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1. RESUMEN 

La población felina puede actuar como reservorio de diversos patógenos zoonóticos que a través 

de diversos vectores como pulgas, piojos, mosquitos o garrapatas pueden transmitirse al ser 

humano constituyendo finalmente un problema de salud pública. En este trabajo fin de máster 

(TFM) se ha evaluado la seroprevalencia de los patógenos zoonóticos en gatos de diversas 

colonias felinas en la ciudad de Logroño y alrededores (La Rioja). 

La evaluación se ha realizado sobre un total de 46 gatos, entre los que se incluyen tanto hembras 

como machos, mediante la detección de anticuerpos utilizando la técnica de 

inmunofluorescencia indirecta (IFI) para los patógenos Leishmania infantum, Rickettsia typhi, R. 

felis y Bartonella henselae, y, en el caso de Dirofilaria immitis, se ha empleado el ensayo por 

inmunoadsorción ligado a enzimas (ELISA) para la detección de antígenos de la forma adulta. 

Los resultados mostraron una seroprevalencia para los anticuerpos IgG frente L. infantum de un 

10,8%, 15,2% para R. typhi, 17,4% para R. felis y de un 17,4% en B. henselae. En el caso de D. 

immitis no se han detectado anticuerpos en ninguna de las muestras procesadas. 

Por tanto, estos resultados confirman la presencia de estos patógenos en la población felina de 

las colonias en Logroño, exceptuando D. immitis. Además, se ha observado cierta tendencia 

general a mayores tasas de seropositividad en gatas, siendo esta diferencia significativa para R. 

felis, probablemente debido a comportamientos específicos del sexo. 

Nuestros resultados resaltan la importancia de continuar fortaleciendo la vigilancia y las 

medidas preventivas contra los patógenos zoonóticos en gatos, implementando estrategias de 

control completas para reducir los riesgos para la salud pública relacionados con las poblaciones 

felinas. 

ABSTRACT 
The feline population can act as a reservoir for various zoonotic pathogens that can be 

transmitted to humans through different vectors such as fleas, lice, mosquitoes, or ticks, 

ultimately posing a public health issue. In this master's thesis (TFM), the seroprevalence of 

zoonotic pathogens in cats from various stray cat colonies in the city of Logroño and 

surroundings (La Rioja) has been evaluated. 

The evaluation was conducted on a total of 46 cats, including both females and males, by 

detecting antibodies using the indirect immunofluorescence technique (IFA) for the pathogens 

Leishmania infantum, Rickettsia typhi, R. felis, and Bartonella henselae. For Dirofilaria immitis, 

an enzyme-linked immunosorbent assay (ELISA) was used to detect adult form antigens. 
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The results showed a seroprevalence of IgG antibodies of 10,8% for L. infantum, 15,2% for R. 

typhi, 17,4% for R. felis, and 17,4% for B. henselae. In the case of D. immitis, no antibodies were 

detected in any of the processed samples. 

Therefore, these results confirm the presence of these pathogens in the feline population of the 

colonies in Logroño, except for D. immitis. Additionally, a general trend toward higher 

seropositivity rates in female cats was observed, with this difference being significant for R. felis, 

likely due to sex-specific behaviors. 

Our results highlight the importance of continuing to strengthen surveillance and preventive 

measures against zoonotic pathogens in cats, implementing comprehensive control strategies 

to reduce public health risks related to feline populations. 

2. INTRODUCCIÓN 

Los gatos pueden ser hospedadores de diversos artrópodos vectores como son las pulgas y las 

garrapatas, además de recibir picaduras de flebotomos y culícidos entre otros. Los gatos de 

colonias, al estar más tiempo en el exterior, están más expuestos a la infección por 

enfermedades transmitidas por estos vectores. Este hecho conlleva a que puedan actuar como 

reservorio, ya que comparten el medio urbano con otros animales y con el ser humano. En la 

bibliografía, son pocos los estudios acerca de la epidemiología de los patógenos felinos 

transmitidos por vectores, además, el manejo de estos animales puede ser complicado, lo que 

dificulta el conocimiento de su estatus sanitario.  

En nuestro medio, existen diversos organismos patógenos que afectan al gato y que son 

transmitidos por diferentes artrópodos vectores como son L. infantum, R. felis/typhi, B. henselae 

y otras especies de Bartonella y Dirofilaria spp. El conocer el estatus sanitario de los gatos de las 

colonias en una ciudad puede ser de gran valor en salud pública ya que varias de las 

enfermedades transmitidas por estos agentes son consideradas zoonóticas; y, por tanto, 

podrían adoptarse medidas profilácticas y de protección en los animales y de control de los 

posibles vectores en aquellas colonias consideradas de riesgo en base a las prevalencias 

observadas (Villanueva-Saz et al., 2023). 

Las enfermedades zoonóticas son aquellas enfermedades infecciosas que pueden transmitirse 

entre animales vertebrados y seres humanos, y viceversa. Se estima que aproximadamente el 

60% de las enfermedades emergentes en la población tienen un origen zoonótico. Además, 

diversos factores como son la globalización, el cambio climático, el transporte de animales 
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infectados o la urbanización de zonas endémicas rurales han provocado un aumento en el 

impacto de las enfermedades transmitidas por vectores (Semenza y Suk, 2018). 

2.1 Leishmania infantum 

2.1.1 Ciclo biológico 

Leishmania sp. es un protozoo flagelado que pertenece al orden Kinetoplastida y a la familia 

Trypanosomatidae. El género Leishmania comprende a las especies que afectan a mamíferos, y 

está dividido en dos subgéneros: Leishmania y Viannia. Dentro del subgénero Leishmania se 

encuentra la especie a estudiar en este trabajo, L. (L.) infantum, causante de la enfermedad 

zoonótica de la leishmaniosis visceral y cutánea (Gállego, 2003). 

Estos parásitos presentan un ciclo heteroxeno (Figura 1), lo que significa que completan su ciclo 

biológico en dos hospedadores distintos. Los animales vertebrados, como cánidos, roedores, 

felinos y humanos, participan en el ciclo como hospedadores definitivos, mientras que los 

insectos hematófagos flebotomos actúan como hospedadores intermediarios. En el hospedador 

vertebrado, el parásito se desarrolla en el interior de los macrófagos, mientras que en los 

dípteros invaden la luz del tubo digestivo (Gállego, 2003).  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 1. Ciclo biológico de Leishmania sp. (Sampaio y Perrone, 2016). 

2.1.2 Distribución y prevalencia de la enfermedad 

La leishmaniosis presenta una amplia distribución, especialmente en la cuenca del 

Mediterráneo, en África Central y Occidental, en el norte, centro y noroeste del continente 

asiático, así como en el centro y sur de América. En líneas generales, la leishmaniosis se reconoce 

como una enfermedad en constante aumento a nivel mundial, con los flebotomos 
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desempeñando el papel de vectores y hospedadores indirectos y los perros actuando como el 

principal reservorio patógeno, mientras que los gatos son considerados huéspedes accidentales 

en países endémicos (Solano-Gallego et al., 2009).  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 2. Imagen de un flebotomo adulto (ECDC). 

 

La leishmaniosis felina (FeL), causada por L. infantum, es una enfermedad en gatos que está 

diagnosticándose cada vez con más frecuencia tanto en regiones endémicas como a nivel 

mundial. Se han detectado casos por infección de L. infantum en gatos en países del 

mediterráneo como Italia, España, Portugal, Francia, Grecia, Turquía y Chipre, además de en Irán 

y Brasil. Los gatos adquieren la infección con la misma especie de Leishmania que afecta a los 

perros, pero la prevalencia de la infección es menor y los casos de la enfermedad se informan 

con menor frecuencia en esta especie. En el caso de la especie felina hay escasas investigaciones 

y aún no se tiene certeza acerca de cuál es su función exacta en la transmisión de la enfermedad, 

por lo que se plantea la posibilidad de que el gato actúa como reservorio urbano de la 

enfermedad, desempeñando un papel como hospedador primario y/o secundario y 

contribuyendo a la transmisión de L. infantum a la especie canina y a los seres humanos en áreas 

endémicas (Maroli et al., 2007) 

En estudios elaborados en Europa entre 1982 y 2017 sobre la especie felina, se ha llegado a 

estimar una prevalencia del 10% en los países mediterráneos, siendo en Italia superior que en 

el resto. 

En el caso de la leishmaniosis humana, más de 1000 millones de personas están en riesgo de 

padecer la enfermedad, con una incidencia anual de más de 2 millones de casos en regiones 

tropicales y subtropicales de alrededor de 100 países (Pacheco-Fernández et al., 2021). 

En España, los niveles de prevalencia en la especie felina varían de forma significativa, oscilando 

entre el 1,7 y el 60 % (Alcover et al., 2021). Estas diferencias se deben a que la prevalencia está 

influenciada por diversos factores como son: la ubicación geográfica, la especificidad y 
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sensibilidad de la técnica diagnóstica escogida, el punto de corte establecido, el número de gatos 

muestreados, su estilo de vida, la muestra utilizada para el diagnóstico, la época del año y el 

estado clínico y las coinfecciones del animal. Es imprescindible saber si se trata de un gato 

callejero o si no tiene acceso al exterior, ya que el riesgo derivado de la exposición varía 

considerablemente, disminuyendo significativamente en el caso de animales que viven en 

interior (Ortuño et al., 2023). 

Según el informe realizado por la RENAVE, en 2023, la tasa de incidencia en personas en España 

fue de 0,80 casos por cada 100000 habitantes, siendo superior a la de 2022 (0,62 casos/100.000 

hab.). Las tasas de incidencia más altas se observaron en Baleares (4,22 casos/100.000 hab.) con 

51 casos, la Región de Murcia (2 casos/100.000 hab.), con 31 casos y la Comunidad Valenciana 

(1,42 casos/100.000 hab.), con 74 casos.  

El factor de riesgo principal que contribuye al aumento de la incidencia de la leishmaniosis en 

España es la presencia de flebotomos infectados en el entorno. La densidad de estos insectos, 

combinada con la presencia de hospedadores reservorios en contacto con una población 

susceptible, forma la triada epidemiológica que determinará la probabilidad de transmisión de 

la infección. La transmisión suele ocurrir en áreas periurbanas y rurales, especialmente en zonas 

residenciales circundadas por la presencia abundante de perros o en lugares donde se acumulan 

basuras, material orgánico en descomposición o escombros, condiciones que favorecen el ciclo 

biológico de los flebotomos. Las viviendas unifamiliares con jardín a menudo ofrecen las 

condiciones propicias para que el flebotomo complete su ciclo biológico (Alvar, 2008). 

Además del cambio climático, otro factor importante que está provocando el aumento de la 

incidencia de la enfermedad es el desarrollo urbanístico desarrollado en España. Las alteraciones 

en el sistema ecológico tienen el potencial de alterar la relación entre el hospedador y el 

patógeno. Un aumento simultáneo en la densidad de vectores y hospedadores en un espacio 

común es probable que resulte en un aumento de la transmisión de la leishmaniosis (CCAES, 

2012). 

En cuanto al vector, de las 14 especies identificadas de flebotomos en España (Bravo-Barriga et 

al., 2022; González et al., 2023), dos especies han demostrado ser los principales vectores 

competentes para la transmisión de L. infantum: Phlebotomus perniciosus (Newstead, 1911) y 

Ph. ariasi (Tonnoir, 1921) (Figura 3). El más prevalente, Ph. perniciosus, se distribuye 

ampliamente en la mayoría de las zonas áridas de la península ibérica y los archipiélagos balear 

y canario, mientras que Ph. ariasi está asociado a entornos más frescos y húmedos de la 

península, como algunas áreas en Cataluña y regiones limítrofes con el norte de Portugal o el 

sur de Francia (CCAES, 2012).  
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Durante el día, buscan refugio en grietas, cuevas de roedores, huecos en los árboles, cuadras y 

establos, generalmente ubicándose en las partes altas o en los techos. Únicamente abandonan 

estos refugios al anochecer y en las primeras horas de la noche para desplazarse hacia los 

hospedadores. Solo las hembras son hematófagas, con el fin de la maduración de los huevos, 

por tanto, son las únicas que transmiten la infección. Debido a que poseen un aparato bucal 

corto, normalmente ingieren sangre de las zonas desprovistas de pelo y plumas (Killick-Kendrick, 

1990).  

 

Figura 3. Distribución de las especies de flebotomos (Ph. Perniciosus y Ph. Ariasi) en España 

competentes para la transmisión (Bravo-Barriga et al., 2022). 

2.1.3 Clínica, diagnóstico y control 

Existe una falta de información significativa sobre la respuesta inmunitaria adaptativa de los 

gatos expuestos naturalmente a la infección por L. infantum, así como sobre los mecanismos 

que determinan la susceptibilidad o resistencia de los hospedadores felinos.  En gatos, similar a 

los perros, las lesiones cutáneas o mucocutáneas son la causa más frecuente de consulta 

veterinaria y hallazgo durante el examen físico en gatos con leishmaniosis (Pennisi et al., 2015).  

Las técnicas serológicas permiten la detección de anticuerpos anti-Leishmania. En Europa, las 

técnicas serológicas validadas incluyen la Inmunofluorescencia Indirecta (IFI), la Aglutinación 

Directa (DAT), el método Western Blot (WB) y el Ensayo por Inmunoadsorción ligado a Enzimas 

(ELISA). Aunque un resultado positivo en una técnica serológica nos puede proporcionar una 

orientación, es importante tener en cuenta que pueden darse casos de falsos negativos en gatos 

infectados por L. infantum con baja respuesta humoral. Por tanto, para confirmar la infección, 

es necesario utilizar algún método diagnóstico confirmatorio (Pennisi et al., 2013).  

La IFI es reconocida como la prueba diagnóstica indirecta principal para el diagnóstico de 

leishmaniosis en la especie canina por su elevada sensibilidad y especificidad. Los principales 

inconvenientes de esta técnica son la subjetividad en la lectura de los resultados, para la cual 
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requiere un microscopio de fluorescencia, y su laboriosidad, lo que la hace poco apropiada en 

los casos en los que haya un gran volumen de muestras a analizar (Maia y Campino, 2008).  

Para conocer la especie de Leishmania causante de la infección, o en casos en el que la respuesta 

humoral o la carga parasitaria sea baja y no sea detectable mediante técnicas serológicas, es 

necesaria la utilización de técnicas moleculares, como puede ser la PCR (reacción en cadena de 

la polimerasa). Las muestras pueden ser sangre, medula ósea o ganglios linfáticos, siendo ésta 

última la que mayor sensibilidad ofrece. Además, se está valorando la posibilidad de utilizar 

como muestra hisopos conjuntivales (Asfaram et al., 2019; Peris et al., 2021). 

Según la información actual, los gatos pueden desempeñar un papel adicional como 

hospedadores de L. infantum, y desde una perspectiva de "Una Salud", se recomienda la 

adopción de medidas preventivas. En resumen, aunque la infección y la enfermedad asociada 

causada por L. infantum se está informando cada vez más en áreas endémicas y comparten 

muchas similitudes con la leishmaniosis canina, no existe un conocimiento consolidado basado 

en evidencia, y no podemos descartar la posibilidad de diferencias importantes entre perros y 

gatos en términos de transmisión, inmunopatogénesis y mejores prácticas para el manejo y la 

prevención (Pennisi y Persicheti, 2018). 

La mayoría de los piretroides utilizados en la especie canina para prevenir las picaduras de 

flebotomos son tóxicos para los gatos, aunque existe una formulación de piretroides autorizada 

para su uso en gatos que ha demostrado reducir la incidencia de L. infantum. Lo más aconsejable 

para evitar la transmisión sin vectores, especialmente a través de transfusiones sanguíneas, es 

realizar pruebas a los donantes de sangre utilizando técnicas serológicas y PCR (Pennisi y 

Persichetti, 2018).  

 2.2 Rickettsia typhi 

2.2.1 Ciclo biológico 

Rickettsia typhi pertenece a la clase Alphaproteobacterias y a la familia Rickettsieae. El género 

Rickettsia comprende bacterias intracelulares obligadas que son las causantes de la rickettsiosis. 

Independientemente de la especie, las rickettsias se dividen en tres grupos: fiebres manchadas, 

tifus y un nuevo grupo transicional. Aunque las infecciones no pueden distinguirse por los signos 

clínicos, se pueden diferenciar mediante la OmpA, una proteína externa de membrana 

(Legendre y Macaluso, 2017).  

La fiebre murina, también llamada tifus endémico o tifus transmitido por pulgas, representa una 

enfermedad causante de fiebre aguda no específica, originada por la bacteria R. typhi. Para su 

propagación, utiliza dos ciclos: el clásico o murino, que ocurre entre ratas y sus pulgas, y el 
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extramurino, que involucra a perros, gatos, zarigüeyas, mapaches y sus respectivas pulgas 

(Quintero-Vélez et al., 2012) (Figura 5).  

Las ratas domésticas Rattus norvegicus y R. rattus son los principales reservorios de R. typhi, 

mientras que Xenopsylla cheopis (Rothschild, 1903), la pulga de la rata, actúa como su vector 

principal. Los piojos también son considerados posibles vectores. El ciclo de transmisión se inicia 

cuando la pulga se infecta al alimentarse de la sangre de una rata infectada con la bacteria. 

Posteriormente, la bacteria se multiplica en las células intestinales de la pulga y es excretada 

con las heces. La infección se propaga cuando las deposiciones entran en contacto con posibles 

excoriaciones presentes en la piel de la rata (Quintero-Vélez et al., 2012). Además, en las pulgas 

también se da la transmisión transestadial y vía transovárica en la que la bacteria infecta a los 

huevos. Sin embargo, son solo los individuos adultos los que transmiten la infección a los 

reservorios y humanos (Bernabeu-Wittel y Segura-Porta, 2005).  

En años recientes, se ha descrito un nuevo ciclo peridoméstico o extramurino que involucra a 

nuevos reservorios como perros, gatos, zarigüeyas y mapaches. En este ciclo, la pulga del gato 

(Figura 4), Ctenocephalides felis (Bouché, 1835), es la que actúa como principal vector, lo que ha 

llevado a la reaparición de casos de infección en países desarrollados (Rodríguez et al, 2020).  

En experimentos realizados, se ha confirmado que la pulga del gato tiene la capacidad de 

adquirir la infección por R. typhi. Ct. felis tiene la capacidad de infectar a gatos domésticos, 

zarigüeyas, perros y diversas especies de mamíferos. El papel de los gatos en el ciclo de 

transmisión de R. typhi todavía no está completamente descrito. En infecciones experimentales 

se ha visto que el periodo de bacteriemia es corto, y, además, la prevalencia de pulgas infectadas 

con R. typhi recogidas de gatos es baja, lo que pone en duda su papel en el mantenimiento y la 

transmisión de R. typhi (Blanton et al., 2019).  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 4. Ctenocephalides felis (Veterinary Parasitology). 

 



9 
 

En el caso de la infección en humanos, suele ocurrir de manera accidental mediante la 

autoinoculación de las heces de la pulga con el rascado después de su picadura. También es 

posible la infección por la picadura directa de pulgas o por la inhalación de las heces 

contaminadas de estas (García-Acosta et al., 2017).  

 

  

 
Figura 5. Ciclo de vida de R. typhi (Quintero-Vélez et al., 2012). 

2.2.2 Distribución y prevalencia de la enfermedad 

El tifus murino es una enfermedad que se encuentra ampliamente distribuida, siendo endémica 

en muchas partes del mundo, especialmente en las regiones costeras de los trópicos y 

subtrópicos, donde las ratas actúan como reservorios, y, sus pulgas, participan en la transmisión 

a las personas. Además, durante años, se ha asociado la presencia de esta enfermedad a áreas 

costeras, siendo consideradas las zonas con puerto activo como zonas endémicas. El riesgo de 

infección aumenta cuanto más cerca se encuentra de un puerto marítimo en funcionamiento, 

ya que estos son considerados fuentes de infección debido a la constante introducción de ratas 

infectadas y sus pulgas. Esto también está vinculado a las condiciones climáticas favorables para 

ratas y pulgas en estas zonas (Kuo et al., 2017).  

En ciertas zonas de los Estados Unidos, como el sur de California y Texas, la enfermedad está 

resurgiendo como una causa significativa de fiebre en personas debido al ciclo alternativo de 

transmisión que involucra a zarigüeyas y a las pulgas del gato. La naturaleza ubicua y 

cosmopolita de Ct. felis, junto con la amplia presencia de zarigüeyas en América del Norte y el 
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aparente aumento de los casos en las últimas dos décadas, indican que el tifus murino tiene el 

potencial de emerger en áreas donde todavía no es endémico (Robaina-Bordon, et al., 2021).  

La prevalencia de esta infección en muchos países es desconocida, ya que la falta de 

especificidad de sus síntomas lleva a su infradiagnóstico, por la similaridad de los síntomas con 

otras enfermedades infecciosas (Nogueras et al., 2013).  

En España, los estudios de seroprevalencia en gatos muestran cifras que varían desde un 0% 

(Gracia et al., 2015) hasta un 16%, con hasta un 55% de pulgas infectadas obtenidas de gatos 

infectados (Nogueras et al., 2013). Por otro lado, en un estudio llevado a cabo en la región de la 

Toscana en Italia, no se identificó ningún gato positivo a R. typhi (Ebani et al, 2021). Sin embargo, 

diversos estudios realizados en Estados Unidos indican una amplia variabilidad en cuanto a 

seroprevalencia, con cifras que alcanzan un 90% en Los Ángeles (Civen y Ngo, 2008). 

En cuanto a estudios realizados en humanos, en España se estimó una prevalencia del 18% 

(Santibañez et al., 2009), y, por ejemplo, en Croacia se obtuvo una prevalencia superior siendo 

del 68%, y fuera del continente europeo, por ejemplo, en Marruecos se describió una 

prevalencia de entre el 2-4% (Angelakis et al., 2010). 

2.2.3 Clínica, diagnóstico y control 

En la mayoría de los casos la infección por R. typhi en gatos suele ser subclínica. Sin embargo, 

en algunas ocasiones Rickettsia puede llegar a provocar signos inespecíficos como fiebre, 

letargia o mialgias hasta graves problemas circulatorios como puede ser trombocitopenia 

(Allison y Little, 2013). 

La patogenia en humanos es bastante similar en todas las rickettsiosis. Los síntomas más 

comunes en personas incluyen fiebre, dolor de cabeza, erupciones y dolor articular. La tasa de 

mortalidad es bastante baja, alrededor del 4% en personas no tratadas y del 1% con el uso 

adecuado de antibióticos (Civen y Ngo, 2008). 

En las enfermedades causadas por el género Rickettsia, la confirmación laboratorial se ve 

dificultada por diversos factores, como el amplio espectro de enfermedades que pueden 

producir, los bajos niveles de patógenos que presentan los animales infectados y las reacciones 

cruzadas tanto serológicas como moleculares que pueden producirse, además de la posibilidad 

de la existencia de coinfecciones. Es importante considerar que R. typhi y R. felis presentan una 

reacción serológica cruzada significativa, lo que puede dificultar la identificación del patógeno 

responsable de la serorreactividad sin una previa identificación mediante otras técnicas, como, 

por ejemplo, PCR. Por este motivo, se recomienda el uso de múltiples técnicas diagnósticas 

(Ebani et al., 2021).  



11 
 

La técnica de elección para la detección de anticuerpos frente a Rickettsia es la IFI, aunque en 

ocasiones, cuando esta técnica no está disponible, se recurre al ELISA. En los métodos de 

detección molecular, la PCR puede tener una sensibilidad variable debido a que Rickettsia es un 

patógeno intracelular que puede encontrarse en tejidos, además de que el período de 

bacteriemia es corto, por lo que puede no detectarse en una sola muestra de sangre (Lokida et 

al., 2019).  

En cuanto al tratamiento de los gatos infectados, basándose en el resultado del tratamiento en 

otras especies, los antibióticos de elección son las doxiciclinas y las fluoroquinolonas (Lapin et 

al., 2020). 

Las medidas de prevención deben ir orientadas al control de los vectores mediante la aplicación 

de ectoparasiticidas, evitando así la propagación de la enfermedad. Además, en caso de que el 

animal tengo acceso al exterior como puede ser un jardín, debe evitarse la entrada de animales 

externos como roedores, zarigüeyas o gatos callejeros (Pennisi et al., 2017). 

2.3 Rickettsia felis 

2.3.1 Ciclo biológico 

Rickettsia felis forma parte de la clase Alphaproteobacterias, dentro de la familia Rickettsieae, 

y, dentro del género Rickettsia, se clasifica en el grupo de las fiebres manchadas, aunque algunos 

estudios la sitúan en el grupo de transición (Socolovschi et al., 2012).  

La pulga del gato, Ct. felis, es el principal vector y reservorio de esta bacteria. En la pulga, R. felis 

se transmite tanto de forma horizontal como de forma vertical. Además de las pulgas, se ha 

investigado la transmisión de R. felis a través de otros vectores, como el mosquito de la malaria 

Anopheles gambiae, (Giles, 1902) que pudo ser infectado experimentalmente, y las garrapatas, 

específicamente Ixodes ricinus (Linnaeus, 1758; Legendre y Macaluso, 2017).  

En cuanto a los hospedadores, ya se han documentado casos de infección en seres humanos y 

en especies animales como gatos, perros, roedores y mapaches (Figura 6). A pesar de esto, la 

función de los diversos hospedadores y artrópodos como reservorios y vectores aún no ha sido 

completamente establecida (Tsokana et al., 2022). 

En perros y gatos, se ha confirmado la presencia de ADN rickettsial en su sangre. Sin embargo, 

no se ha determinado si la infección persiste a largo plazo y si estos animales pueden actuar 

como hospedadores competentes. A pesar de esto, desempeñan un papel crucial en su ciclo 

natural al ser los principales hospedadores de las pulgas, lo que facilita la transmisión horizontal 

entre estos insectos. La infección en vertebrados puede darse cuando una pulga infecta heridas 

y excoriaciones a través de sus heces contaminadas (Angelakis et al., 2016). 
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Figura 6. Ciclo natural e hipotético de transmisión de R. felis (Angelakis et al., 2016). 

2.3.2 Distribución y prevalencia de la enfermedad 

Rickettsia felis ha sido molecularmente detectada en Ct. felis en 40 países distintos y en todos 

los continentes, con la excepción de la Antártida (Legendre y Macaluso, 2017).  

Mediante técnicas moleculares que permiten la detección de ADN de R. felis en Ct. felis 

obtenidas de gatos, se observó una prevalencia del 29% en España, un rango del 39 al 96% en 

Malta, un 13% en Grecia, un 6% en el Reino Unido (Tsokana et al., 2022), un 8% en Francia, un 

70% en Chile, un rango del 1 al 13% en Israel (Reif y Macaluso, 2009), un 67% en Estados Unidos, 

un 18% en Canadá, un 33% en el oeste de Australia y un 19% en Taiwán (Barrs et al., 2010). 

En gatos, se registró una seroprevalencia del 16% en España (Gracia et al., 2015), 18% y 8% 

respectivamente en dos investigaciones realizadas en Italia, un 0% en Malta, un 26% en Turquía 

(Angelakis et al., 2016), un 70% en Chile (Reif y Macaluso, 2009), un 11% en California y un 8% 

en el noreste de Estados Unidos (Case et al., 2006).  

Es importante tener en cuenta que pueden darse reacciones cruzadas entre las diversas especies 

de Rickettsia sp., como R. thypi, lo que significa que, en ausencia de una confirmación de la 

especie, en concreto por PCR, no se puede afirmar con certeza qué especie ha provocado la 

producción de anticuerpos. En consecuencia, es posible que la prevalencia calculada en estos 

estudios esté sobreestimada o subestimada (Angelakis et al., 2016).  

Se han registrado alrededor de 100 casos humanos en América, Asia, África, el Pacífico y Europa 

(Lym et al., 2012). Los estudios de seroprevalencia de R. felis en la población humana han 
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revelado tasas del 4-6% en España, del 2% en Tailandia, 0.3% en Laos, 16% en China, 1% en 

Túnez y 2% en Argelia. En África subsahariana, estudios de prevalencia realizados mediante PCR 

mostraron cifras de entre el 6-15% en Senegal, 3% en Mali y 3-10% en Gabón (Angelakis et al., 

2016).  

2.3.3 Clínica, diagnóstico y control 

 
En la actualidad, el diagnóstico de la infección por R. felis se realiza mediante técnicas como la 

IFA, ELISA, WB y PCR. Tanto la serología como el diagnóstico molecular pueden utilizarse para 

diagnosticar la presencia de R. felis (Hoang et al., 2023). 

Sin embargo, el uso de las técnicas serológicas no permite una identificación definitiva del 

patógeno y puede enfrentar dificultades debido a factores como el tiempo requerido para el 

desarrollo de anticuerpos específicos, la posibilidad de reactividad cruzada con otras especies 

de Rickettsia y la variabilidad en los títulos de anticuerpos. En cuanto a las técnicas de 

diagnóstico directo, como la PCR o la IFD, la disminución rápida de los niveles de bacteriemia 

dificulta el diagnóstico (Reif y Macaluso, 2009). 

Hasta la fecha, en ningún estudio se ha logrado amplificar ADN de R. felis procedente de sangre 

de la especie felina. Esta situación plantea diversas teorías, como la posibilidad de que el gato 

no sea tan buen reservorio como se cree, que el organismo esté presente en la sangre por debajo 

del límite detectable por las técnicas empleadas, que la bacteria se encuentre en otros tejidos, 

o que la presencia de bacterias en sangre sea transitoria e intermitente (Assarasakorn et al., 

2012). 

Los gatos generalmente actúan como portadores asintomáticos. Aun así, los síntomas 

provocados por la infección por R. felis son poco claros y se piensa que son similares a los del 

tifus murino, entre los que se incluyen fiebre alta, dolor de cabeza, mialgia y erupción cutánea 

(Maina et al., 2012).  

En cuanto a los humanos, los signos clínicos provocados por la infección de R. felis no están 

completamente definidos, siendo muy similares a los de otras infecciones por Rickettsia como 

la de R. typhi. Los síntomas incluyen dolor de cabeza, escalofríos, fiebre, mialgia y, con menor 

frecuencia, pueden aparecer erupciones cutáneas. Hasta el momento, no se han descrito casos 

de muerte ni complicaciones graves asociadas al patógeno, excepto en México, donde se ha 

reportado algún caso de infección grave con afección del sistema nervioso central (Angelakis et 

al., 2016).  

La prevención se basa en el control de los vectores, es decir de las pulgas y garrapatas, mediante 

la utilización regular de ectoparasiticidas (Pennisi et al., 2017). La primera opción para el 
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tratamiento es la doxiciclina, igual que para las demás especies de Rickettsia pertenecientes al 

grupo de las fiebres manchadas (Botelho et al., 2012).  

2.4 Bartonella henselae 

2.4.1 Ciclo biológico 

Bartonella henselae se incluye en la clase Alphaproteobacteria y se ubica dentro de la familia 

Bartonellaceae. Este género engloba bacterias Gramnegativas intracelulares facultativas que 

utilizan como vectores a artrópodos, los cuales infectan a hospedadores mamíferos (Schoch et 

al., 2020). 

Bartonella henselae, tiene al gato como reservorio y está asociada con la enfermedad del 

arañazo del gato (EAG), la cual es transmitida al ser humano mediante mordeduras o arañazos 

de gatos infectados (Alamán et al., 2016).  

La principal forma de transmisión de B. henselae es la vía horizontal, es decir, de gato a gato a 

través de su vector, Ct. felis. Este proceso se inicia cuando las pulgas se infectan al ingerir sangre 

de gatos positivos y luego pueden transmitir la infección a un gato sano al alimentarse de su 

sangre (Figura 7). Además, la conducta de lamido del gato facilita que éstos se infecten con la 

bacteria, la cual se encuentra en los excrementos de las pulgas infectadas, haciendo que la 

bacteria se encuentre en su saliva y garras, pudiendo infectar a personas a través de arañazos, 

mordeduras o al tener contacto con su saliva (Baracatt, 2007). 

Hasta ahora, no se ha confirmado que las pulgas puedan transmitir directamente el 

microorganismo a los seres humanos, como ocurre en el caso de los gatos. Tampoco se ha 

determinado la transmisión directa entre gatos sin la participación del vector, ni la transmisión 

vertical a su descendencia en gatas positivas (Baracatt, 2007). Aparte de la pulga del gato, se ha 

demostrado que, I. rinicus, una especie de garrapata puede actuar como vector de la bacteria 

(Cotté et al., 2008).  

Experimentalmente, se ha observado que, tras la inoculación de la bacteria, ésta desaparece de 

forma rápida del torrente sanguíneo y reaparece aproximadamente después de 72 horas. 

Aunque no se conoce con precisión el sitio exacto donde comienza su multiplicación en el 

organismo, se sugiere que la infección se inicia con la colonización de las células endoteliales. 

Posteriormente, estas células son liberadas al torrente sanguíneo, donde se introducirán en el 

interior de los eritrocitos, multiplicándose en ambas células (Blanco y Raoult, 2015). Además, su 

localización intracelular les permite evadir la respuesta inmune, manteniendo así una 

bacteriemia persistente e intermitente (Pennisi et al., 2013). 
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Figura 7. Ciclo de vida de B. henselae en el interior del gato (Fromm y Dehio, 2021). 

2.4.2 Distribución y prevalencia de la enfermedad 

Bartonella henselae tiene una distribución global y su prevalencia es más alta en regiones donde 

las condiciones favorecen la presencia de vectores. En consecuencia, hay varios factores que 

influyen en la presencia de la bacteria. El clima es un factor determinante y predisponente; a 

medida que la temperatura y la humedad aumentan, también lo hace la presencia de pulgas, lo 

que incrementa la posibilidad de contagio para los gatos y, por ende, para las personas. Por esta 

razón, en Europa se ha registrado una mayor seroprevalencia en los países mediterráneos 

(Razgūnaitė et al., 2021).  

En Europa, la seroprevalencia en gatos varía desde el 71% en España hasta el 0% en Noruega 

(Razgūnaitė et al., 2021). Otros estudios realizados muestran un 65% en Portugal, 52% en los 

Países Bajos, 45% en Dinamarca (Álvarez et al., 2018), 41% en Francia, 33% en Austria, 37% en 

Alemania, un 23% en Italia, un 15% en Escocia y un 8% en Suiza (Pennisi et al., 2013).  

En los Estados Unidos, la seroprevalencia en gatos oscila entre el 5% y el 40%, siendo más alta 

en el sur del país, como en California y Florida, ya que son áreas con climas más cálidos (Guptill, 

2010). 

La seroprevalencia en personas en España muestra variaciones en las distintas comunidades. Se 

estima en aproximadamente un 25% en Sevilla, un 9% en Cataluña y un 3% en La Rioja. En 

Alemania, se sitúa en un 30%, mientras que en Grecia es del 20%. En Suecia, se registra un 2-3% 

(Pons et al., 2008). En Estados Unidos, la incidencia de la enfermedad causada por la infección 

de B. henselae (EAG), se estima en alrededor de 22000 casos al año en personas (Ksiaa et al., 

2019). 
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2.4.3 Clínica, diagnóstico y control 

El diagnóstico de B. henselae en gatos se fundamenta en la utilización de pruebas serológicas, 

hemocultivos y PCR. Dado el elevado porcentaje de gatos infectados asintomáticos en áreas 

endémicas, resulta complicado establecer una asociación clara entre los signos clínicos y la 

presencia de la bacteria. Las pruebas serológicas, como ELISA e IFI, cumplen una función 

epidemiológica al ofrecer información sobre la prevalencia de la enfermedad, pero no se utilizan 

como pruebas confirmatorias, sino más bien para excluir la presencia de la enfermedad, ya que 

no son indicativas de infección activa (Pennisi et al., 2013). 

La prueba de elección para establecer un diagnóstico definitivo es el cultivo de sangre, ya que 

un resultado positivo confirma la infección activa. No obstante, debido a la naturaleza 

recurrente e intermitente de la bacteria en sangre, el realizar un solo hemocultivo no ofrece un 

diagnóstico muy sensible, siendo necesario realizar múltiples cultivos (Guptill, 2010).  

La prueba de PCR para la detección de B. henselae no muestra mayor sensibilidad que los 

hemocultivos, y la detección de ADN no siempre implica la presencia de organismos vivos. A 

pesar de esto, debido a la rapidez de esta técnica y la dificultad en el cultivo de esta bacteria, 

puede ser la técnica diagnóstica más eficaz (Baracatt, 2007). Por otro lado, se ha demostrado la 

baja sensibilidad que presenta la qPCR para detectar la infección por Bartonella spp. en el 

humano (hospedador accidental) comparado con su reservorio natural (los gatos) (Sepúlveda-

García et al., 2023).  

En la especie felina la infección no parece tener significación clínica, sin embargo, pueden 

aparecer síntomas como fiebre, linfadenopatía, lesiones renales, fallos reproductivos y leves 

manifestaciones neurológicas (Billeteler et al., 2008). 

En humanos, se sabe que los macrófagos transportan el microorganismo desde el lugar de 

inoculación hasta los ganglios linfáticos cercanos, dando lugar a la presentación característica 

de la EAG, sin embargo, la exposición a Bartonella spp. en humanos no siempre conlleva 

enfermedad activa y las bacterias pueden estar presentes en una población humana sin 

problemas de salud aparentes (Maggi et al., 2020). 

Se han evaluado varios medicamentos para abordar la infección, incluyendo enrofloxacina, 

amoxicilina, doxiciclina, eritromicina, rifampicina y azitromicina, sin embargo, se requieren 

dosis superiores a las dosis mínimas inhibitorias ya que éstas parecen no afectar a la presencia 

de la bacteria, persistiendo el riesgo de desarrollo de resistencias en caso de que la infección 

no se resuelva (Pennisi et al., 2013). 

La prevención se basa en el control de los vectores, es decir de las pulgas y garrapatas, mediante 

la utilización regular de ectoparasiticidas, además de su control en el ambiente. En cuanto a las 

personas, existen medidas para prevenir la infección como la adopción de gatos mayores de un 
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año, correctamente desparasitados, que el contacto del gato con exterior y su exposición a los 

vectores sea mínima, mantener las uñas del animal cortas y ser precavido con los arañazos o 

mordiscos que pueden darse jugando (Pennisi et al., 2013). 

2.5 Dirofilaria immitis 

2.5.1 Ciclo biológico 

La enfermedad del gusano del corazón en felinos se origina por la infección con el nematodo 

filarial Dirofilaria immitis, después de la transmisión de las larvas en tercer estadio por un 

mosquito vector competente (Garrity et al., 2019) (Figura 8).  

La dirofilariasis se transmite a través de mosquitos culícidos de los géneros Aedes, Anopheles, 

Culex, Culiseta y Coquilletidia, siendo el perro el hospedador definitivo, mientras que diversos 

mamíferos, como gatos, zorros, ratas almizcleras, lobos, nutrias y lobos marinos, incluso los 

humanos, pueden participar como hospedadores ocasionales (Sánchez-Klinge et al., 2011).  

Las larvas infectivas llamadas microfilarias, ingresan a través de la piel por la herida causada por 

la picadura del mosquito, experimentan varias mudas hasta larvas cuatro y luego a adultos 

inmaduros antes de migrar hacia las arterias y arteriolas de los pulmones. Se han documentado 

casos de migración anómala de larvas de cuarto estadio en las cavidades corporales y el sistema 

nervioso central de los gatos (Litster y Atwell, 2008).  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

  

 

 

Figura 8. Ciclo de transmisión de D. immitis a la especie felina (Morchón et al., 2012). 
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Los factores principales que afectan la propagación de la enfermedad son de naturaleza 

ambiental, como la temperatura y la humedad. Además, la transmisión está vinculada a la 

densidad de los mosquitos vectores y a la presencia de los hospedadores definitivos, en los 

cuales el parásito se reproduce y logra completar su ciclo biológico (Garrity et al., 2019).  

2.5.2 Distribución y prevalencia de la enfermedad 

En distintas investigaciones realizadas en Europa se ha señalado la presencia de diversas 

especies de mosquitos infectadas por larvas de D. immitis. Entre estas especies se encuentran 

Culex pipiens sensu lato (s.l.) (Linnaeus, 1758) en España (Morchón et al., 2007), Italia (Cancrini 

et al., 2006) y Turquía (Yildirim et al., 2011); Cx. theileri (Theobald, 1973) en Madeira, Portugal 

(Santa-Ana et al., 2006); también Aedes vexans (Meigen, 1830) en Turquía (Yildirim et al., 2011), 

y Ae. albopictus (Skuse, 1895), Ae. caspius (Pallas, 1771), An. maculipennis s.l. (Van Thiel, 1927) 

y Cq. richiardii (Ficalbi, 1899) en Italia (Cancrini et al., 2006).  

La actividad de estas especies se restringe al período comprendido entre la primavera y el otoño. 

Sin embargo, el comportamiento de los mosquitos al buscar un huésped para alimentarse varía 

según la especie. Mientras que algunas son activas exclusivamente durante la noche, como Cx. 

pipiens s.l. y Anopheles spp., otras muestran una actividad predominante al amanecer o durante 

el día (Ae. albopictus). Además, algunas especies presentan dos momentos de mayor actividad: 

al atardecer y al amanecer, como es el caso de Ae. Caspius (Morchón et al., 2012).  

La distribución geográfica de D. immitis abarca todo el mundo, siendo más prevalente en 

regiones tropicales y subtropicales. La prevalencia de la enfermedad del gusano del corazón en 

gatos se estima en un 5-10% de la prevalencia reportada en perros en la misma área y puede 

llegar al 20% en algunas ubicaciones (Litster y Atwell, 2008).   

En numerosas zonas de Europa, la prevalencia de D. immitis en personas es más alta en lugares 

donde hay grandes poblaciones de perros. La incidencia de infecciones por D. immitis parece 

estar aumentando en todo el mundo, principalmente por los cambios climáticos y la expansión 

de especies de mosquitos como Ae. albopictus y Ae. koreicus (Edwards, 1917). Sin embargo, en 

algunas regiones, como Japón y el norte de Italia, la prevalencia de la enfermedad del gusano 

del corazón está disminuyendo, probablemente gracias a una mayor conciencia y al 

fortalecimiento de las medidas de control (Mendoza-Roldan et al., 2020). 

En el estudio realizado por Montoya-Alonso et al. (2022), sobre la dirofilariosis felina en España 

(Figura 9), se obtuvo una seroprevalencia global del 9,4% (anticuerpos anti-D.immitis) y una 

prevalencia del 5% (antígenos). En dicho estudio se reportó las mayores prevalencias 

en Canarias (19,2%) y Baleares (16%), así como en las comunidades autónomas de la costa 

mediterránea (9,2-11,2%). Además, en este estudio se confirma la presencia de gatos con 
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anticuerpos en todas las comunidades autónomas, incluso en las que antes se consideraban 

libres de infección. 

 

 

 

 

 

 

 

 

                                    

 

 

 

 

 

 
Figura 9. Mapa de seroprevalencias para D. immitis en gatos en España (Montoya-Alonso et 

al., 2022). 

Se han identificado más de 80 casos de filariosis pulmonar en seres humanos causados por D. 

immitis, la mayoría de ellos registrados en el sudeste de los Estados Unidos, veinte casos en 

Australia y diez casos en Japón (Sánchez-Klinge et al., 2011). Además, en Europa han sido 

reportados 33 casos (Simón et al., 2012). 

En un estudio epidemiológico realizado por Morchón et al. (2009), se observó una prevalencia 

de 11,6% de D. immitis en personas residentes en zonas húmedas del valle del Ebro de la 

Comunidad de La Rioja.  Además, esta patología persiste como endémica y está propagándose 

en las naciones del sur de Europa, llegando a alcanzar a países en Europa Oriental y Central, 

donde su presencia y distribución solo eran reportadas a través de casos esporádicos o, en 

algunos casos, no se informaban en absoluto (Morchón et al., 2012). 

2.5.3 Clínica, diagnóstico y control 

En la especie felina, la enfermedad tiende a ser más grave debido a que son un hospedador 

atípico, incluso unas pocas filarias en fase de desarrollo, tanto inmaduras como adultas, pueden 

causar una enfermedad grave o incluso la muerte. Los gusanos adultos en los gatos suelen ser 

más cortos que en los perros y rara vez generan microfilarias (Venco et al., 2015).  

La infección con D. immitis en gatos da lugar a dos síndromes clinicopatológicos distintos: la 

enfermedad respiratoria asociada a gusanos del corazón y la enfermedad felina del gusano del 



20 
 

corazón en adultos. La primera, se origina por la muerte de gusanos inmaduros, lo que provoca 

lesiones histológicas en los pulmones, provocando síntomas clínicos como letargo, tos, 

taquipnea, vómitos y dificultad respiratoria. La enfermedad felina del gusano del corazón resulta 

de la incapacidad del sistema inmunológico del gato para eliminar eficazmente los gusanos del 

corazón. Generalmente, en gatos con esta enfermedad, se encuentran solo uno o dos 

nematodos adultos, y la presencia de microfilaremia es poco común y transitoria y, entre los 

posibles síntomas se encuentran dificultad respiratoria, hemorragia pulmonar, síncope, ataxia y 

convulsiones (Garrity et al., 2019).  

Dirofilaria immitis tiene la capacidad de transmitirse a los humanos, lo que la convierte en una 

posible preocupación de salud pública. Los humanos pueden infectarse accidentalmente con D. 

immitis y, en algunos casos, pueden llegar a formarse nódulos en los pulmones debido a la 

muerte de los nematodos, aunque la infección generalmente no presenta síntomas (Garrity et 

al., 2019). 

El diagnóstico de la infección por gusano del corazón en gatos implica un enfoque conjunto 

correlacionando los signos clínicos, radiografías torácicas, ecocardiografía y pruebas serológicas 

de antígeno y anticuerpos. Es crucial interpretar con precaución las pruebas serológicas, ya que 

la prueba en sí indica un historial de infección y no distingue entre infección pasada o presente 

(Lee y Atkins, 2010).  

La confirmación de la enfermedad incluye la presencia constante de signos clínicos junto con 

una prueba de anticuerpos positiva. Para confirmar la presencia de nematodos adultos, es más 

conveniente la utilización de la prueba de antígeno, ya que se consigue detectar el antígeno 

secretado por las hembras adultas. Sin embargo, un resultado negativo en la prueba no permite 

descartar la presencia de adultos en el gato, como por ejemplo cuando la infección consiste 

únicamente en etapas inmaduras, la carga de nematodos es demasiado baja y no es detectable, 

la población de nematodos cuenta con pocas o ninguna hembra madura, o el antígeno está 

unido en complejos inmunes (Nelson et al., 2016). Además, menos del 20% de los gatos con 

infecciones de nematodos adultos presentan microfilaremia detectable (Lee y Atkins, 2010). 

La identificación de la infección por D. immitis en gatos es un desafío mayor en comparación con 

los perros, principalmente debido a la mayor frecuencia de casos asintomáticos, las 

complejidades en el diagnóstico y la falta de medicamentos aprobados para eliminar los 

nematodos adultos (Lee y Atkins, 2010).  

La gravedad de los síntomas de la dirofilariosis y la complejidad en su tratamiento hacen que 

sea altamente aconsejable prevenir la infestación por D. immitis. En áreas donde la infección es 

común, la prevención es de suma importancia. Se centrará en el uso de productos que han 

demostrado ser eficaces contra las microfilarias, como las lactonas macrocíclicas. En las áreas 
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de mayor riesgo, se aconseja que los animales reciban tratamiento preventivo (generalmente 

una vez al mes) durante todo el año (Sánchez-Klinge et al., 2011).  

Además, es esencial tomar medidas adicionales para minimizar el riesgo de picaduras de 

mosquitos. Se deben evitar las áreas con una alta concentración de mosquitos siempre que sea 

posible. Las microfilarias circulan en el torrente sanguíneo, pero no pueden completar su ciclo y 

madurar a nematodos adultos sin pasar por el hospedador intermediario, es decir, el mosquito. 

Por tanto, la prevención y el control se basa en gestionar la población de insectos tanto de 

adultos como el drenaje de los lugares donde los mosquitos crían (Sánchez-Klinge et al., 2011). 

3. JUSTIFICACIÓN Y OBJETIVOS 

En España, la información sobre la seroprevalencia de los patógenos mencionados en gatos es 

escasa, y, particularmente escasa en el caso de gatos de colonias. En la ciudad de Logroño y 

alrededores, la población de gatos de colonias es abundante, pudiendo representar así un riesgo 

adicional de transmisión a gatos domésticos y seres humanos.  

Por este motivo, el principal objetivo de este trabajo ha sido investigar la presencia de 

anticuerpos frente a L. infantum, R. typhi, R. felis, B. henselae y D. immitis en gatos de colonias 

en Logroño y alrededores (La Rioja, España) así como evaluar la influencia del sexo en la 

aparición de estos parásitos en los individuos. 

Además, es importante destacar que la seroprevalencia de estos patógenos puede variar 

significativamente dependiendo de factores como el entorno urbano, la densidad de la 

población felina y las condiciones higiénico-sanitarias.  

Estudios previos en otras regiones de España han mostrado que las tasas de infección pueden 

ser alarmantemente altas en ciertas áreas, lo que subraya la necesidad de un monitoreo 

continuo y de la implementación de medidas de control adecuadas. Por lo tanto, los resultados 

de nuestra investigación no solo proporcionarán datos importantes para la salud pública, sino 

que también podrán orientar futuras políticas de gestión de la población de las colonias felinas 

en Logroño. 

4. METODOLOGÍA 

4.1 Gestión de las colonias felinas de Logroño 

La finalidad del Programa de Gestión y Control de Colonias Felinas Urbanas de Logroño (La Rioja) 

es controlar la proliferación de gatos urbanos mediante la esterilización de la mayoría de los 

individuos de una colonia, con el objetivo de reducir su número y mantener el equilibrio de la 
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población felina en la zona. Posteriormente, se supervisa el porcentaje de esterilización en la 

población de cada colonia para evaluar su estado y salud.  

Estas colonias pueden estar compuestas por tres tipos de gatos: callejeros, abandonados o 

perdidos, y salvajes o ferales. Su presencia en ciertas áreas puede ocasionar problemas 

significativos, como el incremento descontrolado de la población y diversas perturbaciones 

sensoriales (auditivas, visuales y olfativas), además de la posibilidad de diseminación de 

patógenos zoonóticos dentro de las poblaciones, lo que puede suponer un riesgo para la salud 

pública. La mayoría de estos problemas pueden atribuirse a dos causas principales: la alta 

prolificidad de las hembras felinas y el apoyo continuo de los humanos mediante ciertas 

conductas (Herrera-Coronado, 2023). 

La gestión de las colonias de gatos urbanos se lleva a cabo por parte del Ayuntamiento de 

Logroño en colaboración con las asociaciones de protección animal del municipio. El 

Ayuntamiento de Logroño, a través del Área de Bienestar Animal, fomenta la cooperación con 

estas asociaciones, para facilitarles los cuidados, la atención sanitaria y la alimentación de los 

gatos en los lugares donde sea posible. 

4.2 Comité de ética 

El método de captura de los gatos se realizó mediante la colocación de jaulas trampa utilizando 

como cebo comida húmeda. Una vez capturados, la jaula trampa se transportó en vehículo hasta 

el local de la asociación, tapados y con comida húmeda en la jaula para minimizar el estrés. Por 

la mañana, se les llevó en las mismas jaulas a la clínica veterinaria para su esterilización, previa 

anestesia, desparasitación y marcado. El uso de los datos de cada animal como son el sexo, edad 

y estatus sanitario en el momento de la toma, así como la extracción de sangre, está autorizado 

por el Comité de ético de Experimentación Animal del Centro de Investigación Biomédica de la 

Rioja (CIBIR) (Ref: IRA-01, 13/09/22) cuyo investigador responsable es Ignacio Ruiz Arrondo. 

4.3 Número de animales y muestras 

Un total de 46 muestras de sangre fueron obtenidas durante el procedimiento quirúrgico de 

castración aprovechando la preanestesia para extraer una muestra de 2 mL de sangre por 

punción en vena yugular o vena cefálica craneal, la cual fue depositada en dos tubos: uno con 

anticoagulante para el diagnóstico molecular y otro sin anticoagulante, para obtener el suero 

tras su centrifugado y realizar el diagnóstico serológico, las cuales han sido mantenidas en 

condiciones de congelación a -20℃ hasta su análisis.  
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Las muestras en su gran mayoría han sido recogidas de colonias felinas de la ciudad de Logroño, 

aunque en el estudio también han sido incluidas muestras de otras localidades cercanas a 

Logroño como son Varea, Albelda, Alberite, Navarrete, Lardero o Lapuebla de Labarca (Figura 

10). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 10. Mapa de las distintas localizaciones de las colonias felinas muestreadas (Google 

Maps). 

4.4 Kits para la detección de anticuerpos 

Para la detección de anticuerpos de L. infantum, R. typhi, R. felis y B. henselae, se utilizó la 

técnica de IFI semicuantitativa para todos los anticuerpos IgG. Para todos los patógenos en 

estudio, utilizamos los controles positivo y negativo proporcionados por los respectivos kits 

para cada portaobjeto. 

Para la detección de anticuerpos de L. infantum se utilizó el “LEISHMANIA infantum Fuller kit” 

(Fuller Laboratories, California, EE. UU.) cuyo umbral de detección se estableció en 1:40. 

Aquellos títulos menores a 1:40 fueron consideraron negativos, mientras que aquellas muestras 

con títulos mayores o igual a 1:40 fueron consideraros positivos. 

Por otro lado, para la detección de anticuerpos IgG de R. felis y R. typhi se empleó el “Flea-borne 

typhus IgG MIF kit” (Fuller Laboratories, California, EE. UU.), el cual incluye portaobjetos 

recubiertos con células infectadas con R. felis y R. typhi en el mismo pocillo con un umbral de 

detección de 1:16. Los títulos menores a 1:16 se consideraron negativos, mientras que los títulos 

mayores o igual a 1:16 se consideraron positivos para ambos ensayos. 
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Para la detección de anticuerpos IgG de B. henselae se utilizó el ensayo in vitro 

“MegaFLUO®BARTONELLA henselae” (Diagnostik Megacor, Horbranz-Austria) en el que se 

estableció un umbral de detección de 1:64. Por tanto, aquellas muestras que superaron este 

umbral se consideraron positivas y, en consecuencia, las que resultaron por debajo, negativas. 

En el caso de D. immitis, se utilizó el kit “ELISA DiroCHEK®”, que es altamente específico y 

sensible para la detección de antígenos de la forma adulta de D. immitis en plasma o suero de 

perros y gatos. En este kit se incluyen tanto control negativo y positivo, considerando muestra 

positiva aquella que vire de color a azul, lo que indica la presencia tanto de antígenos como de 

nematodos de D. immitis. 

4.5 Procedimiento kits de Inmunofluorescencia Indirecta 

En primer lugar, para la dilución de los sueros indicada por el fabricante de cada kit se preparó 

una solución de tampón fosfato salino (PBS de sus siglas en inglés): 

PBS 10x: Mezcla de 80 g NaCl, 2 gr KCl, 2 g KH2PO4 y 11,5 g Na2HPO4 y 1L de H2O. Esta solución 

se puede guardar a temperatura ambiente. Para trabajar, se debe utilizar una solución PBS 1x. 

Para ello, se realiza una mezcla de 900 mL de agua destilada y 100 mL de PBS 10x. El pH de la 

solución debe estar comprendido entre 7,2 y 7,4. 

A continuación, se extrajo la placa antigenada de su sobre de aluminio y se colocó en una cámara 

húmeda. Se puso una gota de control positivo y otra de control negativo, proporcionados en el 

kit comercial, en dos campos diferentes y, posteriormente, 20 μL de la dilución escogida de 

suero en el resto de los campos. Se incubó durante 30 minutos a una temperatura de 37 ˚C, con 

la placa dentro de la cámara húmeda. 

Tras la incubación, se sacudió la placa mediante un toque para eliminar el exceso de suero y se 

cubrió de PBS 1x en una cestilla en agitación durante 5 minutos. Pasado este tiempo, se cambió 

el PBS 1x y se repitió el proceso otros 5 minutos. A continuación, se aclaró brevemente la placa 

con agua destilada y se secó el exceso de humedad con un hisopo de algodón, con cuidado de 

no secar los campos antigenados. Se volvió a colocar la placa en la cámara húmeda y se sacó el 

frasco de FLUO FITC conjugado IgG anti-felino de la nevera. Se depositó en cada campo 

antigenado 1 gota (20 μL) de conjugado, consiguiendo que el campo se humedeciera por 

completo. Una vez realizado este paso, se debe volver a guardar el conjugado en refrigeración. 

Se incubó nuevamente durante 30 minutos a una temperatura de 37 °C, con la placa dentro de 

la cámara húmeda y en oscuridad, para proteger el conjugado. Finalizado este tiempo se 

repitieron los lavados teniendo en cuenta que es conveniente que se realice en oscuridad. 
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Finalmente, se colocaron unas gotas de medio de montaje sobre la placa y se colocó 

cuidadosamente un cubreobjetos sobre la misma. Suavemente, se extrajeron las posibles 

burbujas de aire que hubieran podido quedar. 

La evaluación se realizó en un microscopio de fluorescencia a 400x de magnificación, mediante 

la comprobación de los patrones de fluorescencia de los controles positivo y negativo con los de 

las muestras a analizar. 

4.6 Procedimiento kit de ELISA rápido 

Para usar el kit comercial de diagnóstico, primero se prepararon los pocillos. Se colocaron en el 

soporte un pocillo para el control positivo, uno para el control negativo y uno para cada muestra, 

manteniendo los pocillos unidos entre sí. Se añadió 1 gota de control positivo en el primer pocillo 

y 1 gota de control negativo en el segundo pocillo y a continuación se pusieron 50 µL de cada 

muestra en los siguientes pocillos.  

A continuación, se añadió 1 gota de conjugado en cada pocillo y se golpeó suavemente la 

microplaca (sin salpicar) durante 15 segundos para mezclar. Los pocillos se incubaron durante 

10 minutos a una temperatura de 21-25 °C. Luego, se desechó el líquido de los pocillos en el 

contenedor adecuado, se invirtió el soporte y se secó firmemente sobre una toalla de papel para 

eliminar las gotas finales. 

Se lavaron los pocillos llenándolos con agua destilada hasta desbordar, aplicando el volumen de 

agua con intensidad en cada pocillo. Se desechó el líquido de los pocillos en el contenedor 

adecuado después de cada lavado y se repitió este procedimiento cinco veces. Finalmente, se 

desechó el exceso de líquido, se invirtió el soporte y se secó firmemente sobre una toalla de 

papel para eliminar las gotas finales. 

Para visualizar los resultados, se añadieron 2 gotas de tampón sustrato en cada pocillo y se 

golpeó suavemente el soporte (sin salpicar) durante 15 segundos para mezclar. Se incubó 

durante 5 minutos a una temperatura de 21-25 °C y se leyeron los resultados de inmediato. 

4.7 Análisis estadísticos 

Los resultados obtenidos fueron registrados en una hoja de cálculo de Excel en la que aparecen 

reflejados el número de muestra, sexo del animal y los resultados de cada prueba específica 

para cada patógeno. La prevalencia se expresó como un porcentaje con un intervalo de 

confianza (IC) del 95%, utilizando el software gratuito "VassarStats: Sitio web para Computación 

Estadística" (http://vassarstats.net/). Para determinar las posibles relaciones entre la 

seropositividad de los patógenos (positivo/negativo) y el sexo (macho/hembra), se realizó la 

http://vassarstats.net/


26 
 

prueba de chi-cuadrado. A continuación, se calculó el Odds ratio para calcular la fuerza de dicha 

asociación, todo ello con el programa SPSS v24 (IBM Corporation, Armonk, NY, EE.UU.), 

considerándose como significativo un valor de p ≤0.05. 

5. RESULTADOS 

 5.1 Resultados serológicos generales 

De todos los animales, un total de 37 gatos sobre los 46 muestreados (80,43%) fueron 

seropositivos para al menos un patógeno de los analizados. Por otro lado, únicamente 9 

animales de los 46 muestreados (19,57%) fueron negativos a todos los patógenos analizados.  

La prevalencia de anticuerpos IgG frente a L. infantum fue del 10,8% (IC 95%= 4-24,3). Para R. 

tiphy fue del 15,2% (6,8-29,4), del 17,4% (8,3-31,9) para R. felis y para B. henselae, la 

seroprevalencia fue del 17,4% (8,3-31,9). En el caso de D. immitis fue del 0%, es decir, no se 

detectaron anticuerpos IgG frente a D. immitis en ninguna de las muestras (Tabla 1). Los 

resultados por patógeno y por individuo se encuentran en el Anexo 1. 

 

 D. immitis B. henselae R. tiphy R. felis L. infantum 
  No. Título No. Título No. Título No. Título No. 

 - 46 <64 38 <16 39 <16 38 <40 41 
 + 0 ≥64 8 ≥16 7 ≥16 8 ≥40 5 

Seroprevalencia 
(95%IC) 

         0%  17,4% (8,3-31,9) 15,2% (6,8-29,4) 17,4% (8,3-31,9) 10,8% (4-24,3) 

 
Tabla 1. Resultados de seroprevalencia en todos los patógenos de estudio. 

5.2 Resultados serológicos asociados con el sexo 

Comparando las seroprevalencias en función del sexo del animal, únicamente se observaron 

diferencias significativas en R. felis (Tabla 2), siendo las hembras significativamente más 

positivas a R. felis que los machos (p= 0,03). A pesar de observarse cierta tendencia a la mayor 

seropositividad de las hembras tanto en R. tiphy como en L. infantum, no se detectó ninguna 

asociación significativa entre el sexo y la infección. 

 

Patógeno Sexo No. (%) positivo por sexo p* 

D. immitis 
Macho 0/21 (0%) 

1 
Hembra 0/25 (0%) 

B. henselae 
Macho 4/21 (19%) 

0,78 
Hembra 4/25 (16%) 
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R. tiphy 
Macho 2/21 (9,5%) 

0,32 
Hembra 5/25 (20%) 

R. felis 
Macho 1/21 (4,7%) 

0,03 
Hembra 7/25 (28%) 

L. infantum 
Macho 2/21 (9,5%) 

0,78 
Hembra 3/25 (12%) 

 
Tabla 2. Número, porcentaje y asociación de los gatos positivos en función del sexo. 

*Significación en el análisis chi-cuadrado para la variable sexo. 

 
Con el fin de estudiar el factor sexo, únicamente incluimos a R. felis en el paso siguiente de 

regresión logística para el cálculo del Odds Ratio. Basándonos en la razón de probabilidades, la 

aparición de anticuerpos anti-R. felis fue 2,3 veces mayor en gatas hembras que en gatos 

machos.  

6. DISCUSIÓN 

En este TFM se han abordado aquellos patógenos transmitidos por vectores de importancia en 

la especie felina, y, que, debido a su carácter zoonótico pueden transmitirse al ser humano 

actuando el gato como posible reservorio de todos estos agentes. En especial, las colonias felinas 

suponen un mayor riesgo ya que al tener una mayor exposición al exterior pueden tener un 

contacto más directo con todos estos patógenos y sus vectores, además de ciertas conductas de 

riesgo como el beber agua de zonas estancadas no tratadas o cazar pequeños animales salvajes 

que pueden ser portadores de enfermedades (Liberg, 2000). 

La seroprevalencia para L. infantum obtenida en nuestro estudio en gatos de colonias en la 

ciudad de Logroño está en consonancia con lo identificado previamente en diversos estudios de 

este patógeno en España, tanto en gatos de colonias como domésticos, en los que los valores 

de seropositividad varían ampliamente: de 1,7% a 60%, siendo en este caso del 10,8 % (Alcover 

et al., 2021). 

En tres estudios realizados sobre 179, 144 y 88 gatos callejeros en la ciudad de Zaragoza se 

obtuvieron unas tasas de seropositividad de L. infantum del 2,8%, 12,2% y 10,2%, 

respectivamente (Alcover et al., 2021; Villanueva-Saz et al., 2022; Peris et al., 2024). Las 

anteriores seroprevalencias son similares a las observadas en el presente estudio, la cual fue del 

10,8 %, también sobre una población de gatos callejeros, y, además, tanto Logroño como 

Zaragoza presentan un clima similar al ser geográficamente cercanas, y, posiblemente, estas 

razones explican la proximidad de los resultados.   
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En un estudio reciente realizado en la región de Murcia (Ortuño et al., 2023), se obtuvo una 

prevalencia de L. infantum del 21% en gatos callejeros mediante PCR. La diferencia de 

prevalencias con el presente estudio se debe a las diferentes condiciones climatológicas entre 

las zonas de estudio, implicando en la región de Murcia una mayor presencia del vector, y, por 

tanto, mayor probabilidad de infección. 

Además, las posibles diferencias en los valores de prevalencia pueden deberse por diversos 

factores como son la ubicación geográfica, la especificidad y sensibilidad de la técnica 

diagnóstica escogida, el punto de corte establecido, el número y estilo de vida de los gatos 

muestreados, la muestra utilizada para el diagnóstico, la época del año y el estado clínico y las 

coinfecciones del animal (Ortuño et al., 2023). 

En cuanto R. typhi, para su propagación, utiliza dos ciclos: el clásico o murino, que ocurre entre 

ratas y sus pulgas, y el extramurino, que es el que puede involucrar a los gatos y a sus respectivas 

pulgas. En este último ciclo, la pulga del gato, Ct. felis, es la que actúa como principal vector, lo 

que ha llevado a la reaparición de casos de infección en países desarrollados (Rodríguez et al, 

2020). Sin embargo, es importante destacar que, aunque se ha informado la participación de los 

gatos en este ciclo alternativo, la información disponible es limitada (Nogueras et al., 2013).  

En nuestro estudio, obtuvimos una seroprevalencia del 15,2 %, similar a los resultados de un 

estudio sobre R. typhi en el sur de España, en el que se obtuvo una seroprevalencia del 15,8 % 

mediante IFI (Nogueras et al., 2013). En el mismo, no se observaron diferencias entre 

prevalencias de gatos callejeros y domésticos obtenidas sobre una muestra de 221 gatos. Sin 

embargo, investigaciones globales han detectado una mayor seroprevalencia en gatos callejeros 

en comparación con los domésticos como los que fueron llevados a cabo en California y 

Wisconsin por Case et al. (2006), y en Florida por Luria et al. (2004). Esto puede deberse a las 

diferencias en cuanto al número de gatos callejeros y su gestión entre ambas localizaciones 

geográficas. 

En otro estudio realizado sobre 86 gatos domésticos de toda España no fue detectada R. typhi 

(Gracia et al. 2015). Posiblemente esta diferencia en los resultados con el presente estudio 

pueda deberse a los diferentes orígenes de los gatos muestreados, el hecho de que sean gatos 

domésticos o a la zona de muestreo o época del año elegida.  

En cuanto a un estudio más actual realizado sobre 88 gatos callejeros en la ciudad de Zaragoza 

(Peris et al., 2024), obtuvieron una seroprevalencia más baja que en nuestra investigación, del 

9%, que probablemente se explique por el mayor volumen de muestras en su trabajo. 

Respecto a R. felis, se ha observado una seroprevalencia del 17,4%, siendo este valor similar al 

que obtuvieron Gracia et al. (2015), que fue del 16,3%, con la diferencia que fue sobre gatos de 

compañía de clínicas ubicados en diferentes regiones de España. En el estudio realizado por Peris 
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et al. (2024) realizado sobre gatos callejeros en la ciudad de Zaragoza, se obtuvo una prevalencia 

del 14,7%, valor similar al del presente estudio, posiblemente por las similitudes en las 

características de los gatos y las condiciones climáticas de la ciudad, cercana geográficamente a 

la ciudad de Logroño. Sin embargo, este resultado difiere con el que obtuvieron Segura et al. 

(2014), que observaron una seroprevalencia del 5,2% en gatos tanto callejeros como domésticos 

(en su mayoría) en 7 regiones diferentes de España. 

Es importante tener en cuenta que R. typhi y R. felis presentan una reacción serológica cruzada 

significativa, lo que puede dificultar la identificación del patógeno responsable de la 

seroreactividad sin una previa identificación mediante otras técnicas, como, por ejemplo, PCR 

(Ebani et al., 2021).  

Bartonella henselae se encuentra distribuida de forma global en la especie felina, aunque se 

encuentran variaciones en la seroprevalencia en los gatos en función de la zona geográfica, el 

tipo de prueba utilizada y las características del propio gato, es decir, si se trata de un gato 

doméstico o callejero (Razgūnaitė et al., 2021).  En un estudio realizado sobre 86 gatos 

domésticos distribuidos por todo el territorio español, se llegó a una prevalencia del 50% (Gracia 

et al., 2015), siendo notablemente más alta que la obtenida en este estudio (17.4%), 

posiblemente estas diferencias puedan deberse al menor volumen de muestras analizado o a 

las diferentes zonas de muestreo escogidas para el estudio. Peris et al. (2024), obtuvieron un 

valor de 36,3 % de seroprevalencia en Zaragoza cuyo valor difiere del obtenido en el presente 

trabajo posiblemente por un mayor volumen de muestras, ya que las condiciones geográficas y 

las características de la población estudiada son similares. En otro estudio realizado sobre 168 

gatos domésticos en Cataluña y Mallorca se observó una seroprevalencia del 71% (Solano-

Gallego et al., 2006), notablemente más elevada que la del presente estudio probablemente 

debido a las condiciones climáticas (humedad y temperatura) que permiten una mayor 

presencia del vector.  

En otros estudios, como el realizado en Madrid, se obtuvo una prevalencia del 24,7% sobre un 

conjunto de 168 gatos domésticos y callejeros (Ayllón et al., 2012), o del 29,6% en Cataluña 

sobre unos gatos de refugio (Ravicini et al., 2016). 

Como ya se ha comentado, B. henselae tiene una prevalencia más alta en aquellas regiones 

donde las condiciones favorecen la presencia de vectores, como lo son áreas con mayor 

humedad y temperatura, siendo el clima un factor determinante y predisponente (Razgūnaitė 

et al., 2021). Además, en gatos callejeros infestados de pulgas se observa una mayor 

seroprevalencia (Guptill, 2010), seguramente por no recibir tratamiento antiparasitario y estar 

más expuestos a las picaduras de las pulgas. Además, existe una asociación entre la aplicación 

inadecuada de tratamientos antiparásitos externos y la presencia de ADN de B. henselae en 
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gatos (Sepúlveda-García et al., 2023), por tanto, una sólida implantación de programas de 

control parasitario debería reducir su prevalencia en la especie felina. 

Respecto a D. immitis, en un estudio realizado sobre los patógenos presentes en mosquitos en 

la zona periurbana de Logroño durante el periodo 2016-2018 se identificó su presencia por PCR 

en cuatro especies distintas de mosquitos, entre ellas el mosquito común Culex pipiens s.l. Este 

hecho implica que, aunque no se haya detectado en este trabajo la presencia de este patógeno 

en los gatos ferales, sí que existe una circulación activa de D. immitis entre los vectores de la 

zona (comunicación personal de Ignacio Ruiz Arrondo). Una posible explicación podría ser que 

el estudio realizado sobre mosquitos se hizo en humedales de la zona periurbana de Logroño y 

no en zona urbana donde están localizadas las diferentes colonias felinas. 

Los gatos pueden contraer la infección por D. immitis en cualquier etapa de su vida, y la infección 

no está limitada únicamente a los gatos que viven al aire libre. De hecho, en un estudio previo 

que examinó los factores de riesgo en una cohorte de gatos infectados, se observó que el 27% 

de los gatos infectados con D. immitis vivían en el interior de hogares (Murillo et al., 2023). Este 

hecho podría explicarse porque una de las especies transmisoras de D. immitis es el mosquito 

común, Cx. pipiens s.l. que habitualmente entra dentro de las casas para picar. 

 La prevalencia de la enfermedad del gusano del corazón en gatos se estima en un 5-10% de la 

prevalencia reportada en perros en la misma área y puede llegar al 20% en algunas ubicaciones 

(Litster y Atwell, 2008).  

En un estudio realizado en Barcelona, en la prueba ELISA para la detección de antígenos 

circulantes, solamente el 0,26% de los gatos estudiados fue positivo (Montoya et al., 2014). En 

la misma línea que los resultados obtenidos por Montoya et al. (2014), en el presente estudio 

no se ha detectado ningún gato positivo a D. immitis.  

Para confirmar la presencia de gusanos adultos, es más conveniente la utilización de la prueba 

de antígeno, ya que se consigue detectar el antígeno secretado por las hembras adultas. Debido 

a que estas pruebas únicamente detectan gusanos hembras adultos, un resultado negativo no 

excluye la posibilidad de una infección causada por gusanos machos o gusanos en etapa 

preadulta, los cuales son comunes en los gatos. Además, la prueba puede dar un resultado 

negativo en algunos gatos con una infección provocada por un único gusano adulto hembra (Lee 

y Atkins, 2010).  

En cuanto a la asociación de gatos positivos a los distintos patógenos en función del sexo, 

únicamente se observaron diferencias significativas en R. felis, siendo las hembras 

significativamente más positivas a R. felis que los machos (p=0,03). Estas observaciones 

coinciden con las obtenidas por Ortuño et al. (2023) en las que Leishmania no mostró asociación 

con el género, la edad o la raza del animal. En la investigación realiza por Segura et al. (2014), el 
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sexo no se asoció a la seropositividad de R. tiphy, a diferencia de nuestros resultados. En la 

misma línea que nuestras observaciones, en el estudio llevado a cabo por Sepúlveda-García et 

al. (2023), no se encontró ninguna asociación significativa con las variables de género respecto 

a la presencia de ADN de Bartonella spp. 

A pesar de esto, también se observa una tendencia a una mayor seropositividad de las hembras 

a R. typhy y L. infantum. Esta tendencia podría deberse a la conducta maternal de las hembras 

en la preparación del nido, hábitat idóneo para la presencia de vectores de estas enfermedades. 

Además, dichos nidos pueden cumplir las condiciones necesarias de vida para los flebotomos, 

ya que éstos son zonas húmedas y oscuras, similar a las características de las madrigueras de los 

conejos. 
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7. CONCLUSIONES 

Primera: Este es el primer estudio sobre seroprevalencia de patógenos transmitidos por 

vectores en gatos de colonias en La Rioja, detectándose por primera vez la circulación de 

Leishmania infantum, Rickettsia tiphy, Rickettsia felis y Bartonella henselae en la población felina 

callejera en una zona urbana y periurbana de la ciudad de Logroño. 

Segunda: Las seroprevalencias observadas de Leishmania infantum, Rickettsia tiphy, Rickettsia 

felis y Bartonella henselae en la población felina callejera en una zona urbana y periurbana de la 

ciudad de Logroño, son similares a las obtenidas en otros estudios españoles y europeos. 

Tercera: No se han detectado anticuerpos frente a Dirofilaria immitis en los gatos de colonias 

de la ciudad de Logroño y alrededores a pesar de que es un patógeno que circula en la población 

de mosquitos de esta zona.  

Cuarta: Las gatas son más propensas a la infección por Rickettsia felis, observándose, además, 

dicha tendencia en Rickettsia tiphy y Leishmania infantum, aunque en este caso sin significación 

estadística.  

Quinta: El carácter zoonótico de los patógenos identificados junto a su transmisión vectorial 

conlleva la necesidad de adopción de medidas de control de estas enfermedades ya que podrían 

suponer un problema de salud pública, además de mejorar así el bienestar de la población felina. 
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9. ANEXOS 

9.1 ANEXO 1 

ID Sexo D. inmitis B. henselae R. typhi R. felis L. infantum 

M01 Hembra Negativo Negativo Positivo Negativo Negativo 

M02 Hembra Negativo Negativo Positivo Negativo Negativo 

M03 Hembra Negativo Negativo Negativo Negativo Negativo 

M04 Hembra Negativo Negativo Negativo Negativo Negativo 

M05 Hembra Negativo Negativo Negativo Positivo Negativo 

M06 Hembra Negativo Negativo Negativo Positivo Negativo 

M07 Hembra Negativo Positivo Negativo Positivo Negativo 

M08 Macho Negativo Negativo Negativo Negativo Negativo 

M09 Macho Negativo Positivo Negativo Negativo Negativo 

M10 Macho Negativo Negativo Negativo Negativo Negativo 

M11 Macho Negativo Negativo Negativo Negativo Negativo 

M12 Macho Negativo Negativo Positivo Positivo Negativo 

M13 Hembra Negativo Negativo Positivo Negativo Negativo 

M14 Macho Negativo Negativo Negativo Negativo Negativo 

M16 Hembra Negativo Negativo Negativo Negativo Negativo 

M17 Hembra Negativo Negativo Positivo Negativo Negativo 

M18 Hembra Negativo Positivo Negativo Negativo Negativo 

M19 Hembra Negativo Positivo Negativo Negativo Negativo 

M20 Macho Negativo Negativo Negativo Negativo Negativo 

M21 Hembra Negativo Negativo Negativo Negativo Negativo 
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M23 Hembra Negativo Negativo Negativo Positivo Negativo 

M24 Hembra Negativo Negativo Negativo Positivo Negativo 

M25 Hembra Negativo Negativo Negativo Negativo Negativo 

M26 Macho Negativo Positivo Negativo Negativo Negativo 

M27 Macho Negativo Positivo Negativo Negativo Negativo 

M28 Macho Negativo Negativo Negativo Negativo Negativo 

M29 Macho Negativo Negativo Negativo Negativo Negativo 

M30 Hembra Negativo Negativo Negativo Negativo Negativo 

M31 Hembra Negativo Negativo Negativo Negativo Negativo 

M32 Macho Negativo Negativo Negativo Negativo Negativo 

M33 Hembra Negativo Negativo Negativo Negativo Positivo 

M34 Macho Negativo Negativo Negativo Negativo Negativo 

M35 Hembra Negativo Positivo Negativo Negativo Negativo 

M36 Hembra Negativo Negativo Positivo Positivo Negativo 

M37 Hembra Negativo Negativo Negativo Negativo Negativo 

M38 Macho Negativo Negativo Negativo Negativo Positivo 

M39 Hembra Negativo Negativo Negativo Negativo Positivo 

M40 Macho Negativo Negativo Negativo Negativo Negativo 

M41 Macho Negativo Negativo Negativo Negativo Negativo 

M43 Macho Negativo Positivo Negativo Negativo Negativo 

M44 Macho Negativo Negativo Positivo Negativo Positivo 

M45 Macho Negativo Negativo Negativo Negativo Negativo 

M46 Hembra Negativo Negativo Negativo Positivo Negativo 

M47 Hembra Negativo Negativo Negativo Negativo Positivo 

M48 Macho Negativo Negativo Negativo Negativo Negativo 

M49 Macho Negativo Negativo Negativo Negativo Negativo 

 

Anexo 1. Identificación, sexo y resultados serológicos frente a L. infantum, B henselae, R. tiphy, 

R. felis y D. immitis. 
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