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Abreviaturas 

En el caso de términos ampliamente utilizados en la literatura científica anglosajona se ha 

mantenido la abreviatura original en inglés para facilitar su identificación y contexto. 

ADN: Ácido desoxirribonucleico 

aOR: Cociente de probabilidad ajustado (Adjusted odd ratio) 

ARN: Ácido ribonucleico 

ASH: Heterocigosidad de secuencia alélica (Allelic sequence heterozygosity) 

AVAD: Años de vida ajustados por discapacidad 

bg: Beta-giardina 

BHQ1: Apagador de agujero negro 1 (Black hole quencher) 

BOE: Boletín Oficial del Estado 

CAM: Comunidad Autónoma de Madrid 

CEE: Comunidad Económica Europea 

CNBS: Comité Nacional de Bioética para la Salud (Comité Nacional de Bioética para Saúde) 

CNE: Centro Nacional de Epidemiología 

CNM: Centro Nacional de Microbiología 

Ct: Ciclo umbral (Cycle treshold) 

DE: Desviación estándar 

DI50: Dosis infectiva media (ID50: 50% Infectious dose) 

EII: Enfermedad inflamatoria intestinal (IBD: Inflammatory bowel disease) 

ELISA: Ensayo por inmunoabsorción ligado a enzimas (Enzyme-linked immunosorbent assay) 

FAM: 6-Carboxifluoresceína 

FAO: Organización de las Naciones Unidas para la Alimentación y la Agricultura 

GBD: Global Burden of Disease Study 

gdh: Glutamato deshidrogenasa 

GEMS: Global Enteric Multicenter Study 

GloWPa-Crypto: Global Waterborne Pathogen for Cryptosporidium 

gp60: Glicoproteína de 60 kDa 

HAI: Prueba de hemaglutinación indirecta (IHA: Indirect haemagglutination assay) 

IC 95%: Intervalo de confianza del 95% 

IFD: Inmunofluorescencia directa (DFAT: Direct fluoresencent antibody test) 

IFI: Inmunofluorescencia indirecta (IFAT: Indirect fluorescent antiboy test) 

ISCIII: Instituto de Salud Carlos III 

ITS: Espaciador transcrito interno (Internal transcriber spacer) 
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LRIP: Laboratorio de Referencia e Investigación en Parasitología 

MAL-ED: Consequences for Child Health and Development Project 

MGB: Ligando de hendidura menor (Minor groove binder) 

MLST: Tipificación multilocus de secuencias (Multilocus sequence typing) 

NCBI: National Center for Biotechnology Information 

ONU: Organización de las Naciones Unidas 

OR: Cociente de probabilidad (Odds ratio) 

Pb: Pares de bases 

PCR: Reacción en cadena de la polimerasa (Polymerase chain reaction) 

P.e.: Por ejemplo 

PIB: Producto interior bruto 

qPCR: Reacción en cadena de la polimerasa en tiempo real (Quantitative, or real-time, polymerase 

chain reaction) 

SIDA: Síndrome de inmunodeficiencia adquirida 

SII: Síndrome de intestino (o colon) irritable (IBS: Irritable bowel syndrome) 

SNP: Polimorfismos de nucleótido único (Single nucleotide polimorphism) 

ssu rARN: ARN de la subunidad pequeña del ribosoma (small subunit ribosomal ribonucleic acid) 

ST: Subtipo 

TARGA: Terapia antirretroviral de gran actividad 

TB: Tuberculosis 

tpi: Triosa fosfato isomerasa 

UNICEF: Fondo de las Naciones Unidas para la Infancia (United Nations International Children's 

Emergency Fund) 

USD: dólar estadounidense 

VIC: 2′-Cloro-7′fenil-1,4-dicloro-6-carboxifluoresceína 

VIH: Virus de la inmunodeficiencia humana 

Vs.: Versus 
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Resumen 

Epidemiología molecular y factores de riesgo de protistas enteroparásitos asociados a 

diarrea en poblaciones pediátricas sintomáticas y asintomáticas en España y Mozambique 

La diarrea fue la quinta causa de muerte en niños menores de 5 años en el mundo en 2016. Los 

6 patógenos entéricos más relevantes causantes de esta condición incluyeron agentes de 

origen vírico (adenovirus, rotavirus), bacteriano (Campylobacter, Escherichia coli 

enterotoxigénica, Shigella) y parasitarios (Cryptosporidium). Las infecciones por estos 

patógenos eran más frecuentes y graves en áreas desfavorecidas de países de renta baja y 

media caracterizadas por acceso limitado a agua potable, condiciones higiénico-sanitarias 

inadecuadas y servicios de saneamiento insuficientes. Además de Cryptosporidium, los 

protozoos Giardia duodenalis y Entamoeba histolytica también contribuyen significativamente 

a la carga de enfermedad diarreica global, además de estar asociados a desnutrición, retraso 

del crecimiento y déficit cognitivo en los niños afectados. Otros protistas, como el 

estramenópilo Blastocystis o el microsporidio Enterocytozoon bieneusi, tienen una 

patogenicidad incierta o causan infecciones oportunistas en individuos inmunodeprimidos. El 

papel de los niños asintomáticos en la epidemiología de estos protistas ha sido 

insuficientemente estudiado tanto en países de renta baja y media como en los de renta alta. 

El presente trabajo de investigación pretende determinar y comparar, mediante el uso 

de técnicas moleculares basadas en PCR y secuenciación Sanger, la prevalencia, frecuencia y 

diversidad genética de las principales especies de protistas entéricos asociadas a diarrea en 

poblaciones pediátricas sintomáticas y asintomáticas de la Comunidad Autónoma de Madrid 

(España) y de la provincia de Zambézia (Mozambique). De forma complementaria, se han 

identificado, mediante análisis estadísticos de regresión logística univariante y multivariante, 

factores asociados con protección o un mayor riesgo de infección frente a estos 

microorganismos en los contextos epidemiológicos de ambos países, y se ha caracterizado su 

transmisión dinámica. 

Los resultados obtenidos demostraron que la infección/colonización por protistas 

entéricos era frecuente en niños aparentemente sanos tanto en España como en 

Mozambique. Este hecho tiene importantes connotaciones epidemiológicas, ya que los niños 

portadores asintomáticos pueden actuar como focos de infección inadvertida en grupos 

vulnerables como otros niños, ancianos o individuos inmunocomprometidos. La población 

pediátrica investigada en Mozambique presentaba mayores tasas de parasitación/colonización 
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por al menos una especie de protista (54% vs. 28%), de infecciones mixtas (12% vs. 4%) y de 

infección por Giardia duodenalis (42% vs. 17%) que su homónima en España. Por el contrario, 

las prevalencias de Cryptosporidium spp. (1% vs. 1%), Blastocystis sp. (18% vs. 14%) y 

Enterocytozoon bieneusi (0,3% vs. 0%) eran muy similares en ambos países. En Mozambique, 

Entamoeba histolytica no fue hallada, pero sí Entamoeba dispar (11%). Ambas especies no 

fueron investigadas en España. 

Los análisis de asociación de riesgos demostraron que, en España, la detección de una 

especie de protista entérico estaba positivamente asociada con la presencia de una segunda o 

tercera especie, indicando una fuente de infección común. Este hecho sugería eventos de 

transmisión por contacto directo persona-persona en microfocos locales de naturaleza 

oportunista bajo condiciones ambientales favorables. Por el contrario, la evidencia de 

asociación entre especies de protistas era mucho más limitada en Mozambique, sugiriendo la 

existencia de fuentes de infección alternativas de origen hídrico, alimentario y zoonósico 

animal-persona indicativas de una elevada contaminación ambiental. Estos análisis también 

revelaron que la colonización por Blastocystis sp. seguía un patrón acumulativo directamente 

proporcional a la edad de los niños investigados tanto en España como en Mozambique. El 

mismo efecto fue observado para Entamoeba dispar en la población pediátrica 

mozambiqueña. Estos datos apoyarían la naturaleza esencialmente no patógena de 

Blastocystis sp. y Entamoeba dispar. 

Respecto a la información molecular, la diversidad de protistas entéricos (tanto en 

especies como en variantes genéticas) era mucho mayor en los niños de Zambézia que en los 

niños de Leganés. Este hecho estaría en consonancia con las elevadas tasas de infección y 

reinfección halladas en Mozambique, propias de escenarios epidemiológicos de alta 

prevalencia. Los datos obtenidos para Giardia duodenalis apoyarían la existencia de eventos de 

recombinación genética en este parásito. No se hallaron diferencias observables en la 

distribución de especies/genotipos de los protistas objeto de estudio en las poblaciones de 

niños sintomáticos y asintomáticos analizadas en ambos países, sugiriendo que la variante 

genética del protista considerado no es un factor esencial para desencadenar la transición 

entre infección y enfermedad. Por otra parte, los animales domésticos constituían una fuente 

significativa de infecciones humanas por protistas entéricos (confirmadas molecularmente 

para Cryptosporidium felis, sospechadas para G. duodenalis y Blastocystis sp.) en Mozambique, 

pero no en España. 

Este estudio demuestra que la alta prevalencia de protistas entéricos observada en 

Mozambique estaba estrechamente ligada a las deficientes infraestructuras de agua potable y 
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saneamiento, y por lo tanto a las condiciones de pobreza y falta de recursos, de este país. 

Además, pone de manifiesto la urgencia de promover estudios moleculares dirigidos a 

determinar la presencia y diversidad molecular de los protistas objeto de estudio en muestras 

de origen animal y medioambiental, esenciales para identificar fuentes de infección y vías de 

transmisión. Por último, los datos epidemiológicos y moleculares generados apoyan la 

propuesta de considerar, en menor o mayor medida, a Giardia duodenalis, Cryptosporidium 

spp., Entamoeba dispar, Blastocystis sp. y Enterocytozoon bieneusi como organismos 

patobiontes.
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Summary 

Molecular epidemiology and risk factors for enteric protists associated to diarrhoea in 

symptomatic and asymptomatic paediatric populations in Spain and Mozambique 

Diarrhoea was the fifth cause of death in children under five years old in 2016 globally. The six 

most relevant enteric pathogens causing this condition included viral (adenovirus, rotavirus), 

bacterial (Campylobacter, enterotoxigenic Escherichia coli, Shigella), and parasitic 

(Cryptosporidium) agents. Infections by these pathogens were more frequent and severe in 

unfavoured settings in low- and medium-income countries characterised by limited access to 

safe drinking water, poor hygiene, and insufficient sanitary services. Besides Cryptosporidium, 

other protozoa such as Giardia duodenalis and Entamoeba histolytica are also major 

contributors to the global burden of diarrhoeal disease. In addition, infections by these 

pathogens have been linked to childhood growth failure and cognitive impairment. Other 

protists, including the stramenopile Blastocystis or the microsporidia Enterocytozoon bieneusi, 

have an unclear pathogenic significance or cause opportunistic infections in 

immunocompromised individuals. The role of asymptomatic children in the epidemiology of 

these protist species have been insufficiently investigated either in low- and medium-income 

countries or high-income countries. 

The main goals of the present study were to determine and compare, by using 

molecular-based methods including PCR and Sanger sequencing, the prevalence, frequency 

and genetic diversity of the main protist species associated to diarrhoea in asymptomatic and 

symptomatic paediatric populations in the Autonomous Region of Madrid (Spain) and the 

Zambézia province (Mozambique). Additionally, variables potentially associated to protection 

or higher risk of infection by these microorganisms were assessed by univariate and 

multivariate logistic regression analyses in the epidemiological context of both countries, and 

their dynamic transmission was subsequently characterised. 

Obtained results demonstrated that infection/colonization by enteric protists were 

common in apparently healthy children in Spain and Mozambique. This finding has important 

epidemiological consequences, as asymptomatic carriers can act as unnoticed sources of 

infection for vulnerable people including other children, the elderly, and immunocompromised 

individuals. The paediatric population surveyed in Mozambique showed higher rates of 

parasitization/colonization by at least one protist species (54% vs. 28%), of mixed infections 

(12% vs. 4%), and of infection by Giardia duodenalis (42% vs. 17%) that its counterpart in 
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Spain. On the contrary, the prevalence rates for Cryptosporidium spp. (1% vs. 1%), Blastocystis 

sp. (18% vs. 14%), and Enterocytozoon bieneusi (0,3% vs. 0%) were similar in both countries. In 

Mozambique, Entamoeba histolytica was not found, but Entamoeba dispar was detected in 

11% of the participating children. None of these two species were investigated in Spain. 

Risk association analyses revealed that, in Spain, detection of a given protist species 

was positively linked to the presence of a second or third species, indicative of a common 

infection route. This finding suggested the occurrence of person-to-person transmission events 

in local microfoci of opportunistic nature taking place under favourable environmental 

conditions. On the contrary, evidence of protist species associations was much weaker in 

Mozambique, suggesting the occurrence of alternative transmission pathways including 

waterborne, foodborne, and zoonotic animal-to-person contact, all of them indicative of high 

environmental contamination. These analyses also showed that colonization by Blastocystis sp. 

was directly proportional to the age of the children both in the Spanish and Mozambican 

paediatric populations under study. This very same trend was also observed for Entamoeba 

dispar in Mozambique. Together, these data support the notion that Blastocystis sp. and 

Entamoeba dispar are primarily non-pathogenic microorganism. 

Regarding molecular data, the diversity of enteric protists (in terms of number of 

species and genetic variants) was much higher in children in Mozambique than in children in 

Spain. This finding agreed well with the elevated rates of infections and reinfections detected 

in the former country, featuring a highly prevalent epidemiological scenario. Molecular data 

supported the occurrence of genetic recombination within Giardia duodenalis. No obvious 

differences in the distribution of protist species/genotypes were noticed between 

symptomatic and asymptomatic children in Spain and Mozambique, suggesting that the 

genetic variant of the considered agent was not an essential factor to trigger the transition 

between infection and disease. On the other hand, regular contact with domestic animals 

constituted a significant source of human infections by enteric protists (molecularly confirmed 

for Cryptosporidium felis, suspected for Giardia duodenalis and Blastocystis sp.) in 

Mozambique, but not in Spain. 

This study demonstrated that the high prevalence of enteric protist species detected in 

Mozambique were strongly linked with insufficient access to safe drinking water and sanitary 

facilities, and, therefore, to poverty and lack of resources. Additionally, the study highlights de 

urgent need to promote molecular epidemiological studies aimed at investigating the presence 

and molecular diversity of the enteric protist under study in animal and environmental 

samples. This information is essential to identify source of infections and transmission 
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pathways. Finally, epidemiological and molecular data generated here provide evidence 

supporting the notion that Giardia duodenalis, Cryptosporidium spp., Entamoeba dispar, 

Blastocystis sp., and Enterocytozoon bieneusi should be considered, in a more or lesser extent, 

as pathobiont organisms. 
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1. Introducción 

1.1. Protistas. Diversidad 

Protista (protistas), Fungi (hongos), Animalia (animales) y Plantae (plantas) constituyen los 

cuatro reinos en los que se clasifican los organismos eucariotas, a los que habría que añadir los 

dos reinos procariotas Bacteria y Archaea (Cavalier-Smith, 2004; Parfrey et al., 2006). Sin 

embargo, esta clasificación ha sido cuestionada por algunos autores que proponen la escisión 

del reino Protista en dos nuevos reinos independientes denominados Protozoa y Chromista, 

con lo que el número total de reinos sería de 7 (Ruggiero et al., 2015). En cualquier caso, los 

protistas constituyen un grupo basal (parafilético) de microorganismos extremadamente 

heterogéneo del cual se derivan los reinos Fungi, Animalia y Plantae. Al no ser un grupo 

monofilético, no tienen características especificas que los definan y distingan en su conjunto, 

por lo que muchas de éstas son compartidas por organismos de los reinos Fungi, Animalia o 

Plantae. 

Los protistas son principalmente unicelulares, aunque las algas rojas (rodofíceas) y las 

algas pardas (feofíceas) pueden alcanzar un grado de organización muy próximo al tisular. En 

cuanto al tipo de nutrición, pueden ser autótrofos (por fotosíntesis) o heterótrofos por 

ingestión (fagótrofos) o por absorción osmótica (osmótrofos). La reproducción puede ser 

asexual (estrictamente clonal) o sexual, con gametos e intercambio de material genético, 

siendo frecuentes las especies que alternan ambos ciclos en su desarrollo (Goldsmith y 

Heyneman, 1989). Respecto a su hábitat, ninguno de ellos está específicamente adaptado a la 

existencia en el aire, de modo que los que no son directamente acuáticos se desarrollan en 

ambientes terrestres húmedos o en el medio interno de otros organismos. 

Aunque la mayoría de las especies de protistas son de vida libre o simbiontes 

mutualistas o comensales, algunos de ellos son parásitos causantes de importantes 

enfermedades infecciosas humanas. Es por ejemplo el caso de la malaria (causada por 

parásitos del género Plasmodium) y la tripanosomiasis (causada por parásitos del género 

Trypanosoma), ambas transmitidas por insectos vectores (Büscher et al., 2017; Ashley et al., 

2018). Los protistas más relevantes que parasitan o colonizan el tracto intestinal humano 

pertenecen a seis grupos taxonómicamente diferentes: dentro del filo Sarcomastigophora se 

incluirían los protozoos flagelados del subfilo Mastigophora y los protozoos con seudópos del 

subfilo Sarcodina; a continuación estarían los representantes de los filos Apicomplexa y 
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Microsporidia, los ciliados del filo Ciliophora y, finalmente, los integrantes del filo Stramenopila 

(Tabla 1). 

Tabla 1. Principales grupos de protistas que causan enfermedad en humanos. 

Filo Subfilo Géneros más 
representativos 

Enfermedad o síntomas 
clínicos en humanos 

Sarcomastigophora 
(con flagelos, 
seudópodos o 
ambos) 

Mastigophora 
(con flagelos) 

Leishmania Leishmaniosis visceral, 
cutánea o mucocutánea 

Trypanosoma Enfermedad del sueño, 
enfermedad de Chagas 

Giardia Diarrea 

Dientamoeba Colitis 

Trichomonas Vaginitis 

Sarcodina 
(con seudópodos) 

Entamoeba Disentería, absceso 
amebiano 

Naegleria, 
Acanthamoeba 

Meningoencefalitis, 
queratitis, encefalitis 

Babesia Bebesiosis 

Apicomplexa  Plasmodium Malaria 

  Isospora Diarrea 

  Sarcocystis Diarrea 

  Cryptosporidium Diarrea 

  Toxoplasma Abortos, encefalitis 

Microsporidia  Enterocytozoon Diarrea 

  Encephalitozoon Diarrea, encefalitis, 
queratoconjuntivitis 

Ciliophora 
(con cilios) 

 Balantioides Diarrea 

Stramenopila Opalinata Blastocystis Diarrea 

 

1.1.1. Protozoos enteroparásitos 

Hasta el momento se han descrito más de 50.000 especies de protozoos (Englund y Sher, 

1988). Exceptuando algunos grupos de mohos mucilaginosos, todos ellas corresponden a 

microorganismos unicelulares, de distribución ubicua, que presentan las características 

eucariotas más primitivas. La mayoría de estas especies son de vida libre, pero todos los 

animales superiores incluyendo el hombre están colonizados/infectados en su tracto intestinal 

por al menos una especie protozoaria a lo largo de su vida. En cuanto a su estructura, los 

estadios parasitarios que se alimentan y multiplican activamente en el lumen intestinal del 

hospedador se denominan frecuentemente trofozoítos. Estas células suelen estar 

desprotegidas (sin cubierta rígida) y muchas poseen capacidad de desplazamiento mediante 

flagelos o prolongaciones citoplasmáticas denominadas pseudópodos. Las estructuras con 

membranas protectoras o paredes gruesas (quistes) resistentes a los agentes ambientales 
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constituyen la forma de transmisión e infectiva de estos patógenos. La forma de reproducción 

más común es mediante fisión binaria, aunque algunas formas pueden también hacerlo por 

división asexual múltiple. Otros grupos, como los apicomplejos, alternan ciclos de división 

asexual y sexual. Todos los protozoos son heterótrofos (Goldsmith y Heyneman, 1989). 

La mayoría de las especies enteropatógenas más relevantes para el hombre son 

miembros de los filos Sarcomastigophora (Giardia duodenalis, Entamoeba histolytica) y 

Apicomplexa (Cryptosporidium spp.) (Tabla 1). Estos microorganismos presentan marcadas 

diferencias en la forma en que ejercen su potencial patogénico, pudiendo variar desde la 

invasión celular del epitelio intestinal del hospedador, la adhesión en su superficie o la simple 

permanencia de forma libre en el lumen intestinal (Stensvold, 2019). En infecciones con cargas 

parasitarias elevadas la presencia del parásito (p.e. G. duodenalis) puede interferir en los 

procesos de digestión y absorción intestinal de nutrientes y afectar negativamente al estado 

nutricional del hospedador. Un factor clave que determina la virulencia de estas infecciones es 

el estado inmunológico de la persona infectada. Por ejemplo, Cryptosporidium spp. causa 

habitualmente trastornos digestivos leves o moderados autolimitados en personas 

inmunocompetente sanas, pero puede ser mortal en individuos inmunodeprimidos (Certad et 

al., 2017). 

1.1.2. Estramenópilos enteroparásitos 

Los estramenópilos (también denominados heterocontos) son una de las principales líneas 

evolutivas de los eucariotas. Sus representantes son principalmente algas que varían en 

tamaño desde diatomeas unicelulares (el componente principal del plancton marino) a algas 

laminares gigantes. Uno de los miembros de este grupo, el oomiceto Phytophthora infestans, 

origino el tizón tardío de la patata causante de la gran hambruna que devastó Irlanda entre 

1845–1849 (Ross, 2002). Muchos estramenópilos son flagelados unicelulares o producen 

células con flagelos en alguno de sus estadios de desarrollo, por ejemplo, en gametos o 

zoosporas. De hecho, el término heteroconto hace referencia al diferente tamaño de los dos 

flagelos característicos de estos microrganismos. 

Blastocystis sp. es el único estramenópilo capaz de causar infección en humanos. 

Inicialmente descrito en la primera década del siglo XX (Alexieff, 1911), este organismo fue 

considerado como un comensal habitual en el tracto intestinal del hombre durante décadas. 

Aunque su potencial patogénico aun no ha sido completamente esclarecido, un número 

creciente de estudios clínicos y epidemiológicos han asociado su presencia con trastornos 

intestinales incluyendo diarrea y síndrome de intestino irritable (SII) (Rostami et al., 2017). 
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También se ha descrito su relación con manifestaciones extraintestinales como la urticaria 

(Bahrami et al., 2019). 

1.1.3. Microsporidios enteroparásitos 

Los integrantes del filo Microsporidia son parásitos intracelulares obligados. Inicialmente 

descritos como una rama escindida tempranamente de los eucariotas, estudios estructurales, 

bioquímicos, moleculares y filogenéticos posteriores demostraron que estos microrganismos 

formadores de esporas eran en realidad hongos (Hirt et al., 1999; Keeling y Fast, 2002). Desde 

su descubrimiento en 1857, más de 1.200 especies de microsporidios han sido descritas en una 

gran variedad de hospedadores vertebrados e invertebrados (Wittner, 1999). Al menos 17 de 

ellas pueden infectar el tracto intestinal humano, siendo las más importantes Enterocytozoon 

bieneusi, Encephalitozoon intestinalis, Encephalitozoon cuniculi y Encephalitozoon hellem 

(Weiss y Becnel, 2014). Antes de 1985, los casos de microsporidiosis humana eran sólo 

esporádicamente reportados, pero con el inicio de la pandemia por el virus de la 

inmunodeficiencia humana (VIH) estos microrganismos emergieron como patógenos 

oportunistas asociados a diarrea e infecciones sistémicas en personas con síndrome de 

inmunodeficiencia humana (SIDA). Con la mejora de las técnicas de diagnóstico, nuevas formas 

clínicas (infecciones) fueron identificadas en pacientes receptores de trasplante de órgano 

sólido, niños, viajeros e incluso usuarios de lentes oculares de contacto, lo que contribuyó al 

reconocimiento pleno de los microsporidios como patógenos humanos (Deplazes et al., 2000; 

Didier et al., 2004). 

En individuos inmunocompetentes las infecciones por microsporidios suelen cursar 

con diarreas leves-moderadas autolimitadas. En pacientes inmunodeficientes, E. bieneusi es 

causa frecuente de diarrea, dolor abdominal y pérdida de peso. Más raramente, el parásito 

puede afectar los tractos biliar y respiratorio (Kotler y Orenstein, 1998). Al contrario que E. 

bieneusi, las infecciones por Encephalitozoon spp. suelen estar asociadas a diferentes 

síndromes incluyendo sinusitis, queratoconjuntivitis, encefalitis o hepatitis (Kotler y Orenstein, 

1998). La transmisión materno-fetal de estos parásitos ha sido demostrada en primates no 

humanos, carnívoros y roedores, pero no en el hombre (Didier et al., 2000). 

1.2. Relevancia en salud pública. Consideraciones 

Los protistas presentes en el tracto intestinal del hombre y otras especies animales reciben 

diferente atención en función de su capacidad de causar manifestaciones clínicas y 

enfermedad. Algunos de ellos, como los protozoos entéricos G. duodenalis, Cryptosporidium 

spp. y E. histolytica, son inequívocamente reconocidos como importantes patógenos que 
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contribuyen significativamente a la carga de enfermedad diarreica global, principalmente en 

áreas desfavorecidas de países de renta baja y media caracterizadas por acceso limitado a agua 

potable, condiciones higiénico-sanitarias inadecuadas y servicios de saneamiento insuficientes 

(Omarova et al., 2018). En estas condiciones de precariedad y pobreza, los niños menores de 5 

años representan la población más vulnerable y expuesta a estas infecciones y soportan, por 

tanto, las mayores tasas de morbimortalidad (Kotloff et al., 2013; Korpe et al., 2018). A modo 

de ejemplo, Cryptosporidium spp. es la segunda causa de muerte por diarrea, por detrás de las 

infecciones por rotavirus, en niños del África subsahariana y el sudeste asiático (Kotloff et al., 

2013). Además, la giardiosis, la criptosporidiosis y la amebiosis son enfermedades debilitantes 

que causan retraso en el desarrollo físico y cognitivo de los niños afectados, por lo que su 

impacto socioeconómico en áreas endémicas tiene connotaciones mucho más profundas que 

las meramente infecciosas (Savioli et al., 2006). Estos patógenos son también causa de 

preocupación creciente en países de renta alta, donde están frecuentemente asociados a 

brotes de enfermad de origen hídrico o alimentario, así como a un número significativo de 

ingresos hospitalarios, principalmente en viajeros y población migrante (Fletcher et al., 2012). 

Otros patógenos, como los microsporidios E. bieneusi, E. intestinalis y E. cuniculi, 

parecen actuar más como patógenos oportunistas, siendo principalmente detectados en 

individuos inmunodeprimidos o inmunosuprimidos incluyendo pacientes con VIH/SIDA, 

pacientes en tratamiento oncológico o receptores de trasplante de órgano sólido (Didier, 2005; 

Didier y Weiss, 2006). Este grupo de patógenos suele estar ausente o en tasas de infección 

bajas en población asintomática. 

El papel patogénico de otros microrganismos como Blastocystis sp. o D. fragilis es más 

incierto. Ambos parásitos son frecuentes en población general aparentemente sana tanto en 

países de renta baja como alta. Sin embargo, en ausencia de otras infecciones, Blastocystis sp. 

y D. fragilis han sido relacionados con diversos trastornos digestivos incluyendo SII y episodios 

de diarrea (Rostami et al., 2017). Finalmente, otros protistas entéricos son considerados 

comensales apatógenos que forman parte, en mayor o menor medida, de la comunidad 

microbiana intestinal. Es el caso por ejemplo de muchas especies de amebas incluyendo 

Entamoeba coli y Entamoeba dispar. 

No obstante, esta percepción puede ser engañosa. Hasta el 90% de las infecciones por 

E. histolytica son subclínicas y no causan daño aparente en el hospedador (Blessmann et al., 

2003). En áreas endémicas, G. duodenalis ha sido descrita más prevalentemente en 

poblaciones asintomáticas que en poblaciones con diarrea (Krumkamp et al., 2015), mientras 

que Cryptosporidium spp. es un hallazgo relativamente frecuente en individuos 
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aparentemente sanos (Hossain et al., 2019). Para reflejar esta diversidad de interacciones 

entre microorganismos eucariotas intestinales y el hospedador, algunos autores han sugerido 

que el término “simbionte” debe ser usado para describir todas las asociaciones de 

mutualismo, comensalismo y parasitismo (Andersen y Stensvold, 2016). Considerados de 

forma conjunta, estos hechos claramente demuestran que el curso de las infecciones por 

protistas entéricos es el resultado de un balance en el que intervienen múltiples factores 

dependientes tanto del parásito (carga parasitaria, especie/genotipo, virulencia, resistencia 

antimicrobiana, capacidad de modular el sistema inmune del hospedador) como del 

hospedador (edad, estado inmunológico, coinfecciones, otras patologías). 

Conviene recordar además que el tracto intestinal es el lugar de interacción 

fundamental entre el sistema inmunitario del hospedador y la plétora de microorganismos 

presentes en él, sean éstos simbiontes o patógenos. Mediante sus interacciones, tanto los 

enteroparásitos como la comunidad bacteriana intestinal pueden alterar la fisiología y 

capacidad de respuesta inmunitaria de este complejo ecosistema microbiano y decidir el curso 

de una infección (Leung et al., 2018; Rath et al., 2018). Por ejemplo, un simbionte intestinal 

puede ser patogénico si consigue desequilibrar el balance, en términos cuantitativos y 

cualitativos, del equilibrio microbiano habitual (disbiosis) para inducir enfermedad. Por el 

contrario, el mismo simbionte actuará como comensal si es la microbiota intestinal la que es 

capaz de inhibir su tasa de replicación, su capacidad invasiva o su acceso a nutrientes (Lukeš et 

al., 2015; Filyk y Osborne, 2016). En este sentido, el término “patobionte”, inicialmente 

acuñado para describir bacterias comensales que bajo ciertos estímulos ambientales pueden 

ser patógenas (Round y Mazmanian, 2009), bien puede ser aplicable a algunos protistas 

entéricos como Blastocystis sp., D. fragilis o incluso G. duodenalis (Bartelt y Platts-Mills, 2016). 

Es de esperar que las nuevas tecnologías, como la secuenciación de segunda generación, 

ayuden a desentrañar las intrincadas interacciones entre parásitos, microbiota intestinal y el 

sistema inmunológico del hospedador y definir con más claridad la patogenicidad y 

significancia real en salud pública de los primeros (Parfrey et al., 2011). 

1.3. Características biofísicas de los estadios transmisibles 

Durante su ciclo biológico, todas las especies de protistas que infectan el tracto digestivo del 

hombre y otros animales generan formas de resistencia (quistes, ooquistes, esporas) que 

representan el estadio transmisible e infeccioso de estos organismos. Estas estructuras se 

excretan con las heces del hospedador y son especialmente resilientes a una gran variedad de 

condiciones ambientales adversas, permitiendo su dispersión. Todas ellas comparten una serie 
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de características bioquímicas y físicas que explican la extraordinaria ubicuidad de estos 

organismos en el medio (particularmente suelos y aguas superficiales) y son esenciales para 

comprender su epidemiología y modos de transmisión (Carmena, 2010; Dumètre et al., 2012). 

En primer lugar, estos microrganismos adoptan estrategias adaptativas y 

reproductoras basadas en tasas de fecundidad extremadamente elevadas para maximizar sus 

probabilidades de supervivencia y transmisión. A modo de ejemplo, la intensidad de la 

infección media por C. parvum en bovinos ha sido estimada en 2–1.000 ooquistes/g de heces, 

con un máximo de 1×106-8 ooquistes/g de heces en el pico de infección en terneros (Castro-

Hermida et al., 2009). Teniendo en cuenta que una vaca adulta genera hasta 40 kg/día de 

heces, y que la excreción de ooquistes en un animal infectado puede durar 3–12 días, estos 

datos ilustran claramente el impacto ambiental que supone la infección por Cryptosporidium 

spp. En humanos, las tasas de excreción medias estimadas para Cryptosporidium spp. y G. 

duodenalis son de 1×105-7 ooquistes/día y 1×109 quistes/día, respectivamente (Chappell et al., 

1996). En el caso de E. histolytica, esta cantidad ha sido estimada en 4,5×107 quistes/día 

(Cornick y Chadee, 2017), mientras que en E. bieneusi, la tasa de excreción media estimada 

varía de 2×102 a 1×105/g de heces en niños asintomáticos (Mungthin et al., 2005). 

En segundo lugar, las formas de resistencia de estos microorganismos pueden 

mantener su viabilidad e infectividad durante periodos prolongados en aguas superficiales 

(Smith et al., 2006) y suelos en condiciones de humedad y temperatura adecuadas (Santamaría 

y Toranzos, 2003). Por ejemplo, los quistes de G. duodenalis y los ooquistes de 

Cryptosporidium spp. pueden sobrevivir entre 2–6 meses en aguas a menos de 10 °C. El 

incremento de temperatura compromete la viabilidad de los (oo)quistes, particularmente a 

partir de los 37 °C (Ives et al., 2007). Los quistes de G. duodenalis y los ooquistes de 

Cryptosporidium spp. pueden ser completamente inactivados mediante incubación por encima 

de los 50 °C durante al menos 10 min. Además, los ooquistes de Cryptosporidium (pero no los 

quistes de G. duodenalis) son capaces de resistir periodos de congelación a –20 °C durante 24 

h. En el caso de las esporas de microsporidios, se ha podido determinar que pueden 

permanecer viables hasta un año a temperaturas de 10 °C a 30 °C. Sin embargo, por encima de 

esta temperatura la infectividad es reducida (Li et al., 2003). Estas estructuras de resistencia 

son también sensibles a ciclos de congelación/descongelación, la desecación y la exposición a 

la radiación solar (King et al., 2007). 

En tercer lugar, las estructuras de resistencia de estos protistas son de pequeño 

tamaño (por lo general < 15 µm de diámetro). Como consecuencia, poseen bajas velocidades 

de sedimentación (0,03–10 m/día) en matrices acuáticas y pueden permanecer en suspensión 
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en la columna de agua durante periodos de tiempo significativos (Medema et al., 1998). 

Además, los (oo)quistes y esporas de estos microorganismos pueden atravesar los filtros 

convencionales usados en las plantas de tratamiento de aguas, incluso cuando éstas son 

adecuadamente operadas y mantenidas (Betancourt y Rose, 2004), con el consiguiente riesgo 

de brotes de enfermedad gastrointestinal de transmisión hídrica en la población abastecida. 

Estas características tienen importantes implicaciones para las empresas responsables de 

proveer agua potable a las redes de suministro para consumo público, así como para las 

instituciones y organismos responsables de garantizar su calidad e inocuidad (Carmena, 2010). 

En cuarto lugar, los quistes de Blastocystis sp. (Zaki et al., 1996), E. histolytica (Jarrol et 

al., 1984), G. duodenalis y Cryptosporidium spp. (Betancourt y Rose, 2004) son resistentes a los 

tratamientos de desinfección por cloración en las concentraciones y tiempos de exposición 

comúnmente utilizados en el tratamiento de aguas destinadas al consumo humano. Este 

hecho indica que el tratamiento de agua basado únicamente en cloración es insuficiente para 

la inactivación de las formas de resistencia de estos patógenos (Carmena et al., 2007), 

debiendo ser complementado por otros métodos como la ozonización y la irradiación con luz 

ultravioleta. 

En quinto y último lugar, todos los protistas entéricos mencionados son altamente 

infectivos. Las dosis infectivas medias (DI50) asociadas a estos patógenos son bajas, 

estimándose en el rango de 9–1.042 ooquistes en el caso de Cryptosporidium spp. (DuPont et 

al., 1995; Okhuysen et al., 1999; Chappell et al., 2006), de 25–100 quistes en el caso de G. 

duodenalis (Smith et al., 2006) y de 1.000 quistes en el caso de E. histolytica (Plorde, 2004). 

1.4. Transmisión 

La ruta de transmisión de todos los protistas entéricos es siempre fecal-oral. Un hospedador 

susceptible (humano o animal) adquirirá el parásito tras ingerir de forma accidental quistes, 

ooquistes o esporas viables presentes en cualquier sustancia o material contaminado con 

restos fecales. La infección se originará tras el desenquistamiento/germinación de estas 

estructuras de resistencia en el tracto intestinal del nuevo hospedador para dar paso al estadio 

vegetativo correspondiente (ver secciones 1.6.2, 1.7.2, 1.8.2, 1.9.2, y 1.10.2). La ingestión de 

(oo)quistes y esporas puede ocurrir de forma indirecta a través de agua o alimentos 

contaminados, o por contacto directo con personas/animales infectados. El grado en que cada 

una de estas vías contribuye a causar enfermedad en el hombre depende de factores 

geográficos, socioeconómicos y epidemiológicos, pero, por regla general, se acepta que los 

casos esporádicos (es decir, no provenientes de brotes de enfermedad) atribuidos a estos 
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patógenos son adquiridos principalmente vía hídrica, seguido por contacto con animales de 

producción (o sus heces), contacto persona-persona, vía alimentaria y, finalmente, por 

contacto con animales de compañía (Innes et al., 2020). En cualquier caso, y siguiendo las 

premisas del concepto de salud única (Zinsstag et al., 2012; Stark et al., 2015), para conocer la 

epidemiología de estos parásitos es de vital importancia determinar su dinámica de 

transmisión, así como el rango de hospedadores naturales y su potencial zoonósico (Blake y 

Betson, 2017). 

1.4.1. Transmisión hídrica 

Las especies de protistas más relevantes transmisibles por agua que pueden causar infección 

en humanos son Acanthamoeba spp., Balantioides coli, Blastocystis sp., Cyclospora 

cayetanensis, E. histolytica, E. bieneusi, E. intestinalis, Cystoisospora belli, Naegleria fowleri, 

Sarcocystis spp. y Toxoplasma gondii (Esposito et al., 2012; Omarova et al., 2018). De ellos, 

Cryptosporidium spp. y G. duodenalis fueron responsable, respectivamente, del 63% y el 37% 

de los brotes de transmisión hídrica mundiales asociados tanto al consumo de agua de red 

como al uso de aguas recreativas (piscinas y parques acuáticos) documentados en el periodo 

2011–2016 (Efstratiou et al., 2017). Solo en EEUU, G. duodenalis fue el agente etiológico 

causante de 3 de cada 4 brotes hídricos reportados en el país ente 1971–2011, afectando a 

más de 41.000 personas (Adam et al., 2016). Los brotes causados por C. cayetanensis y E. 

histolytica son mucho menos frecuentemente identificados (Chen et al., 2001; Baldursson y 

Karanis, 2011; Guzman-Herrador et al., 2015). El mayor brote de criptosporidiosis asociado a 

consumo de agua identificado hasta la fecha ocurrió en Milwaukee (Wisconsin, EEUU) en 1997, 

afectando a más de 400.000 personas y causando 4.400 hospitalizaciones, más de 100 muertes 

y un impacto económico de más de 96$ millones (MacKenzie et al., 1994; Corso et al., 2003). El 

mayor brote hídrico de giardiosis tuvo lugar en Bergen (Noruega), viéndose afectadas más de 

2.500 personas (Nygård et al., 2006). 

La contaminación de aguas superficiales con materia fecal conteniendo (oo)quistes y 

esporas de estos patógenos puede ser el resultado, individual o colectivo, de varios procesos 

incluyendo el arrastre por aguas de escorrentía tras eventos de lluvia intensa o deshielo, 

manejo inadecuado del ganado y de sus excrementos, deficiencias en el funcionamiento de las 

plantas de tratamiento de aguas residuales o efluentes incontrolados y no tratados de estas 

últimas. La contribución relativa de cada uno de estos factores dependerá de las características 

particulares de cada cuenca hídrica (Carmena, 2010). 
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En España la ocurrencia de G. duodenalis y Cryptosporidium spp. en aguas superficiales 

se ha investigado principalmente en Aragón (Ramo et al., 2017), Cataluña (Gracenea et al., 

2018), Galicia (Castro-Hermida et al., 2008, 2009, 2015), Madrid (Galván et al., 2014) y País 

Vasco (Carmena et al., 2007). Las muestras analizadas procedían de ríos, afluentes y efluentes 

de plantas de tratamiento de agua potable y residual y de piscinas. Ambos parásitos han sido 

detectados en concentraciones de 0‒4 (oo)quistes/L en aguas de red para consumo humano 

(Carmena et al., 2007; Castro-Hermida et al., 2008, 2015; Ramo et al., 2017), y de 13 

ooquistes/L en aguas de piscina (Gracenea et al, 2018). Más del 90% de los (oo)quistes 

detectados eran viables (Castro-Hermida et al., 2015) y pertenecían a especies/genotipos 

potencialmente infectivos para el hombre incluyendo C. hominis, C. parvum, y C. ubiquitum 

dentro del género Cryptosporidium y al assemblage A dentro de G. duodenalis (Köster y 

Carmena, 2020). Se han descrito brotes de enfermedad gastrointestinal por criptosporidiosis 

asociados al consumo de agua o al uso de aguas recreativas en Madrid (Rodríguez-Salinas 

Pérez et al., 2000) y Navarra (Fuentes et al., 2015). Los microsporidios E. bieneusi, E. cuniculi y 

E. intestinalis han sido identificados en muestras de agua procedentes de cuencas 

hidrográficas y plantas de tratamiento de agua tanto potable como residual (Izquierdo et al., 

2011; Galván et al., 2013). Entamoeba histolytica y Blastocystis sp. han sido detectados por 

técnicas de metagenómica en aguas superficiales utilizadas para regadío (Moreno et al., 2018) 

y, más recientemente, E. histoytica y E. moshkovskii (junto con G.duodenalis y Cryptosporidium 

spp.) en plantas de tratamiento de aguas residuales en el norte de España (Benito et al., 2020). 

1.4.2. Transmisión animal-persona. Zoonosis 

Muchas especies de protistas enteroparásitos infectivas para el hombre lo son también para 

una gran diversidad de animales incluyendo animales de producción, animales de compañía y 

animales en cautividad y salvajes. Estos reservorios tienen por lo tanto el potencial de actuar 

como fuentes de infección humana por protozoos (Appelbee et al., 2005; Feng y Xiao, 2011; 

Ryan y Cacciò, 2013), estramenópilos (Parkar et al., 2010) y microsporidios (Mathis et al., 2005; 

Santín y Fayer, 2011; Li et al., 2019a). Si bien la transmisión zoonósica de estas especies está 

incuestionablemente aceptada por la comunidad científica, más dudas existen sobre la 

dimensión y frecuencia con la que este tipo de eventos ocurren realmente (O'Handley, 2007; 

de Lucio et al., 2017; Rehbein et al., 2019). Casi todos los estudios epidemiológicos publicados 

en especies animales estiman el potencial zoonósico del enteroparásito investigado en base a 

si éste ha sido previamente descrito en humanos o no. Este dato, por sí solo, no debe ser 

usado para inferir transmisión zoonósica debido a i) la ausencia, en muchos casos, de datos 

moleculares fiables a nivel de genotipo/subgenotipo; ii) la ausencia, en la inmensa mayoría de 
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casos, de una población humana control, y iii) la posibilidad, cada vez más evidente, de que 

muchas de las infecciones detectadas en animales sean de hecho de origen humano. Estas 

afirmaciones son particularmente válidas para especies animales en estrecho contacto con el 

hombre, como perros y gatos domésticos (Ballweber et al., 2010; Esch y Petersen, 2013). Por 

lo tanto, la demostración de transmisión zoonósica implica la presencia de un patógeno de la 

misma especie y genotipo/subgenotipo simultáneamente en poblaciones humanas y animales 

que comparten el mismo espacio físico y temporal. Bajo esta premisa, muy pocos estudios 

epidemiológicos realizados en animales domésticos (Inpankaew et al., 2007; Volotão et al., 

2007) y en cautividad (Parkar et al., 2010) han demostrado la ocurrencia de tales eventos, 

siendo muchos más lo que no han conseguido probarlos (Cooper et al., 2010; de Lucio et al., 

2017; Rehbein et al., 2019). 

La mayoría de las especies animales infectadas con protistas entéricos lo están por 

genotipos/subgenotipos especialmente adaptados a ellas y que no infectan (o lo hacen muy 

raramente) al hombre. Sin embargo, otras variantes genéticas de estos patógenos son mucho 

más laxas en cuando a sus requerimientos de hospedador. La evidencia más clara es la de C. 

parvum, una especie zoonósica de Cryptosporidium que infecta al hombre y a una gran 

variedad de mamíferos, predominantemente ungulados domésticos (Ryan et al., 2014). Los 

casos de criptosporidiosis humana por C. parvum son más prevalentes en áreas rurales con 

importante actividad ganadera de Irlanda, Holanda y EEUU (Zintl et al., 2009; Wielinga et al., 

2008; Feltus et al., 2006), alcanzando un pico estacional en primavera que ha sido asociado a 

transmisión zoonósica durante la temporada de partos del ganado vacuno y ovino (Chalmers 

et al., 2009). Los animales de producción y de vida libre también pueden actuar como 

importantes fuentes de contaminación de cuencas hidrográficas usadas para abastecer de 

agua potable a redes de distribución urbanas (Zahedi et al., 2015). 

En España, las poblaciones de perros y gatos domésticos analizadas en profundidad 

mediante técnicas moleculares no parecen actuar como reservorios adecuados de infecciones 

humanas por G. duodenalis y Cryptosporidium spp. (de Lucio et al., 2017; Gil et al., 2017; Adell-

Aledón et al., 2018), o Blastocystis sp. (Paulos et al., 2018). Actualmente se desconoce el papel 

de los animales como fuente de infección de microsporidiosis humana en España, aunque 

sabemos que tanto los carnívoros domésticos como salvajes pueden ser portadores de 

genotipos de E. bieneusi potencialmente infectivos para el hombre (Santín et al., 2018; Dashti 

et al., 2019). Por el contrario, el hallazgo de ooquistes de C. hominis (una especie de 

Cryptosporidium inicialmente considerada como específica de humanos) en un perro 

doméstico en Álava (Gil et al., 2017), un tejón salvaje en Asturias (Mateo et al., 2017) y cuatro 
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zorros salvajes en Galicia (Barrera et al., 2020) demuestran claramente el origen 

antropozoonósico de algunas de las infecciones por Cryptosporidium en estos (y muy 

probablemente otros) hospedadores animales no humanos. Esta evidencia epidemiológica y 

molecular ha contribuido a replantear recientemente la noción de especificidad de 

hospedador de C. hominis (Widmer et al., 2020). Finalmente, se demostró en aguas 

superficiales destinadas al consumo humano de Álava que las aves acuáticas podían ser una 

fuente de contaminación por quistes de G. duodenalis potencialmente infecciosos para el 

hombre (Cano et al., 2016). 

1.4.3. Transmisión persona-persona 

La transmisión persona-persona es una ruta importante para la dispersión de protistas 

entéricos, estando siempre asociada a hábitos higiénicos personales deficientes, 

infraestructuras de saneamiento subóptimas y condiciones de hacinamiento. Por estas 

razones, las infecciones tanto sintomáticas como asintomáticas causadas por estos patógenos 

son más frecuentemente reportadas en guarderías (Enserink et al., 2014), centros de acogida y 

cuidado de ancianos (White et al., 1989), centros hospitalarios (Koch et al., 1985) y en 

población reclusa (Angal et al., 2015), entre otros. La giardiosis y la criptosporidiosis son 

especialmente prevalentes en niños menores de tres años, por lo que el cambio de pañales en 

guarderías es un factor de riesgo para el personal que los atiende (Hoque et al., 2001). Estas 

enfermedades, además de la amebiosis, pueden también transmitirse por vía sexual anal u oral 

(contacto orofecal), por lo que algunos colectivos homosexuales son más propensos a 

padecerlas (Hellard et al., 2003; Escobedo et al., 2014; Fernández-Huerta et al., 2019). 

Además, existe evidencia demostrando que la criptosporidiosis puede trasmitirse a partir de 

secreciones respiratorias vía inhalación de partículas aerosolizadas o por contacto con fómites 

(cuerpos inermes) contaminadas por ellas (Sponseller et al., 2014). 

En España existen varios trabajos epidemiológicos moleculares demostrando que la 

transmisión persona-persona es causa no solo de brotes de enfermedad sintomática en 

guarderías (Goñi et al., 2015), sino también de infecciones subclínicas en niños en edad 

preescolar (Mateo et al., 2014). Por otra parte, E. histolytica fue el protista entérico más 

comúnmente identificado (20,5%) en población homosexual en Barcelona (Fernández-Huerta 

et al., 2019). La situación epidemiológica de las principales enfermedades causadas por 

protistas entéricos en España se describe con más detalle en la sección 1.11. 
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1.4.4. Transmisión alimentaria 

Estudios epidemiológicos recientes han demostrado que los alimentos contaminados son una 

vía de transmisión de protistas entéricos (además de helmintos) mucho más relevante de lo 

inicialmente estimado (Ryan et al., 2018, 2019; Almeria et al., 2019). Es previsible que esta 

tendencia se vea intensificada en los próximos años como consecuencia directa del impacto 

que la globalización y el cambio climático está ejerciendo en los ecosistemas y los patrones de 

transmisión de estos patógenos (Pozio, 2020). La falta de técnicas de detección estandarizadas 

y de protocolos de vigilancia epidemiológica específicamente adaptados a estos productos 

representan una seria limitación para conocer el alcance real de la vía alimentaria en la 

transmisión de patógenos intestinales (Trevisan et al., 2019). 

En base a criterios como impacto en salud pública, repercusión económica en 

comunidades vulnerables o relevancia comercial, la Organización de las Naciones Unidas para 

la Alimentación y la Agricultura (FAO) y la Organización Mundial de la Salud (OMS) han 

indicado que la criptosporidiosis, la amebiosis y la giardiosis ocupan los puestos quinto, sexto y 

onceavo en la lista de parásitos de transmisión alimentaria más relevantes (Devleesschauwer 

et al., 2017). Solo en el caso de Cryptosporidium spp. se estima que hay 8,6 millones de casos 

de infección por este protozoo asociados a transmisión alimentaria en el mundo, causando 

3.759 muertes y 296.156 años de vida ajustados por discapacidad (AVAD) en 2010 

(Organización Mundial de la Salud, 2015). 

Los (oo)quistes y esporas de protistas entéricos han sido hallados en una gran 

diversidad de alimentos incluyendo verduras frescas, ensaladas envasadas, frutos, leche no 

pasteurizada de vaca y de oveja, productos lácteos, salsas de origen vegetal, condimentos e 

incluso carne cruda o poco cocinada (Ryan et al., 2018, 2019; Almeria et al., 2019). También se 

han encontrado (oo)quistes y esporas en moluscos bivalvos filtradores de agua como ostras, 

almejas y mejillones (Palos Ladeiro et al., 2013). Frutos (particularmente fresas, arándanos y 

afines) y vegetales son contaminados mediante irrigación con aguas no tratadas que contienen 

restos fecales de origen humano o animal, o por la aplicación de estiércol como fertilizante. La 

contaminación antroponósica también es posible durante el cosechado, envasado, distribución 

y preparación de estos alimentos cuando los trabajadores agrícolas y los manipuladores de 

alimentos no cumplen con la normativa de buenas prácticas e higiene personal (Colli et al., 

2014; Figgatt et al., 2017). Por lo general, los brotes alimentarios descritos tienden a afectar a 

un número más limitado de personas que los de origen hídrico (Pönka et al., 2009; Blackburn 

et al., 2006). 
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En España, los estudios dirigidos a determinar la frecuencia de protistas entéricos en 

alimentos son escasos. Se ha detectado la presencia de quistes de G. duodenalis y ooquistes de 

Cryptosporidium en verduras irrigadas con aguas contaminadas en Valencia (Amorós et al., 

2010) y en moluscos bivalvos marinos en Galicia (Gomez-Bautista et al., 2000; Gómez-Couso et 

al., 2004) y de agua dulce/salobre en Zaragoza (Mosteo et al., 2016). Estudios experimentales 

murinos han demostrado la viabilidad de los ooquistes de Cryptosporidium spp. en almejas 

artificialmente inoculadas con este patógeno (Freire-Santos et al., 2001). 

1.5. Diagnóstico molecular. Aplicaciones y relevancia epidemiológica 

Los ensayos moleculares basados en la amplificación de ADN mediante la reacción en cadena 

de la polimerasa (PCR) están inexorable e irreversiblemente reemplazando a los métodos 

tradicionales (principalmente microscopía) en el diagnóstico de primera línea de protistas 

entéricos causantes de trastornos gastrointestinales (McHardy et al., 2014; Ryan et al., 2017). 

Esta tendencia, iniciada en laboratorios de referencia e investigación, se va extendiendo 

progresivamente a los laboratorios microbiológicos de centros clínicos y asistenciales, sobre 

todo en países de renta alta (van Lieshout y Roestenberg, 2015). Aunque con mucha más 

dificultad y retraso debido a importantes limitaciones económicas y de carencia de personal 

cualificado, es esperable (y muy deseable) que esta tecnología también se vaya implantando 

de forma paulatina en países de renta media y baja (Meurs et al., 2017). Una de las grandes 

ventajas que ofrece la PCR en su formato en tiempo real múltiple (qPCR) es la posibilidad de 

detectar simultáneamente patógenos de origen vírico, bacteriano y parasitario que causan 

síntomas clínicos parecidos (diagnóstico sindrómico) a partir de la misma muestra (Momčilović 

et al., 2019; Dacal et al., 2020). En el caso de protistas enteroparásitos, esta metodología 

permite: 

i) Detectar cantidades ínfimas de ADN parasitario y mejorar ostensiblemente la 

sensibilidad diagnóstica de los métodos convencionales (Llewellyn et al., 2016). 

ii) Identificar patógenos (Blastocystis sp., Cryptosporidium spp., C. cayetanensis, D. 

fragilis, microsporidios) de forma eficiente sin recurrir a procedimientos y/o tinciones 

específicos (Taniuchi et al., 2011). 

iii) Diferenciar especies patógenas y apatógenas, como E. histolytica y E. dispar (Tanyuksel 

y Petri, 2003). 

iv) Mejorar los flujos de trabajo de forma coste-efectiva, reducir el tiempo de respuesta y 

de inicio de tratamiento y minimizar la generación de resultados falsos positivos 

(Goldenberg et al., 2015). 
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A pesar de estas ventajas, las técnicas moleculares también presentan limitaciones que 

deben ser siempre tenidas en cuenta. Las más obvias son la imposibilidad de determinar la 

viabilidad/infectividad de una muestra positiva, y la dificultad para diferenciar infecciones 

sintomáticas y asintomáticas de eventos de transporte mecánico sin infección (Binnicker, 

2015). 

El conocimiento de la epidemiología y dinámica de transmisión de los protistas 

enteropatógenos requiere un conocimiento profundo de su estructura genética poblacional y 

evolutiva. Las técnicas de PCR asociadas a secuenciación Sanger y, más recientemente, de 

secuenciación masiva (NGS, Next Generation Sequencing) proporcionan una poderosa 

herramienta para generar este tipo de información, permitiendo determinar con precisión la 

frecuencia y diversidad molecular a nivel de secuencia nucleotídica de un patógeno concreto 

(Lymbery y Thompson, 2012). Estas aproximaciones posibilitan múltiples aplicaciones (Figura 

1) incluyendo el uso de marcadores genéticos optimizados para la detección o la 

caracterización molecular del patógeno de interés (Monis et al., 2005), la determinación de 

distancias evolutivas en análisis filogenéticos (Morrison, 2005) y de taxonomía (Monis et al., 

2009; Cacciò y Sprong, 2010), la estimación de frecuencias alélicas en estudios de genética 

poblacional (Cooper et al., 2007; Das y Ganguly, 2014), la emergencia de nuevos genotipos 

virulentos (Fan et al., 2019), el estudio de mecanismos de reproducción asexual, sexual y de 

recombinación genética (Andersson, 2012; Li et al., 2013), la descripción de nuevos ciclos de 

transmisión (Li et al., 2019a), el estudio de brotes de enfermedad (Xiao y Feng, 2017), la 

vigilancia epidemiológica activa (Merino et al., 2019), el estudio de resistencias a los 

tratamientos farmacológicos habituales (Müller et al., 2008) o su asociación con la microbiota 

intestinal del hospedador (Stensvold y van der Giezen, 2018; Tito et al., 2019). 

 

Figura 1. Aplicaciones de las técnicas moleculares basadas en PCR y secuenciación para el estudio de la 

biología, epidemiología, diagnóstico y tratamiento de protistas entéricos de relevancia en salud pública. 
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1.6. Giardia duodenalis 

Giardia duodenalis (sinónimo G. intestinalis, G. lamblia) es un parásito eucariota intestinal que 

infecta el tracto digestivo de humanos y otros mamíferos, produciendo la enfermedad 

denominada giardiosis. El descubrimiento del parásito es atribuido a Antonie van 

Leeuwenhoek a finales del siglo XVI, quien durante sus investigaciones microscópicas lo halló 

en su propia materia fecal diarreica (Dobell, 1920). Ya en el siglo XVIII Lamblen identificó este 

organismo como Cercomonas intestinalis (Elmendorf et al., 2003). En el siglo XIX, Kunstler 

sugirió el nombre de Giardia en honor a su tutor A.M. Giard en París, cuando lo encontró en 

renacuajos. Posteriormente, a principios del siglo XX, Stiles lo denominó Giardia lamblia en 

homenaje al profesor Lambl, que redescubrió la especie y proporcionó su primera descripción 

completa (Rajurkar et al., 2012). 

Giardia duodenalis es reconocido como el protozoo intestinal más común en el tracto 

digestivo humano, causando infecciones sintomáticas a 250–300 millones de personas 

anualmente, principalmente en países de renta baja (Pires et al., 2015). Las manifestaciones 

clínicas de la giardiosis varían desde ausencia de sintomatología a diarrea crónica (Einarson et 

al., 2016). La malabsorción de nutrientes es una de las consecuencias más graves de la 

enfermedad, causando anemia, diarrea y retraso en el desarrollo de las funciones cognitivas de 

los niños infectados (Halliez y Buret, 2013). Aunque en menor medida que en países de baja 

renta, estos efectos también son perceptibles en poblaciones pediátricas en países 

desarrollados incluido España (Azcona-Gutiérrez et al., 2017). La giardiosis representa un serio 

problema de salud pública en países de alta endemicidad y causa un considerable impacto 

socioeconómico debido a la alta prevalencia y morbilidad de la infección. Por estas razones la 

giardiosis fue incorporada oficialmente en la Iniciativa de Enfermedades Desatendidas de la 

OMS en 2004 (Savioli et al., 2006). 

1.6.1. Taxonomía y diversidad genética 

La taxonomía del género Giardia sigue siendo controvertida debido a la amplia gama de 

hospedadores susceptibles de ser infectados y a la limitación de las características 

morfológicas confiables para definir especies independientes. Estos problemas han sido 

parcialmente resueltos con la llegada de las herramientas moleculares basadas en PCR y 

secuenciación (Sulaiman et al., 2004). 

De acuerdo con la sistemática propuesta por Cavalier-Smith (2003) y Ruggiero et al. 

(2015) basada en la combinación de datos genéticos, estructurales y bioquímicos, el encuadre 

taxonómico actual del género Giardia se describe a continuación: 
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Reino – Protozoa 

Subreino – Eozoa 

Infrareino – Excavata 

Filo – Metamonada 

Clase – Eopharyngea 

Orden – Diplomonadida 

Familia – Hexamitidae 

Género – Giardia 

Actualmente, el género Giardia comprende seis especies, siendo G. duodenalis la única 

infectiva para el hombre, aunque también se encuentra en muchos otros mamíferos, incluidos 

animales de producción y de compañía (Ryan y Cacciò, 2013; Feng y Xiao, 2011) (Tabla 2). Filice 

realizó en 1952 un intento preliminar de racionalizar la complejidad taxonómica intrínseca de 

Giardia, proponiendo la asignación de especies descritas previamente en tres grupos distintos: 

G. duodenalis, G. muris y G. agilis (Filice, 1952). Estudios posteriores de microscopía 

ultraestructural ampliaron el género con la descripción de tres nuevas especies que infectan a 

aves (G. ardeae y G. psittaci) y roedores (G. microti). Más tarde, todas las especies se han 

redefinido en base a la secuenciación de los genes tanto del ARN ribosómico como de beta 

giardina, triosa fosfato isomerasa, y glutamato deshidrogenasa, entre otros. 

Tabla 2. Especies actualmente reconocidas en el género Giardia y variabilidad genética observada 

dentro de G. duodenalis incluyendo el nombre de especie propuesto para cada genotipo o assemblage. 

Adaptado de Feng y Xiao, 2011. 

Especie Hospedador principal Reportado 
en humanos 

Giardia agilis Anfibios No 

Giardia ardeae Aves No 

Giardia psittaci Aves No 

Giardia microti Roedores No 

Giardia muris Roedores No 

Giardia duodenalis Humanos y otros mamíferos  Sí  

Assemblage A (= G. duodenalis a) Humanos y otros mamíferos Sí 

Assemblage B (= G. entérica a) Humanos y otros mamíferos Sí 

Assemblage C (= G. canis a) Perros y cánidos salvajes Sí 

Assemblage D (= G. canis a) Perros y cánidos salvajes Sí 

Assemblage E (= G. bovis a) Ungulados domésticos y 
salvajes 

Sí 

Assemblage F (= G. cati a) Gatos y félidos salvajes Sí 

Assemblage G (= G. simondi a) Ratones y ratas No 

Assemblage H Pinnípedos marinos  No 
a Nombre de especie propuesto. 
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Giardia duodenalis es actualmente considerada como un complejo que agrupa ocho 

genotipos (assemblages, A-H) con acusadas diferencias en rango/especificidad de 

hospedadores, virulencia y distribución geográfica. Las distancias genéticas que separan estos 

genotipos son considerables, y estudios recientes a nivel del genoma completo indican que al 

menos los assemblages A, B y E representan en realidad especies distintas (Franzén et al., 

2009; Thompson y Monis, 2011). Muy probablemente estas variantes genéticas adquieran el 

estatus de especie independiente en un futuro cercano (Tabla 2). Los genotipos A y B son los 

más frecuentemente hallados en el hombre, aunque ambas variantes también infectan otras 

especies animales incluyendo animales de producción y de compañía y tienen por lo tanto 

potencial zoonósico (Ryan y Cacciò, 2013). De forma ocasional, los genotipos C-F han sido 

reportados causando infecciones oportunistas en humanos, sobre todo en niños e individuos 

inmunocomprometidos (Foronda et al., 2008; Traub et al., 2009). 

Estudios moleculares basados en el análisis de secuencias multilocus han demostrado 

una elevada variabilidad genética intragenotípica. Así, los assemblages A y B estarían 

subdivididos en cuatro (AI-AIV y BI-BIV) sub-assemblages cada uno (Monis et al., 2003). Los 

sub-assemblages AI y AII se distribuyen en humanos y otros mamíferos, mientras que AIII y AIV 

se encuentran circulando en especies animales no humanas. Los sub-assemblages BIII y BIV 

son especialmente prevalentes en humanos, mientras que BI y BII se hallan 

predominantemente en otras especies animales (Feng y Xiao, 2011). Los assemblages C-H 

presentan una menor diversidad en sus secuencias nucleotídicas y no se subdividen en sub-

assemblages. En España el assemblage B es más frecuentemente encontrado en humanos que 

el assemblage A (de Lucio et al., 2015; Azcona-Gutiérrez et al., 2017). Esta proporción se 

mantiene al comparar datos de países de rentas altas y bajas, pero en estos últimos la 

frecuencia de infecciones mixtas es mayor (Ryan y Cacciò, 2013; Einarsson et al., 2016). 

Algunos estudios han propuesto que el assemblage A se asocia más a la diarrea intermitente y 

el assemblage B, a la diarrea persistente (Homan y Mank, 2001), mientras que los individuos 

con assemblage A parecen más propensos a ser sintomáticos (Haque et al., 2005). Sin 

embargo, actualmente no hay una relación clara entre el genotipo de G. duodenalis y la 

presencia e intensidad de los signos clínicos. 

1.6.2. Morfología 

Giardia duodenalis presenta dos estadios de desarrollo: el trofozoíto, que es la forma 

vegetativa, y el quiste, que es la forma infecciosa. El trofozoíto (14‒20 μm de largo por 7‒10 

μm de ancho) es entre piriforme y ovalado con simetría bilateral; posee una superficie dorsal 

convexa y un gran disco adhesivo ventral; está constituido por dos núcleos y posee cuatro 
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pares de flagelos que le aportan movilidad (Figura 2). Los trofozoítos se desarrollan en las 

criptas glandulares y submucosa del duodeno y yeyuno proximal. En respuesta a la 

estimulación por colesterol y sales biliares los trofozoítos inician el proceso de enquistamiento 

para formar quistes, la forma de transmisión del parásito, que son inmediatamente infecciosos 

en el momento de la excreción (Huang y White, 2006). Los quistes de G. duodenalis son de 

forma ovalada (8‒12 μm de largo por 7‒10 μm de ancho) con una delgada pared hialina. Los 

quistes inmaduros son binucleados, pero los maduros presentan cuatro núcleos y otras 

estructuras internas denominadas cuerpos medianos curvos y axonemas longitudinales (Figura 

2). Los quistes de G. duodenalis pueden mantener su infectividad en condiciones de 

temperatura y humedad adecuadas, aunque son sensibles a la desecación. Además, son 

resilientes a las condiciones de acidez estomacales y al tratamiento con cloro en las 

concentraciones y tiempos de exposición comúnmente utilizados en los tratamientos del agua 

de consumo (Carmena, 2010). 

 

Figura 2. Estructura de los estadios de desarrollo de Giardia duodenalis. (A) Dibujo esquemático de un 

trofozoíto. (B) Tinción tricrómica de un trofozoíto de G. duodenalis observado a 1000×. (C) Dibujo 

esquemático de un quiste. (D) Tinción tricrómica de un quiste de G. duodenalis observado a 1000×. 

Fuente: Calero-Bernal y Carmena (2018). 
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La multiplicación de G. duodenalis es considerada exclusivamente asexual. No se han 

hallado células diferenciadas (gametos) ni mecanismos de reproducción sexual que impliquen 

recombinación genética. Sin embargo, estudios epidemiológicos (Lasek-Nesselquist et al., 

2009) y de genética poblacional (Cooper et al., 2007) han cuestionado esta noción y 

demostrado que, al menos ocasionalmente, el intercambio de material genético es posible a 

través de procesos de fusión nuclear (cariogamia) o trasferencia de plásmidos episomales 

(Poxleitner et al., 2008). Estos fenómenos son más frecuentes en áreas endémicas donde la 

frecuencia de transmisión del parásito es alta. 

1.6.3. Clínica y patogénesis 

En los casos sintomáticos la infección por G. duodenalis puede cursar con un amplio rango de 

signos clínicos siendo los más frecuentes diarrea aguda o crónica, deshidratación, molestias 

abdominales y pérdida de peso. En los niños el riesgo de desnutrición es alto porque la diarrea 

y la consiguiente malabsorción de nutrientes son causa de anemia (deficiencia de vitamina B12 

y ferritina) y retraso en el desarrollo psicomotor y cognitivo debido a la deficiencia de 

proteínas, carbohidratos, lípidos y vitaminas liposolubles (Berkman et al., 2002; Carvalho-Costa 

et al., 2007). 

Los mecanismos subyacentes a la patogénesis de G. duodenalis siguen sin conocerse 

completamente. Varios procesos fisiopatológicos se han asociado con la infección, incluidos la 

disrupción de las uniones estrechas de las células del epitelio intestinal y la inducción de 

procesos de apoptosis (Koh et al., 2013), el cambio en la permeabilidad de los enterocitos 

como resultado del efecto citopatológico de metabolitos (proteasas, toxinas) del parásito 

(Vivancos et al., 2018) o la inducción de disbiosis en la microbiota intestinal del hospedador 

(Beatty et al., 2017). Como consecuencia de estos procesos patogénicos las microvellosidades 

del borde en cepillo del epitelio intestinal se acortan resultando en deficiencias en 

disacaridasas y otras enzimas (Cotton et al., 2011), así como en cambios en la permeabilidad y 

la absorción intestinal (Buret, 2007). 

1.6.4. Diagnóstico laboratorial 

Tradicionalmente, el diagnóstico de la infección por G. duodenalis se basa en el examen de 

muestras de heces mediante microscopía para la identificación de quistes y, en casos de 

muestras diarreicas, también trofozoítos. Sin embargo, la variabilidad en los patrones de 

excreción de formas parasitarias hace que la sensibilidad de esta técnica sea dependiente del 

número de muestras fecales examinadas, así como del uso o no de métodos de concentración 

(Cama y Mathison, 2015). Aunque la microscopía es laboriosa y requiere personal capacitado, 
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se considera una técnica económica y relativamente rápida que además permite la detección 

de otros parásitos en la misma muestra (El-Nahas et al., 2013). 

Además de la microscopía se han validado también diferentes métodos para el 

diagnóstico de la giardiosis basados en análisis inmunológicos y moleculares (Garcia et 

al.,2017). De éstas, y debido a su mayor sensibilidad y especificidad diagnóstica, las técnicas 

basadas en PCR son las más prometedoras. Además, el análisis de secuencias de los productos 

de amplificación obtenidos permite determinar la especie y genotipo/subgenotipo de G. 

duodenalis implicada en la infección. Recientemente se han desarrollado protocolos de qPCR 

de alto rendimiento en formato múltiple que permiten la detección simultánea de varias 

especies de parásitos y otros patógenos entéricos de forma rápida y eficiente, siendo 

herramientas de gran utilidad en laboratorios clínicos (Shin et al., 2018; Dacal et al., 2020). Los 

métodos moleculares son extremadamente sensibles a la calidad del ADN de partida, por lo 

que la elección del método de extracción y purificación de ADN es un elemento clave para 

maximizar las opciones de éxito en estas reacciones (Paulos et al., 2016). 

1.6.5. Tratamiento y prevención 

Existe un número notable de fármacos efectivos para el tratamiento de la giardiosis humana, 

siendo el de elección el metronidazol (Vivancos et al., 2018). Otras opciones terapéuticas para 

el tratamiento de la infección incluyen otros nitroimidazoles como el tinidazol, el ornidazol y el 

secnidazol (Gardner y Hill, 2001). La mayoría de estos fármacos responden a un curso único de 

tratamiento, especialmente cuando se administra metronidazol o quinacrina. En pacientes 

refractarios al tratamiento habitual (bien por resistencia, recaída o baja adhesión al 

tratamiento prescrito) puede ser necesaria la administración en varios cursos de distintos 

fármacos, bien de forma única o combinada. En ocasiones estos tratamientos generan 

problemas de toxicidad, efectos secundarios no deseados y alteraciones de la microbiota 

intestinal normal. 

El metronidazol se absorbe rápida y completamente después de la administración oral 

y penetra en tejidos corporales, evidenciándose en fluidos biológicos como saliva, leche 

materna, semen y secreciones vaginales. El fármaco se metaboliza principalmente en el hígado 

y se excreta en la orina (Lau et al., 1992). Se estima que ~20% de los casos de giardiosis 

humana son refractarios a los tratamientos farmacológicos habituales con metronidazol y 

tinidazol (Lalle, 2010). Muchos de estos casos de viajeros procedentes de países del sureste 

asiático (Nabarro et al., 2015). 
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Dado que los quistes de G. duodenalis son fácilmente transmitidos a través de agua 

contaminada, las medidas de control más eficientes contra este parásito son las dirigidas a 

garantizar la calidad del agua de consumo mediante la eliminación física (filtración, floculación, 

sedimentación) o inactivación (p.e. radiación UV) de sus formas de resistencia. En países de 

renta baja o media éste es un problema grave para las instituciones y autoridades 

responsables de garantizar el suministro de agua potable, ya que las regiones más afectadas 

por la enfermedad son siempre aquéllas con acceso limitado al agua potable y al saneamiento 

(Hotez et al. 2015). La transmisión persona-persona y animal-persona es prevenible mediante 

la adopción de hábitos higiénicos apropiados como el lavado de manos. El tratamiento de 

personas asintomáticas que excretan quistes está indicado para prevenir la autoinfección y la 

propagación de la infección a personas sanas. 

1.7. Cryptosporidium spp. 

Cryptosporidium es un género de parásitos apicomplejos patógenos intracelulares obligados 

que infectan una amplia gama de vertebrados, incluido el hombre. Históricamente fue Ernest 

Edward Tyzzer quien en 1907 describió la especie tipo (C. muris) en glándulas gástricas de 

ratones (Tyzzer, 1907). Posteriormente los estadios infectivos del parásito fueron identificados 

en el intestino del mismo hospedador, denominándose esta especie C. parvum (Tyzzer, 1912). 

Cryptosporidium spp. es reconocido por primera vez como patógeno humano en 1976, tras ser 

identificado en un niño inmunocompetente y en un adulto inmunosuprimido con diarrea 

(Nime et al., 1976; Meisel et al., 1976). 

La criptosporidiosis representa un serio problema de salud pública global. Los 

resultados de grandes estudios epidemiológicos de campo como el Global Enteric Multicenter 

Study (GEMS) y el Etiology, Risk Factors, and Interactions of Enteric Infections and Malnutrition 

and the Consequences for Child Health and Development Project (MAL-ED) han revelado que la 

criptosporidiosis afecta a más de 7 millones de niños y causa más de 200.000 muertes en niños 

menores de 2 años en países de África subsahariana y el sudeste asiático. Como en el caso de 

la giardiosis, la criptosporidiosis también está asociada a retraso en el desarrollo psicomotor y 

cognitivo de los niños afectados (Kotloff et al., 2013; Korpe et al., 2018). En países de renta alta 

las infecciones por Cryptosporidium spp. causan un número significativo de ingresos 

hospitalarios en niños, ancianos, individuos inmunocomprometidos y viajeros provenientes de 

áreas endémicas (Fletcher et al., 2012; Duplessis et al., 2017). 
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1.7.1. Taxonomía y diversidad genética 

Los intentos iniciales para diferenciar especies dentro del género Cryptosporidium estaban 

basados casi exclusivamente en rasgos morfológicos distintivos y diferencias aparentes en el 

rango de hospedadores susceptibles de ser infectados. Sin embargo, los ooquistes de 

diferentes especies de Cryptosporidium son de pequeño tamaño y muy parecidos entre ellos, 

por los que la asignación a una especie concreta debe basarse en criterios moleculares (Fall et 

al., 2003). Por esta razón la mayoría de los ooquistes encontrados en humanos y especies 

animales hasta el final de la década de 1990 fueron identificados y publicados como C. parvum, 

C. parvum-like o simplemente Cryptosporidium, asumiéndose que las infecciones humanas 

eran de origen animal (Fayer, 2010). Sin embargo, la demostración de que el parásito también 

podía transmitirse por contacto directo persona-persona sugirió la existencia de dos genotipos 

independientes de Cryptosporidium: el ”genotipo humano”, transmitido persona-persona, y el 

“genotipo bovino”, transmitido de animales (principalmente bovinos domésticos) al hombre 

(Casemore y Jackson, 1984). El genotipo humano fue finalmente designado como C. hominis en 

2002 (Morgan-Ryan et al., 2002), mientras que el “genotipo bovino” continuó denominándose 

C. parvum. 

En base a características biológicas (ausencia de mitocondrias y apicoplasto) y 

moleculares (carencia de la mayoría de los genes nucleares) el género Cryptosporidium es el 

único miembro de la subclase Cryptogregaria (Cavalier-Smith, 2014; Ruggiero et al., 2015), 

siendo su encuadre taxonómico el siguiente: 

Reino – Chromista 

Subreino – Harosa (Supergrupo SAR) 

Superfilo – Alveolata (Filo Miozoa) 

Subfilo – Myzozoa (Infrafilo Apicomplexa) 

Superclase – Sporozoa (Clase Gregarinomorphea) 

Orden – Cryptogregarida 

 Familia – Cryptosporidiidae 

  Género  – Cryptosporidium 

Al menos 46 especies de Cryptosporidium son actualmente consideradas como 

taxonómicamente válidas, de las que 18 pueden causar infecciones en humanos (Tabla 3). De 

ellas C. hominis y C. parvum son responsables de más del 90% de los casos reportados 

globalmente (Xiao, 2010; Ryan et al., 2014). Otras especies menos frecuentes causantes de 

criptosporidiosis humana son C. meleagridis, C. ubiquitum y C. viatorum. 
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Tabla 3. Taxonomía actual del género Cryptosporidium. 

Especies Hospedador(es) principal(es) Reportado en humanos 

C. alticolis Roedores No 

C. andersoni Cabras Esporádicamente  

C. apodemi Roedores No 

C. avium Aves No 

C. baileyi Aves No 

C. bollandi Peces No 

C. bovis Cabra Esporádicamente 

C. canis Perros, cánidos salvajes Esporádicamente 

C. cichlidis Peces No 

C. cuniculus Conejos Moderadamente 

C. ditrichi Roedores No 

C. ducismarci Tortugas No 

C. erinacei Erizos, caballos Esporádicamente 

C. fayeri Marsupiales Esporádicamente 

C. felis Gatos Esporádicamente 

C. fragile Anfibios No 

C. galli Aves No 

C. homai Roedores No 

C. hominis Humanos, primates no humanos Muy comúnmente 

C. huwi Peces No 

C. macropodum Marsupiales No 

C. meleagridis Aves y humanos Moderadamente 

C. microti Roedores No 

C. molnari Peces No 

C. muris Roedores, aves Esporádicamente 

C. occultus Roedores No 

C. ornithophilus Aves No 

C. parvum Rumiantes y humanos Comúnmente 

C. pestis Rumiantes y humanos Muy comúnmente 

C. proliferans Roedores No 

C. proventriculi Aves No 

C. ratti Ratas No 

C. reichenbachklinkei Peces No 

C. rubeyi Roedores No 

C. ryanae Cabra, ungulados salvajes No 

C. scophthalmi Peces No 

C. scrofarum Cerdos, jabalís Esporádicamente 

C. serpentis Reptiles No 

C. suis Cerdos Esporádicamente 

C.testudinis Tortugas, cocodrilos No 

C. tyzzeri Roedores Esporádicamente 

C. ubiquitum Rumiantes, roedores, primates Comúnmente 

C. varanii Reptiles No 

C. viatorum Humanos, roedores Moderadamente 

C. wrairi Roedores No 

C. xiaoi Ovejas, cabras Esporádicamente 
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Desde su primera descripción en 2000, el gen codificante de la glicoproteína de 60 kDa 

(gp60) es el marcador genético más utilizado para el genotipado de C. parvum y C. hominis. La 

elevada variabilidad en la secuencia de este locus permite categorizar C. parvum y C. hominis 

en múltiples familias de subtipos en base a diferencias en el número de repeticiones de tri-

nucleóticos (TCA, TCG o TCT) presentes a continuación del extremo 3´ de la secuencia del 

péptido señal del gen (Strong et al., 2000). Posteriormente se han ido desarrollando 

protocolos específicos basados en gp60 para el genotipado de otras especies de 

Cryptosporidium incluyendo C. fayeri (Power et al., 2009), C. meleagridis (Stensvold et al., 

2014), C. ubiquitum (Li et al., 2014), C. viatorum (Stensvold et al., 2015), C. felis (Rojas-Lopez et 

al., 2020) y C. ryanae (Yang et al., 2020). 

Los subtipos basados en secuencias gp60 se nombran designando la especie con un 

numeral romano (I: C. hominis, II: C. parvum, III: C. meleagridis, etc.) y la familia con una letra 

(a, b, c, etc.). A continuación, se indica el número de repeticiones TCA (representado por la 

letra A), TCG (representado por la letra G) o TCT (representado por la letra T). Por ejemplo, el 

genotipo IeA11G3T3 indicaría que el parásito pertenecería a la familia ´e´ de C. hominis y 

tendría 11 copias del tri-nucléotico TCA, tres copias de TCG y tres copias de TCT en su 

secuencia (Sulaiman et al., 2005; Xiao, 2010). De forma adicional, otras secuencias repetitivas 

presentes en algunas familias de subtipos (AAGACGGTGGTAAGG o sus variaciones en Ia, 

AAGAAGGCAAAGAAG o sus variaciones en If y ACATCA en IIa) se designan con la letra R al final 

del subtipo, como el caso de C. parvum IIaA15G2R1 (Ryan et al., 2014). Así, se han descrito 10 

familias (Ia-Ik) de subtipos en C. hominis y 19 familias (IIa-IIt) de subtipos en C. parvum, de las 

cuales IIa y IId son zoonósicas (Anexo I). En humanos son frecuentes las familias de subtipos Ia, 

Ib, Id, Ie, If y Ig en C. hominis, y IIa, IIc y IId en C. parvum (Xiao y Feng, 2017). 

1.7.2. Morfología 

El estadio infeccioso de Cryptosporidium es el ooquiste, de forma esférica o ligeramente 

ovoide y un diámetro de 4–6 µm. Posee una gruesa pared trilaminar continua excepto en uno 

de los polos, que es un punto de sutura sensible a la acción de la tripsina y otras proteasas. La 

capa más externa es rica en glicoproteínas, la central contiene sobre todo glicolípidos y la más 

interna está compuesta principalmente por glicoproteínas organizadas en filamentos de 

apariencia lineal que proporcionan un grado de elasticidad a la pared del ooquiste. Por su 

parte, la estructura interna está formada por 4 esporozoitos vermiformes y cuerpos residuales 

que no son claramente visibles durante el examen microscópico (Fayer y Ungar, 1986). Debido 

a la complejidad de su ciclo de vida, Cryptosporidium posee diversos estadios de desarrollo 

intracelulares que se resumen en la Figura 3. 
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Figura 3. Representación esquemática del ciclo de vida de Cryptosporidium spp. Tras la rotura del 

ooquiste desencadenada por la acción de proteasas y aminopeptidasas en el estómago y el duodeno (a), 

los esporozoítos liberados en el lumen intestinal penetran en las microvellosidades intestinales (b) y 

forman vacuolas parasitóforas (c). En esta estructura, intracelular pero extracitoplasmática, el parásito 

se transforma en trofozoítos para reproducirse asexualmente y formar merontes tipo I (d y e). Los 

merontes tipo I infectan células adyacentes del epitelio intestinal y vuelven a reproducirse asexualmente 

para generar nuevos merontes tipo I pero también merontes tipo II (f). Los merontes tipo II inician un 

ciclo de reproducción sexual transformándose en microgametos (g) y macrogametos (h). Los cigotos 

formados como consecuencia de la fusión de micro- y macrogametos (i) entran en una fase de 

esporogonia (j) para generar ooquistes de pared gruesa (k) o delgada (l). Los ooquistes de pared gruesa 

contienen 4 esporozoítos y son expulsados con las heces del hospedador, mientras que los ooquistes de 

pared delgada son autoinfectivos y contribuyen a mantener la infección durante periodos prolongados. 

Fuente: Khan et al. (2018). 

1.7.3. Clínica y patogénesis 

Las manifestaciones clínicas de la criptosporidiosis son patentes tras un período de incubación 

de 2 a 14 días y varían desde leves trastornos gastrointestinales, episodios espontáneos de 

diarrea hasta diarrea crónica y deshidratación severa asociada a una disminución de la 

superficie de absorción (Bouzid et al., 2013). En personas inmunocompetentes la infección 

suele ser autolimitada resolviéndose en 2‒3 semanas. Los efectos más graves se observan en 

niños en estado de desnutrición, individuos inmunocomprometidos y pacientes receptores de 

trasplantes de órgano sólido, en los que la infección puede ser mortal. Además, la 

malabsorción puede estar presente en infecciones graves y contribuir al síndrome de desgaste 
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que se observa en pacientes con síndrome de inmunodeficiencia adquirida (SIDA) (Certad et 

al., 2017). Las infecciones subclínicas (asintomáticas) son también comunes (Davies et al., 

2009; Mateo et al., 2014). 

Cryptosporidium tiende a infectar el intestino delgado distal y el colon proximal, pero 

puede hallarse en toda la longitud del tracto entérico y biliar e incluso en las vías respiratorias. 

La criptosporidiosis persistente está asociada con atrofia de las microvellosidades intestinales y 

un ligero aumento en los linfocitos de la lámina propia. En casos más graves hay hiperplasia de 

las criptas del epitelio intestinal e infiltración marcada con linfocitos, células plasmáticas e 

incluso neutrófilos (Huang y White, 2006). En cuanto a los mecanismos de acción, 

Cryptosporidium spp. promueve procesos de disfunción de las uniones estrechas de las células 

epiteliales del intestino y altera su permeabilidad (Hemphill et al., 2019; Bouzid et al., 2013). 

Estas modificaciones están mediadas por diferentes moléculas incluyendo proteasas, 

fosfolipasas y hemolisinas (Certad et al., 2017). El parásito es capaz, además, de modular y 

evadir el sistema inmune del hospedador y de limitar fenómenos de apoptosis (Di Genova y 

Tonelli, 2016; Laurent y Lacroix-Lamandé, 2017). 

1.7.4. Diagnóstico laboratorial 

Al igual que en el caso de G. duodenalis, el examen microscópico sigue siendo la técnica de 

referencia para la detección de ooquistes de Cryptosporidium en heces, sobre todo en países 

de baja y media renta (Khurana y Chaudhary, 2018). Los métodos de tinción ácido-rápida, con 

o sin concentración de heces, se usan en los laboratorios clínicos de forma rutinaria. Los 

procedimientos más frecuentes incluyen tinciones con carbol-fucsina, Kinyoun, safranina-azul 

de metileno y sobre todo la tinción ácido-rápida modificada Ziehl-Neelsen (Jex et al., 2008). 

Comparativamente, la microscopía de inmunofluorescencia utilizando anticuerpos 

monoclonales específicos ofrece unas prestaciones diagnósticas superiores a la microscopía 

convencional, seguida de cerca por ensayos inmunoenzimáticos para la detección de antígenos 

del parásito en heces (Garcia et al., 2018; Dacal et al., 2020). Los métodos moleculares basados 

en PCR, inicialmente solo disponibles en centros de referencia e investigación, están siendo 

implementados cada vez con más frecuencia en los algoritmos diagnósticos de los laboratorios 

clínicos de centros hospitalarios, sobre todo en sus formatos múltiples para la detección 

simultánea de varios patógenos entéricos (van Lieshout y Roestenberg, 2015). Entre los 

comercialmente disponibles destacan el BD MAXTM Enteric Parasite Panel (Becton, Dickinson 

and Company, New Jersey, EEUU), el Luminex xTAG® Gastrointestinal Pathogen Panel y el 

Verigene Enteric Pathogens Test (Luminex, Austin, EEUU), el NanoCHIP® GIP (Savyon 

Diagnostics Ltd, Ashdod, Israel), el Biofire FilmArrayTM Gastrointestinal Panel (BioFire 
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Diagnostics, Salt Lake City, EEUU), el EasyScreenTM Enteric Parasite Detection Kit (Genetic 

Signatures, Sydney, Australia), el G-DiaParaTM (Diagenode Diagnostics, Antwerp, Bélgica), the 

RIDA® GENE Parasitic Stool Panel I (R-Biopharm AG, Darmstadt, Alemania), el AllplexTM 

Gastrointestinal Parasite Panel 4 (Seegene Inc, Seúl, Corea del Sur), y el FTD® Stool Parasites 

(Fast Track, Luxemburgo). Estos kits ofrecen una elevada sensibilidad (53–100%) y 

especificidad (99–100%) diagnóstica (Autier et al., 2018; Ryan et al., 2017; Paulos et al., 2019). 

1.7.5. Tratamiento y prevención 

La nitazoxanida es el único medicamento aprobado actualmente disponible para el 

tratamiento de la infección por Cryptosporidium spp. en niños mayores de un año; sin 

embargo, este fármaco no es efectivo en pacientes con VIH/SIDA, incluso en tratamientos 

prolongados con dosis altas. La paromomicina, la azitromicina, la rifamicina y los inhibidores de 

la proteasa del VIH han sido probados sin éxito para la criptosporidiosis en pacientes con SIDA 

(Checkley et al., 2015). 

Dado que Cryptosporidium spp. comparte con G. duodenalis varias fuentes de 

infección y vías de transmisión, las medidas de prevención son esencialmente las mismas que 

las señaladas anteriormente para este último patógeno: eliminación o inactivación efectiva de 

los ooquistes en aguas de consumo humano (incluidas las recreativas) e incentivación de las 

prácticas de higiene personal (p.e. lavado de manos) principalmente en poblaciones de riesgo 

como niños y personas inmunodebilitadas. En este sentido, y debido a su alto potencial 

zoonósico, las infecciones por C. parvum son relativamente frecuentes en personas en 

contacto directo con animales de producción o sus excrementos. 

1.8. Entamoeba histolytica 

Entamoeba histolytica es una especie parasitaria unicelular que infecta preferentemente el 

tracto digestivo del hombre y una amplia variedad de especies animales incluyendo primates 

no humanos, animales domésticos y reptiles (Cui et al., 2019). Es el agente etiológico de la 

amebiosis incluyendo colitis (o disentería) amebiana y absceso hepático y pulmonar. 

Históricamente, la amebiosis intestinal fue descrita en detalle por Fedor Lösch en 1875 en San 

Petersburgo (Rusia). En 1903 el zoólogo alemán Fritz Schaudinn diferenció la especie comensal 

apatógena Entamoeba coli de la patógena, a la que denominó E. histolytica por su capacidad 

lesiva en tejidos infectados. Durante décadas se pensó erróneamente que E. histolytica 

infectaba al 10% de la población mundial (Pritt y Clark, 2008). Sin embargo, estudios 

posteriores evidenciaron que la mayoría de estas infecciones debían ser atribuidas en realidad 

a otras especies de amebas morfológicamente idénticas, pero no patógenas. Así, Emile Brumpt 
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propuso en 1925 la existencia de dos especies de Entamoeba indiferenciables, una patógena 

(E. histolytica) y otra no patógena a la que denominó E. dispar (Brumpt, 1925). 

Posteriormente, en 1978 se demostró que E. histolytica y E. dispar diferían en sus perfiles de 

isoenzimas (Sargeaunt et al., 1978). Sin embargo, no fue hasta 1993 que ambas especies 

fueron formalmente reconocidas en base a los estudios bioquímicos, inmunológicos y 

moleculares disponibles en ese momento (Diamond y Clark, 1993). El descubrimiento de una 

tercera especie morfológicamente indistinguible y no patógena en 1941, denominada E. 

moshkovskii, ha complicado todavía más la epidemiología de E. histolytica (Tshalaia, 1941). Sin 

embargo, la avirulencia de E. dispar y E. moshkovskii ha sido cuestionada en estudios 

experimentales y epidemiológicos posteriores (Beck et al., 2008; Dolabella et al., 2012). En 

2012 en el estudio de una cohorte de niños en Mirpur (Bangladesh) se identificó una nueva 

especie, E. bangladeshi, también morfológicamente idéntica a E. histolytica y de patogenicidad 

todavía incierta (Royer et al., 2012). 

La infección por Entamoeba histolytica es una de las principales causas de diarrea en 

regiones tropicales, siendo el quinto patógeno en carga de enfermedad global estimada en 

AVAD (Organización Mundial de la Salud, 2016). Se estima que la amebiosis afecta a 50 

millones de personas en el mundo anualmente, causando la muerte de hasta 100.000 de ellas 

(Walsh, 1986). En áreas endémicas las infecciones asintomáticas recurrentes son comunes 

como consecuencia de las altas tasas de infección y reinfección (Blessmann et al., 2003). Así, el 

estudio GEMS determinó que E. histolítica era una de las 15 principales causas de diarrea 

moderada a severa en niños menores de 5 años en África subsahariana y el sudeste asiático, 

estando asociada a una mayor motalidad en el segund año de vida (Kotloff et al., 2013; Levine 

et al., 2020). En países de renta alta la amebiosis se reporta en viajeros e inmigrantes 

provenientes de áreas endémicas, así como en individuos inmunocomprometidos, 

principalmente pacientes VIH (Ali et al., 2008) y en el grupo de riesgo de hombres que 

practican sexo con hombres (Shirley et al., 2019). Como en el caso de la giardiosis y la 

criptosporidiosis, los niños son especialmente vulnerables a la amebiosis, particularmente 

aquéllos que viven en áreas desfavorecidas con pobres condiciones higiénico-sanitarias. En 

poblaciones pediátricas la amebiosis está asociada a desnutrición, retraso del crecimiento y 

déficit cognitivo (Mondal et al., 2006). 

1.8.1. Taxonomía y diversidad genética 

Tradicionalmente, la descripción de nuevas especies dentro del género Entamoeba ha sido 

basada en diferencias morfológicas en los estadios de desarrollo del parásito (quistes y 

trofozoítos) y en el rango y especificidad de los hospedadores susceptibles de ser infectados o 



Introducción 

 

44 

colonizados (Ruggiero et al., 2015). En base a estas consideraciones y a datos bioquímicos y 

moleculares, el encuadre taxonómico actual del género Entamoeba es el siguiente: 

Reino – Protozoa 

Subreino – Sarcomastigota 

Filo – Amoebozoa 

Subfilo – Conosa 

Clase – Archamoeba 

Orden – Mastigamoebida 

Familia – Entamoebidae 

Género – Entamoeba 

En las últimas dos décadas el desarrollo de métodos moleculares basados en la 

amplificación y secuenciación del ADN parasitario ha mejorado significativamente nuestra 

comprensión de la diversidad del género Entamoeba y su epidemiología (Jacob et al., 2016; Cui 

et al., 2019; Wilson et al., 2019). Nuevas especies han sido descritas en diferentes 

hospedadores y áreas geográficas (Tachibana et al., 2007; Ngobeni et al., 2017) (Tabla 4). 

Tabla 4. Taxonomía actual del género Entamoeba. Se indican las especies más relevantes descritas en 

vertebrados. 

Especies Hospedador (es) principal(es) Reportado en humanos 

Entamoeba histolytica Humanos, primates no humanos Muy comúnmente 

Entamoeba dispar Humanos, primates no humanos Muy comúnmente 

Entamoeba moshkovskii Humanos, otros mamíferos Moderadamente 

Entamoeba coli Humanos, primates no humanos Moderadamente 

Entamoeba hartmanni Humanos, primates no humanos Esporádicamente 

Entamoeba polecki Humanos, primates no humanos Esporádicamente 

Entamoeba bangladeshi Humanos Esporádicamente 

Entamoeba nuttalli Humanos, primates no humanos Esporádicamente 

Entamoeba gingivalis Humanos Moderadamente 

Entamoeba chattoni Primates no humanos No  

Entamoeba bovis Vacas, ovejas No  

Entamoeba equi Caballos No  

Entamoeba suis Cerdos No 

Entamoeba muris Roedores No  

Entamoeba invadens Reptiles No  

Entamoeba terrapinae Reptiles No  

Entamoeba insolita Reptiles No  

Entamoeba barreti Reptiles No  

Entamoeba estudines Reptiles No  

Entamoeba ranarum Reptiles No  
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De ellas, al menos ocho especies son capaces de infectar o colonizar el intestino 

humano, incluyendo E. histolytica, E. dispar, E. moshkovskii, E. coli, E. hartmanni, E. polecki, E. 

bangladeshi y E. nuttalli. Entamoeba gingivalis, que coloniza/infecta la cavidad oral, es la única 

especie amebiana humana de localización estrictamente extraintestinal. 

1.8.2. Morfología 

La forma vegetativa del parásito presente en el colon humano es el trofozoíto, que es 

anaerobio facultativo, con forma irregular ameboide alargada y un tamaño que oscila entre 

10–60 μm de diámetro. En el citoplasma tiene un único núcleo con un cariosoma central, 

cromatina periférica fina distribuida regularmente y vacuolas que pueden contener eritrocitos 

fagocitados del huésped (Figura 4). A partir del citoplasma se forman prolongaciones o 

pseudópodos con los que se desplaza. El trofozoíto se multiplica por fisión binaria y, según 

transita por el intestino grueso, se transforma en un estadio intermedio denominado 

prequiste, de morfología esférica, inmóvil, sin diferenciación de ectoplasma y endoplasma, con 

pared gruesa y un solo núcleo (Chávez-Munguía et al., 2008). El quiste es la forma infecciosa y 

de resistencia del patógeno que es liberado al medio ambiente con las heces del hospedador. 

En condiciones de temperatura (10–34 °C) y humedad adecuadas los quistes pueden 

permanecer viables entre 7–30 días (Chávez-Munguía et al., 2008). Su forma es esférica u oval, 

con una pared resistente de quitina y un diámetro de 10–15 μm. En el citoplasma tienen 

cuerpos cromatoides en forma de barra con bordes curvos y, cuando son inmaduros, una 

vacuola con glucógeno (Figura 4). Se dividen por mitosis sucesivas por lo que al alcanzar la 

madurez presentan cuatro núcleos. 

 

Figura 4. Estructura de los estadios de desarrollo de Entamoeba histolytica. (A) Tinción tricrómica de un 

quiste de E. histolytica. La flecha roja indica el característico cuerpo cromatoide con extremos romos. (B) 

Tinción tricrómica de un trofozoíto de E. histolytica. La flecha roja indica un eritrocito fagocitado. 

Fuente: Shirley et al. (2018). 
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1.8.3. Clínica y patogénesis 

La mayoría (~90%) de las infecciones por E. histolytica son asintomáticas (Gathiram y Jackson, 

1987; Blessmann et al., 2003). En estos casos el parásito se desarrolla en el colon del 

hospedador alimentándose de bacterias y alimentos semidigeridos sin causar daño aparente 

(amebiosis luminal), sugiriendo que la invasión tisular asociada a la amebiosis es más la 

excepción que la norma. Las razones que obedecen a este hecho son poco conocidas, pero 

estudios recientes han demostrado que la bacteria anaerobia estricta Prevotella copri está 

sobrerrepresentada en la microbiota intestinal de personas con colitis amebiana, sugiriendo 

que los procesos de disbiosis pueden contribuir, al menos parcialmente, al desarrollo de la 

enfermedad (Stanley, 2003; Ngobeni et al., 2017). 

En el caso de producirse, la invasión intestinal está caracterizada típicamente por la 

presencia de dolor abdominal y diarrea sanguinolenta como consecuencia de la capacidad del 

trofozoíto amebiano para invadir y lisar el epitelio intestinal (principalmente el de la región 

derecha del colon) del hospedador infectado (Fotedar et al., 2007). Otros síntomas clínicos 

incluyen episodios de diarrea acuosa o con presencia de moco, estreñimiento y tenesmo. Los 

casos más severos de colitis amebiana se caracterizan por abundante diarrea sanguinolenta, 

dolor abdominal difuso y, en ocasiones, fiebre. La enterocolitis necrotizante fulminante, la 

forma más severa de la enfermedad, es a menudo fatal (Petri, 2002; Gardiner et al., 2015). 

En ocasiones, los trofozoítos de E. histolytica pueden alcanzar el hígado desde el 

intestino por la vena portal y formar abscesos amebianos. El lóbulo hepático derecho es 

siempre el más afectado. Aproximadamente el 50–80% de los casos con absceso hepático 

presentan síntomas dentro de 2–4 semanas, incluyendo fiebre, hemoptisis y dolor en la región 

intraescapular (Wuerz et al., 2012). Otras localizaciones extraintestinales menos frecuentes 

son los pulmones, el cerebro y el tracto genitourinario. La rotura de un absceso hepático en la 

cavidad pleural puede originar abscesos pulmonares y fístulas bronco-hepáticas con pus. La 

presencia de bilis en estas secreciones es indicativa de su origen hepático (Shamsuzzaman y 

Hashiguchi, 2002). 

Los trofozoítos de E. histolytica ejercen sus efectos patogénicos a través de su notable 

capacidad de destrucción tisular que implica la secreción de proteasas, fosfolipasas y una 

proteína formadora de poros denominadas amebaporo (Christy y Petri, 2011). El proceso de 

invasión comienza con la proteólisis de la mucina MUC2 (el principal componente 

glucoproteíco de la mucosa intestinal), previo contacto directo entre lectinas del parásito y las 

glucoproteínas presentes en la mucina del colon (Petri et al., 2002). Antes de la adhesión 

celular, los trofozoítos secretan inmunomoduladores que estimulan las células epiteliales, lo 
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que resulta en producción de citoquinas y posterior infiltración de células inflamatorias de la 

mucosa (Moonah et al., 2013). La adhesión de los trofozoítos a las células epiteliales se realiza 

gracias a la acción citolítica de proteasas y amebaporos causantes de úlceras de diversos 

tamaños que generalmente terminan en la perforación de la luz de la pared intestinal. La 

muerte de la célula hospedadora puede alcanzarse a través de varios mecanismos incluyendo 

la inducción de muerte celular programada (apoptosis), fagocitosis y trogocitosis (Petri et al., 

2002; Ralston et al., 2014). 

1.8.4. Diagnóstico laboratorial 

Para el diagnóstico de la amebiosis existe un amplio abanico de métodos parasitológicos, 

inmunológicos y moleculares (Tanyuksel y Petri, 2003; Fotedar et al., 2007; Garcia et al., 2017). 

Las técnicas microscópicas incluyen preparaciones en fresco, concentración y frotis teñidos 

permanentemente para la identificación de quistes y trofozoítos en heces. Debido a su bajo 

coste y sencillez, el examen microscópico es la técnica de diagnóstico de primera línea en 

muchos laboratorios clínicos, sobre todo en países de baja y media renta. Sin embargo, la 

limitada sensibilidad (~60%) de este método junto a su incapacidad para diferenciar E. 

histolytica de otras amebas apatógenas (p.e. E. dispar y E. moshkovskii) pero 

morfológicamente idénticas hacen recomendable el uso de otras técnicas más sensibles y 

específicas. La presencia de eritrocitos del hospedador en el trofozoíto es una característica 

patognomónica de E. histolytica. 

Los inmunoensayos para la detección de antígenos del parásito en heces han 

contribuido a mejorar las limitaciones diagnósticas de la microscopía convencional. Estos 

métodos son fáciles de usar, tienen un tiempo de respuesta relativamente rápido y existen kits 

disponibles comercialmente come el Techlab E. histolytica II (Blacksburg, VA, EEUU) y el Cellabs 

CELISA Path (Brookvale, Australia). Sin embargo, también adolecen de algunos problemas 

como sensibilidad y especificidad variables (particularmente en áreas no endémicas) y no son 

adecuados para la detección de abscesos hepáticos amebianos (Ryan et al., 2017). Igualmente 

están disponibles comercialmente diversas pruebas de diagnóstico rápido basadas en 

inmunocromatografía como el Triage Parasite Panel (Biosite Diagnostic Inc., San Diego, CA, 

EEUU), el ImmunoCard STAT!® CGE (Meridian Bioscience Inc., Luckenwalde, Alemania), el 

RIDA®QUICK Entamoeba Test (R-Biopharm AG, Darmstadt, Alemania) y el Quik Chek (TechLab, 

Blacksburg, VA, EEUU). Finalmente existen diferentes pruebas serológicas para detectar la 

seroconversión causada por Entamoeba spp., como la inmunotransferencia, la 

inmunofluorescencia indirecta (IFI), la prueba de hemaglutinación indirecta (IHA) y el ensayo 
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por inmunoabsorción ligado a enzimas (ELISA). El principal inconveniente de estos métodos es 

que no diferencian entre infección activa y resuelta (Shirley et al., 2018). 

Al igual que en el caso de otros protistas enteroparásitos, las técnicas moleculares 

basadas en PCR y secuenciación se han convertido en el método de referencia para la 

detección y el diagnóstico diferencial de E. histolytica. Distintas variantes de PCR están 

disponibles hasta la fecha, incluyendo PCR directa, PCR anidada, qPCR y qPCR múltiple 

(Qvarnstrom et al., 2005). Estas herramientas han contribuido enormemente al desarrollo de 

la taxonomía y la epidemiología de las especies de Entamoeba (Stensvold et al., 2011b). 

Aunque cada vez más implementada en laboratorios clínicos y de investigación, el elevado 

coste de esta tecnología y la necesidad de personal experimentado puede limitar su uso en 

entornos con recursos limitados (Saidin et al., 2019). 

El diagnóstico histopatológico mediante biopsia endoscópica o resección quirúrgica 

puede mostrar la úlcera característica en forma de matraz causada por la invasión de E. 

histolytica en el epitelio intestinal. Los trofozoítos del parásito pueden identificarse en el borde 

de la úlcera o embebidos en el tejido usando tinción de ácido peryódico de Schiff o el marcaje 

con inmunoperoxidasa de anticuerpos específicos anti-E. histolytica. Para la detección de 

abscesos hepáticos amebianos también son de utilidad las técnicas de imagen como la 

ultrasonografía, la tomografía axial computerizada abdominal y la resonancia magnética 

(Shirley et al., 2018). 

1.8.5. Tratamiento y prevención 

Todos los pacientes con amebiosis, incluyendo los portadores asintomáticos, deben ser 

tratados farmacológicamente. Los pacientes con enfermedad clínica requieren tratamiento 

con 2 fármacos: un agente amebicida activo en tejido y un agente cisticida luminal. Las 

personas con amebiosis asintomática solo necesitan ser tratadas con un agente cisticida (e.g. 

paromicina) para prevenir la invasión tisular y la transmisión (Blessmann et al., 2003). 

Entre los agentes amebicidas se incluyen los antibióticos antiparasitaros metronidazol 

y tinidazol, ambos derivados del nitroimidazol. Son los fármacos de elección en la terapia para 

la colitis amebiana y los abscesos hepáticos amebianos por su eficacia en la eliminación de los 

trofozoítos invasores (Gonzales et al., 2019). El tinidazol tiene una vida media más larga y se 

tolera mejor, mientras que el metronidazol, igual de efectivo, puede presentar efectos 

adversos en algunos pacientes. En pacientes con problemas de malabsorción o intolerancia a 

metronidazol por vía oral se debe administrar este fármaco por vía intravenosa (Kimura et al., 

2007). 
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El fracaso terapéutico y los efectos adversos (náuseas, dolor de cabeza, anorexia, 

sabor metálico, neuropatía periférica) debidos a la toxicidad asociada al tratamiento con 

metronidazol en algunos pacientes y la posibilidad de resistencia clínica manifiesta de E. 

histolytica al fármaco hacen que sea imperativo la búsqueda de tratamientos alternativos, 

como la nitazoxanida (Rossignol et al., 2007). En algunos casos el tratamiento con 

nitroimidazoles no erradica completamente los quistes luminales, por lo que se recomienda su 

administración conjunta con paromomicina o el fármaco de segunda línea furoato de 

diloxanida (Gonzales et al., 2019). 

El enfoque de los esfuerzos preventivos primarios debe estar dirigido a la seguridad de 

los alimentos y el agua, así como a la atención de la higiene personal y a evitar la exposición 

fecal-oral, incluso a través de prácticas sexuales. Se estima que el lavado de manos 

(particularmente después de ir al baño, cambiar pañales y antes de manipular o preparar 

alimentos) con agua y jabón podría reducir la mortalidad asociada a enfermedades diarreicas 

hasta en un 50%. Sin embargo, mantener estas prácticas puede ser difícil en muchas áreas del 

mundo debido a la falta de recursos básicos como agua potable y jabón. Entamoeba histolytica 

no es una especie zoonósica, por lo que el contacto con animales no supone un riesgo de 

infección. 

1.9. Blastocystis sp. 

Blastocystis sp. es un protista entérico cosmopolita y estrictamente anaerobio que habita el 

tracto gastrointestinal del hombre y de una gran diversidad de animales domésticos, en 

cautividad y salvajes (Alfellani et al., 2013a, 2013b). Este organismo fue identificado por 

primera vez por Alexieff en 1911, quién propuso su naturaleza fúngica (Alexieff, 1911). Un año 

después, Brumpt lo describió como una levadura inocua a la que denominó Blastocystis 

hominis (Brumpt, 1912), siendo esta nomenclatura mantenida durante casi 100 años. En 1967 

B. hominis fue reclasificado como protozoario dentro del reino Protista (Zierdt et al., 1967). 

Posteriormente, en base a análisis filogenéticos a partir de su ARN ribosómico, B. hominis fue 

encuadrado en el superfilo Heterokonta, un grupo de organismos diverso que incluye las algas 

marrones y las diatomeas (Silberman et al., 1996). Estudios moleculares posteriores 

confirmaron que Blastocystis posee una gran diversidad genética y es capaz de 

infectar/colonizar a un amplio rango de animales, además del hombre. Como consecuencia, la 

terminología de Blastocystis fue normalizada en 2007. A partir de esa fecha, todos los aislados 

descritos en mamíferos y aves pasaron a denominarse Blastocystis sp. y fueron inicialmente 

distribuidos en 9 subtipos (Stensvold et al., 2007). 
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Blastocystis sp. es el protista entérico más comúnmente identificado en muestras de 

heces humanas. Se estima que más de 1.000 millones de personas están 

infectadas/colonizadas por este microorganismo en todo el mundo (Scanlan y Stensvold, 

2013). Debido a su transmisión fecal-oral, Blastocystis sp. es más prevalente en comunidades 

con acceso limitado a agua potable y condiciones higiénico sanitarias deficientes. En estas 

poblaciones hasta el 100% de los individuos analizados pueden ser portadores del parásito (El 

Safadi et al., 2014). Blastocystis sp. es también un hallazgo frecuente en poblaciones 

aparentemente sanas (asintomáticas) de países con renta alta incluida España (Engsbro et al., 

2014; Scanlan et al., 2014; Paulos et al., 2018). 

La relevancia clínica de Blastocystis sp. es objeto de intenso debate en la comunidad 

científica. Inicialmente considerado como un organismo comensal, estudios experimentales, 

clínicos y epidemiológicos posteriores han sugerido su relación causal con enfermedad 

intestinal y extraintestinal. Sin embargo, los mecanismos por los cuales Blastocystis sp. podría 

causar daño en el hospedador, así como los posibles factores de virulencia y de riesgo de 

infección involucrados, son todavía desconocidos en gran medida (Scanlan, 2012). 

1.9.1. Taxonomía y diversidad genética 

Aunque la inclusión de Blastocystis sp. en el superfilo Heterokonta está plenamente justificada 

desde el punto de vista molecular (Arisue et al., 2002), existen discrepancias morfológicas 

significativas entre Blastocystis sp. y otros miembros de este grupo taxonómico. Por ejemplo, 

los estramenópilos tienen flagelos recubiertos de fibrillas a modo de peine denominadas 

mastigonemas, característica ésta ausente en Blastocystis sp. Por este motivo se ha sugerido 

que Blastocystis debe ser incluido en un nuevo reino denominado Chromista (Cavalier-Smith, 

1998; Ruggiero et al., 2015). Blastocystis sp. es el único estramenopilo capaz de 

infectar/colonizar el tracto digestivo humano. Su encuadre taxonómico actual se describe a 

continuación: 

Reino – Chromista 

Subreino – Harosa (Supergrupo SAR) 

Infrareino – Halvaria 

Superfilo – Heterokonta (Supergrupo Stramenopiles) 

Filo – Bigyra 

Clase – Blastocystea (Orden Blastocystida) 

 Familia – Blastocystidae 

  Género – Blastocystis 
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En el momento de la normalización de su nomenclatura en 2007, Blastocystis sp. 

estaba constituido por 9 subtipos (ST1-ST9) (Stensvold et al., 2007). A partir de ese año, 

nuevos STs fueron sucesivamente identificados (Tabla 5). 

Tabla 5. Subtipos actualmente reconocidos en Blastocystis sp. 

Subtipo Hospedador(es) principal(es) Reportado en humanos 

ST1 Humanos, primates no humanos, perros, vacas, 
cerdos, aves 

Muy comúnmente 

ST2 Humanos, primates no humanos, perros, vacas, 
cerdos, roedores, aves 

Comúnmente 

ST3 Humanos, primates no humanos, vacas, cerdos, 
roedores 

Muy comúnmente 

ST4 Humanos, roedores, primates no humanos, 
ungulados, aves 

Comúnmente 

ST5 Humanos, primates no humanos, vacas, cerdos, aves Esporádicamente 

ST6 Humanos, aves Esporádicamente 

ST7 Humanos, aves, codorniz, cabra, vaca Esporádicamente 

ST8 Humanos, marsupiales, ave, primates no humanos Esporádicamente 

ST9 Humanos Esporádicamente 

ST10 Vacas, ovejas, cabras, primates no humanos No 

ST11 Primates no humanos  No 

ST12 Primates no humanos, humanos, marsupiales Esporádicamente 

ST13 Primates no humanos, marsupiales No 

ST14 Vacas, cerdos No 

ST15 Vacas, ovejas  No 

ST16 Marsupiales No 

ST17 Roedores No 

ST21 Ungulados domésticos y salvajes No 

ST23 Bovinos No 

ST24 Ungulados domésticos y salvajes No 

ST25 Ungulados domésticos No 

ST26 Ungulados domésticos No 

Así, ST10 ha sido hallado en bovinos, ovinos y artiodáctilos salvajes (Stensvold et al., 

2009), ST11 y ST12 en animales en cautividad en zoológicos (Parkar et al., 2010) y ST13-ST17 

en diferentes especies animales no humanas (Fayer et al., 2012; Alfellani et al., 2013b). 

Posteriormente ST21 y ST23-ST26 fueron identificados en una gran variedad de artiodáctilos 

domésticos y salvajes (Maloney et al., 2019a, 2019b). Actualmente hay reconocidos un total de 

22 STs, de los que ST1-ST9 y ST12 han sido hallados en humanos. En concreto, ST9 no ha sido 

encontrado en especies animales diferentes a la humana (Stensvold y Clark, 2020). 

1.9.2. Morfología 

Blastocystis sp. es un organismo extraordinariamente pleomórfico que presenta una gran 

variedad de formas observables en heces y/o cultivos in vitro, con tamaños que oscilan entre 
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5–40 µm. Al menos 6 formas han sido descritas, incluyendo la vacuolar, la multivacuolar, la 

avacuolar, la granular, la ameboide y la quística (Figura 5). 

 

Figura 5. Diversidad morfológica de Blastocystis sp. incluyendo (a) formas vacuolares de diferentes 

tamaños (indicadas por flechas) con una gran vacuola central, (b) formas granulares con gránulos 

distintivos rellenando el espacio central, (c) forma ameboide con pseudópodos característicos, y (d) 

formas quísticas de pared refractaria recubiertos por una capa externa irregular. Barra: 10 μm. Fuente: 

Tan (2008). 

La forma vacuolar es la que se observa con mayor frecuencia tanto en muestras de 

heces como en cultivo (Zhang et al., 2007). La forma ameboide irregular ha sido sugerida como 

el estadio más virulento del parásito (Tan y Suresh, 2006). La forma quística de Blastocystis sp. 

confiere resistencia al medio externo y es la forma infectiva del parásito. De hecho, la 

transformación de la forma quística a múltiples formas vacuolares mediante división binaria ha 

sido demostrada experimentalmente in vitro (Moe et al., 1999) e in vivo (Yoshikawa et al., 

2004). 

Blastocystis sp. carece de pared celular, pero contiene orgánulos similares a 

mitocondrias (pero sin enzimas citocrómicos), aparato de Golgi y retículo endoplásmico liso y 

rugoso (Salinas y Vildozola Gonzales, 2007). Su reproducción es usualmente por fisión binaria y 
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crece en cultivo bajo condiciones anaeróbicas; la reciente descripción del genoma completo de 

ST1 ha revelado que el parásito dispone de la dotación enzimática requerida en el proceso de 

meiosis, sugiriendo que Blastocystis sp. podría tener un ciclo sexual (Gentekaki et al., 2017). 

1.9.3. Clínica y patogénesis 

La significancia clínica de Blastocystis sp. es controvertida (Tan et al., 2010). Por una parte, 

Blastocystis sp. es frecuentemente reportado en individuos asintomáticos en todo el mundo. El 

hecho de que la prevalencia de Blastocystis sp. correlacione positivamente con la edad de los 

portadores parece apoyar la naturaleza comensal del protista (Ashford y Atkinson, 1992; 

Martín-Sánchez et al., 1992). Más evidencia en este sentido ha sido aportada por estudios de 

secuenciación de nueva generación demostrando que Blastocystis sp. forma parte de una 

microbiota intestinal saludable (Tito et al., 2019). Por otra parte, diferentes estudios 

experimentales, clínicos y epidemiológicos han evidenciado una asociación entre la presencia 

de Blastocystis sp. y diferentes trastornos intestinales como diarrea, enfermedad inflamatoria 

intestinal (EII), SII y colitis ulcerosa, así como manifestaciones extraintestinales incluyendo 

urticaria y anemia ferropénica, que apoyan el carácter patogénico de este protista (El Deeb y 

Khodeer, 2013; Rostami et al., 2017; Bahrami et al., 2019). 

La posible asociación entre los subtipos de Blastocystis sp. y la ocurrencia de 

manifestaciones clínicas ha sido investigada en diferentes estudios moleculares. En España, el 

94% de los pacientes con diarrea monoinfectados por Blastocystis sp. eran portadores de ST4 

(Domínguez-Márquez et al., 2009). Sin embargo, este mismo subtipo era el menos prevalente 

en población general asintomática (Paulos et al., 2018). ST4 era también el subtipo de 

Blastocystis más frecuentemente hallado en pacientes con SII, EII o diarrea crónica en Italia 

(Mattiucci et al., 2016), así como en pacientes con diarrea aguda en Dinamarca (Stensvold et 

al., 2011a). 

La capacidad patogénica de Blastocystis sp. ha siso atribuida a la secreción de 

proteasas y enzimas hidrolíticos por parte del parásito (Abdel-Hameed y Hassanin, 2011). 

Estudios in vitro han demostrado que extractos de Blastocystis sp. pueden alterar el 

citoesqueleto de células epiteliales, inducir apoptosis e incrementar la permeabilidad de la 

barrera intestinal (Puthia et al., 2006). La secreción de cisteín-proteasas parece estar 

involucrada en fenómenos de estimulación de la mucosa intestinal, producción de interleucina 

8 por parte del hospedador e inducción de procesos de inflamación intestinal (Puthia et al., 

2008), así como de modular y evadir la respuesta inmune del hospedador (Puthia et al., 2005). 

Las manifestaciones extraintestinales de la blastocistosis parecen estar causadas por la acción 
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estimuladora de los antígenos del parásito sobre linfocitos Th2 para producir una reacción 

alérgica mediada por inmunoglobulina E (Pasqui et al., 2004). 

1.9.4. Diagnóstico laboratorial 

El diagnostico convencional basado en microscopía de concentrados fecales tiene una 

sensibilidad baja en la detección de Blastocystis sp. debido a la dificultad de identificar 

correctamente las diferentes formas bajo las que el parásito puede presentarse. Además, las 

técnicas de concentración habituales pueden dañar su estructura y hacerlo microscópicamente 

irreconocible. El método recomendado para el diagnóstico microscópico es la tinción 

permanente de una muestra de heces no concentrada con hematoxilina o tinción tricrómica. 

Con estas tinciones la microscopía presenta una sensibilidad y especificidad diagnóstica de 

82% y 100%, respectivamente (Stensvold, 2015). 

En cuanto a los inmunoensayos, se han desarrollado métodos basados en ELISA tanto 

para la detección de anticuerpos contra el parásito (Zierdt et al., 1995) como de sus antígenos 

en heces (Dogruman-Al et al., 2015), con versiones comercialmente disponibles como el 

CoproELISA™ Blastocystis (Savyon Diagnostics Ltd, Ashdod, Israel). También están 

comercializados varios kits basados en inmunofluorescecia como el ParaFlorTM B (Boulder 

Diagnostics, Boulder, CO, EEUU) y el Blasto-Fluor (Antibodies Inc., Davis, CA, EEUU). Sin 

embargo, la utilidad práctica de este tipo de ensayos está aún por demostrar debido a que se 

han usado en un número limitado tanto de muestras como de estudios epidemiológicos. 

Las técnicas de cultivo de heces usando medio de Jones o medio LYSGM representan 

una herramienta muy útil en estudios biológicos, farmacológicos o como fuente de material de 

referencia (Clark y Stensvold, 2016). A pesar de que sus prestaciones diagnósticas son 

superiores a las de la microscopía (Suresh y Smith, 2004), su uso como método de detección 

de rutina está limitado por los prolongados tiempos de espera para confirmar un resultado 

positivo. 

Por las razones anteriormente mencionadas, las técnicas moleculares basadas en PCR 

suponen la opción más fiable para la detección de Blastocystis sp. Actualmente existen 

disponibles una gran variedad de PCRs tanto en formato simple como múltiple (Dacal et al., 

2020). En la mayoría de ellas el marcador genético más frecuentemente amplificado es el gen 

codificante del ARN de la subunidad pequeña del ribosoma (ssu rRNA). Usando este marcador 

como base de partida se han diseñado cebadores pan-Blastocystis que permiten la 

amplificación de forma robusta y fiable de todos los subtipos descritos hasta el momento en 

Blastocystis sp. (Scicluna et al., 2006). Este sistema, en combinación con la secuenciación 
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Sanger, es uno de los métodos más utilizado actualmente no solo para la detección, si no 

también para el genotipado y subgenotipado del parásito (Stensvold, 2013). 

1.9.5. Tratamiento y prevención 

La necesidad de tratar o no las infecciones por Blastocystis sp. es controvertida debido a la 

patogenicidad incierta del organismo. El hallazgo de Blastocystis sp. en pacientes 

asintomáticos no requiere tratamiento. En pacientes con manifestaciones clínicas leves, la 

infección es normalmente autolimitada y se resuelve en 3-4 días sin necesidad de tratamiento 

alguno. En individuos sintomáticos el tratamiento generalmente se considera si la diarrea es 

persistente y ningún otro patógeno, aparte de Blastocystis sp., es identificado en especímenes 

fecales (Coyle et al., 2012). 

El metronidazol es considerado como la terapia de primera línea para la blastocistosis, 

demostrando su eficacia en ensayos clínicos con grupos placebo (Nigro et al., 2003). Otros 

fármacos con eficacia probada contra Blastocystis sp. incluyen el trimetoprim sulfametoxazol y 

la nitazoxanida (Ok et al., 1997; Rossignol et al., 2005). El tinidazol, el ornidazol y el 

ketoconazol representan posibles alternativas terapéuticas, pero su eficacia clínica no está 

todavía convenientemente evaluada. El uso combinado de metronidazol y paromomicina (el 

fármaco de elección como segunda línea de tratamiento) no es efectivo y ha sido asociado a la 

aparición de cepas de Blastocystis sp. resistentes a estos fármacos (Roberts et al., 2014). 

La transmisión de Blastocystis sp. es principalmente vía fecal-oral, por lo que las 

medidas de prevención y control incluyen la educación para el mantenimiento de los 

estándares de higiene personal y comunal, así como el mejoramiento de los sistemas de 

saneamiento en un intento de minimizar la ingesta de agua y alimentos contaminados (Salinas 

y Vildozola Gonzales, 2007). El reservorio animal ha sido demostrado como fuente de infección 

humana (Parkar et al., 2010). 

1.10. Enterocytozoon bieneusi 

Microsporidia es un filo de parásitos eucariotas obligados, intracelulares y formadores de 

esporas capaces de infectar a un amplio rango de hospedadores desde protistas a mamíferos, 

incluido el ser humano (Han et al., 2020). En 1857 Nägeli describió la primera especie de 

microsporidio, Nosema bombycis, y la agrupó dentro de los Schizomycetes (Nägeli, 1857). 

Posteriormente, en 1882, Balbiani sugirió un nuevo taxon denominado Microsporidia debido a 

la falta de similitud con otros schizomycetes (Balbiani, 1882). No fue hasta 1976 cuando 

Sprague estableció el filo Microspora dentro del Reino Protista (Sprague, 1976). Debido a la 

confusión existente en la taxonomía de estos organismos, Sprague y Becnel en 1998 sugirieron 
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denominar el filo como Microsporidia (Sprague y Becnel, 1998). Estudios basados en análisis 

filogenéticos de los genes α- y β-tubulina, subunidad de la ARN polimerasa II, factores de 

elongación EF-1α y EF-2 han podido determinar que el filo Microsporidia está relacionado con 

los hongos (Didier et al., 2004). Además, estudios de microbioma ambiental han colocado a los 

microsporidios junto al filo Cryptomycota, siendo la rama basal de los hongos. Sin embargo, se 

requieren más estudios epidemológicos ambientales y moleculares para resolver el origen y 

diversificación de los microsporidios (Han y Weiss, 2017). 

Con la pandemia del VIH la microsporidiosis se ha visto incrementada tanto en países 

de renta baja como en los de renta alta (Stark et al., 2009; Fayer y Santín, 2014). Los 

microsporidios están ampliamente distribuidos en la naturaleza y hasta la fecha más de 1.500 

especies han sido descritas dentro de 200 géneros, de las cuales 17 especies infectan humanos 

produciendo microsporidiosis (Weiss y Becnel, 2014). Entre estas especies, E. bieneusi produce 

el 90% de las microsporidiosis reportadas en el mundo (Santín, 2015). 

Enterocytozoon bieneusi se describió por primera vez en 1985 como patógeno 

intestinal oportunista en un paciente haitiano seropositivo a VIH y fue caracterizado mediante 

la técnica de microscopia electrónica (Desportes et al., 1985). Este microsporidio aparece con 

más frecuencia en pacientes VIH positivos y en individuos con otras inmunodeficiencias. Sin 

embargo, E. bieneusi también puede afectar a individuos inmunocompetentes (Lobo et al., 

2012). Además, recientemente se ha reportado la presencia de E. bieneusi en población 

aparentemente sana, siendo diseminadores del microsporidio sin presentar síntomas (Sak et 

al., 2011). Por otro lado, en países en vías de desarrollo, el acceso limitado a tratamientos 

antirretrovirales ha incrementado el número de individuos inmunodeprimidos, y con ello la 

susceptibilidad a contraer infecciones por microsporidios, siendo E. bieneusi el más prevalente 

en estas regiones (Lobo et al., 2012). 

Con la aparición de nuevas técnicas moleculares se han podido identificar numerosos 

hospedadores que son susceptibles de ser infectados por E. bieneusi, en los que se incluyen 

humanos, primates, animales de compañía y de vida salvaje (Santín y Fayer, 2011). 

1.10.1. Taxonomía y diversidad genética 

Enterocytozoon bieneusi pertenece a la familia Enterocytozoonidae; esta familia engloba 

parásitos de invertebrados marinos, siendo E. bieneusi la única especie de este grupo que 

infecta vertebrados de sangre caliente (Stentiford et al., 2019). Además, dentro del género 

Enterocytozoon se incluye la especie Enterocytozoon hepatopenaei (Tourtip et al., 2009). 
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En base a características biológicas y moleculares (Ruggiero et al., 2015) su encuadre 

taxonómico es el siguiente: 

Supergrupo – Opisthokonta 

Filo – Microsporidia 

Clase – Minisporea (= Microsporea) 

Orden – Minisporida (= Minisporea) 

Familia – Enterocytozoonidae 

Género – Enterocytozoon 

Actualmente, la identificación y caracterización de E. bieneusi se basa en la 

amplificación y secuenciación de la región del espaciador transcrito interno (ITS) del gen que 

codifica el ARN de la subunidad ribosomal del patógeno. A partir de esta región se han podido 

identificar más de 500 genotipos en una gran variedad de hospedadores con amplia diversidad 

genética entre ellos (Fayer y Santín, 2014; Li et al., 2019a). Diferentes terminologías han sido 

utilizadas para designar los genotipos hallados, haciendo que su comparación sea complicada. 

Por ello, se ha propuesto una nomenclatura basada en un fragmento de 243 pb de la secuencia 

ITS para asignar los genotipos (Santín y Fayer, 2009). El análisis filogenético de las secuencias 

obtenidas a partir de esta región ITS identifica 11 grupos, de los cuales los grupos 1 y 2 

incluyen la mayoría de los genotipos descritos en animales y humanos, es decir, aquellos 

genotipos con potencial zoonósico. Los grupos 3–11 incluyen genotipos adaptados al 

hospedador o variantes genéticas identificadas en muestras ambientales, principalmente agua 

(Li et al., 2019a). 

1.10.2. Morfología 

La forma infecciosa del parásito es la espora, de forma ovalada, con un tamaño de 1.0 µm x 1.5 

µm, siendo de las esporas de microsporidio más pequeñas. Esta espora tiene tres 

características generales: una pared, el contenido infeccioso denominado esporoplasma y el 

aparato de invasión o tubo polar. La pared de la espora se divide en tres partes: una exospora 

compuesta de glicoproteínas, una endospora de quitina y una membrana plasmática que 

rodea el contenido de la espora. En el interior de la espora se diferencia un núcleo, una 

vacuola posterior, el disco de anclaje y el tubo polar. Este tubo polar es único de los 

microsporidios y es imprescindible para llevar a cabo la invasión del hospedador (Didier et al., 

2004; Han y Weiss 2017). Una vez ingerida, debido a cambios de pH, presión osmótica y tras 

entrar en contacto con el enterocito, la espora descarga el tubo polar inyectando el 

esporoplasma y núcleo en el citoplasma de la célula huésped. Se inicia así la infección, seguida 
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de una multiplicación por fisión binaria o esquizogonia. Finalmente, la maduración de las 

esporas se produce por esporogonia. Estas esporas rompen la célula y son excretadas con las 

heces en el ambiente para comenzar de nuevo el ciclo (Santín y Fayer, 2011). 

 

Figura 6. Espora de microsporidio. (A) Dibujo esquemático de espora de microsporidio indicando sus 

componentes: EX: Exospora; En: Endospora; AD: Disco de anclaje, M: membrana, Pl: Polaroplasto, PT: 

tubo polar, VPI: Polaroplasto vesicular , Sp: esporoplasma, Nu: Núcleo, Pm: membrana plasmática, PV. 

Vacuola posterior. (B) Espora de microsporidio infectando células vero E6 visualizado por microscopía 

electrónica de barrido. Fuente: Han y Weiss (2017). 

1.10.3. Clínica y patogénesis 

El periodo de incubación de la microsporidiosis por E. bieneusi solo ha sido documentado en 

un estudio de cohortes en Suecia asociado a un brote alimentario, sugiriendo 7 días entre la 

infección y comienzo de la sintomatología (Decreane et al., 2012). Las infecciones por E. 

bieneusi suelen estar limitadas al tracto gastrointestinal, relacionándose con la apoptosis de 

enterocitos del duodeno y yeyuno (Santín, 2015). Las manifestaciones clínicas incluyen diarrea, 

nausea, dolor abdominal y fiebre. En personas inmunodeprimidas (pacientes geriátricos, 

trasplantados, VIH seropositivos, pacientes con cáncer) la diarrea es más persistente y conlleva 

la pérdida de peso porcentual (Lores et al., 2002; Weiss y Becnel, 2014). En el caso de 

individuos inmunocompetentes la diarrea es autolimitada debido al control de la infección por 

el sistema inmune (Weiss y Becnel, 2014). Sin embargo, E. bieneusi puede diseminar a otras 

partes del organismo ya que se han documentado casos por infección del tracto respiratorio y 
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biliar produciendo tos, disnea, asma y colangitis biliar, respectivamente (Weber et al., 1992; 

Pol et al., 1992; Nétor Velásquez et al., 2012). 

Además, se ha reportado la reactivación de la infección latente (asintomática) por E. 

bieneusi cuando existe inmunosupresión (Lobo et al., 2012). En países desarrollados la 

infección por este microsporidio está disminuyendo considerablemente debido a la aparición 

de la terapia antirretroviral. No obstante, el número de casos en pacientes trasplantados bajo 

una terapia inmunosupresora se ha visto incrementado, ocasionando enfermedad días o años 

después del trasplante (Galván et al., 2011). 

1.10.4. Diagnóstico laboratorial 

A pesar de que la microscopía convencional apoyada con la inmunofluorescencia directa ha 

sido utilizada para la identificación de microsporidios en muestras fecales, estas técnicas no 

permiten diferenciar la especie. Estos métodos requieren colorantes como cromotropo 2R, 

Uvitex 2B o tinción de blanco con calcoflúor para aumentar la especificidad y sensibilidad 

(Didier et al., 2004). Por el contrario, la microscopía electrónica de transmisión es la técnica de 

referencia para la identificación de microsporidios basada en la visualización del tubo polar del 

patógeno. Sin embargo, este método no es utilizado en el diagnóstico de rutina debido al coste 

económico y tiempo que conlleva su realización (Weber et al., 2000). 

Otra técnica con mejor resultado que la microscopía es el ensayo de hibridación 

fluorescente in situ utilizando sondas de oligonucleótidos marcados con fluorescencia, 

dirigidos a secuencias específicas del microsporidio, siendo éste un método específico de 

especie (Gracyk et al., 2007). 

En los últimos años, los métodos moleculares basados en PCR y análisis de secuencias 

han desplazado los métodos convencionales debido a su considerable especificidad y 

sensibilidad diagnóstica (Santín, 2015). Actualmente para la identificación y caracterización se 

esta usando como marcador la región ITS del microsporidio. Para ello, se han desarrollado PCR 

anidadas utilizando diferentes pareja de cebadores (MSP1/MSP2B y MSP3/MSP4B, 

EBITS3/EBITS4 y EBITS1/EBITS2.4, AL4037/AL4039 y AL4038/ALA040) para amplificar la región 

de 243 pb ITS y una porción pequeña del gen ssu rRNA (Li et al., 2019a). Debido a la gran 

cantidad de genotipos descritos y la limitación de discriminación de la región ITS entre estas 

variantes, se han desarrollado técnicas de genotipado multilocus de secuencias para conocer 

en mejor medida la epidemiología del microsporidio (Feng et al., 2011). Además, hay 

disponibles PCR múltiples comerciales como ParaGENIE Crypto-Micro Real-Time PCR kit 

(Ademtech, Francia) para la detección simultánea de este y otros patógenos intestinales como 



Introducción 

 

60 

E. intestinalis y Cryptosporidium spp. con una elevada sensibilidad (92%) y especificidad (100%) 

(Morio et al., 2019). 

1.10.5. Tratamiento y prevención 

Actualmente, el número de fármacos disponibles para el tratamiento de la microsporidiosis 

por E. bieneusi es muy limitado. El albendazol, un benzimidazol que inhibe la polimerización de 

la tubulina, es uno de los fármacos más utilizados para el tratamiento de la microsporidiosis 

(Han y Weiss, 2018). A pesar de que su efectividad ha sido demostrada en una gran variedad 

de microsporidios, en el caso de E. bieneusi tiene un efecto parasitostático más que 

parasiticida, reduciendo la diarrea sin eliminar la infección (Goetz et al., 2001). La falta de 

sensibilidad ante este fármaco se ha asociado a cambios de aminoácidos en el gen de la β-

tubulina del patógeno (Akiyoshi et al., 2007). 

Por otro lado, la fumagilina, un inhibidor de la metionina aminopeptidasa tipo 2 

(MetAP2), es altamente efectivo para la eliminación del microsporidio, pero puede causar 

trombocitopenia en pacientes inmunodeprimidos (Champion et al., 2010). Sin embargo, uno 

de los análogos de la fumagilina, TNP-470, ha demostrado ser efectivo y menos tóxico en 

aquellos pacientes infectados con esporas de E. bieneusi (Han y Weiss, 2018). 

Debido a la falta de opciones terapéuticas eficaces para tratar infecciones por E. 

bieneusi, se ha empezado a buscar nuevas estrategias para eliminar el patógeno sin producir 

toxicidad. Recientemente la nitazoxanida, un fármaco con actividad frente a un gran rango de 

parásitos, incluyendo protozoos flagelados, amebas y helmintos (Costa y Weiss, 2000), ha 

demostrado ser efectivo frente a la microsporidiosis producida por E. bieneusi (Saffo y Mirza, 

2019). La falta de fármacos disponibles para el tratamiento de E. bieneusi se debe a que no ha 

podido ser cultivado in vitro y esto limita el desarrollo de nuevos fármacos (Han y Weiss, 2018; 

Vivesvara, 2002). Por lo tanto, las medidas para minimizar el riesgo de infección por este 

microsporidio en aquellos grupos de riesgo que puedan desarrollar la enfermedad incluirían la 

mejora de las prácticas higiénicas (lavado de manos, limpieza de productos vegetales, ingesta 

de agua embotellada) y minimizar el contacto con animales (Santín, 2015). 

Cabe destacar que, en individuos infectados con el virus de inmunodeficiencia 

humana, la aparición de la terapia antirretroviral de gran actividad (TARGA) ha reducido las 

infecciones oportunistas por microsporidios dado a que se restauran los niveles de los 

linfocitos T CD4+ y con ello el sistema inmune (Van Hal et al., 2007). 
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1.11. Epidemiología de las infecciones por protistas entéricos en España 

1.11.1. Prevalencia en poblaciones humanas 

La epidemiología de G. duodenalis y Cryptosporidium spp. en España ha sido revisada por 

Navarro-i-Martinez et al. (2011) y Carmena et al. (2012), y más recientemente por Köster y 

Carmena (2020). La mayoría de la información disponible proviene de estudios 

observacionales transversales realizados en niños en edad escolar mediante microscopía 

convencional en las últimas dos décadas del siglo XX. Estos trabajos reportaron prevalencias de 

giardiosis del 3‒7% en individuos asintomáticos y del 13‒25% en individuos sintomáticos 

(mayoritariamente con diarrea). Además de en poblaciones pediátricas (p.e. Pedraza Dueñas 

et al., 1994; Jarabo et al., 1995; Pérez Armengol et al., 1997), la enfermedad también ha sido 

investigada en pacientes ambulatorios (González-Moreno et al., 2011), población reclusa 

(Alonso-Sanz et al., 1995) e inmigrante (López-Vélez et al., 2003). A título comparativo, hay 

que mencionar también que las infecciones por G. duodenalis son frecuentes en animales de 

producción y de compañía, siendo detectadas en ovinos (3‒44%), bovinos (5‒30%), perros (5‒

20%) y gatos (14%) domésticos, así como en animales de vida libre (Tabla 6). La distribución 

temporal de la giardiosis humana en España no presenta picos estacionales relevantes, aunque 

en bovinos la enfermedad es más frecuente en los meses de primavera (Castro-Hermida et al., 

2009). 

En términos generales, Cryptosporidium spp. es mucho menos prevalente que G. 

duodenalis en España. La infección es más frecuentemente identificada en individuos con 

afecciones gastrointestinales (5‒30%) que en individuos asintomáticos (1‒5%). Al igual que la 

giardiosis, los casos de criptosporidiosis son reportados principalmente en población pediátrica 

incluyendo niños en edad preescolar (Mateo et al., 2014) y escolar (García-Rodríguez et al., 

1990), niños(as sintomáticos atendidos en centros médicos (Clavel et al., 1996b; Moles et al., 

1998) y niños portadores de VIH (Del Águila et al., 1997). Este patógeno también ha sido 

hallado en pacientes adultos VIH positivos (Clavel et al., 1995; López-Vélez et al., 1995) así 

como en población reclusa (Alonso-Sanz et al., 1995) e inmigrante (López-Vélez et al., 2003). 

También se han reportado casos de criptosporidiosis extraintestinal afectando el tracto 

respiratorio principalmente en individuos inmunodeprimidos (López-Vélez et al., 1995; Clavel 

et al., 1996a). Los casos de criptosporidiosis han sido más frecuentemente identificados a 

finales de verano y principio de otoño en población general en La Rioja (Azcona-Gutiérrez et 

al., 2017), y en los meses de otoño/invierno en niños de Aragón (Clavel et al., 1996b) y de la 

provincia de Salamanca (Rodríguez-Hernández et al., 1996). Finalmente, se han documentado 

brotes de criptosporidiosis trasmitidos persona-persona en niños en centros de educación 
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infantil en Granada (Goñi et al., 2015), Madrid (Rodríguez-Salinas et al., 2000) y Zaragoza 

(Ortega et al., 2006), y de origen incierto en Navarra (Fuentes et al., 2015). En cuanto al 

reservorio animal, las infecciones por Cryptosporidium spp. son comúnmente identificadas en 

terneros (4‒60%) y corderos (5‒90%) con diarrea. Por el contrario, el parásito ha sido descrito 

en prevalencias del 7‒15% y del 5‒10% en perros y gatos domésticos asintomáticos, 

respectivamente (Tabla 6). 

Tabla 6. Datos sobre la vigilancia epidemiológica, la prevalencia y las limitaciones en la investigación de 

la giardiosis, la criptosporidiosis y la blastocistosis en España. 

 Giardia 
duodenalis 

Cryptosporidium 
spp. 

Blastocystis sp. 

Vigilancia    

   ¿Declaración obligatoria? Sí3  Sí3 No  

   No. official de casos1  1.627 646 Desconocido 

   ¿Series históricas? No No No 

   ¿Investigación de brotes? Limitado Limitado No 

   ¿Legislación en aguas/alimentos? No No No 

Prevalencia2 (%) 

   Humanos (asintomáticos) 3‒7 1‒5 3‒22 

   Humanos (sintomáticos) 13‒25 5‒30 8‒23 

   Ovinos 3‒44 5‒90 Desconocido 

   Bovinos  5‒30 4‒60 2 

   Perros 5‒20 7‒15 0 

   Gatos 14 5‒10  0 

   Fauna salvaje 1‒16 1‒27 2 

   Aguas de superficie  25‒100 15‒90 Desconocido 

   Alimentos frescos  16‒50 20‒60 Desconocido 

Investigación 

   ¿Estudios de genotipado? Limitado Limitado Limitado 

   ¿Estudios de transmisión? Limitado Limitado Limitado 
1 Casos confirmados reportados al Centro Europeo para la Prevención y el Control de las Enfermedades 
(ECDC) en 2015.  
2 Fuente: Navarro-i-Martinez et al. (2011); Carmena et al. (2012); Paulos et al. (2018); Köster y Carmena 
(2020). 
3 Desde marzo de 2015. 

En España la presencia de E. histolytica ha sido identificada mayoritariamente en 

colectivos de inmigrantes (López-Vélez et al., 2003; Cobo et al., 2016) y viajeros provenientes 

de áreas endémicas (Roure et al., 2019). Durante décadas se ha aceptado implícitamente que 

todos los casos de amebiosis intestinal y absceso hepático amebiano detectados tenían 

exclusivamente este origen. Sin embargo, esta visión fue cuestionada con la detección de la 

enfermedad en pacientes autóctonos sin historial de viajes al extranjero (Gutiérrez-Cisneros et 

al., 2009). Estudios más recientes han demostrado que la infección es frecuente en personas 

homosexuales en Barcelona (Fernández-Huerta et al., 2019), incluso dando lugar a brotes 
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epidémicos (Escolà-Vergé et al., 2017). Los quistes de este patógeno también ha sido hallados 

en aguas de regadío y aguas residuales no tratadas (Moreno et al., 2018; Benito et al., 2020). 

En comparación con G. duodenalis y Cryptosporidium spp., la información 

epidemiológica disponible en España sobre Blastocystis sp. es mucho menor. Este 

microrganismo ha sido reportado en prevalencias del 3‒23% en estudios basados en 

microscopía llevados a cabo en niños en edad preescolar y escolar (Martín-Sánchez et al., 

1992), niños con síntomas gastrointestinales (Méndez Bustelo et al., 2015) y con infección por 

VIH (Del Águila et al., 1997), niños extranjeros acogidos en España (Soriano et al., 2011) y 

pacientes ambulatorios (González-Moreno et al., 2011; Salvador et al., 2016). Blastocystis sp. 

ha sido identificado en cerdos en intensivo (Navarro et al., 2008), en avestruces de granja 

(Ponce Gordo et al., 2002) y en carnívoros salvajes (Calero-Bernal et al., 2020), pero no en 

perros ni gatos domésticos (Paulos et al., 2018). 

Finalmente, E. bieneusi ha sido identificado principalmente en individuos 

inmunodeficientes incluyendo pacientes con VIH/SIDA (del Águila et al., 1997), receptores de 

trasplante de órgano sólido (Galván et al., 2011), viajeros provenientes de áreas endémicas 

(López-Vélez et al., 1999), y personas de avanzada edad (Lores et al., 2002). En menor medida, 

la población general inmunocompetente también puede verse afectada por este parásito 

(Abreu-Acosta et al., 2005). Este microsporidio también ha sido hallado en carnívoros de vida 

libre en diversas regiones españolas (Santín et al., 2018) y en perros y gatos domésticos en la 

provincia de Álava (Dashti et al., 2019). 

1.11.2. Diversidad genética en poblaciones humanas 

La diversidad molecular de G. duodenalis, Cryptosporidium spp., y en mucha menor medida, 

Blastocystis sp. y E. bieneusi, en poblaciones humanas en España ha sido investigada 

principalmente en individuos recibiendo atención médica con o sin manifestaciones clínicas. En 

algunos casos, las nuevas técnicas de qPCR múltiple ya en funcionamiento en muchos 

hospitales de tercer nivel, permiten la identificación casual de estos microorganismos durante 

el diagnóstico de rutina en el laboratorio clínico. Este hecho es particularmente cierto para 

Blastocystis sp. y D. fragilis, demostrando que ambos parásitos son mucho más frecuentes de 

lo inicialmente esperado. 

Como regla general, el assemblage B de G. duodenalis ha sido más prevalentemente 

hallado que el assemblage A en poblaciones clínicas de Aragón (Sahagún et al., 2008), Galicia 

(Gabín-García et al., 2017) y Madrid (de Lucio et al., 2015), aunque en otro estudio realizado 

en pacientes de atención primaria en La Rioja ambos assemblages fueron identificados en 
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similares proporciones (Azcona-Gutiérrez et al., 2017). A nivel de subgenotipo, el sub-

assemblage BIV es la variante genética de G. duodenalis más comúnmente observada no solo 

en población clínica, sino también en niños de educación infantil (Mateo et al., 2014) y 

primaria (Cardona et al., 2011), así como en población general asintomática (de Lucio et al., 

2017). Considerados de forma conjunta, estos datos sugieren que el genotipo del parásito no 

es un factor determinante en la progresión de la infección hasta enfermedad sintomática. Por 

el contrario, un estudio reciente incluyendo pacientes de todos los grupos etarios con y sin 

síntomas gastrointestinales provenientes de diferentes regiones españolas ha revelado que los 

niños estaban más frecuentemente infectados por el assemblage B de G. duodenalis que los 

adultos, y que el assemblage A era más prevalente que el B en individuos con infecciones 

asintomáticas (Wang et al., 2019). Es también reseñable que las infecciones subclínicas por G. 

duodenalis son habituales en niños menores de 6 años aparentemente sanos (Mateo et al., 

2014). Este hecho tiene importantes consecuencias en epidemiología y salud pública, ya que 

los portadores asintomáticos pueden ser una fuente de infección inadvertida para poblaciones 

de riesgo incluidos otros niños, ancianos y personas inmunodeprimidas. 

En el caso de la criptosporidiosis, la gran mayoría de los casos reportados en España 

son causados por C. hominis (80‒90%) y C. parvum (10‒18%) (de Lucio et al., 2016b; Segura et 

al., 2015; Azcona-Gutiérrez et al., 2017), aunque estas frecuencias pueden variar en función 

del área geográfica considerada. Por ejemplo, en Galicia era C. parvum, y no C. hominis, la 

especie más prevalente circulando en poblaciones humanas de áreas rurales durante el 

periodo 2000–2008, con picos estacionales en los meses estivales (Navarro-I-Martinez et al., 

2013; Abal-Fabeiro et al., 2015). Teniendo en cuenta que la cría de vacuno de carne y de leche 

es una de las principales actividades agrícolas en esta región española, estos datos indican que 

muchos de los casos de criptosporidiosis humana por C. parvum detectados en Galicia pueden 

tener un origen zoonósico. De forma más esporádica, también se han identificado infecciones 

por especies de Cryptosporidium menos frecuentes como C. meleagridis (Abal Fabeiro et al., 

2014; Segura et al., 2015), C. canis (Abal-Fabeiro et al., 2014), C. felis (Llorente et al., 2006; 

Cieloszyk et al., 2012; de Lucio et al., 2016b), C. cuniculus (Martínez-Ruiz et al., 2016) y C. 

ubiquitum (Cieloszyk et al., 2012). Estas especies infectan primariamente aves, perros y 

conejos, lo que demuestra que estos hospedadores animales pueden servir como fuente de 

infección ocasional de infección humana. Los estudios epidemiológicos moleculares 

anteriormente mencionados han evidenciado que los subgenotipos IbA10G2 de C. hominis y 

IIdA15G2 de C. parvum son las variantes genéticas más comúnmente identificadas en la 

población humana española. Considerando de forma conjunta los datos moleculares 



  Introducción 
 

65 

disponibles para G. duodenalis y Cryptosporidium spp. se puede afirmar que, como regla 

general, la transmisión de la giardiosis y la criptosporidiosis humana en España es 

principalmente de origen antroponósico, siendo minoritarias las infecciones de origen 

zoonósico a partir de animales de producción o de compañía (Abal-Fabeiro et al., 2014, 2015; 

Azcona-Gutiérrez et al., 2017; de Lucio et al., 2017). 

Comparativamente, mucha menos información existe actualmente sobre la diversidad 

genética de las infecciones causadas por E. histolytica, Blastocystis sp. y E. bieneusi en España. 

En el caso de E. histolytica, diversos estudios han demostrado variaciones significativas en las 

secuencias de los marcadores SREHP y SSG en aislados procedentes de diferentes áreas 

geográficas (Clark y Diamond, 1993; Samie et al., 2008). Sin embargo, no existe actualmente 

ningún sistema estandarizado que discrimine y ordene las variantes genéticas identificadas, 

por lo que este tipo de análisis son llevados a cabo en raras ocasiones. Respecto a Blastocystis 

sp., ST4 ha sido identificado como el subtipo del parásito más prevalente (94%) en pacientes 

sintomáticos monoinfectados en Valencia (Dominguez-Marquez et al., 2009). El hecho de que 

ST4 sea minoritario (por detrás de ST1-ST3) en población general asintomática (Paulos et al., 

2018), parece indicar que este subtipo de Blastocystis sp. está más asociado a patogenia. 

Finalmente, en el único estudio de caracterización molecular de E. bieneusi llevado a cabo en 

España hasta la fecha en humanos, el genotipo D del parásito ha sido detectado en dos 

pacientes con trasplante de órgano sólido (Galván et al., 2011). 

1.11.3. Limitaciones y necesidades en investigación 

La giardiosis y la criptosporidiosis, pero no la amebiosis, la blastocistosis o las microsporidiosis, 

forman parte del listado de enfermedades de declaración obligatoria en España desde marzo 

de 2015. El registro de casos se lleva a cabo en el Centro Nacional de Epidemiología (CNE, 

ISCIII), dentro de la red de vigilancia epidemiológica nacional de las enfermedades 

transmisibles a partir de los datos aportados por los servicos de vigilancia de las comunidades 

autónomas. Según datos oficiales, en 2015 se registraron en el país 1.627 casos confirmados 

de giardiosis y 646 casos confirmados de criptosporidiosis (Centro Europeo para la Prevención 

y el Control de las Enfermedades, 2018a,b). En los últimos informes publicados por el CNE, en 

2016 se registró un descenso (n = 243) de los casos de criptosporidiosis y un aumento (n = 

2.063) de los casos de giardiosis notificados respecto al año anterior (Centro Nacional de 

Epidemiología, 2017, 2018). Obviamente, estas cifras representan una fracción de los casos 

reales existentes. Entre las razones que explican la importante subdeclaración de ambas 

enfermedades se encuentran el comportamiento variable de las personas con síntomas 

compatibles con giardiosis/criptosporidiosis (no todos los pacientes sintomáticos acuden a su 
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médico de atención primaria), el desconocimiento o baja percepción de la necesidad de 

detectar enteroparásitos de algunos profesionales sanitarios, la baja sensibilidad de los 

métodos diagnósticos no moleculares y el elevado número de casos diagnosticados pero no 

notificados a la red de vigilancia epidemiológica nacional. Cuando la incertidumbre asociada a 

estas variables es tenida en cuenta, se ha estimado que el número de casos reales tiene una 

magnitud de orden 2–3 superior al de casos declarados (Cacciò y Chalmers, 2016). Al no ser 

enfermedades de declaración obligatoria, la situación epidemiológica de la amebiosis, la 

blastocistosis y la microsporidiosis por E. bieneusi en España es desconocida en gran medida, 

sobre todo en población general asintomática (Tabla 6). 

Como consecuencia directa de lo anteriormente expuesto, no existen en España series 

históricas a escala nacional sobre la incidencia de estas enfermedades a lo largo del tiempo. 

Los escasos datos disponibles sobre la estacionalidad de estos patógenos provienen de 

estudios de ámbito regional llevados a cabo durante periodos de tiempo relativamente breves, 

insuficientes para determinar tendencias de forma concluyente. Por ejemplo, se ha observado 

un mayor número de casos humanos por criptosporidiosis en los meses finales del verano y 

principio de otoño en Galicia (Abal-Fabeiro et al., 2015) y La Rioja (Azcona-Gutiérrez et al., 

2017). Este mismo patrón de distribución temporal ha sido largamente documentado en 

diversos países europeos, principalmente en Reino Unido (Chalmers et al., 2009), pero 

también en Alemania y Holanda (Fournet et al., 2013), y ha sido asociado tanto al uso de aguas 

recreativas como a estancias vacacionales en el extranjero. 

En España, los estudios epidemiológicos moleculares orientados a determinar la 

ocurrencia y diversidad genética de protistas enteroparásitos en poblaciones animales no 

humanas y muestras ambientales son escasos (Navarro-i-Martinez et al., 2011; Carmena et al., 

2012; Paulos et al., 2018) (Tabla 6). También son inexistentes los estudios estadísticos 

adecuadamente diseñados para determinar de forma precisa qué variables sociodemográficas, 

clínicas y epidemiológicas pueden estar asociadas con un mayor riesgo de infección por estos 

microorganismos. En conjunto, este tipo de estudios son esenciales para determinar fuentes 

de infección, potencial zoonósico, vías de transmisión y factores de riesgo. 

Las técnicas moleculares (incluyendo PCR y secuenciación) son herramientas 

extremadamente potentes y versátiles que deberían ser incorporadas de forma rutinaria en la 

vigilancia epidemiológica activa de estas enfermedades. Su utilidad ha sido ampliamente 

demostrada tanto en el estudio de brotes epidémicos (Fuentes et al., 2015; Goñi et al., 2015), 

como para la identificación de nuevas especies/genotipos circulantes en la población española 

(Martínez-Ruiz et al., 2016; Merino et al., 2019; Millán et al., 2019). 
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Finalmente, en España no existe una legislación que regule específicamente la 

concentración máxima de (oo)quistes y esporas de G. duodenalis, Cryptosporidium spp., 

Entamoeba spp., Blastocystis sp. y microsporidios, incluyendo E. bieneusi, permitida en aguas y 

alimentos para consumo humano. Tampoco existen programas de vigilancia epidemiológica 

rutinaria para su monitorización en estas matrices. 

1.12. Epidemiología de las infecciones por protistas entéricos en Mozambique 

1.12.1. Prevalencia en poblaciones humanas 

La epidemiología de las principales especies de protistas enteropatógenos en Mozambique es 

en gran medida desconocida. La fuente de información más fiable disponible actualmente 

proviene del proyecto GEMS, un estudio prospectivo de casos-control estratificado pareado 

por sexo y edad en el que durante 36 meses se estudiaron 22.568 niños menores de 5 años 

con diarrea moderada o severea provenientes de cuatro países africanos (Gambia, Mali, Kenia 

y Mozambique) y tres asiáticos (Bangladesh, India y Pakistán) (Kotloff et al., 2013). En este 

proyecto, Cryptosporidium spp. fue identificado como el segundo patógeno más importante 

causante de diarrea tras rotavirus (Kotloff et al., 2019). En Mozambique, G. duodenalis fue 

detectado más prevalentemente en el grupo de niños control que en el de casos con diarrea 

(Acácio et al., 2019). Este mismo efecto protector del parásito ha sido previamente 

documentado en un estudio similar llevado a cabo en Tanzania (Tellevik et al., 2015). 

En Mozambique, G. duodenalis ha sido reportada mediante microscopía convencional 

en tasas del 1–6% en población pediátrica portadora (Fonseca et al., 2014) y no portadora 

(Mandomando et al., 2007) de VIH en la capital, Maputo, así como en población clínica general 

con y sin VIH (Cerveja et al., 2017) en esa misma ciudad. Usando técnicas de detección con una 

mayor sensibilidad diagnóstica, el parásito ha sido hallado por PCR en el 8% de los pacientes 

con VIH y/o tuberculosis (TB) en el distrito de Chowke (Irisarri-Gutiérrez et al., 2017) y en el 

37% de la población general de una zona de alta endemicidad en Beira (Meurs et al., 2017). 

Tasas de infección del 14–50% han sido documentados en niños con diarrea investigados 

mediante ELISA en Manhiça, una zona rural cercana a Maputo (Nhampossa et al., 2015; Acácio 

et al., 2019). En un estudio reciente llevado a cabo en niños ≤ 14 años con diarrea atendidos en 

6 centros médicos de cuatro provincias la prevalencia de G. duodenalis encontrada mediante 

ELISA fue del 10% (Bauhofer et al., 2020). 

Cryptosporidium spp. ha sido detectado por PCR en el 8% de pacientes afectados por 

VIH y/o TB en Chowke (Irisarri-Gutiérrez et al., 2017) y en adultos con diarrea en Maputo 
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(Casmo et al., 2018). En población pediátrica con diarrea se han documentado tasas de 

infección mediante ELISA del 19–38% en el área de Maputo (Nhampossa et al., 2015; Acácio et 

al., 2019) y del 12% a escala nacional (Bauhofer et al., 2020). 

La información disponible en Mozambique sobre E. histolytica es algo más abundante, 

aunque debe ser críticamente interpretada. Por ejemplo, un estudio a escala nacional ha 

reportado una prevalencia global de 31% por microscopía (Augusto et al., 2009), una técnica 

que no permite diferenciar E. histolytica de otras especies de amebas comensales 

morfológicamente idénticas. Este hecho cuestiona la validez de los datos obtenidos en 

estudios epidemiológicos basados exclusivamente en microscopía para la detección de este 

patógeno. De hecho, estudios realizados por PCR han demostrado que la mayoría de estas 

infecciones eran debidas a E. dispar (Irisarri-Gutiérrez et al., 2017). Usando esta misma técnica, 

la ocurrencia de la infección hallada en población clínica en Beira fue del 10% (Meurs et al., 

2017). Usando ELISA como método diagnóstico se han descrito tasas de infección en 

poblaciones pediátricas con diarrea del 2% a nivel naciona (Bauhofer et al., 2020) y del 13% en 

el distrito de Manhiça (Acácio et al., 2019). 

Respecto a Blastocystis sp., el 21% de los niños en edad escolar investigados en 

Marrere (Guidetti et al., 2011) y el 13% de los pacientes con VIH y/o TB en el distrito de 

Chowke (Irisarri-Gutiérrez et al., 2017) eran portadores de este microorganismo. Ambos 

estudios fueron realizados usando microscopía convencional como técnica de diagnóstico. La 

ocurrencia de Blastocystis sp. fue del 21% en población general asintomática en Beira 

analizada mediante PCR (Meurs et al., 2017). En este mismo estudio, E. bieneusi fue detectado 

en el 9% de la población investigada (Meurs et al., 2017). 

Finalmente, varios trabajos han sido enfocados a determinar los factores de riesgo 

asociados a la morbilidad y mortalidad por patógenos entéricos en niños menores de 5 años en 

Maputo (Knee et al., 2018) y Manhiça (Nhampossa et al., 2015; Acácio et al., 2019). Todos ellos 

coincidieron en identificar la falta de acceso a agua potable, las condiciones de insalubridad y 

la carencia de infraestructuras de saneamiento como los principales factores que impiden el 

control de la transmisión de estos agentes infecciosos. 

Debido a la escasez de datos disponibles en Mozambique sobre G. duodenalis, 

Cryptosporidium spp., E. histoltica, Blastocystis sp. y E. bieneusi, para dimensionar su 

relevancia en el contexto africano se ha procedido a resumir la epidemiología de estos 

protistas entéricos a partir de estudios representativos publicados en otros países de este 

continente. Esta información se presenta tabulada en los Anexos II, IV, VI, VII y IX. 
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1.12.2. Diversidad genética en poblaciones humanas 

Si la información sobre la ocurrencia de protistas entéricos en poblaciones humanas en 

Mozambique ya es de por sí limitada, los datos moleculares sobre la diversidad genética de 

estos patógenos son aún más escasos o incluso inexistentes. El genotipado y subgenotipado de 

aislados de G. duodenalis ha sido investigado hasta el momento en un único trabajo en el que 

los sub-assemblages AII y BIV del parásito fueron hallados en idénticas proporciones en 

pacientes con VIH y TB en el distrito de Chowke (Irisarri-Gutiérrez et al., 2017). En ese mismo 

estudio se detectó la presencia de los subtipos de C. hominis IbA10G2 y IdA22 en un número 

limitado de muestras (Irisarri-Gutiérrez et al., 2017). El subtipo de C. parvum IIcA5G3 fue el 

más frecuentemente hallado en población pediátrica con diarrea en el distrito de Manhiça 

(Sow et al., 2016), mientras que los subtipos IaA23R3, IIcA5G3d, y IIeA12G1 han sido descritos 

en adultos con diarrea en Maputo (Casmo et al., 2018). No existen datos publicados en el país 

sobre la epidemiología molecular de Blastocystis sp. y microsporidios incluyendo E. bieneusi. 

Debido a la escasez o inexistencia de datos disponibles en Mozambique sobre G. 

duodenalis, Cryptosporidium spp., E. histoltica, Blastocystis sp. y E. bieneusi, para dimensionar 

su relevancia en el contexto africano se ha procedido a resumir la diversidad molecular de 

estos protistas entéricos a partir de estudios representativos publicados en otros países de 

este continente. Esta información se presenta tabulada en los Anexos III, V, VIII y IX. 

1.12.3. Limitaciones y necesidades en investigación 

La situación real de la giardiosis, la criptosporidiosis, la amebiosis, la blastocistosis y la 

microsporidiosis por E. bieneusi en Mozambique es prácticamente desconocida a escala 

nacional, ya que los escasos estudios epidemiológicos realizados hasta el momento son de 

ámbito local o regional y no necesariamente reflejan la situación general del país. Los retos 

para ahondar en el conocimiento de estas enfermedades en Mozambique son múltiples y de 

difícil abordaje. Un factor clave es la carencia de una red nacional de vigilancia epidemiológica 

eficiente donde se puedan reportar los casos confirmados en los laboratorios clínicos y 

microbiológicos del sistema de salud pública. Al no existir datos oficiales y muy pocos estudios 

científicos publicados sobre la incidencia y prevalencia de estos patógenos en poblaciones 

humanas, se desconoce completamente su distribución geográfica y su variabilidad estacional. 

Tampoco existen estudios dirigidos a conocer su presencia en poblaciones de animales de 

producción, domésticos o de vida libre, por lo que la contribución del reservorio animal como 

fuente de infección humana es desconocida. La misma situación es extrapolable al estudio de 

muestras ambientales, principalmente de aguas superficiales destinadas al consumo humano, 

muy probablemente una de las principales vías de infección humana y animal en el país. 
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Finalmente, pero no menos importante, no existen prácticamente datos moleculares sobre la 

frecuencia y diversidad genética de especies/genotipos, información ésta esencial para 

caracterizar la transmisión dinámica de estos patógenos. 
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2. Objetivos 

La epidemiología de las principales especies de protozoos (Giardia duodenalis, 

Cryptosporidium spp., Entamoeba histolytica), estramenópilos (Blastocystis sp.) y 

microsporidios (Enterocytozoon bieneusi) causantes de enfermedad gastrointestinal en 

poblaciones pediátricas está insuficientemente estudiada tanto en países de baja renta como 

en países de renta media y alta. Entre las principales limitaciones que dificultan el 

conocimiento de la transmisión de estos patógenos y su relevancia real en salud pública se 

encuentran la falta de datos moleculares sobre su heterogeneidad genética intra- e 

interespecie, así como de los factores protectores o de riesgo asociados a estas infecciones. 

Tomando como base de partida esta situación, los objetivos principales de esta tesis doctoral 

son los siguientes: 

1. Determinar, mediante el uso de técnicas moleculares, la prevalencia, frecuencia y 

diversidad genética de las principales especies de protistas entéricos asociadas a 

diarrea en: 

a) Una población pediátrica asintomática de la Comunidad Autónoma de Madrid, 

España (país de renta media-alta y baja endemicidad). 

b) Una población pediátrica sintomática y asintomática de la provincia de Zambézia, 

Mozambique (país de renta baja y alta endemicidad). 

2. Determinar, mediante el uso de encuestas epidemiológicas y análisis estadísticos de 

regresión logística univariante y multivariante, los factores asociados a una mayor 

probabilidad de infección por estos patógenos en las poblaciones pediátricas 

investigadas en España y Mozambique. 

3. Comparar los datos moleculares y estadísticos obtenidos en los dos escenarios 

(endémico y no endémico) considerados e identificar factores sociodemográficos, 

clínicos y epidemiológicos que contribuyan a explicar la transmisión dinámica de estos 

protistas entéricos. 
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3. Material y métodos 

3.1. Diseño y justificación del proyecto de investigación 

El presente trabajo está basado en la realización, de forma independiente pero 

complementaria, de dos estudios epidemiológicos prospectivos y transversales dirigidos a 

investigar, mediante el uso de herramientas moleculares, la prevalencia y diversidad genética 

de las principales especies de protistas entéricos potencialmente causantes de diarrea en 

poblaciones pediátricas provenientes de un área de baja endemicidad y renta media-alta 

(España) y otra de alta endemicidad y renta baja (Mozambique). En ambos escenarios 

epidemiológicos las muestras biológicas de partida fueron heces proporcionadas por los 

niños participantes en el proyecto. 

La decisión de utilizar técnicas moleculares para la detección de protistas entéricos se 

basó en las ventajas asociadas a esta metodología descritas en la sección 1.5., principalmente 

sus elevadas prestaciones diagnósticas en términos de sensibilidad y especificidad y la 

posibilidad de determinar especies, genotipos y subgenotipos mediante secuenciación 

Sanger. Aunque la microscopía convencional fue inicialmente considerada en el estudio como 

técnica complementaria, este método fue finalmente descartado debido a i) la conservación 

subóptima de las muestras de heces provenientes de Mozambique, que hacía muy difícil la 

correcta identificación de las formas parasitarias presentes en heces y ii) la inasumible carga 

de trabajo asociada a este método. 

La decisión de centrar el estudio en población pediátrica se basó en i) este grupo 

etario es el más comúnmente afectado por los protistas enteroparásitos objeto del presente 

trabajo, ii) los muestreos en población pediátrica escolar son logísticamente más sencillos de 

realizar que en otros grupos poblacionales, y iii) la escasa información disponible sobre la 

epidemiología de estos patógenos en niños con infecciones subclínicas. 

El estudio en España fue llevado a cabo en niños asintomáticos en el municipio de 

Leganés de la Comunidad Autónoma de Madrid (CAM). Para la elección de esta área 

geográfica se aprovecharon dos circunstancias: i) la existencia previa de una sólida red 

colaborativa de centros educativos establecida por la Dra. Esther Ruiz Chércoles, médico 

pediatra en el Centro de Salud María Jesús Hereza de Leganés, para el desarrollo de 

campañas de promoción de hábitos saludables en la población escolar de Leganés, y ii) la 

presencia en este municipio del Hospital Universitario Severo Ochoa, centro con el que el 

Laboratorio de Referencia e Investigación en Parasitología (LRIP) del Centro Nacional de 
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Microbiología (CNM) colabora asiduamente, y que remite regularmente al LRIP muestras de 

heces de pacientes sintomáticos con un diagnóstico positivo a algunas de las especies de 

protistas enteroparásitos investigadas en este trabajo. 

El estudio en Mozambique fue llevado a cabo en niños asintomáticos y sintomáticos 

en la provincia de Zambézia. La elección de esta región estuvo basada en criterios de 

accesibilidad y logística, así como en el hecho de que en esta zona del país no hay datos 

previos publicados sobre la epidemiología de los protistas enteroparásitos investigados en 

este trabajo. 

Finalmente, el trabajo incluye la distribución, recogida y análisis de encuestas 

epidemiológicas entre todos los niños participantes en el proyecto con objeto de determinar 

factores sociodemográficos, clínicos y epidemiológicos potencialmente asociados con una 

mayor probabilidad de contraer infecciones por los patógenos aquí considerados. 

3.2. Consideraciones éticas 

Todos los procedimientos involucrados en este trabajo, incluyendo muestreos, técnicas de 

diagnóstico y caracterización molecular, uso de formularios de consentimiento informado, 

cuestionarios epidemiológicos y documentación complementaria, han sido aprobados por el 

Comité de Ética de la Investigación del ISCIII (Madrid, España) con el número de referencia 

CEI PI 17_2017-v3 (estudio en Leganés y Mozambique) y el Comité Nacional de Bioética para 

Saúde (CNBS - Comité Nacional de Bioética para la Salud) del Gobierno de Mozambique 

(estudio en Mozambique) con el número de referencia 52/CNBS/2017. 

El trabajo cumple la normativa legal respecto al tratamiento confidencial y 

protección de los datos personales de todos los participantes en el proyecto, conforme a lo 

dispuesto en el Reglamento (UE) 2016/679 del Parlamento Europeo y del Consejo, de 27 de 

abril de 2016, y en la Ley Orgánica 3/2018, de 5 de diciembre, de Protección de Datos 

Personales y Garantía de los Derechos Digitales (BOE de 6 de diciembre 2018). 

En España, la dirección de cada centro educativo participante en el estudio recibió un 

informe detallado de los resultados generales obtenidos, incluyendo la prevalencia de cada 

especie parasitaria investigada por sexo y grupo etario. Este informe fue enviado vía correo 

electrónico entre 2 y 4 semanas después de la conclusión del muestreo. Los padres o tutores 

legales de niños con un resultado positivo a alguna especie parasitaria relevante en las 

pruebas diagnósticas realizadas fueron contactados personalmente vía telefónica o por 

correo electrónico para comprobar si el niño presentaba algún tipo de sintomatología 
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compatible con la infección. En caso afirmativo se recomendó la visita a su médico pediatra 

de atención primaria para su posterior evaluación y posible tratamiento. 

En Mozambique ni los centros educativos ni los padres o tutores legales de los niños 

participantes en el estudio fueron informados de los resultados obtenidos debido al desfase 

temporal (hasta seis meses) entre la recogida de la muestra y el diagnóstico final. 

3.3. Estudio en España 

3.3.1. Contexto geopolítico y descripción del área de estudio 

España (extensión: 505.370 km2; población 2017: 46,5 millones de habitantes) es un país 

transcontinental que se extiende por la mayor parte de la península Ibérica entre la latitud 

N40° 27′ y la longitud O3° 44′. El país está administrativamente dividido en diecisiete 

comunidades autónomas, conformadas a su vez por cincuenta provincias y las ciudades 

autónomas de Ceuta y Melilla en el Norte de África. El clima predominante es el 

mediterráneo en sus dos variantes (continental y litoral), siendo enero el mes más frío 

(temperatura media 2018: 8 °C) y agosto el más cálido (temperatura media 2018: 26 °C) 

(Agencia Estatal de Meteorología, 2018). La población en España es predominantemente 

urbana (~80%) y las principales fuentes económicas del país proceden de los sectores de 

servicios (73%) e industria (18%) (Instituto Nacional de Estadística, 2017). En 2017 la cifra del 

producto interior bruto (PIB) de España era de 1.314.314 M.USD, siendo la economía número 

14 en el ranking de los 192 países que publicaron este dato (Organización de las Naciones 

Unidas, 2019). El PIB per cápita de España en ese mismo año fue de 24.970 € (Instituto 

Nacional de Estadística, 2017). 

El municipio de Leganés (extensión: 43 km2; población 2017: 187.720 habitantes) se 

encuentra dentro del área metropolitana de Madrid y está situado a once kilómetros al 

sudoeste de la capital entre la latitud N40° 19′ 38′′ y la longitud O3° 45′ 49′′. El clima 

predominante es el mediterráneo continental, siendo enero el mes más frío (temperatura 

media 2018: 5 °C) y julio el más cálido (temperatura media 2018: 24 °C) (Agencia Estatal de 

Meteorología, 2018). Los niños en el grupo de edad de 3–14 años representan el 12% de la 

población total, siendo la relación hombre/mujer de 1,06. En 2017, el 14% de la población 

era inmigrante, siendo los colectivos más representados los procedentes de Colombia (13%), 

Marruecos (13%) y Nigeria (1%). El porcentaje de viviendas sin saneamiento (servicio o aseo) 

en Leganés era del 0,9%, ligeramente inferior a la media autonómica (0,9%) o nacional (1%) 

(Instituto Nacional de Estadística, 2017). En 2017 el PIB per cápita de Leganés era de 25.045 € 
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(CAM: 33.824 €). Para ese mismo año la renta disponible bruta per cápita en el munipio era 

de era de 15.000 € (CAM: 19.312 €) (Instituto de Estadística de la Comunidad de Madrid, 

2019). En Leganés, hay una gran implantación de centros de educación infantil, primaria y 

secundaria de gestión pública (n = 40) frente a centros gestionados de forma concertada (n = 

5) o privada (n = 3) (Ayuntamiento de Leganés, 2017). El porcentaje de población sin estudios 

en el municipio (17%) es comparativamente superior al de la CAM (12%) e incluso mayor que 

el de la media nacional (15%) (Instituto Nacional de Estadística, 2017). 

3.3.2. Reclutamiento de centros educativos en Leganés 

Durante el último cuatrimestre de 2017 se concertaron entrevistas presenciales preliminares 

con los directores de colegios de educación infantil, primaria y secundaria públicos, 

concertados y privados del municipio de Leganés para informar de los objetivos y 

procedimientos del estudio y solicitar la colaboración del centro. Siguiendo un criterio de 

representatividad geográfica, se priorizaron los colegios con un mayor número de alumnos 

inscritos. En total se obtuvo el consentimiento de participación de 12 colegios (Figura 7). 

 

Figura 7. Vista aérea del municipio de Leganés (Madrid, España). Se indica la localización exacta de los 

centros de educación infantil, primaria y secundaria muestreados en el presente estudio. Fuente: 

Google Maps. 
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Tras la aceptación formal de participación, se procedió a la elaboración de un 

calendario de muestreo consensuado con la dirección de cada centro participante que 

constaba de 5 etapas secuenciales (Figura 8): 

1. Etapa 1: distribución de una circular a todos los padres/tutores legales de niños con 

edades comprendidas entre 4–14 años incluyendo i) información resumida sobre el 

estudio y sus objetivos, ii) convocatoria a una charla informativa en las dependencias 

del centro educativo y iii) volante autorizando la participación del alumno/a en el 

estudio, para ser entregado al profesor. 

 

Figura 8. Calendario habitual para la campaña de muestreo en cada centro educativo participante en 

este estudio en el municipio de Leganés, Madrid, España. 

2. Etapa 2: impartición de charlas informativas dirigidas a los padres/tutores legales, 

alumnos y personal docente de cada centro interesados en participar en el estudio 

(Figura 9A). En dichas charlas se explicó de forma pormenorizada la justificación del 

trabajo, los objetivos planteados, los procedimientos implicados, los resultados 

esperados y la forma de comunicar éstos. También se atendieron y resolvieron todas 

las preguntas y dudas que pudieran surgir. 

 
Figura 9. Campaña de muestreo en el municipio de Leganés, Madrid, España. (A) Charla informativa 

con los tutores legales de los niños participantes en el estudio. (B) Recogida de muestras de heces 

entre los niños participantes en el estudio. Fuente: David Carmena. 
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3. Etapa 3: distribución de kits de muestreo identificados con numeración correlativa 

entre todos los niños autorizados por sus padres/tutores legales a participar de 

forma voluntaria en el estudio. Esta tarea fue llevada a cabo por el personal docente 

de cada centro. Cada kit de muestreo contenía: 

a. Un frasco estéril de polipropileno de 30 mL con espátula para la recogida de 

heces. 

b. Una hoja informativa con el resumen del proyecto y el contacto del 

investigador principal. 

c. Una hoja informativa especialmente adaptada para niños. 

d. Un formulario de consentimiento informado para ser firmado por los padres 

o tutores legales del niño participante en el estudio. 

e. Una encuesta epidemiológica para recabar datos sobre variables 

sociodemográficas, clínicas y epidemiológicas potencialmente asociadas a un 

mayor riesgo de infección por las especies de protistas entéricos investigadas 

(ver sección 3.3.3.). 

f. Instrucciones para recoger la muestra de heces de forma rápida y segura. 

g. En agradecimiento a la colaboración prestada, se entregó a cada niño 

participante un cuento ilustrado para promover los hábitos higiénicos 

personales (lavado de manos) y un pin conmemorativo (Figura 10A y 10B). 

Cada centro participante recibió además un diploma acreditativo (Figura 

10C). 

 

Figura 10. Material complementario entregado en cada kit de muestreo a los niños y a los centros 

participantes en el municipio de Leganés, Madrid, España. (A) Cuento ilustrado. Fuente: José Luis 

Menéndez Gómez y Elisa Bouzas Senande. (B) Pin conmemorativo. Fuente: Pamela C. Köster. (C) 

Diploma acreditando la participación del centro. Fuente: David Carmena. 

4. Etapa 4: obtención de muestras de heces en el domicilio particular de cada niño 

participante en el estudio por parte de los padres o tutores legales, quienes además 

cumplimentaron la documentación requerida (formulario de consentimiento 
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informado y encuesta epidemiológica). Las muestras de heces fueron almacenadas a 

4 °C hasta su envío al colegio en el siguiente día lectivo hábil. 

5. Etapa 5: en coordinación con el personal docente, recogida de muestras fecales y 

documentación en las instalaciones del centro educativo o en su proximidad (Figura 

9B). Esta operación se realizó durante dos días consecutivos para facilitar la 

participación de aquellos niños que no pudieron llevar su muestra el día anterior y así 

maximizar el número de muestras disponibles para el estudio. Durante la recepción 

del material se comprobó, en la mediad de lo posible, que toda la documentación 

requerida estaba adecuadamente cumplimentada. Las muestras fueron 

transportadas al LRIP del CNM en cajas isotérmicas de poliestireno refrigeradas el 

mismo día de su recogida y mantenidas sin agentes preservantes a 4 °C (≤ 4 días) o –

20 °C (> 4 días) hasta su posterior procesamiento y análisis (ver sección 3.5.). 

La campaña de muestreo en el municipio de Leganés (Madrid, España) fue llevada a 

cabo entre el mes de noviembre de 2017 y el mes de junio de 2018. 

3.3.3. Encuesta epidemiológica 

La encuesta epidemiológica utilizada en este estudio fue específicamente diseñada con la 

colaboración de la Dra. Sooria Balasegaram (Public Health England, Reino Unido) y la Dra. 

Lucia Reh (European Centre for Disease Prevention and Control, Suecia). Tras una sección 

inicial para constatar la identidad, dirección, lugar de nacimiento, tiempo de residencia en 

España y contacto (teléfono o correo electrónico) del padre, madre o tutor legal responsable 

de completar la encuesta, se solicitaron datos sociodemográficos (sexo, edad, número de 

hermanos) y clínicos (presencia/ausencia de diarrea en los 7 días previos al muestreo) del 

niño/a participante. A continuación, se recabó información epidemiológica referente al 

contacto con personas consideradas de riesgo (niños menores de 3 años asistiendo a 

guarderías, familiares o compañeros de clase con episodios conocidos de diarrea), factores 

ambientales (viajes al extranjero en los últimos 6 meses, contacto habitual con perros y gatos 

domésticos, tipo de agua de bebida habitual y ocasional, práctica de deportes acuáticos) y 

hábitos de higiene (frecuencia de lavado de manos antes de comer, frecuencia de lavado de 

frutas y verduras frescas). La información obtenida en cada encuesta epidemiológica fue 

trasladada a una base de datos en Excel (Microsoft Corporation, Redmond, WA, EEUU) y al 

programa de análisis epidemiológico y estadístico de datos cuantitativos EpiData versión 

4.2.0 (EpiData Association, Odense, Dinamarca). La plantilla de este documento se muestra 

en el Anexo X. 
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Todos los niños que declararon episodios de diarrea en los 7 días previos al muestreo 

fueron excluidos del estudio, aunque sus muestras de heces fueron procesadas, analizadas e 

informadas de idéntica forma a las obtenidas de niños asintomáticos. 

3.4. Estudio en Mozambique 

3.4.1. Contexto geopolítico y descripción del área de estudio 

Mozambique (extensión: 799.380 km2; población 2017: 27 millones de habitantes) es un país 

de clima tropical y subtropical, ubicado en la costa oriental del sur de África entre la latitud 

S18° 15′ y la longitud E35° 00′. El país está administrativamente dividido en 11 provincias con 

marcadas desigualdades socioeconómicas en su población, principalmente en las zonas 

rurales y las provincias centrales y norteñas (Instituto Nacional de Estatistica de 

Moçambique, 2017). En 2017 la cifra del PIB de Mozambique fue de 12.651 M.USD, siendo la 

economía número 120 en el ranking de los 192 países que publicaron este dato (Organización 

de las Naciones Unidas, 2019). ). El PIB per cápita de Mozambique en ese mismo año fue de 

461 USD (Instituto Nacional de Estatistica de Moçambique, 2017). Se estima que el 46% de la 

población vive bajo el umbral de pobreza y que el 74% practica la agricultura de subsistencia 

(Central Intelligence Agency, 2015). 

La provincia de Zambézia (extensión: 105.008 km2; población 2017: 5,1 millones de 

habitantes) está ubicada en la región central del país a unos 1.600 kilómetros al norte de la 

capital (Maputo), entre la latitud S17° 0′ 0′′ y la longitud E37° 0′ 0′′ (Instituto Nacional de 

Estatistica de Moçambique, 2017). El clima de Zambézia es tropical y húmedo, con una 

estación lluviosa y cálida de noviembre a marzo y otra seca y fresca de mayo a octubre. Las 

temperaturas más altas (38–40 °C) se dan entre diciembre y febrero, y las más frescas (18–20 

°C) en junio y julio (dos Muchangos, 1999). La provincia se divide en dos zonas que difieren 

ecológica, climática y orográficamente: i) “Alta Zambézia” ocupa la parte norte y no costera 

de la provincia, abarcando áreas elevadas de clima templado, mayor pluviosidad y 

temperaturas medias anuales de 22–24 °C en la meseta y de 18 °C en zonas más montañosas, 

y ii) "Baixa Zambézia" ocupa la parte sur de la provincia, de menor elevación y cercana al 

litoral. Esta región tiene un clima muy cálido y húmedo con temperaturas medias anuales 

entre 24–26 °C (Lorenzetti, 2013). 

En términos demográficos, Zambézia es la segunda provincia más poblada de 

Mozambique. Sus habitantes, distribuidos en 22 distritos, viven en su mayoría (82%) en áreas 

rurales. La población infantil de 0–14 años representa la mitad (50%) de la población total, 
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siendo la relación hombre/mujer de 0,92. La principal actividad económica es la agricultura 

de subsistencia familiar, seguida por la pesca y la minería. Zambézia es una de las provincias 

de Mozambique menos desarrolladas y con mayores índices de pobreza (Instituto Nacional 

de Estatistica, 2017). El tipo de vivienda en áreas rurales difiere significativamente de las de 

áreas urbanas. La construcción tipo es la cabaña (83%), con piso de tierra, techumbre de paja 

y paredes de adobe reforzado con palos de madera (Figura 11). 

 

Figura 11. Viviendas características de áreas rurales de la provincia de Zambézia, Mozambique. (A y B) 

Viviendas construidas con ladrillos de adobe y cubierta vegetal de paja y hierba. (C) Vivienda 

construida con mampostería de barro y madera y techumbre de placa de zinc. Fuente: Aly Salimo 

Muadica (fotografías tomadas durante el trabajo de campo). 

Por otra parte, solamente el 8% de la población de Zambézia tiene acceso a agua corriente. El 

resto obtiene el agua de consumo (no tratada) que necesita a partir de reservorios 

superficiales (ríos, lagos), agua de lluvia y pozos excavados con o sin protección (Figura 12A y 

12B). 

 

Figura 12. Pozos para la extracción de agua de consumo humano característicos de áreas rurales de la 

provincia de Zambézia, Mozambique. (A) Pozo protegido con bomba de extracción manual. (B) Pozo 

desprotegido directamente excavado en el suelo. Fuente: Aly Salimo Muadica (fotografías tomadas 

durante el trabajo de campo). 
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La escasez o, más comúnmente, inexistencia de infraestructuras de saneamiento 

hace que más de la mitad (65,2%) de las personas censadas en la provincia no dispongan de 

letrinas y defequen de forma habitual en espacios abiertos (Instituto Nacional de Estatistica, 

2017). 

3.4.2. Reclutamiento de centros educativos en Zambézia 

Durante los meses de octubre y diciembre de 2017 se concertaron entrevistas presenciales 

con los líderes comunitarios locales y docentes de colegios de educación infantil, primaria y 

secundaria de la provincia para informar de los objetivos y procedimientos del estudio y 

solicitar la colaboración del centro visitado. Debido a las dificultades de accesibilidad y a los 

limitados recursos disponibles, se priorizaron los colegios que requerían una logística más 

sencilla. Un total de 17 colegios públicos y una guardería de gestión privada distribuidos en 

10 de los 22 distritos de la provincia consintieron en participar en el estudio (Figura 13). 

 

Figura 13. Mapa de la provincia de Zambézia (Mozambique) mostrando la localización geográfica de 

los centros educativos y de atención médica muestreados en el presente estudio. 

Tras la aceptación formal de participación, se procedió a la elaboración de un 

calendario de muestreo inspirado en el llevado a cabo en Leganés (España), pero simplificado 

para adaptarlo a las dificultades y limitaciones intrínsecas asociadas al trabajo de campo en 

un país de renta baja. Este calendario estaba basado en 3 etapas secuenciales: 

1. Etapa 1: impartición de charlas informativas dirigidas a los padres/tutores legales y 

personal docente de cada centro interesados en participar en el estudio (Figura 14A y 

14B). En dichas charlas se explicó de forma pormenorizada la justificación del trabajo, 
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los objetivos planteados y los procedimientos implicados. También se atendieron y 

resolvieron todas las preguntas y dudas que pudieran surgir. 

 

Figura 14. Campaña de muestreo en la provincia de Zambézia, Mozambique. (A) Charla informativa 

con los tutores legales de los niños participantes en el estudio. (B) Charla informativa con el personal 

docente de una de las escuelas rurales muestreadas en el estudio. Fuente: Aly Salimo Muadica 

(fotografías tomadas durante el trabajo de campo). 

2. Etapa 2: impartición, en el mismo día, de charlas explicativas a los niños de 3–14 años 

de los colegios visitados y distribución entre grupos aleatoriamente seleccionados de 

kits de muestreo (Figura 15A y 15B). Cada kit contenía un frasco estéril de 

polipropileno de 30 mL con espátula para la recogida de heces y un formulario de 

consentimiento informado para ser firmado por los padres o tutores legales del niño 

participante en el estudio. 

 

Figura 15. Campaña de muestreo en la provincia de Zambézia, Mozambique. (A) Charla informativa 

con los niños de una de las escuelas muestreadas en el estudio. (B) Distribución del material para la 

recogida de muestras de heces entre los niños participantes en el estudio. Fuente: Aly Salimo Muadica 

(fotografías tomadas durante el trabajo de campo). 

3. Etapa 3: recogida, al día siguiente, de las muestras de heces y los consentimientos 

informados cumplimentados. Cada niño participante fue individualmente 
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entrevistado para completar el cuestionario epidemiológico correspondiente (ver 

sección 3.4.4.). En ese momento se procedió a identificar con un código numérico 

correlativo todo el material entregado. Las muestras de heces fueron transportadas 

hasta el centro de salud colaborador más cercano para su conservación a 4 °C hasta 

su posterior procesamiento (ver sección 3.4.5.). 

3.4.3. Reclutamiento de centros de atención médica en Zambézia 

De forma paralela a los muestreos realizados en población pediátrica escolar, se obtuvieron 

muestras de heces de niños con síntomas gastrointestinales (principalmente diarrea y dolor 

abdominal) del mismo rango de edad (3–14 años) atendidos como pacientes ambulatorios en 

centros médicos. Para ello, se solicitó mediante contacto previo por carta la colaboración de 

centros de atención médica. Un total de 6 centros de salud y un centro hospitalario 

asistencial distribuidos en 6 distritos de la provincia de Zambézia accedieron a cooperar 

(Figura 13). Las muestras de heces obtenidas provinieron de procedimientos de diagnóstico 

coproparasitario rutinario en los laboratorios clínicos o microbiológicos de dichos centros. La 

obtención de consentimientos informados y la realización de encuestas epidemiológicas (ver 

sección 3.4.4.) fueron llevadas a cabo de forma presencial en entrevistas individuales con los 

niños así reclutados y sus padres o tutores legales durante su estancia en el centro médico. 

Las muestras de heces fueron conservadas a 4 °C hasta su posterior procesamiento (ver 

sección 3.4.5.). 

3.4.4. Encuesta epidemiológica 

La encuesta epidemiológica utilizada en Mozambique era una versión en portugués de la 

utilizada en España adaptada a las condiciones epidemiológicas particulares del país. Las 

principales diferencias radicaban en la inclusión de datos específicos del encuestado como el 

ámbito de procedencia (rural o urbana), distrito y barriada, el tipo de material (ladrillo, 

adobe, madera) de la vivienda, el contacto directo con animales de producción, la fuente de 

agua potable utilizada (reservorios naturales de superficie, pozos, de red), la disponibilidad o 

no de tratamiento (hervido, cloración) de la misma y el acceso a una letrina. En el caso de 

niños sintomáticos atendidos en centros de atención médica también se consignaron las 

manifestaciones clínicas presentes en el momento del diagnóstico. La información obtenida 

en cada encuesta epidemiológica fue procesada usando el mismo procedimiento descrito en 

la sección 3.3.3. La plantilla de este documento se muestra en el Anexo XI. 
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3.4.5. Preservación de las muestras de heces 

Una alícuota (~0,5 g) de cada muestra fecal recogida tanto en niños asintomáticos como en 

niños sintomáticos en la provincia de Zambézia fue transferida al dispositivo comercial de 

recogida, concentración y preservación de heces Real Mini-Sistem (15 mL) con TOTAL-FIX® 

(Durviz, Valencia, España) compatible con el uso de técnicas moleculares (Figura 16A) y 

mantenidas a temperatura ambiente sin exposición solar (Figura 16B) hasta su envío (Figura 

16C) al LRIP del CNM en Majadahonda (España) para su posterior procesamiento y análisis. 

 

Figura 16. Recogida de muestras de heces en la provincia de Zambézia, Mozambique. (A) Dispositivo 

Real Mini-Sistem con Total-Fix® (Durviz). (B). Almacenamiento de las muestras fecales recogidas en los 

dispositivos. (C) Empaquetado para su transporte. Fuente: Aly Salimo Muadica (fotografías tomadas 

durante el trabajo de campo). 

3.5. Extracción y purificación de ADN a partir de muestras fecales 

Para la extracción y purificación de ADN genómico a partir de las muestras fecales obtenidas 

en las campañas de muestreo llevadas a cabo en Leganés (España) y Zambézia (Mozambique) 

se utilizó el kit comercial QIAamp Fast DNA Stool Mini Kit (QiAGEN, Hilden, Alemania). Se 

siguieron las instrucciones recomendadas por el fabricante con modificaciones menores. De 

forma resumida, se transfirió una alícuota (~200 mg) de heces frescas o recién descongeladas 

(Leganés) o concentradas (Zambézia) a un tubo Eppendorf de 2 mL al que se añadió 1 mL de 

tampón Inhibitex. Tras homogeneizar vigorosamente en un agitador vórtex durante 20–30 s, 

el tubo fue preincubado a 95 °C durante 10 min. Este paso previo tenía como objetivo 

debilitar la pared de quistes/ooquistes/esporas y facilitar la lisis química posterior. Tras un 

paso de centrifugación a 16.200×g durante 3 min, se transfirieron a un tubo limpio y en el 

orden indicado 15 μL de proteinasa K, 350 μL de sobrenadante de la muestra y 200 μL de 

tampón AL. La mezcla fue brevemente homogeneizada e incubada a 70 °C durante 10 min. A 

continuación, se añadieron 200 μL de etanol absoluto (≥99.8%) y la mezcla fue 
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homogenizada. Se transfirieron 600 μL del lisado así obtenido a la columna de sílica 

suministrada por el fabricante, que fue centrifugada a 16.200×g durante 3 min. En un primer 

paso de lavado, la columna fue transferida a un tubo colector limpio, se añadieron 500 μL de 

tampón AW1 y se centrifugó a 16.200×g durante 1 min. En un segundo paso de lavado se 

repitió el proceso anterior, pero usando en esta ocasión tampón AW2 y un paso de 

centrifugación a 16.200×g durante 3 min. La columna conteniendo el ADN genómico fue 

colocada en un tubo Eppendorf de 1,5 mL limpio y se volvió a centrifugar a 16.200×g durante 

3 min para eliminar cualquier resto del tampón de lavado. Por último, el ADN retenido en la 

columna fue eluído en 200 μL de agua grado biología molecular dispensados directamente 

sobre la columna tras una incubación de 5 min a temperatura ambiente y una centrifugación 

a 16.200×g durante 1 min. Se incluyeron de forma regular controles de extracción (sin adición 

de sobrenadante fecal) para comprobar la ausencia de contaminación por ADN exógeno de 

todos los reactivos utilizados en el procedimiento. 

El protocolo anteriormente indicado fue realizado en todas las muestras fecales 

usando el sistema de extracción automatizado QIAcube (QIAGEN) en el LRIP del CNM, 

excepto en el caso del segundo lote de muestras recogidas en Mozambique (ver sección 

3.4.3.), que fueron procesadas in situ de forma manual siguiendo el mismo método. El ADN 

genómico obtenido fue almacenado a 4 °C hasta su posterior análisis mediante PCR. 

3.6. Detección y genotipado de protistas entéricos mediante técnicas moleculares 

Para la detección y caracterización molecular de las especies de protistas entéricos, en este 

estudio se utilizaron protocolos de PCR convencional directa, semianidada, anidada y de 

qPCR firmemente establecidos en la literatura y ampliamente utilizados en laboratorios 

clínicos y de investigación de todo el mundo incluido el LRIP del CNM. En cada caso, la 

elección del marcador genético adecuado estuvo condicionada por la finalidad de la PCR. 

Así, los genes ssu rARN e ITS fueron los marcadores de elección en las PCRs de 

detección de todos los patógenos aquí investigados. Al ser ambos genes multicopia, existe un 

mayor número de dianas disponibles en la reacción inicial de amplificación, lo que aumenta 

considerablemente la sensibilidad de estos ensayos. Por este motivo, ssu rARN e ITS son 

frecuentemente utilizados en estudios epidemiológicos de campo implicando un gran 

número de muestras (Dacal et al., 2020). El principal inconveniente de estos marcadores 

genéticos es que sus secuencias nucleotídicas están relativamente bien conservadas entre 

especies evolutivamente cercanas, por lo que pueden generar amplificaciones inespecíficas 

(falsos positivos). Este problema puede ser resuelto, al menos parcialmente, mediante la 



Material y métodos 

 

91 

confirmación por secuenciación del producto de amplificación obtenido (Figura 17). Basados 

en estos marcadores, la sensibilidad y especificidad diagnóstica de las PCRs empleadas en 

este estudio para la detección de G. duodenalis, Cryptosporidium spp., E. histolytica, E. 

dispar, Blastocystis sp. y E. bieneusi eran superiores al 90% y 95%, respectivamente (de Lucio 

et al., 2015, 2016b, 2017; Dashti et al., 2019; Paulos et al., 2019). 

Para la caracterización molecular de algunas especies de protistas entéricos 

previamente confirmadas por ssu rARN existen a su vez marcadores genéticos que muestran 

una variabilidad en su secuencia nucleotídica lo suficientemente amplia como para 

discriminar entre distintos genotipos y subgenotipos. Es el caso de los genes codificantes de 

las proteínas glutamato deshidrogenasa (gdh), beta-giardina (bg) y triosa fosfato isomerasa 

(tpi) en G. duodenalis, y gp60 en Cryptosporidium spp. (Figura 17). El principal inconveniente 

de este tipo de marcadores es que suelen ser genes de copia única, por lo que la sensibilidad 

de las PCRs que los utilizan no es elevada. Este hecho explica que un porcentaje considerable 

de muestras positivas por ssu-PCR o ITS-PCR no se puedan amplificar en las PCRs de 

genotipado correspondientes (Dacal et al., 2020). 

 

Figura 17. Esquema resumiendo los marcadores moleculares utilizados en el presente estudio para la 

detección y caracterización molecular de Giardia duodenalis, Cryptosporidium spp., Entamoeba 

histolytica, Blastocystis sp. y Enterocytozoon bieneusi. Información adicional disponible en el Anexo XII. 

3.6.1. Detección y genotipado de Giardia duodenalis 

Para la detección inicial de ADN de G. duodenalis se utilizó un protocolo de qPCR que 

amplifica un fragmento de 62 pares de bases (pb) del marcador molecular ssu rARN del 

parásito (Verweij et al., 2003b). La reacción se llevó a cabo en un volumen final de 25 μL 
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conteniendo 3 μL de ADN molde, la pareja de cebadores Gd-80F/Gd-127R en concentración 

de 0,5 μM, una sonda de hidrólisis TaqMan® de doble marcaje (incluyendo el fluorocromo 

FAMTM en el extremo 5´ y el apagador BHQ1TM en el extremo 5´) en concentración de 0,4 μM 

(Anexo XII), y 12,5 μL del tampón TaqMan® Gene Expression Master Mix (Applied 

Biosystems, CA, EEUU). El protocolo de amplificación consistía en un paso previo de 2 min a 

55 °C y 15 min a 95 °C seguido de 45 ciclos de 15 s a 95 °C y 1 min a 60 °C. La señal de 

fluorescencia (FAMTM: 510 nm) fue determinada al final de la etapa de hibridación en cada 

ciclo de amplificación. 

Todas las muestras con un resultado positivo a G. duodenalis en qPCR fueron 

posteriormente reanalizadas adoptando una estrategia de tipificación multilocus de 

secuencias (en inglés MLST) usando como marcadores moleculares genes constitutivos 

codificantes de 2 enzimas metabólicos (gdh y tpi) y una proteína estructural (bg) del parásito 

(Figura 17). Giardia duodenalis usa gdh, junto con el enzima alanina aminotransferasa, para 

disipar el exceso de poder reductor y mantener el equilibrio intracelular de NAD(P)-NAD(P)H 

a través de la conversión de piruvato en alanina (Yee y Dennis et al., 1993). Por su parte, tpi 

está implicada en la glucólisis catalizando la interconversión entre gliceraldehído-3-fosfato y 

dihidroxiacetona fosfato, reacción que tiene lugar a través de un intermediario enediol 

(Mowatt et al., 1994). Finalmente, bg es una proteína involucrada en la organización 

microtubular del citoesqueleto del trofozoíto del parásito. El hecho de no tener homología 

conocida con ninguna otra proteína asociada a microtúbulos sugiere que bg es específica de 

G. duodenalis (Marshall y Holberton, 1993). 

En el caso del marcador genético gdh se utilizó un protocolo de PCR semianidada 

específicamente diseñado para la amplificación parcial de un fragmento de 432 pb del gen 

(Read et al., 2004). La reacción se llevó a cabo en un volumen final de 25 μL conteniendo 5 μL 

de ADN molde y las parejas de cebadores GDHeF/GDHiR (reacción primaria) y GDHiF/GDHiR 

(reacción secundaria) ambas en concentración de 0,5 μM (Anexo XII). Ambos protocolos de 

amplificación consistieron en un paso inicial a 95 °C durante 3 min seguido de 35 ciclos a 95 

°C durante 30 s (desnaturalización), 55 °C durante 30 s (hibridación) y 72 °C durante 1 min 

(elongación), con una extensión final a 72 °C durante 7 min. 

En el caso del marcador genético bg se utilizó un protocolo de PCR anidada 

específicamente diseñado para la amplificación parcial de un fragmento de 511 pb del gen 

(Lalle et al., 2005). La reacción se llevó a cabo en un volumen final de 25 μL conteniendo 3 μL 

de ADN molde y las parejas de cebadores G7_F/G759_R (reacción primaria) y G99_F/G609_R 

(reacción secundaria) ambas en concentración de 0,4 μM (Anexo XII). El protocolo de 
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amplificación de la primera PCR consistía en un paso inicial a 95 °C durante 7 min seguido de 

35 ciclos a 95 °C durante 30 s (desnaturalización), 65 °C durante 30 s (hibridación) y 72 °C 

durante 1 min (elongación), con una extensión final a 72 °C durante 7 min. El protocolo de 

amplificación de la segunda PCR era idéntico al descrito anteriormente con la única 

diferencia de que la temperatura de hibridación era de 55 °C. 

En el caso del marcador genético tpi se utilizó un protocolo de PCR anidada 

específicamente diseñado para la amplificación parcial de un fragmento de 530 pb del gen 

(Sulaiman et al., 2003b). La reacción se llevó a cabo en un volumen final de 50 μL 

conteniendo 2 μL de ADN molde en la primera PCR y 2,5 μL en la segunda PCR y las parejas 

de cebadores AL3543/AL3546 (reacción primaria) y AL3544/AL3545 (reacción secundaria) 

ambas en concentración de 0,2 μM (Anexo XII). Ambos protocolos de amplificación 

consistieron en un paso inicial a 94 °C durante 5 min seguido de 35 ciclos a 94 °C durante 45 s 

(desnaturalización), 50 °C durante 45 s (hibridación) y 72 °C durante 1 min (elongación), con 

una extensión final a 72 °C durante 10 min. 

3.6.2. Detección y genotipado de Cryptosporidium spp. 

Para la detección inicial de ADN de Cryptosporidium spp. se utilizó un protocolo de PCR 

anidada que amplificaba un fragmento de 587 pb del marcador molecular ssu rARN (Tiangtip 

y Jongwutiwes, 2002). La secuenciación Sanger de los amplicones obtenidos en esta PCR 

permite identificar la especie, pero no la familia genotípica, del parásito. La reacción se llevó 

a cabo en un volumen final de 50 μL conteniendo 3 μL de ADN molde y las parejas de 

cebadores CR-P1/CR-P2 (reacción primaria) y CR-P3/CPB-DIAGR (reacción secundaria) ambas 

en concentración de 0,3 μM (Anexo XII). Ambos protocolos de amplificación consistieron en 

un paso inicial a 94 °C durante 3 min seguido de 35 ciclos a 94 °C durante 40 s 

(desnaturalización), 50 °C durante 40 s (hibridación) y 72 °C durante 1 min (elongación), con 

una extensión final a 72 °C durante 10 min. 

Para la caracterización molecular de las muestras identificadas como C. hominis o C. 

parvum mediante ssu-PCR y secuenciación Sanger, se utilizó un protocolo de PCR anidada 

que amplificaba un fragmento de 870 pb del marcador molecular gp60 del parásito (Feltus et 

al., 2006). Las particularidades de este locus han sido ya examinadas en detalle en la sección 

1.7.1. y el Anexo I. La reacción se llevó a cabo en un volumen final de 50 μL conteniendo 2 μL 

de ADN molde en la primera PCR y 3 μL en la segunda PCR y las parejas de cebadores AL-

3531/AL-3535 (reacción primaria) y AL-3532/AL-3534 (reacción secundaria) ambas en 

concentración de 0,3 μM (Anexo XII). El protocolo de amplificación de la primera PCR 
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consistía en un paso inicial a 94 °C durante 5 min seguido de 35 ciclos a 94 °C durante 45 s 

(desnaturalización), 59 °C durante 45 s (hibridación) y 72 °C durante 1 min (elongación), con 

una extensión final a 72 °C durante 10 min. El protocolo de amplificación de la segunda PCR 

era idéntico al descrito anteriormente con la única diferencia de que la temperatura de 

hibridación era de 50 °C. 

Para la caracterización molecular de las muestras identificadas como C. viatorum 

mediante ssu-PCR y secuenciación Sanger, se utilizó un protocolo de PCR anidada que 

amplificaba un fragmento de 950 pb del marcador molecular gp60 del parásito (Stensvold et 

al., 2015). La reacción se llevó a cabo en un volumen final de 50 μL conteniendo 2 μL de ADN 

molde en la primera PCR y 1 μL en la segunda PCR y las parejas de cebadores CviatF2/CviatR5 

(reacción primaria) y CviatF3/CviatR8 (reacción secundaria) en concentración de 0,25 μM y 5 

μM, respectivamente (Anexo XII). Ambos protocolos de amplificación consistieron en un paso 

inicial a 95 °C durante 4 min seguido de 35 ciclos a 95 °C durante 30 s (desnaturalización), 58 

°C durante 30 s (hibridación) y 72 °C durante 1 min (elongación), con una extensión final a 72 

°C durante 7 min. 

3.6.3. Diagnóstico diferencial de Entamoeba histolytica y Entamoeba dispar 

Para la detección y el diagnóstico diferencial de E. histolytica y E. dispar se utilizó un 

protocolo de qPCR que amplificaba un fragmento de 172 pb del marcador molecular ssu 

rARN del parásito (Verweij et al., 2003a; Gutiérrez‐Cisneros et al., 2010). La reacción se llevó 

a cabo en un volumen final de 25 μL conteniendo 3 μL de ADN molde, la pareja de cebadores 

Ehd-239F/Ehd-88R (común a ambas especies) en concentración de 0,5 μM, las sonda de 

hidrólisis TaqMan® de doble marcaje FAMTM/MGBTM (E. histolytica) y VICTM/MGBTM (E. dispar) 

ambas en concentración de 0,2 μM (Anexo XII), y 12,5 μL del tampón TaqMan® Gene 

Expression Master Mix (Applied Biosystems). El protocolo de amplificación consistía en un 

paso previo de 2 min a 55 °C y 15 min a 95 °C seguido de 45 ciclos de 15 s a 95 °C y 1 min a 60 

°C. Las señales de fluorescencia (FAMTM: 510 nm y VICTM: 580 nm) fueron determinadas al 

final de la etapa de hibridación en cada ciclo de amplificación. Esta técnica no fue usada en 

muestras procedentes de Leganés (España) al considerarse de forma inicial que E. histolytica 

no es una especie relevante en población pediátrica asintomática en este país. 

3.6.4. Detección y genotipado de Blastocystis sp. 

Para la detección inicial de ADN de Blastocystis sp. se utilizó un protocolo de PCR directa que 

amplificaba un fragmento de 600 pb del marcador molecular ssu rARN (Scicluna et al., 2006). 

La secuenciación Sanger de los amplicones obtenidos en esta PCR permite identificar no solo 
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la especie, sino también el subtipo del parásito siguiendo la nomenclatura propuesta por 

Stensvold et al. (2007) y Stensvold y Clark (2020). La reacción se llevó a cabo en un volumen 

final de 25 μL conteniendo 5 μL de ADN molde y la pareja de cebadores pan-Blastocystis 

RD5/BhRDr en concentración de 0,5 μM (Anexo XII). El protocolo de amplificación consistió 

en un paso inicial a 95 °C durante 3 min seguido de 30 ciclos a 94 °C durante 1 min 

(desnaturalización), 59 °C durante 1 min (hibridación) y 72 °C durante 1 min (elongación), con 

una extensión final a 72 °C durante 2 min. 

3.6.5. Detección y genotipado de Enterocytozoon bieneusi 

Para la detección inicial de ADN de E. bieneusi se utilizó un protocolo de PCR anidada que 

amplificaba un fragmento de 390 pb incluyendo la región ITS completa y, en sus flancos, 

secuencias parciales del ARN de las subunidades pequeña y grande del ribosoma (Buckholt et 

al., 2002). La secuenciación Sanger de los amplicones obtenidos en esta PCR permite 

identificar no solo la especie, sino también el genotipo del parásito siguiendo la 

nomenclatura propuesta por Santín y Fayer (2009). La reacción se llevó a cabo en un volumen 

final de 50 μL conteniendo 1 μL de ADN molde y las parejas de cebadores EBITS3/EBITS4 

(reacción primaria) y EBITS1/EBITS2.4 (reacción secundaria) ambas en concentración de 0,2 

μM (Anexo XII). El protocolo de amplificación de la primera PCR consistía en un paso inicial a 

94 °C durante 3 min seguido de 35 ciclos a 94 °C durante 30 s (desnaturalización), 57 °C 

durante 30 s (hibridación) y 72 °C durante 40 s (elongación), con una extensión final a 72 °C 

durante 10 min. El protocolo de amplificación de la segunda PCR era idéntico al descrito 

anteriormente con las diferencias de que el número de ciclos era de 30 y la temperatura de 

hibridación de 55 °C. 

3.6.6. Reactivos y procedimientos comunes 

Todas las muestras analizadas por PCR en el presente estudio fueron ensayadas de forma 

única (sin duplicados). Todos los protocolos de qPCR anteriormente descritos fueron llevados 

a cabo en un termociclador Corbett Rotor Gene™ 6000 (QIAGEN). 

Todos los protocolos de PCR directa, semianidada y anidada anteriormente descritos 

fueron llevados a cabo en un termociclador 2720 (Applied Biosystems). Las reacciones 

siempre incluyeron 2,5 unidades de ADN polimerasa MyTAQ™ (Bioline GmbH, Luckenwalde, 

Alemania), y tampón de reacción MyTAQ™ 5× conteniendo deoxinucleótidos (adenina, 

timina, citosina y guanina) en concentración 5 mM y MgCl2 en concentración 15 mM. El ADN 

de los amplicones obtenidos en cada ronda de PCR fueron visualizados mediante 
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electroforesis en geles de agarosa D5 al 2% (Conda, Madrid, Spain) teñidos con la solución 

intercalante no cancerígena Pronasafe (Conda) en proporción 1:20.000. 

En cada ronda de qPCR y PCR convencional se incluyeron un control negativo (agua 

grado biología molecular) y un control positivo (ADN genómico de muestras confirmadas 

previamente diagnosticadas y/o molecularmente caracterizadas en el LRIP del CNM). 

También se incluyó de forma rutinaria pero más espaciada en el tiempo un control de 

extracción (ver sección 3.5.). 

3.7. Análisis de secuencias y estudio filogenético 

Todos los amplicones del tamaño esperado obtenidos en cada ronda de PCR directa, 

semianidada o anidada fueron directamente enviados a secuenciar en ambas direcciones (5´ 

y 3´) utilizando la pareja de cebadores internos correspondiente (Anexo XII). Las reacciones 

de secuenciación fueron llevadas a cabo por electroforesis capilar y marcaje con 

fluorocromos utilizando la química BigDye® Terminator (Applied Biosystems) en un 

secuenciador de ADN automático ABI PRISM 3130 (Applied Biosystems) en la Unidad de 

Genómica del CNM. 

Las secuencias 5´ y 3´ sin refinar obtenidas fueron visualmente inspeccionadas con 

detenimiento usando el programa libre de análisis de secuencias Chromas Lite versión 2.1 

(Technelysium Pty Ltd., South Brisbane, Australia). Se prestó especial atención a la presencia 

de posiciones ambiguas (dobles picos) en el cromatograma indicativos de posibles 

infecciones mixtas o eventos de recombinación genética, particularmente en G. duodenalis 

(Morrison et al., 2007; Franzén et al., 2009; Anderson, 2012). Tras ser editadas y validadas, se 

generaron las correspondientes secuencias consenso. Los amplicones que generaron 

secuencias de calidad insuficiente pero provenientes de una banda de intensidad razonable 

en gel fueron resecuenciados al menos una vez. En caso necesario se procedió a la repetición 

de la PCR y al envío del nuevo amplicón para ser secuenciado. 

La herramienta BLAST del National Center for Biotechnology Information (NCBI, 

EEUU) fue utilizada para determinar la homología existente entre las secuencias nucleotídicas 

generadas en el presente estudio y las depositadas previamente en la base de datos del 

repositorio público GenBank. El programa libre MEGA versión 6 (Tamura et al., 2013) fue 

utilizado para alinear simultáneamente las secuencias consenso generadas con las obtenidas 

en GenBank no solo para identificar especies, genotipos y subgenotipos, sino también para 

determinar la presencia y frecuencia de polimorfismos de nucleótido único (SNP), tanto en 

forma de posiciones ambiguas (dobles picos) como de mutaciones, inserciones o deleciones 
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en la secuencia nucleotídica. Para este fin, en el caso específico de Blastocystis sp. se usó 

como base de datos de partida el repositorio público Blastocystis 18S 

(http://pubmlst.org/blastocystis/). 

La historia evolutiva de los genes utilizados en la identificación de especies y 

genotipos fue inferida a partir de alineamientos de secuencias múltiples usando el método 

de Neighbor-Joining (Saitou y Nei, 1987). Este algoritmo se basa en el criterio de mínima 

evolución, en el que el mejor árbol es aquel que minimiza la longitud de las ramas internas. 

La longitud de éstas indica la cantidad de cambio evolutivo. Los correspondientes árboles 

filogenéticos fueron generados usando MEGA versión 6 (Tamura et al., 2013) con 1.000 

repeticiones en la prueba de remuestreo bootstrap (Felsenstein, 1985). Las distancias 

evolutivas fueron computadas usando el modelo de Kimura con 2 parámetros (Kimura, 1980) 

y la tasa de variación entre posiciones fue modelada usando una distribución gamma con 

parámetro de forma = 1. En todos los análisis se incorporaron secuencias de referencia y 

secuencias apropiadas para fines comparativos obtenidas de GenBank. 

3.8. Análisis estadístico 

La información sociodemográfica, clínica y epidemiológica recabada a partir de las encuestas 

epidemiológicas realizadas en el municipio de Leganés, España (ver sección 3.3.3.) y la 

provincia de Zambézia, Mozambique (ver sección 3.4.4.) fue analizada estadísticamente 

usando el programa Stata versiones 13 y 15 (STATA Corp., College Station, Texas, EEUU). 

Debido a su complejidad intrínseca, estos análisis fueron conducidos por la Dra. Lucia Reh 

(European Centre for Disease Prevention and Control, Suecia) y por el Dr. Kazim Beebeejaun, 

el Dr. Neville Q. Verlander y la Dra. Sooria Balasegaram (Public Health England, Reino Unido) 

bajo la dirección y supervisión de esta última. 

Se calculó la prevalencia de G. duodenalis, Cryptosporidium spp., E. histolytica, E. 

dispar, Blastocystis sp. y E. bieneusi de forma tanto individual como combinada (co-infección) 

en las poblaciones pediátricas objeto de estudio. Entamoeba histolytica y E. dispar sólo 

fueron investigadas en la población pediátrica proveniente de Mozambique. La prueba de chi 

cuadrado y la prueba exacta de Fisher fueron usadas para comparar las prevalencias de estos 

patógenos en función del sexo y las variables categóricas potencialmente asociadas a una 

mayor probabilidad de infección, incluyéndose como factor de riesgo la presencia de otra 

especie de enteroparásito en forma de infección mixta. Se consideró como evidencia de 

significancia estadística un valor de P < 0,05. 

http://pubmlst.org/blastocystis/
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Para variables continuas, se seleccionó el modelo de mejor ajuste usando la prueba 

de razón de verosimilitud para funciones lineales, cuadráticas, cúbicas y logarítmicas. 

También se calcularon los cocientes de probabilidad (OR) y sus correspondientes intervalos 

de confianza al 95% (IC 95%) mediante análisis univariante y multivariante usando modelos 

de regresión logística con objeto de investigar la posible asociación entre factores 

protectores o de riesgo y la infección por cada uno de los patógenos considerados. 

El modelo de regresión logística exacta fue utilizado para calcular ORs en variables 

únicas y evitar divisiones por cero. Aquellos factores con un valor de P ≤ 0,2 en el análisis 

univariante fueron preseleccionados para su posible inclusión en el modelo de regresión 

logística multivariante. Aquellos factores con valores de P más bajos fueron finalmente 

incluidos en el análisis y usados para identificar posibles sesgos (indicados por un cambio > 

 20% en el OR asociado a otras variables) y agrupamientos de valores (clustering). 

Para investigar la existencia de posibles relaciones de dependencia a nivel escolar y 

familiar se compararon los resultados obtenidos en diferentes modelos multinivel en los que 

se consideraba aleatoriamente el efecto de determinadas variables (p.e. “colegio” y “familia” 

en el muestreo en España, y “distrito” y “barriada” en el muestreo en Mozambique) con los 

obtenidos en modelos logísticos en los que otras variables eran consideradas como efectos 

fijos. Si la inclusión de una variable determinada no era significativa (estimada mediante la 

prueba de razón de verosimilitud), dicha variable era excluida del modelo y una nueva era 

testada en su lugar. Así, en los análisis multivariantes sólo se indican cocientes de 

probabilidad ajustados (aOR) para aquellos factores que fueron considerados en el modelo 

final. 
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4. Resultados 

4.1. Muestreo en Leganés, España 

La campaña de muestreo en niños asintomáticos del municipio de Leganés (Madrid, España) fue 

llevado a cabo entre noviembre de 2017 y junio de 2018. De los 12 centros educativos que 

accedieron a colaborar en este estudio, el 75% (9/12) eran de gestión pública, el 17% (2/12) de 

gestión concertada y el 8% (1/12) de gestión privada (Tabla 7). De ellos, el 67% (8/12) incluían el 

tramo de educación infantil y primaria (3–12 años), el 25% (3/12) el tramo de educación infantil, 

primaria y secundaria obligatoria (3–16 años) y el 8% (1/12) el tramo de educación primaria y 

secundaria obligatoria (6–12 años). Los resultados presentados en esta sección han sido 

publicados en la referencia Reh et al. (2019). 

Tabla 7. Datos de participación en los centros educativos muestreados en el municipio de Leganés, Madrid, 

España. 

Colegio Tipo de gestión Estudiantes 
totales (n) 

Muestras 
recogidas (n) 

Muestras 
válidasa (n) 

Participación 
(%) 

1 Concertado 990 139 121 12 

2 Público 440 126 117 27 

3 Público 850 238 216 25 

4 Público 400 82 64 16 

5 Público 450 148 128 28 

6 Público 485 132 119 24 

7 Público 315 88 39 12 

8 Público 446 68 62 14 

9 Concertado 353 148 128 36 

10 Público 561 148 115 26 

11 Público 395 214 185 47 

12 Privado 180 72 62 34 

Total  6.089 1.603 1.356 22 

a Para el estudio de análisis de riesgos. 

4.1.1. Participación en centros educativos en Leganés 

El censo de alumnos en los 12 centros educativos muestreados era de 6.089 (rango por centro: 

180–990 alumnos; media: 486 alumnos). De los 1.603 kits recogidos durante la campaña de 

muestreo se desestimaron un total de 245 (Tabla 7). Los motivos de exclusión más frecuentes 

fueron la falta de alguno de los 3 elementos imprescindibles para el estudio (consentimiento 

informado, muestra de heces, encuesta epidemiológica), la incorrecta cumplimentación de la 

documentación requerida y la inclusión de muestras de heces de origen humano (normalmente 

de hermanos y familiares cercanos) o animal (normalmente mascotas) ajenas a la finalidad del 
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estudio. Los niños que declararon episodios de diarrea en los 7 días previos al muestreo fueron 

excluidos del estudio de análisis de riesgos, pero no del estudio molecular para la identificación de 

protistas entéricos. Finalmente se reclutaron un total de 1.356 niños aparentemente sanos sin 

manifestaciones clínicas relacionadas con posibles trastornos gastrointestinales (Tabla 7), lo que 

supone casi uno de cada cuatro alumnos censados (participación por centro: 12–47%; media: 

22%). 

4.1.2. Datos sociodemográficos de la población escolar muestreada en Leganés 

La distribución por grupo etario y sexo de los niños participantes en la campaña de muestreo en 

Leganés se muestran en la Tabla 8. El rango de edad de los niños reclutados era de 4–14 años, con 

una mediana de 7 años. La proporción de niños/niñas era de 1,2. Los niños muestreados tenían, 

de promedio, un hermano en su núcleo familiar. 

Tabla 8. Principales datos sociodemográficos por centro educativo de los niños participantes en la campaña 

de muestreo realizada en el municipio de Leganés, Madrid, España. 

  4–6 años 7–10 años 11–14 años Niños Niñas 

Colegio Total (n) n % n % n % n % n % 

1 121 60 50 50 41 11 9 68 56 53 44 

2 117 48 41 52 44 17 15 61 52 56 48 

3 216 54 25 112 52 50 23 126 58 90 42 

4 64 34 53 20 31 10 16 31 48 33 52 

5 128 58 45 58 45 12 9 67 52 61 48 

6 119 43 36 64 54 12 10 67 56 52 44 

7 39 16 41 20 51 3 8 19 49 20 51 

8 62 25 40 32 52 5 8 28 45 34 55 

9 128 69 54 59 46 0 0 67 52 61 48 

10 115 51 44 52 45 12 10 70 61 45 39 

11 185 67 36 94 51 24 13 95 51 90 49 

12 62 12 19 32 52 18 29 40 65 22 35 

Total 1.356 537 40 645 48 174 13 739 55 617 45 

 

La distribución por país de origen, grupo etario y sexo de los niños nacidos fuera de 

España que participaron en el estudio se muestran en la Tabla 9. Este colectivo representó el 8% 

(107/1.356) de los niños reclutados, de los que el 72% (77/107) provenían de países no 

pertenecientes a la Comunidad Económica Europea (CEE). El rango de edad de estos niños era de 

4–13 años, con una mediana de 7 años. La proporción de niños/niñas era de 1,1. Los países 

extracomunitarios de origen más frecuentes eran Colombia (19%, 20/107), Venezuela (10%, 

11/107), Bolivia (7%, 8/107) y Ecuador (7%, 8/107). Los países comunitarios de origen más 

frecuentes eran Rumanía (16%, 17/107), Francia (7%, 7/107) y Alemania (4%, 4/107). 
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Tabla 9. Principales datos sociodemográficos de los niños nacidos fuera de España participantes en la 

campaña de muestreo realizada en el municipio de Leganés, Madrid, España. 

 Total 4–6 años 7–10 años 11–14 años Niños Niñas 

País n n % n % n % n % n % 

Alemaniaa 4 2 50 2 50 0 0 3 75 1 25 

Argentina 2 1 50 1 50 0 0 2 100 0 0 

Bolivia 8 0 0 6 75 2 25 6 75 2 25 

Brasil 2 1 50 1 50 0 0 1 50 1 50 

Bulgariaa 1 0 0 1 100 0 0 1 100 0 100 

Chile 1 1 100 0 0 0 0 0 0 1 100 

China 3 1 33 2 67 0 0 2 67 1 33 

Colombia 20 8 40 10 50 2 10 9 45 11 55 

Cuba 4 0 0 4 100 0 0 1 25 3 75 

Ecuador 8 5 62 2 25 1 13 4 50 4 50 

Franciaa 7 3 43 4 57 0 0 4 57 3 43 

G. Ecuatorial 2 1 50 1 50 0 0 0 0 2 100 

Honduras 1 0 0 1 100 0 0 0 0 1 100 

Marruecos 2 1 50 0 0 1 50 0 0 2 100 

México 2 0 0 2 100 0 0 1 50 1 50 

Nigeria 2 2 100 0 0 0 0 2 100 0 0 

Panamá 1 1 100 0 0 0 0 0 0 1 100 

Paraguay 2 1 50 1 50 0 0 1 50 1 50 

Perú 2 1 50 0 0 1 50 1 50 1 50 

Reino Unidoa 1 0 0 1 100 0 0 1 100 0 0 

R. Dominicana 2 1 50 1 50 0 0 1 50 1 50 

Rumaníaa 17 7 41 10 59 0 0 10 59 7 41 

Ucrania 2 1 50 1 50 0 0 0 0 2 100 

Venezuela 11 9 82 2 18 0 0 6 55 5 45 

Total 107 47  53  7  56  51  

a Países pertenecientes a la CEE. 

4.1.3. Prevalencia general de protistas entéricos 

Las especies de protistas entéricos investigadas en la población escolar asintomática del municipio 

de Leganés incluyeron G. duodenalis, Cryptosporidium spp., Blastocystis sp. y E. bieneusi. 

Entamoeba histolytica y E. dispar no fueron investigadas en esta población pediátrica (ver sección 

3.6.3.). De forma general, el 28% [intervalo de confianza al 95% (IC 95%): 26–31; 382/1.356] de los 

niños participantes estaban infectados (o eran portadores) por al menos una de las especies 

parasitarias anteriormente mencionadas. Giardia duodenalis fue el patógeno más 

frecuentemente hallado (17%, IC 95%: 16–20; 237/1.356), seguido de Blastocystis sp. (14%, IC 

95%: 12–16; 187/1.356) y Cryptosporidium spp. (1%, IC 95%: 0,5–2; 13/1.356). Enterocytozoon 

bieneusi no fue encontrado en ninguna de las 1.356 muestras fecales analizadas (Figura 18A). 

Respecto a infecciones múltiples, la presencia de dos especies parasitarias fue hallada en 

el 4% (53/1.356) de las muestras investigadas, siendo la coinfección más prevalente la asociada a 
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Blastocystis sp. y G. duodenalis (3%, 47/1.356). Mucho menos frecuentes fueron las coinfecciones 

debidas a Blastocystis sp. y Cryptosporidium spp. (0,4%, 5/1.356) o G. duodenalis y 

Cryptosporidium spp. (0,1%, 1/1.356). La presencia de los 3 patógenos fue determinada en una 

muestra (0,1%, 1/1.396) (Figura 18B). 

 

Figura 18. Prevalencias de Giardia duodenalis, Blastocystis sp. y Cryptosporidium spp. en la población 

escolar asintomática investigada en el municipio de Leganés, Madrid, España. (A) Prevalencia global y por 

especie. (B) Frecuencia de coinfecciones. 

4.1.4. Prevalencia de protistas entéricos en función de la edad 

La edad media de los niños infectados por G. duodenalis era de 7 años, y la de los niños infectados 

por Blastocystis sp. y Cryptosporidium spp. de 8 y 9 años, respectivamente. La presencia de al 

menos una de las 3 especies de protistas entéricos fue confirmada en niños de todas las edades 

comprendidas entre los 4 y los 13 años, pero no en niños de 14 años (Figura 19A). Las infecciones 

causadas por G. duodenalis y Cryptosporidium spp. seguían patrones de distribución irregulares 

(Figura 19B y 19C), aunque el mayor número de casos con Cryptosporidium spp. fue detectado en 

niños de 11 a 13 años. Cryptosporidium spp. tampoco fue detectado en niños de 8 años. Por el 

contrario, la prevalencia de Blastocystis sp. se incrementaba en función de la edad de los niños 

(Figura 19D). Este patrón era especialmente patente en niños entre 4 y 9 años. Debido a la 



Resultados 

 

105 

elevada prevalencia de Blastocystis sp. en la población pediátrica analizada, este efecto también 

era visible cuando se consideró a todos los protistas entéricos de forma conjunta (Figura 19A). 

 

Figura 19. Prevalencia de las especies de protistas entéricos objeto de estudio en función de la edad de los 

niños investigados en el municipio de Leganés, Madrid, España. (A) Prevalencia conjunta por cualquier 

protista. (B) Prevalencia de Giardia duodenalis. (C) Prevalencia de Cryptosporidium spp. (D) Prevalencia de 

Blastocystis sp. 

4.1.5. Prevalencia de protistas entéricos en función del centro educativo 

Las tasas de infección por al menos una de las 3 especies de protistas entéricos detectados en los 

12 centros educativos muestreados oscilaron entre el 15–40% (Figura 20A). La prevalencia de G. 

duodenalis hallada variaba entre 2–32% (Figura 20B), la de Cryptosporidium spp. entre 0–4% 

(Figura 20C) y la de Blastocystis sp. entre 5–18% (Figura 20D). Las grandes diferencias observadas 

entre centros no eran atribuibles a un tamaño muestral insuficiente. Por ejemplo, en el colegio 4 

se muestrearon un total de 64 niños y la prevalencia de G. duodenalis fue del 2%. Sin embargo, 

este patógeno fue hallado en prevalencias 3–5 veces superiores en centros educativos con un 

número inferior de alumnos muestreados, como los colegios 7, 8 y 12 (ver Tabla 8 y Figura 20B). 
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Figura 20. Prevalencia de las especies de protistas entéricos objeto de estudio en función del centro 

educativo muestreado en el municipio de Leganés, Madrid, España. (A) Prevalencia conjunta por cualquier 

protista. (B) Prevalencia de Giardia duodenalis. (C) Prevalencia de Cryptosporidium spp. (D) Prevalencia de 

Blastocystis sp. 

4.1.6. Asociación de riesgos. Análisis univariante 

Los resultados generados en el análisis univariante a partir de la información obtenida en las 

encuestas epidemiológicas sobre factores potencialmente asociados a un mayor riesgo de 

infección por protistas entéricos se muestran en la Tabla 10. Los resultados fueron ajustados 

considerando las variaciones existentes entre centros educativos (para G. duodenalis y 

Cryptosporidium spp.) y grupos familiares (sólo para G. duodenalis), ya que ambas variables 

fueron identificadas como especialmente relevantes en el modelo final para las infecciones por G. 

duodenalis y Cryptosporidium spp. 

Tras el ajuste por centro educativo y grupo familiar, los niños portadores de una especie 

de protista entérico eran significativamente más propensos a padecer infecciones por una 

segunda especie parasitaria. Así, los niños portadores de Blastocystis sp. tenían una mayor 

probabilidad de estar infectados con G. duodenalis y Cryptosporidium spp. que los no portadores, 

y viceversa. Sin embargo, no había ninguna asociación estadísticamente significativa entre la 

infección por G. duodenalis y la infección por Cryptosporidium spp. 
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Corroborando la tendencia previamente observada en la Figura 19D, la edad del niño, 

considerada como una variable lineal con un incremento anual, estaba positivamente 

correlacionada con una mayor prevalencia de Blastocystis sp. El mismo efecto, aunque más 

atenuado y en el límite de la significancia estadística, fue observado para la infección por 

Cryptosporidium spp. también considerando la variable “edad” como una variable lineal con un 

incremento anual. 

Finalmente, el lavado de frutas y hortalizas frescas antes de ser consumidas fue 

identificado como un factor protector contra la infección por Blastocystis sp. El hecho de ser 

niña estaba significativamente asociado a una mayor probabilidad de padecer una infección 

por Cryptosporidium spp. 

4.1.7. Asociación de riesgos. Análisis multivariante 

Los resultados generados en el análisis multivariante considerando únicamente aquellas 

variables identificadas como significativas en el análisis univariante previo, y ajustados por 

centro educativo y/o grupo familiar, se muestran en la Tabla 11. 

Tabla 11. Distribución de protistas entéricos en la población escolar (n = 1.356) investigada en el 

municipio de Leganés (Madrid, España) en función de los factores de riesgo considerados en la encuesta 

epidemiológica. Análisis multivariante. 

 G. duodenalis a Cryptosporidium spp. a Blastocystis sp.a 

Exposición aOR (IC 95%) aOR (IC 95%) aOR (IC 95%) 

Blastocystis sp. 2,20 (1,29‒3,78) 5,80 (1,86‒18,13) ‒ 

Giardia duodenalis ‒ ‒ 1,81 (1,25‒2,62) 

Cryptosporidium spp. ‒ ‒ 5,84 (1,90‒17,98) 

Sexo (ser niña) ‒ 4,16 (1,11‒15,59) ‒ 

Edad (función 

cuadrática) 

‒ ‒ 1,85 (1,18‒2,92) 

Lavado frutas y 

hortalizas 

‒ ‒ 0,30 (0,12‒0,78) 

aOR: Cociente de probabilidad ajustado; IC 95%: Intervalo de confianza del 95%. 
a Resultados para Giardia duodenalis y Blastocystis sp. ajustados por colegio y familia. Resultados para 
Cryptosporidium spp. ajustados por colegio. 

El modelo final multivariante para G. duodenalis sólo identificó la presencia de 

Blastocystis sp. como factor de riesgo asociado a la infección por este parásito (Figura 21A). 
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En el caso de la infección por Cryptosporidium spp., las variables consideradas como 

factores de riesgo en el modelo multivariante ajustado final incluyeron el ser portador de 

Blastocystis sp. y el ser niña (Figura 21B). Cuando Blastocystis sp. era excluido del modelo, la 

edad adquiría significancia estadística como factor de riesgo para la criptosporidiosis, 

posiblemente debido a la fuerte asociación de Blastocystis sp. con esta variable. 

 

Figura 21. Factores de riesgo y protección identificados en el análisis multivariante. (A) Infección por 

Giardia duodenalis. (B) Infección por Cryptosporidium spp. (C) Infección por Blastocystis sp. 

El modelo multivariante ajustado final para Blastocystis sp. confirmó que la presencia 

de este microorganismo estaba positivamente asociada con infecciones por G. duodenalis o 
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por Cryptosporidium spp. Este análisis también corroboró que la prevalencia de Blastocystis sp. 

era directamente proporcional a la edad de los niños portadores cuando esta variable era 

analizada como función lineal o cuadrática con un incremento anual. También se demostró el 

papel protector contra la infección por Blastocystis sp. del lavado de frutas y hortalizas previo a 

su consumo (Figura 21C). 

4.2. Muestreo en Zambézia, Mozambique 

La campaña de muestreo en niños asintomáticos y sintomáticos de la provincia de Zambézia 

(Mozambique) fue llevada a cabo en dos etapas entre octubre de 2017 y enero de 2018, y 

entre enero-febrero de 2019. Los resultados presentados en esta sección han sido publicados 

en las referencias Muadica et al. (2020a,c). 

De los 18 centros educativos que accedieron a colaborar en este estudio, el 94% 

(17/18) eran de gestión pública y el 6% (1/18) de gestión privada (Tabla 12). 

Tabla 12. Datos de participación en los centros educativos muestreados en la provincia de Zambézia, 

Mozambique. 

Colegio Área Tipo de gestión No. estudiantes 
total 

No. estudiantes 
participantes 

Participación 
(%) 

1 Rural Público 545 44 8 

2 Rural Público 496 50 10 

3 Urbana Público 459 22 5 

4a Rural Privado 37 22 60 

5 Rural Público 557 24 4 

6 Rural Público 476 31 7 

7 Rural Público 469 88 19 

8 Rural Público 928 60 7 

9 Urbana Público 1.096 47 4 

10 Rural Público 597 49 8 

11 Rural Público 539 47 9 

12 Rural Público 497 50 10 

13 Rural Público 519 50 10 

14 Rural Público 560 30 5 

15 Rural Público 681 30 4 

16 Urbana Público 2.111 40 2 

17 Rural Público 721 75 10 

18 Rural Público 490 48 10 

Total   11.778 807 7 

a Guardería. 

De ellos, el 6% (1/18) incluía el tramo de educación infantil (3 a 5 años) y el resto (94%, 

17/18) el tramo de educación primaria (6 a 12 años). No se muestrearon centros educativos de 

educación secundaria. Debido a las condiciones de desarrollo del país, la escolarización en 
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Mozambique está poco reglada (particularmente en áreas rurales), por lo que es común 

encontrar niños de diversas edades en un mismo curso académico. Los 18 centros estaban 

distribuidos en 10 de los 22 distritos que conforman la provincia de Zambézia incluyendo Alto 

Molócue (n = 2), Gurúe (n = 1), Ile (n = 2), Lugela (n = 2), Mocuba (n = 4), Mopeia (n = 2), 

Morrumbala (n = 2), Namacurra (n = 1), Nicoadala (n = 1) y Quelimane (n = 1) (ver Figura 13). El 

83% (15/18) estaban situados en áreas rurales y el 17% (3/18) en áreas urbanas. 

Los 7 centros de atención médica que accedieron a colaborar en este estudio 

incluyeron 6 centros de salud y un centro hospitalario asistencial distribuidos en los distritos 

de Alto Molócue (n = 1), Gurúe (n = 1), Ile (n = 1), Lugela (n = 1), Mocuba (n = 1) y Quelimane (n 

= 2) (ver Figura 13). El 43% (3/7) estaban situados en áreas rurales y el 57% (4/7) en áreas 

urbanas. 

4.2.1. Participación en centros educativos en Zambézia 

El censo de alumnos en los 18 centros educativos muestreados era de 11.778 (rango por 

centro: 37–2.111 alumnos; media: 651 alumnos). Se reclutaron un total de 807 niños 

aparentemente sanos sin manifestaciones clínicas relacionas con posibles trastornos 

gastrointestinales (Tabla 12). La entrevista personal con cada uno de los niños participantes 

permitió que todos los kits recogidos fueran válidos. La tasa de participación por centro fue del 

2–60%, con una media del 7%. 

4.2.2. Datos sociodemográficos de la población escolar asintomática muestreada en Zambézia 

El rango de edad de los niños asintomáticos reclutados en la campaña de muestreo en 

Zambézia era de 3–14 años, con una mediana de 8 años. La proporción de niños/niñas era de 

1,0. Todos los niños participantes en el estudio eran naturales de Mozambique. El número de 

hermanos en el núcleo familiar de cada niño reclutado en el estudio era desconocido. La 

distribución de los niños participantes por colegio, grupo etario y sexo se muestra en la Tabla 

13. 

La distribución de los niños asintomáticos participantes por distrito, grupo etario y 

sexo se muestra en la Tabla 14. El número de niños reclutados por distrito osciló entre 22 

(Gurúe) y 231 (Mocuba) con una media de 80,7 y una desviación estándar (DE) de 63,4. Se 

obtuvieron representantes para los 3 grupos etarios considerados en todos los distritos 

muestreados excepto para el grupo de edad de 3–6 años en Quelimane y el grupo de edad de 

11–14 años en Namacurra. 
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Tabla 13. Distribución por centro educativo, edad y sexo de los niños asintomáticos participantes en la 

campaña de muestreo realizada en la provincia de Zambézia, Mozambique. 

  3–6 años 7–10 años 11–14 años Niños Niñas 

Colegio Total (n) n % n % n % n % n % 

1a 44 20 45 24 55 – – 27 61 17 39 

2a 50 23 46 25 50 2 4 27 54 23 46 

3b 22 7 32 10 45 5 23 13 59 9 41 

4a 22 22 100 – – – – 10 46 12 54 

5a 24 12 50 10 42 2 8 13 54 11 46 

6a 31 1 3 19 61 11 36 13 42 18 58 

7a 88 24 27 30 34 34 39 56 64 32 36 

8a 60 25 42 26 43 9 15 27 45 33 55 

9b 47 20 43 25 53 2 4 19 40 28 60 

10a 49 3 6 19 39 27 55 20 41 29 59 

11a 47 4 9 33 70 10 21 26 55 21 45 

12a 50 3 6 20 40 27 54 28 56 22 44 

13a 50 4 8 38 76 8 16 23 46 27 54 

14a 30 12 40 18 60 – – 13 43 17 57 

15a 30 14 47 14 47 2 6 15 50 15 50 

16b 40 – – 7 17 33 83 17 43 23 57 

17a 75 39 52 36 48 – – 38 51 37 49 

18a 48 20 42 20 42 8 16 16 33 32 67 

Total 807 253 32 374 46 180 22 401 50 406 50 

a Área rural; b Área urbana. 

Tabla 14. Distribución por distrito, edad y sexo de los niños asintomáticos participantes en la campaña 

de muestreo realizada en la provincia de Zambézia, Mozambique. 

  3–6 años 7–10 años 11–14 años Niños Niñas 

Distrito Total (n) n % n % n % n % n % 

Alto Molócuea 94 43 46 49 52 2 2 54 57 40 43 

Gurúeb 22 7 32 10 45 5 23 13 59 9 41 

Ilea 46 34 74 10 22 2 4 23 50 23 50 

Lugelaa 119 25 21 49 41 45 38 69 58 50 42 

Mocubaa,b 231 87 38 106 46 38 16 104 45 127 55 

Mopeiaa 97 7 7 53 55 37 38 54 56 43 44 

Morrumbalaa 98 24 25 58 59 16 16 39 40 59 60 

Namacurraa 30 12 40 18 60 – – 13 43 17 57 

Nicoadalaa 30 14 47 14 47 2 6 15 50 15 50 

Quelimaneb 40 – – 7 18 33 82 17 43 23 57 

Total 807 253 32 374 46 180 22 401 50 406 50 

a Área rural; b Área urbana. 

4.2.3. Datos sociodemográficos de la población pediátrica sintomática muestreada en 

Zambézia 

El rango de edad de los 286 niños sintomáticos reclutados en la campaña de muestreo en 

Zambézia era de 3–14 años, con una mediana de 7 años. La proporción de niños/niñas era de 
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1,0. Todos los niños participantes en el estudio eran naturales de Mozambique. El número de 

hermanos en el núcleo familiar de cada niño reclutado en el estudio era desconocido. La 

distribución de los niños participantes por centro de atención médica, grupo etario y sexo se 

muestra en la Tabla 15. 

Tabla 15. Distribución por centro de atención médica, edad y sexo de los niños sintomáticos 

participantes en la campaña de muestreo realizada en la provincia de Zambézia, Mozambique. 

Centro 
médico 

 3–6 años 7–10 años 11–14 años Niños Niñas 

Total (n) n % n % n % n % n % 

1a 50 30 60 19 38 1 2 33 66 17 34 

2b 25 18 72 4 16 3 12 16 64 9 36 

3a 15 7 47 7 47 1 6 10 67 5 33 

4a 52 23 44 19 37 10 19 22 42 30 58 

5a 42 16 38 12 29 14 33 25 60 17 40 

6b 29 12 41 11 38 6 21 13 45 16 55 

7b,c 73 29 40 30 41 14 19 32 44 41 56 

Total 286 135 47 102 36 49 17 143 50 143 50 

a Área rural; b Área urbana; c Centro hospitalario asistencial. 

La distribución de los niños sintomáticos participantes por distrito, grupo etario y sexo 

se muestra en la Tabla 16. El número de niños reclutados por distrito osciló entre 15 (Ile) y 102 

(Quelimane) con una media de 48,3 y una DE de 29,8. Se obtuvieron representantes para los 3 

grupos etarios considerados en todos los distritos muestreados. 

Tabla 16. Distribución por distrito, edad y sexo de los niños sintomáticos participantes en la campaña de 

muestreo realizada en la provincia de Zambézia, Mozambique. 

  3–6 años 7–10 años 11–14 años Niños Niñas 

Distrito Total (n) n % n % n % n % n % 

Alto Molócuea 50 30 60 19 38 1 2 33 66 17 34 

Gurúeb 25 18 72 4 16 3 12 16 64 9 36 

Ilea 15 7 47 7 47 1 6 10 67 5 33 

Lugelaa 52 23 44 19 36 10 20 22 42 30 58 

Mocubaa,b 42 16 38 12 29 14 33 25 60 17 40 

Quelimaneb 102 41 40 41 40 20 20 45 44 57 56 

Total 286 135 47 102 36 49 17 143 50 143 50 
a Área rural; b Área urbana. 

4.2.4. Prevalencia general de protistas entéricos 

Las especies de protistas entéricos investigadas en la población escolar (asintomática) y clínica 

(sintomática) de la provincia de Zambézia incluyeron G. duodenalis, E. histolytica, E. dispar, 

Cryptosporidium spp., Blastocystis sp. y E. bieneusi (Tabla 17). De forma general, el 52% (IC 

95%: 49‒55; 568/1.093) de los niños participantes estaban infectados (o eran portadores) por 

al menos una de las especies parasitarias anteriormente mencionadas. 
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Los niños asintomáticos (54%, IC 95%:51‒58; 437/807) presentaban mayores tasas de 

infección por protistas entéricos que los sintomáticos (46%, IC 95%: 40–52, 131/286), aunque 

esta diferencia no era estadísticamente significativa. Giardia duodenalis fue el patógeno más 

frecuentemente hallado (42%, IC 95%: 39–45; 456/1.093), seguido de Blastocystis sp. (14%, IC 

95%: 12–16; 154/1.093), E. dispar (11%, IC 95%: 9–13; 121/1.093), Cryptosporidium spp. (1%, 

IC 95%: 0,7–2; 13/1.093) y E. bieneusi (0,3%, IC 95%: 0,1–0,8; 3/1.093). Entamoeba histolytica 

no fue encontrada en ninguna de las 1.093 muestras fecales analizadas. Tanto E. dispar como 

Blastocystis sp. eran más prevalentes en niños asintomáticos (14% y 18%, respectivamente) 

que en niños sintomáticos (2% y 4%, respectivamente). Enterocytozoon bieneusi fue hallado en 

niños asintomáticos, pero no en niños sintomáticos (Tabla 17). 

Respecto a infecciones múltiples, la presencia de dos especies parásitas fue hallada en 

el 9% (101/1.093) de las muestras investigadas, siendo las coinfecciones más prevalentes las 

asociadas a Blastocystis sp. y G. duodenalis (4%, 47/1.093) y a E. dispar y G. duodenalis (3%, 

37/1.093). La presencia de 3 patógenos fue determinada en 37 muestras (3%, 37/1.093) y la de 

4 patógenos en una muestra (0,1%, 1/1.093) (Tabla 17). 

4.2.5. Prevalencia de protistas entéricos en función de la edad 

La edad media de los niños infectados por G. duodenalis, E. dispar y Blastocystis sp. era de 8 

años, y la de los niños infectados por Cryptosporidium spp. y E. bieneusi de 6 y 7 años, 

respectivamente. La presencia de al menos una de las 5 especies de protistas entéricos fue 

confirmada en niños tanto asintomáticos como sintomáticos de todas las edades 

comprendidas entre los 3 y los 14 años (Figura 22A). 

La presencia de G. duodenalis en la población pediátrica analizada seguía un patrón de 

distribución relativamente homogéneo, independientemente de la edad y la presencia o no de 

manifestaciones clínicas (Figura 22B). Entamoeba dispar no fue identificada en niños de 3 

años, y su prevalencia parecía estar ligada a la edad del niño. Esta tendencia era 

particularmente evidente en niños asintomáticos a partir de 11 años (Figura 22C). 

Las infecciones por Cryptosporidium spp. seguían patrones de distribución irregulares 

(Figura 22D), aunque el mayor número de casos fue detectado en niños de hasta 6 años. A 

partir de esta edad los únicos casos identificados fueron hallados en niños asintomáticos. La 

distribución de Blastocystis sp. también mostraba un perfil muy irregular, encontrándose en 

niños, preferentemente asintomáticos, de todas las edades excepto en los de 4 años (Figura 

22E). Finalmente, E. bieneusi fue esporádicamente identificado en niños asintomáticos de 5 y 

11 años (Figura 22F). 
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Figura 22. Prevalencia de las especies de protistas entéricos objeto de estudio en función de la edad de 

los niños asintomáticos y sintomáticos investigados en la provincia de Zambézia, Mozambique. (A) 

Prevalencia conjunta por cualquier protista. (B) Prevalencia de Giardia duodenalis. (C) Prevalencia de 

Entamoeba dispar. (D) Prevalencia de Cryptosporidium spp. (E) Prevalencia de Blastocystis sp. (F) 

Prevalencia de Enterocytozoon bieneusi. 

4.2.6. Prevalencia de protistas entéricos en función del centro educativo 

Las tasas de infección por al menos una de las 5 especies de protistas entéricos detectados en 

los 18 centros educativos muestreados oscilaron entre el 17–98% (Figura 23A). La prevalencia 

de G. duodenalis hallada variaba entre 13–88% (Figura 23B), la de E. dispar entre 0–48% 
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(Figura 23C), la de Cryptosporidium spp. entre 0–5% (Figura 23D), la de Blastocystis sp. entre 

0–71% (Figura 23E) y la de E. bieneusi entre 0–5% (Figura 23F). 

 

Figura 23. Prevalencia de las especies de protistas entéricos objeto de estudio en niños asintomáticos en 

función del centro educativo investigado en la provincia de Zambézia, Mozambique. (A) Prevalencia 

conjunta por cualquier protista. (B) Prevalencia de Giardia duodenalis. (C) Prevalencia de Entamoeba 

dispar. (D) Prevalencia de Cryptosporidium spp. (E) Prevalencia de Blastocystis sp. (F) Prevalencia de 

Enterocytozoon bieneusi. 

Las especies G. duodenalis, E. dispar y Blastocystis sp. fueron identificadas en al menos 

10 de los 18 centros educativos muestreados, mientras que Cryptosporidium spp. y E. bieneusi 

fueron esporádicamente identificados en un número limitado de colegios. Algunos centros 
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educativos (p.e. el 17 y 18, y en menor medida el 13 y el 6) destacaron por las elevadas tasas 

de parasitación múltiple observadas en sus alumnos (Figura 23A, 23B, 23C y 23E). 

4.2.7. Prevalencia de protistas entéricos en función del centro de atención médica 

Las tasas de infección por al menos una de las 5 especies de protistas entéricos investigadas en 

los 7 centros de atención médica muestreados oscilaron entre el 21–68% (Figura 24A). La 

presencia de G. duodenalis variaba entre 14–64% (Figura 24B), mientras que E. dispar fue 

hallada en un único centro de salud con una frecuencia del 5% (Figura 24C). Cryptosporidium 

spp. fue identificado en 3 centros con tasas de infección del 3–6% (Figura 24D), y Blastocystis 

sp. en 5 centros con tasas de infección del 3–13% (Figura 24E). Enterocytozoon bieneusi no fue 

encontrado en la población pediátrica sintomática investigada (Figura 24F). 

Las manifestaciones clínicas reportadas en los niños atendidos en los 7 centros de 

atención médica investigados en el momento de la recogida de muestras se indican en la Tabla 

18. Los síntomas más frecuentemente identificados en los niños infectados por al menos una 

especie parasitaria eran diarrea (82%, 107/131), debilidad (51%, 67/131) y pérdida de apetito 

(25%, 33/131). Estos mismos síntomas, en proporciones muy similares, eran también los más 

comunes en la población sintomática total analizada. La diarrea fue el principal síntoma 

observado en niños infectados con G. duodenalis (84%), E. dispar (67%) y Blastocystis sp. 

(83%). Ninguno de los 2 niños con infecciones por Cryptosporidium spp. presentaban diarrea. 

De los 6 casos positivos a E. dispar, tan sólo 2 correspondían a monoinfecciones por esta 

especie. Las únicas asociaciones estadísticamente significativas halladas fueron presencia de G. 

duodenalis y diarrea (OR 3,3; IC 95%: 1,7–6,4; P = 0.000) y presencia de Cryptosporidium spp. 

con dolor abdominal (OR 12,8; IC 95%: 2,8–infinito; P = 0.0258). Para la evaluación correcta de 

estos datos deben considerarse posibles factores distorsionantes como el limitado número de 

casos positivos a alguna de las especies parasitarias detectadas o el hecho de que en este 

estudio no se ha investigado la posible presencia de patógenos intestinales de origen vírico o 

bacteriano. 

4.2.8. Prevalencia de protistas entéricos en función del distrito 

La prevalencia de protistas entéricos en la población pediátrica investigada combinada 

(asintomática y sintomática) en función del distrito muestreado se indica en la Figura 25. Las 

tasas de infección por al menos una de las 5 especies parasitarias objeto de estudio variaban 

entre el 16% en el distrito de Nicoadala y el 87% del distrito de Morrumbala (Figura 25A). Este 

último distrito presentaba las prevalencias más altas para G. duodenalis (68%, Figura 25B), E. 

dispar (34%, Figura 25C), Cryptosporidium spp. (3%, Figura 25D) y Blastocystis sp. (54%, Figura 
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25E) halladas en la provincia de Zambézia. Enterocytozoon bieneusi fue identificado solamente 

en los distritos de Gurúe y Mocuba (Figura 25F). 

 

Figura 24. Prevalencia de las especies de protistas entéricos objeto de estudio en niños sintomáticos en 

función del centro de atención médica investigado en la provincia de Zambézia, Mozambique. (A) 

Prevalencia conjunta por cualquier protista. (B) Prevalencia de Giardia duodenalis. (C) Prevalencia de 

Entamoeba dispar. (D) Prevalencia de Cryptosporidium spp. (E) Prevalencia de Blastocystis sp. (F) 

Prevalencia de Enterocytozoon bieneusi. 
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Figura 25. Prevalencia de las especies de protistas entéricos objeto de estudio en niños asintomáticos y 

sintomáticos en función del distrito investigado en la provincia de Zambézia, Mozambique. (A) 

Prevalencia conjunta por cualquier protista. (B) Prevalencia de Giardia duodenalis. (C) Prevalencia de 

Entamoeba dispar. (D) Prevalencia de Cryptosporidium spp. (E) Prevalencia de Blastocystis sp. (F) 

Prevalencia de Enterocytozoon bieneusi. 

4.2.9. Asociación de riesgos. Análisis univariante 

Los resultados generados en el análisis univariante a partir de la información obtenida en las 

encuestas epidemiológicas sobre factores potencialmente asociados a un mayor riesgo de 
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infección por protistas entéricos se muestran en la Tabla 19. En el análisis se incluyeron 

conjuntamente los niños asintomáticos y los niños sintomáticos, al considerarse que todos 

ellos estaban expuestos en igual medida a las variables estudiadas. Esta decisión permitía 

además aumentar la potencia de las pruebas estadísticas realizadas. Respecto al tratamiento 

del agua para consumo humano, las variables “cloración” y “hervido” fueron combinadas y 

consideradas de forma única, ya que el 13% (139/1.093) de los niños declararon beber agua 

clorada, el 0,5% (5/1.093) agua hervida y el 0,6% (7/1.093) agua tratada por ambos métodos. 

Las variables “lavado de manos” y “lavado de frutas y hortalizas” fueron excluidas del análisis 

ya que la gran mayoría de los niños encuestados afirmaron llevar a cabo ambas prácticas, 

suscitando dudas sobre la veracidad de la información proporcionada. Los resultados fueron 

ajustados considerando las variaciones existentes entre distritos (para G. duodenalis, 

Blastocystis sp. y E. bieneusi), barriadas (para G. duodenalis y E. dispar) y manifestaciones 

clínicas (sólo para E. dispar), ya que estas variables fueron identificadas como especialmente 

relevantes en el modelo final para las infecciones por G. duodenalis, E. dispar, Blastocystis sp. y 

E. bieneusi. 

Las variables asociadas a un mayor riesgo de infección por G. duodenalis incluyeron la 

presencia de otros protistas entéricos como E. dispar y Blastocystis sp., el contacto directo con 

familiares presentando episodios de diarrea y el contacto habitual con animales domésticos 

como pollos/gallinas, patos, gatos y perros. Todos los tipos de agua de consumo (tanto 

primarios como secundarios) y de materiales de construcción de las viviendas (exceptuando el 

adobe) estaban significativamente asociadas a una mayor probabilidad de padecer una 

infección por G. duodenalis, así como el hecho de no disponer de letrina dentro o fuera de la 

vivienda. 

Las variables asociadas a un mayor riesgo de ser portador de E. dispar incluyeron la 

presencia de otros protistas entéricos como G. duodenalis y Blastocystis sp., vivir en un área 

rural, no manifestar síntomas gastrointestinales y tener contacto habitual con patos. El agua 

de consumo procedente de fuentes primarias o secundarias estaba fuertemente ligada a una 

mayor probabilidad de ser portador de E. dispar, así como habitar una vivienda construida con 

materiales de baja calidad y no disponer de letrina. 

La única variable asociada a un mayor riesgo de infección por Cryptosporidium spp. era 

la edad del niño, de forma inversamente proporcional. La falta de potencia estadística impidió 

que este patógeno fuese incluido en el análisis multivariante. 
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Tabla 19 (continuación). Distribución de protistas entéricos en la población pediátrica asintomática y 

sintomática (n = 1.093) investigada en la provincia de Zambézia (Mozambique) en función de los 

factores de riesgo considerados en la encuesta epidemiológica. Análisis univariante. Los valores con 

significancia estadística están resaltados en rojo. 
 

Enterocytozoon bieneusia (n = 3) 

Exposición n (%) OR (IC 95%) P 

G. duodenalis 3 (100) 0,0 (1,1–7,4) 0,042 

E. dispar 1 (33) 4,1 (0,1–78,0) 0,218 

Cryptosporidium spp. 0 (0) 0,0 (0,0–114) 0,849 

Blastocystis sp. 2 (67) 12,3 (0,6–729) 0,009 

E. bieneusi 3 (100) ND ND 

Edad (incremento anual) ND 0,9 (0,6–1,4) 0,548 

Sexo (ser niña) 1 (33) 0,5 (0,0–9,5) 0,558 

Rural (vs. urbano) 2 (67) 0,7 (0,0–38,4) 0,722 

Sintomático 0 (0) 0,0 (0,0–3,6) 0,302 

Diarrea miembro familia 0 (0) 0,0 (0,0–12,4) 0,576 

Contacto con pollos/gallinas 0 (0) 0,0 (0,0–26,0) 0,698 

Contacto con patos 0 (0) 0,0 (0,0–56,7) 0,791 

Contacto con gatos 1 (33) 2,8 (0,1–54,5) 0,377 

Contacto con perros 1 (33) 7,9 (0,1–153) 0,047 

Agua bebida grifo (1º o 2º) 1 (33) 1,6 (0,0–31,2) 0,691 

Agua bebida río (1º o 2º) 0 (0) 0,0 (0,0–9,4) 0,521 

Agua bebida pozo (1º o 2º) 3 (100) 0,0 (0,2–13,1) 0,354 

Agua bebida grifo (1º) 1 (33) 1,9 (0,0–36,7) 0,594 

Agua bebida río (1º) 0 (0) 0,0 (0,0–28,9) 0,713 

Agua bebida pozo (1º) 2 (67) 0,7 (0,0–39,8) 0,744 

Vivienda de adobe 0 (0) 0,0 (0,0–1,6) 0,119 

Vivienda de ladrillo 0 (0) 0,0 (0,0–8,1) 0,489 

Vivienda de madera 1 (33) 2,5 (0,0–48,7) 0,434 

Vivienda otro materialb 2 (37) 0,5 (0,0–26,4) 0,671 

Sin letrina 2 (67) 11,8 (0,6–697) 0,011 

OR: Cociente de probabilidad; IC 95%: Intervalo de confianza del 95%; ND: No disponible; P: 
Probabilidad. 
a Resultados para Giardia duodenalis ajustados por distrito y barriada. Resultados para E. dispar 
ajustados por barriada y sintomatología. Resultados para Blastocystis sp. y E. bieneusi ajustados por 
distrito. 
b Bloques prefabricados de hormigón y techumbre de paja o placas de zinc. 

Las variables asociadas a un mayor riesgo de ser portador de Blastocystis sp. 

incluyeron la presencia de G. duodenalis o E. dispar, vivir en un área rural, no manifestar 

síntomas gastrointestinales y tener contacto habitual con patos. La procedencia del agua de 

bebida tanto primaria como secundaria y la carencia de letrina eran también variables 

relacionadas con una mayor probabilidad de padecer una infección por Blastocystis sp. 
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Finalmente, la única variable asociada a un mayor riesgo de infección por E. bieneusi 

era la presencia de G. duodenalis. Las variables “presencia de Blastocystis sp.”, “contacto 

habitual con perros” y “ausencia de letrina” no eran significativas al estar el valor 1 incluido en 

el rango del intervalo. 

4.2.10. Asociación de riesgos. Análisis multivariante 

Los resultados generados en el análisis multivariante considerando únicamente aquellas 

variables identificadas como significativas en el análisis univariante previo, y ajustados por 

distrito y barriada se muestran en la Tabla 20. Cryptosporidium spp. y E. bieneusi fueron 

excluidos del análisis debido a la insuficiente potencia estadística asociada al limitado número 

de muestras positivas (n = 13 y n = 3, respectivamente) a estos patógenos. 

Los riesgos asociados a G. duodenalis incluyeron el contacto directo con familiares 

presentando episodios de diarrea, el contacto habitual con animales domésticos incluyendo 

patos, perros y gatos, y el habitar una vivienda de baja calidad constructiva. Usar agua de ríos y 

manantiales como fuente primaria de agua de bebida también era un riesgo asociado a la 

infección por G. duodenalis, aunque este efecto era mitigado cuando el agua era tratada 

mediante cloración o hervido. Este tratamiento también disminuía la probabilidad de infección 

por G. duodenalis en aquellos niños que no usaban agua de ríos/manantiales como fuente de 

bebida primaria o secundaria. 

Los riesgos asociados a E. dispar incluyeron usar agua de ríos y manantiales como 

fuente primaria de agua de bebida (sin que el tratamiento con cloración o hervido tuviese 

efecto), el ser portador de Blastocystis sp., el contacto habitual con patos y el no tener acceso 

a una letrina. Además, el riesgo de ser portador de E. dispar aumentaba con la edad del niño. 

Los riesgos asociados a Blastocystis sp. incluyeron la edad (considerada tanto como 

una variable lineal como cuadrática), el residir en un área rural, y en menor medida, el 

contacto directo con patos y el no tener acceso a una letrina. El habitar una vivienda 

construida con adobe era un factor protector contra la blastocistosis. 

4.3. Comparación de la situación epidemiológica en Leganés (España) y Zambézia 

(Mozambique) 

A modo de resumen comparativo, la Tabla 21 muestra los datos más destacados en cuanto a la 

prevalencia y riesgos asociados de los protistas entéricos objeto de estudio en la población 

pediátrica (n = 2.449) investigada en el municipio de Leganés en España y la provincia de 

Zambézia en Mozambique. 
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Tabla 20. Distribución de protistas entéricos en la población pediátrica asintomática y sintomática (n = 

1.093) investigada en la provincia de Zambézia (Mozambique) en función de los factores de riesgo 

considerados en la encuesta epidemiológica. Análisis multivariante. Los valores con significancia 

estadística están resaltados en rojo. 

Especies parasitarias y variables consideradas OR P > z IC 95% 

Giardia duodenalisa    

     Contacto con patos 14,96 0,001 2,9‒76,3 

     Agua bebida río (1º o 2º)    

          Sí agua bebida río, sí tratamientob 0,39 0,001 0,2‒0,7 

          Sí agua bebida río, no tratamientob 2,91 0,000 1,8‒4,7 

          No agua bebida río, sí tratamientob 0,07 0,01 0,01‒0,5 

     Diarrea miembro familia 2,59 0,000 1,5‒4,4 

     Contacto con perros 1,92 0,036 1,1‒3,5 

     Contacto con gatos 1,73 0,008 1,2‒2,6 

     Presencia de síntomas clínicos 0,69 0,092 0,5–1,1 

     Material construcción vivienda (comparado con “otro”c)    

          Ladrillo 0,19 0,000 0,11‒0,3 

          Adobe 0,36 0,000 0,2‒0,5 

          Madera 0,26 0,000 0,2-0,4 

     _cons 0,23 0,000 0,1‒0,4 

     Efecto aleatorio: Distrito 0,26 ‒ 0,1-1,2 

     Efecto aleatorio: Barriada 0,59 ‒ 0,3-1,3 

Entamoeba dispara    

     Edad 1,13 0,031 1,0‒1,3 

     Origen 1º agua bebida (comparado con agua de red)    

          Río 3,63 0,045 1,0‒12,8 

          Pozo 2,27 0,087 0,9‒5,8 

     Presencia de síntomas clínicos 0,21 0,001 0,1-0,5 

     No letrina 2,93 0,003 1,4‒6,0 

     Contacto con patos 2,87 0,050 1,0‒8,2 

     Blastocystis 3,10 0,000 1,8-5,3 

     _cons 0,02 0,000 0,0‒0,1 

     Efecto aleatorio: Barriada 0,49 - 0,2‒1,5 

Blastocystis sp.a    

     Edad (variable lineal, incremento anual) 2,76 0,008 1,3‒5,8 

     Edad (variable cuadrática, anual) 0,94 0,004 0,9‒1,0 

     Rural comparado con urbano 32,37 0,000 5,5‒190,2 

     Contacto con patos 3,46 0,027 1,2‒10,4 

          Material construcción vivienda (comparado con  
          ladrillo, adobe y “otro”c) 

0,37 0,000 0,2‒0,6 

     No letrina 2,69 0,027 1,1‒6,4 

     Presencia de síntomas clínicos 0,50 0,068 0,2–1,1 

     _cons 0,00 0,00 0,00‒0,00 

     Efecto aleatorio: Barriada 2,46 - 0,7‒9,0 

OR: Cociente de probabilidad; IC 95%: Intervalo de confianza del 95%; P: Probabilidad. 
a Resultados para Giardia duodenalis ajustados por distrito y barriada. Resultados para E. dispar 
ajustados por barriada. Resultados para Blastocystis sp. ajustados por distrito. b Cloración, hervido o 
ambos. c Bloques prefabricados de hormigón y techumbre de paja o placas de zinc. 
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Tabla 21. Prevalencia y riesgos asociados de las especies de protistas entéricos en las poblaciones 

pediátricas investigadas en Leganés (España) y Zambézia (Mozambique). 

 Leganés (España) Zambézia (Mozambique) 

Variable Asintomáticos 
(n = 1.356) 

Asintomáticos 
(n = 807) 

Sintomáticos 
(n = 286) 

Prevalencia (%)    

   Cualquier protista 28 54 46 

   Giardia duodenalis 17 42 42 

   Entamoeba histolytica No investigado 0 0 

   Entamoeba dispar No investigado 14 2 

   Cryptosporidium spp. 1 1 1 

   Blastocystis sp. 14 18 4 

   Enterocytozoon bieneusi 0 0,4 0 

   Coinfecciones 4 12 2 

Riesgo asociadoa   

   Giardia duodenalis Blastocystis sp. Familiar con diarrea, contacto con patos, 
perros y gatos, vivienda de baja calidad 
constructiva, consumo de agua de ríos y 
manantiales 

   Entamoeba histolytica No investigado Desconocido 

   Entamoeba dispar No investigado Blastocystis sp., contacto con patos, 
consumo de agua de ríos y manantiales, 
no acceso a letrina, edad 

   Cryptosporidium spp. Blastocystis sp., 
ser niña 

Desconocido 

   Blastocystis sp. G. duodenalis, 
Cryptosporidium 
spp., edad, no 
lavar frutas y 
verduras frescas 

Contacto con patos, residencia en área 
rural, no acceso a letrina, edad 

   Enterocytozoon bieneusi Desconocido Desconocido 

a Determinados a partir de los análisis multivariantes descritos en las secciones 4.1.7. y 4.2.10. 

La tasa de parasitación por una o más especies de protistas entéricos era casi el doble 

en la población pediátrica asintomática mozambiqueña comparada con la española (54% vs. 

28%). El porcentaje de infecciones múltiples también era 3 veces superior en los niños de 

Mozambique que los españoles (12% vs. 4%). Estas diferencias se atribuyeron a la elevada 

prevalencia de G. duodenalis hallada en Mozambique, puesto que las tasas de infección por 

Cryptosporidium spp. (1% vs. 1%), Blastocystis sp. (14% vs.18%) y E. bieneusi (0% vs.0,3%) en 

las poblaciones pediátricas comparadas eran similares. 

Respecto a los riesgos asociados a las infecciones por estos microorganismos, la 

aparición de una especie concreta estaba ligada a la presencia de otras especies. Este efecto 

era particularmente evidente en la población pediátrica analizada en España, pero también 

ocurría, aunque en menor medida, en Mozambique. En este último país es destacable la 



Resultados 

 

130 

evidencia hallada de transmisión persona-persona (mediante el contacto con familiares con 

diarrea) o animal-persona (mediante el contacto con animales domésticos, principalmente 

patos). La evidencia de transmisión de origen hídrico, particularmente asociada al consumo de 

agua no tratada proveniente de ríos y manantiales, era también muy sólida. También es 

relevante el marcado patrón de distribución de E. dispar y Blastocystis sp. directamente 

proporcional a la edad de los niños infectados. 

4.4. Epidemiología molecular en Leganés, España 

Para el estudio de diversidad y frecuencia de genotipos y subgenotipos de las 3 especies de 

protistas entéricos (G. duodenalis, Cryptosporidium spp. y Blastocystis sp.) hallados en la 

población pediátrica asintomática reclutada en Leganés se analizaron un total de 1.512 

muestras de heces. Esta cifra incluía las 1.326 muestras de heces de los niños de 4 a 14 años 

que participaron en el estudio de asociación de riesgos y 156 muestras adicionales de heces de 

hermanos o primos con edades comprendidas entre 1 y 16 años y residentes todos ellos en el 

municipio de Leganés (ver sección 4.1.1.). El 6% (10/156) de los niños de este último grupo 

declararon tener diarrea en los 7 días previos a la recogida de las muestras. Los resultados 

presentados en esta sección han sido publicados en la referencia Muadica et al. (2020b). 

4.4.1. Diversidad genética en Giardia duodenalis 

La presencia de G. duodenalis fue confirmada mediante qPCR en el 17% (263/1.512) de las 

muestras analizadas. Los valores de ciclo umbral (Ct) obtenidos en las reacciones de 

amplificación oscilaron entre 18–41 (mediana: 34; percentil 25: 31; percentil 75: 35). El 81% 

(213/263) de las muestras positivas a G. duodenalis tenían valores de Ct ≥ 30. En base a los 

resultados obtenidos en estudios epidemiológicos moleculares en poblaciones pediátricas 

asintomáticas y sintomáticas españolas previamente realizados por el LRIP del CNM (Mateo et 

al., 2014; de Lucio et al., 2015; Azcona-Gutiérrez et al., 2017), solamente se analizaron 

mediante MLST aquellas muestras con valores de Ct < 30 (n = 50). 

De las 50 muestras investigadas por MLST, el 42% (21/50), 18% (9/50) y 24% (12/50) 

fueron amplificadas con éxito en los marcadores genéticos gdh, bg, y tpi, respectivamente. El 

48% (24/50) de estas muestras fueron genotipadas y/o subgenotipadas por al menos uno de 

los 3 marcadores genéticos mencionados. El 12% (6/50) de las muestras fueron caracterizadas 

por los 3 marcadores genéticos usados (Tabla 22). El análisis de las secuencias generadas a 

partir de los productos de amplificación obtenidos en gdh, bg o tpi revelaron la presencia de 

los assemblages A (17%, 4/24) y B (83%, 20/24). Todas las secuencias pertenecientes al 

assemblage A fueron identificadas como sub-assemblage All. De las 20 secuencias 
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pertenecientes al assemblage B, 18 fueron identificadas como sub-assemblage BIV, mientras 

que las 2 secuencias restantes correspondía a un resultado ambiguo BIII/BIV y a un aislado 

identificado sólo a nivel de assemblage. No se identificaron infecciones mixtas A+B. Tampoco 

se hallaron variantes genéticas de G. duodenalis específicamente adaptadas a infectar cánidos 

(assemblages C y D), félidos (assemblage F) o rumiantes (assemblage E). 

Tabla 22. Caracterización molecular de las muestras positivas a Giardia duodenalis (n = 24) en los 

marcadores genéticos gdh, bg y tpi obtenidas en la población escolar del municipio de Leganés (Madrid, 

España). 

Código muestra gdh bg tpi Genotipo asignado 
125 No amplifica No amplifica BIV BIV 
384 BIV No amplifica No amplifica BIV 
507 AII AII AII AII 
554 BIV B BIV BIV 
566 BIV No amplifica BIV BIV 
579 BIV No amplifica BIV BIV 
737 AII AII AII AII 
764 No amplifica B No amplifica B 
823 BIV No amplifica BIV BIV 
980 BIV No amplifica No amplifica BIV 
991 BIV No amplifica BIV BIV 
1030 BIV No amplifica No amplifica BIV 
1435 BIV No amplifica No amplifica BIV 
1459 BIV B No amplifica BIV 
1662 BIV No amplifica No amplifica BIV 
1721 BIV B BIV BIV 
1777 No amplifica No amplifica BIV BIV 
1784 BIV B No amplifica BIV 
1821 BIV No amplifica No amplifica BIV 
1904 BIV No amplifica No amplifica BIV 
1991 AII AII AII AII 
1997 AII No amplifica No amplifica AII 
2041 BIV B BIV BIV 
2172 BIII/BIV No amplifica No amplifica BIII/BIV 

bg: Beta-giardina; gdh: Glutamato deshidrogenasa; tpi: Triosa fosfato isomerasa. 

La diversidad genética de G. duodenalis observada en el análisis detallado de las 

secuencias nucleotídicas generadas a partir de los marcadores gdh, bg y tpi se muestra de 

forma resumida en la Tabla 23. En el locus gdh, 3 de las 4 secuencias identificadas como AII 

eran idénticas a la secuencia de referencia L40510. La secuencia AII restante difería de L40510 

en un único polimorfismo de nucleótido único (SNP) en posición 269 (doble pico C/T). 

Comparativamente, una diversidad genética mayor fue observada entre las 16 secuencias 

asignadas de forma inequívoca al sub-assemblage BIV de G. duodenalis, que diferían entre 1 y 

4 SNPs con la secuencia de referencia L40508. 
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De las 16 secuencias BIV, 6 eran idénticas a la secuencia de referencia L40508, 5 

contenían mutaciones transicionales C↔T en posiciones 183, 387, 396 y 423 y las restantes 5 

secuencias presentaban diversas posiciones heterocigóticas, incluyendo las ya mencionadas, 

en forma de dobles picos (mayoritariamente C/T, pero también A/G) claramente visibles en los 

correspondientes cromatogramas. No se identificaron mutaciones causantes de transversiones 

A↔C, G↔T, A↔T o C↔G. También se identificó una secuencia con un resultado 

discordante BIII/BIV que difería en 12 SNPs (todos ellos dobles picos) con la secuencia de 

referencia L40508, y que muy probablemente representaba una infección mixta BIII+BIV. 

Algunas de las posiciones ambiguas identificadas (T269Y en AII y C85Y en BIII/BIV) podrían 

estar implicadas en cambios de aminoácido en la cadena proteica (Tabla 23). 

En el locus bg, los resultados obtenidos eran muy similares a los observados en gdh. 

Las 3 secuencias identificadas como AII eran idénticas a la secuencia de referencia AY072723. 

Por el contrario, las 6 secuencias asignadas al assemblage B de G. duodenalis mostraban 6–7 

SNPs en comparación con la secuencia de referencia AY072727. La gran mayoría de estas 

secuencias presentaban un patrón definido de SNPs en las que las posiciones 159 (G/A), 165 

(C/T), 309 (C/T), 324 (C/T), 393 (C/T) y 471 (T/C) eran predominantes. Al contrario que en gdh, 

tan solo uno de los SNPs identificados representaba una posición ambigua en la forma de 

doble pico A/G potencialmente asociada a cambio de aminoácido en la cadena proteica (Tabla 

23). No se identificaron mutaciones causantes de transversiones. 

En el locus tpi, la diversidad genética hallada era comparativamente menor que la 

descrita anteriormente para los marcadores gdh y bg. De las 4 secuencias identificadas como 

AII 3 eran idénticas a la secuencia de referencia U57897, mientras que la restante difería de 

ella en dos SNPs en posiciones 287 (transversión C/G) y 291 (A/W). El doble pico (A/T) de este 

último podría estar asociado a cambio de aminoácido en la cadena polipeptídica de tpi. Así 

mismo, 7 de las 9 secuencias identificadas como BIV presentaban una identidad del 100% con 

la secuencia de referencia AF069560. Las 2 secuencias restantes diferían de AF069560 en 1–3 

SNPs y ambas incluían posiciones implicadas en sustituciones de aminoácidos (Tabla 23). 

4.4.2. Diversidad genética en Cryptosporidium spp. 

La presencia de Cryptosporidium spp. fue confirmada mediante ssu rARN-PCR en el 1% 

(14/1.512) de las muestras investigadas. El análisis de las 14 secuencias generadas en este 

marcador reveló la presencia de 2 especies de Cryptosporidium circulando en la población 

escolar objeto de estudio: C. hominis (71%; 10/14) y C. parvum (22%; 3/14). Una secuencia 

adicional (7%, 1/14) sólo pudo ser caracterizada a nivel de género debido a la insuficiente 
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calidad de las secuencias obtenidas en las sucesivas reacciones de amplificación que se 

intentaron con esta muestra (Tabla 24). 

De las 10 secuencias identificadas como C. hominis, 5 de ellas eran idénticas a la 

secuencia de referencia AF108865. Las 5 secuencias restantes mostraban una variabilidad 

genética considerable, difiriendo entre 1 a 4 SNPs con AF108865. Estos cambios incluían 

transiciones (C/T y A/G) y transversiones (G/T), inserciones y deleciones múltiples (Tabla 24). 

Ninguna de estas muestras pudo ser amplificada utilizando el gen de copia única gp60 como 

marcador, por lo que su subgenotipo es desconocido. 

De las 3 secuencias identificadas como C. parvum, 2 de ellas presentaban una 

identidad del 98% con la secuencia de referencia AF112571, pero su calidad era insuficiente 

para determinar con exactitud la presencia de SNPs. Una de ellas pudo ser posteriormente 

amplificada por gp60-PCR y la secuencia asociada al amplicón obtenido permitió confirmar su 

pertenencia a la familia IId del parásito. La tercera secuencia, de excelente calidad, fue 

asignada al “genotipo bovino” de C. parvum (Tabla 24). Esta variante genética ha sido 

propuesta como especie independiente (Cryptosporidium pestis) por Slapeta (2006). Sin 

embargo, debido a la escasa acogida de la comunidad científica, y para evitar confusiones 

innecesarias, en el presente trabajo se ha preferido mantener la nomenclatura clásica antes 

mencionada. 

Tabla 24. Frecuencia, diversidad genética y principales características de las secuencias de 

Cryptosporidium spp. generadas a partir del marcador ssu rARN en la población escolar del municipio de 

Leganés (Madrid, España). Se indican los números de acceso a GenBank. 

Especie Muestras 
(n) 

Secuencia de 
referencia 

Distancia Polimorfismo de 
nucleótido único 

GenBank ID 

C. hominis 5 AF108865 572–994 Ninguno MN836820 

 2  606–938 C607T, C620T MN836821 

 1  589–985 C607T, C620T, 
697insTa, G862T 

MN836822 

 1  536–949 695_697delTTTb, 
T795C 

MN836823 

 1  687–952 A855G MN836824 

C. parvum 2 AF112571 603–877 Desconocidoc – 

 1  535–1025 A646G, T648C, 
T649G, 686-
689delTAATb, 
A691T, T910C 

MN836825 

Cryptosporidium 
spp. 

1 – – – – 

a ins: Inserción de nucleótido; b del: Deleción de nucleótido(s); c Secuencia de calidad insuficiente para 

determinar polimorfismo de nucleótido único. 
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Ninguno de los SNPs detectados en las secuencias de C. hominis o C. parvum 

analizadas presentaban posiciones ambiguas asociadas a dobles picos en el correspondiente 

cromatograma. 

4.4.3. Diversidad genética en Blastocystis sp. 

La presencia de Blastocystis sp. fue determinada mediante ssu rARN-PCR en el 13% 

(197/1.512) de las muestras investigadas. De ellas, el 82% (162/197) fueron genotipadas con 

éxito. Las restantes 35 muestras generaron secuencias de baja calidad o ilegibles, típicamente 

asociadas a bandas tenues en el gel de agarosa tras la separación electroforética. No es 

totalmente descartable que algunas de estas muestras no confirmadas mediante 

secuenciación correspondan a amplificaciones inespecíficas. 

El análisis de las 162 secuencias generadas a partir del marcador ssu rARN permitió 

identificar la presencia de 5 subtipos (ST) de Blastocystis incluyendo ST1 (23%; 37/162), ST2 

(36%; 59/162), ST3 (22%; 35/162), ST4 (19%; 30/162), y ST8 (1%; 1/162) (Figura 26). 

 

Figura 26. Frecuencia y diversidad genética de las secuencias de Blastocystis sp. generadas a partir del 

marcador ssu rARN en la población escolar del municipio de Leganés (Madrid, España). Se indican los 

subtipos y alelos del microorganismo hallados. 
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No se hallaron infecciones mixtas implicando diferentes subtipos de este protista. 

Tampoco se detectó la presencia de STs considerados como especialmente adaptados a 

colonizar/infectar especies animales no humanas (ST10-ST17, ST21, ST23-ST26). 

Respecto a la diversidad intra-subtipo, la mayor variabilidad genética fue hallada en 

ST2, en el que se identificaron 6 alelos presentes en forma única (alelos 9, 10, 11, 12, 63 y 69). 

De forma destacable, el análisis pormenorizado de los cromatogramas permitió hallar 

posiciones ambiguas (dobles picos) en varias secuencias compatibles con infecciones mixtas de 

alelos 9+11, 10+12, y 11+12 (Figura 26). Dentro de ST3 se encontraron 3 alelos presentes en 

forma única (alelos 34, 36 y 37) y una infección mixta por alelos 34+37. Por el contrario, sólo 

los alelos 4 y 77 fueron descritos en ST1, el alelo 42 en ST4 y el alelo 21 en ST8. Un total de 7 

secuencias (1 en ST2 y 6 en ST3) no pudieron ser estudiadas a nivel alélico debido a la 

insuficiente calidad o longitud de éstas (Figura 26). 

4.5. Epidemiología molecular en Zambézia, Mozambique 

Para el estudio de diversidad y frecuencia de genotipos y subgenotipos de las 4 especies de 

protistas entéricos (G. duodenalis, Cryptosporidium spp., Blastocystis sp. y E. bieneusi) hallados 

en la población pediátrica asintomática y sintomática reclutada en Zambézia se analizaron el 

total de las 1.093 muestras de heces de niños de 3 a 14 años que participaron en el estudio de 

asociación de riesgos (ver secciones 4.2.1. y 4.2.3.). Las muestras positivas a E. dispar no 

fueron genotipadas debido a la ausencia de protocolos estandarizados para tal fin en el LRIP 

del CNM. Los resultados presentados en esta sección han sido parcialmente publicados en la 

referencia Muadica et al. (2020c). 

4.5.1. Diversidad genética en Giardia duodenalis 

La presencia de G. duodenalis fue confirmada mediante qPCR en el 42% (456/1.093) de las 

muestras analizadas. Los valores de Ct obtenidos en las reacciones de amplificación oscilaron 

entre 18–42 (mediana: 32; percentil 25: 27; percentil 75: 35) (Tabla 25). El 46% (209/456) de 

las muestras positivas a G. duodenalis tenían valores de Ct ≥ 32. En base a los resultados 

obtenidos en estudios epidemiológicos moleculares en poblaciones pediátricas de áreas 

endémicas en África (Flecha et al., 2015; de Lucio et al., 2016a; Dacal et al., 2018), Asia (Kasaei 

et al., 2018; Rafiei et al., 2020) y Sudamérica (Seguí et al., 2018) previamente realizados por el 

LRIP del CNM, solamente se analizaron mediante MLST aquellas muestras con valores de Ct < 

32 (n = 247). 
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Tomando ventaja de que la qPCR es un método semi-cuantitativo que permite estimar 

de forma aproximada la cantidad de ADN parasitario presente en la reacción de partida, se 

compararon los valores de Ct obtenidos entre los lotes de muestras cuyos ADN genómicos 

fueron extraídos y purificados en el LRIP del CNM o in situ en Zambézia (ver sección 4.2. y 

Tabla 25). Este análisis permitió evaluar de forma indirecta el impacto de los procedimientos 

de conservación, transporte y almacenamiento de las muestras de heces (desde su recogida en 

Mozambique hasta su procesamiento en España) sobre la calidad final del ADN molde. Así, la 

mediana de los valores de Ct en el lote 1 (procesamiento en España) era de 32, mientras que 

en el lote 2 (procesamiento en Mozambique) era de 30 (Tabla 25). Teniendo en cuenta que 

cada 3 ciclos de amplificación la cantidad de ADN molde aumenta en un orden de magnitud, 

estos datos indican que la extracción y purificación de ADN in situ producía material genómico 

en mayor cantidad y calidad para uso molecular. 

Tabla 25. Valores de ciclo umbral obtenidos en los niños positivos a Giardia duodenalis mediante qPCR 

en la provincia de Zambézia (Mozambique). 

 Niños asintomáticos Niños sintomáticos Total 

Estadístico Lote 1a (n = 248) Lote 2b (n = 88) Lote 1a (n = 120) n = 456 

Rango 18–42 20–40 20–41 18–42 

Mediana 32 30 31 32 

Percentil 25 28 25 27 27 

Percentil 75 35 34 34 35 

a Extracciones de ADN genómico realizadas en el LRIP del CNM, España; b Extracciones de ADN 
genómico realizadas in situ en Zambézia. 

De las 247 muestras investigadas por MLST, el 16% (39/247), 10% (25/247) y 6% 

(15/247) fueron amplificadas con éxito en los marcadores genéticos gdh, bg, y tpi, 

respectivamente. El 17% (43/247) de estas muestras fueron genotipadas y/o subgenotipadas 

por al menos uno de los 3 marcadores genéticos mencionados. El 4% (10/247) de las muestras 

fueron caracterizadas por los 3 marcadores genéticos analizados (Tabla 26). El 93% (40/43) de 

las muestras genotipadas o subgenotipadas formaban parte del lote de muestras de niños 

asintomáticos cuyos ADN genómicos fueron extraídos in situ en Zambézia (Tabla 25). El análisis 

de las secuencias generadas a partir de los productos de amplificación obtenidos en gdh, bg o 

tpi revelaron la presencia de los assemblages A (7%, 3/43) y B (88%, 38/43). Dos secuencias 

(5%, 2/43) fueron identificadas como infecciones mixtas A+B. Todas las secuencias 

pertenecientes al assemblage A fueron identificadas como sub-assemblage All. De las 40 

secuencias pertenecientes al assemblage B, el 13% (5/40) fueron identificadas como sub-

assemblage BIII, el 20% (8/40) como sub-assemblage BIV y el 50% (20/40) correspondían a 

resultados ambiguos BIII/BIV. 
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Tabla 26. Caracterización molecular de las muestras positivas a Giardia duodenalis (n = 43) en los 

marcadores genéticos gdh, bg y tpi obtenidas en la población pediátrica de la provincia de Zambézia 

(Mozambique). 

Código muestra gdh bg tpi Genotipo asignado 
4 BIV Negativo Negativo BIV 
17 BIV Negativo Negativo BIV 
24a BIV Negativo Negativo BIV 
57 BIV Negativo Negativo BIV 
62 AII Negativo AII AII 
67 BIII/BIV Negativo Negativo BIII/BIV 
69 BIV B BIII BIII/BIV 
70 BIII/BIV B Negativo BIII/BIV 
74 BIII B Negativo BIII 
79 AII Negativo  AII 
88 BIII/BIV Negativo BIII BIII/BIV 
97 BIV  Negativo BIV 
100 BIII/BIV B Negativo BIII/BIV 
103 BIII/BIV Negativo Negativo BIII/BIV 
104 BIII/BIV B BIII BIII/BIV 
105 BIII/BIV B Negativo BIII/BIV 
118 BIV B Negativo BIV 
122 BIII/BIV B BIII/BIV BIII/BIV 
124 Negativo B Negativo B 
128 Negativo B Negativo B 
140 Negativo B Negativo B 
141 BIII B BIII/BIV BIII/BIV 
143 BIII Negativo Negativo BIII 
164 AII AII AII AII 
165 BIII B Negativo BIII 
170 BIII/BIV Negativo Negativo BIII/BIV 
172 AII B Negativo AII+B 
173 BIV Negativo Negativo BIV 
175 BIII/BIV B Negativo BIII/BIV 
176 BIII/BIV B Negativo BIII/BIV 
178 BIV Negativo Negativo BIV 
179 BIII/BIV Negativo Negativo BIII/BIV 
180 BIII/BIV B AII AII+BIII/BIV 
183 Negativo B Negativo B 
186 BIII/BIV Negativo BIII BIII/BIV 
187 BIII Negativo BIII BIII 
190 BIII/BIV B BIII BIII/BIV 
191 Negativo B Negativo B 
194 BIII/BIV B BIII BIII/BIV 
195 BIII/BIV B BIII BIII/BIV 
196 Negativo Negativo BIII BIII 
203 BIII/BIV B Negativo BIII/BIV 
206 BIII/BIV B BIII BIII/BIV 

bg: Beta-giardina; gdh: Glutamato deshidrogenasa; tpi: Triosa fosfato isomerasa. a Niño sintomático. 



Resultados 

 

139 

Cinco secuencias adicionales (13%) no pudieron ser caracterizadas a nivel de sub-

assemblage. De las dos secuencias que formaban parte de coinfecciones una fue asignada al 

assemblage B (2%) y la otra a BIII/BIV (2%). La diversidad genética de G. duodenalis observada 

en el análisis detallado de las 38 secuencias nucleotídicas generadas a partir del marcador gdh 

se muestra de forma resumida en la Tabla 27. En este locus, las 4 secuencias identificadas 

como AII eran idénticas a la secuencia de referencia L40510. 

Por el contrario, se observó un elevadísimo grado de diversidad genética en las 

secuencias pertenecientes al assemblage B. Virtualmente, todas las secuencias BIII, BIV y 

BIII/BIV generadas diferían entre ellas en al menos un SNP. Todas las sustituciones halladas 

correspondían a transiciones C↔T o A↔G. Las 5 secuencias asignadas a BIII diferían entre 1 y 

9 SNPs con la secuencia de referencia AF069059. La mayoría de estas variaciones 

correspondían a posiciones heterocigóticas asociadas a dobles picos (mayoritariamente C/T, 

pero también A/G) a nivel del cromatograma. Los SNPs más frecuentes se situaban en 

posiciones 99, 147, 150, 309 y 336, preferentemente en forma de dobles picos C/T (Tabla 27). 

Las 9 secuencias identificadas como BIV diferían entre 2 y 8 SNPs con la secuencia de 

referencia L40508. De ellas, 6 secuencias presentaban sustituciones claras de nucleótidos en 

sus secuencias (principalmente transiciones C↔T en las posiciones 183, 387, 396 y 423), pero 

no posiciones ambiguas (dobles picos). Las 3 secuencias restantes presentaban tanto 

mutaciones como dobles picos en diferentes proporciones (Tabla 27). 

Las 20 secuencias identificadas como resultados ambiguos BIII/BIV, todas ellas distintas 

entre sí, diferían además entre 5 y 15 SNPs con la secuencia de referencia L40508. La principal 

particularidad de estas secuencias era la presencia mayoritaria de dobles picos C/T, y en menor 

medida A/G, en todas ellas. Los SNPs asociados a sustituciones transicionales C↔T o A↔G 

eran minoritarios o inexistentes. Ninguno de ellos estaba asociado a cambio de aminoácido en 

la cadena proteica. En muchas de estas secuencias se identificaron de forma conjunta dobles 

picos en posiciones típicas de secuencias BIII (99, 147, 150, 309 y 336) y BIV (183, 387, 396 y 

423) indicando que probablemente (pero no con certeza absoluta) correspondían a infecciones 

mixtas BIII+BIV (Tabla 27). Estas posiciones eran invariables independientemente de la 

secuencia de referencia elegida (AF069059 para BIII y L40508 para BIV) ya que el alineamiento 

de ambas es común en sus primeros nucleótidos. 
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Finalmente, algunos dobles picos detectados en secuencias BIII (C64Y) y BIII/BIV 

(T148Y, A166R, T188Y, A362R, G442R y 451R) estaban potencialmente ligados a cambio de 

aminoácido en la cadena polipeptídica de gdh, pero no las mutaciones transicionales (C↔T o 

A↔G) detectadas en las secuencias BIV o BIII/BIV (Tabla 27). 

La diversidad genética de G. duodenalis observada en el análisis detallado de las 25 

secuencias nucleotídicas generadas a partir del marcador bg se muestra de forma resumida en 

la Tabla 28. En este locus, la única secuencia identificadas como AII era idéntica a la secuencia 

de referencia AY072723. Un mayor grado de diversidad genética fue hallado en las 24 

secuencias asignadas al assemblage B del parásito, aunque en ningún modo comparable a la 

observada en el marcador gdh. De ellas, 4 secuencias eran idénticas a la secuencia de 

referencia AY072727. Las restantes 20 secuencias diferían de esta última entre 1 y 5 SNPs. Las 

posiciones tendentes a acumular un mayor número de cambios (tanto en forma de 

sustituciones transicionales C↔T o A↔G como de dobles picos) fueron las situadas en las 

posiciones 183, 309, 519 y 564 de AY072727. Varios SNPs involucrando dobles picos y una 

mutación por transversión C/A en posición 450 estaban implicados en cambio de aminoácido 

en la cadena proteica de beta-giardina. Tres de ellos se concentraban en la secuencia con 

código de muestra 195 (Tabla 28). 

La diversidad genética de G. duodenalis observada en el análisis detallado de las 15 

secuencias nucleotídicas generadas a partir del marcador tpi se muestra de forma resumida en 

la Tabla 29. De las 3 secuencias asignadas a AII, 2 de ellas variaban entre 1 y 2 SNPs con la 

secuencia de referencia U57897. Ambas secuencias portaban una mutación por transversión 

C/G en posición 287. La tercera secuencia carecía de calidad suficiente para determinar la 

presencia de posibles SNPs. Las 10 secuencias identificadas como BIII mostraban entre 1 y 8 

SNPs de diferencia con la secuencia de referencia AF069561. De ellas, 6 incluían 

exclusivamente mutaciones transicionales C↔T o A↔G y las 4 secuencias restantes 

exclusivamente posiciones ambiguas en forma de dobles picos. Los SNPs identificados tendían 

a acumularse en las posiciones 34, 108 y 141. Tres de ellos (C34T, C43T y C214T) estaban 

asociados a cambios en la secuencia aminoacídica del enzima triosa fosfato isomerasa. Una de 

las secuencias presentaba una inserción (C) en posición 354 (Tabla 29). Las dos secuencias 

identificadas con un resultado ambiguo BIII/BIV diferían en 7 SNPs con la secuencia de 

referencia AF069560. La mayoría de ellos correspondían a dobles picos C/T o A/G a nivel de 

cromatograma. Uno de ellos (T57C) inducía cambio de aminoácido en la cadena polipeptídica. 

Ninguna de las secuencias BIII o BIII/BIV identificadas presentaban transversiones de 

nucleótidos.
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4.5.2. Diversidad genética en Cryptosporidium spp. 

La presencia de Cryptosporidium spp. fue confirmada mediante ssu rARN-PCR en el 1% 

(13/1.093) de las muestras investigadas. De ellas, 11 provenían de niños asintomáticos y 2 de 

niños sintomáticos. El análisis de las 13 secuencias generadas en este marcador reveló la 

presencia de 4 especies de Cryptosporidium circulando en la población escolar objeto de 

estudio: C. hominis (31%; 4/13), C. parvum (31%; 4/13), C. felis (31%, 4/13) y C. viatorum (7%, 

1/13) (Tabla 30). Cabe destacar que C. felis es una especie de Cryptosporidium específicamente 

adaptada a infectar félidos en general y gatos en particular, mientras que C. viatorum infecta 

prioritariamente (pero no exclusivamente) a humanos. De las 4 secuencias identificadas como 

C. hominis, 2 de ellas eran idénticas a la secuencia de referencia AF108865. Las 2 secuencias 

restantes diferían de esta última en 1–2 SNPs incluyendo una deleción y 2 posiciones ambiguas 

asociadas a dobles picos a nivel de cromatograma (Tabla 30). Ninguna de estas muestras pudo 

ser amplificada mediante gp60-PCR, por lo que su subgenotipo es desconocido. 

Tabla 30. Frecuencia, diversidad genética y principales características de las secuencias de 

Cryptosporidium spp. generadas a partir del marcador ssu rARN en la población escolar de la provincia 

de Zambézia (Mozambique). 

Especie Muestras 
(n) 

Secuencia 
de 
referencia 

Distancia Polimorfismo de nucleótido 
único 

Código 
muestra 

C. hominis 2 AF108865 542–998 Ninguno 83 

 1  537–997 697Del_T 23 

 1  539–989 A808R, G905R 77 

C. parvum 1 AF112571 573–997 A646G, T649G, 
686_689delTAATa, A691T, 
C795Y, A892R 

44 

 1  630–997 A646G, T649G, 
686_689delTAATa, A691T, 
C795Y, T837W, A892R 

20b 

 1  592–990 A646G, T649G, 
686_690delTAATTa, A691T, 
A892G 

33 

 1  655–985 Desconocidoc 48 

C. felis 3 AF108862 631–980 662insTd, T671A, 701delTa 70 

 1  648–987 662insT, T671A,701delTa, 
826insTd 

178 

C. viatorum 1 KX174309 290–762 Ninguno 66 

a del: Deleción de nucleótido(s); b Niño sintomático; c Secuencia de calidad insuficiente para determinar 

polimorfismo de nucleótido único; d ins: Inserción de nucleótido. 
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De las 4 secuencias identificadas como C. parvum, 3 correspondían a variantes del 

“genotipo bovino” del parásito que diferían entre ellas en un único SNP o en la 

presencia/ausencia de dobles picos en posiciones específicas de la secuencia. La cuarta 

secuencia mostraba una identidad del 99% con la secuencia de referencia AF112571, pero su 

calidad era insuficiente para determinar con exactitud la presencia de SNPs. Ninguna de estas 

muestras pudo ser amplificada mediante gp60-PCR, por lo que su subgenotipo es desconocido 

(Tabla 30). Ninguno de los SNPs detectados en las secuencias de C. hominis o C. parvum 

analizadas presentaban mutaciones asociadas a transversión de nucleótidos. 

De las 4 secuencias identificadas como C. felis, 3 de ellas eran idénticas entre sí, pero 

diferían de la secuencia de referencia AF108862 en una inserción (T) en posición 662, una 

transición T/A en posición 671 y una deleción (T) en posición 701. La cuarta secuencia añadía a 

los anteriores cambios una inserción (T) en posición 826. 

La única secuencia identificada como C. viatorum presentaba una identidad del 100% 

con la secuencia de referencia KX174309. Esta muestra pudo ser amplificada por gp60-PCR y el 

análisis de la secuencia generada a partir de este marcador reveló la presencia del subgenotipo 

XVaA3a del parásito (Tabla 30). Ésta es la primera descripción de una infección humana por C. 

viatorum en Mozambique. 

4.5.3. Diversidad genética en Blastocystis sp. 

La presencia de Blastocystis sp. fue determinada mediante ssu rARN-PCR en el 21% 

(227/1.093) de las muestras investigadas. De ellas, el 68% (154/227) fueron genotipadas con 

éxito. Las restantes 73 muestras generaron secuencias de baja calidad o ilegibles, típicamente 

asociadas a bandas tenues en el gel de agarosa tras la separación electroforética. Un 

porcentaje significativo (10%, 7/73) de ellas eran debidas a amplificaciones inespecíficas 

asociadas a microrganismos de origen bacteriano y fúngico detectadas por secuenciación. Por 

este motivo, la prevalencia de Blastocystis sp. (ver sección 4.2.4.) fue calculada, de forma 

conservadora, únicamente en base a secuencias confirmadas. Estos datos fueron también los 

usados en los análisis de asociación de riesgos (ver secciones 4.2.9. y 4.2.10.). 

El análisis de las 154 secuencias confirmadas a partir del marcador ssu rARN permitió 

identificar la presencia de 4 STs de Blastocystis incluyendo ST1 (23%; 35/154), ST2 (23%; 

35/154), ST3 (45%; 70/154) y ST4 (9%; 14/154) (Figura 27). No se hallaron infecciones mixtas 

implicando diferentes subtipos de este protista. Tampoco se detectó la presencia de STs 

considerados como especialmente adaptados a colonizar/infectar especies animales no 

humanas (ST10-ST17, ST21, ST23-ST26). 



Resultados 

 

147 

Respecto a la diversidad intra-subtipo, la mayor variabilidad genética fue hallada en 

ST3, en el que se identificaron 6 alelos presentes en forma única (alelos 34, 36, 37, 38, 39 y 51) 

o formando infecciones mixtas (34+36, 36+37) (Figura 27). En ST2 se encontraron 3 alelos 

presentes en forma única (alelos 12, 71 y 72). El alelo 12 fue también identificado en forma de 

coinfección con el alelo 68 (12+68). Por el contrario, sólo los alelos 4 y 77 fueron descritos en 

ST1, y el alelo 42 en ST4. Un total de 40 secuencias (7 en ST1, 9 en ST2, 13 en ST3 y 11 en ST4) 

no pudieron ser estudiadas a nivel alélico debido a la insuficiente calidad o longitud de éstas 

(Figura 27). 

 

Figura 27. Frecuencia y diversidad genética de las secuencias de Blastocystis sp. generadas a partir del 

marcador ssu rARN en la población escolar de la provincia de Zambézia (Mozambique). Se indican los 

subtipos y alelos del microorganismo hallados. 

4.5.4. Diversidad genética en Enterocytozoon bieneusi 

La presencia de E. bieneusi fue determinada mediante ITS-PCR en el 0,3% (3/1.093) de las 

muestras investigadas. El patógeno fue identificado exclusivamente en niños asintomáticos. El 

análisis de las 3 secuencias ITS generadas permitió la identificación de 3 genotipos diferentes 

de E. bieneusi (Peru11, S2 y Type IV), todos ellos previamente reportadas en infecciones 

humanas (p.e. Sulaiman et al., 2003a; ten Hove et al., 2009; Lobo et al., 2012). El genotipo S2 

presentaba una deleción en la posición 268 de la secuencia de referencia FJ439678. No se 

observaron infecciones mixtas implicando diferentes genotipos de E. bieneusi. El estudio 
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filogenético basado en el método de Neighbor-joining reveló que los 3 genotipos descritos se 

agrupaban dentro del Grupo 1 constituido por variantes genéticas de E. bieneusi con potencial 

zoonósico (Figura 28). En el análisis se incluyeron secuencias de origen humano y animal 

previamente documentadas en África con fines comparativos. 

 

Figura 28. Árbol filogenético inferido mediante el método de Neighbor-Joining mostrando las relaciones 

evolutivas entre secuencias de Enterocytozoon bieneusi sin posiciones ambiguas generadas en este 

estudio a partir de marcador molecular ITS. Los valores de bootstrap > 50% se muestran en los nodos. 

Las secuencias generadas en este estudio se indican como cuadrados en verde. 

Grupo 11 PtEb IX (AF059610) Hospedadores varios

 CAF4 (DQ683749) Gabon Humano

 KIN-3 (JQ437575) RD Congo Humano

 KB-6 (JF681180) Kenia Babuino

Grupo 5

 WL1 (AY237209) Mapache

 WL2 (AY237210) Hospedadores varios
Grupo 4

Grupo 7 CM4 (KF543866) Hospedadores varios

 Horse2 (GQ406054) Caballo

 KB-5 (JF681179) Kenia Babuino

 Macaque1 (JX000572) Hospedadores varios

Grupo 6

 WL4 (AY237212) Hospedadores varios

 WL6 (AY237214) Hospedadores varios
Grupo 3

Grupo 9 WR7 (KR062125) Ratn

Atipico NIG5 (JN997481) Nigeria Humano

Grupo 10 S7 (FJ439683) Humano Holanda

 BEB4 (AY331008) Humano y hospedadores varios

 I (AF135836) Humano y hospedadores varios
Grupo 2

Grupo 8 DeerEb1 (KJ867480) Ciervo

 CZ3 (GU198951) Humano y hospedadores varios

 EbpA (AF076040) Humano y hospedadores varios

 WL7 (AY237215) Humano y castor

 CAF3 (DQ683748) Gabon Humano

 Peru11 (MN845066) Mozambique Este estudio

 Peru11 (AY371286) Humano y hospedadores varios

 KB-3 (JF681177) Kenia Babuino

 D (AF101200) Humano y hospedadores varios

 S6 (FJ439682) Humano y ratn

 CAF2 (DQ683747) Humano

 Nig1 (JN997477) Nigeria Humano

 Peru8 (AY371283) Humano y hospedadores varios

 Type IV (AF242478) Humano y hospedadores varios

 CHN4 (HM992511) Humano y hospedadores varios

 Type IV (MN845065) Mozambique Este estudio

 KB-2 (JF681176) Kenia Babuino

 KB-4 (JF681178) Kenia Babuino

 Nig2 (JN997478) Nigeria Humano

 KB-1 (JF681175) Kenia Babuino

 A (AF101197) Humano y hospedadores varios

 S1 (FJ439677) Malawi Humano

 S2 (FJ439678) Malawi Humano

 S2 (MN845067) Mozambique Este estudio

 S4 (FJ439679) Malawi Humano

 UG2145 (AF502396) Uganda Humano

 Peru7 (AY371282) Humano y babuino

 S5 (FJ439681) Humano y tejon europeo

 B (AF101198) Humano

 CAF1 (DQ683746) Humano y hospedadores varios

 Horse1 (GQ406053) Caballo

Grupo 1

0.1
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Dos de los 3 niños positivos a E. bieneusi vivían en áreas rurales del distrito de Mocuba 

y asistían al mismo centro educativo, aunque estaban infectados por diferentes genotipos 

(Peru11 y S2) del patógeno. Ambos niños estaban coinfectados con G. duodenalis y Blastocystis 

sp. El tercer niño procedía de un área urbana del distrito de Gurúe y estaba infectado por el 

genotipo Type IV del parásito. También estaba coinfectado por G. duodenalis. 

4.6. Comparación de datos moleculares en Leganés (España) y Zambézia (Mozambique) 

A modo de resumen comparativo, la Tabla 31 muestra los datos más destacados referentes a 

la frecuencia y diversidad genética de los protistas entéricos objeto de estudio en la población 

pediátrica (n = 2.605) investigada en el municipio de Leganés (n = 1.512) en España y la 

provincia de Zambézia (n = 1.093) en Mozambique. 

Tabla 31. Frecuencia y diversidad genética de las especies de protistas entéricos en las poblaciones 

pediátricas investigadas en Leganés (España) y Zambézia (Mozambique). 

 

a Dobles picos a nivel de cromatograma; b Mutaciones A↔C, G↔T, A↔T o C↔G; c Sub-assemblage 

desconocido. 

 Leganés (España) Zambézia (Mozambique) 

Variable Asintomáticos 
n (%) 

Asintomáticos 
n (%) 

Sintomáticos 
n (%) 

Giardia duodenalis 24 (100) 44 (100) 1 (100) 

    Sub-assemblage AII 4 (17) 3 (7) Desconocido 

    Sub-assemblage BIII 0 (0) 6 (14) Desconocido 

    Sub-assemblage BIV 19 (79) 8 (18) 1 (100) 

    Sub-assemblage BIII/BIV 1 (4) 20 (46) Desconocido 

    Assemblage B 0 (0) 5c (11) Desconocido 

    Infecciones mixtas 0 (0) 2 (4) Desconocido 

    Posiciones ambiguasa Bajo-moderado Muy alto Desconocido 

    Transversionesb Bajo Moderado Desconocido 

Cryptosporidium spp. 14 (100) 11 (100) 2 (100) 

    C. hominis  10 (71) 3 (27) 1 (50) 

    C. parvum 3 (21) 3 (27) 1 (50) 

    C. felis 0 (0) 4 (37) 0 (0) 

    C. viatorum 0 (0) 1 (9) 0 (0) 

    Especie no identificada 1 (8) 0 (0) 0 (0) 

Blastocystis sp. 162 (100) 143 (100) 11 (100) 

    ST1 37 (23) 33 (23) 2 (18) 

    ST2 59 (36) 30 (21) 5 (46) 

    ST3 35 (22) 66 (46) 4 (36) 

    ST4 30 (19) 14 (10) 0 (0) 

    ST8 1 (1) 0 (0) 0 (0) 

Enterocytozoon bieneusi 0 (0)) 3 (100) 0 (0) 

    Peru11 0 (0) 1 (33) 0 (0) 

    S2 0 (0) 1 (33) 0 (0) 

    Type IV 0 (0) 1 (33) 0 (0) 
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Respecto a G. duodenalis, el assemblage B era el genotipo más prevalentemente 

identificado en niños tanto en España (83%) como en Mozambique (89%). El assemblage A era 

minoritario, aunque más frecuente en niños españoles (17%) que mozambiqueños (7%). Las 

únicas infecciones mixtas A+B halladas fueron en niños asintomáticos de Mozambique. Las 

diferencias en cuanto a la variabilidad genética de las muestras de ambos países eran notables, 

particularmente en el assemblage B del parásito. En España, 6/16 y 7/9 muestras identificadas 

como BIV en gdh y bg eran idénticas a sus correspondientes secuencias de referencia (ver 

Tabla 23). Por el contrario, en Mozambique virtualmente todas las muestras pertenecientes a 

BIII (10 en tpi) y BIV (9 en gdh) eran diferentes entre sí (ver Tabla 27 y Tabla 29). 

Particularmente revelador era el dato de que en España sólo el 5% (1/20) de las muestras 

identificadas como assemblage B generaban resultados ambiguos BIII/BIV, mientras que este 

porcentaje era del 48% (20/42) en Mozambique (ver Tabla 22 y Tabla 26). Estos datos explican 

también la destacable mayor proporción de posiciones ambiguas (dobles picos) e infecciones 

mixtas detectada en muestras procedentes de Mozambique comparada con las observadas en 

muestras provenientes de España. Desafortunadamente, en Mozambique no se pudieron 

estudiar en profunidad las posibles asociaciones entre el genotipo del parásito y la presencia 

de manifestaciones clínicas debido al escaso número de muestras caracterizadas en niños 

sintomáticos (ver sección 4.5.1.). 

Los estudios filogenéticos basados en el método de Neighbor-Joining utilizando 

exclusivamente las secuencias sin posiciones ambiguas (dobles picos) generadas en España y 

Mozambique en los marcadores gdh (Figura 29), bg (Figura 30) y tpi (Figura 31) demostraron la 

correcta agrupación de todas ellas a nivel de assemblage. Sin embargo, la elevada 

heterogeneidad observada en las secuencias BIII y BIV (particularmente en las procedentes de 

Mozambique) no permitió la separación efectiva de ambos sub-assemblages en grupos 

filogenéticos claramente diferenciados (Figura 29 y Figura 31). Este hecho apoyaría la hipótesis 

ya planteada en las secciones 4.4.1. y 4.5.1. de que muchas de estas secuencias 

corresponderían en realidad a infecciones mixtas BIII+BIV. 

Respecto a Cryptosporidium spp., solo dos especies de este parásito fueron detectadas 

en la población pediátrica analizada en España, siendo C. hominis mucho más prevalente que 

C. parvum (71% vs. 21%, respectivamente). En Mozambique, 4 especies del parásito fueron 

identificadas: C. hominis, C. parvum y C. felis fueron encontradas en idénticas proporciones 

(31% cada una de ellas) en la población global estudiada, mientras que C. viatorum fue hallado 

de forma minoritaria (7%). Cryptosporidium felis y C. viatorum fueron descritos exclusivamente 

en muestras de niños asintomáticos. En niños sintomáticos C. hominis y C. parvum fueron 
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detectados en idénticas proporciones (50%). Dentro de C. parvum, el 33% de las infecciones 

halladas en niños españoles correspondía al “genotipo bovino” del parásito (ver Tabla 24). Esta 

proporción era del 100% en Mozambique (ver Tabla 30). El hallazgo de infecciones por C. felis y 

C. parvum “genotipo bovino” en una elevada proporción de niños mozambiqueños sugiere que 

muchos de estos casos pueden tener un origen zoonósico. 

 

Figura 29. Árbol filogenético inferido mediante el método de Neighbor-Joining mostrando las relaciones 

evolutivas entre secuencias de Giardia duodenalis generadas en este estudio a partir de un fragmento 

de 412 pb (correspondiente a las posiciones 79–490 de L40508) del marcador molecular gdh. Los valores 

de bootstrap > 50% se muestran en los nodos. Las secuencias generadas en este estudio se indican 

como triángulos en rojo (España) o cuadrados en verde (Mozambique). Los círculos púrpura indican 

secuencias de referencia. A efectos comparativos se incluyen secuencias de origen humano generadas 

en el LRIP del CNM. Giardia ardeae fue usada como grupo externo.  

 Referencia BIV (L40508)

 BIV (KY499037) Espana

 BIV (KX960125) Espana

 BIV (KX681812) Mozambique

 BIV (MF581539) Angola

 BIV (MG807891) Brasil

 BIV (MG807890) Brasil

 BIV (MB178) Mozambique Este estudio

 BIV (MB118) Mozambique Este estudio

 BIV (MN844136) Espana Este estudio

 Referencia BIII (AF069059)

 BIV (KY499040) Espana

 BIII/BIV (LC504260) Iran

 BIV (KP026308) Etiopia

 BIV (MF581543) Angola

 BIII (KY499036) Espana

 BIV (MB57) Mozambique Este estudio

 BIII (MF581538) Angola

 BIII (MB143) Mozambique Este estudio

 BIII (KP899846) Etiopia

 BIV (MN844139) Espana Este estudio

 BIV (MG807892) Brasil

 BIV (KP899871) Etiopia

 BIV (KT310362) Espana

 BIV (KT310363) Espana

 BIV (MF581542) Angola

 BIV (KP899865) Etiopia

 BIV (NC4) Mozambique Este estudio

 BIV (KP899860) Etiopia

 BIV (KY499038) Espana

 BIV (KY499039) Espana

 BIII (MF581537) Angola

 BIV (KP026306) Etiopia

 BIV (GU24) Mozambique Este estudio

 BIV (NC17) Mozambique Este estudio

 BIII (KP899840) Etiopia

Assemblage B

Assemblage E Referencia E (U47632)

Assemblage C Referencia C (U60984)

Assemblage D Referencia D (U60986)

 Referencia AI (L40509)

 Referencia AII (L40510)

 AII (KY499034) Espana

 AII (KT310352) Espana

 AII (KX681811) Mozambique

 AI (MF581534) Angola

 AII (MN844134) Espana Este estudio

 AII (MB164) Mozambique Este estudio

 AII (LC504259) Iran

 AII (LC504257) Iran

 AII (MG807884) Brasil

 AII (KP899829) Etiopia

 AII (MF581535) Angola

 Referencia AIII (EU637582)

Assemblage A

Assemblage F Referencia F (AF069057)

 Referencia G.ardeae (AF069060)

0.05
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Figura 30. Árbol filogenético inferido mediante el método de Neighbor-Joining mostrando las relaciones 

evolutivas entre secuencias de Giardia duodenalis generadas en este estudio a partir de un fragmento 

de 502 pb (correspondiente a las posiciones 101–602 de AY072727) del marcador molecular bg. Los 

valores de bootstrap > 50% se muestran en los nodos. Las secuencias generadas en este estudio se 

indican como triángulos en rojo (España) o cuadrados en verde (Mozambique). Los círculos púrpura 

indican secuencias de referencia. A efectos comparativos se incluyen secuencias de origen humano 

generadas en el LRIP del CNM. Al ser bg específica de G. duodenalis, no se incluyó grupo externo.  

 Referencia B (AY072727)

 B (KT310382) Espana

 B (KP026310) Etiopia

 B (MF581551) Angola

 B (MF581557) Angola

 B (MG807899) Brasil

 B (KP899886) Etiopia

 B (Mb104) Mozambique Este estudio

 Referencia B (AY072725)

 B (KT310400) Espana

 B (KT310385) Espana

 B (MN844146) Espana Este estudio

 B (MN844144) Espana Este estudio

 B (KP899892) Etiopia

 B (Mb140) Mozambique Este estudio

 B (KP899899) Etiopia

 B (KT310383) Espana

 B (KP026311) Etiopia

 B (KP026314) Etiopia

 B (KP899903) Etiopia

 B (MF581550) Angola

 B (MC203) Mozambique Este estudio

 B (Mb176) Mozambique Este estudio

 B (MC183) Mozambique Este estudio

 B (KT310406) Espana

 B (KP026313) Etiopia

 B (Mb100) Mozambique Este estudio

 B (MF581553) Angola

 Referencia B (AY072726)

Assemblage B

 Referencia AI (AY655702)

 AII (MN844143) Espana Este estudio

 AII (Mb164) Mozambique Este estudio

 AII (MG807895) Brasil

 AII (KY499041) Espana

 Referencia AII (AY072723)

 Referencia AIII (AY072724)

 AIII (KY499042) Espana

 AIII (MF581549) Angola

 AII (KT310377) Espana

Assemblage A

Assemblage F Referencia F (AY647264)

 Referencia EI (AY072729)

 Referencia EIII (AY653159)

 Referencia EII (AY545650)

Assemblage E

Assemblage C Referencia C (AY545646)

Assemblage D Referencia D (AY545647)

0.005
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Figura 31. Árbol filogenético inferido mediante el método de Neighbor-Joining mostrando las relaciones 

evolutivas entre secuencias de Giardia duodenalis generadas en este estudio a partir de un fragmento 

de 479 pb (correspondiente a las posiciones 1–479 de AF069560) del marcador molecular tpi. Los 

valores de bootstrap > 50% se muestran en los nodos. Las secuencias generadas en este estudio se 

indican como triángulos en rojo (España) o cuadrados en verde (Mozambique). Los círculos púrpura 

indican secuencias de referencia. A efectos comparativos se incluyen secuencias de origen humano 

generadas en el LRIP del CNM. Giardia muris fue usada como grupo externo. 

Esta posibilidad estaría apoyada por la demostración previa de que el contacto 

habitual con animales de producción (patos) y compañía (perros y gatos) estaba asociado con 

una mayor probabilidad de infecciones por G. duodenalis, E. dispar y/o Blastocystis sp. (ver 

Tabla 20). El hecho de que este factor no tenga significancia estadística para Cryptosporidium 

spp. puede ser debido, al menos parcialmente, al limitado número de muestras positivas a este 

patógeno detectadas en Mozambique. Finalmente, el estudio filogenético basado en el 

método de Neighbor-Joining utilizando las secuencias generadas en España y Mozambique en 

el marcador ssu rARN se muestra en la Figura 32. Todas las secuencias obtenidas se agrupaban 

correctamente con las correspondientes secuencias de referencia. El árbol filogenético 

generado incluía, a efectos comparativos, la especie propuesta C. pestis para el “genotipo 

bovino” de C. parvum (ver sección 4.4.2.). 

 Referencia BIV (AF069560)

 BIV (MN844149) Espana Este estudio

 BIV (MN844151) Espana Este estudio

Sub-assemblage BIV

 BIII (MC187) Mozambique Este estudio

 BIII (MC196) Mozambique este estudio

 BIII (MB104) Mozambique Este estudio

 BIII (MT166373) Turquia

 BIII (MB88) Mozambique Este estudio

 BIII (LC504274) Iran

 Referencia BIII (AF069561)

 BIII (MT166372) Turquia

 BIII (MT166376) Turquia

 BII (MB195) Mozambique este estudio

Sub-assemblage BIII

 BIII (LC504275) Iran

Assemblage B

Assemblage C Referencia C (AY228641)

Assemblage G Referencia G (EU781013)

Assemblage D Referencia D (DQ246216)

Sub-assemblage AI Referencia AI (L02120)

 AII (LC504271) Iran

 AII (LC504272) Iran

 AII (MC62) Mozambique Este estudio

 AII (LC504269) Iran

 AII (MN844147) Espana Este estudio

 AII (MT166370) Turquia

 AII (MT166368) Turquia

 Referencia AII (U57897)

 AII (LC504270) Iran

Sub-assemblage AII

Sub-assemblage AIII Referencia AIII (EU781002)

Assemblage A

Assemblage F Referencia F (JF958100)

Assemblage E Referencia E (KF891311)

 Reference G. muris (AF069565)

0.05
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Figura 32. Árbol filogenético inferido mediante el método de Neighbor-Joining mostrando las relaciones 

evolutivas entre secuencias de Cryptosporidium spp. sin posiciones ambiguas generadas en este estudio 

a partir de un fragmento de 490 pb (correspondiente a las posiciones 538–1.027 de AF108865) del 

marcador molecular ssu rARN. Los valores de bootstrap > 50% se muestran en los nodos. Las secuencias 

generadas en este estudio se indican como triángulos en rojo (España) o cuadrados en verde 

(Mozambique). Los círculos purpura indican secuencias de referencia. A efectos comparativos se 

incluyen secuencias de origen humano generadas en el LRIP del CNM. Cryptosporidium muris fue usado 

como grupo externo. 

Respecto a Blastocystis sp., la diversidad de subtipos hallada en los niños analizados en España 

y Mozambique era casi idéntica, con ST1–4 presentes en ambas poblaciones. ST8 fue 

detectado en un único caso en España. Sí existían diferencias, sin embargo, en la frecuencia de 

aparición de los principales subtipos y alelos de este microorganismo. En España ST2 (36%) era 

el subtipo más prevalente, mientras que en Mozambique lo era ST3 (45%). En ambos países 

 Referencia C. hominis (AF108865)

 C. hominis (MN836822) Espana Este estudio

 C. hominis (A83) Mozambique Este Estudio

 C. hominis (MN836820) Espana Este estudio

 C. hominis (L23) Mozambique Este estudio

 C. hominis (MN836824) Espana Este estudio

 C. hominis (MN836821) Espana Este estudio

 C. hominis (MF581561) Angola

 C. hominis (KY499055) Espana

 C. hominis (MF581559) Angola

 C. hominis (MF581560) Angola

C. hominis

 C. hominis (MN836823) Espana Este estudio

 C. hominis (MN836825) Espana Este estudio

 C. parvum (MF581562) Angola

 C. cuniculus (KU129015) Espana

C. cuniculus Referencia C. cuniculus (AY120901)

 Referencia C. pestis (AF108864)

 C. parvum (KY499056) Espana

 C. parvum (MF581563) Angola

 C. parvum (L33) Mozambique Este estudio

C. parvum Referencia C. parvum (AF112571)

 Referencia C. viatorum (JX978271)

 C. viatorum (MB66) Mozambique Este estudio
C. viatorum

C. meleagridis Referencia C. meleagridis (AF112574)

 Referencia C. felis (AF108862)

 C. felis (MB70) Mozambique Este estudio

 C. felis (MC178) Mozambique Este estudio

C. felis

 Referencia C. canis (AF112576)

 C. canis (MF581564) Angola
C. canis

C. bovis Referencia C. bovis (AY741305)

 Referencia C. muris (AB089284)

0.01
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ST1 estaba presente en idénticas proporciones (23%), mientras que ST4 era ligeramente más 

frecuente en niños españoles (19%) que mozambiqueños (14%). Respecto a las frecuencias 

alélicas, en ambos países el alelo 4 era el más prevalente en ST1 (22% vs. 18%), el alelo 12 en 

ST2 (17% vs. 12%) y el alelo 42 en ST4 (19% vs. 2%). En ST3 el alelo más frecuente era el 34 

(15%) en España, mientras que en Mozambique lo era el 36 (25%) (ver Figura 26 y Figura 27). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



Resultados 

 

156 

 

 



 

 

5. DISCUSIÓN 



Resultados 

 

  

 

 



Discusión 

 

159 

5. Discusión 

Este estudio epidemiológico basado en pruebas moleculares compara la prevalencia, 

diversidad genética y riesgos asociados de las principales especies de protistas entéricos 

causantes de diarrea (G. duodenalis, Cryptosporidium spp., E. histolytica, Blastocystis sp. y E. 

bieneusi) en poblaciones pediátricas en edad escolar en un área de baja endemicidad 

(municipio de Leganés) en un país de renta media-alta (España) y un área de alta 

endemicidad (provincia de Zambézia) en un país de renta baja (Mozambique). La utilización, 

en ambos casos, de diseños muestrales, encuestas epidemiológicas, herramientas 

estadísticas y técnicas de diagnóstico y genotipado comunes o muy similares ha permitido la 

comparación directa de los resultados obtenidos con un alto grado de robustez y fiabilidad. 

Históricamente, y por razones obvias, el estudio de las especies de protistas antes 

mencionadas ha sido prioritariamente abordado desde la perspectiva del paciente clínico 

atendido en un centro médico de un país industrializado. Esta visión obedece al hecho 

incontestable de que una gran parte de la investigación epidemiológica (prevalencia en 

humanos y animales, presencia en muestras ambientales, reservorios, transmisión, 

estacionalidad, factores predisponentes o protectores), clínica (síntomas asociados, dosis 

infectivas, tratamiento, fallo terapéutico, resistencias) y molecular (genómica, proteómica y 

metabolómica) y de innovación tecnológica (p.e. nuevos métodos diagnósticos) realizada en 

este área provengan de países desarrollados caracterizados por altos estándares de 

salubridad e higiene, y por disponer de los medios y recursos necesarios para acometer estas 

tareas. Conviene recordar que, precisamente por esta elevada inversión en infraestructura e 

investigación, la giardiosis, la criptosporidiosis, la amebiosis, la blastocistosis y la 

microsporidiosis por E. bieneusi son normalmente enfermedades de baja prevalencia e 

intensidad asociadas a condiciones debilitantes y raramente fatales, y por lo tanto percibidas 

como no prioritarias (Fletcher et al., 2012). Estas enfermedades, particularmente la giardiosis 

y la criptosporidiosis, adquieren notoriedad pública y sanitaria cuando aparecen en forma de 

brotes de enfermedad gastrointestinal de origen hídrico (Efstratiou et al., 2017) o alimentario 

(Ryan et al., 2018, 2019), o en enfermos inmunocomprometidos (Shimelis et al., 2016; Wang 

et al., 2018c; Shad et al., 2019). Por el contrario, la información disponible sobre la presencia 

y diversidad molecular de estos patógenos en población aparentemente sana en general, y 

pediátrica en particular, es comparativamente mucho menor. Esta descripción genérica es 
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válida para encuadrar la situación epidemiológica actual de estos patógenos en España 

(Köster y Carmena, 2020). 

El escenario es radicalmente distinto cuando se considera desde el punto de vista de 

los países de alta endemicidad, normalmente de renta baja, que acumulan la mayor carga de 

enfermedad global atribuida a estos patógenos en términos de morbilidad y mortalidad. En 

estos países, la diarrea ha sido reconocida como causa significativa de muerte en niños desde 

la década de 1970 (Snyder y Merson, 1982). Los 6 patógenos más relevantes causantes de 

diarrea incluyen agentes de origen vírico (adenovirus, rotavirus), bacteriano (Campylobacter, 

Escherichia coli enterotoxigénica, Shigella) y parasitarios (Cryptosporidium). Ante la magnitud 

del problema, agencias internacionales incluyendo la OMS, la Organización de las Naciones 

Unidas (ONU) y el Fondo de las Naciones Unidas para la Infancia (UNICEF) han desarrollado e 

implementando una serie de medidas e intervenciones, de forma individual o conjunta, 

dirigidas a reducir de forma significativa la gravedad de la diarrea y las muertes a ella 

asociadas en niños. La última de éstas, iniciada en 2013, fue el Plan de Acción Global para la 

Prevención y el Control de la Neumonía y la Diarrea (Bhutta et al., 2013; Chopra et al., 2013; 

Organización de las Naciones Unidas, 2013). Como consecuencia de estas acciones, las tasas 

de mortalidad asociadas a diarrea en niños africanos menores de 5 años y la de incidencia de 

diarrea grave se redujeron en un 54% y un 18%, respectivamente, en el periodo 2000–2015 

(Reiner et al., 2018). 

A pesar del innegable progreso alcanzado, queda todavía mucho camino por delante 

para completar el reto. A este respecto, los datos proporcionados por el Global Burden of 

Disease Study (GBD) son elocuentes. Solo en 2016, la diarrea fue la octava causa de muerte 

en individuos de todas las edades (estimación: 1.656.000 muertes) y la quinta en niños 

menores de 5 años (estimación: 446.000 muertes) en todo el mundo (Troeger et al., 2018). El 

90% de estas muertes se concentraban en países del sudeste asiático y África subsahariana 

(GBD 2016 Causes of Death Collaborators, 2017). Estos países se caracterizan por la carencia 

o insuficiente acceso a servicios médicos y asistenciales, agua potable e infraestructuras de 

saneamiento (sobre todo en poblaciones marginales), condiciones que perpetúan la 

transmisión de las infecciones transmitidas por la ruta fecal-oral (GBD 2015 Diarrhoeal 

Diseases Collaborators). Esta descripción genérica es válida para encuadrar la situación 

epidemiológica actual de los patógenos causantes de diarrea, incluidos los de origen 

parasitario, en Mozambique. 

La percepción de la contribución de los protistas entéricos a la carga global de 

enfermedad diarreica ha ido evolucionando a lo largo de los años. Si bien inicialmente la 
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amebiosis por E. histolytica era considerada como la enfermedad infecciosa causante de 

diarrea de origen parasitario más importante (Walsh, 1986), los resultados de estudios 

epidemiológicos masivos más recientes como GEMS y MAL-ED han revelado que el papel de 

Cryptosporidium spp. es mucho más relevante de lo inicialmente estimado. La 

criptosporidiosis afecta a más de 7 millones de niños, es la segunda causa de muerte por 

diarrea (tras la infección por rotavirus) en niños menores de 5 años y causa 200.000 muertes 

en niños menores de 2 años en países de África subsahariana y el sudeste asiático (Kotloff et 

al., 2013; Korpe et al., 2018). Todavía más revelador es el dato de que, en este grupo de 

edad, la carga de enfermedad asociada a la criptosporidiosis ha sido estimada en 48 millones 

AVAD, una figura comparable a la causada por la tuberculosis (49 millones) y más de la mitad 

de la causada por la malaria (83 millones) o la infección por VIH/SIDA (82 millones) (Murray 

et al., 2012). Según los datos generados en el modelo matemático Global Waterborne 

Pathogen para Cryptosporidium (GloWPa-Crypto), el consumo de agua contaminada no 

tratada sería una de las principales fuentes de infección por este patógeno, causando 4.3 × 

107 casos y 1.6 × 106 AVAD en países de África subsahariana (Limaheluw et al., 2019). 

Al contrario que en el caso de Cryptosporidium spp., la infección por G. duodenalis no 

está positivamente asociada a diarrea aguda en niños en áreas endémicas de países de renta 

baja (Platts-Mills et al., 2015; Bartelt y Platts-Mills, 2016), o incluso tiene un papel protector 

frente a ella (Muhsen y Levine, 2012; Muhsen et al., 2014). De hecho, estudios 

epidemiológicos de casos y controles realizados en Costa de Marfil (Becker et al., 2015), la 

República Centroafricana (Breurec et al., 2016), Tanzania (Tellevik et al., 2015), así como en 

el proyecto GEMS (Kotloff et al., 2013), han demostrado que G. duodenalis era 

significativamente más prevalente en controles que en casos. Por estas razones, G. 

duodenalis está sistemáticamente ausente de las estimaciones de carga global asociada a 

diarrea (GBD 2013 Mortality and Causes of Death Collaborators, 2015). Esto no quiere decir, 

ni mucho menos, que la infección por G. duodenalis sea inocua en áreas endémicas. Sólo a 

modo de ejemplo, la presencia de este parásito ha sido asociada con desnutrición en niños 

en Ruanda (Ignatius et al., 2012), retraso en el crecimiento en niños en India y Bangladesh 

(Ajjampur et al., 2011; Donowitz et al., 2016) y deficiencia cognitiva en niños en Perú 

(Berkman et al., 2002). Estos efectos no son exclusivos de poblaciones pediátricas en 

regiones desfavorecidas, también han sido descritos (aunque en menor medida) en niños en 

países industrializados incluido España (Azcona-Gutiérrez et al., 2017). Lo interesante de 

estos casos es que las patologías asociadas a los cambios en la arquitectura y la 

permeabilidad de la mucosa intestinal inducidos por la infección por G. duodenalis no 
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parecen estar ligadas a procesos de diarrea e inflamación (Bartelt y Platts-Mills, 2016), pero si 

a procesos de malabsorción de nutrientes y vitaminas y complicaciones extraintestinales 

como alergia y artritis (Thibault et al., 2017). El efecto negativo de G. duodenalis en el 

desarrollo psicomotor y cognitivo de los niños afectados antes mencionado también ha sido 

observado en el caso de infecciones por Cryptosporidium spp. (p.e. Guerrant et al., 1999; 

Desai et al., 2012). Así, tanto la giardiosis como la criptosporidiosis deben ser además 

consideradas como enfermedades debilitantes con importantes consecuencias en el 

desarrollo social y económico de las regiones donde ambas son endémicas. Por este motivo, 

la giardiosis y la criptosporidiosis fueron incluidas en la Iniciativa de Enfermedades 

Desatendidas promovida por la OMS en 2004 (Savioli et al., 2006). 

Blastocystis sp. es una especie de patogenicidad incierta que ha atraído el interés de 

la comunidad científica en los últimos años por su posible relación con SII (Rostami et al., 

2017; Cifre et al., 2018; Shafiei et al., 2020) y diversas afecciones extraintestinales incluyendo 

urticaria (Bahrami et al., 2019). Además, un estudio reciente ha indicado que los individuos 

portadores de este microorganismo presentaban índices de masa corporal inferiores a los no 

portadores, sugiriendo que Blastocystis sp. puede interferir en la ingesta de nutrientes y el 

metabolismo energético del hospedador (Mirjalali et al., 2020). Otros estudios aportan sin 

embargo una visión radicalmente opuesta, considerando a Blastocystis sp. como un 

comensal que forma parte habitual de la microbiota intestinal durante periodos prolongados 

de tiempo de hasta 10 años (Scanlan y Marchesi, 2008; Scanlan et al., 2014). La colonización 

por Blastocystis sp. también ha sido asociada a un efecto protector contra la colitis ulcerosa 

(Petersen et al., 2013; Rossen et al., 2015) y, más recientemente, con un incremento en la 

diversidad de la comunidad bacteriana intestinal del hospedador (Kodio et al., 2019). Es 

interesante destacar que exactamente el efecto contrario (disminución de la diversidad de la 

microbiota intestinal) ha sido descrito en chimpancés de vida libre en Senegal (Renelies-

Hamilton et al., 2019). Blastocystis sp. ya había sido descrito como un hallazgo común en 

individuos asintomáticos en países de renta media y alta (Scanlan y Stensvold, 2013), pero 

estudios recientes han demostrado que su prevalencia es aún mucho mayor en países de 

baja renta incluyendo los de África subsahariana (El Safadi et al., 2014; D'Alfonso et al., 

2017). 

Respecto a las infecciones por microsporidios incluyendo E. bieneusi y 

Encephalitozoon spp. la mayor parte de la información epidemiológica disponible 

actualmente provienen de pacientes inmunodeprimidos como consecuencia de diversas 

infecciones o enfermedades. Así, una revisión sistemática y metaanálisis reciente de 131 
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trabajos publicados globalmente ha señalado la elevada prevalencia de estos patógenos 

oportunistas en pacientes VIH+ en países de renta baja, principalmente en África 

subsahariana (Wang et al., 2018b). En estas regiones desfavorecidas, los estudios en 

población general asintomática son mucho menos frecuentes, e incluso inexistentes. 

Prevalencia 

El estudio epidemiológico llevado a cabo en niños asintomáticos en el municipio de Leganés 

(CAM) es el más importante de su clase realizado en España hasta la fecha, aunando al 

elevado número de muestras analizadas, la alta sensibilidad diagnóstica de las técnicas 

moleculares usadas y el completo análisis de asociación de riesgos ejecutado paralelamente. 

La principal contribución de esta parte del trabajo es la demostración de que la prevalencia 

de algunos de los protistas entéricos investigados era mucho más alta de lo inicialmente 

esperado en niños aparentemente sanos. Este hecho tiene potencialmente importantes 

implicaciones en salud pública, ya que los niños portadores asintomáticos pueden transmitir 

estas infecciones a grupos de personas particularmente sensibles a ellas (otros niños, 

ancianos, individuos inmunocomprometidos) de forma inadvertida y facilitar así su dispersión 

y propagación. 

Los datos obtenidos indicaron que el 28% de los niños de 4–14 años participantes en 

el estudio en Leganés estaban infectados/colonizados por al menos una especie de protista 

entérico, siendo G. duodenalis la más prevalente (17%), seguida de Blastocystis sp. (14%) y 

Cryptosporidium spp. (1%). Enterocytozoon bieneusi no fue detectado en ningún niño. La 

presencia de coinfecciones fue confirmada en el 4% de los niños. Estas cifras están en el 

rango de las documentadas en estudios previos realizados en niños inmunocompetentes en 

diferentes regiones españolas, tanto rurales como urbanas, donde G. duodenalis fue 

detectado en un rango de prevalencia de 3‒36% en la provincia de Álava (Paulos et al., 2018), 

Ávila (Pedraza Dueñas et al., 1994), Cuenca (Jarabo et al., 1995), Madrid (Mateo et al., 2014), 

Salamanca (García-Rodríguez et al., 1990; Rodríguez-Hernández et al., 1996) y Valencia 

(Belda Rustarazo et al., 2008). Por otra parte, la infección por Cryptosporidium spp. ha sido 

identificada en frecuencias de 1‒10% en las provincias de Álava y Salamanca (García-

Rodríguez et al., 1990; Rodríguez-Hernández et al., 1996; Paulos et al., 2018), mientras que 

Blastocystis sp. fue hallado en el 5‒20% de los niños investigados en Álava (Paulos et al., 

2018), Salamanca (Martín-Sánchez et al., 1992) y Valencia (Belda Rustarazo et al., 2008). Las 

prevalencias encontradas en estos estudios no necesariamente reflejan la epidemiología 

actual de los patógenos considerados, ya que algunos de ellos fueron llevados a cabo hace 
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más de 30 años. Por otra parte, todos estos trabajos fueron basados en técnicas diagnósticas 

convencionales (principalmente examen microscópico) menos sensibles que las técnicas de 

PCR usadas en este estudio. Los resultados aquí presentados proporcionan por lo tanto datos 

actualizados y más precisos sobre la prevalencia real de G. duodenalis, Cryptosporidium spp., 

Blastocystis sp. y E. bieneusi en población pediátrica asintomática en la CAM. 

Los datos anteriormente mencionados son comparativamente superiores a los 

documentados en estudios epidemiológicos moleculares similares realizados en otros países 

europeos. Es el caso por ejemplo de G. duodenalis, detectada en porcentajes de infección de 

1‒7% en niños en guarderías en Holanda (Enserink et al., 2014; Pijnacker et al., 2016) y Reino 

Unido (Davies et al., 2009), en niños participantes en campamentos estivales en Portugal 

(Júlio et al., 2012) y en niños inmigrantes asintomáticos en Italia (Manganelli et al., 2012). En 

el caso de Blastocystis sp. las prevalencias halladas variaban de forma significativa en función 

del área geográfica y el tipo de población considerada. Mientras que en un estudio 

multicéntrico implicando 788 pacientes y 11 hospitales realizado en Francia el porcentaje de 

portadores fue del 18% (El Safadi et al., 2016), este valor ascendía al 56% en adultos sanos (n 

= 105) en Irlanda (Scanlan et al., 2014). Por su parte, Cryptosporidium spp. ha sido hallado en 

el 1% de los niños menores de 40 meses en Reino Unido (Davies et al., 2009), y en el 3% de 

los niños en guarderías en Holanda (Enserink et al., 2014). 

La mayoría de las infecciones por G. duodenalis y Cryptosporidium spp. asociadas a 

manifestaciones clínicas en Europa han sido detectadas en niños menores de 3 años (Cacciò y 

Chalmers, 2016). Por el contrario, en este trabajo ambos patógenos han sido identificados en 

niños de todos los grupos etarios. Así, mientras que el total de los niños participantes tenían 

una mediana de 7 años, este valor era de 8 años en los niños infectados/colonizados por G. 

duodenalis y Blastocystis sp., y de 9 años en los niños infectados por Cryptosporidium spp. 

Estos datos indican que las infecciones subclínicas por estos microorganismos no estaban 

restringidas a un grupo de edad concreto. Este resultado puede ser una consecuencia directa 

del grado de desarrollo del sistema inmunológico del niño, más maduro en los de mayor 

edad y por lo tanto capaz de bloquear el tránsito desde infección subclínica a enfermedad. En 

este sentido, investigaciones previas realizadas tras la aparición de brotes de enfermedad 

gastrointestinal (Hanevik et al., 2011) o en condiciones de alta incidencia (Priest et al., 2006) 

han demostrado que las infecciones por G. duodenalis y Cryptosporidium spp. son capaces de 

estimular y desencadenar una respuesta inmune protectora por parte del hospedador 

asociada a una menor probabilidad de reinfección y a una reducción de la virulencia de los 

síntomas en infecciones secundarias. Otros factores potencialmente involucrados en la 
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resolución de la infección incluyen el genotipo del parásito (Babaei et al., 2016) o la riqueza y 

diversidad de la microbiota intestinal del hospedador (Laurent y Lacroix-Lamandé, 2017). 

En España, el microsporidio E. bieneusi ha sido previamente descrito en individuos 

inmunocomprometidos incluyendo pacientes con VIH/SIDA (del Águila et al., 1997), 

receptores de trasplante de órgano sólido (Galván et al., 2011), personas de avanzada edad 

(Lores et al., 2002) y, en menor medida, en población general inmunocompetente (Abreu-

Acosta et al. 2005). Por el contrario, E. bieneusi no ha sido hallado en la población escolar 

asintomática aquí investigada, sugiriendo que los niños de 4–14 años no tienen un papel 

relevante como reservorio de este patógeno en la CAM. En el único estudio basado en PCR 

realizado en Europa hasta el momento, E. bieneusi ha sido encontrado en el 6% (23/382) de 

los individuos aparentemente sanos investigados en la República Checa (Sak et al., 2011). 

Sólamente 4 de los 23 casos identificados afectaban a niños ≤ 12 años. 

En el estudio epidemiológico llevado a cabo en Leganés participaron 12 centros 

educativos con marcadas diferencias respecto al número de niños escolarizados, distribución 

geográfica dentro del municipio, tasa de participación y tipo de gestión (pública, concertada, 

privada). Un aspecto destacable del trabajo era la elevada variabilidad observada de las 

prevalencias de protistas en función del colegio investigado. El caso más evidente era el de G. 

duodenalis, cuya prevalencia oscilaba entre 2% y 32%. Estos datos sugieren la existencia de 

microfocos de infecciones asintomáticas oportunísimamente transmitidas de forma local 

cuando las condiciones para ello eran las adecuadas. La frecuencia y relevancia 

epidemiológica de estos microfocos de infección ya ha sido objeto de estudio en núcleos 

familiares con niños en edad preescolar en Holanda (Heusinkveld et al., 2016) y Reino Unido 

(Waldram et al., 2017). 

El estudio epidemiológico llevado a cabo en niños asintomáticos y sintomáticos en la 

provincia de Zambézia es el segundo más importante en cuanto a número de participantes (n 

= 1.093) realizado en Mozambique tras la ejecución de la primera fase del proyecto GEMS (n 

= 1.784) en la provincia de Maputo (Baker et al., 2016). A nivel diagnóstico, la principal 

diferencia entre ambos trabajos radica en que GEMS basaba la detección de G. duodenalis, 

Cryptosporidium spp. y E. histolytica en kits comerciales de ELISA de captura para la 

detección de antígenos parasitarios en heces (Panchalingam et al., 2012), métodos con una 

sensibilidad diagnóstica inferior a la de las técnicas moleculares usadas en este estudio. Esta 

limitación fue evidenciada por el propio consorcio del proyecto GEMS cuando tras reanalizar 

por PCR 521 de las muestras recogidas se comprobó que las prevalencias observadas para 

estos 3 patógenos era mayor que las inicialmente estimadas mediante ELISA (Liu et al., 2016). 
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La principal contribución de esta parte del trabajo es la demostración de que uno de cada dos 

niños en Zambézia estaba infectado/colonizado por al menos una especie de protista 

entérico, independientemente de la presencia/ausencia de manifestaciones clínicas. Estos 

resultados coinciden con los generados en estudios previos realizados tanto en áreas urbanas 

(Knee et al., 2018) como rurales (Nhampossa et al., 2015) de la provincia de Maputo en los 

que se constató que la mayoría de las infecciones por estos patógenos eran documentadas 

en niños aparentemente sanos de corta edad. De forma conjunta, estos datos describen un 

escenario epidemiológico altamente endémico donde los eventos de infección y reinfección 

deben ser extraordinariamente frecuentes. 

Los datos obtenidos indicaron que el 54% de los niños de 3–14 años participantes en 

el estudio en Zambézia estaban infectados/colonizados por al menos una especie de protista 

entérico, siendo G. duodenalis la más prevalente (42%), seguida de Blastocystis sp. (14%), E. 

dispar (11%), Cryptosporidium spp. (1%) y E. bieneusi (0,3%). Entamoeba histolytica no fue 

detectada en ningún niño, mientras que la presencia de coinfecciones fue confirmada en el 

12% de los niños investigados. Cuando estos datos son contrastados con los descritos en 

estudios epidemiológicos previos realizados en Mozambique (y por extensión, en otros 

países africanos), uno de los aspectos más llamativos es la marcada diferencia en el rango de 

prevalencias reportadas en función de la técnica diagnóstica empleada. En el caso de G. 

duodenalis, y usando la microscopía como método de detección, las prevalencias halladas 

oscilaron entre 1–6% en población pediátrica y general, portadora y no portadora de VIH, en 

Maputo (Mandomando et al., 2007; Fonseca et al., 2014; Cerveja et al., 2017). Valores 

superiores (10–15%) han sido descritos mediante ELISA en niños con diarrea en un estudio 

multiprovincial (Bauhofer et al., 2020) y en Maputo (Acácio et al., 2019), aunque otro estudio 

reportó en la misma población y con la misma técnica una prevalencia del 50% (Nhampossa 

et al., 2015). Usando PCR como método diagnóstico, G. duodenalis ha sido identificada en 

pacientes con VIH y/o TB (8%) en el distrito de Chowke, provincia de Gaza (Irisarri-Gutiérrez 

et al., 2017) y en población general (37%) en Beira, la capital de la provincia de Sofala (Meurs 

et al., 2017). Por lo tanto, la prevalencia para este parásito detectada en este trabajo (42%) 

es la mayor descrita por PCR en Mozambique hasta la fecha. Prevalencias de G. duodenalis 

superiores al 40% han sido también documentadas, mayoritariamente en población 

pediátrica con y sin diarrea, por microscopía en Burkina Faso (Karou et al., 2011) y por PCR en 

Etiopía (de Lucio et al., 2016a), Guinea-Bisáu (Ferreira et al., 2012), Kenia (Easton et al., 

2016), Ruanda (Ignatius et al., 2012), Santo Tomé y Príncipe (Lobo et al., 2014), Tanzania 

(Moyo et al., 2011) y Uganda (Johnston et al., 2010). 
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El análisis de los datos de prevalencia de Cryptosporidium spp. también plantea 

cuestiones interesantes. Por ejemplo, este patógeno ha sido descrito mediante ELISA en 

poblaciones pediátricas con diarrea en tasas de infección del 19–38% en la provincia de 

Maputo (Nhampossa et al., 2015; Acácio et al., 2019) y del 12% a escala nacional (Bauhofer 

et al., 2020). Sin embargo, la prevalencia hallada en Zambézia por PCR fue del 1% tanto en 

niños sintomáticos como asintomáticos. Usando esta misma técnica, Cryptosporidium spp. ha 

sido detectado en el 8% de pacientes con VIH y/o TB en Chowke, Gaza (Irisarri-Gutiérrez et 

al., 2017) y en adultos con diarrea en Maputo (Casmo et al., 2018). En otros países africanos, 

Cryptosporidium spp. ha sido hallado mediante PCR en prevalencias superiores al 10% tanto 

en poblaciones pediátricas como generales en Etiopía (Adamu et al., 2014), Kenia (Wanyiri et 

al., 2014), República Centroafricana (Bouyou-Akotet et al., 2016), Tanzania (Moyo et al., 

2011) y Uganda (Salyer et al., 2012). Las discrepancias observadas entre los resultados 

obtenidos mediante ELISA y PCR pueden reflejar variaciones epidemiológicas (esperables 

hasta cierto punto) entre diferentes áreas geográficas en Mozambique, pero también es 

plausible que una proporción de los casos detectados por ELISA correspondan en realidad a 

falsos positivos. En base a estas observaciones, la correcta validación de este tipo de ensayos 

en estudios epidemiológicos de campo es altamente deseable. 

En este estudio no se detectó la presencia de E. histolytica en ninguno de los niños 

investigados en Zambézia, mientras que la especie no patógena (pero morfológicamente 

idéntica) E. dispar fue hallada en el 11% de ellos. En línea con lo anteriormente expuesto 

para G. duodenalis y Cryptosporidium spp., la revisión de la literatura disponible para E. 

histolytica tanto en Mozambique como en otros países africanos ofrece resultados 

discrepantes y en ocasiones incompatibles. En Mozambique, E. histolytica ha sido 

identificada mediante ELISA en población pediátrica con diarrea en una prevalencia del 13% 

en Maputo (Acácio et al., 2019) y del 2% a nivel nacional (Bauhofer et al., 2020). Un tercer 

trabajo reportó la presencia de E. histolytica/dispar (sin diferenciación de especies) mediante 

ELISA con una prevalencia del 12% también en Maputo (Nhampossa et al., 2015). 

Sorprendentemente, ese patógeno ha sido supuestamente detectado en el 31% 

(25.999/83.331) de los niños investigados en 140 distritos de 10 provincias del país por 

microscopía (Augusto et al., 2009), una técnica que no permite la diferenciación de E. 

histolytica de otras especies de amebas no patógenas. Este tipo de discrepancias son 

frecuentes en la literatura científica, particularmente en estudios preliminares realizados en 

el siglo XX (p.e. Oyerinde et al., 1979). Por el contrario, E. histolytica no fue hallada en 

pacientes con VIH y/o TB en Chowke (provincia de Gaza) usando PCR como herramienta 
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diagnóstica (Irisarri-Gutiérrez et al., 2017), que sí eran portadores sin embargo de E. dispar 

(5%). Estos resultados son similares a los descritos, también mediante PCR, tanto en este 

trabajo como en otros países africanos. Así, E. histolytica tampoco ha sido hallada en otros 

países africanos como Etiopía (Kebede et al., 2004) y Nigeria (Efunshile et al., 2015), donde la 

prevalencia de E. dispar era del 92% y 19%, respectivamente. Teniendo en cuenta que los 

quistes de E. histolytica y E. dispar son morfológicamente indiferenciables, los datos 

anteriormente expuestos sugieren que las prevalencias de E. histolytica determinadas en 

estudios previos basados exclusivamente en microscopía (y probablemente también en 

ELISA) estén sobreestimando las tasas de infección reales atribuibles a este patógeno 

(Efunshile et al., 2015). Es muy probable por lo tanto que la epidemiología de E. histolytica 

deba ser reevaluada mediante nuevos estudios en muchas regiones de África subsahariana 

en los próximos años. 

Los primeros estudios sobre Blastocystis sp. en África datan de 2010, por lo que la 

información disponible es muy reducida. Así, en Mozambique, Blastocystis sp. ha sido 

identificado mediante microscopía en pacientes con VIH y/o TB (13%) en Chowke, Gaza 

(Irisarri-Gutiérrez et al., 2017) y en población pediátrica escolar (21%) en la provincia de 

Nampula (Guidetti et al., 2011). Una prevalencia muy similar (21%) ha sido hallada mediante 

PCR en población general asintomática en la provincia de Sofala (Meurs et al., 2017). De 

forma global, los datos disponibles en Mozambique son inferiores a los generalmente 

documentados en otros países africanos, donde la colonización por este patógenos ha sido 

descrita en diferentes tipos de población en porcentajes superiores al 50% en Costa de Marfil 

(D´Alfonso et al., 2017), Egipto (Fouad et al., 2011), Liberia (Alfellani et al., 2013a), 

Madagascar (Greigert et al., 2018) y Tanzania (Forsell et al., 2016), y por encima del 90% en 

Egipto (Souppart et al., 2010) y Senegal (El Safadi et al., 2014). Todos estos estudios fueron 

basados en técnicas de PCR y los datos obtenidos demuestran que la colonización por 

Blastocystis sp. es extraordinariamente común en la población humana del continente 

africano. 

Los proyectos GEMS y MAL-ED han contribuido enormemente a esclarecer la 

epidemiología de G. duodenalis, Cryptosporidium spp. y E. histolytica y su asociación con 

diarrea en niños de corta edad en países de África subsahariana incluido Mozambique 

(Kotloff et al., 2013, 2019; Korpe et al., 2018). Sin embargo, la situación de las infecciones por 

microsporidios en general y E. bieneusi en particular (no incluidos en GEMS y MAL-ED) sigue 

siendo prácticamente desconocida en este continente. En el único estudio realizado hasta el 

momento en Mozambique, este patógeno fue detectado mediante PCR en el 9% (28/301) de 
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la población investigada en un estudio comunitario realizado en Beira, provincia de Sofala 

(Meurs et al., 2017). Esta prevalencia es muy superior a la identificada en el presente trabajo 

(0,3%) en la provincia de Zambézia usando la misma técnica. Esta variabilidad puede reflejar 

patrones específicos en la distribución geográfica o vías de transmisión del parásito, pero 

también puede estar asociada, al menos parcialmente, a diferencias en el estatus 

socioeconómico de las poblaciones investigadas. Así, el estudio en Beira fue llevado a cabo 

en un área suburbial de alta incidencia, con inundaciones periódicas y sin infraestructuras de 

saneamiento, tras detectarse un aumento inusual en el número de personas con diarrea que 

requerían asistencia médica. En otros países africanos E. bieneusi ha sido documentado 

mediante PCR en prevalencias del 4‒9% en niños aparentemente sanos en Nigeria 

(Ayinmode et al., 2011), Santo Tomé y Príncipe (Lobo et al., 2014), Sudáfrica (Samie et al., 

2007) y Uganda (Tumwine et al., 2005). Prevalencias aún mayores (20‒67%) han sido 

reportadas en población pediátrica y general inmunocompetente en Camerún (Nkinin et al., 

2007), Nigeria (Ikeh et al., 2007) y Tanzania (Cegielski et al., 1999) usando microscopía como 

técnica de detección. Tal y como se ha comentado anteriormente en el caso de E. histolytica, 

estos datos deben ser interpretados con extrema cautela, ya que las esporas de E. bieneusi y 

Encephalitozoon spp. son morfológicamente idénticas y se requieren técnicas moleculares 

para su diagnóstico diferencial. Otro aspecto relevante de este estudio es el hallazgo de E. 

bieneusi en niños aparentemente sanos, pero no en niños con manifestaciones intestinales. 

Sin embargo, el limitado número de muestras positivas a este patógeno (n = 3) hace difícil 

valorar la significancia real de este dato. 

La comparación de las prevalencias de protistas entéricos halladas en las poblaciones 

pediátricas analizadas en Leganés y Zambézia permiten extraer una serie de conclusiones 

valiosas desde el punto de vista tanto epidemiológico como de salud pública. En primer lugar, 

las infecciones por estos patógenos tendían a manifestarse, en condiciones ambientales 

favorables, como microfocos locales de naturaleza oportunista en Leganés, pero eran mucho 

más estables y extendidas en el caso de Zambézia. Estos datos concordarían con los 

escenarios epidemiológicos esperables en regiones de baja endemicidad (España) y alta 

endemicidad (Mozambique). Esta situación también explicaría las diferencias observadas en 

las tasas de parasitación/colonización por al menos una especie de protista (28% vs. 54%) y 

de infecciones mixtas (4% vs. 12%) observadas entre las poblaciones pediátricas investigadas 

en ambos países. En segundo lugar, es destacable la inesperada similitud en las prevalencias 

de algunas especies de protistas halladas en los niños de Leganés y Zambézia. Es el caso de 

Cryptosporidium spp. (1% vs. 1%), Blastocystis sp. (14% vs. 18%) y E. bieneusi (0% vs. 0,3%). 
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Este resultado es difícil de explicar dadas las diferencias de recursos higiénico-sanitarios y de 

infraestructuras de agua potable y saneamiento entre España y Mozambique. Por el 

contrario, la tasa de infección por G. duodenalis sí era claramente superior en Mozambique 

que en España (42% vs. 17%). 

Asociación de riesgos 

Como parte integral de este trabajo se ha incluido un detallado análisis de asociación de 

riesgos a partir de las variables sociodemográficas, clínicas y epidemiológicas obtenidas en las 

encuestas epidemiológicas realizadas en las poblaciones pediátricas de Leganés y Zambézia. 

Esta medida de asociación trata de estimar la magnitud con la que dos fenómenos se 

relacionan, y es importante tener en cuenta que dicha asociación no implica necesariamente 

causalidad. Para ello se usaron, en primer lugar, técnicas de estadística descriptiva de 

regresión logística basadas en el análisis de una única característica del individuo (Heinze y 

Schemper, 2002), que podía presentarse en diversas modalidades, definidas y mutuamente 

excluyentes (análisis univariante). Aquellas variables que fueron significativas en las 

correspondientes regresiones logísticas simples fueron reanalizadas conjuntamente en una 

regresión logística múltiple (análisis multivariante). 

Este estudio constituye el análisis de asociación de riesgos de protistas entéricos en 

población pediátrica asintomática más exhaustivo realizado en España hasta la fecha. La 

mayoría de los trabajos previos realizados en poblaciones similares no utilizaron encuestas 

epidemiológicas específicamente diseñadas para tal fin (Pedraza Dueñas et al., 1994; Jarabo 

et al., 1995; Rodríguez-Hernández et al., 1996; Belda Rustarazo et al., 2008), y cuando lo 

hicieron no emplearon herramientas estadísticas avanzadas (Mateo et al., 2014; Paulos et al., 

2017). Además, el elevado número de niños participantes y los rigurosos criterios de 

selección impuestos aseguraron la obtención de resultados con una elevada robustez y 

fiabilidad. 

Los análisis de riesgos univariantes y multivariantes revelaron asociaciones entre las 

infecciones primarias y secundarias de las especies de protistas investigadas. Por ejemplo, en 

el modelo multivariante ajustado final, las infecciones tanto por G. duodenalis como por 

Cryptosporidium spp. estaban positivamente asociadas con la presencia de Blastocystis sp., y 

viceversa. Sin embargo, no se observaron asociaciones entre G. duodenalis y Cryptosporidium 

spp. Estos resultados eran altamente esperados, ya que los 3 microorganismos son 

transmitidos por la misma vía (fecal-oral) y, por lo tanto, la identificación de uno de ellos 

incrementaba la probabilidad de hallar alguna de las 2 especies restantes. La ausencia de 
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asociación entre G. duodenalis y Cryptosporidium spp. puede ser explicada por el limitado 

número de niños positivos a este último patógeno. Sin embargo, estos datos abren la puerta 

a posibilidades de gran atractivo que deben ser convenientemente evaluadas en estudios 

posteriores. Por ejemplo, la colonización por Blastocystis sp. puede favorecer la presencia (y 

posible infección) de otros protistas en el tracto intestinal del hospedador. Así, en un estudio 

multicéntrico realizado en Francia la presencia de Blastocystis sp. era significativamente 

mayor en pacientes e individuos con historial reciente de viajes al extranjero infectados por 

protozoos y helmintos intestinales que en aquéllos no infectados (El Safadi et al., 2016). 

Siguiendo la misma línea de razonamiento, las coinfecciones por Blastocystis sp. y G. 

duodenalis han sido identificadas también en el 4% de niños asintomáticos escolarizados en 

Líbano (Osman et al., 2016) y en el 20% de niños indígenas aparentemente sanos en la región 

Amazónica de Colombia (Sánchez et al., 2017). 

En este trabajo, la probabilidad de detectar Blastocystis sp. era directamente 

proporcional a la edad de los niños portadores hasta los 10 años, a partir de la cual el riesgo 

decrecía. Esta asociación sugiere que Blastocystis sp. es capaz de esquivar (o modular) la 

respuesta inmunitaria del hospedador tras la colonización inicial. De demostrarse, este 

resultado confirmaría los obtenidos en estudios previos indicando que el microorganismo 

puede mantenerse de forma continua y prolongada (hasta 10 años) en un mismo individuo 

(Scanlan y Marchesi, 2008) y su naturaleza es, por la tanto, comensal en primera instancia. 

Datos apuntando en la misma dirección han sido también reportados en otros trabajos. Por 

ejemplo, Blastocystis sp. era significativamente más prevalente en niños aparentemente 

sanos mayores de 5 años que en niños menores de esa edad en la provincia de Álava, España 

(Paulos et al., 2018). Del mismo modo, en el estudio multicéntrico francés anteriormente 

mencionado, Blastocystis sp. era significativamente más frecuente en individuos de 15 a 49 

años que en individuos menores de 15 años (El Safadi et al., 2016). El mismo patrón de 

distribución de Blastocystis sp. en función de la edad ha sido descrito en niños huérfanos y 

sus cuidadores en Tailandia (Pipatsatitpong et al., 2012). 

En este trabajo el factor “ser niña” estaba positivamente asociado a un mayor riesgo 

de infección por Cryptosporidium spp. Éste es un hallazgo inesperado para el que no existe 

una explicación biológica o de comportamiento social obvia. No es descartable que sea el 

efecto de un confundidor no detectado en los análisis estadísticos realizados. Sí existen, sin 

embargo, varios trabajos previos describiendo el efecto opuesto: Cryptosporidium spp. ha 

sido más prevalentemente hallado en niños menores de 5 años en Suecia tras un brote de 

criptosporidiosis de transmisión hídrica (Adler et al., 2017), y en niños de corta edad 
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participando en estudios de casos (diarrea) y controles (no diarrea) en Brasil (Agnew et al., 

1998) y Guinea Bisáu (Mølbak et al., 1994). 

Finalmente, el modelo multivariante ajustado final demostró que el lavado de manos 

tenía un efecto protector contra la colonización por Blastocystis sp. Este resultado no es 

sorprendente ya que la falta de higiene personal es uno de los factores clave en la 

transmisión de parásitos intestinales, sobre todo en países donde el acceso a agua potable es 

restringido (Choy et al., 2014). Éste no es el caso de España, donde, en cumplimiento de la 

legislación vigente (Real Decreto 902/2018), existe una normativa estricta sobre la calidad del 

agua de consumo humano. Desafortunadamente, esta normativa aún no hace mención 

específica a las especies de protistas entéricos objeto de este estudio (Comisión Europea, 

1998), a pesar de que la Oficina Regional para Europa de la OMS así lo recomienda para el 

caso de Cryptosporidium spp. y G. duodenalis (Organización Mundial de la Salud, 2017). 

Al contrario que en España, en Mozambique se han publicado desde 2015 hasta la 

actualidad 3 estudios epidemiológicos dirigidos a estimar los riesgos asociados a la 

morbilidad y mortalidad por patógenos entéricos de origen vírico, bacteriano y parasitario en 

niños menores de 5 años. Dos de ellos han sido realizados bajo el auspicio del proyecto GEMS 

(estructurado como un estudio de casos y controles) en el área rural del distrito de Manhiça 

en la provincia de Maputo (Nhampossa et al., 2015; Acácio et al., 2019). El tercero 

(estructurado como un estudio transversal) fue llevado a cabo por un grupo de investigación 

independiente en niños de 17 barriadas desatendidas de la capital, Maputo (Knee et al., 

2018). Todos ellos coincidieron en identificar la falta de acceso a agua potable, las 

condiciones de insalubridad y la carencia de infraestructuras de saneamiento como los 

principales factores asociados a la transmisión de estos agentes infecciosos. El presente 

trabajo amplía la información disponible a la provincia de Zambézia, una región del país 

donde este tipo de análisis no había sido realizado con anterioridad. La principal contribución 

de los análisis univariantes y multivariantes llevados a cabo fue la corroboración de los datos 

de prevalencia discutidos anteriormente demostrando que los niños con sintomatología 

gastrointestinal no presentaban un mayor riesgo de infección por protistas que los niños 

asintomáticos. También se describieron patrones variables de infección/colonización por 

estos patógenos/comensales en función de la edad de los niños investigados, y se comprobó 

que tanto el tipo de agua de bebida como el contacto habitual con animales domésticos 

estaban asociados a un mayor riesgo de infección por algunas de estas especies de 

microorganismos. 



Discusión 

 

173 

El análisis univariante indicó que los niños con edades de 6 años o menos estaban 

significativamente más infectados por Cryptosporidium spp. que los niños de más edad. 

Aunque este resultado no pudo ser confirmado en el análisis multivariante debido al limitado 

número de casos positivos para este patógeno, sí coincide plenamente con los obtenidos en 

estudios previos en Mozambique (Knee et al., 2018), incluyendo el proyecto GEMS (Kotloff et 

al., 2013; Nhampossa et al., 2015; Knee et al., 2018; Acácio et al., 2019), así como en otros 

países de África subsahariana (Feng y Xiao, 2011; Squire y Ryan, 2017). De nuevo, la 

inmadurez del sistema inmunológico de los niños de corta edad es una de las causas por las 

que este grupo poblacional es particularmente vulnerable a las infecciones por protozoos 

entéricos como Cryptosporidium spp. y G. duodenalis (DuPont, 2013; Laurent y Lacroix-

Lamandé, 2017). 

Por el contrario, las prevalencias tanto de Blastocystis sp. como de E. dispar tendían a 

incrementarse con la edad de los niños afectados, corroborando el mismo patrón 

acumulativo relacionado con la edad descrito anteriormente en los niños participantes en el 

estudio de Leganés. De forma conjunta, estos datos refuerzan la idea de que ambos protistas 

son en esencia simbiontes comensales frecuentes en la microbiota intestinal humana 

(Scanlan y Marchesi, 2008). En este contexto, E. dispar muestra interesantes similitudes con 

Blastocystis sp. respecto a su potencial para causar daño en el tracto intestinal del 

hospedador. Entamoeba dispar comparte con E. histolytica la misma dotación de genes 

codificantes de factores de virulencia. Sin embargo, E. histolytica secreta entre 10 y 1,000 

veces más cisteína proteasa que E. dispar (Reed et al., 1989). Por otra parte, la capacidad de 

síntesis de la proteína formadora de poros (amebaporo) es un tercio menor en E. dispar que 

en E. histolytica (Leippe, 1997). Finalmente, E. dispar tiene una menor capacidad de adhesión 

al epitelio intestinal y un menor efecto citotóxico que E. histolytica (Dodson et al., 1997). Por 

estos motivos, E. dispar ha sido considerada incapaz de generar daño tisular tanto in vivo 

como in vitro. Sin embargo, otros estudios han demostrado la presencia de E. dispar en 

pacientes con colitis tanto disentérica (Graffeo et al., 2014) como no disentérica (Gomes et 

al., 1997), así como en pacientes con absceso hepático amebiano (Ximénez et al., 2010). En 

base a esta evidencia, el carácter no patogénico universal de E. dispar ha sido recientemente 

cuestionado por algunos autores (Oliveira et al., 2015). Es también destacable el hecho de 

que la única asociación significativa entre especies de protistas en el análisis multivariante 

era precisamente la de E. dispar con Blastocystis sp. Curiosamente, las asociaciones entre 

Blastocystis sp. y G. duodenalis, y Blastocystis sp. y Cryptosporidium spp. observadas en el 

estudio realizado en Leganés no fueron corroboradas en su homónimo en Zambézia. 
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La constatación de que el consumo de agua de ríos y manantiales como fuente 

primaria (o secundaria) de agua de bebida era un riesgo asociado a la infección/colonización 

por G. duodenalis y E. dispar tiene importantes connotaciones epidemiológicas y de salud 

pública. Esta idea era fuertemente reforzada por la demostración de que el tratamiento de 

agua mediante cloración o hervido reducía la exposición a G. duodenalis (aunque no a E. 

dispar). Estos datos ofrecen varias lecturas que deben ser cuidadosamente consideradas. En 

primer lugar, la transmisión de origen hídrico puede ser la principal vía de infecciones por 

protistas entéricos en Zambézia. En segundo lugar, las aguas superficiales en esta provincia 

parecen estar altamente contaminadas con las formas de resistencia de estos 

microorganismos. En tercer y último lugar, la asociación hallada para E. dispar (una especie 

solo presente en primates humanos y no humanos) es indicativa de que esta contaminación 

es mayoritariamente de origen antrópico. Desafortunadamente, no existe ningún estudio 

publicado en Mozambique sobre la presencia de protistas entéricos asociados a diarrea en 

muestras ambientales, incluidas aguas superficiales, que permita valorar la extensión y grado 

de veracidad de estas hipótesis. Aunque de forma indirecta, una reciente evaluación 

cuantitativa de riesgo microbiano ha estimado que el consumo de agua no tratada en 

Mozambique causa 2 millones de casos de criptosporidiosis y 1.6 × 105 AVAD anualmente 

(Limaheluw et al., 2019). En cualquier caso, estos datos corroboran los obtenidos en estudios 

previos en el país resaltando la necesidad urgente de mejorar las infraestructuras de acceso a 

agua potable y saneamiento para minimizar el riesgo de contaminación ambiental e infección 

por agentes transmitidos vía fecal-oral (Nhampossa et al., 2015; Knee et al., 2018; Acácio et 

al., 2019). En este mismo contexto deben situarse los hallazgos aquí encontrados asociando 

la ausencia de letrina a una mayor probabilidad de colonización por Blastocystis sp. y E. 

dispar, o la baja calidad constructiva de la vivienda con un mayor riesgo de padecer 

infecciones por G. duodenalis. Otros estudios epidemiológicos basados en análisis de riesgos 

han demostrado que el consumo de agua no tratada estaba asociado a una mayor 

probabilidad de padecer infecciones por G. duodenalis o Cryptosporidium spp. en Egipto 

(Helmy et al., 2014, 2015), Gambia (Hossain et al., 2019) y Kenia (Wanyiri et al., 2014). 

Ambos parásitos han sido también hallados en aguas de irrigación, aguas superficiales 

(canales, ríos, lagos) y subterráneas, aguas residuales, afluentes en plantas de tratamiento de 

agua potable, tanques de recogida de agua de lluvia, piscinas y aguas marinas costeras en 

diferentes países africanos (revisado por Squire y Ryan, 2017). 

Finalmente, los resultados del análisis multivariante realizado indicaron que el 

contacto habitual con animales domésticos incluyendo perros, gatos y patos estaba 
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positivamente asociado con un mayor riesgo de infección por G. duodenalis, mientras que el 

contacto con patos incrementaba la probabilidad de colonización por Blastocystis sp. y E. 

dispar. Estos datos deben ser interpretados con cautela ya que, como se ha indicado 

anteriormente, la demostración de asociación no necesariamente implica causalidad. Por 

ejemplo, el contacto con patos no puede ser un factor de riesgo para E. dispar ya que el 

rango de hospedadores susceptibles a esta especie está restringido a humanos y otros 

primates, mientras que el pato y otras aves anseriformes solo pueden estar 

infectadas/colonizadas por la especie especialmente adaptada Entamoeba anati (Hooshyar 

et al., 2015). Sí sería correcto asumir, de forma más genérica, que los animales domésticos y 

de producción pueden actuar como potenciales fuentes de infección humana por G. 

duodenalis y Cryptosporidium spp., como se ha sugerido en estudios epidemiológicos previos 

llevados a cabo en Costa de Marfil (Berrilli et al., 2012) y otros países africanos (revisado por 

Squire y Ryan, 2017). Al igual que en el caso de muestras ambientales, tampoco existen datos 

disponibles en Mozambique sobre la presencia de protistas entéricos en reservorios 

animales, lo que dificulta en gran medida la evaluación de la frecuencia con la que pueden 

ocurrir eventos de transmisión zoonósica. Ambas tareas deben ser priorizadas en estudios 

epidemiológicos futuros. 

Respecto al microsporidio E. bieneusi, la única asociación significativa encontrada (en 

el análisis univariante, pero no en el multivariante) fue su relación con G. duodenalis, al 

encontrarse el primero siempre en forma de coinfección con el segundo. 

La comparación directa de los resultados obtenidos en los análisis multivariantes de 

asociación de riesgos llevados a cabo en las poblaciones pediátricas de Leganés y Zambézia 

permitieron extraer importantes conclusiones sobre la epidemiología de los protistas 

entéricos investigados en el presente trabajo. En primer lugar, en el estudio realizado en 

Leganés, tanto G. duodenalis como Cryptosporidium spp. estaban positivamente asociados 

con Blastocystis sp., sugiriendo una vía de infección común para las 3 especies. Esta 

posibilidad sería compatible con los eventos de transmisión persona-persona en los 

microfocos de naturaleza oportunista descritos anteriormente en los centros educativos 

investigados. Por el contrario, en Zambézia la única asociación de protistas identificada era la 

de E. dispar y Blastocystis sp., sugiriendo que las vías de infección debían de ser más variadas. 

Entre ellas, la transmisión de origen hídrica (y, por extensión, la alimentaria asociada al 

consumo de productos vegetales frescos no lavados o lavados con agua no tratada) 

desempeñaría un papel preponderante. La transmisión zoonósica animal-persona sería 

relevante en Zambézia, pero no en Leganés. En segundo lugar, los altos niveles de 



Discusión 

 

176 

infección/colonización detectados en los niños de Zambézia estarían estrechamente ligados a 

las deficientes infraestructuras de agua potable y saneamiento, y por lo tanto a las 

condiciones de pobreza y falta de recursos de esta región. En tercer lugar, la colonización por 

Blastocystis sp. tanto en niños de Leganés como de Zambézia seguía un patrón acumulativo 

común directamente proporcional a la edad, sugiriendo que este microorganismo es en 

esencia un simbionte comensal tanto en áreas de baja como de alta endemicidad. Por la 

misma razón, este comentario es extrapolable a E. dispar en Zambézia. 

Genotipado y subgenotipado 

Actualmente, los estudios dirigidos a determinar la variabilidad molecular de especies de 

protistas entéricos asociadas a trastornos gastrointestinales son esenciales no solo para 

conocer su frecuencia y diversidad genética, sino también (como se pone de manifiesto en 

este trabajo) para determinar fuentes de infección, caracterizar vías de transmisión y estimar 

potencial zoonósico (Deplazes et al., 2000; Feng y Xiao, 2011; Esch y Petersen, 2013; Ryan y 

Cacciò, 2013; Ryan et al., 2014; Squire y Ryan, 2017). Éste es el estudio epidemiológico 

molecular basado en PCR y secuenciación más amplio y detallado realizado en población 

pediátrica asintomática en España hasta la fecha, contribuyendo a ello el elevado número de 

niños participantes y la adopción de una estrategia MLST para el genotipado y subgenotipado 

de especies como G. duodenalis y Cryptosporidium spp. 

Tal y como se ha descrito anteriormente en esta sección, la presencia de protistas 

entéricos en poblaciones pediátricas en España ha sido investigada sobre todo mediante 

técnicas de detección convencionales incluyendo microscopía óptica, microscopía de 

inmunofluorescencia e inmunoensayos (ELISA, inmunocromatografía de flujo lateral) para la 

detección de antígenos parasitarios en heces o de anticuerpos específicos contra ellos 

circulantes en suero (Navarro-i-Martinez et al., 2011; Carmena et al., 2012; Köster y 

Carmena, 2020). Por el contrario, los estudios moleculares basados en PCR y secuenciación 

son mucho menos frecuentes. En el caso de G. duodenalis, el assemblage B (57%) era la 

variante genética del parásito más frecuente en población pediátrica (1–12 años) 

asintomática en Álava, seguido del sub-assemblage AII (29%) y de infecciones mixtas AII+B 

(14%) (Cardona et al., 2011). Además, BIV fue el único sub-assemblage detectado en un 

estudio posterior en una población pediátrica (1–15 años) similar en la misma provincia (de 

Lucio et al., 2017), así como en niños ≤ 5 años asistiendo a guarderías en Majadahonda, 

Madrid (Mateo et al., 2014). Los datos de diversidad molecular para G. duodenalis 

identificados en este trabajo (AII: 17%; BIV: 79%: BIII/BIV: 4%, n = 24) concuerdan con los 
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descritos en los estudios previos antes citados, corroborando que el assemblage B es 2–3 

veces más frecuente que el assemblage A en niños aparentemente sanos en la CAM y otras 

regiones españolas. Todavía más destacable es el hecho de que esta frecuencia de genotipos 

del parásito era también muy similar (AII: 15%; BIV: 62%: BIII/BIV: 1.6%, n = 124) a la 

identificada previamente en pacientes clínicos de todos los grupos etarios (niños ≤ 12 años: 

66%) con giardiosis atendidos en dos hospitales públicos de la CAM (de Lucio et al., 2015). No 

es coincidencia (ver sección 3.1.) que uno de esos centros era el Hospital Universitario Severo 

Ochoa, cuya área de cobertura sanitaria incluía precisamente todo el municipio de Leganés. 

Este hecho permitía la comparación directa de los datos de frecuencia y diversidad 

genotípica de G. duodenalis (y Cryptosporidium spp., ver debajo) en población pediátrica con 

y sin manifestaciones clínicas en la misma área geográfica y en periodos de tiempo 

(sintomáticos: 2013–15; asintomáticos: 2017–18) próximos. Debe destacarse además que 

estas similitudes eran también observables a nivel de secuencias nucleotídicas y distribución 

de SNPs en los marcadores genéticos gdh y bg (tpi no fue usado en la población clínica). 

La preponderancia del assemblage B sobre el assemblage A ha sido también 

identificada en otros estudios con pacientes sintomáticos ambulatorios de todos los grupos 

etarios en España. Es el caso de un estudio realizado en el Complexo Hospitalario 

Universitario de Santiago (Santiago de Compostela) entre 2000–2010 (A: 5%; B: 93%; A+B: 

2%, n = 119) (Gabín-García et al.,2017), y el de un trabajo más reciente en el que se 

reclutaron pacientes de 10 provincias españolas entre 2012–2018 (A: 30%; B: 70%, n = 95) 

(Wang et al., 2019). En este último trabajo se halló además que los niños participantes 

estaban significativamente más infectados por el assemblage B que los adultos (83% vs. 

52%), mientras que las infecciones asintomáticas eran más comunes en individuos con 

assemblage A que en individuos con assemblage B (14% vs. 1.5%). Finalmente, los 

assemblages A y B han sido encontrados en idénticas proporciones (AII: 44%; AII/AIII: 6%; 

BIII: 19%; BIV: 31%, n = 16) en La Rioja (Azcona-Gutiérrez et al., 2017). Esta variación en la 

frecuencia de genotipos en función del área geográfica considerada puede ser indicativa de 

diferentes fuentes de infección o de rutas de transmisión del parásito. 

En este estudio, la presencia de Cryptosporidium spp. ha sido confirmada en una 

pequeña proporción (< 1%) de los niños asintomáticos investigados, demostrándose que C. 

hominis era mucho más prevalente que C. parvum (71% vs. 21%, n = 14). Los datos 

moleculares previos disponibles en poblaciones pediátricas españolas análogas son muy 

limitados, siendo C. hominis la única especie de Cryptosporidium detectada en niños (1–12 

años) aparentemente sanos en la provincia de Álava (Cardona et al., 2011). La información es 
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más amplia en niños con manifestaciones clínicas, principalmente diarrea. Así, C. hominis era 

mucho más prevalente que C. parvum (67% vs. 33%) tanto en niños inmunocompetentes 

como VIH positivos en Zaragoza (Llorente et al., 2007). Cryptosporidium hominis (IaA24R3, n 

= 6; IbA10G2, n = 41) también era más frecuentemente detectado que C. parvum 

(IIaA15G1R1, n = 1; IIaA15G2R1, n = 2) en niños con síntomas gastrointestinales en esta 

última provincia (Ramo et al., 2015). Por el contrario, C. parvum era ligeramente más 

prevalente que C. hominis (53% vs. 47%) en niños con diarrea aguda ≤ 7 años en Málaga 

(Martín-Ampudia et al., 2012). 

La misma tendencia ha sido descrita en poblaciones clínicas de todas las edades 

incluyendo principalmente individuos inmunocompetentes, pero también pacientes VIH 

positivos en algunos casos. Así, C. hominis ha sido más frecuentemente identificado que C. 

parvum en Barcelona (88% vs. 10%, n = 69) (Segura et al., 2015), Galicia (65% vs. 34%, n = 

486) (Abal-Fabeiro et al., 2015), La Rioja (82% vs. 19%, n = 81) (Azcona-Gutiérrez et al., 2017), 

y Madrid (83% vs. 17%, n = 12), pero no en A Coruña (35% vs. 65%, n = 58) (Navarro-I-

Martinez et al., 2013). De forma global, estos estudios clínicos revelaron que las familias 

genotípicas (usando como referencia el marcador molecular gp60) más frecuentes en España 

eran la Ib (predominantemente el genotipo IbA10G2) y IIa (predominantemente el genotipo 

IIaA15G2R1) en C. hominis y C. parvum, respectivamente. 

A destacar, en un estudio multicéntrico reciente realizado en la CAM en la que 

participaba el Hospital Universitario Severo Ochoa, C. hominis también fue más 

frecuentemente hallado que C. parvum (82% vs. 13%, n = 110) en el periodo 2013–15, donde 

el 73% de los casos de criptosporidiosis ocurrieron en niños ≤ 4 años (de Lucio et al., 2016b). 

Estos porcentajes son similares a los identificados en los niños asintomáticos de este estudio 

(71% vs. 21%, n = 14). Considerando de forma conjunta estos datos junto a los mencionados 

anteriormente para G. duodenalis, la diversidad y frecuencias tanto de assemblages y sub-

assemblages de G. duodenalis como de familias y genotipos de Cryptosporidium spp. eran 

muy parecidas en niños sintomáticos y asintomáticos en Leganés. Este hecho sugiere, por lo 

tanto, que el genotipo de estos parásitos no era un factor esencial en la transición de 

infección a enfermedad. 

Por otra parte, C. hominis ha sido la única especie detectada hasta el momento en 

brotes de criptosporidiosis asociados a diarrea en España. Los genotipos IaA11R2 (n = 5 y 

IbA10G2R2 (n = 1) fueron identificados en un brote en una guardería de Granada que afectó 

a 7 niños ≤ 4 años (Goñi et al., 2015). Los genotipos IaA18R3 (n = 7) y IbA10G2R2 (n = 28) 
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estaban implicados en un brote en Navarra en el que se vieron afectados 162 niños de hasta 

14 años, el 77% de ellos ≤ 4 años (Fuentes et al., 2015). 

Otras especies de Cryptosporidium han sido esporádicamente descritas en España. 

Así, C. ubiquitum ha sido identificado en un niño inmunocompetente en León, y C. felis en un 

individuo adulto VIH positivo en Zaragoza (Cieloszyk et al., 2012). Esta última especie 

también ha sido encontrada en un niño de 4 años adoptado procedente de India (Llorente et 

al., 2006), en un niño inmunocompetente en Zaragoza (Llorente et al., 2007) y en otro con 

sintomatología clínica en Madrid (de Lucio et al., 2016b). Cryptosporidium cuniculus fue 

identificado en una niña de 7 años con diarrea aguda en Madrid (Martínez-Ruiz et al., 2016). 

Finalmente, C. meleagridis ha sido descrito en 2 niños inmunocompetentes en Zaragoza y A 

Coruña (Llorente et al., 2007; Navarro-I-Martinez et al., 2013) y en un niño VIH positivo en 

Madrid (Navarro-I-Martinez et al., 2013). El hallazgo ocasional de C. felis, C. meleagridis y C. 

cuniculus (especies adaptadas a infectar félidos, aves y lagomorfos, respectivamente) indica 

claramente eventos de transmisión zoonósica de naturaleza oportunista en individuos con un 

sistema inmunológico inmaduro (niños) o comprometido (pacientes VIH positivos). 

Cryptosporidium ubiquitum es una especie con un rango de hospedadores más amplio, 

incluido el hombre (Blanco et al., 2016; Higuera et al., 2020). 

De forma global, la predominancia de C. hominis tanto en poblaciones asintomáticas 

como clínicas de todos los grupos etarios en la mayoría de las regiones investigadas sugiere 

que la transmisión de Cryptosporidium spp. en España es mayoritariamente de origen 

antrópico. Sin embargo, existen diferencias en la distribución de esta especie en función del 

área geográfica objeto de estudio. Por ejemplo, en regiones con una alta actividad ganadera 

la frecuencia de C. parvum (una especie comúnmente hallada en terneros, ver sección 1.11.2) 

se acerca o incluso supera a la de C. hominis, indicando que un porcentaje significativo de los 

casos de criptosporidiosis humana identificados en estas zonas tienen un origen zoonósico 

(Navarro-I-Martinez et al., 2013; Abal-Fabeiro et al., 2015). Esta misma situación ha sido 

previamente descrita en áreas rurales en EEUU (Feltus et al., 2006), Holanda (Wielinga et al., 

2008), Irlanda (Zintl et al., 2009) y Reino Unido (Chalmers et al., 2009). 

Este trabajo constituye el mayor estudio epidemiológico molecular realizado en 

España describiendo la frecuencia y diversidad molecular de Blastocystis sp. en población 

pediátrica asintomática. En Europa, más del 95% de los casos genéticamente caracterizados 

de colonización/infección por Blastocystis sp. estaban asociados a los ST1-ST4 (Alfellani et al., 

2013a). Ésta es también la situación del presente estudio, donde ST2 (36%) era la variante 

genética del microorganismo más frecuentemente hallada, seguida de ST1 (23%), ST3 (22%) y 
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ST4 (19%) y ST8 (1%). De forma conjunta estos datos proporcionan evidencia molecular 

sugiriendo que la transmisión de Blastocystis sp. en la población pediátrica asintomática de 

Leganés era mayoritariamente de origen antrópico. Esta distribución de frecuencia 

genotípicas era muy similar a la reportada previamente en estudio comunitario (n = 179) 

llevado a cabo en Álava (Paulos et al., 2018), aunque en este último trabajo ST2 (62%) era el 

subtipo dominante. En ambos estudios ST4 estaba mucho menos representado (7–19%) que 

ST1-ST3. Precisamente ST4 ha sido identificado como el principal subtipo (94%) de 

Blastocystis sp. en pacientes monoinfectados con diarrea en un estudio previo llevado a cabo 

en Valencia (Domínguez-Márquez et al., 2009). Además, en un estudio multicéntrico 

realizado entre 2018 y 2019 en el que participaban 5 centros hospitalarios de la CAM, La 

Rioja y la Comunidad Valenciana, la frecuencia relativa de ST4 era superior en pacientes con 

diarrea que la atribuible a ST1-ST3 (Köster et al., 2019). Resultados similares han sido 

hallados en pacientes con diarrea aguda en Dinamarca (Stensvold et al., 2011a) y en 

pacientes con SII y/o diarrea crónica en Italia (Mattiucci et al., 2016). En ausencia de estudios 

de casos y controles adecuados, estos datos sugieren que ST4 puede ser un subtipo de 

Blastocystis sp. particularmente asociado a patogenicidad y virulencia. Apoyando esta 

hipótesis, se ha propuesto que la aparición de ST4 en poblaciones humanas es el resultado de 

un salto interespecies (probablemente a partir de roedores) reciente en términos evolutivos 

y que tuvo lugar en Europa (Stensvold, 2012; Alfellani et al., 2013a). La falta de adaptación de 

ST4 al “nuevo” hospedador humano podría por lo tanto traducirse en un incremento en su 

potencial patogénico. Aunque atractiva, esta hipótesis debe ser considerada como 

preliminar, ya que otros estudios epidemiológicos no han confirmado esta supuesta 

asociación entre ST4 y enfermedad (Meloni et al., 2011; Seyer et al., 2017), o incluso la han 

propuesto para otros subtipos de Blastocystis sp. Es el caso por ejemplo de ST1, asociado a 

SII en pacientes en Egipto (Fouad et al., 2011), o ST3, asociado a diversos trastornos 

digestivos incluyendo diarrea (Tan et al., 2008). 

En comparación con ST1-ST4, los subtipos de Blastocystis sp. ST5-ST9 y ST12 son 

infrecuentemente hallados en el hombre (Alfellani et al., 2013a). En el presente estudio ST8 

ha sido identificado en una niña de 10 años sin historial de contacto previo con animales 

domésticos y sin exposición aparente a otros factores de riego asociados a patógenos 

intestinales, por lo que la fuente de infección es desconocida. La colonización por ST8 ha sido 

previamente descrita casi exclusivamente en primates no humanos en cautividad y de vida 

libre en Centroamérica (Helenbrook et al., 2015; Villanueva-Garcia et al., 2017), Sudamérica 

(Valença-Barbosa et al., 2019; Oliveira-Arbex et al., 2020) y Europa (Stensvold et al., 2009). Es 
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destacable mencionar que ST8 ha sido descrito precisamente tanto en primates no humanos 

en cautividad como en sus cuidadores en un zoológico de Reino Unido, muy probablemente 

como consecuencia de eventos de transmisión zoonósica (Stensvold et al., 2009). 

Como se ha indicado anteriormente, el microsporidio E. bieneusi no fue identificado 

en ninguno de los niños asintomáticos investigados en Leganés. En el único estudio de 

caracterización molecular de E. bieneusi llevado a cabo en España hasta la fecha en humanos, 

el genotipo D del parásito ha sido detectado en dos pacientes HIV negativos con trasplante 

de órgano sólido en Gran Canaria (Galván et al., 2011). 

Respecto a la población pediátrica asintomática y sintomática investigada en 

Zambézia, este estudio es el primero de su clase en ofrecer datos moleculares sobre los 

genotipos circulantes de las principales especies de protistas entéricos asociados a diarrea en 

esta provincia. Debido a su escasez, este tipo de trabajos son prioritarios en la gran mayoría 

de países africanos incluido Mozambique. Ésta es, probablemente, la principal contribución 

del presente estudio al conocimiento actual de la epidemiología de estos patógenos. 

La única información actualmente disponible sobre el genotipado de G. duodenalis 

en Mozambique proviene de una investigación realizada en pacientes con VIH y/o TB en el 

distrito de Chowke (Irisarri-Gutiérrez et al., 2017). En ese trabajo se identificó el sub-

assemblage AII del parásito en un hombre de 42 años con VIH, mientras el sub-assemblage 

BIV fue detectado en una niña de un año también con VIH, datos a todas luces insuficientes 

para caracterizar la epidemiología molecular de G. duodenalis en el país. El presente estudio 

confirmó la predominancia del assemblage B del parásito (A: 7%; B: 88%; A+B: 5%, n = 43) en 

la población pediátrica estudiada, en línea con los resultados obtenidos en la mayoría de los 

países africanos donde esta información está disponible (ver Anexo III). No se observaron 

diferencias en la distribución de los genotipos del parásito entre niños asintomáticos y niños 

con manifestaciones clínicas. Así, el assemblage B ha sido identificado en frecuencias > 80% 

en Egipto (Soliman et al., 2011), Etiopía (de Lucio et al., 2016a), Guinea-Bisáu (Ferreira et al., 

2012), Kenia (Mbae et al., 2016), Marruecos (El Fatni et al., 2014), Ruanda (Ignatius et al., 

2012) y Tanzania (Forsell et al., 2016). 

Confirmando estudios epidemiológicos moleculares previos realizados por diversos 

grupos de investigación, incluyendo el LRIP, en poblaciones predominantemente pediátricas 

en países africanos como Angola (Dacal et al., 2018), Egipto (Soliman et al., 2011), Etiopía 

(Gelanew et al., 2007; Flecha et al., 2015; de Lucio et al., 2016a), Kenia (Mbae et al., 2016) y 

Uganda (Ankarklev et al., 2012a), el presente estudio ha puesto de manifiesto la 
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extraordinaria variabilidad genética del assemblage B de G. duodenalis también en 

Mozambique. Este hecho era particularmente evidente en los marcadores genéticos gdh y 

bg, en los que virtualmente todas las secuencias identificadas como BIII, BIV, o BIII/BIV eran 

diferentes entre ellas. Estas secuencias contenían un elevado número de posiciones 

ambiguas, identificables como dobles picos durante la inspección visual de los 

correspondientes cromatogramas, que hacían difícil su asignación a un sub-assemblage (BIII 

o BIV) concreto. Este hecho justificaba la elevada proporción de secuencias identificadas 

como BIII/BIV. Dos mecanismos han sido propuestos para explicar la presencia de dobles 

picos. El primero de ellos implicaría la existencia de infecciones mixtas BIII+BIV. Bajo este 

criterio, cada doble pico detectado identificaría la posición exacta en la que, una vez 

alineadas, las secuencias BIII y BIV diferían. Esta posibilidad es compatible con escenarios 

epidemiológicos de elevada incidencia como el descrito en Zambézia e implicaría que muchas 

de las secuencias clasificadas como BIII/BIV corresponderían en realidad a coinfecciones 

BIII+BIV. La segunda posibilidad, aún más atractiva, implicaría la existencia de recombinación 

genética asociada a valores reducidos de heterocigosidad en las frecuencias alélicas (ASH) 

(Morrison et al., 2007; Franzén et al., 2009). Como en el caso de otros diplomonádidos 

binucleados, G. duodenalis ha sido largamente considerada como un organismo de 

reproducción asexual (clonal) estricta. Bajo esta premisa, las dos copias alélicas presentes 

para un determinado locus tenderían a divergir con el tiempo, incrementando su ASH como 

consecuencia directa de la acumulación de mutaciones independientes en sus respectivas 

secuencias (Sprong et al., 2009). Definitivamente, este no es el caso del assemblage A de G. 

duodenalis, caracterizado por valores de ASH muy bajos (0,01%) (Morrison et al., 2007). Este 

dato ha sido confirmado en aislados pertenecientes a los sub-assemblages AI y AII del 

parásito y también, aunque en mucha menor medida, en aislados identificados como 

assemblage B (Teodorovic et al., 2007). Evidencia adicional de recombinación genética ha 

sido obtenida en estudios posteriores tanto a nivel experimental (Ankarklev et al., 2012b) 

como poblacional (Siripattanapipong et al., 2011). De forma conjunta, estos datos sugieren la 

existencia de algún tipo de mecanismo de homogenización genética en G. duodenalis. Entre 

los propuestos figuran la recombinación intragénica, el intercambio intra-alélico de 

secuencias o la fusión de los dos núcleos del parásito en el estadio quístico o diplomixis 

(Cooper et al., 2007; Sprong et al., 2009; Ankarklev et al., 2010). La contribución exacta de 

estos mecanismos a la diversidad genética de G. duodenalis es actualmente desconocida. En 

el caso de infecciones mixtas, la clonación de los amplicones sospechosos mediante técnicas 

de transformación y selección bacteriana, así como las técnicas de secuenciación masiva 

(NGS), pueden ser de gran ayuda para la identificación de variantes genéticas 
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subrepresentadas en la población investigada no detectables mediante PCR y secuenciación 

Sanger (Lasek-Nesselquist et al., 2008; Hussein et al., 2009; Kosuwin et al., 2010). Esta 

tecnología no ha sido empleada en el presente estudio, pero sería interesante hacerlo en 

muestras seleccionadas en trabajos futuros. 

En este trabajo no se han detectado assemblages (C-G) de G. duodenalis específicos 

de especies hospedadoras no humanas en la población pediátrica investigada. Sin embargo, 

el assemblage C (adaptado a infectar cánidos) ha sido descrito en un paciente oncológico 

inmudeprimido con diarrea en Egipto (Soliman et al., 2011), mientras que el assemblage F 

(adaptado a infectar félidos) ha sido identificado en 6 individuos con diarrea y 1 asintomático 

en Etiopía (Gelanew et al., 2007). Por último, el assemblage E (adaptado a infectar 

ungulados) ha sido hallado en tres estudios independientes en Egipto, siendo el único 

genotipo del parásito encontrado en uno de ellos (Foronda et al., 2008; Helmy et al., 2014; 

Abdel-Moein et al., 2016). 

Respecto a Cryptosporidium spp., este estudio ha confirmado la presencia de 4 

especies del parásito circulando en la población pediátrica de Zambézia, incluyendo C. 

hominis (31%), C. parvum (31%), C. felis (31%) y C. viatorum (7%). No se observaron 

diferencias en la distribución de C. hominis y C. parvum entre niños asintomáticos y niños con 

manifestaciones clínicas, mientras que C. felis y C. viatorum fueron hallados solo en niños 

aparentemente sanos. Cryptosporidium hominis y C. parvum también han sido encontrados 

en idénticas proporciones (42%) en un trabajo previo realizado en pacientes adultos con 

diarrea en Maputo en el que también se identificó un caso (14%) de criptosporidiosis por C. 

felis (Casmo et al., 2018). En África, C. hominis (~70%) es la especie de Cryptosporidium mas 

frecuentemente reportada en poblaciones humanas, seguida de C. parvum (~23%) y C. 

meleagridis (~2%) (revisado en Squire y Ryan, 2017 y Anexo V). Además de las especies antes 

mencionadas, también han sido descritas infecciones esporádicas por C. ubiquitum, C. 

andersoni, C. bovis, C. canis, C. cuniculus, C. muris, C. suis y C. xiaoi, mayoritariamente en 

individuos inmunocomprometidos y niños (revisado en Squire y Ryan, 2017). 

De interés, 3 de las 4 infecciones por C. parvum correspondían al “genotipo bovino”, 

también denominado por algunos autores como C. pestis (Slapeta, 2006), del parásito. 

Aunque esta variante genética de C. parvum puede ser transmitida de forma directa persona-

persona (Casemore y Jackson, 1984), la posibilidad de un origen zoonósico no era en 

absoluto descartable. Éste era definitivamente el caso de C. felis, un taxón específicamente 

adaptado a infectar félidos en general y gatos en particular. El hecho de que C. felis haya sido 

detectado en igual frecuencia que C. hominis y el “genotipo bovino” de C. parvum es 
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indicativo de que los animales domésticos en Zambézia eran fuente frecuente de infección 

humana. Estos datos deben interpretarse en el contexto de las asociaciones de riesgo 

descritas anteriormente para G. duodenalis (contacto habitual con patos, perros y gatos) y 

Blastocystis sp. (contacto habitual con patos). En África, C. felis ha sido previamente 

documentado en pacientes con VIH en Etiopía (Adamu et al., 2014) y Nigeria (Akinbo et al., 

2010), en niños de áreas urbanas desfavorecidas en Nairobi, Kenia (Mbae et al., 2015) y en 

pacientes diagnosticados mediante ensayos rutinarios en laboratorios clínicos de este último 

país (Gatei et al., 2006). 

La presencia de C. viatorum en población pediátrica es también destacable. Esta 

especie, inicialmente descrita en viajeros con diarrea provenientes del subcontinente indio 

(Elwin et al., 2012) ha sido considerada desde entonces como específica de humanos. Sin 

embargo, estudios recientes realizados en Australia (Koehler et al., 2018) y China (Chen et al., 

2019; Zhao et al., 2019) han demostrado que C. viatorum también puede infectar roedores, 

abriendo la posibilidad a eventos de transmisión zoonósica. En África, esta especie de 

Cryptosporidium ha sido previamente identificada en niños mayoritariamente asintomáticos 

y pacientes con manifestaciones clínicas y con VIH en Etiopía (Adamu et al., 2014; Stensvold 

et al., 2015; de Lucio et al., 2016a) y en población adulta en Kenia (Stensvold et al.,2015). 

Desafortunadamente, ninguna de las muestras caracterizadas en este estudio como 

C. hominis o C. parvum en el marcador ssu rARN pudo ser amplificada y analizada en el 

marcador gp60, por lo que los subgenotipos implicados en estas infecciones son 

desconocidos. Los estudios epidemiológicos moleculares previos realizados en diversas 

poblaciones humanas en África han revelado que la trasmisión de la criptosporidiosis en este 

continente es principalmente de origen antroponósico. Así, las familias de subtipos Ia, Ib, Id y 

Ie de C. hominis representaron hasta el 58% de todos los aislados de Cryptosporidium 

genotipados, mientras que en C. parvum fueron IIc y IIe (revisado en Ryan y Square, 2017 y 

Anexo V). A pesar de la escasa información disponible, ésta parece también la situación en 

Mozambique, donde el subtipo IIcA5G3 fue el más frecuentemente hallado en población 

pediátrica con diarrea en Manhiça (Sow et al., 2016), mientras que los subtipos IaA23R3, 

IIcA5G3d, y IIeA12G1 han sido descritos en adultos con diarrea en Maputo (Casmo et al., 

2018). 

Este estudio proporciona la primera descripción sobre la epidemiología molecular de 

Blastocystis sp. en Mozambique hasta el momento actual. En trabajos previos llevados a cabo 

en otros países africanos, ST1-ST3 eran los subtipos predominantes (88%, rango: 60–100%) 

en los casos humanos molecularmente caracterizados (datos extraídos del Anexo VIII). Por su 
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parte, ST4 ha sido identificado mucho menos frecuentemente en frecuencias genotípicas del 

12–14% en Liberia y Nigeria (Alfellani et al., 2013a) y del 2% en Senegal (El Safadi et al., 2014) 

y Túnez (Ben Abda et al., 2017). ST4 tiene un marcado patrón de distribución geográfica, 

siendo relativamente frecuente en Europa, pero raro o incluso ausente en muchos países del 

continente americano y África (Alfellani et al., 2013a; Jiménez et al., 2019). Este hecho, unido 

a una estructura genética poblacional preponderantemente clonal (esto es, sin divergencia 

evolutiva por acumulación de mutaciones), sugiere que la aparición de ST4 en poblaciones 

humanas representa una adquisición reciente en un momento evolutivamente cercano 

(Stensvold, 2012; Alfellani et al., 2013a). Esta adquisición debió de tener lugar en Europa, 

expandiéndose gradualmente a otras áreas geográficas en el mundo.  

Los datos moleculares hallados en la población pediátrica investigada en Zambézia 

(ST1: 23%, ST2: 23%, ST3: 45%, ST4: 9%) coinciden por lo tanto con las frecuencias 

genotípicas documentadas en otros países africados. Al igual que en el caso de las infecciones 

por G. duodenalis y Cryptosporidium spp., no se observó ninguna diferencia en la distribución 

de estos subtipos y sus alelos asociados en función de la presencia o no de síntomas 

gastrointestinales en los niños participantes. No se detectó sin embargo la presencia de STs 

infrecuentes en humanos (ST5-ST9) o considerados como especialmente adaptados a 

colonizar/infectar especies animales no humanas (ST10-ST17, ST21, ST23-ST26). En este 

sentido, conviene destacar que ST7, un subtipo particularmente frecuente en aves tanto 

domésticas como de vida libre y, en mucha menor medida, en mamíferos (Wang et al., 

2018a; Maloney et al., 2020) ha sido descrita en diversas poblaciones humanas (media: 4%, 

rango: 1–14%) en Angola (Dacal et al., 2018), Egipto (Hussein et al., 2008; Alfellani et al., 

2013a), Libia (Alfellani et al., 2013a), Nigeria (Poulsen et al., 2016), Tanzania (Forsell et al., 

2016) y Túnez (Ben Abda et al., 2017). Aunque de forma indirecta, estos datos apoyarían la 

asociación de riesgo encontrada en el presente estudio entre Blastocystis sp. y el contacto 

habitual con patos. Finalmente, ST5 (frecuente en suínos) ha sido identificado de forma 

esporádica en niños asintomáticos en Angola (Dacal et al., 2018) y ST6 (frecuente en aves de 

corral) en Egipto (Hussein et al., 2008; Alfellani et al., 2103a), reforzando aún más el origen 

zoonósico de estas infecciones/colonizaciones. 

Al igual que en el caso de Blastocystis sp., este trabajo constituye el primer estudio 

epidemiológico molecular describiendo la frecuencia y diversidad genérica del microsporidio 

E. bieneusi en poblaciones humanas en Mozambique. A pesar del limitado número de 

muestras positivas obtenidas (n = 3), todas ellas pertenecían a diferentes genotipos del 

patógeno: Peru11, S2 y Type IV. Un cuarto genotipo de E. bieneusi no descrito hasta ahora, 

denominado HhMzEb1, ha sido también identificado de forma paralela en este estudio en 
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Maputo en colaboración con el Centro de Investigação em Saúde de Manhiça en esa 

provincia (Muadica et al., 2020c). Estos 4 genotipos se encuadran en el Grupo 1, que incluye 

variantes genéticas de E. bieneusi de baja especificidad en cuanto al rango de hospedadores 

susceptibles (Santín y Fayer, 2009). Estos genotipos infectan, además de al hombre, a una 

amplia diversidad de otras especies de animales tanto domésticas como de vida libre, 

teniendo por lo tanto potencial zoonósico (Li et al., 2019a,b; Santín y Fayer, 2009). El hallazgo 

del genotipo S2 es el segundo que se describe en humanos a nivel mundial, tras ser 

identificado por primera vez en 3 niños (dos VIH positivos, uno VIH negativo) y 8 adultos VIH 

positivos en Malawi (ten Hove et al., 2009). Por otra parte, el genotipo Type IV (también 

reportado en otros estudios como K, Peru2, BEB5, CMITS1, BEB-var, y PtEB III) ha sido 

frecuentemente identificado en diversas poblaciones humanas a nivel global (Sulaiman et al., 

2003a; Wang et al., 2013a). En África, Type IV ha sido documentado en Camerún (Sarfati et 

al., 2006; Breton et al., 2007), Gabón (Breton et al., 2007), Malawi (ten Hove et al., 2009), 

Níger (Espern et al., 2007), Nigeria (Ayinmode et al., 2011; Akinbo et al., 2012; Maikai et al., 

2012), Santo Tomé y Príncipe (Lobo et al., 2014) y Uganda (Tumwine et al., 2002). Además, 

Type IV también ha sido encontrado en una gran diversidad de animales incluyendo primates 

no humanos, bovinos, perros, gatos, roedores, aves y reptiles, así como en aguas 

superficiales (Graczyk et al., 2009; Ben Ayed et al., 2012; Li et al., 2012; Ye et al., 2012). Estos 

datos sugieren que tanto la transmisión hídrica como el contacto directo animal-persona son 

vías plausibles de infección humana por E. bieneusi en áreas endémicas. De hecho, E. 

bieneusi ha sido implicado, de forma concurrente con otros patógenos, en un brote de 

enfermedad gastrointestinal en un hospital pediátrico en China (Wang et al., 2013b). 

Finalmente, este estudio representa la primera identificación de una infección humana por el 

genotipo Peru11 (anteriormente denominado Peru12) en África, aunque esta variante 

genética ya había sido descrita en este continente en babuinos en cautividad en Kenia (Li et 

al., 2011) y fuera de él en poblaciones humanas en Asia (p.e. Leelayoova et al., 2006) y 

Suramérica (p.e. Sulaiman et al., 2003a). 

En este estudio, basado en ITS-PCR y secuenciación Sanger, no se han detectado 

infecciones mixtas involucrando diferentes genotipos de E. bieneusi. Sin embargo, otros 

trabajos han demostrado que estas coinfecciones son relativamente frecuentes en áreas de 

alta endemicidad. Es el caso de un estudio realizado en niños con diarrea en Uganda usando 

microsatélites como marcador molecular, seguido de clonación y secuenciación de los 

amplicones obtenidos (Widmer et al., 2013). Estos datos sugieren que, debido a posibles 
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limitaciones de sensibilidad diagnóstica, en este estudio no se hayan podido detectar los 

genotipos circulantes del parásito menos representados en la población pediátrica estudiada. 

La comparación directa de los resultados obtenidos en los análisis moleculares 

dirigidos a determinar la diversidad molecular de G. duodenalis, Cryptosporidium spp., 

Blastocystis y E. bieneusi en las poblaciones pediátricas de Leganés y Zambézia permitieron 

extraer importantes conclusiones. En primer lugar, la diversidad de protistas entéricos (tanto 

en especies como en variantes genéticas) era mucho mayor en los niños de Zambézia que en 

los niños de Leganés. Este hecho obedecería a las condiciones epidemiológicas de alta 

endemicidad asociadas a elevadas tasas de infección y reinfección de Mozambique. En el 

caso de las infecciones por G. duodenalis detectadas en este último país, la extraordinaria 

variabilidad molecular observada en el assemblage B del parásito puede ser parcialmente 

explicada por la existencia de eventos de recombinación genética. En segundo lugar, no se 

hallaron diferencias observables en la distribución de especies/genotipos de los protistas 

objeto de estudio en las poblaciones de niños sintomáticos y asintomáticos analizadas tanto 

en Leganés como en Zambézia, sugiriendo que la variante genética del parásito/comensal no 

es esencial para desencadenar la enfermedad y los síntomas a ella asociados. En el caso de 

los niños participantes en Leganés, esta conclusión ha sido inferida de forma indirecta por 

comparación con datos clínicos disponibles de otros estudios ya realizados o actualmente en 

curso desde el LRIP. En tercer lugar, los animales domésticos constituyen una fuente 

significativa de infecciones humanas por protistas entéricos (confirmadas para 

Cryptosporidium spp., sospechadas para G. duodenalis y Blastocystis sp.) en Zambézia, pero 

no en Leganés. Estos datos corroborarían el escenario de alta endemicidad y elevada 

contaminación ambiental descrito anteriormente. En cuarto y último lugar, este estudio pone 

de manifiesto la urgencia de promover estudios moleculares dirigidos a determinar la 

presencia y diversidad molecular de estos patógenos en muestras de origen animal y 

medioambiental, esenciales para identificar fuentes de infección y vías de transmisión. 

Fortalezas y limitaciones 

Entre las fortalezas de este estudio destacan el cuidadoso diseño muestral efectuado 

(incluyendo criterios de inclusión/exclusión precisos y rigurosamente implementados), el uso 

de encuestas epidemiológicas específicamente diseñadas bajo la supervisión de expertas 

epidemiólogas internacionales, el elevado número de niños participantes y de muestras 

analizadas y el empleo de técnicas moleculares basadas en PCR y secuenciación (incluyendo 
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MLST en algunos casos) para la identificación, confirmación y genotipado de los protistas 

entéricos objeto de estudio. 

Este trabajo presenta, sin embargo, una serie de limitaciones que deben ser 

consideradas para la correcta interpretación tanto de los resultados obtenidos como de las 

conclusiones alcanzadas. Respecto al diseño muestral empleado, los centros educativos que 

accedieron a participar en el estudio no necesariamente eran representativos de la población 

escolar general en el municipio de Leganés y en la provincia de Zambézia. Sesgos como la 

predominancia de centros públicos sobre centros concertados o privados, o la 

subrepresentación de ciertas zonas pueden haber afectado a los resultados obtenidos. La 

voluntariedad del estudio puede haber promovido la participación de familias con menores 

recursos o un mayor riesgo percibido de infección. Por el contrario, individuos sanos, pero 

excesivamente preocupados por su salud, pueden haber tenido un mayor interés en 

participar y haber contribuido a diluir las prevalencias obtenidas. Estos efectos 

distorsionadores pueden haber sido amplificados en aquellos centros con menores tasas de 

participación. Por otra parte, el diseño transversal del estudio no ha permitido analizar 

patrones de infección asociados a la estacionalidad. Finalmente, hay que tener muy presente 

que en este estudio no se ha investigado la presencia de patógenos entéricos de origen 

bacteriano o vírico, por lo que su efecto sinérgico sobre los protistas aquí considerados (y 

viceversa) no han sido evaluados. Además, estos patógenos no parasitarios pueden haber 

actuado como factores de confusión en la identificación de manifestaciones clínicas 

asociadas a las infecciones por protistas. 

Respecto a los análisis de asociación de riesgos, el limitado número de muestras 

positivas para algunos patógenos (p.e. E. bieneusi) se ha visto reflejado en la amplitud de los 

intervalos de confianza obtenidos, comprometiendo la certidumbre de las estimaciones 

estadísticas asociadas. Este hecho, junto con la falta de información detallada para alguna de 

las variables consideradas en el conjunto de datos procedente de Mozambique (p.e. 

localización de letrina dentro o fuera de la vivienda), no permitió determinar en profundidad 

el grado de asociación de éstas. 

Respecto a las herramientas moleculares empleadas, las diferencias de sensibilidad 

diagnóstica entre las técnicas de PCR utilizadas (directa, semianidada, anidada, qPCR) muy 

probablemente se reflejaron en variaciones en la capacidad de detectar los protistas 

entéricos investigados, por lo que las prevalencias de algunos de ellos (p.e. Blastocystis sp.) 

pueden estar subestimadas. Estas diferencias explican, en gran medida, el relativo bajo 

número de muestras positivas a G. duodenalis o Cryptosporidium spp. que fueron 
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satisfactoriamente genotipadas a nivel de assemblage/sub-assemblage y familias de 

subtipos, respectivamente. Así, en el caso de G. duodenalis, la técnica de cribado usada para 

la detección del parásito era qPCR, que usa como marcador el gen multicopia ssu rARN del 

parásito. Por el contrario, las técnicas de genotipado/subgenotipado utilizadas (gdh-PCR, bg-

PCR y tpi-PCR) estaban todas ellas basadas en la amplificación de genes de copia única, 

mucho menos sensibles que ssu rARN. Por este motivo solo las muestras positivas a G. 

duodenalis con un valor de Ct en qPCR < 30 en Leganés (ver sección 4.4.1.) y < 32 en 

Zambézia (ver sección 4.5.1.) fueron consideradas para su genotipado/subgenotipado. La 

misma explicación es válida para Cryptosporidium spp., donde la detección (e identificación a 

nivel de especie) inicial del parásito fue llevada a cabo mediante ssu rARN-PCR y el 

genotipado (para las especies confirmadas como C. hominis, C. parvum y C. viatorum) 

mediante la amplificación del gen de copia única gp60. Las bajas cargas parasitarias inferidas 

de estos datos correlacionarían bien con infecciones ligeras por G. duodenalis y 

Cryptosporidium spp. no asociadas a manifestaciones clínicas en los niños afectados. 

En este estudio E. bieneusi ha sido la única especie de microsporidio investigada. Esta 

decisión fue basada en la evidencia previa disponible mostrando que E. bieneusi es la especie 

de mayor relevancia clínica, principalmente en pacientes inmunodeficientes (ver secciones 

1.1.3. y 1.10.3.). Sin embargo, un estudio llevado a cabo en población general aparentemente 

sana en la República Checa ha demostrado que especies del género Encephalitozoon como E. 

hellem y E. cuniculi son más prevalentes que E. bieneusi en individuos asintomáticos (Sak et 

al., 2011). Este hallazgo indica claramente la conveniencia de reevaluar las muestras 

analizadas en este estudio para determinar la posible presencia de Encephalitozoon spp. Esta 

es una tarea pendiente que será acometida por el LRIP próximamente. La misma 

consideración debe ser hecha para otras especies de protozoos, como D. fragilis, que no han 

sido abordados en este trabajo. 

Directrices futuras 

Uno de los hallazgos más destacables de este trabajo ha sido la elevada prevalencia de 

protistas entéricos demostrada en niños asintomáticos tanto en España como en 

Mozambique. Tomando como punto de partida este hecho, una de las preguntas inmediatas 

es: ¿por qué las infecciones por G. duodenalis, Cryptosporidium spp., E. histolytica, 

Blastocystis sp. o E. bieneusi cursan con diarrea aguda en unos casos, pero es subclínica en 

otros? Entre los factores determinantes del curso de la infección (ver sección 1.2.), la 

interacción con otros agentes patógenos (coinfección) y con la microbiota del hospedador en 

la interfase lumen/mucosa intestinal es una hipótesis atractiva que ha cobrado especial 
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relevancia en los últimos años. La información actualmente disponible en esta área de 

investigación, aunque aún escasa, es particularmente interesante (pero no limitada a) para G. 

duodenalis. En un trabajo realizado en Israel, G. duodenalis (pero no Cryptosporidium spp.) 

era capaz de modular la gravedad de la infección por rotavirus: los episodios de diarrea 

causados por rotavirus en infección única eran significativamente más graves que los 

causados en coinfección con G. duodenalis (Bilenko et al., 2004). Este efecto “protector” de 

G. duodenalis también ha sido demostrado por nuestro grupo de trabajo en el LRIP en 

reservorios animales. Así, los parásitos extracelulares G. duodenalis y Blastocystis sp., pero no 

los intracelulares Cryptosporidium spp. y E. bieneusi, modulaban la tasa de infección por el 

virus de la hepatitis E (o viceversa) en cerdos ibéricos y jabalíes de vida libre (Dashti et al., 

2020; Rivero-Juarez et al., 2020). Los mecanismos moleculares causantes de este efecto no 

están bien establecidos, pero es altamente probable que en la definición del curso de la 

infección también intervenga el resultado de la competición directa entre los diferentes 

patógenos presentes en el tracto intestinal del hospedador a través de barreras físicas (p.e. 

permeabilidad intestinal) o bioquímicas (p.e. inmunomodulación). Varias líneas de evidencia 

científica apoyarían ambas posibilidades. En primer lugar, se ha sugerido que G. duodenalis 

atenuaba la colitis causada por Escherichia coli mediante la expresión de péptidos 

antimicrobianos por parte del hospedador tras la estimulación de las células del epitelio 

intestinal con cisteína proteasas similares a la catepsina B liberadas por el parásito (Manko et 

al., 2017). En segundo lugar, la infección por G. duodenalis es capaz de modular la respuesta 

proinflamatoria del hospedador a bacterias patógenas. Por ejemplo, la presencia del parásito 

reducía la infiltración de granulocitos y la inflamación del tejido intestinal en un modelo in 

vivo de colitis inducida por toxinas de Clostridium difficile (Cotton et al., 2014b). En tercer 

lugar, la liberación por parte de G. duodenalis de catepsina B atenuaba la secreción de 

interleucina-8 (un potente factor quimiotáctico de neutrófilos) en la mucosa intestinal 

activada tras la administración de Salmonella enterica serovar Typhimurium (Cotton et al., 

2014a). En cuarto y último lugar, G. duodenalis inhibe la producción de óxido nítrico en el 

epitelio intestinal (uno de los mecanismos defensivos del hospedador contra infecciones por 

enteropatógenos) mediante el consumo de arginina, esencial para la generación del 

compuesto (Eckmann et al., 2000). 

Las nuevas técnicas de secuenciación masiva (NGS) basadas en la amplificación de los 

marcadores ssu rARN 16S (procariotas) y 18S (eucariotas) han demostrado ser herramientas 

potentes y particularmente versátiles para inferir la composición, frecuencia relativa y 

potenciales interacciones en la comunidad microbiana (incluidos patógenos exógenos) 
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presentes en el tracto intestinal, así como su posible implicación en patogenia. De hecho, la 

virulencia microbiana ha sido recientemente considerada como una propiedad emergente 

que implica que la consecuencia de la interacción patógeno-hospedador es inherentemente 

impredecible (Casadevall et al., 2011). Diferentes estudios han demostrado que la microbiota 

intestinal desempeña un papel decisivo en el control tanto de infecciones causadas por 

patógenos invasores como de microorganismos habitualmente comensales que bajo 

determinadas circunstancias pueden actuar como patógenos (patobiontes). Entre los 

mecanismos propuestos para tal fin destacan las interacciones competitivas por nutrientes y 

metabolitos esenciales o por la explotación de nichos ecológicos específicos en el intestino, o 

la capacidad de modulación de la respuesta inmune del hospedador (Cerf-Bensussan y 

Gaboriau-Routhiau, 2010; Kamada et al., 2013). Así, la presencia de Blastocystis sp. ha sido 

directamente asociada con disbiosis en ausencia de enfermedad o inflamación del tracto 

gastrointestinal (Nieves-Ramírez et al., 2018). Por otra parte, la comunidad bacteriana 

intestinal de ratones experimentalmente infectados con C. parvum difería substancialmente 

de la de ratones no infectados (Ras et al., 2015). Además, G. duodenalis era capaz de alterar 

la composición de biofilms y comunidades microbianas provenientes de biopsias intestinales 

humanas en cultivos celulares in vitro y en un modelo murino con animales libres de 

gérmenes (Beatty et al., 2017). Por último, el incremento tanto de Prevotella copri como de 

E. histolytica ha sido asociado con diarrea en niños menores de 2 años en Bangladesh 

(Gilchrist et al., 2016). La infección por este mismo patógeno ha sido también asociada a una 

disminución en la abundancia de Clostridia, Bacteroides, Lactobacillus, Campylobacter y 

Eubacterium , pero a un incremento de Bifidobacterium comparado con controles sanos 

(Burgess y Petri, 2016). En base a todo lo expuesto, y en línea con la hipótesis planteada por 

Bartelt y Platts-Mills (2016), este trabajo de tesis doctoral proporciona evidencia 

epidemiológica y molecular en favor de la consideración de G. duodenalis, Cryptosporidium 

spp., E. histolytica, Blastocystis sp. y E. bieneusi (y, por extensión, posiblemente de otras 

especies de protistas enteroparásitos) como patobiontes. 
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6. Conclusiones 

1. La infección/colonización por protistas entéricos era frecuente en niños aparentemente 

sanos tanto en Leganés (España) como en Zambézia (Mozambique). La población 

pediátrica investigada en Zambézia presentaba tasas de parasitación/colonización por al 

menos una especie de protista, de infecciones mixtas y de infección por Giardia 

duodenalis significativamente superiores que su homónima en Leganés, sugiriendo un 

escenario epidemiológico de alta prevalencia parasitaria. 

2. Las prevalencias de Cryptosporidium spp., Blastocystis sp. y Enterocytozoon bieneusi 

halladas en las dos poblaciones pediátricas investigadas eran muy similares, a pesar de 

las diferencias higiénico-sanitarias y de infraestructuras de agua potable y saneamiento 

entre España y Mozambique. 

3. En Leganés, la transmisión de protistas entéricos era principalmente por contacto 

directo persona-persona en microfocos locales de naturaleza oportunista bajo 

condiciones ambientales favorables. No se demostraron factores de riesgo asociados. En 

Zambézia, existían vías de transmisión alternativas de origen hídrico, alimentario y 

zoonósico animal-persona indicativas de una elevada contaminación ambiental. Esta 

situación estaba estrechamente ligada a las deficientes infraestructuras de agua potable 

y saneamiento, y por lo tanto a las condiciones de pobreza y falta de recursos, de esta 

región de Mozambique. 

4. La diversidad molecular de los protistas entéricos (tanto en especies como en variantes 

genéticas) investigados era muy superior en los niños de Zambézia que en los niños de 

Leganés. Este hecho estaría en consonancia con las elevadas tasas de infección y 

reinfección descritas en Mozambique. 

5. No se hallaron diferencias observables en la distribución de especies/genotipos de los 

protistas objeto de estudio en las poblaciones de niños sintomáticos y asintomáticos 

analizadas tanto en Leganés como en Zambézia, sugiriendo que la variante genética del 

protista considerado no es esencial para desencadenar la transición entre infección y 

enfermedad. 

6. Los animales domésticos constituían una fuente significativa de infecciones humanas 

por protistas entéricos (confirmadas molecularmente para Cryptosporidium felis, 
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sospechadas para G. duodenalis y Blastocystis sp.) en Zambézia, pero no en Leganés. 

Estos hallazgos ponen de manifiesto la necesidad de estudiar muestras de origen animal 

y medioambiental, esenciales para identificar fuentes de infección y vías de transmisión. 

7. Los datos epidemiológicos y moleculares obtenidos apoyan la propuesta de considerar, 

en menor o mayor medida, a Giardia duodenalis, Cryptosporidium spp., Entamoeba 

dispar, Blastocystis sp. y Enterocytozoon bieneusi como organismos patobiontes. 
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Anexo I. Familias de genotipos de Cryptosporidium spp. descritas en base a secuencias del 

gen de la glicoproteína de 60 kDa (gp60). 

 
Especie Familias Repetición de 

trinucleótidos (A, G, T) 
Otras repeticiones (R)  

C. hominis Ia*, Ig, Ii, Ij TCA AAGACGGTGGTAAGG 
 Ib, Ie TCA, TCG, TCT  
 Id, If*, Ih TCA, TCG AAGAAGGCAAAGAAG 
 Ik   
C. parvum IIa*, IIc, IId, IIe, IIh, 

IIm, IIo, IIr, IIs 
TCA, TCG ACATCA 

 IIb, IIf, IIg, IIi, IIk, IIl, 
IIn, IIp, IIq, IIt 

TCA – 

C. meleagridis IIIa, IIIb, IIIe, IIIf, IIIg TCA, TCG – 
 IIIc, IIId, IIIh, IIIi, IIIj TCA – 
C. fayeri IVa, IVb, IVc, IVd, 

IVe, IVf 
TCA, TCG, TCT – 

C. cuniculus Va, Vb TCA – 
Genotipo caballo VIa TCA, TCG – 
 VIb, Vic TCA – 
C. wrairi VIIa TCA, TCT – 
Genotipo hurón VIIIa TCA, TCG – 
C. tyzzeri IXa*, IXb TCA ATTCTGGTACTGAAGATA 
Genotipo visón Xa TCA, TCG – 
Genotipo zarigüeya XIa TCA, TCG, TCT – 
C. ubiquitum XIIa, XIIb, XIIc, XIId, 

XIIe, XIIf. 
– – 

C. erinaci XIIIa TCA ACATCA 
Genotipo ardilla XIVa TCA, TCG, TCT – 
C. viatorum XVa TCA – 
Genotipo mofeta XVIa TCA – 

Ia*, If*, IIa*, IXa* – presentan otras repeticiones adicionales. Fuente: Xiao y Feng (2017). 
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Anexo II. Prevalencia de Giardia duodenalis en África. Se indican datos obtenidos de estudios 

representativos por país, incluido Mozambique. 
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Anexo II (continuación). Prevalencia de Giardia duodenalis en África. Se indican datos 

obtenidos de estudios representativos por país, incluido Mozambique. 
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Anexo III. Epidemiología molecular de Giardia duodenalis en África. Se indican datos 

obtenidos de estudios representativos por país, incluido Mozambique. 
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Anexo III (continuación). Epidemiología molecular de Giardia duodenalis en África. Se 

indican datos obtenidos de estudios representativos por país, incluido Mozambique. 
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Anexo IV. Prevalencia de Cryptosporidium spp. en África. Se indican datos obtenidos de 

estudios representativos por país, incluido Mozambique. 
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Anexo IV (continuación). Prevalencia de Cryptosporidium spp. en África. Se indican datos 

obtenidos de estudios representativos por país, incluido Mozambique. 
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Anexo V. Epidemiología molecular de Cryptosporidium spp. en África. Se indican datos 

obtenidos de estudios representativos por país, incluido Mozambique. 
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Anexo V (continuación). Epidemiología molecular de Cryptosporidium spp. en África. Se 

indican datos obtenidos de estudios representativos por país, incluido Mozambique. 
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Anexo V (continuación). Epidemiología molecular de Cryptosporidium spp. en África. Se 

indican datos obtenidos de estudios representativos por país, incluido Mozambique.. 
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Anexo V (continuación). Epidemiología molecular de Cryptosporidium spp. en África. Se 

indican datos obtenidos de estudios representativos por país, incluido Mozambique. 
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Anexo VI. Prevalencia de Entamoeba histolytica y Entamoeba dispar en África. Se indican 

datos obtenidos de estudios representativos por país, incluido Mozambique. 
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Anexo VI (continuación). Prevalencia de Entamoeba histolytica y Entamoeba dispar en 

África. Se indican datos obtenidos de estudios representativos por país, incluido 

Mozambique. 
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Anexo VII. Prevalencia de Blastocystis sp. en África. Se indican datos obtenidos de estudios 

representativos por país, incluido Mozambique. 
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Anexo VIII. Epidemiología molecular de Blastocystis sp. en África. Se indican datos obtenidos 

de estudios representativos por país. 
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Anexo IX. Prevalencia y diversidad molecular de Enterocytozoon bieneusi en África. Se 

indican datos obtenidos de estudios representativos por país, incluido Mozambique. 
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Anexo IX (continuación). Prevalencia y diversidad molecular de Enterocytozoon bieneusi en 

África. Se indican datos obtenidos de estudios representativos por país, incluido 

Mozambique. 
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Anexo IX (continuación). Prevalencia y diversidad molecular de Enterocytozoon bieneusi en 

África. Se indican datos obtenidos de estudios representativos por país, incluido 

Mozambique. 
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Anexo X. Cuestionario epidemiológico usado en la población pediátrica estudiada en España. 
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Anexo XI. Cuestionario epidemiológico usado en la población pediátrica estudiada en 

Mozambique. 
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Anexo XII. Oligonucleótidos (incluyendo sondas y cebadores) utilizados para la detección y/o 

caracterización molecular de las especies de protistas entéricos investigadas en el presente 

estudio. 
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Anexo XII (continuación). Oligonucleótidos (incluyendo sondas y cebadores) utilizados para 

la detección y/o caracterización molecular de las especies de protistas entéricos investigadas 

en el presente estudio. 
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