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RESUMEN  

 

Las enfermedades zoonóticas, son enfermedades que se transmiten entre 

animales y humanos por contacto directo o indirecto (OIE, 2019). Se ha reportado 

que un 60% de los agentes infecciosos son zoonóticos y que el 75% de las 

enfermedades infecciosas emergentes son de origen animal (OIE, 2019), estas 

enfermedades pueden ser causadas por virus, bacterias, hongos o parásitos, entre 

estos últimos encontramos a Cryptosporidium spp., parásito protozoo intracelular 

obligado, perteneciente al phylum apicomplexa agente causal de la  

criptosporidiosis, una enfermedad diarreica de gran importancia a nivel de salud 

pública debido a que se han presentado múltiples brotes a nivel mundial; dentro de 

las principales especies de Cryptosporidium que se han reportado como 

causantes de criptosporidiosis en humanos están C. parvum y C. hominis. Por otro 

lado, se ha demostrado que los animales silvestres, incluyendo a los murciélagos, 

son reservorios de una amplia variedad de agentes infecciosos entre los cuales se 

ha reportado la presencia de C. hominis y C. parvum, por lo que teniendo en 

cuenta su migración a zonas urbanas y periurbanas, es necesario evaluar su 

posible papel en la transmisión de esta enfermedad a los humanos. Por tanto, el 

objetivo de este trabajo, fue determinar la presencia de Cryptosporidium spp., en 

murciélagos procedentes de la cueva Macaregua, Santander, Colombia. Para lo 

cual se seleccionaron 80 muestras de intestino de murciélagos de las especies 

Carollia perspicillata, Natalus tumidirrostris y Mormoops megalophylla procedentes 

de esta curva. Posteriormente, se realizó la extracción de ADN de los intestinos 

seleccionados y se realizó una PCR para el gen de citocromo b (Cyt-b) con el fin 

de verificar la calidad del ADN extraído. Luego de esto se procedió a realizar una 

PCR semianidada para el gen ARNr 18S con el fin de verificar la presencia de 

Cryptosporidium spp, en el ADN extraído, sin embargo, mediante esta prueba no 

fue posible visualizar la banda esperada para Cryptosporidium spp., por lo cual, se 

decidió realizar una PCR en tiempo real (qPCR) para el gen ARNr 18S con el fin 

de confirmar o descartar la presencia del parásito. Como resultado, de las 80 

muestras de ADN extraídas, el 78,75% (n=63), resultaron positivas para el gen de 

Citocromo b (Cyt-b), en la PCR semianidada no se detectó positividad, mientras 

que en la qPCR se identificaron 5 muestras positivas. Se determinó entonces la 

presencia de Cryptosporidium spp., en el 7,94% del total de las muestras 

analizadas, sin embargo, es necesario continuar con estudios que permitan 

dilucidar las especies de Cryptosporidium presentes en los murciélagos y de esta 

forma contribuir a entender el papel que los murciélagos tienen en la diseminación 

y transmisión de Cryptosporidium a los humanos y a otros animales como los 

domésticos o de granjas.    
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1. Introducción 

 

Las enfermedades zoonóticas se definen como todas aquellas patologías 

infecciosas transmitidas por contacto directo o indirecto entre animales y el 

hombre o viceversa. Se conoce que aproximadamente el 60% de los agentes 

infecciosos son zoonóticos y que el 75% de las enfermedades infecciosas 

emergentes provienen de animales (OIE, 2019). Estas enfermedades, pueden ser 

causadas por virus, bacterias, hongos o parásitos; entre estos últimos 

encontramos a Cryptosporidium spp., parásito causante de la criptosporidiosis, 

una enfermedad diarreica de gran importancia a nivel de salud pública (CDC, 

2017) tanto en países desarrollados como en países subdesarrollados, debido a 

que produce cuadros de diarrea aguda en pacientes inmunocompetentes (Dixon et 

al., 2001) y se comporta como agente oportunista en pacientes 

inmunocomprometidos (Checkley et al., 2014). Cryptosporidium spp., se transmite 

de diferentes formas, siendo la más frecuente a través del consumo de alimento o 

agua contaminados con heces de animales o humanos que contienen los 

ooquistes (forma infectante) del parásito (Titilincu et al., 2010). Las especies de 

Cryptosporidium que se han reportado en casos de criptosporidiosis en humanos 

son C. parvum, C. hominis, C. meleagridis, C. viatorum, C. felis, y C. canis 

(Schiller et al., 2016). Sin embargo, a lo largo del tiempo se ha determinado la 

presencia de otras especies de este parásito en humanos como los son C. muris, 

C. suis, C. andersoni, C. ubiquitum, y C. cuniculus (Schiller et al., 2016). Por otro 

lado, se ha demostrado que los animales silvestres especialmente los murciélagos 

son reservorios de una amplia variedad de agentes infecciosos (Murakoshi et al., 

2016), entre los cuales se han reportado las especies C. parvum y C. hominis que 

como ya se mencionó, son las principalmente asociadas a enfermedad en el 

humano (Kváč et al., 2015; Schiller et al., 2016) y varios genotipos de 

Cryptosporidium como Cryptosporidium genotipo de murciélago II, aún sin 

identificar a nivel de especie (Wang et al., 2013). También se sabe que estos 

animales continuamente están migrando a zonas urbanas y periurbanas, lo cual 

podría sugerir la posibilidad de transmisión del parásito a los humanos mediante, 

por ejemplo, la posible contaminación de fuentes hídricas con materia fecal de 

estos animales (Pérez et al., 2015).  

Por lo cual, el objetivo de este trabajo fue determinar, mediante técnicas 

moleculares, la presencia de Cryptosporidium spp.  en 3 especies de murciélagos 

procedentes de la cueva Macaregua, Santander, Colombia, con el fin de conocer 

el posible papel que pueden están desempeñando en el ciclo de transmisión y 

diseminación del parásito.   
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2. Planteamiento del problema y justificación 

 

La criptosporidiosis es una enfermedad zoonótica causada por el protozoo 

parásito Cryptosporidium spp., el cual afecta una amplia variedad de hospederos 

incluyendo insectos, aves y mamíferos (Fayer & Xiao, 2008). El principal 

mecanismo de transmisión al humano ocurre mediante la ingestión de ooquistes a 

través de agua o alimentos contaminados con materia fecal de animales 

infectados y/o portadores o de humanos (Fayer et al., 2000; Olson et al., 2004; 

Romich 2008; Dixon et al., 2011).  

La infección en humanos puede ocurrir a cualquier edad siendo más común en 

personas jóvenes, con variadas manifestaciones clínicas que van desde 

asintomáticos hasta cuadros diarreicos agudos (Tzipori and Ward 2002) y en 

algunos casos se puede presentar mortalidad en personas inmunocomprometidas 

con cuadros graves de diarrea (Fayer et al., 1998; Lujan & Garbossa, 2008; Del 

Coco et al., 2009).  

Actualmente se han descrito 31 especies de Cryptosporidium spp., de las cuales 

aproximadamente 20 han sido reportadas en humanos, siendo las más frecuentes 

Cryptosporidium Hominis (C. Hominis) y Cryptosporidium Parvum (C. Parvum) 

(Ryan & Xiao, 2014; Ryan et al., 2016). Algunas especies reportadas en animales 

domésticos son C. felis en gatos y C. canis en perros; en animales de producción: 

C. parvum en terneros, corderos, equinos y caprinos, C. nasorum en peces, C. 

meleagridis y C. baileyi en aves, C. wrairii en cobayos, así como en animales 

silvestres, C. serpentis en reptiles (Fayer et al, 2000; Santin, 2013), en el caso de 

los murciélagos se han detectado diferentes especies de Cryptosporidium spp., 

que se han descrito como: Cryptosporidium genotipo murciélago I a XVIII (Dubey 

et al.,1998; Morgan et al., 1998; Morgan et al., 1999; and Ziegler et al., 2007), 

adicionalmente, de manera interesante, en estos mamíferos también se ha 

reportado la presencia de C. parvum  y C. hominis (Kváč et al., 2015; Schiller et 

al., 2016), los cuales afectan comúnmente a los humanos, lo cual los convierte en 

potenciales transmisores y diseminadores de este patógeno al hombre (Wang et 

al., 2013; Kvác et al., 2015; Murakoshi et al., 2016; Murakoshi et al., 2018; Batista, 

et al., 2019; Li et al., 2019).  

Los murciélagos, son uno de los grupos de mamíferos más abundantes en el 

mundo, pueden habitar diferentes lugares como zonas boscosas, cavidades de 

árboles, grietas, galerías de minas abandonadas, construcciones humanas, hojas 

de árboles y cuevas (Rodríguez et al., 2014), además, debido a la capacidad de 

vuelo que tienen, esto les permite transportar y dispersar más fácilmente 

diferentes agentes infecciosos (Calisher et al., 2006). 

Uno de los hábitats para esta especie en el país es la cueva Macaregua,  ubicada 

en el municipio de Curití, departamento de Santander, ésta fue declarada como 

Sitio Importante para la Conservación de Murciélagos (SICOM) por la Red 
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Latinoamericana para la Conservación de Murciélagos (RELCOM), ya que es el 

sitio en el que actualmente se encuentra la mayor cantidad de especies de este 

mamífero en Colombia, con alrededor de 10, pertenecientes a las familias 

Phyllostomidae, Vespertilionidae, Mormoopidae y Natalidae (Pérez et al., 2015). 

En Colombia y a nivel mundial, las cuevas se encuentran constantemente 

amenazadas por parte del ser humano (Rodríguez et al., 2014), debido a diversas 

prácticas como la espeleología, el turismo, la deforestación de los ecosistemas, la 

urbanización, que cada día están haciendo que los murciélagos tengan que 

emigrar a zonas urbanas y periurbanas (Pérez et al., 2015), y al hacerlo se 

convierten en un factor de riesgo para el ser humano, ya que como se mencionó 

previamente pueden dispersar agentes infecciosos; adicionalmente, prácticas 

como la espeleología hacen que las personas estén en riesgo de adquirir agentes 

patógenos, como Cryptosporidium spp, entre otros, teniendo en cuenta el papel de 

reservorio que tienen los murciélagos para este agente y la exposición de los 

humanos a la materia fecal de estos animales (Alvarado, 2006). 

Por otra parte, debido a que los murciélagos tienen capacidad de adaptarse muy 

rápido a diferentes ecosistemas y se ha determinado  que pueden vivir en lugares 

como los techos de las casas y convertirlos en su hábitat (Pérez et al., 2015), esto 

hace que las personas estén mucho más expuestas a ellos, convirtiéndose  

entonces en una amenaza a nivel de salud pública, potenciando las vías de 

transmisión de la criptosporidiosis y afectando de esta forma  la calidad de vida de 

las personas, lo que genera costos adicionales  derivados de la atención médica y 

del  tratamiento requerido para la infección, además se aumentan las tasas de 

morbilidad y mortalidad de las poblaciones más vulnerables como los pacientes 

inmunocomprometidos, los pacientes en estado de  desnutrición, o los niños 

(Tzipori and Ward, 2002).  

En Colombia solamente hay un reporte acerca de la presencia de Cryptosporidium 

spp., en murciélagos (Fajardo, 2018). Por tanto, Teniendo en cuenta las 

implicaciones de este protozoo en la salud pública y los reportes sobre la 

presencia de especies zoonóticas en murciélagos, junto con la existencia de 

diferentes especies de este mamífero en Santander, es necesario determinar el 

papel que están jugando estos animales en la posible diseminación del parásito en 

la zona de estudio.  

De acuerdo con lo mencionado anteriormente, este estudio será la base para la 

realización de investigaciones posteriores, que puedan llegar a establecer la(s) 

especie(s) de Cryptosporidium presente(s) en los murciélagos, y que con esto se 

pueda indagar sobre su papel en la posible transmisión de este agente infeccioso 

a los humanos.  

Esta información, a futuro permitirá a las entidades de Salud Pública, establecer 

medidas de prevención para las personas que puedan estar en contacto directo o 

indirecto con los murciélagos y/o sus heces, de tal manera que no se infecten y 
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con esto disminuir las fuentes de contagio, las tasas de morbilidad, mortalidad y 

los gastos en el tratamiento derivado de la presentación de la enfermedad. 

3. Marco teórico 

 

     3.1 Generalidades 
 

Cryptosporidium spp. es un parásito protozoario, perteneciente al phylum 

Apicomplexa clase Sporozoasida, subclase Coccidiasina, orden Eucoccidiida y 

suborden Eimeriina (Rojas, 2012). Es un parásito intracelular obligado, que fue 

descrito por primera vez por Edward Tyzzer en 1907 en glándulas gástricas de un 

ratón (Tyzzer, 1907); afecta una amplia variedad de hospederos incluyendo aves, 

peces, reptiles, anfibios y mamíferos (Fayer & Xiao, 2008). Su forma infectante es 

el ooquiste que contiene 4 esporozoitos en su interior, la mayoría de ooquistes 

tienen forma elíptica o esférica y poseen características morfológicas importantes 

como la doble pared, la cual les confiere tanto resistencia frente a agentes 

químicos que usualmente se utilizan para el mantenimiento y potabilización de las 

aguas, como la capacidad de permanecer en el ambiente por largos periodos de 

tiempo como semanas o meses (CDC, 2017).  

Cada ooquiste mide aproximadamente entre 4 - 6 µm de diámetro, tamaño que le 

permite atravesar la mayoría de filtros utilizados en las plantas de tratamiento de 

agua (García et al., 2004). Adicionalmente, este parásito presenta reproducción 

tanto asexual como sexual y contiene 8 cromosomas con uno de los genomas 

más pequeños entre los microorganismos unicelulares (Rodríguez & Royo, 2001). 

Las principales especies del género Cryptosporidium son C. parvum y C. hominis, 

las cuales son responsables de más del 90% de casos de criptosporidiosis en 

humanos (Chalmers et al., 2011).  

     3.2 Ciclo de vida 
 

El ciclo de vida este parásito, inicia cuando el hospedero ingiere el ooquiste, que 

como ya se mencionó es la forma infectante del parásito, la principal vía de 

transmisión es la fecal–oral mediante la ingestión de alimento o agua 

contaminados con heces de animales o humanos que están eliminando las formas 

infecciosas (Figura 1) (Xiao & Feng, 2008); adicionalmente se han reportado casos 

de transmisión por inhalación en pacientes inmunocomprometidos, niños y 

algunos animales (Rojas, 2012; Bouzid et al., 2013).  
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Tomado de: https://www.cdc.gov/dpdx/cryptosporidiosis/index.html 

Después de la ingestión del ooquiste, éste llega al duodeno en donde por acción 

de las sales biliares, las enzimas pancreáticas, el pH y la temperatura, esporula 

liberando los esporozoítos hacia la luz intestinal, éstos se adhieren a la membrana 

apical de la célula epitelial induciendo la reorganización de las moléculas de actina 

para formar una vacuola parasitófora dando lugar a una interfase hospedero-

parásito, con localización intracelular pero extracitoplasmática, allí los 

esporozoítos pasan a ser trofozoítos, a partir de los cuales se transforma (por 

merogonia) en Meronte tipo 1 que contiene 8 merozoitos, que se reproducen  

asexualmente, son liberados e ingresan a los enterocitos adyacentes para formar 

nuevos merontes tipo I o merontes tipo II que contienen 4 merozoitos. A partir de 

este momento inicia la fase sexual en donde los merozoitos liberados parasitan a 

otras células epiteliales e inician el proceso de gametogonia con la formación de 

microgametos (masculino) y macrogametos (femenino) (Bouzid et al., 2013), se 

producirá entonces la fertilización y se dará lugar a un zigoto el cual va a producir 

ooquistes de pared gruesa, que serán liberados junto con las heces del hospedero 

y son los responsables de que otras personas y/o animales se infecten mediante 

ingestión de alimentos o agua contaminados con ellos y, los ooquistes de pared 

delgada que están implicados en procesos de autoinfección, sin embargo el hecho 

de que este tipo de ooquiste permanezca en el organismo, depende del estado 

inmunitario del paciente, por lo cual se ha visto que el parásito 

 

 

 

Figura 1. Vías de transmisión criptosporidiosis 

https://www.cdc.gov/dpdx/cryptosporidiosis/index.html
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Tomado de: https://cmr.asm.org/content/26/1/115 

afecta de una forma mucho más severa a pacientes inmunocomprometidos como 

por ejemplo pacientes VIH+ (Luján & Garbosa, 2008), o a pacientes trasplantados 

en los cuales se han reportado prevalencias que llegan a cifras de 8,4% (Ghoshal 

et al., 2018). 

     3.3 Patogénesis  
 

Después de la invasión de las células intestinales se produce atrofia y pérdida de 

vellosidades, junto con la pérdida de enterocitos, lo cual ocasiona en el paciente 

alteraciones en el proceso de absorción intestinal conduciéndolo a una diarrea que 

puede ser limitada o no, dependiendo de la cantidad de ooquistes ingeridos y el 

estado inmune del paciente (Foster and Smith, 2009). 

La forma en la que el sistema inmune responde a esta enfermedad es mediante la 

respuesta tanto celular, como humoral, produciendo anticuerpos Ig G, Ig M, e 

incluso Ig E, adicionalmente se produce una infiltración de la lámina propia por 

células mononucleares como los linfocitos T y macrófagos dando lugar a 

inflamación, aumento en la permeabilidad y en algunos casos se puede llegar a 

producir diarrea por hipersecreción (Chen et al., 2002). Es así como la diarrea que 

se presenta en la enfermedad se asocia a procesos de malabsorción e 

hipersecreción, en los cuales se considera que las prostaglandinas PGE2 y PgI2 

juegan un papel importante debido a que inducen un aumento en la secreción de 

iones (principalmente Cl- o HCO3
-) e inhiben la absorción de NaCl-  adicionalmente 

la liberación del factor nuclear NFkB (Figura 3), está implicado en procesos 

inflamatorios en respuesta al parásito, sin embargo, al parecer este mismo factor 

promueve la supervivencia de las células infectadas lo que garantiza la 

Figura 2. Ciclo de vida de Cryptosporidium spp. 

https://cmr.asm.org/content/26/1/115
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propagación del parásito en el hospedero (Chen et al., 2002; Foster and Smith, 

2009).  
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                3.4 Sintomatología 
 

Las manifestaciones clínicas son variadas, entre las más comunes están diarrea 

acuosa, vómito, náuseas, dolor abdominal, desmayos, anorexia, pérdida de peso, 

deshidratación, entre otras; por lo general los signos y síntomas en personas 

inmunocompetentes son auto-limitados los cuales duran de 1 – 2 semanas 

(Chacín et al., 2008); sin embargo, en personas inmunocomprometidas como 

pacientes desnutridos, positivos para el virus de la inmunodeficiencia humana 

(VIH), con cáncer y otras enfermedades, la gravedad de la infección depende del 

grado de deterioro del sistema inmunológico y las manifestaciones clínicas son 

mucho más severas produciendo diarreas prolongadas que pueden causar  la 

muerte, incluso se han reportado casos en donde el parásito se disemina a otros 

Figura 3.  Mecanismo de patogénesis 

http://www.nejm.org/
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órganos como hígado, páncreas, tracto respiratorio, vesícula biliar y otros sitios 

extraintestinales (Fayer, 2004).  

En murciélagos no se han reportado manifestaciones clínicas relacionadas con la 

enfermedad hasta el momento (Batista et al., 2019). 

 

     3.5 Diagnóstico 
 

Para el diagnóstico actualmente existen diferentes metodologías. En primer lugar, 

para facilitar la detección de los ooquistes del parásito, se utilizan muestras de 

materia fecal en fresco y se realiza la visualización microscópica; para mejorar la 

detección del parásito se utilizan técnicas de concentración como la sedimentación 

(García et al., 2004). 

- Sedimentación: Se utilizan entre 2 y 5 gr de heces (si la muestra es líquida 

se pipetean 750 ul de heces) las cuales se depositan en un tubo para 

centrifugar con 7 ml de formalina al 10%, posteriormente se mezcla muy 

bien la muestra y se filtra por medio de un tamiz y el filtrado se vuelve a 

depositar en otro tubo para centrifugar al cual se agregan 3 ml de acetato 

de etilo y se mezcla muy bien durante 30 segundos. Se lleva entonces el 

tubo a centrifugar a 1100 g durante 2 minutos y el sedimento se utiliza para 

la identificación de los ooquistes. Esta técnica no permite una visualización 

óptima de la presencia de los ooquistes en la muestra por lo cual se realiza 

la tinción de Zielh Neelsen modificada (OIE 2008; Pajuelo et al., 2006) 

 

- Zielh Neelsen modificada: A partir del sedimento recolectado, fijado y 

secado en una lámina portaobjetos, se procede a realizar la tinción con 

carbol fucsina durante 15 minutos, se enjuaga la lámina y se agrega 

metanol ácido al 1% durante 10 – 15 segundos y se enjuaga de nuevo, 

posteriormente se agrega fucsina fenicada fuerte durante 30 segundos, 

transcurrido este tiempo se decolora con alcohol – ácido, se enjuaga 

nuevamente la lámina y por último se agrega azul de metileno como 

colorante de contraste y se deja secar para su posterior visualización al 

microscopio. En esta tinción se espera observar los ooquistes de color rojo 

sobre un fondo verde (0IE, 2008).  

Se ha indicado que el límite de detección por microscopía en heces no 

concentradas varía entre 1 𝑥 104 y 5 𝑥 104 ooquistes aumentando su sensibilidad 

al momento de realizar métodos de concentración como la sedimentación 

(Khurana et al., 2018) 
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- Inmunofluorescencia directa: Se emplean anticuerpos anti-

Cryptosporidium unidos a Isotiocianato de fluoresceína (FITC) el cual 

reconoce epítopes de la superficie de los ooquistes del parásito, sin 

embargo, esta técnica no permite identificar en términos de especie.  En 

esta prueba se tienen muy en encuentra los controles tanto positivos como 

negativos y se visualizan por medio del microscopio de fluorescencia (Fayer 

& Xiao 2008; Jex et al. 2008; OIE 2008; OIE 2018).  

Para esta técnica se ha establecido una sensibilidad que se encuentra entre el 96 

y 100% y una especificidad del 98.5 al 100% (Ahmed & Karanis 2018). 

 

- ELISA: En el enzimoinmunoanálisis se detectan antígenos solubles de 

Cryptosporidium spp. en las heces, los cuales se denominan 

coproantígenos. Para esta prueba se usan anticuerpos tanto monoclonales 

como policlonales, los cuales se encuentran en el fondo de los pocillos de la 

placa. Los anticuerpos anti – Cryptosporidium se encuentran conjugados a 

una enzima que en la mayoría de los casos es peroxidasa de rábano. 

Posteriormente se agrega un sustrato para que se acople a la enzima y 

finalmente una solución de parada para terminar la reacción. (Fayer & Xiao 

2008; OIE 2018). 

 

- Inmunocromatografía: Esta es una prueba rápida que permite la detección 

de antígenos de Cryptosporidium spp. y se basa en permitir que la muestra 

del paciente (suero) se movilice por un casete el cual tiene en su interior 

una membrana con anticuerpos fijos que van a reconocer los antígenos del 

parásito, si el resultado es positivo se va a reflejar con una banda de color 

rojo en la zona del test y control (Cisneros et al., 2011; Fayer & Xiao 2008; 

OIE 2018). 

Se ha descrito que la prueba de ELISA presenta un límite de detección que oscila 

entre 3 × 105 a 3 x 106 ooquistes/ ml y una especificidad del 98 % al 100%, al 

igual que la inmunocromatografía; aunque para esta última prueba la sensibilidad 

es mucho más baja (Khurana et al., 2018) 

 

- Reacción en Cadena de la Polimerasa (PCR): Esta técnica es mucho 

más sensible y específica, pues se basa en reconocer fragmentos 

específicos de genes del parásito; hoy en día es una de las técnicas de 

elección para su detección en diferentes muestras. Se ha descrito que el 

límite de detección de esta prueba se encuentra entre 1 y 106  ooquistes y 

además de su alta sensibilidad y especificidad permite esclarecer las vías 

de transmisión del parásito. Actualmente se han utilizado diferentes blancos 

para la identificación de Cryptosporidium spp. entre estos están los de 

menor variabilidad que son el gen de la subunidad menor del ARN 
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ribosomal (ADNr 18S), la proteína de la pared del ooquiste (COWP), la 

proteína de choque térmico de 70 KDa (HSP-70), gP60, o el gen de la 

actina y los de mayor variabilidad como los genes de la β-tubulina o genes 

TRAP C1, C2 y C4. Para la detección de este parásito se realiza PCR 

semianidada, la cual tiene mayor sensibilidad y especificidad (Avendaño & 

Amaya, 2017; Batista et al., 2019; OIE, 2018). En esta prueba, el objetivo 

principal es amplificar una secuencia específica de nucleótidos de 

Cryptosporidium spp., y sobre esta secuencia amplificada se realiza otra 

PCR que como su nombre lo indica, “anida”, el fragmento de ADN que ya 

estaba previamente amplificado. Esta técnica utiliza dos cebadores 

externos en la primer PCR y únicamente un cebador interno para la 

segunda PCR, para un total de 3 cebadores a diferencia de la PCR anidada 

que utiliza 4 (OIE, 2008).  

Otra variación de esta técnica es la PCR en tiempo real o qPCR, la cual se basa 

en la medición de fluorescencia, para lo que se utilizan moléculas como SYBR 

GREEN o sondas, que tienen la capacidad de unirse al ADN bicatenario y emitir 

fluorescencia que aumenta a medida que la amplificación de ADN también lo 

hace. La fluorescencia es directamente proporcional a la concentración de ADN 

bicatenario amplificado que haya en la muestra. En este caso, se utiliza una 

sonda, acoplada a 2 moléculas, un fluoróforo donador (reportero) y un fluoróforo 

aceptor (apagador). El fluoróforo donador, emite fluorescencia a una longitud de 

onda a la cual el fluoróforo aceptor es capaz de absorber toda esa fluorescencia 

cuando se encuentran cercanas. Cuando llega la DNA polimerasa, esta es capaz 

de hidrolizar también a la sonda y es de esta manera, como la molécula 

fluorescente emitirá fluorescencia libremente (Aguilera et al., 2014), esta señal, es 

detectada por un termociclador especial que también permite cuantificar la 

cantidad de ADN amplificado (OIE, 2018). 

La qPCR es una prueba altamente específica y sensible, ya que detecta de 1 a 

107 equivalentes genómicos de la secuencia blanco (1 copia/uL) (Brechtbuehl et 

al. 2001), y no es necesario realizar electroforesis para visualizar el fragmento 

amplificado (Aguilera et al., 2014). En esta técnica se tienen en cuenta 2 

parámetros importantes: 

La Ct o ciclo umbral, se refiere al número de ciclos que se necesitan para que 

cada muestra de ADN empiece a amplificar y alcance el umbral de fluorescencia y 

principalmente brinda información acerca de la cantidad de ADN amplificado en la 

muestra. Por otro lado, la Tm o temperatura de fusión, es la temperatura a la cual, 

durante el proceso de desnaturalización, la mitad (50%) de la secuencia de ADN 

se encuentra en estado bicatenario y la mitad (50%) restante, se encuentra en 

estado de cadena sencilla. Esta temperatura es específica de cada secuencia de 

ADN y depende tanto de su longitud, como de su composición y de la 

concentración de sales presentes en la reacción. (Khandelwal & Bhyravabhotla, 

2010; Aguilera et al., 2014). 
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    3.6 Presencia de Cryptosporidium spp. en murciélagos  

 

Los murciélagos pertenecen al orden Chiroptera, subórdenes Megachiroptera y 

Microchiroptera (Fenton & Simmons, 2014), de los cuales se ha reportado más de 

1300 especies en el mundo lo que corresponde al 25% de todos los mamíferos, 

siendo entonces el segundo grupo más numeroso después de los roedores 

(Simmons, 2005). En Colombia, se han descrito alrededor de 205 especies cifra 

que comprende el 36% de las especies de murciélagos en el mundo (Mateus et 

al., 2019). Una característica muy importante para esta especie es que son los 

únicos mamíferos capaces de ejercer el vuelo, lo cual les confiere ventajas 

evolutivas y brindan diferentes beneficios al hombre y a los ecosistemas (Jones & 

Teeling, 2006), ya que se encargan de controlar plagas, participan en la 

diseminación de semillas, son frugívoros, polinizadores y su materia fecal (guano) 

es uno de los mejores fertilizantes por ser rico en nutrientes (Hutson et al., 2001).   

En diferentes especies de murciélagos se ha reportado la presencia de 18 

genotipos de Cryptosporidium spp., las cuales se han denominado como 

Cryptosporidium genotipo de murciélago I-XVIII (Wang et al., 2013; Kvác et al., 

2015; Murakoshi et al., 2016; Schiller et al., 2016; Murakoshi et al., 2018; Li et al., 

2019; Batista et al., 2019), sin embargo, también se ha identificado C. parvum y C. 

hominis, lo cual hace pensar que pueden ser posibles transmisores de la 

enfermedad a otros hospederos incluyendo al hombre (Kvác et al., 2015; Schiller 

et al., 2016). En Colombia actualmente existe un único reporte sobre la presencia 

de Cryptosporidium spp. en un murciélago de la especie Carollia perspicillata 

(Fajardo, 2018). Cabe aclarar que no hay información clínico – patológica acerca 

de la infección causada por este parásito en los murciélagos por tanto se 

desconoce si éste pueda afectar realmente a estos animales o si simplemente 

actúan como reservorios del mismo (Batista et al., 2019). 

Escasos estudios han sido llevados a cabo para determinar la presencia de 

Cryptosporidium spp. en diferentes especies de murciélagos, en los cuales se ha 

determinado la presencia de varios genotipos específicos de estos mamíferos 

como se puede observar en la tabla 3.  

Tabla 1. Estudios de Cryptosporidium spp. en murciélagos. 

Año 
Especie/género de 

murciélago 
Especie/ genotipo de 

Cryptosporidium  
Ubicación Referencia  

1998 Eptesicus fuscus Cryptosporidium spp. 
Oregón, Estados 

Unidos  
Dubey et al.,1998 

1999 Myotis adversus  Cryptosporidium spp. 
Oregón, Estados 

Unidos  
Morgan et al., 1999 

2007 
Eptesicus fuscus 
Myotis lucifugus 

Cryptosporidium spp. Nueva York  Ziegler et al., 2007 
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2013 
 Rhinolophus, 

Sinicus, Ascelliscus y 
Stoliczkanus 

Cryptosporidium 
genotipo de 
murciélago I 

China Wang et al., 2013 

2013 
Hipposideros Fulvus, 

y  Rousettus 
leschenaultii  

Cryptosporidium 
genotipo de 
murciélago II 

China Wang et al., 2013 

2015 
Eptesicus fuscus y 

Pipistrellus 
pipistrellus 

Cryptosporidium 
genotipo de 

murciélago III y IV 

Estados Unidos y 
República Checa 

Kvác et al., 2015 

2015 
Myotis Ciliolabrum y 

Pipistrellus 
pipistrellus 

Cryptosporidium 
parvum  

Estados Unidos y 
República Checa 

Kvác et al., 2015 

2016 

Rhinolophus inops, 
Cynopterus 
brachyotis y 

Eonycteris spelaea 

Cryptosporidium 
genotipo de 

murciélago V, VI, y VII  
Filipinas Murakoshi et al., 2016 

2016 Pteropus spp 
Cryptosporidium 

hominis 
Australia Schiller et al., 2016 

2016 P. poliocephalus  

Cryptosporidium 
genotipo de 

murciélago VIII, IX, X y 
XI  

Australia Schiller et al., 2016 

2018 Carollia perspicillata  Cryptosporidium spp. Colombia  Fajardo, 2018 

2018 Eptesicus nilssonii  
Cryptosporidium 

genotipo de 
murciélago XII 

Japón Murakoshi et al., 2018 

2019 Eidolon helvum  

Cryptosporidium 
genotipo de 

murciélago XIII, XIV y 
XV  

Nigeria Li et al., 2019 

2019 
Artibeus planirostris, 
Artibeus lituratus y 

Platyrrhinus lineatus. 

Cryptosporidium 
genotipo de 

murciélagos XVI 
Brasil Batista et al., 2019 

2019 Artibeus obscurus  
Cryptosporidium 

genotipo de 
murciélagos XVII 

Brasil Batista et al., 2019 

2019 Carollia perspicillata  
Cryptosporidium 

genotipo de 
murciélagos XVIII 

Brasil Batista et al., 2019 

 

 

3.7 Cueva Macaregua, Santander, Colombia 
 

La cueva Macaregua se encuentra ubicada en el municipio de Curití, 

departamento de Santander, Colombia (Pérez et al., 2015). Está situada en la 
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zona rural del municipio en la vereda San Francisco, donde la precipitación media 

anual es de 1.550 mm, se caracteriza por una estación seca de noviembre a 

marzo, con precipitaciones que oscilan entre los 22 y los 93 mm, y una temporada 

de lluvias de abril a octubre. La temperatura en este municipio es de 

aproximadamente 12°C a 30° C. Su importancia radica en que hoy en día es la 

cueva con mayor diversidad de especies de murciélagos en Colombia, siendo los 

ejemplares más numerosos Carollia perspicillata, Mormoops megalophylla y 

Natalus tumidirostris (Pérez et al., 2015). Para el 2014, fue reconocida por la Red 

Latinoamericana para la Conservación de Murciélagos (Relcom), como Sitio 

Importante para la conservación de Murciélagos (Sicom) y a partir de esto se han 

venido desarrollando estudios en estos mamíferos para dilucidar cuál es el papel 

que están cumpliendo en la transmisión de agentes infecciosos y tratar de 

conservar las especies que allí se encuentran (Pérez et al., 2015).      

 

      3.8 Criptosporidiosis en Colombia  
 

En Colombia el primer reporte de criptosporidiosis se presentó a finales de 1985 

en Medellín en un grupo pacientes inmunocompetentes con una prevalencia del 

2,5% (Angel et al., 1985); estudios más recientes han identificado la presencia del 

protozoo en Arauca en el 2006 con una prevalencia de 46,8% en niños con diarrea 

entre 1 mes - 12 años (De Arango et al., 2006), en Cali en niños sanos menores 

10 años fue del 4% (Velez et al., 2011); en Cundinamarca, en la zona de la 

Sabana durante 2009 y 2010, la prevalencia en niños menores de 5 años fue de 

7%, sin embrago estos hallazgos no se asociaron con la presentación de diarrea 

(Bayona et al., 2011). Otros estudios sobre la prevalencia de Cryptosporidium 

spp., realizados en Bucaramanga en niños inmunocomprometidos, evidenciaron 

valores del 42% y 40% en niños diagnosticados con cáncer y niños sanos 

respectivamente (Carreño et al., 2005). En 2006 y 2011 en Cali y zonas cercanas, 

se realizaron dos estudios en niños con VIH y niños con VIH/SIDA 

respectivamente, en los cuales se encontraron prevalencias de 51.4% y 29% 

respectivamente (Siuffi et al., 2006; Velasco et al., 2011). 

Recientemente, en Florencia, Caquetá se realizó un estudio en niños sanos entre 

0 y 5 años de edad en donde se encontró una prevalencia del 23,5 % para este 

parásito (Álvarez et al., 2015), en 2017 se determinaron prevalencias del 1,8% y 

3,2% en niños de 4 comunidades indígenas del Amazonas y del departamento del 

Cauca respectivamente (Sánchez et al., 2017; Gaviria et al., 2017). Como se 

puede observar en la Tabla No 2, existen mútiples reportes sobre la presencia de 

este parásito en diferentes regiones del país.  
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     3.9 Implicaciones en salud pública  
 

La criptosporidiosis es una enfermedad zoonótica que tiene gran importancia a 

nivel de salud pública tanto en países desarrollados como en países 

subdesarrollados, debido a que produce cuadros de diarrea aguda en pacientes 

inmunocompetentes (Dixon et al., 2001) y se comporta como agente oportunista 

en pacientes inmunocomprometidos (Checkley et al., 2014).  

Actualmente Cryptosporidium spp. es reconocido como uno de los principales 

agentes causales de diarrea transmitidos por agua (Karanis et al., 2007). La 

prevalencia de este microorganismo varía y esto depende de características tanto 

económicas como sociales de la población, se ha reportado que las tasas de 

prevalencia e incidencia son altas en lugares con dificultades para el acceso al 

agua potable, sitios recreacionales como las piscinas, o en personas que tienen 

contacto directo o indirecto con mascotas u otros animales (Titilincu et al., 2010). 

Tabla 2. Prevalencia de Cryptosporidium spp., en diferentes regiones de 

Colombia. 
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De acuerdo con diferentes reportes, los principales brotes de esta enfermedad han 

sido ocasionados por contacto con aguas recreacionales contaminadas, en 

hospitales y centros de cuidado infantil, por contacto con animales de laboratorio, 

consumo de vegetales regados con agua contaminada. (Budu et al., 2012; Rinaldi 

et al., 2007; Scott et al., 2001). Adicionalmente, en niños, una vía de transmisión 

importante son las visitas educativas o recreativas a granjas abiertas y zoológicos 

aumentando así la posibilidad de adquirir la criptosporidiosis y para esto se han 

implementado diferentes estrategias como impedir el contacto directo con los 

animales y proveer instalaciones para el correcto lavado de manos después de las 

actividades con ellos (Chalmers, 2003).  

Esta enfermedad empezó a cobrar importancia en 1993, año en el que se produjo 

uno de los mayores brotes epidémicos en el mundo en Milwaukee, EE.UU., 

afectando más de 400.000 personas (Mackenzie et al., 1994) y se reportó que 

tuvo un costo de 96.2 millones de dólares derivado de los tratamientos y 

hospitalizaciones (Garza, 2002).  

Esta enfermedad, se encuentra dentro de las 6 infecciones oportunistas más 

frecuentes, reflejándose en diarreas que van desde el 30-50% de casos en países 

en desarrollo (Vergara & Quílez 2004). En Latinoamérica se han reportado 

diferentes prevalencias de diarrea por Cryptosporidium spp.: en Brasil 18,7%; 

Argentina 3,9%; Costa Rica 4,3%; Venezuela 10,8%; Ecuador 11,2%, Guatemala 

13,8%; Haití 16,7% (Solarte et al., 2006). En Colombia, se ha reportado una 

prevalencia entre 10,7 % y 28,3% en la población en general. En pacientes VIH 

positivos del 10% y en niños se encuentra entre 4 y 10% (Xiao & Ryan, 2004; 

Solarte et al., 2006).  

Durante los años 2011 y 2016, se presentaron diferentes brotes de enfermedades 

gastrointestinales causados por protozoarios en todo el mundo, de éstos, el 63% 

se atribuyó a Cryptosporidium spp. y se asociaron con el consumo de agua 

contaminada (Efstratiou et al., 2017).  En cuanto a Colombia, la prevalencia de 

Cryptosporidium spp., en fuentes de agua es del 38,9% (Galván, 2018) y en un 

estudio realizado en Nariño, se determinó la presencia de Cryptosporidium 

genotipo II de murciélago, en las plantas que abastecen el agua de zonas rurales y 

urbanas del departamento, lo cual puede evidenciar el contacto directo que 

pueden estar teniendo los murciélagos con las fuentes de agua destinadas para 

consumo humano, como consecuencia de los procesos migratorios (Sánchez, 

2017).  

En Colombia, existen diferentes reportes sobre la contaminación de fuentes de 

agua con Cryptosporidium spp. como se puede observar en la tabla No 1. 
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En Colombia la criptosporidiosis no está incluida dentro del Sistema de Vigilancia 

en Salud Pública (SIVIGILA), y tampoco es de reporte obligatorio, lo cual limita el 

acceso a la información de cómo se presenta la enfermedad en el país, en que 

zonas es más frecuente, cuales son las principales especies reportadas, limitando 

así el desarrollo de estrategias de concientización, control y prevención frente a 

este problema de salud (Hernández et al., 2018). 

 

4. Objetivos 

 

    4.1 Objetivo general 
 

Determinar la presencia de Cryptosporidium spp., en murciélagos procedentes de 

la cueva Macaregua, Santander, Colombia. 

5. Metodología 

 

    5.1 Tipo de estudio: Estudio descriptivo/ experimental  

    5.2 Población de estudio y muestras 

 

Se realizó un muestreo por conveniencia, se tomaron 80 muestras de intestino de 

murciélagos de las especies Natalus tumidirostris, Carollia perspicillata, y 

Mormoops megalophylla, provenientes de la cueva Macaregua, Santander, 

Colombia. Estas muestras se recolectaron en el año 2015 bajo el permiso marco 

de recolección 0546 de especímenes silvestres con fines no comerciales, 

 Tabla 3. Presencia de Cryptosporidium spp. en diferentes fuentes hídricas en Colombia. 
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expedido por la Autoridad Nacional de Licencias Ambientales (ANLA) y se 

encontraban conservadas en etanol al 70% en el Banco de muestras del Museo 

Javeriano de Historia Natural.   

     5.3 Extracción de ADN  
 

La extracción del ADN se realizó mediante el estuche comercial “High pure PCR 

Template Preparation kit” (Roche), siguiendo las instrucciones del fabricante. En 

cada extracción se realizó un control de extracción (CE) (en el que se usó agua en 

remplazo del ADN).   

     5.4 Reacción de la cadena polimerasa (PCR) para el gen cyt b 
 

Con el propósito de evaluar la calidad del ADN se realizó una PCR para el gen cyt 

b de mamífero (Schlegel et al, 2012), bajo las siguientes condiciones: 

denaturación a 94° C durante 3 minutos, 40 ciclos: 94 °C durante 1 minuto, 45 °C 

durante 45 segundo, 72 °C por 1 minuto, y una extensión final a 72° C durante 10 

minutos. Con las siguientes condiciones de reacción: Buffer 1X, MgCl2 1.5 mM, 

dNTPS 200 μM, 10 pM de cada oligonucleótido (cyt b Unifw 5’ -

TCATCMTGATGAAAYTTYGG-3’ y cyt b rev 5’ ACTGGYTGDCCBCCRATTCA-3’) 

y 0.06 U/µL de Taq ADN polimerasa (Corpogen). Los productos de la amplificación 

se evaluaron mediante electroforesis en gel de agarosa al 1% para visualizar el 

fragmento esperado de 940 pb.  

 

     5.5 PCR para la detección de Cryptosporidium spp.  
 

Para la detección de Cryptosporidium spp., se realizó una PCR semianidada 

dirigida al gen ARNr 18S (Ranjbar et al., 2018). Los cebadores y las condiciones 

de las dos reacciones se describen en la Tabla No 4, en donde se utilizaron 3 

cebadores, dos externos y uno interno.  

Tabla 4.  Cebadores y condiciones de reacción para la PRC semianidada 

Cebadores Condiciones del 
programa 

Fragmento 
esperado 

 
 

Primera PCR 
 
 

CRP: 5´-GGAAGG 
GTTGTATTTATTAGA 
TAAAG -3´ 
 
Cr550: 5’-TGAAGG 
AGTAAGGAACAACCT 
CC -3’ 

95°C x 5 min 
30 ciclos:  
95°C x 30 s 
55°C x 30 s 
72°C x 30 s 
 
Extensión final: 72°C 
x 5 min 

835 pb 
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Segunda PCR 

 
 

Cr250:  
5´- GGAATGAGTKRAGTA 
TAAACCCC – 3´ 
 
Cr550:  
5’-TGAAGGAGTAAGGAA 
CAA CCT CC-3’ 

95 x 3 min 
25 ciclos: 
94°C x 30 s 
59°C x 30 s 
72°C x 30 s 
 
Extensión final: 72°C 
x 5 min 

530 pb 

 

Para ambas PCR se utilizó como control positivo una muestra de ADN de 

murciélago, positiva para Cryptosporidium spp., (Fajardo, 2018) y como control 

negativo de la reacción se usó agua en remplazo de ADN. Para verificar el 

producto de amplificación se realizó una electroforesis en gel de agarosa al 1%.  

      5.6 PCR en tiempo real (qPCR) para la detección de Cryptosporidium spp. 
 

Para la detección de Cryptosporidium spp., se realizó una qPCR, en la cual se 

utilizaron los cebadores Cr250 5´- GGAATGAGTKRAGTATAAACCCC – 3´y Cr550 

5’ -TGAAGGAGTAAGGAACAACC CC - 3’, los cuales amplifican el fragmento de 

530 pb del gen ARNr 18S de Cryptosporidium spp. (Ranjbar et al., 2018) y el 

estuche comercial PowerUp™ SYBR™ Green Master Mix (ThermoFisher). Las 

condiciones de reacción se muestran en la tabla No. 5.  

Tabla 5.  Concentración de los reactivos para cada reacción de qPCR para la 
detección de Cryptosporidium spp. 

Reactivo Concentración final 

PowerUp™ SYBR™ Green 
Master Mix (2X) (ThermoFisher) 

1X 

Cr250 – Fw 5 M 

Cr550-Rv 5 M 

ADN 2 l 

Agua 2 l 

Volumen final 10 l 

 

Las condiciones del programa fueron: 50°C por 2 minutos, 95°C por 2 minutos y 

40 ciclos:95°C por 30 segundos, 60°C por 45 segundos, 72°C por 1 minuto. Para 

la curva de disociación:  95 °C por 15 segundos, 60°C por 1 minuto y 95°C por 15 

segundos.  
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6. Resultados y Discusión 

     6.1 Población de estudio y muestras 

  

De las 80 muestras procesada, el mayor número de muestras correspondió a 

la especie Carollia perspicillata (35%). Adicionalmente, cuando se evaluó el 

número de hembras y machos, el 57,5% de las muestras provenían de machos 

mientras que el 42,5% de hembras.  De otra parte, el 65% de las muestras 

procesados fueron de murciélagos que tienen como hábito alimenticio principal, 

ser insectívoros (tabla 6).  

Tabla 6.  Población de estudio según la especie, género y hábito alimenticio. 

Especie Hábitos 
alimenticios  

N H M 

Carollia perspicillata Frugívoro 28 (35%) 12 (15%) 16 (20%) 

Natalus tumidirostris Insectívoro 26 (32,5%) 10 (12,5%) 16  (20%) 

Mormoops megalophylla Insectívoro 26 (32,5%) 12 (15%) 14 (17,5%) 

Total  80 (100%) 34  (42,5%) 46 (57,5%) 
N= Total de muestras H= Hembras M= Machos  

 

     6.2 PCR para la detección del gen Cyt b  
 

Luego de realizar la extracción de ADN, se evaluó la calidad del ADN obtenido. 

Para esto se realizó una PCR dirigida al gen cyt b de mamífero. De las 80 

muestras evaluadas, 40 (50%) fueron positivas para la PCR de cyt b, como se 

muestra en la Figura 5, se esperaba la amplificación de un fragmento de 940 pb.  
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Carriles 1 y 11: marcador de peso molecular  100 kb (MP), carriles 2, 3, 5, 7, 9, 14 y 15: Muestras 

positivas (MT 72, MT 73, MT 74, MT 76, MT 78, MT 81, MT 82) Carriles 6, 8, 12, 13 y 16: Muestras 

negativas (MT 75, MT 77, MT 79, MT 80, MT 83), carril 4, 10, y 17: controles de extracción para las 

muestras (CE 72-73, CE 74-78, CE 79-88) carril 18: control de reacción (agua en lugar de ADN), carril 

19: control gris (agua colocada en el sitio de adición de la muestra), carril 20: control positivo (ADN de 

murciélago).. A la izquierda y derecha se indican los pesos moleculares de algunas de las bandas del 

MP. 

Dado que solo el 50% de las muestras fueron positivas para esta PCR, se 

realizaron diluciones 1/10 y 1/20 a las muestras negativas y a estas se les realizó 

nuevamente la PCR. De las 40 muestras procesadas, 23 muestras fueron 

positivas de las cuales 17 resultaron positivas para ambas diluciones, 4 resultaron 

positivas únicamente para la dilución 1/10 y las 2 muestras resultaron positivas 

únicamente para la dilución 1/20.  Así, para la detección de Cryptosporidium sp. se 

procesaron un total de 63 muestras (78,75%) (Figura 6). Aguilera et al 2014, 

reportan que, en caso de inhibición de la PCR, se sugiere realizar diluciones con el 

fin de diluir alguna sustancia que no permita la perfecta amplificación de la 

muestra.   

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 4.  Electroforesis en gel de agarosa al 1% de los productos de la PCR dirigida al gen cyt b.  

 

Figura 4. Electroforesis en gel de agarosa al 1% de los productos de la PCR dirigida al gen Cyt b. 
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Carril 1: Marcador de peso molecular 100 kb (MP), carriles pares: 2, 4, 6, 8, 10, 12, 14, 16, 18 Diluciones 

1/10, carriles 3, 5, 7, 9, 11, 13, 15, 17, 19: Diluciones 1/20 de las muestras, carril 20: control positivo 

(C+). 

El hecho de que las 17 muestras restantes de ADN extraído hayan resultado 

negativas para el gen Cyt b, pudo estar asociado a la presencia de inhibidores de 

la PCR, o estado de degradación avanzado de los tejidos. Según lo reportado por 

Espinosa, 2007, las PCR que se realizan para ADN extraído de tejidos, pueden 

verse inhibidas por degradación de los mismos, o por la existencia de proteínas, 

grasas, fluidos u otros componentes presentes en este tipo de muestras.  

Teniendo en cuenta estos resultados, las otras pruebas moleculares para la 

detección de Cryptosporidium sp. se realizaron en las 63 muestras que fueron 

positivas para la PCR cyt b. 

 

     6.3 PCR para la detección de Cryptosporidium spp. 
 

Para la detección de Cryptosporidium sp. en las muestras de intestino de 

murciélago se realizó una PCR semianidada, de acuerdo con lo reportado por 

(Ranjbar et al., 2018), sin embargo, todas las muestras resultaron negativas.   

Teniendo en cuenta que la qPCR tiene una mayor sensibilidad de detección que la 

PCR convencional, se decidió realizar la PCR reportada Ranjbar et al., 2018, que 

amplifican un fragmento de 530 pb de los genes ARNr 18S, usando SYBR™ 

Green como reportero.  

Teniendo en cuenta que se desconocen los valores de Tm (Temperatura de 

disociación) de los fragmentos a amplificar, se tuvo en cuenta el análisis 

Figura 5. Electroforesis en gel de agarosa de las diluciones 1/10 y 1/20 de los productos PCR dirigida al gen Cyt b. 
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bioinformático realizado por Fajardo, 2018 de los fragmentos del gen ARNr 18S 

amplificados por la PCR. Para esto, a partir de las secuencias reportadas en la 

base de datos del GenBank para C. parvum (GenBank No: S40330.1), C. muris 

(GenBank No: X64342 C. andersoni (GenBank: AB089285.2) y C. canis 

(GenBank: AF112576), se encontró que las Tm esperadas para los fragmentos 

son: 73,9°C; 73,7°C; 73,9°C y 72,1°C, respectivamente, por lo que se esperaba 

que el fragmento amplificado a partir de las muestras de murciélagos tuviera una 

Tm entre 72 y 74 °C, aproximadamente.   

Con estos datos se realizó la qPCR bajo las condiciones descritas en la 

metodología y usando una muestra de ADN de un murciélago positivo para la 

presencia de Cryptosporidium spp. (MT155), obtenida en estudios previos 

(Fajardo, 2018).  Los resultados para la amplificación de esta muestra se observan 

en la figura No 6 y tabla No 7.  

 

Tabla 7. Resultados de la Ct,Tm de la muestras (MT 155) que resultó positiva 
para la presencia de Cryptosporidium spp. 

Muestra Ct Tm (°C) 

MT 155  31,16 75,21 y 78,47 

Control negativo No amplificó 
 

Control Gris No amplificó 
 

 

Figura 6. Curva de disociación. Temperatura de fusión de algunas de la muestra (MT 155) positiva para 
Cryptosporidium spp., utilizada como control positivo. 
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Teniendo en cuenta que la muestra MT155 previamente identificada como positiva 

mostró dos fragmentos de amplificación (75,21 °C y 78,47 °C), el producto 

amplificado se corrió junto con otras muestras en un gel de electroforesis. Como 

se observa en la figura 7, para la muestra MT155 se visualiza la banda esperada 

de 530 pb. Con estos resultados, y luego de confirmar la amplificación esperada 

se continuo con el montaje de las demás muestras. La muestra MT155 se usó 

como control positivo.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Carril 1: Marcador de peso molecular 100 kb (MP), Carril 2: MT 156, Carril 3: MT 161, Carril 4: Blanco, 

Carril 5: MT 155 (Muestra positiva para Cryptosporidium spp., utilizada como control positivo), Carril 6: 

Blanco, Carril 7: Control negativo (Agua en lugar de ADN), Carril 8: Control gris (Agua en lugar de 

ADN).  

Como se observa en la tabla 8 de las 63 muestras procesadas, 5 muestras fueron 

positivas (valor Ct) y mostraron tener un producto de amplificación con una Tm 

entre 74,95 y 79,69 °C (Figura 8). Para estas muestras, también se realizó 

electroforesis en gel de agarosa del producto de amplificación (figura 9).  

Tabla 8.  Resultados de la Ct,Tm y electoforesis de las muestras evaluadas 
que resultaron positivas para la presencia de Cryptosporidium spp. 

Muestra Ct Tm (°C) Electroforesis  

MT 155 (Muestra utilizada como 
control positivo) 

31, 01 75,21 

Se detectó la presencia del 
fragmento esperado (530 pb) en 

algunas corridas 

MT 74 34,87 79,25 
Se detectó la presencia del 

fragmento esperado (530 pb) 

MT 76 38,25 79,69 Se detectó la presencia del 

Figura 7.Electroforesis en gel de agarosa para los productos obtenidos mediante la qPCR. 
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fragmento esperado (530 pb) 

MT 156 23,67 75,68 
No se detectó la presencia del 
fragmento esperado (530 pb) 

MT 161 32,25 75,52 
No se detectó la presencia del 
fragmento esperado (530 pb) 

MT 176 30,65 74,95 
Se detectó la presencia del 

fragmento esperado (530 pb) 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Carril 1: Marcador de peso molecular de 100 kb (MP), Carril 3, 5: muestras de ADN de 

murciélago positivas para Cryptosporidium spp (MT 74, MT 76), Carril 6: Control positivo 

(C+) Carril 7: control gris (Agua en lugar de ADN), Carril 8: control negativo (Agua en lugar 

de ADN) 

Figura 10. Electroforesis en gel de agarosa para los productos 
obtenidos mediante la qPCR 

Figura 8. Curva de disociación. Temperatura de fusión de algunas de las muestras positivas para Cryptosporidium spp. 

Figura 9. Electroforesis en gel de agarosa para los productos obtenidos mediante la qPCR 
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De acuerdo con los resultados obtenidos, y a pesar de que no todos los productos 

de amplificación pudieron ser observados mediante la electroforesis en gel de 

agarosa, las 5 muestras fueron consideradas positivas para la presencia de 

Cryptosporidium sp. Según lo reportado por Paiva et al., 2010 la detección de los 

fragmentos de ADN en una electroforesis ya sea en gel de agarosa o 

poliacrilamida, se puede ver afectada por falta de capacidad cuantitativa de la 

misma (Baja sensibilidad), afectando así la reproducibilidad de los resultados. 

De otra parte y aunque algunas de las Tm observadas en la qPCR, tuvieron 

valores por encima de lo esperado, es importante tener en cuenta que este valor 

es específico para cada secuencia de ADN, y depende de la longitud y la 

composición en ácidos nucleicos (Khandelwal & Bhyravabhotla, 2010; Aguilera et 

al., 2014). 

Los genes amplificados (ARNr 18S), han sido ampliamente usados como 

marcadores moleculares debido al grado de polifimorfismo que poseen (Liu, et al 

1995), razón por la cual era de esperar que los fragmentos amplificados variaran 

respecto a su secuencia. Adicionalmente, existen pocos estudios respecto a las 

especies de Cryptosporidium presentes en los murciélagos, por tanto, valores de 

Tm cercanos a los esperados, pueden corresponder a especies diferentes a las 

que se tuvieron en cuenta para el cálculo de la Tm.   

Teniendo en cuenta los resultados obtenidos mediante la qPCR para los genes 

ARNr 18S, la frecuencia de Cryptosporidium sp. en la población de murciélagos de 

la cueva Macaregua, evaluada fue de 7,94% (5/63). Con respecto a la frecuencia 

por especie se encontró que en la especie Carollia perspicillata 3 de 63 individuos 

(4,77%) fueron positivos para Cryptosporidium spp., mientras que en la especie 

Natalus tumidirrostris 2 de 63 individuos (3,17%) fueron positivos.  (n=2). Para la 

especie Mormoops megalophylla, no se detectó ningún individuo positivo. (Tabla 

No 9). 

Tabla 9.  Murciélagos positivos para Cryptosporidium spp. 

Frecuencia = (No de murciélagos positivos para Cryptosporidium spp. de la especie /total de los 

murciélagos estudiados) X 100 

 

Especie  de 

murciélagos  

Número de 

muestras (%) 

No de murciélagos positivos 

para Cryptosporidium spp Frecuencia 

Mormoops 

megalophylla 
16 (25,40%) 0 0 

Natalus tumidirrostris 23 (36,50%) 2 3,17 % 

Carollia perspicillata 24 (38,10%) 3 4,77 % 

Total 63 (100%) 5 7,94% 
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Wang et al., 2013 y Murakoshi et al., 2016 reportaron prevalencias de 

Cryptosporidium spp., de 7,7% y 8,9% en poblaciones de murciélagos de China y 

Japón, respectivamente. Otros estudios realizados en varias especies de 

murciélagos han determinado prevalencias para Cryptosporidium que oscilan entre 

el 2,8 % y el 16, 3%. Kvac et al., 2015; reportaron una prevalencia 

Cryptosporidium del 2,8% en murciélagos de las especies Eptesicus fuscus, 

Pipistrellus pipistrellus, Myotis Ciliolabrum y Pipistrellus pipistrellus ubicados en 

Oregón, Estados Unidos. Schiller et al., 2016; reportaron una prevalencia del 3,2% 

en murciélagos del género Pteropus spp en Australia.  

Li et al., 2019; Ziegler et al., 2007; Batista et al., 2019. Reportaron prevalencias de 

5,5%, 7,2% y 16,8% en Nigeria, Nueva York y Brasil respectivamente.  A pesar de 

que la frecuencia por nosotros encontrada (7,94%), es similar a las previamente 

reportadas en otras poblaciones de murciélagos, es importante tener en cuenta 

que los datos obtenidos en estos estudios han utilizado otros métodos de 

detección del parásito. Y en nuestro estudio realizamos un muestreo por 

conveniencia, razón por la cual no determinamos la prevalencia de 

Cryptosporidium en la población.  

En cuanto al género se pudo evidenciar 4 hembras positivas mientras que solo un 

macho resulto positivo para el parásito (Gráfica No 1). Y respecto a los hábitos 

alimenticios, tanto murciélagos frugívoros como insectívoros fueron positivos para 

la presencia del parásito.  
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Gráfica 1.  Positividad para Cryptosporidium spp. según especie y género.  
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Finalmente, y al realizar un análisis de frecuencia por especie de murciélago, de 

los 24 individuos de la especie Carollia perspicillata evaluados, el 12,5% (3/24) 

fueron positivos para Cryptosporidium spp., en un estudio realizado en Brasil, se 

encontró que un 8,3% (1/12) de murciélagos de la especie Carollia perspicillata 

fueron positivos para Cryptosporidium spp. (Batista et al., 2019). En cuanto a los 

murciélagos de la especie Natalus tumidirrostris, de un total de 23 animales 

evaluados, el 8,69% (2/23) fueron positivos para la presencia de Cryptopsoridium 

spp. Es importante resaltar que para la especie N. tumidirrostris este es el primer 

reporte de infección por el parásito.   

Este es el primer estudio que se realiza en Colombia, para determinar la presencia 

de Cryptosporidium spp., en tres especies que se encuentran de manera 

permanente en la Cueva Macaregua, una de las cuevas más representativas para 

Colombia por albergar a la mayor cantidad de especies de murciélagos presentes 

en el país, abriendo de esta manera las puertas para más investigaciones que 

contribuyan a  determinar las especies de parásitos presentes en estos mamíferos 

y por consecuencia, su papel en el ciclo de transmisión de Cryptosporidium.  

7. Conclusiones  
 

- Se encontró una frecuencia de Cryptosporidium sp. de 7,94 % en los murciélagos 

de la cueva Macaregua, Santander.  

- Las especies de murciélagos Natalus tumidirrostris y Carollia perspicillata fueron 

positivas para la presencia de Cryptosporidium spp. 

    8. Perspectivas   
 

Es necesario continuar con estudios que permitan dilucidar las especies de 

Cryptosporidium presentes en los murciélagos y de esta forma contribuir a 

entender el papel que los murciélagos tienen en la diseminación y transmisión de 

Cryptosporidium a los humanos y a otros animales como los domésticos o de 

granjas.    
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