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Resumen: Los parásitos apicomplejos utilizan diversos 
vertebrados como hospedadores, incluido el ser humano. La 
detección de estos protozoarios en la fauna silvestre evidencia 
la contaminación biológica del medio y la existencia de ciclos 
silvestres, lo que relacionaría su contacto con animales 
domésticos/seres humanos, debido al avance antropogénico 
sobre los ambientes naturales. El objetivo del presente trabajo 
consistió en recopilar información sobre estudios 
parasitológicos, serológicos y moleculares de los géneros 
Sarcocystis, Toxoplasma, Neospora y Cryptosporidium en 
especies de la fauna silvestre presente en Argentina. Se 
seleccionaron 48 trabajos en los que se analizaron especies 
silvestres de roedores, cánidos, cérvidos, marsupiales, 
primates, camélidos sudamericanos, cingulados, félidos, 
mustélidos, suinos, herpéstidos, lagomorfos, aves 
psitaciformes y gecónidos. El género parasitario reportado en 
mayor cantidad de provincias fue Sarcocystis, seguido de T. 
gondii, N. caninum y por último, Cryptosporidium. La 
condición de vida libre o en cautiverio y los hábitos etológicos 
de los animales silvestres, entre otros factores, influyeron en la 
dinámica de la interacción parásito-hospedador y en la 

presentación de estas infecciones. 
 

Palabras clave: Protozoarios apicomplejos, especies 
silvestres, Argentina. 

 

Abstract: Apicomplexan parasites use several vertebrates as 

hosts, including humans. The detection of these protozoa in 
wild animals evidences environmental biological 
contamination as well as the existence of wild cycles, which 
would be related to their contact with domestic animals/ 
humans due to anthropogenic advance on natural 
environments. The aim of this revision article was to compile 
parasitological, serological and molecular reports of the genera 
Sarcocystis, Toxoplasma, Neospora and Cryptosporidium 
present in wild animal species in Argentina. A total of 48 
papers that analyzed studies of apicomplexan protozoa in wild 
species of rodents, canids, cervids, marsupials, primates, South 
American camelids, cingulates, felids, mustelids, suines, 
herpestids, lagomorphs, psittaciform birds and geconids were 
selected. The most reported parasitic genus in provinces of 
Argentina was Sarcocystis, followed by T. gondii, N. caninum 
and finally Cryptosporidium. The free-living or captive state 
and the ethological habits of wild animals, among other 
factors, influenced the dynamics of parasite-host interactions 
and the presence of these infections. 
 
Keywords: Apicomplexan protozoans, wild animals, 
Argentina. 
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Introducción 

 

Las familias Sarcocystidae y Cryptosporidiidae agrupan a protozoarios de 
vida endocelular obligada que poseen un complejo apical como herramienta 
vital para la invasión de las células hospedadoras. Diversos vertebrados 
actúan como hospedadores de estos apicomplejos, incluido el ser humano 
para algunas especies de estos protozoarios (Dubey et al., 2015a, 2017; 
Dubey, 2022; Xiao & Feng, 2008). Los géneros Sarcocystis, Toxoplasma y 
Neospora (Familia Sarcocystidae) poseen ciclos de vida heteroxenos con 
participación de hospedadores definitivos (HD) e intermediarios (HI). En 
los HD ocurre la gametogonia con liberación de ooquistes al ambiente 
mientras que en los HI ocurre la merogonia con la formación de quistes 
tisulares. Los ooquistes adquieren capacidad infectante tras el proceso 
denominado esporogonia, la cual puede ocurrir dentro del intestino del HD 
(Sarcocystis sp.) o en el ambiente bajo determinadas condiciones de 
humedad y temperatura (Toxoplasma gondii, Neospora caninum) (Dubey 
et al., 2015a, 2017; Dubey, 2022). Los HD varían según la especie de 
Sarcocystis (Dubey et al., 2015a) mientras que los HD para T. gondii son los 
félidos domésticos (Felis catus) y silvestres (Dubey, 2022) y para N. caninum 
los cánidos domésticos (Canis lupus familiaris) y especies silvestres como el 
coyote (Canis latrans), el lobo gris (Canis lupus lupus) y el dingo australiano 
(Canis lupus dingo) (Campero et al., 2023; Dubey et al., 2017). 
Cryptosporidium spp. presentan un ciclo de vida monoxeno donde la 
merogonia, la gametogonia y la esporogonia ocurren a nivel del intestino en 
un único hospedador, eliminando ooquistes infectantes al medio ambiente 
(Xiao & Feng, 2008). La ingestión de ooquistes a través del agua o 
alimentos es una vía de transmisión horizontal que comparten los cuatro 
parásitos, y en el caso de las infecciones por Sarcocystis spp., T. gondii. N. 
caninum también se producen por el consumo de quistes tisulares. 
Toxoplasma gondii, N. caninum y menos frecuentemente Sarcocystis spp. 
también presentan una vía de transmisión vertical, en la cual la madre 
transmite la infección al feto a través de la placenta (Dubey et al., 2017, 
2022; Moré et al., 2009). 

El impacto económico en la producción agropecuaria y las afecciones en 
seres humanos y animales domésticos producidas por estas parasitosis han 
motivado inicialmente su estudio, con énfasis en la interacción parásito-
hospedador (Campero et al., 2023; De Felice et al., 2020; Dubey et al., 
2015a; Gos et al., 2017). Actualmente se conoce que los ambientes naturales 
han cobrado un rol preponderante en el desarrollo biológico de estos 
protozoarios a través de la existencia de ciclos silvestres (Almería, 2013; 
Carme et al., 2009; Seltmann et al., 2020). La salud ambiental, compuesta 
por la integridad ecológica y la funcionalidad ambiental, influye 
directamente sobre la interacción patógeno-hospedador (Equihua et al., 
2014; Sánchez-González, 2021). Las actividades antropogénicas que 
degradan los ecosistemas repercuten negativamente sobre su salud, 
afectando las características de los ambientes y la distribución de las 
poblaciones silvestres (Dos Santos et al., 2022; VanWormer et al., 2013; 
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Yan et al., 2016). La presencia de especies silvestres exóticas representa 
nuevos potenciales hospedadores para estos protozoarios, favoreciendo de 
este modo la permanencia y dispersión de los apicomplejos en el ambiente 
que habitan (Dunn & Hatcher, 2015; Hulme, 2014). La salud humana, 
animal y ambiental se encuentran interrelacionadas y son 
interdependientes entre sí, como refiere el concepto de Una Salud 
(Destoumieux-Garzón et al., 2018), por ello es importante conocer el 
estatus sanitario ambiental ya que advierte sobre los riesgos a los que se 
encuentran expuestos personas y animales (Carme et al., 2009). La fauna 
silvestre refleja el hábitat en el que vive permitiendo a través de su estudio 
determinar la presencia de microorganismos de importancia sanitaria en 
ambientes naturales (Destoumieux-Garzón et al., 2018). 

La detección de agentes infecciosos en poblaciones silvestres se realiza 
por medio de monitoreos sanitarios (Mörner et al., 2002). La elección de 
los métodos diagnósticos para el estudio de estas parasitosis depende en 
gran medida de la disponibilidad de la muestra. Las técnicas parasitológicas 
permiten la observación de las formas parasitarias presentes en muestras 
de tejidos, fluidos, sangre, orina y/o materia fecal, las técnicas serológicas 
evidencian la presencia de anticuerpos específicos demostrando el contacto 
patógeno-hospedador y las técnicas moleculares detectan el ADN 
parasitario presente en diversos tejidos siendo posible su genotipificación. 
El objetivo del presente trabajo fue recopilar información sobre estudios 
parasitológicos, serológicos y moleculares de Sarcocystis spp., T. gondii, N. 
caninum y Cryptosporidium spp. en especies silvestres en Argentina. 

 
 

Materiales y métodos 

 

Se realizó la búsqueda bibliográfica en las siguientes plataformas: PubMed, 
Scielo, Google Scholar, ResearchGate, utilizando las palabras claves: 
apicomplexan parasites/parásitos apicomplejos, wildlife/fauna silvestre, free 
running, Argentina. 
Se utilizaron las siguientes pautas de selección de trabajos: 

 

1. Se incorporaron todos aquellos estudios publicados hasta el mes de 
octubre de 2023. 

2. Se tomaron como válidos únicamente los reportes sobre especies 
silvestres, entiéndase como aquellas no domésticas, pudiendo ser 
nativas o exóticas, de vida libre o en cautiverio presentes en el 
territorio argentino. 

 

Los trabajos recopilados fueron 48 y se agruparon según el género 
parasitario reportado. Para el análisis se consideraron las provincias donde 
se realizaron los estudios, las especies animales clasificándolas como de 
vida libre, en cautiverio, nativo y exótico, su rol como HD y/u HI, el número 
de individuos muestreados y las técnicas parasitológicas, serológicas y 
moleculares utilizadas. 
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Resultados 

 

El 48% (11/23) de las provincias argentinas registran al menos un estudio de 
protozoarios apicomplejos (PA) evaluados en la presente revisión. La 
provincia de Buenos Aires es la única donde se ha detectado la presencia de 
los cuatro géneros parasitarios estudiados. El noroeste argentino (NOA), 
Formosa, Misiones, Córdoba, Santa Fe y Tierra del Fuego hasta el momento 
no han presentado estudios sobre estos apicomplejos en especies silvestres. El 
género Sarcocystis se detectó en el 91% (10/11) de las provincias con registros 
de PA, T. gondii en el 36% (4/11) y N. caninum y Cryptosporidium spp. en el 
18% (2/11) (Figura 1). 
 

 
Figura 1. Cantidad de géneros de protozoarios apicomplexa (PA) 
reportados por provincia en Argentina 

 
 

Se analizaron especies silvestres de roedores, cánidos, cérvidos, 
marsupiales, primates, camélidos sudamericanos, cingulados, félidos, 
mustélidos, suinos, herpéstidos, lagomorfos, aves psitaciformes y gecónidos. 

 
 

Familia Sarcocystidae 
 
Sarcocystis spp. 
 
 

Se recopilaron cuatro trabajos científicos referidos a la presencia de Sarcocystis 
spp. en HD silvestres y 13 sobre en HI de Sarcocystis spp. presentes en Argentina 
(Tabla 1). 

 



Runco et al., Protozoos apicomplejos en animales silvestres 

 

 

6 

 

 
Tabla 1. Hospedadores silvestres de Sarcocystis spp. reportados en Argentina 

 

 
VL: Vida libre. C: Cautiverio. N: Nativo. E: Exótico. HD: Hospedador definitivo. HI: 
Hospedador intermediario. N: Número de indivíduos muestreados. EMD: Examen 
microscópico directo. OM: Observación macroscópica. HE: Hematoxilina eosina (técnica 
histológica). TEM: Microscopía electrónica de transmisión. IHQ: Inmunohistoquímica. 
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La comadreja overa (Didelphis albiventris) ha sido reportada como HD de S. 

falcatula, S. speeri y S. neurona en la provincia de Buenos Aires. El zorro gris 
pampeano (Lycalopex gymnocercus) se ha identificado como HD de S. cruzi, S. 
albifronsi, S. anasi, S. tenella, S. miescheriana, y como HI de S. svanai. Según 
reportes locales, en total se detectaron quistes tisulares de al menos ocho 
especies de Sarcocystis, S. taeniata, S. grueneri, S. tarandivulpes, S. mehlhorni, 
S. linearis, S. venatoria, S. ibérica, S. wapití) en cuatro especies de cérvidos 
(Hippocamelus bisulcus, Pudu puda, Blastocerus dichotomus, Cervus elaphus) 
y otras dos especies (S. aucheniae y S. masoni) en guanacos (Lama guanicoe), 
teniendo a cánidos como HD en sus ciclos. Los trabajos realizados en roedores 
demostraron que actúan como HI en el ciclo biológico de al menos 11 especies 
de Sarcocystis .S. dispersa, S. mucosa, S. lutrae, S. strixi, S. singaporensis, S. 
zuoi, S. nesbitti, S. attenuati, S. masoni, S. tarandi,S. canis); contrariamente a lo 
reportado en cérvidos y camélidos sudamericanos no todas las Sarcocystis spp. 
comparten el mismo HD, mencionándose como HD a cánidos, serpientes y aves. 
En jabalíes (Sus scrofa) se detectó la presencia de quistes tisulares de las 
especies S. suihominis, S. miescheriana. Por medio de técnicas histológicas se 
observaron quistes tisulares de Sarcocystis spp. en tejido muscular de piche 
(Zaedyus pichiy). También se reportó la presencia de esquizontes de S. 
falcatula, S. speeri y S. neurona en hígado, pulmón y corazón de aves psitácidas 
en el único estudio realizado con individuos en cautiverio. 

 
 

Toxoplasma gondii 

Se recopilaron 16 trabajos referidos a la presencia de HI silvestres de T. gondii 
en Argentina (Tabla 2). 

Un estudio realizado en gato montés (Leopardus geoffroyi) detectó 
anticuerpos anti T. gondii. Se identificaron genotipos no clonales en mono 
ardilla (Saimiri boliviensis), wallabies (Macropus rufogriseus), rata negra 
(Rattus rattus) y rata noruega (R. norvegicus). El genotipo clonal II se 
encontró en canguro gris (Macropus giganteus) y el tipo III en canguro rojo 
(Macropus rufus) y suricata (Suricatta suricatta), siendo este el primer 
reporte de T. gondii en esta especie. Los reportes serológicos evidenciaron el 
contacto hospedador- parásito en especies exóticas (wallabies, ciervo axis 
(Axis axis), ciervo colorado, jabalí, rata negra, rata noruega, laucha doméstica 
(Mus musculus), visón americano (Neogale vison)) y nativas (peludo 
(Chaetophractus villosus), gato montés, zorro colorado (Lycalopex culpaeus) y 
zorro gris pampeano (L. gymnocercus). No se detectaron anticuerpos anti T. 
gondii en liebre europea (Lepus europaeus) ni en aguara guazú (Chrysocyon 
brachyurus). La totalidad de las especies en cautiverio y el 90% de aquellas de 
vida libre resultaron positivos al análisis molecular y/o serológico. 
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Tabla 2. Hospedadores silvestres de Toxoplasma gondii reportados en Argentina 

 

VL: Vida libre. C: Cautiverio. N: Nativo. E: Exótico. HD: Hospedador definitivo. HI: 
Hospedador intermediario. N: Número de individuos muestreados. IFI: 
Inmunofluorescencia indirecta. HAI: Hemoaglutinación indirecta. nPCR: Nested PCR. 
RFLP: polimorfismo de longitud de fragmentos de restricción. ELISA: Enzima 
inmunoensayo. HE: Hematoxilina eosina. IHQ: Inmunohistoquímica. MAT: Test de 
aglutinación modificada. 
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Neospora caninum 

Se recopilaron 10 trabajos referidos a la presencia de HI silvestres de N. 
caninum en Argentina (Tabla 3). 

 

Tabla 3. Hospedadores silvestres de Neospora caninum reportados en Argentina 

 

 
VL: Vida libre. C: Cautiverio. N: Nativo. E: Exótico. HD: Hospedador definitivo. HI: 
Hospedador intermediario. N: Número de individuos muestreados. IFI: 
Inmunofluorescencia indirecta. ELISA-c: Enzima inmunoensayo de competencia. MSLT: 
Tipificación multilocus de secuencias de microsatélites 

 
 

Se aisló e identificó la cepa NC-Axis a partir de un ciervo axis. La detección 
molecular de N. caninum se realizó en especies nativas (zorro gris pampeano) y 
exóticas (ciervo axis). Se evidenció la presencia de anticuerpos anti-N. caninum 
en especies nativas (zorro colorado y zorro gris pampeano) y exóticas (ciervo 
axis, ciervo colorado, liebre europea, laucha doméstica, visón americano). Las 
especies exóticas rata negra y rata noruega no presentaron anticuerpos anti-N. 
caninum, tampoco fue detectado su ADN. La totalidad de las especies en 
cautiverio y el 77% de las especies de vida libre resultaron positivas al análisis 
molecular y/o serológico. 
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Familia Cryptosporidiidae 

Cryptosporidium spp. 

Se recopilaron cinco trabajos referidos a la presencia de hospedadores silvestres 
de Cryptosporidium spp. en Argentina (Tabla 4). 

 
 

Tabla 4. Hospedadores silvestres de Cryptosporidium spp. reportados en Argentina 

 

 
VL: Vida libre. C: Cautiverio. N: Nativo. E: Exótico. N: Número de individuos 
muestreados. nPCR: Nested PCR. IFD: Inmunofluorescencia directa. 

 
 

Únicamente el caso reportado por Dellarupe et al. (2016) logró identificar a C. 
saurophilum en el gecko leopardo (Eublepharis macularius). La totalidad de los 
reportes aplicaron técnicas parasitológicas para la observación de ooquistes. 
Resultaron positivas a la examinación microscópica especies nativas (mono caí 
negro (Sapajus nigritus), mono carayá (Alouatta caraya)) y exóticas (cobayo 
(Cavia porcellus), chimpancé (Pan troglodytes), hamadríade (Papio hamadryas), 
mono araña (Ateles paniscus), mono saimiri (S. boliviensis), rata noruega, gecko 
leopardo). Todas las especies en cautiverio y el 50% de aquellas de vida libre 
presentaron ooquistes de Cryptosporidium. 

 
 

Discusión 

Los reportes de Sarcocystis spp., T. gondii, N. caninum y Cryptosporidium spp. en 
poblaciones silvestres de especies nativas y exóticas de Argentina evidencian su 
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presencia en el ambiente y la existencia de ciclos silvestres, los cuales 
presumiblemente contacten con animales domésticos y seres humanos debido al 
avance antropogénico sobre los ambientes naturales. El género Sarcocystis fue el 
más reportado entre las provincias con registros de PA en fauna silvestre, con 
una distribución de norte a sur (desde la provincia de Santiago del Estero hasta 
la provincia de Santa Cruz). A su vez, los estudios recopilados evidenciaron una 
distribución centro-sur de T. gondii y N. caninum, y centro-norte de 
Cryptosporidium spp. Presumiblemente, la distribución de PA reflejada podría 
deberse a que el norte argentino no cuenta con las condiciones de temperatura 
(20-30°C) y humedad (60-80%) más favorables para la esporulación de 
ooquistes de T. gondii y N. caninum y a su vez, que los ooquistes de Sarcocystis 
spp. y Cryptosporidium spp. no son influenciados por las condiciones 
ambientales debido a que esporulan dentro del hospedador (Dubey et al., 
2015a; Xiao & Feng, 2008). Esto no significa que T. gondii y N. caninum no 
tengan circulación en el norte del país, como lo demuestra un estudio reciente 
en hatos caprinos de la provincia de Salta, donde se detectó una seroprevalencia 
de 34,3% para T. gondii y 64% para N. caninum, que se relacionó al manejo de los 
animales (Basset et al., 2024). En la provincia de Misiones no hay información 
respecto a la interacción PA-fauna silvestre, sin embargo, se ha detectado la 
presencia de T. gondii en materia fecal de felinos silvestres del bosque atlántico 
en Brasil, ecorregión a la cual también pertenece Misiones, por lo cual es 
probable el contacto entre los apicomplejos y las especies silvestres para esta 
región argentina (Bolais et al., 2022). La información sanitaria obtenida a partir 
de especies silvestres que presentan un amplio rango de distribución es valiosa 
como registro de referencia para otras áreas donde aún no han sido estudiadas 
estas parasitosis en animales silvestres. 

Las especies de marsupiales, la mayoría de los primates y cérvidos, los 
herpéstidos, las aves psitaciformes y los gecónidos estudiados eran ejemplares 
en cautiverio y todos presentaron resultados positivos para los PA analizados. El 
cautiverio puede ser un factor estresante e influir negativamente en el estatus 
inmunitario favoreciendo la infección, en el caso de encontrarse los PA 
presentes en el ambiente (Fischer & Romero, 2019). A su vez, otros factores 
como la higiene del recinto, la presencia de HD en cercanías y la carga 
parasitaria ingerida, favorecen la infección por PA. En cambio, la detección de 
ADN o anticuerpos en ejemplares de vida libre refiere a la presencia de estos 
protozoarios en el hábitat natural, evidenciando la existencia de ciclos silvestres. 
El éxito en la obtención de muestras de individuos de vida libre es variable ya 
que depende de su abundancia poblacional, el acceso a los sitios de muestreo, la 
época del año, las condiciones climáticas y el azar propio de la captura de 
ejemplares. Tal como se refleja en la presente revisión, la mayor cantidad de 
trabajos están orientados al estudio de especies abundantes y de pequeño 
tamaño, como los roedores, debido a que dichos factores facilitan su 
manipulación. Otra fuente de obtención de muestras es el hallazgo de 
ejemplares muertos o cedidos por cazadores, permitiendo el estudio de 
ejemplares de mayor porte y/o difícil captura como son los cérvidos, cánidos, 
suinos, entre otros (Muñoz-García et al., 2016). Los tamaños muestrales de 
trabajos realizados en especies silvestres de vida libre tienden a ser limitados 
respecto a estudios realizados en especies domésticas debido a la cantidad y 
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disponibilidad de ejemplares. La escasez de información disponible sobre PA en 
especies silvestres en parte también podría deberse a la tendencia de publicar 
únicamente resultados positivos. 

 
 

PA en mamíferos, aves y reptiles silvestres 
 

PA en roedores 
 

Los estudios realizados en roedores reportan especies exóticas (M. musculus) y 
nativas (O. rufus, N. lasiurus, A. azarae, O. flavescens, L. maximus) que actúan 
como HI de Sarcocystis spp. Entre estos roedores se identificaron quistes de 
Sarcocystis sp. (HD: cánidos), S. dispersa (HD: ave estrigiforme), S. mucosa (HD: 
marsupial), S. lutrae (HD: mustélidos), S. strixi (HD: ave estrigiforme), S. 
singaporensis (HD: serpiente), S. zuoi (HD: serpiente), S. nesbitti (HD: 
serpiente), S. attenuati (HD: serpiente), S. masoni(HD: cánidos), S. tarandi (HD: 
cánidos) y S. canis (HD: cánidos) (Bentancourt Rossoli et al., 2023; Canova et al., 
2023). Estos hallazgos evidencian ciclos silvestres de los cuales participan 
diversos HD debido a la amplia distribución en el territorio argentino que 
caracterizan a los roedores mencionados, incluso asociándose algunas especies a 
áreas urbanas y periurbanas. No se observaron quistes tisulares de Sarcocystis 
spp. en ejemplares de laucha de campo (C. laucha), ratón maicero (C. musculinus), 
rata negra y rata noruega (Bentancourt Rossoli et al.,2023). Esto podría 
relacionarse con las características etológicas de las especies de roedores, las 
cuales si bien son relevantes para el desarrollo de la infección por Sarcocystis 
spp., no es posible concluir su impacto debido a los limitados estudios. Los 
roedores identificados como HI de Sarcocystis spp. presentan hábitos terrestres 
y dieta omnívora, a excepción de L. maximus cuya dieta es a base de granos y 
hojas. Por lo que es relevante continuar analizando las poblaciones de roedores 
de diferentes regiones para evaluar el impacto del comportamiento de la especie 
en este tipo de infección. 

Toxoplasma gondii ha sido detectado molecularmente en la laucha doméstica, 
a su vez se han logrado identificar dos genotipos en rata negra y rata noruega, 
tratándose de ejemplares crónicamente infectados. Bernstein et al. (2018) 
analizaron las relaciones filogenéticas de los genotipos de T. gondii reportados en 
Argentina, agrupando al genotipo no clonal Rat1Arg y al semejante a clonal tipo 
III Rat2Arg junto con aquellos que presentaron una predominancia de alelos 
tipo III, infiriendo que la virulencia en modelo de ratón de estos genotipos 
locales es similar a la descripta para el linaje tipo III. La seroprevalencia hallada 
es mayor a la prevalencia obtenida por el análisis molecular de muestras de 
cerebro de roedores sinantrópicos, evidenciando el contacto de los individuos 
con T. gondii y observándose una correlación de mayor título serológico con 
mayor carga parasitaria en los tejidos (Dellarupe et al., 2019). 

No se detectó ADN de N. caninum en las muestras de roedores múridos 
evaluados, sin embargo, la seroprevalencia obtenida fue de 1,3% en laucha 
doméstica por la técnica de IFI (Inmunofluorescencia indirecta) y con título de 
1/50, indicando una baja circulación del protozoario entre los individuos 
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analizados. Trabajos internacionales reportaron una prevalencia de N. caninum 
de 10% en laucha doméstica, 30% en rata noruega en Estados Unidos (Jenkins 
et al., 2007), 3,6% en rata noruega en Taiwán (Huang et al., 2004), 0% en rata 
negra en Italia (Zanet et al., 2023; 2014), 0% en las tres especies de múridos en 
Brasil (Muradian et al., 2012). La seroprevalencia de N. caninum obtenida a 
partir de estudios realizados en Brasil y Taiwán fue de 5,1% en rata negra y 
16,4% en rata noruega, respectivamente (Huang et al., 2004; Lima et al., 2019). 
A pesar de observarse una mayor seroprevalencia en los roedores capturados en 
granjas ganaderas de Taiwán, donde presumiblemente los ejemplares se 
alimentarían de restos de bovinos infectados, por sobre aquellos capturados en 
zonas urbanas ambos trabajos refirieron que los títulos serológicos obtenidos 
fueron bajos con valores de 1:20 por la técnica de NAT (test de aglutinación para 
Neospora) (Lima et al., 2019) y 1:50 a 1:100 por la técnica de IFI (Huang et al., 
2004). Se estima que la circulación de N. caninum en roedores es predominante 
en áreas con presencia de HI como sucede en las explotaciones ganaderas. 

Estudios parasitológicos realizados en rata noruega evaluaron la existencia de 
ooquistes compatibles con Cryptosporidium spp., obteniendo una prevalencia de 
50,3%. Los ejemplares de rata noruega pertenecían a áreas urbanas de alta 
densidad poblacional de la provincia de Buenos Aires (Hancke et al., 2020). El 
gran número y diversidad de hospedadores que comparten un mismo ambiente 
(personas y animales) favorece el contacto entre los roedores y las formas 
infectantes de Cryptosporidium spp. 

 
 

PA en cánidos 
 

Se ha detectado la presencia de ooquistes de Sarcocystis spp. en materia fecal de 
zorro gris pampeano, el cual actúa como HD de especies prevalentes en aves (S. 
albifronsi) y animales de producción, siendo estas S. cruzi (HI: bovinos), S. 
miescheriana (HI: suinos), S. tenella (HI: ovinos) (Feng et al., 2023; Helman et 
al., 2024; Moré et al., 2011; Scioscia et al., 2017a). No obstante, también se ha 
reportado que participa como HI en el ciclo biológico de S. svanai del cual aún se 
desconoce su HD (Scioscia et al., 2017b). Si bien los ejemplares analizados 
provenían de la provincia de Buenos Aires, este cánido se encuentra 
ampliamente distribuido a lo largo del territorio argentino (excepto en la 
provincia de Misiones), lo cual favorece su encuentro con otras especies 
animales, tanto silvestres como domésticas, y diversos patógenos, entre ellos 
protozoarios apicomplejos (Luengos Vidal et al., 2019). No se detectaron 
anticuerpos anti T. gondii en muestras de suero de aguara guazú (C. brachyurus) 
(Orozco et al., 2014), contrariamente las dos especies de zorros evaluadas 
demostraron seroprevalencias de 39,2% (zorro colorado) y de 14,3-26,6% (zorro 
gris pampeano), evidenciando la presencia del apicomplejo en la región 
patagónica y pampeana (Fuchs et al., 2007; Martino et al., 2004). 

Respecto a la prevalencia y genotipos de T. gondii presentes en las especies de 
zorro mencionadas no se han realizado estudios locales, sin embargo, 
internacionalmente se reportaron prevalencias de 51%, 23,9% y 18,8% en zorro 
rojo (Vulpes vulpes) en España (Calero-Bernal et al., 2015), Italia (Dakroub et 
al., 2023) y Bélgica (De Craeye et al., 2011), respectivamente y de 7,9% en zorro 
ártico (Vulpes lagopus) en China (Zhang et al., 2016). Se han identificado en 
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zorro ártico los genotipos clonales tipo II en Noruega (Prestrud et al., 2008) y 
en China tipo I y Chinese 1 (#9) (Zhang et al., 2016), en zorro rojo los genotipos 
clonales tipo I, II, III y no clonal en España (Calero-Bernal et al., 2015) y en 
zorro cangrejero (Cerdocyon thous) proveniente de Brasil un genotipo no clonal 
(de Almeida et al., 2017), respetando los genotipos predominantes para cada 
continente. Según el análisis filogenético realizado por Bernstein et al. (2018) 
sería esperable que los genotipos circulantes de T. gondii en las especies 
autóctonas de zorros en Argentina sean no clonales. 

Se ha detectado en zorro gris pampeano ADN de N. caninum en el 74% de las 
muestras de cerebro analizadas, confirmando su participación como HI en el 
ciclo biológico del apicomplejo (Scioscia et al., 2022). También estudios locales 
han reportado seroprevalencias de N. caninum del 60,7% y 35,7% para 
poblaciones de zorro colorado y zorro gris pampeano de la provincia de Santa 
Cruz, resultando ser mayores a las observadas para T. gondii en las mismas 
poblaciones (Martino et al., 2004). Ejemplares de zorro gris pampeano de la 
provincia de La Pampa presentaron una seroprevalencia del 9,8% (Fuchs et al., 
2007), menor a la obtenida para T. gondii y a la prevalencia exhibida en muestras 
de cerebro por los ejemplares de la misma especie provenientes de las 
provincias de Buenos Aires y Córdoba (Scioscia et al., 2022). Posiblemente, las 
diferencias observadas entre provincias de una misma región (Pampa húmeda) 
con respecto al contacto de N. caninum con especies silvestres esté asociado al 
tipo de producción ganadera que se realiza mayormente, siendo predominante 
la producción lechera en la provincia de Córdoba y la producción cárnica en la 
provincia de La Pampa, donde se observaron mayores seroprevalencias en el 
ganado lechero que en bovinos destinados a la producción de carne (Campero et 
al., 2023; Fuchs et al., 2007; Scioscia et al., 2022). 

 
 

PA en cérvidos 
 

A partir de muestras de tejido muscular de cérvidos presentes en Argentina, se 
detectaron las siguientes especies de Sarcocystis. S. grueneri . S. taeniata 
(ciervo colorado), S. taradinvulpes, S. melhorni. Sarcocystis sp. (huemul), S. 
taeniata, Sarcocystis sp., S. linearis, S. venatoria y S. ibérica (pudu), S. 
grueneri, S. tarandivulpes,Sarcocystis sp., S. wapiti (ciervo de los pantanos) 
(Berra et al., 2023; Reissig et al., 2016, 2020). A excepción de S. taeniata (HD: 
desconocido), para las restantes especies los cánidos actúan como HD. Las 
muestras pertenecían a ejemplares de vida libre de la región patagónica (ciervo 
colorado, huemul, pudu) y de las provincias de Buenos Aires y Corrientes 
(ciervo de los pantanos), evidenciando a través de estos resultados la presencia 
de las especies de Sarcocystis mencionadas en ambientes naturales. Tanto los 
cérvidos nativos (huemul, pudu y ciervo de los pantanos) como exóticos (ciervo 
colorado) cohabitan con el ganado doméstico, sin embargo, no hay reportes 
locales que indiquen que comparten las mismas especies de Sarcocystis, siendo 
S. cruzi la más prevalente en el ganado bovino de Argentina y utilizando 
también a cánidos como HD (Moré et al., 2011). No hay información disponible 
sobre esta parasitosis en el ganado doméstico de la región patagónica, 
principalmente ovino, por ende, aún no se sabe silos cérvidos y rumiantes 
domésticos participan del mismo ciclo biológico de Sarcocystis. Ejemplares de 
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ciervo colorado pertenecientes a un coto de caza de la región pampeana 
presentaron una seroprevalencia del 73,7% para T. gondii y de 31,4% a 66,7% 
para N. caninum (Soler et al., 2021; 2022). Comparativamente los valores de 
seroprevalencia reportados en ganado bovino de la misma región fueron 
mayores a los detectados en ciervo colorado (91% para T. gondii y 73% para N. 
caninum), sin embargo, respetan la proporción observada entre las 
seroprevalencias de los cérvidos mencionados (Moré et al., 2008a). 

Basso et al. (2014) describieron un caso de neosporosis fatal en un neonato 
de ciervo axis en cautiverio, presentando el rebaño de ciervos una 
seroprevalencia (94,4% para N. caninum y 55,5% para T. gondii) distinta e 
inversa a las descriptas previamente por Soler et al. (2021) y Moré et al. 
(2008a). Los estudios moleculares realizados en crías de ciervo axis permitieron 
detectar y caracterizar la cepa argentina de N. caninum identificada como NC-
Axis. 

 
 

PA en marsupiales y aves 
 

Localmente, se ha identificado a la comadreja overa (D. albiventris) como HD de 
Sarcocystis neurona (HI: felinos, zorrinos, nutrias, mapache; Hospedador 
aberrante: equinos), S. falcatula (HI: aves passeriformes, psittaciformes, 
columbiformes, strigiformes y falconiformes) y S. speeri (Dubey et al., 1999; 
2000; 2015a; 2015b; Moré et al., 2016a). Si bien para S. speeri se desconoce su 
HI, se ha detectado el ADN de esta especie y el de S. neurona y S. falcatula en 
tejidos de psitácidos en cautiverio de la provincia de Buenos Aires (Origlia et al., 
2022). En Argentina no se ha estudiado la infección de aves silvestres de vida 
libre por las especies de Sarcocystis mencionadas, sin embargo, en Estados 
Unidos se reportó un caso de infección natural de S. neurona en dos especies de 
águilas (Haliaeetus leucocephalus, Aquila chrysaetos) a través del cual se demostró 
la existencia de un ciclo silvestre (Wünschmann et al., 2010). 

Se reportaron casos de toxoplasmosis fatal en ejemplares de wallabies (M. 
rufogriseus), canguro gris (M. giganteus) y canguro rojo (M. rufus) pertenecientes 
a un zoológico de Argentina. El análisis molecular evidenció la presencia de 
genotipos clonal tipo III en canguro rojo y no clonal en wallabies y canguro gris 
(Basso et al., 2007; Moré et al., 2010). En cambio, marsupiales de vida libre en 
Australia exhibieron una seroprevalencia de 15,5% y genotipos de T. gondii 
clonales tipo I, III y variantes de tipo II, mayormente sin presentar signología 
clínica (Dubey et al., 2021a). Las diferentes presentaciones de T. gondii en dichas 
especies de marsupiales se deben a que los genotipos clonales presentes en 
Australia con baja dosis de infección en modelo de ratón presentan una 
virulencia menor a la observada para los genotipos no clonales sudamericanos. 
A su vez, que la susceptibilidad hacia T. gondii varía según el hospedador 
infectado, siendo los marsupiales australianos los más afectados (Saraf et al., 
2017). 
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PA en primates 
 

Se reportó un caso de toxoplasmosis fatal en mono ardilla que se encontraba en 
cautiverio en el zoológico de La Plata, Argentina, detectándose al genotipo 
actuante como no clonal en muestras de cerebro (Pardini et al., 2015). En 
Portugal se reportó el caso de otro ejemplar de mono ardilla en cautiverio del 
zoológico de Lagos que murió con un cuadro de toxoplasmosis aguda producida 
por una variante no clonal relacionada con el genotipo tipo II, el cual es 
predominante en Europa (Salas-Fajardo et al., 2023). Los casos reportados 
ocurrieron en individuos en cautiverio, pudiendo esta condición estar asociada a 
situaciones estresantes y a una higiene deficiente del recinto, favoreciendo la 
infección por los protozoarios presentes en el ambiente (Salas-Fajardo et al., 
2023; Saraf et al., 2017). Es escasa la información disponible sobre la 
circulación de T. gondii en ejemplares de primates del nuevo mundo, entre los 
que se encuentra el mono ardilla, ya que tienen una mayor susceptibilidad a T. 
gondii en comparación con otros primates, pero la probabilidad de infección es 
menor, debido a su comportamiento arborícola, presentando una mayor 
seropositividad aquellos individuos en cautiverio (Dubey et al., 2021b). 

La infección por Cryptosporidium se ha detectado en primates en cautiverio 
en Argentina. Se reportó la presencia de ooquistes en extendidos de materia 
fecal en el 100% (caí, mono araña, mono carayá) y 50% (chimpance, 
hamadríade, mono carayá, mono saimiri) de ejemplares en cautiverio (Servián 
et al., 2020; Venturini et al., 2006). En cambio, muestras de materia fecal 
obtenidas a partir de monos carayá de vida libre resultaron negativas a la 
observación microscópica (Kowalewski et al., 2011). Estudios realizados en 
primates de vida libre de la Amazonía peruana detectaron al examen 
microscópico de Cryptosporidium spp. un 5% de positividad en ejemplares de tití 
bigotudo (Saguinus mystax) y 0% en ejemplares de tití ensillado (Saguinus 
nigrifrons) y tití cobrizo (Callicebus cupreus), todas ellas especies arborícolas (West et 
al., 2013). En cambio, en chimpancés de Tanzania, los cuales presentan un 
comportamiento arbóreo y terrestre, se observó una prevalencia de 8,9% 
(Gonzalez-Moreno et al., 2013). Por su parte, la prevalencia observada en mono 
tití y mono araña, especies arborícolas en cautiverio en un parque municipal de 
Brasil fueron del 50% y 60%, respectivamente. En este estudio se identificaron 
diferentes genotipos de C. parvum, especie zoonótica presente en la materia fecal 
analizada (Snak et al., 2019). Los hábitos comportamentales de la especie 
evaluada, el contacto estrecho con poblaciones humanas y/o especies 
domésticas y la existencia de factores estresantes, influyen directamente en la 
infección de los protozoarios apicomplejos mencionados en primates. 

 
 

PA en camélidos sudamericanos 
 

Las especies de Sarcocystis descritas en camélidos sudamericanos se dividen en 
productoras de quistes macroscópicos (S. aucheniae) y microscópicos (S. 
masoni), ambas especies utilizan a cánidos como HD (Moré et al., 2016b). El 
consumo humano de carne cruda con quistes de S. aucheniae puede producir 
problemas digestivos y respiratorios como consecuencia de la acción de la toxina 



Analecta Veterinaria, 2024, vol. 44, e091, ISSN -E: 1514-2590 

 

17 

 

sarcocistina (Dubey et al., 2015a; Romero et al., 2017; Saeed et al., 2018). S. 
aucheniae a través de la producción de quistes macroscópicos afecta la calidad 
organoléptica de la carne e impacta negativamente en el comercio regional 
(Moré et al., 2008b). En Argentina se han identificado a S. aucheniae, S. 
masoni en músculo esquelético de guanacos de vida libre de la región patagónica 
(Beldomenico et al., 2003; Moré et al., 2016b; Regensburger et al., 2015). La 
ganadería de altura tiene a la cría de llama (Lama glama), camélido 
sudamericano doméstico, como principal actividad y los estudios en llamas de la 
provincia de Jujuy mostraron seroprevalencias de 77% a 92.5% y 77% a 96% 
para S. cruzi y S. aucheniae, respectivamente (Moré et al., 2008b; Romero et al., 
2017). A su vez, en Bolivia se detectó una prevalencia mínima de 23,4% y 
máxima de 50,3% de quistes macroscópicos de S. aucheniae, observados en 
carcasas de llamas (Rooney et al., 2014). La presencia de anticuerpos anti S. 
cruzi, evidencian el contacto de estas especies de Sarcocystis con los ejemplares 
de llama evaluados. Los camélidos silvestres (guanacos) analizados no 
presentaron quistes correspondientes a S. cruzi, presumiblemente por no haber 
sido criados junto con el ganado bovino, siendo este el principal HI. Sin 
embargo, no se realizó un análisis serológico por lo cual no se descarta un 
posible contacto. Es necesario continuar con futuros estudios sobre las especies 
de Sarcocystis presentes en camélidos sudamericanos para determinar su 
prevalencia e impacto en las poblaciones silvestres y domésticas. 

 
 

PA en cingulados 
 

El 10,3% de los cortes histológicos de músculos esqueléticos de piche 
provenientes de la provincia de Mendoza, contenían estructuras compatibles 
con quistes del género Sarcocystis (Superina et al., 2009). Otra especie de 
armadillo, la mulita grande (Dasypus novemcinctus), ha sido descripto como HI 
de Sarcocystis. Entre ellas se encuentran S. neurona (HD: comadreja) (Cheadle 
et al., 2001), S. dasypi (HD: desconocido) y diminuta (HD: desconocido) 
identificadas en músculo de ejemplares de Estados Unidos (DeLucia et al., 2002) y 
Brasil (Arenales et al., 2021), y S. neurona (HD: comadreja), S. falcatula (HD: 
comadreja) y S. felis (HD: félidos) detectadas en hígado de ejemplares 
provenientes de Brasil (Richini-Pereira et al., 2016). Debido a su dieta 
omnívora, la amplia distribución en el territorio argentino, desde la provincia de 
La Rioja hasta el Estrecho de Magallanes, y los hallazgos reportados por Superina 
et al. (2009) el piche presumiblemente participa como HI en ciclos silvestres de 
diferentes especies de Sarcocystis de forma similar a la mulita grande. Sin embargo, 
aún falta recabar más información sobre las poblaciones de cingulados presentes en 
Argentina. 

En ejemplares de otra especie de armadillo, el peludo, se observó una 
seroprevalencia de 27% para T. gondii en la provincia de La Pampa, siendo hasta el 
momento el único reporte disponible en Argentina (Kin et al., 2014). En cambio, en 
Brasil se han realizado diversos estudios al respecto, mencionando una 
seroprevalencia de 50% y 12,9% en mulita grande (da Silva et al., 2008; Kluyber et 
al. 2021), 37,5% en tatú carreta (Priodontes maximus) (da Silva et al., 2008), 
29,4% en gualacate (Euphractus sexcinctus) (da Silva et al., 2008) y 12,5% en 
cabasú de cola desnuda (Cabassous unicinctus) (Kluyber et al. 2021). A su vez, se 
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detectó ADN de S. gondii en muestras de mulita grande y gualacate, identificándose 
genotipos no clonales (Vitaliano et al., 2014). 

 
 

PA en félidos 
 

Los félidos son HD de T. gondii, ocurriendo la excreción de cientos de miles hasta 
mil millones de ooquistes entre los 7 a 14 días después de una primoinfección (Zhu 
et al., 2022). Posteriormente, se desarrolla una respuesta inmunitaria contra el 
parásito, considerándose muy baja la posibilidad de excretar nuevamente ooquistes 
(Dubey, 2022). Por ello resulta dificultoso hallar ooquistes en materia fecal de 
félidos, explicando la menor prevalencia detectada respecto a los estudios 
serológicos que evidencian de modo indirecto el contacto parásito-hospedador 
(Bolais et al., 2022). Por el momento en Argentina no hay información disponible 
sobre la excreción de ooquistes de T. gondii por parte de felinos silvestres. Sin 
embargo, se detectó una seroprevalencia de 47,5% en gato montés, evidenciando la 
circulación de este apicomplejo y la actuación de dichos felinos como HI o HD 
(Uhart et al., 2012). En otros países se ha confirmado la participación de especies 
silvestres de félidos como HD de T. gondii al reportar sobre la presencia de ooquistes 
y la detección molecular de T. gondii en materia fecal de puma (Puma concolor 
vancouverensis) en un 8,3% (1/12) y de yaguarundí (Herpailurus yagouaroundi) 
en un 12,5% (1/8), respectivamente (Bolais et al., 2022; Aramini et al., 1998). Los 
félidos también pueden actuar como HI de T. gondii, pudiendo detectarse quistes 
tisulares en diversos tejidos (músculo esquelético, cerebro, lengua, diafragma, 
corazón) como ha documentado Cañón- Franco et al. (2013) en el 34,4% (31/90) de 
los pequeños félidos neotropicales provenientes de Brasil evaluados. 

 
 

PA en mustélidos 
 

En Argentina se han realizado estudios sobre la infección de T. gondii y N. caninum 
en visón americano. Los ejemplares muestreados en las provincias de Buenos Aires y 
Santa Cruz presentaron una seroprevalencia de 26,4% para T. gondii y 11,5% para N. 
caninum, evidenciando el contacto con ambos apicomplejos en territorio argentino 
(Martino et al., 2017). Diversos trabajos han evaluado la presencia de T. gondii en 
visones americanos de vida libre introducidos en otros países, siendo los valores de 
seroprevalencias observados 78,8% en España (Ribas et al., 2018), 70% en Chile 
(Sepúlveda et al., 2011), 53,6% en Dinamarca (Sengupta et al., 2021), 46,7% en 
Alemania y 40,4% en Polonia (Heddergott et al., 2024). En tanto que la prevalencia 
reportada para muestras de cerebro fue de 78,7% en Chile (Sepúlveda et al., 2011) y 
de 9,2% en España (Ribas et al., 2018). En cambio, estudios realizados en Gran 
Bretaña e Irlanda que analizaron por métodos serológicos y moleculares muestras 
de diferentes especies de mustélidos, entre ellas, visón americano obtuvieron una 
seroprevalencia de 0,9% en Irlanda y la prevalencia de 3,1% y 4,6% en Irlanda y 
Gran Bretaña, respectivamente, siendo los valores observados comparativamente 
menores a los obtenidos para T. gondii (Bartley et al., 2013; Stuart et al., 2013). Por 
medio de los estudios moleculares se confirmó la participación del visón americano 
como HI de T. gondii y N. caninum (Bartley et al., 2013; Ribas et al., 2018). La 
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distribución de los apicomplejos en el ambiente se ve reflejada a través de las 
diferentes prevalencias detectadas. El visón americano presenta una dieta de tipo 
carnívora, asumiendo que el consumo de carne con quistes tisulares sería la 
principal vía de infección. 

 
 

PA en suinos 
 
El jabalí es una especie exótica invasora que se encuentra ampliamente distribuida 
en Argentina y es utilizada para consumo humano, especialmente para la 
preparación de chacinados artesanales. A partir de muestras de diferentes músculos 
Helman et al. (2023) identificaron a las especies S. miescheriana y S. suihominis 
en jabalíes de las provincias de Buenos Aires, La Pampa, Entre Ríos, Corrientes, 
Neuquén y Río Negro. El 48,3% de los ejemplares presentaba quistes de Sarcocystis 
spp., siendo la mayoría de ellos correspondiente a S. miescheriana (44,7%) y el 
3,6% a S. suihominis. En otros países en que se analizaron tejidos de jabalíes se 
reportó una prevalencia de 97% para S. miescheriana y 1% para S. suihominis en 
Italia (Gazzonis et al., 2019), 87,5% para S. miescheriana y 12,5% para S. 
suihominis en España (Calero-Bernal et al., 2016) y 68,3% para Sarcocystis spp. en 
Brasil (Freitas et al., 2023). A pesar de que S. suihominis se encuentre en baja 
proporción respecto de S. miescheriana, su presencia representa un riesgo sanitario 
para las poblaciones que consumen carne de jabalí debido a que esta especie de 
Sarcocystis cicla entre seres humanos (HD) y suinos (HI), produciendo desde 
trastornos gastrointestinales hasta una presentación subclínica de la enfermedad en 
la persona infectada (Fayer et al., 2015). A su vez, en jabalíes de Argentina se ha 
evidenciado el contacto con T. gondii a través de la detección de anticuerpos, 
obteniendo una seropositividad de 12,5% en ejemplares provenientes de las 
provincias de Buenos Aires y Río Negro (Winter et al., 2019). La seroprevalencia 
obtenida en Brasil fue de 76,9% (Machado et al., 2021), en España de 14,1% (Lizana 
et al., 2021), en Portugal de 20,6% (Coelho et al., 2014) y en Alemania de 24,4% 
(Bier et al., 2020). En Brasil se ha identificado el genotipo no clonal TgJava1 
(IDToxoDB: #6) (Machado et al., 2021) y en Italia genotipos clonales tipo II, III y no 
clonales en músculos de jabalíes (Battisti et al., 2018). El consumo de carne 
insuficientemente cocida y chacinados artesanales son la principal vía de infección 
del ser humano por las especies Sarcocystis zoonóticas y T. gondii. En Argentina la 
fabricación y venta de chacinados artesanales es una actividad habitual asociada a la 
caza de especies cinegéticas, entre ellas, los jabalíes. Es por ello la importancia de 
continuar evaluando la presencia de los apicomplejos mencionados en las 
poblaciones de jabalíes de diferentes regiones de Argentina que aporten a medidas 
preventivas para la salud pública. 

 
 

PA en herpéstidos 
 

Se presentó un caso de toxoplasmosis fatal en ejemplares de suricata provenientes 
del zoológico de La Plata, y se identificó al genotipo clonal III TgMk1Arg, el cual en 
modelo de ratón exhibió una virulencia considerada baja a intermedia (Basso et al., 
2009; Bernstein et al., 2018). Otros episodios de toxoplasmosis diseminada en 
ejemplares de suricata han sido reportados en Israel, Sudáfrica y España (Burger et 
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al., 2017; Juan-Sallés et al., 1997; Margalit Levi et al., 2017). La suricata es un 
mamífero perteneciente a la familia Herpestidae originario de la sabana sudafricana, 
en la cual se considera nula la presencia de T. gondii debido a que es una región 
árida y los ooquistes son inactivados por desecación (Burger et al., 2017). Los 
ejemplares que murieron por toxoplasmosis fatal se encontraban en cautiverio y 
presumiblemente se infectaron a partir del ambiente contaminado, presentando una 
alta susceptibilidad al apicomplejo, debido al no contactar con el mismo en su lugar 
de origen (Denk et al., 2022). 

 
 

PA en lagomorfos 
 

Se evaluaron ejemplares de liebre europea de la provincia de La Pampa para la 
detección serológica de T. gondii, pero ninguno presentó anticuerpos para este 
parásito, siendo este el único estudio al respecto en nuestro país (Baldone et al., 
2009). Trabajos en otros países reportaron en liebre europeas seroprevalencias de 
5,7% en Grecia (Tsokana et al., 2019) y prevalencias obtenidas por métodos 
moleculares de 5,5% en República Checa, donde a su vez se identificó al genotipo 
clonal II en las muestras analizadas, que es el genotipo predominante en el 
continente europeo (Račka et al., 2021; Bernstein et al., 2018). A su vez Dubey 
(2022) recopiló datos serológicos de diferentes países sobre toxoplasmosis en 
especies de liebres, exhibiendo seroprevalencias de 1,3% a 21%, evidenciando el 
contacto de este mamífero con T. gondii. Si bien este lagomorfo exótico se distribuye 
a lo largo de Argentina, excepto en la provincia de Tierra del Fuego, y se encuentra 
expuesto a contactar con ooquistes de T. gondii presentes en pasturas, hasta el 
momento no se ha confirmado la infección en Argentina (Monteverde et al., 2019). 

 
 

PA en gecónidos 
 

Las especies de Cryptosporidium descritas en el Orden Squamata, al cual 
pertenecen los reptiles gecónidos, son C. serpentis y C. varanii (sinónimo C. 
saurophilum), en un principio se las consideraba especies específicas para 
hospedadores poiquilotermos, viendo restringida a estos sus posibilidades de 
infección. Se consideraba que las especies de Cryptosporidium de hospedadores 
homeotermos eran incapaces de infectar reptiles (Kváč et al., 2014). Sin embargo, 
Schou et al. (2022) han detectado C. parvum en una lagartija gecko (Mediodactylus 
kotschyi) que cohabitaba con rumiantes domésticos, y Chen & Qiu (2012) han 
reportado la infección de un ternero por C. serpentis, confirmando la transmisión 
de Cryptosporidium spp. entre reptiles y mamíferos. En Argentina únicamente 
se ha detectado C. saurophilum en un ejemplar de gecko leopardo en cautiverio 
(Dellarupe et al., 2016). Localmente se desconoce la prevalencia de 
Cryptosporidium zoonóticas en reptiles, siendo importante su estudio ya que 
cada vez es más frecuente la presencia de geckos introducidos en espacios 
urbanos, los cuales se encuentran en estrecho contacto con personas y animales 
domésticos (Cabrera et al., 2022). 
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Conclusiones finales 

 

Las poblaciones silvestres infectadas por protozoarios apicomplejos en su 
hábitat natural sugieren la existencia de ciclos específicos para este tipo de 
especies, denominados ciclos silvestres (Gondim, 2006). Ciertos factores 
favorecen el contacto parásito-hospedador, siendo uno de ellos la cohabitación 
de especies domésticas, silvestres y seres humanos, que conlleva a la 
transmisión de microorganismos desde humanos/animales domésticos a 
hospedadores silvestres (spill over) y viceversa (spill back) (Daszak et al., 2000). 
Asimismo, la presencia de especies exóticas amplía el rango de hospedadores 
favoreciendo la propagación y el establecimiento de los apicomplejos en el 
medio ambiente. Por su parte, los individuos en cautiverio se encuentran 
expuestos a especies parasitarias con las que no han tenido contacto previo, 
siendo más propensos a infectarse de encontrarse ellas en el ambiente y 
manifestándose la enfermedad de forma fatal, dependiendo en parte de la 
susceptibilidad propia de la especie y el estado inmunitario del animal. Los 
hábitos etológicos influyen en la dinámica de la interacción parásito-
hospedador, siendo aquellos individuos de comportamiento arbóreo menos 
vulnerables a infectarse por protozoarios apicomplejos que las especies de 
hábitos terrestres. La interpretación de resultados en especies silvestres debe 
ser criteriosa pues los métodos diagnósticos indirectos más frecuentemente 
utilizados, como la IFI/ELISA, han sido validados para su uso en especies 
domésticas (Pardini et al., 2012; Campero et al., 2018). Además, se debe 
considerar la posibilidad de degradación de inmunoglobulinas por autólisis en 
muestras obtenidas de animales muertos. Más aún, la detección de anticuerpos 
en especies silvestres por medio de conjugados comerciales podría implicar 
falsos negativos o subestimar títulos serológicos si la especie analizada es 
filogenéticamente distante a la especie que reconoce el conjugado. Las pruebas 
serológicas que no requieren del uso de conjugados anti-especie como los 
ELISAs de competición para neosporosis (Fuchs et al., 2007; Baldone et al., 
2009) y las pruebas de aglutinación para toxoplasmosis (Basso et al., 2007; 
Martino et al., 2004; 2017) son más aplicables para animales silvestres. La 
aglutinación difiere en su sensibilidad según la naturaleza del antígeno 
utilizado, siendo superior si utilizan antígenos naturalmente particulados 
(prueba de aglutinación modificada, MAT) e inferior si utilizan antígenos 
artificialmente particulados (prueba de aglutinación en látex, LAT/ 
hemoaglutinación indirecta, HAI) (Novoa et al., 2023; Tuntasuvan et al., 2001). 
Además, la presencia de anticuerpos anti-protozoarios si bien evidencia un 
contacto parásito-hospedador, no es indicativo de infección. Para ello se deben 
realizar métodos directos parasitológicos y moleculares. La observación de 
formas parasitarias sugiere la presencia del parásito en el hospedador, sin 
embargo, su sensibilidad puede variar según la muestra, grado de autólisis y 
carga parasitaria, por lo que resulta indispensable su confirmación molecular. 
La detección de ADN parasitario requiere de un correcto diseño de los primers, 
pudiendo estos amplificar una región conservada y común a un género 
parasitario o bien una región acotada específica de una especie. La aplicación de 
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métodos de secuenciación en muestras positivas a una PCR género específica 
permite comparar respecto a secuencias publicadas en las bases de datos. Esta 
herramienta es de particular interés para el diagnóstico molecular de los 
géneros Sarcocystis y Cryptosporidium, debido a que agrupan a un gran número 
de especies. Por su parte, N. caninum y T. gondii son detectados mediante PCR 
especies específicas. Finalmente, es posible caracterizar cepas de N. caninum 
mediante la tipificación multilocus de secuencias de microsatélites (MSLT) y de 
T. gondii principalmente por polimorfismo de longitud de fragmentos de 
restricción (RFLP), pudiendo inferir la virulencia de las cepas/genotipos 
actuantes. Es necesario continuar evaluando la interacción de los protozoarios 
apicomplejos con las especies silvestres presentes en Argentina y evaluar el 
impacto que generan estas parasitosis en las especies nativas, identificar el 
riesgo sanitario que representan para animales domésticos, seres humanos y 
especies silvestres en cautiverio e implementar medidas preventivas. 
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