Microsoft Excel®. 
 

2. Asignación de categorías de producción/manejo 

Para analizar la variable independiente “sistema de 

producción”, se procedió a categorizar las aves de 

cada muestra en alguno de los tres tipos de 

producción avícola; para esto fue necesario analizar 

los antecedentes entregados en los materiales y 

métodos de cada estudio. La categoría de producción 

intensiva se asignó a muestras que se describieran 

como “industrialized chicken/poultry farms”, 

“conventional broiler/layer chickens” o “caged/deep 

litter system”. La categoría de producción semi-

intensiva se asignó a muestras descritas como 
“commercial free-range chicken/poultry farms”, 

“organic free-range farms” o donde se describiera 

explícitamente que las aves pertenecieron a 

operaciones comerciales con espacios delimitados 

para pastoreo “outdoor”. La categoría de traspatio se 

asignó a muestras descritas como “backyard 

chickens”, “domestic chickens” o “free-range 

chickens”, en el contexto de pequeñas propiedades 

rurales o periurbanas, donde las aves tuvieran pobre 

o nulo confinamiento y su propósito fuera 

principalmente para el autoconsumo. 
 

3. Asignación de intervalos de temperatura media 

anual y precipitación anual 

Al identificar la ubicación geográfica de las aves de 

cada muestra, se procedió a asignar la información 

climática; específicamente, se utilizaron los 
parámetros de temperatura media anual en grados 

Celsius y precipitación anual en milímetros. Si los 

datos climáticos de una localidad no se encontraron 

disponibles, se utilizaron los datos de una localidad 

cercana, representativa de la región. La información 

climática se obtuvo de los servicios meteorológicos 

de cada país o se extrajo del sitio web de la 

Organización Meteorológica Mundial 

(www.wmo.int). Tomando en cuenta los valores 

mínimos y máximos observados, se crearon escalas, 

con cuatro intervalos cada una, para las variables 
independiente “temperatura media anual” (4,9-

11,9°C; 12-17,9°C; 18-23,9°C; 24-29,9°C) y 

“precipitación anual” (7-800,9mm; 801-1600,9mm; 

1601-2400,9mm; 2401-3200mm) con el fin de 

facilitar el análisis estadístico. 
 

4. Análisis estadístico  

Se estimó la seroprevalencia de T. gondii en gallinas 

a nivel mundial, continental y nacional, calculando 

sus respectivos intervalos de confianza al 95%. 

Luego, para analizar las variables explicativas “tipo 

de sistema de producción”, “intervalos de 

temperatura media anual” e “intervalos de 

precipitación anual”, sobre la variable respuesta 

“seropositividad a T. gondii”, se realizaron análisis 

de regresión logística binaria.  

Los  resultados  se  reportaron  como Odds Ratio con 
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intervalos de confianza del 95% y los resultados con 

valor p < 0,05 se consideraron estadísticamente 

significativos. Todos los análisis estadísticos fueron 

realizados utilizando el software Stata® versión 13 

(Stata Corp., College Station, Texas). 

 

Resultados 
 

Seroprevalencia mundial 
Setenta y nueve(5,8,12–89) estudios cumplieron los 

criterios de inclusión (Fig. 1). El análisis se realizó 

sobre un total 23.160 aves, machos y hembras, con 

edades entre 42 días y 5 años, pertenecientes a 37 

países distintos, y de las cuales 6.422 resultaron 

positivas. El método diagnóstico más utilizado fue el 

“test” modificado de aglutinación (MAT) (46 

estudios), seguido por el “test” de 

inmunofluorescencia indirecta (IFAT) (19 estudios) 

y el ensayo por inmunoadsorción ligado a enzimas 

(ELISA) (9 estudios). Los países más representados 
fueron Brasil (21 estudios), seguido por China (6 

estudios) y Egipto e Irán (5 estudios cada uno).  

Se estimó una seroprevalencia de 35% (IC 95%: 31-

40%) en gallinas a nivel mundial. A nivel 

continental,  Oceanía presentó la seroprevalencia 

más alta con 90% (IC 95%: 70-97%; un estudio), 

seguido  por América con 43% (IC 95%: 35-51%; 39 

estudios), luego África con 34% (IC 95%: 22-46%; 

13 estudios), Asia con 27% (IC 95%: 22-32%; 23 

estudios) y, en último lugar, Europa con 17% (IC 

95%: 7-26%; 7 estudios). Los países con mayor 

seroprevalencia fueron Australia con 90% (IC 95%: 

70-97%; un estudio) y Nicaragua con 86% (IC 95%: 

77-91%; un estudio). En contraste se encuentran 

Japón, donde no se encontraron gallinas 

seropositivas (un estudio) y República Checa con 

0,1% (IC 95%: 0-1%; un estudio) de 

seroprevalencia. 
 

Sistema productivo 
El sistema productivo de traspatio fue el más 

representado con 14.754 gallinas (63,7%), en 

segundo lugar, el sistema intensivo con 5.023 

gallinas (21,69%) y, en último lugar, el sistema 

semi-intensivo con 3.383 gallinas (14,61%).  

La seroprevalencia global de T. gondii en el sistema 

intensivo fue de 6,7%, en el sistema semi-intensivo 

fue de 21,8% y en gallinas de traspatio fue de 36,3%.  

El análisis de regresión logística binaria muestra que 

usando la categoría sistema intensivo como 
referencia (OR=1), las gallinas de traspatio tienen 

una probabilidad 7,9 (IC 95%:7,0-8,9) veces mayor 

de resultar seropositivas, mientras que gallinas en un 

sistema semi-intensivo tienen una probabilidad 3,8 

(IC 95%:3,3- 4,4) veces mayor (Tabla 1). 

 

 
Figura 1. Diagrama de fujo para la revisión sistemática de literatura e inclusión de artículos . 
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Factores de riesgo OR (IC 95%) 

Sistema de producción  

Intensivo 

 

̶ 

Semi intensivo 3,892 (3,392 - 4,465) * 

Traspatio 7,931 (7,064 - 8,903) * 

 

Precipitación anual 

 

7 -800,9mm  

 

̶ 

801 - 1600,9mm  2,042 (1,914 - 2,178) * 

1.601 - 2.400,9mm  1,655 (1,505 - 1,820) * 

2.401 - 3.200mm  3,194 (2,536 - 4,025) * 

Temperatura media anual  

4,9 - 11,9°C  

 

̶ 

12 - 17,9°C 1,368 (1,230 - 1,522) * 
18 - 23,9°C 2,175 (1,977 - 2,393) * 

24 - 29°C 2,406 (2,177 - 2,658) * 

 

 
Tabla 1. Resultados de regresión logística binaria de las variables sistema productivo, precipitación anual y temperatura media 

anual.  

OR= Odds Ratio; IC= Intervalo de Confianza; *Estadísticamente significativo (p < 0,05). 

 

Temperatura media anual 
El intervalo de temperatura media anual más 

representado fue 18-23,9°C (36,28%), seguido por 

24-29,9°C (25,04%), luego 12-17,9°C (22,22%) y 

por último 4,9-11,9°C (16,46%).  

Utilizando el intervalo de temperatura media anual 

entre 4,9-11,9°C como referencia (OR=1), gallinas 
que habitan en localidades con una temperatura 

media anual entre 12-17,9°C, tienen una 

probabilidad 1,3 (IC 95%: 1,2-1,5) veces mayor de 

resultar seropositivas, las gallinas que habitan en 

localidades con una temperatura media anual entre 

18-23,9°C, tienen una probabilidad 2,1 (IC 95%: 1,9-

2,3) veces mayor de resultar seropositivas, y las 

gallinas que habitan en localidades con una 

temperatura media anual entre 24 y 29°C, tienen una 

probabilidad 2,4 (IC 95%: 2,1-2,6) veces mayor de 

resultar seropositivas (Tabla 1). 
 

Precipitación anual 
El intervalo de precipitación anual más representado 

fue 801-1600,9mm (45,22%), seguido por 7-

800,9mm (41,20%), luego 1.601-2.400,9mm 

(12,26%) y, finalmente, 2.401-3.200mm (1,32%). 

Utilizando el intervalo de precipitación anual entre 7 
y 800,9mm como referencia (OR=1), las gallinas que 

habitan en localidades con una precipitación anual 

entre 801-1.600,9mm tienen una probabilidad 2 (IC 

95%:1,9-2,1) veces mayor de resultar seropositivas, 

las gallinas que habitan en localidades con una 

precipitación anual entre 1.601-2.400,9mm tienen 

una  probabilidad  1,6 (IC 95%: 1,5-1,8) veces mayor 
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de resultar seropositivas y las gallinas que habitan en 

localidades con una precipitación anual entre 2.401-

3200mm tienen una probabilidad 3,1 (IC 95%: 2,5-

4,0) veces mayor de resultar seropositivas (Tabla 1). 

 

Discusión 
La seroprevalencia de toxoplasmosis en gallinas a 

nivel mundial es más alta en comparación a otros 

animales. Foroutan et al. reportaron 19% (17- 22, IC 

95%) en cerdos(90) y Li et al. reportaron 11,29% 

(8,09-14,93%, IC 95%) en caballos(91). Esto podría 
deberse al gran interés que existe en reportar 

seroprevalencia en gallinas de traspatio y en regiones 

de clima tropical. Las gallinas de traspatio son más 

susceptibles que otros animales a entrar en contacto 

con ooquistes esporulados en el suelo y además 

pueden consumir de forma oportunista otros estadios 

infectantes de T. gondii desde tejidos animales(9).  

En regiones tropicales se describe una mayor 

diversidad genotípica y, específicamente en regiones 

tropicales de Sudamérica, se han aislado cepas 

atípicas con marcada patogenicidad para el ser 

humano(92). Además, la prevalencia de T. gondii en 
animales y humanos tiende a ser mayor en zonas de 

clima cálido y húmedo, lo que se sospecha está 

relacionado con las condiciones ideales de 

temperatura y humedad para la esporulación de los 

ooquistes(7). 

En Chile, solo un estudio reporta seroprevalencia de 

T. gondii en gallinas, identificando 55% (IC 95%: 

45-65%) en una muestra de 85 gallinas de traspatio 

provenientes  de  localidades  rurales  en la Provincia 
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de Cautín, Región de La Araucanía(43). Este estudio 

cuenta con un tamaño muestral limitado, representa 

una zona geográfica específica y solo a un sistema de 

producción, por lo que es necesario contar con más 

estudios para evaluar esta problemática a nivel 

nacional. Otros estudios en regiones templadas de 

Latinoamérica han obtenido resultados similares en 

gallinas de traspatio: Moré et al. reportaron 53,1% en 

gallinas de la Provincia de Buenos Aires(71) y Dubey 

et al. reportaron 65,5% en gallinas de los alrededores 

de la ciudad de La Plata(34). La seroprevalencia 
obtenida en Chile también es significativamente 

mayor en comparación a otros animales: Gorman et 

al., en un estudio que incluyó 408 ovejas de distintas 

regiones del país y 447 alpacas de la zona norte, 

reportaron seroprevalencias de 28% y 16,3%, 

respectivamente(93), Muñoz-Zanzi et al. reportaron 

8,8% de seroprevalencia en una muestra de 340 

cerdos faenados en mataderos de La Araucanía y Los 

Ríos(94), y Ovalle et al. reportaron una 

seroprevalencia del 33% en una muestra de 46 gatos 

de la ciudad de Valdivia, Región de Los Ríos(95). 

Gallinas de traspatio tienen una probabilidad 7,9 
veces mayor de resultar seropositivas a T. gondii 

(Tabla 1), lo que indica que la carne de estas aves 

constituye una fuente no despreciable de infección 

para el ser humano. Se ha demostrado la presencia de 

quistes infectantes en el tejido muscular de gallinas 

de traspatio seropositivas, especialmente en corazón, 

pero también en muslos y pechuga; partes del ave 

que son consumidas con regularidad(5,6). Aunque los 

quistes tisulares pueden ser inactivados al congelar la 

carne o cocinarla a una temperatura adecuada(96), el 

riesgo de contaminación cruzada en el momento de 
la faena domiciliaria debe ser tomado en cuenta, ya 

que esto es lo que ocurre comúnmente con gallinas 

de traspatio en un contexto rural. Además, restos 

como vísceras y huesos se suelen ofrecer a gatos 

domésticos, propagando la infección. Es 

recomendable educar a estas comunidades sobre 

higiene y bioseguridad en el sacrificio y faena de 

animales, recalcar la importancia de consumir carne 

bien cocida y recomendar buenas prácticas en la cría 

de aves de traspatio; con el fin de disminuir las 

probabilidades de transmisión de toxoplasmosis y 

otras enfermedades zoonóticas desde estas aves a sus 
dueños. Este esfuerzo debería ser llevado a cabo por 

profesionales del área de la salud, médicos 

veterinarios y autoridades de Salud Pública, desde la 

perspectiva de Una Salud.  

Gallinas en un sistema de producción semi-intensivo 

tienen una probabilidad 3,9 veces mayor de resultar 

seropositivas a T. gondii (Tabla 1). Esto concuerda 
con lo planteado por Chumpolbanchorn et al., quienes 

sugieren que gallinas bajo este sistema de producción 

están expuestas a mayor contaminación ambiental, 

pero  esta  exposición  es  menor en comparación con 

 

 

aves de traspatio debido a las medidas de 

bioseguridad que mantienen estos planteles(28). 

Dubey et al. reportaron 36,4% de seroprevalencia en 

una muestra de 830 gallinas pertenecientes a granjas 

orgánicas de Austria y, a través de bioensayo, 

parásitos viables pudieron ser aislados desde 56 

muestras (26,8%) pertenecientes a 209 gallinas 

seropositivas(39). Si bien la industria “orgánica” y/o 

“libre de crueldad” constituye una pequeña parte del 

mercado mundial de productos de origen animal, en 

las últimas décadas su demanda se ha incrementado 
y seguirá en aumento, ya que estos productos se 

asocian popularmente a temas como la alimentación 

saludable, el cuidado del medio ambiente y el 

bienestar animal(97). Desde el punto de vista de la 

salud pública, esto plantea problemas de inocuidad 

alimentaria que se creían superados o que no 

parecían relevantes en décadas pasadas. Es necesario 

generar nuevos Análisis Cualitativos y Cuantitativos 

de Riesgo para evaluar la probabilidad de 

transmisión de T. gondii y otros patógenos a través 

de los productos generados por esta industria(98). El 

pollo procesado en plantas faenadoras y que se 
encuentra a la venta en el mercado formal, no parece 

representar riesgo de toxoplasmosis para los 

consumidores, ya que la solución salina o 

“marinado” que muchas veces se inyecta en estos 

productos, tiene efectos deletéreos sobre T. gondii(7). 

El presente estudio indica que, a mayor temperatura 

media anual, mayor es la probabilidad de infección 

en gallinas. La influencia de la temperatura 

ambiental sobre el ciclo de vida de T. gondii, 

específicamente sobre el proceso de esporulación, ya 

ha sido descrita anteriormente.  
Se considera que a 25°C los ooquistes pueden 

volverse infectantes dentro de 24-28 horas; 

temperaturas más bajas retrasan el proceso y 

temperaturas bajo cero causan que los ooquistes 

pierdan por completo su capacidad de 

esporulación(99). Esto se puede traducir en una mayor 

cantidad de ooquistes infectantes acumulados en 

regiones de clima cálido y húmedo. El fenómeno de 

cambio climático, por el incremento de la 

temperatura en muchas regiones, puede aumentar la 

prevalencia de enfermedades parasitarias que 

tradicionalmente se asocian a climas tropicales, 
como la toxoplasmosis, en regiones templadas del 

mundo(100). 

El presente estudio muestra que la probabilidad de 

infección por T. gondii en gallinas tiende a ser mayor 

en regiones con alta precipitación anual. La humedad 

ambiental cumple un papel importante en el proceso 

de esporulación, pero la cantidad de precipitación 

también es un factor relevante para la dispersión de 

los ooquistes en el ambiente. La pared del ooquiste 

tiene propiedades hidrofílicas, es ligeramente 

adhesiva  y  presenta carga negativa en soluciones de 
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baja fuerza iónica; esto sugiere que los ooquistes 

pueden ser fácilmente removidos del suelo por 

lluvias fuertes, ser arrastrados y alcanzar fuentes de 

agua dulce(101). El agua contaminada con ooquistes 

es una fuente importante de infección para los 

animales y el ser humano. Los ooquistes esporulados 

pueden permanecer infectantes en el agua de bebida 

incluso después de aplicar métodos convencionales 

de potabilización(102). Pozio plantea que, en el 

contexto del cambio climático, varias regiones del 

mundo comenzarán a experimentar periodos de 
lluvia intensa alternados con largos periodos de 

sequía y, dada la capacidad que tienen los ooquistes 

para permanecer infectantes por largos periodos 

tiempo, estos eventos de lluvia pueden dispersar los 

ooquistes acumulados durante la sequía y aumentar 

la prevalencia de toxoplasmosis en animales y 

humanos(100). 

 

Conclusiones 
La seroprevalencia mundial de toxoplasmosis en 

gallinas es mayor en comparación a la reportada en 
otros animales de consumo humano. A mayor 

temperatura y precipitación en una región, y a menor 

nivel de intensificación del sistema productivo, 

mayor es la seroprevalencia de T. gondii. 
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Abstract 
Background: Cutaneous myiasis is a parasitic invasion of soft tissues transmitted by diptera. It usually affects 

patients with high psychosocial risk, who live in tropical areas and have poor hygiene habits or pre-existing soft 

tissue lesions. We present a case of a 61-year-old man, in a condition of street dwelling in Bogota, with a 

diagnosis of extensive cutaneous myiasis in the neck of the left foot, who gets started ivermectin, broad-

spectrum antibiotic treatment and manual extraction without adequate response to initial treatment. 

Objective: To compare a case of therapeutic failure of ivermectin in cutaneous myiasis with descriptions of 
effectiveness and safety reported in the literature. 

Methods: Systematic review of the literature and case report. The following databases were used: PubMed, 

LILACS, Scopus. We included case reports and case series on cutaneous myiasis in humans treated with 

Ivermectin and manual extraction that have or have not had therapeutic success. 

Results: 170 articles were retrieved, of which 10 met inclusion criteria. Two case series studies and eight 

unique case studies. The main risk factors for cutaneous myiasis found are: the elderly, condition of street 

dwelling, abandonment, psychoactive substances abuse and disability, where the cases of 10 men and 11 

women were evidenced and the average age among the patients was 41 years with a prevalence of therapeutic 

failure of 1 of 21 cases. 

Conclusions: The therapeutic failure associated with ivermectin in cutaneous myiasis is uncommon and it is 

possible that it is associated with greater social fragility. Treatment with ivermectin associated with manual 
removal produces good results. 

Keywords: myiasis; ivermectin; cutaneous myiasis; human myiasis; case report. 
 

Resumen 
Fundamentos: La miasis cutánea es una invasión parasitaria de tejidos blandos transmitida por dípteros. Suele 

afectar a pacientes con alto riesgo psicosocial, que viven en zonas tropicales y tienen hábitos de higiene 

deficientes o presentan lesiones preexistentes en tejidos blandos. Se presenta un caso de un hombre de 61 años, 

en situación de calle en Bogotá, con diagnóstico de miasis cutánea extensa en el cuello del pie izquierdo, al que 

se le inicia ivermectina, tratamiento antibiótico de amplio espectro y extracción manual sin respuesta adecuada 

al tratamiento inicial. 

Objetivo: Comparar un caso de falla terapéutica de ivermectina en miasis cutánea con descripciones de 

efectividad y seguridad reportadas en la literatura. 

Métodos: Revisión sistemática de la literatura y reporte de caso. Se utilizaron las siguientes bases de datos: 

PubMed, LILACS, Scopus. Se incluyeron reportes de caso y series de casos sobre miasis cutánea en humanos 
tratadas con Ivermectina y extracción manual que hayan tenido o no éxito terapéutico. 

Resultados: Se recuperaron 170 artículos, de los cuales 10 cumplieron criterios de inclusión. Dos estudios de 

series de casos y ocho de casos únicos. Los principales factores de riesgo para miasis cutánea encontrados son: 

la tercera edad, situación de calle, abandono, abuso de sustancias psicoactivas y discapacidad, donde se 

evidenciaron los casos de 10 hombres y 11 mujeres y la edad media entre los pacientes fue de 41 años con una 

prevalencia de falla terapéutica de 1 de 21 casos. 

Conclusiones: La falla terapéutica asociada a ivermectina en miasis cutánea es infrecuente y es posible que 

esté asociada a mayor fragilidad social. El tratamiento con ivermectina asociado a extracción manual produce 

buenos resultados. 

Palabras clave: miasis; ivermectina; miasis cutánea; miasis humana; reporte de caso. 
 

Introducción  
La miasis es una infestación parasitaria por larvas de 

mosca en tejidos sanos o necróticos que puede 

afectar a humanos y animales. Es un fenómeno 

mundial  poco  reportado  que  se  ve  favorecido por 

la latitud (ambientes tropicales y subtropicales), mala 

higiene, bajo nivel socioeconómico, tercera edad 
(mayores de 60 años), así como también se ha visto 

asociada a patologías como la diabetes, discapacidad 

mental, y enfermedad vascular oclusiva(1). Puede ser 

causada por parásitos obligados, facultativos 

(utilizadas  con fines terapéuticos) o accidentales(2). 

A  menudo  se  presenta  debido  a lesiones  o heridas 

 

 

 
quirúrgicas previas. Según la localización se presenta 

como: intestinal, urinaria, vaginal y cutánea, esta 

última a su vez se divide en: forunculoide, 

superficial y por lesiones, siendo la forunculoide la 

presentación más frecuente. Se recopilaron reportes 

de casos y series de casos con el fin de conocer el 

manejo terapéutico indicado mundialmente y 

correlacionarlo con la falla terapéutica presentada en 
nuestro caso. Es importante reconocer que las 

manifestaciones y complicaciones de la miasis 

cutánea son diferentes de acuerdo al factor 

desencadenante, edad  y comorbilidades. Además, se 
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consideró la relación entre la situación de calle y la 

incidencia de la misma como consecuencia de la 

infestación cutánea. 
 

Material y métodos 

Para autorizar la publicación del contenido 

fotográfico y los datos de la historia clínica del 

paciente, se consultó con el comité de investigación 

de la Unidad Médica Hospitalaria Especializada 

Occidente de Kennedy, y se acordó con el 

coordinador de medicina interna para firmar la 

aprobación del uso de datos en la realización del 

reporte de caso, por tratarse de un paciente en 

condición de fragilidad social (situación de calle) y 

con demencia vascular como diagnóstico de base. Se 
veló por la protección de su identidad e integridad. 

En este artículo, se describe el caso clínico como una 

línea de tiempo, resaltando los datos más relevantes 

para nuestra investigación dentro de los que 

incluimos paraclínicos, registros fotográficos de la 

evolución de las lesiones y respuesta a tratamiento 

del paciente. 

 

Protocolo y registro 

Para la revisión sistemática de la literatura se 

siguieron los lineamientos de “The Joanna Briggs 

Institute” y se realizó el registro en Open Science 

Framework el día 25 de mayo de 2022. 

Criterios de selección para los 

artículos 

Se aplicaron los siguientes criterios de selección: los 

artículos deben ser un reporte de caso o series de 

caso, usar ivermectina en el tratamiento, presentarse 

en humanos solamente, la patología abordada debe 

ser miasis cutánea, estar escritos en español o inglés 

y no hay restricción respecto al país donde se 

presente el caso o en la fecha de publicación de los 

artículos. 

 

Estrategia de búsqueda y 

tamización de los artículos 

La búsqueda inició el 12/04/2022, para esta se 

utilizaron las siguientes bases de datos: PubMed, 

Scopus, LILACS; de las bases de datos se obtuvieron 

205 artículos de los cuales 35 eran duplicados por lo 
que quedó un total de 170 artículos relacionados con 

miasis. Por medio del uso de Rayyan los autores I.G, 

G.G, Y.G, S.A, A.G y L.P tamizaron 170 títulos y 

abstracts para seleccionar los artículos que cumplen 

los criterios de selección; tras ello, se excluyeron 157 

artículos y se incluyeron 13. De los artículos 

incluidos se hizo lectura de texto completo donde 

finalmente  se  incluyeron  10 artículos (Tabla 1) y se  

excluyeron 3 (Tabla 2). La estrategia de búsqueda se 

esquematizó en forma de algoritmo (Fig. 1) 

 

Título Año País Autor Tipo de estudio 

Head and neck myiasis: a case series and review of the 

literature(1) 
2017 Brasil Almeida 

Serie de casos y 

revisión de la 
literatura 

Miasis cutánea por Cochliomyia hominivorax asociada a 

dermatitis seborreica(2) 
2017 Chile Calderón Reporte de caso 

Parasitic Soft Tissue Infection Diagnosed by Point-of-

Care Ultrasound(3) 
2020 

Estados 
Unidos 

Aminlari Reporte de caso 

Cutaneous Myiasis Caused by Chrysomya megacephala 

in an Infant with Psoriasis Vulgaris(4) 
2020 Tailandia Sangmala Reporte de caso 

Treatment of facial myiasis in an elderly patient with oral 

squamous cell carcinoma: Case report(5) 
2020 Brazil Lazaro Reporte de caso 

Miasis por Cochliomya homnivorax en la Argentina(6) 2020 Argentina Menghi Serie de casos 

Case Report: Myiasis as a rare complication of invasive 

ductal carcinoma(7) 
2019 Pakistán Zia 

Artículo - reporte de 

caso 

Facial myiasis and canthariasis associated with systemic 

lupus panniculitis: A case report(8) 
2014 

Aman, 
Jordania. 

Ra’ed Smadi Reporte de caso 

Myiasis associated with an invasive ductal carcinoma of 

the left breast: case study(9) 
2017 Brasil 

Felipe Tavares 
Rodrigues 

Reporte de caso 

Miasis cutánea por Cochliomyia hominivorax (Coquerel) 
(Díptera: Calliphoridae) en el Hospital Universidad del 

Norte, Soledad, Atlántico(10) 

2009 Colombia 
Napoleón de la 

Ossa 
Reporte de caso 

 

Tabla 1. Artículos incluidos. En esta tabla se sintetizan los artículos que después de ser tamizados por medio de los criterios de inclusión 

se tomaron en cuenta para la construcción de este artículo. Después del proceso de tamización quedaron para lectura de texto completo 13 

artículos y se incluyeron 10 artículos. 
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Título Año Autor 
Tipo de 

estudio 

Número de 

casos 

incluidos País de origen Motivo de exclusión 

Myiasis in humans: Case 
reports in Northeastern 

Brazil including 
multispecies co-infestation 

by Sarcophagidae(11) 

2021 
Larissa G.V 

Martins 
Reportes 
de caso 

3 Brasil 

El artículo no menciona 
la ivermectina como 

tratamiento a elección 
para las lesiones 

Human myiasis caused by 
the reindeer warble fly, 

Hypoderma tarandi, case 
series from Norway, 2011 

to 2016(12) 

2017 J Landehag 
Revisión 

de serie de 
casos 

39 de los que 
32 casos eran 

niños y 7 
adultos 

Norte de noruega la 
mayoría de los casos 

residía 
específicamente en 

Finnmark 

Articulo no especifica la 
evolución de cada 

paciente frente al manejo 

terapéutico y el tema 
central es miasis cutánea 

migratoria 

Cutaneous myiasis in an 
elderly woman in 

Somaliland(13) 

2019 
Mukhtar A 

Yusuf 
Reporte 
de caso 

1 

Estados Unidos el 
reporte de caso y 
Somalilandia la 

paciente 

Se excluye debido a que 
no hay intervención 

terapéutica con 
ivermectina 

 
Tabla 2. Artículos excluidos. Los artículos que se excluyen se evidencian en la tabla 2. Los criterios de exclusión se basaron en el manejo 

terapéutico, la consecuente evolución del caso o serie de casos, así como el seguimiento detallado del inicio hasta el posterior control de la 

infestación. El primer y segundo artículo no detalla el manejo ni menciona la ivermectina como tratamiento a elección para las lesiones, 

igualmente el tercer artículo no especifica el desarrollo de la enfermedad para cada caso, y su enfoque es dirigido a la miasis cutánea 

migratoria. Los dos corresponden a reporte de serie de casos. 

 

 
 

Figura 1. Estrategia de búsqueda y tamización de los artículos. 
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Síntesis y representación de la información 
La información recolectada se organizó de acuerdo a la edad del paciente, la condición de fragilidad social, sus 

características demográficas, los tipos de intervenciones y el éxito terapéutico (Tabla 3). 

 

Artículo 
Número 

de 

pacientes 
Sexo Edad 

Condición 

de calle 
Factores de riesgo 

Head and neck myiasis: a 
case series and review of 

the literature(1) 

9 

Masculino 
(6) y 

femenino 
(3) 

Tercera década 
de la vida. Media 
de edad: 38 años 

No 

Bajo estatus socioeconómico, bajo 
nivel de educación, pobre higiene 

oral, uso de sustancias psicoactivas, 
retardo mental 

Miasis cutánea por 
Cochliomyia hominivorax 

asociada a dermatitis 

seborreica(2) 

1 Femenino 26 No 
Dermatitis seborreica/viaje reciente 

a Brasil 

Parasitic Soft Tissue 
Infection Diagnosed by 

Point-of-Care Ultrasound(3) 

1 Femenino 22 No 
Viaje a la región del río amazonas y 

playa del Carmen en México 

Cutaneous Myiasis Caused 
by Chrysomya megacephala 
in an Infant with Psoriasis 

Vulgaris(4) 

1 Femenino 3 meses No No se menciona ninguna 

Treatment of facial myiasis 
in an elderly patient with 

oral squamous cell 

carcinoma: Case report(5) 

1 Masculino 60 años Si 
Fumador, consumo de alcohol, 
carcinoma de células escamosas 

Miasis por Cochliomya 

homnivorax en la 

Argentina(6) 

4 
Maculino y 

femenino 

Caso 1: 63, Caso 
2: 86, Caso 3: 60, 

Caso 4: 54 
No 

Caso 1: Psoriasis, Caso 2: 
hipertensión arterial, insuficiencia 

vascular periférica, diabetes no 
insulinodependiente, y úlceras 
venosas crónicas en miembros 

inferiores, Caso 3: operado de hernia 

abdominal en agosto de 2017 con 
colocación de malla y re-

intervención una semana después. 
Presentó dehiscencia de un punto y 

allí se originó la miasis, Caso 4: 
Angioma de nariz 

Case Report: Myiasis as a 
rare complication of 

invasive ductal carcinoma(7) 

1 Femenino 50 años No 
Cáncer de seno ductal invasivo 
diagnosticado 2,5 años antes sin 

tratamiento 

Facial myiasis and 
canthariasis associated with 
systemic lupus panniculitis: 

A case report(8) 

1 Femenino 29 años No 

Paniculitis recurrente. Frecuenta 
regularmente granja con vacas, 
ovejas y cabras. Mala higiene y 

autocuidado. Trastorno depresivo 

Myiasis associated with an 
invasive ductal carcinoma 

of the left breast: case 

study(9) 

1 Femenino 41 años No 

Cáncer de seno BI-RADS 4C, 
vivienda ubicada junto al cauce de 

un río y esposo pescador que guarda 
pescado en la casa 

Miasis cutánea por 
Cochliomyia hominivorax 

(Coquerel) (Díptera: 
Calliphoridae) en el 

Hospital Universidad del 

Norte, Soledad, Atlántico(10) 

1 Femenino 7 años No 

Sospecha de maltrato infantil por 
negligencia y abandono por parte del 
padre y dormir en una hamaca junto 

a sus tres hermanos 
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Valoración de riesgo de sesgo 
Se utilizaron las listas de chequeo sugeridas por “The Joanna Briggs Institute” para reporte y series de caso el 

cuál evalúa 8 ítems críticos de calidad (Tabla 4). 

4 

Año Autor Q1 Q2 Q3 Q4 Q5 Q6 Q7 Q8 

2017 
José Alcides Almeida de 

Arruda Yes No Yes Yes Yes Yes No Yes 

2017 Perla Calderón H Yes Yes Yes Yes Unclear Yes No Yes 

2020 Amir Aminlari Yes Yes Yes Yes Yes Yes No Yes 

2020 Siripan Sangmala Yes Yes Yes Yes Yes Yes No Yes 

2020 Samara Andreolla Lazaro Yes Yes Yes Yes Yes Unclear No Yes 

2020 Claudia i. Menghi Yes No Yes Unclear Yes Yes No Yes 

2019 Muhammad Khurram Zia Yes Yes Yes Yes Yes Yes Unclear Yes 

2014 Ra’ed Smadi Yes Yes Yes Yes Yes Yes No Yes 

2017 Felipe Tavares Rodrigues Yes Yes Yes Yes Yes Yes No Yes 

2009 Napoleón de la Ossa Unclear Yes Yes Yes Yes Yes No Yes 
 

 

Tabla 4. Valoración crítica según los criterios de “The Joanna Briggs Institute”. En esta tabla se realiza una valoración crítica de 

cada artículo incluido, en el que se toman en cuenta los criterios para reportes de caso de “The Joanna Briggs Institute” la cual nos 

brinda 8 preguntas a las que se responde “sí” “no” o “no es claro”. El primer criterio son las características demográficas d el 

paciente, el segundo es la historia demostrada como línea de tiempo, el tercero la descripción de la condición clínica actual  del 

paciente, el cuarto los métodos diagnósticos o de evaluación, el quinto las intervenciones y los tratamientos, el sexto la condición 

post-intervención, el séptimo si existieron eventos adversos que fueron identificados y si están descritos y por último si el repo rte 

de caso brinda algún tipo de enseñanza. 

 

Resultados 

 

a. Resultados Caso clínico 

1. Presentación clínica: 

Paciente masculino de 61 años, en condición de 
fragilidad social, con antecedentes desconocidos al 

momento de la valoración, traído a la Unidad Médica 

Hospitalaria Especializada Occidente de Kennedy. 

En la valoración inicial el paciente se encuentra 

desorientado y tiene poca interacción con el 

entrevistador, al examen físico se evidencia en tercio 

distal de tobillo del pie izquierdo una lesión ulcerada 

de 10x6x6 cm (Fig. 2), con exposición del tejido 

óseo-muscular-tendinoso, olor fétido, presencia de 

larvas de mosca y edema con necrosis perilesional. 

Se decide comenzar tratamiento empírico antibiótico 
inmediato con oxacilina 2 gr I.V cada 4 horas, 

clindamicina 600 mg I.V cada 8 horas, como 

analgésico dipirona 1gr I.V cada 8 horas e 

ivermectina 1 mg/ kg (se indican 60 gotas en dosis 

única). Días después el paciente es ingresado al 

servicio de medicina interna quienes diagnosticaron 

lesión renal aguda, por lo que deciden ajustar las 

dosis farmacológicas; como diagnóstico principal 

consideran miasis cutánea asociada a sepsis de tejidos 

 

 

tejidos blandos. Infectología decide hacer extracción 

manual de las larvas (Fig. 3), desbridamiento y toma 

de cultivos en áreas necróticas, y escalonar 
tratamiento antibiótico con piperacilina tazobactam 

2.25 mg I.V cada 8 horas, linezolid 600 mg I.V cada 

12 horas ajustado a la función renal del paciente. 

Posterior al desbridamiento realizado se dejan 

curaciones con Dakin Carrel y extracción de larvas 

mínimo dos veces al día durante tres días y 

aplicación de vaselina. A pesar de la mejoría de los 

azoados se presenta hipernatremia que mejora con 

hidratación oral. El servicio de psiquiatría considera 

que el paciente cursa con un síndrome confusional 

agudo subtipo hipoactivo y demencia vascular. A los 
14 días de hospitalización se considera paciente 

cursa con falla terapéutica por falta de mejoría a 

pesar de encontrarse con manejo antibiótico ya 

escalonado y haber recibido tratamiento de primera 

línea para la miasis (ivermectina) en el día 2, de 

igual manera se decide continuar con el manejo 

antibiótico y las curaciones. El día 17 de 

hospitalización, el paciente realiza tejido de 

granulación (Fig. 4) con buena evolución y se 

iniciaron trámites para ubicación del paciente en un 

hogar de protección permanente. 
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Figura 2. Lesión 

 

 
Figura 3. Desbridamiento. 

 

 
Figura 4. Granulación. 

 

A los 25 días de hospitalización se considera que el 

paciente ya posee mínimo tejido necrótico en bordes, 
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adecuado tejido de granulación y tejido fibrinoide; 

por lo que no se considera necesario manejo 

quirúrgico. Ante su mejoría, es trasladado a la 

Unidad Hospitalaria de menor complejidad, allí se 

continúa terapia antibiótica vía oral con 

trimetroprim/sulfametoxazol y a los 47 días desde el 

inicio de la hospitalización se terminó el tratamiento. 

2. El paciente presentado en el caso presenta 

factores de riesgo dentro de los que se incluyen el 

diagnóstico de demencia vascular, hipotiroidismo, al 

igual que situación de fragilidad social y sexta 
década de vida las cuales que tienden a predisponer 

al desarrollo de miasis cutánea. 
 

b. Resultados de la revisión 

Después de una búsqueda sistemática de la 

información se concluyó que: 

a. La miasis cutánea es una patología común en 

países tropicales, siendo el más común dentro de los 
artículos incluidos, Brasil. 

b. Los factores predisponentes y comorbilidades 

asociadas reportadas fueron: mala higiene, malas 

condiciones socioeconómicas, fragilidad social, 

pacientes mayores de 60 años, enfermedad mental, y 

diabetes mellitus. 

c. En los artículos revisados, esta se resuelve 

rápidamente y tiene buena respuesta al tratamiento 

con ivermectina y la extracción manual de las larvas. 

Sin embargo, la presencia en los artículos revisados 

de falla terapéutica se presentó en 1 de 19 pacientes 
en total. 

d. Dentro de las intervenciones terapéuticas en todos 

los casos revisados se realizó extracción manual 

junto con el uso de ivermectina. La duración del 

tratamiento varió de 2 días a 5 semanas, siendo la de 

mayor duración debido a falla terapéutica, después 

de un manejo de 3 semanas el cual incluye el uso de 

Ivermectina (tabletas de 6 mg 4 veces al día) como 

dosis única, que se repitió a las dos semanas sin una 

favorable evolución. Como adyuvantes al 

tratamiento se evidencia el desbridamiento del tejido 
necrótico, vendaje oclusivo con nitrofurazona, 

vaselina ungüento y el uso de manejo antibiótico con 

cefalotina 1 gr c/6 horas, cefalexina de 500 mg 

cuatro veces al día durante 10 días, 

amoxicilina/clavulánico 875/175 mg cada 12 horas, 

clindamicina 30 mg/kg V.O día y gentamicina 6 

mg/kg V.O día, al igual que el uso de antihelmínticos 

como el albendazol 400 mg por vía oral. 

Implicaciones para la práctica clínica: 

• La prevalencia de falla terapéutica para el 

tratamiento de miasis cutánea es baja. 

• Globalmente está indicado el uso de ivermectina 
el cual demostró un importante porcentaje de 

eficacia. 

• La inmunosupresión podría suponer un factor de 

riesgo para presentar falla terapéutica. 
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Discusión 
 

La miasis cutánea es una infección poco frecuente 

que se suele presentar en pacientes con factores de 

riesgo ampliamente descritos. Según los resultados 
obtenidos en la serie de casos realizada por Almeida, 

et.al(1) los principales factores de riesgo fueron 

situación de calle, uso de drogas, discapacidad 

mental y mala higiene, en todos los casos 

presentados hubo complicaciones graves como la 

destrucción ósea.  

En el reporte de caso publicado por Andreolla, 

et.al(5) se describe un caso de un hombre en situación 

de calle con miasis cutánea y cáncer de células 

escamosas, que fallece debido a la patología 

maligna. 
En el caso presentado de igual forma se asocia la 

condición de situación de calle a miasis cutánea 

complicada con sepsis de tejidos blandos, por lo que 

se debe reiterar que la fragilidad social y la 

vulnerabilidad de estos pacientes son un factor de 

riesgo importante, no solo para el desarrollo de 

miasis cutánea, sino para el desarrollo de 

complicaciones graves debidas principalmente a la 

demora en el diagnóstico. 

En cuanto a la miasis cutánea asociada a 

enfermedades sistémicas se pudo evidenciar que en 

la serie de casos publicada por Menghi, et.al(6) las 
principales patologías asociadas fueron psoriasis, 

herida quirúrgica reciente, diabetes asociada a 

hipertensión arterial y carcinoma de células 

escamosas, del mismo modo en el reporte de caso 

publicado por Sanmagala, et.al se asoció psoriasis 

vulgar a miasis cutánea y en el artículo realizado por 

Andreolla, et.al(5) se relaciona carcinoma de células 

escamosas con miasis cutánea. Los tres autores 

coinciden en qué patologías propias de la piel 

aumentan el riesgo de miasis cutánea. 

En los estudios realizados por Rodrigues, et,al.(9) y 
Khurram, et.al,(7) se mencionan casos de mujeres 

diagnosticadas con carcinoma ductal de mama en 

estadios avanzados asociados a defectos de 

cobertura, ambos concluyen con que un estadio de 

cáncer de mama avanzado podría predisponer a 

miasis cutánea, principalmente asociado a un 

diagnóstico tardío del cáncer de mama y demora en 

la búsqueda de atención médica al momento de 

presentar la miasis. 

Según los resultados obtenidos de la revisión 

bibliográfica realizada podemos observar que la 

extracción manual es la terapia de elección para 
miasis cutánea, independiente de sus 

complicaciones. 

Sin embargo, se debe tener en cuenta que en la 

bibliografía revisada no se consideró la extracción 

manual o desbridamiento como monoterapia, pues 

siempre se asoció a terapia farmacológica. 

 

 

 

 

En cuanto a la terapia con ivermectina, todos los 

autores mencionan el uso de este medicamento para 

el tratamiento de miasis cutánea. Las dosis utilizadas 

por cada autor son muy variables, pues en algunos 

casos se utilizó dosis única, por ejemplo, en el caso 

presentado este fue el tratamiento de elección, sin 

embargo, otros autores optaron por repetir la dosis a 

los 15 días, y otros utilizaron ivermectina durante 

varios días.  
La literatura recomienda el uso de dosis única de 

ivermectina pues la administración de una única 

dosis ha demostrado ser igual de efectiva que 

terapias con dosis repetidas de este medicamento(14). 

En cuanto a la asociación de antimicrobianos a la 

terapia para miasis cutánea, en 6 de las 10 

publicaciones revisadas utilizaron tratamiento 

antibiótico, con un máximo de duración de 22 días 

en caso de pacientes que presentaron complicaciones 

como destrucción ósea. En el caso presentado se 

realizó terapia antimicrobiana por 42 días, sin 

evidencia de osteomielitis pero si sepsis de tejidos 
blandos.  

La literatura recomienda que en infecciones 

complicadas con osteomielitis se debe utilizar 

antibiótico por 42 días(15). 

Se debe recalcar que en solo una de las series de 

casos realizadas por Calderon, et al(2) se realizó 

terapia con dosis única de Ivermectina, asociada a 

extracción manual, con posterior éxito terapéutico. 

En los demás artículos revisados se dio un manejo 

con dosis repetidas de ivermectina asociado a 

extracción manual, con posterior éxito terapéutico. 
Lo anterior demuestra que la asociación de 

ivermectina y extracción manual representan una 

opción eficaz para el tratamiento de miasis cutánea. 

La falla terapéutica fue baja, pues solo en uno de los 

artículos revisados hubo falla terapéutica que 

requirió manejo antibiótico asociado, en el caso 

presentado la terapia inicial fue ivermectina en dosis 

única asociado a oxacilina y clindamicina, está 

terapia no mostró una mejoría significativa del 

cuadro de ingreso de nuestro paciente. 

Sin embargo, como se mencionó anteriormente el 

uso conjunto de ivermectina y de la extracción 
manual son la terapia de preferencia que mostró 

buenos resultados en los artículos revisados, en el 

caso presentado la extracción manual fue posterior al 

uso de ivermectina, por lo que eso podría explicar la 

falla terapéutica.  

A pesar de contar con larvas extraídas del paciente 

(Fig. 5), una de las limitaciones de este estudio es la 

no identificación del agente causal debido a la no 

disponibilidad de recursos para realizar las pruebas 

correspondientes, sin embargo, este reporte de caso 

aporta a la literatura existente sobre el tema. 
 
27  Parasitología Latinoamericana (2023);72 (2): 20-28 



 

 

 

Revista Parasitología Latinoamericana 

_______________________________________________________ 

 

 
Figura 5. Larva extraída de paciente 
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Abstract 
Toxocariosis is a global impact parasitic infection caused by nematodes of the genus Toxocara. Laboratory 

diagnosis is performed by detecting IgG antibodies against Toxocara canis excretion-secretion antigens (TES). 

Two serological methods are usually used consecutively: enzyme-linked immunosorbent assay (ELISA) and 

Western blot (WB), which is used as a confirmatory method when the ELISA gives a positive result. The 

objective of this work is to compare the results obtained by ELISA and by WB in a group of patients with 

cutaneous manifestations as a presentation form of the disease. Serum samples were obtained from 117 patients 
with suspected toxocariosis and recurrent dermatological manifestations without another apparent etiological 

diagnosis. The presence of IgG type anti-Toxocara antibodies was investigated by ELISA and by WB in all 

patients. Eighteen positive patients by ELISA and 21 positive patients by WB were found. One ELISA positive 

sample was WB negative and 4 ELISA negative samples were positive for WB. In 112 samples (95.7%), 

concordant results were obtained by both methods. We conclude that the joint use of WB and ELISA methods 

is highly recommended in all patients with suspected cutaneous toxocariasis, since both methods complement 

each other and reinforce the diagnostic hypothesis. 

Keywords: cutaneous toxocariosis, serodiagnosis, ELISA, western blot. 

 

Resumen 
La toxocariosis es una histoparasitosis de impacto global causada por nemátodos del género Toxocara. El 

diagnóstico de laboratorio de la toxocariosis se realiza mediante la detección de anticuerpos IgG dirigidos 

contra antígenos de excreción-secreción de Toxocara canis (TES). Para ello, usualmente se utilizan dos 

métodos serológicos de manera consecutiva: el ensayo por inmunoabsorción ligado a enzimas (ELISA) y 

Western blot (WB), que se emplea como método confirmatorio cuando el ELISA da resultado positivo. El 

presente trabajo tiene como objetivo, comparar los resultados obtenidos por ELISA y WB en un grupo de 

pacientes con manifestaciones cutáneas como forma de presentación de la enfermedad. Se obtuvieron muestras 

de suero de 117 pacientes con manifestaciones dermatológicas recurrentes sin otro diagnóstico etiológico 
aparente, en los cuales se sospechó infección por T. canis y se investigó la presencia de anticuerpos anti-

Toxocara de tipo IgG, por ELISA y por WB en todos ellos. Dieciocho pacientes fueron positivos para ELISA y 

21 pacientes positivos para WB. Una muestra positiva de ELISA resultó negativa para WB y 4 muestras 

negativas para ELISA resultaron positivas para WB. En 112 muestras (95,7%) se obtuvieron resultados 

concordantes por ambos métodos. Concluimos que es altamente recomendable la utilización conjunta de los 

métodos de WB y ELISA en todos los pacientes con sospecha de toxocariosis cutánea, ya que ambos métodos 

se complementan y refuerzan la hipótesis de diagnóstico. 

Palabras clave: toxocariosis cutánea, serodiagnóstico, ELISA, western blot. 
 

Introducción 
La toxocariosis es una histoparasitosis de impacto 

global causada por helmintos, específicamente por 

nemátodos del género Toxocara. De ellos, los más 

significativos son T. canis y T. cati, siendo perros y 

gatos sus huéspedes definitivos, respectivamente. 

Los huevos del parásito son eliminados en su materia 

fecal, contaminando el suelo. El hombre es un 

huésped accidental, que adquiere la infección por 
ingestión de huevos larvados del parásito(1).  

La región noreste de Argentina (NEA) posee clima 

subtropical cálido y húmedo, y las condiciones 

ambientales de temperatura y humedad son 

favorables para el embrionado de los huevos y su 

viabilidad en el suelo. En trabajos previos se 

estudiaron suelos de espacios públicos destinados a 

recreación, de la ciudad de Resistencia (Chaco) 

hallándose huevos de Toxocara en 33% de las plazas, 

25% de los parques y 21% de las plazoletas(2,3). En 

otros estudios realizados en la región, la prevalencia 
de huevos de T. canis en materia fecal canina 

recolectada de aceras fue del 16%(4). 
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En la región NEA, los valores de seroprevalencia de 

toxocariosis humana son elevados principalmente en 

poblaciones con carencias sociosanitarias. En 

trabajos previos realizados por nuestro grupo se halló 

un 37.9% de seroprevalencia en niños de bajo nivel 

socioeconómico de la ciudad de Resistencia(5), y un 

38.9% en adultos sanos de la misma ciudad(6). 

Asimismo, se halló un 50% de seroprevalencia en 

niños de barrios carenciados y un 48.8 % en 
población rural de la de la vecina provincia de 

Corrientes(7,8). Cuando el hombre ingiere los huevos 

infectantes, estos eclosionan en el intestino delgado y 

las larvas liberadas atraviesan la pared intestinal para 

alcanzar el torrente sanguíneo y así migrar a distintos 

tejidos, ocasionando una diversidad de signos y 

síntomas. Éstos se pueden agrupar en diversos 

síndromes: larva migrans visceral, larva migrans 

ocular, neurotoxocariosis, toxocariosis común y 

toxocariosis encubierta(1,9). Sin embargo, en algunos 

casos, la enfermedad se puede presentar 

exclusivamente con síntomas cutáneos, siendo los 
más frecuentes, prurito crónico o prúrigo, eczema, y 

urticaria crónica(10,11). 
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El diagnóstico de toxocariosis se realiza mediante la 

detección de anticuerpos IgG dirigidos contra los 

antígenos de excreción-secreción de T. canis (TES). 

Para ello, se utilizan dos métodos serológicos de 

manera consecutiva: en primer lugar, se realiza el 

ensayo por inmunoabsorción ligado a enzimas 

(ELISA), y luego las muestras que arrojan resultados 

positivos se confirman con Western blot (WB). Sin 

embargo, aquellos pacientes con síntomas cutáneos 

como única forma de presentación de la infección 

usualmente presentan títulos bajos de anticuerpos 
anti-Toxocara, por lo que el ELISA puede resultar 

menos sensible(10).  

El objetivo de este estudio es comparar las técnicas 

de ELISA y WB como métodos diagnósticos de 

toxocariosis en pacientes con manifestaciones 

cutáneas como forma de presentación de la 

enfermedad. 
 

Material y métodos 

Entre marzo de 2019 y diciembre de 2022, se 

estudiaron pacientes provenientes de zonas urbana, 

periurbana y rural de la provincia del Chaco 

(Argentina). El estudio se llevó a cabo en el Instituto 

de Medicina Regional de la Universidad Nacional 

del Nordeste, el examen clínico y dermatológico de 

los pacientes se realizó en el Consultorio de 

Medicina Tropical, y los estudios de laboratorio se 

realizaron en el Área de Inmunología del mismo 
instituto. 

Se incluyeron en el estudio 117 pacientes, de ambos 

sexos, con edades comprendidas entre 2 y 79 años, 

que acudieron a la consulta dermatológica por 

diferentes manifestaciones cutáneas recurrentes 

(eczemas misceláneos, alopecia areata, prurigo, 

prurito y urticaria crónica), en los que no se pudo 

establecer el origen etiológico de las mismas, 

siguiendo un protocolo de examen clínico, y en los 

cuales se sospechó infección por T. canis. 

Previo consentimiento informado, se obtuvieron 

muestras de suero y se investigó la presencia de 
anticuerpos específicos anti-Toxocara de tipo IgG, 

por los métodos de ELISA y WB, en todos los 

pacientes. Se emplearon métodos de ELISA y WB 

“in house” previamente desarrollados utilizando 

antígenos de excreción secreción de cepas locales de 

T. canis.  

La obtención de antígeno TES se realizó según la 

técnica antes descripta(12): Brevemente, larvas de 

estadío L2 de T. canis fueron mantenidas viables en 

medio de cultivo Dulbecco, modificación de Iscove, 

con agregado de penicilina y estreptomicina. Fueron 
incubadas a 37°C en 5% de CO2, pH 6.4-6.5. 

Semanalmente se recolectó el medio de cultivo 

sobrenadante y las alícuotas se conservaron a -70°C 

formando un pool. 

 

 

Posteriormente se concentró por ultrafiltración (PM-

10-Amicon, USA), se dializó y se determinó la 

concentración proteica por el método de Bradford 

usando albúmina bovina como estándar. 

Para el test de ELISA (in house), se emplearon 

diluciones de suero 1/80, anticuerpo conjugado anti-

IgG marcado con peroxidasa y como sustrato 

cromógeno orto-fenilendiamina activado con 

peróxido de hidrógeno.  

La densidad óptica (DO) se leyó a 450 nm y se 

consideró un valor de corte de DO = 0.300, por 
encima del cual los resultados fueron considerados 

positivos.  

El método cumplió con los siguientes parámetros de 

calidad: sensibilidad del 92.1%, especificidad del 

87.5%, al ser comparado con un test de ELISA 

comercial (LMD, TC 1, Alexon-Trend Inc., Ramsey, 

Mn-USA)  

El método de WB (in house), se realizó de acuerdo a 

la técnica de Magnaval(13) con modificaciones(12), a 

partir de tiras de nitrocelulosa previamente 

transferidas con las fracciones de antígenos de 

excreción-secreción locales.  
Se utilizaron diluciones de sueros 1/50, conjugado 

anti-IgG marcado con peroxidasa y como sustrato 

cromogénico 4-Cloro-1-Naftol activado con 

peróxido de hidrógeno.  

La interpretación de los resultados se realizó por 

lectura visual, observando el patrón de bandas 

característico de T. canis, en el que se distinguen 

bandas de 23, 26, 32, 45, 55, y 70 kDa, tomando 

como criterio de positividad la presencia de bandas 

de 23 a 32 kDa, por ser las de mayor especificidad. 

El método tuvo una sensibilidad del 100% y 
especificidad del 94.4%, al ser comparado con 

resultados obtenidos por el Laboratorio Nacional de 

Referencia ANLIS-Malbrán. 

Para ambos métodos se incluyeron 5 sueros controles 

positivos y 5 controles negativos provistos por el 

mismo laboratorio de Referencia Nacional. 

Finalmente, se compararon los resultados obtenidos 

por ambos métodos serológicos. 

 

Resultados 
Del total de 117 pacientes estudiados, en 21 
pacientes (17.9%) se detectaron anticuerpos 

específicos  para  Toxocara  de  tipo  IgG  por  WB, 

mientras  que  por  el método de ELISA se 

detectaron 18 pacientes seropositivos (15.4%). Una 

muestra positiva por ELISA resultó negativa por WB 

y 4 muestras negativas por ELISA resultaron 

positivas por WB. En 112 muestras (95.7%) se 

obtuvieron resultados concordantes por ELISA y 

WB. 

La comparación de los resultados obtenidos por 

ambos métodos se muestra en la Tabla 1. 

 
31  Parasitología Latinoamericana (2023);72 (2): 29-34 



 

 

 

Revista Parasitología Latinoamericana 

_______________________________________________________ 

 

 ELISA WB ELISA y WB 
concordante Positiva Negativa Positivo Negativo 

Pacientes 
(n=117) 18 (15.4%) 99 (84.6%) 21 (17.9%) 96 (82.1%) 112 (95,7%) 

Control Positivo 
(n=5) 5  0 5  0 5  

Control Negativo 
(n=5) 0 5  0 5  5  

 

Tabla 1: Detección de anticuerpos de tipo IgG específicos para Toxocara en muestras de suero de pacientes y controles. 

Comparación de resultados obtenidos por los métodos de ELISA y WB. 

 

 
 

Figura 1. WB con antígeno de excreción-secreción de T. 

canis. Las bandas de 23 a 32 kDa, se consideran las de mayor 

especificidad. 

 

Discusión  
De acuerdo a los resultados obtenidos, la técnica de 

WB demostró ser más sensible para detectar casos de 

toxocariosis cutánea, que por lo general cursa con 

bajos títulos de anticuerpos anti-Toxocara. Ya en un 

trabajo de 1991, Magnaval y cols. remarcaban la 

mayor sensibilidad y especificidad del WB al ser 

comparado con el ELISA estándar usando los 

mismos antígenos(13).  

Varios autores coinciden que los síntomas 

dermatológicos pueden ser la única manifestación de 

una toxocariosis subyacente(10,14). Debido al largo 
curso de esta enfermedad y ante la dificultad de 

establecer un origen a las lesiones, recomiendan 

investigar la presencia de anticuerpos anti-Toxocara 

particularmente en los pacientes más expuestos a 

factores de riesgo, como los niños, y personas que 

viven en condiciones sociosanitarias deficientes.  En 

la opinión de Gravignet y cols, el WB es una técnica 

mucho más sensible que el ELISA y más adecuada 

para el diagnóstico serológico en pacientes con 

manifestaciones dermatológicas(10). 
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En los algoritmos habituales de diagnóstico de 

toxocariosis, el método de WB se realiza solo cuando 

se obtiene un resultado positivo del ELISA, que se 

confirma con el resultado del WB. En nuestro 

trabajo, cuatro pacientes que dieron negativo por 

ELISA fueron positivos por WB; del mismo modo, 

Bellanger et al. encontraron que el WB fue mucho 

más sensible para detectar anticuerpos anti-Toxocara 

en pacientes con prurito y urticaria, comparado con 
el TES-ELISA(15). Asimismo, Öner y cols. 

encontraron que el WB era mejor que el ELISA para 

investigar toxocariosis en pacientes con 

eosinofilia(16).  El WB es la técnica más sensible y 

específica para el diagnóstico de toxocariasis, ya que 

permite detectar títulos bajos de IgG anti-Toxocara, 

así como diferenciar la toxocariosis de otras 

helmintiasis; la mayor especificidad reside en el 

patrón de bandas correspondientes a distintas 

fracciones proteicas del antígeno de excreción-

secreción de Toxocara: el grupo de bandas de alto 

peso molecular tiene menor especificidad, y puede 
dar una reacción cruzada con otras helmintiasis; sin 

embargo, el grupo de bajo peso molecular es 

altamente específico de Toxocara(12,15). 

Gravignet y cols. advierten que en casos de 

toxocariosis cutánea el WB puede arrojar un patrón 

de bandas incompleto con solo dos o tres bandas 

específicas de bajo peso molecular. Cuando se 

emplea el ELISA muchas veces la densidad óptica se 

encuentra por debajo del cut off recomendado por el 

fabricante(10). En nuestro trabajo por tratarse de un 

ELISA “in house” el cut off fue determinado 
experimentalmente, a partir de la densidad óptica 

promedio de sueros controles negativos más dos 

desviaciones estándar. Con respecto al WB, 

coincidentemente con lo expresado por Gravignet, en 

algunas muestras obtuvimos patrones incompletos, 

pero siempre estuvieron presentes las bandas de bajo 

peso molecular. 

Los antígenos usados en el ELISA son una compleja 

mezcla de glicoproteínas y se ha demostrado 

reacción cruzada con otras especies de helmintos. 

Existen  varios trabajos en la bibliografía que 

apuntan a mejorar la sensibilidad y especificidad del 
TES-ELISA:  Así, Santos et al.  recomiendan  utilizar 
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proteínas recombinantes de antígenos TES, siendo 

más sensible y específica la proteína rTES-30(17). En 

la misma línea de pensamiento, Roldán(18) y 

Santillán(19) también alcanzaron mayores niveles de 

especificidad mediante el procesamiento de 

antígenos TES. En el primer caso, ésto se logró 

mediante desglicosilación para eliminar las 

fracciones de mayor peso molecular, responsables de 

generar reacción cruzada con otras helmintiasis(18). 

En el segundo caso, se obtuvo la fracción purificada 

del antígeno TES mediante cromatografía de 
intercambio iónico(19).  

Existen una variedad de métodos para realizar el 

serodiagnóstico de toxocariasis. Sin embargo, la 

mayoría han sido estudiados en pacientes con 

manifestaciones típicas de la enfermedad, siendo 

pocos los trabajos que incluyen pacientes únicamente 

con manifestaciones cutáneas.(14,20,21) 

Los casos de toxocariosis cutánea son probablemente 

subestimados debido a que el WB se emplea como 

técnica confirmatoria del ELISA. Nuestro estudio 

remarca la necesidad de realizar WB 

sistemáticamente cualquiera sea el resultado del 
ELISA. Hacer un diagnóstico etiológico de esta 

parasitosis permite instaurar el tratamiento 

antiparasitario oportuno.  

 

Conclusiones 
Se concluye que es altamente recomendable la 

utilización conjunta de los métodos de WB y ELISA 

en todos los pacientes con manifestaciones cutáneas 

sugestivas de toxocariosis, ya que ambos métodos se 

complementan y fortalecen la hipótesis de 

diagnóstico, especialmente cuando ambos arrojan 
resultados positivos. Este enfoque se ve potenciado 

aún más al emplear antígenos de alta especificidad, 

como los antígenos de excreción-secreción, 

mejorando la precisión y confiabilidad del 

diagnóstico de toxocariosis en casos con 

manifestaciones cutáneas. 
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Abstract 
Malaria is a disease caused by different species of Plasmodium. Thrombocytopenia is a factor associated with 

possible complications in relation to infective forms. This study described the presentation of the disease in 

ESM 3045, during the period from January to May 2019. This is a descriptive study carried out from the cases 

diagnosed with malaria in ESM 3045, during the period from January to May 2019. The prevalence of malaria 

due to P. vivax was 70%. The mean parasitemia is delimited in P. vivax by the presence of gametocytes 

(7,664.2 parasites/ µL 95% CI 5,049.31-10,279.08 parasites/ µL) compared to cases without gametocytes 
(2,565.8 parasites/ µL 95% CI 1,712.17 – 3,419.43 parasites/ µL). In P. vivax with gametocytes and 

development of thrombocytopenia I present an OR = 3.86 (95% CI 1.77 - 8.42), however given the size of the 

sample the confidence interval is wide.  In conclusion P. vivax continues to be the etiological agent with the 

highest prevalence in the development of malaria, the presentation of malaria is more frequent in early age 

ranges, documenting the importance of thrombocytopenia in the development of the disease, raising the 

possibility that P. vivax infection with sexual forms is a factor that should be studied to evaluate the 

development of thrombocytopenia.  

Keywords: Malaria, Gametocytes, Thrombocytopenia. 

 

Resumen  
La Malaria es una enfermedad producida por las diferentes especies de Plasmodium. La trombocitopenia es un 

factor asociado a posibles complicaciones en relación con formas infectantes. Este estudio describió́ la 

presentación de la enfermedad en el Establecimiento de Sanidad Militar 3045 (ESM), durante el periodo 

comprendido entre Enero a Mayo de 2019. Este es un estudio descriptivo realizado a partir de los casos 

diagnosticados con malaria en el ESM 3045, durante el periodo comprendido entre enero a mayo de 2019. 

Resultados: La prevalencia de malaria por P. vivax fue del 70%. La media de parasitemia está delimitada en P. 

vivax por la presencia de gametocitos (7,664.2 parásitos/ µL IC 95% 5,049.31-10.279,08 parásitos/ µL) en 

comparación con los casos sin gametocitos (2.565,8 parásitos/ µL IC 95% 1,712.17 –3,419.43 parásitos/ µL). 
En P. vivax con gametocitos y desarrollo de trombocitopenia presento un OR = 3.86 (IC 95% 1.77 - 8.42) sin 

embargo dado el tamaño de la muestra el intervalo de confianza resulta amplio.   Se concluye que P. vivax es el 

agente etiológico con mayor prevalencia en el desarrollo de malaria con mayor frecuencia en rangos de edades 

tempranas, destacando la importancia de la trombocitopenia en el desarrollo de la enfermedad, planteando así la 

posibilidad de que la infección por P. vivax con formas sexuales constituya un factor que debería ser estudiado 

a profundidad para evaluar el desarrollo de trombocitopenia.  

Palabras Clave: Malaria, Gametocitos, Trombocitopenia. 
 

Introducción  
La malaria es una enfermedad causada por 

hemoparásitos de la familia Plasmodium (P. 

falciparum, P. vivax, P. ovale, P. malariae y P. 

knowlesi), trasmitida por la hembra de la especie 

Anopheles, siendo en la actualidad una enfermedad 

completamente prevenible; 3,200 millones de 

personas en 97 países están expuestos a la 

infección(1). Para el año 2017 se estimaron 219 

millones de casos de malaria a nivel mundial, la 
mayor parte de los casos nuevos de la enfermedad 

fueron reportados en el territorio africano, un total de 

15 países en el África Subsahariana aportan el 80% 

del total de casos de malaria en conjunto con la 

India. Nigeria (25%), República Democrática del 

Congo (11%), Mozambique (5%), India (4%) y 

Uganda (4%) son los países con mayor reporte de 

infección por las diferentes especies del parásito. El 

97,7% de los casos en África y Asia son secundarios 

a P. falciparum; en América predomina la infección 

por P. vivax, aportando el 74,1% de los casos en la 
región(2).  La mortalidad de la enfermedad fue de 

435.000 para el año 2017, el grupo etario mayormente 
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afectado fue la primera infancia (menores de 5 años) 
con un 61% de los casos de mortalidad. La mayor 

tasa de mortalidad se presentó́ en África con un 93% 

de los casos, evidenciando un descenso progresivo 

de ésta entre 2010 – 2017(2)(3), excepto en América 

en la cual se presentó́ un incremento en la mortalidad 

e igualmente, se ha presentado un ascenso en la tasa 

de incidencia de la enfermedad desde el año 2015 a 

nivel mundial(2).  

Colombia es uno de los países en el que la 

enfermedad tiene un alto poder endémico, 

aproximadamente 12 millones de personas habitan 
en áreas localizadas bajo los 1,500 msnm, 

incrementado el riesgo endémico para adquirir la 

enfermedad(3). P. vivax es la especie con mayor 

incidencia en el territorio nacional, sin embargo, P. 

falciparum ocupa un 30% del total de los casos 

ocurridos en el país, incluyendo los casos de malaria 

mixta (Presencia de la enfermedad por dos especies 

de Plasmodium) siendo uno de los países con más 

alta incidencia para esta especie. Actualmente en 

Colombia se han reportado aproximadamente 

150,000  casos anuales,  convirtiéndose en una de las 
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enfermedades más relevantes, constituyendo un 

evento especial en salud pública(3).  

El ciclo vital del parasito es fundamental, este ciclo 

depende de dos huéspedes, los humanos y las 

hembras de la especie Anopheles, el ciclo asexual 

depende de diferentes formas parasitarias, la primera 

de ellas, los esporozoítos son inoculados a 

circulación sanguínea por el vector, para ser llevados 

al hígado y cumplir la fase hepática de la infección, 

posteriormente maduran a merozoítos que pasan a la 

circulación sistémica, en la infección por P. vivax un 
porcentaje queda alojado en el hígado produciendo 

los hipnozoítos, una forma infectante no activa; los 

merozoítos en circulación sistémica dan cabida a la 

aparición de trofozoítos y esquizontes quienes 

desarrollan la sintomatología de la enfermedad(4). Por 

otro lado una pequeña porción de merozoítos dan 

lugar a una forma sexual no infectante del parásito 

denominada gametocitos los cuales son ingeridos 

nuevamente por el vector y garantizarán la 

propagación de la enfermedad(3)(5)(6). 

El diagnóstico de la enfermedad debe ser precoz en 

todos los casos, sobre todo en individuos con 
sintomatología o factores de riesgo para adquirir la 

enfermedad; dentro de los factores de riesgo, la visita 

a un área endémica para la enfermedad durante los 

últimos 15 días en un individuo sintomático, obliga a 

la realización de pruebas de laboratorio(6)(7). El 

examen microscópico de gota gruesa sigue siendo el 

Gold Standard para el diagnóstico (cuya sensibilidad 

y especificidad pueden verse afectadas por el 

observador, la calidad de los colorantes empleados, 

la calidad de la muestra y la calidad del frotis) ya que 

permiten la detección completa de las diferentes 
formas parasitarias circulantes y la respuesta pos- 

tratamiento de la enfermedad(7). La detección de 

complicaciones repercute de manera directa en el 

tratamiento y la mortalidad de los pacientes con 

diagnóstico de malaria(3), el hemograma es la 

principal ayuda diagnóstica que delimita la presencia 

de anemia secundaria a hemólisis y trombocitopenia 

como factor delimitante del compromiso 

hepático(2)(3)(4).  

Estudios previos han evaluado la medida sincrónica 

de las formas parasitarias de malaria, demostrando 

que los valores no solo dependen de la sincronía con 
la que se realice la evaluación, sino que factores 

como la condición clínica del huésped humano, la 

respuesta al tratamiento y la relación huésped-

parásitos, delimitan el valor real de la parasitemia y 

su comportamiento a través del tiempo(8). La guía 

colombiana para la atención de malaria considera 

como signos de alerta, un valor de parasitemia 

>50,000 parásitos/ µL  de formas asexuales(3). Otros 

estudios destacan la presencia de parasitemia >2,5%, 

hemoglobina < 5g/dL, hematocrito < 15% y 

trombocitopenia severa < 50,000 plaq/mm3 como un 
 

 

factor delimitante de complicaciones(7). Se han 

realizado estudios con marcadores especializados 

tipo XC 10 y XC 30 utilizando citometría de flujo 

por fluorescencia demostrando una alta sensibilidad 

y especificidad para la detección de Plasmodium spp. 

Incluso, se logra cuantificar el nivel de gametocitos 

que delimite la posibilidad de trasmisión de la 

enfermedad y una evaluación completa del conteo de 

cada línea celular, sin que la presencia de anemias, 

trombocitopenias o hemoglobinopatías interfiera con 

el resultado real de parasitemia(9)(10).  
Es importante documentar la relación existente entre 

malaria por P. falciparum – P. vivax dado la 

incidencia de malaria mixta en Colombia(3), un 

metaanálisis documentó la presencia de parasitemia 

por P. vivax en pacientes con antecedente reciente de 

infección por P. falciparum documentando la 

presencia de parasitemia al día 42 de 5.6% (95% CI 

4.0 – 7.4), valor que incrementó hasta un 6.5% (95% 

CI 4.6 – 8.6) en poblaciones donde existe una larga 

periodicidad de la enfermedad(11). 

En Colombia se han realizado estudios acerca del 

desarrollo de complicaciones evidenciadas en 
paraclínicas secundarias a infección por malaria, en 

Apartado, Colombia se evaluaron 359 casos de 

malaria por P. vivax donde se reportó́ anemia grave 

en el 51.8% de los casos y trombocitopenia en el 

15.6%, siendo los valores de hemoglobina y la 

trombocitopenia los datos que se vieron más 

comprometidos(12). El Grupo Malaria de Medellín 

evaluó temporalmente el comportamiento de las 

plaquetas en pacientes con malaria y el 71% de los 

pacientes con malaria desarrollaron trombocitopenia, 

sin presentar relación con alguna especie de 
Plasmodium en particular, afectando en mayor 

proporción a hombres (p =0.02078195)(13). Estos 

datos resultan fundamentales para evaluar la 

importancia del primer reporte de parasitemia en 

gota gruesa y en especial como las diferentes formas 

parasitarias pueden repercutir en el desarrollo de 

complicaciones o signos de alarma de la enfermedad; 

sin embargo no se cuenta con un estudio que 

relacione la presencia de formas sexuales del 

parásito (gametocitos) que garantizan la propagación 

de la enfermedad, con uno de los factores más 

sensibles de complicación como la 
trombocitopenia(12), por lo que el objetivo de este 

estudio es describir la presentación de gametocitos 

en la parasitemia y una posible relación con la 

presencia de trombocitopenia en pacientes con 

malaria al momento del diagnóstico(14).  

 

Materiales y Métodos  
 

Diseño y Población de estudio  

Estudio descriptivo realizado en el municipio de 

Bahía  Solano, Chocó, al interior del Establecimiento 
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de Sanidad Militar 3045 adscrito al Batallón de 

Infantería de Marina N° 23, tomando el total de 

pacientes diagnosticados con malaria por 

Plasmodium spp. De acuerdo con el Código 

Internacional de Enfermedades CIE10 (Paludismo 

por P. falciparum B509, Paludismo por P. vivax 

B519 y Otros paludismos confirmados 

parasitológicamente (Malaria Mixta) B538) durante 

el periodo comprendido entre Enero-Mayo del 2019. 

El estudio se realizó a partir del análisis de la base de 

datos interna del establecimiento de sanidad del total 
de los pacientes diagnosticados con malaria. Durante 

el periodo descrito, teniendo el reporte de gota 

gruesa donde se pesquisó la presencia o ausencia de 

gametocitos en muestras tomadas posterior a la 

presentación de fiebre y sintomatología sugestiva de 

la enfermedad y los valores de plaquetas para cada 

paciente, documentando un total de 50 casos de 

malaria por Plasmodium spp. Para el valor de la 

parasitemia se tuvo en cuenta la definición por 

lineamientos internacionales de acuerdo con el 

número total de parásitos, empleando las siguientes 

formulas (Fig. 1) (Fig. 2). Reportando la presencia o 
no de gametocitos(3). 

 

 
 

Figura 1. Fórmula para cálculo de parasitemia #1 (Formas 

parasitarias sobrepasan las 100 UI/200 leucocitos). 

 

 
 

 

Figura 2. Fórmula para cálculo de parasitemia #2 (formas 

parasitarias observadas fueron menores a 100 parásitos en 200 

leucocitos). 

 

Manejo y Análisis de Datos  
Los resultados de recuento de parasitemia, la 

presencia de gametocitos y los valores de plaquetas, 

fueron consignados en una base de datos de Excel, 

realizando un análisis descriptivo de la edad, las 

especies de Plasmodium y el valor de la parasitemia. 

Se calcularon las prevalencias de la enfermedad para 

cada especie sobre el valor total de los enfermos, se 

estimaron los intervalos de confianza 95% y la 

probabilidad a través de una curva de desviación 

normal estandarizada para el desarrollo de valores de 

trombocitopenia leve, moderada, severa y no 

trombocitopenia, en relación con el del valor de 
plaquetas presentado para casos diagnosticados por 

P. vivax, P. falciparum y malaria mixta en presencia 

o no de gametocitos. Se calculó el OR para cada 

especie en relación con la presencia de gametocitos y 

el desarrollo de trombocitopenia.  
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Resultados  
Flujograma y Características de la muestra. 

Durante el periodo comprendido entre Enero-Mayo 

de 2019, se diagnosticaron 50 casos de Malaria al 

interior del ESM 3045, la prevalencia de pacientes 

con infección por P. vivax fue de 70%, la de P 

falciparum fue de 14% y la de malaria mixta fue de 

16% (Tabla 1).  

Para la determinación de prevalencia de malaria por 

grupo etario se evidenció un rango de edad entre los 

18 a los 39 años, se organizaron así ́cinco grupos por 
quinquenio. La mayor prevalencia de malaria se 

presentó́ en el grupo de 16-20 años siendo de 56 %, 

seguido del quinquenio comprendido entre 21-25 

años con un 28%. En contraste la menor prevalencia 

de malaria por grupo etario se presentó́ entre los 36-

40 años siendo del 4% (Tabla 2).  

En cuanto a la prevalencia de trombocitopenia por 

especie se evidenció que la mayor prevalencia de 

paciente con trombocitopenia se presentó́ en 

infección por P. vivax 44%, la prevalencia de casos 

de trombocitopenia en infección de malaria para esta 
población sin importar la especie causante fue de 

70% (Tabla 3).  

Con respeto a la presencia de formas sexuales 

(gametocitos), se documentó́ una prevalencia del 

50% de los casos de malaria por P. vivax en los 

presentaron gota gruesa con formas sexuales 

(gametocitos), seguido del 4% de malaria por 

malaria mixta con formas sexuales (gametocitos), así ́

mismo no se reportaron gametocitos en las placas de 

gota gruesa positivas para P. falciparum. La 

prevalencia de gametocitos en gota gruesa sin 

importar la especie fue de 54% para la población 
estudiada (Tabla 4). 

Por último, se realizó́ una evaluación particular del 

porcentaje de trombocitopenia con gametocitos para 

cada especie, donde de los pacientes con P. vivax 

51% presentaban trombocitopenia con gametocitos, 

en contraste con el 25% de los pacientes con malaria 

mixta, siendo importante reportar que para P. 

falciparum no se presentó́ ningún caso de 

trombocitopenia asociado a gametocitos, sin 

embargo 85% de los casos de malaria por P 

falciparum presentaron trombocitopenia (Fig. 3).  
 

 
 

 

Especie Malaria 
Nro. de 

casos 

Prevalencia 

por especie 

Plasmodium 

vivax 
35 0,7 

Plasmodium 

falciparum 
7 0,14 

Malaria mixta 8 0,16 

Total enfermos 50  

 
 

 

Tabla 1. Prevalencia de casos de malaria por especie. 
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Grupo Etario casos malaria Prevalencia de malaria por grupo etario 

15-20 años 28 0,56 

21-25 años 14 0,28 

26-30 años 3 0,06 

31-35 años 3 0,06 

36-40 años 2 0,04 

Total 50 1 
 

Tabla 2. Prevalencia de malaria por grupo etario. 
 

Especie < 150.000 plaq. > 150.000 plaq. 
Prevalencia 

trombocitopenia  
Total  

Plasmodium vivax  22 13 0,44 35 

Plasmodium 

falciparum 6 1 0,12 7 

Malaria mixta 7 1 0,14 8 

Total 35 15 0,7 50 
 

Tabla 3. Prevalencia de la malaria con trombocitopenia por especie. 
 

Especie  
Con 

Gametocitos  
Sin Gametocitos  

Prevalencia 

Gametocitos 
Total  

Plasmodium vivax  25 10 0,5 35 

Plasmodium falciparum 0 7 0 7 

Malaria Mixta  2 6 0,04 8 

Total  27 23 0,54 50 
 

Tabla 4. Prevalencia de gametocitos por especie. 
 

 
Figura 3. Flujograma y características muestrales 
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Valores de parasitemia por especie en relación con 

la presencia de gametocitos.  
En todos los pacientes se realizó el diagnóstico de 
Malaria por medio de gota gruesa, documentando para 

cada especie la presencia o ausencia de gametocitos, el 
promedio de parasitemia más alto fue de 10,509.33 

parásitos / µL (IC 95% 771.03 – 20,247.63 parásitos/ 
µL) para malaria mixta sin presencia de gametocitos. 
En cuanto a los que presentaron gametocitos en gota 

gruesa, la parasitemia más alta se reportó́ en infección 

por P. vivax, 7,664.2 parásitos/ µL  (IC 95% 5,049.31 

– 10,279.08 parásitos/ µL); los casos en los que el 
promedio de parasitemia fue más bajo, se debió́ a 

infecciones por P. falciparum y P. vivax sin presencia 
de gametocitos, con valores de 4,059 parásitos/ µL (IC 

95% 2,146.68–5,971.89 parásitos/ µL) y 2,565.8 
parásitos/µL (IC 95% 1,712.17–3,419.43 parásitos/ µL) 

respectivamente. (Tabla 5). 

 
Valores de plaquetas por especie en relación con la 

presencia de gametocitos.  

La trombocitopenia es un marcador temprano en el 

desarrollo de la enfermedad (12). El promedio de 

plaquetas/mm3 presentada para la mayoría de los 

casos por especie de malaria en la población 

estudiada, se encuentra en rangos de 

trombocitopenia. A excepción del promedio de 

plaquetas en infección por P. vivax sin reporte de 
gametocitos, donde el rango de trombocitopenia 

mostró un valor medio de 183,170 plaq/mm3 (IC 

95% 141,471.3 – 224,868.7 plaq/mm3).  

Los casos donde el promedio de trombocitopenia fue 

más bajo, se presentaron en infección por malaria 

mixta con y sin gametocitos con valores de 106,050 

plaq/mm (IC 95% 95,863.42 – 116,236.6 plaq/mm3) 

y 113,750 plaq/mm3 (IC 95% 89,685.51 – 

137,814.48 plaq/mm3), respectivamente; seguidos 

del promedio de plaquetas en infección por P. vivax 

con reporte de gametocitos mostrando un valor de 

132,824 plaq/mm3 (IC 95% 80,756.99 – 184,891.01 

plaq/mm3) (Tabla 6). 
 

¿Gametocitos como factor predisponente para 

desarrollo de trombocitopenia? 

Dentro de la descripción de la población estudiada, 

se creó el interrogante de una posible asociación 

entre la presencia de gametocitos y el desarrollo de 
trombocitopenia. Se logró documentar que para la 

infección por P. vivax con gametocitos podría existir 

una asociación entre presencia de gametocitos y 

trombocitopenia dado la presencia de un OR = 3.86 

(IC 95% 1.77 - 8.42), sin embargo, este intervalo de 

confianza resulta ser muy amplio por lo que no se 

descarta la presencia de posibles factores de 

confusión no evidenciados en este estudio, además 

de la presencia de una población muy limitada. De la 

misma forma no se logra realizar el cálculo de 

medidas de asociación tipo en los casos de infección 

por P. falciparum y malaria mixta, incrementando 
aún más la duda en la existencia de correlación entre 

la presencia de formas sexuales y el desarrollo de 

trombocitopenia (Tabla 7). 

 

Especie Gametocitos 
Nro. de 

pacientes 

Media de parasitemia 

(Parásitos/µL) 

Desv 

Estándar 

IC 95% 

(Parásitos/µL) 

Plasmodium vivax Si 25 7664.20 2614.88 5049.31 - 10279.08 
 

No 10 2565.80 853.62 1712.17 - 3419.43 

Plasmodium 

falciparum Si 
- - - - 

 
No 7 4059.00 1912.60 2146.68 - 5971.89 

Malaria Mixta Si 2 6820 4130.06 2689.93 - 10950.07 

 
No 6 10509.33 9738.30 771.03 - 20247.63 

 

Tabla 5. Promedio de parasitemia para cada especie de Malaria en relación con presencia de gametocitos. 

 

Especie  Gametocitos  
Nro. de 

pacientes  

Media de plaquetas 

(Plaq/mm3) 

Desv 

Estándar 
IC 95% (Plaq/mm3) 

Plasmodium vivax  Si  25 132814 52057 80756.99 - 184891.01 
 No 10 183170 41698 141471.3 - 224868.70 

Plasmodium falciparum  Si  - - - - 
 

No 7 136751 35822 100928.36 - 172573.63 

Malaria Mixta  Si  2 106050 10186 95863.42 - 116236.60 

 
No 6 113750 24064 89685.51 - 137814.48 

 

Tabla 6. Media de Plaquetas/mm3 para cada especie de Malaria en relación con presencia de gametocitos. 
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Especie 

Gametocitos 

con 

trombocitopenia  

Gametocitos 

sin 

trombocitopenia 

Sin gametocitos 

con 

trombocitopenia  

Sin gametocitos 

sin 

trombocitopenia  

OR  IC 95% 

Plasmodium 

vivax  
18 7 4 6 3.86 

1.77 - 

8.42 

Plasmodium 

falciparum  
0 0 6 1 N/A N/A 

Malaria 

Mixta 
2 0 5 1 N/A N/A 

Total  
20 7 15 8 1,52 

0,64 - 

2,39 
 

Tabla 7. Valores de OR para el desarrollo de trombocitopenia en presencia de gametocitos en Gota gruesa . 
 

Discusión y Análisis de 

Resultados 
Este estudio evaluó́ el comportamiento de la 

infección por Plasmodium spp y la presencia de 

gametocitos asociado a trombocitopenia. 

Encontrando que la mayor prevalencia de casos de 

malaria son secundarios a infección por P. vivax con 

un 70% del total de la población analizada, seguido 

de la infección por malaria mixta y P. falciparum 
con un 16% y 14% respectivamente, datos que 

concuerdan con los reportados por el Ministerio de 

Salud de Colombia, donde la infección por P. vivax 

obtuvo el 50.1% de los casos de malaria para el 2018 

en el territorio nacional, afectando principalmente 

poblaciones afrodescendientes incluyendo 

departamentos como Chocó(15); en el contexto 

asiático, un estudio en India reportó que el 56.51% 

de los casos de malaria son debidos a infección por 

P. vivax(16),datos en relación con los obtenidos en 

este estudio.  
El valor de plaquetas resulta ser un factor 

determinante en el desarrollo de la enfermedad y sus 

complicaciones(3). En infección por P. vivax, P. 

falciparum y malaria mixta predominó la 

trombocitopenia con valores de 62.86%, 85.71% y 

87.5% para cada especie referida, contexto similar al 

presentado en países como India; altamente 

afectados de manera epidemiológica por la 

enfermedad, donde se realizó́ un estudio en 230 

pacientes documentando que de 130 pacientes con 

malaria por P. vivax 100 padecieron 

trombocitopenia, seguido por P. falciparum donde de 
90 casos, 70 presentaron alteración de las plaquetas, 

al igual que en la Malaria mixta donde de 10 casos 9 

presentaron un valor de plaquetas <150,000 

plaq/mm3(16). Así ́ mismo se evidenció un promedio 

de  plaquetas  dentro  del  rango  de  trombocitopenia 

en  las  diferentes  especies,  a  excepción del valor 

de  plaquetas  en  infección de P. vivax sin reporte de 

 

 

gametocitos donde el valor reportado fue de 183,170 

plaq/mm3 (IC 95% 141,471.3 – 224,868.7 

plaq/mm3) (Tabla 4). Datos que pueden ser 

comparados con un estudio de 120 pacientes, 

realizado en India para 2013 donde se reportó́ 

trombocitopenia en 63.33% de los casos de malaria, 

con predomino de trombocitopenia leve en el 36.6% 

de los casos e igualmente se evidenció que la media 

de plaquetas tanto para P. vivax (127,652 plaq/mm3) 

como P. falciparum (78,500 plaq/mm3) se 
encontraba en rango de trombocitopenia(17) poniendo 

en evidencia la importancia del valor de las plaquetas 

como un factor alterado en la historia natural de la 

enfermedad(3).  

Con respeto a las formas sexuales (gametocitos), se 

encuentra que en paciente infectados con P. vivax, la 

detección de gametocitos es mayor que en la 

infección por P. falciparum, esto se debe al secuestro 

medular que ocurre sobre las formas inmaduras de P. 

falciparum(18) (19); lo que explicaría por qué no se 

reportaron casos de P. falciparum con presencia de 
gametocitos en la muestra analizada.  

No obstante, un estudio realizado en la Universidad 

de Melbourne en Australia, analizó una población en 

Papuda y Nueva Guinea donde se documentó́ mayor 

presencia de gametocitos en infección por P. 

falciparum (60%) en comparación con infección por 

P. vivax (51%)(20). Lo que contradice la hipótesis 

anteriormente planteada que permita relacionar la 

ausencia de gametocitemia en P. falciparum como 

consecuencia del secuestro medular(18)(19).  

Se describió́ la relación existente entre los valores de 

parasitemia en gota gruesa al momento del 
diagnóstico y la presencia de gametocitos para cada 

especie  de  Plasmodium, documentado  la media 

más alta de parasitemia en los casos de malaria mixta 

sin gametocitos, esto explicado por la presencia de 

dos especies diferentes de Plasmodium en 

circulación sistémica(3), sin embargo llama la 

atención  que  la  media  de  parasitemia para malaria 
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mixta con gametocitos fue relativamente baja en 

comparación con las otras especies 6,820 

parásitos/µL. En contraste, la media de parasitemia 

para P. vivax cambia de forma significativa con 

gametocitemia 7,664.2 parásitos/µL, en comparación 

con la ausencia de gametocitos donde la media 

obtenida fue de 2,565.8 parásitos/µL, esto puede 

estar en relación con la gametocitogénesis masiva de 

las formas sexuales del parásito para garantizar la 

reproducción y la infectividad del Anopheles 

hembra(21).  
En cuanto a la presencia de gametocitos en la gota 

gruesa y la relación que tiene esto con el desarrollo 

de trombocitopenia, se evidenció que en la malaria 

por P. vivax los casos de trombocitopenia presentan 

una relación de 1.69:1, la trombocitopenia en 

presencia de gametocitos muestra un OR 3.86 (IC 

95% 1.77 – 8.42), respecto a la no presencia de 

gametocitos, OR significativo para considerar la 

gametocitemia en P. vivax como una factor 

determinante en el desarrollo de trombocitopenia, sin 

embargo existe la limitación dada por la muestra y 

los factores de confusión no analizados en este 
estudio. No obstante, un estudio realizado en zonas 

montañosas de Camerún en niños menores de 15 

años se evaluó́ la presencia de gametocitos en 

malaria por P. vivax como un factor predisponente 

en la prevalencia de fiebre y esplenomegalia 39.4% y 

33.3% respectivamente, con valor de P altamente 

significativo (P= 0.03; P= 0.002)(22), lo cual indica 

que la afección clínica por la presencia de 

gametocitos en infección por P. vivax es un factor a 

tener en cuenta.  

Por otro lado, en malaria mixta y P. falciparum es 
imposible lograr medidas de asociación importantes 

con el desarrollo de trombocitopenia dado el 

restringido número de casos presentes para este 

estudio. Sin embargo, un estudio realizado por el 

Departamento de Medicina del Siddhartha Medical 

Collegue evaluó́ el pronóstico y la severidad de la 

trombocitopenia en malaria, encontrando que la 

presencia de trombocitopenia está altamente 

relacionado con la infección por P. falciparum(23); de 

la misma forma, la presencia de esquizontes y 

gametocitos de P. falciparum se relacionan con el 

desarrollo de trombocitopenia(24), siendo un factor 
ampliamente reconocido en casos de malaria 

complicada(25)(26)(27).  

Con lo anteriormente descrito, se documenta que 

para el contexto de este estudio la malaria por P. 

vivax continúa siendo la presentación clínica con 

mayor prevalencia de la enfermedad, evidenciando la 

trombocitopenia como un factor que hace parte del 

curso natural de la malaria, sin embargo, factores 

como la especie, las formas parasitarias, entre ellas 

los gametocitos, pueden interferir en el desarrollo de 

esta complicación.  
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Conclusión  
Actualmente P. vivax sigue constituyendo el agente 

etiológico con mayor prevalencia en el desarrollo de 

malaria, teniendo en cuenta que en población militar 

la presentación de malaria es más frecuente en 

rangos de edades tempranas, probablemente por las 

condiciones sociales, demográficas y laborales. Así ́

mismo, se documentó́ la importancia de la 

trombocitopenia en el desarrollo de la enfermedad. 

Por último, y pese a la poca literatura evidenciada 

acerca de la relación de gametocitemia con el 
desarrollo de trombocitopenia, se podría plantear que 

en la infección por P. vivax con presencia de 

gametocitos en gota gruesa  al ingreso, sería un 

factor que debería ser considerado en el desarrollo de 

trombocitopenia.  
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Abstract 
Procellariiformes comprises a group of seabirds, whose members show the characteristic of long migrations 

reaching wide geographic distribution. The objective of this study is to report the first occurrence of the 

Neotropical tick Amblyomma tigrinum parasitizing a procellariiform seabird, Procellaria aequinoctialis 

(White-chinned Petrel). The petrel host was found beached in South Brazil and rescued to a rehabilitation 

center, where it died three days later. The nymph was classified as Amblyomma tigrinum (Acari: Ixodidae), 

both by morphology and analysis of 12S and 16S genes. Nevertheless, this species of tick is normally not 
associated with seabirds, and, to date, P. aequinoctialis has only been observed to be parasitized by Ixodes spp. 

ticks. Hence, considering the known distribution of the tick species and the host, it may be hypothesized that 

the parasitism may have occurred when the animal was beached or by a spillover in the rehabilitation center. 

This novel host-parasite relationship between A. tigrinum and Procellariiformes highlights the importance of 

monitoring these migratory seabirds to prevent the spread of parasites in breeding habitats of endangered 

species. 

Keywords: avian; Maculatum group; parasite; petrel; spillover 

 

Resumo 
A ordem Procellariiformes é composta por um grupo de aves marinhas, as quais realizam grandes migrações 

alcançando uma extensa distribuição geográfica. No entanto, com a característica de longos deslocamentos, 

elas também se tornam predispostas a exposição a ectoparasitos, como os carrapatos. O objetivo desse estudo é 

relatar a primeira ocorrência do carrapato Neotropical Amblyomma tigrinum parasitando um membros dos 

Procellariiformes, Procellaria aequinoctialis (Pardela-preta). A pardela foi encontrada encalhada no sul do 

Brasil e resgatada para um centro de reabilitação, morrendo após três dias. No exame de necropsia, um 

carrapato foi encontrado fixado na pele junto a comissura do bico do animal. O carrapato, o qual se verificou 

ser uma ninfa ingurgitada, foi primeiramente analisado por sua morfologia. Em seguida, foi realizada a 

extração de DNA e a taxonomia foi analisada por PCR de genes ribossomais. Após, as sequências obtidas 
foram utilizadas para a análise filogenética. A ninfa foi classificada como Amblyomma tigrinum (Acari: 

Ixodidae), caracterizando-se por aparelho bucal longo, sulco anal localizado posteriormente ao ânus e base do 

capítulo triangular com aurículas notavelmente visíveis. Além disso, a sequência obtida apresentou 100% de 

identidade com outras sequências públicas de A. tigrinum (genes 12S e 16S) provenientes do Genbank. Cabe 

ressaltar que essa espécie de carrapato normalmente não está associada a aves marinhas e, até o momento, P. 

aequinoctialis só foi observada sendo parasitada por carrapatos Ixodes spp. Assim, considerando a distribuição 

conhecida das espécies de carrapato e do hospedeiro, levanta-se a hipótese de que o parasitismo possa ter 

ocorrido enquanto o animal encontrava-se encalhado na praia ou por um spillover no centro de reabilitação. 

Esta nova relação parasito-hospedeiro, entre A. tigrinum e os Procellariiformes, destaca a importância de 

monitorar aves marinhas migratórias e também seus parasitos, a fim de evitar a propagação destes em habitats 

de reprodução.  
Palavras-chave: aves; grupo Maculatum; parasito; petrel; parasitismo. 

 

Introducción 
Seabirds are a group of birds dependent on the sea 

for feeding. They reproduce in dense colonial 

breeders mostly situated in isolated locations(8), 

which make the collection of biological samples 
difficult for scientific investigation. This group of 

birds includes the order Procellariiformes, which 

comprises pelagic birds known for their long 

migrations with a wide displacement capacity and 

extensive geographic distribution(13). These 

characteristics turn them predisposed to dispersal and 

also exchange parasites to different areas, such as 

ticks(3).  

Seabirds may be occasionally parasitized by ticks, 

which are usually grouped into two categories, hard 

and soft ticks(15). The hard ticks belong to the 
Ixodidae family,  which  usually  remains on the host 

 

 
 
 
 

 
 
 

for a single and long blood meal followed by one 

oviposition in the environment. In contrast, the 

Argasidae family comprises soft ticks, which inhabit 

sites near the host burrow (e.g. nests of seabirds) and 

may have various short bloodmeals and oviposition(5, 

15). Despite members of both groups can be found in 

seabirds, the Procellariiformes order is commonly 

associated with the hard ticks(5), mainly due to 

environmental conditions of their breeding sites in 

Antarctic and subantarctic islands, where soft ticks 

have not been recorded(25). 

Based on the literature reports, the most common 

genus of ticks found in procellariiform seabirds seem 

to be Ixodes(5). In general, Neognathae seems 

remarkably associated with the genus Ixodes(11). 

From a total of 136 tick species frequently found in 
Aves class, 54 belong to the genus Ixodes.  
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Moreover, from 32 tick species with all parasitic 

stages feeding on birds, 25 are Ixodes spp.(11).   

Immature instars, such as larvae and nymphs, of 

several tick species of the genus Amblyomma, have 

been eventually reported in birds from the 

Neotropics, especially in Passeriformes(12). However, 

in aquatic and seabirds, Amblyomma species seem 

rarely reported, with the remarkable exception of 

Amblyomma loculosum(11). Indeed, this one species is 

the only member of the Amblyomma genus that has 

been reported to feed on birds in all parasitic 
stages(11). This note aims to report the parasitism of a 

nymph of the Neotropical tick Amblyomma tigrinum 

Koch, 1844 (Acari: Ixodidae) for the first time in a 

procellariiform seabird, a Procellaria aequinoctialis 

Linnaeus, 1758 (Procellariidae). 

 

Materials and Methods 
A procellariiform seabird, Procellaria aequinoctialis 

(White-chinned Petrel), was rescued alive beached 

offshore at Arroio do Sal (29°33'01.6’’S; 

49°53'01.’’W), Rio Grande do Sul state and further 
admitted to the rehabilitation center “Centro de 

Estudos Costeiros, Limnológicos e Marinhos” 

(CECLIMAR), from Universidade Federal do Rio 

Grande do Sul (UFRGS), at Imbé municipality, Rio 

Grande do Sul state (50°8’14.409’’W; 

29°58’27.601’’S). At the center, it received support 

treatment for a period of three days until death. The 

carcass was frozen and then examined during 

necropsy for ectoparasites. A single tick was found 

attached to the skin at the commissure of the beak, 

which was collected with tweezers and placed in a 

plastic tube containing 70% ethanol at 4 ºC. The 
sample was destinated to the Parasitology Reference 

Laboratory at Instituto de Pesquisas Veterinárias 

Desidério Finamor (IPVDF), Eldorado do Sul, Rio 

Grande do Sul state, Brazil. 

The tick sample was firstly identified by 

morphologic dichotomous keys(1, 17) using a 

stereoscope. In order to confirm the morphological 

taxonomic classification at genus and species level, 

the sample was also analyzed by molecular methods. 

The DNA was extracted with a QIAamp DNA Micro 

Kit, and a pair of polymerase chain reactions (PCR) 
were performed. First, a PCR was performed to 

amplify a 460 base-pair (bp) fragment of the 

mitochondrial gene 16S ribosomal subunit, using the 

primers 16S+1F 5'-

CCGGTCTGAACTCAGATCAAGT-3' and 16S-1R 

5'-GCTCAATGATTTTTTAAATTGCTGT-3', 

according to Mangold et al. (1998). Another PCR 

was performed targeting a 360 fragment of the 

mitochondrial gene 12S ribosomal subunit, using 

primers T1B 5’-AAACTAGGATTAGATACCCT-3’ 

and T2A 5’-AATGAGAGCGACGGGCGATGT-3’(2). 
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Amplified products were sent to DNA purification 

and sequencing at ACTGene, Porto Alegre, Rio 

Grande do Sul. Thereafter, the obtained sequences 

were compared with published sequences in the 

GenBank nucleotide database and then used for 

phylogenetic analysis. The phylogenetic analysis was 

performed using MEGA11 software(23). The 

sequences obtained in this study were aligned with 

other sequences from ticks available at Genbank. 

The major related tick species with common 

occurrence in the area were included in the analysis. 
The phylogeny model chosen was based on the 

goodness-of-fit of each model available in the 

software for the data, measured by the Bayesian 

information criterion and corrected by the Akaike 

information criterion(22). Lastly, the phylogenetic tree 

was built using the maximum likelihood method and 

T92 and G as parameters of nucleotide substitution 

with 1000 bootstraps. 

 

Results 
The tick was a partially engorged nymph due to the 
absence of genital pore. Based on morphological 

findings, it was first classified into the Amblyomma 

genus, since it showed long mouthparts and the anal 

groove located posterior to the anus. Considering the 

dichotomous key of Neotropical Amblyomma 

nymphs(17), the tick was compatible with 

Amblyomma tigrinum (Fig. 1). This specimen has all 

characteristics of A. tigrinum, particularly, the 

differential finding of the basis of the capitulum 

triangular, without cornua, but with the presence of 

remarkably visible auriculae as posterior directed 

straight spurs(17).  
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
 

 

 

 

 
 

Figure 1. Engorged nymph of Amblyomma tigrinum tick 

found parasitizing the seabird Procellaria aequinoctialis 

(White-chinned Petrel) in South Brazil. A) Dorsal view of the 

tick B) Ventral view of the tick C) Ventral view of the basis of 

the capitulum, note the prominent auriculae directed posterior 

as straight spurs D) Ventral view, note the anal groove located 

posterior to the anus. Photographs by the authors. 

 

 

https://www.ncbi.nlm.nih.gov/Taxonomy/Browser/wwwtax.cgi?mode=Undef&id=30449&lvl=3&lin=f&keep=1&srchmode=1&unlock
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/Taxonomy/Browser/wwwtax.cgi?mode=Undef&id=30451&lvl=3&lin=f&keep=1&srchmode=1&unlock
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Considering the wide-range habitat of the White-

chinned Petrel, and to discard the hypothesis that the 

tick would be a species from outside Neotropical 

region (since for other regions there is a lack of 

information about Amblyomma nymphs 

morphology), the specimen was also analyzed by 

molecular methods to support the identification. The 

sequence of 16S showed 99-100% identity with 

several samples of A. tigrinum from Brazil and 

Argentina (AY836004.1, KU285004.1 

KX434747.1). In the same way, the sequence of 12S 
showed 100% identity with A. tigrinum from Brazil 

and Argentina (KU284929.1, KU284928.1, 

KU284925.1). Indeed, with the molecular results, the 

morphological identification was confirmed. Both 

sequences generated in this report, from 16s and 12s 

genes, were deposited in GenBank as A. tigrinum 

isolate Petrel, access numbers OQ561762.1 and 

OQ566225.1, respectively. For better clarification of 

the taxonomic position of the tick, a tree shows the 

phylogenetic position of A. tigrinum isolate Petrel 

(Fig. 2). The two sequences obtained here clustered 

in a clade of A. tigrinum, alongside the branch 

containing the two other related species of the 

Maculatum Complex (which includes A. tigrinum, 
Amblyomma triste, and Amblyomma maculatum), 

apart from other Amblyomma spp. and Ixodes genus 

clade.   

 

 

 
 

Figure 2. Phylogenetic analysis of the mitochondrial gene 12S and 16S ribosomal subunit of Amblyomma tigrinum tick. Analysis 

was performed using MEGA 11 software. The phylogeny model chosen was based on the goodness-of-fit of each model available 

in the software for the data, measured by the Bayesian information criterion and corrected by the Akaike information criterio . 

Thus, the phylogenetic tree was built using the maximum likelihood method and T92 and Gas parameters of nucleotide substituti on 

with 1,000 bootstraps. The percentage of trees in which the associated taxa clustered together is shown next to the branches 

(bootstrap value). The tree is drawn to scale, with branch lengths measured in the number of substitutions per site. This ana lysis 

involved 20 nucleotide sequences. There was a total of 420 bp per sequence in the final dataset of the 12S analysis and a tot al of 

465 bp per sequence in the final dataset of the 16S analysis. The sequences described in this note (Amblyomma tigrinum isolate 

Petrel from 12S and 16S) are shown in bold and indicated by a filled square. In all sequences, the GenBank accession numbers are 

indicated between parentheses. A) Phylogenetic tree of the mitochondrial gene 12S of the Amblyomma tigrinum tick B) 

Phylogenetic tree of the mitochondrial gene 16S of the Amblyomma tigrinum tick. 
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Discussion 
Commonly, hard ticks related to Procellariiformes 

belong to the Ixodes genus, which has been already 

reported in large petrels from the Procellaria genus. 

To date, two tick species have been described in 

Procellaria cinerea (Grey Petrel), Ixodes auritulus 

and Ixodes uriae(5, 14). Concerning P. aequinoctialis, 

so far, the single tick species associated with it was 

Ixodes kerguelenensis(9, 14). Herein it was reported for 

the first time the parasitism of a procellariiform 

seabird, a White-chinned Petrel, by an Amblyomma 
species, the Neotropical tick A. tigrinum. For many 

reasons, this first record seems quite unusual. Firstly, 

this parasite is classically associated with terrestrial 

mammals (all stages) and non-aquatic birds (in 

immature stages)(12). Secondly, it must be pointed out 

that White-chinned Petrel is a pelagic seabird, then it 

is not expected to be on land outside its breeding 

sites, which comprises several subantarctic islands, 

as well as on South Georgia and the 

Malvinas/Falklands(20). Since the sampled Petrel 

must have encountered the tick on land, either it 
happens in one of its breeding sites or when it 

beached in Southern Brazil. To date, despite the wide 

distribution of A. tigrinum in South America, and its 

southernmost record is in Santa Cruz province, in the 

Argentinian Patagonia(4) at 50º S latitude, there is no 

evidence about its presence in subantarctic islands, 

such as Malvinas (51º S). On the other hand, in 

southern Brazil, A. tigrinum is an abundant tick of 

indigenous fauna and domestic carnivores(7, 21, 26).  

At this point, it is reasonable to hypothesize that the 

finding reported here was a result of exposure to a 

tick on the Brazilian offshore after the seabird 
beached. However, considering the plasticity of A. 

tigrinum and its potential to colonize novel areas(18), 

together with its natural occurrence in Patagonian 

offshore at the same latitude of one of the Petrel’s 

breeding sites(4), it cannot be ruled out its potential to 

be an invasive species in some islands, such as 

Malvinas. Thus, it highlights the need for permanent 

surveillance of ectoparasites in the islands that 

harbor human settlements, particularly those which 

are breeding sites for vulnerable species. 

Alternatively, the rehabilitation process may also 
have predisposed this seabird to an infestation by 

ectoparasites when in contact with other animals in 

captivity(19, 24). Indeed, we cannot rule out this 

hypothesis concerning the case reported here, since 

during the time P. aequinoctialis stayed at the in 

rehabilitation center, other wild birds were receiving 

treatment at the facility. In the literature, one study 

reported an infestation by Ixodes auritulus, which is 

normally related to terrestrial birds, in a 

procellariiform (Pelecanoides magellani, Magellanic 

Diving-petrel)(10), showing that this terrestrial-marine 
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exchange of ticks possible occurs.  

Additionally, the assumption that the Petrel acquired 

the tick on the beach or in the rehabilitation center, 

also lead to pondering the risk of this seabird 

returning to its breed habitat and taking the vector 

together. Therefore, it may increase the chance of 

parasite dissemination and even the transmission of 

new pathogens. Recently, the death of two 

Procellaria aequinoctialis individuals, in one of their 

breeding sites (Crozet Islands), reveals the fatal 

potential of high infestation by ticks(9). Likewise, 
Dietrich et al. (2011, 2014) also suggest that seabird 

ticks may have an important role as reservoirs and 

disperses of infectious agents, which could affect the 

seabird's health status.  

 

Conclusion 
The data shown here presents a novel host-parasite 

relationship for A. tigrinum ticks and procellariiform 

seabirds. Also, it highlights the need for permanent 

monitoring of parasites in wildlife in order to avoid 

the expansion/introduction of parasite species in their 
habitat, especially for endangered species. 

It is noteworthy the importance of monitoring the 

migratory seabirds, when they eventually run 

aground on land, and reinforcing biosecurity in 

rehabilitation centers, mainly before the release. 

These measures may contribute to preventing the 

spread of parasites in breeding habitats.  
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Primer registro de Amblyomma longirostre (Koch, 1844) 

(Acari: Ixodidae) en Medellín, Antioquia, Colombia. 
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Abstract 
Objective: To contribute to the knowledge of ticks present in urban areas of the Department of Antioquia, 

Colombia. Materials and methods: A male specimen of ticks (Acari: Ixodidae) was collected in the 

northeastern area of the city of Medellin, Antioquia; on the second floor of an apartment block, which is 

frequently visited by birds such as owls and parrots. The specimen was stored in an Eppendorf tube with 70% 

ethyl alcohol for further processing and identification. In the laboratory, it was identified by stereoscopic light 

microscopy, following the keys for Amblyomma species described by Jones (1972) and comparing the 
specimen with specimens from the collection of the Colombian Institute of Tropical Medicine CES (ICMT). 

Diagnosis: The specimen collected was identified as a male Amblyomma longirostre (Koch,1844) (Acari: 

Ixodidae) Results: The presence of ticks from wildlife was recorded in the urban area of the municipality of 

Medellin. Conclusions: The presence of Amblyomma longirostre on the ground, outside . 

Keywords: Acari, Amblyomma, Ixodidae, Ticks, Colombia. 

 

Resumen 
Objetivo: Aportar al conocimiento de garrapatas duras presentes en zonas citadinas del Departamento de 

Antioquia, Colombia. Materiales y métodos: Se colectó un espécimen macho de garrapatas (Acari: Ixodidade) 

en zona nororiental de la ciudad del municipio de Medellín- Antioquia; en el primer piso de un bloque de 

apartamentos, el cual es visitado frecuentemente por aves como búhos y loros. El ejemplar fue almacenado en 

un tubo Eppendorf con alcohol etílico al 70%, para su posterior procesamiento e identificación morfológica. En 

el laboratorio, se identificó mediante microscopía estereoscópica de luz, siguiendo las claves para especies de 

Amblyomma descritas por Jones (1972) y comparando el ejemplar con los especímenes de la colección del 

Instituto Colombiano de Medicina Tropical CES (ICMT). Diagnóstico: El espécimen colectado fue 

identificado como un macho de Amblyomma longirostre (Koch,1844) (Acari: Ixodidae) Resultados: Se 

registró la presencia de una especie de garrapata de vida silvestre en zona urbana del municipio de Medellín. 

Conclusiones: Se reportó por primera vez la presencia de Amblyomma longirostre sobre el piso. 
Palabras claves: Acari, Amblyomma, Ixodidae, Garrapatas, Colombia. 

 

Introducción  
Existen en el mundo 999 especies de garrapatas 

correspondientes a cinco familias: Ixodidae con 774 

especies, Argasidae 221 especies, Deinocrotidae dos 
especies, Nuttalliellidae y Khimairidae con una (1) 

especie respectivamente(1,2,3), en el Neotrópico se 

registran cerca de 137 especies(4). En Colombia el 

grupo Ixodidae, está compuesto por los siguientes 

géneros, siendo el género Amblyomma el más grande 

con 29 especies, seguido de Ixodes con 11 especies, 

y de los géneros Dermacentor, Haemaphysalis y 

Rhipicephalus con dos especies para cada uno(5). Si 

se tiene en cuenta que la especie Amblyomma 

cajennense es considerada como un complejo de 6 

especies, el total de garrapatas identificadas en el 

mundo sería de 1.004 especies(6). Las garrapatas son 
consideradas ectoparásitos hematófagos que 

parasitan una gran variedad de animales vertebrados 

que pueden ser desde anfibios(7), reptiles(7,8), 

aves(9,10,11,12), mamíferos(13) e incluso los humanos(14), 

y representan gran importancia en la salud animal y 

la salud pública, ya que son vectores de 

enfermedades causadas por virus transmitidos por 

garrapatas (VTG)(15), enfermedades bacterianas 

principalmente las rickettsias(15,16,17) y protozoarias 

que afectan tanto al ganado como a humanos 

representada principalmente por las babesiosis(18,19) 
y,  por lo tanto, el presente reporte es importante a 

fin  de  afianzar  la vigilancia epidemiológica; ya que 

 

 

 
 

 

Amblyomma longirostre ha dado positiva para 

diferentes agentes Rickettsiales como Rickettsia belli  
y R. amblyommii cepa Aranha, mediante técnicas de 

extracción de ADN(20). 

El género Amblyomma juega un papel importante en 

la epidemiología de hemoparásitos con ciclos de vida 

silvestre, que frecuentemente infectan a animales de 

áreas rurales. En Colombia, es poco lo que se conoce 

con relación a la biología de este género, y en 

especial a la especie de A. longirostre, ya que solo 

está registrada para los departamentos de Arauca(21) y 

Caldas(22) en aves de la familia Tyrannidae, además, 

en Boyacá y Meta, en hospederos Coendou 
prehensilis (puercoespín arborícola)(23) y Coendou 

sp. (puercoespín)(7,23), esta especie de garrapata tiene 

una amplia distribución en la región biogeográfica 

neotropical, presentando registros en Argentina(25), 

Bolivia(26), Brasil(27), Colombia(7), Costa Rica(28), 

Ecuador(29), Estados Unidos(30), Guayana 

Francesa(31), Honduras(32), México(33), Panamá (34), 

Paraguay(35), Perú(36), Uruguay(37) y Venezuela(37,38). 

Según los reportes, se ha descrito que los adultos de 

A. longirostre, se alimentan principalmente de 

puerco espín (Erethizontidae), ocasionalmente en 

monos (Cebiis) y en el hombre. También se ha 
reportado que las ninfas se alimentan de Murciélagos 

(Artibeus sp) y ardillas (Sciurus sp)(37) y además se 

han encontrado en una variedad de aves tanto 

endémicas  como  migratorias  como lo registraron el 
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estudio realizado en Arauca  donde la reportan en 

especies endémicas  de ave de la familia Tyrannidae, 

colectada sobre Camptostoma obsoletum (nombre 

vulgar: tiranuelo silbador) y de la familia Tytiridae lo 

registran en la especie Pachyramphus 

polychopterus,(nombre vulgar: cabezón aliblanco)(21) 

y en el departamento de Caldas, la han registrado 

sobre especies de aves migratorias de la familia 

Tyrannidae especie  Empidonax virescens (nombre 

vulgar: atrapamoscas), también en especímenes de la 

Familia Turdidae sobre ejemplares de Catharus 
ustulatus (nombre vulgar: zorzal buchipecoso), 

familia Parulidae especie migratoria Setophaga 

castanea (nombre común: cigüeñita castaña) y en 

ejemplares de Cardellina. Canadensis (nombre 

vulgar: reinita canadiense que pertenece a la famila 

Parulidae(22)..En estudios realizados en Costa Rica, 

Paraguay y Honduras, se han encontrado adultos de 

A. longirostre, infectados con Candidatus 

“Rickettsia Amblyommii” (31,34,40,), mientras que, en 

Brasil, se reportó en estadios inmaduros de A. 

longirostre la presencia de R. amblyommii -cepa 

Aranha,(20), R. belli y R. parkeri (29,41), reportándose 
igualmente en la costa norte del Golfo de México de 

los Estados Unidos(41)..  

En cuanto a Colombia, no hay información acerca de 

A. longirostre, que  esté involucrada en brotes de 

rickettsiosis como si lo ha esto el complejo A. 

cajennense(42). Sin embargo, esta especie de 

garrapata ha sido reportada en Colombia, 

específicamente en el Departamento de Caldas. 

como portadora de R. amblyommatis, en aves de la 

familia Tyrannidae, correspondientes a las especies 

Elaenia flavogaster  (atrapamoscas copetona), 
Zimmerius chrysops (atrapamoscas caridorada) y 

Mionectes olivaceus (atrapamoscas rayadita)(43). 

Dada la importancia de esta especie, el objetivo de 

este artículo es describir un individuo adulto macho 

de Amblyomma longirostre hallado de forma libre en 

una zona urbana en Medellín, Colombia. 

 

Materiales y métodos 
Área de estudio 
El material de estudio consistió en un espécimen de 

Amblyomma sp. colectado sobre el piso de una 

vivienda ubicada en zona urbana en el nororiente de 

Medellín, barrio Villa Hermosa, con coordenadas 

6°15.604 N, -75°33.360, elevación 1586 a.s.n.m, 

estos datos geográficos fueron obtenidos a través de 

un GPS Garmin, Etrex Vista. Posteriormente, el 

ejemplar fue llevado en un vial de plástico 

Eppendorf, en alcohol etanol al 70%, al componente 
de Entomología del Sistema de Vigilancia 

Entomológica de la Facultad Nacional de Salud 

Pública, laboratorio de Entomología, donde se 

realizó la identificación taxonómica.  
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Identificación 
Para su clasificación, el espécimen fue identificado 

utilizando un estero microscopio Zeizz modelo 

Matriz 354, mediante las claves taxonómicas de 

Jones(41,44), posteriormente el espécimen fue 

comparado con los existentes en la colección de 

garrapatas del Instituto Colombiano de Medicina 
Tropical -Universidad CES (ICMT-CES); (código de 

colección GA:0073), además con lo descripto en las 

claves rápidas del PPBio de Brasil(33), y lo descripto 

por Rodríguez-Peraza para las especies reportadas en 

Venezuela(44). La garrapata identificada fue 

depositada en frasco de vidrio que contenía alcohol-

glicerinado a fin de preservar la especie en el 

laboratorio. 
 

Resultados 
El espécimen fue identificado taxonómicamente 

como un adulto macho de A. longirostre, de color 

marrón en vista dorsal con manchas alargadas de 

color amarillo en el dorso, con un tamaño 

aproximado de 12 mm, palpos largos, base del 
capítulo rectangular. ornamentación lineal y 

marginal surco marginal incompleto, festones, 

puntuaciones numerosas y profundas en el escudo y 

escudo alargado con diferentes ornamentaciones 

(Fig. 1), en vista ventral se observa el hipostoma 

largo y con base del capítulo triangular, surco 

marginal incompleto terminando en el tercer festón, 

escudo más largo que ancho y patas IV 

exageradamente largas. Ventralmente, se observan 

dos espolones cortos en la coxa I y un pequeño 

espolón en las coxas II- IV. En la parte ventral 

posterior se observan placas de color marrón 
alargadas y anchas y los festones bien delimitados 

por un surco marginal (Fig. 1B-2B). 

Con relación a las coxas los caracteres morfológicos 

son las espinas es así como en la coxa I espinas 

internas muy cortas y la espina externa más larga que 

la interna, las coxas II y III con una protuberancia 

pequeña y coxa IV con una espina (Fig. 2B). 

El gnatosoma de forma en ventral de A. longirostre, 

es largo y en el hipostoma con fórmula dental de 3/3 

(Fig. 2A). 
 

Discusión 
El hallazgo de A. longirostre en la zona urbana de 

Medellín, corresponde al primer registro de esta 

especie  que  no  está  parasitando  naturalmente a 

sus hospederos, ya que los reportes en Colombia 
solamente se han realizado en puercoespines 

pertenecientes  a  las  especies  Coendou prehensilis 

y Coendou sp.(5), además de aves(43,45). 

Ocasionalmente se ha reportado en diversos 

mamíferos salvajes y domésticos de las familias 

Cervidae,    Canidae,    Mustelidae,   Phyllostomidae, 
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Equidae, Bradypodidae y Sciuridae(46)..  

Lo anterior indica las pocas investigaciones 

realizadas y los cambios en el comportamiento de 

esta especie que puede estar presentando, quizás por 

las condiciones climáticas o de preferencia del 

hospedero. 

Por otro lado, es importante resaltar que esta especie 

de garrapata ha demostrado ser portadora de la 

bacteria del género Rickettsia en Centro y 

Suramérica (R. amblyommii, R. belli y R. 

parkeri)(40,45,46,47,48,49).. Situación que sugiere la 
necesidad de realizar un monitoreo más profundo de 

esta especie de garrapatas en la zona, ya que la 

enfermedad que transmite es considerada emergente 

y reemergente en Colombia.  

Y en Colombia en las zonas consideradas 

epidemiológicamente activas para la rickettsiosis 

principalmente ha estado implicada Amblyomma 

cajennense (portadora de R. bellii, Rickettsia sp. 

strain Colombianens), Amblyomma dissimile 

(portadora de  Candidatus Rickettsia sp. cepa 

Colombianensi), Amblyomma patinoi (portadora de 

R. rickettsii) y  Amblyomma ovale (portadora de R. 
bellii, Rickettsia sp. Atlantic rainforest), esta última 

ha dado positiva en  la región del Urabá 

antioqueño(51).  Pero poco se conoce sobre la 

importancia  de  A. longirostre  en  la  transmisión de 

 

 

esta enfermedad en nuestro  país. En  este  reporte, se 

amplía el rango de distribución para esta especie de 

A. longirostre en Colombia ampliándola en el 

departamento de Antioquia, municipio de Medellín. 

La morfología de A. longirostre de un macho adulto 

reportado en este estudio coincide con el ejemplar 

depositado en la colección del CES (código de 

colección GA:0073), y el publicado en OPPBio 

cuando se detallan las características morfológicas. 

El hallazgo de A. longirostre en zona urbana, sin la 

presencia de un hospedador corresponde a la primera 
cita de esta especie con un comportamiento poco 

conocido de A. longirostre. Por lo tanto, es, probable 

que A. longirostre sea una especie que merece más 

estudios. Teniendo en cuenta que el Departamento de 

Antioquia, y el municipio de Medellín es una zona 

de paso de aves migratorias provenientes de los 

hemisferios Norte y Sur y es refugio para unas 445 

especies de aves residentes solo en el valle de 

Medellín(52), y además de que el Departamento de 

Antioquia hace parte de las cuatro regiones definidas 

como endémicas para fiebres manchadas (Antioquia, 

Córdoba, Cundinamarca y Orinoquía)(5), es de gran 
importancia este hallazgo ya que puede dar inicios a 

futuros estudios tanto de la biología de A. longirostre 

como de su papel en la trasmisión de las 

Rickettsiosis en el departamento y en país. 

 

 

 
 
Figura 1. Macho A. longirostre . A. vista dorsal: 1. Palpos largos. 2. Base del capítulo rectangular.  3. Ornamentación lineal y 

marginal. 4. Surco marginal incompleto, 5. Festones, 6. Puntuaciones numerosas y profundas en el escudo. 7. Escudo alargado c on 

diferentes ornamentaciones B. vista ventral. 1. Base del capítulo y piezas bucales. 2. Placas ventrales muy grandes. 3. Festones. 4. 

Pata IV muy larga. 5. Poro anal. 6. Poro genital (Foto: Zapata-Úsuga) 
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Figura 2. Vista ventral anterior A 1. Hipostoma 3/3, 2. Trocánter sin espolones. 3. Espolón externo más grande que el interno, 4. 

Coxa I con dos espolones. 5. Palpo 2 largo B. Vientre del macho.  1. Coxa I. 2. Coxa II. 3. Coxa III. 4. Coxa IV. 5. Placas 

adanales. 6. Festones. 7. Placa espiracular (Foto: Zapata-Úsuga) 
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Abstract 
Malaria is a disease that affects millions of people worldwide, by 2021 247 million cases were reported in the 4 

endemic regions. This disease can be acquired by blood transfusion and is one of the most common diseases 

transmitted by blood componets worldwide. This paper aims to investigate the screening carried out in blood 

banks in Costa Rica and the current situation of the parasite in the country. 

Costa Rica is a country with a low malaria incidence, however, in recent years there have been significant 

outbreaks that put the Costa Rican health system on alert. The largest number of blood banks belong to the 
Costa Rican Social Security Sistem and of all of them, only one located in the Huetar Caribbean región, screen 

its donors for malaria, evidencing the need to update the existing selection guidelines and transfusión controls.  

Keywords: Blood, Malaria, Donation, Screening. 

 

Resumen 
La malaria es una enfermedad que afecta a millones de personas en todo el mundo, para el 2021 se reportaron 
247 millones de casos en las 84 regiones endémicas. Esta enfermedad puede adquirirse por transfusión 

sanguínea siendo una de las enfermedades transmitidas por hemocomponentes de mayor frecuencia a nivel 

mundial. Este trabajo pretende indagar en el tamizaje realizado en los bancos de sangre de Costa Rica y la 

situación actual de este parasito en el país. 

Costa Rica es un país de baja incidencia malárica, no obstante, en los últimos años se han presentado brotes 

importantes que ponen en alerta al sistema de salud costarricense. La mayor cantidad de bancos de sangre 

existentes en el país pertenecen a la Caja Costarricense de Seguridad Social y de estos solo uno ubicado en la 

región Huetar Caribe realiza tamizaje para malaria a sus donantes evidenciando la necesidad de actualizar los 

lineamientos de selección y controles transfusionales.  

Palabras clave: Sangre, Malaria, Donación, Tamizaje. 
 

Introducción  
La Malaria o Paludismo es una enfermedad febril e 

infecciosa que ha acompañado a la civilización 

humana desde sus primeros pasos, se conocen 

registros médicos que datan de 2700 años AC en la 

antigua China(1).  Esta enfermedad constituye un 

problema de salud pública, de acuerdo con la OMS 
entre los años 2000 y 2021 existieron globalmente 2 

billones de casos y 11.7 millones de muertes 

asociadas a la enfermedad(2). Para el año 2021 se 

reportaron 247 millones de casos nuevos en las 84 

regiones endémicas y cerca de 619 mil muertes (3). 

Para ese mismo año la OMS reportó para Costa Rica 

un aumento de casos de malaria de un 52,4 % 

respecto al año 2020 y 189 casos autóctonos, no 

obstante, a pesar del aumento que se ha observado 

los esfuerzos de eliminación del paludismo siguen 

mejorando y haciéndose más fuertes en la región(3). 

La malaria es causada por protozoarios del género 
Plasmodium sp.  Existen seis especies asociadas a la 

infección en el humano: P. falciparum, P.vivax, 

P.malarie, P. ovale, P. simium y P.knowlesi(4).   

Plasmodium sp. es transmitido a los humanos por la 

picadura de mosquitos Anopheles infectados; 

también puede ser transmitido de forma inducida: 

malaria congénita, o a través de donaciones de 

sangre de donantes asintomáticos o individuos con 

cargas parasitarias bajas(5). La transfusión de 

hemocomponentes es un procedimiento terapéutico 

indispensable en múltiples condiciones clínicas, se 
estima que anualmente 92 millones de personas 

donan  sangre, pero 1.6 millones de estas unidades se 

 

 

descartan por la presencia de agentes infecciosos. La 

transfusión de sangre puede acarrear consigo la 

transmisión de diversas infecciones (virus de 

inmunodeficiencia humana, hepatitis B o C, sífilis y 

parasitosis como la enfermedad de Chagas, la 

malaria o toxoplasmosis), por este motivo se deben 

tamizar las unidades de acuerdo con las 

recomendaciones de la OMS(6). La transmisión de 
malaria por transfusión (TMT) es responsable del 

desarrollo de síntomas clínicos que podrían ser 

severos o mortales, especialmente en receptores con 

complicaciones médicas, pacientes 

inmunodeprimidos, niños o mujeres embarazadas (5).  

Existen múltiples pruebas disponibles para el 

tamizaje de malaria en los bancos de sangre, estas 

deben ser implementadas tomando en cuenta 

aspectos como la región en la que se encuentre el 

centro recolector, el costo, rapidez y sensibilidad de 

la prueba, así como el entrenamiento técnico 
necesario y equipo requerido para para su 

realización.  El tamizaje de malaria en donantes de 

sangre forma parte de los criterios de selección y las 

políticas de sangre segura de muchos países 

alrededor del mundo, razón por la cual esta 

investigación pretende conocer la situación actual del 

parasito en el país y las acciones realizadas por los 

bancos de sangre para su tamizaje.  
 

Ciclo de vida del parásito y formas clínicas de la 

enfermedad. 

Plasmodium spp. alterna su ciclo de vida entre el 

mosquito y los hospederos vertebrados. La hembra 

de  Anopheles  inocula  esporozoítos  por la dermis al 
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torrente sanguíneo, estos llegan al hígado en donde 

maduran y culminan en esquizontes hepáticos con la 

liberación de alrededor de 40 mil merozoítos por 

hepatocito al torrente sanguíneo que posteriormente 

invadirán los glóbulos rojos(2).  

Los ciclos de invasión-multiplicación-liberación 

tardan 48 horas en P. falciparum, P. ovale y P. vivax 

y en P. malariae duran 72 horas, todos con cierta 

sincronía a determinada hora del día lo que explica 

las manifestaciones clínicas de la enfermedad(7). 

Los trofozoítos y merozoítos pueden estar en el 
torrente sanguíneo de posibles donantes de sangre 

por lo que pueden ser transmitidos a posibles 

receptores de los hemocomponentes, induciendo en 

estos el ciclo de invasión, multiplicación y 

liberación, esto es favorecido por la resistencia del 

parasito a condiciones de almacenamiento y a las 

características inherentes de la enfermedad(8).  

El cuadro clínico de una infección vectorial sin 

complicaciones conduce a síntomas febriles agudos, 

que usualmente se empiezan a manifestar de 10 a 20 

días dependiendo de la especie (en el caso de P. 

vivax y P. ovale pueden ser semanas a meses debido 
a que pueden presentar una prolongada fase 

hepática). La anemia se establece rápidamente y el 

hígado y el bazo se agrandan(9), los casos más graves 

de la enfermedad con altas parasitemias cursan con 

cansancio extremo, bajos niveles de conciencia, 

edema pulmonar, síndrome agudo de distrés 

respiratorio, convulsiones, anemia severa, 

hemoglobinuria, ictericia y shock cardiovascular con 

una tasa de mortalidad de 20%(10).  

Para el caso de TMT existe una diferencia 

significativa respecto a la infección natural y esta 

yace en el periodo de incubación necesario para el 

desarrollo de síntomas. A pesar de que en el caso de 

la TMT no existe una fase preeritrocítica, se ha 

observado que el periodo de incubación es mayor 

para todas las especies de Plasmodium estudiadas(11) 

y esto se puede deber a la baja concentración del 

parásito en los hemocomponentes(8). 

 

Pruebas para la detección de malaria en el 

laboratorio 

El estándar de oro para el diagnóstico de malaria es 

la gota gruesa, técnica realizada con microscopía de 

luz en láminas teñidas con Giemsa, no obstante, esta 

sencilla técnica tiene el inconveniente de que su 

sensibilidad varía de acuerdo con la experiencia del 

analista, de igual forma la tinción puede provocar 

alteraciones morfológicas o los estadios evolutivos 

pueden conducir a errores. La sensibilidad de la 

microscopía en gota gruesa puede rondar desde los 5 

a los 500 parásitos por microlitro dependiendo de la 

experiencia del analista(12).  
La gota gruesa es una técnica conveniente para el 

tamizaje en bancos de sangre por su bajo costo 

operativo, sin embargo, su uso se puede volver 

engorroso en centros con flujos de trabajo altos. 

Se han desarrollado otros métodos directos que 

demuestran la presencia del parásito o antígenos 

parasitarios, así como métodos indirectos donde se 

detectan anticuerpos contra Plasmodium spp. como 

se muestra en la Tabla 1.  
 

 Ventajas Desventajas 

Métodos Directos   

Análisis microscópico Rápido, bajo precio Requiere analistas altamente 

preparados y equipo. 
              Pruebas diagnósticas rápidas Uso sencillo Sensibilidad y precisión puede 

variar. Precio. 

Pruebas moleculares Determinación correcta de 

especie, altamente sensible y 

específica 

Precio. Equipamiento. Técnicos 

entrenados. Puede tardar mayor 

tiempo en realizarse. 

Métodos indirectos   

Inmunofluorescencia indirecta Sensible y específica Puede tardar mayor tiempo en 

realizarse. Requiere analistas 

altamente preparados y equipo. 

Precio. 

ELISA Correcta determinación, sensible 

y específica. Capacidad de testeo 

en masa. 

Puede tardar mayor tiempo en 

realizarse. Requiere analistas 

altamente preparados y equipo. 

Precio. 

Tabla 1. Pruebas para la determinación de malaria.  Modificado de
(1). 

 

Las pruebas rápidas se crearon con el fin de dar un 

apoyo a la microscopía, pueden usarse para el 

tamizaje de donantes por ser sencillas en su 

ejecución, no requerir equipo sofisticado y poder tener 
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resultados de 10 a 15 minutos. Si bien estas pruebas 

rápidas son un apoyo importante y bastante sencillas 

de utilizar, su costo es un poco mayor al de la prueba 

microscópica   y   su   sensibilidad   puede ser menor, 

 

 



 

 

 

Revista  Parasitología  Latinoamericana 

_______________________________________________________ 

 

además, su uso debe hacerse con discreción ya que 

aquellas pruebas rápidas que detectan anticuerpos no 

son útiles para su aplicación en países endémicos(13).  

Otras pruebas rápidas a su vez detectan antígenos, 

algunos de estos son la proteína 2 rica en histidina de 

Plasmodium falciparum y las enzimas 

deshidrogenasa láctica y aldolasa de otras especies 

de Plasmodium spp. Es importante destacar que las 

pruebas rápidas no ofrecen una sensibilidad mayor a 

la microscopía y esta disminuye conforme los 

recuentos de parásitos decaen a menos de 200 por 
microlitro(14). Estos kits de detección de antígenos 

reportan sensibilidades alrededor del 90% 

(comparado con la microscopia) pero cuando las 

parasitemias bajan, las sensibilidades de estas 

pruebas rondan entre el 11 y el 40%(15). La 

inmunofluorescencia es un método utilizado 

ampliamente en algunos lugares, sin embargo, es una 

técnica difícil de automatizar, requiere microscopio 

de fluorescencia y los resultados se condicionan a la 

experiencia de los analistas sobre todo en aquellas 

muestras con títulos bajos de anticuerpos. Un estudio 

llevado a cabo en Francia demostró que la 
interpretación de los resultados de 

inmunofluorescencia en tamizaje de donantes de 

distintos bancos de sangre no es consistente y la falta 

de estandarización hace imposible harmonizar los 

resultados entre laboratorios además de ser una 

técnica que requiere equipo complejo y costoso(16). 

Desde los años 80’s diversos métodos moleculares se 

han desarrollado para la detección de malaria, el 

PCR en tiempo real ha sustituido las técnicas 

tradicionales de PCR anidado, disminuyendo el 

tiempo de realización y el riesgo de contaminación, 
también ha presentado un mejoramiento en sus 

metodologías facilitando su realización y los tiempos 

de espera. La PCR como herramienta de tamizaje y 

diagnóstica es sensible y puede discernir entre 

especies(14). Las pruebas moleculares son muy 

eficientes en la detección de malaria especialmente 

en enfermedades mixtas, no obstante, la complejidad 

técnica y el costo asociado a la misma, así como el 

acceso al equipamiento tecnológico sigue siendo un 

obstáculo para su uso e implementación en tamizaje 

en bancos de sangre, principalmente en aquellos 

ubicados en zonas endémicas(12).  Una de las grandes 
ventajas de las herramientas basadas en 

amplificación de ácidos nucleicos para el tamizaje de 

donantes es que pueden detectar de 0.1 a 2 parásitos 

por microlitro y se ha demostrado que los donantes 

que poseen densidades submicroscópicas son los de 

más alto riesgo transfusional(4).  Respecto al estándar 

de oro (Gota Gruesa), las pruebas moleculares 

presentan mayor capacidad de diagnóstico 

principalmente en aquellas infecciones 

submicroscópicas y en infecciones asintomáticas que 

son   difíciles   de   detectar   por  otras metodologías,  
 

 

adicionalmente, las técnicas moleculares incluso 

cuantifican la parasitemia por lo que es posible dar 

seguimiento al tratamiento a aquellos donantes que 

deban ser diferidos(17). 

Un metaanálisis realizado por Ahmadpour et al.(19) 

señala que para países endémicos hay muy poca 

evidencia que demuestre cual método de tamizaje es 

efectivo para su uso en los servicios de transfusión 

ya que las pruebas moleculares son costosas y de 

difícil acceso y las pruebas serológicas de 

anticuerpos son poco útiles porque fallan al 
demostrar si la infección es activa, por estos motivos 

recomiendan una combinación de diferentes 

enfoques(18). 
 

Malaria y transfusión sanguínea 
La transmisión de malaria por medio de 

transfusiones sanguíneas se ha descrito desde los 

años 1900s, entre los años 1950 y 1972 se reportaron 

1756 casos en 49 países y hoy día sigue siendo una 

de las enfermedades con la mayor tasa de 

transmisiones por transfusión(10) (5).  

Los glóbulos rojos son el hemocomponente 

involucrado con el mayor número de casos de 

malaria transmitida por transfusión, sin embargo, 

también se han descrito casos asociados al plasma 

fresco congelado, plaquetas y crioprecipitados ya 

que todos estos pueden acarrear glóbulos rojos 
residuales(19).  

Todas las especies de Plasmodium spp. son capaces 

de sobrevivir en hemocomponentes que han sido 

almacenados a 4°C o incluso que han sido 

congelados(11). La viabilidad de los parásitos es 

variable dependiendo de las condiciones y el tiempo 

de almacenamiento, sin embargo, se ha demostrado 

su infectividad y la capacidad de causar síntomas 

clínicamente severos en los receptores quienes 

poseen otras condiciones de salud de fondo.  

La infección natural y la causada por transfusiones 
de hemocomponentes varía en que en la segunda se 

liberan parásitos directamente en el torrente 

sanguíneo lo que se desarrolla en complicaciones de 

alto riesgo o fatales. Cabe destacar que un donante 

con una parasitemia de 0.001 parásitos por microlitro 

es potencialmente riesgoso ya que solo se requieren 

10 glóbulos rojos infectados (o incluso un inóculo 

menor) para transmitir la enfermedad(10) (11). 

En zonas endémicas es difícil establecer la 

incidencia de casos asociados a transfusión 

sanguínea, de hecho, esta incidencia es desconocida. 

Se cree que existe un gran subregistro de casos 
debido a que la población en general está expuesta 

constantemente a los vectores y porque existen casos 

de la enfermedad asintomáticos, para estos casos se 

requeriría de genotipificación para poder demostrar 

que los parásitos en quien recibió la transfusión son 

los mismos en la unidad de sangre, pero esto también 
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presenta limitantes y complicaciones(20). 
 

Tamizaje de malaria en bancos de sangre 
La identificación de donantes en riesgo de portar el 

parásito es importante no solo en las zonas 

endémicas, sino también en las no-endémicas por los 

retos que conlleva la migración y la creciente 

cantidad de personas que se movilizan por viajes de 

placer o trabajo. Por lo tanto, se deben adoptar 

políticas de donación responsables y que a su vez no 

signifiquen una pérdida en la captación de posibles 

donantes e impacten las reservas de sangre(4). 

Los bancos de sangre realizan un tamizaje mediante 

el cuestionario a los candidatos a donación el cual 
incluye una revisión general del estado de salud, 

revisión de enfermedades previas, historia de viajes y 

tamizaje de enfermedades infecciosas. Estos criterios 

son definidos por cada país de acuerdo con guías 

internacionales y regulaciones nacionales, pero no en 

todos los países o regiones se tamiza para las mismas 

enfermedades(20).  

La Organización Mundial de la Salud recomienda en 

sus guías de selección de donantes que el tamizaje 

debe realizarse a la medida y en el contexto de cada 

región y debido a que existe una gran variación en la 
prevalencia de malaria en donantes es esencial que se 

establezca cual población presenta un riesgo más alto 

sobre otras o que factores pueden considerarse de 

alto riesgo(18).  Uno de los factores parasitológicos de 

las especies de Plasmodium spp. es que pueden 

persistir (P. malariae) o recrudecer (P. ovale y P. 

vivax) en largos periodos de tiempo, por este motivo 

se recomiendan periodos de diferimiento de hasta 3 

años para aquellos donantes que provengan de zonas 

endémicas(15). Plasmodium falciparum, P. vivax y P. 

malariae son las especies más frecuentemente 

detectadas en la transmisión vía hemocomponentes. 
Es importante destacar que a pesar de los criterios de 

diferimiento los parásitos en personas infectadas 

pueden tener una persistencia en sus organismos de 1 

año en el caso de P. falciparum, 3 años en el caso de 

P. vivax y en el caso de P. malariae puede quedar 

latente por décadas(11).  

Debido a que la situación es distinta en cada país, las 

acciones a tomar varían entre cada servicio 

transfusional, no basta con conocer el 

comportamiento de una enfermedad en una 

determinada región, también se debe conocer la 
cultura de donación y el tipo de población que asiste 

a los centros de recolección de sangre. Se ha 

establecido que puede existir una asociación entre 

los determinantes socioeconómicos de los donantes 

de  sangre y la posibilidad de transmisión de malaria, 

principalmente en aquellos países en donde existe  

un  incentivo económico por la donación y un 

número  importante  de  los  candidatos  provienen 

de  estratos  sociales  con  menos recursos y mayores 
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riesgos de exposición a la picadura por Anopheles(19).  

Debido a que en los países o zonas no-endémicas el 

número de donantes con riesgo de malaria es 

pequeño, existe una alta confianza en los filtros 

apropiados de diferimiento/exclusión en los 

cuestionarios previos a la donación. Un enfoque 

simple pero efectivo en muchos de estos lugares es 

identificar y diferir permanentemente a los 

individuos que presenten cualquier riesgo de malaria. 

Este es un enfoque tajante que puede llevar a la 

perdida de hemocomponentes innecesaria si la 
cantidad de posibles donantes que se difieren es alta 

(zonas no endémicas con alto número de inmigrantes 

o viajeros a zonas de riesgo)(21).  

Algunas preguntas importantes que pueden realizarse 

en el cuestionario a los posibles donantes deberían 

incluir los siguientes factores(21): 

• Locación: identificar zonas de alto o bajo riesgo 

malárico.  

• Periodo de residencia: si un donante ha sido 

residente de una zona endémica (ya sea de niño o 

adulto), entre mayor haya sido este periodo de 

residencia existe mayor riesgo de ser un portador 
asintomático con parasitemias bajas difíciles de 

detectar en el laboratorio.  

• Periodo desde que visitó la zona: Un periodo de 

diferimiento de 6 meses desde la última visita a la 

zona de riesgo puede ser suficiente tiempo para 

haber observado el desarrollo de síntomas o una 

respuesta de anticuerpos.  

• Historia de malaria: en algunos casos si ha existido 

presencia de la enfermedad en el individuo de 

forma conocida, se puede optar por excluir 

permanentemente a este donante.  
En España, el Ministerio de Sanidad y Consumo ha 

establecido para su país lo siguiente(22):  

A) Si no se realizan pruebas de tamizaje 

• Individuos que vivieron durante los primeros 5 

años de su vida en áreas palúdicas es posible que 

sean semi-inmunes y portadores asintomáticos, no 

deben ser aceptados como donantes hasta 3 años 

después de su llegada (sin haber presentado 

síntomas durante este periodo).  

• Visitantes de zonas palúdicas e hijos de padres 

inmigrantes (de zonas palúdicas) serán diferidos 
por 6 meses (siempre y cuando no hayan 

presentado síntomas en este periodo). 

• Personas que hayan permanecido más de 6 meses 

en zonas palúdicas deben ser diferidos por 3 años.  

B) Si se realizan pruebas de anticuerpos 

• Personas que vivieron en zona palúdica por más de 

6 meses, si los anticuerpos son negativos se puede 

aceptar, si son positivos se excluye 

permanentemente. 

• Personas que visiten zonas endémicas o con 

procesos febriles sospechosos de malaria, se aceptan 
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si los anticuerpos son negativos (muestra tomada al 

menos 4 meses posterior a exposición o cese de 

síntomas respectivamente), si son positivos se 

difiere por 3 años al cabo de los cuales deberá ser 

reevaluado. 

En Italia se identifican a los individuos como 

riesgosos mediante un cuestionario y a estos se les 

aplica un tamizaje de anticuerpos anti-Plasmodium 

spp. y en caso de que resulten positivos se difieren 

de la donación por 3 años(4).  En Francia se solicitan 

test de laboratorio a quienes hayan nacido o vivido 
en un país endémico los primeros 5 años de su vida, 

también se solicita un testeo (posterior a los 3 años 

de diferimiento) a quienes hayan visitado países 

endémicos(20). En Inglaterra se aceptan los donantes 

que han viajado a zonas endémicas, si dicho viaje fue 

hace más de 12 meses, también se aceptan aquellos 

donantes con historial de malaria si esta fue resuelta 

hace más de 3 años y se realizan pruebas a la 

donación. Australia contempla un periodo de 

diferimiento de 3 años para aquellas personas que 

viajan a Papúa Nueva Guinea (solo elegibles para 

donación de plasma). En Canadá se realiza una 
exclusión permanente a los donantes con historial de 

malaria y un periodo de diferimiento de 12 meses si 

viajó a un área endémica. En el caso de Estados 

Unidos si el donante tiene historial de malaria este 

periodo de diferimiento es de 3 años y de 12 meses si 

viajó a un área endémica. En estos países los 

criterios de aceptación/rechazo de donantes debieron 

ser modificados por casos reportados de malaria 

transmitida por transfusión(23). En general para países 

no endémicos el uso de cuestionario y una prueba 

serológica son suficientes para el tamizaje de 
donantes  asintomáticos  que  potencialmente puedan 

estar infectados con parásitos de Plasmodium(3). 

En los países endémicos la situación es más compleja, 

muchos de los posibles donantes pueden tener 

inmunidad y ser portadores de infecciones de baja 

parasitemia o vivir en una condición de alto riesgo 

de contraer la enfermedad. Por estos motivos, el 

tamizaje del donante con gota gruesa y una prueba 

complementaria junto con una buena entrevista es 

esencial en estos casos(21).  

Las pruebas moleculares presentan mayor 

sensibilidad que la gota gruesa, principalmente para 

tamizar infecciones submicroscópicas e infecciones 

asintomáticas que son difíciles de detectar(17), sin 
embargo, muchos países o zonas de transmisión 

endémica tienen dificultades económicas para aplicar 

técnicas moleculares.  

En diversas regiones de África y Asia se utiliza para 

dicho tamizaje solamente la gota gruesa o pruebas 

rápidas de anticuerpos o antígenos, y en otras zonas 

como en Indonesia no se realiza tamizaje(24). Se ha 

reportado en la literatura que en países no endémicos 

la frecuencia de TMT es cercana a 0.2 casos por 

millón y en países endémicos de 50 o más casos por 

millón, sin embargo, en las zonas endémicas no hay 

suficiente seguimiento e información al respecto, ya 
que al ser endémica es difícil asociarla a una 

transfusión(18).   

 

Situación de malaria en Costa Rica 
Costa Rica ha sido un país de baja incidencia 

malárica, sin embargo, la enfermedad ha mostrado 

un incremento de casos sostenido desde el año 2015 
(Fig. 1). Para la semana epidemiológica número 19 

del año en curso se reportaron 301 casos, las 

regiones más afectadas son la región Huetar Caribe 

con 146 casos y la Región Huetar Norte con 125 

casos, los casos restantes se han distribuido entre 

otras regiones (Región Brunca, Central Norte, 

Central Sur, Pacífico Central y Chorotega)(25). 

 
 

 
 

Figura 1. Número de casos de malaria en Costa Rica.  Modificado de(25). *SE-19: Semana Epidemiológica 19. 
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El país cuenta con estrategias conjuntas con la 

OPS/OMS, el Sector Salud, Universidades, el 

Ministerio de Salud, entre otros; que incluyen 

recopilación de información, educación, monitoreo, 

control vectorial, diagnóstico microbiológico, 

seguimiento de casos, aplicación de medicamentos y 

más esfuerzos para reducir los casos de malaria a 

nivel nacional y tener un conocimiento más amplio 

de la enfermedad(26).  

Los programas de control y vigilancia adoptados por 

el gobierno de Costa Rica contra malaria lo 
colocaron entre los 21 países que podrían eliminar la 

malaria para el 2020, sin embargo, diversos eventos 

climatológicos y migratorios han hecho esta labor 

difícil y compleja(27). Actualmente el país forma 

parte de la iniciativa E-2025, en la que la OMS 

apoya a 25 países con capacidad de eliminar la 

malaria para el 2025, por lo que debe continuar con 

acciones que le permitan alcanzar esta meta, 

reduciendo las distintas vías de transmisión y 

contagio(28). 

La red de Bancos de Sangre del Seguro Social 

Costarricense es la mayor del país, utiliza como 
criterio base el Lineamiento para la Selección de 

Donantes de Sangre y Hemocomponentes, 

documento publicado por la coordinación Nacional 

de Laboratorios Clínicos de la Institución, dicho 

lineamiento indica que todo donante que haya 

presentado malaria debe rechazarse 

permanentemente; sin embargo, no señala pautas 

respecto a los donantes que visitan zonas de riesgo 

de contagio(29).  

Todos los bancos de sangre del país realizan una 

valoración clínica de salud del potencial donante, en 
esta se incluye la medición de la temperatura 

corporal, y la subsecuente investigación sobre 

presencia de fiebre en días anteriores a la donación, 

evaluando así la sintomatología clásica del 

paludismo; pero dejando de lado los casos de 

donantes asintomáticos, los cuales son un desafío 

para los sistemas de hemovigilancia nacional. En la 

revisión de datos realizada no se encontró registro de 

la cantidad de casos de donantes que fueron 

excluidos por algún riesgo palúdico o de unidades de 

sangre descartadas por presencia del parasito, de 

existir, deben ser bases de datos locales de acceso 
restringido.   

Costa Rica tiene una estratificación muy heterogénea 

respecto al riesgo de malaria, en donde se presentan 

zonas geográficas clasificadas como no-vulnerables 

y otras clasificadas como vulnerables y con 

transmisión autóctona del parásito(25), por este 

motivo en el país solamente un banco de sangre 

tamiza mediante gota gruesa a los candidatos a 

donación, este establecimiento se encuentra en el 

Hospital Tony Facio de la provincia de Limón y 

recibe  candidatos  provenientes  de  zonas  que   han 
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presentado casos de malaria (región Huetar Caribe), 

el resto de bancos de sangre de la red de hospitales 

de la Caja Costarricense de Seguro Social no tiene 

un criterio homogéneo respecto al diferimiento de 

personas visitantes de zonas palúdicas y tampoco 

realizan tamizaje de laboratorio para las unidades 

recolectadas.  

En países en vías de desarrollo como Costa Rica y 

principalmente en zonas con transmisión autóctona 

que cuentan solamente con el cuestionario y la gota 

gruesa, sería ideal contar con pruebas más sensibles 
para prevenir los posibles casos de transmisión por 

donantes asintomáticos(20). 

Mangano et al.(3) establecieron en un estudio en Italia 

que las pruebas serológicas presentan resultados en 

ocasiones no satisfactorios por su baja sensibilidad 

(especialmente en pacientes semi-inmunes), no 

obstante, cuando esta metodología se combina con 

un buen cuestionario y evaluación del candidato a 

donación se pueden obtener resultados efectivos y 

suficientemente sensibles.  

 Conclusiones y recomendaciones 

La elección de un método de tamizaje de malaria 
adecuado para los bancos de sangre debe contemplar 

aspectos como el costo, la sensibilidad, 

infraestructura, disponibilidad de insumos y 

reactivos, y nivel de capacitación técnica de los 

analistas. Las pruebas moleculares tienen un gran 

potencial de aplicación (principalmente en zonas 

endémicas) en el tamizaje de donantes, no obstante, 

el costo operativo puede ser un obstáculo para su 

implementación.  

En zonas endémicas es difícil establecer la 

incidencia de malaria transmitida por transfusión, ya 
que los casos reportados pueden estar erróneamente 

clasificados debido a que la población está 

constantemente expuesta a los vectores y los casos 

febriles pueden presentarse desde días o incluso 

meses posteriores a la transfusión.  

Costa Rica es un país de baja incidencia malárica, sin 

embargo, desde el año 2015 se ha presentado un 

aumento progresivo de casos de la enfermedad, 

condición que ha puesto en alerta a todo el sistema 

nacional de salud; pues el país se encuentra en 

búsqueda de eliminar la transmisión y contagio para 

el año 2025.  
En el país sólo se tamiza malaria mediante gota 

gruesa a los candidatos a donación en el banco de 

sangre que se encuentra en el Hospital Tony Facio de 

la provincia de Limón, este centro recibe donantes de 

la región Huetar Caribe, región que ha presentado 

históricamente la mayor cantidad de casos de malaria 

en el país, en el resto de los bancos de sangre no se 

realiza tamizaje (solamente con cuestionario), sería 

prudente incluir este tamizaje en otras regiones 

donde se han detectado casos autóctonos de malaria 

tomando en cuenta que Costa Rica es un país pequeño 
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con un flujo interno y migratorio elevado.  

Los lineamientos de selección de donantes utilizados 

en los principales bancos de sangre del país rechazan 

permanentemente a todo donante que haya 

presentado malaria de forma preventiva, sin 

embargo, no indican el procedimiento a seguir con 

los donantes que visitan zonas de riesgo de contagio 

en el país, consideramos importante que se incluyan 

pautas específicas para estos escenarios con el fin de 

minimizar el riesgo. 

Los donantes de sangre portadores asintomáticos de 
Plasmodium spp. constituyen un desafío para la red 

de bancos de sangre del país, otros bancos de sangre 

a nivel mundial (principalmente en países 

desarrollados) tratan de minimizar este riesgo 

utilizando pruebas de tamizaje (en su mayoría 

serológicas) para malaria. 

En caso de que no se cuente con métodos 

moleculares para tamizaje, la gota gruesa y las 

pruebas rápidas diagnósticas pueden ser una ayuda 

en zonas endémicas cuando se combinan con una 

buena entrevista. Es recomendable incluir programas 

de capacitación continua a los analistas en las 
diversas pruebas diagnósticas que tengan a 

disposición los bancos de sangre con el fin de 

mejorar la sensibilidad del tamizaje 
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Introducción  
Trichosomoides crassicauda es un nemátodo 

filiforme que parasita la vejiga de roedores, el 

parásito adulto mide 1,6 a 3,48 mm de largo total, 

mientras que el ancho varía entre 19 y 40 micras. 

Tiene huevos de color dorado, ovalados con tapones 

en ambos extremos, midiendo de largo de 62 a 72 

micras y 29 a 56 micras de ancho (Fig. 1)(1). Este 

endoparásito afecta principalmente a la especie de 

rata sinantrópica Rattus norvegicus (2), ocurriendo 

tanto en ratas silvestres como ratas de laboratorio. En 
ambos casos se describe como un endoparásito 

frecuente, no obstante, también se ha reportado en 

otras especies de roedores silvestres (3). Las 

prevalencias reportadas en T. crassicauda en ratas de 

laboratorio puede llegar a 64 % (4,5), mientras que en 

ratas de vida silvestre se han reportado prevalencias 

de hasta 41,6 % (6,7). 
 

 
 

Figura 1. Huevos de Trichosomoides crassicauda. Fuente: 

Imagen obtenida por el autor. 
 

A pesar de encontrarse principalmente en vejiga, T. 

crassicauda puede también ser encontrado en pelvis 
renal, uréteres y otros órganos como pulmón o 

hígado, debido a migración de sus estadios larvales 
(8). Este parásito presenta una distribución 

cosmopolita (9) y un ciclo de vida directo donde los 

huevos liberados en la orina persisten en el ambiente, 

siendo infectivos por largo tiempo. La vía de 

infección que se considera de mayor importancia es 

el contacto directo entre la rata adulta y sus crías (10). 

La infección por este endoparásito puede ser de 

carácter subclínico en el hospedador, sin embargo, se 

ha observado en ratas infectadas mayor presencia de 

cálculos de origen mucoide en la orina e hiperplasia 
del urotelio de la vejiga, lo que puede predisponer a 

la aparición de neoplasias vesicales (11). Igualmente, 

se han evidenciado en roedores infectados, 

hemorragias a nivel pulmonar, renal y hepático, a 

causa de la migración larval (12). Debido a lo anterior, 

la  infección  de  colonias  de  ratas  en  bioterios  por 

T. crassicauda puede alterar los resultados de 

estudios, sobre todo los que involucren cáncer, estrés, 
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diabetes o cambios histológicos del tejido pulmonar 
(13,14,15).  Dentro de los métodos para diagnosticar 

nemátodos vesicales de mamíferos, los más 

utilizados son, la disección de vejiga y su 

visualización en microscopio estereoscópico, el 

examen de orina o urianálisis y el examen 

histológico de tejido vesical (16). Si bien estos tienden 

a ser métodos simples y confiables, se ha planteado 

que estos pueden resultar insuficientes por si solos. 

Por ejemplo, la visualización mediante microscopio 

estereoscópico se dificulta, debido al tamaño y forma 
del parásito, así como también a causa de la 

localización, ya que se puede observar libre en el 

lumen vesical, como también incrustado en su 

epitelio (1). De la misma forma, el examen de orina 

puede otorgar resultados falsos negativos porque los 

huevos son liberados en la orina de forma irregular 
(16). La visualización histológica del tejido vesical en 

busca del nemátodo o sus huevos también tiene 

inconvenientes, principalmente porque las 

estructuras parasitarias se pueden perder en la 

fijación y deshidratación del tejido (16). Con respecto 

al diagnóstico parasitológico de órganos blandos 
existe falta de estudios que investiguen la 

sensibilidad de los métodos comúnmente 

utilizados(17). De esta manera, cobra especial 

importancia recopilar información sobre las 
prevalencias halladas de T. crassicauda y analizar las 

variables que puedan afectar la heterogeneidad de los 
estudios, como el origen de los roedores (por ejemplo, 

silvestres o de laboratorio) y/o las técnicas de 
diagnóstico utilizadas. Con este fin, se realizará revisión 

sistemática en bases de datos siguiendo el protocolo 
PRISMA, buscando responder las siguientes preguntas: 

¿en qué especies se ha reportado y cuáles son las 
prevalencias de T. crassicauda?, ¿cuáles son y en qué 

consisten los métodos de diagnóstico usados para 
investigar este parásito?, ¿cuáles han sido las 

intensidades reportadas? y, por último, ¿qué otros 

factores del hospedador pueden afectar la prevalencia 

hallada? Posteriormente, se llevó a cabo un meta-

análisis de proporción para obtener la prevalencia 

agrupada para T. crassicauda y, además, se realizó 

análisis de subgrupos, con el objetivo de buscar 

posibles efectos relevantes en la prevalencia debido 

al origen de los roedores y el método de diagnóstico 

utilizado. La información obtenida y el análisis 

realizado, puede aportar al estudio de otros 

nemátodos de vejiga de mamíferos donde se han 

reportados diferencias importantes entre la 

sensibilidad de los métodos de diagnóstico, como es 
el caso de Pearsonema plica en carnívoros salvajes y 

domésticos(18).  De igual forma, esta información puede 

ser beneficiosa para la detección de este endoparásito 
en ratas de laboratorio, las que son parte relevante de la 

investigación biomédica, y también en ratas silvestres,  
las que pueden ser un foco de transmisión de T. 

crassicauda a especies nativas (19).  
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Metodología 
La revisión sistemática se realizó siguiendo la 

declaración PRISMA 2020 actualizada (20) utilizando 

las bases de datos PubMED, Web of Science y 

Scopus, con las siguientes palabras de búsqueda y 

operadores booleanos: “Trichosomoides crassicauda” 

or “T. crassicauda”. También, se identificaron 

nuevos estudios a través de búsqueda por citas en la 

base de datos Google Scholar.  

Para seleccionar los estudios a analizar, se utilizaron 

los siguientes criterios de inclusión: primero que 
sean estudios sobre infecciones naturales por el 

nemátodo vesical, no inducidas; también, debido a 

que sus huevos pueden encontrarse en heces cuando 

el animal examinado ha consumido alimento 

contaminado con orina (21), solo se tomaron en cuenta 

infecciones del sistema nefro-urinario; y, por último, 

que sean artículos originales y no revisiones.  

De cada estudio seleccionado se extrajo la siguiente 

información; nombre de primer autor, tipo de 

publicación, año de publicación, país donde se 

desarrolló la publicación, método de diagnóstico 
utilizado, tamaño de muestra, prevalencia de 

infección por T. crassicauda, especies de roedores 

examinados, origen de la población de roedores en el 

estudio (la que se clasificó como roedores de 

laboratorio, silvestres y mascotas), diferencias en la 

prevalencia de T. crassicauda entre sexos y grupos 

etarios de roedores infectados, e intensidad de 

infección.  

Para el meta-análisis solo se consideraron estudios 

dentro de los previamente seleccionados para la 

revisión que indiquen la prevalencia de roedores 

infectados por T. crassicauda, el número de roedores 
totales y los infectados, y estudios que solamente 

traten de la infección por T. crassicauda en la 

especie Rattus norvegicus, esto debido a que la 

infección en otras especies como Rattus rattus y 

especies nativas se considera rara (2).  

Para el meta-análisis se utilizó un modelo de efectos 

aleatorios mediante el método de máxima 

verosimilitud restringida, mientras que para 

cuantificar la heterogeneidad de los estudios se 

utilizó el test de I2, el que mide la dispersión en 

porcentaje. Además, se utilizó el Q-test de Cochrane 
para testear la significancia del valor de 

heterogeneidad. Debido a que las proporciones 

recabadas en los estudios en su mayoría oscilaban 

entre los valores 0.2 y 0.8 se optó por no transformar 

los datos de prevalencia (22).  Para identificar  

posibles  estudios  outliers que puedan distorsionar la 

prevalencia promedio se desarrolló un gráfico de 

Galbraith.  

Para  el análisis de subgrupos se utilizaron como 

variables moderadoras el origen de los roedores y los 

métodos de diagnóstico. El origen de los roedores  se 

 
 

clasificó  en  roedores  de  laboratorio  y roedores 

silvestres, mientras que los métodos de diagnóstico 

se clasificaron en técnicas histológicas y técnicas 

parasitológicas (donde se incluyeron los estudios que 

utilizaran el uso de lupa estereoscópica para 

visualizar nemátodos en el tejido, así como también 

el estudio que usa la digestión enzimática de la 

vejiga). Los resultados fueron expresados en 

proporción con sus respectivos intervalos de 

confianza del 95%. El valor de significancia fue 

establecido en P = 0.05.  Por último, la prevalencia 
de infección se definirá como el número de 

hospederos infectados con 1 o más individuos del 

parásito buscado, dividido por el número de 

hospedadores total examinados. Intensidad (de 

infección) se entenderá como el número de parásitos 

de una especie en particular en un hospedador (23). 

El análisis de los datos y gráficos fue desarrollado 

mediante el software R-Studio, utilizando los 

paquetes “meta” y “metafor”.  
 

Resultados 
La búsqueda en las bases de datos antes señaladas 

arrojó un número de 104 publicaciones (dentro de 

estas se agregaron 2 tesis doctorales) (Fig. 2). 

Posterior a eliminar duplicados y la exclusión de 

estudios que no llenaran los criterios de inclusión se 

seleccionó un total de 27 estudios para la revisión 

sistemática y 24 estudios para el análisis cuantitativo 

(Tabla 1). Los estudios incluyeron publicaciones 

desde el año 1936 hasta el año 2021, abarcando 14 

países. Con respecto al origen de los roedores, dentro 
de los estudios recolectados 17 son sobre infección 

en ratas silvestres, mientras que 9 son de ratas de 

laboratorio y un solo estudio involucraba una rata 

mascota. En roedores silvestres las especies de 

roedores utilizadas fueron: Rattus norvegicus (14 

estudios), Rattus rattus (2 estudios), Acomys 

cahirinus (1 estudio) y Suncus  murinos (1 estudio). 

En dos estudios no se especifica la especie de Rattus 

con la que se trabajó. 
 
 

 
Figura 2. Esquema de PRISMA 
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La prevalencia mínima de infección por T. 

crassicauda en el total de estudios fue de 7% (7, 24) 

mientras que la prevalencia más alta fue de 87.36% 
(25), al separar las prevalencias en ratas de laboratorio 

y ratas silvestres, las ratas de laboratorio presentaron 

prevalencias en el rango de 17 a 66% mientras que 

las prevalencias en ratas silvestres van en rangos de 

7 a 87.36%.  

Solo 7 estudios reportaron la intensidad de infección. 

Algunos estudios calcularon el número promedio de 

nemátodos hallados por hospedador, mientras que 
otros mencionaron el número mayor y menor de 

nemátodos encontrados en total en el estudio.  

Dentro del número de nemátodos el número mínimo 

encontrado fue de 1 parásito y el máximo de 25 

parásitos (3, 7). 
 

Referencia País Origen Diagnósti

co 

Prevalencia 

2 Estados 

Unidos 

Silvestre Disección 65,40% 

3 Israel Silvestre Disección * 

4 Brazil Laboratorio ND 9,09% 

5 Reino 

Unido 

Laboratorio Histología 66% 

6 Filipinas Silvestre Disección 

+ 

Histología 

41,66% 

7 España Silvestre Disección 7,00% 

8 Estados 

Unidos 

Silvestre Histología 25,64% 

11 Brazil Laboratorio Histología * 

19 Taiwán Silvestre Disección 

+ 

Histología 

34,14% 

24 Sudáfrica Silvestre Disección 7% 

25 Estados 

Unidos 

Silvestre Disección 87,36% 

26 Estados 

Unidos 

Mascota Urianálisi

s 

* 

27 Ucrania Laboratorio Histología 

+ 

Urianálisi

s 

41,66% 

28 Taiwán Silvestre Disección 

+ 

Histología 

40,63% 

29 Sudáfrica Silvestre Digestión 22,42% 

33 Canadá Silvestre Histología 30,41% 

34 Irán Laboratorio Disección 

+ 

Histología 

56,72% 

40 Reino 

Unido 

Laboratorio Histología 17,00% 

41 Chile Silvestre ND 42,85% 

42 Corea Silvestre Disección 24,30% 

 

43 

Costa 

Rica 

Silvestre ND 23,30% 

44 Reino 

Unido 

Silvestre Histología 73,80% 

45 Estados 

Unidos 

Silvestre Disección 47,27% 

46 Hungría Laboratorio Disección 41,25% 

47 Grecia Laboratorio Histología 22% 

48 Brazil Laboratorio ND 37,93% 

49 España Silvestre Disección 27,21% 
 

Tabla 1. Estudios seleccionados para revisión sistemática y 

meta-análisis. ND: no descrito; *: estudio no utilizado para 
el meta-análisis. 
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Métodos de Diagnóstico 
Los métodos de diagnóstico utilizados fueron; 

disección de vejiga y visualización simple mediante 

microscopio estereoscópico (usado en 12 estudios), 

preparados histológicos de tejido vesical observados 

a microscopio de luz (usado en 12 estudios), 

microscopía electrónica de preparados de tejido 

vesical (usado en 1 estudio), urianálisis (utilizado en 

2 estudios) y digestión del tejido vesical (usado en 1 

estudio).  

La mayoría de los estudios revisados utilizó solo una 
técnica diagnóstica (17 estudios, equivalente al 

73,91 %), mientras que 6 (26,08 %) combinaron más 

de una técnica. Cuatro estudios no explicitaban el 

método de diagnóstico utilizado. 

En dos estudios (26,27) se utilizó un diagnóstico ante 

mortem y fue en el caso de una rata mascota y una de 

laboratorio donde se obtuvo muestras de orina para 

posterior urianálisis, este consistió en visualización 

macroscópica y microscópica de la orina, donde se 

hallaron en ambos casos nemátodos adultos. 

En el caso del método de visualización mediante 
microscopio estereoscópico, los estudios señalan la 

disección de la vejiga principalmente en un medio 

salino, no obstante, en 1 estudio (2) se examinó 

además el riñón y uréteres.  

Tres estudios (6, 19, 28) agregan un método de enjuague 

del órgano ya sea con solución salina o PBS, para 

luego examinar tanto el tejido vesical como el 

líquido de enjuague en búsqueda del parásito. 

El método de digestión consta del uso de fluido en 

base a pepsina y ácido clorhídrico para degradar el 

tejido y liberar a los parásitos dentro de la vejiga (29). 

El diagnóstico mediante métodos histológicos se 
basa en el procesamiento de secciones de tejido 

vesical, los que son fijados con alguna sustancia 

fijadora de tejido (ej. formalina tamponada con 

fosfato al 10%) y posteriormente teñidos (ej. tinción 

de hematoxilina y eosina), para ser visualizados al 

microscopio de luz.  

Mediante la histopatología se puede observar los 

nemátodos adultos o sus huevos en el epitelio, 

submucosa o lumen de la vejiga (1).  

También, mediante esta técnica se pueden visualizar 

las lesiones que este nemátodo causa en el tejido 
vesical, no obstante, no siempre su infección se 

observó asociado con lesiones en la vejiga (11). 

En el meta-análisis, se observó una prevalencia de 

infección agrupada de 35% (IC 95% [0.26 – 0.43]) 

(Fig. 4 y 5). El cálculo de heterogeneidad de los 

estudios arrojó un porcentaje de 97% para el test de 

I2 siendo este valor significativo (P < 0.01).  
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Figura 3. Gráfico de Galbraith de prevalencia de 

Trichosomoides crassicauda en Rattus novergicus 

 

En el gráfico de Galbraith (Fig. 3) se detectó un 
estudio como posible outlier, a diferencia de los 

demás estudios, este no sigue un solo método para 

todas las muestras y presenta una prevalencia muy 

alta con respecto al resto de los estudios, debido a 

esto   éste fue removido para los análisis 

posteriores(25). En los análisis de subgrupos no se 

encontraron diferencias significativas utilizando 

como variable moderadora tanto  el uso de origen de 

los roedores  (P = 0.72) (Fig. 4) como técnica de 

diagnóstico (P = 0.23) (Fig. 5).  

 

 
Figura 4. Forest plot con análisis de subgrupos utilizando 

como el origen de los roedores como variable moderadora. 

 

 

 
Figura 5. Forest plot de análisis de subgrupos utilizando como 

variable moderadora el método de diagnóstico. TP: técnicas 

parasitológicas. 

 

Sobre otros factores que puedan afectar las 
prevalencias de infección, solo 5 estudios separan la 

prevalencia entre machos y hembras (2, 5, 33, 34, 49), en 3 

de estos estudios las prevalencias en hembras son 

mayores, en 1 es mayor en machos y en 1 no tienen 

diferencias significativas. Haciendo referencia a la 

edad de los roedores, solo 2 estudios separan las 

ratas por grupo etario, en ambos una mayor 

prevalencia se observa en ratas adultas (2, 25); en 

cambio, otros 2 estudios, toman en cuenta el peso de 

los roedores, donde las ratas con pesos mayores a 

145 gramos presentan una mayor prevalencia sobre 
las de menor peso (33, 49) . 
 

Discusión 
Según lo obtenido en la revisión sistemática, el 
método más comúnmente utilizado es la 

visualización mediante microscopio estereoscópico, 

concordante con lo encontrado por Arcenillas-

Hernández et al. (2022) en los exámenes realizados 

para la pesquisa del parásito de vejiga Pearsonema 

plica en zorros. Esto puede deberse a la simplicidad 

del procedimiento comparado al uso de otras pruebas 

que requieren mayor tiempo y conocimientos 

específicos. Algunos estudios en nemátodos de 

vejiga han señalado no haber encontrado diferencias 

significativas en las prevalencias halladas utilizando 

exámenes de orina en comparación con la 
visualización simple de la vejiga y su mucosa (31).  

Un procedimiento que puede aumentar la 

sensibilidad diagnóstica mientras se hace la 

disección de la vejiga es el enjuagar la vejiga, técnica 

reportada  en  tres  estudios, lo  que  ayudaría a soltar 
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parásitos incrustados en el tejido (1). De la misma 

forma, técnicas como el raspado de la mucosa podría 

ser otra alternativa a considerar en estos casos que, si 

bien no ha sido reportada en estudios de esta revisión, 

se ha utilizado para el diagnóstico de nemátodos 

vesicales de otros mamíferos (32). 

Pocos estudios diferencian los hospederos 

dependiendo de edad y sexo, ambos son factores que 

pueden ser determinantes en las prevalencias de 

parasitosis (52). Específicamente, en los estudios 

analizados se observó que la infección por T. 
crassicauda es más prevalente en ratas adultas (2, 25, 33, 

49). Esto puede deberse a cambios del tejido y la 

funcionalidad de la vejiga que se dan en ratas adultas, 

como el adelgazamiento del urotelio y disminución 

de su masa muscular (50).  

En cuanto a los métodos de diagnóstico, los análisis 

de orina o urianálisis realizados, constan de la 

colección o extracción de la orina y posterior 

observación a microscopio de luz. Cornish et al 

(1998) (16), describen un método de infección 

inducida para concentrar los huevos del parásito, que 

consta de la colección de la orina en una jeringa para 
forzarla a pasar por un filtro de miliporo. De este 

modo, los huevos no alcanzan a pasar por el filtro 

debido a su tamaño y quedan en la superficie, luego 

se monta en un portaobjetos la parte superior de 

dicho material para observar al microscopio. Cabe 

mencionar, que ninguno de los estudios de orina 

utilizó técnicas de flotación o sedimentación para 

detectar los huevos del parásito, a diferencia de lo 

que se ha visto en otros nemátodos de vejiga y riñón 

de mamíferos (35, 36), lo que puede deberse a la 

diferencia entre los volúmenes de orina de los 
hospederos. No obstante, en casos que no haya orina 

o muy escasa cantidad, métodos como el utilizado 

por Magi et al (2014) (51) en vejigas de zorro, donde 

se abrió la vejiga para lavarla sobre un vaso de 

precipitado al que posteriormente se le examinó el 

sedimento en microscopio estereoscópico, podrían 

ser de utilidad. Tampoco se encontraron estudios que 

utilizaran métodos de diagnóstico moleculares de T. 

crassicauda. 

De acuerdo con lo visto en el análisis cuantitativo, la 

prevalencia de T. crassicauda en ratas de origen de 

laboratorio no son significativamente diferentes 
frente a ratas silvestres, lo que se puede deber a que, 

si bien el contacto entre madre y cría se reconoce 

como uno de los factores preponderantes en 

transmisión de T. crassicauda, se ha descrito que la 

conducta materna entre ratas domésticas y silvestres 

no varía mucho entre sí (37). De la misma forma, no 

se observó una diferencia significativa entre estudios 

que utilizaban diagnóstico histológico con otros 

métodos, a pesar de esto, es probable que en casos de 

nemátodos incrustados en tejido vesical sea de mayor  

utilidad la histología frente a la disección de la vejiga. 
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La heterogeneidad obtenida en el meta-análisis es 

alta de acuerdo con la interpretación sugerida por 

Higgins et al. (2003) (38), donde sobre el 75% es 

considerado como alta heterogeneidad. Esto puede 

deberse a la diferencia de métodos de diagnóstico 

utilizados. Así también, otra razón de la 

heterogeneidad entre estudios pueden ser factores 

intrínsecos de las ratas estudiadas, como la edad, 

sexo o densidad de la población de roedores; como 

se mencionó anteriormente, las características de las 

poblaciones estudiadas fueron en general 
pobremente descritas. 

La densidad de roedores, ya sea en jaulas, en el caso 

de laboratorio, o densidad por unidad de área, en 

roedores silvestres, podría aumentar la prevalencia 

de este nemátodo debido a su ciclo de vida directo (30) 

sin embargo, estos datos son muy escasos en la 

bibliográfica encontrada en esta revisión. Factores 

como los descritos anteriormente serían de interés 

para continuar estudiando a futuro las fuentes de 

variación que afectan las prevalencias T. crassicauda 

en roedores. 
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Abstract 
Exotic mammals have become very popular as non-traditional companion animals. Therefore, a question that 

has arisen, if these species can be a source of parasite infection to humans. According to Scopus in 2022, 

available documents of gastrointestinal parasites of four selected small exotic mammal species is scarce. 

Species selected were: ferret (Mustela putorius furo), rabbit (Oryctolagus cuniculus), guinea pig (Cavia 

porcellus) and african pygmy hedgehog (Atelerix albiventris). This systematic review, organizes and simplifies 

the information, and shows a final overview about this inquiry. An information search was performed between 
November and December of 2022. Multiple search engines were used, and results included both english and 

spanish documents specifying that the four species were companion animals. The documents included in the 

systematic review were bibliographic reviews, prospective papers, case reports, book’s chapters, and thesis. 

Thirty-eight documents were obtained for further analysis, 14/38 (36,9%) were about ferrets, 13/38 (34,2%) 

about rabbits, 7/38 (18,4%) about guinea pigs and 4/38 (10,5%) about hedgehogs. According to the literature, 

the most common parasites reported in the documents are: Eimeria sp. in the ferret, rabbit and guinea pig; and 

Cryptosporidium sp. in the hedgehog. Only 12,3% of all information collected belonged to companion animals, 

while the majority of excluded results focused on production of the species (guinea pig and rabbit) for human 

consumption.  
Keywords: small mammals, intestinal parasitosis, preventive medicine. 
 

Resumen 
Los pequeños mamíferos se han vuelto populares para su tenencia como animales de compañía no 

convencionales, por lo que, uno de los cuestionamientos médicos es si estos animales pueden ser una fuente de 

infecciones parasitarias para el ser humano. De acuerdo con Scopus en 2022, los documentos disponibles sobre 

parasitosis gastrointestinales en las cuatro especies como animales de compañía no convencionales 

exclusivamente: hurón (Mustela putorius furo), conejo (Oryctolagus cuniculus), cobayo (Cavia porcellus) y 

erizo (Atelerix albiventris) son escasos. La presente revisión sistemática realizada organizó y simplificó la 

información, ofreciendo una visión general de la información disponible del tema a nivel mundial. La búsqueda 

de la información se realizó en noviembre y diciembre del 2022 en distintos motores de búsqueda, incluyendo 
documentos en español e inglés enfocados en las especies mencionadas exclusivamente como animales de 

compañía; se contemplaron artículos científicos prospectivos, revisiones bibliográficas, reporte de casos, 

capítulos de libros y tesis. Se obtuvo un total de 38 documentos para su análisis, siendo 14 del hurón (36,9%), 

13 para el conejo (34,2%), 7 en el cobayo (18,4) y 4 para el erizo (10,5%). Los parásitos más reportados, de 

acuerdo con la literatura consultada, fueron: Eimeria sp. en el hurón, conejo y cobayo; y Cryptosporidium sp. 

en el erizo. Del total de la información recabada con los algoritmos de búsqueda sólo el 12,3% perteneció a 

animales de compañía, mientras que la mayoría de los resultados excluidos fueron aquellos que se enfocaban en 

producción para consumo humano. 

Palabras clave: pequeños mamíferos, parasitosis intestinal, medicina preventiva. 
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Introducción 
 

Los pequeños mamíferos exóticos se han vuelto 

populares para su tenencia como animales de 

compañía; por lo tanto, el porcentaje de pacientes 

para los médicos dedicados a mascotas no 

convencionales ha crecido proporcionalmente. 

Dentro de las preocupaciones médicas por estas 

especies, el cuestionamiento principal que surge es si 

estos animales que están en contacto estrecho con el 

humano pueden ser una fuente de infecciones 

parasitarias(1). En respuesta a tal disyuntiva, 

múltiples estudios se han realizado para evaluar la 

presencia de agentes parasitarios gastrointestinales 
en mascotas no convencionales(1–11). A pesar de los 

estudios realizados, existe poca información 

publicada acerca de las parasitosis gastrointestinales 

en mamíferos de compañía no convencionales como 

el hurón doméstico (Mustela putorius furo), conejo 

(Oryctolagus cuniculus), cobayo (Cavia porcellus) y  
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erizo pigmeo africano (Atelerix albiventris). En el 

hurón se han realizado estudios que determinan la 

presencia de coccidias, nemátodos y amebas(1,6,7,11); 

en el conejo doméstico se ha reportado la presencia 

de coccidias principalmente(5,10); estudios realizados 

en cobayos domésticos de compañía han evaluado la 

presencia de protozoarios(1–4); y, finalmente, en el 

erizo pigmeo africano se ha reportado la presencia de 

Cryptosporidium sp., principalmente(1,9). A raíz que 
estas especies animales tienen contacto estrecho con 

el humano, se esperaría que la información sobre 

este tema sea abundante, sin embargo, sucede lo 

contrario. La revisión realizada se enfocó en los 

parásitos gastrointestinales más reportados en 

animales de compañía no convencionales, ya que 

existe diferencia marcada entre los parásitos 

entéricos presentes en ejemplares de vida libre y de 

cautiverio. Igualmente se reportan los signos clínicos 

presentes en ejemplares parasitados y los métodos 

diagnósticos empleados. 
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Los agentes parasitarios reportados en estas especies 

fueron: Cryptosporidium sp., Eimeria sp. y Giardia 

sp.; y los signos clínicos asociados a su presentación 

son diarrea, anorexia, pérdida de peso, pelo hirsuto, 

entre otros; en tanto que el método diagnóstico 

coproparasitario recomendado para los últimos dos 

agentes es alguna técnica de flotación. 

La información disponible sobre parásitos 

gastrointestinales presentes en el hurón doméstico, 

conejo, cobayo y erizo pigmeo africano se encuentra 

dispersa. Al realizar una revisión de la información, 
SCOPUS arroja 2 resultados de parásitos 

gastrointestinales en todas las especies. Sin embargo, 

al buscarlas por separado, se obtienen 66 resultados, 

por lo que se demuestra una dispersión de la 

información.  

Por lo anterior, el objetivo general del presente 

estudio es realizar una búsqueda sistematizada de la 

información publicada sobre las parasitosis 

gastrointestinales más comunes en pequeños 

mamíferos (animales de compañía no 

convencionales) para organizar y simplificar la 

información. De esta manera se espera detectar si 
existen brechas de información sobre el tema y 

ofrecer una visión general de esta en M. putorius 

furo, O. cuniculus, C. porcellus y A. albiventris. 

 

Metodología 
La búsqueda de información se llevó a cabo entre 

noviembre y diciembre del 2022. Los motores de 

búsqueda utilizados fueron: SCOPUS, 

ScienceDirect, Google académico, y PubMed.  

En cada uno de ellos se utilizó 16 ecuaciones de 

búsqueda, correspondiente a 4 especies distintas: 
para M. putorius furo: endoparasites OR 

gastrointestinal parasites AND M. putorius furo; 

parasites AND M. putorius furo AND NOT 

ectoparasites; y endoparasites AND M. putorius 

AND domestic ferrets. Para O. cuniculus: 

endoparasites OR gastrointestinal parasites AND O. 

cuniculus; parasites AND O. cuniculus AND NOT 

ectoparasites; y endoparasites AND O. cuniculus 

AND domestic rabbits.  

Para C. porcellus: endoparasites OR gastrointestinal 

parasites AND C. porcellus; parasites AND C. 
porcellus AND NOT ectoparasites; y endoparasites 

AND C. porcellus AND domestic guinea pigs. Para 

A. albiventris: endoparasites OR gastrointestinal 

parasites AND A. albiventris; parasites AND A. 

albiventris AND NOT ectoparasites; y endoparasites 

AND A. albiventris AND domestic hedgehog.  

La selección de la información se realizó a través de 

los siguientes criterios de elegibilidad: Inclusión:  

Artículos  científicos, libros o capítulos de libros, 
textos en inglés y en español, información de  parásitos 

en pequeños mamíferos (animales de compañía). 

 

 

Exclusión: textos en idioma distinto al español e 

inglés, artículos no disponibles y textos con 

información de parásitos intestinales en pequeños 

mamíferos de vida libre, de producción para 

consumo humano y ejemplares de laboratorio. 

La organización de la información se llevó a cabo en 

el gestor de referencias Mendeley® y el análisis de 

los documentos a través de una planilla Excel®, 

tabulando los resultados por ecuación de búsqueda 

en cada uno de los motores de búsqueda 

mencionados.  
Se elaboró una tabla de análisis general con la 

información más relevante de cada uno de los 

resultados para su posterior evaluación. 

Se consideraron artículos científicos prospectivos, de 

revisión bibliográfica y reportes de casos; capítulos 

de libros y tesis.  

 

Resultados 
Al concluir la búsqueda se tuvo una cantidad total de 

322 resultados. Para facilitar la selección de 

información, los documentos fueron categorizados 
según el ámbito de investigación: individuos de vida 

libre, de producción para consumo humano, 

ejemplares de laboratorio y animales de compañía. 

Posteriormente, se realizó la selección a través de la 

aplicación de criterios de exclusión. Es decir, se 

descartó toda aquella información de parásitos 

gastroentéricos en pequeños mamíferos destinados 

para consumo humano, ejemplares de laboratorio y 

de vida libre (Fig. 1). Durante la búsqueda y 

selección de la información, un total de 269 

documentos se enfocan a estos fines zootécnicos. 

Una vez aplicados los criterios de elegibilidad y 
descarte de información repetida, se obtuvieron 25 

documentos, posteriormente se revisaron las 

referencias de éstos y se añadieron 12 fuentes 

primarias obteniendo un total de 38 documentos 

finales que desarrollan el tema: los parásitos 

gastrointestinales presentes en pequeños mamíferos 

bajo el cuidado humano como animales de compañía 

no convencionales. Los resultados por especie 

fueron: hurón 14 (36,9%), conejo 13 (34,2%), 

cobayo 7 (18,4%) y erizo 4 (10,5%). 

La información se organizó por especie identificando 
los parásitos comúnmente reportados, así como, los 

signos clínicos y el método diagnóstico empleado. 

 

Hurón (M. putorius furo) 

En su tracto gastrointestinal se pueden encontrar 

nematodos y protozoarios (1).  Los agentes 

etiológicos que mayormente se han reportado en la 
literatura son Apicomplexa, siendo Eimeria sp. y 

Cryptosporidium sp. los más comunes. Cabe 

mencionar que los jóvenes son más susceptibles a 

estas parasitosis(11–19).  
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La coccidiosis por Eimeria sp. puede no presentar 

signos, sin embargo, se ha asociado con: diarrea, 

deshidratación, pérdida de peso y, en casos graves, 

intususcepción. Por otro lado, en la criptosporidiosis, 

los   individuos   han   mostrado   diarrea   crónica   y 

deshidratación (16,20). Los agentes etiológicos 

identificados en las heces del hurón doméstico son: 

Eimeria furonis (11,13,15,16,18), Eimeria ictidae, 

Isospora laidlawi (12,14,16,18) y Cryptosporidium 

parvum (12,13,16,17,20). 

 

 
 

Figura 1. Diagrama de refinamiento de la revisión bibliográfica utilizada en la búsqueda sistemática. 

 

Los métodos diagnósticos utilizados para la 

detección de Eimeria sp. y C. parvum son flotación y 
tinción de Ziehl Neelsen o histopatología, 

respectivamente(16).  

Otros protozoarios identificados en el tracto 

gastroentérico del hurón doméstico son Giardia sp., 

Sarcocystis sp., Entamoeba coli y Endolimax nana; 

estas parasitosis pueden cursar con un cuadro 

subclínico, no obstante, en la giardiosis se ha 

reportado anorexia, depresión, diarrea y 

deshidratación(7,15–18). El protozoario Sarcocystis sp. 

ha sido aislado de un ejemplar que no presentó 

ningún signo clínico(6). La giardiosis se ha 

diagnosticado a través de prueba de ELISA(1,17) y 
tinción de yodo(18). La técnica de FLOTAC (por sus 

siglas en inglés), es la centrifugación de una 

suspensión de materia fecal en soluciones de 

flotación con posterior lectura del sobrenadante(21) en 

soluciones de cloruro de sodio y sulfato de zinc 

permitió detectar ambos protozoarios(6). 

Entamoeba coli y E. nana son dos protozoarios 

encontrados  en  las  heces de hurones domésticos sin 
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signos clínicos asociados a través de la técnica de 

Burrows(7). 
Finalmente, la infestación por nematodos usualmente 

es subclínica(16), pero en casos de infestación masiva 

se ha reportado diarrea, vómito y pérdida de peso(18). 

Es más usual encontrar nematodos en hurones de 

vida libre, sin embargo, el hurón doméstico es 

susceptible a nematodos del perro y gato(22). De 

acuerdo con la literatura, huevos de 

Ancylostomatidae, Toxocara cati, Toxocara canis y 

Toxascaris leonina son parásitos hallados en el 

intestino del hurón doméstico(6,18). Usualmente el 

diagnóstico es a través de la observación directa del 

parásito, sin embrago, la técnica de FLOTAC ha 
permitido la detección de huevos de 

Ancylostomatidae(6).  
 

Conejo (O. cuniculus) 
Los agentes reportados en el conejo doméstico son 

coccidias: Eimeria perforans (el más común)(23–27), 

Eimeria magna(5,23–26,28), Eimeria irresidua(5,23–26,28) y 

Eimeria  media(23–25,29). La  enfermedad  causada  por 
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estos agentes puede ser severa en los gazapos(23,24), 

mientras que en los adultos puede cursar con cuadro 

subclínico(10). La signología asociada con la 

presencia de Eimeria sp. en gazapos son: anorexia, 

pérdida de peso, diarrea (con estrías de sangre o 

moco) y deshidratación(10,23–28). Para determinar la 

presencia de estos agentes, la técnica de flotación ha 

sido exitosa (5,10,28).  

La existencia de Cryptosporidium sp. en el tracto 

gastroentérico ha sido reportada en la 

literatura(25,27,30), en donde las especies C. parvum y 
C. cuniculus han sido identificadas(23). En individuos 

jóvenes se ha observado presencia de diarrea, 

emaciación(23,27) y, en casos graves, muerte(30). Por lo 

contrario, los adultos pueden cursar la enfermedad 

sin mostrar signos clínicos(23). El diagnóstico 

usualmente se realiza por histopatología del tejido 

intestinal con tinción de hematoxilina-eosina o de 

Giemsa(23,31).  

Giardia duodenalis ha sido observada en el intestino 

del conejo doméstico, sin embargo, no se le atribuye 

ningún signo clínico. Usualmente se considera no 

patogénica en esta especie(23,25,31). 
En el conejo doméstico es raro observar la presencia 

de nematodos, no obstante, el nematodo más común 

es Passalurus ambiguous. No es patógeno y puede 

tener un rol importante en la función mecánica del 

ciego. En conejos jóvenes se ha reportado la 

presencia de pérdida de peso y pelo hirsuto(24,32). El 

diagnóstico es a través de la observación directa del 

parásito adulto, o bien, presencia de huevos en las 

heces(24,28). 

Únicamente se encontró un reporte de Trichuris 

leporis en la muestra fecal sometida a flotación con 
solución salina de sulfato de magnesio en un 

ejemplar sin signos clínicos(10). 

 

Cobayo (C. porcellus) 

Se han descrito principalmente protozoarios como 

los agentes que parasitan esta especie: Eimeria 

cavie(4,33,34), Balantidium coli(33–35), G. 

duodenalis(1,33) y Cryptosporidium wrairi(2,3,34). 

Usualmente, los protozoarios presentes en el tracto 

intestinal de los cobayos no suelen causar signos 

clínicos en adultos, mientras que en jóvenes se ha 

observado pérdida de peso, debilidad y, 

ocasionalmente, diarrea(3,4,34,36). La prueba 

diagnóstica empleada ha sido la técnica de flotación 
para los protozoarios del género Eimeria, 

Balantidium y Giardia(4,34,36). Al igual que en otras 

especies, Cryptosporidium sp. es diagnosticado a 

través de la histopatología del tejido intestinal (3,34). 

La presencia de huevos de los nematodos 

Nippostrongylus sp. y Paraspidodera uncinata se 

confirmó a través de la técnica FLOTAC en muestras 

de heces de cobayos domésticos asintomáticos(4). 

 

 

Erizo (A. albiventris) 

La presencia de parásitos gastrointestinales en el 

erizo doméstico es rara, sin embargo, puede llegar a 

encontrarse la presencia de Cryptosporidium sp.(9,37) 

e Hymenolepis erinacei(38). El protozoario se ha 

detectado en muestras de heces utilizando la técnica 

de PCR en erizos con diarrea. Es importante resaltar 
que el Cryptosporidium sp. aislado de los erizos fue 

de genotipo de caballo, mismo encontrado en los 

humanos(9). Por otro lado, la presencia del nemátodo 

puede estar asociada a la ingesta de insectos 

infectados con la larva(38). 

Contrastando lo anterior, Fredes y Román (2004) 

realizó pruebas de flotación a 100 ejemplares de la 

especie A. albiventris resultando negativos todos 

ellos a endoparásitos gastrointestinales(8). 
 

Discusión 
Giardia sp. es uno de los parásitos encontrados en 

varias especies de mamíferos de compañía no 

convencionales. Un estudio realizado por Pantchev et 

al., (2014), tuvo como objetivo tipificar el genotipo 
de Giardia presente en el intestino del hurón, conejo 

y cobayo. Dentro de los resultados, la tipificación del 

protozoario en el hurón fue compatible con 

secuencias de Giardia duodenalis idénticas a sub-

ensamblajes AI o BIV, los cuales están asociados 

con la infección humana. Por lo tanto, es de suma 

importancia las consideraciones zoonóticas para esta 

especie. Por otra parte, de acuerdo con Powers 

(2009), dado que el hurón es susceptible a algunas 

parasitosis compartidas con perros y gatos, éste se 

transforma en un hospedero reservorio de estos 

agentes (19). Esto se debe principalmente a la dieta, 
debido a que estas especies tienden a ser carnívoras. 

Además, la literatura asocia la presencia de 

nematodos principalmente, con la dieta a base de 

carne cruda(16). La convivencia estrecha entre 

mamíferos carnívoros, como lo son el hurón, perro y 

gato, así como la dieta ofrecida y disponible, son 

factores que posiblemente intervengan en la 

presencia de parásitos gastrointestinales, por lo que 

se deben considerar conceptos de la medicina 

preventiva en el manejo del hurón. De acuerdo con la 

literatura, el parásito que mayormente se reporta es 
el protozoario Cryptosporidium sp., encontrándolo 

en el tracto intestinal del hurón, conejo, cobayo y 

erizo(30); seguido de las coccidias, siendo éstas 

últimas específicas por especie animal y afectando 

principalmente a individuos jóvenes (5,6,25). La 

literatura reporta en el hurón E. furonis; en el conejo 

E. perforans, E. magna, E. irresidua y E. media; y, 

finalmente, en el cobayo E. cavie. De acuerdo con 

Fredes y Román (2004), estudios coproparasitarios 

efectuados a 100 ejemplares de la especie A. albiventris  

mostró negatividad a endoparásitos en todas ellas. En 
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tanto que Mori (1997) explica que la escasa 

presencia de parásitos gastrointestinales en erizos 

pigmeos africanos domésticos se relaciona con los 

hábitos adoptados a su tenencia en cautiverio. La 

dieta puede jugar un papel crucial para la 

presentación de parásitos gastroentéricos, como, por 

ejemplo, en A. albiventris se ha reportado la 

presencia de larvas de H. erinacei en insectos de vida 

libre(38). Mayores estudios al respecto permitirían 

conocer en detalle la relación que existe entre los 

parásitos que afectan el tracto gastrointestinal de los 
erizos pigmeos y los insectos ofrecidos como 

alimento. Los signos reportados en la literatura son 

inespecíficos, sin embargo, se recomienda que, al 

detectar un ejemplar de estas especies con diarrea o 

signos asociados a problemas gastroentéricos, se 

realice un coproparasitario directo. En los artículos 

consultados, la técnica de flotación suele ser útil 

como primera aproximación diagnóstica, sin 

embargo, los coproparasitarios seriados son más 

sensibles. Los programas de desparasitación en el 

perro y el gato se encuentran bien descritos, no 

obstante, sucede lo contrario en pequeños mamíferos 
como animales de compañía no convencionales. La 

guía de ESCCAP del 2021(39) señala que, en el caso 

de perros y gatos, la desparasitación puede ser cada 

3-6 meses, sin embargo, este periodo de tiempo 

puede ser cuestionable. Teniendo en cuenta el 

contacto estrecho que tienen los animales de 

compañía no convencionales con el perro y gato, se 

podría considerar el planteamiento de programas 

preventivos de endoparásitos, al menos en el hurón 

(por la vulnerabilidad que presenta la especie ante 

los parásitos de perros y gatos), realizando estudios 
coproparasitarios a través de la técnica de flotación 

cada 6 meses antes de aplicar o decidir una 

desparasitación. Bajo el concepto de Una Salud, en 

el diagnóstico de parasitosis intestinales de estos 

animales se deben considerar tanto el riesgo 

zoonótico potencial de algunos parásitos, como los 

agentes propios de los animales, así como también el 

bienestar ambiental (daño colateral al ambiente por 

uso desmedido de los antiparasitarios). A través de 

identificación genética por PCR, se detectaron cepas 

existentes en algunos pequeños mamíferos de 

compañía no convencionales idénticas a las 
reportadas en el humano. A través del estudio de 

Takaki (2020) se identificó el genotipo equino de 

Cryptosporidium clasificado en el subtipo VIb 

(VIbA13) (identificado en pacientes humanos 

inmunocomprometidos) en un erizo pigmeo africano. 

Así mismo, de  acuerdo  con  Pantchev et al., (2014), 

la tipificación de las secuencias de G. duodenalis 

encontradas en un hurón corresponden a ensamblajes 

asociados a la infección en humanos. Por lo tanto, 

los animales de compañía no convencionales que 

tienen contacto estrecho con el humano pueden fungir 
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como una fuente de infecciones parasitarias, 

particularmente en niños y personas 

inmunocomprometidas. Al organizar la información 

recolectada se observó que, del total de documentos 
recabados (322 archivos) en todas las especies: el 36% 

pertenece a estudios en animales de producción para 

consumo humano, un 35% para ejemplares de vida 
libre, el 16,7% en animales de laboratorio y 

finalmente un 12,3% en animales de compañía no 

convencionales (Gráfico 1). Esto permite determinar 

el área y la oportunidad existente para futuros 

estudios en el desarrollo de información en 

parasitología gastrointestinal de animales de 

compañía no convencionales. Por último, dentro de 

las limitantes de la presente revisión sistemática, los 

artículos no disponibles en texto completo no 

permitieron conocer por completo la información 

existente del tema. Así también, los artículos 
científicos publicados en un idioma distinto al 

español e inglés, descartó información que podría ser 

importante.  

 

Conclusiones 
Se logró realizar una búsqueda sistematizada de la 

información científica disponible, sobre las 

parasitosis gastrointestinales más comunes en 

pequeños mamíferos considerados animales de 

compañía no convencionales.  

La presencia de los agentes parasitarios más 
relevantes encontrados en las especies, de acuerdo 

con la literatura consultada, fue:  

 

• Cryptosporidium sp.: Hurón, conejo, cobayo y 

erizo. 

• Eimeria sp.: Hurón, conejo y cobayo. 

• Giardia sp.: Hurón y conejo.  
 

Estudios realizados para la tipificación genética de 

G. duodenalis y Cryptosporidium sp., presentes en 

M. putorius furo y A. albiventris, respectivamente, 

destacan el posible riesgo zoonótico. La 

simplificación de la información disponible del tema 

determinó que, del total, sólo un 12,3% de las 

publicaciones pertenece a pequeños mamíferos bajo 
el cuidado humano como animales de compañía no 

convencionales.  

Uno de los criterios de exclusión fue eliminar 

aquellos documentos que contuvieran información 

de parásitos gastroentéricos en pequeños mamíferos 

destinados para consumo humano, ejemplares de 

laboratorio y de vida libre. Este criterio disminuyó 

drásticamente la cantidad de literatura. Por lo 

anterior, se detectaron áreas de oportunidad para el 

estudio y el desarrollo de programas preventivos en 

M. putorius furo, así como para la evaluación de la 

relación que existe entre la dieta y la presencia de 
parásitos entéricos en A. albiventris, C. porcellus y 

O. cuniculus de vida libre y cautiverio. 

 

 



 

 

 

Revista  Parasitología  Latinoamericana 

_______________________________________________________ 

 

 
 

Gráfico 1.  Representación de la cantidad de información encontrada disponible por el fin zootécnico de cada una de las especies.  

 

Referencias 

 

1. Pantchev N, Broglia A, Paoletti B, Globokar 

Vrhovec M, Bertram A, Nöckler K, et al. 

Occurrence and molecular typing of Giardia 

isolates in pet rabbits, chinchillas, guinea pigs 

and ferrets collected in Europe during 2006-2012. 

Veterinary Record. 2014;175(1):1–6.  

2. Vetterling JM, Jervis HR, Merrill TG, Sprinz H. 

Cryptosporidium wrairi sp. n. from the Guinea 

Pig Cavia porcellus, with an Emendation of the 
Genus. The Journal of protozoology. 

1971;18(2):243–7.  

3. Lv C, Zhang L, Wang R, Jian F, Zhang S, Ning 

C, et al. Cryptosporidium spp. in wild, 

laboratory, and pet rodents in China: Prevalence 

and molecular characterization. Appl Environ 

Microbiol. 2009;75(24):7692–9.  

4. d’Ovidio D, Noviello E, Ianniello D, Cringoli G, 

Rinaldi L. Survey of endoparasites in pet guinea 

pigs in Italy. Parasitol Res. 2015;114(3):1213–6.  

5. Toma A, Al-Rubaie H, Jummah F. Prevalence of 

coccidiosis in local breed rabbits (Oryctolagus 
cuniculus) in Baghdad province. AL-Qadisiyah 

Journal of Veterinary Medicine Sciences. 

2015;14(1):15–21.  

6. d’Ovidio D, Pepe P, Ianniello D, Noviello E, 

Quinton JF, Cringoli G, et al. First survey of 

endoparasites in pet ferrets in Italy. Veterinary 

Parasitology. 2014;203(1–2):227–30 

7. Troncoso I, Fischer C, Valenzuela S, Fernández 

I, Robles A, Villalobos F, et al. Detection of 

gastrointestinal parasites in ferrets (Mustela 

putorius furo)  by  coprological  analysis. Revista 
 

 

de Investigaciones Veterinarias del Perú. 
2019;30(3):1234–9.  

8. Fredes F, Román D. Fauna parasitaria en erizos 

de tierra africanos (Atelerix albiventris). 

Parasitología Latinoamérica. 2004; 59:79–81.  

9. Takaki Y, Takami Y, Watanabe T, Nakaya T, 

Murakoshi F. Molecular identification of 

Cryptosporidium isolates from ill exotic pet 

animals in Japan including a new subtype in 

Cryptosporidium fayeri. Veterinary Parasitology: 
Regional Studies and Reports. 2020; 21:1–4.  

10. Mäkitaipale J, Karvinen I, Virtala AMK, Näreaho 

A. Prevalence of intestinal parasites and risk 

factor analysis for Eimeria infections in Finnish 

pet rabbits. Veterinary Parasitology: Regional 

Studies and Reports. 2017; 9:34–40.  

11. Williams BH, Chimes MJ, Gardiner CH. Biliary 

Coccidiosis in a Ferret (Mustela putorius furo). 
Veterinary pathology. 1996;33(4):437–9.  

12. Patterson M, Fox J. Parasites of Ferrets. En: 

Baker D, editor. Flynn’s Parasites of Laboratory 

Animals. Second Edition. Australia: Blackwell 

Pub; 2007. p. 501–9.  

13. Hoefer H. Gastrointestinal Diseases of Ferrets. 

En: Quesenberry K, Orcutt C, Carpenter J, 

editores. Ferrets, Rabbits, and Rodents. Fourth 

Edition. Canada: Elsevier; 2020. p. 27–38.  

14. Pantchev N, Gassmann D, Globokar-Vrhovec M. 

Parasitic diseases: Increasing numbers of Giardia 
(but not coccidian) infections in ferrets, 2002 to 

2010. Veterinary Record. 2011;168(19):519–519.  

15. Huynh M, Pignon C. Gastrointestinal disease in 

exotic small mammals. J Exot Pet Med. 

2013;22(2):118–31.  

 
81  Parasitología Latinoamericana (2023);72 (2): 75-82 

0%

10%

20%

30%

40%

50%

60%

70%

80%

90%

100%

Hurón Conejo Cobayo Erizo

Literatura disponible por especie de acuerdo al fin zootécnico

Mascotas no convencionales Laboratorio

Vida libre Producción para consumo humano



 

 

 

Revista  Parasitología  Latinoamericana 

_______________________________________________________ 

 

16. Lewington J. Parasitic diseases of ferrets. En: 

Lewingtong J, editor. Ferret Husbandry, 

Medicine, and Surgery. Second Edition. 
Philadelphia: Elsevier Ltd; 2007. p. 224–57.  

17. Marini R. Ferrets: Endoparasites. En: Mayer J, 

Donnely T, Fox J, editores. Clinical Veterinary 

Advisor: Birds and Exotic Pets. First Edition. 
Saunders Elsevier; 2013. p. 448–50.  

18. Powers L V. Bacterial and Parasitic Diseases of 

Ferrets. Veterinary Clinics of North America - 

Exotic Animal Practice. 2009;12(3):531–61.  
19. Wolf T. Ferrets. En: Mitchell M, Tully TJr, editores. 

Manual of Exotic Pet Practice. First Edition. 
Missouri: Saunders Elsevier; 2009. p. 345–74.  

20. Ellis C. Ferrets. En: Birchard S, Sherding R, 

editores. Saunders: Manual of Small Animal 

Practice. Third Edition. Saunders; 2006. p. 1816–

57.  

21. Cringoli G, Rinaldi L, Maurelli MP, Utzinger J. 

FLOTAC: New multivalent techniques for 

qualitative and quantitative copromicroscopic 

diagnosis of parasites in animals and humans. 

Nat Protoc. 2010;5(3):503–15.  
22. Patterson M, Fox J, Eberhard M. Parasitic 

Diseases. En: Fox J, Marini R, editores. Biology 

and Diseases of the Ferret. Third Edition. John 

Wiley & Sons, Inc.; 2014. p. 553–72.  

23. Pakes SP, Gerrity LW. Protozoal Diseases. En: 

Weisbroth S, Flatt R, Klaus A, editores. The 

Biology of the Laboratory Rabbit. First Edition. 

Elsevier; 1994. p. 205–29.  

24. Speight C. Endo and ectoparasites in rabbits. The 

Veterinary Nurse. 2019;10(2):78–83.  

25. Jenkins J. Gastrointestinal Diseases. En: 

Quesenberry K, Carpenter J, editores. Ferrets, 
Rabbits, and Rodents. Second Edition. Saunders 

Elsevier; 2004. p. 161–71.  

26. Lennox AM, Kelleher S. Bacterial and Parasitic 

Diseases of Rabbits. Veterinary Clinics of North 

America - Exotic Animal Practice. 
2009;12(3):519–30.  

27. Graham J. Lagomorpha (Pikas, Rabbits, and 

Hares). En: Miller E, Fowler M, editores. 

Fowler’s Zoo and Wild Animal Medicine. 
Sanuders; 2015. p. 375–84.  

28. Varga M. Infectious Diseases of Domestic 

Rabbits. En: Varga M, editor. Textbook of Rabbit 

Medicine. Second Edition. Butterworth-
Heinemann; 2014. p. 435–71.  

29. Andrews CL, Davidson WR. Endoparasites of 

selected population of cottonailrabbits 

(Sylvilagus floridanus) in the Southeastern 

United States. J Wildl Dis. 1980;16(3):395–401.  
30. Mayer J, Donnelly T. Cryptosporidiosis. En: Mayer 

J, Donnelly T, editores. Clinical Veterinary 
Advisor. First Edition. Saunders Elsevier; 2013. p. 

699–703. 
 

31. Oglesbee BL, Jenkins JR. Gastrointestinal 

Diseases. En: Carpenter J, Quesenberry K, 

editores. Ferrets, Rabbits, and Rodents: Clinical 

Medicine and Surgery. Fourth Edition. Elsevier 

Inc.; 2012. p. 193–204.  

32. Wescott R. Helminth Parasites. En: Weisbroth S, 

Flatt R, Kraus A, editores. The Biology of the 

Laboratory Rabbit. First Edition. Academic 

Press; 1974. p. 317–29.  

33. Ballweber L, Harkness J. Parasites of Guinea 

Pigs. En: Baker D, editor. Flynn’s parasites of 
laboratory animals. Second Edition. Victoria, 

Australia: Blackwell Pub; 2007. p. 421–46.  

34. Shomer NH, Holcombe H, Harkness JE. Biology 

and Diseases of Guinea Pigs. En: Fox J, Otto G, 

Whary M, Anderson L, Pritchett-Corning K, 

editores. Laboratory Animal Medicine. Third 

Edition. Elsevier Inc.; 2015. p. 247–83.  

35. Kouam MK, Meutchieye F, Nguafack TT, 

Miegoué E, Tchoumboué J, Theodoropoulos G. 

Parasitic fauna of domestic cavies in the western 

highlands of Cameroon (Central Africa). BMC 

Vet Res. 2015;11(1).  
36. Jones KR, Garcia GW. Endoparasites of 

domesticated animals that originated in the Neo-

Tropics (NewWorld Tropics). Vet Sci. 

2019;6(24):1–16.  

37. Healtey J. Hedgehogs. En: Mitchel M, Tully T, 

editores. Manual of exotic pet practice. First 

Edition. Saunders Elsevier; 2009. p. 433–55.  

38. Mori M, O SE. Husbandry and Medical 

Management of African Hedgehogs. Iowa State 

Univ Vet. 1997;59(2):64–72.  

39. ESCCAP. Worm Control in Dogs and Cats. 
European Scientific Counsel Companion Animal 

Parasites. Mayo de 2021;9–10. Available from 

https://www.esccap.es/wp-

content/uploads/2022/03/ESCCAP-1-6ed.pdf 

 

 

 

 

 

 

 

 
 

 

 

 

 

 

 

 

 
 

Parasitología Latinoamericana (2023); 72 (2): 75-82  82 

https://www.esccap.es/wp-content/uploads/2022/03/ESCCAP-1-6ed.pdf
https://www.esccap.es/wp-content/uploads/2022/03/ESCCAP-1-6ed.pdf


 

 

 

Revista  Parasitología  Latinoamericana 

_______________________________________________________ 

 

Parasitología médica y/o veterinaria: investigación original 
 
 
 
 

Diagnóstico de laboratorio directo, indirecto, molecular 

y complementario de las enteroparasitosis 
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Summary 
The Laboratories of Parasitology of our country contribute to the diagnosis of prevalent, opportunistic, 

emerging or re-emerging parasitism, through of the adequate selection and application of direct, indirect and 

molecular parasitological techniques. There are also other complementary procedures that, together with 

parasitological techniques, make it possible to confirm or discard the diagnostic hypothesis. In the present 

review, generated by the colaborative work between students and teachers of the Parasitology Course 2022, 

School of Medical Technology, Faculty of Medicine, University of Chile, general aspects of the diagnosis of 
enteroparasitosis and hemo-histoparasitosis of medical interest are described. This reference material is made 

available to health students, especially those whose future professional role will be related to the diagnosis of 

the parasitosis. 

Key words: Direct, indirect, molecular and complementary diagnosis. Human Parasitology.  

 

Resumen 
Los Laboratorios de Parasitología de nuestro país, contribuyen al diagnóstico de las parasitosis prevalentes, 

oportunistas, emergentes o re-emergentes, mediante la adecuada selección y aplicación de diversas técnicas 

parasitológicas directas, indirectas y moleculares. Existen, además, otros procedimientos complementarios que, 

en conjunto con las técnicas parasitológicas, permiten confirmar o descartar la hipótesis diagnóstica. En la 

presente revisión, generada por el trabajo colaborativo entre estudiantes y docentes del Curso de Parasitología 

2022, Escuela de Tecnología Médica, Facultad de Medicina, Universidad de Chile, se describen aspectos 

generales sobre el diagnóstico de enteroparasitosis y hemo-histoparasitosis de interés médico. Este material de 

consulta se coloca a disposición de estudiantes de la salud, especialmente para aquellos cuyo rol profesional 

futuro, estará relacionado con el diagnóstico de las parasitosis. 

Palabras claves: Diagnóstico directo, indirecto, molecular y complementario. Parasitología humana 
 

Introducción 
 

El Laboratorio de Parasitología contribuye al 

diagnóstico de las parasitosis mediante la aplicación 
de diversas técnicas y métodos que 

fundamentalmente, consisten en procesos de: 

1.Observación macroscópica: Observación a ojo 

desnudo de parásitos y ectoparásitos (o parte de 

ellos) que, por su tamaño, forma y otras 

características morfológicas, son identificables por 

un profesional entrenado. Ejemplos de estos 

elementos son: larvas o adultos de helmintos; 

escólices o proglótidas de cestodos; larvas, pupas, 

ninfas o imagos de artrópodos.  

2.Observación microscópica: Análisis bajo 
microscopio de diversas muestras biológicas que, 

dependiendo del método utilizado en la búsqueda de 

elementos parasitarios, pueden ser: frescas o 

preservadas, con o sin concentración, con o sin 

tinción y, una o varias muestras. Las técnicas en 

general, son rápidas, fáciles y económicas 

permitiendo observar elementos como: larvas, 

quistes, ooquistes, trofozoítos, huevos e incluso, 

visualizar algunos elementos parasitarios móviles. 

Requieren de profesionales entrenados (operador 

dependiente), poseen baja sensibilidad diagnóstica y, 

en algunos casos, constituyen material 
potencialmente infectante. Las muestras frescas sin 

fijador, deben ser procesadas antes de la hora de su 

obtención.  

3.Inmunodiagnóstico:   Generalmente aplicado en 

el   suero   del paciente, consiste  en  la  aplicación  

de  diversas   técnicas   con principios diferentes: 
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inmunoenzimáticas, inmunofluorescencia, 

inmunocromatografía, aglutinación y sensibilidad-

especificidad variables para evidenciar la respuesta 

inmune desarrollada por el hospedero frente a la 

invasión parasitaria. Generalmente detectan 

anticuerpos de tipo IgG. Entre las utilidades de su 
aplicación se puede mencionar: detección de la 

infección antes que aparezcan signos clínicos, 

monitoreo de la eficacia de tratamiento, 

determinación de la prevalencia serológica en grupos 

de riesgo, identificación y caracterización del 

parásito. Las técnicas inmunodiagnósticas, que también 

fueron conocidas como técnicas serológicas (“suero”), 
requieren profesionales y laboratorios especializados.  

4.Diagnóstico molecular: Amplificación de 

regiones determinadas del genoma parasitario en 

muestras biológicas del paciente en estudio, 

aplicando técnicas moleculares hoy ampliamente 

difundidas, como PCR convencional o tiempo final 
(cualitativo) y PCR tiempo real (cualitativo o 

cuantitativo). Otras técnicas moleculares más 

sofisticadas, como la genotipificación y la 

secuenciación, están limitadas a centros de 

referencia o de investigación. De alta especificidad y 

sensibilidad, las técnicas moleculares permiten 

identificar especies y genotipos e incluso diferenciar 

patógenos de no patógenos. La biología molecular 
aplicada al diagnóstico parasitológico, ha constituido 

en las últimas décadas, uno de los avances más 

importantes de la disciplina. Ejemplo de  ello,  es  el  
Panel Gastrointestinal Film Array que detecta  ADN de 
parásitos intestinales en deposición aplicando nested 

PCR multiplex.  
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5.Diagnóstico complementario: 

Corresponde a diferentes técnicas y procedimientos 

que permiten observar o detectar al parásito o algún 

elemento de él, reconocer el daño o, evidenciar la 

reacción del hospedero frente a la invasión 

parasitaria. Entre los exámenes complementarios 

podemos mencionar: hemograma (eosinofilia, 

anemias); imagenología en su amplia variedad de 

aplicaciones (migración y localización parasitaria); 

pruebas de química clínica (obstrucción, daño 

hepático o renal, síndrome de mala absorción); 
estudio anátomo-histopatológico (biopsias) u 

obtención de muestras no habituales para estudio 

parasitológico (sondeo duodenal, líquido 

cefalorraquídeo). Si bien son solicitados por el 

médico tratante para apoyar la hipótesis diagnóstica, 

muchas veces constituyen hallazgos iniciales de una 

infección parasitaria (ejemplo: presencia de quiste 

hidatídico en individuo aparentemente sano, 

asintomático con radiografía de tórax e imagen 

compatible). 

El objetivo de este trabajo, fue realizar un trabajo 

colaborativo de creación de material docente, útil 
para adquirir conocimiento sobre el diagnóstico de 

las parasitosis.  

Se consideró importante incluir: agente etiológico, 

forma infectante, mecanismos de transmisión, 

formas diagnósticas e importancia médica. Además, 

nombre del examen (de elección o no elección, pero 

importante para el conocimiento) y muestra 

biológica y/o hallazgo en el diagnóstico 

parasitológico directo, indirecto, molecular y 

complementario.   
 

Metodología 
A cada alumno (a) del Curso de Parasitología, 3° 

Año Carrera de Tecnología Médica Versión 2022, 

Mención Bioanálisis Clínico-Molecular, 

Hematología y Medicina Transfusional, Facultad de 

Medicina, Universidad de Chile, se le asignaron  dos 

parasitosis para ser desarrolladas en los aspectos 

antes mencionados. Los parásitos de interés médico 

y protozoos comensales fueron clasificados en: 

Enteroparásitos (protozoos y helmintos), 

Comensales intestinales y Hemo-histoparasitosis. La 
gran mayoría de ellos son prevalentes en Chile. Se 

consideraron algunos parásitos oportunistas y 

emergentes de interés (medicina del viajero, 

migración, inmunosupresión). La búsqueda 

bibliográfica fue orientada al diagnóstico directo, 

indirecto, molecular o complementario de cada una 

de las parasitosis. Las referencias fueron obtenidas 

principalmente a través de PubMed y, en la mayoría 

de ellas, fue posible acceder el extenso. Por otra 

parte, en  cada parasitosis se referencia la 
información disponible en el sitio web de CDC, USA 

(Center for Disease Control and Prevention), 

documentos de interés publicados por el laboratorio 

de Referencia del Instituto de Salud Pública y el 

capítulo correspondiente del texto Parasitología 

Humana (Ed. Werner Apt, McGraw Hill 2017). Las 

reiteradas revisiones estuvieron a cargo de los 

docentes del curso, profesionales de la especialidad 
y se contó con la importante colaboración de 

estudiantes del Programa de Magister en Parasitología, 

Facultad de Medicina, Universidad de Chile.

 
 

El material se organizó según el siguiente esquema: 
 
 

 

Tabla 1. Enteroparasitosis por Protozoos  

1.1. Cistoisosporiasis    

1.2. Criptosporidiasis    
1.3. Microsporidiasis    

1.4. Amebiasis    
1.5. Blastocistiasis    

1.6. Giardiasis 
1.7. Balantidiasis 

1.8. Ciclosporiasis 
Tabla 2. Comensales Tubo Digestivo 

2.1. Trichomonas tenax 
2.2. Chilomastix mesnili 

2.3. Retortamonas intestinalis 
2.4. Enteromonas hominis 

2.5. Entamoeba coli 
2.6. Entamoeba gingivalis 

2.7. Entamoeba poleki 
2.8. Entamoeba dispar 

2.9. Entamoeba moshkovskii 
2.10. Entamoeba hartmanni 

2.11. Endolimax nana 
2.12. Iodamoeba buetschlii 
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Tabla 3. Enteroparasitosis por Helmintos 

3.1. Ascariasis 
3.2. Trichuriasis (Tricocefalosis) 

3.3. Enterobiasis (Oxiuriasis) 
3.4. Uncinariasis 

3.5. Anisakidiasis 
3.6. Estrongiloidiasis 

3.7. Dibotriocefalosis (Dibothriocephalus latus) 
3.8. Adenocefalosis (Adenocephalus pacificus) 

3.9. Dibotriocefalosis (Dibothriocephalus dendriticus) 
3.10. Teniasis (Taenia solium) 

3.11. Teniasis (Taenia saginata) 
3.12. Teniasis (Taenia asiatica) 

3.13. Himenolepiasis (Hymenolepis nana) 
3.14. Himenolepiasis (Hymenolepis diminuta) 

3.15. Dipilidiasis 
Tabla 4. Hemo e Histoparásitos 

4.1. Cisticercosis 
4.2. Enfermedad de Chagas 

4.3. Esquistosomiasis 
4.4. Fascioliasis 

4.5. Trichomoniasis 
4.6. Toxoplasmosis 

4.7. Hidatidosis 
4.8. Triquinosis 

4.9. Babesiosis 
4.10. Leishmaniasis 

4.11. Amebas de Vida Libre 

4.12. Filariasis 
4.13. Paludismo (Malaria) 

4.14. Larva Migrante Visceral (Toxocariasis) 

 
TABLA 1. ENTEROPARASITOSIS POR PROTOZOOS 

1.1. CISTOISOSPORIASIS  

Agente etiológico Cystoisospora belli 

 
ooquistes                              Cristales Charcot-Leyden 

Forma infectante Ooquiste esporulado o maduro con 2 esporoquistes que contienen 4 esporozoítos 

cada uno 

Mecanismo transmisión Ingestión de ooquistes esporulados (fecalismo ambiental). 

Formas diagnósticas Ooquiste inmaduro (no esporulado) con uno o dos esporoblastos 

Importancia médica Infección intestinal que puede producir diarrea aguda o crónica, dependiendo del 

estado inmunológico del huésped. 

Diagnóstico Examen Muestra biológica y/o hallazgo 

Directo EPSD. Método: Burrows modificado  

 

 

Deposición: 3 muestras día por medio 

con fijador: ooquistes inmaduros C. 

belli 

Métodos de flotación: Faust-Sulfato de 

Zinc (elección) 

Deposición: ooquistes inmaduros C. 

belli  

Tinción Ziehl Neelsen modificada  

 

Deposición: ooquistes inmaduros C. 

belli alcohol-ácido resistentes  
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AutoFluorescencia (microscopía de 
fluorescencia UV o microscopía de 

contraste de interferencia diferencial) 

Deposición: ooquistes fluorescentes 
C. belli 

Indirecto No se describe No se describe 

Molecular PCR tiempo final  Deposición: ADN C. belli 

PCR tiempo real (investigación) 

 

Deposición: ADN C. belli detección 

y carga parasitaria  

PCR-anidada y secuenciación 

(investigación) 

Deposición: secuencia C.belli 

Complementario Hemograma 

 

Sangre total: eosinofilia leve + (500-

1000 eosinofilos/µL) a moderada 

(1000-3000 eosinofilos/µL) 

Búsqueda Cristales Charcot-Leyden 

 

Deposición: cristales de Charcot-

Leyden producto de la destrucción 

de eosinófilos  

Biopsia intestino delgado Tejido (biopsia): esquizontes, 

ooquistes, gametocitos de C. belli 

Excepcionalmente, biopsia ganglios 

linfáticos, hígado y bazo (SIDA) 

Tejido (biopsia): quistes monozóicos 

de C. belli. 

Sondeo duodenal (Tira duodenal) 

 

Líquido duodenal: ooquistes 

inmaduros de C. belli. 

Tinción aureamina-rodamina Deposición: ooquistes fluorescentes 
de C. belli. 

1.2. CRIPTOSPORIDIASIS  

Agente etiológico Género Cryptosporidium. Especies más comunes que parasitan al humano: 

Cryptosporidium parvum y Cryptosporidium hominis. 

 

 

 

 

 

 

 

 

ooquistes  

Forma infectante Ooquistes esporulados de pared gruesa  

Mecanismo transmisión Ingestión de ooquistes (fecalismo ambiental, especialmente agua y alimentos 
contaminados). No requiere maduración en el ambiente externo, por tanto, es 

posible la transmisión inmediata de persona a persona. 

Forma diagnóstica Ooquiste esporulado de pared gruesa 

Importancia médica Infección que ocasiona infecciones gastrointestinales prolongadas pero 

autolimitadas en inmunocompetentes e infecciones oportunistas y graves en 

hospedadores inmunocomprometidos. 

Diagnóstico Examen Muestra biológica y/o hallazgo 

Directo EPSD: Método: Burrows modificado (no 

es de elección) 

 

Deposición: 3 muestras día por 

medio con fijador: ooquistes de 

Cryptosporidium spp (se requiere 

experiencia microscópica) 

Tinción de Ziehl-Neelsen modificado 

(elección). 

 

Tinción de Kinyoun 

Deposición: 3 muestras día por 

medio con fijador: ooquistes de 

Cryptosporidium spp alcohol ácido 

resistentes. 

Examen directo en otro tipo de muestras: Ooquistes de Cryptosporidium spp 

en secreciones, agua, alimentos, 
ambiente. 
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Indirecto Anticuerpos fluorescentes 
 

Deposición: ooquistes fluorescentes 
de Cryptosporidium spp. 

ELISA sandwich Deposición: antígenos 

Cryptosporidium spp 

 
Ensayo inmunocromatográfico (test 

rápido 

Molecular PCR tiempo real  Deposición: ADN de 

Cryptosporidium parvum y 

Cryptosporidium hominis. Detección 

y cuantificación 

PCR genotipificación 

 

Deposición: diferenciación especies 

del Género Cryptosporidium 

PCR tiempo final 

 

Deposición: ADN Cryptosporidium 

parvum  

Panel gastrointestinal FilmArray, Bio 

Merieux (Nested PCR multiplex).  

 

 

Deposición: Detección de patógenos 

gastrointestinales: virus, bacterias y 

parásitos (Incluye detección de 

Cryptosporidium spp 

Hibridación in situ fluorescente 

(investigación) 

ADN de Cryptosporidium spp: 

distingue especies o genotipos 

Secuenciación directa (investigación) 
 

ADN de Cryptosporidium spp: 
variación genética o polimorfimo 

Marcadores PCR-RFLP (investigación) ADN de Cryptosporidium spp: 

distingue genotipos 

Complementario Biopsia (excepcional) 

 

 

Tejido (biopsia): ooquistes de 
Cryptosporidium spp en epitelio 

intestinal (se puede observar, además, 

en epitelio respiratorio de 
inmunosuprimidos infectados). 

1.3. MICROSPORIDIASIS 

Agente etiológico Microsporidia (taxón superior). Especies de mayor importancia en el hombre: 

Encephalitozoon intestinalis, Encephalitzooon cuniculi, Encephalitozoon helen, 

Enterocitozoon bieneusi). 

   
esporas de Microsporidia gen.sp. 

Forma infectante Esporas con tubo espiral 

Mecanismo transmisión Ingestión de formas infectantes   

Formas diagnósticas Esporas en heces y otros líquidos biológicos (orina, secreción nasal, 

escarificación corneal, aspirado duodenal y otros). Nota: Informar como 

Microsporidia gen.sp. 

Importancia médica Zoonosis parasitaria producida por diversos géneros de microsporidios, parásitos 
intracelulares cuyo principal daño es generado en inmunosuprimidos, especialmente 

personas con SIDA, en las que originan cuadros multiorgánicos graves. En 
inmunocompetentes, por lo general producen cuadros localizados, oculares o 

intestinales. El cuadro clínico es dependiente del tropismo de los microsporidios. 

Diagnóstico Examen Muestra biológica y/o hallazgo 

Directo EPSD: Método: Burrows modificado 

 

Deposición: 3 muestras días 

seguidos sin fijador. Esporas de 

Microsporidia gen.sp. 

Tinciones: Cromotropo 2R (elección) 
calcofluor, Hot Gram Cromotropo, 

Kinyoun, Uvitex2B, Ziehl Neelsen (esta 

última no es de elección) 
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Deposición y líquidos biológicos: 
observación de esporas. Algunas 

técnicas como calcofluor o Ubitex2B 

detectan la quitina de las esporas de 

Microsporidia gen.sp. 
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Microscopía Electrónica de Transmisión 
(Gold estándar) (Investigación, acceso 

limitado) 

Deposición, líquidos biológicos, 
biopsia: observación de esporas de 

Microsporidia gen.sp con filamento 

polar característico. 

Indirecto Inmunofluorescencia Directa (con 

anticuerpos mono o policlonales) 

 

Deposición, biopsia: observación de 

esporas fluorescentes de 

Microsporidia gen.sp. Se puede 

observar el filamento polar. 

ELISA sandwich (investigación) Suero, plasma, orina, LCR: 

antígenos de Microsporidia gen.sp. 

 
Western-blot 

Inmunofluorescencia Indirecta IgG e 

IgM 

Molecular PCR multiplex 

 

Deposición, liquido biológico, 

biopsia: ADN de regiones 

específicas de especie. Identifica 

especies de Microsporidia gen.sp 

PCR punto final 

 

Deposición: ADN de Microsporidia 

gen.sp.  

PCR tiempo real Deposición: ADN de Microsporidia 
gen.sp. Detección y carga parasitaria 

Complementario Cultivo in vitro 

 

Tejido de córnea, conjuntiva, orina,  

esputo, lavado bronco-alveolar, 

heces, entre otros: elementos 

intracelulares y esporas de 

Microsporidia gen.sp. 

Biopsia (estándar de oro) 

 

Tejido obtenido de intestino delgado. 

Técnica invasiva y costosa que 

requiere personal entrenado. 

Observación de esporas de 

Microsporidia gen.sp 

1.4. AMEBIASIS 

Agente etiológico Entamoeba histolytica/E.dispar 

  
trofozoíto con glóbulos rojos fagocitados y pseudópodo 

Forma infectante Quiste tetrágeno 

Mecanismo transmisión Ingestión oral de formas infectantes (fecalismo ambiental: agua, frutas, verduras, 

manipuladores de alimentos). 

Formas diagnósticas Quiste, pre-quiste y trofozoíto 

Importancia médica 90% de infecciones son asintomáticas. 10% origina un espectro amplio de 
síntomas clínicos que van desde cuadros leves, disentería amebiana a lesiones en 

hígado, otros órganos y, excepcionalmente, un curso fatal. 

Diagnóstico Examen Muestra biológica y/o hallazgo 

Directo EPSD. Método: Burrows modificado. 

Elección.  

 

 

Deposición: quistes y trofozoitos E. 

histolytica/E.dispar. Se pueden 

observar eritrocitos fagocitados en 

trofozoítos de E. histolytica. 

EPSD. Método: Telemann modificado. 

Bajo rendimiento 

Deposición: quistes y trofozoitos  

E. histolytica/E.dispar 

Observación al fresco Tinciones: MIF, 

hematoxilina/eosina, tricrómica, tionina 
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Deposición o muestra obtenida por 

colonoscopía: trofozoítos E. 

histolytica/E.dispar con movimiento 

característico de pseudópodos. 
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Indirecto Inmunofluorescencia indirecta (IFI)   

Suero o plasma: anticuerpos anti-E. 
histolytica (generalmente IgG para 

amebiasis extraintestinal) 

ELISA indirecta  y Western blot 

Hemaglutinación indirecta (sólo en 

algunos centros de investigación) 

ELISA sandwich  Deposición: antígenos de E. histolytica 

Test Inmunocromatográfico Deposición: detección cualitativa de 

antígenos de E. histolytica. 

Molecular PCR punto final 

 

Deposición y aspirado hepático: 

DNA de E. histolytica 

PCR tiempo real 

 

Deposición: detección y 

cuantificación carga E. histolytica 

Panel gastrointestinal FilmArray, Bio 
Merieux (Nested PCR multiplex).  

Deposición: Detección de patógenos 
gastrointestinales: virus, bacterias y 

parásitos (incluye detección de E. 

histolytica) 

Complementario Rectosigmoidoscopia, endoscopía y 

colonoscopia  

 

Úlceras y abcesos: toma de muestra 
para búsqueda y observación de E. 

histolytica. Mediante estos 
procedimientos también se toman 

biopsias para estudio histológico.  

Radiología, Tomografía axial 

computarizada (TAC). 

Lesiones hepáticas amebianas (en 
algunos textos se menciona como 

“abceso hepático amebiano”, pero la 
lesión no corresponde a un absceso). 

1.5. BLASTOCISTIASIS  

Agente etiológico Blastocystis spp. 

   
           formas vacuoladas  

Forma infectante Quiste  

Mecanismo transmisión Fecalismo ambiental (transmisión fecal-oral: agua, frutas, verduras, 

manipuladores, vectores, alimentos) 

Formas diagnósticas Forma vacuolada (más frecuente) 

Importancia médica Infección zoonótica del hombre y algunos animales de patología controversial. 

No está claro su rol patógeno. De sintomatología polimorfa e inespecífica. 

Diagnóstico Examen Muestra biológica y/o hallazgo 

Directo EPSD. Método Burrows modificado. De 

elección. 

Deposición: formas vacuoladas de 

Blastocystis spp. (frecuentemente 

visualizadas) EPSD. Método Telemann modificado. 

Cultivo (investigación) 

 

Deposición: formas vacuolares, 

granulares y ameboideas Blastocystis 
spp. 

Otras tinciones:  

Giemsa, hematoxilina/eosina, tricrómica 

 

Indirecto ELISA sandwich (investigación) Deposiciones: coproantígenos 

específicos para Blastocystis spp. 

Molecular PCR punto final 

 

Deposiciones: DNA específico de 

Blastocystis spp. 

PCR tiempo real. Identificación de 

subtipos ST1, ST2,ST3,ST4 

(investigación) 

Deposiciones: detección y 

cuantificación DNA específico 

diferentes subtipos Blastocystis spp. 

Complementario Hemograma  
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1.6. GIARDIASIS 

Agente etiológico Giardia duodenalis (Syn. Giardia intestinalis, Giardia lamblia) 

  
              quistes                                trofozoítos 

Forma infectante Quiste 

Mecanismo transmisión Ingestión de formas infectantes por fecalismo ambiental (agua, frutas, verduras, 

manipuladores, vectores, alimentos); transmisión ano-boca y transmisión fecal-

oral zoonótica (gatos, perro, castor, bovinos). 

Formas diagnósticas Quistes y trofozoítos 

Importancia médica Infección predominante en niños e inmunosuprimidos. Genera cuadros agudos y 

crónicos de intensidad variable y puede complicarse originando un síndrome de 

malabsorción intestinal. 

Diagnóstico Examen Examen 

Directo EPSD. Método Burrows modificado 
(elección)  

Deposición: quistes y/o trofozoítos 
G. duodenalis 

EPSD. Método Telemann modificado 

(bajo rendimiento para trofozoítos). 

Deposición: quistes G. duodenalis 

Sondeo duodenal 

 

Líquido duodenal: trofozoítos G. 

duodenalis 

Tinciones especiales (tricrómica). Solo 

centros referencia o especializados 

Deposición: quistes y trofozoítos G. 

duodenalis 

Indirecto Inmunocromatografía (Test Rápido) 

Deposición: antígenos G. duodenalis 
ELISA sandwich (investigación) 

Inmunofluorescencia Directa (centros 

referencia o especializados) 

Molecular PCR punto final (investigación) Deposición: ADN de G. duodenalis 

PCR tiempo real (investigación) 

 

Deposición: detección y carga 

parasitaria G. duodenalis 

Panel gastrointestinal FilmArray Bio 

Merieux (Nested PCR multiplex) 

 

Deposición: Detección de patógenos 

gastrointestinales: virus, bacterias y 

parásitos (Incluye detección de G. 

duodenalis) 

PCR-RFLP Deposición: ADN de Giardia spp y 

posterior genotipificación 

 

 
Complementario 

Biopsia duodenal (infrecuente) 

 

Tejido duodenal: trofozoítos G. 

duodenalis 

Exámenes Química Clínica 
 

Sangre total: confirmación o 

diagnóstico diferencial en casos de 
mala absorción intestinal (esteatocrito, 

caroteno, electrolitos). En 
deposiciones: Sudan III, pH Benedict 

Hemograma 

 

Sangre total: evaluación anemia por 
baja de peso o desnutrición 

1.7. BALANTIDIASIS 

Agente etiológico Balantidium coli (Syn. Balantioides coli, Neobalantidium coli) 

   
                  quistes y trofozoítos  
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Forma infectante Quistes  

Mecanismo transmisión Ingestión de formas infectantes por fecalismo ambiental humano y animal 
(cerdo): (agua, fruta, verdura, inadecuada manipulación de alimentos, vectores 

mecánicos) 

Formas diagnósticas Quistes y trofozoítos  

Diagnóstico Examen Muestra biológica y/o hallazgo 

Directo EPSD. Método Burrows modificado  

 

Deposición: quistes y/o trofozoítos 

B. coli 

EPSD. Método Telemann modificado 

(bajo rendimiento para trofozoítos). 

Deposición: quistes B. coli 

Estudio rectosigmoidoscópico Muestra de lesiones y úlcera 

balantidiana: trofozoítos B. coli 

Indirecto Inmunofluorescencia Indirecta 

(experimental investigación) 

Anticuerpos anti-B.coli 

Molecular PCR punto final (investigación) Deposiciones: ADN B. coli 

Complementario Biopsia intestinal Tejido intestinal: trofozoítos B. coli 

Localización pulmonar: excepcional.  

Un caso descrito (inmunosuprimido) 

Lavado broncoalveolar: trofozoítos B. 
coli (en el caso excepcional descrito) 

Rectosigmoidoscopía Observación de úlceras balantidianas 

Cultivo (investigación) Deposición: trofozoítos de B. coli 

1.8. CICLOSPORIASIS  

Agente etiológico Cyclospora cayetanensis 

   
                                  oquistes al fresco y teñidos 

Forma infectante Ooquistes esporulados 

Mecanismo transmisión Ingestión de formas infectantes por fecalismo ambiental (agua, fruta como 

berries, verdura, inadecuada manipulación de alimentos, vectores mecánicos).  

Forma diagnóstica Ooquiste no esporulado 

Diagnóstico Examen Muestra biológica y/o hallazgo 

Directo Preparación al fresco Deposición: ooquistes no 

esporulados C. cayetanensis (se 

requiere observador experimentado) 
EPSD. Método de Baermann modificado 

 

Tinción de Ziehl-Neelsen modificada 

 

Deposición: ooquistes no 

esporulados C. cayetanensis (fucsia 

oscuro, rosado pálido o no teñidos)  

Epifluorescencia 

 

Deposición: ooquistes 

autofluorescentes C. cayetanensis 

Otras tinciones: Gimsa, tricrómica, 

cromotropo, Gram-cromotropo, Kinyoun 

 

Indirecto ELISA indirecta y Western blot (SDS 

Page: caracterización de antígenos) 

Suero: Anticuerpos anti-C. 

cayetanensis  

Molecular PCR punto final (investigación) 
Deposiciones: ADN C. cayetanensis  

PCR nested 

PCR tiempo real (investigación) 
 

Deposiciones: ADN C. cayetanensis. 
Detección y cuantificación  

Panel gastrointestinal FilmArray Bio 

Merieux (PCR multiplex) 

 

Deposición: Detección de patógenos 

gastrointestinales: virus, bacterias y 

parásitos (Incluye detección de C. 

cayetanensis) 

PCR tiempo real para secuenciación 
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Complementario Pruebas bioquímicas (absorción 
reducida) 

Sangre total: evaluación vitamina 
B12, xilosa, grasa en deposiciones 

Tinción: Azul de algodón lactol-fenol 

 

Deposición: ooquistes no 

esporulados (descrito en zonas donde 

no está disponible Ziehl-Neelsen). 

Colonoscopía y biopsia Tejido intestinal: hallazgos 

histopatológicos   

 

 

 

TABLA 2. COMENSALES TUBO DIGESTIVO  
 

Importancia médica 

No patógenos. La presencia de comensales en deposición humana es un 
indicador epidemiológico de fecalismo ambiental. Orienta a la búsqueda de 

otros agentes infecciosos adquiridos por este mecanismo de infección. 

Examen y Método EPSD-Método de Burrows (elección) o Telemann modificado 

Especie Forma 

infectante 

Formas 

diagnósticas 

Mecanismo de 

transmisión 

Hábitat 

2.1. Trichomonas tenax 

 

trofozoíto Trofozoíto Contacto directo (boca) 

Gotitas de Pflügge 

(saliva) 

boca 

2.2. Chilomastix mesnili* 

 

 

quiste quiste, 

trofozoíto 

 

 

 

 

fecalismo ambiental intestino 

2.3. Retortamonas 

intestinalis 

 

quiste quiste, 

trofozoíto 

fecalismo ambiental intestino 

2.4. Enteromonas hominis 

 

quiste quiste, 

trofozoíto 

fecalismo ambiental intestino 

2.5. Entamoeba coli* 

 

quiste quiste, 

trofozoíto 

fecalismo ambiental  intestino 

2.6. Entamoeba gingivalis 

 

trofozoíto Trofozoíto Contacto directo (beso) 

Gotitas de Pflügge 

(saliva) 

boca 

2.7. Entamoeba poleki 

 

quiste quiste, 

trofozoíto 

fecalismo ambiental intestino 

2.8. Entamoeba dispar 

 
 

quiste 

 

 
 

 

 

quiste, 

trofozoíto 

fecalismo ambiental intestino 
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2.9. Entamoeba 
moshkovskii 

 

quiste quiste, 
trofozoíto 

fecalismo ambiental intestino 

2.10. Entamoeba 

hartmanni 

 

quiste quiste, 

trofozoíto 

fecalismo ambiental  intestino 

2.11. Endolimax nana* 

 

quiste quiste, 

trofozoíto 

fecalismo ambiental intestino 

2.12. Iodamoeba 

buetschlii*  

 

quiste quiste, 

trofozoíto 

fecalismo ambiental  intestino 

*mayor prevalencia en Chile           

 

 
 

TABLA 3. ENTEROPARASITOSIS POR HELMINTOS 
3.1. ASCARIASIS  

Agente etiológico Ascaris lumbricoides 

    
         huevo            adultos (macho y hembra)  

Forma infectante Huevo larvado 

Mecanismo transmisión Geofecalismo ambiental (ingestión de huevos con L3) 

Formas diagnósticas Huevos, larvas y adultos machos y hembras 

Importancia médica Geohelmintiasis producida por Ascaris lumbricoides. Infección asintomática o 

sintomática. Larvas y adultos pueden generar cuadros graves como: desnutrición, 

retardo del desarrollo, obstrucción, cuadros respiratorios, abdomen agudo y otros. 

Diagnóstico Examen Muestra biológica y/o hallazgo 

Directo Parasitológico Seriado de Deposiciones 

(EPSD). Métodos: Burrows modificado 

o Telemann modificado 

Deposición: huevos y/o observación de 

adultos A. lumbricoides en etapa 
macroscópica del método. 

Macroscópico al fresco 

 

Adultos A. lumbricoides eliminados 

vía anal, bucal o nasal (infrecuente) 

Parasitológico al fresco (excepcional) Expectoración: larvas A. lumbricoides 

(infrecuente) 

Kato-Kaz (recuento de huevos) Deposición: huevos A. lumbricoides 

Indirecto ELISA indirecta (investigación) Suero, plasma: anticuerpos IgG anti-A. 

lumbricoides 

ELISA sandwich (investigación) Deposición: coproantígenos A. 

lumbricoides 

Molecular PCR punto final Deposición: ADN A. lumbricoides 

PCR tiempo real 
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Complementario Hemograma 
 

Sangre total: eosinofilia leve (niños y 
adultos) e intensa (Síndrome de 

Löeffler) 

Perfil bioquímico 

 

Suero o plasma: pruebas bioquímicas 

alteradas compatibles con 

desnutrición (infrecuente). 

Imagenología 

 

Migración de larvas de A. 

lumbricoides en pulmón (Ciclo de 

Loos), intestino  (ovillos de 

parásitos) y otras localizaciones, 

como colédoco. 

Cirugía (infrecuente) 

 

Apéndice, colédoco: adultos de A. 

lumbricoides 

3.2. TRICHURIASIS (TRICOCEFALOSIS) 

Agente etiológico Trichuris trichiura 

     
            huevo                             adulto (macho)  

Forma infectante Huevo larvado 

Mecanismo transmisión Geofecalismo ambiental (ingestión de huevos con L1 

Formas diagnósticas Huevos no larvados, adultos machos y hembras 

Importancia médica Infección del intestino grueso del hombre causado por Trichuris trichiura. 

Habitualmente no causa daño, pero puede originar un cuadro grave en 

infecciones masivas en niños con diferente grado de desnutrición. El parásito 

tiene capacidad hematofágica. 

Diagnóstico Examen Muestra biológica y/o hallazgo 

Directo EPSD. Métodos: Burrows modificado o 

Telemann modificado 

 

Deposición: huevos y/o observación 

de adultos de T. trichiura 

(infrecuente) en etapa macroscópica 

del método. 

Kato-Katz (recuento de huevos) Deposición: huevos T. trichiura 

 
 

Indirecto 

ELISA sandwich (investigación) 
 

Deposición: coproantígenos T. 
trichiura 

Deposición: detección y carga ADN T. 

trichiura 

Suero: anticuerpos anti-T. trichiura 

Molecular PCR punto final  Deposición: ADN T. trichiura 

PCR tiempo real (Investigación) Deposición: detección y carga ADN 

T. trichiura 

Complementario Hemograma  

 

Sangre total: anemia ferropriva 

(microcítica hipocrómica) y 

eosinofilia leve. + (500 – 1000 

eosinofilos/µL) a moderada (1000-

3000 eosinofilos/µL).  

Rectoscopia 

 

Casos severos (>3000 

eosinófilos/µL) en infecciones 

masivas. Mucosa intestinal 

hemorrágica. 

Endoscopía 
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3.3. ENTEROBIASIS (OXIURIASIS) 

Agente etiológico Enterobius vermicularis  

   
          macho                   huevos                         hembra                      

Forma infectante Huevo larvado 

Mecanismo transmisión Ingestión de huevos con L3 (ciclo ano-mano-boca, inhalación, manipuladores de 

alimentos, retroinfección) 

Formas diagnósticas Huevos, larvas (excepcional) y adultos hembras y machos (excepcional)   

Importancia médica Infección de tipo familiar producida por Enterobius vermicularis. Origina 

síntomas diversos, como prurito anal, manifestaciones digestivas, nerviosas y 
alérgicas. 

Diagnóstico Examen Muestra biológica y/o hallazgo 

Directo Test de Graham: niños < 12 años  
 

 

 

Cinta adhesiva aplicada en zona 

perianal: huevos y eventualmente 

adultos de E. vermicularis fijados a 

la cinta. 

Escobillado anal (> 12 años y adultos) 

 

Frotis perianal: huevos y 

ocasionalmente, parásitos adultos de 

E. vermicularis  

EPSD. Métodos: Burrows modificado o 

Telemann modificado: No son métodos 

de elección. Muy bajo rendimiento.  

Deposición: huevos E. vermicularis 

(muy bajo rendimiento por su ciclo 

de vida) 

Examen macroscópico al fresco 

 

Al fresco: adultos E. vermicularis 

que son recuperados por paciente  

Examen de flujo vaginal 

 

Flujo vaginal: huevos e 

infrecuentemente  parásitos adultos 

E. vermicularis (Pediatría, mujer). 

Indirecto Western-blot: (investigación) Antígeno: huevos de E. vermicularis, 
para búsqueda de anticuerpos 

Molecular PCR punto final (investigación) 

 

Frotis perianal: ADN de E. 

vermicularis 

Análisis secuencia 18S Ribosomal Análisis filogenético E. vermicularis 

 

Complementario 

Hemograma  Sangre total: eosinofilia leve + (500-

1000 eosinofilos/µL). 

Cirugía (infrecuente) 

 

Apéndice: adultos de Enterobius 

vermicularis 

3.4. UNCINARIASIS  

Agente etiológico Ancylostoma duodenale      Necator americanus  

  adulto           adulto 

 huevos de Uncinaria spp 
Forma infectante Larva filariforme (L3) 

Mecanismo transmisión Penetración de  larvas infectantes a través de la piel (N. americanus y A. 

duodenale) y/o por vía oral (A. duodenale) (ingesta de agua, verduras o frutas 

contaminadas con las formas infectantes viables) 
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Formas diagnósticas Huevos y larvas 

Importancia médica Infección producida por los nematodos hematófagos Ancylostoma duodenale y 
Necator americanus. Ocasionan trastornos digestivos y anemia intensa en 

infecciones masivas. Los niños con infección masiva y prolongada, pueden 

presentar hipoproteinemia y retardo en su desarrollo físico y mental.  

Diagnóstico Examen Muestra biológica y/o hallazgo 

Directo EPSD. Métodos: Burrows modificado o 

Telemann modificado Deposiciones: huevos Uncinaria 

spp. Técnica de Flotación (Willis/Faust) 

 

Coprocultivo: Método de Harada-Mori 

 

Deposición: morfología de larvas 

filariformes para diferenciación de A. 

duodenale y N. americanus 

Método de Kato-Katz o Stoll Deposición: recuento de huevos 

Uncinaria spp./gr heces 

 

 

Indirecto 

ELISA sandwich (investigación) 

 

Deposiciones: coproantígenos 

específicos de Ancylostoma 

duodenal/Necator americanus 

IgG4 con antígenos ES (excretados-

secretados) 

Suero: anticuerpos anti- 
Ancylostoma duodenale 

Molecular PCR punto final (investigación) 
 

Deposiciones: DNA especifico de 
Ancylostoma duodenale y Necator 

americanus 

PCR tiempo real (investigación) 

 

Deposiciones: DNA específico de 

Ancylostoma duodenale y Necator 

americanus. Detección y carga 

parasitaria 

PCR multiplex Deposiciones: identifica DNA 

especifico de Ancylostoma 

duodenale y Necator americanus 

Complementario Hemograma  

 

Sangre total: anemia microcítica, 

hipocrómica, ferropénica; 

leucocitosis. Eosinofilia con una 

intensidad inicial de +++ (>3000 

eosinofilos/µL) hasta una fase 
posterior de +/++ (1000-3000 

eosinofilos/µL). 

Exámenes de coagulación  

 

Sangre total: pruebas de coagulación 

alteradas 

Sangre oculta en heces 

 

Deposiciones: positivo para sangre 

oculta  

Endoscopia Inflamación y erosión duodenal 

Pruebas bioquímicas Sangre total: evaluación de pruebas 

que evalúan mala absorción 

intestinal (esteatocrito, caroteno). 

Deposiciones: Sudan III, pH 

Benedict 

3.5. ANISAKIDIASIS  

Agente etiológico Larva L3 de Anisakidae ge.sp. Las dos especies que parasitan al hombre más 

frecuentemente son: Anisakis sp.  y Pseudoterranova sp. 

  Larva L3  
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Forma infectante Larva L3 

Mecanismo transmisión Consumo de carne de pescado parasitado insuficientemente cocida 

Forma diagnóstica Larva L3 

Importancia médica Zoonosis causada por larvas de nemátodes de los Géneros Anisakis y 
Pseudoterranova. Se distinguen cuatro presentaciones clínicas en el hospedero 

humano: gástrica, intestinal, extragastrointestinal y alérgica. En la mayoría de los 

casos, la infección es transitoria. 

Diagnóstico Examen Muestra biológica y/o hallazgo 

Directo Macroscópico directo al fresco Expulsión por boca o ano: Larva L3 

Anisakis spp. 

Indirecto Inmunodiagnóstico: ELISA indirecta, 
Inmunofluorescencia Indirecta, Western-

blot, inmunoelectroforesis, 
hemaglutinación indirecta (investigación) 

Suero o plasma: IgA, IgE, IgG e IgM 
anti-Anisakis spp. 

 

Pruebas cutáneas con antígenos 

purificados y estudios de 

hipersensibilidad tipo I (investigación) 

Reacciones alérgicas a Anisakis 
simplex con altos niveles de IgE en los 

primeros días de infección que 

permanecen altos por meses y años. 

Molecular PCR multiplex (investigación) 

 

ADN especie/específico del género   

Anisakis. Identificación rápida 

Marcadores genéticos de ARN 

ribosomal (investigación) 

Identificación de especies del género 

Pseudoterranova. 

Complementario Endoscopía 

 

Extracción de Larva L3 Anisakis 

spp. 

Colonoscopía 
 

Colon o región ileocecal: Extracción 
Larva L3 Anisakis spp. 

Biopsias/resección tejido 

 

Tejido: Larva L3 Anisakis spp. 

Teñidas 

Radiología 

 

Engrosamiento del tracto digestivo, 

estrechamiento luminal u 

obstrucción intestinal. 

Hemograma 

 

Sangre total: ausente o eosinofilia 

leve + (550 – 1000 eosinofilos/µL) 

3.6. ESTRONGILOIDIASIS 

Agente etiológico Strongyloides stercoralis 

   
      larva filariforme 

Forma infectante Larva filariforme (L3) 

Mecanismo transmisión -Contacto directo de la piel con larvas filariformes (vía percutánea) 

-Autoinfección interna (larvas rabditoides de la generación partenogénica se 

convierten en el lumen intestinal en larva filariformes y penetran las venas 

intestinales) 

Formas diagnósticas Larva rabditoide o rabditiforme y, con menor frecuencia, larvas filariformes 

Importancia médica Parasitosis intestinal de ciclo complejo producida por Strongyloides stercoralis 

en el huésped inmunocompetente. En el inmunocomprometido, causa infecciones 

diseminadas que pueden ser fatales. 

Diagnóstico  Examen Muestra biológica y/o hallazgo 

Directo EPSD: Método: Burrows modificado  Deposición 7 muestras días seguidos 
con fijador PAF: larvas 

rabditiformes y larvas filariformes S. 

stercoralis. 

EPSD: Método: Telemann modificado 
(no adicionar acetato etilo)  

Método de Baermann (elección)  
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Sondeo duodenal Jugo duodenal o bilis: larvas 
rabditiformes S. stercoralis 

Indirecto ELISA indirecta 

 

Suero para ELISA: 

inmunoglobulinas IgG  

Western-Blot (investigación) Suero para WB: IgG e isotipo IgG4 

anti- S. stercoralis 

Molecular PCR punto final (investigación) Deposiciones  frescas, congeladas o  

no fijadas en formalina: ADN de S. 

stercoralis  

Complementario Hemograma  

 

 

 

 

 

 
 

 

 

Sangre total: eosinofilia ausente o 

leve en periodo inicial (síndrome de 

Loeffler). Severa en ciclos de 

autoinfección (+++) podría estar 

ausente en síndromes de 

hiperinfección de inmunosuprimidos. 

Nota: la infección puede permanecer 
indetectable durante décadas y su 

única manifestación puede ser la 

eosinofilia. Puede ser detectada hasta 

el 75% de los casos  

Endoscopia Observación de lesiones del tracto 

gastrointestinal 

Método de Koga Agar Plate, Harada Mori. 

Cultivo de material fecal en agar simple. 
Se observan larvas S. stercoralis o 

trayectos lineales en agar 

3.7. DIBOTRIOCEFALOSIS por Dibothriocephalus latus 

Agente etiológico Dibothriocephalus latus (Syn. Diphyllobotrium latum) 

  
          huevo  

Forma infectante Larva plerocercoide 

Mecanismo transmisión Carnivorismo de salmónidos introducidos y peces nativos dulceacuícolas crudos 

o insuficientemente cocidos. 

Formas diagnósticas Huevo, proglótidas grávidas, estróbila y escólex 

Importancia médica Zoonosis parasitaria (ciclo agua dulce) producida por Dibothriocephalus latus. 
50% de los infectados son asintomáticos. 50% restante: sintomatología general, 

digestiva, nerviosa, alérgica. Compite por la vitamina B12 del hospedero y puede 

llegar a causar anemia megaloblástica en individuos susceptibles genéticamente. 

Diagnóstico Examen Muestra biológica y/o hallazgo 

Directo 

 

EPSD. Métodos: Burrows modificado o 
Telemann modificado 

Deposición: huevos Dibothriocephalus 
sp/Adenocephalus pacificus  

Observación macroscópica al fresco 

 

Proglótidas o estróbila 

Dibothriocephalus  sp/Adenocephalus 
pacificus 

Observación microscópica post-
tratamiento 

Deposición: escólex 
Dibothriocephalus sp/Adenocephalus 

pacificus 

Indirecto No se describe No se describe 

Molecular PCR multiplex (investigación) 

 

Heces : ADN de gusanos adultos, 

larvas plerocercoides y huevos de D. 
latus, D. dendriticus, Adenocephalus 

pacificus 

Marcador ADN mitocondrial 

(investigación) 
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Complementario Hemograma  
 

Anemia megaloblástica por déficit 
de Vitamina B12, leucopenia y 

trombocitopenia. Eosinofilia leve no 

siempre presente 

3.8. ADENOCEFALOSIS por Adenocephalus pacificus 

Agente etiológico Adenocephalus pacificus (Syn. Diphyllobothrium pacificum) 

 estróbila  

Forma infectante Larva plerocercoide 

Mecanismo transmisión Carnivorismo de peces marinos y anádromos (Salmon coho - Oncorhynchus 
kisutch) crudos o insuficientemente cocidos 

Formas diagnósticas Huevo, proglótidas grávidas, estróbila y escólex 

Importancia médica Zoonosis parasitaria (ciclo marino) producida por Adenocephalus pacificus. Los 

casos (la mayoría adultos de Perú, norte de Chile, Ecuador, Canadá y Japón), 

pueden ser sintomáticos o asintomáticos. 

Diagnóstico Examen Muestra biológica y/o hallazgo 

Directo EPSD. Métodos: Burrows modificado o 

Telemann modificado 

Deposición: huevos A. pacificus/ 
Dibothriocephalus sp 

Observación macroscópica al fresco Proglótidas o estróbila A. pacificus/ 
Dibothriocephalus sp 

Observación microscópica post-

tratamiento 

Deposición: escólex A. pacificus/ 
Dibothriocephalus sp 

Indirecto No se describe No se describe 

 

 

Molecular 

PCR multiplex (investigación) Heces : ADN de gusanos adultos, 

larvas plerocercoides y huevos de D. 

latus, D. dendriticus, A. pacificus y 
D. nihonkaiense 

Complementario Hemograma  Eosinofilia: Sólo un caso descrito 

con anemia megaloblástica. 

3.9. DIBOTRIOCEFALOSIS (Dibothriocephalus dendriticum) 

Agente etiológico Dibothriocephalus dendriticum (Syn. Diphyllobothrium dendriticum) 

  escólex 

Forma infectante Larva plerocercoide 

Mecanismo transmisión Carnivorismo de peces salmónidos crudos o insuficientemente cocidos  

Formas diagnósticas Huevo, proglótidas grávidas, estróbila y escólex 

Importancia médica Infección zoonótica (ciclo agua dulce) producida por Dibothriocephalus 

dendriticus. Su principal hospedero definitivo son aves piscívoras. El hombre es 

hospedero accidental excepcional.   

Diagnóstico Examen Muestra biológica y/o hallazgo 

Directo EPSD: Métodos: Burrows modificado o 

Telemann modificado  

Deposición: huevos de 

Dibothriocephalus spp 

Observación macroscópica al fresco 

 

Proglótidas o estróbila 

Dibothriocephalus spp 

Observación microscópica post-

tratamiento 

Deposición: escólex 

Dibothriocephalus spp 

Indirecto No se describe No se describe  

Molecular PCR multiplex dirigida a secuencia cox1 

(citocromo-oxidasa 1) (investigación) 
 

 

Heces : DNA adultos, plerocercoides 

y huevos de D. latus, D. 
dendriticum, D. pacificum y D. 

nihonkaiense 

Complementario Hemograma  
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3.10.  TENIASIS (Taenia solium) 

Agente etiológico Taenia solium 

escólex (4 ventosas y doble corona de ganchos) 

Forma infectante Cisticerco 

Mecanismo transmisión Carnivorismo de cerdo  

Formas diagnósticas Huevo, proglótidas grávidas, estróbila y escólex 

Importancia médica Infección del intestino delgado del hombre por Taenia solium. Causa escasa 

morbilidad. La infección accidental por huevos de T. solium puede llegar a 

generar un cuadro clínico grave, especialmente si se localiza en Sistema 

Nervioso Central (cisticercosis). 

Diagnóstico Examen Muestra biológica y/o hallazgo 

Directo EPSD. Burrows modificado  
Deposición: huevos Taenia sp 

EPSD o Telemann modificado 

Observación macroscópica al fresco 

 

Al fresco: proglótidas y/o estróbila 

de Taenia spp 

Test de Graham (No de elección) Cinta adhesiva: huevos Taenia sp 

Tinción histológica 

 

Proglótidas grávidas: diagnóstico 

diferencial según número de 
ramificaciones uterinas 

Observación microscópica escólex post-

tratamiento. 

Deposición: escólex T. solium 

Indirecto ELISA sandwich (investigación)  Deposición: coproantígenos de T. 

solium 

Molecular PCR punto final (investigación) Proglótidas o heces: ADN T. solium 

PCR múltiplex (investigación) Proglótidas o heces: diferencia T. 

saginata y T. solium 

Complementario Perfil bioquímico  Evaluación por baja de peso, diarrea 

Hemograma  

 

Sangre total: eosinofilia de 

intensidad leve (500-1.500 

eosinofilos/µL) de frecuencia 

variable  

ELISA cisticercosis (puede ser solicitado 

por médico tratante) 

Suero y/o LCR: anticuerpos anti-T. 

solium 

3.11.  TENIASIS (Taenia saginata)  

Agente etiológico Taenia saginata 

 escólex (4 ventosas sin corona) 

Forma infectante Cisticerco  

Mecanismo transmisión Carnivorismo de vacuno 

Formas diagnósticas Huevo, proglótidas grávidas, estróbila y escólex 

Importancia médica Infección por la forma adulta de Taenia saginata que se desarrolla en el intestino 

delgado del hombre. Causa escasa morbilidad. 
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Diagnóstico Examen Muestra biológica y/o hallazgo 

Directo EPSD: Método Burrows modificado  
Deposición: huevos Taenia spp 

EPSD: Método Telemann modificado 

Observación macroscópica al fresco 
 

Al fresco: proglótidas y/o estróbila 
de Taenia spp 

Test de Graham (No de elección) Cinta adhesiva: huevos Taenia spp 

Tinción histológica 

 

Proglótidas grávidas: diagnóstico 

diferencial según número de 

ramificaciones uterinas 

Observación microscópica escólex post-

tratamiento. 

Deposición: escólex T. saginata 

Indirecto ELISA sandwich (investigación)  

 

Deposición: coproantígenos de T. 

saginata 

Molecular PCR punto final (investigación Proglótidas o heces: ADN T. 

saginata 

PCR múltiplex (investigación) Proglótidas o heces: diferencia T. 

saginata y T. solium 

Genoma y genotipificación ADN T. saginata: caracterización 

molecular de cepas de T. saginata 

Complementario Perfil bioquímico  Evaluación baja de peso, diarrea 

Hemograma Sangre total: eosinofilia de 

intensidad leve (500-1.500 
eosinofilos/µL) de frecuencia 

variable 

3.12. TENIASIS (Taenia asiatica)  

Agente etiológico Taenia asiatica 

  
escólex (rostelo sin ganchos) 

Forma infectante Cisticerco 

Mecanismo transmisión Carnivorismo de cerdo (consumo de vísceras, especialmente hígado) 

Formas diagnósticas Huevo, proglótidas grávidas, estróbila y escólex 

Importancia médica Infección del intestino delgado del hombre por Taenia asiatica. Causa escasa 
morbilidad. A diferencia de Taenia solium no desarrolla cisticercosis.  

Diagnóstico Examen Muestra biológica y/o hallazgo 

Directo EPSD. Método Burrows modificado  
Deposición: huevos Taenia spp 

EPSD. Método Telemann modificado  

Observación macroscópica al fresco 

 

Al fresco: proglótidas y/o estróbila 

de Taenia spp 

Test de Graham (No de elección) Cinta adhesiva: huevos Taenia spp 

Características morfológicas de la 

proglótida  

Proglótidas grávidas: T. asiática 

poseen una protuberancia posterior  

Observación microscópica escólex post-

tratamiento. 

Deposición: escólex Taenia asiática 

(posee rostelo sin ganchos) 

Indirecto ELISA sandwich (investigación) 

 

Deposición: coproantígenos de T. 

asiática 

Molecular PCR punto final (investigación) Proglótidas o heces: ADN T. asiática 

PCR múltiplex (investigación) 
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3.13. HIMENOLEPIASIS (Hymenolepis nana)  

Agente etiológico Hymenolepis nana  

  
       Huevo 

Forma infectante Huevo con larva oncósfera o cisticercoide 

Mecanismo transmisión Fecalismo ambiental 

Forma diagnóstica Huevo  

Importancia médica Infección del intestino delgado del hombre y algunos roedores por Hymenolepsis 

nana (tenia enana). Genera sintomatología asociada a gran cantidad de parásitos, 

principalmente en niños pre-escolares y escolares. Diarrea crónica en 

inmunosuprimidos. 

Diagnóstico Examen Muestra biológica y/o hallazgo 

Directo EPSD. Método Burrows modificado  
Deposición: huevos H. nana 

EPSD. Método Telemann modificado  

Indirecto ELISA indirecta (Investigación) Suero: anticuerpos IgG anti- H. nana 

Molecular PCR punto final (Investigación) Deposición: ADN genómico H. nana 

PCR-RFLP (Investigación) 
 

Material genético de proglótidas: 
Permite diferenciar H. nana de H. 

diminuta 

rDNA ITS2 marcadores genéticos 

nucleares (investigación) 

Material genético de proglótidas: 

permite diferenciar H. nana de H. 

diminuta 

Complementario Perfil bioquímico 

 

Sangre: (esteatocrito, caroteno), en 

deposiciones (Sudan III, pH 

Benedict) (diarrea en 

inmunosuprimidos) 

Hemograma Sangre total: Eosinofilia desde 

ausencia a leve + (500- 1500 

eosinofilos/µL) o moderada (1000-

3000: eosinofilos/µL).   

3.14. HIMENOLEPIASIS (Hymenolepis diminuta)  

Agente  etiológico Hymenolepis diminuta  

 
   huevo  

Forma infectante Cisticercoide 

Mecanismo transmisión Fecalismo ambiental 

Forma diagnóstica Huevo 

Importancia médica Infección del intestino delgado del hombre y algunos roedores por Hymenolepsis 

diminuta (taenia del ratón).  

Diagnóstico Examen Muestra biológica y/o hallazgo 

Directo EPSD. Método Burrows modificado  
Deposición: huevos H. diminuta 

EPSD. Método Telemann modificado  

Método Kato-Katz: recuento huevos Deposición: huevos H. diminuta 

Indirecto ELISA indirecta (Investigación)  Suero: anticuerpos IgG anti- H. 
diminuta 

Molecular PCR-RFLP 
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PCR punto final 
 

Deposición: ADN genómico H. 

diminuta 

rDNA ITS2 marcadores genéticos 

nucleares (investigación) 

Material genético de proglótidas: 

Diferencia H. nana de H. diminuta 

Secuencia de genoma mitocondrial ADN H. diminuta: estudios de 
evolución y taxonomía 

Complementario Perfil bioquímico 

 

Sangre: (esteatocrito, caroteno) en 

deposiciones (Sudan III, pH Benedict) 

Hemograma Sangre total: eosinofilia: no descrita 

3.15. DIPILIDIASIS  

Agente etiológico Dipylidium caninum 

 bolsa ovífera 

Forma infectante Cisticercoide 

Mecanismo transmisión Ingestión accidental de pulgas del perro, gato u hombre (hospederos 

intermediarios), infectadas con cisticercoides  

Formas diagnósticas Proglótidas grávidas, bolsas ovíferas (5-30 huevos) y huevos 

 

 

Importancia médica 

Infección zoonótica y generalmente asintomática, producida por el cestodo 

Dipylidium caninum. El hombre es hospedero accidental. Generalmente 

adquirida por niños en contacto estrecho con mascotas. 

Diagnóstico Examen Muestra biológica y/o hallazgo 

Directo EPSD Método Burrows modificado  Deposición: huevos D. caninum en 

bolsas ovíferas (infrecuente) EPDS Método Telemann modificado 

Examen macroscópico directo Deposición: proglótidas grávidas 

eliminadas de D. caninum (forma de 

granos de arroz o granos de melón) 

Indirecto ELISA indirecta (investigación) 
Suero: anticuerpos anti-D.caninum 

Hemaglutinación Indirecta (investigación) 

Molecular PCR punto final (investigación) 

 

Deposiciones: ADN genómico de D. 

caninum 

PCR multiplex (investigación) Deposición: detección simultánea de 
Taenia spp y D. caninum 

Complementario Hemograma Sangre total: En ocasiones puede 

presentar eosinofilia leve + (400- 

1000 eosinofilos/µL) 

 

 

 

TABLA 4. HEMO E HISTOPARASITOSIS 
4.1. CISTICERCOSIS  

Agente etiológico Larva de Taenia solium 

Forma infectante Huevo de Taenia solium 

Mecanismo transmisión Ingestión de huevos de Taenia solium (Fecalismo ambiental: transmisión fecal-

oral, agua, fruta, verduras, manipuladores de alimentos, vectores mecánicos) 

Forma diagnóstica Forma larval (cisticerco) de Taenia solium 

Importancia médica 

 
 

Infección del hombre por la forma larval de Taenia solium (cisticerco) que 

normalmente infecta a cerdos, su hospedero habitual. Puede originar cuadros 
clínicos graves cuando se localiza en el sistema nervioso central.  

  
                               Cisticercosis cerebral                      cisticercos 
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Diagnóstico Examen Muestra biológica y/o hallazgo 

Directo Estudio histológico Biopsia: histología característica del 
cisticerco de Taenia solium 

Cirugía Extracción de cisticerco y posterior 

análisis macroscópico e histológico 

Indirecto Western blot Suero, plasma o LCR: anticuerpos anti-

Taenia solium 

 

ELISA indirecta 

ELISA sandwich o de captura  

Reacciones inmunoprecipitación Suero, plasma o LCR: arcos del 

complejo Ag-Ac Taenia solium 

Molecular PCR punto final Suero o LCR: ADN genómico de Taenia 

solium 

Complementario Tomografía computarizada 

 
Observación imagenológica de 

cisticercos de Taenia solium 
Resonancia nuclear magnética 

4.2. ENFERMEDAD DE CHAGAS  

Agente etiológico Trypanosoma cruzi 

Forma infectante Tripomastigote (en sangre periférica de mamífero infectado) 

Tripomastigote metacíclico (en deyecciones de triatominos) 

Mecanismo transmisión Transmisión vectorial, congénita, oral (alimentos contaminados con deyecciones 

de triatominos infectados), transfusional, trasplantes, accidental 

Forma diagnóstica Tripomastigote y amastigote 

Importancia médica Infección antropozoonótica causada por el protozoo flagelado Trypanosoma cruzi 

que infecta a mamíferos y triatominos. En el humano la infección puede ser 

adquirida o congénita y compromete en grado variable diversos órganos y 
sistemas, especialmente corazón (cardiopatías) y tubo digestivo (megas). En 

pacientes inmunosuprimidos afecta el sistema nervioso central y puede causar 

cuadros graves como encefalitis. 

   
   Signo de Romaña               tripomastigote             cardiomegalia 

Diagnóstico Examen Muestra biológica y/o hallazgo 

Directo Examen directo de sangre al fresco  

 

Sangre total: tripomastigotes T. cruzi 

 

Gota gruesa (teñida con Giemsa) 

Microhematocrito 

Método de Strout 

Método de Microstrout 

Frotis sanguíneo 

Xenodiagnóstico (investigación) Deyecciones de intestino   medio: 

epimastigotes  y deyecciones de intestino 
posterior: tripomastigotes metacíclicos. 

Los triatominos de 3° o 4° estadío, se 

alimentan sobre la superficie del 

paciente u otro mamífero. Actualmente 

no se aplica en Chile. 

Hemocultivo (centros especializados) Sangre total: epimastigotes (se pueden 

observar tripomastigotes en cultivos 

envejecidos) 

Biopsias (excepcionales) 
Amastigotes intracelulares 

 
Necropsias (excepcionales) 
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Indirecto Inmunofluorescencia indirecta (IFI)  
Suero o plasma: anticuerpos anti T. 

cruzi, especialmente IgG, IgM 

 

ELISA indirecta 

Western blot (investigación y 
confirmación)  

Reacción hemaglutinación indirecta 

(HAI) 

Suero o plasma: anticuerpos anti T. cruzi 

Inmunocromatografía (Test Rápido) Sangre total: anticuerpos anti-T. cruzi  

 Ensayo de quimioluminiscencia (Ej. 

ensayo Architest) 

Tipos de antígenos utilizados en las 

reacciones de inmunodiagnóstico  

Péptidos sintéticos, antígenos 

recombinantes, somáticos crudos, 

antígenos figurados, entre otros. 

Molecular PCR punto final 

 

 

Sangre total: ADN de Trypanosoma cruzi 
(muestra más habitual, pues también se ha 

aplicado en suero, leche materna, líquido 
amniótico, placenta, LCR) 

PCR tiempo real  Sangre total (muestra más habitual):  
detección y/o carga parasitaria circulante 

de T. cruzi 

Técnicas de genotipificación (RFLP, 

Southern blot, PCR tiempo real 

multiplex) (investigación) 

ADN de T. cruzi (extraído de sangre total, 

la muestra más habitual): identificación de 
cepas circulantes ADN de T. cruzi según 

DTU (Unidades Discretas de Tipificación) 

Tiras rápidas (PCR multiplex) Sangre total: ADN de T. cruzi 

LAMP Sangre total: ADN de T. cruzi 

Complementario Imagenología (radiografía de tórax, 

ecotomografía, enema baritada y otras) 

Acalasia esofágica, megacolon, 

cardiomegalia 

Electrocardiograma Trazado alterado en miocardiopatía 

Holter  Estudio de arritmias 

Ecocardiograma Estudio funcional del corazón 

4.3. ESQUISTOSOMIASIS   

Agente etiológico Schistosoma mansoni (América), Schistosoma haematobium, Schistosoma 

intercalatum (Africa), Schistosoma japonicum, Schistosoma mekongi (Asia).  

Forma infectante Cercaria 

Mecanismo transmisión Infección por acción mecánica, de cercarias de Schistosoma mansoni que penetran 

la piel o mucosas del hombre u otro mamífero al nadar o caminar en un ambiente 

acuático de agua dulce contaminado. 

Forma diagnóstica S. mansoni: huevo con prominente espina lateral, S. haematobium: huevo con 

espina terminal, S. japonicum con pequeña y discreta espina. 

Importancia médica Infección de ciclo evolutivo complejo producida por la presencia en los vasos 
viscerales porto-hepáticos del trematodo digénico, Schistosoma mansoni.  

Los huevos depositados en los tejidos, especialmente en intestino y parénquima 

hepático, provocan una reacción inflamatoria granulomatosa. Puede infectar 

diversos mamíferos, siendo el hombre el principal hospedero definitivo. 

  
            huevo                               adultos 

Diagnóstico Examen Muestra biológica y/o hallazgo 

Directo Sedimentación en copa 

 

Deposición (S. mansoni y S. 

haematobium) u orina (S. haematobium): 

huevos 

Kato-Katz 
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Biopsia rectal Tejido: huevos Schistosoma spp. 

Biopsia vejiga o examen histológico 
de tejido cervical (mujer) 

Tejido: huevos de S. haematobium 

Indirecto Fast-ELISA  

 

Suero: anticuerpos anti-S. mansoni, S. 

haematobium y S. japonicum, 

respectivamente. 

Inmunoblot MAMA, HAMA y JAMA 

(CDC) 
Suero, plasma u orina:  anticuerpos anti-

Schistosoma spp principalmente 

inmunoglobulinas IgG, IgM, IgA 
Western blot 

Inmunofluorescencia Indirecta 

Hemaglutinación Indirecta 

 

Suero, plasma u orina:  anticuerpos anti-

Schistosoma spp principalmente 

inmunoglobulinas IgG 

ELISA sandwich o de captura Suero, plasma u orina:  coproantígenos 

de Schistosoma spp 

Test rápido inmunocromatográfico Deposición, orina, tejidos: antígenos de 

Schistosoma spp 

Suero, orina: anticuerpos anti-

Schistosoma spp 

Molecular PCR punto final 

 

Orina, heces, plasma, lavados vaginales: 

ADN especifico de Schistosoma spp 

PCR tiempo real 
 

Orina, heces, plasma: detección y/o 
cuantificación de carga parasitaria por 

Schistosoma spp 

PCR múltiplex 

 

ADN de deposición: diferenciación de S. 

mansoni y S. haematobium  

LAMP 

 

ADN de deposición: amplificación de 

secuencia específica de Schistosoma spp. 

Test rápido (multiplex PCR) Orina, heces: ADN especifico de 

Schistosoma spp 

Complementario Cistoscopía  Huevos de S. haematobium 

Hemograma 

 

Sangre total: eosinofilia frecuente de 

leve a severa.  

Sedimento urinario 

 

Orina: observación de hematuria y 

proteinuria (S. haematobium). 

Pruebas bioquímicas 

 

Sangre total: pruebas para evaluar 

hepatomegalia 

Ultrasonido 

 

Monitoreo lesiones patológicas 

generadas por Schistosoma spp. 

4.4. FASCIOLIASIS    

Agente etiológico Fasciola hepatica  

Forma infectante Metacercaria 

Mecanismo transmisión Ingestión de plantas acuáticas de agua dulce con metacercarias enquistadas 

(herbivorismo). 

Formas diagnósticas Huevo y excepcionalmente adultos 

Importancia médica Zoonosis parasitaria producida por Fasciola hepatica, trematodo digénico que 

puede originar en el humano hepatomegalia, fiebre, dolor, eosinofilia y, 
excepcionalmente, obstrucción biliar. 

 
                  adulto                                  huevo 
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Diagnóstico Examen Muestra biológica y/o hallazgo 

Directo EPSD (método de sedimentación 
rápida) 

10 Muestras de deposición: huevos 

Sondeo duodenal (aspirado duodenal y 

biliar) 

Líquido duodenal y biliar: adultos y 

huevos 

Biopsias 

 

Hígado u otros órganos (localización 

ectópica): granulomas con huevos o 

secciones de adultos. 

Intervenciones quirúrgicas (laparotomía, 
colecistectomía, esfinterotomía), en 

pacientes con colangitis, colelitiasis, 
ictericia obstructiva causa desconocida 

Cirugía: extracción de adultos 

Indirecto ELISA indirecta 
Suero, saliva: Anticuerpos anti-F. 

hepática. IgG, IgM 
Western blot 

Fast2-ELISA  

Reacción de Fijación del 

Complemento 

Suero: Anticuerpos anti-F. hepática. 

IgG, IgM 

ELISA sandwich Deposición: antígenos de F. hepática 

Inmunodifusión (DD, CIEF) Arcos de reacción antígeno-anticuerpo 

Antígenos utilizados en las reacciones 

de inmunodiagnóstico: 

Antígenos somáticos crudos, excretados-

secretados, purificados, entre otros. 

Molecular PCR punto final 

 

ADN extraído de heces: Detección de 
secuencias específicas de ADN F. hepática 

PCR tiempo real ADN extraído de heces: detección y 
cuantificación carga parasitaria F. hepática 

LAMP 

 

ADN extraído de heces: amplificación 
específica de F. hepática 

Test rápido (nested PCR) Deposición: ADN de F. hepatica 

Complementario Perfil hepático  

 

Sangre o plasma: transaminasas, 

fosfatasa alcalina, bilirrubinemia. 

Hemograma  

 

Sangre total: eosinofilia en el 90% de los 

casos. Fase inicial: eosinofilia severa 

más de 3000 eosinofilos/µL. 

Posteriormente, desciende entre 400-

1000 eosinofilos/µL.  

Diagnóstico por imágenes: ecografía 

abdominal, TAC, RNM, Colangio 
Pancreatografia Endoscópica 

Retrograda (CPER) 

Imágenes compatibles con elementos 

migratorios o imágenes lanceoladas en 
canalículo biliar. CPER permite 

visualizar y extraer F. hepatica 

4.5. TRICOMONIASIS  

Agente etiológico Trichomonas vaginalis  

Forma infectante Trofozoíto  

Mecanismo transmisión Contacto sexual directo con persona infectada (se considera una ETS), transmisión 

por fómites (excepcional) y a través del canal del parto desde la madre infectada a 

su recién nacido. 

Forma diagnóstica Trofozoíto 

Importancia médica Infección del aparato urogenital del hombre por el protozoo flagelado del genero 

Trichomonas, Trichomonas vaginalis. En la mujer causa vulvovaginitis (leucorrea, 

prurito, edema, microhemorragias, disuria, dispareunia) y en el hombre: uretritis, 

disuria, epididimitis, dolor al orinar, prostatitis e infertilidad). 

 trofozoítos 
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Diagnóstico Examen Muestra biológica y/o hallazgo 

Directo Examen directo al fresco 

 

Secreción vaginal, orina de primera 
micción, secreción uretral, líquido 

seminal, secreción prostática post-

masaje glandular: trofozoítos de T. 

vaginalis. (Se describen otro tipo de 

toma de muestra como los hisopados, 

especialmente para panel molecular 

ETS) 

Citología vaginal  Raspado de cuello uterino: T. vaginalis 

teñidas con tinción de Papanicolau 

(PAP) 

Cultivos (medio InPouch Tv, Diamond 

modificado) 

Cultivo examinado por microscopista: 

trofozoítos 

Otras tinciones:  Anaranjado de Acridina, Giemsa, Azul 

de Metileno, Azul Brillante de Cresilo, 
Rojo neutro. 

Indirecto Inmunofluorescencia directa  Secreción vaginal y otras muestras: T. 

vaginalis fluorescentes 

Aglutinación con partículas látex (Tv 

Latex, UK) 

Secreción vaginal: detección de 

antígenos de T. vaginalis  

Test inmunocromatográficos rápidos Suero: detecta antígenos específicos de 

T. vaginalis (Ej. Xenostrip Tv). 

Molecular PCR punto final 

 

ADN extraído de diversas muestras 

biológicas: secuencias específicas de T. 

vaginalis  

PCR tiempo real Secreción vaginal y otras muestras: 

detección y carga parasitaria de T. 

vaginalis 

PCR multiplex (Panel Molecular ETS) ADN extraído de secreción vaginal y 

otras: secuencias específicas de T. 

vaginalis y otros agentes infecciosos 

ETS (clamidiasis, gonorrea, sífilis y 
otras). 

PCR-RFLP ADN extraído de secreción vaginal y 

otras: genotipificación de T. vaginalis 

Test cromatográfico rápido (Ej. 

OSOM Trichomonas Rapid Test,USÁ) 

Secreción vaginal y otras muestras: 

detecta ADN de T. vaginalis 

Complementario Co-infección con otras ITS (VIH, 

bacterianas y micológicas) 

Muestras biológicas para estudio de 

infecciones por otras etiologías 

4.6. TOXOPLASMOSIS  

Agente etiológico Toxoplasma gondii 

Forma infectante Zoitos (taquizoítos),  quistes con bradizoítos y ooquiste 

Mecanismo transmisión Ingestión de carne con quistes tisulares (carnivorismo animal) y de ooquistes en 

frutas, verduras y agua contaminada (fecalismo ambiental). Transmisión de zoítos 

de T. gondii a través de la vía transplacentaria, trasplante o donación de órganos.  

Formas diagnósticas Zoito, quiste, ooquiste 

Importancia médica Zoonosis cosmopolita causada por el protozoo coccidio Toxoplasma gondii que 

infecta a la mayoría de los animales de sangre caliente, incluido el humano. 
Alrededor del 40% de la población mundial está infectada, es decir, presentan 

quistes en diferentes órganos como corazón, músculo esquelético y SNC. En su 

mayoría son portadores sanos. Presentaciones clínicas: la forma adquirida presenta 

forma aguda y crónica, ambas sintomáticas o asintomáticas; la forma congénita 

fluctúa desde un recién nacido aparentemente sano hasta cuadro graves generalizados 
y, en pacientes inmunocomprometidos, genera serias manifestaciones clínicas, 

como encefalitis. 
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         zoíto libre              quiste                   ooquiste 

Diagnóstico Examen Muestra biológica y/o hallazgo 

Directo Examen directo (muy poco frecuente) 

 

Biopsias, exudado ganglionar: sangre, 

tejido o fluidos: observación de zoítos 

y/o quistes y/o formas proliferativas. 

Tinciones: hematoxilina-eosina, 

Wright, Giemsa 

 

Indirecto Prueba de Sabin y Feldman: Gold 

estándar (sólo investigación) 
 

Suero, plasma, LCR: anticuerpos anti-T. 

gondii: IgG, IgM 

  

ELFA indirecta 

Inmunofluorescencia indirecta 

ELISA avidez Suero, plasma, LCR: permite a los 

anticuerpos de avidez débiles (cuadros 

agudos) diferenciarse de los anticuerpos 

de alta avidez (cuadros crónicos). IgG e 

IgM 

Tiras inmunocromatográficas (test 

rápido) 

Suero o plasma: anticuerpos anti-T. 

gondii 

 

Otras técnicas serológicas no aplicadas 
frecuentemente: Dye Test, Test 

Aglutinación Modificada (MAT), 

Aglutinación con Latex, 

Hemaglutinación Indirecta) 

Molecular PCR punto final ADN de sangre total, LCR, líquido 

amniótico, humor acuoso, lavado 

bronco-alveolar: detección de ADN de 

T. gondii  

PCR tiempo real ADN de sangre total, LCR, líquido 

amniótico: carga parasitaria de T. gondii 

Tiras Diagnóstico Rápido  Sangre total, LCR, líquido amniótico, 

otros: antígenos de T. gondii 

Técnicas de genotipificación 

(Microsatélites, PCR/RFLP, Secuencia 

multilocus, RAPD/PCR, HRM, 
serotipificación basada en polipéptidos 

polimórficos) 

ADN genómico T. gondii: clasificación 

y caracterización genética. 

Tecnologías en desarrollo: genómica, 

proteómica, trasnscriptómica.  

 

Permitirá el uso integrado de la biología 

molecular y bio-informática para 

caracterización genética de T. gondii. 

Complementario Imagenología SNC (Tomografia Axial 

Computarizada o Scáner, Resonancia 

Nuclear Magnética). 

Observación de lesiones y 

calcificaciones cerebrales y de lesiones 

oculares causadas por T. gondii  

Ultrasonografía Imágenes retinales sugerentes 

Fondo de ojo Imágenes retinales sugerentes 

Histopatología (biopsias) 
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4.7. HIDATIDOSIS  

Agente etiológico Especies: Echinococcus granulosus sensu lato (de mayor importancia en el 
humano) 

Otras especies de interés: E. multilocularis, E. vogeli y E. oligarthus 

Forma infectante Huevo embrionado 

Mecanismo transmisión Ingestión de huevos de tenia Echinococcus granulosus presentes en agua, fruta y 

verdura contaminada con heces de perro infectado. Ingestión de huevos por 

contacto directo con pelaje de perros infectados (besos a mascotas). Vectores 

mecánicos. 

Formas diagnósticas Quiste hidatídico o alguno de sus elementos macro y/o microscópicos 

Importancia médica La hidatidosis humana o equinococcosis quística es una zoonosis cuyo agente 

etiológico es Echinococcus granulosus sensu lato. La infección con la forma adulta 

se denomina Equinococosis y sus hospederos definitivos son carnívoros, como 

perros, zorros, lobos, coyotes, perros salvajes, puma, ocelote. La infección con la 

forma larval (o metacéstodo), se llama Hidatidosis (también llamada enfermedad 

hidatídica o equinococosis hidatídica) y sus hospederos intermediarios son 

animales herbívoros y el hombre. En el hombre puede comprometer diferentes 
órganos, en especial hígado y pulmón. La clínica dependerá de cada localización. 

 
adulto                                 quiste pulmonar         protoescólice       ganchito 

Diagnóstico Examen Muestra biológica y/o hallazgo 

Directo Estudio parasitológico del quiste 

(adventicia + hidátide) o hidátide 

(larva E. granulosus) 

 

Muestra: quistes operados, vómica 

hidatídica o arenilla hidatídica: en el 

examen microscópico: observación de 

cutícula y vesículas hijas. En el examen 

microscópico (arenilla hidatídica), es 
posible observar: ganchitos, 

protoescólices y vesículas prolígeras. 

Ocasionalmente, se pueden observar 

partes de la capa adventicia (generada 

por el hospedero). 

Estudio histológico del quiste 

hidatídico 

 

Corte histológico teñido: es posible 

observar las capas del quiste hidatídico 

(cutícula, adventicia y germinativa), 

vesículas prolígeras y protoescólices 

Estudio de fertilidad y viabilidad de 

los protoescólices 

Fertilidad: ausencia o presencia de 

protoescólices. Viabilidad: tinción con 

colorantes vitales Azul de Tripán y 

Eosina (protoescólices coloreados o no 
coloreados). 

Indirecto ELISA con antígenos recombinantes Suero/plasma: anticuerpos IgG anti-E. 
granulosus 

 

Dot Inmuno Gold Filtration Assay  

Hemaglutinación Indirecta 

Western blot (confirmatorio) 

 

Suero o plasma: reacción polivalente a 

anticuerpos anti-E. granulosus IgG, IgM, 

IgA. 

Inmunoprecipitación (CIEF, DD5, 

IEF) (se ha dejado de utilizar) 

Suero o plasma: arcos que evidencian el 

complejo Ag-Ac (suero del paciente v/s 

antígeno parasitario) 

Test inmunocromatográfico (Ej. 

VIRapid® Hydatidosis). 
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Molecular PCR punto final  
 

En ADN de líquido hidatídico 
procedente de quiste hidatídico o 

hidátide rota operado: detección de 

secuencia específica de E. granulosus 

PCR tiempo real ADN de secuencias específicas que 

permite diferenciar equinococosis 

quística de equinoccosis alveolar. 

Permite además realizar caracterización 

molecular del parásito, a través de la 

detección de los genotipos más 

frecuentes en humanos (G1/G3, G6 y 

G7).  

LAMP ADN de E. granulosus: amplificación 

isotérmica de un segmento genómico 
mediada por bucle y visualizada 

mediante reacción de fluorescencia o 

bioluminiscencia. 

Complementario Hemograma  

 

Sangre total: eosinofilia leve (500 1000 

eosinofilos/µL) de frecuencia variable. 

Se ha asociado a rotura del quiste. La 

mayor parte de los casos asintomáticos 

no presentan eosinofilia 

Pruebas bioquímicas o perfil hepático 

 

Suero o plasma: el daño hepático se 

puede reflejar en la elevación moderada 

de transaminasas, bilirrubina o fosfatasa 

alcalina. 

Imagenología: TAC, radiografía de 

tórax, resonancia magnética 

Imágenes compatibles con quistes 

hidatídicos. 

4.8. TRIQUINOSIS   

Agente etiológico Trichinella spiralis   
Se han reconocido además en el mundo al menos ocho especies de Trichinella (T. 

pseudospiralis, T. nativa, T. murelli, T. nelsoni, T. britovi, T. papuae, y T. 

zimbabwensis) 

Forma infectante Larva enquistada en músculo estriado  

Mecanismo transmisión Ingestión de carne (productos o subproductos) fundamentalmente de cerdo o jabalí, 

cruda o insuficientemente cocida, que contiene quistes larvales de Trichinella 

spiralis 

Forma diagnóstica Larva enquistada en músculo estriado del primer estadio L1 

Importancia médica La triquinosis, es una zoonosis producida por nemátodos del género Trichinella. La 

especie más común que infecta al hombre es T. spiralis. En las diferentes etapas de 

desarrollo en hombre y animales, existe estrecha relación entre parásito y célula 

parasitada. El cuadro clínico depende principalmente de la carga parasitaria, y del 

estado inmune del hospedero. Las principales manifestaciones son fiebre, edema 

de párpados y dolor muscular (mialgias). Complicaciones: cardiovasculares, 

neurológicas, oculares, respiratorias y digestivas. Puede causar la muerte, en forma 

infrecuente, la que es originada por insuficiencia cardíaca, encefalitis, neumonía o 
miocarditis.  

 

  
      larva libre                larva enquistada 
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Diagnóstico Examen Muestra biológica y/o hallazgo 

Directo Estudio histológico con hematoxilina y 
eosina 

Biopsia o necropsia muscular: 
observación de larva L1 en quiste larval 

de Trichinella spp 

Estudio histoquímico 

 

Biopsia o necropsia muscular: evidencia 

de la presencia de larva 1 de Trichinella 

spp 

Indirecto ELISA indirecta IgG (diversos 

antígenos de Trichinella: 

excretados/secretados, serina proteasa, 

elastasa1, vesículas extracelulares) 

Suero o plasma: anticuerpos  IgG anti-

Trichinella (también se pueden detectar 

IgM, IgA e IgE) 

Western Blot (confirmatorio) 

 

Suero o plasma: anticuerpos anti-T. 

spiralis. (También se ha descrito su 

utilidad en la diferenciación de  

especies) 

Test inmunocromatográfico 

(infrecuente) 

Suero: anticuerpos anti-T. spiralis 

Otras pruebas serológicas de uso 
infrecuente: Floculación con bentonita, 

Reacción de precipitinas, Reacción de 

Haemaglutinación Indirecta 

Suero o plasma: evidencia de la recación 
antígeno-anticuerpo en casos de 

triquinosis 

Molecular PCR punto final 

 

ADN biopsia muscular: detección de 

secuencia específica de T. spiralis.  

PCR tiempo real ADN biopsia muscular: detección, 

cuantificación y posterior secuenciación 

de T. spiralis 

LAMP Test Rápido (Investigación) ADN biopsia muscular: amplificado de 

ADN de T. spiralis 

MARDI-TOF (espectometría de masa) 

 

ADN genómico de larvas de Trichinella 

spp: diversidad genética de especies y 

cepas. 

PCR-RFLP ADN genómico de larvas de Trichinella 

spp: Identificación genotípica de cepas 

Complementarios Hemograma 

 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
 

 

 

Sangre total: La eosinofilia aparece en una 
etapa temprana de la infección, antes del 
desarrollo de signos y síntomas clínicos 
generales, y aumenta entre la segunda y 
quinta semana de la infección. La eosinofilia 
puede ser baja (se han informado 3.000 
eosinofilos/µL hasta 19.000 eosinofilos/µL). 

La eosinofilia disminuye lentamente y 
permanece en niveles bajos durante varias 
semanas, hasta tres meses después de la 
infección. El nivel de eosinofilia 
generalmente  se correlaciona con el grado 
de mialgia y es significativamente mayor en 
personas con complicaciones neurológicas. 
Se ha obseervado eosinofilia con más de 

4.000 células/mL en el 87,5% de los 
pacientes con daño cerebral y sólo en el 
35,2% de aquellos sin complicaciones 
neurológicas centrales. 

4.9. BABESIOSIS  

Agente etiológico Babesia spp. 

Forma infectante Esporozoito 

Mecanismo transmisión Picadura de garrapatas infectadas que inoculan esporozoítos, presentes en su 

saliva, y que invaden glóbulos rojos. Entre las garrapatas importantes en la 

transmisión está Ixodes scapularis 
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Formas diagnósticas Merozoítos en glóbulos rojos. La presencia en disposición de Cruz de Malta es 
infrecuente, pero exclusiva de Babesia spp.  

Importancia médica Antropozoonosis originada por el protozoo Babesia, que afecta al ganado bovino. 

Las garrapatas son sus vectores, y los reservorios son roedores, especialmente la 

rata de patas blancas. El humano esplenectomizado e inmunosuprimido (cáncer, 

linfoma o SIDA) es el más afectado por esta parasitosis; con un cuadro clínico 

semejante al que produce la malaria y la enfermedad de Lyme producida por 

Borrelia burgdorferi, y que también es transmitida por una garrapata. 

 
merozoítos formando tétradas (“Cruz de Malta”) 

Diagnóstico Examen Muestra biológica y/o hallazgo 

Directo Frotis sanguíneo teñido con May-

Grünwald Giemsa o Wright 

Sangre total: formas trofozoíticas y 

merozoítos de Babesia spp 

Indirecto ELISA indirecta IgG e IgM 

  

Suero o plasma: ELISA detección de 

anticuerpos IgG anti-Babesia spp. 

Inmunofluorescencia indirecta Suero o plasma: detecta anticuerpos IgM 

o IgG  de B. microti y B. divergens 

Molecular PCR punto final DNA sangre total y suero: secuencia 

específica de Babesia spp. 

PCR tiempo real DNA sangre total y suero: detección y 
cuantificación de Babesia spp. 

Espectrometría de masa Sangre total: búsqueda de proteínas 

recombinantes inmunogénicas de B. 

microti para diagnóstico serológico. 

Complementario Hemograma 

 

 

Sangre total: anemia (complicación: 

anemia hemolítica severa) y 

trombocitopenia 

Sedimento urinario Orina: hemoglobinuria y proteinuria 

Pruebas hepáticas Suero o plasma: aumento bilirrubina 

indirecta y transaminasas 

4.10. LEISHMANIASIS   

Agente etiológico Leishmania spp. 

Forma infectante Promastigote 

Mecanismo transmisión Inyección de formas tripomastigotes en la piel por insectos vectores infectados 

(flebótomos). 

Forma diagnóstica Amastigote 

Importancia médica Infección transmitida por insectos dípteros flebótomos y cuyo agente etiológico 

son protozoos del Género Leishmania. Las variadas manifestaciones clínicas 

incluyen lesiones cutáneas, mucosas o viscerales. El espectro de la enfermedad está 

asociada a la carga parasitaria y a la respuesta inmune del hospedero. 

 
promastigotes         amastigotes                            lesión 

Diagnóstico Examen Muestra biológica y/o hallazgo 

Directo Examen microscópico directo. 

Coloración con Giemsa 
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Cultivo in vitro (NNN, Schneider o 
RPMI) 

Muestra: aspiración de lesión, biopsia 
(LC): observación de promastigotes de 

cultivo de Leishmania spp y posterior 

identificación con técnicas moleculares. 

Biopsia Tejido de lesiones: estudio 

histopatológico, amastigotes de 

Leishmania spp y confirmación PCR 

Indirecto ELISA indirecta 
Suero o plasma: anticuerpos IgG anti-

Leishmania spp (útil para leishmaniasis 

visceral LV) 

 

Dot-ELISA 

Western Blot 

IFI indirecta (o IFAT) 

Aglutinación directa (DAT) 

ELISA sandwich 

 

Sangre total: antígenos Leishmania spp. 

(LV) Ej: detección de proteina S2 40S 

ribosomal 

Test inmunocromatográfico (test 

rápido) 

Suero o plasma: anticuerpos anti-

Leishmania spp (LV) 

Molecular PCR punto final 

 

 

DNA de sangre, raspado de piel (lesiones 

cutáneas) o secreciones: secuencias 

específicas de Leishmania spp  

PCR tiempo real DNA de muestras descritas en (1) y 

biopsias: detección y/o cuantificación de 
carga parasitaria de Leishmania spp 

Tiras rápidas (Ej. Leishmania OligoC-

TesT) (diversos kits comerciales) 

Sangre o secreciones: ADN de 

Leishmania spp 

 PCR-RFLP ADN de diversas muestras biológicas: 

identificación especies Leishmania spp. 

Hibridación son sondas específicas ADN de diversas muestras biológicas: 

genotipificación de Leishmania spp. 

Complementario Prueba intradérmica de Montenegro 

(o prueba de leishmanina en piel) 

Mácula-pápula en el sitio de inoculación 

(extracto protéico de parásitos): reacción 

tipo tardía. No estandarizada.  

4.11. AMEBAS DE VIDA LIBRE  

Agente etiológico Naegleria fowleri, Acanthamoeba spp., Balamuthia mandrillaris 

Forma infectante Naegleria fowleri: trofozoíto flagelado 

Acanthamoeba spp. y Balamuthia mandrillaris: trofozoítos y quistes 

Mecanismo transmisión  Naegleria fowleri: penetración de trofozoítos en la mucosa nasal que atraviesan el 

epitelio olfatorio al nadar en aguas contaminadas. Acanthamoeba spp.: ingreso por 

piel ulcerada (lesiones cutáneas), ojos (córnea) y epitelio olfatorio. Balamuthia 

mandrillaris: ingreso por piel ulcerada (lesiones cutáneas) y epitelio olfatorio.  

Formas diagnósticas Naegleria fowleri: trofozoíto y trofozoíto flagelado 

Acanthamoeba spp. y Balamuthia mandrillaris: trofozoítos y quistes 

Importancia médica Las amebas de vida libre (AVL) son descritas como amebas anfizoicas por la 
capacidad que tienen de vivir en forma libre en el ambiente natural. Naegleria afecta 

a individuos inmunocompetentes (niños o adultos), a diferencia de Acanthamoeba 

y Balamuthia, que principalmente afectan a individuos inmunosuprimidos. El daño 

más significativo de N. fowleri es la meningitis amebiana primaria (MAP) y, 

generalmente, causa la muerte. Acanthamoeba es causante de encefalitis amebiana 

granulomatosa (EAG), dermatitis, neumonitis y queratitis. Balamuthia causa EAG. 

  
         trofozoítos                     quistes 
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Diagnóstico Examen Muestra biológica y/o hallazgo 

Directo Naegleria fowleri: cultivo y 
microscopía 

 

Naegleria fowleri: LCR y tejido 
cerebral: trofozoítos y trofozoítos 

flagelados 

Acanthamoeba spp: cultivo y 

microscopía 

Acanthamoeba spp: Raspado corneal, 

LCR, biopsia cerebral o corneal, cultivo 

con lentes de contacto: trofozoítos y 

quistes 

Balamuthia mandrillaris: cultivo 

microscopía 

Balamuthia mandrillaris: LCR, biopsia 

cerebral o de lesión cutánea: trofozoítos 

y quistes 

Indirecto Western Blot* 

Suero o plasma: detección de 

anticuerpos específicos, especialmente 

IgG, para Acanthamoeba spp y 

Balamuthia mandrillaris 

Inmunofluorescencia indirecta* 

ELISA indirecta * 

*No aplica a Naegleria fowleri ya que 

su cuadro clínico es de desarrollo 

rápido (7 días) 

Molecular PCR punto final  LCR, tejido cerebral, amebas de cultivo: 

ADN genómico de AVL.  

PCR multiplex LCR, tejido cerebral, amebas de cultivo: 

ADN específico de Géneros de AVL.  

PCR real time ADN de tejido corneal: detección, 
cuantificación y secuencia especifica de 

genotipos de Acantahmoeba spp. 

Complementario Imagenología: TAC y RNM 

 

Observación de imágenes compatibles 

con lesiones de AVL 

Estudio microbiológico y físico-

químico de LCR 

LCR: estudio diferencial (muy 

importante) 

Prueba de exflagelación en Naegleria 

 

Trofozítos de cultivo: flagelación de la 

célula parasitaria de Naegleria 

4.12. FILARIASIS   

Agente etiológico Wuchereria bancrofti, Brugia malayi, Brugia timori, Onchocerca volvulus, Loa 

loa, Mansonella ozzardi, Mansonella perstans, Mansonella streptocerca. 

Forma infectante Larvas filarias L3 

Mecanismo transmisión Por intermedio de vectores biológicos infectados 

Formas diagnósticas Microfilarias (embriones) 

Importancia médica Las filariasis son infecciones metaxénicas (transmitidas por vectores) producidas 

por nemátodos  que  pertenecen  a  diversos géneros. Los adultos de Wuchereria 

bancrofti y Brugia malayi se localizan en vasos linfáticos; Loa loa y Onchocerca 

volvulus, en tejido celular subcutáneo, y Mansonella perstans y Mansonella 

ozzardi, en cavidades o tejidos peri-viscerales. Los embriones o microfilarias 

producidos por hembras fecundadas, se encuentran en sangre periférica o alrededor 
de los adultos. Estos parásitos son transmitidos por insectos dípteros hematófagos. 

La patología producida depende principalmente de la ubicación de los adultos, de 

la movilidad de las microfilarias y de la hipersensibilidad a estos parásitos. Por 

características biológicas y patología, se agrupan  en: filariasis linfáticas, filariasis 

subcutáneas y filariasis de otras ubicaciones. 

 

  
microfilarias en sangre          filariasis  
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Diagnóstico Examen Muestra biológica y/o hallazgo 

Directo Observación microscópica (tinción 
Giemsa o hematoxilina-eosina) 

Sangre total, orina, hidrocele, raspado de 
piel: microfilarias 

Gota Gruesa Sangre desfibrinada: microfilarias 

Técnica de Knott´s (método 

concentración) 

Sangre total: centrifugación y lisis: 

microfilarias 

Estudio histológico Biopsia ganglio linfático: microfilarias 

Buffy-coat Sangre total: observación de  

microfilarias 

Indirecto ELISA indirecta Suero o plasma: anticuerpos anti-filarias 

IgG, tipo Ig1 e Ig4 Western-blot 

Test inmunocromatográfico (FTS, 

Filariasis Test Strips). 

Sangre total: detección antígenos o 

anticuerpos de microfilarias circulantes 

ELISA sandwich 

 

Sangre total: antígenos de microfilarias 

circulantes 

DOT-ELISA con Ac monoclonales Suero o plasma: antígenos de 

microfilarias circulantes 

Molecular PCR punto final 

.  

ADN de sangre total, suero, plasma, 

raspado de piel y  

sangre conservada en papel filtro: 

secuencias específicas de filarias. 

Secuenciación ADN amplificado en diversas muestras 

biológicas: identificación molecular de 

especies de filarias. 

PCR tiempo real ADN de sangre total: detección y 
cuantificación de microfilarias 

circulantes 

PCR tiempo real multiplex ADN de sangre total: detección y/o 

cuantificación de especies de 

microfilarias 

Complementario Ecografía de ganglios linfáticos Adultos vivos (“danza filariásica”) 

Manifestaciones dermatológicas o 

linfáticas agudas o crónicas 

Presencia de lesiones cutáneas 

inflamatorias, nódulos sub-cutáneos, 

diagnóstico diferencial 

Hemograma Sangre total: eosinofilia leve a severa en 

filariasis hemolinfáticas 

4.13. PALUDISMO (MALARIA)  

Agente etiológico Plasmodium spp. (P. vivax, P. falciparum, P. ovale, P. malariae, P. knowlesi)  

Forma infectante Esporozoítos de Plasmodium spp.  

Mecanismo transmisión Picadura de mosquitos del género Anopheles infectado con Plasmodium spp. 

Formas diagnósticas Anillos, trofozoítos, esquizontes y gametocitos de Plasmodium spp. 

Importancia médica Infección antropozoonótica causada por protozoos del género Plasmodium, transmitidos 

por la picadura de mosquitos anofelinos. Los accesos de paludismo se caracterizan por 

las etapas frías, caliente y de sudoración. La infección presenta una amplia variedad de 
síntomas, que varían desde ausencia de síntomas, o síntomas muy leves, hasta 

enfermedad grave e incluso la muerte. En general, la malaria o paludismo es curable si 

se diagnostica y trata con prontitud y de manera correcta. 

 
     trofozoítos (anillo)             gametocitos 
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Diagnóstico Examen Muestra biológica y/o hallazgo 

Directo Microscopía de Gota Gruesa o 
extendido grueso (Gold Standard). 

Tinción Giemsa (elección) 

Sangre total venosa o capilar: anillos, 
trofozoítos, esquizontes y gametocitos 

de Plasmodium spp. 

Microscopía de extendido delgado 

(frotis). Tinción Giemsa (elección) 

Microscopía de extendido delgado 

(frotis).  

FAST Malaria (stain kit) Tinción Giemsa (elección)Sangre total: 

trofozoítos y esquizontes fluorescentes 

de Plasmodium spp. 

Nuevas herramientas: biosensores, 

nanotecnología (ej: nanopartículas de 

oro para desarrollo de test rápidos) 

Suero, plasma y otro tipo de muestras: 

detección de proteínas, anticuerpos, 

serotipificación de T. gondii 

Indirecto Inmunofluorescencia indirecta (IFI) 

 

Suero o plasma: anticuerpos específicos 
contra Plasmodium spp. 

ELISA indirecta Suero o plasma: anticuerpos específicos 

contra Plasmodium spp. 

Pruebas de diagnóstico rápido (RDTs) 

(tiras inmunocromatográficas) 

comunes a todas las especies de 
Plasmodium* 

Sangre total: antígenos de Plasmodium 

spp 

Pruebas de diagnóstico rápido (RDTs) 

especie-específicos* 

Sangre total: discriminan entre  

P. falciparum y P. vivax 

*diversos kits comerciales y en varios 

formatos 

 

Molecular PCR punto final 

 

ADN extraído de sangre total: detecta 

secuencia específica de especies de 

Plasmodium  

PCR tiempo real multiplex ADN extraído de sangre total: detecta, 

cuantifica y diferencia especies de 

Plasmodium spp. 

PCR digital ADN extraído de sangre total: detecta 

secuencia específica de Plasmodium spp 

LAMP ADN extraído de sangre total: detecta 

secuencia de Plasmodium 

PET-PCR ADN extraído de sangre total: para bajas 

parasitemias y malaria sub-

miscroscópica 

Secuenciación (diversas metodologías) ADN extraído de sangre total: análisis 
de secuencia específica de Plasmodium 

spp según especie. 

Técnicas de genotipificación (diversas 

metodologías) 

ADN extraído de sangre total: 

diversidad genética de Plasmodium spp. 

Complementario Hemograma 

 

Sangre total: evaluación de anemia 

normocítica grave, trombocitopenia 

Química clínica Plasma: evaluación de acidosis 

metabólica, hipoglicemia, ictericia, 

insuficiencia renal, oliguria 

Déficit de G6PD (trastorno genético 

asociado al cromosoma x de elevada 

prevalencia en zonas tropicales) 

Evaluación de riesgo de anemia 

hemolítica en personas con déficit de 

G6PD (administración segura de 

primaquina para prevenir recaídas por P. 

vivax o P. ovale en hombres y mujeres) 

HPR2 (proteína 2 rica en histidina). Sangre total: secretada por P. 

falciparum (captura antigénica) 

Lactato deshidrogenasa (pLDH) 
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4.14. LARVA MIGRANTE VISCERAL (TOXOCARIASIS) 

Agente etiológico Huevos embrionados de Toxocara canis y Toxocara catis 

Forma infectante Huevo larvado (L3) de Toxocara spp 

Mecanismo transmisión Ingestión de huevo larvado (L3) de Toxocara spp, a través de fecalismo ambiental 
por agua, verdura, tierra (parques, patios, plazas) o agua contaminada. Vectores 

mecánicos.  

Molécula diagnóstica Anticuerpos contra Toxocara spp. (IgG) 

Importancia médica Síndrome del hombre causado por la infección accidental de larvas de ascáridos de 

perros y gatos. Después de la ingestión, la larva cruza la pared intestinal y, a través 

de la circulación, llega a diversos tejidos como hígado, pulmón, corazón, músculo 

esquelético y cerebro, causando Larva Migrante Visceral (LMV) con 

sintomatología inespecífica e hiperesosinofilia. La migración de la larva al SNC  

puede causar meningo-encefalitis. Cuando la larva migra al ojo, causa Larva 

Migrante Ocular (LMO) con lesiones oftalmológicas de diversa magnitud, 

generalmente unilateral (un ojo). Las manifestaciones clínicas más relevantes son: 

disminución de la agudeza visual (93%), exotropia (60%), leucocoria (27%), 

inflamación del segmento anterior (27%). Solo 7% de aquellos en que se afecta 
este órgano, queda con visión aceptable. El daño puede ser permanente o 

evolucionar a la ceguera. 

 
imagen en capullo               leucocoria            huevo Toxocara spp 

Diagnóstico Examen Muestra biológica y/o hallazgo 

Directo Biopsia LMO: muy excepcional y de 

bajo rendimiento 

Tejido ocular: larva Toxocara spp 

 

Biopsia LMV hematoxilina-eosina Tejido hepático o pulmón: larva de 
Toxocara spp + reacción granulomatosa 

Indirecto ELISA indirecta * (LMV y LMO) 
Suero, plasma, humor vítreo, humor 
acuoso:  anticuerpos, especialmente IgG 

anti-Toxocara spp  
 

Western-blot *(LMV y LMO) 

*Antígenos excretados-secretados de 

larvas de Toxocara spp: mayor 

especificidad 

Molecular PCR multiplex (para hospederos 

definitivos) 

Identificación de especies de Toxocara spp 
en perros y gatos 

PCR punto final Fecas de perros y gatos (mascotas): ADN 
de Toxocara spp y especies de Toxocara. 

Complementario Fondo de ojo LMO 

 

Imagen característica de “granuloma en 
capullo” por Toxocara spp 

Imagenología LMV (ecotomografía, 

RNM) 

Imágenes compatibles con toxocariasis en 
hígado, pulmón y otros. 

Hemograma Sangre total: eosinofilia (puede variar 
10.000 a 20.000 eosinófilos/µL, a no estar 

presente). 

 

Discusión 
En la Facultad de Medicina de la Universidad de 
Chile, la formación del Tecnólogo Médico (Línea 

Formativa Especializada, Mención Bioanálisis 

Clínico-Molecular, Hematología y Medicina 

Transfusional), incluye la asignatura obligatoria del 

Curso Teórico-Práctico de Parasitología.  

Este  curso  aporta  al  estudiante  aprendizajes  que  le 

 

 

permiten, a través de análisis morfológico, 
inmunológico y molecular, identificar agentes 

parasitarios prevalentes y emergentes en nuestro país. 

Permite al estudiante identificar, con criterio y 

razonamiento científico, las muestras biológicas y 

técnicas de elección para el diagnóstico parasitológico, 

considerando  la biología, epidemiología, antecedentes 
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clínicos, hipótesis diagnóstica y recursos. Al mismo 

tiempo, habilita al estudiante, una vez titulado, para 

informar y validar exámenes parasitológicos, 

aplicando criterios de gestión de calidad. Con este fin, 

los docentes deben formar en la adquisición de sólidos 

conocimientos científicos, para que el Tecnólogo 

Médico sea capaz en su quehacer profesional, de 

obtener y entregar una información eficaz, eficiente, 

oportuna, veraz y relevante, contribuyendo así a la 

prevención, diagnóstico y tratamiento de la salud del 

individuo, el entorno y/o la sociedad. Será capaz de 
decidir, resolver y argumentar los exámenes y 

procedimientos que efectúa en su mención, basándose 

en  la  comprensión  y establecimiento de vínculos con 

los procesos biológicos, físicos, químicos, 

bioquímicos, fisiológicos y patológicos, generando 

información  relevante para una correcta decisión en el 

ámbito clínico. Finalmente, será capaz de  seleccionar 

los saberes fundamentales de las ciencias básicas y 

aplicadas, que le permitirán integrar los exámenes y 

procedimientos con los principios propios del 

desempeño profesional de su mención.  
Para el logro de los resultados de aprendizaje en el Curso 

de Parasitología, el estudiante debe ser capaz de:  

-Identificar agentes parasitarios prevalentes y 
emergentes en nuestro país, a través de análisis 

morfológico y/o inmunológico y/o molecular. 

-Identificar las muestras biológicas y técnicas de 

elección para el diagnóstico parasitológico, 

considerando biología, epidemiología, antecedentes 

clínicos, hipótesis diagnóstica y disponibilidad de 

recursos -Integrar conocimientos científicos que 

generen acciones para mejorar la calidad de vida de 

las personas y el entorno en que ellas viven. 

El Curso de Parasitología para la Carrera de 

Tecnología Médica, se organiza en Unidades 

Temáticas.  
Para las Unidades de Enteroparasitosis y Hemo-

Histoparasitosis, los indicadores de logro son los 

siguientes:  

-Conoce su importancia médica -Describe en forma 

correcta su biología (morfología, estados evolutivos, 

hábitat, tipo de ciclo evolutivo, hospederos) y 

mecanismos de transmisión -Describe epidemiología, 

patogenia, aspectos clínicos relevantes y medidas 

preventivas -Conoce el fundamento de las técnicas 

directas, indirectas y complementarias aplicadas al 

diagnóstico de las entero, hemo e histoparasitosis. 
-Actualiza sus conocimientos en nuevas técnicas de 

biología molecular aplicadas al diagnóstico de las 

parasitosis -Conoce, de acuerdo a la literatura descrita, 

la muestra biológica de elección que debe ser 

solicitada de acuerdo a la hipótesis diagnóstica  

-Selecciona la técnica de laboratorio que debe ser 

aplicada,  según  criterios de sensibilidad, 

especificidad y valor predictivo -Objetiviza las 

limitaciones   de   recursos   técnicos   y   humanos del 
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laboratorio de Parasitología y realiza adecuada 

derivación de la muestra biológica en estudio  -Aplica 

las normas vigentes de bioseguridad en el Laboratorio 

de Parasitología, tanto en los procedimientos, equipos, 

como en el grupo de trabajo -Conoce y aplica 

adecuadamente los protocolos de las diferentes 

técnicas del Laboratorio de Parasitología, asegurando 

confiabilidad, reproducibilidad y calidad  -Reconoce e 

informa, posterior a la adecuada observación 

microscópica y/o macroscópica, los elementos 

parasitarios  útiles para  el  diagnóstico  de  laboratorio 
(Ej.: parásito adulto, larva, huevo, quiste) -Informa de 

acuerdo a  los criterios vigentes, la presencia del parásito 

evidenciada en el laboratorio mediante la aplicación 

de técnicas serológicas (respuesta inmune)  -Conoce y 

adhiere a los controles internos y externos de calidad 

que mantiene el Laboratorio de Parasitología -Integra 

otros antecedentes epidemiológicos, clínicos o de 

laboratorio relacionados con la presencia de entero, 

hemo o histoparásitos. 

A fin de alcanzar los Resultados de Aprendizaje 

esperados y, considerando que los conocimientos en 

las temáticas descritas que debe adquirir el (la) 
estudiante son específicos, diversos y múltiples, los 

docentes deben aplicar las metodologías docentes más 

adecuadas, a fin que sea posible verificar que el 

proceso de enseñanza-aprendizaje ha sido 

significativo.  

Es así como, en esta estrategia docente, se solicitó a 

cada alumno, desarrollar contenidos de una o dos 

enteroparasitosis y/o hemo-histoparasitosis, 

incluyendo para cada una de ellas: agente etiológico, 

forma infectante, mecanismos de transmisión, formas 

diagnósticas, importancia médica y diagnóstico 
directo, indirecto, molecular y complementario.  

Para cada uno de estos tipos de diagnóstico, debían 

indicar los tipos de exámenes reconocidos por la 

comunidad científica  (elección o no elección) y, para 

cada uno de ellos, la(s)  muestra(s) biológica(s) 

recomendada(s). En cada uno de los exámenes 

mencionados, debían mencionar el elemento 

parasitario o molécula que permite confirmar el 

diagnóstico parasitológico. Finalmente, se solicitó, 

para cada parasitosis, la incorporación de un máximo 

de 10 referencias bibliográficas. Las demás referencias 

incluidas en el artículo, fueron incorporadas por los 
docentes durante el desarrollo del artículo.  

A cada aporte individual se entregó ponderación (10% 

de la nota de presentación). Además, se informó a los 

estudiantes que al término del proceso de revisión por 

parte del grupo docente y profesionales 

parasitolólogos invitados, se redactaría un artículo 

para ser publicado como Recurso Docente de 

Parasitología que estaría disponible no sólo para los 

futuros estudiantes,  sino que también para estudiantes 

de otras carreras de la salud que cursaran Parasitología 

o   asignaturas   relacionadas,   lo   que   constituyó  un 
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importante estímulo para todos los estudiantes. Este 

material docente será de acceso universal (vía web 

Sociedad Chilena de Parasitología, Revista 

Parasitología Latinoamericana). Nuevas  tecnologías 

para el diagnóstico parasitológico van  surgiendo, 

reemplazando  definitivamente  a  las existentes. Es 

así que la construcción de redes neuronales mediante 

procesos de Inteligencia Artificial, evidencian que es 

posible realizar  diagnóstico parasitológico 

automatizado. Sin duda, será un tema a debatir en la 

docencia a mediano plazo, dado el vertiginoso avance 
científico al que estamos enfrentados. 
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Queratitis por Acanthamoeba asociada al uso de lentes de contacto: Puesta al día 

Liempi Daniela1  
 

1 Instituto de Parasitología, Facultad de Medicina, Universidad Austral de Chile 

 

Introducción: El género Acanthamoeba agrupa amebas de vida libre (AVL) ampliamente 
distribuidas en la naturaleza, pertenecientes al reino Protozoa. Actualmente, el género 

comprende más de 24 especies, divididas en 20 genotipos (T1-T20) según clasificación 

basada en el análisis del gen 18S rRNA, siendo el genotipo T4 el más prevalente. En su 
ciclo biológico presentan etapa de trofozoíto y quiste. Son microorganismos oportunistas 

que causan cuadros severos en animales y humanos, como lesiones cutáneas, queratitis y 

encefalitis amebiana granulomatosa. La queratitis por Acanthamoeba es una infección 

ocular rara pero grave que puede provocar discapacidad visual permanente o ceguera. En 
las últimas décadas su incidencia va en aumento, asociado en gran medida, al crecimiento 

de usuarios de lentes de contacto. Objetivo: Realizar una actualización respecto a la 

epidemiología, diagnóstico y tratamiento de la queratitis amebiana. Desarrollo: 

Acanthamoeba spp. causan queratitis generando una degradación de la matriz estromal 

subyacente y una penetración profunda en la córnea, al expresar la proteína de unión a 

manosa (MBP), que media la adhesión de las amebas a la superficie corneal, produciendo 
además un efecto citopático con destrucción de células hospederas. El uso de lentes de 

contacto es el principal factor de riesgo, pero cualquiera puede desarrollarla. Clínicamente, 

la queratitis amebiana (QA) presenta un desafío diagnóstico, ya que los síntomas pueden 

ser similares a otras infecciones oculares. Con frecuencia se diagnostica erróneamente 
como queratitis bacteriana y herpética en su etapa temprana o como queratitis fúngica en 

etapa avanzada. Algunos síntomas son enrojecimiento de los ojos, visión borrosa, 

fotofobia, dolor ocular prolongado e intenso, ulceración corneal, anillo ocular central 
blanquecino, entre otros, que pueden durar semanas o meses. El método diagnóstico 

mayormente utilizado corresponde al cultivo de las amebas en placas de agar sin nutrientes 

cubiertas con una suspensión de Escherichia coli, a partir de biopsias de córnea, raspado 
ocular, de lentes de contacto, sus estuches y soluciones de lavado. También se ha descrito 

uso de métodos moleculares. El tratamiento de la QA generalmente es complejo siendo 

extenso y prolongado, utilizando combinación de fármacos. Conclusiones: La queratitis 

amebiana es una enfermedad emergente que cada año presenta un aumento de casos en 
todo el mundo y el diagnóstico precoz es esencial para el tratamiento eficaz. 
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Introducción: Giardia duodenalis es un endoparásito del intestino delgado causante de 

diarrea. Esta especie posee ensamblajes zoonóticos que sugieren la importancia de los 

animales domésticos como transmisores de la infección al humano. Escasos estudios 
nacionales realizados a pequeña escala en gatos lo reportan como un parásito frecuente con 

una positividad entre 10,7%  y  19,1%. A nivel  mundial,  se han identificado factores de 

riesgo asociados a infecciones únicas y a coinfección con otros endoparásitos, junto con la 
cohabitación con otros animales, edad y sexo de los gatos, factores  aún  no  estudiados  en  

el  país.  Objetivo: Determinar  la tasa de positividad y caracterizar aspectos 

epidemiológicos de G. duodenalis en gatos domésticos provenientes del Gran Santiago.  

 
 

Material y Método: Se realizó un análisis coproparasitario en 200 muestras de heces de 

gatos provenientes de la provincia de Santiago y una encuesta epidemiológica a sus tutores 
para la evaluación de factores de riesgo asociados a la infección.  Resultados: Se 

determinó una tasa de positividad a Giardia spp. de 18,5% (37/200) además de la 

identificación de Cystoisospora spp. (4/200; 2%), Taenia spp. (1/200; 0,5%), Toxocara 
spp. (1/200; 0,5%), Toxascaris leonina (1/200; 0,5%) y Ancylostomideos (1/200; 0,5%), 

donde sólo el 1% (2/200) de los gatos estaba coinfectado con más de una especie. En su 

caracterización epidemiológica, los gatos positivos a Giardia spp. en su mayoría fueron 

hembras (23/200; 11,5%), de la categoría adulto joven (1 a 6 años) (15/200; 7,5%), 
esterilizados (30/200; 15%), sin acceso al exterior (23/200; 11%), que cohabitan con otras 

mascotas (32/200; 16%) y que comparten bebedero (29/200; 14,5%) y bandeja sanitaria 

con otros gatos (25/200; 12,5%). El análisis de regresión logística multivariable determinó 
significancia estadística (p =0,043) para la interacción de las variables hábitos y estado 

reproductivo, encontrándose un riesgo de 9,5 veces mayor a la infección en los gatos que 

acceden al exterior y no se encuentran esterilizados (IC 95% =1,073 – 83,871). 

Conclusiones: Los resultados muestran que la mayoría de las infecciones parasitarias 
digestivas en los gatos están causadas por Giardia spp., cuyos factores de riesgo podrían 

estar asociados a la falta de tenencia responsable, es decir, gatos no esterilizados que 

acceden a la calle.  
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Introducción: Las especies exóticas o introducidas que se establecen y dispersan en 

ecosistemas fuera de su área de distribución original se consideran invasoras. Al 
dispersarse pueden introducir o adquirir parásitos desde las especies con las cuales 

interactúan en su nuevo entorno. El visón americano (Neovison vison) es un carnívoro 

semiacuático invasor procedente de Norteamérica, que, además de depredar sobre la fauna 

nativa, actúa como 'hospedador puente' en la transmisión de enfermedades entre animales 
domésticos y silvestres. En Chile, fue introducido en 1987 en la región de Aysén y desde 

entonces se ha dispersado a las regiones de Los Lagos, Los Ríos y La Araucanía. Los 

registros de parásitos para esta especie son aislados, entre ellos solo una especie de pulga, 
la que comúnmente es registrada en ratas. Objetivo: Identificar las especies de pulgas en 

visón americano y evaluar su rol como hospedador de estas (principal, secundario o 

accidental). Se extrajeron e identificaron pulgas de visones procedentes de Osorno (n=72) 

y Puerto Varas (n=9) y se determinaron la prevalencia (P%), abundancia (AM) e intensidad 
media (IM) de infección. Resultados: Se recolectaron un total de 1039 pulgas 

correspondientes a tres especies: Ctenoparia inopinata (n=1), Pulex irritans (n=5) y 

Nosospsyllus fasciatus (n=1032). Esta última fue la especie dominante en términos de P%, 
AM e IM (IM=12,14) lo que sugiere que el visón no es un hospedador accidental, sino que 

es utilizado como hospedador principal o secundario. Las otras dos especies se encontraron 

de forma accidental (C. inopinata: IM=0,01; P. irritans: IM=0,06), adquiridas 
probablemente por la interacción con animales domésticos (P. irritans) o con roedores 

silvestres (C. inopinata). Conclusiones: Dado que N. fasciatus es común en ratas 

invasoras, el visón podría actuar como un “amplificador” de esta especie de pulga. Este 

estudio resalta la importancia de investigar las interacciones en los ecosistemas, 
particularmente a través del parasitismo, para comprender los impactos de las invasiones 

biológicas en dichos ecosistemas. 
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