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RESUMEN 



 

Toxoplasma gondii es un parásito intracelular obligado con la capacidad de infectar 

a una gran diversidad de animales cómo mamíferos, aves y reptiles. La principal vía 

de transmisión es por la ingesta de alimentos contaminados con quistes tisulares y 

ooquistes del parásito, así como también por ambientes contaminados (suelo y 

agua), que facilitan la transmisión a diferentes hospedadores intermediarios y 

definitivos. Se han realizado diversos estudios a nivel mundial para conocer la 

frecuencia y genotipos que circulan en ambientes domésticos y silvestres, 

clasificando tres linajes principales denominados como I, II y III. También se ha 

demostrado que circulan otras cepas o aislados que debido a su variabilidad 

genética son diferentes de los linajes principales; a estos se les conoce como 

exóticos o atípicos. Por lo tanto, el objetivo de este estudio fue caracterizar 

genéticamente a Toxoplasma gondii en muestras de tejidos de animales silvestres 

procedentes del Parque Nacional Soberanía y analizar su frecuencia de infección. 

Fueron analizados 140 animales (77 aves, 46 mamíferos y 17 reptiles), de los cuales 

se colectaron 684 muestras de tejido a partir del cerebro, corazón, músculo 

esquelético, ojo, hígado y pulmón. Se observó una frecuencia de infección de T. 

gondii de 60% (84/140). De esta población las aves representaron un 61%, los 

mamíferos un 60.87% y los reptiles un 52.94% de infección. También se observó 

una migración homogénea de T. gondii entre los 7 tejidos analizados. El linaje Tipo 

III no fue identificado en las muestras analizadas, A través de los marcadores 

moleculares SAG1, Alt.SAG2, 3'SAG2, 5'SAG2, SAG3, GRA6 y APICO se demostró 

una mayor frecuencia del linaje tipo II. El linaje tipo I se observó reecombinado con 

el linaje tipo II. También se encontró una muestra que no presentó el patrón de 

bandas característicos de los tres linajes principales, sin embargo, no se descarta 

la posibilidad que este genótipo esté circulando en ambientes silvestres. Nuestros 

hallazgos sugieren que los ambientes en Panamá (suelo y agua) están altamente 

contaminados con ooquistes; esto es promovido por el clima tropical húmedo y las 

altas precipitaciones que facilitan la propagación y permanencia del parásito en 

hospedadores intermediarios y hospedadores definitivos.  

Palabras claves: Panamá, animales silvestres, Toxoplasma gondii, genotipificación  



 

 

 

 

 

ABSTRACT 



 

Toxoplasma gondii is an obligate intracellular parasite with the ability to infect a wide 

diversity of animals such as mammals, birds and reptiles. The main route of 

transmission is through the ingestion of food contaminated with tissue cysts or 

oocyst of the parasite. Also by contaminated environments (soil and water) that 

facilitate transmission to different intermediate and definitive hosts. Several studies 

have been carried out worldwide to know the frequency and genotypes that circulate 

in domestic and wild environments, classifying three main lineages called I, II and 

III. It has also been shown that other strains or isolated circulates that due to their 

genetic variability are different from the main lineages, they are known as exotic or 

atypical. Therefore, the objective of this study was genetically characterized to 

Toxoplasma gondii in samples of wild animals from the Soberanía National Park and 

analyze its frequency of infection. A total of 140 animals (77 birds, 46 mammals and 

17 reptiles) were analyzed, of which 684 tissue samples were collected from the 

brain, heart, skeletal muscle, eye, liver and lung. A frequency of T. gondii infection 

of 60% (84/140) was observed. From this population the birds represented 61%, the 

mammals 60.87% and the reptiles 52.94% of infection. A homogeneous migration 

of T. gondii was also observed among the tissues analyzed. Through the molecular 

markers SAG1, Alt.SAG2, 3'SAG2, 5'SAG2, SAG3, GRA6 and APICO, a higher 

frequency of the type II lineage was found. The type I lineage was observed 

recombined with the type II lineage. A sample was also found that did not present 

the pattern of bands characteristic of the three main lineages. Type III lineage was 

not identified in the analyzed samples, however the possibility that this genotype is 

circulating in wild environments cannot be ruled out. Our findings suggest that the 

environments in Panama (soil and water) are highly contaminated with oocysts. This 

is promoted by the humid tropical climate and the high rainfall that facilitate the 

propagation and permanence of the parasite in intermediate and definitive hosts. 

 

Keywords: Panama, wild animals, Ttoxoplasma gondii, genotyping 

  



 

Introducción 

La toxoplasmosis es una infección causada por Toxoplasma gondii, un parásito 

intracelular obligado y considerado como uno de los patógenos eucariotas más 

exitosos en términos de número de hospedadores intermediarios (Dubey, 2009). 

Las principales vías de transmisión son la ingesta de quistes tisulares del parásito 

presentes en carnes crudas o poco cocidas y la ingesta de agua, verduras y frutas 

contaminadas con ooquistes provenientes de las heces de los felinos. En ambientes 

silvestres el agua y los suelos contaminados sirven como fuentes de infección para 

una gran diversidad de animales (Dubey, 2009).  

En animales, específicamente en los domésticos, se han realizado diversos 

estudios para conocer la prevalencia y los genotipos que circulan en tejidos de un 

gran número de especies (Biancifiori, et al., 1986; Brennan et al., 2016; Rêgo et al., 

2017; Algaba et al., 2020). Por otro lado, las investigaciones en animales silvestres 

son limitadas, por lo que se conoce poco sobre el impacto de estos animales en el 

ciclo biológico del parásito (Yai et al., 2009;  Cabral et al., 2013; Dubey et al., 2014).  

Se ha determinado que el parásito tiene diferentes estructuras de subpoblación 

según las regiones geográficas. Por ejemplo: en América del Norte y Europa se 

observa una estructura de población clonal con los 3 linajes predominantes 

(denominados tipos I, II y III). En el 2011, en esta misma región geográfica se 

describió un cuarto linaje clonal, denominado de tipo 12. Este linaje, proveniente de 

muestras de animales silvestres y fue definido por varias metodologías como: 

electroforesis de enzimas multilocus (MLEE), polimorfismo de longitud de fragmento 

de restricción de reacción en cadena de la polimerasa (PCR-RFLP) y análisis de 

microsatélite (Khan et al., 2011; Ajzenberg et al., 2002). En cambio, en América del 

Sur se observa una gran diversidad de genotipos de T. gondii designados como los 

aislados "atípicos" o "exóticos" (Ajzenberg et al., 2004; Su et al., 2006). En Brasil 

fueron caracterizados linajes clonales comunes, los cuales fueron designados como 

tipos BrI, BrII, BrIII y BrIV (Pena et al., 2008). 

Panamá gracias a su posición geográfica es reconocida como el punto donde se dio 

el  Gran Intercambio Biótico Americano y gracias a esto en la actualidad cuenta  con 



 

una gran biodiversidad de especies, sin embargo, no se han realizados estudios 

para conocer la frecuencia de infección del parásito y se desconoce cuáles son los 

genotipos que circulan en ambientes domésticos y silvestres.  

 

  



 

Objetivos 

Objetivo general  

Caracterizar genéticamente el parásito Toxoplasma gondii en muestras de tejidos 

de animales silvestres y analizar su frecuencia de infección. 

Objetivos específicos 

• Determinar la frecuencia de infección de T. gondii en tres clases de animales, 

específicamente aves, mamíferos y reptiles. 

• Evaluar la diversidad genética y la frecuencia de infección de T. gondii entre 

cinco tipos de órganos procedentes de aves, mamíferos y reptiles. 



 

Hipótesis de Trabajo 

 Ha: Existe una alta frecuencia y diversidad genética de T. gondii en animales 

silvestres procedentes del Parque Nacional Soberanía.  

Justificación  

Estudiar la variabilidad genética del parásito en animales silvestres, nos permitirá 

conocer los principales genotipos que están circulando en ambientes contiguos al 

área metropolitana, posibles asociaciones con su hospedero y su preferencia hacia 

cierto tipo de tejidos. A través de este análisis, también podremos entender la 

dinámica de la enfermedad en ambos ambientes y verificar qué genotipos atípicos 

pueden estar circulando en ambientes urbanos y si estos genotipos pueden estar 

causando patologías inusuales a las ya conocidas hasta ahora.  

En Panamá se ha reportado niveles altos de seroprevalencia para la toxoplasmosis 

y no existe un programa de control de esta parasitosis, pues todavía se realizan 

estudios. Los dos ciclos del parásito, el doméstico y el silvestre, pueden intercambiar 

variantes adaptadas a uno de ellos y ocasionar brotes en el otro, que incluso pueden 

ser mortales. Por lo anterior, para mejorar la eficacia en las estrategias de control 

del patógeno es esencial conocer la dinámica adaptativa de las poblaciones a través 

de su caracterización. 

 

 

 

 

 

  



 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

CAPÍTULO I   



 

1.0 Revisión bibliográfica 

1.1.1 Generalidades del parásito 

Toxoplasma gondii, fue aislado por primera vez en el bazo e hígado del roedor 

salvaje Ctenodactylus gondii, en el norte de África por Nicolle y Manceaux (1908). 

Paralelamente, en Brasil, Alfonso Splendore lo describió en tejidos de conejos de 

laboratorio. Este microorganismo fue considerado como un nuevo parásito 

intracelular y lo nombraron como Toxoplasma gondii (Toxoplasma del griego toxon: 

arcos y gondii por el nombre del roedor). Años más tarde, fue identificado en 

diversas aves y mamíferos y se le designó con el nombre genérico de Toxoplasma, 

seguido del nombre del propio animal de donde fue aislado (T. cuniculi, T. canis, T. 

avium) (Robert-Gangneux & Dardé, 2012b). Sin embargo, después de comparar el 

comportamiento biológico de estas especies, se unificó el nombre a T. gondii 

(Gómez, 2004). 

1.1.2 Clasificación taxonómica 

El parásito pertenece al Reino Protista, Filo Apicomplexa, Clase Sporozoa, 

Subclase Coccidia, Orden Eucoccidida, Suborden Eimeriina, Familia Sarcocystidae, 

Género Toxoplasma, Especie Toxoplasma gondii (figura 1) (Petersen & Dubey, 

2001). Otros miembros pertenecientes a esta familia son los coccidios que afectan 

a los bovinos, causando abortos como la Neospora caninum; Besnoitia besnoiti 

agente causal de la besnoitiosis y también se incluye la Hammondia hammondi, que 

necesita de los felinos como sus hospedadores definitivos y que a la vez es un 

protozoario muy relacionado con T. gondii (Raiden et al., 2013).  



 

Figura 1. Árbol filogenético de los esporozoos (Apicomplexa/ Alveolata), clasificados 

por la importancia médica veterinaria y humana. (Fuente: Beck et al., 2009). 

 

1.1.3 Filo Apicomplexa  

El filo Apicomplexa comprende un conjunto grande y heterogéneo de parásitos 

intracelulares obligados de importancia médica y veterinaria, con amplia distribución 

geográfica. La característica principal es que poseen una estructura denominada 

complejo apical, del cual deriva su nombre. Este complejo está construido alrededor 

del conoide y posee micronemas, roptrias, anillos polares, granulos densos y 

microtúbulos. Esta región está involucrada en la unión, invasión, replicación y 

patogenicidad en la célula hospedadora (Hu et al., 2006; Beck et al., 2009). 

Otros miembros del filo incluyen especies del género Plasmodium sp., donde se 

encuentra el Plasmodium falciparum, agente causal de uno de los tipos de malaria 

más severos. Dentro de este filo también se incluyen parásitos de importancia 

veterinaria como Eimeria spp., patógeno de aves y ganado vacuno; Cryptosporidia, 

un patógeno oportunista humano y animal; y Babesia y Theileria, parásitos del 

ganado. El éxito de estas especies está asociado con sus ciclos biológicos 

complejos, cantidad de hospederos, diversidad reproductiva (esporogonia, 



 

gametogonia y esquizogonia) y capacidad de invasión a la célula hospedera (Hu et 

al., 2006). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 2.Morfología de los parásitos apicomplexos. (Fuente: Baum et al., 2006). 

 

1.1.4 Clase Sporozoa 

Una de las características de la Clase Sporozoa es que todos sus miembros son 

parásitos intracelulares obligados, pueden presentar formas ovaladas, alargadas 

y/o esféricas y generan cápsulas protectoras conocidas como esporas, que carecen 

de filamentos polares. Los trofozoitos maduros son pequeños e intracelulares. Los 

géneros que pertenecen a esta clase son Babesia spp., Cryptosporidum spp., 

Plasmodium sp., y Toxoplasma gondii (Sacks & Sher, 2004). 

1.1.5 Orden Eucoccidida 

Incluye a protozoos intracelulares que se ubican en las células sanguíneas y 

epiteliales de vertebrados e invertebrados. El ciclo de vida comprende fases 

sexuadas y asexuadas. El representante de esta orden es el 

género Cryptosporidium spp., que se transmite al medio ambiente mediante quistes 



 

resistentes (ooquistes); una vez ingeridos causan una infección gastrointestinal en 

una amplia variedad de mamíferos, incluyendo el hombre (Coco et al., 2009).  

1.1.6 Familia Sarcocystidae 

Los protozoos que pertenecen a esta familia pueden presentar una fase sexual 

(hospedador definitivo) y una fase asexual (hospedador intermediario). La principal 

característica del género es la de formar quistes musculares con tabiques que 

delimitan cavidades internas con numerosos zoitos (fase vegetativa del parásito que 

se replica). Los géneros de interés sanitarios que se incluyen en esta familia son 

dos: Toxoplasma y Sarcocystis (Dubey & Lindsay, 2006). 

1.2 Ciclo biológico  

El complejo ciclo de vida de T. gondii facilita los modos de transmisión tanto clonales 

como sexuales. Aunque muchos vertebrados sirven como hospederos 

intermediarios para la replicación asexual, el desarrollo sexual está restringido al 

epitelio intestinal de los felinos, que desprenden millones de ooquistes, los cuales 

alcanzan la maduración en el medio ambiente (Dubey et al., 2014). 

En los hospedadores intermediarios, después de la ingestión del ooquiste del 

parásito, la pared es destruida por las enzimas gástricas. Los bradizoitos se liberan 

y penetran dentro de los enterocitos, donde experimentan un número autolimitante 

de multiplicaciones asexuales (endodiogenia), caracterizadas por el desarrollo de 

merozoitos dentro de los esquizontes. La conversión de taquizoitos a bradizoitos, 

puede deberse a múltiples factores como una disminución de la replicación (G0 

inactivo), por estrés exógeno (reducción de nutrientes), estrés térmico y/o 

conversión espontánea (Skariah et al., 2010). Los quistes de tejido surgen de 7 a 

10 días después de la infección y pueden permanecer durante toda la vida en tejidos 

como el cerebro, hígado, pulmón, musculatura y ojo. Este proceso ocurre en la 

mayoría de los hospederos, estableciendo la fase crónica de la enfermedad (Jones 

& Dubey, 2010). 

En los felinos se produce el desarrollo sexual, con la formación de gametos 

masculinos y femeninos (gametogonía) (Ferguson, 2002). Después de la 

fertilización, los ooquistes formados dentro de los enterocitos, se liberan por la 



 

disrupción de la célula y se excretan como formas no esporuladas en las heces de 

los felinos. La maduración ocurre unos días después en el entorno externo y da 

como resultado, un ooquiste esporulado con dos esporoquistes, cada uno con 

cuatro esporozoitos haploides. El desprendimiento de los ooquistes comienza de 3 

a 7 días después de la ingestión de quistes de tejido y puede continuar hasta 20 

días. Los felinos infectados pueden arrojar más de 100 millones de ooquistes en sus 

heces (Jones & Dubey, 2010).  

 

Figura 3. Ciclo de vida de Toxoplasma gondii. (Fuente: Robert-Gangneux & Dardé, 

2012).  

1.2.1. Formas de T. gondii  

Este parásito presenta 3 etapas infecciosas para todos los hospederos: esporozoito 

(etapa ambiental, protegido dentro de un ooquiste), taquizoitos (multiplicación 

rápida) y bradizoitos (multiplicación lenta, presentes en quistes de tejidos) 

(Ferguson, 2002).  



 

1.2.2 Ooquistes  

Sólo están presente en el hospedador definitivo (los felinos), en dos tipos de formas, 

ooquistes no esporulados y ooquiste esporulado. Los ooquistes no esporulados 

(esféricos y miden entre 10 y 12 µm de diámetro) son eliminados en las heces de 

felinos infectados y son resistentes a las condiciones climáticas. Por su parte, los 

ooquistes esporulados (elipsoidales y miden de 11 a 13 µm de diámetro), poseen 

dos esporoquistes, con cuatro esporozoitos en su interior y son la forma infectiva en 

el ambiente (Jones & Dubey, 2010). 

 

Figura 4. Forma del quiste esporulado y no esporulado de T. gondii. (Fuente: 

(Dubey, 2010). 

1.2.3 Taquizoitos 

La forma de taquizoitos es la fase de diseminación del parásito en los diferentes 

hospederos intermediarios y es la forma que origina la fase aguda de la enfermedad. 

Presenta una forma de media luna, de aproximadamente 5 μm de largo y 2 μm de 

ancho, con un extremo apical puntiagudo y un extremo posterior redondeado. Está 

conformado por organelas secretoras (Roptrias), poseen un núcleo, una 

mitocondria, un complejo de Golgi, ribosomas y un retículo endoplásmico. Son de 

rápida multiplicación dentro de la vacuola parasitófora y pueden migrar hacia 

diversos órganos, logrando colonizarlos muy rápidamente. (Robert-Gangneux & 

Dardé, 2012b). 



 

  

Figura 5. Taquizoito de Toxoplasma gondii (Fuente: Pritt, 2019). 

1.2.4 Bradizoitos 

Los bradizoitos son la etapa crónica (latencia) de la infección. La conversión de los 

taquizoitos, dentro de los tejidos a bradizoitos, implica la formación de una pared 

quística en tejidos tales como: cerebro, corazón, hígado, ojo y músculo estriado. 

Son esferoides y varían de tamaño, dependiendo del estado, los quistes jóvenes 

tienen un tamaño de 10 μm (con dos bradizoitos) y los quistes maduros miden 

alrededor de 100 μm (con cientos a miles de bradizoitos empacados). Los 

bradizoitos no causan respuesta inflamatoria a menos que el sistema inmune del 

hospedador se vea comprometido, dando lugar a la rotura de la pared del quiste, 

permitiendo entonces la liberación de los bradizoitos (resistentes a la pepsina 

ácida). La liberación de los bradizoitos causa sintomatología en los hospederos, 

tales como hidrocefalia, retinocoroiditis y encefalitis (Robert-Gangneux & Dardé, 

2012b). 



 

  

Figura 6.  Quiste tisular de Toxoplasma gondii de una emulsión cerebral. (Fuente: 

Paris, 2019). 

1.3 Vías de transmisión    

1.3.1 Vía oral  

Entre las principales vías de transmisión del parásito, podemos mencionar la 

ingestión de quistes tisulares (de músculos y cerebros de animales infectados), el 

consumo de agua, frutas y verduras contaminadas con ooquistes del parásito 

procedentes de las heces felinas (Tenter et al., 2000). Las altas temperaturas, 

humedad y escorrentías juegan un papel fundamental en la transmisión y 

mantenimiento del ciclo de vida del parásito en los diversos hospederos 

intermediarios. También, la falta de medidas sanitarias, tanto animal cómo humana, 

puede incrementar la prevalencia de la infección (Robert-Gangneux & Dardé, 

2012b).   

En la última década, también se ha investigado la presencia de Toxoplasma gondii 

en animales acuáticos, tales como las almejas filtradoras de las aguas, que retienen 

en sus lamelas los ooquistes del parásito. Por lo tanto, ahora se considera una 

nueva ruta de infección por medio de la ingesta de productos del mar contaminados. 

Es así como Toxoplasma gondii ahora es un problema epidemiológico significativo, 

por las costumbres de consumiros  de este alimento a nivel mundial (Shapiro et al., 

2019). 



 

1.3.2 Vía vertical 

En humanos y animales mamíferos principalmente, la transmisión vertical se da 

cuando la madre adquiere una primoinfección por medio de la ingesta de quistes en 

tejidos, agua y alimentos contaminados con ooquistes del parásito. Los taquizoitos 

pueden colonizar los tejidos placentarios durante su proceso de diseminación y 

desde allí pueden acceder al feto. La inmunidad materna se desarrolla cuando hay 

contacto con el parásito previo al embarazo, sin embargo, en casos de madres con 

sistemas inmunológicos comprometidos y dependiendo del periodo de gestación, 

puede hasta causar la muerte del feto (Robert-Gangneux & Dardé, 2012b).  

 

1.3.4 Trasplantes de tejidos y órganos 

Una fuente de contaminación importante son los materiales de laboratorio, colecta 

de médula ósea (al momento de recolección), que pueden tener muestras viables 

del parásito (Robert-Gangneux & Dardé, 2012b). Las transfusiones de sangre 

contaminada con T. gondii es otra forma de contaminación reconocida en el hombre 

desde la década de los 60. Se ha encontrado altas prevalencias de infección en 

receptores seronegativos de trasplantes cardíacos y hepáticos. Por lo que los 

nuevos protocolos exigen diversas evaluaciones tanto en órganos como en sangre 

para evitar la transmisión (Payá et al., 2012). 

 

1.3.5 Transmisión sexual 

Esta vía de transmisión ha sido poco documentada. Las primeras pruebas se 

obtuvieron con la experimentación de animales seronegativos, como ovejas y 

perros. En ovejas inseminadas artificialmente con semen que contenía 4 x 107 

taquizoitos, por PCR se identificó el parásito en las ovejas inoculadas (de Moraes 

et al., 2010). En seres humanos se ha encontrado el parásito en testículos, túbulos 

seminíferos, células de Sertoli y macrófagos testiculares post-morten de un 

individuo inmunocomprometido (Payá et al., 2012). 

 



 

 

Figura 7. Transmisión de ooquistes de Toxoplasma gondii (Fuente: Bahia-Oliveira 

et al., 2017). 

1.3.6 Contacto con mucosas 

En menos frecuencia, se ha reportado la inhalación de ooquistes aerolizados 

provenientes de heces fecales de felinos infectados (Peréz et al., 2011). En Polonia, 

utilizando la técnica de filtros de gelatina y PCR en tiempo real en muestras de aire 

provenientes de huertas, áreas recreativas y pozos de arena, determinaron el 

genotipo I mediante el marcador molecular SAG2 (Lass et al., 2017). 

1.4 Epidemiología 

En la actualidad se manejan varias teorías de la procedencia del parásito. Por un 

lado indican un origen sudamericano y por otro, sugieren que gracias al surgimiento 

del Istmo de Panamá, conjuntamente con la migración de los felinos hacia el sur, 

dio paso a la gran variabilidad de cepas existente a nivel mundial (A. Khan et al., 

2007; O’Brien et al., 2008). 

 



 

La toxoplasmosis es una parasitosis ampliamente distribuida a nivel mundial. La 

seroprevalencia, medida por anticuerpos IgG contra T. gondii en humanos, varía en 

todo el mundo, y se informa que es del 6,7% en Corea, 12,3% en China, 23.9% en 

Nigeria, 46% en Tanzania y 47% en Francia (área rural) (Furtado et al., 2011). En 

América del Sur se han reportado porcentajes de 74%  en Ecuador,, 54.4% en 

Colombia, 35% en México, y entre 59% y 78% en Brasil (Rosso et al., 2007). La 

diferencia de prevalencia en las regiones estudiadas se debe a factores climáticos 

(climas cálidos y húmedos), ubicación geográfica, tipo de cepa, individuos 

inmunomprometido, tipo de hospedadores, factores socioeconómicos, incluidos los 

hábitos alimentarios y las prácticas relacionadas con la higiene y salud (Furtado et 

al., 2011).  

 

Figura 8. Estado global de la seroprevalencia de Toxoplasmosis congénita (Fuente: 

Pappas et al., 2009).  

En el ambiente, la presencia de Toxoplasma está asociado con la contaminación en 

el suelo y las fuentes de agua, haciendo más fácil el contacto directo con los 

diferentes hospedadores intermediarios. La presencia de felinos infectados agrava 

más la diseminación y variabilidad de cepas, debido a que en ellos se da la 

recombinación sexual (Kaushik et al., 2014). Sin embargo, en la naturaleza 

intervienen un conglomerado de factores que sirven como facilitadores o barreras 

contra el parásito, como: susceptibilidad del hospedador, tamaño, edad, peso de los 

animales, comportamiento y dieta (herbívoros, omnívoros, carnívoros), presencia 



 

de aves migratorias y el aumento de actividades antropogénicas que fragmentan los 

bosques (Robert-Gangneux & Dardé, 2012b). 

Las investigaciones sobre toxoplasmosis en la vida silvestre, han tomado 

importancia en las últimas décadas, gracias al aporte de nuevas metodologías que 

facilitan el estudio. En el 2012 mediante el RFLP-PCR, marcadores de 

microsatélites y una red filogenética, reconoció un total de 138 genotipos en 15 

haplogrupos que definen colectivamente seis clados principales en muestras de 

diferentes regiones del mundo (Chunlei Su et al., 2012).  

 

Figura 9. Distribución geográfica de los principales haplotipos de T. gondii (Fuente: 

Su et al., 2012). 

1.5 Manifestaciones clínicas  

1.5.1 Toxoplasmosis adquirida  

En pacientes inmunocompetentes infectados por T. gondii, el desarrollo de la 

enfermedad puede permanecer latente (fase crónica) o presentar síntomas leves 

durante muchos años. Sin embargo, en individuos inmunosuprimidos, mujeres 



 

embarazadas y pacientes con deficiencia de linfocitos T, la infección puede causar 

desde trastornos del estado de ánimo (depresión, suicidios), retinocoroiditis, 

miocarditis, meningoencefalitis, neumonía atípica, hasta la muerte (Hinze-Selch et 

al., 2010; Flegr et al., 2014). 

En pacientes con VIH-SIDA, se puede desarrollar encefalitis toxoplasmática, debido 

a la reactivación del estado latente (Bradizoitos) (Ho et al., 2008). También, se 

puede presentar importantes consecuencias oculares y neurológicas en pacientes 

con trasplantes y cáncer (Flegr et al., 2014).  

                          

Figura 10. Resonancia magnética del cerebro del paciente con encefalitis por 

Toxoplasma. (Fuente: Paris, 2019). 

1.5.2 Toxoplasmosis congénita  

La toxoplasmosis congénita ocurre con una primoinfección durante el embarazo. La 

gravedad del daño fetal dependerá de la cepa, trimestre de embarazo, y del sistema 

inmune de la madre (Robert-Gangneux & Dardé, 2012b). La placenta permite la 

transmisión al feto en 30% a 60% durante el tercer trimestre y más cerca del parto 

(Montoya & Remington, 2008). Sin embargo, el 80% de los casos infectados en el 

tercer trimestre no presentan sintomatologías. 

En el primer trimestre, la infección es más severa en el feto, el cual presenta daño 

multisistémicos hasta la muerte. En recién nacidos se ha observado hepatomegalia, 

esplenomegalia, hiperbilirrubinemia, anemia, trombocitopenia, coriorretinitis y en 



 

diversas edades de la infancia se desarrolla ceguera, trastornos físicos y mentales, 

que le dificultará el normal desenvolvimiento dentro de la sociedad (Robert-

Gangneux & Dardé, 2012b).  

1.5.3 Toxoplasmosis ocular 

Se presenta una infección ocular primaria o recurrente que, generalmente, persiste 

durante 2 a 4 meses o se mantiene en estado latente (forma crónica), esta última 

se desarrolla si el sistema del individuo presenta una inmunosupresión y puede 

desencadenar afecciones a nivel de retina y nervio óptico (conocidas como faro de 

niebla), neuritis óptica, iridociclitis y, en raras ocasiones, panuveitis (Holland, 2004).  

                                    

Figura 11. Toxoplasmosis ocular activa. (Fuente: Paris, 2019). 

1.6 Diagnóstico 

Para el diagnóstico de la toxoplasmosis en humanos y animales se pueden usar 

métodos directos e indirectos. 

1.6.1 Métodos indirectos   

El método indirecto, se basa en el serodiagnóstico, que detectan diferentes 

anticuerpos o antígenos. Estas pruebas miden diferentes niveles y tipos de 



 

anticuerpos, incluidos IgM, IgG, IgA e IgE, los cuales aumentan y disminuyen 

durante o después de la infección, manteniéndose en niveles detectables por varios 

meses o años, lo cual es una característica de la fase crónica de la infección 

(Rorman et al., 2006). Entre los métodos indirectos más utilizados están: la prueba 

de tinte Sabin-Feldman (SFDT), pruebas de aglutinación, ensayo fluorescente 

indirecto (IFA), ensayos inmunoabsorbentes ligados a enzimas (ELISA) o una 

combinación de estos métodos (Sabin & Feldman, 1948; Robert-Gangneux & 

Dardé, 2012;  Liu et al., 2015; Rorman et al., 2006; Robert-Gangneux & Dardé, 

2012).  

1.6.2 Métodos directos  

Debido a que los métodos serológicos poseen ciertas limitaciones, en los últimos 

años se ha utilizado el PCR (La reacción en cadena de la polimerasa- The 

Polymerase Chain Reaction) para el diagnóstico de Toxoplasma gondii, 

especialmente en matrices como tejidos, fluidos corporales (como el líquido 

cefalorraquídeo) o el cultivo del parásito (Ybañez et al., 2020). Este método 

combinado con marcadores como el gen B1 (elemento repetido 35 veces en el 

genoma de T. gondii), el espaciador transcrito interno (ITS-1) o secuencias de ADNr 

18S, obtiene una alta sensibilidad y especificidad en la detección de T. gondii (Liu 

et al., 2015). 

 

En la actualidad, en muestras de humanos y animales, se utiliza el PCR-RFLP 

(Polimorfismo de Longitud de Fragmento de Restricción- Restriction Fragment 

Length Polymorphism). La PCR-RFLP se basa en la capacidad de las 

endonucleasas de restricción para reconocer sitios polimorfismos de un solo 

nucleótido (SNP), digerir los productos de PCR y, posteriormente, mostrar distintos 

patrones de bandas de ADN en la electroforesis en geles de agarosa (Robert-

Gangneux & Dardé, 2012). Para estudios epidemiológicos, de diferenciación y 

distribución de cepa y filogenia, se ha utilizado la técnica PCR-RFLP y se han 

clonado diferentes genes que codifican las proteínas de T. gondii, los cuales 

incluyen los antígenos de superficie SAG1 (P30), SAG2 (anteriormente P22), SAG3 

(anteriormente P43), Rhoptries ROP1 (anteriormente P66), ROP2 (anteriormente 



 

P54) y los densos antígenos granulados GRA6 (anteriormente P32), (Liu et al., 

2015). Mediante la técnica de PCR-RFLP se ha podido caracterizar el parásito T. 

gondii a nivel mundial. A través de estos análisis se ha encontrado una mayor 

variabilidad de genotipos en América del Sur (específicamente en Brasil), que en 

otras regiones del mundo previamente analizadas (Shwab et al., 2013). 

 

Figura 12. Distribución geográfica de los genotipos de Toxoplasma gondii. 

1.7 Tratamiento  

Debido a la variabilidad de cepas y las diversas manifestaciones clínicas, todavía 

no se cuenta con un tratamiento eficaz contra este parásito. En pacientes con SIDA 

y toxoplasmosis ocular el tratamiento consiste en pirimetamina, sulfadiazina y ácido 

folínico; la clindamicina es utilizada como alternativa en pacientes alérgicos a la 

sulfadiazina. La profilaxis contra la toxoplasmosis encefálica (TE) consiste en 

trimetoprima-sulfametoxazol (Montoya & Remington, 2008). 

 



 

1.8 Caracterización genética de Toxoplasma gondii 

En los últimos años, se han incrementado las investigaciones en las cuales utilizan 

diversas técnicas moleculares para el diagnóstico de T. gondii, así como en la 

detección de variantes genéticas que son determinantes para conocer la historia 

evolutiva de T. gondii. Al mismo tiempo, se ha podido comprender mejor la 

epidemiología y la genética de poblaciones de T. gondii debido al uso de nuevas 

técnicas que presentan una alta sensibilidad y especificidad (Ybañez et al., 2020). 

Entre estas nuevas técnicas están: el análisis de la homología molecular, el 

Polimorfismos en la Longitud de los Fragmentos de Restricción PCR-RFLP 

(Restriction Fragment Length Polymorphism), el método de secuenciación de 

microsatélites, el método de electroforesis de enzimas multilocus MLEE (Multi locus 

enzyme electrophoresis) y secuenciación de nueva generación (Dubey et al., 2010). 

Las metodologías mencionadas y el uso de proteínas que codifican a Toxoplasma 

gondii han servido para poder determinar una gran diversidad de genotipos a nivel 

mundial. Las proteínas utilizadas incluyen principalmente a los gránulos densos 

excretados secretados (GRA), Roptrias (ROP1 y ROP2) y los antígenos de 

superficie (SAG1, SAG2, SAG3) (Ybañez et al., 2020). Estos antígenos fueron unos 

de los primeros marcadores utilizados para caracterizar al parásito y son 

abundantes en la superficie de los taquizoitos, con función asociada a la unión, 

penetración y evasión de la célula hospedera (Burg et al., 1988). 

Los SAG2 (antes conocidas como p22) han sido utilizados para serodiagnóstico, 

inmunoterapias o desarrollo de vacunas y la distinción de los tres linajes principales 

del parásito (Burg et al., 1988; Huang et al., 2004; Cong et al., 2005; Fazaeli & 

Ebrahimzadeh, 2007). Sin embargo, ante el aumento de casos a nivel mundial de 

aislados no reconocidos con la proteína SAG2 y que tenían una mayor virulencia, 

se agregaron nuevos marcadores genéticos basados en PCR, los cuales se 

analizaron utilizando enzimas de restricción, con el fin de comprender mejor la 

distribución mundial, epidemiología molecular y la virulencia de estos genotipos 

conocidos como¨atípicos o exóticos¨ (Sibley, 2009; Pena et al., 2008). Entre los 

nuevos marcadores genéticos usados en diversas investigaciones sobre T. gondii 



 

tenemos, la Beta-tubulina (BTUB), proteína serina/treonina quinasa (PK1), las 

proteínas recombinantes c22 –8, c29–2, L358 y el marcador Apico para el genoma 

del apicoplasto, tal como se presenta en la tabla 1 (Sibley, 2009). Como vemos, el 

análisis de la homología molecular ha adquirido una gran importancia debido a que 

logra establecer la diversidad y evolución de las cepas analizadas a nivel mundial 

(Su et al., 2010).  

Tabla 1.  Genotipificación de T. gondii en diferentes regiones a nivel mundial 

País/Región Marcadores Animal  Muestra Resultados Referencia 

América del 

Norte 

SAG1, 5′ y 3′-SAG2, 

alt.SAG2, SAG3, BTUB, 

GRA6, c22 –8, c29–2, 

L358, PK1 y Apico 

Vida 

silvestre 

de 

América 

del Norte  

Pulmón 

y 

cerebro 

Linajes Tipo 

II, Tipo III y un 

cuarto linaje 

denominado 

Tipo 12 

(Dubey et 

al., 2011) 

República 

Democrática del 

Congo, Mali, 

Burkina Faso y 

Kenia 

SAG2 Gallinas 

de corral 

Cerebro 

y 

corazón 

I, II y III  (Dubey et 

al., 2005) 

Italia SAG2 Urracas Músculo 

mamario 

II, III (Mancianti 

et al., 2020) 

Japón SAG1, SAG2, SAG3, 

BTUB, GRA6, c22-8, 

c29-2, PK1 L358, Apico 

Monos 

ardillas 

Cerebro I, II (Nishimura 

et al., 2019) 

México SAG1, 5'- y 3'-SAG2, 

alt.SAG2, SAG3, BTUB, 

GRA6, c22-8, c29-2, 

L358, PK1 y Apico 

Puma Corazón #222 (cepa 

atípica) 

(Dubey et 

al., 2013) 

Costa Rica SAG1, SAG2, SAG3, 

BTUB, GRA6   

Pollos de 

corral 

Cerebro 

y 

corazón 

I, III, infección 

mixta (I/II, I/III) 

(Dubey et 

al., 2006) 



 

Brasil SAG1, 5 '+ 3' SAG2, alt. 

SAG2, SAG3, CS3, 

BTUB, GRA6, c22-8, 

c29–2, L358, PK1 y 

Apico 

Aves 

silvestres 

de vida 

libre 

Cerebro 

y 

corazón 

TgWildBrMG2 

y 

TgWildBrMG4 

(cepas 

atípicas) 

(Rêgo et al., 

2018) 

Brasil  SAG1, SAG2, SAG3, 

BTUB, GRA6, c22-8, 

c29-2, PK1, L358 y Apico 

Gatos 

salvajes 

Cerebro, 

corazón, 

pulmón, 

diafragma,

hígado 

ToxoDB #146 

(cepa atípica) 

(Melo et al., 

2016) 

San Cristóbal AG1, SAG2 (5′-3 ′ SAG2 

y alt.SAG2), SAG3, 

BTUB, GRA6, c22-8, 

c29-2, L358, PK1 y Apico 

Pollos de 

corral 

Cerebro ToxoDB # 

141, #13, 

#264, #265, 

#141 (cepas 

atípicas) 

(Hamilton et 

al., 2017) 

 

Diversas investigaciones realizadas en América Central y del Sur demuestran que 

no hay un patrón establecido con los linajes principales del parásito, Tipo I, Tipo II y 

Tipo III. En Costa Rica, se ha demostrado infección mixta en pollos de corral (ver 

tabla 1); por su parte en Brasil existen cuatro genotipos, los cuales se conocen como 

cepas brasileñas (BrI, BrII, BrIII y BrIV). También, se han aislado genotipos no 

clonales o también conocidas como ¨cepas atípicas¨, que están relacionadas con el 

desarrollo de una mayor virulencia en el hospedador (Silva et al., 2014). 

1.9 Antecedentes en Panamá 

1.9.1 Toxoplasmosis en animales silvestres  

Según las últimas estimaciones el Istmo de Panamá surgió hace 3 millones de años 

y desde ese entonces ha servido como puente natural para la migración de animales 

entre América del Norte y América del Sur (Woodring, 1966; Buchs et al., 2019). 

Felinos silvestres como el jaguar, puma, ocelote, tigrillo, yaguarundí y oncilla los 

podemos encontrar distribuidos a lo largo de todo el país y son responsables de la 

diseminación de los ooquistes del parásito en el ambiente. Con la presencia de 

estas 6 especies de felinos silvestres y con un clima húmedo tropical, en Panamá, 



 

se facilita el mantenimiento del parásito en la vida silvestre ( Reid, 2009; Dubey et 

al., 2009). Sin embargo, en Panamá aún no existen estudios de prevalencia de 

toxoplasmosis en estos tipos de animales silvestres contaminando el ambiente. 

En 1949, se iniciaron las investigaciones en animales silvestres para detectar el T. 

gondii por “de Rodaniche & Pinzón”. Ellos describieron la infección por el parásito 

en cobayos comprados tanto en la ciudad de Panamá como en el interior del país, 

los cuales fueron criados como mascotas y fuente de alimentos en estas zonas. En 

la necropsia observaron quistes en el bazo, hígado, pulmón y la pared peritoneal. 

Debido a que los cobayos son herbívoros, este caso representa una prueba de la 

ingestión de los ooquistes del Toxoplasma a partir del ambiente, además del hecho 

de generar un problema de salud pública en esa época ya que era utilizado como 

una alternativa de alimento para las familias (de Rodaniche & Pinzón, 1949). 

En agosto de 1953 llegó un caso de un mono cara blanca (Cebus capucinus) al 

Laboratorio del Instituto Conmemorativo Gorgas. El mono estaba moribundo y con 

sospecha de fiebre amarilla, por lo que fue sacrificado y aprovecharon para tomar 

suero del animal y con la misma, inocularon ratones para estudiar el desarrollo de 

la infección. Tres semanas después encontraron quistes de T. gondii en el cerebro 

y pulmón. Esta fue la primera descripción para la comunidad científica de la 

presencia del parásito en monos de cara blanca. Lamentablemente, en este caso, 

no hubo reporte de la procedencia del animal, por ende no se pudo identificar si la 

infección provino de la jungla o si la adquirió en cautiverio, dato importante para 

entender un poco más sobre la epidemiología del parásito (de Rodaniche, 1954a). 

Con los parásitos aislados del mono cara blanca, la investigadora Enid de 

Rodaniche se enfocó en estudiar la susceptibilidad de la enfermedad en otros 

primates. Rodaniche fue motivada por la existencia de diferentes trabajos 

publicados a nivel mundial, donde se reportaba un alto grado de resistencia de estos 

animales, la no existencia de parásitos en los tejidos y ninguna sintomatología 

asociada (Cowen & Wolf 1945). En su investigación, para la infección experimental, 

utilizaron 31 monos denominados comúnmente como mono Tití (Marikina geopfroyi) 

y 15 monos nocturnos (Aotus zonalis). Ambas especies resultaron ser altamente 



 

sensibles y desarrollaron una infección aguda después de la inoculación por varias 

vías. Con los resultados obtenidos, se logró una mejor visualización de la infección 

por T. gondii en primates nativos de Panamá (de Rodaniche, 1954b). La 

investigadora, de Rodaniche comprobó la existencia del parásito en monos, sin 

embargo, hasta ese momento no se conocía de casos de infección directa por la 

ingestión de aguas y/o suelos contaminados con el ooquiste del parásito en el Istmo. 

No fue hasta 1963, que se asoció una infección natural del T. gondii en un 

hormiguero (Tamandua tetradactyla) en la cordillera central del Darién. El criterio de 

identificación se basó tanto por la morfología como por pruebas inmunológicas, 

dándole validez a los resultados. Esto representó el reconocimiento de un nuevo 

hospedero para T. gondii, así como el primer registro de la infección en un edentado 

(Walton & Arjona, 1968). 

En esta misma provincia, se realizó un estudio de prevalencia de anticuerpo contra 

toxoplasma en ciertos mamíferos selváticos, favorecido por la construcción de la 

represa del río Bayano. Se rescataron 180 mamíferos de 22 especies distintas y se 

les tomó la muestra de sangre antes de liberarlos. Se encontró el anticuerpo en el 

11% (21/180) de los mamíferos analizados pertenecientes a grupos de carnívoros, 

omnívoros y un mirmecófago, sin embargo, un herbívoro y los mamíferos arbóreos 

resultaron negativos. Se asoció la presencia de T. gondii en esta clase de animal 

debido a la presencia en el área de felinos silvestres como ocelotes y jaguarundis, 

quienes liberan los ooquistes en el ambiente (Frenkel & Sousa, 1983). 

 

A nivel de diagnóstico, Frenkel y Escajadillo (1987), estudiaron la ruptura de quistes 

como mecanismo patogénico de la Encefalitis Toxoplásmica mediante la Técnica 

periódica de ácido schiff, seguida de la hematoxilina (PASH), y la Técnica de 

peroxidasa-antiperoxidasa (PAP). Los quistes aparentemente intactos se 

identificaron dentro de los nódulos microgliales en desarrollo, en un mono nocturno 

panameño (Aotus lemurinus). Este hecho comprobó por pruebas 

inmunohistoquímicas, el daño que ocasiona el parásito a nivel cerebral. Esto 

respalda la hipótesis que la desintegración de los quistes puede dar lugar a 



 

encefalitis clínica en presencia de una inmunidad aparentemente adecuada (Frenkel 

& Escajadillo, 1987). 

Con estos resultados obtenidos de susceptibilidad en el mono nocturno panameño 

(Aotus lemurinus), el siguiente estudio se enfocó en medir la efectividad de la 

sulfadiazina o la vacuna ts-4 no persistente contra el parásito en 26 animales. La 

quimioprofilaxis fue por vía subcutánea con dosis entre 60 a 300 mg de sulfadiazina 

por día durante 40 días. Cinco monos (19%) sobrevivieron durante más de un año, 

10 murieron después de una enfermedad prolongada y 11 murieron tan rápido como 

los siete controles. La sufadianizina o la vacuna ts-4 no presentó un efecto protector 

al hospedero, por lo tanto, no fue exitosa, sin embargo, la sensibilidad observada 

en estos animales sirvió como referencia en el uso potencial de los mismos para 

futuros estudios en la búsqueda de una vacuna contra la toxoplasmosis (Escajadillo 

& Frenkel, 1991). 

1.9.2 Estudios sobre Toxoplasmosis en animales domésticos 

En 1943 Johnson describe el primer caso de toxoplasmosis en animales 

domésticos. El mismo se dio en un grupo de palomas mensajeras del Ejército de 

Estados Unidos en la Zona del Canal de Panamá. Estas se enfermaron 

repentinamente presentando cuadros de fiebre alta, debilidad, encefalitis y neuritis 

leves. Las aves, en especial las palomas, son importantes hospederos 

intermediarios del parásito, debido a que son una de las principales presas de los 

felinos, además de poseer una amplia distribución geográfica, lo cual facilitan el 

mantenimiento y propagación del parásito en el ambiente (de Rodaniche & Pinzón 

1949).  

En esta misma zona, Grocott (1950) informó de un caso de toxoplasmosis en un 

perro, donde se le encontró el parásito en el músculo cardíaco, siendo así el primer 

reporte para el país del contacto de T. gondii con animales que viven en áreas 

peridomiciliarias. Podemos observar que la Zona del Canal ya presentaba dos casos 

en paloma, por lo que se puede proyectar como un ambiente contaminado por los 

ooquistes del parásito. 

Esta conexión, entre perros con el parásito, se confirmó en un estudio realizado en 



 

las regiones de Bayano y San Blas. Los perros se pueden convertir en vectores 

mecánicos debido a sus hábitos coprofágicos. Además, el posible contacto directo 

con ambientes contaminados y la cercanía a gatos domésticos, pueden facilitar la 

permanencia del parásito en el ambiente (Etheredge et al., 2004). 

Por otro lado, un estudio realizado en porcinos en 6 provincias de Panamá demostró 

una alta prevalencia de infección, donde la provincia de Panamá presentó la mayor 

positividad con un 59.5%. Estos resultados resaltan la importancia de la 

actualización de normas y protocolos nacionales para la búsqueda de este parásito 

en carnes para consumo humano, debido al riesgo presente y más cuando estas 

son poco cocinadas (Correa et al., 2008). 

Un reciente estudio realizado en gatos y perros domésticos de diferentes regiones 

metropolitanas de Panamá determinó, la seroprevalencia del parásito con un 25% 

en gatos y un 32,23% en perros utilizando un ensayo de inmunoadsorción 

enzimática indirecta comercial (ELISA). El análisis estadístico indicó que existen 

variables relevantes relacionadas con la prevalencia del parásito, como la edad de 

los animales y la cercanía con el ser humano. Animales domésticos como los perros 

y gatos infectados con el parásito pueden representar un riesgo como factor de 

transmisión dependiendo de los hábitos higiénicos, culturales y ambientales 

(Rengifo-Herrera, et al., 2017). 

  



 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

CAPÍTULO II 

MATERIALES Y 

MÉTODOS 
  



 

2.0 Materiales y métodos 

2.1 Descripción 

2.1.1 Área de estudio  

Las muestras de animales silvestres fueron colectadas en el Parque Nacional 

Soberanía, el cual está situado a lo largo de la ribera este del Canal de Panamá 

(Figura 14). Este Parque forma parte de su cuenca hidrográfica y fue declarada zona 

protegida en 1980 mediante el Decreto Ejecutivo Nº 13 del 27 de mayo. Ocupa las 

provincias de Panamá y Colón y es una de las áreas protegidas del país de más 

fácil acceso. Este parque es el hábitat de más de 1300 especies de plantas y 525 

especies de aves. Además han sido identificadas 105 especies de mamíferos, 79 

especies de reptiles y 55 de anfibios entre otros. El Parque Nacional Soberanía 

forma parte del corredor biológico de áreas protegidas en la zona este del Canal de 

Panamá que también incluye el Parque Natural Metropolitano, el Parque Nacional 

Camino de Cruces y el Lago Gatún (Panamá, Ministerio de Desarrollo Agropecuario 

1980). 

 

Figura 13. Parque Nacional Soberanía, sitio de muestreo de los animales silvestres. 
 



 

2.1.2 Tipo de muestra 

Fueron colectadas muestras de tejidos (cerebro, músculo esquelético, 

hígado, corazón y pulmón) de una gran variedad de aves, mamíferos y reptiles, 

obtenidas a través de necropsias realizadas a animales fallecidos naturalmente en 

el Parque. Las muestras se guardaron a -20ºC en las instalaciones del Instituto de 

Investigaciones Científicas y Servicios de Alta Tecnología (INDICASAT AIP). Las 

necropsias se realizaron con el apoyo de pinzas de disección y bisturí desechables 

para cada animal, las cuales nos facilitaron la manipulación adecuada de la muestra 

(evitamos la contaminación de nuestras muestras). El tamaño aproximado del tejido 

fue de 20  g, los cuales se preservaron en tubos Eppendorf de 2 ml, que contenían 

etanol al 70%. 

 

2.1.3 Extracción de ADN 

Para realizar la extracción de ADN a los tejidos colectados de animales 

silvestres se utilizó el kit GENTRA PUREGENE de QIAGEN. Este kit de extracción 

permite la purificación de ADN de alto peso molecular (100–200 kb). También, el 

procedimiento de purificación elimina suavemente los contaminantes e inhibidores 

y permite que las muestras se purifiquen para utilizarlas como referencias a largo 

plazo (QIAGEN Technologies, 2011). A los tejidos se les cortó una masa 

aproximada de 5 a 10 mg de tejido. Posteriormente fueron macerados y colocados 

en tubos de 1.5 ml, que contenía 300 µl de solución de lisis. Para obtener un mayor 

rendimiento de la muestra, se agregó 1.5 µl de Proteinasa K para luego ser incubado 

a 65°C por 60 minutos. 

Luego de la incubación, se añadió 1.5 µl de Rnasa A y se incubó a 37°C por 

15 minutos en una placa de calor, posteriormente se incubó por 1 minuto en hielo. 

Pasado el tiempo, se agregó 100 µl de la Solución de Precipitación, homogenizando 

los tubos suavemente con un vortex y finalmente se centrifugó a 16000xg por 3 

minutos. Después de precipitar las proteínas, se procedió a extraer el sobrenadante, 

este se colocó en tubos limpios de 1.5 ml, los cuales contenían 300 µl de 

Isopropanol. Posteriormente se homogenizaron suavemente y se centrifugaron por 

1 minuto a 16,000 xg RCF. Luego, se descartó el sobrenadante, quedando solo el 



 

pellet, al cual se le agregaron 300 µl de Etanol (grado molecular) y se centrifugó a 

16,000 xg RCF por 1 minuto; nuevamente se descartó el sobrenadante y se vertió 

el tubo en papel absorbente. Para el almacenamiento del ADN se agregó 100 µl de 

solución de hidratación de ADN. 

 

2.1.4 Cuantificación de muestras de ADN en NanoDrop 

Después de la extracción, se procedió a cuantificar el ADN en un NanoDrop 

modelo 2000 de la marca Thermo Scientific. Este equipo nos indicó las 

concentraciones de ácidos nucleicos en nanogramos. Para realizar las mediciones, 

se siguieron los siguientes pasos según el manual del equipo (figura 14). 

 

Figura 14. Medición de la concentración de ADN de los animales silvestres en 

NanoDrop (Thermo Fisher Scientific, 2009).  

 



 

2.1.5 Detección de Toxoplasma gondii en muestras de animales silvestres por 

medio de la técnica de PCR y utilizando como marcador molecular el gen B1 

El Gen B1 fue utilizado como marcador molecular de cribado o tamizado para 

la detección de T. gondii en muestras de tejido de animales silvestres. Este 

marcador molecular nos permitió trabajar con un gran volumen de muestras e 

identificar los animales con algún tejido positivo para la infección por T. gondii. El 

gen B1 posee una alta sensibilidad y especificidad en el reconocimiento de T. gondii, 

esto se atribuye al número de copias que este gen presenta en el genoma del 

parásito (35), además, de ser altamente específico para T. gondii. Por lo tanto, este 

gen es utilizado como marcador molecular para la amplificación del ADN del 

parásito, utilizando la técnica de reacción en cadena de la polimerasa (PCR). Este 

procedimiento puede ser utilizado en la detección del parásito en muestras de 

sangre y  el tejido (Burg et al., 1989); y ha sido probado con numerosas cepas en 

una gran cantidad de estudios (Mahalakshmi et al., 2010). 

Para esta etapa se utilizaron dos pares de cebadores que reconocen 

secuencias específicas dentro del gen B1 de T. gondii. El proceso de amplificación 

se realizó en 2 etapas. La primera ronda consistió en la ampliación de un fragmento 

de 289 pares de bases (pb) con los cebadores: forward JW 62 - 5’- 

TTCTCGCCTCATTTCTGGGTCTAC-3’ y reverse JW 63 - 5’- 

GCACCTTTCGGACCTCAACAACCG-3’, a una concentración de 2.5 µM 

(micromolar) en una mezcla de 25 µL. Para el proceso de amplificación de ADN se 

colocaron las muestras en el termociclador (Applied Biosystems™ modelo 2720) a 

95°C por 2 minutos, seguidos por 35 ciclos de 95°C 30s, 55°C por 30s, 72°C por 

30s y finalmente 72°C por 5 minutos. La segunda ronda consistió en la re-

amplificación de un fragmento menor (115pb) de la secuencia que codifica el gen 

B1. El producto de ADN obtenido en la primera ronda de PCR se utilizó para la 

amplificación de este fragmento; en este caso, los cebadores se anidaron a una 

región más interna del primer fragmento amplificado. 

 



 

2.1.6. PCR-RFLP – Genotipificación de Toxoplasma gondii en tejidos de 

animales silvestres 

Todas las muestras de tejido que resultaron positivas con los PCR realizados 

utilizando el gen B1 de T. gondii, fueron seleccionadas para proceder con la 

genotipificación de las muestras. Para este proceso se utilizaron los marcadores 

moleculares SAG1, Alt.SAG2, 3’SAG2, 5’SAG2, SAG3, GRA6, BTUB, L-358, C29-

2 y APICO (de Melo et al., 2006; Su et al., 2006). Después de la primera ronda de 

amplificación, todos los productos fueron reamplificados mediante la técnica de 

nested-PCR (n-PCR), seguida de cortes con enzimas de restricción (RFLP). Todos 

estos genes codifican para proteínas involucradas en importantes procesos 

fisiológicos, bioquímicos e inmunológicos (procesos de invasión) del parásito. 

También, a través de estos genes es posible inferir relaciones filogenéticas entre 

diferentes genotipos de T. gondii asociados con sus reservorios o a diversas 

patologías observadas en el desarrollo de la enfermedad. 

Para cada uno los marcadores se llevó a cabo una reacción de PCR externa 

utilizando 25 µL de mezcla de reacción que contenía 12,5 µL de Master Mix 1X 

(Promega), cebador externo (25 µM), 1,5 µL del ADN del animal silvestre y agua 

libre de nucleasas. La reacción de PCR externa se llevó a cabo en un termociclador 

T 100 (BIO RAD) utilizando el siguiente ciclo: 95°C durante 4 minutos, 30 ciclos de 

94°C por 30 segundos, 55°C durante 1 minuto, 72°C durante 2 minutos y 15°C 

durante 5 minutos. La PCR anidada se llevó a cabo en 25 µL de mezcla de reacción 

que contenía 12,5 µL de Master Mix 1X (Promega), cebador interno (50 µM), 2,5 µL 

de producto de PCR externo (para el marcador 3'SAG-2), una dilución 1:1000 (para 

los marcadores alt.SAG2, 5’SAG2 y APICO) y 1,5 µL de producto de PCR externo 

(SAG1, SAG3, GRA6, BTUB, L-358 y C29-2) y agua libre de nucleasas. Ciclo de 

PCR anidado, 95°C durante 4 minutos, 35 ciclos de 94°C durante 30 s, 60°C durante 

1 minuto, 72°C durante 2 minutos y 15°C durante 5 minutos. Las cepas de referencia 

RH perteneciente al linaje Tipo I y la cepa PDS perteneciente al linaje tipo II, fueron 

utilizadas como controles positivos. 

 



 

Las enzimas de restricción usadas para cada una de los marcadores 

moleculares se describen en la tabla 2.



Tabla 2. Marcadores moleculares utilizados en el PCR-RFLP en muestras de ADN de animales silvestres  

 

Marcador 

molecular 
Cebadores externos Cebadores internos 

Enzima de 

restricción 

Temperatu

ra 

de 

incubación 

Tiempo de 

incubación 

SAG1 
F:GTTCTAACCACGCACCCTGAG 

R:AAGAGTGGGAGGCTCTGTGA 

F:CAATGTGCACCTGTAGGAAGC 

R:GTGGTTCTCCGTCGGTGTGAG 

Sau96I + 

HaeII (doble 

digestión) 

37°C 60 minutos 

alt.SAG2 
F: GGAACGCGAACAATGAGTTT 

R: GCACTGTTGTCCAGGGTTTT 

F: ACCCATCTGCGAAGAAAACG 

R: ATTTCGACCAGCGGGAGCAC 

HinfI + TaqI          

(doble 

digestión) 

37°C y 

65°C 

30 minutos 

y 30 

minutos 

3’SAG2 
F: TCTGTTCTCCGAAGTGACTCC 

R: TCAAAGCGTGCATTATCGC 

F: ATTCTCATGCCTCCGCTTC 

R: AACGTTTCACGAAGGCACAC 
HhaI 37°C 60 minutos 

5’SAG2 
Utiliza los cebadores del externo de 

alt.SAG2 

F: GAAATGTTTCAGGTTGCTGC 

R: GCAAGAGCGAACTTGAACAC 
MboI 37°C 60 minutos 

SAG3 
F: CAACTCTCACCATTCCACCC 

R: GCGCGTTGTTAGACAAGACA 

F: TCTTGTCGGGTGTTCACTCA 

R: CACAAGGAGACCGAGAAGGA 
NciI 37°C 60 minutos 

GRA6 
F: ATTTGTGTTTCCGAGCAGGT 

R: GCACCTTCGCTTGTGGTT 

F: TTTCCGAGCAGGTGACCT 

R: TCGCCGAAGAGTTGACATAG 
MseI 37°C 60 minutos 



 

BTUB 
F: TCCAAAATGAGAGAAATCGT 

R: AAATTGAAATGACGGAAGAA 

F: GAGGTCATCTCGGACGAACA 

R: TTGTAGGAACACCCGGACGC 

BsiEI+TaqI   

(doble 

digestión) 

37°C 60 minutos 

L-358 
F: TCTCTCGACTTCGCCTCTTC 

R: GCAATTTCCTCGAAGACAGG 

F: AGGAGGCGTAGCGCAAGT 

R: CCCTCTGGCTGCAGTGCT 

HaeIII+NlaII

I (doble 

digestión) 

37°C 60 minutos 

C29-2 
F: ACCCACTGAGCGAAAAGAAA 

R: AGGGTCTCTTGCGCATACAT 

F: AGTTCTGCAGAGTGTCGC 

R:TGTCTAGGAAAGAGGCGC 

HpyCH4IV+

RsaI (doble 

digestión) 

37°C 60 minutos 

PK1 
F: GAAAGCTGTCCACCCTGAAA 

R: AGAAAGCTCCGTGCAGTGAT 

F: CGCAAAGGGAGACAATCAGT 

R: TCATCGCTGAATCTCATTGC 

AvaI+RsaI     

(doble 

digestión) 

37°C 60 minutos 

APICO 
F: TGGTTTTAACCCTAGATTGTGG 

R:AAACGGAATTAATGAGATTTGAA 

F: GCAAATTCTTGAATTCTCAGTT 

R: GGGATTCGAACCCTTGATA 

AflII+DdeI    

(doble 

digestión) 

37°C 60 minutos 



2.1.7. Análisis del producto de PCR mediante electroforesis  

Se visualizaron los productos de PCR por medio de la cámara UltraLum 

(Omega 5058), donde se colocaron los geles de agarosa (bajo peso molecular) al 

1.5% con el ADN amplificado. Los productos de ADN se corrieron con una corriente 

eléctrica de 104 Voltios. Se preparó un gel de agarosa al 2.5% para la digestiones 

enzimáticas, con la digestión del marcador APICO que se utilizó un gel de agarosa 

al 3% y se corrió a 88 voltios por una hora y media. 

 

2.1.8. Preparación del gel de agarosa 

En un frasco de Erlenmeyer, se vertió 80 ml de buffer TBE 1X, luego se pesó 

1.2 gramos de Agarosa (bajo peso molecular) en polvo y se mezcló en el Erlenmeyer 

junto con el buffer TBE 1X. Esta mezcla se calentó en el microondas por 1 minuto, 

revolviendo el frasco cada 30 segundos para disolver completamente la agarosa. 

Esperamos que la temperatura del líquido estuviera aproximadamente en 48°C y 

con una micropipeta se añadió 2 µl de Bromuro de Etidio y revolvimos la mezcla 

previamente enfriada, luego se vertió el líquido en el molde de la cámara de 

electroforesis y colocamos 1 o 2 peines de acuerdo con la cantidad de muestras 

que corrimos en el gel.  

 

2.1.9. Preparación de muestras y marcador 

El buffer que se utilizó para realizar la corrida de las muestras en la cámara 

de electroforesis fue el TBE 1X. También empleamos un marcador de peso 

molecular (PCR Core kit with Taq DNA polymerase IF SL BW 5942) de 100 pb y se 

colocó un volumen de 1.5 µl en los pocillos del gel. Por otro lado, el gel se cargó 

con un volumen de 5µl del producto de PCR (ADN amplificado) y las muestras 

fueron corridas a 104 Voltios por 45 minutos. 

 

2.1.10. Análisis estadísticos 

Se utilizó la aplicación GraphPad prism 6 (analiza, grafica y presenta datos 

científicos). Se emplearon tablas de contingencia donde se analizaron asociaciones 



 

entre varias variables y utilizamos la prueba de chi cuadrado (chi-square) para 

determinar si existe o no diferencia significativa entre las variables analizadas. 

  



 

 

 

 

 

Capítulo III 

Resultados  



 

3.1. Frecuencia de infección de Toxoplasma gondii en animales silvestres 

 

3.1.1 Frecuencia de infección de T. gondii en animales silvestres utilizando el 

gen B1, como marcador molecular 

Este estudio fue realizado en animales silvestres procedentes del Parque Nacional 

Soberanía. Un total de ciento cuarenta animales fueron analizados utilizando el gen 

B1 como marcador molecular de tamizaje. A través de este marcador se determinó 

una frecuencia de infección de T. gondii de 60% (84/140) en el total de las muestras 

analizadas; esta frecuencia se distribuyó entre las clases de animales de la siguiente 

forma: 20% (28/140) en mamíferos, 33.57% (47/140) en aves y 6.42% (9/140) en 

reptiles (figura 15).  

 

 

Figura 15. Porcentaje total de animales silvestres positivos para T. gondii con el gen 
B1 como marcador molecular. Se observó una frecuencia de infección del 60% 
(84/140) en el total de la población analizada. 

 

Las poblaciones de aves y mamíferos fueron analizadas individualmente, 

mostrando una frecuencia de infección para T. gondii de 61% (47/77) y 60.87% 

(28/46) respectivamente. Los análisis estadísticos realizados para comparar los 

porcentajes de ambas poblaciones (aves y mamíferos) no mostraron diferencia 

estadística significativa (Chi X2 =0.0003473, GL 2, P<0.05 [P=0.9998]). La población 



 

de reptiles fue pequeña (17 muestras), en comparación con las poblaciones de aves 

y mamíferos, por lo tanto, no se incluyó en los análisis estadísticos, sin embargo, se 

observó una frecuencia de infección de 52.94% (9/17) (figura 16). 

 

Figura 16. Porcentaje de positividad para la infección por T. gondii en poblaciones 
de animales silvestres procedentes del Parque Nacional Soberanía. Las líneas 
conectadas representan las poblaciones comparadas estadísticamente y la 
abreviatura ns representa la no significancia estadística entre las poblaciones de 
aves y mamíferos. 

 

3.1.2 Porcentaje de positividad para diferentes órganos obtenidos en aves, 

mamíferos y reptiles utilizando el gen B1. 

Con el fin de evaluar la frecuencia de migración de T. gondii hacia diferentes 

órganos de sus hospederos, se analizaron un total de 505 muestras de tejidos. Las 

muestras se extrajeron de diferentes órganos como: cerebro, corazón, músculo 

esquelético, hígado y pulmón de 101 animales, distribuidos entre 70 de aves, 24 

mamíferos y 7 reptiles. 

 

Se observó una migración homogénea del parásito en todos los órganos analizados 

para cada una de las clases de animales. Los análisis estadísticos no mostraron 



 

diferencia significativa, cuando se comparó la infección de T. gondii entre los 

órganos de la población de aves (Chi X2 =1.361, GL 8, P<0.05 [P=0.9948]). De igual 

forma se observó en la población de mamíferos (Chi X2 =1.554, GL 8, P<0.05 

[P=0.9918]). Debido al tamaño de muestra en la población de reptiles (7) no fue 

posible realizar los análisis estadísticos (Figura 17). 

 

Figura 17. Porcentaje de positividad en los diferentes órganos analizados para aves 
y mamíferos procedentes del Parque Nacional Soberanía. La línea sobre cada una 
de los órganos comparados y la ns representa la no significancia estadística entre 
los órganos de las poblaciones de aves y mamíferos. 
 

3.1.3 Genotipificación directa mediante la técnica RFLP-PCR en muestras de 

tejidos de animales silvestres. 

Un total de doscientos cinco muestras de ADN positivas para la infección por T. 

gondii fueron examinados utilizando once marcadores moleculares (SAG1, 

Alt.SAG2, 3’SAG2, 5’SAG2, SAG3, GRA6, BTUB, L-358, C29-2, PK1 y APICO) 

previamente descritos para realizar la caracterización genética de T. gondii. Del total 

de muestras analizadas apenas cuarenta y ocho se lograron amplificar con los 

siguientes marcadores: SAG1, Alt.SAG2, 3’SAG2, 5’SAG2, SAG3, GRA6 y APICO.  



 

Con el marcador alt.SAG2 se caracterizaron dieciocho muestras de ADN 

procedentes de las poblaciones de aves, mamíferos y reptiles. A través de este 

marcador se observaron dieciseis muestras con un patrón de bandas compatible 

con el linaje Tipo II y una muestra con el linaje Tipo I. Una muestra de ADN no 

presentó ninguna de los cortes de bandas esperados para los tres linajes principales 

de T. gondii (muestra representada como n. a en la tabla 3). 

 

Figura 18. PCR-RFLP alt. SAG2. La digestión se realizó 
utilizando las enzimas HinfI y TaqI. El patrón de bandas para definir el linaje Tipo I 
fue de 350pb y 175pb. Para definir el Tipo II el patrón de bandas fue de 350pb y 
120pb. Para las figuras 18a y 18b el M representa el marcador molecular de 100 pb. 
El pocillo 1 representa el control negativo; el pocillo 2 representa el control positivo 
para el genotipo I (cepa RH); el pocillo 3 representa el control positivo para el 
genotipo II (cepa PDS). Figura 18a: los pocillos del 4 al 15 mostraron patrones de 
bandas compatibles con el genotipo II. Figura 18b: pocillo 16 mostró un patron de 
bandas compatible con el genotipo I.

Figura 18a Figura 18b 



Tabla 3. Caracterización molecular de T. gondii en muestras de animales silvestres 

Número 
de 

animal 
Especie 

Nombre 
común 

Tipo de 
animal 

Distribución 
geográfica 

Dieta 
Comporta

miento 
Tejido alt.SAG2 3’SAG2 5’SAG2 GRA6 SAG3 SAG1 Apico 

1 Iguana iguana Iguana Reptil México a Argentina Omnivoro Arbóreo Pulmón II - I/II - - - - 

2 Iguana iguana Iguana Reptil México a Argentina Omnivoro Arbóreo Corazón II - I/II - - - II 

3 
Nyctidromus 

albicolis 
tapacaminos 

común 
Ave 

Estados Unidos a 
Argentina 

Insectívoro 
Arbóreo 

/Terrestre 
Ojo II I/III - - - - - 

4 Piaya cayana Cuco ardilla Ave México a Argentina Omnívoro Arbóreo Hígado II - I/II - - - II 

5 Piaya cayana Cuco ardilla Ave México a Argentina Omnívoro Arbóreo Pulmón II - I/II - - - - 

6 Buteo platypterus Gavilán aludo Ave Canadá a  Bolivia Carnívoro Arbóreo 
M. 

esquelético 
II - I/II - - - II 

7 Buteo platypterus Gavilán aludo Ave Canadá a  Bolivia Carnívoro Arbóreo Hígado I - I/II - II - - 

8 Turdus grayi Mirlo pardo Ave 
Estados Unidos a 

Colombia 
Omnívoro Arbóreo Pulmón II - I/II II II - II 

9 
Hydrochoerus 
hydrochaeris 

Capibara Mammífero 
Panamá a 
Argentina 

Herbívoro Terrestre Hígado II I/III - - - - - 

10 
Hydrochoerus 
hydrochaeris 

Capibara Mammífero 
Panamá a 
Argentina 

Herbívoro Terrestre Cerebro II - I/II - - - - 

11 
Tamandua 
mexicana 

Hormiguero Mammífero México a Ecuador Carnívoro 
Arbóreo 

/Terrestre 
M. 

esquelético 
n.a II - I - - I 

12 
Dasypus 

novemcinctus 
Armadillo Mammífero 

Estados Unidos a 
Argentina 

Carnívoro Terrestre Cerebro - I/III I/II - - - II 

13 
Dasypus 

novemcinctus 
Armadillo Mammífero 

Estados Unidos a 
Argentina 

Carnívoro Terrestre Corazón II - I/II - - - - 

14 Potus flavos Cusumbí Mammífero México a Brasil Omnívoro Arbóreo Hígado II II I/II II - II/III II 

15 Potus flavos Cusumbí Mammífero México a Brasil Omnívoro Arbóreo Pulmón - I/III I/II - - - II 

16 
Saguinus 
geoffroyi 

Tamarino 
de Geoffroy 

Mammífero 
Panamá a 
Colombia 

Omnívoro Arbóreo Cerebro II I/III - - - - - 

17 Potus flavos Cusumbí Mammífero México a Brasil Omnívoro Arbóreo Cerebro II II I/II - - - II 

18 Potos flavos Cusumbí Mammífero México a Brasil Omnívoro Arbóreo Hígado II - I/II - - - - 

19 
Dasyprocta 

punctata 
Ñeque Mammífero México a Ecuador Frugívoro Terrestre 

M. 
esquelético 

- I/III I/II - - - - 



Para el marcador molecular SAG2 se caracterizaron cuarenta y ocho muestras de 

ADN específicamente para el fragmento 3’SAG2, procedentes de las poblaciones 

de aves, mamíferos y reptiles. A través de este marcador molecular se observaron 

diecisiete muestras con un patrón de bandas compatible con el linaje Tipo II. Para 

el resto de las  muestras (treinta y uno) no se observaron cortes al agregar la enzima 

de restricción correspondiente (Hhal); por lo tanto, no se logró definir el tipo de 

genótipo de T. gondii en estas muestras de ADN (tabla 3). Con el fragmento 5'-

SAG2 se caracterizaron cuarenta y seis muestras de ADN procedentes de las 

poblaciones de aves, mamíferos y reptiles. Mediante la enzima de restricción MboI 

no se logró definir el patrón de banda correspondiente al linaje Tipo III; por lo tanto 

las muestras quedaron por determinar si eran linaje tipo I o linaje tipo II (Tabla 3). El 

granulo denso 6 (GRA6), también se utilizó como marcador para la genotipificación 

de las muestras de ADN evaluadas. Los resultados obtenidos por este marcador 

mostraron tres muestras de ADN con patrones de bandas similares al genotipo II y 

al genotipo I (Figura 19). De estas muestras dos pertenecian a la clase mamífera y 

una a la clase de aves (Tabla 3). 



 

 

Figura 19. Digestión enzimática para el fragmento del gen GRA6 utilizando la 
enzima de restricción MseI. El patrón de bandas para definir el linaje Tipo I fue de 
80pb y 280pb y para el Tipo II de 170pb y 180pb. M: representa el marcador 
molecular de 100 pb.  El pocillo 1: representa el control negativo; el pocillo 2 
representa el control positivo para el genotipo I (RH); el pocillo 3 representa el 
control positivo para el genotipo II (PDS), los pocillos 4 y 5 mostraron patrones de 
bandas compatibles con el genotipo II. Pocillo 6 mostró un patrón de bandas 
compatibles con el genotipo I. 

 

El antígeno de superficie SAG1 también fue utilizado para caracterizar las 

muestras de ADN procedentes de las poblaciones de mamíferos y aves. Con este 

marcador se obsdervó un patrón de bandas similar al genotipo II (figura 20). Sin 

emgargo, la digestión enzimática de este fragmento no define los genotipos II y III 

porque los tamaños de bandas son iguales. Esta muestra en particular pudo ser 

definida como genotipo II a través de cuatro marcadores moleculares como 

alt.SAG2, 3´SAG2, GRA6 y APICO. 



 

 

Figura 20. PCR-RFLP SAG1. La digestión se realizó utilizando las enzimas Sau96I 
y HaeII. El patrón de bandas para definir el linaje Tipo I fue de 50pb y 350pb y para 
el Tipo II de 110pb y 310pb. M representa el marcador molecular 100 pb. El pocillo 
1 representa el control negativo; el pocillo 2 representa el control positivo para el 
genotipo I (cepa RH); el pocillo 3 representa el control positivo para el genotipo II 
(cepa PDS). El pocillo 4 mostró un patrón de bandas compatible con el genotipo II. 

 

El antígeno de superficie SAG1 también fue utilizado para caracterizar las muestras 

de ADN procedentes de las poblaciones de mamíferos y aves. Con este marcador 

se observó un patrón de bandas similar al genotipo II (figura 20). Sin emgargo, la 



 

digestión enzimática de este fragmento no define los genotipos II y III porque los 

tamaños de bandas son iguales. Esta muestra en particular pudo ser definida como 

genotipo II a través de cuatro marcadores moleculares como alt.SAG2, 3´SAG2, 

GRA6 y APICO. 

Con el antígeno de superficie SAG3 se logró caracterizar dos muestras de ADN 

procedente de muestras de aves. Con este marcador se observó un patrón de 

bandas similar al genotipo II (figura 21). 

 

Figura 21 PCR-RFLP SAG3. Digestión enzimática con la enzima de restricción NciI. 

El patrón de bandas para definir el linaje Tipo I fue de 50pb y 100pb y para el Tipo 

II de 220pb. Marcador molecular de 100 pb, C- representa el control negativo, C+: 

representa el control positivo para el genotipo I (cepa RH); C+: representa el control 

positivo para el genotipo II (cepa PDS. Pocillos 1 y 2 mostraron patrones de bandas 

compatibles con el genotipo II .  

 



 

El último marcador molecular con el cual se pudo caracterizar las muestras de ADN 

de animales silvestres fue el gen APICO. Se genotipificaron nueve muestras 

procedentes de las poblaciones de aves, mamíferos y reptiles. Se observaron ocho 

muestras con un patrón de bandas compatible con el linaje Tipo II y una muestra 

con el patrón de banda compatible con el linaje Tipo I. (figura 22). 

 

Figura 22. PCR-RFLP APICO. La digestión se realizó utilizando las enzimas AflII y 
DdeI. M: El patrón de bandas para definir el linaje Tipo I fue de 120pb y 320pb y 
para el Tipo II de 160pb y 170pb. M representa el marcador molecular de 100 pb. El 
pocillo 1 representa el control negativo; el pocillo 2 representa el control positivo 
para el genotipo I (cepa RH); el pocillo 3 representa el control positivo para el 
genotipo II (cepa PDS). Pocillos del 4 al 8 mostraron patrones de bandas 
compatibles con el genotipo II. Pocillo 9 mostró un patrón de bandas compatible con 
el genotipo I.  

 

Los marcadores moleculares C29-2 L-358, BTUB y PK1 no lograron caracterizar 

ninguna de las muestras de ADN procedentes de animales silvestres. Los 

marcadores moleculares L-358 y BTUB no amplificaron ninguna muestra, ni en el 



 

PCR externo ni con el Nested PCR. En cambio con los marcadores C29-2 y PK1 se 

lograron amplificar las bandas esperadas, sin embargo, debido a la gran cantidad 

de bandas inespecíficas observadas en el Nested PCR, no fue posible realizar los 

cortes con las enzimas de restricción correspondientes para identificar el genótipo.  

 

 

 

 

 

 

 

 



 

 

 

CAPÍTULO IV 

DISCUSIÓN 
 

  



 

Toxoplama gondii actualmente se ha convertido en un problema a nivel 

veterinario muy importante debido a que puede infectar tanto a animales 

domésticos, como animales silvestres y causarles patologías como: abortos, 

neumonía, miositis, miocarditis y encefalitis (Dubey, 2010; Roqueplo et al., 2011). 

En Panamá, el primer reporte de Toxoplasma gondii en animales silvestres se 

realizó en un mono de cara blanca (de Rodaniche 1954); sin embargo, hasta el 

momento no se había realizado un estudio para saber la frecuencia de infección del 

parásito, ni los genotipos que circulan en la vida silvestre de Panamá. Por lo tanto, 

la caracterización de las muestras de ADN de las poblaciones de aves, mamíferos 

y reptiles nos ayudaron a comprender los ciclos de transmisión que ocurren en el 

ambiente silvestre, hospedadores intermediarios, migración tisular del parásito y 

frecuencia de los genotipos en la población de animales silvestres. 

En nuestros resultados se observó una alta frecuencia de infección (60%) del 

parásito T. gondii en poblaciones de animales silvestres con características 

distintivas de comportamiento, temperatura corporal, dieta y hábitat. Esta frecuencia 

de infección es comparable con estudios realizados en Brasil, donde se encontró 

una frecuencia de infección en animales silvestres del 62.4% (Ferreira et al., 2018) 

y en Chile de 67.7% (Barros et al., 2018). Esto demuestra que los ambientes 

silvestres en Panamá (suelo y agua) están altamente contaminados con ooquistes 

del parásito; lo cual es promovido por el clima tropical húmedo, las altas 

precipitaciones, la cadena trófica y el contacto de la vida silvestre con ambientes 

perturbados por actividades antropogénicas, los cuales facilitan la propagación y 

permanencia del parásito en hospedadores intermediarios y hospedadores finales 

(Rego et al., 2018). Nuestros datos concuerdan con las investigaciones realizadas 

por Beneson y colaboradores (1982), quienes reportaron un brote de T. gondii en 

soldados de la armada de los Estados Unidos, por el consumo de agua contaminada 

con ooquistes del parásito. Cabe destacar que una de las hipótesis que se maneja 

sobre la historia evolutiva del parásito T. gondii, sostiene que debido al surgimiento 

del Istmo se facilitó la diseminación del parásito hacia América del Sur por medio 

del ocelote (O'Brien et al., 2008), por lo que también, se puede facilitar nuestra 

comprensión sobre la presencia del parásito en el país y su variabilidad genética; la 



 

cual probablemente fue enriquecida desde sus inicios por el tránsito de una gran 

diversidad de animales. Panamá desde su surgimiento se le ha relacionado con el 

Gran Intercambio Biótico Americano, por facilitar el tránsito e interacción de un gran 

número de especies de animales. Esta biodiversidad de especies en el istmo, 

aunada con los diferentes ambientes, clima cálido y húmedo, acceso al océano 

Pacífico y Atlántico, bosques estratificados; tiene un efecto directo sobre los 

diferentes factores de transmisión, , ciclo de vida y frecuencia de infección, tanto en 

animales como en el hombre.  

En este estudio, se analizaron una gran variedad de animales silvestres 

(setenta y siete aves, cuarenta y seis mamíferos y diecisiete reptiles), en los cuales 

no se observó diferencia estadística significativa cuando se analizó la frecuencia de 

infección del parásito entre las clases de aves y mamíferos. Estas poblaciones de 

animales son importantes en el mantenimiento del ciclo de vida del parásito; las 

aves por ejemplo, son grandes dispersoras del parásito, debido a su facilidad para 

transportarse. Los mamíferos por su parte están dentro de la cadena trófica (presas) 

de los hospedadores definitivos (felinos) e intermediarios (Wilson et al., 2020). 

Todos estos factores facilitan el incremento de la variabilidad genética de T. gondii 

en ambientes silvestres. 

La población de reptiles no pudo ser comparada debido a la baja cantidad de 

individuos analizados (diecisiete), sin embargo, la frecuencia de infección fue del 

52.94%. La diversidad de esta población estuvo compuesta por especies como la 

iguana verde, boa constrictor, boa arcoíris, tortuga de orejas amarillas y serpiente 

x. Estudios realizados a nivel mundial destacan una frecuencia alta en serpientes 

con un 80,88% (Nasiri et al., 2016), en caimanes con un 30,95% (Ferreira et al., 

2020), por lo que los altos porcentajes de infección en animales con grandes 

variaciones de temperatura corporal confirman la capacidad de adaptación del 

parásito a hospederos con considerables diferencias fisiológicas y genéticas.  

El análisis del porcentaje de positividad de T. gondii en los diferentes órganos 

analizados demostró una alta frecuencia de infección y se comprobó que el parásito 

tiene la habilidad de migrar homogéneamente a diferentes células nucleadas, sin 

diferencia estadística significativa entre cada una de las tres poblaciones de 



 

animales silvestres estudiados. Esto es comparable con estudios realizados por  

Wilson y colaboradores (2020) donde encontraron una migración del parásito en 

órganos como el corazón, cerebro e hígado en una población de aves silvestres. 

Calero-Bernal y colaboradores (2015) también observaron una infección del 

parásito en el cerebro y corazón de jabalíes y ciervos rojos. Dubey y colaboradores 

(2009) mostraron una infección por T. gondii en los músculos del tórax de un tucán 

pico de quilla, muestra procedente de Costa Rica. T. gondii presenta tres formas 

(esporozoito, taquizoíto y bradizoíto) que fácilmente pueden atravesar las barreras 

biológicas de una amplia gama de hospedadores por lo que esta invasión celular 

facilita la propagación del parásito a través de diversos órganos  (Kasper y Mineo, 

1994; Hernández & Flores 2009). 

Los marcadores moleculares SAG1, 3´SAG2, 5´SAG2, alt.SAG2, SAG3, 

BTUB, GRA6, C29-2, L358, PK1 y APICO en los últimos años han sido utilizados 

mediante la técnica de PCR-RFLP en diversas investigaciones para la 

caracterización genética del parásito T. gongii. También se han analizado diferentes 

muestras a nivel mundial, gracias a la combinación de estos marcadores, los cuales 

logran identificar recombinación genética, muestras mixtas, aislados atípicos o 

exóticos, además de los linajes ya conocidos como Tipo I, Tipo II y Tipo III (Howe & 

Sibley 1995; Su et al., 2010).  

La caracterización molecular en muestras de ADN de animales silvestres se logró 

con siete marcadores moleculares: SAG1, Alt.SAG2, 3’SAG2, 5’SAG2, SAG3, 

GRA6 y APICO. Nuestros resultados mostraron que los mejores marcadores en 

términos de cantidad de muestras detectadas y menor número de bandas 

inespecíficas fueron altSAG2, 3´SAG2, GRA6 y APICO. A través de estos 

marcadores fue posible caracterizar genéticamente 48 muestras de ADN de T. 

gondii procedentes de diferentes especies de animales silvestres. En cambio los 

marcadores  C29-2 L-358, BTUB y PK1 no lograron amplificar el tamaño de banda 

correspondiente que los diferencia, por lo tanto, no se logró caracterizar ninguna de 

las muestras de ADN con estos marcadores. La sensibilidad en la detección de T. 

gondii por medio de la técnica de PCR y utilizando estos 10 marcadores  se ve 



 

limitada por la fase de infección del parásito en el hospedero (fase aguda o crónica). 

Las infecciones agudas o reactivadas pueden ser una de las razones por la cual 

algunos marcadores consiguieron detectar mejor al parásito (Sibley et al., 2009). 

El linaje que tuvo una mayor frecuencia de infección en nuestras muestras de ADN 

procedentes de animales silvestres fue el genotipo II. Estos resultados son 

comparables con estudios previos donde indicaron que el genotipo II es más más 

predominante en muestras de aves y mamíferos silvestres  (Calero-Bernal  et al., 

2015). Lo mismo fue observado en animales domésticos y selváticos procedentes 

de Serbia (Uzelac et al., 2021). También se ha reportado con mayor frecuencia en 

aves rapaces silvestres (Gazzonis et al., 2021), en urracas y cuervos (Mancianti et 

al., 2020).  

En la actualidad no están bien definidas las asociaciones de los genotipos con los 

diferentes hospederos, el suelo y fuentes de agua contaminados con ooquistes del 

parásito, pero se puede sugerir  que existen tendencias de infección de ciertos 

genotipos debido a la susceptibilidad de ciertos hospederos o las fuentes naturales 

de contaminación (agua y suelo)  (Sibley et al., 2009). Una de las hipótesis puede 

explicar la distribución del linaje Tipo II a nivel mundial, sugiere que  que este linaje 

tuvo un entrecruzamiento con cepas ancestrales α y β y así surgieron los Tipo I y III 

respectivamente (Boyle et lal., 2006; Khan et al., 2011). 

Con el marcador molecular alt.SAG2 se identificó la recombinación genética entre 

el genotipo II y el  genotipo I en una muestra de ave, denominada como gavil (Buteo 

platypterus). Con los marcadores GRA6 y APICO también se identificó la 

recombinación genética entre el genotipo II y el genotipo I en una muestra de ADN  

procedente de un hormiguero (Tamandua mexicana). Estos resultados son 

comparables con Uzelac y colaboradores (2021), donde encontraron una baja 

frecuencia de recombinación genética en ambientes selváticos con un 3%, en 

cambio en los ambientes domésticos se encontró un 13%. Esta baja recombinación 

puede deberse a la baja presencia o la dispersión de los hospedadores definitivos 

(felinos) en ambientes silvestres en comparación con ambientes domésticos, 



 

aunado a las actividades antropogénicas que facilitan la recombinación genética 

entre los linajes o a aparición de genotipos nuevos (Sibley et al., 2009). 

En las muestras de ADN de animales silvestres analizadas no se caracterizó el 

genotipo III con ninguno de los marcadores moleculares analizados, sin embargo, 

no se descarta la presencia de este linaje en nuestro país. Estudios previos 

realizados en diferentes países de Centroamérica en muestras procedentes de 

pollos de patio, se detectó con mayor frecuencia del linaje tipo III en Guatemala. Ya 

en Costa Rica se identificaron los linajes III y I (Dubey et al., 2005b) (Dubey et al., 

2006b), y en Nicaragua, se detectaron los tres linajes del parásito (Dubey et al., 

2006c). 

La muestra de ADN procedente de un hormiguero (Tamandua mexicana) analizada 

mediante el marcador molecular alt.ASAG2 presentó patrones distintos a los linajes 

Tipo I, II y III. A nivel mundial se han reportados cepas únicas, Dubey y 

colaboradores (2007), En Colombia mediante el locus PK1 encontraron una cepa 

denominado u-3 en muestras de órganos de perros callejeros. Dubey y 

colaboradoras (2009) en Costa Rica encontraron un nuevo aislado denominado 

TgRsCrl en los músculos pectorales de un tucán pico de quilla. En América del Sur, 

se han aislado al menos 150 genotipos (cepas sudamericanas o atípicas) (Minot et 

al., 2012; Shwab et al., 2014), esto demuestra que el parásito tiene una alta 

diversidad genética y puede infectar a una amplia gama de hospederos 

intermediarios y/o definitivos.   
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1. En Panamá se encontró una alta frecuencia de infección por Toxoplasma 

gondii en tres poblaciones de animales silvestres (60%). Esto sugiere que el 

ambiente está altamente contaminado con los ooquistes del parásito. 

2. No se encontraron diferencias significativas en cuanto a la frecuencia de 

infección del parásito en las poblaciones de aves y mamíferos. 

3. En la población de reptiles se encontró una alta frecuencia de infección, por 

lo que sugiere que el parásito tiene una gran facilidad de adaptación entre 

poblaciones de animales con diferencias fisiológicas marcadas. 

4. El parásito tiene la capacidad de migrar a todos los órganos analizados, sin 

presentar asociación o preferencia entre alguno de estos. 

5. El marcador molecular denominado como gen B1 demostró ser un excelente 

marcador para realizar los análisis de diagnósticos en muestras procedentes 

de tejidos de animales silvestres.  

6. El linaje tipo II presentó la mayor frecuencia de infección en las muestras de 

ADN de animales silvestres. 

7. No se pudo caracterizar el linaje Tipo III en las muestras de ADN de animales 

silvestres. 

8. La muestra de de ADN de un hormiguero, el músculo esqulético,no presentó 

los patrones de bandas esperados dentro de los linajes principales con el 

marcador molecular alt.SAG2. 

9. Los mejores marcadores moleculares para la caracterización de T. gondii en 

muestras de ADN de animales silvestres fueron altSAG2, 3´SAG2, GRA6 y 

APICO. 

10. Los marcadores moleculares C29-2 L-358, BTUB y PK1 no lograron 

caracterizar ninguna de las muestras de ADN procedentes de animales 

silvestres. 

 

 

  



 

Recomendaciones 

 

1. Se recomienda utilizar el marcador molecular, gen B1, como marcador de 

tamizaje debido su sensibilidad y especificidad en la detección de 

Toxoplasma gondii. 

2. Con el marcador molecular alt.SAG2 se puede comenzar a caracterizar las 

muestras debido a que tiene la capacidad de reconocer los linajes principales 

del parásito denominados I, II y III, además de las cepas o aislados atípicos. 

3. Para obtener bandas sin inespecificidad, se debe hacer diluciones 1:100 

después del PCR externo con el marcador alt.SAG2.  

4. Se recomienda usar los marcadores moleculares GRA6 y APICO para la 

caracterización directa de muestras de ADN procedentes de animales 

silvestres. 

5. Se recomienda realizar investigaciones enfocadas en la ecoepidemiología de 

T. gondii en diversos ambientes en Panamá, debido a que la alta frecuencia 

encontrada en este estudio, el cual sugiere que tanto que tanto los suelo 

como las fuentes de agua en el ambiente poseen una contaminación elevada, 

así como las actividades antropogénicas y el fraccionamiento de los bosques 

inciden sobre la frecuencia de este  

6. Dentro de las charlas y capacitaciones se debe contemplara la educación 

sobre el efecto del consumo de los posibles hospedadores intermediarios y 

los efectos sobre los humanos. 
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