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1. Antecedentes del tema 
 

Cryptosporidium spp. es una causa frecuente de procesos 

diarreicos en personas y animales de todo el mundo y, especialmente, 

en individuos jóvenes o inmunocomprometidos, para los cuales 

todavía no se dispone de un tratamiento farmacológico eficaz (Bouzid 

et al., 2013). Además, este protozoo parásito también puede afectar a 

individuos aparentemente sanos (Bouzid et al., 2013; García Meniño, 

2013; Valderrey, 2017). 

 

 

1.1. BIOLOGÍA DE Cryptosporidium  

 

1.1.1. Taxonomía 

Una de las áreas de investigación más confusas y que más cambios 

ha experimentado en los últimos años es la caracterización 

taxonómica de las especies de Cryptosporidium. Desde el punto de 

vista clásico, Cryptosporidium spp. se sitúa dentro del Phylum 

Apicomplexa, que también incluye a otros patógenos de importancia 

médica y veterinaria, como Eimeria o Isospora. El género 

Cryptosporidium se incluye en la Clase Sporozoasida, Subclase 

Coccidiasina, Orden Eucoccidiorida, Suborden Eimeriorina, Familia 

Cryptosporidiidae, que únicamente contiene este género (Sréter y 

Varga, 2000). Todas las especies conocidas de Cryptosporidium son 

monoxenas y poseen características propias que las diferencian de 

otros coccidios: (i) ooquistes sin esporocistos y con cuatro 

esporozoítos; (ii) formación de ooquistes de pared fina que permiten la 

autoinfección y (iii) presencia de una vacuola parasitófora en la célula 

hospedadora de localización intracelular, pero extracitoplasmática 

(Ward y Wang, 2001). Sin embargo, y debido a las similitudes 

microscópicas, moleculares, genómicas y bioquímicas existentes entre 

Cryptosporidium y las gregarinas, algunos investigadores sugirieron 

que las especies de este protozoo podrían representar un “eslabón 
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perdido” entre estas últimas, que son más primitivas, y los coccidios. 

En este sentido, Cavalier-Smith (2014), tras revisar detenidamente la 

taxonomía de las gregarinas, concluyó que algunas eugregarinas y 

todas las neogregarinas están estrechamente relacionadas con 

Cryptosporidium, incluyéndolas en una nueva subclase, la 

Orthogregarinia; además, propuso incluir el género Cryptosporidium 

dentro de la subclase Cryptogregaria, que agrupa a parásitos 

epicelulares de vertebrados que poseen un orgánulo alimentador 

similar al de las gregarinas, pero que carece de apicoplasto. 

Recientemente, Ryan et al. (2016b) confirmaron definitivamente que 

Cryptosporidium es una gregarina. 

El género Cryptosporidium incluye a varias especies que infectan 

a numerosos vertebrados, incluyendo mamíferos, aves, peces y 

reptiles. La criptosporidiosis humana es una infección relativamente 

común, con tasas de seroprevalencia que oscilan entre el 20-35% en 

Reino Unido (Millar et al., 2002) y EE.UU. (Chappell y Okhuysen, 

2002). La criptosporidiosis se consideró una enfermedad 

antropozoonótica durante algún tiempo, que implicaba principalmente 

a humanos y rumiantes, con C. parvum y C. hominis como los únicos 

responsables de la infección. A pesar de que estas especies causan el 

90% de los casos (Cacciò, 2005), también se han descrito infecciones 

por C. felis, C. muris, C. meleagridis, C. canis, C. suis, C. andersoni, 

C. ubiquitum, C. cuniculus o el genotipo mono de Cryptosporidium 

(Xiao, 2010). C. meleagridis se considera un parásito emergente y se 

ha descrito tanto en individuos inmunocompetentes como 

inmunosuprimidos (Cacciò, 2005; Chalmers et al., 2009b). Debido a 

que la intensidad de las manifestaciones clínicas, la patogenicidad, el 

grado de excreción de ooquistes, la implicación en brotes hídricos y la 

incidencia varía entre las distintas especies del protozoo (Xiao y Feng, 

2008), es importante una correcta identificación de estas especies para 

conocer el riesgo que implica para la salud pública, así como la 

dinámica de transmisión de las especies de Cryptosporidium presentes 

en animales (que pueden actuar como reservorio) y en el medio 

ambiente. 

De modo similar a otros protozoos, la clasificación de las especies 

de Cryptosporidium resulta complicada ya que sus ooquistes son 



Antecedentes del tema 5 
 

indistinguibles desde el punto de vista morfológico (Plutzer y Karanis, 

2009; Xiao, 2010; Chalmers y Katzer, 2013). Con objeto de mejorar la 

identificación específica se han desarrollado varias técnicas de 

biología molecular, y sus resultados se han complementado con la 

información obtenida mediante estudios morfológicos, 

histopatológicos y/o de transmisión cruzada –que permiten conocer la 

especificidad de hospedador. El empleo conjunto de estos métodos, 

han permitido avanzar y estandarizar la taxonomía de este género, 

contribuyendo a la validación de diversas especies (Cama, 2006; Xiao, 

2010). Sin embargo, todavía existen numerosos genotipos que no se 

han podido establecer como especies pues, a pesar de diferir de otras 

por su morfología y composición genética, no se dispone de los datos 

precisos sobre sus características biológicas (Xiao et al., 2002a). En 

este sentido, se ha sugerido que el número de genotipos puede triplicar 

el número de especies. En la Tabla 1.1., se indican las 32 especies 

consideradas válidas hasta la fecha, habiéndose reconocido 

aproximadamente unos 70 genotipos (Xiao, 2010). Esta taxonomía, en 

ocasiones basada en aspectos no bien conocidos, ha supuesto uno de 

los mayores obstáculos para comprender adecuadamente la 

epidemiología de las infecciones por Cryptosporidium en personas y 

animales (Cacciò, 2005; Sulaiman et al., 2000). Por ello, el mayor 

conocimiento de sus relaciones filogenéticas ha permitido avanzar en 

cuestiones importantes como son el potencial zoonótico de cada 

especie, su distribución y transmisión entre los animales domésticos, 

silvestres y el hombre. Además, su inclusión dentro de las gregarinas 

permitió demostrar su capacidad de desarrollo extracelular y, con ello, 

su importancia como patógeno ambiental (Jex et al., 2008b; Beck et 

al., 2009; Thompson y Ash, 2016). 

A pesar de todos los avances efectuados, todavía se necesitan 

nuevos estudios que permitan dar mayor solidez a la taxonomía de 

Cryptosporidium, lo que sin duda implicará una mejor comprensión de 

su estructura poblacional y de su papel en la Salud Pública (Tibayrenc 

y Ayala, 2014; Šlapeta, 2009). 
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Tabla 1.1. Especies de Cryptosporidium aceptadas actualmente como válidas y 
su hospedador tipo 

Especies  Hospedador/es principal/es Referencia 
C. andersoni Bovino Lindsay et al., 2000 

C. avium Pájaros Holobová et al., 2016 

C. baileyi Gallina Current et al., 1986 

C. bovis Bovino Fayer et al., 2005 

C. canis Perro Fayer et al., 2001 

C. cuniculus Conejo, Humano Robinson et al., 2010 

C. erinacei Erizos Kvác et al., 2014 

C. fayeri Canguro rojo, otros 
marsupiales 

Ryan et al., 2008 

C. felis Gatos Iseki et al., 1979 

C. fragile Anfibios Jirku et al., 2008 

C. galli Aves Ryan et al., 2003 

C. hominis hombre Morgan-Ryan et al., 2002 

C. huwi  Poecilia reticulata Ryan et al., 2015 

C. macropodum Canguro gigante y gris Power y Ryan, 2008 

C. meleagridis Pavo, hombre Slavin, 1955 

C. molnari Dorada, Lubina Alvarez-Pellitero y Sitja-
Bobadilla, 2002 

C. muris Ratón Tyzzer, 1907 

C. parvum Mamíferos Tyzzer, 1912 

C. proliferans Rata topo de África Oriental  Kvác et al., 2016 

C. ryanae Bovino Fayer et al., 2008 

C. rubeyi  Marmotas Li et al., 2015 

C. saurophilum Lagarto Koudela y Moudri, 1998 

C. scophthalmi Peces Alvarez-Pellitero et al., 2004 

C. scrofarum Cerdo Kvác et al., 2013 

C. serpentis Serpientes Levine, 1980 

C. suis Cerdo Ryan et al., 2004 

C. tyzzeri Ratón Ren et al., 2012 

C. ubiquitum Mamíferos Fayer et al., 2010 

C. viatorum Hombre Elwin et al., 2012b 

C. varanii Varanus prasinus Pavlasek et al., 1995 

C. wrairi Cobaya, conejo de indias Vetterling et al., 1971 

C. xiaoi Ovino Fayer y Santín, 2009 
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1.1.2. Ciclo biológico 

El ciclo biológico de Cryptosporidium spp., así como los 

diferentes estadios de desarrollo, es semejante al de otros coccidios 

pertenecientes al suborden Eimeriorina. Es de tipo monoxeno, y todas 

las fases de multiplicación, tanto sexuales como asexuales, tienen 

lugar en el mismo hospedador (Smith y Rose, 1998). 

El ciclo se inicia con la eliminación de ooquistes esporulados con 

las heces o secreciones respiratorias del hospedador infectado; éste es 

el único estadio que se puede encontrar en la fase exógena (Fig. 1.1). 

Los ooquistes presentan una fuerte pared que permite mantener la 

viabilidad de los 4 esporozoítos internos en condiciones adversas, 

constituyendo la fuente para nuevas infecciones. Un hospedador 

receptivo se infecta fundamentalmente mediante la ingestión de 

ooquistes presentes en el agua, alimentos o en fómites, aunque 

también se han descrito infecciones por inhalación de los mismos. A 

continuación, comienza la fase endógena donde, tras la exposición a 

enzimas pancreáticas y/o sales biliares del intestino delgado, se liberan 

los 4 esporozoítos. En condiciones experimentales se ha comprobado 

que los ooquistes pueden enquistarse en soluciones acuosas templadas 

como las que se pueden encontrar en la conjuntiva del ojo, tracto 

respiratorio, nódulos linfáticos, testículos, ovarios y vagina (Fayer et 

al., 1990; Fleta et al., 1995).Tras la liberación de los cuatro 

esporozoítos, se produce la adhesión de éstos a la superficie de las 

células epiteliales del tracto gastrointestinal, aunque algunas especies 

pueden hallarse en el tracto respiratorio. Esta adhesión de los 

esporozoítos a la superficie permite que penetren, invadiendo la célula 

hospedadora y formando dentro de ella una vacuola parasitófora, pero 

que será extracitoplasmática. Se produce así una diferenciación de los 

esporozoítos en trofozoítos uninucleados, en un proceso conocido 

como merogonia o esquizogonia, que se caracteriza por varias 

divisiones nucleares asexuales que lo convierten en un meronte tipo I 

inmaduro (célula con 6 u 8 merozoítos). Este, después de madurar, da 

lugar a ocho merozoítos de primera generación (Current, 1999; Sréter 

y Varga, 2000; Smith et al., 2007; Fayer, 2008; Xiao, 2010). Cada uno 

de estos merozoítos, después de su liberación al lumen intestinal, 

invade otra célula epitelial y en ella puede seguir dos caminos: (i) 
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reiniciar otro ciclo de divisiones nucleares asexuales y convertirse en 

un meronte tipo I inmaduro que después de madurar, da lugar a otros 

merozoítos de primera generación, o (ii) realizar dos divisiones 

nucleares asexuales y convertirse en un meronte tipo II inmaduro que, 

tras su maduración, formará merozoítos de segunda generación.  

 

 
Fig. 1.1. Ciclo biológico de Cryptosporidium spp. (modificado de Bouzid et al., 

2013) 

 

Los merozoítos de segunda generación, después de su liberación 

en el lumen intestinal, invaden otras células epiteliales y en ellas 

inician la fase sexual del ciclo (gamogonia). El primer paso será la 

conversión en macrogametocitos (estadio femenino) y en 

microgametocitos (estadio masculino). Los primeros, después de 

importantes cambios, como el desarrollo de cuerpos formadores de 

pared y la acumulación de nutrientes de reserva, se transforman en 

macrogametos. Los microgametocitos, tras sucesivas divisiones 

celulares, originarán microgametos (entre 14 y 16) que, tras fertilizar a 

los macrogametos, se convertirán en cigotos (Smith et al., 2007). 
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La formación de una pared alrededor del cigoto conforma 

finalmente el ooquiste. Ésta cubierta es el resultado de la unión de los 

cuerpos formadores de pared que ya están presentes en el 

macrogameto antes de ser fertilizado. La fertilización puede dar lugar 

a dos tipos de ooquistes, y ambos esporulan dentro del hospedador 

(esporogonia), formándose en su interior cuatro esporozoítos. Un 

elevado porcentaje de ooquistes (aproximadamente el 80%) forman 

una pared gruesa y resistente, de dos capas, y salen al medio con las 

heces, siendo altamente resistentes a las condiciones ambientales y a 

partir de los cuales se puede diseminar la infección (Current, 1999; 

Sréter y Varga, 2000; Xiao et al., 2004; Smith et al., 2007; Xiao y 

Fayer, 2008). Considerando que la esporulación de los ooquistes se 

produce en el hospedador, cuando éstos se liberan con las heces ya 

son infectantes, lo que facilita su capacidad para infectar a nuevos 

hospedadores. Este hecho los diferencia sustancialmente de los 

ooquistes de otros coccidios, como por ejemplo Eimeria, Isospora y 

Toxoplasma, cuyos ooquistes esporulan en el medio exterior, con 

condiciones diferentes de oxígeno y temperatura, de modo que recién 

eliminados al ambiente, todavía no son infectantes (Dubey et al., 

1990). Por el contrario, otro grupo de ooquistes desarrollan una pared 

fina, de una sola capa, que suele fragmentarse tan pronto los ooquistes 

salen de los enterocitos, quedando libres los cuatro esporozoítos, que 

invadirán nuevas células epiteliales e iniciarán un nuevo ciclo 

(Current, 1985; Current y Reese, 1986; Current et al., 1988). Lo 

expuesto anteriormente demuestra la presencia de ciclos de 

autoinfección, a través de dos vías: (i) por la intervención de merontes 

tipo I y (ii) mediante ooquistes de pared fina. Estos ciclos explicarían, 

por un lado, el desarrollo de infecciones intensas en hospedadores 

expuestos a un pequeño número de ooquistes de pared gruesa y, por 

otro lado, las infecciones graves y persistentes que afectan a pacientes 

inmunodeprimidos, aunque no se reinfecten de forma repetida con 

ooquistes de pared gruesa. 

El potencial de infección de las especies de Cryptosporidium está 

relacionado con características como (i) la elevada excreción de 

ooquistes por los hospedadores infectados, que causa una gran 

contaminación ambiental; (ii) el tamaño reducido y la baja velocidad 
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de sedimentación de los ooquistes en el agua, y (iii) por ser ya 

plenamente infectantes al ser eliminados (Dillinghama et al., 2002; 

Xiao et al., 2004). En el caso de C. parvum, además de estas 

características, se deben tener en cuenta (i) la baja dosis necesaria para 

comenzar la infección (menos de 10 ooquistes para algunas cepas) y 

(ii) la reducida especificidad por hospedadores mamíferos. 

El ciclo interno del parásito puede completarse en sólo 2 días en 

la mayoría de los hospedadores, y las infecciones pueden ser de corta 

duración o por el contrario persistir durante varios meses 

(O'Donoghue, 1995). En estudios experimentales se determinó que el 

periodo de prepatencia puede variar entre 2-14 días en la mayoría de 

especies de animales domésticos. Para C. parvum oscila entre 4 y 22 

días en el hombre (DuPont et al., 1995), 2-7 días en terneros (Tzipori 

et al., 1983; Fayer et al., 1998) y 10-12 días para C. bovis en ganado 

vacuno (Fayer et al., 2005). En este periodo son muchos los factores 

que pueden influir en la duración de las infecciones, destacando la 

inmunocompetencia del hospedador, la especie de Cryptosporidium 

presente y su dosis infectante (Egyed et al., 2003). Por otro lado, el 

periodo de patencia difiere mucho para las diferentes especies de 

hospedadores, pudiendo variar desde unos días a varios meses 

(Tzipori et al., 1981, 1983; Blagburn y Current, 1983; Augustin-Bichl 

et al., 1984). En C. parvum oscila entre 1-12 días en terneros, 1-20 

días en los humanos y 18 días para C. bovis en ganado vacuno (Fayer 

et al., 1998). 

 

1.1.3. Fuentes de contagio y formas de transmisión 
Se han descrito diversas vías por las que los ooquistes se pueden 

transmitir desde un hospedador infectado hasta otro receptivo (Figura 

1.2.), destacando la vía fecal-oral, considerada el principal mecanismo 

de transmisión de Cryptosporidium spp., que se produce tras la 

ingestión de ooquistes infectantes eliminados con las heces. Esta 

posibilidad de transmisión incluye el contacto directo entre 

hospedadores (animal-animal, animal-persona, persona-persona) y el 

indirecto a través de aguas destinadas al consumo, recreacionales y/o 

superficiales, así como mediante alimentos contaminados (Leav et al., 

2003; Cacciò, 2005; Nichols, 2007). Otras formas de transmisión, 
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como la aérea (Martínez-Girón et al., 2008; Chalmers y Davies, 

2009a; Shirley et al., 2012) o el transporte mecánico de ooquistes 

infectantes por moscas y otros insectos, se han demostrado 

experimentalmente (Graczyk et al., 2000). 

 

 
Fig. 1.2. Principales formas de transmisión de Cryptosporidium spp. 

 

El análisis de múltiples datos epidemiológicos ha permitido 

demostrar una estrecha relación entre la aparición de casos en 

personas y el contacto con animales parasitados (Fayer et al., 2000; 

Stantic-Pavlinic et al., 2003; Gormley et al., 2011). Así, la cría de 

animales, sobre todo la de rumiantes domésticos como el ganado 

bovino (Huetink et al., 2001), se ha relacionado con la aparición de 

brotes de criptosporidiosis humana (Mahdi y Ali, 2002; Miller et al., 
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2008; Robertson, 2009). En este sentido, tras la epidemia de fiebre 

aftosa en ganado vacuno del Reino Unido en 2001, se sacrificaron 

numerosas reses y se implementaron estrictas restricciones en el 

movimiento de los animales, lo que se tradujo en una disminución 

significativa de las infecciones por Cryptosporidium spp. en personas, 

incluyendo casos de criptosporidiosis humana (Smerdon et al., 2003). 

Diversas investigaciones sugieren que la contaminación ambiental 

es la vía indirecta de infección más generalizada, de modo que los 

hospedadores se infectan fundamentalmente a través de alimentos y 

agua. Los ooquistes, cuando se eliminan con las heces de los 

hospedadores, pueden contaminar aguas superficiales o de depósito 

(Smith, 1993; Frost y Muller, 1999; Machado et al., 2006), que 

constituyen importantes vehículos de transmisión del protozoo por la 

posibilidad de alcanzar un gran número y variedad de hospedadores 

(Laberge et al., 1996); de hecho, Cryptosporidium fue el agente 

etiológico identificado en el 60,3% de las protozoosis transmitidas por 

agua que se notificaron en todo el mundo entre 2004 y 2010 

(Baldurson y Karanis, 2011). Por ello, la Organización Mundial de la 

Salud clasificó a Cryptosporidium como patógeno de referencia para 

la evaluación de la calidad del agua potable (Medema et al., 2006). 

Esto se debe a que los ooquistes de Cryptosporidium spp. son 

extremadamente resistentes, incluido el tratamiento con cloro, se 

propagan con facilidad por el agua y son difíciles de eliminar del agua 

potable, debiéndose emplear tediosas filtraciones. La importancia de 

esta vía en la transmisión del protozoo a otros hospedadores queda 

demostrada al identificarse Cryptosporidium spp. como el agente 

causal de numerosos brotes de gastroenteritis en aguas recreativas y 

por consumo de agua potable (Rush et al., 1987; Hayes et al., 1989; 

MacKenzie et al., 1994; Smith et al, 1998; Dziuban et al., 2006; Liang 

et al., 2006; Baldursson y Karanis, 2011). El mayor brote conocido y 

transmitido por aguas contaminadas se produjo en Milwaukee 

(EE.UU.) en 1993, afectando a unas 403.000 personas, causando 

incluso la muerte de varios pacientes inmunodeprimidos (Mackenzie 

et al., 1994). La gravedad de las infecciones varía dependiendo de las 

especies involucradas; para las especies zoonóticas, la dosis requerida 

para causar una infección en el 50% de los pacientes (ID50) se estima 
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alrededor de 10-83 ooquistes para C. hominis y 132 para C. parvum 

(DuPont et al., 1995; Okhuysen et al., 1998; Chappell et al., 2006).  

De igual modo, la criptosporidiosis asociada a brotes de origen 

alimentario se describe desde principios de 1980. Cryptosporidium 

también se identificó en varios productos alimenticios tales como 

frutas, verduras frescas (Monge et al., 1996) y mariscos (Freire-Santos 

et al., 2000), ya que estos alimentos se ingieren habitualmente crudos 

o poco procesados. El agua es una de las fuentes más probables de 

contaminación de los alimentos, sobre todo durante el riego o durante 

la preparación de los alimentos, pues si ésta está afectada por alguna 

contaminación fecal humana o animal, los productos regados o 

lavados pueden portar ooquistes de Cryptosporidium (Peng et al., 

1997). Sin embargo, otras fuentes potenciales de contaminación, tales 

como animales o personas, no pueden descartarse por completo. Los 

viajes al extranjero también se han identificado como un factor de 

riesgo para las infecciones por Cryptosporidium a través del consumo 

de alimentos o de agua (Khalakdina et al., 2003; Hunter et al., 2004; 

Roy et al., 2004), probablemente debidos a la pobre calidad de los 

alimentos y del agua en esos países de riesgo (Cartwright, 2003). 

Fómites, incluyendo moscas y escarabajos del estiércol (Mathison 

y Ditrich, 1999; Szostakowska et al., 2004) y nematodos de vida libre 

(Huamanchay et al., 2004) pueden transportar y depositar ooquistes de 

Cryptosporidium spp. sobre las superficies vegetales. El viento o el 

transporte mecánico con el calzado, prendas de vestir, vehículos o 

herramientas, también pueden contribuir a la contaminación. La fauna 

silvestre, en particular aves como gaviotas, palomas, etc., también 

pueden actuar, de forma ocasional, en la transmisión del parásito 

(Smith et al., 1993). 

 

 

1.2. EPIDEMIOLOGÍA Y PATOGENIA DE Cryptosporidium EN 

RUMIANTES DOMÉSTICOS 

Las infecciones por Cryptosporidium spp. se han asociado, en la 

mayoría de los países del mundo, con la presencia de procesos 

gastroentéricos en los rumiantes domésticos, especialmente en los 

neonatos (Muñoz-Fernández et al., 1996; de Graaf et al., 1999). 
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Además de Cryptosporidium spp., en las diarreas neonatales de los 

rumiantes intervienen otros agentes infecciosos tanto víricos 

(rotavirus, coronavirus, torovirus, norovirus, nebovirus, etc.) como 

bacterianos (Escherichia coli, Salmonella spp., Clostridium spp., 

Campylobacter spp., etc.) puesto que son procesos complejos debido a 

su etiología multifactorial (de la Fuente et al., 1998; de Graaf et al., 

1999; Olson et al., 2004); no obstante, actualmente este parásito se 

considera una de las principales causas de diarrea neonatal en terneros, 

corderos y cabritos (de Graaf et al., 1999; Lundborg et al., 2005; Díaz 

et al., 2014; García-Meniño et al., 2015). 

La principal acción patógena de la mayoría de las especies del 

género Cryptosporidium es consecuencia de su multiplicación activa 

en las células epiteliales del final del yeyuno y del íleon, que provoca 

una rápida y numerosa destrucción de las mismas, lo que se traduce en 

atrofia, fusión y reducción de la longitud de las vellosidades 

intestinales, quedando la superficie de absorción muy disminuida 

(Fayer, 2008). En respuesta a la pérdida de enterocitos, en las criptas 

intestinales se generan nuevas células, pero con escasa capacidad 

enzimática y de absorción. Estos cambios provocan una deficiencia en 

el proceso de absorción y digestión de nutrientes que finaliza con la 

aparición de diarrea, que varía desde moderada hasta aguda y que 

conlleva deshidratación (Anderson, 1981; Fayer y Ungar, 1986; Díaz 

et al., 2014; Certad et al., 2017). Entre los signos que también se 

asocian a la infección por el protozoo se incluyen anorexia, dolor 

abdominal, apatía, depresión y pérdida de peso (Casey, 1991; De 

Graaf et al., 1999; Lefay et al., 2001), aunque también se han descrito 

casos de infección asintomática (Anderson, 1989; Ongerth y Stibbs, 

1989; McCluskey et al., 1995). Los casos más graves se caracterizan 

por una pérdida excesiva de líquidos y electrolitos que produce una 

acidosis metabólica, que puede resultar fatal en algunas circunstancias 

(De Graaf et al., 1999). La enfermedad dura aproximadamente entre 3 

y 12 días y se caracteriza por la eliminación de numerosos ooquistes 

(Casemore et al., 1997).  

La criptosporidiosis produce notables pérdidas económicas en las 

explotaciones. Además de las pérdidas directas, relacionadas con la 

mortalidad de los animales, se producen otras pérdidas indirectas 
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como retraso en el crecimiento y debilidad de los animales que 

superan la enfermedad, a las que hay que añadir el coste de los 

tratamientos y atención veterinaria (Díaz et al., 2014; García-Meniño 

et al., 2015). 

Todos los microorganismos asociados con la aparición de diarrea 

en rumiantes neonatos se pueden encontrar también en animales 

sanos. Que el animal muestre sintomatología clínica depende de 

diferentes circunstancias (Figura 1.3.), como la presencia de factores 

intrínsecos del animal muy relacionados con su estado inmunitario 

(edad, el estado nutricional, etc.) y otros factores ligados a las 

condiciones medioambientales y de manejo de las explotaciones 

(Morin et al., 1976; Moon et al., 1978; Acres et al., 1979; Radostits y 

Acres, 1983; Waltner-Toews et al., 1986a-d).  

 

 
Figura 1.3. Principales factores que influyen en las diarreas neonatales en 

rumiantes neonatos 

 

La contaminación del medio constituye uno de los factores más 

importantes que incrementan la frecuencia de infección en los 

rumiantes (Díaz et al., 2014). En este sentido es necesario tener en 

cuenta que los animales infectados eliminan un elevado número de 

ooquistes con las heces, y que éstos son muy resistentes a factores 

ambientales (Díaz et al., 2014). Así, los terneros infectados pueden 

llegar a eliminar hasta 10 millones de ooquistes por gramo de heces 
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durante la fase aguda de la enfermedad, constituyendo la principal 

fuente de contagio en las explotaciones ganaderas, circunstancia que 

unida a la baja dosis infectante (10-100 ooquistes), facilita la difusión 

y perpetuación de la enfermedad (Vergara y Quílez, 2004; Díaz et al., 

2014). La extrema resistencia de los ooquistes a las condiciones 

adversas del ambiente es otro factor de gran interés en la 

epidemiología. Los ooquistes son capaces de mantenerse infectantes 

en el ambiente durante 2-6 meses a 4ºC, y hasta tres meses a 

temperaturas de 25-30ºC, seis meses a 20º C o siete meses a 15ºC 

(Anderson, 1985; Fayer et al., 1998); sin embargo, son muy sensibles 

a desecación, a la congelación (-18ºC durante 24 horas) y a altas 

temperaturas, como 70ºC (5 segundos) (Fujino et al., 2002; Vergara y 

Quílez, 2004; García-Sánchez et al., 2014). Además, los ooquistes 

resisten bien la desinfección química y no se inactivan con la mayoría 

de los desinfectantes de uso doméstico e industrial, como cloro, 

yodóforos al 4 %, cloruro de benzalconio al 10 % o cresoles al 5 % 

(Xiao et al., 2004). Por el contrario, se ha comprobado que la 

formalina al 10%, así como los compuestos a base de peróxido o 

hidróxido de amonio al 5%, empleados durante 18-24 horas, eliminan 

o reducen de manera notable la capacidad infectante de los ooquistes 

(Quílez et al., 2005; Fayer et al., 2008; Díaz et al., 2014; García-

Sánchez et al., 2014). Recientemente se ha observado que el 

tratamiento de agua con ozono o con luz ultravioleta puede inactivar 

los ooquistes del parásito, aunque no se permite su uso a gran escala 

(Fontán-Sainz, 2011; Gómez-Couso et al., 2012). 

Por todo ello, se ha comprobado que la presencia de 

Cryptosporidium spp. está directamente relacionada con una higiene 

deficiente de las instalaciones y con un manejo incorrecto de los 

animales. En este sentido, varios estudios han señalado que los suelos 

fáciles de limpiar (cemento o emparrillado), el uso diario de 

desinfectantes adecuados en las instalaciones, el mantenimiento de la 

zona de paridera convenientemente limpio y el empleo de cubículos 

individuales para los recién nacidos, suponen un menor riesgo de 

criptosporidiosis (Castro-Hermida et al., 2002a; Vergara y Quílez, 

2004; Díaz et al., 2010c; García-Meniño et al., 2014). El tamaño del 

rebaño también condiciona mucho la presentación de la infección, 
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existiendo mayor frecuencia en los más grandes, probablemente por la 

mayor densidad de animales, mayor carga de patógenos y menor 

posibilidad de realizar vaciado sanitario, aunque dependiendo del 

manejo, esta situación puede empeorar en granjas pequeñas (Díaz et 

al., 2014). Además, un elevado número de nacimientos en un corto 

periodo de tiempo favorece el hacinamiento y un aumento de la 

presión de infección (Vergara y Quílez, 2004; Díaz et al., 2014; 

García-Meniño et al., 2014).  

Por otra parte, todos aquellos factores que reduzcan la resistencia 

del animal a la infección favorecerán la aparición de criptosporidiosis. 

Los animales recién nacidos son los más receptivos a la infección por 

Cryptosporidium spp., posiblemente debido a que su sistema 

inmunitario es todavía inmaduro (Ortega-Mora y Wright, 1994; Santín 

et al., 2004; Maddox-Hyttel et al., 2006; Roy et al., 2006; Starkey et 

al., 2006). Se ha comprobado que los anticuerpos calostrales, aunque 

no protegen completamente frente a la infección en rumiantes 

neonatos, reducen la gravedad de los signos clínicos e incrementan la 

resistencia de los animales a otros patógenos entéricos (Fayer et al., 

2008). Así, se ha observado mayor morbilidad y cuadros más graves 

cuando la toma de calostro es insuficiente, incorrecta o de mala 

calidad; esta situación es muy frecuente en terneros procedentes de 

novillas de primer parto, pues suelen producir menor cantidad de 

calostro y de baja calidad, por lo que sus terneros tendrán más 

posibilidades de adquirir la infección y presentar la consiguiente 

diarrea (Kelly y Coutts, 2000; Díaz et al., 2014; García-Meniño et al., 

2014; Arsenopoulos et al., 2017; Costa et al., 2017; Gelsinger y 

Heinrichs, 2017; Novo et al., 2017). Además, todas aquellas 

condiciones y situaciones estresantes, como son una alimentación 

inadecuada, el hacinamiento o el mantenimiento de los animales en 

instalaciones poco ventiladas y húmedas, también aumentan 

notablemente el riesgo de padecer la enfermedad (Díaz et al., 2014). 

Por último, en la aparición de la diarrea hay factores que están 

relacionados con los enteropatógenos. Así, es importante señalar que 

algunas cepas de estos microorganismos poseen una mayor virulencia 

y causan procesos más graves. Además, las infecciones múltiples son 
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muy frecuentes y están asociadas, generalmente, a procesos más 

graves (García-Meniño et al., 2014, 2015). 

 

 

1.3. DIAGNÓSTICO DE LA INFECCIÓN POR Cryptosporidium  

Se han descrito una gran variedad de métodos para la detección de 

Cryptosporidium spp., entre los que se incluyen técnicas 

microscópicas, inmunológicas y moleculares. Las técnicas 

microscópicas se utilizan para identificar al parásito tanto en tejidos 

como en heces, y destacan por su bajo coste, aunque se debe elegir 

cuidadosamente el método de tinción y visualización (Checkley et al., 

2015). Las técnicas inmunológicas y moleculares son complejas y 

suponen un mayor coste, aunque ofrecen mejores valores de 

sensibilidad y especificidad (Siddons et al., 1992; Morgan et al., 

1998). Sin embargo, el diagnóstico de Cryptosporidium spp. continúa 

presentando numerosos desafíos. El uso de diferentes métodos de 

diagnóstico y la aplicación de determinadas técnicas de tipificación 

pueden dificultar y/o imposibilitar las comparaciones directas entre 

ensayos clínicos, veterinarios y medioambientales, o entre distintas 

regiones y países (Chalmers y Katzer, 2013). 

 

1.3.1. Técnicas microscópicas  

Hasta principios de la década de los 80, el diagnóstico etiológico 

de la criptosporidiosis se basaba en el estudio de cortes histológicos de 

muestras de tejido intestinal, que se obtenían mediante biopsia o 

necropsia, con objeto de localizar los estadios endógenos del parásito 

en el borde apical de los enterocitos. En la actualidad, la microscopía 

óptica y/o electrónica son útiles en el estudio de los aspectos 

histopatológicos y cambios de la estructura celular asociados a la 

infección; sin embargo, no se emplean en el diagnóstico rutinario de la 

enfermedad debido a su carácter invasivo, al coste humano y material, 

y a su escasa sensibilidad. 

En cualquier caso, las muestras tisulares que se examinen deben 

fijarse, tan pronto como sea posible, para evitar la autolisis de las 

células epiteliales. Al examinar microscópicamente cortes de intestino 

teñidos con hematoxilina/eosina, las fases evolutivas del parásito 
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aparecen como pequeños cuerpos basófilos esféricos (de 2 a 5 μm) en 

el borde apical de la mucosa (Lamps, 2009), aunque por su tamaño 

pueden pasar inadvertidas. Sin embargo, para observar las 

características ultraestructurales y su localización dentro de la vacuola 

parasitófora es necesario recurrir al microscopio electrónico 

(O’Donoghue, 1995). 

La detección de Cryptosporidium spp. en los laboratorios de 

patología clínica se basa principalmente en la identificación 

microscópica de ooquistes mediante tinciones y/o anticuerpos 

fluorescentes (Chalmers y Katzer, 2013). La microscopía presenta una 

serie de ventajas e inconvenientes a tener en cuenta. Entre sus ventajas 

cabe destacar el bajo coste de los reactivos y su sencillez, mientras que 

entre sus inconvenientes se encuentra los bajos valores de 

especificidad y sensibilidad de la mayoría de estos métodos 

(Casemore, 1991), así como la necesidad de emplear mano de obra 

cualificada para identificar correctamente el parásito y no confundirlo 

con los artefactos que aparecen en las muestras de heces (Kettelhunt et 

al., 2003). Además, otra importante limitación en el diagnóstico de 

este parásito es que, al existir especies cuyos ooquistes son 

morfológicamente idénticos, como C. parvum y C. hominis, nunca se 

puede alcanzar la identificación específica. 

Se han descrito un gran número de técnicas para la identificación 

de ooquistes de este protozoo en las heces, con valores de sensibilidad 

muy diversos, entre las que se encuentran la tinción con carbolfucsina 

o tinción negativa de Heine (Heine, 1982), la tinción de Ziehl-Neelsen 

modificada (Henriksen y Pohlenz et al., 1981), la tinción de Kinyoun 

(Ma y Soave, 1983), con safranina-azul de metileno (Baxby et al., 

1984), con verde malaquita (Elliot et al., 1999), la 

inmunofluorescencia directa (Bialek et al., 2002), la tinción de 

hematoxilina- eosina y la tinción con auramina. 

 

Las técnicas más comúnmente utilizadas son: 

- Tinción de Heine: descrita por Heine en el año 1982, se basa en el 

uso de fucsina básica fenicada, que tiñe los detritus fecales, 

destacando los ooquistes refringentes no coloreados (Figura 1.4.). 

Entre sus ventajas destacan su rapidez, sencillez y bajo coste, por 
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lo que se considera un buen método para realizar un cribado 

inicial (Villacorta, 1989; García-Meniño, 2013); además, tiene 

una buena concordancia con otras técnicas más sensibles. García-

Meniño (2013) verificó que, en heces procedentes de terneros con 

diarrea, los resultados obtenidos con la técnica de Heine 

mostraban una buena concordancia con los observados con la 

tinción de auramina (κ= 0,707) y ELISA directo (κ= 0,705). Por 

el contrario, en muestras de animales sin diarrea, la concordancia 

era moderada.  

 

 
Figura 1.4. Tinción de Heine 

 

Entre los inconvenientes de esta técnica cabe destacar que las 

preparaciones teñidas con esta tinción no son permanentes y 

deben examinarse durante los primeros 15 minutos tras su 

realización, ya que posteriormente los ooquistes son más difíciles 

de identificar (Potters y Van Esbroeck, 2010). Además, los 

ooquistes, por su tamaño y forma, pueden confundirse con 

levaduras u otros artefactos presentes en la materia fecal; en este 

sentido, y debido a las escasas diferencias morfológicas de los 
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ooquistes de Cryptosporidium spp. (Fall et al., 2003; Checkley et 

al., 2015), se necesitan técnicas de tinción diferencial, como las 

usadas para teñir organismos ácido-alcohol resistentes, debido a 

que la pared de los ooquistes del parásito resiste la decoloración 

con alcohol-ácido. Existen otras técnicas similares que pueden 

emplearse en la detección de ooquistes de Cryptosporidium spp., 

como la tinción negativa con verde malaquita, en la cual éstos se 

observan como estructuras brillantes, envueltas por un fondo 

verde (Elliot et al., 1999). 
 

- Tinción Ziehl-Neelsen: es una tinción permanente que permite 

detectar ooquistes del protozoo, que se observan de un color rojo 

brillante sobre un fondo verde-azulado (Figura 1.5.).  

 

 
Figura 1.5. Tinción Ziehl-Neelsen 

 

Este método fue modificado posteriormente permitiendo 

realizarlo en frío, convirtiéndose en el más utilizado para la 

tinción de ooquistes en muestras de heces (Casemore, 1991), por 

lo que se consideró como el “gold-standard”. Esta técnica 

presenta una serie de inconvenientes a tener en cuenta, (i) su largo 
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tiempo de ejecución, unos 30-45 minutos (Mtambo et al., 1992; 

Chartier et al., 2002); (ii) la aparición de falsos positivos, ya que 

algunas levaduras y restos fecales pueden adquirir una coloración 

rojo pálido, pudiendo dar lugar a confusión. La diferenciación de 

los ooquistes de Cryptosporidium spp. con respecto a otros 

objetos esféricos de tamaño similar puede conllevar cierta 

dificultad para una persona poco entrenada, sobre todo en 

muestras que presentan un reducido número de ooquistes (Smith, 

2008); (iii) aparición de falsos negativos, debido a que cuando se 

sobrepasa el tiempo óptimo de decoloración, los ooquistes pueden 

aparecer poco teñidos. Por este motivo, algunos autores 

recomiendan utilizar tinciones que incorporen safranina, tales 

como la técnica de Köster modificada (safranina y potasa/verde 

malaquita) o la de Baxby (safranina/azul de metileno) que tiñe los 

ooquistes de un rosa anaranjado (Villacorta, 1989). 

- Tinción de Kinyoun: se utiliza para organismos ácido-alcohol 

resistentes, por lo que mediante esta técnica se consigue una 

excelente visualización de los estadios evolutivos de 

Cryptosporidium en heces y/o tejidos. Los ooquistes presentan 

una coloración rosácea y roja, que destaca sobre un fondo verde 

(Ma y Soave, 1983; Latimer et al., 1988). La tinción de Kinyoun 

es muy similar a la de Ziehl-Neelsen, diferenciándose en que: (i) 

el ácido usado para decolorar es más débil; (ii) no se decolora con 

alcohol. Aunque ambas tinciones tienen la misma sensibilidad, 

especificidad y contraste, la de Kinyoun requiere menos tiempo y 

su ejecución es más sencilla (Velazco, 1995).  
 

- Visualización microscópica en contraste de fase: esta técnica de 

centrifugación-flotación en solución de sacarosa de Sheather se 

utiliza para la detección de ooquistes de Cryptosporidium spp. a 

partir de muestras fecales por presentar un bajo coste (Current, 

1990). Las muestras deben examinarse rápidamente, ya que si los 

ooquistes se exponen a soluciones de alta densidad durante un 

tiempo prolongado pueden distorsionarse o romperse, obteniendo 

resultados erróneos. Para la visualización de los ooquistes, puede 

utilizarse un microscopio óptico de campo claro o de contraste de 
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fase (Xiao y Feng, 2008). Con contraste de fase, los ooquistes se 

visualizan como cuerpos brillantes conteniendo gránulos negros; 

en el microscopio de campo claro, aparecen translúcidos, muchas 

veces como estructuras levemente rosáceas, conteniendo gránulos 

en su interior. La diferenciación con respecto a levaduras es fácil, 

debido a que no van a presentar esa coloración rosácea típica de 

Cryptosporidium spp. ni se observan gránulos interiores (Current, 

1999; Sréter y Varga, 2000). 
 

- Tinción con auramina: con esta técnica se aumenta la 

sensibilidad, debido a la captación de un fluorocromo por parte de 

los ooquistes de Cryptosporidium spp.; para ello se utiliza una 

solución fenólica de auramina, que tiñe tanto la pared externa del 

ooquiste como las estructuras internas (Figura 1.6).  

 

 
Figura 1.6. Ooquistes de Cryptosporidium spp. teñidos con auramina 

 

Existen varias variantes, usando además de la auramina, 

rodamina (García et al., 1987), fucsina básica fenicada (Casemore 

et al., 1985a), naranja de acridina (García et al., 1983), mepracina 

(Ungureanu y Dontu, 1992) o permanganato potásico (Fleck y 

Moody, 1988). Es una técnica relativamente fácil, rápida y barata, 
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aunque su mayor inconveniente reside en la necesidad de poseer 

un microscopio de fluorescencia (Chalmers y Katzer, 2013). La 

identificación de los ooquistes es menos subjetiva y permite la 

observación de la muestra empleando un menor aumento (x200). 

 

1.3.2. Técnicas inmunológicas 

Existen dos tipos de técnicas inmunológicas: las indirectas, que 

detectan anticuerpos, y las directas que detectan antígenos 

parasitarios. Las técnicas inmunológicas indirectas, como el ELISA, la 

inmunofluorescencia indirecta (IFI) o el Western-blotting (WB), 

pueden utilizarse como un método de diagnóstico alternativo debido a 

que, en la mayoría de los individuos, la excreción de ooquistes y 

antígenos del protozoo en heces es intermitente; de este modo, estas 

técnicas son útiles para determinar la exposición a Cryptosporidium 

spp. y detectar portadores asintomáticos. Además, permiten identificar 

infecciones recientes, observándose una seroconversión que se 

manifiesta aproximadamente a las dos semanas de haberse producido 

la infección. En este sentido, Tzipori y Campbell (1981) y Hill et al. 

(1990) indicaron que, en corderos, la respuesta inmunitaria frente al 

protozoo se detecta a los 7-14 días post-infección, mientras que en 

terneros los anticuerpos aparecen entre los 6 y los 21 días (Tzipori y 

Campbell, 1981; Williams y Burden, 1987; Harp et al., 1990; 

Whitmire y Harp, 1991). No obstante, estas técnicas presentan una 

serie de inconvenientes por los cuales no son útiles para el diagnóstico 

de infecciones activas: (i) los anticuerpos específicos no se detectan 

hasta que finaliza la eliminación de ooquistes en heces (Koch et al., 

1985; Sterling y Arrowood, 1986; Casemore, 1987; Current y Snyder, 

1988; Mead et al., 1988; Hill, 1990); (ii) son poco específicas, ya que 

existen antígenos comunes entre Cryptosporidium spp. y Eimeria spp., 

que dan lugar a falsos positivos debido a la presencia de reacciones 

cruzadas (Ortega-Mora et al., 1992; Lorenzo-Lorenzo et al., 1993); 

(iii) los anticuerpos calostrales en el recién nacido puede dificultar la 

detección de anticuerpos desarrollados por el propio individuo (Mann 

et al., 1987; Ortega-Mora, 1993). Además, el elevado coste de 

adquisición de los kits comerciales de ELISA y de IFI hacen poco 

viables su uso en la rutina de laboratorio (Garcia y Shimizu, 1997; 
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Bialek et al., 2002), lo que conlleva que los métodos de microscopía 

tradicional sean los más utilizados para la detección del parásito en 

muestras fecales (Magi et al., 2006; Weitzel et al., 2006). 

- Inmunofluorescencia: existen 2 variantes, la indirecta o IFI 

(detección de anticuerpos) y la directa o IFAT (detecta antígenos). 

En ambos casos la reacción finaliza con la adición de un 

anticuerpo conjugado a una sustancia fluorescente (Cañavate et 

al., 2009). Estas pruebas son muy sensibles pero su 

interpretación, especialmente en la IFI, es poco objetiva. La IFAT 

(Figura 1.7.) presenta valores de sensibilidad y especificidad 

superiores a los métodos de tinción convencionales, sobre todo en 

muestras con pocos ooquistes y muchos detritus fecales 

(Crawford y Vermund, 1988; Arrowood y Sterling, 1989; 

Grigoriew et al., 1994; Clavel et al., 1996; Quílez et al., 1996b). 

En la actualidad se dispone de kits comerciales de IFAT que 

emplean anticuerpos monoclonales anti-Cryptosporidium 

marcados con isotiocianato de fluoresceína (Bialek et al., 2002). 

En muestras fecales, estos test reemplazaron al análisis 

microscópico tradicional para la búsqueda de ooquistes, 

obteniéndose buenos resultados de sensibilidad y de especificidad 

(Arrowood y Sterling, 1989; Zimmerman y Needham, 1995; 

Johnston et al., 2003). Cada uno de estos test utiliza un 

determinado anticuerpo monoclonal que reconoce ciertos 

antígenos de la superficie del ooquiste (Smith y Ronald, 2001). 

Por este motivo, la intensidad de la fluorescencia puede variar 

dependiendo del anticuerpo monoclonal del kit comercial que se 

emplee, así como de la especie de Cryptosporidium presente. La 

mayoría de los anticuerpos monoclonales se desarrollaron frente a 

epítopos presentes en ooquistes de C. parvum. Debido a esto, 

como la expresión de un determinado epítopo puede variar dentro 

del género Cryptosporidium, es muy probable que los ooquistes 

de diferentes especies y genotipos, así como de determinados 

subtipos, puedan mostrar una fluorescencia menos intensa. 
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Figura 1.7. Ooquistes de Cryptosporidium spp. teñidos con una técnica IFAT 

comercial 

- ELISA directo: el empleo de anticuerpos monoclonales permite 

detectar copro-antígenos de Cryptosporidium spp., por lo que 

algunos autores han sugerido su empleo en lugar de las técnicas 

microscópicas convencionales (Anusz et al., 1990; Robert et al., 

1990; Siddons et al., 1992). Entre las ventajas del ELISA directo 

respecto a las microscópicas destacan su facilidad de realización y 

que no requiere de técnicos experimentados para la realización de 

los análisis (Smith, 2008). Además, la especificidad del ELISA 

directo es muy elevada, oscilando entre el 98-100% (Smith, 

2008). Según algunos autores (Kehl et al., 1995; Graczyk et al., 

1996) su sensibilidad es similar a la de la inmunofluorescencia 

directa, una de las técnicas más sensibles; por el contrario, otros 

autores indicaron una mayor sensibilidad de la 

inmunofluorescencia (Anusz et al., 1990; You et al., 1996). A 

pesar de que este método no permite la identificación de las 

especies de Cryptosporidium, en la última década, el ELISA 

directo se ha convertido en la técnica de elección para el 
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diagnóstico de criptosporidiosis en humanos (Chalmers y Katzer, 

2013). 

- Inmunocromatografía: es una técnica sencilla, rápida y 

cualitativa, ya que las reacciones positivas se observan como una 

banda de color en una localización específica del kit. Este método 

se puede emplear para realizar análisis en el campo, lo que 

permite instaurar rápidamente las medidas de tratamiento y 

control más adecuadas. Al igual que el ELISA directo, su 

especificidad es elevada y próxima al 100%. En cuanto a su 

sensibilidad, varios autores han indicado valores inferiores a los 

del ELISA directo (Chalmers y Katzer, 2013) o a los de las 

técnicas microscópicas (Johnston et al., 2003; Weitzel et al., 

2006), mientras que Chan et al. (2000) señalaron que los 

porcentajes de sensibilidad eran mejores que mediante 

microscopía.  

 

1.3.3. Técnicas moleculares 

Una de las limitaciones asociadas a los métodos de diagnóstico 

microscópicos convencionales es que mediante el análisis 

morfométrico de los ooquistes es imposible realizar su identificación 

específica (Morgan y Thompson, 1998). Esto se debe al pequeño 

tamaño de los ooquistes (4-8 µm) y a la ausencia de estructuras y 

variaciones morfológicas evidentes entre las especies (Morgan et al., 

1999; Fayer et al., 2000). Así mismo, tampoco es posible la 

diferenciación específica del protozoo mediante técnicas 

inmunológicas debido a que todas las especies del género 

Cryptosporidium presentan antígenos conservados en la pared del 

ooquiste (Fayer et al., 2000). Por el contrario, se han desarrollado 

diversas técnicas moleculares que permiten la identificación de las 

diferentes especies de Cryptosporidium así como su variación 

intraespecífica, pudiendo discriminar si se trata de especies 

antroponóticas o zoonóticas (Sargent et al., 1998; Morgan et al., 1999; 

Sréter y Varga, 2000; Jex et al., 2008). Además, las técnicas 

moleculares presentan una alta sensibilidad y especificidad (Balatbat 

et al., 1996; Morgan y Thompson, 1998; Jex et al., 2008), siendo 

superiores (Morgan et al., 1998) o similares a las obtenidas con otros 
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métodos inmunológicos o microscópicos (Bialek et al., 2002). Cabe 

señalar que los valores de sensibilidad y especificidad de estas 

técnicas pueden variar dependiendo del método de extracción de ADN 

empleado, el gen utilizado, el protocolo de la reacción y la presencia 

de inhibidores en la muestra (Magi et al., 2006). 

Para el diagnóstico molecular de Cryptosporidium en muestras de 

heces (Laxer et al., 1991) la mayoría de las técnicas se basan en la 

amplificación de secuencias de ADN mediante la reacción en cadena 

de la polimerasa (PCR). Posteriormente, se han desarrollado diversas 

modificaciones para detectar el parásito en muestras ambientales, 

incluyendo agua y alimentos (Egyed et al., 2003; Smith et al., 2006). 

Entre las diferentes técnicas moleculares disponibles para realizar el 

genotipado y subtipado de Cryptosporidium se encuentran la PCR 

simple, semianidada y anidada, el análisis de polimorfismo de ADN 

amplificado al azar (RAPD-PCR) y la PCR a tiempo real (qPCR); esta 

última técnica puede emplearse como un método alternativo a la PCR 

convencional, destacando por su mayor rapidez y la ausencia de 

procedimientos tras la amplificación del ADN, lo que disminuye el 

riesgo de contaminación del laboratorio, y permitiendo, además, la 

visualización de resultados preliminares antes del término de la 

reacción. La identificación de la especie/genotipo y del subtipo se 

realiza fundamentalmente mediante el análisis del polimorfismo en la 

longitud de los fragmentos de restricción (RFLP), el análisis de 

polimorfismo de conformaciones monocatenarias (SSCP) o 

secuenciación (Egyed et al., 2003). 

 

1.3.3.1. Análisis genotípico 

Actualmente, la mayoría de los métodos moleculares para la 

detección y genotipado de Cryptosporidium spp. en muestras 

procedentes de humanos, animales o del medio ambiente se basan en 

el estudio del gen que codifica para la subunidad ribosómica pequeña 

18S (SSU rRNA), debido a la presencia de regiones semiconservadas 

intercaladas con otras hipervariables, y a que existen 5 copias del gen 

en el genoma del parásito; así, es el locus de elección para identificar 

especies o genotipos aún sin clasificar debido a que es un gen muy 

conservado y presenta un menor polimorfismo (Morgan et al., 2000; 
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Spano et al., 1998; Xiao et al., 1999 a, b; 2000; 2004). Una de las 

técnicas más empleadas es la PCR-RFLP que amplifica un fragmento 

de aproximadamente 850 pares de bases (pb) del gen 18S, utilizando 

posteriormente las endonucleasas SspI y VspI para realizar el 

genotipado mediante el análisis de la longitud de los fragmentos de 

restricción (Xiao et al., 1999a, 2001a); el empleo adicional de la 

endonucleasa MboII permite diferenciar fácilmente tres especies muy 

frecuentes en ganado vacuno (C. parvum, C. bovis y C. ryanae) que 

presentan un patrón de restricción muy similar al emplear únicamente 

SspI y VspI (Feng et al., 2007; Xiao y Ryan, 2008; Xiao, 2010). 

Otros locus empleados para realizar análisis genotípicos son los 

correspondientes a los genes que codifican para la actina (Sulaiman et 

al., 2002), la proteína de choque térmico de 70 kDa (heat shock 

protein - Hsp70; Morgan et al., 1999b) y la proteína de la pared del 

ooquiste (COWP; Xiao et al., 2000), que presentan un mayor 

polimorfismo y, por tanto, permiten una mayor discriminación entre 

especies o genotipos genéticamente similares (Xiao et al., 2004). 

Aunque estas técnicas fueron muy utilizadas hace unos años, 

actualmente su empleo para el genotipado de Cryptosporidium spp. se 

ha reducido notablemente (Xiao, 2010). 

Además, se han desarrollado diferentes protocolos de qPCR para 

el diagnóstico y diferenciación de especies de Cryptosporidium, como 

C. parvum y C. hominis, que suelen mostrar una mayor sensibilidad 

(Stroup et al., 2006; Jothikumar et al., 2008; Hadfield et al., 2011). 

Así, Homem et al. (2012) observaron un mayor porcentaje de terneros 

positivos a C. parvum empleando una qPCR (73,2%; 153/209) que 

con una PCR convencional (56,5%; 118/209). Además, se han 

descrito qPCR que permiten identificar varias especies de 

Cryptosporidium mediante el posterior análisis de la curva de fusión 

(Lalonde et al., 2011). 

Para incrementar la precisión de los resultados, Cacciò et al. 

(2005) señalaron que el análisis genotípico debería realizarse en, al 

menos, dos genes diana, siendo uno de ellos el 18S, y seleccionando el 

segundo de manera que permitiera llevar a cabo tanto un análisis 

genotípico como subtípico. 
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1.3.3.2. Análisis subtípico 

El empleo de loci altamente polimórficos, que permiten obtener 

una mayor discriminación, ha resultado de especial interés en el 

estudio de la variación intraespecífica de algunas especies de 

Cryptosporidium, fundamentalmente C. parvum y C. hominis, 

conduciendo a un notable progreso del conocimiento de la 

epidemiología del protozoo. Entre estos genes cabe destacar el que 

codifica para la glicoproteína de 60 kDa (GP60, antiguamente 

denominado gp40), así como varias regiones microsatélite y 

minisatélite y espaciadores internos transcritos (ITS-2) del ARNr 

(Gasser et al., 2003; Xiao 2010; Xiao et al., 2001b). 

Actualmente, la mayoría de los estudios de subtipado se basan en 

el estudio de la secuencia del gen de la GP60, ya que es el marcador 

individual más polimórfico identificado hasta el momento en el 

genoma de Cryptosporidium spp. (Robinson y Chalmers, 2012). Sin 

embargo, los cebadores descritos hasta el momento sólo permiten 

amplificar determinadas especies, como C. hominis, C. parvum, C. 

meleagridis, C. fayeri, C. cuniculus, C. wrairi, C. tyzzeri, C. 

ubiquitum o C. erinacei (Xiao, 2010; Soilán, 2014). El análisis del gen 

de la GP60 permite clasificar los diferentes subtipos de C. parvum y 

C. hominis dentro de familias alélicas; esto es debido que este gen 

posee una secuencia microsatélite que codifica para la serina 

constituida por un número variable de repeticiones en tándem de los 

trinucleótidos TCA/TCG/TCT en el extremo 5´, así como diferencias 

en las regiones no repetitivas del gen (Xiao, 2010). Así, en la 

actualidad se han identificado 14 familias alélicas de C. parvum en 

humanos y animales (IIa-IIo), que se basan en los polimorfismos de 

un sólo nucleótido (SNPs) y en la secuencia microsatélite. Algunos 

subtipos, especialmente el IIc, sólo se han detectado en humanos. Por 

el contrario, otros como el IId, y en particular el IIa, se han señalado 

como los más comunes en los animales; la mayoría de los subtipos 

pertenecientes a las familias IIa y IId se han identificado también en 

humanos, por lo que presentan potencial zoonótico (Xiao, 2010; Wang 

et al., 2014). Además, cada familia de subtipos GP60 está asociada 

con ciertas características biológicas del parásito, lo que permite 

relacionarlas con las presentaciones clínicas (Soilán, 2014). 
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Aquellos estudios de subtipado que requieren una mayor poder 

discriminatorio se basan en el estudio de regiones con mayor 

variabilidad como microsatélites y/o minisatélites, que permiten 

identificar aislados individuales o líneas clonales (Cacciò et al., 2005). 

Los microsatélites (MS) y minisatélites (MN) se pueden hallar en el 

genoma de todos los seres eucariotas y son secuencias de ADN que 

consisten en la repetición en tándem de 1-5 o 10-100 pares de bases, 

respectivamente. Estos MS y MN presentan polimorfismos de tamaño 

(variaciones en el número de repeticiones en tándem - VNTR), que 

son consecuencia de errores que suceden durante la replicación del 

ADN, lo que se traduce en la ganancia o pérdida de unidades de 

repetición (Feng et al., 2000; Alves et al., 2003; Mallon et al., 2003a, 

b; Tanriverdi y Widmer, 2006; Tanriverdi et al., 2006). En 

consecuencia, los alelos para los loci MS y MN suelen presentar 

polimorfismos de tamaño. Además, los MS y MN también pueden 

presentar SNPs, además de las variaciones en el número de 

repeticiones en tándem (Sulaiman et al., 2001; Peng et al., 2003; Gatei 

et al., 2006, 2007).  

Los estudios basados en el análisis conjunto de varios locus 

(análisis multilocus) se utilizan cada vez con más frecuencia en el 

tipado de aislados de Cryptosporidium spp. de animales y humanos, 

permitiendo determinar su estructura poblacional. Estos análisis se 

pueden basar en la variación de longitud de las secuencias 

microsatélite y minisatélite, lo que se conoce como tipificación 

multilocus (MLT) (Feng et al., 2000;Tanriverdi et al., 2006; Alves et 

al., 2003; Mallon et al., 2003a, b; Tanriverdi y Widmer, 2006; 

Ngouanesavanh et al., 2006; Díaz et al., 2012), o en la variación de la 

heterogeneidad genética de la secuencia, que se denomina tipificación 

multilocus de secuencias (MLST), que además permite detectar los 

SNPs (Glaberman et al., 2001; Sulaiman et al., 2001; Gatei et al., 

2007). 

En definitiva, los test de diagnóstico tienen cada cual sus 

limitaciones tanto en coste, importancia clínica y valoración o 

evaluación de coinfecciones con otros patógenos. Por este motivo, es 

necesario desarrollar nuevas estrategias para mejorar la interpretación 

de los resultados en las infecciones mixtas, la relevancia del subtipado 
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de especies y la vigilancia de los estudios, y así mejorar la detección e 

interpretación de los resultados (Ryan et al., 2016). 

 

 

1.4. INFECCIONES POR Cryptosporidium spp. EN RUMIANTES 

DOMÉSTICOS 

Cryptosporidium spp. es un parásito muy común en los rumiantes 

en todo el mundo, pero las tasas de prevalencia observadas varían 

ampliamente de unas especies de rumiantes a otras, de las condiciones 

de manejo y de otra serie de factores, entre los que destacan la edad 

del hospedador, su estado inmunitario, así como de la 

especie/genotipo del parásito y su virulencia, que viene determinada 

genéticamente.  

 

1.4.1. En ganado vacuno  

El primer estudio sobre criptosporidiosis bovina se publicó en 

1971, cuando se identificó este protozoo en una novilla de 8 meses 

con diarrea crónica (Panciera et al., 1971). En un principio 

Cryptosporidium spp. se consideró un agente oportunista; su papel 

como enteropatógeno primario en las diarreas neonatales del vacuno 

se descubrió cuando Tzipori et al. (1980) atribuyeron por primera vez 

un brote de diarrea neonatal a la infección exclusiva por este protozoo. 

Posteriormente, y mediante infecciones experimentales, se demostró 

que Cryptosporidium spp. es capaz de causar diarrea clínica en 

terneros (Tzipori et al., 1983; Heine et al., 1984). Desde entonces se 

ha descrito su intervención en procesos gastroentéricos en los bovinos 

de la mayoría de los países del mundo (Fayer y Xiao, 2007). 

Debido a que el ganado vacuno es la especie animal donde la 

criptosporidiosis tiene una mayor importancia (Santín et al., 2008), en 

estos animales se han llevado a cabo numerosos estudios transversales 

que demuestran que este protozoo es muy prevalente en bóvidos, 

independientemente de su aptitud (lechera o cárnica); así, se han 

señalado valores de prevalencia individual muy variables que oscilan 

entre el 0% y el 100%, aunque la mayoría muestran porcentajes del 3-

75% (Santín et al., 2008; Feng y Xiao, 2011; Imre y Dărăbuş, 2011). 

Estas diferencias tan evidentes son el resultado del empleo de varias 
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técnicas de diagnóstico con diferente sensibilidad (Santín et al., 2008), 

aunque también se ha comprobado que otros factores, como el sistema 

de manejo, la época del año, las condiciones ambientales, la edad de 

los animales, la densidad de ejemplares en la granja, la limpieza de las 

instalaciones o el diseño del estudio, influyen en el porcentaje de 

animales infectados en un rebaño (Garber et al., 1994; Atwill et al., 

1999; Mohammed et al., 1999; Castro-Hermida et al., 2002a; 

Maddox-Hyttel et al., 2006; Trotz-Williams et al., 2007; Navarro-i-

Martínez et al., 2011; Carmena et al., 2012; Abeywardena et al., 

2013a). Sin embargo, cabe destacar que los estudios donde se analiza 

una única muestra por animal suelen subestimar la prevalencia real, 

pues la eliminación es, en muchos casos, intermitente (Robertson et 

al., 2014). En este sentido, los resultados de varios estudios 

longitudinales realizados en rebaños positivos a Cryptosporidium spp., 

muestran que todos los terneros eliminan ooquistes en algún momento 

durante sus primeros meses de vida (O’Handley et al., 1999; Castro-

Hermida et al., 2002b; Santín et al., 2008). 

En ganado vacuno explotado en España fueron Juste et al. (1987) 

los que describieron el primer caso de criptosporidiosis. En nuestro 

país, las investigaciones realizadas hasta el momento muestran que 

este protozoo está implicado frecuentemente en la aparición de brotes 

de diarrea neonatal en granjas de bovino (Tabla 1.2), con prevalencias 

que varían entre el 35,7% y el 76%.  

 
Tabla 1.2. Prevalencias de infección por Cryptosporidium spp. en terneros 

lactantes con diarrea neonatal en España 

Zona Prevalencia Autores 

Galicia 52,5% Castro-Hermida et al., 2002a 

49% Díaz et al., 2010a 

76% García-Meniño, 2013 

 70% García-Meniño et al., 2014 

Norte de España 57,8% Quílez et al., 2008a 

Castilla-León 35,7% Martín-Gómez et al., 1995a 

Centro de España 52,3% De la Fuente et al., 1998 

Aragón 64,7% Quílez et al., 1996a 

 

Además, los estudios que analizan la presencia de 

Cryptosporidium spp. en bovinos asintomáticos en España señalan 

porcentajes de infección del 22,7- 44% en terneros (Castro-Hermida et 
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al., 2002a; García-Meniño et al., 2013) y del 8,4%-14,2% en adultos 

(Castro-Hermida et al., 2006b, 2007; Cardona et al., 2015). 

 

1.4.1.1. Especies descritas 

Numerosos estudios demuestran que el ganado vacuno puede 

estar afectado por un elevado número de especies y genotipos de 

Cryptosporidium, aunque C. andersoni, C. bovis, C. parvum y C. 

ryanae son las más frecuentes y con una distribución geográfica más 

amplia (Tabla 1.3).  

No obstante, también se ha identificado la presencia, tanto de 

forma natural como experimental, de otras especies y/o genotipos en 

los bovinos (Tabla 1.3.), aunque la información obtenida hasta el 

momento sugiere que estas infecciones son esporádicas y de escasa 

importancia clínica (Bornay- Llinares et al., 1999; Smith et al., 2005; 

Geurden et al., 2006; Fayer et al., 2006; Langkjaer et al., 2007; Feng 

et al., 2007; Khan et al., 2010; Xiao, 2010). De hecho, se necesitan 

nuevos estudios que permitan determinar si estas especies afectan 

verdaderamente al ganado vacuno o si únicamente son transeúntes 

intestinales (Robertson et al., 2014). 

De todas las especies que afectan al ganado bovino, C. parvum 

parece ser la especie más cosmopolita, debido a que se ha identificado 

en un mayor número de países (Xiao, 2010; Ryan et al., 2014;). Los 

ooquistes de C. parvum son indistinguibles morfológicamente de los 

de otras especies de Cryptosporidium, por lo que es necesario recurrir 

a técnicas de biología molecular para identificar las diversas especies; 

por ello, los primeros estudios moleculares utilizaron los términos C. 

parvum genotipo bovino, genotipo II y genotipo B para distinguir esta 

especie de C. hominis. C. parvum presenta un amplio rango de 

hospedadores vertebrados, principalmente mamíferos, entre los que se 

encuentran los rumiantes domésticos y las personas, por lo que tiene 

un indudable interés zoonótico (Casemore et al., 1997; Sischo et al., 

2000; Castro-Hermida et al., 2002b; Joachim et al., 2003; Xiao y 

Ryan, 2008; Fayer, 2010; Díaz et al., 2014). De hecho se considera, 

junto a C. hominis, una de las especies más comunes en brotes de 

criptosporidiosis humana, tanto en personas inmunodeprimidas como 
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inmunocompetentes (Vergara y Quílez, 2004; Xiao y Feng, 2008; 

Chalmers y Katzer, 2013; Šlapeta, 2013). 

 
Tabla 1.3. Especies y genotipos de Cryptosporidium identificados en ganado 

vacuno 

Especies Distribución Referencias 

C.parvum Mundial Al Mawly et al.,2015; Cul et al., 2014; Helmy et 
al., 2013; Meireles et al., 2011; Smith et al., 

2010; Santín y Trout, 2008 

C.bovis Mundial Abeywardena et al., 2013; Budu-Amoako et al., 

2012a, b; Follet et al., 2011; Maikai et al., 
2011; Wang et al., 2011b; Silverlas et al., 

2010b, 2009b; Fayer et al., 2006  

C. ryanae Mundial Mahfouz et al, 2014; Budu-Amoako et al., 
2012a, b; Meireles et al., 2011; Wang et al., 

2011b; Santín et al., 2008; Halim et al., 2008; 

Plutzer y Karanis, 2007  

C. andersoni Mundial Mahfouz et al, 2014; Castro-Hermida et al., 
2011; Wang et al., 2011b; Ralston et al., 2010; 

Santín y Trout, 2008 

C. suis Bélgica, EE. UU, 

Dinamarca,  
Sri Lanka, Zambia, 

Madagascar 

Bodager et al., 2015; Abeywardena et al., 2014; 

Fayer et al., 2006; Geurden et al., 2006; Xiao y 
Cama.,2006; Enemark et al., 2003 

C. hominis Escocia, China, 
Corea, Kenia, India, 

Nueva Zelanda, 

Malawi 

Abeywardena et al., 2012; Chen y Huang, 2012; 
Kangéthe et al., 2012; Roy et al., 2010; Banda 

et al., 2009; Feng et al., 2007b; Park et al., 

2006; Smith et al., 2005 

C. scrofarum Dinamarca Langkjær et al., 2007 

C. serpentis Irán, China Chen y Huang, 2012; Azami et al., 2007 

C. felis Polonia, España Cardona et al., 2015; Bornay-Llinares et al., 

1999  

C. canis EE. UU Fayer et al., 2001 

C. meleagridis China, Portugal Zhang et al., 2013; Mendoca et al., 2007 

C. wrairi Irán Azami et al., 2007; Chrisp et al., 1992 

C. baileyi Irán Azami et al., 2007 

C. ubiquitum Francia, Italia, 

Suecia, China 

Björkman et al., 2015; Ma et al., 2014; Di 

Piazza et al., 2013; Follet et al., 2011 

C. tyzzeri China Chen y Huang, 2012 

C. suis-like Dinamarca, India, 

China, Taiwán, 
Bélgica, Australia, 

Reino Unido 

Ma et al., 2015; Abeywardena et al., 2013 a, b; 

Robinson et al., 2011; Khan et al., 2010; 
Geurden et al, 2007; Langkjær et al., 2007; 

Watanabe et al, 2005  

C. parvum-like Nueva Zelanda, 

Kenia, EE. UU, 
Canadá 

Shrestha et al., 2014; Kang'ethe et al., 2012; Lu 

et al., 2008; Zhang et al., 2007; Starkey et al., 
2006; Yang et al., 2004; Heitman et al., 2002 

C. xiaoi Jordania, Irlanda, 

China, Taiwán 

Hijjawi et al., 2016; Mirhashemi et al., 2016; 

Ma et al., 2014; Watanabe et al., 2005 
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Además, C. parvum se considera la especie más patógena en 

rumiantes domésticos, pues es la principal responsable de la aparición 

de importantes brotes de diarrea neonatal (Santín et al., 2004; Fayer et 

al., 2006; Santín y Trout, 2008; Amer et al., 2013, Díaz et al., 2014). 

Por ello, es la especie predominante en aquellos estudios de casos 

clínicos (Quílez et al., 2008a; Díaz et al., 2010a; Imre et al., 2011), 

aunque también se ha identificado como la especie más frecuente o 

incluso la única presente en vacuno con o sin diarrea (Learmonth et 

al., 2003; Santín et al., 2004; Castro-Hermida et al., 2006a,b, 2007, 

2011; Trotz-Williams et al., 2006; Fayer et al., 2007; Karanis, 2007; 

Brook et al, 2009; Duranti et al., 2009; Amer et al., 2010; Maurya et 

al., 2013; Smith et al, 2014; Wells et al., 2015;dos Santos Toledo et 

al., 2017). 

Los ooquistes de C. bovis (Xiao et al., 2002b; Santín et al., 2004; 

Fayer et al, 2005) son morfológicamente indistinguibles de los de C. 

parvum; por ello, Fayer et al. (2005) renombró esta especie tras 

caracterizarla molecularmente para los genes de la SSU rRNA, la 

Hsp70 y la actina. C. bovis tiene un rango de hospedadores limitado, 

siendo una especie bien adaptada al ganado vacuno y menos patógena 

que C. parvum, ya que su infección suele cursar de forma asintomática 

(Feng et al., 2007a; Silverlås et al., 2010 a, b); sin embargo, se han 

hallado casos de animales diarreicos que eliminaban ooquistes de esta 

especie (Lee et al., 2016). C. bovis es una especie cosmopolita, pues 

se ha identificado en ganado vacuno de todo el mundo (Xiao et al., 

2002b, 2006, 2007, Geurden et al., 2006, Langkjær et al., 2007, 

Coklin et al., 2007, Feng et al., 2007a; Siwila et al., 2007, Thomaz et 

al., 2007, Thompson et al., 2007, Feltus et al., 2008). Además, 

diversas investigaciones han resaltado la importancia de esta especie 

en el ganado bovino, al reconocerla como la especie predominante en 

países como Australia (Abeywardena et al., 2013a), China (Zhang et 

al., 2015), Dinamarca (Langkjaer et al., 2007), Francia (Rieux et al., 

2013), India (Feng et al., 2007a; Khan et al., 2010), Japón (Murakoshi 

et al., 2012), Nigeria (Maikai et al., 2011; Ayinmode et al., 2010), 

República Checa (Ondrácková et al., 2009), Suecia (Silverlås et al., 

2010b) y EE.UU. (Santín et al., 2004, 2008; Fayer et al., 2006, 2007). 

Por el contrario, los casos de infecciones por C. bovis en seres 
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humanos son esporádicos y se han detectado en países como Australia 

(Ng et al., 2012), Egipto (Helmy et al., 2013) o la India (Khan et al., 

2010). 

C. ryanae se nombró en un principio como genotipo “deer-like” 

debido a que su secuencia 18S rRNA era muy similar a un genotipo 

hallado en ciervos, a pesar de que nunca se detectó en estos 

hospedadores (Xiao et al., 2002a). Basándose en estudios genéticos, 

así como en la morfología y en su forma de transmisión, se le 

consideró una nueva especie (Fayer et al., 2008). Según Santín et al. 

(2008) y Silverlås et al. (2010 a, b), el hospedador primario de C. 

ryanae es el ganado bovino, aunque también se ha hallado en yaks 

(Ma et al., 2014; Mi et al., 2014; Qi et al., 2015 a; Li et al., 2016), 

corzos (García-Presedo et al., 2013), ciervos de cola blanca (Santín y 

Fayer, 2015), zorros (Sturdee et al., 1999; Zhou et al., 2004; Hammes 

et al., 2007; Nagano et al., 2007; Beck et al., 2011a; Ravaszová et al., 

2012), cebúes y búfalos (Abeywardena et al., 2012; Feng et al., 2012; 

Amer et al., 2013; Bhat et al., 2013; Inpankaew et al., 2014; Aquino 

et al., 2015; Ma et al., 2015; Ibrahim et al., 2016; Swain, 2016; 

Hingole et al., 2017). Actualmente se considera poco prevalente en 

ganado vacuno; de hecho, solo en un estudio se ha identificado como 

la especie predominante (Nguyen et al., 2012). Sin embargo, presenta 

una amplia distribución geográfica, pues se ha identificado en los 

cinco continentes (Santín et al, 2004, 2008; Fayer et al., 2006; Plutzer 

y Karanis, 2007; Halim et al., 2008; Follet et al., 2011; Meireles et al., 

2011; Wang et al., 2011b; Budu- Amoako et al., 2012a, b; 

Abeywardena et al., 2013a; Mahfouz et al, 2014). Los bovinos 

infectados con esta especie no presentan, por lo general, signos 

clínicos compatibles con criptosporidiosis (Fayer, 2010); además, no 

es zoonótica, por lo que carece de interés en salud pública (Šlapeta, 

2013).  

En los rumiantes, C. andersoni se describió originalmente como 

C. muris genotipo A o C. muris genotipo bovino basándose en el 

tamaño de su ooquistes, ya que morfológicamente son similares a los 

de esta especie (Šlapeta, 2013). Posteriormente, mediante técnicas 

moleculares se comprobó que presenta una secuencia única del gen 

SSU rRNA (Morgan et al., 2000). A diferencia de C. muris, esta 
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especie posee un estrecho rango de hospedadores, fundamentalmente 

bovinos, aunque también se ha identificado en otros rumiantes como 

ovejas, cabras y camellos (Guyot et al., 2001; Enemark et al., 2002; 

Koyama et al, 2005; Matsubayashi et al., 2005; Fayer et al., 2006; 

Kvac et al., 2006; Leoni et al., 2006; Robinson et al., 2006; Morse et 

al., 2007; Waldron et al., 2011; Wang et al., 2011b; Agholi et al., 

2013; Liu et al., 2014; Jiang et al., 2014). En el ganado vacuno, esta 

especie muestra una distribución mundial, aunque es especialmente 

frecuente en China, donde numerosos estudios la han identificado 

como la especie predominante (Liu et al., 2009; Wang et al., 2011b; 

Zhao et al., 2013, 2014; Ma et al., 2015; Qi et al. et al., 2015b); 

también fue la especie más frecuentemente identificada en otros países 

como Canadá (Dixon et al., 2011) y la India (Paul et al., 2009). 

Muestra una localización abomasal, y generalmente su presencia no 

está asociada a la aparición de signos clínicos (Kváč y Vítovec, 2003), 

aunque se han señalado algunos casos de animales infectados con esta 

especie que presentaban diarrea (Kváč et al., 2011). Además, esta 

especie no se considera zoonótica (Santín et al., 2004; Šlapeta, 2013), 

aunque se ha identificado esporádicamente en personas en Francia 

(Guyot et al., 2001), la India (Hussain et al., 2017), Malawi (Morse et 

al., 2007) y el Reino Unido (Leoni et al., 2006). 

A pesar de que las cuatro especies de Cryptosporidium más 

frecuentes en el ganado vacuno presentan una distribución mundial, 

los resultados moleculares obtenidos hasta el momento sugieren que 

su importancia varía al considerar la zona geográfica, existiendo 

notables diferencias regionales (Wang et al., 2011b). Así, en Europa, 

C. parvum es la especie más frecuente en los bovinos (Díaz et al., 

2010a; Smith et al., 2010; Göhring et al., 2014), mientras que C. bovis 

es la especie predominante en países como China, Australia, India y 

EE. UU, así como en algunos países europeos (Santín et al., 2004, 

2008; Khan et al., 2010; Silverlas et al., 2010b; Wang et al., 2011b; 

Abeywardena et al., 2013; Rieux et al., 2013; Zhang et al., 2015). Por 

otro lado, C. ryanae a pesar de su amplia distribución geográfica, sólo 

se ha encontrado como la especie predominante en un estudio 

realizado en Vietnam (Nguyen et al., 2012). Asimismo, C. andersoni 

es especialmente frecuente en algunos países de Asia y América, 
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como China, Brasil y Canadá (Zhou et al., 2007; Liu et al., 2009; Sevá 

et al., 2010; Dixon et al., 2011; Silva et al., 2014). 

 

1.4.1.2. Relación entre la edad de los animales y las especies 

identificadas 

Respecto a la posible relación entre la edad de los animales y los 

porcentajes de infección por Cryptosporidium spp., la mayoría de los 

estudios coinciden en que la prevalencia está inversamente 

relacionada con la edad, de modo que los animales más jóvenes 

presentan los porcentajes de infección más elevados (Santín et al., 

2004; Santín y Trout, 2008; Keshavarz et al., 2009; Khan et al., 2010; 

Maikai et al., 2011; Muhid et al., 2011; Robertson et al., 2014). Así, 

en ganado vacuno de EE.UU., Santín et al. (2008), observaron que el 

45,8% de los animales de 1-8 semanas de edad eran positivos, 

mientras que únicamente el 18,5% de los de 3-12 meses de edad y el 

2,2% de los 12-24 meses de edad eliminaban ooquistes del protozoo. 

En la India, Khan et al. (2010) apreciaron una prevalencia 

significativamente superior en terneros neonatos (20%) que en adultos 

(4,4%). En el mismo sentido, Gong et al. (2017) en China, apreciaron 

los porcentajes de infección más elevados en terneros neonatos 

(19,5%) mientras que los más reducidos se hallaron en los adultos 

(4,9%), siendo estas diferencias significativas. En Galicia, Castro-

Hermida et al. (2006a) observaron un patrón similar, pues la 

prevalencia fue significativamente más elevada en los menores de un 

mes (58,5%), descendiendo hasta el 7,9% en los animales adultos. 

Todos estos datos confirman que los terneros neonatos son los más 

receptivos a la infección por Cryptosporidium spp., y por ello los 

animales de 1 a 3 semanas de edad muestran los porcentajes de 

infección más elevados (Ortega-Mora y Wright, 1994; Quílez et al., 

1996a; De la Fuente et al., 1999; Causapé et al., 2002; Castro-

Hermida et al., 2002b, 2006a; Santín et al., 2004; Maddox-Hyttel et 

al., 2006; Roy et al., 2006; Starkey et al., 2006; Soilán, 2014). De 

hecho, los terneros que adquieren la infección poco después de nacer 

suelen mostrar los primeros signos clínicos entre los 3 y 5 días de 

edad, siendo especialmente frecuentes entre los 8 y los 12 días 

(Castro-Hermida et al., 2002b; Soilán, 2014). La receptividad 
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disminuye considerablemente con la edad, lo que se traduce en 

prevalencias mucho más bajas en animales adultos, generalmente 

inferiores al 10%; por ello, varios autores defienden que los animales 

de más edad pueden desempeñar un papel importante en la 

transmisión del protozoo al actuar como portadores asintomáticos, 

eliminando un número reducido de ooquistes de forma periódica e 

intermitente, aunque suficiente para infectar a los animales recién 

nacidos, muy sensibles (Vergara y Quílez, 2004; Díaz et al., 2014; 

Robertson et al., 2014; García-Meniño et al., 2015; dos Santos Toledo 

et al., 2017); esta situación se produce sobre todo en el periparto como 

consecuencia de la inmunodepresión que originan los cambios 

hormonales durante el parto y la lactación (Ortega-Mora et al., 1999; 

Santín et al., 2004; Vergara y Quílez, 2004; García-Meniño et al., 

2015). Por el contrario, los resultados de algunas investigaciones 

señalan menores prevalencias de infección por el protozoo en los 

animales más jóvenes (Fiuza et al., 2011; do Couto et al., 2014), 

sugiriendo que este patrón podría deberse al manejo empleado en las 

granjas estudiadas. 

Al estudiar la posible relación de Cryptosporidium spp. con la 

edad de los bovinos, la mayoría de las investigaciones señalan que la 

presencia de las especies de Cryptosporidium más frecuentes en este 

ganado (C. parvum, C. bovis, C. ryanae y C. andersoni) está 

relacionada con la edad (Peng et al., 2003; Santín et al., 2004, 2008; 

Fayer et al., 2006, 2008; Trotz-Williams et al., 2006; Coklin et al., 

2007; Geurden et al., 2007; Plutzer y Karanis, 2007; Thompson et al., 

2007; Smith et al., 2014). Así, se aprecia una secuencia cronológica 

de aparición de las especies de Cryptosporidium desde el nacimiento 

de los animales hasta la edad adulta. Los terneros lactantes menores de 

8 semanas son más receptivos a la infección por C. parvum, que es 

responsable en gran medida de la aparición de importantes brotes de 

diarrea neonatal en granjas de ganado vacuno (Kvác et al., 2006; 

Plutzer y Karanis, 2007; Thompson et al., 2007; Quílez et al., 2008a; 

Santín y Trout, 2008; Díaz et al., 2010a; Navarro-i-Martinez et al., 

2011; Rieux et al., 2014; Smith et al., 2014); por ello, los terneros 

lactantes se consideran el reservorio más importante de C. parvum 

para el ser humano (Wang et al., 2011). También se han hallado en 
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estos animales lactantes, aunque con menor prevalencia, otras especies 

como C. bovis, C. ryanae y C. andersoni, siendo especialmente 

frecuentes en animales sin diarrea (Feng et al., 2007a; Silverlås et al., 

2010a; Kvac et al., 2011; Wang et al., 2011; Smith et al., 2014; 

Robertson et al., 2014); esto podría deberse a que, en áreas donde C. 

parvum es endémico, la alta tasa de infección y la intensidad de 

eliminación de esta especie en terneros lactantes probablemente 

enmascare la coinfección con esas especies del protozoo (Feng et al., 

2007a). 

Por el contrario, los animales de mayor edad están parasitados por 

especies más adaptadas al ganado vacuno y menos patógenas que C. 

parvum, aunque esta especie puede aparecer en un pequeño porcentaje 

de estos bovinos; en este sentido, Santín et al. (2008) observaron que 

C. parvum estaba presente en el 97% de los terneros lactantes 

infectados, pero únicamente en el 4% de los terneros destetados y en 

ninguna novilla. Por todo ello, la existencia de manifestaciones 

clínicas relacionadas con el protozoo es poco frecuente en estos 

animales. En bovinos de entre 2-11 meses, las especies predominantes 

son C. bovis y C. ryanae, mientras que C. andersoni es la especie más 

importante en vacas mayores de 1 año (Kvác y Vítovec, 2003; Sturdee 

et al., 2003; Santín et al., 2004, 2008; Fayer et al., 2005, 2006, 2007; 

Maddox-Hyttel et al., 2006; Robinson et al., 2006; Feng et al., 2007b; 

Thompson et al., 2007; Thomaz et al., 2007; Broglia et al., 2008, 

Feltus et al., 2008, Meireles et al., 2011; Smith et al., 2014). No 

obstante, Follet et al. (2011) comprobaron que un mismo animal podía 

infectarse de forma sucesiva con C. parvum, C. ryanae y C. bovis. 

Estos resultados sugieren que, tras el destete, los terneros, novillas y 

bovinos adultos no poseerían una gran importancia como reservorios 

de la infección para los terneros más jóvenes al no ser portadores de 

C. parvum. 

Sin embargo, los resultados de numerosos estudios no coinciden 

completamente con el patrón “clásico” descrito anteriormente; varios 

autores sugieren que estas diferencias se deben principalmente a la 

zona geográfica, aunque también podrían relacionarse con el manejo 

de los animales (Fayer et al., 2007; Murakoshi et al., 2012; Qi et al., 

2015b). 
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Las diferencias más evidentes se observan en ganado vacuno de 

Brasil y China, donde la mayoría de los estudios realizados muestran 

una distribución de especies única, señalando prevalencias muy 

elevadas de C. andersoni que es, en muchos casos, la especie más 

frecuente en todos los grupos de edad; es especialmente llamativa la 

predominancia de esta especie en los terneros más jóvenes, incluso en 

los lactantes, donde C. parvum suele ser la más común. En China los 

resultados son consistentes debido al gran número de muestras 

analizadas en los diferentes estudios realizados. En general, los 

resultados muestran que C. parvum es poco prevalente en el ganado 

vacuno chino, aunque se detectó esporádicamente en terneros 

lactantes, donde predominan C. bovis y C. ryanae; por el contrario, C. 

andersoni, aunque está presente en todos los grupos de edad, es 

claramente la especie predominante a partir de los 3 meses (Zhou et 

al., 2007; Liu et al., 2009; Wang et al., 2011a; Zhang et al., 2013, 

2015; Zhao et al., 2013, 2014; Huang et al., 2014; Ma et al., 2015; Qi 

et al., 2015b, 2016; Gong et al., 2017). De todos modos, se observan 

patrones diferentes al considerar la zona estudiada, que podrían 

deberse a diferencias geográficas (Qi et al., 2016) o a un número 

demasiado reducido de muestras analizadas en determinados grupos 

de edad (Huang et al., 2014). Así, varias investigaciones señalan a C. 

andersoni como la especie más frecuente en todos los grupos de edad, 

incluidos los más jóvenes, aunque las mayores prevalencias se 

hallaron tras el destete (Zhao et al., 2013; Qi et al., 2016). Otros 

estudios chinos también señalan a C. andersoni como la especie más 

común en el ganado bovino tras el destete, aunque difieren con los 

anteriores en que C. bovis (Wang et al., 2010; Zhang et al., 2013, 

2015; Qi et al., 2015a) o C. parvum (Wang et al., 2011b; Huang et al., 

2014; Qi et al., 2015b; Li et al., 2016) es la predominante en los 

animales lactantes. Por el contrario, Ma et al. (2015) observaron que 

la especie más común en los terneros lactantes y destetados era C. 

bovis, mientras que la presencia de C. andersoni se incrementaba 

gradualmente con la edad de los animales, siendo la especie 

predominante en las novillas y bovinos adultos. 

Además, las investigaciones realizadas en Brasil muestran 

resultados similares a los obtenidos en China, aunque por lo general, 
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analizan un reducido número de animales, por lo que el número de 

aislados identificados es escaso; aun así, Paz e Silva et al. (2014) 

hallaron que C. andersoni predominaba en todos los grupos de edad 

estudiados, mientras que C. bovis solo se detectó en un limitado 

número de muestras procedentes de animales menores de 4 meses, y 

C. parvum en terneros de 2-3 meses. Otros trabajos parecen confirmar 

este patrón; así, Sevá et al. (2010), tras analizar muestras fecales de 

197 animales, sólo identificaron C. andersoni en 6 terneros menores 

de 3 meses, mientras que Fiuza et al. (2011) únicamente detectaron 

esta especie en 4 muestras pertenecientes a animales de 

aproximadamente 7 meses de edad. Otros trabajos realizados en Brasil 

también señalan a C. andersoni como la especie más frecuente en el 

ganado vacuno, aunque a partir de los 3-6 meses de edad, mientras 

que en los animales más jóvenes predomina C. parvum (do Couto et 

al., 2014) o C. ryanae (Lima et al., 2013). Además, dos 

investigaciones realizadas en terneros menores de 2 meses muestran 

que C. parvum es la especie predominante en ese rango de edad, 

aunque el número de aislados identificados es reducido (Huber et al., 

2007; Meireles et al., 2011); es interesante señalar que estos autores 

también identificaron otras especies del protozoo, como C. andersoni 

o C. ryanae, en estos terneros lactantes, lo que podría ser indicativo 

del incremento de su importancia en los animales de mayor edad. 

Aunque la predominancia de C. andersoni en los bovinos 

mayores de 2 meses es muy común en ganado vacuno de Brasil y 

China, también se ha hallado en otros países asiáticos y africanos, 

como Egipto (Amer et al., 2013), India (Paul et al., 2009), Irán 

(Keshavarz et al., 2009) o Mongolia (Burenbaatar et al., 2008), así 

como en algunos países europeos (Robinson et al., 2006; Ondrácková 

et al., 2009). Los resultados de todos estos estudios demuestran que C. 

andersoni no infecta específicamente al ganado vacuno adulto, si no 

que los bovinos de cualquier edad pueden ser receptivos a la infección 

por esta especie, especialmente en Brasil y China. Además, en el 

ganado vacuno de estos países, C. parvum parece poco importante, ya 

que su aparición se restringe principalmente a un reducido número de 

terneros lactantes; por ello, los bovinos estarían infectados 

principalmente por especies del protozoo muy específicas de 
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hospedador y sin potencial zoonótico, por lo que no supondrían un 

riesgo para la Salud Pública. 

Algunas investigaciones, aunque escasas, han señalado a C. 

parvum como la especie predominante en todos los grupos de edad. 

Así, Wells et al. (2015), en Escocia, observaron que todos los terneros 

(36) y vacas adultas (23) positivas eliminaban ooquistes de C. parvum, 

observando infecciones mixtas con C. bovis y C. ryanae en 5 de los 

más jóvenes, y con C. bovis y C. andersoni en 2 adultos. En el mismo 

sentido, dos Santos Toledo et al. (2017), en granjas de ganado vacuno 

de Brasil, observaron que C. parvum era la especie más 

frecuentemente identificada en todos los grupos de edad, 

constituyendo el 100% de las especies identificadas en los animales de 

0-2 meses, el 58,7% en los de 2-4 meses, el 66,7% en los de 4-6 meses 

y en los de 6-12 meses y el 55,6% de los de más de 2 años. Estos 

resultados también coinciden con los hallados por Castro-Hermida et 

al. (2006b, 2007) en bovinos de Galicia, pues sólo detectaron la 

presencia de C. parvum en 41 novillas y en 10 animales de entre 3 y 

13 años de edad. Sin embargo, en un trabajo posterior realizado en la 

misma área de estudio, comprobaron que C. parvum era también la 

especie predominante en terneros neonatos (100% de los positivos) y 

en novillas (13 C. parvum y 10 C. andersoni), mientras que en las 

vacas adultas C. andersoni se identificó en un mayor número de 

muestras (7) que C. parvum (3) (Castro-Hermida et al., 2011). Estos 

estudios sugieren que, en ciertas zonas, el ganado vacuno, incluso 

aquellos animales de mayor edad, son importantes portadores de 

especies zoonóticas y, por tanto, pueden constituir una fuente de 

infección para las personas. Además, los animales adultos actuarían 

como reservorios de la infección para los terneros más jóvenes, 

incrementando la contaminación ambiental con ooquistes de C. 

parvum y, en consecuencia, contribuyendo a la infección de los 

terneros recién nacidos y a la aparición de brotes de diarrea neonatal 

en las granjas (Martins-Vieira et al., 2009). 

Otra de las variaciones al “patrón clásico” anteriormente descrito 

es la ausencia o baja presencia de C. parvum en los terneros sin 

destetar, en los que predomina C. bovis y en menor medida C. ryanae 

que, además, son las especies más frecuentes en los terneros 
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destetados. Esta distribución de especies se ha hallado en países de los 

cinco continentes, como Australia, Canadá, China, Francia, India, 

Japón, Malasia, Nigeria, Sri Lanka, Suecia o Zambia (Geurden et al., 

2006; Feng et al., 2007b, 2012; Feltus et al., 2008; Ayinmode et al., 

2010; Fayer et al., 2010; Silverlås et al., 2010a; Maikai et al., 2011; 

Muhid et al., 2011; Wang et al., 2011b; Budu-Amoako et al., 2012a; 

Murakoshi et al., 2012; Ng et al., 2012; Nguyen et al., 2012; Rieux et 

al., 2013; Zhang et al., 2013; Abeywardena et al., 2014). En este 

sentido, Silverlas et al. (2009b; 2010b) en Suecia, no hallaron ningún 

animal infectado con C. parvum, comprobando que C. bovis era la 

especie más prevalente tanto en terneros como en bovinos jóvenes, así 

como la única hallada en adultos; además C. ryanae se detectó en 

terneros y jóvenes (6,8% y 11,8% respectivamente). Estos estudios 

indican que, en ciertas zonas, el ganado vacuno podría no constituir un 

importante riesgo zoonótico para el ser humano. La razón por la que, 

en estos estudios, C. bovis predomina claramente sobre C. parvum no 

está totalmente aclarada, aunque varios autores sugieren que puede 

responder al método empleado para realizar el análisis genotípico; así, 

el estudio de las secuencias obtenidas mediante PCR no es una técnica 

útil para la detección de infecciones por varias especies del protozoo, 

debido a la copia exponencial de las cadenas de ADN (Feng et al., 

2007b; Qi et al., 2015b). Por ello, esta técnica podría enmascarar 

infecciones por C. parvum cuando ésta no es la especie predominante. 

Qi et al. (2015b) señalan que el empleo de otras técnicas, como la 

PCR-RFLP, el análisis del gen GP60 o el clonado de los productos de 

PCR podrían ayudar a detectar la presencia de infecciones mixtas.  

En algunos trabajos realizados en la República Checa se observó 

la presencia de las especies más frecuentes en el ganado vacuno, a 

excepción de C. ryanae (Ondráčková et al., 2009; Kvac et al., 2011). 

Finalmente, en Nueva Zelanda, Abeywardena et al. (2012) observaron 

un patrón extraño, donde C. hominis representó el 80% de los aislados 

positivos identificados tanto en los terneros lactantes como en los 

destetados; estos resultados podrían deberse al pequeño tamaño de la 

muestra (n= 180) empleado en este estudio y al reducido número de 

aislados caracterizados molecularmente (15). 
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1.4.1.3. Subtipos de C. parvum en ganado vacuno  

Actualmente, las técnicas moleculares dirigidas al gen de la 

glicoproteína de 60 kDa (GP60) han incrementado notablemente la 

capacidad de identificar y diferenciar los genotipos y subtipos 

zoonóticos de Cryptosporidium (Strong et al., 2000; Jex y Gasser, 

2010; Rieux et al., 2013a). Estas técnicas pueden emplearse para 

investigar la distribución de las variantes de determinadas especies de 

Cryptosporidium en animales y en humanos en diferentes regiones 

geográficas (Robertson et al., 2014). Debido a que C. parvum es la 

especie zoonótica identificada con mayor frecuencia en el ganado 

vacuno, los análisis subgenotípicos se han centrado en el estudio de 

esta especie. En base a los datos proporcionados por estas técnicas, se 

han identificado más de 80 subtipos diferentes de C. parvum 

pertenecientes a cuatro familias alélicas (IIa, IId, IIj y IIl) (Tabla 1.4.). 

De todas ellas, la familia alélica IIa de C. parvum parece ser la más 

frecuente y ampliamente distribuida en el ganado vacuno (Jex y 

Gasser, 2010), con más de 60 subtipos diferentes (Tabla 1.4.); sin 

embargo, es interesante destacar que en el ganado vacuno de China se 

ha observado que esta familia alélica no es la más común (Wang et 

al., 2014). Aunque para identificar el subtipo GP60 se emplea 

fundamentalmente la secuenciación, este método sólo permite detectar 

el alelo más frecuente en la muestra, impidiendo la evaluación de 

cualquier diversidad alélica y, consecuentemente, la presencia de 

infecciones mixtas (Grinberg et al., 2013; Quinones-Mateu et al., 

2014); sin embargo, diversos autores sí han señalado la presencia de 

varios subtipos en una misma granja, y empleando otra metodología, 

también los han hallado en un mismo animal (Thompson et al., 2007; 

Xiao et al., 2007; Quílez et al., 2008a).  

Muchos de los subtipos pertenecientes a la familia IIa detectados 

en el ganado vacuno tienen potencial zoonótico, pudiendo afectar 

también a los seres humanos; de hecho, en varios estudios se han 

aislado los mismos subtipos de C. parvum en muestras de bovinos y 

personas procedentes de la misma región (Alves et al., 2006a; 

Geurden et al., 2007; Ng et al., 2008; Wielinga et al., 2008; Xiao y 

Fayer, 2008; Budu-Amoako et al., 2012b; Rahmouni et al., 2014; 

Taylan-Ozkan et al., 2016).  
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Tabla 1.4. Subtipos de C. parvum identificados en muestras de ganado 
bovino 

Subtipo Lugar Referencia 

IIaA10G1R1 Eslovenia Kaupke et al., 2015 

IIaA11G2R1 España Soilán, 2014 

IIaA13R1 Eslovenia Soba y Logar, 2008 

IIaA13G1R1 España, Suecia, Díaz et al., 2010a; Silverlas et al., 2013; Soilán, 2014 

IIaA13G1R2 Suecia Silverlas et al., 2013 

IIaA13G2R1 Argelia, Bélgica, 

Canadá, España, 

Holanda, 

Turquía 

Trotz-Williams et al., 2006; Geurden et al., 2007; 

Wielinga et al., 2008; Soilán, 2014; Taylan-Ozkan et 

al., 2016; Benhouda et al., 2017  

IIaA14R1 Suecia Silverlas et al., 2013 

IIaA14G2R1 Alemania, 

Bélgica, Brasil, 
China  

Geurden et al., 2007; Broglia et al., 2008; Mi et al., 

2013; Heckler et al., 2015  

IIaA14G1R1 China, Polonia Mi et al., 2013; Kaupke et al., 2015 

IIaA14G1R1b Egipto, Suecia,  Amer et al., 2013; Silverlas et al., 2013  

IIaA14G1R1r1b Egipto Amer et al., 2013  

IIaA14G2R2 Brasil do Couto et al., 2014 

IIaA15G2R1  
 

Mundial 
 

Trotz-Williams et al., 2006; O’Brien et al., 2008; 
Quílez et al., 2008a; Wielinga et al., 2008; Díaz et 

al., 2010a, 2012; Budu-Amoako et al., 2012a; Mi et 

al., 2013; Silva et al., 2013; Rahmouni et al., 2014; 
Smith et al., 2014; Soilán, 2014; Aita et al., 2015; 

Ichikawa-Seki et al., 2015; Ramo et al., 2015; 

Danisova et al., 2016; Murakoshi et al., 2016; Matsura 

et al., 2017  

IIaA15G2R2 EE. UU, 

Inglaterra y 

Gales, 
República Checa 

Xiao et al., 2007; Kvac et al., 2011; Smith et al., 2014 

IIaA15G1R1 Brasil, China, 

Egipto 

Amer et al., 2013; Helmy et al., 2013; Silva et al., 

2013; Mahfouz et al., 2014; Feng et al., 2017  

IIaA15G4R1 Chile Mercado et al., 2015 

IIaA16G1R1  Mundial 

 

Trotz-Williams et al., 2006; Misic y Abe, 2007; Plutzer 

y Karanis, 2007; Broglia et al., 2008; Soba y Logar, 

2008 Wielinga et al., 2008; Ondrácková et al., 2009; 
Silverlås, et al., 2010b, 2013; Imre et al., 2011, 2013; 

Kvác   et al., 2011; Insulander et al., 2013; del Coco et 

al., 2014; Lassen et al., 2014; Soilán, 2014; Björkman 

et al., 2015; Vieira et al., 2015  

IIaA16G1R1b Belgrado, 

Polonia, Suecia, 

Serbia y 
Montenegro  

Misic y Abe, 2007; Silverlas et al., 2013; Kaupke et 

al., 2015 

IIaA16G2R1 Bélgica, 

Canadá, China, 

España, 
Portugal 

Alves et al., 2006a; Trotz-Williams et al., 2006; 

Geurden et al.,2007; Quílez et al., 2008a; Budu- 

Amoako et al., 2012a; Mi et al., 2013; Soilán, 2014  
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Tabla 1.4. (continuación) 

Subtipo Lugar Referencia 

IIaA16G3R1 Australia, Canadá, 
China, Corea, EE. UU, 

España, Inglaterra, 

Irlanda del Norte, Irán, 

Nueva Zelanda, Polonia 

Trotz-Williams et al., 2006; Xiao et al., 2007; 
Quílez et al., 2008a; Nolan et al., 2009; Díaz et 

al., 2010a, 2012; Xiao, 2010; Nazemalhosseini-

Mojarad et al., 2011; Budu- Amoako et al., 

2012a; Mi et al., 2013; Shrestha et al., 2014; 
Soilán, 2014; Kaupke et al., 2015; Lee et al., 

2016  

IIaA16G3R2 Brasil do Couto et al., 2014 

IIaA16G4R1 Chile Mercado et al., 2015 

IIaA16R1 Eslovenia Soba y Logar, 2008 

IIaA16G1 Túnez Rahmouni et al., 2014 

IIaA16GR1 Argentina, Jordania, 

Rumania, Suecia, 

Silverlas et al., 2010b, 2013; Imre et al.,2013; 

Insulander et al., 2013; del Coco et al., 2014; 
Kinross et al., 2015; Hijjawi et al., 2016  

IIaA17G1R1 Argentina, Holanda, 

Inglaterra y Gales, 

Polonia, Suecia, 

Wielinga et al., 2008; Tomazic et al., 2013; 

Silverlas et al., 2013; Smith et al., 2014; 

Kaupke et al., 2015  

IIaA17G1R1c Suecia Silverlas et al., 2013 

IIaA17R1 Suecia Silverlas et al., 2013 

IIaA17G1R2 Inglaterra y Gales Smith et al., 2014 

IIaA17G2R1 Alemania, Australia, 
Brasil, Canadá, EE. UU, 

Eslovaquia, España, 

Inglaterra, Irlanda del 
Norte, Italia, Malasia, 

Polonia 

Trotz-Williams et al., 2006; Thompson et al., 
2007; Xiao et al., 2007; Broglia et al., 2008; 

Quílez et al., 2008a; Duranti et al.,2009; Nolan 

et al., 2009; Muhid et al., 2011; Smith et al., 
2014; Kaupke et al., 2015; Danisova et al., 

2016; dos Santos Toledo et al., 2017  

IIaA17G4R1 Chile Mercado et al., 2015 

IIaA18G1R1 Argentina, Belgrado, 

Brasil, Francia, Holanda, 

Hungría, Inglaterra, 

Republica Checa, Serbia 
y Montenegro, Suecia 

Feltus et al., 2006; Misic y Abe, 2007; Plutzer y 

Karanis, 2007; Wielinga et al., 2008; Brook et 

al., 2009; Silverlas et al., 2010b, 2013; Kvac et 

al., 2011; del Coco et al., 2012, 2014; Tomazic 
et al., 2013; do Couto et al., 2014; Rieux et 

al.,2014  

IIaA18G2R1 Alemania, Francia, 
Eslovaquia, Hungría, 

Suecia,  

Plutzer y Karanis, 2007; Broglia et al., 2008; 
Silverlas et al.,2013; Rieux et al., 2014; 

Danisova et al., 2016  

IIaA18G2R1a  Australia Nolan et al., 2009 

IIaA18G2R1b  Australia Nolan et al., 2009 

IIaA18G1R1c Polonia, Suecia Silverlas et al., 2013; Kaupke et al., 2015 

IIaA18G1R1d Suecia Silverlas et al., 2013 

IIaA18G2R2 Brasil do Couto et al., 2014 

IIaA18G3R1 Australia, Canadá, 

Corea, España, Gales, 
Inglaterra, Irlanda del 

Norte 

Trotz-Williams et al., 2006; Thompson et al., 

2007, 2008; O’Brien et al., 2008; Quílez et al., 
2008a; Ng et al., 2012; Abeywardena et al., 

2013; Soilán, 2014; Lee et al., 2016; Zahedi et 

al., 2016a  

IIaA18G4R1 Australia Nolan et al., 2009 

IIa18A3R1 Malasia Muhid et al., 2011 



Antecedentes del tema 49 
 

Tabla 1.4. (continuación) 

Subtipo Lugar Referencia 

IIaA19G1R1 Argentina, Irlanda del 
Norte, Polonia 

Thompson et al., 2007; Xiao et al., 2007; 
Wielinga et al.,2008; Ng et al., 2012; del Coco 

et al., 2014; do Couto et al., 2014; Kaupke et 

al., 2015  

IIaA19G2R1  Australia, Brasil, 
Francia, Holanda, 

Inglaterra, Jordania, 

Norte América,  

Xiao et al., 2007; Wielinga et al., 2008; Brook et 
al., 2009; Ng et al., 2012; Rieux et al., 2013a; 

do Couto et al., 2014; Hijjawi et al., 2016  

IIaA19G2R2 Brasil do Couto et al., 2014 

IIaA19G3R1 España Quílez et al., 2008a  

IIaA19G3R1a  Australia Nolan et al., 2009; 

IIaA19G3R1b  Australia Nolan et al., 2009 

IIaA19G4R1 Nueva Zelanda  Shrestha et al., 2014  

IIaA20G1R1  Argentina, Belgrado, 
Serbia y Montenegro, 

Suecia 

Misic y Abe, 2007; Silverlas et al., 2013; Tomazic 
et al., 2013; del Coco et al., 2014  

IIaA20G2R1  Australia, Brasil Nolan et al., 2009; do Couto et al., 2014  

IIaA20G2R2 Brasil do Couto et al., 2014 

IIaA20G3R1 Australia, Inglaterra Nolan et al., 2009; Smith et al., 2014  

IIaA20G4R1 Australia Nolan et al., 2009 

IIaA21G0R1 Alemania Broglia et al., 2008 

IIaA21G1R1  Argentina, Suecia Del Coco et al., 2012, 2014; Tomazic et al., 

2013; Silverlas et al., 2013 

IIaA21G1R1b Suecia Silverlas et al., 2013 

IIaA21G3R1 Australia Nolan et al., 2009 

IIaA22G1R1 Alemania, Argentina, 
República Checa, Suecia 

Broglia et al., 2008; Kvac et al., 2011; Tomazic 
et al., 2013; Silverlas et al., 2013; del Coco et 

al., 2014  

IIaA23G1R1  Argentina del Coco et al., 2012, 2014; Tomazic et al., 

2013 

IIaA23G3R1 Australia Nolan et al., 2009; 

IIdA14G1  China Qi et al., 2015; 

IIdA15G1 China, España, Holanda, 

Irán, Malasia, Turquía  

Quílez et al., 2008a; Wielinga et al., 2008; Lv et 

al., 2009; Nazemalhosseini-Mojarad et al., 2011; 

Muhid et al., 2011; Arslan y Ekinci, 2012; Zhang 
et al., 2015; Li et al., 2016  

IIdA16G1  Holanda, Túnez Wielinga et al. 2008; Rahmouni et al., 2014 

IIdA17G1 China, España, Portugal,  Quílez et al., 2008a; Silverlas et al., 2013a; Li et 
al., 2016 

IIdA17G1d Suecia Silverlas et al., 2013 

IIdA18G1  China, Holanda, 
Turquía, Sudán 

Wielinga et al., 2008; Qi et al., 2015; Taylan-
Ozkan et al., 2016; Taha et al., 2017 

IIdA18G1b Belgrado, Serbia y 

Montenegro 

Misic y Abe, 2007 

IIdA19G1 China, Hungría Suecia, 
Sudán 

Plutzer y Karanis, 2007; Wang et al., 2011a, b, 
2013; Silverlas et al., 2013; Zhao et al., 2014; Li 

et al., 2016; Feng et al., 2017; Taha et al., 2017  
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Tabla 1.4. (continuación) 

Subtipo Lugar Referencia 

IIdA20G1 Egipto Amer et al., 2010,2013; Helmy et al., 2013; Mahfouz 
et al., 2014; Ibrahim et al., 2016; Feng et al., 2017  

IIdA20G1b Egipto, Turquía  Amer et al., 2013; Taylan-Ozkan et al., 2016 

IIdA20G1e Suecia Silverlas et al., 2013 

IIdA21G1a Rumania Vieira et al., 2015 

IIdA22G1 Alemania, Bélgica, 

Rumania, Suecia,  

Geurden et al., 2007; Broglia et al., 2008; Silverlas 

et al., 2013; Vieira et al., 2015  

IIdA22G1b Polonia Kaupke et al., 2015 

IIdA22G1c Suecia Silverlas et al., 2013 

IIdA23G1 España, Polonia, 

Suecia 

Quílez et al., 2008a; Silverlas et al., 2013a; Kaupke 

et al., 2015  

IIdA24G1c Suecia Silverlas et al., 2013a; Kaupke et al., 2015 

IIdA25G1 Rumania Vieira et al., 2015; 

IIdA26G1b Suecia Silverlas et al., 2013a 

IIdA27G1 Rumania, Suecia, Björkman et al., 2015; Vieira et al., 2015 

IIjA16R2 Belgrado, Serbia y 

Montenegro 

Misic y Abe, 2007 

IIjA17R2 Belgrado, Serbia y 
Montenegro 

Misic y Abe, 2007 

IIlA16R2 Eslovenia, Serbia y 

Montenegro 

Misic y Abe, 2007; Soba y Logar, 2008 

IIlA17R2 Serbia y Montenegro Misic y Abe, 2007 

IIlA18R2 Eslovenia Soba y Logar, 2008 

IIlA19R3 Polonia Kaupke et al., 2015 

IIlA24R2 Lituania Wielinga et al., 2008 

 

El subtipo IIaA15G2R1 de C. parvum se considera el más 

prevalente en terneros de todos los continentes, especialmente en 

naciones industrializadas (Trotz-Williams et al., 2006; O'Brien et al., 

2008; Quílez et al., 2008a; Santín et al., 2008; Díaz et al., 2010a, 

2012; Silva et al., 2013; Rahmouni et al., 2014; Smith et al., 2014; 

Soilán, 2014; Zhang et al., 2015; Ibrahim et al., 2016; Ramo et al., 

2016; Matsura et al., 2017); debido a que también es uno de los más 

frecuentes en los seres humanos, se considera el principal responsable 

de la criptosporidiosis zoonótica (Feltus et al., 2006; Thompson et al., 

2007; Wielinga et al., 2008; Xiao y Ryan, 2008; Díaz et al., 2010a; 

Xiao, 2010; Silva et al., 2013). Sin embargo, este subtipo no se ha 

identificado como el predominante en todos los países, pues en 

diversas regiones del Reino Unido (Inglaterra, Irlanda del Norte), así 

como en Australia y Nueva Zelanda, el IIaA18G3R1 fue el más 

común (Thompson et al., 2008; Ng et al., 2012; Abeywardena et al., 
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2013b; Al Mawly et al., 2015; Zahedi et al., 2016a). Estudios 

recientes revelan que en Nueva Zelanda predomina el subtipo 

IIaA19G4R1 (Al Mawly et al., 2015; Shrestha et al., 2014). Por el 

contrario, en ganado vacuno de Argentina no se ha detectado el 

subtipo IIaA15G2R1, siendo especialmente frecuentes el 

IIaA20G1R1, el IIaA21G1R1 y el IIaA22G1R1 (Del Coco et al., 

2012, 2014). Otro subtipo muy común en bovinos es el IIaA16G1R1, 

siendo frecuente en el continente europeo, especialmente en los países 

del centro de Europa (Tabla 1.4), aunque también se ha identificado en 

algunos países americanos como Argentina (del Coco et al., 2014), 

Brasil (dos Santos Toledo et al., 2017), EE.UU. (Xiao et al., 2007) y 

Canadá (Trotz-Williams et al., 2006), así como en Australia (Nolan et 

al., 2009) e Irán (Nazemalhosseini-Mojarad et al., 2011), 

La familia Ild es la segunda más importante en ganado vacuno, 

tanto por su amplia distribución (se ha detectado en bovinos de todos 

los continentes, excepto en América) y frecuencia, como por su 

variabilidad genética, ya que hasta el momento se han identificado al 

menos 20 subtipos diferentes (Tabla 1.4). Además, la IId se incluye 

entre las familias zoonóticas de C. parvum más importantes, siendo 

junto a la IIa, las principales responsables de la criptosporidiosis 

zoonótica (Quílez et al., 2008b; Amer et al., 2010; Cui et al., 2014; 

Björkman et al., 2015; Vieira et al., 2015; Ibrahim et al., 2016). Así, 

los subtipos predominantes de esta familia subtípica son el IIdA15G1 

y el IIdA18G1, que también se han detectado en personas en Asia 

(India, Irán, Jordania, Kuwait y Malasia), Europa (Holanda, Reino 

Unido) y Oceanía (Australia) (Tabla 1.4). De igual modo, se han 

identificado subtipos de la familia IIl en terneros de Eslovenia, 

Lituania, Polonia y Serbia y Montenegro, aunque restringidos a un 

pequeño número de aislados (Misic y Abe, 2007; Soba y Logar, 2008; 

Wielinga et al., 2008; Kaupke et al., 2015). La familia IIj únicamente 

se ha identificado en Belgrado, Serbia y Montenegro (Misic y Abe, 

2007). Sin embargo, la familia IIc es antroponótica, y hasta ahora solo 

se ha encontrado en seres humanos, estando ausente en el ganado 

vacuno (Alves et al., 2003, 2006; Xiao et al., 2004b; Xiao y Ryan, 

2004; Thompson et al., 2007; Ryan et al., 2014). 

También es interesante destacar que la mayoría de los subtipos 
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GP60 descritos en el ganado vacuno sólo presentan una copia de la 

secuencia ACATCA (R1), aunque ocasionalmente se han identificado 

algunos subtipos con dos copias de esta secuencia (R2) en Suecia y el 

Reino Unido (Inglaterra y Gales), así como en Norteamérica y Brasil 

(Feltus et al., 2006; Trotz-Williams et al., 2006; Xiao et al., 2007; 

Silverlas et al., 2013; do Couto et al., 2014; Smith et al., 2014).  

En el ganado bovino en España, se han identificado 

principalmente 2 familias alélicas, la IIa y la IId; la heterogeneidad de 

los aislados de C. parvum para este locus en España se puede 

considerar moderada pues se han detectado aproximadamente unos 10 

subtipos, siendo los más frecuentes el IIaA15G1R1, IIaA16G3R1 y 

IIaA13G1R1 (Quílez et al., 2008a; Soilán, 2014). En otras áreas 

geográficas, como Argentina, Bélgica, EE.UU. o Rumanía, se 

identificaron entre 5 y 7 subtipos en el ganado bovino (Xiao et al., 

2007; Geurden et al., 2008; Imre et al., 2013; Del Coco et al., 2014), 

mientras que en otros estudios realizados en Europa, se describieron 

un mayor número de subtipos GP60, alcanzando los 18 (Thompson et 

al., 2007; Wielinga et al., 2008). Los resultados obtenidos en España 

hasta el momento revelan que los terneros menores de 1 mes con 

diarrea deben considerarse un importante reservorio zoonótico (Quílez 

et al. 2008a; Soilán, 2014). Así, Quílez et al. (2008a) realizaron un 

estudio sobre la caracterización subgenotípica (GP60) de aislados de 

Cryptosporidium spp. procedentes de terneros menores de 21 días del 

norte de España, observando la presencia de dos familias alélicas (IIa 

y IId), siendo el subtipo más frecuente el IIaA15G2R1 (75,7%) y, en 

menor proporción, se identificaron IIaA16G3R1 (10,0%), 

IIaA16G2R1 (2,8%), IIaA17G2R1 (2,8%), IIaA18G3R1 (5,7%), 

IIaA19G3R1 (1,4%) y IIdA23G1 (1,4%). En este mismo sentido, Díaz 

et al. (2010a) en un estudio realizado en terneros diarreicos de hasta 

21 días de edad en granjas de Galicia, observan solo la presencia de la 

familia alélica IIa, con el subtipo IIaA15G2R1 como el más común y 

ampliamente distribuido en terneros, identificándose en 26 aislados 

(96,3%), distribuidos a lo largo de 15 explotaciones; además 

identificaron en el resto de terneros el nuevo subtipo IIaA13G1R1. 

Posteriormente, Díaz et al. (2012) en terneros de la misma edad y de 

la misma zona geográfica comprobaron que predominaba el subtipo 
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IIaA15G2R1 (78,3%) y en menor proporción el subtipo IIaA13G1R1 

(18,9%). Asimismo, Soilán (2014) en esta misma zona geográfica 

muestra la existencia de 8 subtipos diferentes pertenecientes a la 

familia alélica IIa. Al analizar la presencia de más de un subtipo GP60 

en las explotaciones donde se identificaron varios aislados de C. 

parvum, detectaron que en la mayoría de las granjas aparecía un único 

alelo. Sin embargo, en 5 rebaños se observaron dos subtipos 

diferentes. En todos estos casos estuvo presente el subtipo 

IIaA15G2R1 (76%), junto con el IIaA16G3R1 (13%), y en menor 

proporción el subtipo IIaA18G3R1 (2,5%), IIaA13G1R1 y 

IIaA16G2R1 (1,9%), IIaA11G2R1 y IIaA13G2R1 (1,2%) y 

IIaA16G1R1 (0,6%). Algunos de los subtipos que se han encontrado 

en el ganado en Galicia (IIaA13G1R1, IIaA15G2R1, IIaA16G3R1 y 

IIaA18G3R1), habían sido previamente detectados en humanos de la 

misma zona, lo que indica que tienen potencial zoonótico (Navarro-i-

Martínez et al., 2003, 2010; Vergara y Quílez, 2004; Quílez et al., 

2008b; Soilán, 2014; Abal-Fabeiro et al., 2015). El subtipo 

IIaA15G2R1 está considerado como uno de los principales subtipos 

responsables de la criptosporidiosis en humanos (Glaberman et al., 

2002; Chalmers et al., 2005; Sulaiman et al., 2005; Alves et al., 

2006). Por el contrario, los subtipos IIaA16G3R1 y IIaA13G1R1 

poseen potencial zoonótico y se han detectado previamente en 

humanos en casos esporádicos y en un número reducido de aislados 

(Jex et al., 2008; Soba y Logar, 2008; Zintl et al., 2009, 2011; Ng et 

al., 2011; De Chierico et al., 2011; Waldron et al., 2011; Iqbal et al., 

2012; del Coco et al., 2014; Koehler et al., 2014; Lassen et al., 2014; 

Lobo et al., 2014; Valenzuela et al., 2014). Quílez et al. (2008a) y 

Soilán (2014) observaron que el subtipo IIaA18G3R1 presentaba una 

escasa importancia en el ganado vacuno de España, aunque era el más 

prevalente en ganado vacuno en Irlanda, Australia, Nueva Zelanda, 

aumentando el porcentaje de infección en humanos de estos países 

(Thompson et al., 2007; Jex et al., 2008; Zintl et al., 2009, 2011; 

Waldron et al., 2011; Ng et al., 2012; Abeywardena et al., 2013. 

Shrestha et al., 2014). 
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1.4.2. En ganado ovino 

 La criptosporidiosis se describió por primera vez en estos 

rumiantes en Australia, concretamente, en corderos de entre 1 y 3 

semanas de edad que presentaban diarrea (Barker y Carbonell, 1974). 

No obstante, el papel de Cryptosporidium spp. como agente etiológico 

primario que ocasiona diarrea en los ovinos se confirmó a principios 

de los años 80, tras la realización de infecciones experimentales con 

este protozoo en ausencia de otros enteropatógenos (Angus et al., 

1982a; Snodgrass et al., 1984); desde entonces, su importancia como 

causante de diarreas neonatales en corderos se ha incrementado de 

forma progresiva. Así, en la actualidad se asocia con una alta 

morbilidad y baja mortalidad, aunque dependiendo de las condiciones 

ambientales y de la presencia de otros patógenos intestinales, estos 

procesos pueden ser fatales (Angus, 1990; Matos-Fernández et al., 

1994; Muñoz- Fernández et al., 1996).  

 Según Robertson (2009) la prevalencia individual de 

Cryptosporidium spp. en ganado ovino, a nivel mundial, se aproxima 

al 30%, aunque varía de forma considerable entre los diferentes 

estudios realizados, oscilando entre el 5 y el 70%; esta variación 

depende de varios factores, entre los que destacan el manejo de los 

animales, la técnica de diagnóstico empleada, el número de muestras 

recogidas por animal, la edad de los animales o la presencia de 

sintomatología clínica. La mayoría de los estudios recientes señalan 

prevalencias inferiores al 15% en animales sanos (Majewska et al., 

2000; Sturdee et al., 2003; Pritchard et al., 2007; Geurden et al., 2008; 

Wang et al., 2010; Ye et al., 2013; Koinari et al., 2014; Tzanidakis et 

al., 2014), aunque también se han señalado prevalencias del 15% al 

40% (Ryan et al., 2005; Pritchard et al., 2008; Paoletti et al., 2009; 

Sari et al., 2009; Yang et al., 2009). Los estudios longitudinales 

muestran que el porcentaje de ovejas que, durante su vida, se infectan 

con Cryptosporidium spp. es muy elevado; así, en dos granjas de 

ovino de Australia, y recogiendo 5 muestras por animal, Sweeny et al. 

(2011) apreciaron una prevalencia individual que osciló entre el 

71,4% y el 81,3%; estos autores, además, comprobaron que varios 

animales eran positivos en todos los muestreos, lo que puede reflejar 
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constantes reinfecciones o la imposibilidad de eliminar de forma 

natural las infecciones por Cryptosporidium spp. 

 En España, el primer brote de criptosporidiosis en corderos con 

diarrea fue descrito por Rojo et al. (1985). Posteriormente, diversos 

autores han puesto de manifiesto la importancia de las infecciones por 

Cryptosporidium spp. en granjas de ovino con brotes de diarrea 

neonatal (Tabla 1.5). 

 
Tabla 1.5. Prevalencia de infección por Cryptosporidium spp. en ovinos con 

diarrea neonatal en España 

Zona Prevalencia Autores 

Aragón 90,0% Clavel et al. (1989) 

Aragón 79,4% Causapé et al. (2002) 

León 70,8% Martín-Gómez et al. (1995b) 

Castilla-León 44,8% Muñoz et al. (1996) 

Castilla-León 40,2% Pilar-Izquierdo et al. (1993) 

Galicia 31,6% Díaz et al. (2015) 

Galicia 30,7% Díaz et al. (2010a) 

 

 Este parásito es también frecuente en aquellos rebaños ovinos sin 

problemas de diarreas en corderos, pues se hallaron prevalencias de 

infección individuales que oscilaron entre el 14,7% y el 28,0% (Clavel 

et al., 1989; Matos-Fernández et al., 1993; Martín-Gómez et al., 

1995b; Causapé et al., 2002); Además, Cryptosporidium spp está 

ampliamente distribuido en las granjas ovinas, pues el porcentaje de 

rebaños con al menos un animal positivo oscila entre el 46,7% y el 

73% (Pilar-Izquierdo et al., 1993; Martín-Gómez et al., 1995b).  

 

 1.4.2.1. Especies descritas 

 En ganado ovino se han publicado numerosas investigaciones 

sobre las infecciones por Cryptosporidium spp., aunque únicamente 

un reducido porcentaje de ellos incluyen datos moleculares que, por lo 

general, están limitados a un escaso número de aislados del protozoo. 

Aún así, el número de especies y genotipos encontrado en ovejas, 

aunque inferior al hallado en ganado vacuno, es considerable e incluye 

C. andersoni, C. bovis, C. fayeri, C. hominis, C. meleagridis, C. 



56 ESTHER NAVARRO GONZÁLEZ 
 

parvum, C. ryanae, C. scrofarum, C. suis, C. ubiquitum y C. xiaoi, así 

como el genotipo oveja I (Tabla 1.6). Aunque la mayoría son 

hallazgos ocasionales, destacan, por el número de aislados 

identificados, C. xiaoi, así como las especies zoonóticas C. parvum y 

C. ubiquitum. 

 
Tabla 1.6. Especies y genotipos de Cryptosporidium descritos en ganado ovino 
País C. parvum C. ubiquitum C. xiaoi Otros Referencia 

Europa 636 131 127 
42 C. hominis, 9 
C. ryanae, 14 C. 
bovis 

 

Bélgica 1 9   Geurden et al. (2008) 

España   1  
Navarro-i-Martínez et al. 
(2007) 

España 137*    Quílez et al. (2008b) 

España 14* 9*   Díaz et al. (2010a) 

España 27    
Castro-Hermida et al. 
(2011) 

España 11* 5*   Díaz et al. (2015) 

España 119*    Ramo et al. (2016b) 

Grecia 7 3   Tzanidakis et al. (2014) 

Irlanda 14 7 10 
9 C. ryanae, 1 C. 
bovis 

Mirhashemi et al. (2016) 

Italia 26    Paoletti et al. (2009) 

Italia 5*    Cacciò et al. (2013) 

Italia 21*    Drumo et al. (2012) 

Noruega  35 7  Robertson et al. (2010) 

Noruega 2  1  Lange et al. (2013) 

Polonia 2    Majewska et al. (2000) 

Polonia 2 3 33 
9 C. bovis, 1 
C.hominis 

Kaupke et al. (2017) 

Portugal 2    Alves et al. (2006a) 

R. Unido 16    McLauchlin et al. (2000) 

R. Unido 4    Leoni et al. (2007) 

R. Unido 16    Pritchard et al. (2007) 

R. Unido 43  4 1 C. hominis Pritchard et al. (2008) 

R. Unido 9* 26 9  Elwin y Chalmers (2008) 

R. Unido 
52* 1 5  

Mueller-Doblies et al. 
(2008) 

R. Unido    1 C. hominis Giles et al. (2009) 

R. Unido 26  3  Smith et al., 2010 

R. Unido 42 30 47 39 C. hominis Connelly et al. (2013) 

R. Unido 16 1 5  Wells et al. (2015) 

R. Unido    4 C. bovis Smith et al. (2014) 

R. Unido 2    Utsi et al. (2016) 

Rumanía 20* 2* 2*  Imre et al. (2013) 

      

América 17 53 25 1 C. meleagridis  

Brasil  2   Fiuza et al. (2011) 

Brasil 3 19   Paz e Silva et al. (2014) 

Brasil  3 15 1 C. meleagridis Zucatto et al., (2015) 

Brasil  1 1  Snak et al. (2017) 

EE.UU. 2 28 4  Santín et al. (2007) 

* Estudios de casos clínicos
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Tabla 1.6. Especies y genotipos de Cryptosporidium descritos en ganado ovino 
País C. parvum C. ubiquitum C. xiaoi Otros Referencia 

América 17 53 25 1 C. meleagridis  

EE.UU. 12  5  Fayer y Santín (2009) 

      

África 8 8 13 
1 C.andersoni, 1 
C.suis 

 

Egipto   3  Mahfouz et al. (2014) 

Etiopía  8   Wegayehu et al. (2017) 

Jordania 3  5 1 C. andersoni Hijjawi et al. (2016) 

Tanzania   2  Parsons et al. (2015) 

Túnez   3  Soltane et al. (2007) 

Zambia 5   1 C. suis Goma et al. (2007) 

      

Asia 2 99 74 4 C. andersoni  

China  74 4 4 C. andersoni Wang et al. (2010) 

China  4   Shen et al. (2011) 

China 1 17 31  Ye et al. (2013) 

China  4 39  Li et al. (2016) 

Omán 1    Johnson et al. (1999) 

      

Oceanía 216 235 804 

7 C. andersoni, 9 
C. scrofarum, 4 
C. fayeri, 2 C. 
suis, 1 C. 
hominis, 8 gt 
oveja 

 

Australia  33 14 

1 C. andersoni, 4 
C. scrofarum, 4 
C. fayeri, 2 C. 
suis, 1 C. 
hominis, 1 gt 
oveja 

Ryan et al. (2005) 

Australia 65 10 52  Yang et al. (2009) 

Australia 54 39 329 
4 C. andersoni, 6 
gt oveja 

Sweeny et al. (2011) 

Australia 28 53 41  Sweeny et al. (2012) 

Australia 61 88 357 
4 C. scrofarum, 
1 C. andersoni, 1 
gt oveja 

Yang et al. (2014), 
Jacobson et al. (2016) 

Australia 4 9 11  Yang et al. (2015) 

Australia  3   Zahedi et al. (2016b) 

P. N. 
Guinea 

4   
1 C. scrofarum, 
1 C. andersoni 

Koinari et al. (2014) 

TOTAL 879 526 1043 

12 C. andersoni, 
9 C. scrofarum, 
4 C. fayeri, 3 C. 
suis, 43 C. 
hominis, 9 C. 
ryanae, 14 C. 
bovis, 1 C. 
meleagridis, 8 gt 
oveja 

 

* Estudios de casos clínicos 

 

 C. parvum es una especie cosmopolita que presenta una reducida 

especificidad de hospedador, pudiendo infectar a un elevado número 
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de mamíferos domésticos y silvestres (Xiao, 2010; Ryan et al., 2014; 

Abeywardena et al., 2015). Los resultados de numerosos estudios 

confirman que es la principal especie zoonótica en todo el mundo y 

que junto con C. hominis, está implicada en la criptosporidiosis 

humana, por lo que tiene una gran importancia en Salud Pública 

(Xiao, 2010; Slapeta, 2013). Varias investigaciones han señalado a C. 

parvum como la especie dominante en el ganado ovino, especialmente 

en los más jóvenes (Majewska et al., 2000; McLauchlin et al., 2000; 

Pritchard et al., 2007, 2008; Paoletti et al., 2009; Yang et al., 2009; 

Smith et al., 2010; Koinari et al., 2014), considerándose la principal 

responsable de brotes de diarrea en granjas de ovejas (Chalmers et al., 

2002; Mueller-Doblies et al., 2008; Quílez et al., 2008b; Díaz et al., 

2010a, 2015; Cacciò et al., 2013; Imre et al., 2013). Por el contrario, 

otros autores (Ryan et al., 2005b; Santín et al., 2007; Soltane et al., 

2007; Elwin y Chalmers, 2008; Geurden et al., 2008; Yang et al., 

2009; Robertson et al., 2010; Wang et al., 2010; Sweeny et al., 2011; 

Ye et al., 2013; Paz e Silva et al., 2014; Yang et al., 2014) han 

señalado que la presencia de C. parvum en ganado ovino es baja, 

sugiriendo que estos animales no juegan un papel importante como 

reservorios zoonóticos para el ser humano. Sin embargo, se deben 

considerar los resultados de un estudio realizado en Australia (Yang et 

al., 2009), en el que se demostró que el diagnóstico molecular basado 

en un único gen no permite identificar C. parvum en heces de ovejas 

debido a que, en aquellas muestras que presentan poblaciones mixtas 

de Cryptosporidium, únicamente detectan la especie dominante; así, 

estos autores, empleando una PCR con cebadores específicos para C. 

parvum, el número de aislados identificados aumentó desde 2 a 63. 

 C. ubiquitum, anteriormente denominado Cryptosporidium 

genotipo cervino, es una especie cosmopolita que se considera 

“generalista”, pues se ha identificado en muestras procedentes de un 

elevado número de mamíferos domésticos y silvestres, incluyendo el 

ser humano (Šlapeta, 2013). Aunque presenta una amplia distribución, 

su rango de hospedadores todavía no se conoce completamente 

(Santín et al., 2007; Fayer et al., 2010). No obstante, el elevado 

número de aislados identificados en ganado ovino sugiere que este 

pequeño rumiante podría ser el “hospedador tipo” de esta especie; de 
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hecho, en varios estudios se ha identificado como la especie 

predominante en rebaños de ovejas (Ryan et al., 2005b; Santín et al., 

2007; Cama et al., 2008; Wang et al., 2010; Fiuza et al., 2011; Shen et 

al., 2011; Sweeny et al., 2012). Con respecto a su patogenicidad, C. 

ubiquitum se ha aislado en muestras fecales procedentes de varias 

especies animales, como ovejas, cabras o puercoespines, que 

presentaban diarrea (Díaz et al., 2010a, 2015; Šlapeta, 2013); sin 

embargo, de forma experimental, ninguna de las especies animales 

estudiadas, mostraron signos clínicos (Fayer et al., 2010). Además, 

aunque esta especie posee potencial zoonótico y se considera 

emergente, los casos señalados en personas son escasos, por lo que 

actualmente se considera que su importancia en Salud Pública es 

reducida (Santín et al., 2007; Chalmers et al., 2009a; Šlapeta, 2013). 

La vía principal de transmisión a las personas todavía se desconoce; 

en este sentido, hay que tener en cuenta que el aumento del número de 

ovejas positivas a C. ubiquitum no se ha correspondido con un 

incremento de la aparición de brotes de origen zoonótico (Ryan et al., 

2005), por lo que otros autores han sugerido una transmisión directa 

entre personas (Fayer et al., 2010).  

 C. xiaoi es una especie descrita recientemente por Fayer y Santín 

en el año 2009, presentando una secuencia del gen SSUrRNA muy 

similar a la de C. bovis, por lo que antes de realizarse los estudios 

morfológicos y biológicos, se conocía como Cryptosporidium 

genotipo bovis-like. Esta gran similitud ha llevado a varios autores a 

cometer errores de identificación; de hecho, se ha confirmado que, en 

diferentes estudios, los C. bovis aislados en ganado ovino eran 

realmente C. xiaoi (Elwin y Chalmers, 2008; Mueller-Doblies et al., 

2008; Yang et al., 2009). Sin embargo, las secuencias de los genes de 

la actina y Hsp70 muestran diferencias más amplias entre ambas 

especies (Fayer y Santín, 2009; Díaz et al., 2010b; Šlapeta, 2013). De 

hecho, en ciertas publicaciones donde solo se emplea el gen 18S para 

realizar el análisis genotípico, debido a las escasas diferencias 

observadas entre ambas especies, los aislados se identifican como C. 

bovis/xiaoi (Mirhashemi et al., 2016). Su rango de hospedadores no se 

conoce todavía con exactitud, pero se supone que es muy reducido y 

que engloba principalmente rumiantes domésticos y silvestres, pues 
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hasta el momento sólo se ha detectado en ganado ovino y caprino en 

todo el mundo (Šlapeta, 2013; Díaz et al., 2015), así como en yaks en 

China (Karanis et al., 2007; Ma et al., 2014) y en bueyes almizcleros 

en Noruega (Davidson et al., 2014). Curiosamente, también se ha 

identificado esta especie en un pez (Sillago vittata) perteneciente al 

Orden de los Perciformes, posiblemente debido a la contaminación del 

ambiente marino con efluentes de origen agrícola (Reid et al., 2010). 

Empleando ooquistes eliminados por ovejas, Fayer y Santín (2009) 

consiguieron infectar con éxito a varios corderos, que excretaron 

ooquistes durante 14-15 días, aunque no fueron capaces de infectar 

experimentalmente a terneros. Sin embargo, todavía no se han 

obtenido datos sólidos que excluyan totalmente la transmisión cruzada 

entre grandes y pequeños rumiantes. Varias investigaciones han 

puesto de manifiesto la importancia de esta especie de 

Cryptosporidium en las ovejas, al identificarla como la más frecuente 

en rebaños ovinos (Sweeny et al., 2011; Connelly et al., 2013; Ye et 

al., 2013; Mi et al., 2015; Parsons et al., 2015). Aunque esta especie 

se considera no patógena, se ha identificado en cabritos con diarrea 

neonatal en España y Francia (Díaz et al., 2010b; Rieux et al., 2013b), 

si bien en estos estudios no se estudió la posible presencia de otros 

enteropatógenos asociados a C. xiaoi. Hasta el momento solo se ha 

identificado en dos personas inmunodeprimidas en Etiopía (Adamu et 

al., 2014), por lo que se supone que su potencial zoonótico es muy 

escaso y, por tanto, no es importante desde el punto de vista de la 

Salud Pública. 

 Aunque las tres especies de Cryptosporidium más frecuentes en el 

ganado ovino tienen una distribución mundial, los estudios 

moleculares realizados en estos rumiantes sugieren, hasta el momento, 

la existencia de importantes diferencias geográficas en su distribución 

(Šlapeta, 2013; Taylan-Ozkan et al., 2016; Kaupke et al., 2017); así, 

C. xiaoi es la especie predominante en África y Oceanía y C. 

ubiquitum es la más abundante en ovinos procedentes de los 

continentes americano y asiático (Ye et al., 2013), como se puede 

observar en la Tabla 1.6. En Europa, C. parvum es la especie más 

frecuentemente identificada, aunque estos datos pueden responder a 

un mayor número de investigaciones en animales con diarrea, donde 

https://www.cambridge.org/core/journals/parasitology/article/cryptosporidium-species-in-humans-and-animals-current-understanding-and-research-needs/5FC81A9710C6416B28CDB3DC03EFB262/core-reader#ref225
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predominan las infecciones por esta especie (Chalmers et al., 2002; 

Mueller-Doblies et al., 2008); por ello, Taylan-Ozkan et al. (2016) 

sugirieron que C. parvum era la especie más común en aquellos 

rebaños ovinos de Europa donde los animales se manejasen de forma 

más intensiva. 

 

 1.4.2.2. Relación entre la edad de los animales y las especies 

identificadas 

 Varias investigaciones han determinado que la edad de los 

animales es un factor que influye de forma significativa en la 

prevalencia de Cryptosporidium spp. (de Graaf et al., 1999a). Así, se 

ha comprobado que los porcentajes de infección por este parásito son 

superiores en los corderos lactantes (Xiao et al., 1993; Causapé et al., 

2002; Majewska et al., 2000; Ryan et al., 2005; Santín et al., 2007), 

ya que son los más susceptibles a la infección con el parásito y los que 

tienen una mayor probabilidad de desarrollar la enfermedad clínica (de 

Graaf et al., 1999a; Mueller Doblies et al., 2008; Díaz et al., 2010a, 

2015). Varias investigaciones han señalado que el porcentaje de 

infección es más elevado en los corderos menores de 2 semanas (Xiao 

et al., 1993; Abd-El-Wahed, 1999; Causapé et al., 2002); sin embargo, 

Santín et al. (2007), tras incrementar la sensibilidad de la técnica 

recogiendo 3 muestras de cada animal, observaron la máxima 

prevalencia en los corderos de 3 semanas (61,3%), aunque los 

porcentajes en los animales de 1 (22,6%) y de 2 (48,4%) semanas de 

edad también fueron muy elevados y notablemente superiores a los de 

2-6 meses (2,2%). En este sentido, en ganado ovino de Australia, 

Sweeny et al. (2011) apreciaron que el porcentaje de animales 

positivos a Cryptosporidium spp. era ligeramente superior en los 

animales de 2 semanas (8,3%) que en los de 4 meses (6,3%). 

 Los resultados de numerosos estudios demuestran que la 

prevalencia de infección está relacionada negativamente con la edad, 

de modo que los animales de mayor edad suelen presentar porcentajes 

de infección más bajos, lo que probablemente se deba a la mejor 

condición corporal de los ovinos adultos o al desarrollo de una 

respuesta inmunitaria protectora tras la exposición a reinfecciones 

repetidas con el parásito (Wang et al., 2009). Así, en Galicia, Castro-
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Hermida et al. (2011) apreciaron una prevalencia significativamente 

más elevada en corderos neonatos (37,1%) que en ovejas adultas 

(5,2%). En rebaños de ovejas de EE.UU., Santín et al. (2007) 

observaron que la prevalencia en los corderos era del 77,4%, siendo 

ésta muy superior (25,0%) a la hallada en sus madres. En el mismo 

sentido, Sweeny et al. (2011) señalaron que el porcentaje de infección 

en los corderos (24,7%-40,7%) era significativamente más elevado 

que en las hembras gestantes (7,3%). Wang et al. (2009), en ganado 

ovino de China, comprobaron que el porcentaje de animales que 

eliminaban ooquistes del protozoo era significativamente superior en 

los corderos lactantes (10,8%) y en los destetados (4,3%) que en las 

hembras adultas (2,1-2,5%). Así mismo, en rebaños de ovejas de 

China, Ye et al. (2013) apreciaron mayores prevalencias en corderos 

de 3-15 semanas (22,2%) que en sus madres (6,1%) y, además, 

observaron que el porcentaje de ovejas que eliminaban ooquistes del 

protozoo en el momento del parto (7,8%) era superior al de las 

hembras una semana después de parir (1,7%), lo que confirma el 

incremento de la excreción de ooquistes durante el periparto. 

 En el ganado ovino, el estudio de la posible relación entre la edad 

y la presencia de determinadas especies de Cryptosporidium conlleva 

grandes dificultades debido a las limitaciones de los estudios 

disponibles hasta el momento. Así, la mayoría de las investigaciones 

sobre Cryptosporidium spp. en ovejas se centran animales sin destetar, 

donde C. parvum es la principal especie identificada tanto en brotes de 

diarrea neonatal (Mueller-Doblies et al., 2008; Quílez et al., 2008b; 

Robertson, 2009; Díaz et al., 2010a, 2015; Cacciò et al., 2013; Imre et 

al., 2013) como en corderos sanos (Pritchard et al., 2007; Mueller-

Doblies et al., 2008; Paoletti et al., 2009; Yang et al., 2009). Las 

infecciones con criptosporidios en los ovinos de mayor edad (corderos 

destetados y adultos) suelen ser asintomáticas (Santín et al., 2007), 

por lo que cabría suponer que estos animales estarían infectados por 

especies más específicas de hospedador y menos patógenas, como C. 

ubiquitum o C. xiaoi. Sin embargo, la información disponible sobre 

las infecciones por Cryptosporidium spp. en estos animales es todavía 

insuficiente debido al limitado número de aislados identificados. No 

obstante, esta información sería de gran interés, pues permitiría 
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conocer los grupos de edad con un mayor riesgo zoonótico o que 

podrían actuar como fuente de infección para los corderos neonatos. 

 Los resultados de algunos estudios epidemiológicos moleculares 

longitudinales sugieren que, al igual que sucede en el ganado bovino, 

es probable que exista una relación entre la edad de las ovejas y las 

especies de Cryptosporidium que presentan. En China, Wang et al. 

(2010) analizaron muestras fecales de 1.701 ovejas de diferentes 

edades, observando que C. ubiquitum era la especie más frecuente en 

todos los grupos de edad, identificándose en el 90,2% de los animales 

positivos. C. xiaoi y C. andersoni sólo se detectaron en corderos y en 

hembras adultas, respectivamente, pero en mucha menor proporción. 

Por el contrario, en otro estudio más reciente realizado en el mismo 

país, Ye et al. (2013) apreciaron que C. xiaoi era la especie 

predominante tanto en las madres (10/13) como en corderos (21/36), 

especialmente en aquellos de 3-4 semanas de edad (15/16). C. 

ubiquitum también se encontró en ambos grupos de edad en menor 

proporción, aunque fue la especie más frecuente en los corderos de 

15-16 semanas (14/20). C. parvum únicamente se identificó en un 

cordero menor de un mes (1/36). Todos estos resultados sugieren que 

las madres pueden transmitir C. xiaoi a los corderos en el periparto 

(Ye et al., 2013). En este sentido, un estudio longitudinal realizado en 

ovino de aptitud cárnica en Australia (Sweeny et al., 2011) también 

mostró que C. xiaoi era la especie más frecuente en los corderos desde 

las 2 semanas de vida hasta los 9 meses de edad (315/387), así como 

la única identificada en los animales adultos (14/14). C. ubiquitum 

sólo se detectó en corderos, siendo más frecuente en los menores de 2 

meses. Además, la presencia de C. parvum fue similar en todos los 

grupos de corderos, formando parte en numerosas ocasiones de 

infecciones mixtas con C. xiaoi, aunque esta última especie no se 

identificó en ovinos adultos (Sweeny et al., 2011). Por el contrario, los 

resultados de otros estudios no han permitido apreciar diferencias 

entre los diferentes grupos de edad. Así, en EE.UU., Santín et al. 

(2007) hallaron que C. ubiquitum era la especie predominante tanto en 

los corderos (22 C. ubiquitum, 3 C. xiaoi y 1 C. parvum) como en los 

animales adultos (6 C. ubiquitum, 1 C. xiaoi y 1 C. parvum). Además, 

en 377 ovejas de granjas gallegas, Castro-Hermida et al. (2011) sólo 
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identificaron C. parvum tanto en 18 corderos neonatos como en 9 

ovejas adultas; en este sentido, Smith et al. (2010) observaron que, en 

rebaños ovinos del Reino Unido, C. parvum era también la especie 

predominante en todos los grupos de edad, hallando C. bovis 

(posiblemente C. xiaoi) sólo en un pequeño porcentaje de corderos 

lactantes. Estas notables discrepancias entre los estudios podrían ser 

un reflejo de las importantes diferencias geográficas en la distribución 

de las diversas especies de Cryptosporidium en el ganado ovino, lo 

que haría necesario estudiar la posible presencia de asociaciones en 

cada una de las zonas descritas anteriormente (Europa, Australia y 

América-Asia). 

 

1.4.3. En ganado caprino 

 La infección por Cryptosporidium spp. en cabras se describió por 

primera vez en Australia en un cabrito de 2 semanas de edad con 

diarrea (Mason et al., 1981). Desde entonces, este protozoo se ha 

identificado en brotes de diarrea neonatal en granjas de ganado 

caprino de todo el mundo (Polack et al., 1983; Nagy et al., 1984; 

Matos-Fernández et al., 1993; Santín, 2013), considerándose 

actualmente como el enteropatógeno más común en cabritos con 

diarrea (Muñoz-Fernández et al., 1996). 

 Los porcentajes de parasitación por Cryptosporidium spp. en 

ganado caprino son muy variables, estimándose que, de media, 

aproximadamente el 15% de las cabras están infectadas (Robertson, 

2009), aunque este porcentaje oscila entre el 3,5% y el 72,5% (Wang 

et al., 2014; Romero-Salas et al., 2016; Kaupke et al., 2017). Estas 

variaciones en la prevalencia se deben a las diferencias geográficas y 

estacionales y a las características intrínsecas y extrínsecas de la 

población estudiada (Geurden et al., 2008; Mahfouz et al., 2014). 

 En España son escasos los estudios realizados sobre el porcentaje 

de infección por Cryptosporidium spp. en cabras, aunque demuestran 

que es un parásito muy prevalente en cabritos con diarrea (Tabla 1.7.). 

Por el contrario, en ganado caprino sano, las prevalencias son mucho 

más bajas, oscilando entre el 11,0%-19,1% de los animales y el 

30,0%-35,5% de las granjas (Matos-Fernández et al., 1993; Martín-
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Gómez et al., 1995b; Muñoz et al., 1996; Castro-Hermida et al., 2007; 

Sanz-Ceballos et al., 2009).  

 
Tabla 1.7. Prevalencia de infección individual por Cryptosporidium spp. en 

ganado caprino en España 

Zona Prevalencia Autores 

Aragón 55,7% Quílez et al. (2001) 

Castilla-León 41,7% Muñoz et al. (1996) 

Galicia 62,7% Díaz et al. (2015) 

 

 1.4.3.1. Especies descritas 

 Los estudios sobre la caracterización molecular de especies y/o 

genotipos de Cryptosporidium realizados en cabras son todavía 

escasos respecto a los realizados en ganado vacuno y ovino. Como se 

refleja en la Tabla 1.8., se han identificado 5 especies y dos genotipos 

del protozoo y, al igual que en el ganado ovino, las especies de 

Cryptosporidium más prevalentes en las cabras son C. parvum, C. 

ubiquitum y C. xiaoi (Rieux et al., 2013b; Koinari et al., 2014; Mi et 

al., 2014; Tzanidakis et al., 2014; Wang et al., 2014; Díaz et al., 2015; 

Taylan-Ozkan et al., 2016); con menor frecuencia se han hallado C. 

hominis y C. andersoni. Además, cabe señalar la importancia que C. 

parvum, C. hominis y C. ubiquitum tienen en Salud Pública, debido a 

que estas especies poseen potencial zoonótico y se han hallado en 

reservas y suministros de agua (Robertson, 2009; Ryan et al., 2014).  

 En el ganado caprino, establecer posibles diferencias geográficas 

en la distribución de especies y genotipos de Cryptosporidium 

conlleva notables complicaciones debido al escaso número de 

animales analizados, procedentes, en muchas ocasiones, de unas pocas 

granjas localizadas en zonas muy concretas (Wang et al., 2014). De 

todos modos, si se excluyen los estudios de casos clínicos y una 

investigación realizada en Malasia que incluye, aproximadamente, la 

mitad de los aislados identificados como C. parvum en cabras (Mat 

Yusof et al., 2017), C. xiaoi parece ser la especie del protozoo 

predominante en el ganado caprino en todos los continentes.  

 C. parvum es la especie con una distribución geográfica más 

amplia en el ganado caprino, ya que se ha detectado en un mayor 

número de países, aunque todavía no se ha detectado en el continente 
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americano (Tabla 1.8). Además, es la especie que se ha identificado en 

un mayor número de muestras procedentes de cabras, aunque su 

prevalencia no es siempre la más elevada en los rebaños (Tzanidakis 

et al., 2014; Kaupke et al., 2017). Como en el resto de rumiantes 

domésticos, es la principal especie asociada a la aparición de cuadros 

diarreicos, especialmente en los cabritos neonatos (Chalmers et al., 

2002; Quílez et al., 2008b; Díaz et al., 2015), aunque su impacto 

sobre la salud de los animales parece ser menos importante que en 

otros rumiantes domésticos, como en los bóvidos (Kaupke et al., 

2017). Así mismo, las numerosas descripciones de casos clínicos en 

animales neonatos han contribuido a que el número de aislados de esta 

especie sea especialmente elevado. 

 C. xiaoi está ampliamente distribuida en ganado caprino de los 5 

continentes (Tabla 1.8.), siendo la especie que predomina en cabras en 

Australia (Al-Habsi et al., 2017), China (Mi et al., 2014; Peng et al., 

2016), Francia (Rieux et al., 2013), Grecia (Tzanidakis et al., 2014), 

Jordania (Hijjawi et al., 2016) o Polonia (Kaupke et al., 2017). Se cree 

que es una especie poco patógena para el ganado caprino, puesto que 

se ha identificado fundamentalmente en animales sanos (Rieux et al., 

2013; Mahfouz et al., 2014), aunque también se ha hallado en un 

reducido número de muestras procedentes de cabritos con diarrea 

(Díaz et al. 2010b, 2015). 

 C. ubiquitum es la tercera especie más frecuentemente hallada en 

cabras, aunque el número de aislados identificados es muy inferior a la 

de las dos especies anteriormente citadas; sin embargo, es la especie 

predominante en algunos estudios realizados en China (Wang et al., 

2014) y Francia (Paraud et al., 2014). Hasta el momento, esta especie 

sólo se ha identificado en animales asintomáticos, lo que refleja su 

escasa patogenicidad para el ganado caprino. No obstante, se 

considera una especie emergente con implicaciones en Salud Pública 

debido a su potencial zoonótico. 

 Las cabras también pueden presentar infecciones por otras 

especies del protozoo con un rango de hospedadores restringido, como 

C. hominis y C. andersoni, así como por algunos genotipos.  
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Tabla 1.8. Especies y genotipos de Cryptosporidium identificados en ganado 
caprino 
País C. parvum C. ubiquitum C. xiaoi Otros Referencia 

Europa 143 21 62 1 C. hominis  

Bélgica 11    Geurden et al. (2008) 

España* 17*    Quílez et al. (2008b) 

España*   2*  Díaz et al. (2010b) 

España* 61*  5*  Díaz et al. (2015) 

Francia 7    Ngouanesavanh et al. 
(2006) 

Francia 1  18  Rieux et al. (2013b) 

Francia  16   Paraud et al. (2014) 

Grecia 2 5 7  Tzanidakis et al. (2014) 

ND, I, CZE* 15    Cacciò et al. (2000) 

Italia 21*    Drumo et al. (2012) 

Noruega 4  1  Lange et al. (2014) 

Polonia 1  29  Kaupke et al. (2017) 

R. Unido* 2*    Chalmers et al. (2002) 

R. Unido    1 C. hominis Giles et al. (2009) 

R. Checa 1    Hajušek et al. (2004) 

      

América   4   

EE.UU.   4  Fayer et al. (2010) 

      

África 1  5   

Egipto ¿?    Shoukry et al. (2009) 

Tanzania   5  Parsons et al. (2015) 

Zambia 1    Goma et al. (2007) 

      

Asia 274 36 149 16 C. andersoni 
3 C. hominis 
1 nuevo gt 

 

Bangladesh   3  Siddiki et al. (2015) 

China   1 1 nuevo gt Karanis et al. (2007) 

China  24 4 16 C. andersoni Wang et al. (2014) 

China 14 10 45  Mi et al. (2015) 

China 8 2 94  Peng et al. (2016) 

Corea Sur    3 C. hominis Park et al. (2006) 

Filipinas 30    Domingo et al. (2012) 

India 4    Maurya et al. (2013) 

Jordania   2  Hijjawi et al. (2016) 

Malasia 207    Mat Yusof et al. (2017) 

Omán* 1    Johnson et al. (1999) 

Sri Lanka 1    Noordeen et al. (2002) 

Turquía* 9*    Taylan-Ozkan et al. 
(2016) 

      

Oceanía 6 8 18 6 C. hominis 
1 gt rata II 

 

Australia 4 8 17  Al-Habsi et al. (2017) 

PN Guinea 2  1 6 C. hominis 
1 gt rata II 

Koinari et al. (2014) 

      

TOTAL 424 65 238 16 C andersoni 
10 C. hominis 
1 gt rata II 
1 nuevo gt 

 

* identificados a partir de muestras de cabritos con diarrea 
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 Estas infecciones se consideran esporádicas, ya que el número de 

aislados identificado es muy pequeño y solo se han hallado en 

determinadas granjas. 

 

1.4.3.2. Relación entre la edad de los animales y las especies 

identificadas 

 Al estudiar la variación de la prevalencia por Cryptosporidium 

spp. al considerar la edad de los animales, la mayoría de los estudios 

coinciden con los resultados obtenidos en otras especies animales, 

señalando que el porcentaje de infección disminuye con la edad. Así, 

Mi et al. (2014), en rebaños de ganado caprino de China, observaron 

que los valores más elevados correspondieron a los corderos lactantes 

(20%) y destetados (15%), mientras que los porcentajes fueron 

significativamente más reducidos en cabras de un año (7,5%) y 

adultas (6,3%). En el mismo sentido, y tras analizar un número 

considerable de muestras fecales (n= 1.265) de cabras en China, Wang 

et al. (2014) apreciaron los porcentajes de infección más elevados en 

los cabritos destetados (4,6%) y en los lactantes (2,1%), mientras que 

los más reducidos se hallaron en los adultos (1,9%), siendo estas 

diferencias significativas. Otros autores como Noordeen et al. (2001) 

o Peng et al. (2016) también comprobaron que los animales jóvenes 

son los más sensibles a la infección por este parásito, aunque se ha 

observado que cuando los animales no presentan un cuadro clínico, 

los porcentajes de infección son más elevados en los cabritos de entre 

3 y 9 semanas (44,4%) que en los menores de 21 días (26,2%) 

(Kaupke et al., 2017). Según de Graaf et al. (1999), las infecciones 

naturales por Cryptosporidium spp. en cabras afectan sobre todo a los 

neonatos, pudiendo causar cambios patológicos en el intestino que 

ocasionan una diarrea acuosa autolimitante, pérdida de peso y elevada 

mortalidad. Sin embargo, aunque un elevado porcentaje de cabras 

adultas (incluso más del 25%) pueden eliminar ooquistes del protozoo 

de forma crónica (Noordeen et al., 2001), las criptosporidiosis clínicas 

son infrecuentes a partir del mes de vida (Delafosse et al., 2006; 

O′Handley y Olson 2006; Santín, 2013), manifestándose sobre todo 

con retraso en el crecimiento, reducción de la ganancia media diaria y 

pérdida de peso (Karanis et al., 2007; Sweeny et al., 2011; Jacobson et 
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al., 2016); por ello, lo más frecuente es que estos animales 

permanezcan como portadores asintomáticos, debido al desarrollo en 

mayor o menor grado de una inmunidad protectora asociada a la edad, 

a una mejor condición física de los animales adultos o a una variación 

en la infectividad y virulencia de las cepas que afectan a estas cabras 

(Karanis et al., 2007; Wang et al., 2014; Kaupke et al., 2017). Sin 

embargo, se ha señalado que durante el periparto el porcentaje de 

hembras que eliminan ooquistes del protozoo se incrementa de forma 

considerable, pudiendo ser similar al de los corderos más jóvenes 

(Wang et al., 2014). 

 Aunque en ganado vacuno se ha demostrado la existencia de una 

relación entre la edad y la presencia de determinadas especies de 

Cryptosporidium, resulta difícil llegar a una conclusión en el ganado 

caprino debido al reducido número de aislados identificados en estos 

animales, y a que muy pocas investigaciones incluyen una 

caracterización molecular de aislados procedentes de diferentes grupos 

de edad. De hecho, sólo tres estudios realizados en China (Mi et al., 

2014; Wang et al., 2014; Peng et al., 2016) presentan datos completos. 

Así, Mi et al. (2014) observaron que C. xiaoi, y C. parvum se 

observaban en los grupos de animales menores de dos años, mientras 

que C. ubiquitum se halló en todos los grupos de edad, a excepción de 

los cabritos lactantes. El porcentaje de aislados positivos a C. xiaoi y 

C. parvum fue mayor en los cabritos destetados (48,9% y 80%, 

respectivamente); por el contrario, el número de aislados identificados 

como C. parvum fue similar en los tres grupos de edad. Los resultados 

obtenidos posteriormente por Peng et al. (2016) son muy similares a 

los del estudio anterior, aunque la estratificación de edades resultó un 

poco diferente; así, C. xiaoi fue también la especie más 

frecuentemente identificada en todos los grupos de edad; C. parvum 

también se encontró en las cabras de todas las edades, pero en baja 

proporción. Por el contrario, C. ubiquitum solo se identificó de forma 

esporádica en una muestra procedente de un cordero lactante y en otra 

de un animal adulto. En el mismo sentido, Rieux et al. (2013b) 

apreciaron que la mayoría (18/19) de los cabritos sin destetar 

estudiados eliminaban ooquistes de C. xiaoi. Estos resultados sugieren 



70 ESTHER NAVARRO GONZÁLEZ 
 

una posible transmisión de C. xiaoi en el periparto, similar a lo 

observado en ganado ovino (Ye et al., 2013). 

 En contraste con los estudios anteriores, Wang et al. (2014) 

observaron que C. ubiquitum era la especie predominante en todos los 

grupos de edad, a excepción del grupo de los corderos destetados, 

donde C. andersoni fue la especie identificada con mayor frecuencia; 

esta última especie se halló en una única granja, aunque se detectó en 

4 grupos de edad. Sin embargo, la importancia de C. xiaoi fue menor, 

identificándose solo en cabritos y en hembras gestantes.  

 

 

1.4.4. Subtipos de C. parvum y C. ubiquitum en pequeños 

rumiantes 

El gen GP60 es, actualmente, el marcador genético empleado con 

mayor frecuencia para el subtipado de aislados pertenecientes a 

diferentes especies de Cryptosporidium, incluyendo algunas de gran 

importancia en humanos, como C. parvum y C. hominis, y otras de 

menor relevancia (C. meleagridis, C. cuniculus, etc.).  

Respecto a los subtipos GP60 de C. parvum, aunque se han 

publicado numerosos trabajos relativos tanto a los seres humanos 

como al ganado vacuno, en pequeños rumiantes éstos son escasos; así, 

tanto en ganado ovino como en caprino únicamente se han 

identificado subtipos de las familias alélicas IIa y IId que tienen 

potencial zoonótico (Tablas 1.9 y 1.10). Además de los subtipos 

recogidos en estas Tablas, en pequeños rumiantes también se han 

detectado el IIdA4G2T14 y IIdA4G3T13, aunque no se han incluido 

debido a que no se indica ni el número de aislados de cada uno de 

ellos ni la especie donde se hallaron (Tzanidakis et al., 2014).  

En ovinos, al contrario de lo observado en caprino, el número de 

subtipos de C. parvum pertenecientes a la familia IId es muy superior 

a la de subtipos IIa, aunque esto puede deberse al menor número de 

aislados identificados en estos últimos. Ambas familias poseen 

potencial zoonósico, aunque los datos obtenidos hasta el momento 

sugieren que los subtipos pertenecientes a la familia IIa son los más 

comunes en las infecciones por C. parvum en personas (Xiao, 2010). 
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Tabla 1.9. Subtipos de C. parvum identificados en muestras de ganado 
ovino 
Subtipo Nº 

aislados 
Lugar Referencia 

IIaA13G1R1 1 España Díaz et al., 2015 

IIaA14G2R1 1 España Díaz et al., 2015 

IIaA15G2R1 42 Bélgica, Brasil, China, 
España, Italia, Papúa N. 
Guinea, Reino Unido 

Geurden et al., 2008; Quílez et al., 2008b; 
Díaz et al., 2010a, 2015; Smith et al., 2010; 
Cacciò et al., 2013; Ye et al., 2013; Koinari 
et al., 2014; Paz e Silva, 2014; Yang et al., 
2014; Wells et al., 2015 

IIaA16G1R1 2 Jordania, Rumanía Imre et al., 2013; Hijjawi et al., 2016 

IIaA16G3R1 15 España Díaz et al., 2010a, 2015 

IIaA17G1R1 12 Polonia, Reino Unido, 
Rumanía 

Smith et al., 2010; Imre et al., 2013; Kaupke 
et al., 2017 

IIaA17G2R1 1 Reino Unido Smith et al., 2010 

IIaA18G2R1 1 Reino Unido Wells et al., 2015 

IIaA18G3R1 1 España Quílez et al., 2008b 

IIaA19G1R1 3 Reino Unido Connelly et al., 2013; Utsi et al., 2016 

IIaA19G2R1 7 Jordania, Reino Unido Wells et al., 2015; Hijjawi et al., 2016 

IIaA19G4R1 1 Papúa N. Guinea Koinari et al., 2014 

IIaA20G2R1 3 Italia Cacciò et al., 2013 

TOTAL IIa 90   

    

IIdA14G1 2 España Quílez et al., 2008b 

IIdA15G1 3 España Quílez et al., 2008b 

IIdA17G1 70 España Quílez et al., 2008b 

IIdA18G1 42 Australia, China, España Quílez et al., 2008b; Yang et al., 2014, 2015 

IIdA19G1 43 China y España Quílez et al., 2008b; Yang et al., 2014 

IIdA20G1 1 Rumanía Imre et al., 2013 

IIdA21G1 1 España Quílez et al., 2008b 

IIdA22G1 2 España Quílez et al., 2008b 

IIdA22G2R1 1 Rumanía Imre et al., 2013 

IIdA24G1 3 España y Rumanía Quílez et al., 2008b; Imre et al., 2013 

TOTAL IId 168   

 

Si bien es cierto que, en pequeños rumiantes, un amplio número 

de estudios únicamente han detectado subtipos pertenecientes a la 

familia IIa (Geurden et al., 2008; Díaz et al., 2010a; Smith et al., 

2010; Cacciò et al., 2013; Connelly et al., 2013; Ye et al., 2013; 

Koinari et al., 2014; Lange et al., 2014; Paz e Silva, 2014; Yang et al., 

2014; Hijjawi et al., 2016; Utsi et al., 2016; Al-Habsi et al., 2017), 

cabe destacar que el número de aislados identificados en cada una de 

estas investigaciones fue, generalmente, reducido. La diversidad 

genética de C. parvum observada en estos pequeños rumiantes es 

menor a la detectada en ganado vacuno, y refleja el escaso número de 

aislados identificados. Por el mismo motivo, el número de subtipos 

detectados en el ovinos es mayor que en caprinos (Tablas 1.9 y 1.10); 

no obstante, si se considera el total de aislados identificados hasta el 



72 ESTHER NAVARRO GONZÁLEZ 
 

momento, la diversidad genética de C. parvum parece superior en las 

cabras. 

 
Tabla 1.10. Subtipos gp60 de C. parvum identificados en muestras de ganado 

caprino 
Subtipo Nº 

aislados 
Lugar Referencia 

IIaA13G1R1 5 España Díaz et al., 2015 

IIaA13G2R1 3 Turquía Taylan-Ozkan et al., 2016 

IIaA14G2R1 2 China, España Mi et al., 2014; Díaz et al., 2015 

IIaA15G1R1 3 China, Turquía Mi et al., 2014; Taylan-Ozkan et 
al., 2016 

IIaA15G2R1 43 Bélgica, China, España, Papúa 
N. Guinea,  

Geurden et al., 2008; Koinari et 
al., 2014; Mi et al., 2014; Díaz et 
al., 2015 

IIaA16G3R1 11 España Díaz et al., 2015 

IIaA17G2R1 2 Australia, China Mi et al., 2014; Al-Habsi et al., 
2017 

IIaA17G4R1 3 Australia Al-Habsi et al., 2017 

IIaA19G4R1 1 Papúa N. Guinea Koinari et al., 2014 

TOTAL IIa 73   

    

IIdA17G1 11 España Quílez et al., 2008b; Díaz et al., 
2015 

IIdA18G1 1 Turquía Taylan-Ozkan et al., 2016 

IIdA19G1 12 China, España Quílez et al., 2008b; MI et al., 
2014 

IIdA22G1 10 Bélgica, Turquía Geurden et al., 2008; Taylan-Ozkan 
et al., 2016 

IIdA23G1 1 Polonia Kaupke et al., 2017 

IIdA25G1 2 España Quílez et al., 2008b 

IIdA26G1 3 España  Quílez et al., 2008b 

TOTAL IId 40   

 

Al analizar los subtipos de C. parvum que predominan en ganado 

ovino y caprino, se observa que, en ambos, el IIaA15G2R1 es el 

significativamente más frecuente dentro de la familia alélica IIa, 

mientras que en la IId destaca el subtipo IIdA17G1 (Tablas 1.9 y 

1.10). Los resultados de algunos estudios sugieren que, cuando en una 

determinada zona coexisten poblaciones de C. parvum pertenecientes 

a las familias IIa y IId, los subtipos IIa son más frecuentes en el 

ganado vacuno y los IId en los pequeños rumiantes (Xiao, 2010). Así, 

el 98% de los aislados de C. parvum identificados en terneros del 

norte de España pertenecían a la familia IIa (IIaA15G2R1, 

IIaA16G3R1, IIaA16G2R1, IIaA17G2R1, IIaA18G3R1 y 

IIaA19G3R1), mientras que únicamente 2 muestras se identificaron 

como IIdA23G1 (Quílez et al., 2008a); por el contrario, en 

explotaciones de pequeños rumiantes de Aragón, Quílez et al. (2008b) 
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apreciaron que la mayoría de los subtipos identificados en corderos 

(98%) y cabritos (100%) pertenecían a la familia subgenotípica IId 

(IIdA17G1, IIdA19G1, IIdA18G1, IIdA14G1, IIdA15G1, IIdA21G1, 

IIdA22G1, IIdA24G1, IIdA25G1, IIdA26G1, IIaA15G2R1 y 

IIaA18G3R1). Estos resultados contrastan con los obtenidos en 

rumiantes domésticos de Galicia por Díaz et al. (2010a, 2015), donde 

los subtipos IIa, especialmente el IIaA15G2R1 y el IIaA16G3R1, 

predominaron tanto en ganado vacuno como en ovejas y cabras, lo que 

podría deberse a un estrecho contacto de estas especies en rebaños 

mixtos, que son bastante frecuentes en esta región. 

En cuanto a C. ubiquitum, la secuencia nucleotídica que codifica 

para la proteína de 60 kDa muestra importantes diferencias con 

respecto a la que presenta C. parvum y otras especies relacionadas; 

por ello, los cebadores empleados para caracterizar estas especies no 

eran válidos para C. ubiquitum. Recientemente Li et al. (2014) 

desarrollaron una técnica para caracterizar molecularmente el gen 

GP60 de este protozoo en muestras procedentes de personas y de 

varias especies animales, así como en muestras ambientales. Se han 

identificado 6 familias alélicas dentro de esta especie, que se 

nombraron de la XIIa a la XIIf. El gen GP60 de C. ubiquitum no 

presenta repeticiones de trinucleótidos, por lo que los subtipos se 

nombran con el nombre de la familia alélica. 

Hasta el momento, el número de estudios realizados en animales 

sobre los subtipos de C. ubiquitum son escasos. Los datos publicados 

en los últimos años indican que el subtipo XIIa es el predominante en 

ovejas y cabras a nivel mundial, confirmando la buena adaptación de 

esta especie a diferentes hospedadores (Li et al., 2014). De hecho, se 

ha identificado en 57 muestras de ganado ovino de América (EE.UU., 

Perú, Brasil), Asia (China, Turquía), Europa (España, Reino Unido) y 

Oceanía (Australia) (Li et al., 2014; Zahedi et al., 2016a), así como en 

34 aislados procedentes de cabras de Argelia, China y Australia (Li et 

al., 2014; Mi et al., 2014; Wang et al., 2014; Al-Habsi et al., 2017). 

En ovejas de Australia, Yang et al. (2015) detectaron 9 C. ubiquitum 

pertenecientes al subtipo XIId. Cabe destacar que todos estos subtipos 

tienen potencial zoonótico, pues en humanos se han identificado 

aislados pertenecientes a las familias XIIa-XIId (Li et al., 2014); de 
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hecho, estos autores sugieren que el ganado ovino, tanto por contacto 

directo como mediante la contaminación de acuíferos, representa una 

importante fuente de infección para los humanos. 

 

 

1.5. REPERCUSIONES ZOONÓTICAS EN HUMANOS 

Los primeros casos de criptosporidiosis en personas se detectaron 

a mediados de la década de los 70 (Meisel et al., 1976; Nime et al., 

1976), teniendo mayor relevancia estos estudios a partir de la década 

de los 80, debido a la detección de numerosos casos de 

criptosporidiosis en individuos infectados con el virus de la 

inmunodeficiencia humana (VIH) (Ma y Soave, 1983; Navin y 

Juranek, 1984; Pitlik et al., 1983; Soave et al., 1984). 

La criptosporidiosis afecta a todos los grupos de edad, pero 

especialmente tiene un gran impacto en niños y en poblaciones 

inmunodeprimidas (VIH, cáncer o trasplantados). La enfermedad se 

detecta principalmente en niños menores de 2 años (Fayer y Ungar, 

1986; Current y García, 1991) y ancianos (Jaggi et al., 1994; Neil et 

al., 1996), así como en personas que estuvieron en contacto con niños 

y/o animales jóvenes o que consumieron agua de baja calidad 

higiénica (Xiao y Ryan, 2008; Chalmers et al., 2009b).  

Los pacientes inmunodeprimidos son especialmente sensibles a la 

infección (Gentile et al., 1991; Hong et al., 2007) pudiendo ser fatal 

(Chalmers y Davies, 2010) debido a la deshidratación causada por la 

diarrea crónica (Cacciò, 2005; Chen et al., 2005; Bouzid et al., 2013). 

En algunos casos, se describe la extensión de la infección hacia zonas 

extraintestinales como los conductos biliares e hígado (Denkinger et 

al., 2008; Wolska- Kusnierz et al., 2007) o los pulmones (Meynard et 

al., 1996; Kibbler et al., 1987). La criptosporidiosis es uno de los 

principales diagnósticos secundarios en personas con VIH y está 

asociado con un mayor riesgo de muerte en estos pacientes (Peng et 

al., 1997). Aunque en adultos inmunocompetentes no se observaron 

diferencias en la sintomatología derivada de las infecciones por C. 

parvum, C. hominis o C. meleagridis (Chappell et al., 2011), por el 

contrario, en niños y pacientes inmunodeprimidos se describen 

importantes diferencias en las manifestaciones clínicas dependiendo 
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de la especie/subtipo implicado de Cryptosporidium, siendo el proceso 

causado por C. hominis, en especial con algunos subtipos, más grave 

que el ocasionado por C. parvum (Xiao, 2010). 

En personas inmunocompetentes el proceso es autolimitante y la 

infección cursa, en la mayoría de los casos de forma asintomática. En 

el caso de aparecer, los signos clínicos pueden ser de grado variable. 

Tras un periodo de incubación aproximado de 3-12 días, aparece un 

periodo de diarrea acuosa que puede durar entre 6 y 14 días, aunque se 

describen casos donde han llegado hasta 1 mes. Además, los pacientes 

pueden presentar fatiga, pérdida de apetito, vómitos y dolor abdominal 

(MacKenzie et al., 1994; Mathiu et al., 2004; Bushen et al., 2007). 

Otros síntomas que también se observaron son la aparición de dolor 

articular y ocular, jaquecas recurrentes, mareos y fatiga, mucho más 

frecuentes en las infecciones por C. hominis que en las causadas por 

C. parvum (Hunter et al., 2004). 

La patogenicidad, el grado de excreción de los ooquistes, la 

intensidad de las manifestaciones clínicas y la incidencia varía entre 

las distintas especies de Cryptosporidium que afectan a las personas 

(Fayer, 1997; McLauchlin et al., 1999). Por consiguiente, para 

identificar el riesgo para la salud pública de la criptosporidiosis es 

importante la apropiada identificación de especies y genotipos, en 

muestras humanas o ambientales, y en otros tipos de animales, siendo 

imprescindible el uso de técnicas de biología molecular (Morgan et 

al., 1999b). Todos estos hechos ponen de manifiesto la necesidad de 

utilizar marcadores moleculares hipervariables que permitan un mejor 

conocimiento de los subtipos y familias circulantes de 

Cryptosporidium, facilitando la determinación de la importancia 

epidemiológica y el riesgo para la salud pública que este género 

supone a nivel mundial. De hecho, las técnicas de biología molecular 

se han utilizado como una herramienta para realizar la taxonomía de 

las especies de Cryptosporidium (Monis y Thompson, 2003; 

Thompson y Monisde, 2004; Xiao et al., 2004; Caccio et al., 2005; 

Ryan et al., 2016a); así como, para determinar el potencial zoonósico 

de las mismas (Xiao y Ryan, 2004; Cacio, 2005) y establecer las vías 

de transmisión. 
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En la actualidad, el papel que juegan algunos animales de renta y 

de compañía en la transmisión de la criptosporidiosis humana todavía 

no está totalmente aclarado (Navarro-i- Martínez et al., 2012). 

Diversos estudios de subgenotipado sugieren que algunas de las 

infecciones por C. parvum tienen su origen en los propios humanos, 

mientras que otras especies y/o genotipos frecuentes en los animales 

afectan en menor medida a las personas, tanto inmunodeprimidas 

como inmunocompetentes (Xiao et al., 2004; Xiao y Feng, 2008). En 

determinados países en vías de desarrollo, algunas especies de 

Cryptosporidium poco frecuentes, sin embargo, ocasionan hasta el 

20% de los casos humanos estudiados (Xiao y Feng, 2008). 

Al menos 17 de las 26 especies reconocidas de Cryptosporidium 

(C. andersoni, C. bovis, C. canis, C. cuniculus, C. erinacei, C. fayeri, 

C. felis, C. hominis, C. meleagridis, C. muris, C. parvum, C. 

scrofarum, C. suis, C. tyzzeri, C. ubiquitum, C. viatorum, C. xiaoi), y 

4 de los más de 40 genotipos (C. hominis genotipo mono, y los 

genotipos ardilla I, caballo, y mofeta) se han identificado en humanos, 

aunque algunos de ellos sólo son hallazgos ocasionales (Chalmers y 

Katzer, 2013; Ryan et al., 2014).  

Actualmente C. hominis, C. parvum, C. meleagridis, C. cuniculus, 

C. felis y C. canis se consideran patógenas para las personas 

(Chalmers y Katzer, 2013), aunque las tres últimas se han identificado 

de manera ocasional; sin embargo, se debe destacar que la infección 

con especies y genotipos de Cryptosporidium poco comunes puede 

presentarse tanto en pacientes inmunodeprimidos como 

inmunocompetentes (Cama et al., 2008). 

La mayoría de los casos de criptosporidiosis en humanos están 

ocasionados por C. hominis y C. parvum. Los resultados de recientes 

estudios moleculares concluyen que, aparte de denuncias ocasionales 

en ganado, la transmisión de C. hominis es fundamentalmente 

antroponótica, mientras que la de C. parvum es zoonótica (Chalmers y 

Katzer, 2013). La importancia y distribución de cada una de estas 

especies depende de la situación geográfica. C. hominis es más 

prevalente (62%) en América, Australia y África, mientras que C. 

parvum es la responsable de un elevado número de casos en Europa 

(57%), especialmente en el Reino Unido (Cacciò et al., 2005). 
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Además, mientras que en áreas urbanas predominan los casos por C. 

hominis, las personas que viven en áreas rurales, sobre todo niños, 

tienen mayores tasas de infección por C. parvum, lo que 

probablemente guarde relación con un mayor contacto con animales 

(Llorente et al., 2007; Essid et al., 2008). 

En ganado vacuno de Galicia, en especial en terneros sin destetar, 

se han identificado 10 subtipos de C. parvum pertenecientes a las 

familias alélicas IIa y IId (Díaz et al., 2010a; Soilán, 2014) que son 

potencialmente zoonóticas, por lo que se considera que, en esta zona, 

los terneros son un importante reservorio de esta especie que, junto a 

C. hominis, es una de las especies más comunes en brotes de 

criptosporidiosis humana, tanto en personas inmunodeprimidas como 

inmunocompetentes (Vergara y Quílez, 2004, Šlapeta, 2013; Chalmers 

y Katzer, 2013). 

La especie C. meleagridis se describió por primera vez (Slavin, 

1955) en pavos silvestres (Meleagris gallopavo), observándose 

posteriormente que era común en un amplio rango de hospedadores. 

Xiao et al. (2004) y posteriormente Elwin et al. (2012a) confirmaron 

que C. meleagridis es la tercera especie más importante detectada en 

humanos, ya que se describe tanto en individuos inmunocompetentes 

como en inmunodeprimidos, considerándose actualmente como una 

infección emergente. No obstante, el riesgo de que las personas 

adquieran la criptosporidiosis por C. felis se considera relativamente 

bajo y la mayoría de los casos se observaron en pacientes 

inmunocomprometidos, sugiriéndose tanto rutas de transmisión 

antroponótica como zoonóticas (Beser et al., 2015). 

Cryptosporidium cuniculus (Inman y Takeuchi, 1979), cuyo 

principal hospedador es el conejo europeo (Oryctolagus cuniculus), se 

identificó por primera vez en EE.UU. en conejos de laboratorio 

clínicamente sanos (Rehg et al., 1979). Esta especie está 

genéticamente muy relacionada con C. hominis (Robinson et al., 

2010) y debido a que se identificó en un brote producido a través del 

agua corriente en el verano de 2008 en el Reino Unido, se considera 

que tiene una importancia moderada en Salud Pública (Chalmers et 

al., 2009b, 2011; Robinson et al., 2010). 
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Las infecciones humanas causadas por C. felis se han detectado en 

muchos lugares, mostrando una mayor frecuencia en los países en 

desarrollo que en las naciones industrializadas (Raccurt, 2007; Lucio-

Forster et al., 2010). Diversos estudios llevados a cabo en Europa 

identificaron un número variable de casos producidos por C. felis 

(Morgan et al., 2000; Pedraza-Díaz et al., 2001; Leoni et al., 2006; 

ANOFEL, 2010; Elwin et al., 2012a; Insulander et al, 2013). 

Asimismo, se encontraron muestras positivas para esta especie en 

humanos de África y del Norte y Sur de América (Pieniazek et al., 

1999; Morgan et al., 2000; Pedraza-Díaz et al., 2001). 

Cryptosporidium canis infecta a perros domésticos (Canis 

familiaris) de todo el mundo. Aún se conoce muy poco sobre esta 

especie y la enfermedad que causa en estos animales domésticos. Esta 

especie también se ha detectado (Trout et al., 2006) en coyotes (Canis 

latrans), en zorros rojos (Vulpes vulpes) (Nolan et al., 2013) y 

ocasionalmente en humanos.  

En los últimos años, C. ubiquitum, anteriormente conocido como 

"genotipo cervino o genotipo 3", emerge como otra importante especie 

zoonótica que infecta a humanos (Fayer et al., 2010). Se ha 

encontrado en personas de todo el mundo, principalmente en naciones 

industrializadas (Chalmers y Katzer, 2013). De hecho, en el Reino 

Unido, se han atribuido más casos humanos de criptosporidiosis a C. 

ubiquitum que a C. canis (Elwin et al., 2012a). El reciente 

reconocimiento de C. ubiquitum como un patógeno zoonótico 

emergente tiene una elevada importancia en la salud pública debido a 

su amplia distribución geográfica y al amplio rango de hospedadores 

que tiene (Fayer et al., 2010; Li et al., 2014). Esta especie se ha 

detectado en corderos en Galicia (Soilán, 2014; Díaz et al., 2015), en 

rumiantes silvestres, en roedores, en carnívoros (mapaches) en 

lémures y en humanos (Feng et al., 2007; Ziegler et al., 2007; Da 

Silva et al., 2003; Elwin y Chalmers, 2008; Fayer et al., 2010). 

También se ha hallado en fuentes de agua potable, aguas pluviales y 

aguas residuales en varias ubicaciones geográficas (Zhou et al., 2003; 

Jiang et al., 2005; Yang et al., 2008; Jellison et al., 2009; Nichols et 

al., 2010; Van Dyke et al., 2012). 
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En España esta enfermedad es de declaración obligatoria desde el 

año 2009, pero las pruebas de rutina no se llevan a cabo y en muchos 

casos puede pasar inadvertida (Martín-Ampudia et al., 2012). No 

obstante, la identidad de las especies y genotipos de Cryptosporidium 

que infectan a las personas en nuestro país no está bien definida y se 

encuentran disponibles pocos datos sobre la diversidad intraespecífica 

de este protozoo. La mayoría de los estudios se realizaron en 

poblaciones en riesgo con sintomatología o donde ya se sospechaba de 

la existencia de la infección. Se publicaron estudios en población 

adulta y en niños (tanto inmunocompetentes como inmuno-

deprimidos), sobre todo VIH-positivos en diversas regiones como 

Galicia (Abal-Fabeiro et al., 2015), Cádiz (García et al., 1989; Díaz et 

al., 1990), Madrid (Alonso-Sanz et al., 1995; del Águila et al., 1997), 

Salamanca (García-Rodríguez et al., 1990; Rodríguez-Hernández et 

al., 1996), Zaragoza (Moles et al., 1998; Ramo et al., 2015), Islas 

Canarias (Abreu-Acosta et al., 2007) o Barcelona (Segura et al., 

2015). A través de estudios moleculares se demuestra que en España 

circulan 4 especies de Cryptosporidium (C. parvum, C. hominis, C. 

meleagridis y C. felis) importantes en la epidemiología de la 

criptosporidiosis humana (Quílez et al., 2008b; Navarro-i- Martínez et 

al., 2003, 2010). De hecho, los casos de criptosporidiosis humana 

ocasionados por C. hominis son más prevalentes que los de C. parvum 

(Llorente et al., 2007; Navarro-i-Martínez et al., 2012). En este 

sentido, en los niños de áreas urbanas predominaban las infecciones 

por C. hominis, mientras que, en los de áreas rurales eran más 

prevalentes las infecciones por C. parvum. Esto coincide con lo 

señalado por diversos autores (Llorente et al., 2007; Essid et al., 2008; 

Zintl et al., 2009; Xiao, 2010; Navarro-i-Martinez et al., 2012) 

quienes indicaron que sobre la distribución geográfica de C. parvum y 

de C. hominis influye el hábitat en el que viven las personas. No 

obstante, cabe señalar que, aunque C. hominis y C. parvum son 

responsables de la mayoría de las infecciones, también hay que prestar 

atención a las criptosporidiosis ocasionadas por C. meleagridis, C. 

felis y C. ubiquitum, ya que también se han descrito casos esporádicos 

(Llorente et al., 2007; Martín-Ampudia et al., 2012), especialmente en 

niños (Llorente et al., 2007; Cardona et al., 2011). 
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Otros estudios sugieren la existencia de poblaciones de C. parvum 

específicas de humanos (Cacciò, 2005); este genotipo se caracterizó 

bien y se detecta en numerosos brotes de criptosporidiosis teniendo 

como fuente principal de transmisión el agua de bebida o destinada a 

usos recreativos (MacKenzie et al., 1994; Peng et al., 1997; Ong et 

al., 1999; Sulaiman et al., 1998; Xiao et al., 2001; Glaberman et al., 

2002; Ward et al., 2002; Ryan et al., 2005; Baldursson y Karanis, 

2011). Además, hay que tener en cuenta, que Cryptosporidium puede 

ser resistente a los diferentes métodos para el tratamiento de aguas, 

por lo que la criptosporidiosis representa el principal problema de 

salud pública de los servicios de suministro de agua potable en los 

países desarrollados (Fayer et al., 2000; Chalmers y Katzer, 2013). 

También se ha detectado la presencia de Cryptosporidium spp. en 

verduras frescas (Monge et al., 1996), en sidra de manzana (Millard et 

al., 1994; Driedger et al., 2001; Blackburn et al., 2006) o en bivalvos 

(Freire-Santos et al., 2000). Puntualmente, se han descrito casos de 

infección respiratoria por inhalación o aspiración (Shirley et al., 

2012). 
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2. Objetivos 
 

Basándonos en los antecedentes expuestos, nos planteamos los 

siguientes objetivos: 

 

1º.- Determinar la prevalencia de infección por Cryptosporidium 

spp. en rumiantes domésticos sin diarrea, en Galicia. 

 

2º.- Identificar las especies y genotipos presentes en ganado 

vacuno, ovino y caprino de esta región española. 

 

3º.- Conocer las asociaciones de las especies/genotipos de 

Cryptosporidium más frecuentes en las granjas de rumiantes 

domésticos en Galicia. 

 

4º.- Determinar la frecuencia de las especies/genotipos de 

Cryptosporidium en relación con la edad de los animales. 

 

5º.- Analizar si los animales sin diarrea pueden originar brotes de 

diarrea neonatal en las explotaciones de rumiantes domésticos. 

 

6º.- Investigar si las especies/genotipos de Cryptosporidium 

halladas en los rumiantes objeto de estudio, son potencialmente 

zoonóticas. 
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3. Materiales y métodos 
 

En este apartado se describen las características generales de la 

zona y de los animales objeto de este estudio, así como las técnicas 

moleculares empleadas para detectar la presencia de Cryptosporidium 

spp. y para genotipar y/o subtipar los aislados del protozoo. 

 

 

3.1. CARACTERÍSTICAS GENERALES DE LA ZONA Y DE LOS ANIMALES 

Galicia es una región esencialmente ganadera situada en el 

noroeste de España (43°47’-41°49’ N; 6°42-9°18’ W). El ganado 

vacuno de aptitud lechera y cárnica son los principales activos del 

sector ganadero en Galicia, siendo Lugo y A Coruña las provincias 

con un mayor censo de bovinos, con 451.970 y 335.654 cabezas de 

ganado, respectivamente (MAGRAMA, 2015). En los últimos años, 

debido fundamentalmente al cierre de las explotaciones de pequeño 

tamaño, en esta Comunidad Autónoma se ha reducido 

significativamente el número de granjas (de 49.355 en el 2008 a 

39.479 en 2014), aunque ha aumentado el número de vacas por rebaño 

(Instituto Galego de Estatística, 2017), conduciendo a un mayor grado 

de intensificación (mayor producción) y tecnificación (uso de 

maquinaria más moderna, mejores instalaciones) de las granjas, 

especialmente de ganado vacuno lechero. Sin embargo, el aumento de 

animales estabulados, si las medidas higiénico-sanitarias no son las 

adecuadas, conlleva un incremento del riesgo de contagio con algunos 

patógenos, como los protozoos intestinales (Cryptosporidium spp., 

Eimeria spp., Giardia spp., etc.). Este riesgo es menor en las 

explotaciones de carne, pues la mayoría de las explotaciones gallegas 

de vacuno de carne se caracterizan por ser pequeñas empresas 

familiares, que sirven de complemento a su economía, y por ello la 

mayoría se manejan en régimen semi-extensivo. El tiempo de pastoreo 

depende de las condiciones meteorológicas; así, por ejemplo, en 

primavera y otoño, las vacas permanecen todo el día en los pastos, 
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mientras que en invierno y verano se estabulan cuando las condiciones 

son adversas (Díaz, 2006). La alimentación está constituida por pasto 

que se complementa con heno/ensilado en invierno o cuando la hierba 

escasea. A pesar de esto, un pequeño porcentaje de los rebaños de 

vacuno de carne de Galicia se explotan en régimen extensivo (pastos 

de montaña) o intensivo (cebaderos).  

La importancia de otras especies de rumiantes domésticos, como 

ovejas y cabras, está incrementándose progresivamente en Galicia, 

debido a la mayor rentabilidad y menor necesidad de mano de obra en 

estas explotaciones en comparación con la cría de otro tipo de ganado 

(Pérez-Creo, 2015). La mayoría del ganado ovino y caprino explotado 

en Galicia es el producto del cruce de diferentes razas, que se crían 

fundamentalmente en granjas de pequeño tamaño y carácter familiar, 

orientadas al autoconsumo, y que recurren a un manejo tradicional. 

Una característica diferencial de las granjas de esta Comunidad 

Autónoma es la presencia de un importante número de rebaños mixtos 

(n= 3.028 sobre un total de 23.210), integrados por cabras y ovejas; 

estas explotaciones suponen el 14,8% de las granjas de ganado ovino 

y el 52,5% de las de caprino (Consellería do Medio Rural, 2011).  

Entre 2013 y 2016 se tomaron un total de 1.113 muestras fecales 

de rumiantes domésticos que, en el momento de la recogida no 

presentaban diarrea, pertenecientes a 180 explotaciones situadas en 

diferentes municipios gallegos (Fig. 3.1). Además, todos los rebaños 

incluidos en el estudio no habían presentado brotes de diarreas 

neonatales en el año anterior al muestreo. Todas las explotaciones de 

pequeños rumiantes muestreadas (n= 31, cuatro de ellas mixtas) 

pertenecían a la Asociación de Defensa Sanitaria de Ovino y Caprino 

de Galicia “ACIVO”, que engloba rebaños tanto semiprofesionales 

como profesionales que tienen, por lo general, más de 100 cabezas. 

En la Tabla 3.1 se indica, en cada provincia, el número de 

animales muestreados de las 3 especies de rumiantes, así como el 

número de explotaciones. Se recogieron 555 muestras fecales para el 

ganado vacuno, procedentes de 148 explotaciones ubicadas en las 

provincias de Lugo y A Coruña, que son las que tienen mayor censo 

de vacuno, y una localizada en Ourense. En cada granja se tomaron 

muestras de 1 a 26 animales, siendo la media de 3,7 muestras/granja.   
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Figura 3.1. Municipios donde se recogieron las muestras de rumiantes 

domésticos examinados 

 

Se muestrearon 19 explotaciones de ganado ovino de las 

provincias de A Coruña y Lugo, analizándose un total de 324 

animales, siendo el número medio de muestras por granja de 17,1 

(oscilación de 1-65 muestras). Además, se tomaron muestras de 234 

cabras de aptitud cárnica pertenecientes a 16 explotaciones de las 

provincias de A Coruña, Lugo y Ourense, analizándose una media de 

14,6 muestras por explotación (oscilación de 1-33 muestras). 

  

 

  Ganado caprino 

 

  Ganado ovino 

 

  Ganado bovino 
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Tabla 3.1. Número de granjas muestreadas al considerar la provincia a la que 
pertenecen 

Especie animal Provincia Granjas Animales Municipios 

Vacuno Lugo 111 486 8 

Ourense 1 2 1 

Pontevedra 37 67 1 

TOTAL 149 555 10 

Ovino A Coruña 9 129 7 

Lugo 10 195 8 

TOTAL 19 324 15 

Caprino A Coruña 5 87 5 

Lugo 9 119 8 

Ourense 2 28 2 

TOTAL 16 234 15 

 

Simultáneamente a la toma de muestras, en cada explotación se 

anotó la edad de los animales muestreados. En el ganado vacuno se 

consideraron 4 grupos de edad: (G1) terneros lactantes menores de 2 

meses; (G2) terneros destetados de entre 2-12 meses; (G3) novillas 

entre 12-24 meses y (G4) adultos mayores de 24 meses. El número de 

animales examinados del G1, G2, G3 y G4 fue de 133, 90, 126 y 206, 

respectivamente. 

En el ganado ovino y caprino no se recogieron heces de animales 

lactantes (menores de 2 meses), pues los propietarios eran, por lo 

general, reacios a facilitar los muestreos durante el período de 

paridera. Además, al concentrarse los partos y registrarse un elevado 

número de nacimientos en poco tiempo, los ganaderos no son capaces 

de señalar con exactitud la fecha de nacimiento, pudiendo provocar 

errores en la clasificación de los animales. Por todas estas razones, 

estas explotaciones se muestrearon dos meses después del final de la 

paridera, considerándose únicamente 2 grupos: (G1) corderos y 

cabritos de entre 2 y 12 meses y (G2) adultos mayores de 12 meses. 

Se analizaron 84 y 63 muestras de corderos y cabritos del G1, así 

como 240 y 171 heces de ovejas y cabras del G2, respectivamente.  

 

 

3.2. OBTENCIÓN Y ANÁLISIS DE LAS MUESTRAS 

Las heces se tomaron directamente del recto con guantes de 

plástico, y posteriormente se introdujeron en frascos estériles de 
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plástico; estas muestras se conservaron a 4ºC hasta su procesado, que 

se realizó antes de que transcurriesen 48 horas desde la recogida.  

 

3.2.1. Concentración de ooquistes de Cryptosporidium y 

extracción de ADN 

Una característica de las infecciones subclínicas con 

Cryptosporidium spp. es la eliminación intermitente de un reducido 

número de ooquistes, lo que sin duda dificulta su diagnóstico; estas 

infecciones asintomáticas son especialmente importantes en animales 

de más de dos meses (del Coco et al., 2008). De esta manera, si la 

intensidad de eliminación de ooquistes de la muestra es baja, un 

examen directo puede proporcionar falsos negativos, al ser el número 

de ooquistes excretados inferior al límite de detección de la técnica. 

Por este motivo, y para incrementar la sensibilidad de este estudio, los 

ooquistes se concentraron inicialmente mediante un método de 

sedimentación difásica con agua destilada y acetato de etilo, que se 

basa en la afinidad de los restos fecales por un solvente polar como el 

acetato de etilo, mientras que los elementos parasitarios se concentran 

por sedimentación. Entre las ventajas que presenta este método se 

incluyen su sencillez y bajo coste.  

Para realizar esta técnica, se tomaron 2 gramos de heces, que se 

homogenizaron con 20 ml de agua destilada (1:10) y se filtraron a 

través de una malla de 40 μm de diámetro de poro. El filtrado 

resultante se centrifugó a 2.205 x g en una centrífuga Allegra 21R 

Centrifuge (Beckman Coulter, Pasadena, California, EE.UU.) durante 

5 minutos. Tras desechar el sobrenadante, se añadieron 8 ml de agua 

destilada y 2 ml de acetato de etilo al sedimento, que se homogeneizó 

con ayuda de un vórtex; después se repitió el paso de centrifugación 

durante 5 minutos a 2.205 x g. Finalmente, se desecharon las 3 capas 

superiores (acetato de etilo, restos de grasa y agua) y el sedimento con 

los ooquistes se resuspendió en 1 ml de agua destilada. 

Posteriormente, el ADN del protozoo se extrajo a partir de 200 μl/mg 

del sedimento que contenía los ooquistes de Cryptosporidium. Para 

incrementar el rendimiento del proceso de extracción, los ooquistes se 

rompieron mediante un proceso de tres ciclos de congelación en 

nitrógeno líquido (-196ºC durante 1 minuto) y descongelación (100ºC 
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durante 5 minutos). El ADN se purificó mediante un kit comercial 

específico para la extracción de ADN genómico procedente de 

muestras fecales (Realpure Spin Food-Stool Kit; Real, Valencia, 

España), que elimina los inhibidores y contaminantes de la PCR que 

contienen este tipo de muestras fecales. El protocolo empleado fue el 

especificado por el fabricante, y el ADN obtenido se mantuvo a -28ºC 

hasta su utilización.  

 

3.2.2. Análisis genotípico 

Para la identificación de las especies y genotipos de 

Cryptosporidium se utilizó una técnica de la reacción en cadena de la 

polimerasa (PCR) que amplifica un fragmento del gen que codifica 

para la subunidad ribosómica pequeña (SSU rRNA), empleando los 

cebadores y el protocolo descritos por Jiang et al. (2005). Esta PCR se 

realizó en dos etapas (anidada), donde cada reacción es independiente 

una de otra, incluyéndose controles positivos y negativos en todos los 

ensayos. En la primera reacción se amplificó un fragmento de 

aproximadamente 1.325 pares de bases (pb) empleando 5 μl de ADN 

purificado, MgCl2 6mM, tampón de PCR 1x, 200 μM de cada 

desoxirribonucleótido (dNTPs MIX, NZYTech, Lisboa, Portugal), 0,2 

μM de cada cebador 18S1F y 18S1R (Tabla 3.2), y 2,5 unidades de 

Taq polimerasa (NZYTaq DNA polymerase, NZYTech, Lisboa, 

Portugal) en un volumen final de reacción de 50 μl. La amplificación 

se realizó en un termociclador MyCycler (Biorad, Hércules, 

California, EE.UU.), sometiendo la mezcla a una desnaturalización 

inicial de 94ºC durante 3 minutos, seguida de 35 ciclos de 45 

segundos a 94ºC (desnaturalización), 45 segundos a 55ºC 

(hibridación) y 60 segundos a 72ºC (extensión) y una extensión final 

de 72ºC durante 7 minutos. Para la segunda reacción se utilizaron 5 μl 

del producto de la primera reacción de PCR y los cebadores 18S2F y 

18S2R (Tabla 3.2), amplificando un fragmento interno de 

aproximadamente 840 pb. La composición de esta segunda reacción y 

el programa del termociclador usado fue idéntico al usado en la 

primera reacción de PCR, variando únicamente la concentración de 

MgCl2, que en este caso fue de 3 mM. 
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Los productos obtenidos de la PCR se sometieron a una 

electroforesis -100V durante 40 minutos en tampón TAE 1x 

(Appliechem GmbH, Darmstadt, Alemania)- en gel de agarosa al 1% 

(p/v) conteniendo un sustituto de bromuro de etidio 1x (RedSafe, 

INTRON biotecnology, Gyeonggi, Corea del Sur), y posteriormente se 

observaron en un analizador de imagen (Fluor-S Multimager, Bio-

Rad, Hércules, California, EE. UU). 

 
Tabla 3.2. Cebadores usados en la amplificación del gen que codifica para la SSU 

rRNA 

Cebador Secuencia (5´-3´) 

18S 1F (SSU-F2) TTC TAG AGC TAA TAC ATG CG 
18S 1R (SSU-R2) CCC ATT TCC TTC GAA ACA GGA 
18S 2F (SSU-F3) GGA AGG GTT GTA TTT ATT AGA TAA AG 
18S 2R (SSU-R4) CTCATAAGG TGCTGAAGGAGTA 

 

Para determinar la especie y/o genotipo presente en las muestras 

analizadas se llevó a cabo un análisis del polimorfismo de la longitud 

de los fragmentos de restricción (RFLP). Para realizar este análisis, el 

producto de la segunda reacción de la PCR se sometió a una digestión 

con las endonucleasas SspI, VspI y MboII (New England Biolabs, 

Ipswitch, Massachusetts, EE.UU.) siguiendo el protocolo recogido en 

la Tabla 3.3., en un volumen total de 20 μl. El volumen de producto de 

la segunda PCR a digerir cambió dependiendo de la cantidad de ADN 

obtenido en la PCR anidada, que se valoró mediante la observación de 

la intensidad de las bandas. Posteriormente, las muestras se incubaron 

a 37ºC durante, al menos, 2 horas. 

 
Tabla 3.3. Protocolo utilizado para realizar la digestión de los productos de PCR 

con las enzimas SspI, VspI y MboII 

 Bandas intensas Bandas 
moderadas 

Bandas tenues 

Endonucleasas 10U 10U 10U 

Buffer 1x 1x 1x 

Producto PCR 2l 10l 17l 

 

Los fragmentos de restricción se sometieron a una electroforesis 

horizontal en geles de agarosa al 2% en tampón TAE 1x teñidos con 

un sustituto de bromuro de etidio (RedSafe, INTRON biotecnology, 
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Gyeonggi, Corea del Sur) aplicando un voltaje de 110V durante 70 

minutos. A continuación, se visualizaron en un analizador de imagen. 

Las especies y/o genotipos de Cryptosporidium se identificaron 

comparando los patrones de restricción obtenidos con los recogidos en 

varios trabajos (Feng et al., 2007; Xiao y Ryan, 2008), y que se 

resumen en la Tabla 3.4. Un número representativo de los aislados 

cuyo patrón de restricción no coincidió con el de C. parvum se 

secuenciaron con objeto de confirmar los resultados de la RFLP. 

 
Tabla 3.4. Patrones de restricción para las especies de Cryptosporidium más 

frecuentes en rumiantes domésticos al considerar la enzima usada 

 SspI VspI MboII 

C. andersoni 448, 397 730, 115 769, 76 

C. bovis 432, 267, 103, 34 617, 115, 104 412, 185, 162, 76 

C. parvum 450, 267, 108, 12, 11 629, 115, 104 771, 76 

C. ryanae 432, 267, 103, 34 616, 115, 104 574, 185, 76 

C. ubiquitum 454, 384, 11 461, 169, 115, 104 - 

C. xiaoi 413, 267, 103, 34, 19 617, 115, 104 - 

 

 

3.2.3. Análisis subtípico 

Los aislados identificados como C. parvum y C. ubiquitum en la 

RFLP, se subtiparon mediante el análisis de la secuencia de un 

fragmento (800-850 y 950 pb, respectivamente) del gen que codifica 

para la glicoproteína de 60 kDa (GP60), empleando PCRs anidadas 

descritas previamente por Alves et al. (2003) y Li et al. (2014), 

respectivamente. 

En el caso de la PCR anidada para subtipar C. parvum, en ambas 

reacciones se empleó 1 μl de ADN (ADN patrón para la primera 

reacción y producto de la primera PCR para la segunda reacción), que 

se añadió a una mezcla compuesta por tampón de PCR 1x, MgCl2 3 

mM, 200 µM de cada dNTP, 0,2 µM de cada cebador (Tabla 3.5) y 5 

U de Taq polimerasa, en un volumen total de 50 μl. Las muestras se 

sometieron a 40 ciclos de 45’’ a 95°C, 45’’a 52°C y un minuto a 

72°C; también se incluyó un paso de desnaturalización inicial (3 

minutos a 95°C) y otro de extensión final (10 minutos a 72°C). 
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Tabla 3.5. Cebadores usados en la amplificación de los genes que codifican para 
la GP60 

 Cebador Secuencia (5´-3´) 

C. parvum GP601F (AL 3531) ATA GTC TCC GCT GTA TTC 

GP601R (AL 3535) GGA AGG AAC GAT GTA TCT 

GP602F (AL 3532) TCC GCT GTA TTC TCA GCC 

GP602F (AL 3534) GCA GAG GAA CCA GCA TC 

C. ubiquitum Ubi-18S-F1 TTTACCCACACATCTGTAGCGTCG 

Ubi-18S-R1 ACGGACGGAATGATGTATCTGA 

Ubi-18S-F2 ATAGGTGATAATTAGTCAGTCTTTAAT 

Ubi-18S-R2 TCCAAAAGCGGCTGAGTCAGCATC 

 

Para amplificar un fragmento del gen gp60 de C. ubiquitum se 

empleó 1 μl de ADN patrón para la primera reacción y 2 μl del 

producto de la primera PCR para la segunda. Ambas reacciones se 

realizaron en un volumen total de 50 μl, conteniendo 3 mM de MgCl2, 

tampón de PCR 1x, 200 µM de cada dNTP, 0,25 µM de los cebadores 

Ubi-18S-F1 y Ubi-18S-R1 o 0,5 µM de los Ubi-18S-F2 and Ubi-18S-

R2 (Tabla 3.5) y 1,25 unidades de Taq polimerasa. En la primera PCR 

también se incluyeron 400 ng/μl de seroalbúmina bovina (Sigma, S. 

Luis, Montana, EE.UU.). El protocolo consistió en una 

desnaturalización inicial a 94°C durante 5 minutos, seguida de 35 

ciclos de 45‘’ a 94°C, 45’’ a 58° C (primera PCR) o a 55°C (segunda 

PCR), 1’ a 72°C y una extensión final de 7’ a 72°C. 

En ambos casos, los productos de PCR obtenidos se visualizaron 

en un analizador de imagen tras someterlos a una electroforesis, 

empleando el mismo protocolo que en la PCR del SSU rRNA. Para 

identificar los subtipos presentes, se determinó la secuencia de 

nucleótidos utilizando el procedimiento citado anteriormente, y las 

secuencias consenso se compararon con las depositadas en el 

GenBank. En C. parvum, el fragmento amplificado del gen de la GP60 

posee en el extremo 5’ una región integrada por repeticiones de los 

trinucleótidos TCA/TCG/TCT que codifican para la serina. Teniendo 

en cuenta esta característica, los subtipos se nombraron considerando 

el número de repeticiones de TCA y TCG en la región repetitiva y de 

las mutaciones presentes en la zona sin repeticiones, así como del 

número de copias de la secuencia ACATCA localizadas al final de la 

zona repetitiva en aquellos subtipos pertenecientes a la familia IIa 

(Sulaiman et al., 2005).  
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3.3. ANÁLISIS ESTADÍSTICOS 

Los datos obtenidos en este estudio se procesaron con ayuda de la 

hoja de cálculo Microsoft Excel 2007 y su análisis estadístico se 

realizó mediante el paquete estadístico IBM SPSS Statistics para 

Windows, versión 20.0. (IBM Corporation, Chicago (IL), EE.UU.). 

Para comprobar la posible influencia de diferentes parámetros (edad, 

provincia, especie animal, especie de Cryptosporidium, …) sobre el 

porcentaje de infección individual se empleó el test Chi-cuadrado. Se 

consideró que las diferencias eran significativas cuando el p-valor fue 

menor de 0,05. 
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4. Resultados y discusión 
 

 En este apartado se analiza la prevalencia de infección por 

Cryptosporidium spp. en tres especies de rumiantes domésticos a nivel 

individual, de explotación y al considerar la edad de los animales. 

Además, se han determinado las especies de este parásito y su 

prevalencia en los diferentes grupos de edad y se han establecido 

cuales son los subtipos más frecuentes en el ganado vacuno y en el 

ovino y el caprino.  

 

 

4.1. EN GANADO VACUNO 

 

4.1.1. Prevalencia de infección  

Como ya se señaló en el correspondiente apartado de Materiales y 

Métodos, en primer lugar los ooquistes de Cryptosporidium spp. 

presentes en las muestras de heces se concentraron, empleando este 

concentrado para realizar la extracción del ADN parasitario. 

Posteriormente, y mediante una PCR anidada, se amplificó un 

fragmento de aproximadamente 850 pares de bases (pb) del gen que 

codifica para la subunidad 18S del ARNr de este parásito (Figura 

4.1.). Así, se detectó la presencia de ADN de Cryptosporidium spp. en 

91 muestras de las 555 analizadas, lo que supone una prevalencia de 

infección individual del 16,4%. Al considerar la localización de las 

explotaciones, el porcentaje de animales positivos fue 

significativamente (χ
2
= 4,409; p= 0,036) superior en Pontevedra 

(25,4%) que en Lugo (15,2%); en la provincia de Ourense no se 

detectaron animales positivos. 

 Se debe señalar que en el presente estudio sólo se pudo disponer 

de una muestra por animal; teniendo en cuenta que las infecciones 

asintomáticas por este protozoo se caracterizan por una eliminación 

intermitente de ooquistes, el análisis de una única muestra puede dar 

lugar a falsos negativos, por lo que nuestros resultados podrían estar 
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subestimando la prevalencia real de Cryptosporidium spp. en el 

ganado vacuno sin diarrea (O’Handley et al., 1999; Fayer et al., 1998; 

Castro-Hermida et al., 2002, 2006; Robertson et al., 2014; Cardona et 

al., 2015). Algunas investigaciones sugieren que casi la totalidad de 

los animales se infectan con el protozoo durante el primer mes de 

vida; en este sentido, Villacorta et al. (1991) hallaron una prevalencia 

de infección del 93% en terneros neonatos cuando, al realizar un 

seguimiento individual durante un mes, se analizaron dos muestras 

semanales. 

 

 
Figura 4.1. Muestras positivas (calles 1-16) mediante PCR del gen que codifica 

para la subunidad ribosómica 18S del ARNr (fragmento de aproximadamente 850 
pb) 

 

 El porcentaje de infección individual detectado en el presente 

estudio resultó, por lo general, ligeramente más elevado que los 

señalados previamente en ganado vacuno de Galicia por Castro 

Hermida et al. (2006, 2007, 2009, 2011), con valores que oscilaron 

entre el 6,4% y el 14,2%. En otras regiones de España se hallaron 

prevalencias similares a las obtenidas en nuestro estudio, como en 

Aragón (19,7%; Quílez et al., 1996a); por el contrario, en un estudio 

realizado en Álava, Cardona et al. (2011), solo hallaron un 3% de 

bovinos positivos. Al comparar nuestros resultados con los obtenidos 
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en ganado bovino de otros países, como Bélgica, Brasil, Canadá, 

Egipto, la India, Noruega o Reino Unido, se hallaron porcentajes 

similares o ligeramente inferiores (Geurden et al., 2007; Langkjaer et 

al. 2007; Khan et al., 2010; Dixon et al., 2011; Amer et al., 2013; 

Silva et al., 2013; Smith et al., 2014). Sin embargo, en algunos países 

asiáticos y en EE.UU. se observaron valores más elevados que 

oscilaron entre el 20% y el 40% (Santín et al., 2004; Nguyen et al., 

2007; Muhid et al., 2011; Murakoshi et al., 2012), lo que puede 

deberse a la influencia de ciertos factores como el tamaño y manejo 

del rebaño, número de granjas y animales muestreados, condiciones 

higiénicas de las instalaciones, edad de los animales y año o 

temporada en la que se realizó el muestreo (Sturdee et al., 2003; 

Hamnes et al., 2006; Imre y Dărăbuş, 2011; Feng y Xiao, 2011). 

 Con respecto a la prevalencia por explotación, el 41,6% (62/149) 

de las granjas poseían al menos un animal positivo a Cryptosporidium 

spp. Con respecto a su localización, 48 de estas granjas estaban 

ubicadas en la provincia de Lugo y 14 en Pontevedra; no se hallaron 

explotaciones positivas en Ourense. El porcentaje de rebaños positivos 

fue superior en Lugo (43,2%) que en Pontevedra (37,8%), aunque 

estas diferencias no fueron estadísticamente significativas (χ
2
= 0,186; 

p= 0,66). Nuestros resultados son similares a los hallados previamente 

por Valderrey (2017) en explotaciones gallegas donde se estudiaron 

terneros sin destetar que no presentaban signos de diarrea neonatal 

(38,5%). Asimismo, al estudiar la presencia del protozoo en bovinos 

mayores de 3 años, Castro-Hermida et al. (2007) observaron que un 

48,3% de los rebaños poseían al menos un animal positivo a 

Cryptosporidium spp. Por el contrario, en otros estudios realizados 

también en Galicia, pero en granjas en las que había animales con 

diarrea neonatal, Díaz et al. (2010) y Soilán (2014) señalaron 

prevalencias de infección del 60-63%. No obstante, en todos los casos, 

los resultados de estos estudios ponen en evidencia que 

Cryptosporidium es un parásito con una amplia distribución en las 

granjas de ganado vacuno en Galicia. Varios estudios han demostrado 

que la presencia de este protozoo en las granjas está asociada a 

condiciones higiénicas deficientes y a un manejo incorrecto de los 

animales (de Graaf et al., 1999; Castro-Hermida et al., 2002; Díaz et 
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al., 2010c); en Galicia son todavía muy comunes las explotaciones de 

pequeño tamaño y manejo tradicional, menos profesionalizadas, 

donde la higiene y las instalaciones suelen ser peores y que favorecen 

la contaminación del medio con ooquistes y, por ello, la transmisión 

del parásito (Castro-Hermida et al., 2002), lo que explicaría los 

porcentajes tan elevados hallados en rebaños bovinos de esta 

Comunidad. Por el contrario, en otros países donde la producción de 

vacuno está más profesionalizada se ha apreciado la existencia de una 

relación positiva entre el tamaño de la explotación y el riesgo de 

infección, debida principalmente a la elevada densidad de animales 

(Garber et al., 1994; Quigley et al., 1994).  

 Al analizar la influencia de la edad de los animales sobre la 

prevalencia de Cryptosporidium spp., se observó la existencia de una 

relación inversa; así, los terneros menores de 2 meses mostraron un 

porcentaje de infección significativamente (χ
2
= 22.004; p< 0,001) más 

elevado (28,6%) que los de más edad (Figura 4.2.). Las diferencias 

observadas entre los diferentes grupos de animales de más de dos 

meses de edad no fueron estadísticamente significativas en ningún 

caso (p> 0,05). 

 

 
Figura 4.2. Porcentaje de infección por Cryptosporidium spp. en ganado vacuno 

de Galicia al considerar la edad de los animales  
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Estos resultados coinciden con los obtenidos en la mayoría de 

investigaciones, en las que las prevalencias más elevadas se 

observaban en los animales más jóvenes, más receptivos, que suelen 

infectarse poco tiempo después de nacer (Castro-Hermida et al., 

2006a; Santín et al., 2008; Khan et al., 2010; Muhid et al., 2011; dos 

Santos Toledo et al., 2017; Gong et al., 2017). La prevalencia 

observada en los terneros lactantes sin diarrea, un 28,6%, coincidió 

con la de otros estudios previos realizados en la misma área de 

estudio, donde se señalaron porcentajes del 22,7-27% (Castro-

Hermida et al., 2002; Valderrey, 2017). Por el contrario, García 

Meniño (2013) halló que un 44% de los terneros sin diarrea en Galicia 

eliminaban ooquistes del protozoo. Sin embargo, todos estos 

resultados resultaron mucho más reducidos que los señalados en 

terneros con diarrea neonatal. Así, en Galicia, Díaz et al. (2010) y 

Soilán (2014) observaron que el 49,2% y el 53,4% de los animales 

estudiados, respectivamente, eran positivos mediante técnicas 

microscópicas; estos resultados coinciden con los señalados en 

terneros menores de 45 días explotados en Aragón (53,8%; Quílez et 

al., 1996), así como en el Centro (50%; De la Fuente et al., 1998) y en 

el Norte (57,8% Quílez et al., 2008) de España. En Galicia, García-

Meniño (2013) encontró una prevalencia de infección mucho más 

elevada (76%), aunque estos resultados pueden deberse al reducido 

número de muestras analizadas. Todos estos datos confirman que 

Cryptosporidium spp. es un parásito muy prevalente tanto en terneros 

sanos como con diarrea, aunque las prevalencias de infección son 

siempre superiores en animales que presentan sintomatología clínica 

(García-Meniño et al., 2015).  

Los terneros de entre 2-12 meses y las novillas presentaron unas 

prevalencias de 17,8% y 13,5 %, respectivamente, que fueron 

significativamente más reducidas que las de los terneros lactantes 

(χ
2
=3,4077; p= 0,049 y χ

2
=8,796; p= 0,003, respectivamente). La 

mayoría de los estudios realizados en bovinos muestran porcentajes de 

infección por el protozoo que oscilan entre el 10 y el 20% en terneros 

destetados; así, Quílez et al (1996a) observaron que los animales de 

1,5-4 meses de edad mostraban una prevalencia del 14%, mientras que 

sólo el 7,7% de los de 4-24 meses eran positivos. Del mismo modo, en 
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ganado vacuno de EE.UU., Santín et al. (2008) observaron que el 

18,5% de los animales de 3-12 meses y el 2,2% de los de entre 12-24 

meses eliminaban ooquistes de Cryptosporidium spp., mientras que en 

la India, Khan et al. (2010) apreciaron una prevalencia del 13,9% en 

terneros de 3-12 meses y del 4,4% en mayores de 12 meses.  

Los resultados obtenidos en los animales adultos mayores de 2 

años coinciden con los señalados en la mayoría de los estudios, en los 

que se observa que son los que suelen presentar los porcentajes de 

infección más reducidos y, por lo general, inferiores al 10% (Causapé 

et al., 2002; Castro-Hermida et al., 2005, 2007). Varios autores han 

sugerido que la disminución de los porcentajes de infección a medida 

de aumenta la edad de los animales está relacionada con el desarrollo 

de una respuesta inmunitaria parcialmente protectora en los adultos 

tras sucesivas infecciones con el parásito (Tzipori y Campbell, 1981; 

Current y García, 1991; Lorenzo Lorenzo et al., 1993; Ares-Mazás et 

al., 1999). No obstante, y aunque las cifras de prevalencia fueron 

inferiores en los animales de mayor edad, cabe destacar que un 

importante número de animales adultos eliminaron ooquistes del 

parásito. Debido a que los terneros sin destetar, especialmente durante 

las dos primeras semanas de vida, son los más sensibles a presentar 

una criptosporidiosis clínica, varios autores afirman que los bovinos 

adultos con infecciones asintomáticas pueden desempeñar un 

importante papel en la epidemiología del protozoo al actuar como 

reservorios, eliminando un pequeño número de ooquistes en sus heces 

de manera periódica e intermitente, pero suficiente para infectar a 

animales neonatos (Santín et al., 2004; Vergara y Quílez, 2004; 

García-Meniño et al., 2015; dos Santos Toledo et al., 2017). En este 

sentido debería considerarse que los animales adultos suponen el 

grupo de edad más numeroso en las granjas, generando un gran 

volumen de heces, por lo que incluso una intensidad de eliminación 

reducida derivaría en una importante contaminación del ambiente; 

además, el incremento de la excreción de ooquistes por parte de las 

vacas adultas durante el periparto favorecería que los terneros 

neonatos adquieran la infección poco tiempo tras el parto (Quílez et 

al., 1996; Castro-Hermida et al., 2006). 
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 Aunque la mayoría de los autores señalan una reducción de la 

prevalencia de Cryptosporidium spp. con la edad, en algunas 

investigaciones realizadas en Brasil se hallaron menores porcentajes 

de infección en los animales más jóvenes, sugiriendo que podrían 

deberse al manejo empleado en las granjas estudiadas (Fiuza et al., 

2011; do Couto et al., 2014).  

 

 

4.1.2. Análisis genotípico: especies de Cryptosporidium 

Gracias a la aplicación de las técnicas moleculares para el 

diagnóstico de Cryptosporidium spp. se ha comprobado que el ganado 

vacuno puede estar parasitado por un elevado número de especies y 

genotipos del protozoo. Debido al impacto económico negativo de la 

criptosporidiosis en las granjas de bovino, un porcentaje importante de 

las investigaciones realizadas en estas explotaciones son estudios de 

brotes de diarrea neonatal, lo que ha permitido establecer a C. parvum 

como la principal especie implicada en procesos clínicos (Santín et al., 

2004; Fayer et al., 2006; Díaz et al., 2010; Amer et al., 2013; Díaz et 

al., 2014). Teniendo en cuenta la elevada patogenicidad de esta 

especie, resulta sorprendente que en algunas investigaciones C. 

parvum sea también la especie identificada con mayor frecuencia en 

bovinos sin diarrea, incluso en adultos asintomáticos (Fayer et al., 

2002b; Castro-Hermida et al., 2006b, 2007; Cardona et al., 2015; 

Wells et al., 2015). 

El análisis del patrón de bandas obtenido tras la digestión de las 

muestras positivas a la PCR de la 18S con las endonucleasas SspI, 

VspI y MboII permitió identificar 4 especies de Cryptosporidium (C. 

parvum, C. bovis, C. ryanae y C. andersoni) y un genotipo 

(Cryptosporidium genotipo suis-like). Al considerar únicamente los 91 

aislados positivos, y como se aprecia en la Figura 4.3., C. parvum fue 

la especie más frecuentemente identificada (35/91), seguida por C. 

bovis (34/91); estas dos especies fueron significativamente más 

prevalentes (Tabla 4.3) que C. ryanae (8/91), C. suis-like (7/91) y C. 

andersoni (2/91), que únicamente se hallaron en un reducido número 

de muestras. Cinco aislados (5,5%; 5/91) fueron positivos a PCR, pero 

las bandas obtenidas fueron muy débiles, de manera que el producto 
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de PCR no fue suficiente para el análisis RFLP o para su 

secuenciación. 

 

 
Figura 4.3. Porcentaje de identificación de cada una de las especies de 

Cryptosporidium identificadas en ganado vacuno de granjas gallegas 

 

Al calcular la prevalencia de cada una de las especies se observó 

que el porcentaje de infección por C. parvum (35/555; 6,3%) y de C. 

bovis (34/555; 6,1%) fue muy similar. En menor proporción se 

hallaron C. ryanae (8/555; 1,4%) y el genotipo suis-like (7/555; 

1,3%), mientras que C. andersoni solo se identificó en dos animales 

(2/555 0,3%).  

 
Tabla 4.1. Valores de Chi-cuadrado y p al comparar el porcentaje de infección 

al considerar la especie de Cryptosporidium identificada 
 C. andersoni C. bovis C. parvum C. ryanae C. suis-like 

gt 

C. andersoni - 29,398;  

p< 0,001 

30,447; 

p< 0,001 

3,634;  

p= 0,057 

2,800;  

p= 0,094 

C. bovis  - 0,016;  

p= 0,901 

16,728;  

p< 0,001 

18,462;  

p< 0,001 

C. parvum   - 17,637; 

p< 0,001 

19,401;  

p< 0,001 

C. ryanae    - 0,068;  

p= 0,795 
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Para confirmar los resultados obtenidos en la PCR-RFLP se 

secuenció un número representativo de aislados de cada una de las 

especies cuyo patrón de restricción fue diferente al de C. parvum, 

comparándolas con las incluidas en la base de datos GenBank del 

NCBI (National Center for Biotechnology Information). Todos los 

aislados identificados como C. andersoni fueron idénticos a la 

secuencia de referencia KT922228, identificado por Wegayehu et al. 

(2017) en terneros de Etiopía. En el caso de C. ryanae, se 

identificaron dos secuencias diferentes (Figura 4.4); la mayoría de los 

aislados mostraron una homología del 100% con la secuencia de 

referencia KT922234, obtenida previamente en terneros de Etiopía 

(Wegayehu et al., 2017), mientras que la muestra B11/12 fue idéntica 

a la KY711520, obtenida en vacuno de China por Cai et al. (2017). 

Entre ambas secuencias sólo se halló una única diferencia: una 

delección de un nucleótido (A) en la posición 435 (Figura 4.4).  

 
                              10         20         30         40         50              

                     ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....|  

C. ryanae B05/11     CGGATCACAC TATGTGACAT ATCATTCAAG TTTCTGACCT ATCAGCTTTA   

C. ryanae B11/12     .......... .......... .......... .......... ..........   

C. andersoni B11/19  ..C...T.-T G...C..... .......... .......... ..........   

 

                              60         70         80         90        100             

                     ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....|  

C. ryanae B05/11     GACGGTAGGG TATTGGCCTA CCGTGGCTAT GACGGGTAAC GGGGAATTAG   

C. ryanae B11/12     .......... .......... .......... .......... ..........   

C. andersoni B11/19  .......... .......... .......... .......... ..........   

 

                             110        120        130        140        150         

                     ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....|  

C. ryanae B05/11     GGTTCGATTC CGGAGAGGGA GCCTGAGAAA CGGCTACCAC ATCTAAGGAA   

C. ryanae B11/12     .......... .......... .......... .......... ..........   

C. andersoni B11/19  .......... .......... .......... .......... ..........   

 

                             160        170        180        190        200         

                     ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....|  

C. ryanae B05/11     GGCAGCAGGC GCGCAAATTA CCCAATCCTA ATACAGGGAG GTAGTGACAA   

C. ryanae B11/12     .......... .......... .......... .......... ..........   

C. andersoni B11/19  .......... .......... .........G .C........ ..........   

                             210        220        230        240        250         

                     ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....|  

C. ryanae B05/11     GAAATAACAA TACAGAGCCT TACGGTTTTG TAATTGGAAT GAGTTAAGTA   

C. ryanae B11/12     .......... .......... .......... .......... ..........   

C. andersoni B11/19  .......... .....G.... A.....C... .......... ....G.....   

 

Figura 4.4. Alineamiento de secuencias de ADN de los productos de PCR del gen 
SSU rRNA de diversos aislados representativos de C. ryanae y C. andersoni 

identificados en ganado vacuno. Los puntos indican nucleótidos idénticos a los 
del aislado B05/11 y los guiones señalan delecciones. Las mutaciones de 

nucleótidos con respecto a dicho aislado se indican en rojo.   
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                             260        270        280        290        300         

                     ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....|  

C. ryanae B05/11     TAAACCCCTT AACAAGTATC AATTGGAGGG CAAGTCTGGT GCCAGCAGCC   

C. ryanae B11/12     .......... .......... .......... .......... ..........   

C. andersoni B11/19  .......... T..G...... .......... .......... ..........   

 

                             310        320        330        340        350         

                     ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....|  

C. ryanae B05/11     GCGGTAATTC CAGCTCCAAT AGCGTATATT AAAGTTGTTG CAGTTAAAAA   

C. ryanae B11/12     .......... .......... .......... .......... ..........   

C. andersoni B11/19  .......... .......... .......... .......... ..........   

 

                             360        370        380        390        400         

                     ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....|  

C. ryanae B05/11     GCTCGTAGTT AATTTTCTGT TAATTTTTAT ATA-CAATGC TACGGTATTT   

C. ryanae B11/12     .......... .......... .......... ...-...... ..........   

C. andersoni B11/19  .......... GGA....... .GTA.AA.T. ...AT.T.A. C.A....A..   

 

                             410        420        430        440        450         

                     ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....|  

C. ryanae B05/11     AT-ATAATAT TAACATAATT CATATTACTT TTTA-GTATA T--GAAACTT   

C. ryanae B11/12     ..-....... .......... .......... ....A..... .--.......   

C. andersoni B11/19  ..T...T... C.....CC.. .C.....TA. .C..AA.... .AG....T..   

 

                             460        470        480        490        500         

                     ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....|  

C. ryanae B05/11     TACTTTGAGA AAATTAGAGT GCTTAAAGCA GGCTATTGCC TTGAATACTC   

C. ryanae B11/12     .......... .......... .......... .......... ..........   

C. andersoni B11/19  .......... .......... .......... ...A.C.... .......... 

                             510        520        530        540        550         

                     ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....|  

C. ryanae B05/11     CAGCATGGAA TAATAT-TAA GGATTTTTAT TCTTCTTATT GGTTCTAGAA   

C. ryanae B11/12     .......... ......-... .......... .......... ..........   

C. andersoni B11/19  .......... .....AG... ...C....G. CT........ ........G.   

 

                             560        570        580        590        600         

                     ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....|  

C. ryanae B05/11     TAAAAATAAT GATTAATAGG GACAGTTGGG GGCATTTGTA TTTAACAGTC   

C. ryanae B11/12     .......... .......... .......... .......... ..........   

C. andersoni B11/19  C....G.... .G........ .......... ......C... ........C.   

 

                             610        620        630        640        650         

                     ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....|  

C. ryanae B05/11     AGAGGTGAAA TTCTTAGATT TGTTAAAGAC AAACTACTGC GAAAGCATTT   

C. ryanae B11/12     .......... .......... .......... .......... ..........   

C. andersoni B11/19  .......... .......... .......... G......... ..........   

 

                             660        670        680        690        700         

                     ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....|  

C. ryanae B05/11     GCCAAGGATG TTTTCATTAA TCAAGAACGA AAGTTAGGGG ATCGAAGACG   

C. ryanae B11/12     .......... .......... .......... .......... ..........   

C. andersoni B11/19  .......... .......... .......... .......... ..........   

 

                             710         

                     ....|....| ....|. 

C. ryanae B05/11     ATCAGATACC GTCGTA  

C. ryanae B11/12     .......... ......  

C. andersoni B11/19  .......... ......  

 

Figura 4.4. (Continuación) 
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Todos los aislados identificados como Cryptosporidium genotipo 

suis-like fueron idénticos entre sí. Cuando se comparó la secuencia de 

mayor tamaño con las depositadas en el Genbank, se observó que 

mostraba una homología del 100% con los aislados HQ822146 

(Figura 4.5.) y HQ822134 de Cryptosporidium spp. identificados por 

Robinson et al. (2011) en heces de personas y bovinos del Reino 

Unido, respectivamente, aunque estas secuencias eran de menor 

tamaño (803 y 789 pb) y únicamente cubrían el 95-97% de la longitud 

de nuestros aislados (824 pb).  

En el Genbank se hallaron otras dos secuencias de menor tamaño 

pero que también fueron idénticas a las observadas en el presente 

estudio, la GQ345008 (Khan et al., 2010) y la DQ182599 (Langkjaer 

et al., 2007), ambas obtenidas en ganado vacuno, identificando los 

aislados como “Cryptosporidium spp. similar to C. suis” y 

“Cryptosporidium suis-like”.  

Al considerar los aislados que cubrían el 100% de la longitud de 

nuestras secuencias, se observó una homología del 99% con varios 

aislados de C. suis; en todos los casos hubo diferencias de 2 pb (una 

transversión T x A en la posición 335 y una delección de una T en la 

338; Figura 4.5.). Robinson et al. (2011) señalaron que los aislados no 

deberían considerarse C. suis-like ni C. suis ya que, aunque la 

secuencia es muy similar a la de C. suis para el gen 18S, es 

significativamente diferente para los genes de la actina y la HSP70.  

Para confirmar la presencia de estas diferencias, estos aislados se 

analizaron para estos dos genes, pero las PCRs resultaron negativas.  

Por todo ello, se necesitan nuevas investigaciones, incluyendo 

estudios morfométricos, biológicos y moleculares, para determinar si 

estos aislados pertenecen a una nueva especie del protozoo.  
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                              10         20         30         40         50              

                     ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....|  

C. suis-like B14/87  GAGTAAGGAA CAACCTCCAA TCTCTAGTTG GCATAGTTTA TGGTTAAGAC   

C. spp HQ822146      -----..... .......... .......... .......... ..........   

C. suis JQ936502     .......... .......... .......... .......... ..........   

 

                              60         70         80         90        100             

                     ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....|  

C. suis-like B14/87  TACGACGGTA TCTGATCGTC TTCGATCCCC TAACTTTCGT TCTTGATTAA   

C. spp HQ822146      .......... .......... .......... .......... ..........   

C. suis JQ936502     .......... .......... .......... .......... ..........   

 

                             110        120        130        140        150         

                     ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....|  

C. suis-like B14/87  TGAAAACATC CTTGGCAAAT GCTTTCGCAC TAGTTTGTCT TTAACAAATC   

C. spp HQ822146      .......... .......... .......... .......... ..........   

C. suis JQ936502     .......... .......... .......... .......... ..........   

 

                             160        170        180        190        200         

                     ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....|  

C. suis-like B14/87  TAAGAATTTC ACCTCTGACT GTTAAATACA AATGCCCCCA ACTGTCCCTA   

C. spp HQ822146      .......... .......... .......... .......... ..........   

C. suis JQ936502     .......... .......... .......... .......... ..........   

 

                             210        220        230        240        250         

                     ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....|  

C. suis-like B14/87  TTAATCATTA TTTTTATCTT AGAACCAATA AAAAAGATAA AAATCTTTTA   

C. spp HQ822146      .......... .......... .......... .......... ..........   

C. suis JQ936502     .......... .......... .......... .......... ..........   

 

                             260        270        280        290        300         

                     ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....|  

C. suis-like B14/87  TATTATTCCA TGCTGGAGTA TTCAAGGCAT ATGCCTGCTT TAAGCACTCT   

C. spp HQ822146      .......... .......... .......... .......... ..........   

C. suis JQ936502     .......... .......... .......... .......... ..........   

 

                             310        320        330        340        350         

                     ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....|  

C. suis-like B14/87  AATTTTCTCA AAGTAAAATT TCATATACTA ATAATAA-TA TAGTAATATG   

C. spp HQ822146      .......... .......... .......... .......-.. ..........   

C. suis JQ936502     .......... .......... .......... ....A..T.. ..........   

 

                             360        370        380        390        400         

                     ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....|  

C. suis-like B14/87  AATTATGTTA ATATTATATA AATATTAAAA ATATTATATA TAAATTATTA   

C. spp HQ822146      .......... .......... .......... .......... ..........   

C. suis JQ936502     .......... .......... .......... .......... ..........   

 

                             410        420        430        440        450         

                     ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....|  

C. suis-like B14/87  ACAGAAATCC AACTACGAGC TTTTTAACTG CAACAACTTT AATATACGCT   

C. spp HQ822146      .......... .......... .......... .......... ..........   

C. suis JQ936502     .......... .......... .......... .......... ..........   

 

 

Figura 4.5. Alineamiento de secuencias de ADN de los productos de PCR del gen 
SSU rRNA, incluyendo un aislado representativo de C. suis-like identificado en 

ganado vacuno de Galicia y Cryptosporidium spp. (HQ822146) y C. suis 
(JQ936502). Los puntos indican nucleótidos idénticos a los del aislado B14/87 y 
los guiones señalan delecciones. Las mutaciones de nucleótidos con respecto a 

dicho aislado se indican en rojo.  
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                             460        470        480        490        500         

                     ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....|  

C. suis-like B14/87  ATTGGAGCTG GAATTACCGC GGCTGCTGGC ACCAGACTTG CCCTCCAATT   

C. spp HQ822146      .......... .......... .......... .......... ..........   

C. suis JQ936502     .......... .......... .......... .......... ..........   

 

                             510        520        530        540        550         

                     ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....|  

C. suis-like B14/87  GATACTTGTA AAGGGGTTTA TACTTAACTC ATTCCAATTA CAAAACTAAA   

C. spp HQ822146      .......... .......... .......... .......... ..........   

C. suis JQ936502     .......... .......... .......... .......... ..........   

 

                             560        570        580        590        600         

                     ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....|  

C. suis-like B14/87  AAAGTCCTGT ATTGTTATTT CTTGTCACTA CCTCCCTGTA TTAGGATTGG   

C. spp HQ822146      .......... .......... .......... .......... ..........   

C. suis JQ936502     .......... .......... .......... .......... ..........   

 

                             610        620        630        640        650         

                     ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....|  

C. suis-like B14/87  GTAATTTGCG CGCCTGCTGC CTTCCTTAGA TGTGGTAGCC GTTTCTCAGG   

C. spp HQ822146      .......... .......... .......... .......... ..........   

C. suis JQ936502     .......... .......... .......... .......... ..........   

 

                             660        670        680        690        700         

                     ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....|  

C. suis-like B14/87  CTCCCTCTCC GGAATCGAAC CCTAATTCCC CGTTACCCGT CATTGCCACG   

C. spp HQ822146      .......... .......... .......... .......... ..........   

C. suis JQ936502     .......... .......... .......... .......... ..........   

 

                             710        720        730        740        750         

                     ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....|  

C. suis-like B14/87  GTAGGCCAAT ACCCTACCGT CTAAAGCTGA TAGGTCAGAA ACTTGAATGA   

C. spp HQ822146      .......... .......... .......... .......... ..........   

C. suis JQ936502     .......... .......... .......... .......... ..........   

 

                             760        770        780        790        800         

                     ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....|  

C. suis-like B14/87  TATGTCACAT TAAAAATGTG ATCCGTAAAG TTATTATGAA TCACCAAATT   

C. spp HQ822146      .......... .......... .......... .......... ..........   

C. suis JQ936502     .......... .......... .......... .......... ..........   

 

                             810        820     

                     ....|....| ....|....| .... 

C. suis-like B14/87  ATATTGGTTC TTTATCTAAT AAAT  

C. spp HQ822146      .........- ---------- ----  

C. suis JQ936502     .......... .......... ....  

 

Figura 4.5. (Continuación) 

 
 La mayoría de los aislados identificados como C. bovis fueron 

idénticos a la secuencia de referencia MF074602, obtenida en ganado 

vacuno de China (Cai et al., 2017). El resto mostraron una delección 

de una timina en la posición 718 (Figura 4.6.), mostrando una 

homología del 100% con el aislado KC618608 detectado por Rzezutza 

y Kaupke (2013) en bovinos de Polonia.  
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                           10         20         30         40         50              

                  ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....|  

C. bovis_B05/23   TTACGGATCA CATTATGTGA CATATCATTC AAGTTTCTGA CCTATCAGCT   

C. bovis B08/15   .......... .......... .......... .......... ..........   

C. xiaoi B14/110  .......... .......... .......... .......... ..........   

 

                           60         70         80         90        100             

                  ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....|  

C. bovis_B05/23   TTAGACGGTA GGGTATTGGC CTACCGTGGC TATGACGGGT AACGGGGAAT   

C. bovis B08/15   .......... .......... .......... .......... ..........   

C. xiaoi B14/110  .......... .......... .......... .......... ..........   

 

                          110        120        130        140        150         

                  ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....|  

C. bovis_B05/23   TAGGGTTCGA TTCCGGAGAG GGAGCCTGAG AAACGGCTAC CACATCTAAG   

C. bovis B08/15   .......... .......... .......... .......... ..........   

C. xiaoi B14/110  .......... .......... .......... .......... ..........   

 

                          160        170        180        190        200         

                  ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....|  

C. bovis_B05/23   GAAGGCAGCA GGCGCGCAAA TTACCCAATC CTAATACAGG GAGGTAGTGA   

C. bovis B08/15   .......... .......... .......... .......... ..........   

C. xiaoi B14/110  .......... .......... .......... .......... ..........   

 

                          210        220        230        240        250         

                  ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....|  

C. bovis_B05/23   CAAGAAATAA CAATACAGAA CCTTACGGTT TTGTAATTGG AATGAGTTAA   

C. bovis B08/15   .......... .......... .......... .......... ..........   

C. xiaoi B14/110  .......... .......... .......... .......... ..........   

 

                          260        270        280        290        300         

                  ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....|  

C. bovis_B05/23   GTATAAACCC CTTAACAAGT ATCAATTGGA GGGCAAGTCT GGTGCCAGCA   

C. bovis B08/15   .......... .......... .......... .......... ..........   

C. xiaoi B14/110  .......... .......... .......... .......... ..........   

 

                          310        320        330        340        350         

                  ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....|  

C. bovis_B05/23   GCCGCGGTAA TTCCAGCTCC AATAGCGTAT ATTAAAGTTG TTGCAGTTAA   

C. bovis B08/15   .......... .......... .......... .......... ..........   

C. xiaoi B14/110  .......... .......... .......... .......... ..........   

 

                          360        370        380        390        400         

                  ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....|  

C. bovis_B05/23   AAAGCTCGTA GTTAATCTTC TGTTAATTTT TATATATAAT ATCACGATAT   

C. bovis B08/15   .......... .......... .......... .......... ..........   

C. xiaoi B14/110  .......... .......... .......... .......... ..........   

 

                          410        420        430        440        450         

                  ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....|  

C. bovis_B05/23   TTATATAATA TTAACATAAT TCATATTACT TTTTAGTATA TGAAACTTTA   

C. bovis B08/15   .......... .......... .......... .......... ..........   

C. xiaoi B14/110  .......... .......... .......... .......... ..........   

 
Figura 4.6. Alineamiento de secuencias de ADN de los productos de PCR del gen 

SSU rRNA de aislados representativos de C. bovis y C. xiaoi identificados en 
ganado vacuno de Galicia. Los puntos indican nucleótidos idénticos a los del 

aislado B05/23 y los guiones señalan delecciones. Las mutaciones de 
nucleótidos con respecto a dicho aislado se indican en rojo.  
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                          460        470        480        490        500         

                  ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....|  

C. bovis_B05/23   CTTTGAGAAA ATTAGAGTGC TTAAAGCAGG CTATTGCCTT GAATACTCCA   

C. bovis B08/15   .......... .......... .......... .......... ..........   

C. xiaoi B14/110  .......... .......... .......... .......... ..........   

 

                          510        520        530        540        550         

                  ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....|  

C. bovis_B05/23   GCATGGAATA ATATTAAGGA TTTTTATTCT TCTTATTGGT TCTAGAATAA   

C. bovis B08/15   .......... .......... .......... .......... ..........   

C. xiaoi B14/110  .......... .......... .......... .......... ..........  

 

                          560        570        580        590        600         

                  ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....|  

C. bovis_B05/23   AAATGATGAT TAATAGGGAC AGTTGGGGGC ATTTGTATTT AACAGTCAGA   

C. bovis B08/15   .......... .......... .......... .......... ..........   

C. xiaoi B14/110  .......... .......A.. .......... .......... ..........   

 

                          610        620        630        640        650         

                  ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....|  

C. bovis_B05/23   GGTGAAATTC TTAGATTTGT TAAAGACAAA CTACTGCGAA AGCATTTGCC   

C. bovis B08/15   .......... .......... .......... .......... ..........   

C. xiaoi B14/110  .......... .......... .......... .......... ..........   

 

                          660        670        680        690        700         

                  ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....|  

C. bovis_B05/23   AAGGATGTTT TCATTAATCA AGAACGAAAG TTAGGGGATC GAAGACGATC   

C. bovis B08/15   .......... .......... .......... .......... ..........   

C. xiaoi B14/110  .......... .......... .......... .......... ..........   

 

                          710        720        730        740       

                  ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| . 

C. bovis_B05/23   AGATACCGTC GTAGTCTTAA CCATAAACTA TGCCAACTAG A  

C. bovis B08/15   .......... .......-.. .......... .......... .  

C. xiaoi B14/110  .......... ...------- ---------- ---------- -  

 

Figura 4.6. (Continuación) 

 

Por último, un único aislado (B14/110) mostró una transición (G 

x A en la posición 568; Figura 4.6.), resultando idéntico a varios 

aislados identificados como C. xiaoi, entre ellos el KY055405 

(Kaupke et al., 2017). También coincidió al 100% con otras 

secuencias de C. bovis, pero curiosamente todas ellas procedían de 

pequeños rumiantes domésticos. C. bovis y C. xiaoi presentan una 

secuencia muy similar para el 18S; de hecho, hay estudios donde, al 

emplear únicamente este gen para el análisis genotípico, denominan a 

los aislados C. bovis/C. xiaoi (Mirhashemi et al., 2016). Por ello, en 

este caso, sería también interesante caracterizar este aislado para los 

genes de la actina y la Hsp70, donde las diferencias son más acusadas 

(Díaz et al., 2010b). Sin embargo este análisis no se pudo realizar 

porque todo el ADN de esta muestra se había utilizado anteriormente.  
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 Todos estos resultados nos indican que el ganado vacuno gallego 

está infectado por las cuatro especies principales de Cryptosporidium 

(C. parvum, C. bovis, C. ryanae y C. andersoni) que afectan a los 

bovinos, puesto que, a nivel mundial, son las especies predominantes 

en el ganado vacuno (Peng et al., 2003; Santín et al.et al., 2004; 

Langkjaer et al., 2006; Feng et al., 2007; Fayer et al., 2007; Xiao, 

2010; Chalmers y Katzer, 2013). La mayor prevalencia observada para 

C. parvum en el presente estudio coincide con numerosas 

investigaciones realizadas en ganado vacuno de Europa, que la 

consideran la especie más frecuente en estos animales, afectando 

principalmente a los más jóvenes, aunque varios autores han 

confirmado que puede afectar a bovinos de todas las edades (Díaz et 

al., 2010a; Smith et al., 2010; Göhring et al., 2014). C. bovis fue muy 

prevalente en el ganado bovino gallego y, de hecho, estudios 

realizados en China, Australia, India y EE.UU., así como en varios 

países europeos, la han señalado como la especie predominante 

(Santín et al., 2004, 2008; Khan et al., 2010; Silverlas et al., 2010b; 

Wang et al., 2011b; Abeywardena et al., 2013b; Rieux et al., 2013; 

Zhang et al., 2015). Por el contrario, el porcentaje de animales 

positivos a C. andersoni fue muy reducido, aunque en algunos países 

de Asia y América, como China, Brasil y Canadá, es la especie 

predominante (Zhou et al., 2007; Liu et al., 2009; Sevá et al., 2010; 

Dixon et al., 2011; Paz e Silva et al., 2014).  

 En el ganado vacuno también se han identificado, aunque de 

forma esporádica, otras especies como C. felis, C. hominis o C. suis, 

así como algunos genotipos, incluido el suis-like (Bornay-Llinares et 

al., 1999; Smith et al., 2005; Fayer et al., 2006; Langayan et al., 

2006). Es interesante destacar que, en nuestro estudio, se han hallado 

un número considerable de aislados identificados como genotipo suis-

like que, aunque se ha encontrado en varias muestras procedentes de 

bovinos, en general se considera un hallazgo ocasional, limitado a un 

número escaso de aislados (Fayer et al., 2006; Feng et al., 2007 a; 

Khan et al., 2010; Xiao, 2010; Šlapeta, 2013); de hecho, su 

prevalencia fue muy superior a la de C. andersoni, una de las especies 

más frecuentes en animales adultos (Santín et al., 2004; Santín y 

Trout, 2008; Fayer et al., 2010a; Wang et al., 2011; Šlapeta, 2013; 
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Smith et al., 2014). Aunque C. suis se considera una especie 

específica del ganado porcino, se ha identificado en muestras de 

ganado vacuno de aptitud cárnica y lechera, así como en personas 

(Xiao et al., 2002 a; Fayer et al., 2006; Geurden et al., 2006; Leoni et 

al., 2006; Wang et al., 2013b). El genotipo suis-like también se ha 

hallado en ganado porcino (Langkjaer et al., 2007), así como en otros 

hospedadores, como roedores (Ng-Hublin et al., 2013), pero la 

mayoría de los aislados identificados proceden de bovinos (Khan et 

al., 2010; Ma et al., 2015; Tao et al., 2017). Este genotipo es muy 

similar a C. suis en el gen 18S, pero en otros locus, como la actina y el 

hsp70, las diferencias son significativas (Robinson et al., 2011). Por 

ello, es posible que el ganado porcino no sea el hospedador tipo; de 

hecho, se ha identificado en ganado vacuno de Australia, Dinamarca, 

la India y Reino Unido que no habían tenido contacto con el ganado 

porcino (Langkjaer et al., 2007; Khan et al., 2010; Robinson et al., 

2011; Abeywardena et al., 2013a, b). Aunque en el pasado la cría de 

varias especies animales, compartiendo instalaciones, era algo muy 

común en Galicia, lo que favorecería la aparición de especies del 

protozoo en hospedadores poco adecuados, en la actualidad esto no es 

frecuente, pudiendo encontrarse únicamente en algunas granjas 

tradicionales, de pequeño tamaño. De hecho, las granjas positivas al 

genotipo suis-like eran explotaciones profesionales, donde los bovinos 

no compartían instalaciones con otras especies animales. 

 Nuestros resultados son también importantes desde el punto de 

vista de Salud Pública, ya que C. parvum, que es la especie más 

frecuentemente identificada en el presente estudio, es la más 

importante para el ser humano desde el punto de vista zoonótico; de 

hecho, esta especie se ha considerado, junto a C. hominis, responsable 

de la mayoría de los brotes de criptosporidiosis humana (Xiao y Feng, 

2008; Xiao, 2010). Aunque se desconoce su patogenicidad, el 

genotipo suis-like también se ha detectado de forma esporádica en 

muestras fecales procedentes de personas en Canadá y el Reino Unido 

(Ong et al., 2002; Robinson et al., 2011). Así mismo, C. andersoni se 

ha identificado esporádicamente en personas en Francia, India Malawi 

y el Reino Unido (Guyot et al., 2001; Leoni et al., 2006; Morse et al., 

2007; Hussain et al., 2017), a pesar de que no se considera una especie 

http://www.sciencedirect.com/science/article/pii/S030440171400538X?via%3Dihub#bib0250
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importante desde el punto de vista zoonótico (Santín et al., 2004; 

Šlapeta, 2013).  

 En la mayoría de las granjas sólo se halló un único animal 

positivo a Cryptosporidium spp. (Tabla 4.1.). En quince explotaciones 

se detectaron varios animales que eliminaban ooquistes del parásito; 

en estos casos se analizó la posible presencia de diferentes especies 

del protozoo. En la mayoría de estas granjas sólo se identificó una 

única especie del protozoo en todos los bovinos positivos, 

predominando C. parvum (Tabla 4.1.). En el 40% de los rebaños con 

más de un animal positivo se identificaron 2 especies, siendo 

especialmente frecuente la presencia C. parvum y C. bovis (Tabla 

4.1.). Por último, sólo en dos granjas (13,3%; 2/15) se hallaron 3 

especies diferentes; en una se halló la combinación C. parvum+ C. 

bovis+ C. ryanae, mientras que en la otra se observó C. ryanae+ C. 

bovis+ C. andersoni (Tabla 4.1.).  

 
Tabla 4.1. Infecciones mixtas por Cryptosporidium spp. en explotaciones de 

ganado vacuno en Galicia 

  Especies identificadas Porcentaje 

Granjas con 1 animal positivo 47/62 (75,8%) 

Granjas con al menos 2 animales positivos 15/62 (24,2%) 

 1 especie  7/15 (46,7%) 

  C. parvum 6/7 (85,7%) 

  C. bovis 1/7 (14,3%) 

 2 especies  6/15 (40,0%) 

  C. bovis + C. parvum 3/6 (50,0%) 

  C. bovis + C. ryanae 2/6 (33,3%) 

  C. bovis + C. suis-like gt 1/6 (16,7%) 

 3 especies  2/15 (13,3%) 

  C. bovis + C. ryanae + C. 
parvum 

1/2 (50%) 

  C. bovis + C. ryanae + C. 
andersoni 

1/2 (50%) 

 

 

4.1.3. Relación entre las especies de Cryptosporidium y la edad 

de los animales 

Para analizar la posible relación sobre la asociación de 

determinados grupos de edad con diferentes especies de 

Cryptosporidium, como se señaló en el correspondiente apartado de 
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Materiales y Métodos, se consideraron 4 grupos de edad: G1: terneros 

lactantes menores de 2 meses, G2: terneros destetados de entre 2-12 

meses, G3: novillas entre 12-24 meses y G4: adultos mayores de 24 

meses.  

 En los terneros más jóvenes se hallaron tres especies: C. parvum, 

C. bovis y C. ryanae (Figura 4.7.), siendo la primera la especie 

dominante en este grupo de edad. En los animales de mayor edad 

predominan otras especies, siendo C. bovis la más frecuentemente 

identificada en todos los grupos de bovinos de más de dos meses (Fig. 

4.7.).  

 

 
Figura 4.7. Porcentaje de identificación de Cryptosporidium spp. en ganado 

vacuno de Galicia al considerar la edad de los animales 

 

 A medida que aumentó la edad de los animales, se encontró una 

mayor variedad de especies y genotipos del parásito; así, en los 

terneros de 2-12 meses se identificaron dos especies (C. bovis y C. 

ryanae) y un genotipo (C. genotipo suis-like), en las novillas se 

hallaron las anteriores y C. parvum, y finalmente, en los bovinos 

adultos se encontraron todas las especies y genotipos identificados en 

este estudio (Figura 4.7.). Es interesante señalar que la presencia de C. 

andersoni estuvo restringida a este último grupo.  
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Cuando se analizó la variación de los valores de prevalencia de 

cada una de las especies de Cryptosporidium identificadas, se observó 

que el porcentaje de infección por C. parvum fue del 20,3% en los 

terneros de menos de 2 meses, disminuyendo a un 2,4% en los 

animales mayores de 24 meses; cabe destacar que esta especie no se 

halló en terneros de 2-12 meses. C. bovis y C. ryanae se identificaron 

en todos los rangos de edad, experimentando una variación en la 

prevalencia muy similar; así, en los terneros lactantes los porcentajes 

de infección (7,5% y 0,8%, respectivamente) fueron inferiores a los 

hallados en los terneros de 2-12 meses, donde se observaron los 

valores más elevados (8,9% y 5,6%, respectivamente). A partir de esa 

edad, la prevalencia disminuyó progresivamente (C. bovis= 7,1% y C. 

ryanae= 0,8% en las novillas), alcanzando los valores más reducidos 

en los bovinos de mayor edad (3,4% y 0,5%, respectivamente). La 

prevalencia de Cryptosporidium genotipo suis-like fue del 2,2% en los 

terneros de 2-12 meses, del 3,2% en los animales de 12-24 meses de 

edad y del 0,5% en los mayores de 24 meses. C. andersoni 

únicamente se identificó en el 1% de los animales mayores de 24 

meses, estando ausente en el resto de grupos de edad.  

Los datos obtenidos en este estudio muestran que ciertas especies 

de Cryptosporidium presentan una asociación con determinados 

grupos de edad, siendo más similares al “patrón clásico” establecido 

en números estudios previos (Feng et al., 2007; Santín y Trout, 2008; 

Xiao, 2010), aunque con algunas diferencias significativas. Así, 

nuestros resultados coinciden con el “patrón clásico” en que los 

terneros menores de 2 meses son los más sensibles a la infección por 

C. parvum, que es la especie predominante en este grupo de edad, 

aunque también se han descrito infecciones por C. bovis, C. ryanae y 

C. andersoni con una menor prevalencia, siendo especialmente 

frecuentes en animales sin diarrea (Wang et al., 2011; Smith et al., 

2014; Robertson et al., 2014). Asimismo, los datos obtenidos en los 

bovinos de más edad también coinciden, en general, con este “patrón 

clásico”, que señala que estos animales están parasitados por especies 

más adaptadas al ganado vacuno y menos patógenas que C. parvum, 

que puede aparecer con una menor prevalencia que en los terneros 

lactantes (Santín et al., 2008); el “patrón clásico” también señala a C. 
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bovis y C. ryanae como las especies predominantes en bovinos de 2-

12 meses, mientras que C. andersoni es la más común en ganado 

bovino adulto mayor de 1 año.  

En los animales sin destetar la especie dominante fue C. parvum, 

lo que concuerda con los resultados obtenidos previamente en terneros 

neonatos sin diarrea en Galicia (Castro-Hermida et al., 2002; García 

Meniño, 2013). Valderrey (2017) observó que un importante 

porcentaje de terneros lactantes sanos era positivo a Cryptosporidium 

spp., siendo C. parvum la especie más prevalente hasta la 4ª semana 

de vida. Además, esta especie también es la más frecuente en terneros 

con diarrea en España, especialmente durante las dos primeras 

semanas de vida, donde su prevalencia es más elevada (Castro- 

Hermida et al., 2002b; Quílez et al., 2008a; Díaz et al., 2010a; Soilán, 

2014). Un análisis conjunto de todos estos resultados indica que los 

terneros lactantes asintomáticos, especialmente aquellos con edades 

comprendidas entre las 3 y 4 semanas de vida, poseen una gran 

importancia epidemiológica, pues actúan frecuentemente como 

reservorios de C. parvum, contaminando el medio con ooquistes y, por 

tanto, constituyendo una fuente de infección para otros terneros 

neonatos, más receptivos a la infección con esta especie y a presentar 

criptosporidiosis clínica (Huetink et al., 2001; Castro-Hermida et al., 

2002; Fayer et al., 2006; Thompson et al., 2007; Xiao, 2010; Silverlas 

et al. 2009b, 2010b). La aparición de los procesos diarreicos en los 

rebaños estaría relacionado con unas condiciones higiénicas 

deficientes en las explotaciones, y facilitados por el manejo tradicional 

de los animales (Díaz et al., 2014). Además, C. parvum es importante 

desde el punto de vista de la Salud Pública, ya que esta especie junto 

con C. hominis, son responsables de la mayoría de los brotes de 

criptosporidiosis en humanos a través de productos alimenticios, el 

agua o el contacto directo con ellos (Santín et al., 2004; Thompson et 

al., 2007; Fayer, 2008; Xiao, 2010; Chalmers y Katzer, 2013). Por lo 

tanto, sí se tienen en cuenta los porcentajes de infección observados en 

este estudio, los terneros menores de 2 meses en Galicia poseen una 

gran importancia como portadores y diseminadores de especies del 

parásito con potencial zoonótico, por lo que las personas que tengan 

un contacto directo con estos animales deben tomar precauciones para 
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evitar adquirir y/o diseminar la infección.  

Aunque C. parvum no se identificó en terneros destetados, lo que 

coincide con lo observado por Ayimonde et al. (2010) y Maikai et al. 

(2011), su presencia fue notable en los animales de más de 1 año de 

edad, constituyendo la segunda especie más importante en los 

animales de más de 2 años. La presencia de C. parvum en el ganado 

vacuno adulto está poco documentada en la literatura (Smith et al., 

2014; Wells et al., 2015). La importante presencia de esta especie 

altamente patógena en individuos sanos podría estar relacionado con 

el rápido desarrollo de una inmunidad parcialmente protectora a una 

edad temprana, consecuencia de un correcto encalostrado y, sobre 

todo, a una infección progresiva con un reducido número de ooquistes 

facilitada por la aplicación de correctas medidas higiénicas (Rieux et 

al., 2013; Robertson et al., 2014). Sin embargo, la presencia de C. 

parvum en todos los grupos de edad, incluso en los más mayores, tiene 

importantes repercusiones desde el punto de vista epidemiológico, ya 

que los animales de cualquier edad, especialmente los terneros 

neonatos y las vacas adultas, podrían actuar como portadores 

asintomáticos de esta especie, eliminando ooquistes de C. parvum de 

manera intermitente y contaminando el medio, y por tanto 

incrementando el riesgo de infección para los terneros neonatos que 

son los más sensibles (Huetink et al., 2001; Díaz et al., 2010a), lo que 

favorecería la aparición de brotes de diarreas neonatales en las granjas 

(Vieira et al., 2009). Por todo ello, en las granjas de ganado vacuno de 

Galicia sería recomendable mantener a los neonatos en cubículos 

individuales y separados de los animales adultos, para evitar así la 

aparición de brotes de diarrea neonatal en las explotaciones.  

C. bovis y C. ryanae fueron las únicas especies que se 

identificaron en todos los grupos de edad, aunque su prevalencia fue 

más elevada en los animales de entre 2 y 24 meses, siendo similar a lo 

observado por Feng et al. (2007) y Cai et al. (2017) y coincidiendo 

con el “patrón clásico” (Santín et al., 2004, 2008; Langkjaer et al., 

2007; Khan et al., 2010; Hingole et al., 2017). C. bovis se considera 

una de las especies más importantes en el ganado vacuno (Santín et 

al., 2004; Fayer et al., 2006; Langkjær et al., 2006); de hecho, en 

nuestro estudio fue la especie más prevalente en todos los grupos de 
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edad tras el destete; estos resultados difieren ligeramente con los del 

“patrón clásico”, que señala a C. andersoni como la especie 

predominante en los animales de mayor edad (Santín et al., 2004; 

Santín y Trout, 2008; Fayer et al., 2010a; Smith et al., 2014), aunque 

muchas veces se acompaña de porcentajes notables de C. bovis 

(Santín et al., 2004, 2008; Fayer et al., 2006, 2007; Budu-Amoako et 

al., 2012a).  

 La escasa importancia de C. bovis y C. ryanae en los terneros 

lactantes coincide con la señalada en numerosos trabajos (Santín et al., 

2004; Huber et al., 2007; Xiao, 2010; Meireles et al., 2011); los 

reducidos porcentajes de identificación observados durante la 

lactancia podrían ser indicativos del incremento de su importancia en 

los animales de mayor edad. Sin embargo, varios autores han 

detectado a C. bovis como la especie más frecuente en terneros 

lactantes sin diarrea (Feng et al., 2007; Maikai et al., 2011; Wang et 

al., 2011; Rieux et al., 2014). Varias investigaciones han demostrado 

que estas especies están más adaptadas al ganado vacuno y por lo 

tanto son menos patógenas, por lo que son más frecuentes en animales 

que no muestran sintomatología clínica (Santín et al., 2004; Fayer, 

2008; Quílez et al., 2008a; Silverlas et al., 2010a; Wang et al., 2011; 

Robertson et al., 2014). De hecho, en un trabajo previo realizado en 

terneros con diarrea neonatal de Galicia, Soilán (2014) únicamente 

identificó C. bovis en dos muestras, aunque en ambos casos las 

infecciones fueron mixtas, hallándose también C. parvum. 

 En este estudio se observó la presencia de C. genotipo suis-like en 

todos los grupos de edad, excepto en los terneros lactantes, siendo más 

prevalente en el rango de edad de 12-24 meses de edad. Estos 

resultados coinciden con los hallados en la mayoría de las 

investigaciones donde se identificó este genotipo, pues predominó en 

animales de 3-12 meses o mayores de 24 meses (Ma et al., 2015; 

Abeywardena et al., 2013a, b; Robinson et al., 2011; Geurden et al., 

2007; Langkjaer et al., 2007). Por el contrario, en un estudio realizado 

en la India, Khan et al. (2010) observaron que este genotipo era más 

prevalente en los terneros menores de 2 meses. 

 Numerosos estudios realizados en ganado vacuno a nivel mundial 

señalan a C. andersoni como la especie más prevalente en los 
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animales adultos, muchas veces restringida a los animales de mayor 

edad (Enemark et al., 2002b; Kvac y Vitotec, 2003; Olson et al., 

2004; Santín et al., 2004, 2008; Kvac et al., 2006; Robinson et al., 

2006; Thomaz et al., 2007; Liu et al., 2009; Paul et al., 2009; 

Ondracova et al., 2009; Wang et al., 2011 a; Smith et al., 2014); no 

obstante, se ha demostrado que puede infectar a todos los rangos de 

edad (Huber et al., 2007; Kvac et al., 2008; Meireles et al., 2011; Paz 

e Silva et al., 2013) causando pocos o ningún signo clínico (Santin y 

Trout, 2007). Aunque nuestros resultados coinciden con los del 

“patrón clásico” en que C. andersoni se halló en los animales de más 

edad, su importancia en este grupo de edad fue muy reducida (1%), 

siendo su prevalencia menor a las observadas para C. bovis (3,4%) y 

C. parvum (2,4%). Estas prevalencias tan bajas ya habían sido 

halladas en estudios realizados en EE.UU. y Japón (Santín et al., 

2004; Feltus et al., 2008; Amer et al., 2009). 

 

4.1.4. Análisis subtípico 

Para la mayoría de las especies de Cryptosporidium, al análisis 

del gen de la glicoproteína de 60 kDa (GP60) es una herramienta de 

subtipado muy útil y estandarizada, que ha permitido incrementar 

notablemente la capacidad de diferenciar aquellos subtipos con 

potencial zoonótico, especialmente en C. parvum (Strong et al., 2000; 

Jex y Gasser, 2010; Rieux et al., 2013a). Actualmente se dispone de 

un buen conjunto de subtipos GP60 descritos en el ganado vacuno, 

más de 80 diferentes, pertenecientes principalmente a las familias 

alélicas IIa y IId. 

Todos los aislados procedentes de ganado vacuno identificados 

como C. parvum (35) mediante RFLP y secuenciación se analizaron 

también para el locus que codifica para la GP60. Sin embargo, sólo se 

obtuvieron bandas del tamaño esperado (≈850 pb) en el 74,3% (26/35) 

de las muestras, aunque 2 de éstas muestras mostraron bandas débiles 

y, por consiguiente, no se pudieron secuenciar; las 9 muestras 

restantes resultaron negativas. El análisis de las secuencias obtenidas 

reveló la presencia de 2 subtipos pertenecientes a la familia alélica IIa, 

IIaA15G2R1 (83,3%; 20/24) y IIaA16G3R1 (16,7%; 4/24), cuyas 

secuencias se representan en la Figura 4.8. Todas las secuencias GP60 



Resultados y discusión 123 

 

procedentes de muestras de ganado vacuno mostraron una homología 

del 100% con los aislados de referencia procedentes de animales o de 

humanos depositados en el GenBank. Así, las secuencias del subtipo 

IIaA15G2R1 fueron idénticas a la de los aislados AB514090 y 

JF727755 procedentes de bovinos y personas, respectivamente (Amer 

et al., 2010; Waldron et al., 2011), mientras que las del subtipo 

IIaA16G3R1 coincidieron con las de los aislados de origen bovino 

DQ192506 (Trotz-Williams et al., 2006) y humano HQ005741 

(Chalmers et al., 2011).  

 
                            10         20         30         40         50              

                   ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....|  

IIaA15G2R1 B14/35  TTAAAGGATG TTCCTGTTGA GGGCTCATCA TCGTCATCG- -----TCATC   

IIaA16G3R1 B80     .......... .......... .......... .........T CATCG.....   

 

                            60         70         80         90        100             

                   ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....|  

IIaA15G2R1 B14/35  ATCATCATCA TCATCATCAT CATCATCATC AACATCAACC GTCGCACCAG   

IIaA16G3R1 B80     .......... .......... .......... .......... ..........   

 

                           110        120        130        140        150         

                   ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....|  

IIaA15G2R1 B14/35  CAAATAAGGC AAGAACTGGA GAAGACGCAG AAGGCAGTCA AGATTCTAGT   

IIaA16G3R1 B80     .......... .......... .......... .......... ..........   

 

                           160        170        180        190        200         

                   ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....|  

IIaA15G2R1 B14/35  GGTACTGAAG CTTCTGGTAG CCAGGGTTCT GAAGAGGAAG GTAGTGAAGA   

IIaA16G3R1 B80     .......... .......... .......... .......... ..........   

 

                           210        220        230        240        250         

                   ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....|  

IIaA15G2R1 B14/35  CGATGGCCAA ACTAGTGCTG CTTCCCAACC CACTACTCCA GCTCAAAGTG   

IIaA16G3R1 B80     .......... .......... .......... .......... ..........   

 

                           260        270        280        290        300         

                   ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....|  

IIaA15G2R1 B14/35  AAGGCGCAAC TACCGAAACC ATAGAAGCTA CTCCAAAAGA AGAATGCGGC   

IIaA16G3R1 B80     .......... .......... .......... .......... ..........   

 

                           310        320        330        340        350         

                   ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....|  

IIaA15G2R1 B14/35  ACTTCATTTG TAATGTGGTT CGGAGAAGGT ACCCCAGCTG CGACATTGAA   

IIaA16G3R1 B80     .......... .......... .......... .......... ..........   

 

                           360        370        380        390        400         

                   ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....|  

IIaA15G2R1 B14/35  GTGTGGTGCC TACACTATCG TCTATGCACC TATAAAAGAC CAAACAGATC   

IIaA16G3R1 B80     .......... .......... .......... .......... ..........   

 

Figura 4.8. Alineamiento de secuencias de ADN de los productos de PCR del gen 
gp60 de diversos aislados representativos de C. parvum identificados en ganado 

vacuno de Galicia. Los puntos indican nucleótidos idénticos a los del aislado 
B14/35 y los guiones señalan delecciones. Las mutaciones de nucleótidos con 

respecto a dicho aislado se indican en rojo.  
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                           410        420        430        440        450         

                   ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....|  

IIaA15G2R1 B14/35  CCGCACCAAG ATATATCTCT GGTGAAGTTA CATCTGTAAC CTTTGAAAAG   

IIaA16G3R1 B80     .......... .......... .......... .......... ..........   

 
                           460        470        480        490        500         

                   ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....|  

IIaA15G2R1 B14/35  AGTGATAATA CAGTTAAAAT CAAGGTTAAC GGTCAGGATT TCAGCACTCT   

IIaA16G3R1 B80     .......... .......... .......... .......... ..........   

 

                           510        520        530        540        550         

                   ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....|  

IIaA15G2R1 B14/35  CTCTGCTAAT TCAAGTAGTC CAACTGAAAA TGGCGGATCT GCGGGTCAGG   

IIaA16G3R1 B80     .......... .......... .......... .......... ..........   

 

                           560        570        580        590        600         

                   ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....|  

IIaA15G2R1 B14/35  CTTCATCAAG ATCAAGAAGA TCACTCTCAG AGGAAACCAG TGAAGCTGCT   

IIaA16G3R1 B80     .......... .......... .......... .......... ..........   

 

                           610        620        630        640        650         

                   ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....|  

IIaA15G2R1 B14/35  GCAACCGTCG ATTTGTTTGC CTTTACCCTT GATGGTGGTA AAAGAATTGA   

IIaA16G3R1 B80     .......... .......... .......... .......... ..........   

 

                           660        670        680        690        700         

                   ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....|  

IIaA15G2R1 B14/35  AGTGGCTGTA CCAAACGTCG AAGATGCATC TAAAAGAGAC AAGTACAGTT   

IIaA16G3R1 B80     .......... .......... .......... .......... ..........   

 

                           710        720        730        740        750         

                   ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....|  

IIaA15G2R1 B14/35  TGGTTGCAGA CGATAAACCT TTCTATACCG GCGCAAACAG CGGCACTACC   

IIaA16G3R1 B80     .......... .......... .......... .......... ..........   

 

                           760        770        780       

                   ....|....| ....|....| ....|....| .... 

IIaA15G2R1 B14/35  AATGGTGTCT ACAGGTTGAA TGAGAACGGA GACT  

IIaA16G3R1 B80     .......... .......... .......... ....  

 

Figura 4.8. (Continuación) 

 

Al analizar los resultados considerando los grupos de edad (Tabla 

4.3) se observó que en los terneros menores de 2 meses amplificaron 

22 (81,5%) de las 27 muestras positivas a C. parvum mediante PCR-

RFLP del gen 18S; tras el análisis de la secuencia se comprobó que 18 

pertenecían al subtipo IIaA15G2R1 (81,8%) y 4 al subtipo 

IIaA16G3R1 (18,2%), detectados previamente en terneros con diarrea 

en la misma área de estudios (Díaz et al., 2010a; Soilán, 2014). En las 

novillas de 12-24 meses de edad, sólo amplificaron 2 de las 3 

muestras positivas al 18S; todas pertenecieron al subtipo 

IIaA15G2R1. Finalmente, de las 5 muestras positivas a C. parvum 

detectadas en animales adultos, sólo se obtuvieron bandas muy débiles 
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en dos, que impidieron su secuenciación; por esta razón, en este grupo 

de edad no se pudieron identificar los subtipos. 

 
Tabla 4.3. Subtipos GP60 de C. parvum identificados en ganado bovino 

procedentes de rebaños gallegos, al considerar la edad 

Grupos de edad Positivos GP60 Subtipos GP60 

G1: < 2 meses 22/27 IIaA15G2R1 (18/22) 
IIaA16G3R1 (4/22) 

G3: 12-24 meses 2/3 IIaA15G2R1 (2/2) 

G4: >24 meses 2/5 - 

 

Los resultados obtenidos muestran que todos los aislados 

identificados pertenecían a la familia IIa, coincidiendo con lo 

observado en la gran mayoría de los estudios realizados en ganado 

vacuno (Jex y Gasser, 2010; Xiao, 2010). Todo ello confirma que, 

globalmente, estos animales se infectan principalmente por C. parvum 

pertenecientes a la familia alélica IIa, especialmente el IIaA15G2R1, 

aunque también se han hallado un número importante de subtipos IId 

en los bovinos (Xiao, 2010); la identificación en el vacuno de subtipos 

de C. parvum pertenecientes a otras familias alélicas es ocasional 

(Xiao, 2010). Además, se debe destacar que la familia IIa se considera 

la más importante desde el punto de vista de la Salud Pública, siendo 

la principal responsable de la aparición de casos de criptosporidiosis 

humana de origen zoonótico (Amer et al., 2010; Xiao, 2010; Cui et 

al., 2014; Björkman et al., 2015; Vieira et al., 2015; Ibrahim et al., 

2016).  

Hasta el momento, en España sólo se ha analizado la variabilidad 

intraespecífica de C. parvum en rumiantes domésticos con diarrea 

neonatal; en terneros se han identificado numerosos subtipos 

pertenecientes a 2 familias alélicas, la IIa y la IId (Quílez et al., 2008a; 

Díaz et al., 2010a; Soilán, 2014). Nuestros resultados coinciden con 

los obtenidos en estos trabajos previos, que señalaron que el 

IIaA15G1R1 y el IIaA16G3R1 eran los más frecuentes. Así, Quílez et 

al. (2008a) señalaron que el subtipo más frecuente en terneros 

menores de 21 días procedentes del norte de España era el 

IIaA15G2R1 (75,7%), mientras que el subtipo IIaA16G3R1 se 

identificó en menor proporción (10,0%). Posteriormente, Díaz et al. 

(2010a) observaron solo la presencia de la familia alélica IIa en 
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terneros menores de tres semanas con diarrea en Galicia, siendo el 

subtipo IIaA15G2R1 el más común y ampliamente distribuido en 

terneros, identificándose en 26 aislados (96,3%). Asimismo, Soilán 

(2014), en terneros con diarrea procedentes de esta misma zona 

geográfica, señaló la predominancia de los subtipos IIaA15G2R1 

(76%) y IIaA16G3R1 (13%). 

La variabilidad genética de C. parvum observada en el presente 

estudio fue muy reducida, pues solo se identificaron 2 subtipos, 

similar a los 3 detectados por Díaz et al., (2010a) en terneros lactantes 

de Galicia. En el norte de España, Quílez et al. (2008a) hallaron un 

mayor número de subtipos en terneros (6), mientras que Soilán (2014) 

identificó 8, aunque esta mayor variabilidad puede obedecer a un 

mayor número de aislados identificados. 

Los subtipos IIaA15G2R1 y IIaA16G3R1 encontrados en el 

ganado vacuno en Galicia habían sido previamente detectados en 

humanos, lo que indica que tienen potencial zoonótico (Navarro-i-

Martínez et al., 2003, 2010; Vergara y Quílez, 2004; Quílez et al., 

2008b; Soilán, 2014; Abal-Fabeiro et al., 2015). El subtipo 

IIaA15G2R1 está considerado como uno de los principales subtipos 

responsables de criptosporidiosis humana (Glaberman et al., 2002; 

Chalmers et al., 2005; Sulaiman et al., 2005; Alves et al., 2006). Por 

el contrario, el subtipo IIaA16G3R1, que también posee potencial 

zoonótico, se ha detectado esporádicamente en casos humanos (Trotz-

Willians et al., 2006; Zintl et al., 2009; Nazemalhosseini-Mojarad et 

al., 2011).  

 

 

4.2. En ganado ovino y caprino 

 

4.2.1. Prevalencia de infección 

Al analizar la prevalencia individual, se observó que el 5,9% de 

los pequeños rumiantes eran positivos a Cryptosporidium spp. 

Además, se apreció que los porcentajes de infección fueron similares 

en las ovejas (5,9%; 19/324) y en las cabras (6,0%; 14/234), por lo 

que no se constataron diferencias significativas entre ambas especies 

animales (χ
2
= 0,003; p= 0,953). Sin embargo, el porcentaje de 
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infección hallado en el ganado bovino fue significativamente superior 

al hallado tanto en el ovino (χ
2
= 22,389; p< 0,001) como en el caprino 

(χ
2
= 16,717; p< 0,001). En ambas especies de pequeños rumiantes se 

comprobó que la prevalencia individual era superior en los animales 

procedentes de explotaciones de Lugo (7,2% ov.; 7,6% cap.) que en 

los de A Coruña (3,9% ov.; 5,7% cap.); ninguna de las cabras 

explotadas en la provincia de Ourense resultaron positivas. Con Chi-

cuadrado se constató que estas diferencias no eran significativas (p> 

0,05). 

La similitud observada en la prevalencia de Cryptosporidium spp. 

en ovejas y cabras de Galicia contrasta con los de una revisión 

publicada por Robertson (2009), quien señaló un mayor porcentaje de 

infección en el ganado ovino (≈30%) que en el caprino (≈15%). Estos 

resultados concuerdan con los observados en ovejas (5,1-5,4%) y 

cabras (7,7%) adultas de Galicia (Castro-Hermida et al., 2007, 2011), 

así como con la mayoría de los estudios realizados en pequeños 

rumiantes sanos, donde el porcentaje de animales positivos no suele 

superar el 8% (Majewska et al., 2000; Ryan et al., 2005; Wang et al., 

2010; Koinari et al., 2014; Wang et al., 2014; Mi et al., 2015; Kaupke 

et al., 2017). No obstante, se debe tener en cuenta que, en nuestro 

estudio, solo se recogió y procesó una única muestra fecal por animal, 

por lo que el porcentaje de infección observado podría estar 

subestimado, ya que se ha demostrado que la mayoría de los pequeños 

rumiantes adultos, y que no presentan diarrea, son portadores 

asintomáticos que eliminan un reducido número de ooquistes de forma 

intermitente (Karanis et al., 2007; Santín et al., 2007); además, el 

muestreo no se realizó durante la época de paridera, donde el 

incremento de la excreción de ooquistes en las hembras podría 

facilitar la detección de los animales positivos (Paraud et al., 2014; 

Wang et al., 2014). Sin embargo, también se debe señalar que, las 

muestras sólo se procesaron mediante técnicas moleculares que, según 

varios autores, son las que presentan los mejores valores de 

rendimiento diagnóstico, siendo más sensibles que las técnicas 

microscópicas (Ryan et al., 2005; Santín et al., 2007; Wang et al., 

2014).  
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 Por el contrario, la prevalencia de infección hallada en nuestro 

estudio resultó inferior a la observada (40%) en pequeños rumiantes 

por otros autores (Majewska et al., 2000; Ryan et al., 2005; Pritchard 

et al., 2008; Paoletti et al., 2009; Sari et al., 2009; Yang et al., 2009). 

En este sentido, las variaciones detectadas entre los resultados 

obtenidos en los diferentes estudios pueden deberse a diferencias 

geográficas y estacionales, así como a la presencia de varios factores 

intrínsecos y extrínsecos de la población estudiada, entre los que 

destacan el manejo de los animales, la técnica de diagnóstico 

empleada, el número de muestras recogidas por animal, la edad de los 

animales o la presencia de sintomatología clínica (Geurden et al., 

2008; Mahfouz et al., 2014). 

La prevalencia por explotaciones fue prácticamente idéntica en 

las granjas de ovejas (47,4%; 9/19) y en las de cabras (50,0%; 8/16), 

por lo que las diferencias no fueron significativas (χ
2
= 0,024; p= 

0,877). Al considerar la localización de los rebaños de ovino se 

observó que el 33,3% (3/9) de los localizados en A Coruña y el 70% 

(7/10) de los de Lugo fueron positivos; de igual modo, se apreció que 

el 80,0% (4/5) las granjas de ganado caprino de A Coruña y el 44,4% 

(4/9) de las de Lugo mostraron al menos un animal positivo. Sin 

embargo, en ningún caso estas diferencias fueron significativas (p> 

0,05). Estos resultados demuestran que, aunque el porcentaje de 

pequeños rumiantes destetados y adultos que eliminan ooquistes de 

Cryptosporidium spp. es bajo, sin embargo, este parásito está 

ampliamente distribuido en los rebaños de ovino y de caprino de 

Galicia, coincidiendo con los resultados señalados previamente en la 

misma zona de estudio por Castro-Hermida et al. (2007), quienes 

observaron que en el 34,2% de las explotaciones de ovejas y en el 

30,0% de las de cabras había por lo menos un animal que eliminaba 

ooquistes de este protozoo. Así mismo, en explotaciones gallegas de 

pequeños rumiantes en los que había animales con diarrea neonatal, 

Díaz et al. (2015) observaron que el 54,1% de las granjas de ovino y 

el 65,2% de las de caprino había animales positivos. 

Los resultados obtenidos en el presente estudio son de gran 

interés debido a que, aunque en las explotaciones no se habían 

observado brotes de diarrea neonatal en el último año, la distribución 
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de Cryptosporidium spp. en las granjas gallegas de pequeños 

rumiantes es amplia; además, la existencia de portadores 

asintomáticos unido a la presencia de factores de riesgo (mala higiene, 

épocas de paridera, instalaciones, manejo inadecuado, hacinamiento, 

etc.), muy frecuentes en las granjas de pequeños rumiantes de Galicia, 

pueden favorecer la aparición de brotes de diarrea neonatal 

ocasionados por este parásito y ocasionar importantes pérdidas 

económicas (de Graaf et al., 1999; Soilán, 2014).  

 Al considerar la edad de los animales se observó que la 

prevalencia individual por Cryptosporidium spp. fue muy similar en 

los corderos destetados y en las ovejas adultas, mientras que, en 

ganado caprino, el porcentaje de adultos que eliminaron ooquistes del 

parásito fue ligeramente superior al de los cabritos destetados (Figura 

4.9); no obstante, estas diferencias no fueron significativas en ninguna 

de las dos especies (p> 0,05). 

 

 
Figura 4.9. Porcentaje de infección por Cryptosporidium spp. en pequeños 

rumiantes al considerar la edad de los animales 
 

 Estos resultados contrastan con los obtenidos en varias 

investigaciones que señalan que la prevalencia de infección por 

Cryptosporidium spp. presenta una relación inversa con la edad de los 
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animales, de modo que los animales de más edad muestran los 

porcentajes de infección más reducidos, aunque en algunos casos estas 

diferencias no fueron significativas (Majewska et al., 2000; Noordeen 

et al., 2001; Wang et al., 2009, 2014; Castro-Hermida et al., 2011; Ye 

et al., 2013; Mi et al., 2014; Peng et al., 2016). La menor prevalencia 

de infección en los animales de mayor edad podría estar relacionada 

con una mejor condición corporal de estos o con su mayor respuesta 

inmunitaria, ya que las reinfecciones repetidas con el protozoo 

favorecen el desarrollo de una respuesta inmunitaria protectora frente 

al parásito (Wang et al., 2014).  

 Debido a que los trabajos sobre las infecciones por 

Cryptosporidium spp. en pequeños rumiantes son escasos y emplean 

metodologías muy diferentes, las discrepancias observadas entre 

nuestros datos y los de otras investigaciones pueden obedecer a 

diferentes factores relacionados con el diseño del estudio que afecten a 

la exactitud de los resultados, entre los que destacan: 

 a) el número de animales muestreados; cuando los casos son 

reducidos impiden estimar la prevalencia con una precisión 

aceptable (Majewska et al., 2000; Nordeeen et al., 2001). Por 

ejemplo, Castro-Hermida et al. (2011), en Galicia, analizaron 

muestras de 136 ovinos, así como de otras especies animales, 

si bien el objetivo del trabajo no consistió en estimar la 

prevalencia en diferentes grupos de edad. 

 b) el número de grupos de edad estudiados no coincide 

exactamente con el de otros trabajos, aunque, en general, en la 

mayoría los animales se clasifican según su edad en lactantes, 

destetados y adultos: No obstante, hay autores que, dentro de 

los animales de mayor edad, separan los de 12 a 24 meses y los 

de más de 24 meses (Mi et al., 2014) y dentro de los adultos se 

separan las hembras durante el periparto (Wang et al., 2014). 

Otros autores, como Peng et al. (2016) consideran grupos de 0-

2 meses, 3-6 meses, 7-12 meses y más de 12 meses; sin 

embargo, esta división puede derivar en la aparición de grupos 

con un número muy reducido de animales, lo que, como se 

comentó anteriormente, puede conllevar una menor precisión 
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en los resultados obtenidos. En este sentido, Mi et al. (2014) 

analizaron muestras de 604 animales, pero únicamente 16 

tenían más de 12 meses de edad. 

 c) también deben considerarse el número de granjas 

muestreadas, pues si recogen muestras en un pequeño número 

de ellas, la presencia de una explotación con una elevada 

prevalencia intra-rebaño puede alterar de forma significativa 

los resultados obtenidos, sobre todo si en cada granja el 

número de animales estudiados por grupo de edad no es 

similar. Así, en las investigaciones más completas realizadas 

hasta el momento en las que se analiza la influencia de la edad 

sobre la prevalencia de Cryptosporidium spp., el número de 

granjas es muy reducido e inferior a 7 (Ye et al., 2013; Wang 

et al., 2010, 2014), y no suelen superar las 18 (Mi et al., 2014; 

Peng et al., 2016). Por ejemplo, en el estudio realizado por 

Wang et al. (2014) se analizaron 1.265 cabras de 7 

explotaciones en China, y el número de muestras por rebaño 

osciló entre 24 y 790. 

 d) el método de identificación de Cryptosporidium spp. 

también es de gran interés, pues el empleo de técnicas con 

reducidos valores de rendimiento diagnóstico puede alterar de 

forma significativa los resultados. En este sentido, debido a 

que los adultos eliminan, por lo general, un menor número de 

ooquistes por gramo de heces que los jóvenes (Karanis et al., 

2007), los estudios que utilizan métodos microscópicos y, por 

tanto, menos sensibles que los moleculares (Ryan et al., 2005; 

Santín et al., 2007; Wang et al., 2014), subestiman la 

prevalencia de infección en los animales de mayor edad ya que 

detectan un menor número de animales positivos y, 

consecuentemente, el número de falsos negativos se 

incrementará con la edad de los animales. 
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4.2.2. Análisis genotípico: especies de Cryptosporidium  

 Debido a que la mayoría de las investigaciones realizadas en 

granjas de ovino y caprino son estudios de brotes de diarrea neonatal, 

se ha comprobado que C. parvum es la principal especie de 

Cryptosporidium implicada en estos brotes (Mueller-Doblies et al., 

2008; Quílez et al., 2008b; Pritchard et al., 2008; Díaz et al., 2010, 

2015; Imre et al., 2013). En corderos y cabritos destetados y en 

animales adultos que no muestran sintomatología clínica, los estudios 

sobre las especies de Cryptosporidium son limitados, ya que en la 

mayoría no se realiza la caracterización molecular de los aislados, por 

lo que no se identifican las especies y genotipos, ni su potencial 

zoonótico, al tiempo que es escasa la información sobre algunos 

factores epidemiológicos importantes, como la edad de los animales y 

la consistencia de las heces (Robertson, 2009). 

 

 El análisis del patrón de bandas obtenido, tras la digestión de las 

muestras positivas a la PCR de la 18S con las endonucleasas SspI, 

VspI y MboII, permitió identificar 3 especies de Cryptosporidium (C. 

parvum, C. ubiquitum y C. xiaoi) tanto en los rebaños de ovino como 

en los de caprino; estas especies ya se habían identificado previamente 

en corderos y cabritos lactantes con diarrea de la misma área de 

estudio (Díaz et al., 2010, 2015). Al considerar ambas especies de 

pequeños rumiantes en conjunto, y como se aprecia en la Figura 4.10., 

C. parvum fue la especie más frecuentemente identificada (16/33), 

seguida por C. xiaoi (8/33) y C. ubiquitum (6/33). Tres muestras 

(9,1%), dos procedentes de ovejas y una de cabra, fueron positivas a 

PCR, pero las bandas fueron muy débiles, de manera que el producto 

obtenido no fue suficiente para realizar un análisis RFLP. 

 Para confirmar los resultados obtenidos en la PCR-RFLP, tanto 

para las cabras como para las ovejas, se secuenció un número 

representativo de aislados de cada una de las especies de 

Cryptosporidium cuyo patrón de restricción fue diferente al de C. 

parvum y se compararon con las incluidas en la base de datos del 

NCBI (National Center for Biotechnology Information); así, se 

observaron tres secuencias diferentes (Figura 4.11.). 
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Figura 4.10. Porcentaje de identificación de cada una de las especies de 
Cryptosporidium identificadas en pequeños rumiantes de granjas gallegas 

 

 Todos los aislados identificados como C. ubiquitum, procedentes 

tanto de ovino como de caprino, fueron idénticos a la del genotipo 1 

(EF362479), detectado por Santín et al. (2007) en ovinos de Maryland 

(EE.UU.), y hallado previamente en corderos con diarrea en Galicia 

(Soilán, 2014; Díaz et al., 2015). En el caso de C. xiaoi, se 

identificaron dos secuencias diferentes (Figura 4.11.); cabe destacar 

que, los aislados procedentes de ganado caprino mostraron una 

homología del 100% con la secuencia de referencia KY055376, 

obtenida en ovejas de Polonia (Kaupke et al., 2017), mientras que las 

de ovino fueron idénticas a la KY055407, obtenidas en caprino por los 

mismos autores. Entre ambas secuencias sólo se hallaron dos 

mutaciones: una transición de un nucleótido (C por T) en la posición 

399 y una transversión (T por A) en la posición 406 (Figura 4.11.). 

 Estos resultados coinciden con la mayoría de los escasos estudios 

moleculares realizados previamente en ganado ovino y caprino, y 

permiten confirmar que C. parvum, C. ubiquitum y C. xiaoi son las 

especies de Cryptosporidium predominantes en los pequeños 

rumiantes a nivel mundial (Chalmers et al., 2002; Ryan et al., 2005; 

Santín et al., 2007; Mueller-Doblies et al., 2008; Yang et al., 2009; 

Rieux et al., 2013; Tzanidakis et al., 2014; Wang et al., 2010, 2014; 
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Mi et al., 2015). De hecho, el resto de especies del protozoo 

identificadas en estos animales son hallazgos ocasionales y, a 

excepción de C. hominis en ganado ovino, no superan la veintena de 

aislados. 

 
                     10         20         30         40         50              

            ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....|  

18S_L11/21  ATAACTTTAC GGATCACATT ---ATGTGAC ATATCATTCA AGTTTCTGAC   

18S_L17/29  .......... .......... ---....... .......... ..........   

18S_L12/14  .......... .......... TAT....... .......... ..........   

 

                     60         70         80         90        100             

            ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....|  

18S_L11/21  CTATCAGCTT TAGACGGTAG GGTATTGGCC TACCGTGGCT ATGACGGGTA   

18S_L17/29  .......... .......... .......... .......... ..........   

18S_L12/14  .......... .......... .......... .........A ..........   

 

                    110        120        130        140        150         

            ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....|  

18S_L11/21  ACGGGGAATT AGGGTTCGAT TCCGGAGAGG GAGCCTGAGA AACGGCTACC   

18S_L17/29  .......... .......... .......... .......... ..........   

18S_L12/14  .......... .......... .......... .......... ..........   

 

                    160        170        180        190        200         

            ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....|  

18S_L11/21  ACATCTAAGG AAGGCAGCAG GCGCGCAAAT TACCCAATCC TAATACAGGG   

18S_L17/29  .......... .......... .......... .......... ..........   

18S_L12/14  .......... .......... .......... .......... ..........   

 

                    210        220        230        240        250         

            ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....|  

18S_L11/21  AGGTAGTGAC AAGAAATAAC AATACAGAAC CTTA--CGGT TTTGTAATTG   

18S_L17/29  .......... .......... .......... ....--.... ..........   

18S_L12/14  .......... .......... .......G.. T...AATA.. ..........   

 

                    260        270        280        290        300         

            ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....|  

18S_L11/21  GAATGAGTTA AGTATAAACC CCTTAACAAG TATCAATTGG AGGGCAAGTC   

18S_L17/29  .......... .......... .......... .......... ..........   

18S_L12/14  .......... .......... ....T..... .......... ..........   

 

                    310        320        330        340        350         

            ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....|  

18S_L11/21  TGGTGCCAGC AGCCGCGGTA ATTCCAGCTC CAATAGCGTA TATTAAAGTT   

18S_L17/29  .......... .......... .......... .......... ..........   

18S_L12/14  .......... .......... .......... .......... ..........   

 
Figura 4.11. Alineamiento de secuencias de ADN de los productos de PCR del 
gen SSU rRNA de diversos aislados representativos de C. ubiquitum (L12/14, 
genotipo 1) y C. xiaoi (L11/21, C. xiaoi origen ovino; L17/29, C. xiaoi origen 
caprino) identificados en pequeños rumiantes. Los puntos indican nucleótidos 

idénticos a los del aislado L291 y los guiones señalan delecciones. Las 
mutaciones de nucleótidos con respecto a dicho aislado se indican en rojo.  
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                    360        370        380        390        400         

            ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....|  

18S_L11/21  GTTGCAGTTA AAAAGCTCGT AGTTAATCTT CTGTTAATT- TTTATATATA   

18S_L17/29  .......... .......... .......... .........- ........C.   

18S_L12/14  .......... .......... ....GGAT.. ........AA ..........   

 

                    410        420        430        440        450         

            ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....|  

18S_L11/21  ATATCTCG-- -ATATTTATA TAATATTAAC ATAATTCATA TTACT-----   

18S_L17/29  .....A..-- -......... .......... .......... .....-----   

18S_L12/14  ....T.TATT A......... ..G....... .......... .....ATATT   

 

                    460        470        480        490        500         

            ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....|  

18S_L11/21  TTTTAGTATA TGAAACTTTA CTTTGAGAAA ATTAGAGTGC TTAAAGCAGG   

18S_L17/29  .......... .......... .......... .......... ..........   

18S_L12/14  ..A....... .....T.... .......... .......... ..........   

 

                    510        520        530        540        550         

            ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....|  

18S_L11/21  CTATTGCCTT GAATACTCCA GCATGGAATA ATATTAAGGA TTTTTATTCT   

18S_L17/29  .......... .......... .......... .......... ..........   

18S_L12/14  .AT.A..... .......... .......... ....A..A.. .......CT.   

 

                    560        570        580        590        600         

            ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....|  

18S_L11/21  TCTTATTGGT TCTAGAATAA AAATGATGAT TAATAGGAAC AGTTGGGGGC   

18S_L17/29  .......... .......... .......... .......... ..........   

18S_L12/14  .T........ ....AG.... ....A..... .......G.. ..........   

 

                    610        620        630        640        650         

            ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....|  

18S_L11/21  ATTTGTATTT AACAGTCAGA GGTGAAATTC TTAGATTTGT TAAAGACAAA   

18S_L17/29  .......... .......... .......... .......... ..........   

18S_L12/14  .......... .......... .......... .......... ..........   

 

                    660        670        680        690        700         

            ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....|  

18S_L11/21  CTACTGCGAA AGCATTTGCC AAGGATGTTT TCATTAATCA AGAACGAAAG   

18S_L17/29  .......... .......... .......... .......... ..........   

18S_L12/14  ...G...... .......... .......... .......... ..........   

 

                    710        720        730        740               

            ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|. 

18S_L11/21  TTAGGGGATC GAAGACGATC AGATACCGTC GTAGTCTTAA CCATAA  

18S_L17/29  .......... .......... .......... .......... ......  

18S_L12/14  .......... .......... .......... .......-.. ......  

 

Figura 4.11. (Continuación) 

 

 Estos resultados son también importantes desde el punto de vista 

de la Salud Pública, ya que dos (C. parvum y C. ubiquitum) de las tres 

especies identificadas en ambos rumiantes domésticos poseen 

potencial zoonótico, especialmente C. parvum, que junto con C. 

hominis es la especie más frecuentemente implicada en brotes de 

criptosporidiosis humana (Xiao, 2010). C. ubiquitum se ha 

identificado en un número suficiente de personas, tanto 
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inmunodeprimidas como inmunocompetentes, como para ser 

considerada zoonótica, y actualmente se considera una especie 

emergente (Šlapeta, 2013). Respecto a C. xiaoi, aunque recientemente 

se ha identificado en dos personas infectadas con VIH en Etiopía, no 

parece poseer un importante potencial zoonótico (Aramu et al., 2014). 

 

 Al considerar cada una de las especies de pequeños rumiantes por 

separado, en los ovinos se observó (Figura 4.12.) que C. parvum 

predominaba significativamente (13/19) sobre C. xiaoi (3/19, χ
2
= 

6,408; p= 0,011) y C. ubiquitum (1/19, χ
2
= 10,513; p= 0,001), lo que 

se tradujo en unos porcentajes de infección individuales de 4,0%, 

0,9% y 0,3%, respectivamente. Cabe destacar que las diferencias 

observadas entre C. xiaoi y C. ubiquitum no fueron estadísticamente 

significativas (χ
2
= 1,006; p= 0,316). Además, las bandas obtenidas en 

dos muestras fueron muy débiles, impidiendo su correcta 

identificación mediante RFLP o secuenciación.  

 

 
Figura 4.12. Porcentaje de especies de Cryptosporidium identificadas en ovinos 

de granjas gallegas 

 

 Al considerar las explotaciones, C. parvum se identificó en el 

26,3% (5/19) de las granjas de ovejas, seguido por C. xiaoi (15,8%; 

3/19) y por C. ubiquitum (5,3%; 1/19). En la mayoría de las 
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explotaciones sólo se identificó una única especie de Cryptosporidium 

(94,7%). Además, se detectaron infecciones mixtas por C. parvum y 

C. xiaoi en una granja (5,3%). 

 Los resultados obtenidos en el presente estudio no respaldan la 

hipótesis que defiende que los corderos con sintomatología clínica 

tienen más probabilidades de estar infectados con C. parvum, mientras 

que los ovinos sanos deberían estar infectados con otras especies más 

adaptadas a estos hospedadores y, por tanto, menos patógenas, como 

C. ubiquitum o C. xiaoi (Chalmers et al., 2002; Elwin y Chalmers 

2008; Mueller-Doblies et al., 2008). En nuestro estudio, C. parvum 

fue la especie más frecuentemente identificada en los ovinos sanos de 

más de 2 meses de edad, lo que coincide con lo observado en otras 

investigaciones realizadas en ovejas aparentemente sanas (Majewska 

et al., 2000; McLauchlin et al., 2000; Pritchard et al., 2007, 2008; 

Mueller-Doblies et al, 2008; Paoletti et al., 2009; Robertson, 2009; 

Yang et al., 2009; Koinari et al., 2014). C. ubiquitum y C. xiaoi 

también se han identificado en heces de corderos con diarrea 

(Navarro-i-Martínez et al., 2007; Díaz et al., 2010, 2015), aunque 

generalmente su frecuencia es menor que la de C. parvum; no 

obstante, se debe señalar que en esos estudios no se pudo determinar 

con exactitud si la presencia de esas especies de Cryptosporidium 

fueron la causa de la aparición de la diarrea, ya que no descartó la 

presencia de otros enteropatógenos. 

 Además, nuestros resultados parecen confirmar las observaciones 

de diversos autores que, basándose en la identificación molecular de 

las especies de Cryptosporidium, sugirieron la existencia de notables 

diferencias geográficas en su distribución (Šlapeta, 2013; Taylan-

Ozkan et al., 2016; Kaupke et al., 2017); así, en general, C. ubiquitum 

predomina en Asia y América (Santín et al., 2007; Cama et al., 2008; 

Wang et al., 2010; Fiuza et al., 2011; Paz e Silva et al., 2014), 

mientras que C. xiaoi es más frecuente en Australia y África (Soltane 

et al., 2007; Sweeny et al., 2011; Yang et al., 2014; Parsons et al., 

2015). En Europa, la mayoría de las investigaciones realizadas señalan 

a C. parvum como la especie más frecuente en el ganado ovino de este 

continente (Majewska et al., 2000; Mueller-Doblies et al., 2008; 

Pritchard et al., 2008; Paoletti et al., 2009; Robertson, 2009; Castro-
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Hermida et al., 2011; Tzanidakis et al., 2014), lo que coincide con los 

resultados observados en Galicia. Sin embargo, recientemente, 

Kaupke et al. (2017) basándose en los resultados obtenidos en el 

Reino Unido (Elwin y Chalmers, 2008; Robertson et al. 2010; 

Connelly et al. 2013) y en Bélgica (Geurden et al., 2008) justificaban 

que C. ubiquitum fuera considerada la especie más común en el ovino 

europeo. En este sentido, Taylan-Ozkan et al. (2016), en un intento de 

explicar todos estos resultados, afirmaron que C. parvum era la 

especie predominante en aquellos países europeos donde el manejo de 

las ovejas era más intensivo. Sin embargo, nuestros resultados no 

respaldan esta teoría, ya que los animales muestreados, normalmente, 

salían al pasto a diario. En este sentido, la predominancia de C. 

parvum en el ganado ovino gallego podría estar relacionada con el 

sistema de manejo tradicional llevado a cabo en esta región, donde los 

adultos se encuentran en estrecho contacto con los animales más 

jóvenes. Así, se ha observado que las diarreas neonatales son 

frecuentes en los rebaños ovinos gallegos, y que C. parvum está 

involucrado en un alto porcentaje de estos brotes (Díaz et al., 2010a, 

2015). No obstante, debemos señalar que, tanto en las granjas con 

brotes de diarrea neonatal como en las que no los hubo (como las 

incluidas en este estudio), los animales más jóvenes serían los 

principales responsables de la contaminación del medio, pues son los 

que eliminan un mayor número de ooquistes por gramo de heces 

(Castro-Hermida et al., 2011), lo que facilita la infección de los de 

mayor edad, que permanecerían como portadores asintomáticos 

debido a la presencia de una inmunidad protectora asociada a la edad 

o a una mejor condición física (Wang et al., 2014). El hecho de que en 

las granjas estudiadas no hubiese brotes de diarrea neonatal en el 

último año quizás pueda deberse a una menor infectividad y virulencia 

de las cepas que afectan a los animales (Karanis et al., 2007; Kaupke 

et al., 2017). 

 También se ha señalado que el contacto estrecho entre diferentes 

hospedadores puede ser la causa de la aparición de infecciones con 

especies de Cryptosporidium menos frecuentes en un hospedador 

determinado; así, en pequeños rumiantes de Papúa Nueva Guinea, 

Koinari et al. (2014) identificaron C. hominis, C. scrofarum y el 
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genotipo rata de Cryptosporidium, que son especies más típicas de 

otras especies animales con las que compartían instalaciones. En este 

sentido, se debe señalar que debido a que Galicia no tiene una amplia 

tradición de cría de ganado ovino, que la mayoría de las explotaciones 

no son de tipo profesional y que los rebaños son de pequeño tamaño y 

principalmente para el autoconsumo, en muchos casos los ovinos 

comparten instalaciones con otras especies domésticas, especialmente 

con el ganado vacuno; por lo que, si se tiene en cuenta que los bovinos 

se consideran el reservorio más importante de C. parvum, es posible 

que este contacto estrecho entre ambas especies haya favorecido el 

predominio de esta especie en los ovinos gallegos. Además, los 

subtipos de C. parvum encontrados en corderos con criptosporidiosis 

en Galicia pertenecen al subtipo IIa (Díaz et al., 2010a, 2015), que es 

el más frecuente en el ganado vacuno; por el contrario, en otras 

regiones de España, donde la cría del ganado vacuno y del ovino está 

claramente diferenciada, predomina el subtipo IId de C. parvum 

(Quílez et al., 2008b). 

 

 En las cabras, como se observa en la Figura 4.13., el número de 

aislados de C. xiaoi (5/14) y C. ubiquitum (5/14) fue ligeramente 

superior a los de C. parvum (3/14), lo que se tradujo en un porcentaje 

de infección individual del 2,1%, 2,1% y 1,3%, respectivamente. Con 

Chi-cuadrado se comprobó que, en ningún caso, estas diferencias eran 

significativas (p> 0,05). 

 En cuanto a la prevalencia por granja, y al igual que los 

porcentajes de infección individuales, se observó que C. xiaoi fue la 

especie del protozoo más común en las explotaciones de caprino de 

Galicia (25,0%; 4/16), mientras que C. parvum y C. ubiquitum se 

identificaron, cada una, en el 12,5% (2/16) de los rebaños. Sólo se 

identificó una única especie de Cryptosporidium en las granjas 

positivas, a excepción de un rebaño donde se detectaron animales 

eliminando ooquistes de C. parvum y C. ubiquitum.  
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Figura 4.13. Porcentaje de identificación de cada una de las especies de 

Cryptosporidium identificadas en granjas gallegas de ganado caprino 

 

 Actualmente todavía no se dispone de datos consistentes acerca 

de las especies de Cryptosporidium que afectan a las cabras de más de 

2 meses de edad sin sintomatología gastrointestinal, debido a que los 

estudios moleculares son todavía muy escasos y limitados a un 

reducido número de muestras. De todos modos, y teniendo en cuenta 

el reducido número de aislados identificados, en Galicia hemos 

encontrado 3 de las 5 especies detectadas en el ganado caprino. 

Nuestros resultados y los obtenidos hasta el momento, nos permiten 

confirmar que, a nivel mundial, las cabras se infectan principalmente 

por C. parvum, C. ubiquitum y C. xiaoi (Rieux et al., 2013; Koinari et 

al., 2014; Mi et al., 2014; Tzanidakis et al., 2014; Wang et al., 2014; 

Díaz et al., 2015; Taylan-Ozkan et al., 2016) y son, por tanto, 

hospedadores competentes de estas especies. Aunque dos de las tres 

especies identificadas en cabras poseen potencial zoonótico 

(Robertson, 2009; Ryan et al., 2014), este pequeño rumiante tiene una 

menor importancia en la Salud Pública que las ovejas, pues el 

porcentaje de animales que eliminaron ooquistes de especies 

zoonóticas fue más reducido; de todos modos, el riesgo existe, por lo 

que no debería subestimarse la aparición de brotes de criptosporidiosis 

humana cuyo origen sea el ganado caprino. Sin embargo, en este 

punto también debe considerarse un estudio reciente que sugiere que 
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C. xiaoi puede poseer potencial zoonótico, al identificarse esa especie 

en dos pacientes inmunodeprimidos en Etiopía (Aramu et al., 2014). 

 El reducido número de estudios moleculares llevados a cabo en el 

ganado caprino dificulta el poder estimar la existencia de un patrón 

geográfico de distribución de las diferentes especies de 

Cryptosporidium, como se observó en el ganado ovino. Si se tienen en 

cuenta todas las investigaciones moleculares realizadas sobre 

Cryptosporidium en cabras, C. parvum es la especie más frecuente en 

Asia y en Europa, que son los continentes donde se han llevado a cabo 

un mayor número de estudios (Johnson et al., 1999; Cacciò et al., 

2000; Chalmers et al., 2002; Nordeen et al., 2002; Hadjušek et al., 

2004; Ngouanesavanh et al., 2006; Geurden et al., 2008; Quílez et al., 

2008b; Díaz et al., 2010b, 2015; Domingo et al., 2012; Drumo et al., 

2012; Maurya et al., 2013; Lange et al., 2014; Taylan-Ozkan et al., 

2016; Mat Yusof et al., 2017). En el resto de continentes únicamente 

hay seis estudios, lo que complica extraer alguna conclusión. Sin 

embargo, si se excluyen los estudios de casos clínicos (Tabla 1.8.) es 

C. xiaoi la especie más frecuente en el ganado caprino en todos los 

continentes, lo que coincide con los resultados obtenidos en el 

presente estudio. De hecho, un importante número de estudios cita a 

C. xiaoi como la especie más frecuente en cabras, tanto jóvenes como 

adultas (Karanis et al., 20007; Rieux et al., 2013; Tzanidakis et al., 

2014; Mi et al., 2015; Parsons et al., 2015). En este sentido, según 

Wang et al. (2010), C. xiaoi tiene mayor importancia en el ganado 

caprino que en el ovino y, por tanto, las cabras podrían ser el 

hospedador tipo de esta especie, lo que contrasta con lo observado por 

Fayer et al. (2010), quienes señalaron que las infecciones por C. xiaoi 

estaban restringidas al ganado ovino. 

 C. ubiquitum, por el contrario, se ha identificado en muy pocos 

trabajos realizados en ganado caprino (Tzanidakis et al., 2014; Mi et 

al., 2015; Peng et al., 2016; Al-Habsi et al., 2017), aunque algunos 

autores la identificaron como la especie más frecuente (Paraud et al., 

2014; Wang et al., 2014); por lo que, los datos obtenidos hasta el 

momento permiten demostrar que es la menos importante de las tres 

especies de Cryptosporidium predominantes en cabras. No obstante, 

son necesarios realizar más estudios moleculares sobre 
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Cryptosporidium spp. en el ganado caprino para poder determinar con 

exactitud cuál es la especie predominante en estos animales, la posible 

existencia de un patrón geográfico y, además, su importancia desde el 

punto de vista de la Salud Pública. 

 

 

4.2.3. Especies de Cryptosporidium al considerar la edad de los 

pequeños rumiantes 

 El reducido número de estudios moleculares llevados a cabo en 

rebaños ovinos y caprinos ha impedido confirmar la posible existencia 

de una relación entre las diferentes especies de Cryptosporidium y 

algunos grupos de edad, tal y como se ha observado en el ganado 

vacuno (Santín et al., 2004). No obstante, su determinación sería de 

gran utilidad, ya que permitiría conocer cuáles son los rangos de edad 

en los que los pequeños rumiantes tienen una mayor probabilidad de 

eliminar C. parvum y, por tanto, suponer un mayor riesgo para la 

aparición de brotes de diarrea neonatal en las granjas y, 

consecuentemente, adoptar las correspondientes medidas de 

prevención y control. Además, conocer a qué edad los animales 

eliminan ooquistes de especies con potencial zoonótico sería de gran 

utilidad para la Salud Pública. 

 

 En el ganado ovino se detectaron animales infectados con C. 

parvum y C. xiaoi en los dos grupos de edad (Figura 4.14.). C. parvum 

fue la especie predominante tanto en los corderos destetados como en 

las ovejas adultas, aunque el porcentaje de identificación fue superior 

en los animales de mayor edad (Figura 4.14.); así, su prevalencia se 

incrementó desde el 3,6% en corderos de 2 a 12 meses al 4,2% en los 

de más de 12 meses. Por el contrario, la importancia de C. xiaoi 

disminuyó con la edad (Figura 4.14.), ya que los porcentajes de 

infección individuales se redujeron desde el 2,4% en los corderos 

destetados hasta el 0,4% en los adultos. Finalmente, C. ubiquitum fue 

la especie menos frecuente en los ovinos, siendo identificada 

únicamente en el 1,3% de las ovejas adultas, aunque en este grupo 

constituyó la segunda especie más importante, después de C. parvum 

(Figura 4.14.). 
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Figura 4.14. Porcentaje de identificación de cada una de las especies de 
Cryptosporidium detectadas en ovinos al considerar su edad. 

 

 En este estudio hemos observado que existe una asociación de 

especies de Cryptosporidium con respecto a la edad, al igual que 

sucede en el ganado bovino, de manera que C. ubiquitum solo se 

observa en animales adultos, la prevalencia de C. xiaoi disminuye con 

la edad y la de C. parvum se mantiene. De todos modos, serían 

necesarios más estudios con objeto de incrementar el número de 

aislados identificados.  

 Nuestros resultados también indican que los corderos destetados y 

los ovinos de más de 12 meses actuarían como portadores 

asintomáticos de la especie zoonótica C. parvum, lo que coincide con 

otros estudios realizados en Europa (Majewska et al., 2000; Mueller-

Doblies et al., 2008; Castro-Hermida et al., 2011). Además, debido a 

que estos animales eliminan ooquistes de forma intermitente (Santín et 

al., 2007) contribuirán a contaminar el ambiente, favoreciendo la 

infección de los animales lactantes que son los más sensibles a C. 

parvum (Pritchard et al., 2007; Paoletti et al., 2009). Este hecho 

también podría conllevar un mayor riesgo de aparición de brotes de 

diarrea neonatal en las explotaciones, especialmente en aquellas con 

condiciones higiénicas deficientes o donde los animales se manejan en 
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un sistema tradicional, como sucede en los rebaños ovinos en Galicia 

(Díaz et al., 2015); lo que, podría explicar la elevada prevalencia de C. 

parvum en los corderos lactantes con diarrea en el área de estudio 

(Díaz et al., 2010a, 2015). 

 En otras investigaciones llevadas a cabo en otros continentes, se 

observó que C. ubiquitum era la especie predominante en todos los 

grupos de edad (Ryan et al., 2005; Santin et al., 2007; Cama et al., 

2008; Wang et al., 2010); además, Wang et al. (2010) señalaron que 

las hembras en el periparto excretaban principalmente ooquistes de 

esta especie, por lo que constituían una importante fuente de infección 

para los corderos, detectándose esta especie tanto en corderos 

asintomáticos (Geurden et al., 2008) como en los que presentaban 

diarrea (Díaz et al., 2010a). 

 De todos modos, el patrón de eliminación de especies de 

Cryptosporidium observado en las ovejas gallegas contrasta con el 

señalado en otros estudios epidemiológicos, realizados en China y 

Australia, donde se analizaron animales de diversa edad. Así, Wang et 

al. (2010) observaron que, en China, C. ubiquitum era la especie más 

frecuente en todos los grupos de edad, mientras que C. xiaoi y C. 

andersoni sólo se identificaron en corderos y en hembras adultas, 

respectivamente, pero en mucha menor proporción. También en 

China, Ye et al. (2013) comprobaron que C. xiaoi era la especie 

predominante en adultos y en corderos, especialmente en aquellos de 

3-4 semanas de edad, sugiriendo que las madres podrían transmitir C. 

xiaoi a los neonatos en el periparto. Así mismo, C. ubiquitum también 

se encontró, aunque en menor proporción, en ambos grupos de edad, 

pero fue la especie más frecuente en corderos de 15-16 semanas, 

mientras que C. parvum únicamente se identificó en un cordero menor 

de un mes. En Australia, Sweeny et al. (2011b) también observaron 

que C. xiaoi era la especie más prevalente en los corderos desde las 2 

semanas de vida hasta los 9 meses de edad, así como la única 

identificada en los animales adultos, mientras que, C. ubiquitum y C. 

parvum sólo se detectaron en corderos.  

 Los datos obtenidos sobre la asociación entre la edad y las 

especies de Cryptosporidium en nuestro estudio son los primeros 

realizados en Europa y muestran diferencias significativas con las 
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halladas en otros continentes. No obstante, y como se señaló 

anteriormente, en los diferentes estudios efectuados en pequeños 

rumiantes, los resultados varían de unos a otros y no siguen un patrón 

general definido, como el observado en el ganado vacuno, pudiéndose 

ser estas diferencias un reflejo de la variación de las especies de 

Cryptosporidium según el área geográfica.  

Además, en este estudio y, desde un punto de vista de Salud 

Pública, hemos comprobado que los animales de más edad representan 

un mayor riesgo zoonótico, ya que el 5,5% de estas ovejas son 

portadoras de C. parvum y de C. ubiquitum, que podrían ser la causa 

de la aparición de brotes de criptosporidiosis en humanos. 

 

 En el ganado caprino se apreció que en ambos grupos de edad se 

identificaron las tres especies de Cryptosporidium (Figura 4.15.). El 

porcentaje de identificación de C. xiaoi fue similar en los 2 grupos, 

mientras que C. parvum y C. ubiquitum fueron más frecuentes en los 

animales destetados que en los adultos. Además, se observó que los 

porcentajes de infección por C. parvum y C. ubiquitum disminuyeron 

levemente, desde el 1,6% en los animales de 2 a 12 meses hasta el 

1,2% en los de mayor edad; por el contrario, la prevalencia de C. xiaoi 

se incrementó desde el 1,6% al 2,3%. 

 

 
Figura 4.15. Porcentaje de identificación de cada una de las especies de 

Cryptosporidium detectadas en cabras al considerar la edad de éstas  
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 El presente estudio es el primero en Europa en estudiar la posible 

relación entre la edad de las cabras y la presencia de determinadas 

especies de Cryptosporidium; de hecho, a nivel mundial, solo se han 

publicado 3 estudios completos en ganado caprino, por lo que la 

información disponible es muy escasa e incompleta. Aunque nuestros 

resultados reflejan un ligero incremento de C. xiaoi con la edad, al 

contrario de lo que sucede con C. parvum y con C. ubiquitum, estas 

diferencias son muy escasas. Otro aspecto destacable con respecto a 

otros estudios, es que, en todos los grupos de edad, se detectaron las 

tres especies. En este sentido, en ganado caprino de China, Mi et al. 

(2014) observaron que C. xiaoi era la especie predominante en todos 

los grupos de edad, mientras que C. parvum se observaba en todos los 

grupos de animales menores de dos años, especialmente en los 

cabritos destetados y que C. ubiquitum se detectaba a partir del 

destete. En la misma zona de estudio, Peng et al. (2016) obtuvieron 

unos resultados similares a los de Mi et al. (2014), ya que C. xiaoi fue 

también la especie más frecuentemente identificada en todos los 

grupos de edad y también lo fue C. parvum, aunque en menor 

proporción. Por el contrario, C. ubiquitum solo se identificó de forma 

esporádica en una muestra procedente de un cordero lactante y en otra 

de un animal adulto. En el mismo sentido, Rieux et al. (2013) 

apreciaron que la mayoría de los cabritos sin destetar eliminaban 

ooquistes de C. xiaoi. Estos resultados sugieren una posible 

transmisión de C. xiaoi en el periparto, similar a lo observado en 

ganado ovino (Ye et al., 2013). Por el contrario, Wang et al. (2014), 

también en cabras de diferentes rebaños de China, identificó a C. 

ubiquitum en todos los grupos de edad, mientras que C. xiaoi solo se 

halló en cabritos y madres gestantes. 

 Al igual que sucedía en el ganado ovino, estas diferencias pueden 

reflejar importantes diferencias geográficas, incluso dentro de un 

mismo país, aunque también podrían obedecer a variaciones en el 

manejo. De todos modos, los resultados obtenidos hasta el momento 

parecen indicar que C. xiaoi posee una gran importancia en todos los 

grupos de edad en el ganado caprino, aunque se necesitan más 

estudios para poder establecer conclusiones definitivas. 
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 Los resultados obtenidos en este estudio, revelan que C. parvum 

no es muy prevalente en los cabritos destetados y en los adultos 

(porcentajes menores al 2% en ambos grupos); teniendo en cuenta que 

la gran mayoría de los cabritos neonatos con diarrea en Galicia 

eliminan ooquistes de C. parvum (Díaz et al., 2015), estos datos 

sugieren que las cabras de más de 2 meses no suponen un importante 

riesgo de aparición de brotes de diarrea neonatal en los rebaños. 

Además, estos animales tienen poca importancia desde el punto de 

vista de la Salud Pública, ya que el porcentaje de animales que 

eliminan ooquistes con potencial zoonótico es muy reducido, aunque 

ligeramente superior en el grupo de 2-12 meses. 

 

4.2.4. Análisis subtípico 

La información relativa a la variabilidad intraespecífica de C. 

parvum en pequeños rumiantes, principalmente mediante el análisis de 

la secuencia de ADN del gen GP60, ha aumentado notablemente en 

los últimos cinco años, aunque los estudios en este campo son todavía 

escasos, y en general, se han realizado utilizando un reducido número 

de muestras. Se han subtipado, para el gen GP60, 258 aislados de C. 

parvum procedentes de ganado ovino, principalmente de Europa, pues 

allí es la especie predominante, y de otros países como Australia, 

Brasil, China, Jordania y Papúa Nueva Guinea. Además, se han 

subtipado 113 aislados de caprino de Australia, Bélgica, China, 

España, Papúa Nueva Guinea, Polonia y Turquía (Geurden et al., 

2008; Quílez et al., 2008b; Díaz et al., 2010a, 2015; Smith et al., 

2010; Cacciò et al., 2013; Connelly et al., 2013; Imre et al., 2013; Ye 

et al., 2013; Koinari et al., 2014; Mi et al., 2014; Paz e Silva, 2014; 

Yang et al., 2014, 2015; Wells et al., 2015; Hijjawi et al., 2016; 

Taylan-Ozkan et al., 2016; Utsi et al., 2016; Al-Habsi et al., 2017; 

Kaupke et al., 2017). 

 Todos los aislados procedentes de pequeños rumiantes 

identificados como C. parvum (16) con la PCR del gen SSU ARNr se 

analizaron también para el locus que codifica para la glicoproteína de 

60 kDa (GP60). Sin embargo, sólo se obtuvieron bandas del tamaño 

esperado (≈850 pb) en el 68,8% (11/16) de las muestras; la PCR fue 

positiva en 8 de las 13 muestras de ovejas (61,5%) y en todas (3/3; 
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100%) las procedentes de cabras. El análisis de las secuencias 

obtenidas reveló la presencia de 4 subtipos de C. parvum 

pertenecientes a las familias alélicas IIa y IId (Tabla 4.4.).  

 
Tabla 4.4. Subtipos GP60 de C. parvum identificados en ganado ovino y caprino 

mayores de 2 meses procedentes de rebaños gallegos 

 Edad Individual 

OVEJAS 2-12 meses IIaA15G2R1 (1) 

> 12 meses IIaA14G2R1 (2) 
IIaA15G2R1 (5) 

CABRAS 2-12 meses IIdA17G1 (1) 

> 12 meses IIaA13G1R1 (1) 
IIdA17G1 (1) 

 

Esta baja diversidad genética es, posiblemente, un reflejo del 

reducido número de aislados caracterizados en los pequeños 

rumiantes; no obstante, en un estudio previo en el que se subtiparon 

109 C. parvum procedentes de 171 corderos y 118 cabritos con 

diarrea, el número de subtipos fue también bajo, pues sólo se 

identificaron 5 diferentes, 4 en ovino y 5 en caprino (Díaz et al., 

2015).  

En diversos estudios se ha observado que la familia IIa es la que 

tiene una distribución geográfica más amplia (Plutzer y Karanis, 2009; 

Xiao, 2010); por el contrario, la difusión de la familia IId es más 

reducida, aunque se ha detectado en aislados de Cryptosporidium 

procedentes de humanos, ganado vacuno, ovino, caprino y en 

muestras de agua (Alves et al., 2003, 2006; Peng et al., 2003; Stantic-

Pavlinic et al., 2003; Abe et al., 2006; Trotz-Williams et al., 2006; 

Xiao et al., 2007), siendo especialmente frecuente en pequeños 

rumiantes (Geurden et al., 2008; Quílez et al., 2008b; Xiao, 2010; 

Yang et al., 2014).  

La mayoría de los subtipos identificados en pequeños rumiantes 

mostraron una homología del 100% con los aislados de referencia 

procedentes de animales o de humanos depositados en el GenBank; 

así las secuencias del subtipo IIaA13G2R1 fueron idénticas a la del 

aislado GU111578, la del IIaA15G2R1 a la del KT764964 y la del 

IIdA17G1 a la del DQ280495. Únicamente 4 aislados pertenecientes a 

los subtipos IIaA14G2R1 (10/16 y 10/28) y IIaA15G2R1 (4/1 y 12/8), 
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ambos de origen ovino, mostraron mutaciones con respecto a las 

secuencias de referencia (Figura 4.16.). Los dos aislados IIaA14G2R1 

presentaron dos transiciones (C x T) en las posiciones 350 y 400 

(Figura 4.16.) con respecto a la secuencia de referencia KF128738, y a 

mayores, la muestra 10/16 mostró una transición T x C en la posición 

493; sin embargo, sólo la última mutación generó cambios en los 

aminoácidos codificados (valina por alanina). En cuanto a los subtipos 

IIaA15G2R1, el aislado de 4/1 presentó 2 mutaciones, aunque 

únicamente la transición (A x T) localizada en la posición 238 dio 

lugar a un cambio en el aminoácido codificado (glicina por ácido 

glutámico). Por último, la muestra 12/8, mostró una transición C x T, 

que se tradujo en un cambio en el aminoácido codificado (arginina por 

alanina).  

 
                           10         20         30         40         50              

                  ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....|  

4/6_IIaA15G2R1    CTGTTGAGGG CTCATCATCG TCATCGTCAT CATCATCATC ATCATC---A   

4/1 IIaA15G2R1    .......... .......... .......... .......... ......---.   

12/8_IIaA15G2R1   .......... .......... .......... .......... ......---.   

10/16_IIaA14G2R1  .......... .......... .......... .......... ......---.   

10/28_IIaA14G2R1  .......... .......... .......... .......... ......---.   

5/4 IIaA13G1R1    .......... .......... .....A.... .......... ......---.   

2/6 IIdA17G1      .......... T........A .....A.... .......... ......GTC.   

 

                           60         70         80         90        100             

                  ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....|  

4/6_IIaA15G2R1    TCATCATCAT CATCAACATC AACCGTCGCA CCAGC---AA ATAAGGCAAG   

4/1 IIaA15G2R1    .......... .......... .......... .....---.. ..........   

12/8_IIaA15G2R1   .......... .......... .......... .....---.. ..........   

10/16_IIaA14G2R1  .......... .---...... .......... .....---.. ..........   

10/28_IIaA14G2R1  .......... .---...... .......... .....---.. ..........   

5/4 IIaA13G1R1    ......---- -----..... .......... .....---.. ..........   

2/6 IIdA17G1      .......... .......... G..T..A... ...A.TCC.. .G..A.A...   

 

                          110        120        130        140        150         

                  ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....|  

4/6_IIaA15G2R1    AACTGGAGAA GACGCAGAAG GCAGTCAAGA TTCTAGTGGT ACTGAAGCTT   

4/1 IIaA15G2R1    .......... .......... .......... .......... ..........   

12/8_IIaA15G2R1   .......... .......... .......... .......... ..........   

10/16_IIaA14G2R1  .......... .......... .......... .......... ..........   

10/28_IIaA14G2R1  .......... .......... .......... .......... ..........   

5/4 IIaA13G1R1    .......... .......... .......... .......... ..........   

2/6 IIdA17G1      .........G ..---..T.. .T.A..C..G ....GAA... CAG..-----   

 

Figura 4.16. Alineamiento de secuencias de ADN de los productos de PCR del 
gen gp60 de diversos aislados representativos de C. parvum identificados en 
ovejas y cabras de Galicia. Los puntos indican nucleótidos idénticos a los del 
aislado 4/6 y los guiones señalan delecciones. Las mutaciones de nucleótidos 

con respecto a dicho aislado se indican en rojo. 
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                          160        170        180        190        200         

                  ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....|  

4/6_IIaA15G2R1    CTGGTAGCCA GGGTTCTGAA GAGGAAGGTA GTGAAGACGA TGGCCAAACT   

4/1 IIaA15G2R1    .......... .......... .......... .......... ..........   

12/8_IIaA15G2R1   .......... .......... .......... .......... ..........   

10/16_IIaA14G2R1  .......... .......... .......... .......... ..........   

10/28_IIaA14G2R1  .......... .......... .......... .......... ..........   

5/4 IIaA13G1R1    .......... .......... .......... ......G... ..........   

2/6 IIdA17G1      -C....AAGG A.ACA..... ..AAC..--- ---.....A. .CAGACCGAG   

 

                          210        220        230        240        250         

                  ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....|  

4/6_IIaA15G2R1    AGTGCTGCTT CCCAACCCAC TACTCCAGCT CAAAGTGAAG GCGCAACTAC   

4/1 IIaA15G2R1    .......... .......... .......... .......G.. ..........   

12/8_IIaA15G2R1   .......... .......... .......... .......... ..........   

10/16_IIaA14G2R1  .......... .......... .......... .......... ..........   

10/28_IIaA14G2R1  .......... .......... .......... .......... ..........   

5/4 IIaA13G1R1    .......... .......... .......... .......... ..........   

2/6 IIdA17G1      ...A...T.. .T...---.A .......... ....C..... ..A.......   

 

                          260        270        280        290        300         

                  ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....|  

4/6_IIaA15G2R1    CGAAACCATA GAAGCTACTC CAAAAGAAGA ATGCGGCACT TCATTTGTAA   

4/1 IIaA15G2R1    .......... .......... .......... .......... ..........   

12/8_IIaA15G2R1   .......... .......... .......... .......... ..........   

10/16_IIaA14G2R1  .......... .......... .......... .......... ..........   

10/28_IIaA14G2R1  .......... .......... .......... .......... ..........   

5/4 IIaA13G1R1    .......... .......... .......... .......... ..........   

2/6 IIdA17G1      ........C. ......G... ....GA.... G.....T... ........T.   

 

                          310        320        330        340        350         

                  ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....|  

4/6_IIaA15G2R1    TGTGGTTCGG AGAAGGTACC CCAGCTGCGA CATTGAAGTG TGGTGCCTAC   

4/1 IIaA15G2R1    .......... .......... .......... .......... ..........   

12/8_IIaA15G2R1   .......... .......... .......... .......... ..........   

10/16_IIaA14G2R1  .......... .......... .......... .......... ..........   

10/28_IIaA14G2R1  .......... .......... .......... .......... ..........   

5/4 IIaA13G1R1    .......... .......... .......... .......... ..........   

2/6 IIdA17G1      .......... ...G...GTT ....T...AT .T........ ...C.A...T   

 

                          360        370        380        390        400         

                  ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....|  

4/6_IIaA15G2R1    ACTATCGTCT ATGCACCTAT AAAAGACCAA ACAGATCCCG CACCAAGATA   

4/1 IIaA15G2R1    .......... .......... .......... .......... ..........   

12/8_IIaA15G2R1   .......... .......... .......... .......... ..........   

10/16_IIaA14G2R1  ....C..... .......... .......... .......... ..........   

10/28_IIaA14G2R1  ....C..... .......... .......... .......... ..........   

5/4 IIaA13G1R1    .......... .......... .......... .......... ..........   

2/6 IIdA17G1      .....G.... .......AGA ...G...A.. .......... ..........   

 

                          410        420        430        440        450         

                  ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....|  

4/6_IIaA15G2R1    TATCTCTGGT GAAGTTACAT CTGTAACCTT TGAAAAGAGT GATAATACAG   

4/1 IIaA15G2R1    .......... .......... .......... .......... ..........   

12/8_IIaA15G2R1   .......... .......... .......... C......... ..........   

10/16_IIaA14G2R1  C......... .......... .......... .......... ..........   

10/28_IIaA14G2R1  C......... .......... .......... .......... ..........   

5/4 IIaA13G1R1    .......... .......... .......... .......... ..........   

2/6 IIdA17G1      .......... .......... .......... ......ACAA ..G.GC....   

 

Figura 4.16. (continuación) 
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                          460        470        480        490        500         

                  ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....|  

4/6_IIaA15G2R1    TTAAAATCAA GGTTAACGGT CAGGATTTCA GCACTCTCTC TGCTAATTCA   

4/1 IIaA15G2R1    .......... .......... .......... .......... ..........   

12/8_IIaA15G2R1   .......... .......... .......... .......... ..........   

10/16_IIaA14G2R1  .......... .......... .......... .......... ..T.......   

10/28_IIaA14G2R1  .......... .......... .......... .......... ..........   

5/4 IIaA13G1R1    .......... .......... .......... .......... ..........   

2/6 IIdA17G1      ...C...... ......TAA. GTA..G.... .......T.. .A...GC...   

 

                          510        520        530        540        550         

                  ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....|  

4/6_IIaA15G2R1    AGTAGTCCAA CTGAAAATGG CGGATCTGCG GGTCAGGCTT CATCAAGATC   

4/1 IIaA15G2R1    .......... .......... .......... .......... ..........   

12/8_IIaA15G2R1   .......... .......... .......... .......... ..........   

10/16_IIaA14G2R1  .......... .......... .......... .......... ..........   

10/28_IIaA14G2R1  .......... .......... .......... .......... ..........   

5/4 IIaA13G1R1    .......... .......... .......... .......... ..........   

2/6 IIdA17G1      .......... ........A. .........A .......T.C ..........   

 

                          560        570        580        590        600         

                  ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....|  

4/6_IIaA15G2R1    AAGAAGATCA CTCTCAGAGG AAACCAGTGA AGCTGCTGCA ACCGTCGATT   

4/1 IIaA15G2R1    .......... .......... .......... .......... ..........   

12/8_IIaA15G2R1   .......... .......... .......... .......... ..........   

10/16_IIaA14G2R1  .......... .......... .......... .......... ..........   

10/28_IIaA14G2R1  .......... .......... .......... .......... ..........   

5/4 IIaA13G1R1    .......... .......... .......... .......... ..........   

2/6 IIdA17G1      .......... .......... .GG.T..... .A..---... ..........   

 

                          610        620        630        640        650         

                  ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....|  

4/6_IIaA15G2R1    TGTTTGCCTT TACCCTTGAT GGTGGTAAAA GAATTGAAGT GGCTGTACCA   

4/1 IIaA15G2R1    .......... .......... .......... .......... ......G...   

12/8_IIaA15G2R1   .......... .......... .......... .......... ..........   

10/16_IIaA14G2R1  .......... .......... .......... .......... ..........   

10/28_IIaA14G2R1  .......... .......... .......... .......... ..........   

5/4 IIaA13G1R1    .......... .......... .......... .......... ..........   

2/6 IIdA17G1      .......... C......... .......... .......... T.........   

 

                          660        670        680        690        700         

                  ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....|  

4/6_IIaA15G2R1    AACGTCGAAG ATGCATCTAA AAGAGACAAG TACAGTTTGG TTGCAGACGA   

4/1 IIaA15G2R1    .......... .......... .......... .......... ..........   

12/8_IIaA15G2R1   .......... .......... .......... .......... ..........   

10/16_IIaA14G2R1  .......... .......... .......... .......... ..........   

10/28_IIaA14G2R1  .......... .......... .......... .......... ..........   

5/4 IIaA13G1R1    .......... .......... .......... .......... ..........   

2/6 IIdA17G1      .G..A..... .......... ....A..C.. .......... ..........   

 

                          710        720        730        740        750         

                  ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....|  

4/6_IIaA15G2R1    TAAACCTTTC TATACCGGCG CAAACAGCGG CACTACCAAT GGTGTCTACA   

4/1 IIaA15G2R1    .......... .......... .......... .......... ..........   

12/8_IIaA15G2R1   .......... .......... .......... .......... ..........   

10/16_IIaA14G2R1  .......... .......... .......... .......... ..........   

10/28_IIaA14G2R1  .......... .......... .......... .......... ..........   

5/4 IIaA13G1R1    .......... .......... .......... .......... ..........   

2/6 IIdA17G1      .......... .........T ....T..... .G.C..TG.. ...A...T.G   

 

Figura 4.16. (continuación) 
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Al considerar en conjunto ambas especies de pequeños rumiantes, 

se observó que el número de aislados pertenecientes a los subtipos de 

la familia IIa (9) fue muy superior a los de la familia IId (2), lo que 

coincide con los datos obtenidos en ganado vacuno, así como con un 

estudio previo realizado en pequeños rumiantes neonatos con diarrea 

de Galicia (Díaz et al., 2015). Nuestros resultados confirman los 

obtenidos hasta la fecha en C. parvum procedentes de ganado ovino y 

caprino, y demuestran que los pequeños rumiantes se infectan 

únicamente con subtipos pertenecientes a las familias alélicas IIa y 

IId. Un análisis global de los aislados de C. parvum subtipados en 

estos animales muestra que en los ovinos son más frecuentes los 

subtipos de la familia IId, mientras que en los caprinos son los de la 

IIa; no obstante, se observan importantes diferencias entre estudios. 

Así, la familia IId predomina en corderos de Grecia, Rumanía o 

Australia (Imre et al., 2013; Tzanidakis et al., 2014; Yang et al., 2014, 

2015) y en cabritos de Bélgica, China, Grecia, Italia y Polonia 

(Geurden et al., 2008; Drumo et al., 2012; Mi et al., 2014; Tzanidakis 

et al., 2014; Kaupke et al., 2017); por el contrario, otros estudios, 

principalmente realizados en Europa, únicamente han identificado 

subtipos IIa en ambos animales (Smith et al., 2010; Connelly et al., 

2013; Koinari et al., 2014; Lange et al., 2014; Paz e Silva et al., 2014; 

Wells et al., 2015; Hijjawi et al., 2016; Utsi et al., 2016; Al-Habsi et 

al., 2017).  

Un análisis detallado de los datos obtenidos en España revela 

importantes diferencias geográficas en la distribución de los subtipos 

de C. parvum que infectan a los rumiantes domésticos. Así, en el 

noreste de España, las poblaciones de C. parvum muestran una fuerte 

asociación de hospedador, de modo que los subtipos de la familia IIa 

predominan en los terneros, mientras que los corderos y cabritos están 

afectados fundamentalmente por subtipos IId (Quílez et al., 2008a, b). 

Teniendo en cuenta estos resultados, algunos autores sugirieron que 

cuando en una zona en particular coexisten poblaciones de C. parvum 

pertenecientes a las familias IIa y IId, los subtipos IIa son más 

frecuentes en ganado vacuno y los IId en pequeños rumiantes (Quílez 

et al., 2008 a, b; Xiao, 2010). Por el contrario, en el noroeste de 

España, los resultados obtenidos tanto en el presente trabajo como en 
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otros estudios previos (Díaz et al., 2010a, 2015) demuestran el 

predominio de los subtipos IIa en ganado vacuno, ovino y caprino. 

Estas importantes variaciones geográficas pueden deberse a 

diferencias en el manejo de los animales. En Aragón, el ganado 

vacuno se maneja principalmente en intensivo, lo que evita el contacto 

de estos con los pequeños rumiantes; por el contrario, en Galicia, el 

manejo tradicional de las 3 especies de rumiantes domésticos, que 

fundamentalmente se explotan en régimen semiextensivo y donde los 

rebaños mixtos son bastante frecuentes, facilita que las tres especies 

de rumiantes compartan instalaciones y pastos, favoreciendo la 

transmisión de los subtipos de C. parvum. No obstante, es interesante 

destacar que no se identificaron subtipos comunes en las ovejas y las 

cabras, a pesar de que en esta región es frecuente la presencia de 

rebaños mixtos de estas especies, lo que favorecería la transmisión 

inter-especies. De todos modos, el estudio de un mayor número de 

aislados indudablemente daría lugar a la aparición de numerosas 

coincidencias, como se observó en corderos y cabritos neonatos con 

diarrea de Galicia, ya que estos compartieron el 80% del total de 

subtipos identificados (Díaz et al., 2015). 

 

En ganado ovino predominó claramente el subtipo IIaA15G2R1, 

con 6 aislados procedentes de 2 granjas de Lugo y A Coruña, mientras 

que el IIaA14G2R1 solo se identificó en dos animales de una granja 

de la provincia de Lugo (Tabla 4.4.). Estos resultados coinciden con 

los obtenidos tanto en vacuno como en corderos y cabritos con diarrea 

(Díaz et al., 2010a, 2015) y revelan que el subtipo IIaA15G2R1 es el 

más frecuente y con mayor distribución en los rumiantes domésticos 

gallegos. Así mismo, estos resultados también permiten confirmar 

que, dentro de la familia IIa, el subtipo zoonótico IIaA15G2R1 es el 

más frecuente en ovinos, mostrando además una distribución mundial 

(Chalmers et al., 2005; Alves et al., 2006; Geurden et al., 2008; 

Quílez et al., 2008b; Smith et al., 2010; Cacciò et al., 2013; Ye et al., 

2013; Koinari et al., 2014; Paz e Silva, 2014; Yang et al., 2014). De 

hecho, Xiao (2010) y Yang et al. (2014) señalaron que en aquellas 

zonas donde C. parvum es muy frecuente en el ganado ovino, el 

subtipo IIaA15G2R1 suele ser el dominante. Por su parte, el 
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IIaA14G2R1 es un subtipo minoritario y con escasa importancia 

epidemiológica en rumiantes domésticos, especialmente en ovejas y 

cabras, ya que hasta el momento únicamente se ha identificado en una 

muestra de ovino en España y en dos muestras de caprino en China y 

España (Mi et al., 2014; Díaz et al., 2015). 

 

En ganado caprino, se identificó el subtipo IIaA13G1R1 en un 

animal adulto procedente de un rebaño de A Coruña, mientras que en 

dos animales de una granja localizada en la montaña de Lugo se 

detectó el subtipo IIdA17G1 (Tabla 4.4.). La presencia del subtipo 

IIaA13G1R1 demuestra su amplia distribución en el noroeste de la 

Península Ibérica, habiéndose identificado previamente en terneros, 

corderos, cabritos y jabalíes de nuestra Comunidad Autónoma (Díaz et 

al., 2010a, 2015; García-Presedo et al., 2013). Sin embargo, fuera de 

España únicamente se ha detectado en una muestra de un ternero en 

Francia (Follet et al., 2011). Por otro lado, el subtipo IIdA17G1 solo 

se halló en el ganado caprino, lo que coincide con los resultados 

previos obtenidos en pequeños rumiantes neonatos (Díaz et al., 2015); 

asimismo, este fue también el subtipo IId más frecuente en corderos y 

cabritos de Aragón (Quílez et al., 2008b). Es interesante la ausencia 

del subtipo IIaA16G3R1 en cabras, ya que fue el segundo subtipo más 

frecuente en el ganado vacuno, así como uno de los más frecuentes en 

corderos y cabritos con diarrea de Galicia (Díaz et al., 2010a, 2015). 

 

Al analizar la presencia de más de un subtipo GP60 en aquellas 

explotaciones donde se identificaron varios aislados de C. parvum, se 

observó un único alelo en todas las granjas. Estos resultados 

demuestran la utilidad de las técnicas de subtipado para rastrear e 

identificar la fuente de infección en casos de brotes de 

criptosporidiosis. Además, también reflejan que las infecciones por C. 

parvum son endémicas en los rebaños de ovino y caprino en Galicia, 

lo que está relacionado con instalaciones poco adecuadas y con el 

manejo tradicional de los animales que se realiza en un amplio 

porcentaje de las explotaciones gallegas. Durante la época de paridera 

nacen, en un corto periodo de tiempo, un elevado número de corderos 

y cabritos, muy sensibles a la infección por este parásito que, además, 
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suelen estar en estrecho contacto, lo que favorece la rápida 

diseminación de un único subtipo de C. parvum, eliminado por los 

primeros animales infectados (Díaz et al., 2015). 

Los 4 subtipos hallados en este estudio ya habían sido 

identificados previamente en corderos y cabritos con diarrea de la 

misma región (Díaz et al., 2015), y por lo tanto deben considerarse 

patógenos. En este sentido, las ovejas y cabras mayores de dos meses, 

especialmente los adultos, podrían actuar como portadores y 

reservorios de estos subtipos para los animales neonatos que son los 

más sensibles a la infección (Noordeen et al., 2001; Peng et al., 2016); 

sin embargo, la reducida prevalencia encontrada en este estudio 

sugiere que, desde el punto de vista epidemiológico, su importancia en 

la aparición de brotes de diarrea neonatal en las granjas es escasa, 

aunque tampoco debería subestimarse. 

Todos los aislados de C. parvum obtenidos en pequeños 

rumiantes de más de dos meses pertenecían a subtipos previamente 

identificados en humanos y, por tanto, con potencial zoonótico (Alves 

et al., 2006; Soba y Logar, 2008; Plutzer y Karanis, 2009; Chalmers et 

al., 2011; Del Chierico et al., 2011; Iqbal et al., 2012). Por ello 

nuestros resultados indican que, en Galicia, las ovejas y las cabras de 

más de 2 meses, especialmente aquellas adultas, pueden considerarse 

un reservorio zoonótico, aunque debido a los escasos porcentajes de 

infección detectados su impacto en la Salud Pública sería muy 

reducido. 

Todas las muestras positivas a C. ubiquitum mediante PCR del 

gen 18S, que incluyeron 1 de origen ovino y 5 de caprino, 

pertenecientes a 1 y 2 granjas de la provincia de Lugo, 

respectivamente, amplificaron para el gen GP60 y posteriormente se 

secuenciaron. Todas las secuencias fueron idénticas entre ellas, 

mostrando una homología del 100% con el aislado de referencia 

JX412916 perteneciente a la familia XIIa, previamente identificado en 

ovejas de España por Li et al. (2014). Además, estos autores, tras 

analizar filogenéticamente numerosos aislados XIIa procedentes de 

diversos animales domésticos y silvestres, también observaron que 

dentro de esta familia alélica se podían apreciar tres subtipos; así, 

todos los C. ubiquitum identificados en nuestro estudio pertenecen al 
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subtipo 3 (Figura 4.17.), donde, hasta el momento, se incluyen varios 

aislados procedentes de ovejas de España, Perú y Reino Unido, cabras 

de Argelia, équidos del Reino Unido y alpacas de Perú (Li et al., 

2014).  

 

 
Figura 4.17. Estimación de las relaciones genéticas entre las 6 familias de 

subtipos GP60 de C. ubiquitum, mediante árbol filogenético neighbor-joining. 
Dentro de la familia XIIa, 1 y 3 señalan los subtipos XIIa1 y XIIa3. Los valores de 
bootstrap están indicados en cada una de los nodos del árbol. La barra de escala 

indica 0,02 sustituciones de nucleótidos inferidos por sitio 

 

Al comparar la secuencia de los aislados obtenidos en este trabajo 

con la del aislado representativo del C. ubiquitum XIIa subtipo 3 

(JX412917) se apreció una delección de tres nucleótidos (CCT) en la 

posición 201-203, lo que se tradujo en la ausencia de una prolina, así 

como una transición (GxA) en la posición 488 que no generó cambios 

en el aminoácido codificado (Figura 4.18.). Al comparar la secuencia 

con las de los subtipos 1 (JX412921) y 2 (JX412919), también se 

observó la misma delección de un trinucleótido en la misma posición, 

aunque en el subtipo 2 los nucleótidos ausentes fueron TCT, lo que 

supuso la ausencia de una serina; además, en ambos casos se apreció 
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una transversión (TxG) en la posición 207, lo que supuso un cambio 

de alanina a serina.  

 
                     10         20         30         40         50              

            ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....|  

PR Galicia  TGAGATTTTT ACTCGCTATC GTATCACTCT CCGTTTTCAT CTCAGTTGTA   

XIIa Sbt3   .......... .......... .......... .......... ..........   

XIIa Sbt2   .......... .......... .......... .......... ..........   

XIIa Sbt1   .......... .......... .......... .......... ..........   

 

                     60         70         80         90        100             

            ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....|  

PR Galicia  TTCTCAGCTC CAGGTGTTCC ACTCAGAGGT ACATTGAAAG AGGATGACAG   

XIIa Sbt3   .......... .......... .......... .......... ..........   

XIIa Sbt2   .......... .......... .......... .......... ..........   

XIIa Sbt1   .......... .......... .......... .......... ..........   

 

                    110        120        130        140        150         

            ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....|  

PR Galicia  TACTAACGTT AGCACAACAA CAGCTGCTCC AAAGAAGATA ATCGTCAGAT   

XIIa Sbt3   .......... .......... .......... .......... ..........   

XIIa Sbt2   .......... .......... .......... .......... ..........   

XIIa Sbt1   .......... .......... .......... .......... ..........   

 

                    160        170        180        190        200         

            ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....|  

PR Galicia  CTACCGAGGA AGGCACAACA CCTGCTCCTA CTACTCCTAG TACTACTGCT   

XIIa Sbt3   .......... .......... .......... .......... ..........   

XIIa Sbt2   .......... .......... .......... .......... ..........   

XIIa Sbt1   .......... .......... .......... .......... ..........   

 

                    210        220        230        240        250         

            ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....|  

PR Galicia  ---ACTTCTG CTCCCACTAC TGTTAGTACT ACCGCTCCTT CTGGCGGCGG   

XIIa Sbt3   CCT....... .......... .......... .......... ..........   

XIIa Sbt2   TCT...G... .......... .......... .......... ..........   

XIIa Sbt1   CCT...G... .......... .......... .......... ..........   

 

                    260        270        280        290        300         

            ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....|  

PR Galicia  TGTTACTCCT ACTAGCACTG ATGGAGATGA GACTACTGAC ACTGGTAGTG   

XIIa Sbt3   .......... .......... .......... .......... ..........   

XIIa Sbt2   .......... .......... .......... .......... ..........   

XIIa Sbt1   .......... .......... .......... .......... ..........   

 

                    310        320        330        340        350         

            ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....|  

PR Galicia  GTACTACCGG CGAAACAGTT ACAACTACTC CTGACCCAAT GGAGAAATGC   

XIIa Sbt3   .......... .......... .......... .......... ..........   

XIIa Sbt2   .......... .......... .......... .......... ..........   

XIIa Sbt1   .......... .......... .......... .......... ..........   

 

Figura 4.18. Alineamiento de secuencias de ADN de los productos de PCR del 
gen gp60 de C. ubiquitum obtenido en pequeños rumiantes de Galicia (PR 

Galicia), así como de diversos aislados representativos de los diferentes subtipos 
de la familia alélica XIIa (subtipo 1: JX412921; subtipo 2: JX412919; subtipo 3: 
JX412917). Los puntos indican nucleótidos idénticos a los del aislado PR Galicia 
y los guiones señalan delecciones. Las mutaciones de nucleótidos con respecto 

a dicho aislado se indican en rojo  
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                    360        370        380        390        400         

            ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....|  

PR Galicia  GGTCTTTCAT TCGTCATGTG GTTTGTTAGT GGTACTCCAG TTACAACTCT   

XIIa Sbt3   .......... .......... .......... .......... ..........   

XIIa Sbt2   .......... .......... .......... .......... ..........   

XIIa Sbt1   .......... .......... .......... .......... ..........   

                    410        420        430        440        450         

            ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....|  

PR Galicia  CGAATGTGGA CCTTACACCA TGGTATATGG ACCAGTTGAA GGGGAGACTA   

XIIa Sbt3   .......... .......... .......... .......... ..........   

XIIa Sbt2   .......... .......... .......... .......... ..........   

XIIa Sbt1   .......... .......... .......... .......... ..........   

 

                    460        470        480        490        500         

            ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....|  

PR Galicia  ACCCTGCAGC AAGGTATGTC TCTGGGCCCG TTACTACGGT TACTTATGAA   

XIIa Sbt3   .......... .......... .......... .......A.. ..........   

XIIa Sbt2   .......... .......... .......... .......... ..........   

XIIa Sbt1   .......... .......... .......... .......... ..........   

 

                    510        520        530        540        550         

            ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....|  

PR Galicia  GAAAGCAGCA AGAAACTCAT GATCAATGGC CAGGAATTCG CCACTCTTTC   

XIIa Sbt3   .......... .......... .......... .......... ..........   

XIIa Sbt2   .......... .......... .......... .......... ..........   

XIIa Sbt1   .......... .......... .......... .......... ..........   

 

                    560        570        580        590        600         

            ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....|  

PR Galicia  CATGGATTCA TCAAAACCAA CCACAGCTAC AACAACACCA GCAGCTAGGT   

XIIa Sbt3   .......... .......... .......... .......... ..........   

XIIa Sbt2   .......... .......... .......... .......... ..........   

XIIa Sbt1   .......... .......... .......... .......... ..........   

 

                    610        620        630        640        650         

            ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....|  

PR Galicia  TACTTGCAGA AGGTGGCACT GCTACAGAAG CCGTCGCAAT GACTGATCTA   

XIIa Sbt3   .......... .......... .......... .......... ..........   

XIIa Sbt2   .......... .......... .......... .......... ..........   

XIIa Sbt1   .......... .......... .......... .......... ..........   

 

                    660        670        680        690        700         

            ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....|  

PR Galicia  TACACCTTCA CCTTAAAGGG TGGTAAAGCC ATTAGTGTAG GTGTGCCTGC   

XIIa Sbt3   .......... .......... .......... .......... ..........   

XIIa Sbt2   .......... .......... .......... .......... ..........   

XIIa Sbt1   .......... .......... .......... .......... ..........   

 

                    710        720        730        740        750         

            ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....|  

PR Galicia  TGTGGACGAT TCAACTAAAA GAGACAAATA CAGTTTATCC GCTGATAGCC   

XIIa Sbt3   .......... .......... .......... .......... ..........   

XIIa Sbt2   .......... .......... .......... .......... ..........   

XIIa Sbt1   .......... .......... .......... .......... ..........   

 

                    760        770        780        790        800         

            ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....|  

PR Galicia  AAACATTCTA CACCGGTACT GCTACCAATA GTGGTACTAC TAATGGAATC   

XIIa Sbt3   .......... .......... .......... .......... ..........   

XIIa Sbt2   .......... .......... .......... .......... ..........   

XIIa Sbt1   .......... .......... .......... .......... ..........   

 

Figura 4.18. (continuación)  
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                    810        820           

            ....|....| ....|....| ....|.... 

PR Galicia  TTCAAATTGA ACAATGATGG TGATTTAGT  

XIIa Sbt3   .......... .......... .........  

XIIa Sbt2   .......... .......... .........  

XIIa Sbt1   .......... .......... .........  

 
Figura 4.18. (continuación) 

 

La secuencia de los subtipos GP60 de C. ubiquitum identificados 

en ovejas y cabras de más de 2 meses de Galicia fueron también 

idénticos a los hallados en corderos lactantes con diarrea neonatal de 

la misma zona de estudio (datos no publicados). Debido a que la 

mayoría (5/6) de los aislados de C. ubiquitum identificados en 

pequeños rumiantes gallegos se hallaron en animales de más de 12 

meses (a excepción de una muestra procedente de un cabrito), nuestros 

resultados sugieren que los animales adultos podrían actuar como 

portadores de esta especie y favorecer la contaminación del ambiente 

y posterior infección de los más jóvenes. En este sentido, Paraud et al. 

(2014) observaron un incremento de la eliminación de ooquistes de C. 

ubiquitum en las cabras en el momento del periparto, llegando a 

eliminar decenas de miles de ooquistes por gramo de heces una 

semana antes del parto, sin mostrar signos clínicos de enfermedad, 

señalando que estos animales podrían constituir una fuente de 

infección para los neonatos. 

Aunque los resultados obtenidos en diferentes investigaciones han 

permitido identificar 6 familias alélicas (XIIa-XIIf) dentro del gen que 

codifica para la GP60 de C. ubiquitum, el análisis de todos los aislados 

hallados hasta el momento sugiere una asociación de cada uno de los 

subtipos con determinadas especies animales, lo que podría reflejar 

una fuerte adaptación de esta especie del protozoo a sus hospedadores 

(Li et al., 2014). Así, el subtipo XIIa se ha identificado en animales 

domésticos, sobre todo rumiantes como cabras, ovejas, caballos, 

búfalos, yaks y alpacas, aunque también se ha detectado en rumiantes 

silvestres como el ciervo; por el contrario, los subtipos XIIb-XIIf se 

han hallado especialmente en roedores, como ratones, castores, 

ardillas, marmotas o puercoespines (Li et al., 2014). Aunque el 

número de aislados de C. ubiquitum procedentes de ganado ovino y 

caprino caracterizados para el gen GP60 es todavía muy escaso y no 
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supera la centena, nuestros resultados coinciden con los señalados 

previamente en ovejas y cabras en Argelia, Australia, Brasil, China, 

EE.UU., España, Perú, Reino Unido y Turquía (Li et al., 2014; Mi et 

al., 2014; Wang et al., 2014; Zahedi et al., 2016; Al-Habsi et al., 

2017) y parecen confirmar que los pequeños rumiantes domésticos 

están infectados casi exclusivamente por subtipos de C. ubiquitum 

pertenecientes a la familia XIIa; de hecho, hasta el momento solo se 

han identificado un pequeño número de aislados pertenecientes a otras 

familias alélicas en ovejas de Australia, donde Yang et al. (2015) 

detectaron 9 subtipos XIId. 

Respecto al impacto negativo que estos animales puedan tener 

sobre la Salud Pública, cabe destacar que la familia XIIa de C. 

ubiquitum no sólo se ha identificado en muestras de animales 

domésticos y silvestres, sino también en humanos; de hecho, en 

personas se han detectado C. ubiquitum pertenecientes a los subtipos 

XIIa-XIId, predominando el subtipo XIIa en Canadá, Perú, Reino 

Unido y Turquía y los XIIb-XIId en EE.UU. (Li et al., 2014). Por todo 

ello, los subtipos pertenecientes a la familia XIIa de C. ubiquitum 

poseen potencial zoonótico, de modo que las ovejas y cabras podrían 

constituir una fuente de infección de C. ubiquitum para el ser humano 

en Galicia. En este sentido, Li et al. (2014) consideran que el contacto 

directo con el ganado ovino es una forma común de transmisión 

zoonótica de esta especie del protozoo, especialmente en casos de 

criptosporidiosis humana en el Reino Unido; así como el consumo de 

agua no tratada y contaminada con ooquistes eliminados por animales 

domésticos y silvestres, aunque se necesitan más estudios para poder 

conocer mejor la dinámica de transmisión de esta especie. 



 





Conclusions/Conclusiones 163 

 

 

 

 

5. Conclusions 
 

The following conclusions were drawn on the basis of the results 

of this study: 

 

1ª.- Cryptosporidium spp. is widely distributed in Galician 

ruminant farms without a history of neonatal diarrhoea since a high 

percentage of positive cattle (41.6%), sheep (47.4%) and goat (50.0%) 

farms was found. 

 

2ª.- In cattle, a negative relation between age and prevalence by 

Cryptosporidium spp. was observed, so that the percentage of 

infection decreased with increasing age. In contrast, no significant 

differences were observed in small ruminants. 

 

3ª.- Four Cryptosporidium species and a genotype were identified 

in cattle, being C. parvum and C. bovis the most frequent; C. ryanae, 

C. andersoni and the C. suis-like genotype were detected to a lesser 

extent. 

 

4ª.- A single Cryptosporidium species was identified in most 

cattle herds with more than one positive animal; C. parvum was the 

predominant species in those herds. There also were farms where two 

species were detected, being C. parvum + C. bovis the most common 

combination. Three species were only identified in two herds (C. bovis 

+ C. ryanae + C. parvum and C. bovis + C. ryanae + C. andersoni). 

 

5ª.- An age-related variation of Cryptosporidium species was 

demonstrated in cattle; the number of species and genotypes increased 

with age. C. bovis, C. ryanae and the C. suis-like genotype were 

detected in post-weaned calves, the aforementioned species together 

with C. parvum were found in heifers and, finally, all species and 

genotypes were identified in adult animals. 
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6ª.- Cattle from all age groups shed C. parvum oocysts; those 

results have a great epidemiological interest since healthy animals 

may act as reservoirs of that zoonotic Cryptosporidium species. Thus, 

asymptomatic cattle are a source of C. parvum oocyst environmental 

contamination, increasing the risk of infection for neonate calves 

which are more susceptible to clinical cryptosporidiosis. 

 

7ª.- The intra-specific variability of C. parvum found in healthy 

cattle was very low since only two subtypes belonging to the allelic 

family IIa (IIaA15G2R1 y IIaA16G3R1) were identified, especially in 

suckling calves. Both subtypes have zoonotic potential and therefore 

asymptomatic cattle represent a threat for Public Health. 

 

8ª.- Three Cryptosporidium species were identified in sheep and 

goats, being C. parvum the most prevalent; C. xiaoi and C. ubiquitum 

were less common. 

 

9ª.- A single Cryptosporidium species was identified in most 

small ruminant farms with more than one positive animal; C. parvum 

was the predominant species in those farms. Mixed infections were 

also found in a sheep flock (C. parvum + C. xiaoi) and in a goat farm 

(C. parvum + C. ubiquitum). 

 

10ª.- This study represents the first investigation on age-related 

variation of Cryptosporidium species in sheep from Europe. C. 

parvum and C. xiaoi were detected in all age groups, whereas C. 

ubiquitum was only identified in a limited number of adult sheep. The 

number of C. parvum infections suggests that healthy sheep may 

represent a risk for the occurrence of neonatal diarrhoea outbreaks, 

especially in farms with poor hygiene such as traditional Galician 

sheep flocks. 
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11ª.- The prevalence of C. xiaoi increased with the age of the 

goats, in contrast to C. parvum and C. ubiquitum. The low prevalence 

of C. parvum found in Galician goats suggests that those animals 

represent a lesser risk for the occurrence of neonatal diarrhoea 

outbreaks. 

 

12ª.- C. parvum intra-specific variability was low in small 

ruminants, although it was higher than that found in cattle. Four 

subtypes belonging to the allelic families IIa and IId were identified. 

Animals aged 2-12 months showed a lesser genetic variability: 

IIaA15G2R1 in post-weaned lambs and IIdA17G1 in post-weaned 

kids. IIaA14G2R1 and IIaA15G2R1 were identified in adult sheep, 

and both IIaA13G1R1 and IIdA17G1 in adult goats. Although further 

studies are needed, it is noticeable the absence of shared subtypes 

between sheep and goats despite the common presence of mixed farms 

in the study area which would favour the intra-species transmission. 

 

13ª.- The presence of the zoonotic C. parvum IIaA15G2R1 and C. 

ubiquitum XIIa subtypes in sheep and goats, respectively, provide 

evidence that domestic small ruminants in Galicia represent a source 

for human cryptosporidiosis. 
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5. Conclusiones 
 

De los resultados obtenidos en este trabajo, se extraen las 

siguientes conclusiones: 

 

1ª.- Cryptosporidium spp. está ampliamente difundido en granjas 

de rumiantes de Galicia donde no había antecedentes de diarrea 

neonatal, y así lo confirman los elevados porcentajes de animales 

positivos en explotaciones de vacuno (41,6%), ovino (47,4%) y 

caprino (50%). 

 

2ª.- En los bovinos se comprobó una relación negativa entre la 

edad y la prevalencia por Cryptosporidium spp., de modo que el 

porcentaje de infección disminuyó al aumentar la edad. Por el 

contrario, los pequeños rumiantes no mostraron diferencias 

significativas respecto a la edad. 

 

3ª.- En el ganado vacuno se identificaron 4 especies y un 

genotipo, siendo C. parvum y C. bovis las más frecuentes; en menor 

proporción se detectaron C. ryanae y C. andersoni y el genotipo C. 

suis-like.  

 

4ª.- En la mayoría de las granjas con más de un animal positivo 

sólo se identificó una especie de Cryptosporidium, siendo C. parvum 

la predominante. También se encontraron rebaños con 2 especies 

presentes, siendo la combinación C. parvum + C. bovis la más 

frecuente; únicamente 2 granjas fueron positivas a 3 especies (C. bovis 

+ C. ryanae + C. parvum y C. bovis + C. ryanae + C. andersoni). 
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5ª.- Se evidenció una asociación entre la edad del ganado vacuno 

y ciertas especies de Cryptosporidium, de modo que la diversidad de 

especies y genotipos se incrementó con la edad; así, en los terneros de 

2-12 meses se identificaron C. bovis y C. ryanae y el genotipo C. suis-

like, en las novillas se hallaron las anteriores y C. parvum, y en los 

adultos se encontraron todas las especies y genotipos identificados en 

este estudio. 

 

6ª.- Los bovinos de todos los grupos de edad eliminaron ooquistes 

de C. parvum, lo que tiene un considerable interés epidemiológico, ya 

que los animales sin diarrea actuarían como reservorios, 

contribuyendo a contaminar el medio e incrementando el riesgo de 

infección de los terneros neonatos, mucho más propensos a episodios 

de diarreas neonatales. 

 

7ª.- La variabilidad intraespecífica de C. parvum hallada en el 

ganado vacuno sin diarrea fue muy reducida, identificándose solo 2 

subtipos pertenecientes a la familia alélica IIa (IIaA15G2R1 y 

IIaA16G3R1), que fueron más frecuentes en los terneros lactantes. 

Debido a que ambos subtipos poseen potencial zoonótico, es evidente 

que suponen un riesgo para la salud humana. 

 

8ª.- En las ovejas y en las cabras se identificaron 3 especies de 

Cryptosporidium, siendo C. parvum la más prevalente, en tanto que C. 

xiaoi y C. ubiquitum eran menos frecuentes. 

 

9ª.- En la mayoría de las granjas de ovino y caprino con al menos 

dos animales positivos, se identificó una sola especie de 

Cryptosporidium. En las explotaciones de ovino también se hallaron 

infecciones mixtas por C. parvum y C. xiaoi y en las de cabras C. 

parvum y C. ubiquitum. 
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10ª.- Es la primera vez que se estudia en Europa la posible 

relación entre la edad de los pequeños rumiantes y sus especies de 

Cryptosporidium. C. ubiquitum solo se identificó en unos pocos 

ovinos adultos, mientras que C. parvum y C. xiaoi se detectaron en 

todos los grupos de edad. El porcentaje de infección del ganado ovino 

por C. parvum supone riesgo de aparición de brotes de diarrea 

neonatal especialmente en explotaciones con condiciones higiénicas 

deficientes como sucede con frecuencia en los rebaños ovinos en 

Galicia con manejo tradicional. 

 

11ª.- En las cabras, la prevalencia de C. xiaoi aumentó con la edad 

y disminuyó la de C. parvum y C. ubiquitum. La escasa prevalencia de 

C. parvum, indicaría que, en Galicia, las cabras representan menor 

riesgo de brotes de diarreas neonatales.  

 

12ª.- La variabilidad intraespecífica de C. parvum en los pequeños 

rumiantes fue baja, aunque resultó superior a la del ganado vacuno; se 

identificaron 4 subtipos pertenecientes a las familias alélicas IIa y IId. 

Los animales menores de 12 meses tuvieron menor variabilidad 

genética, concretamente el subtipo IIaA15G2R1 en corderos y el 

IIdA17G1 en cabritos. En las ovejas adultas se detectaron los 

IIaA14G2R1 y IIaA15G2R1 y en las cabras los IIaA13G1R1 y 

IIdA17G1. Aunque se necesitan más estudios, llama la atención la 

ausencia de subtipos comunes en ovejas y cabras, a pesar de que en 

Galicia son frecuentes rebaños mixtos, lo que podría favorecer la 

transmisión inter-especies. 

 

13ª.- La detección del subtipo IIaA15G2R1 de C. parvum en 

ovinos y de la familia XIIa de C. ubiquitum, potencialmente 

zoonótica, en ovejas y cabras, confirma que en Galicia estos dos 

rumiantes pueden constituir una fuente de infección para las personas. 
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6. Summary 
 

A total of 1,113 faecal samples from healthy domestic ruminants 

were collected between 2013 and 2016. All animals belonged to 180 

farms located in different Galician municipalities. No neonatal 

diarrhoea outbreaks were detected the year before the sampling. 

Overall, 555 cattle faecal samples from 149 herds were taken, as 

well as 324 sheep faecal samples from 19 flocks and 234 goat samples 

from 16 farms. In order to study the possible influence of the age of 

the animals on both the prevalence and the Cryptosporidium species, a 

total of 4 age groups were considered in cattle: (G1) pre-weaned 

calves younger than 2 months; (G2) post-weaned calves aged 2-12 

months; (G3) heifers between 12-24 months of age, and (G4) adult 

cattle older than 2 years. Two age groups were only considered in 

small ruminants due to the concentration of births at lambing: (G1) 

lambs and goat kids between 2-12 month-old and (G2) adults older 

than 12 months. 

Faecal samples were directly taken from the rectum and kept 

refrigerated until analysed; samples were processed within 48 hours of 

collection. In order to reduce the number of false negatives, 

Cryptosporidium oocysts were firstly concentrated by a diphasic 

sedimentation method using distilled water and ethyl acetate. Later, 

Cryptosporidium spp. DNA was extracted directly from the sediment 

using a kit for DNA extraction from faecal samples. The 

Cryptosporidium spp. genotyping analysis was performed by a PCR-

RFLP targeting the SSU rRNA gene, using the endonucleases SspI, 

VspI and MboII; restriction patterns were compared with those 

reported by Feng et al. (2007) and Xiao and Ryan (2008). A subset of 

representative isolates showing a restriction pattern different to C. 

parvum were selected and sequenced to confirm the RFLP results; 

sequences were scanned against the GenBank database. C. parvum 

and C. ubiquitum isolates were subtyped using a nested PCR to 
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amplify a fragment of the GP60 gene. Subtypes were named 

according to nomenclature described by Sulaiman et al. (2005). 

 

In cattle, Cryptosporidium spp. DNA was detected in 91 out of 

555 samples (16.4%). In addition, positive animals were detected in 

the 41.6% of herds. When the influence of age on the prevalence was 

studied, a negative relation was observed. Thus, the highest 

prevalence values were detected in pre-weaned calves (28.6%), and 

the lowest in adult cattle (9.7%). Four Cryptosporidium species (C. 

parvum, C. bovis, C. ryanae and C. andersoni) and a genotype 

(Cryptosporidium suis-like genotype) were identified. Considering the 

91 Cryptosporidium spp. positive isolates, C. parvum (38.5%) and C. 

bovis (37.4%) were the most frequently identified species, whereas C. 

ryanae (8.8%), C. suis-like (7.7%) and C. andersoni (2.1%) were 

detected to a lesser extent. Finally, the 5.5% of the positive isolates 

showed underlying signals in the electropherogram that prevented the 

accurate readout of sequences. The high prevalence of C. parvum in 

Galician cattle involves a Public Health threat since healthy cattle 

should be considered a reservoir of this zoonotic species. A single 

positive animal was detected in most of positive farms (47/62). In the 

rest of herds (15/62), a single Cryptosporidium species (mainly C. 

parvum) was detected in 7 farms and two different species in 6 herds 

(mainly C. parvum and C. bovis). Finally, three different species (C. 

parvum+ C. bovis+ C. ryanae and C. ryanae+ C. bovis+ C. 

andersoni) were identified in two cattle farms. 

When the age-related distribution of Cryptosporidium species was 

studied, C. parvum, C. bovis and C. ryanae were identified in pre-

weaned calves, the former being predominant; C. bovis was the most 

common species in calves aged 2-12 months. The number of 

species/genotypes identified increased with the age of the animals; 

thus, C. bovis, C. ryanae and the suis-like genotype were detected in 

calves between 2-12 months, the aforementioned species together with 

C. parvum were found in heifers and, finally, all species and 

genotypes were detected in adult animals. The presence of C. parvum 

in all age groups has great epidemiological consequences, since 

healthy cattle shed C. parvum oocysts, increasing the infection 
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pressure and, consequently, the risk of infection in neonates; all this 

could favour the appearance of neonatal diarrhoea outbreaks in those 

herds. 

Subtype analysis was performed in the 35 isolates identified as C. 

parvum; nevertheless, only 24 samples (68.6%) were successfully 

sequenced after GP60 PCR. The genetic variability within C. parvum 

was low since only two subtypes belonging to the allelic family IIa 

were identified. IIaA15G2R1 was the predominant subtype (20/24), 

whereas IIaA16G3R1 were only identified in 4 C. parvum isolates. 

The subtype IIaA15G2R1 was the most frequent (81.8%) in pre-

weaned calves; although the subtype IIaA16G3R1 makes up only 

18.2% of all positives from that age range, it is worth noting that all 

isolates belonging to this subtype were identified in pre-weaned 

calves. The subtype IIaA15G2R1 was the only one detected in heifers, 

whereas C. parvum isolates from adult animals could not be subtyped.  

 

The prevalence of Cryptosporidium spp. was low and similar in 

both small ruminant species (5.9% in sheep and 6.0% in goats); in 

addition, the percentage of positive sheep flocks (47.4%) was almost 

identical to that of goat herds (50.0%). When considering the effect of 

age on the prevalence by Cryptosporidium spp., it was observed that 

post-weaned lambs showed similar percentage values to those of adult 

sheep (6.0% and 5.8%, respectively). In contrast, the percentage of 

positive adult goats (6.4%) was slightly higher than that observed in 

post-weaned kids (4.8%); nevertheless, all those differences were not 

significant. 

Three Cryptosporidium species were identified in small 

ruminants; C. parvum was the most common species (48.5%), 

followed by C. xiaoi (24.2%) and C. ubiquitum (18.2%). Three 

samples (9.1%), two from sheep and one from a goat, were positive to 

PCR but the product was not sufficient to perform an RFLP analysis. 

 

In sheep, C. parvum was the most prevalent species (4.0%), 

whereas C. xiaoi (0.9%) and C. ubiquitum (0.3%) were less common. 

In addition, C. parvum-positive animals were identified in the 26.3% 

of the flocks, and C. xiaoi and C. ubiquitum in the 15.8% and the 
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5.3% of the farms, respectively. A single Cryptosporidium species 

was identified in most of those farms with more than one positive 

animal. In addition, a single farm (5.3%) showed a mixed infection by 

C. parvum and C. xiaoi. 

This study represents the first investigation on age-related 

variation of Cryptosporidium species in sheep from Europe. Both C. 

parvum and C. xiaoi were detected in all age groups, whereas C. 

ubiquitum was only identified in a limited number of adult sheep. The 

prevalence of C. xiaoi diminished with the age of the animals (2.4% in 

post-weaned and 0.4% in adults); in contrast, the percentage of 

infection by C. parvum increased from 3.6% in 2-12 month-old lambs 

to 4.2% in adult sheep. These results suggest that adult sheep 

represent a higher risk of appearance of human cryptosporidiosis. 

 

In goats, the prevalence of each Cryptosporidium species was 

similar to those observed in sheep, although the percentage of 

infection by C. xiaoi and C. ubiquitum was slightly higher to that by 

C. parvum. When considering the herd-level prevalence, C. xiaoi 

(25.0%) was the predominant species, whereas C parvum and C. 

ubiquitum were identified in the 12.5% of the farms. A single 

Cryptosporidium spp. was identified in those farms with more than a 

positive animal, with the exception of a single herd where both C. 

parvum and C. ubiquitum were detected. Considering the age of goats, 

a slightly lower prevalence of C. parvum and C. ubiquitum was 

detected in the youngest animals; in contrast, the prevalence of C. 

xiaoi increased with the age of goats. 

In small ruminants, the subtype analysis allowed the identification 

of four different C. parvum subtypes belonging to the allelic families 

IIa and IId. Only IIa subtypes were detected in sheep; subtype 

IIaA15G2R1 was identified in post-weaned lambs, whereas subtypes 

IIaA14G2R1 and IIaA15G2R1 were detected in adults. Due to the 

zoonotic potential of both subtypes, especially IIaA15G2R1, our 

results confirm that healthy sheep should be considered a source of 

infection by C. parvum to people.  
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In kids younger than 12 months, a single subtype of the family IId 

was identified (IIdA17G1); in contrast, older goats showed subtypes 

belonging to allelic families IIa (IIaA13G1R1) and IId (IIdA17G1). 

Although further studies are needed, it is worth mentioning the 

absence of shared subtypes between sheep and goats despite the 

common presence of mixed farms in the study area which favour the 

intra-species transmission. 

All isolates positive to C. ubiquitum (1 from sheep and 5 from 

goats) belonged to the zoonotic family XIIa. Consequently, domestic 

small ruminants may represent a source of infection by this species to 

man in Galicia. 
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6. Resumen 
 

Entre 2013 y 2016 se tomaron un total de 1.113 muestras fecales 

de rumiantes domésticos, que en el momento de la recogida no 

presentaban diarrea, pertenecientes a 180 explotaciones situadas en 

diferentes municipios gallegos. Además, ninguno de los rebaños 

incluidos en el estudio no habían presentado brotes de diarreas 

neonatales en el año anterior al muestreo. 

Se recogieron 555 muestras fecales de ganado vacuno 

procedentes de 149 explotaciones, 324 muestras de ovejas de 19 

granjas y 234 de cabras de 16 explotaciones. Con objeto de estudiar la 

posible influencia de la edad sobre la prevalencia de infección y las 

especies de Cryptosporidium presentes. En el ganado vacuno se 

consideraron 4 grupos: G1: terneros menores de 2 meses; G2: terneros 

de entre 2-12 meses; G3: novillas entre 12-24 meses y G4: adultos 

mayores de 24 meses. En el ganado ovino y caprino, al concentrarse 

los partos en un período corto de tiempo, únicamente se consideraron 

2 grupos: G1: corderos y cabritos de entre 2 y 12 meses y G2: adultos 

mayores de 12 meses. 

Las heces se obtuvieron individualmente y directamente del recto, 

conservándose a 4ºC hasta su procesado, que se realizó en las 48 horas 

posteriores a su obtención. Con objeto de reducir el número de falsos 

negativos, se procedió a la concentración de los ooquistes de 

Cryptosporidium mediante un método de sedimentación difásica con 

agua destilada y acetato de etilo. Posteriormente, el ADN parasitario 

se extrajo directamente del sedimento, utilizando un kit de extracción 

específico para muestras fecales. La presencia de Cryptosporidium se 

detectó mediante PCR del gen SSU rRNA, y la identificación de las 

especies/genotipos se llevó a cabo con el análisis de los fragmentos de 

restricción obtenidos tras la digestión de los productos de PCR con las 

enzimas SspI, VspI y MboII; los patrones de restricción obtenidos se 

compararon con los de Feng et al. (2007) y Xiao y Ryan (2008). Los 

aislados cuyo patrón de restricción no coincidió con el de C. parvum 
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se seleccionaron y un porcentaje significativo se secuenció para 

confirmar los resultados de la RFLP; las secuencias de ADN obtenidas 

se compararon con las depositadas en el GenBank. Además, los 

aislados identificados como C. parvum o C. ubiquitum se subtiparon 

mediante el análisis de la secuencia obtenida tras realizar una PCR del 

gen que codifica para la GP60. Los subtipos se nombraron siguiendo 

la nomenclatura propuesta por Sulaiman et al. (2005). 

 

En el ganado vacuno se detectó la presencia de ADN de 

Cryptosporidium spp. en 91 muestras de las 555 analizadas (16,4%). 

Además, en el 41,6% de las granjas (62/149) había al menos un 

animal que eliminaba ooquistes de este parásito. Al considerar la edad 

de los animales, se observó que la prevalencia de Cryptosporidium 

spp. era superior en los terneros menores de 2 meses (28,6%) y que 

ésta disminuía con la edad (9,7% en los adultos).  

Se identificaron 4 especies de Cryptosporidium (C. parvum, C. 

bovis, C. ryanae y C. andersoni) y un genotipo (Cryptosporidium 

genotipo suis-like). Tras el análisis PCR-RFLP de los 91 aislados 

positivos, las especies más frecuentes fueron C. parvum (38,5%) y C. 

bovis (37,4%), hallándose en menor proporción C. ryanae (8,8%), C. 

suis-like (7,7%) y C. andersoni (2,1%); además, en el 5,5% de los 

aislados las bandas obtenidas fueron muy débiles, por lo que no se 

pudo realizar su secuenciación. La elevada detección de C. parvum 

conlleva un importante problema de salud pública, puesto que el 

ganado vacuno, incluso en ausencia de diarrea, puede considerarse 

como portador y diseminador de esta especie que tiene un importante 

potencial zoonótico. En la mayoría de las granjas positivas (47/62) 

solo se identificó un animal positivo. Al estudiar aquellos los rebaños 

con más de un animal positivo (15/62), en la mayoría (7/15) sólo se 

identificó una única especie del protozoo, predominando C. parvum. 

En el 40% (6/15) se detectaron 2 especies, siendo las más frecuentes 

C. parvum y C. bovis y únicamente en 2 granjas se hallaron animales 

positivos a 3 especies diferentes; en una se halló la combinación C. 

parvum+ C. bovis+ C. ryanae y en la otra C. ryanae+ C. bovis+ C. 

andersoni. 
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Al relacionar la edad de los animales con las especies de 

Cryptosporidium presentes, se observó que los más jóvenes tenían C. 

parvum, C. bovis y C. ryanae, con predominio de la primera la 

especie. En los animales de más de 2 meses C. bovis fue la especie 

más frecuente y, a medida que aumentó la edad de los animales, 

también lo hizo la variedad de especies y genotipos; así, en los 

terneros de 2-12 meses se identificaron C. bovis y C. ryanae y C. 

genotipo suis-like; en las novillas se hallaron C. bovis y C. ryanae y 

también C. parvum y, finalmente, en los adultos estaban presentes 

todas las especies y genotipos identificados en este estudio. La 

presencia de C. parvum en todos los grupos de edad, tiene importantes 

repercusiones desde el punto de vista epidemiológico, ya que esos 

animales sin diarrea eliminan ooquistes de C. parvum, incrementando 

el riesgo de infección para los terneros neonatos y por tanto 

propiciando las diarreas neonatales. 

Al realizar el análisis subtípico de los 35 aislados identificados 

como C. parvum, sólo amplificaron 24 (68,6%) para la PCR de la 

GP60. La variabilidad genética fue reducida, pues únicamente se 

identificaron dos subtipos pertenecientes a la familia alélica IIa; el 

IIaA15G2R1 fue el predominante (20/24), mientras que el 

IIaA16G3R1 sólo se detectó en 4 aislados. En los terneros menores de 

2 meses predominó el subtipo IIaA15G2R1 (81,8%), frente al 

IIaA16G3R1 que solo representó el 18,2% de los positivos, aunque 

cabe destacar que todos los aislados de este subtipo se detectaron en 

este grupo de edad. En la novillas (12-24 meses) sólo se halló el 

subtipo IIaA15G2R1, mientras que, en los animales de mayor edad, 

no se pudo subtipar C. parvum.  

 

En el ganado ovino y caprino, tanto la prevalencia de 

Cryptosporidium (5,9% en ovejas y 6,0% en cabras) como el 

porcentaje de explotaciones positivas fueron muy similares, 47,4% y 

50,0%, respectivamente. Al considerar la edad de los animales se 

observó que la prevalencia individual por Cryptosporidium spp. no 

mostró apenas diferencias entre los corderos destetados (6,0%) y las 

ovejas adultas (5,8%); por el contrario, en el ganado caprino, el 

porcentaje de adultos (6,4%) que eliminaron ooquistes del parásito fue 
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superior al de los cabritos destetados (4,8%), si bien las diferencias no 

fueron significativas en ninguna de las dos especies. En ovinos y 

caprinos se identificaron 3 especies de Cryptosporidium, siendo su 

prevalencia del 48,5% para C. parvum, del 24,2% para C. xiaoi y del 

18,2% para C. ubiquitum. Tres muestras (9,1%), dos procedentes de 

ovejas y una de cabra, fueron positivas a PCR, pero el producto 

obtenido no fue suficiente para realizar un análisis RFLP.  

 

En el ganado ovino, la prevalencia individual fue del 4,0% para 

C. parvum, del 0,9% para C. xiaoi y del 0,3% para C. ubiquitum. 

Además, C. parvum se identificó en el 26,3% de las granjas de ovejas 

y en menor proporción se hallaron C. xiaoi (15,8%) y C. ubiquitum 

(5,3%). En la mayoría de las explotaciones con más de un animal 

positivo sólo se identificó una especie de Cryptosporidium (94,7%); 

solamente se detectó una infección mixta por C. parvum  y C. xiaoi en 

una granja (5,3%). 

Es la primera vez que se estudia en Europa la posible relación 

entre la edad de las ovejas y las especies de Cryptosporidium, 

comprobándose que C. parvum y C. xiaoi se detectaban en los dos 

grupos de edad, mientras que C. ubiquitum únicamente se identificó 

en un escaso número de ovejas adultas. La prevalencia de C. xiaoi 

disminuyó con la edad (2,4% en los destetados y 0,4% en los adultos), 

mientras que se incrementaba la de C. parvum (3,6% en los de 2 a 12 

meses y 4,2% en los de más edad); esto sugiere que los ovinos de más 

edad podrían ser importantes en transmisión de la criptosporidiosis 

humana. 

 

En el ganado caprino, la prevalencia de cada una de las especies 

fue similar a la hallada en las ovejas, aunque el porcentaje de 

infección por C. xiaoi y C. ubiquitum (2,1%, respectivamente) fue 

ligeramente superior al de C. parvum (1,3%). Así mismo, al 

considerar la prevalencia por explotación, C. xiaoi (25,0%) fue la 

especie predominante, mientras que C parvum y C. ubiquitum se 

identificaron, cada una, en el 12,5% de los rebaños. Sólo se identificó 

una única especie de Cryptosporidium en las granjas con más de un 

animal positivo, a excepción de un rebaño donde se detectaron 
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animales que eliminaban ooquistes de C. parvum y C. ubiquitum. En 

relación con la edad, se constató que la prevalencia de C. parvum y C. 

ubiquitum era ligeramente inferior en los animales más jóvenes, 

mientras que la de C. xiaoi se incrementaban con la edad de las cabras. 

 

Respecto al análisis subtípico, se identificaron 4 subtipos de C. 

parvum pertenecientes a las familias alélicas IIa y IId en los pequeños 

rumiantes. En los ovinos sólo se hallaron subtipos pertenecientes a la 

familia alélica IIa; en los corderos de 2-12 meses se identificó el 

subtipo IIaA15G2R1, mientras que en los mayores de esta edad se 

detectaron los subtipos IIaA14G2R1 y IIaA15G2R1. Estos resultados 

confirman que el ganado ovino, aunque no presente diarrea, puede ser 

una fuente de infección de C. parvum para las personas, debido al 

potencial zoonótico de ambos subtipos, especialmente del 

IIaA15G2R1. 

En los cabritos menores de 12 meses solo se halló un subtipo de 

la familia IId (IIdA17G1), mientras que en las cabras de mayor edad 

se detectaron subtipos pertenecientes a las familias alélicas IIa 

(IIaA13G1R1) y IId (IIdA17G1). Aunque es necesario realizar un 

estudio más amplio, llama la atención el no haber identificado 

subtipos comunes en las ovejas y las cabras, a pesar de que en esta 

región es frecuente la presencia de rebaños mixtos de estas especies, 

lo que favorecería la transmisión inter-especies.  

Mediante PCR del gen gp60 se comprobó que todas las muestras 

positivas a C. ubiquitum (1 de ovino y 5 de caprino) pertenecían a la 

familia XIIa, que es potencialmente zoonótica, de modo que las ovejas 

y cabras podrían constituir una fuente de infección de C. ubiquitum 

para las personas en Galicia. 
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