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Introducción/antecedentes 

Las enfermedades zoonóticas representan una amenaza directa para los sistemas de salud pública, generando costos en 

términos de tratamiento médico, control de brotes y sobrecargando los sistemas de salud. Además, genera importantes 

pérdidas por sacrificio de ganado y afectación de otros animales domésticos [1,2]. Ejemplos de cómo estas enfermedades 

pueden impactar en la salud pública, la salud animal y la vida silvestre han sido los recientes brotes de fiebre amarilla y 

del virus del Nilo Occidental, que muestran la necesidad de contar con infraestructura y capacidad de diagnóstico para 

asegurar una vigilancia constante de agentes potencialmente zoonóticos [3,4]. 

Las poblaciones de vida silvestre actúan como reservorios y pueden desempeñar varios roles en la epidemiología de 

numerosos patógenos [5–7]. Estos roles asignan a la vida silvestre la importante función de centinelas de la salud de los 

ecosistemas, y permiten la detección temprana de alteraciones en el medio ambiente; así como la distribución, el 

resurgimiento o emergencia de ciertos patógenos en una región específica [8,9].  

Las regiones tropicales se encuentran entre las áreas de diversidad natural más extraordinaria con una alta diversidad 

concomitante de patógenos y, por lo tanto, un alto potencial para la aparición de enfermedades [10,11]. Este riesgo ha 

aumentado drásticamente debido a las presiones antropogénicas vinculadas a la sobreexplotación de los recursos 

naturales y al aumento del cambio de uso del suelo, lo que a su vez aumenta la posibilidad de contacto entre la vida 

silvestre, los animales domésticos y los humanos [12,13].  

Una de las estrategias preventivas ante el riesgo de eventos epidémicos, impulsada por la Organización Mundial de 

Sanidad Animal (OIE) y la Organización Mundial de la Salud (OMS), es incrementar los esfuerzos para establecer 

mecanismos de detección temprana de patógenos, tanto zoonóticos como de importancia para la conservación, a través 

de los Programas de Monitoreo de la Salud de la Vida Silvestre (WHMP) [14–16].  

Uno de los primeros pasos para conocer el estado de salud de la fauna silvestre en una región es el seguimiento a través 

de la vigilancia pasiva, que identifica las causas de mortalidad en una variedad de especies en función de sus perfiles 

patológicos a través de exámenes post-mortem. Este enfoque ofrece ventajas como la rentabilidad y la capacidad de 

realizar muestreos de conveniencia, aprovechando la infraestructura establecida y la capacidad de diagnóstico. Además, 

cuando estos esquemas se establecen en el largo plazo, se ha demostrado que brindan la información central para la toma 

de decisiones y el establecimiento de políticas, normas y estrategias, priorizando la prevención de enfermedades, aun 

cuando el muestreo sea sesgado y con datos incompletos de cobertura geográfica [17–20]. 

En América Latina se han realizado importantes esfuerzos para mejorar los sistemas de vigilancia epidemiológica dirigidos 

a la fauna silvestre, incluso existen algunos programas nacionales actualmente instalados y funcionando perfectamente 



donde los animales silvestres son utilizados como centinelas para la vigilancia de algunas enfermedades específicas 

[21,22]. Sin embargo, aún no existen programas de monitoreo del estado general de salud de la vida silvestre, lo que deja 

en claro la necesidad de optimizar y ampliar la cobertura de estos esquemas [23,24]. Por ejemplo, según el Departamento 

de Agricultura de los Estados Unidos, Costa Rica cuenta con la infraestructura y mantiene programas de vigilancia 

adecuados para detectar y controlar enfermedades zoonóticas en el ganado [25]. Sin embargo, no contempla la vida 

silvestre local dentro de su esquema como debería ser [26]. 

Varios patógenos como parásitos zoonóticos, agentes infecciosos transmitidos por vectores y virus de transmisión directa 

han sido identificados en la vida silvestre de Costa Rica [27–38]. Esto refleja la urgencia de establecer un WHMP 

permanente, donde se consideren aspectos como el estado de salud general y el monitoreo de patógenos zoonóticos en 

la vida silvestre, facilitando el conocimiento de la eco epidemiología de estos agentes a nivel local. 

Los países con recursos limitados (LMIC) como Costa Rica enfrentan severas restricciones financieras y logísticas para 

monitorear la salud y la circulación de patógenos en la vida silvestre. Sin embargo, es necesario en el corto plazo extender 

la cobertura de este tipo de programas a las regiones tropicales. Por lo tanto, el objetivo de esta investigación es evaluar 

la factibilidad técnica e infraestructural para establecer este tipo de esquemas en Costa Rica mediante la implementación 

de un programa piloto de vigilancia epidemiológica pasiva en vida silvestre. Si bien encontramos obstáculos como la falta 

de legislación para la recopilación de datos y la voluntad de cooperación entre las agencias, nuestra investigación 

demostró que existe la capacidad logística y que es posible adaptar la infraestructura establecida para implementar este 

programa. Esto permitió que se analizaran canales de animales silvestres, detectando patógenos zoonóticos y patógenos 

de importancia para la conservación de especies. 

Objetivo general 

Evaluar la factibilidad técnica e infraestructural para establecer un programa de vigilancia epidemiológica pasiva en vida 

silvestre en Costa Rica mediante la implementación de un esquema piloto. 

Objetivos específicos 

Determinar las principales causas de enfermedad en mamíferos terrestres y aves silvestres de vida libre en Costa Rica. 

Realizar un registro digital y mapeo de los sitios de recolección de los cadáveres analizados incluyendo provincia, cantón 

y georreferenciación. 

Establecer las patologías más frecuentes en cada especie analizada, su potencial zoonótico y riesgo para la fauna silvestre 

Duración del proyecto de investigación 

1 año trabajo de campo (2019-2020), y un año en tabulación y análisis de datos (afectación por la pandemia). 

Materiales y métodos 

Área de estudio: El estudio se realizó a nivel nacional. Cada caso recibido fue geocodificado usando la latitud y longitud 

generada por GPS del punto donde el personal de campo encontró el espécimen. Cuando el GPS no estaba disponible, se 

geocodificaban usando la latitud y longitud de la ubicación aproximada donde se encontraban, y esto fue generado por 

Google Earth Pro v7.3 (2021, Google Inc.). Con los puntos georreferenciados de cada muestra admitida se elaboró un 

mapa utilizando ArcGIS 10.7 (ERSI), según la división territorial del SINAC por área de conservación: Área de Conservación 

Arenal Huetar Norte (ACAHN); Área de Conservación Arenal Tempisque (ACT); Área de Conservación Central (ACC); Área 

de Conservación Guanacaste (ACG); Área de Conservación La Amistad Caribe (ACLAC); Área de Conservación La Amistad 

Pacífico (ACLAP); Área de Conservación Osa (ACOSA); Área de Conservación Pacífico Central (ACOPAC); Área de 

Conservación Tempisque (ACT); Área de Conservación Tortuguero (ACTo). 

Informe de colecta científica: Para la implementación de un WHMP se planteó un esquema de vigilancia epidemiológica 

pasiva, adecuando los recursos técnicos de diagnóstico y la infraestructura con la que cuenta el país. Para crear una red 

de detección de animales silvestres muertos y enfermos, se solicita a los funcionarios de los centros de manejo de vida 



silvestre y funcionarios de la autoridad de vida silvestre, reportar casos y enviar voluntariamente especímenes. Se 

establecieron como casos para recibir, canales completas de vertebrados en libertad después de la muerte por cualquier 

enfermedad o traumatismo asociado, tanto encontrados muertos en el campo como fallecidos en los centros de manejo. 

Se excluyeron las canales de animales que permanecieron más de 48 horas en los centros de manejo antes de fallecer, las 

que recibieron medicación, y aquellas canales que estuvieron congeladas por más de una semana cuando fue necesario 

almacenarlas. El esquema WHMP propuesto se muestra en la Fig. 1.  

Cantidades: Se recibieron 96 carcasas. Las canales recibidas fueron clasificadas por su grado de autólisis según una escala 

establecida de uno a cinco [39]. Así, desde un cadáver fresco o un animal muerto recientemente (grado 1) hasta 

descomposición avanzada (grado 4) y cadáveres parciales, momificados o restos óseos (grado 5). Solo se incluyeron 

canales con grados 1 a 3 en el estudio para análisis post-mortem y muestreo de tejido [439].  Por lo tanto, 85 canales 

fueron admitidos en el estudio. Estos se dividieron por clase taxonómica en 9 aves y 76 mamíferos. 10 carcasas de aves y 

1 de mamífero no fueron admitidos para el estudio por grado avanzado de autolisis.  

Uso y destino del material: Los cadáveres utilizados en este estudio eran todos de vertebrados en libertad con cualquier 

condición clínica aparente o después de la muerte debido a cualquier enfermedad o trauma asociado. Se solicitó y registró 

información básica en el Sistema de Información de Vigilancia Epidemiológica (SIVE) del Servicio Nacional de Salud Animal 

(SENASA) para cada envío de muestra: ubicación geográfica, el nombre estándar y científico del animal, signos clínicos y 

cualquier información que se considere relevante para el caso, siguiendo el esquema recomendado por la OIE para la 

notificación de casos para el sistema de vigilancia de enfermedades en animales silvestres [16,40]. Todas las canales se 

enviaron en condiciones de refrigeración a 2-8 °C. 

Las carcasas recibidas se les realizo un análisis anatomopatológico y se registraron todos los hallazgos morfológicos. 

Además, se tomaron muestras de tejido para análisis histopatológicos y microbiológicos de rutina, según fuera necesario. 

Las muestras de tejido para histopatología se procesaron de acuerdo a los protocolos estándar [41]. Los segmentos de 

tejidos y órganos no utilizados posterior al análisis post-mortem, fueron descartados cumpliendo las medidas de 

bioseguridad y posteriormente incinerados.  

Los virus y protozoos se identificaron en las muestras de tejidos frescos recolectados de manera estéril durante el análisis 

post-mortem. Según hallazgos sugestivos de lesión, se tiñeron segmentos de los órganos afectados y se observaron en 

microscopia de luz, detectando cuerpos de inclusión en células diana, permitiendo establecer diagnósticos presuntivos.  

Detección bacteriológica: Se cultivaron muestras de tejido de animales con procesos inflamatorios (supurativos o 

abscesos) siguiendo procedimientos bacteriológicos estándar. Para el aislamiento bacteriano, las muestras se inocularon 

en medios de agar no selectivos y selectivos. Se identificó un crecimiento bacteriano significativo utilizando el sistema 

automatizado VITEK-2 Compact, versión de software 8.02 (bioMérieux, Marcy l'Etoile, Francia). Se utilizaron tarjetas de 

prueba VITEK para Gram-negativo [GN], Gram-positivo [GP] y anaerobios [ANC] para la identificación de acuerdo con las 

instrucciones del fabricante. 

Identificación de parásitos metazoarios: Todos los parásitos presentes en las canales fueron recolectados y lavados con 

suero fisiológico, conservados en solución de alcohol, ácido acético y formalina (AFA). No más de una semana después de 

la recolección se sometieron a identificación a nivel de género a través de características morfométricas [42]. Las 

características físicas y morfométricas se reconocieron después de la fijación y clarificación con solución de Hoyer 

mediante microscopía óptica [43–45]. Además, los cestodos procesados se tiñeron con solución diluida de hematoxilina 

de Harris. 

Informe de Investigación científica 

Participación en el WHMP y distribución de casos por edad, sexo y clasificación taxonómica 

La notificación de casos fue realizada por funcionarios de la autoridad de vida silvestre, con el 24.7% (21/85) de los casos 

y el 75.3% (64/85) por funcionarios de los centros de manejo de vida silvestre, solo cuatro centros de manejo reportaron 

y enviaron casos para análisis. Las áreas de conservación con mayor participación en el WHMP fueron las mismas donde 



se ubicaron los centros de manejo de vida silvestre participantes. La ubicación geográfica de los centros de manejo, 

laboratorio de diagnóstico y casos analizados se muestra en la Fig. 1. Las áreas de conservación donde no hubo 

participación son aquellas ubicadas más alejadas del laboratorio de diagnóstico y con obstáculos importantes para el 

envío. 

De los 85 ejemplares admitidos al estudio, hubo una distribución por edades de 27,1% (23/85) animales jóvenes y 72,9% 

(62/85) adultos. La distribución por sexo fue 56,5% (48/85) machos y 43,5% (37/85) hembras. Según el orden taxonómico 

recibimos 29,4% (25/85) Carnívora, 29,4% (25/85) Primate, 12,9% (11/85) Pilosa, 5,9% (5/85) Didelphimorphia, 4,7% 

(4/85) ) Roedores, 4,7 % (4/85) Artiodáctilos, 2,3 % (2/85) Cingulados, 2,3 % (2/85) Pelecaniformes, 2,3 % (2/85) 

Accipitriformes, 2,3 % (2/85) Anseriformes, 1,2 % (1/85) Ciconiiformes, 1,2% (1/85) Piciformes y 1,2% (1/85) Coraciiformes.  

 

Fig 1. Geocodificación de los casos analizados por área de conservación. El número corresponde a los casos analizados 

en cada área de conservación. Los centros de manejo de vida silvestre que se muestran son aquellos que colaboraron con 

el WHMP. 

Distribución de causas de muerte y lesiones según etiología 

La distribución de la causa presuntiva de muerte según hallazgos patológicos correspondió a 54,1% (46/85) asociada a 

eventos traumáticos (atropello y electrocución principalmente), 27,1% (23/85) a muertes directamente relacionadas con 

agentes infecciosos y 2,4% (2/85) con enfermedad degenerativa. Además, en el 3,5% (3/85) de los casos la muerte se 

asoció presuntamente a intoxicación y en el 12,9% (11/85) no se determinó la causa de la muerte. De los individuos con 

causa de muerte traumática, el 67,4% (32/85) presentó concomitantemente algún agente infeccioso con o sin enfermedad 

asociada (24 con parásitos gastrointestinales y pulmonares, tres con bacterias, uno con protozoos y cuatro con múltiples 

microorganismos). De los ejemplares con causa de muerte infecciosa, diez presentaron lesiones asociadas a virus, cinco a 

parásitos, dos a protozoos, uno a bacterias y cinco presentaron lesiones asociadas a múltiples etiologías. Los valores 

absolutos y relativos de las causas de muerte para cada uno de los grupos taxonómicos según la presencia de agentes 

infecciosos se especifican en la Tabla 1. 

Tabla 1. Valores absolutos y relativos de las causas de muerte para cada uno de los grupos taxonómicos. 



Causas de muerte / Taxón DAIA DNAIA-PD DNAIA-IAD DNAIA UD 

Mamíferos      
Carnívora 40% (10/25) 28% (7/25) 16% (4/25) 8% (2/25) 8% (2/25) 
Primate 32% (8/25) 36% (9/25) 16% (4/25) 8% (2/25) 8% (2/25) 
Pilosa 0% (0/11) 9.1% (1/11) 27.3% (3/11) 45.4% (5/11) 18.2% (2/11) 

Didelphimorphia 20% (1/5) 0% (0/5) 60% (3/5) 0% (0/5) 20% (1/5) 
Rodentia 25% (1/4) 0% (0/4) 0% (0/4) 25% (1/4) 50% (2/4) 

Artiodactyla 25% (1/4) 0% (0/4) 0% (0/4) 75% (3/4) 0% (0/4) 
Cingulata 0% (0/2) 0%% (0/2) 0%% (0/2) 100% (2/2) 0%% (0/2) 

Aves      
Pelecaniformes 100% (2/2) 0% (2/2) 0% (2/2) 0% (2/2) 0% (2/2) 
Accipitriformes 0% (0/2) 0% (0/2) 50% (1/2) 50% (1/2) 0% (0/2) 
Anseriformes 0% (0/2) 0% (0/2) 0% (0/2) 100% (2/2) 0% (0/2) 
Ciconiiformes 0% (0/1) 0% (0/1) 0% (0/1) 0% (0/1) 100% (1/1) 

Piciformes 0% (0/1) 0% (0/1) 0% (0/1) 100% (1/1) 0% (0/1) 
Coraciiformes 0% (0/1) 0% (0/1) 0% (0/1) 0% (0/1) 100% (1/1) 

Total 27.1% (23/85) 20% (17/85) 17.6% (15/85) 22.4% (19/85) 12.9% (11/85) 

DAIA: Muerte asociada con agente infeccioso; DNAIA-PD: Muerte no asociada con agente infeccioso, con un agente infeccioso 

preexistente; DNAIA-IAD: Muerte no asociada con agente infeccioso, con detección de agente infeccioso; DNAIA: Muerte no 

asociada con agente infeccioso; UD: Muerte con causa indeterminada. 

 

Agentes infecciosos detectados en el WHMP 

Se identificaron diez virus, siete protozoos y siete bacterias en muestras de mamíferos. En 22 casos, estos patógenos 

estaban involucrados con lesiones o enfermedad sistémica, de los cuales, 19 estaban directamente asociados con la causa 

de muerte de los mamíferos. Sólo Sarcocystis spp. detectado en dos casos fue un hallazgo incidental. Además, 38 

mamíferos tenían parásitos internos. Se observó multiparasitosis en el 15,3% (13/85) de los casos. Parásitos como 

Prosthenorchis spp. (n=15), Angiostrongylus spp. (n=6), y Cilycospirura spp. (n=1) fueron responsables de parasitosis 

severa con enfermedad sistémica. Algunas de las lesiones como la bronconeumonía abscedada piogranulomatosa y la 

gastritis nodular y esclerosante asociada a agentes infecciosos se observan en la figura 2 (ver leyenda). En el 50,6% (43/85) 

de los casos, los mamíferos presentaron agentes infecciosos con potencial zoonótico como Klebsiella pneumoniae, 

Toxoplasma gondii, Angiostrongylus spp. Los agentes etiológicos identificados por grupos taxonómicos y el número de 

ejemplares analizados se especifican en la Tabla 2. 

 



Fig 2. Agentes infecciosos en lesiones identificadas en animales silvestres. A) Pulmón (Alouatta palliata-mono aullador). 

Neumonía linfoplasmocítica con presencia de quiste tisular, morfología compatible con Toxoplasma gondii (punta de 

flecha; H&E 600x). B) Pulmón (Alouatta palliata-mono aullador). Bronconeumonía abscedada piogranulomatosa con 

bacteria intralesional Klebsiella pneumonia, confirmación por cultivo (punta de flecha; H&E 200x). C) Cerebro (Didelphis 

marsupialis-zarigüeya). Presencia del nematodo Angiostrongylus spp. identificado por morfología (punta de flecha; H&E 

400x). Recuadro: Ampliación de nematodos (H&E 200x). D) Pulmón (Cebus imitator-mono cariblanco). Bronconeumonía 

asociada a múltiples Nematodos, Filariopsis spp. identificado por morfología (más cortes de la hembra en microfotografía) 

(punta de flecha; H&E 40x). E) Estómago (Herpailurus yagouaroundi-jaguarundi). Gastritis nodular y esclerosante asociada 

a múltiples Cylicospirura spp. Nematodos identificados por morfología (punta de flecha; H&E 40x). F) Piel (Sphiggurus 

mexicanus-puercoespín) Dermatitis piogranulomatosa y eosinofílica asociada a infestación masiva por Sarcoptex spp. 

(punta de flecha; H&E 400x).  

Tabla 2: Número de agentes infecciosos testeados y positivos en mamíferos según etiología. 

Grupo taxonómico / agente infeccioso Primate Carnívora Pilosa Didelphimorphia Rodentia Artiodactyla Cingulata 

Virales CDV (n=18) 0 10 0 0 0 0 0 

Alfavirus (n=9) 0 0 0 0 0 0 0 

Flavivirus (n=9) 0 0 0 0 0 0 0 

Influenza virus (n=8) 0 0 0 0 0 0 0 

Rabia (n=76) 0 0 0 0 0 0 0 

Bacterias  C. perfringens (n= 18) 0 0 0 0 0 1 0 

E. coli (n=18) 1 0 0 0 0 0 0 

K. pneumoniae (n=18) 1 0 0 0 0 0 0 

T. pyogenes. (n=18) 0 0 0 0 1 0 0 

S. aureus (n=18) 1 1 1 0 0 0 0 

Mycobacterium spp. (n=18) 0 0 0 0 0 0 0 

Protozoarios Toxoplasma gondii (n=4) 2 0 0 0 0 0 0 

Trypanosoma spp. (n=14) 0 0 0 3 0 0 0 

Leishmania spp. (n=8) 0 0 0 0 0 0 0 

Sarcocystis spp. (n=5) 0 1 0 0 0 1 0 

Parásitos 
metazoarios 1 

Angiostrongylus spp. 0 5 0 1 0 0 0 

Dirofilaria spp. 0 4 0 0 0 0 0 

Dipetalonema spp. 5 0 2 0 0 0 0 

Gnathostoma spp. 0 0 0 1 0 0 0 

Baylisascaris spp. 0 1 0 0 0 0 0 

Ancylostoma spp. 0 1 0 0 0 0 0 

Cylicospirura spp. 0 1 0 0 0 0 0 

Prosthenorchis spp. 10 5 0 0 0 0 0 

Macracanthorhynchus spp. 0 1 0 0 0 0 0 

Spirometra spp. 0 2 0 0 0 0 0 

n: número de testeados;  
1 solo se muestran los parásitos zoonóticos 

 

Se evaluó la presencia de virus en todas las aves enviadas (n=9), dos de las cuales dieron positivo para flavivirus. Además, 

tres aves tenían parásitos internos. La mayoría de los patógenos identificados se asociaron directamente como causa de 

muerte de las aves. Sólo Procyrnea spp. identificado en un caso fue un hallazgo incidental. En el 2,3% (2/85) de los casos, 

las aves presentaron agentes infecciosos con potencial zoonótico como Contracaecum spp. Los agentes etiológicos 

identificados en aves y el número de muestras analizadas se especifican en la Tabla 3. 



Tabla 3: Número de agentes infecciosos testeados y positivos en aves según etiología. 

          Grupo taxonómico / agente 
infeccioso 

Pelecaniformes Accipitriformes Anseriformes Ciconiiformes Piciformes Coraciiformes 

Virales Alphaviruses (n=3) 0 0 0 0 0 0 

Flaviviruses (n=3) 2 0 0 0 0 0 

Influenza virus (n=9) 0 0 0 0 0 0 

Newcastle virus (n=9) 0 0 0 0 0 0 

Bacterias C. perfringens (n=1) 0 0 0 0 0 0 

E. coli (n=1) 0 0 0 0 0 0 

K. pneumoniae (n=1) 0 0 0 0 0 0 

Salmonella spp. (n=1) 0 0 0 0 0 0 

S. aureus (n=1) 0 0 0 0 0 0 

Parásitos 
metazoarios 
1 

Contracaecum spp. 2 0 0 0 0 0 

n: número de testeados; 
1  solo se muestran los parásitos zoonóticos 

     

 

Distribución geoespacial de los agentes infecciosos detectados y su acumulación por región geográfica 

Establecimos una distribución de los agentes infecciosos identificados con mayor frecuencia en las muestras analizadas 

(Fig. 3). En primer lugar, se evidenció una amplia distribución de parásitos zoonóticos en el país. Luego, hubo una 

acumulación en la región del Pacífico Central de ejemplares con acantocefaliasis (12 con Prosthenorchis spp., uno con 

Macracanthorhynchus spp.), y una acumulación de ejemplares con nematodos gastrointestinales en la gran área 

metropolitana y zonas turísticas de Guanacaste (seis con Angiostrongylus spp., uno con Baylisascaris spp., uno con 

Ancylostoma spp.). Además, las enfermedades transmitidas por vectores se produjeron exclusivamente en especímenes 

de regiones costeras y altitudes inferiores a los 300 metros sobre el nivel del mar (11 con filarias, dos con flavivirus). El 

CDV presente en carnívoros de diversas zonas del país no mostró un patrón específico de distribución (n=10). 



 

Fig 3. Distribución geográfica de los agentes infecciosos identificados con mayor frecuencia en los especímenes 

referidos. Los individuos reportados como negativos fueron representados a pesar de que no se detectó el agente 

infeccioso en los análisis complementarios o no se encontraron lesiones sugestivas de la enfermedad en el análisis 

anatomopatológico. 

Discusión 

Los esquemas WHMP han demostrado ser una herramienta fundamental en el monitoreo de patógenos de importancia 
zoonótica [46–48]. Estos sistemas de vigilancia son aún más críticos en áreas geográficas donde las altas tasas de 
biodiversidad son prominentes [10]. Por ejemplo, Costa Rica depende económicamente de sus servicios de ecoturismo, y 
su fauna es uno de sus activos más importantes [49]. Sin embargo, actualmente no existe un sistema de vigilancia 
epidemiológica dirigido a la vida silvestre para estudiar cualquier brote u otro evento de salud que los involucre. 

Además, implementar este tipo de esquemas es fundamental para un país considerado un "punto caliente" para la 
aparición o emergencia de nuevos agentes infecciosos, sin embargo, encontramos durante esta investigación algunos 
obstáculos para la implementación en Costa Rica [11,15]. Estos obstáculos se relacionan principalmente con la falta de 
legislación para la recolección de datos, voluntad de cooperación entre agencias, desincentivos financieros y problemas 
logísticos para el almacenamiento y transporte de canales, dificultades similares a las descritas por algunos autores 
[50,51]. 

La capacidad de almacenamiento y la logística de transporte impactan directamente en los WHMP. Las áreas urbanas con 
medios de transporte reportaron y despacharon más cadáveres, en contraste con las regiones remotas o de difícil acceso, 
que tuvieron una menor participación. Estos patrones concuerdan con informes previos que indican que la notificación de 
la mortalidad o morbilidad de la vida silvestre generalmente depende de la detección inicial de casos por parte del público 
en general, por lo tanto, los casos detectados están sesgados hacia eventos en áreas pobladas o de fácil acceso [17,52,53]. 
Sin embargo, esto demuestra que la logística existente en ACC y ACOPAC (áreas urbanas con mayor número de casos 
notificados) puede utilizarse para mantener el WHMP al menos a nivel regional. Asimismo, es necesario ampliar la red de 
laboratorios para incluir otras instituciones que tengan capacidad de diagnóstico patológico dentro del esquema WHMP, 
para reducir la dependencia del almacenamiento y transporte de canales. Se ha demostrado que esta medida mejora la 
cobertura en regiones distantes y aumenta la notificación de casos [20,46,47,54]. 



La participación y detección de casos también estuvo limitada por la falta de lineamientos y legislación. Esto significa que 
el sistema se mantiene por el interés propio de cada funcionario, así como por las relaciones interpersonales de los 
funcionarios de las diferentes instituciones, lo cual es consistente con los hallazgos de evaluaciones previas de los servicios 
veterinarios de Costa Rica [29]. Para garantizar la sostenibilidad a largo plazo del WHMP, se necesitan leyes y reglamentos 
que brinden apoyo financiero y aclaren las funciones específicas de cada institución. Esto podría facilitar la coordinación 
y cooperación entre instituciones para la notificación y transporte de especímenes [20,46,47,54]. 

La notificación y derivación de casos dependía en gran medida de los centros de gestión que brindan atención veterinaria 
a los animales salvajes. Otros estudios han propuesto a estas instituciones como una herramienta indispensable dentro 
de los WHMP debido a la gran cantidad de información que pueden generar para el sistema [55–57]. La realización de 
necropsias por parte de los médicos veterinarios de los centros de gestión apoyaría en gran medida la eficiencia y 
sostenibilidad de este WHMP, reduciendo la demanda de transporte (solo se transportarían muestras, no canales 
completas) y eliminaría la congelación, facilitando así el diagnóstico. Esto podría incentivar la participación de centros de 
gestión de regiones lejanas sin capacidad de almacenamiento, aumentando así la cobertura. Sin embargo, son necesarias 
las normas, manuales y procedimientos previos para los procedimientos de análisis y toma de muestras post mortem, 
como ocurre con otros esquemas de vigilancia, para no afectar el diagnóstico, ya que el análisis patológico es vital en los 
esquemas de vigilancia pasiva [17,19,20]. 

Carnívoros y primates fueron los taxones con mayor representación. Estos datos se pueden asociar a que son animales de 
tamaño mediano a grande, más carismáticos y con un contacto más significativo de estas especies con los ambientes 
humanos, facilitando el reconocimiento de las morbilidades y mortalidades por parte de la población [53]. Estos taxones 
deben ser priorizados en los WHMP, ya que permite optimizar el uso de los recursos porque, además de su fácil detección, 
son taxones en los que pueden circular diversos agentes patógenos [58,59]. 

Por el contrario, fue difícil obtener cadáveres de aves viables para el análisis post-mortem debido al grado avanzado de 
autólisis, desperdiciando importantes recursos de transporte y almacenamiento, un obstáculo experimentado en otros 
estudios [60]. Las aves silvestres deben ser incluidas en los programas de vigilancia del virus de la influenza y del virus de 
la enfermedad de Newcastle que se mantiene en los sistemas de producción avícola del país. Esto mantendría el monitoreo 
como se hace en otros WHMP sin la necesidad de un análisis post-mortem, evitando así el desperdicio de recursos [54]. 

Además, la mayoría de los casos con causa traumática de muerte presentaban alguna patología infecciosa preexistente. 
Los animales que viven en libertad están frecuentemente expuestos a agentes infecciosos de forma natural, por lo que es 
común encontrar lesiones incidentales asociadas en el análisis post-mortem [61-63]. Estos casos permiten la detección de 
agentes infecciosos en vigilancia pasiva, estén o no asociados con la causa de la muerte [61,64–66]. Por lo tanto, deben 
mantenerse dentro de los casos a analizar. 

La capacidad de diagnóstico previamente implementada, permitió al WHMP detectar agentes infecciosos que pudieran 
afectar la salud de los animales domésticos, la salud pública y la conservación de especies silvestres, con diversas vías de 
transmisión como contacto directo, alimentos, agua y vectores. Por ejemplo, nuestro estudio muestra la presencia de 
agentes infecciosos bacterianos potencialmente zoonóticos clasificados como enfermedades emergentes en algunas 
regiones [67–69]. Los más relevantes son Klebsiella pneumoniae, Escherichia coli y Staphylococcus aureus, que se 
asociaron con enfermedad primaria en algunos de los especímenes analizados. Evidenciando un riesgo latente para la 
salud pública por el contacto directo o indirecto que se produce a través del manejo de estos animales silvestres. Además, 
estas bacterias actualmente encabezan la lista de agentes infecciosos con genes de resistencia a antibióticos, por lo que 
se debe mantener el seguimiento de este tipo de agentes, avalado por la academia, al menos con fines investigativos 
[28,70–72]. 

También detectamos enfermedades transmitidas por vectores, que son reconocidas como agentes con potencial 
epidémico en América Latina debido a las condiciones climáticas, sanitarias y socioeconómicas de las regiones tropicales 
que favorecen su propagación [73–75]. Identificamos primates, carnívoros y aves con agentes infecciosos de transmisión 
vectorial, por ejemplo, Dirofilaria spp., Dipetalonema spp. y flavivirus presentes principalmente en la costa. La mayoría de 
estos casos provienen de regiones ya definidas como áreas endémicas para estos agentes infecciosos en animales 
domésticos, lo que revela una posible transmisión por esta vía y un riesgo potencial para la conservación de la especie 
[76–79]. 



La detección de estos patógenos transmitidos por vectores también revela un riesgo potencial para la salud pública en 
lugares con una alta tasa de visitas turísticas en Costa Rica. Este riesgo se ve reforzado por los informes del sistema de 
salud, que mostraron al menos tres casos de enfermedad en humanos asociados con Dirofilaria immitis y casos aislados 
de filariasis subcutánea [80-82]. Además, detectar mortalidades relacionadas con virus como el del Nilo Occidental en aves 
silvestres (como posiblemente fue nuestro caso) permite alertas tempranas. Se ha demostrado que existe un mayor riesgo 
de exposición para las poblaciones humanas cercanas a las regiones donde se produce la mortalidad de las aves silvestres 
[83,84]. 

El CDV se detectó con frecuencia en nuestro estudio, lo que refleja la relevancia de este virus en el papel del contagio 
hacia las especies carnívoras y posiblemente las implicaciones de un contagio hacia los caninos domésticos susceptibles o 
no vacunados [85–87]. Se han informado brotes endémicos de CDV a lo largo de Costa Rica y América en poblaciones de 
perros y, más recientemente, se han registrado brotes esporádicos en carnívoros salvajes de áreas urbanas y suburbanas 
del país [85,88]. Costa Rica no cuenta con datos oficiales sobre la población de perros domésticos. Los datos de inmunidad 
colectiva en esta población son inciertos, especialmente para perros sin dueño o en áreas no urbanas. De hecho, esto 
representa un riesgo para los carnívoros salvajes, especialmente en áreas urbanas con poblaciones caninas susceptibles. 
Además, la posibilidad de transmisión de este virus a otras especies más allá de los carnívoros es una hipótesis que se ha 
investigado [89]. Dada la alta diversidad de vertebrados presentes en Costa Rica y la alta circulación de CDV detectada, 
este virus debe ser considerado dentro de los programas de vigilancia epidemiológica. 

Además, los parásitos gastrointestinales y pulmonares detectados en este estudio son relevantes para la salud pública y 
los programas de conservación de la vida silvestre. Por ejemplo, detectamos los nematodos Angiostrongylus spp., 
Baylisascaris spp., Ancylostoma spp. y Cylicospirura spp. en especies de mamíferos ubicadas en áreas densamente 
pobladas. Detectamos casos con acantocéfalos (Prosthenorchis spp., Macracanthorhynchus spp.) concentrados en la 
región del Pacífico Central, y parásitos transmitidos por agua o alimentos acuáticos como el cestodo Spirometra spp. en la 
región norte del país. Este resultado demuestra una herramienta rentable para el WHMP, que no requiere recursos 
financieros más allá de personal calificado para la identificación morfológica de gusanos y permite la detección de agentes 
patógenos que afectan principalmente a los niños [90–91]. Este diagnóstico se puede mantener en LANASEVE sin mayores 
requerimientos económicos. 

Este estudio no detectó infecciones por el virus de la rabia. Estos hallazgos están respaldados por estudios previos en 
animales salvajes en Costa Rica [29]. Sin embargo, se han informado muertes humanas y de ganado asociadas con 
infecciones de rabia, lo que enfatiza la relevancia de su monitoreo continuo [35,92]. Una situación similar se aplica al virus 
de Newcastle y la influenza. En nuestras muestras, ninguna de las aves presentó evidencia de enfermedad o signos clínicos 
asociados, sin embargo, dada la gran relevancia de estas enfermedades para el país y el riesgo para la producción nacional, 
es recomendable establecer un seguimiento de rutina por parte del organismo de salud animal bajo la responsabilidad de 
esquema WHMP [32,93]. Incluso sería recomendable incluir en el esquema el seguimiento serológico de tuberculosis y 
brucelosis de especies silvestres. Estos programas nacionales de vigilancia epidemiológica ya incluyen algunas especies 
silvestres y la cobertura podría ampliarse [94]. 

Finalmente, no pudimos identificar la causa de la muerte en algunas de las muestras analizadas. Aunque hicimos pruebas 
de los principales agentes infecciosos circulantes en Costa Rica, no se obtuvieron datos concluyentes. Se han reportado 
rangos de 17-22% en estudios patológicos en especies silvestres, donde no se puede determinar el agente causal de la 
enfermedad, asociado principalmente al grado de autólisis y la complejidad diagnóstica [17,49,59,61]. Estos resultados 
son consistentes con los porcentajes de ausencia de identificación del agente etiológico en nuestras muestras. 
Demostrando que, aunque la capacidad de diagnóstico es aceptable, se necesita más trabajo para desarrollar técnicas de 
diagnóstico sólidas para animales silvestres y que los esfuerzos e incentivos financiados por las autoridades 
gubernamentales son necesarios para la vigilancia de patógenos en la vida silvestre a través de la implementación 
consistente de herramientas como la metagenómica de nueva generación [95–98]. 

Conclusiones y recomendación 

Este estudio se realizó como piloto y fue el primer intento estructurado de probar el establecimiento de un esquema de 
vigilancia epidemiológica pasiva para enfermedades en vertebrados silvestres. Se pudo evidenciar que existe una buena 
infraestructura dedicada al monitoreo de enfermedades en animales productivos que puede ser utilizada para establecer 
un WHMP, también que existe suficiente capacidad diagnóstica para la detección de agentes infecciosos en animales 
silvestres. Y que el país cuenta con herramientas como el SIVE, que le permite al Programa de Vida Silvestre del SENASA 



ordenar y administrar la información que genera el WHMP. Este esquema, de mantenerse en el tiempo, permite la toma 
de decisiones para promover la conservación de las especies, la salud animal y la salud pública al conocer la circulación y 
comportamiento de estos patógenos, monitorear el estado de salud general de los animales silvestres, así como brindar 
una alerta temprana de eventos epidémicos [52]. 

Sin embargo, destaca la necesidad de un compromiso interinstitucional y transinstitucional con la sostenibilidad en el 
tiempo de este esquema de vigilancia, manteniendo a cada una de las instituciones motivadas y enfocadas en los 
beneficios más allá de la parte económica. La información generada debe compartirse con las agencias de vida silvestre y 
salud pública, para que se utilice junto con una estrategia preventiva y un enfoque ONE HEALTH para abordar las 
enfermedades zoonóticas, facilitando intervenciones de salud pública más específicas, implementando medidas para 
reducir el riesgo de propagación [20,47,52]. La retroalimentación al personal de campo es crucial para mantener la 
motivación y la red de detección, como fue en nuestro caso. Esta información generada en este estudio es crítica en 
regiones con recursos limitados y establecidas como hotspots para las enfermedades infecciosas emergentes debido a su 
gran biodiversidad y condiciones sociales [10]. 

Estrategias de comunicación y seguimiento.  

• Se dio retroalimentación al personal de centros de manejo y personal de campo, según cada caso remitido por 
medio de informes con los hallazgos más relevantes.  

• Divulgación de los resultados obtenidos por medio de charlas en centros de estudio. 

• Presentación en congresos internacionales afines al tema. 
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