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mórkach jądrzastych żywiciela pośredniego 
lub w komórkach nabłonka jelita żywiciela 
ostatecznego, gdzie otaczają się wakuolą pa-
sożytniczą, której zadaniem jest m.in. ochro-
na przed mechanizmami obronnymi żywicie-
la (Dubey i współaut. 1998); 

– bradyzoity (gr. brady– powoli) – formy 
spoczynkowe, powstające w wyniku prze-
miany tachyzoitów. Skupiają się w cystach 
tkankowych, w których podlegają powolnym 
podziałom. Kształtem i wielkością przypomi-
nają tachyzoity, są nieco smuklejsze, o wy-
miarach 7,0×1,5 μm. Cysty tkankowe oto-
czone są własną, cienką, elastyczną ścianą, 
następnie zostają otoczone tkanką łączną ży-
wiciela, a na koniec ulegają wysyceniu sola-
mi wapnia. Ulokowane są głównie w tkance 
nerwowej, w tym w mózgowiu i oku, w mię-
śniach poprzecznie prążkowanych: mięśniach 
szkieletowych i mięśniu sercowym, rzadziej 
w płucach, wątrobie i nerkach. Cysty uloko-
wane w tkance nerwowej zazwyczaj są owal-
ne, o średnicy do 70 μm, natomiast w mię-
śniach są podłużne do 100 μm długości. W 
dojrzałych cystach mogą znajdować się setki 
bradyzoitów (Dubey i współaut. 1998);

– sporozoity w oocystach. Oocysty są 
kulistymi formami dyspersyjnymi, o średnicy 
10-12 μm. Są otoczone potrójną ścianą, od-
porną na czynniki fizyczne i chemiczne, co 
umożliwia im przetrwanie w środowisku. 
Oocysty stają się inwazyjne dopiero po spo-
rulacji, do której dochodzi w środowisku 
zewnętrznym, po 1-5 dniach od wydalenia 
wraz z odchodami kota. Sporulowana oocy-
sta (średnica 11-13 μm) zawiera wewnątrz 
dwie elipsoidalne sporocysty, a w każdej 
sporocyście znajdują się cztery sporozoity 
(Dubey i współaut. 1998). W sprzyjających 

WSTĘP

Toxoplasma gondii (Nicolle et Mance-
aux, 1908) jest rozpowszechnionym na ca-
łym świecie wewnątrzkomórkowym pasoży-
tem zwierząt stałocieplnych. Kluczową rolę 
w jego cyklu życiowym pełnią kotowate, bę-
dące jedynym żywicielem ostatecznym. Rolę 
żywicieli pośrednich i paratenicznych (rezer-
wowych) pełni wiele gatunków ssaków i pta-
ków, zarówno domowych, jak i dzikich, oraz 
człowiek. 

Pasożyta opisano po raz pierwszy na po-
czątku XX w., kiedy to francuscy naukow-
cy, mikrobiolog Charls Jules Henry Nicolle 
i parazytolog Luis Herbert Manceaux, obaj 
pracujący w Instytucie Pasteura w Tunisie, 
wyizolowali tachyzoity T. gondii z tkanek 
gryzonia, gundii zwyczajnej. Nazwa gatunko-
wa pasożyta została utworzona z połączenia 
greckich słów toxon - łuk oraz plasma - for-
ma, nawiązujących do półksiężycowatego/łu-
kowatego kształtu formy wegetatywnej pier-
wotniaka oraz z nazwy zwierzęcia – gundii 
(gondii), u którego został po raz pierwszy 
wykryty (Dubey 2009). 

FORMY INWAZYJNE PASOŻYTA

W rozwoju T. gondii występują trzy for-
my inwazyjne:

– tachyzoity (gr. tachos, szybko) – for-
my wegetatywne pasożyta, które podlegają 
intensywnym podziałom. Mają kształt pół-
księżyca, z jednej strony zaokrąglony, a z 
drugiej ostro zakończony, o długości 6 μm 
i szerokości 2 μm. Tachyzoity aktywnie pe-
netrują błonę komórkową i lokują się w ko-
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wnętrznego wraz z kałem żywiciela ostatecz-
nego. Zarażony kot wydala do środowiska 
miliony oocyst przez 1-2 tygodnie w życiu 
(Hill i Dubey 2002, Dubey i Jones 2008).

Oocysty stają się inwazyjne dla żywicie-
la pośredniego dopiero po sporulacji, która 
następuje w środowisku zewnętrznym, naj-
częściej w ciągu 1-5 dni od ich wydalenia 
(Dubey i współaut. 1998).

Zwierzęta stałocieplne, zjadające rośli-
ny lub pijące wodę zanieczyszczoną oocy-
stami, bądź spożywające mięso zawierające 
cysty tkankowe, stają się żywicielami po-
średnimi. W organizmie żywiciela pośred-
niego sporozoity z oocyst oraz bradyzoity z 
cyst tkankowych ulegają przekształceniu w 
tachyzoity. Tachyzoity intensywnie namna-
żają się w układzie siateczkowo-śródbłon-
kowym oraz w komórkach nabłonka jelita 
cienkiego, skąd za pośrednictwem krwi i 
limfy rozprzestrzeniają się do różnych tka-
nek i narządów. Intensywnie namnażające 
się tachyzoity powodują pęknięcie zarażonej 
komórki i uwolnienie tachyzoitów, które za-
rażają kolejne komórki. Po pewnym czasie 
następuje zahamowanie namnażania tachy-
zoitów, przekształcenie się ich w bradyzoity 
i wytworzenie cyst tkankowych, najczęściej 
w mięśniach szkieletowych i mózgowiu (Ro-
bert-Gangneux i Darde 2012). U niektórych 
zwierząt, np. owiec, udokumentowano zara-
żenie wewnątrzmaciczne, mogące powodo-
wać obumieranie płodu, ronienia lub śmierć 
nowonarodzonych zwierząt (Hill i współaut. 
2005, Dubey i Jones 2008). 

T. GONDII W ŚRODOWISKU MORSKIM

Od kilkudziesięciu lat w wielu rejonach 
świata, od Arktyki po Antarktykę, zaraże-
nia T. gondii są coraz częściej notowane nie 
tylko wśród zwierząt lądowych, ale także 
wśród ssaków morskich. Objawy klinicz-
ne toksoplazmozy opisano m.in. u kałanów, 
delfinów, morświnów, fok, morsów i mana-
tów (Lindsay i Dubey 2014).

Szczególnie liczne zarażenia, z przypad-
kami śmiertelnymi, obserwowane są u kała-
nów kalifornijskich (Enhydra lutris nereis)1, 
powszechnie znanych jako wydry morskie, 
żyjących u wybrzeży Kalifornii, USA. Wzrost 
śmiertelności kałanów kalifornijskich zaob-
serwowano na początku lat 90. XX wieku. 
Pracownicy National Wildlife Health Center 
(NWHC), Madison, Wisconsin, USA przepro-
wadzili wówczas badania martwych zwierząt, 
starając się ustalić przyczyny. Z tkanek czę-
ści zwierząt, szczególnie z mózgowia i serca, 
wyizolowano T. gondii. W warunkach labora-

1Zastosowano nazewnictwo polskie za: Cichocki i współ-
aut., 2015. Polskie nazewnictwo ssaków świata. Muzeum i 
Instytut Zoologii PAN, Warszawa.

warunkach oocysty są zdolne do przeżycia 
w glebie oraz wodzie słodkiej i słonej nawet 
do 2 lat (Lindsay i Dubey 2009, Simon i 
współaut 2013). 

LĄDOWY CYKL ŻYCIOWY T. GONDII

Mimo że pasożyta poznano na początku 
XX w., przebieg jego cyklu życiowego usta-
lono dopiero w latach 70. XX w. (Dubey 
2009). Od tego czasu powstało wiele prac 
naukowych opisujących przebieg lądowego 
cyklu życiowego T. gondii, z uwzględnieniem 
lokalnych zależności pomiędzy żywicielami w 
różnych rejonach świata.

Zarażenie T. gondii stwierdzono u po-
nad 350 gatunków ptaków i ssaków na ca-
łym świecie, w tym także u człowieka (Du-
bey 2002, Robert-Gangneux i Darde 2012). 
Wśród żywicieli znajdują się m.in.: myszy, 
szczury, wiewiórki, niedźwiedzie, szopy pra-
cze, lisy, króliki i zające, bobry, jeleniowate, 
dziki oraz wiele innych gatunków zwierząt 
występujących lokalnie. Ze zwierząt towarzy-
szących i hodowlanych najczęściej wymienia-
ne ssaki to: koty, psy, fretki, norki, konie, 
owce, kozy, bydło, świnie, wielbłądy, lamy i 
alpaki, króliki oraz ptaki: indyki, kury, kacz-
ki, gęsi i gołębie (Lindsay i Dubey 2014). Za-
rażenie T. gondii notowano także wśród dzi-
ko żyjących ptaków, m.in. u przedstawicieli 
rzędu Galliformes (grzebiące) (w tym dzikie 
indyki, bażanty, kuropatwy), Anseriformes 
(blaszkodziobe) (różne gatunki kaczek i gęsi), 
Accipitriformes (szponiaste), Passeriformes 
(wróblowe), Columbiformes (gołębiowe), Stri-
giformes (sowy), Charadriiformes (siewkowe) 
i Gruiformes (żurawiowe) (Dubey 2002, Lind-
say i Dubey 2014). 

Żywicielem ostatecznym T. gondii są 
wyłącznie kotowate, zarówno udomowione, 
jak i dzikie. Kotowate najczęściej zarażają 
się zjadając upolowane, zarażone gryzonie 
i ptaki, bądź, gdy są karmione lub mają 
dostęp do surowego mięsa, choćby resztek 
poubojowych. W żołądku i jelicie cienkim 
enzymy proteolityczne rozpuszczają ścianę 
cysty tkankowej i następuje uwolnienie bra-
dyzoitów, które penetrują do komórek na-
błonka jelita cienkiego. Tam ulegają prze-
kształceniu w tachyzoity, które podlegają 
licznym, szybkim podziałom. Kolejnym eta-
pem jest gametogonia (rozmnażanie płcio-
we). Zapoczątkowuje ją powstanie schizon-
tów, dzielących się następnie na merozoity. 
Część merozoitów rozwija się w gametocyty. 
W procesie sporogonii powstają mikrogame-
ty i makrogamety, które następnie łączą się 
i powstaje zygota, z której rozwija się oocy-
sta. Niedojrzałe oocysty (niezdolne do zara-
żenia) są uwalniane z komórek nabłonka do 
światła jelita i wydalane do środowiska ze-
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współaut. (2011) w C. gigas i Tapes decus-
satus z włoskich hodowli w Apulii. 

Lindsey i współaut. (2001) wykazali że 
oocysty są w stanie przeżyć w ostrygach 
zachowując inwazyjność przez 6 dni. Z kolei 
Arkush i współaut. (2003) stwierdzili obec-
ność żywych, zdolnych do inwazji oocyst u 
omułków do 3 dni, a ssrRNA T. gondii me-
todą PCR wykrywali do 3 tygodni od eks-
pozycji. W kolejnych badaniach Lindsey i 
współaut. (2004), badając przeżywalność 
oocyst w ostrygach wykazali, że pochłonięte 
przez ostrygi sporulowane oocysty mogą w 
nich przetrwać znacznie dłużej niż we wcze-
śniejszych badaniach. W ostrygach oocysty 
były w stanie przetrwać nawet 85 dni, za-
chowując inwazyjność przez 3 tygodnie. U 
myszy, które zostały nakarmione ostrygami 
eksponowanymi na oocysty do 21 dni wcze-
śniej rozwijały się cysty tkankowe. U myszy 
karmionych ostrygami eksponowanymi po-
nad 3 tygodnie wcześniej, do rozwoju cyst 
tkankowych już nie dochodziło. Natomiast 
wykorzystując test aglutynacji mikroskopo-
wej MAT, autorzy stwierdzali obecność prze-
ciwciał przeciw T. gondii u myszy karmio-
nych tkankami ostryg eksponowanych 85 
dni wcześniej. 

Zdolność do bioakumulacji oocyst zosta-
ła stwierdzona także u słodkowodnego sko-
rupiaka, kiełża Gammarus fossarum (Bigot-
-Clivot i współaut. 2016), co wskazuje że 
potencjalnie podobną zdolność mogą posia-
dać także inne skorupiaki, w tym gatunki 
morskie. 

Zarażenia T. gondii występują także u 
ssaków morskich, które w przeciwieństwie 
do kałanów żywią się rybami. Tutaj możliwą 
drogą zarażenia wydaje się zanieczyszczo-
na woda lub ryby. Jednak np. delfiny piją 
mało wody lub nie piją wcale i najchętniej 
żywią się rybami, głowonogami lub inny-
mi zwierzętami zmiennocieplnymi (Pretti i 
współaut. 2010). Ryby, podobnie jak bezkrę-
gowce, nie należą do żywicieli pośrednich, 
gdyż T.  gondii pasożytuje wyłącznie u zwie-
rząt stałocieplnych. Mogą zatem być jedynie 
wektorami, jeśli są w stanie bioakumulować 
w swoim przewodzie pokarmowym oocysty 
pobrane ze środowiska. Massie i współaut. 
(2010) w warunkach laboratoryjnych wyka-
zali taką możliwość u ryb filtrujących, jak 
sardela kalifornijska (Engraulis mordax) i 
sardynka pacyficzna (Sardinops sagax). Ryby 
te potencjalnie mogą być wektorami zdol-
nych do inwazji oocyst T. gondii przez około 
8 godzin od ekspozycji. W warunkach natu-
ralnych takiej możliwości dotychczas nie po-
twierdzono (Jones i Dubey 2010). 

Poza kałanami morskimi T. gondii stwier-
dzano u wielu gatunków ssaków morskich 
na całym świecie, m.in. u Sousa chinensis 

toryjnych, z wykorzystaniem myszy i kotów 
wykazano, że pasożyty pochodzące od kała-
nów kalifornijskich miały zdolność zarażania 
i produkcji oocyst (Cole i współaut. 2000). 
Podobnie, wysoka seroprewalencja (rozwój 
wykrywalnych, specyficznych, skierowa-
nych przeciw mikroorganizmom przeciwciał 
w surowicy krwi) występuje u innego pod-
gatunku, kałana morskiego E. lutris keny-
oni, żyjącego na Wschodnim Wybrzeżu USA 
(Conrad i współaut. 2005).

Dieta kałanów, składająca się z bezkrę-
gowców morskich, takich jak małże, ślimaki 
morskie, kraby i jeżowce (Conrad i współ-
aut. 2005), wyklucza możliwość zarażenia 
się cystami tkankowymi, które znajdują 
się jedynie w tkankach zwierząt stałociepl-
nych. Do zarażenia oocystami może dojść 
więc albo poprzez bezpośrednie połknięcie 
ich wraz z zanieczyszczoną wodą, bądź po-
przez zjadanie bezkręgowców, szczególnie ga-
tunków filtrujących, mogących kumulować 
oocysty w swoim organizmie (Dubey i Jones 
2008, Miller i współaut. 2008b). Conrad i 
współaut. (2005) wskazują na możliwość za-
rażania się kałanów również przez zebranie i 
połknięcie oocyst podczas czyszczenia futra. 

Oocysty do środowiska morskiego mogą 
dostać się z lądu wraz z dopływającymi wo-
dami rzek, ściekami bytowymi lub częściej 
poprzez spływ powierzchniowy, zwłaszcza 
w porze roztopów lub intensywnych opa-
dów (Simon i współaut. 2013, Vanwormer 
i współaut. 2016). Do zanieczyszczenia for-
mami dyspersyjnymi środowiska lądowego i 
dalej ekosystemów wodnych przyczyniają się 
dzikie kotowate np. pumy, rysie, zdziczałe 
koty oraz w mniejszym stopniu koty udomo-
wione (Simon i współaut. 2013, Vanwormer 
i współaut. 2013a, 2016). 

W środowisku morskim oocysty wychwy-
tywane i kumulowane przez morskie bezkrę-
gowce filtrujące, np. małże, mogą być na-
stępnie transportowane do kolejnych ogniw 
łańcucha pokarmowego. Zdolność do bio-
akumulacji oocyst z zanieczyszczonej wody 
przez bezkręgowce, z zachowaniem inwa-
zyjności, została potwierdzona w przypadku 
omułka kalifornijskiego, Mytilus california-
nus, omułka śródziemnomorskiego M. gal-
loprovincialis, ostryg Crassostrea virginica 
(Lindsay i współaut. 2001, 2004; Arcush i 
współaut. 2003), Crassostrea rhizophorae 
(Esmerini i współaut. 2010) i słuchotek Ha-
liotis rufescens (Schott i współaut. 2016). 
T. gondii w warunkach naturalnych odno-
towano w omułkach kalifornijskich (Miller 
i współaut. 2008b) i ślimakach morskich z 
rodzaju Chlorostoma i Promartynia (Krusor i 
współaut. 2015). Esmerini i współaut. (2010) 
stwierdzili T. gondii w C. rhizophorae pocho-
dzących ze sklepu w Brazylii, a Putignani i 
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wąsów brodatych i nerp obrączkowanych w 
Arktyce (Jensen i współaut. 2010).

U części zarażonych ssaków występują 
objawy ze strony ośrodkowego układu ner-
wowego, zmiany zachowania, rzadziej po-
ronienia, śmierć płodu i noworodków oraz 
toksoplazmoza wrodzona (Jardine i Dubey 
2002, Miller i współaut. 2008a). W 2004 
r. zaobserwowano przypadek zarażenia prze-
złożyskowego u kałana (Miller i współaut. 
2008a). Podobne przypadki znane są u bu-
tlonosa indyjskiego (Jardine i Dubey 2002) 
i risso szarego (Resendes i współaut. 2002). 
Objawową postać toksoplazmozy opisano 
u garbogrzbieta chińskiego, delfinka dłu-
goszczękiego, delfinka pręgobokiego i butlo-
nosa zwyczajnego (Di Guardo i współaut. 
2010, Lindsay i Dubey 2014). Udokumen-
towane śmiertelne przypadki toksoplazmozy 
poza kałanami morskimi, dotyczą butlono-
sów zwyczajnych (Inskeep i współaut. 1990), 
fok pospolitych i uszanek kalifornijskich 
(Lindsay i Dubey 2014, Carlson-Bremer i 
współaut. 2015). Michael i współaut. (2016) 
wskazują, że zarażenie T. gondii może być 
powodem słabego sukcesu reprodukcyjnego 
obserwowanego u nowozelandzkich maory-
szanek uszatych. 

WYSTĘPOWANIE T. GONDII  
W ŚRODOWISKU MORSKIM  

A ZDROWIE ZWIERZĄT I ZDROWIE 
PUBLICZNE

Zanieczyszczenie wody chorobotwórczymi 
bakteriami, wirusami i formami dyspersyj-
nymi pasożytów jest ogólnoświatowym pro-
blemem dotyczącym zdrowia publicznego i 
zdrowia zwierząt (Vanwormer i współaut. 
2013b). Występowanie T. gondii w środowi-
sku wodnym stwarza lokalne problemy nie 
tylko dla zdrowia ssaków morskich, ale tak-
że dla polujących na nie niedźwiedzi polar-
nych w Arktyce (Jensen i współaut. 2010). 
Martwymi fokami mogą żywić się także 
inne, mniejsze drapieżniki, np. lisy polar-
ne i ptaki drapieżne. W dalekiej Arktyce nie 
występują kotowate, mogące przyczyniać się 
do zanieczyszczenia środowiska lądowego, a 
poprzez spływ powierzchniowy także środo-
wiska morskiego, oocystami T. gondii (Simon 
i współaut. 2011). Do rozprzestrzeniania pa-
sożyta w ekosystemach arktycznych mogą 
przyczyniać się ptaki, Branta leucopsis - ber-
nikle białolice (Jensen i współaut. 2010). 
Ptaki mogą zarażać się na zimowiskach, 
m.in. u wybrzeży Morza Północnego i Morza 
Irlandzkiego, a po powrocie na obszary lęgo-
we stanowić, obok fok, źródło zarażenia dla 
lokalnej fauny. Nie tłumaczy to jednak moż-
liwości zarażenia ssaków morskich w dale-
kiej Arktyce. W innych rejonach geograficz-

(garbogrzbiet chiński), Stenella longirostris 
(delfinek długoszczęki), S. coeruleoalba (delfi-
nek pręgoboki), Tursiops truncatus (butlonos 
zwyczajny), T. aduncus (butlonos indyjski), 
Delphinapterus leucas (białucha arktyczna), 
Balaenoptera physalus (płetwal zwyczajny), 
Grampus griseus (risso szary), Zalophus cali-
fornianus (uszanka kalifornijska), Callorhinus 
ursinus (koticzak niedźwiedziowaty), Miroun-
ga angustirostris (mirunga północna), Neomo-
nachus schauinslandi2 (mniszka hawajska), 
Trichechus manatus (manat karaibski), Pho-
ca vitulina (foka pospolita) (Lindsay i Dubey 
2014), Odobenus rosmarus (mors arktyczny) 
(Simon i współaut. 2011), Halichoerus gry-
pus (szarytka morska), Phoca largha (foka 
plamista), Pusa hispida (nerpa obrączkowa-
na), Erignathus barbatus (fokowąs brodaty), 
Cystophora cristata (kapturnik morski), Pa-
gophilus groenlandicus (lodofoka grenlandz-
ka) (Cabezón i współaut. 2011), Leptony-
chotes weddellii (weddelka arktyczna), Miro-
unga leonina (mirunga południowa) (Jensen 
i współaut. 2012) oraz Phocarctos hookeri 
(maoryszanka uszata) (Michael i współaut. 
2016). 

T. gondii odnotowano u ssaków morskich 
w wodach wokół Europy, m.in. u wybrzeży 
Wielkiej Brytanii i Francji u takich gatun-
ków jak: Delphinus delphis (delfin zwyczaj-
ny), Phocoena phocoena (morświn zwyczajny) 
oraz Megaptera novaeangliae (długopłetwiec 
oceaniczny), Phoca vitulina (foka pospolita) i 
Halichoerus grypus (szarytka morska) (For-
man i współaut. 2009, Cabezón i współaut. 
2011), w Morzu Północnym u Phocoena pho-
coena (morświn zwyczajny) (Van DeVelde i 
współaut. 2016), w Morzu Śródziemnym u 
wybrzeży Hiszpanii u Stenella coeruleoalba 
(delfinek pręgoboki), Delphinus delphis (del-
fin zwyczajny), Tursiops truncatus (butlonos 
zwyczajny), Phocoena phocoena (morświn 
zwyczajny), Grampus griseus (risso szary) 
i Globicephala melas (grindwal długopłe-
twy) (Resendes i współaut. 2002, Cabezón 
i współaut. 2004) oraz w Morzu Tyrreń-
skim i Morzu Liguryjskim u Tursiops trun-
catus (butlonos zwyczajny) i Stenella coeru-
leoalba (delfinek pręgoboki) (Pretti i współ-
aut. 2010, Di Guardo i współaut. 2010). W 
Oceanie Arktycznym przeciwciała przeciw T. 
gondii notowano u Pusa hispida (nerpa ob-
rączkowa) i Erignathus barbatus (fokowąs 
brodaty) (Jensen i współaut. 2010).

Najwyższa prewalencja przeciwciał prze-
ciw T. gondii notowana jest u kałanów mor-
skich i waha się w zależności od regionu od 
47% do 100%. Wysoka seroprewalencja jest 
opisywana także u delfinów butlonosych w 
rejonie Kalifornii i Florydy (Miller i współ-
aut. 2002, Jones i Dubey 2010) oraz foko-
2Autorzy stosują synonim Monachus schauinslandi.
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de 2012). Do grupy, u której mogą wystąpić 
objawy kliniczne należą także osoby z niedo-
borami immunologicznymi, szczególnie cho-
rujące na AIDS oraz leczone lekami immu-
nosupresyjnymi (Tenter i współaut. 2000, 
Robert-Gangneux i Darde 2012).

Występowanie T. gondii w ekosystemach 
morskich może stwarzać zarówno lokalne, 
jak i globalne problemy dla zdrowia pu-
blicznego. Przykładem lokalnych problemów 
mogą być obszary arktyczne, gdzie zwyczaje 
zjadania surowego lub suszonego mięsa fo-
czego i foczej wątroby, obok surowego mię-
sa karibu, oraz skórowania upolowanych 
zwierząt (np. lisów, wilków, kun) stanowią 
źródło zarażeń kanadyjskich Inuitów (Ten-
ter i współaut. 2000; Tenter 2009; Simon i 
współaut. 2011, 2013). 

Morskie bezkręgowce, mięczaki i skoru-
piaki, stanowiące podstawę lub uzupełnienie 
diety ssaków morskich, znajdują się także 
w diecie ludzi (Conrad i współaut. 2005). 
Bezkręgowce żyjące w strefie przybrzeżnej są 
najbardziej narażone na wpływ zanieczysz-
czeń ze spływu powierzchniowego lub ście-
ków. Jeśli będą wykazywać zdolność prze-

nych spływ powierzchniowy stanowi najistot-
niejszy czynnik wpływający na zanieczysz-
czenie wody morskiej i możliwość zarażenia 
zwierząt morskich (Simon i współaut. 2013; 
Vanwormer i współaut. 2013a, b, 2016). 

Człowiek zaraża się T. gond0ii przede 
wszystkim zjadając surowe lub niedogoto-
wane mięso zawierające cysty tkankowe lub 
połykając oocysty wraz z zanieczyszczoną 
wodą lub żywnością (np. warzywa), rzadko 
poprzez transfuzję krwi lub transplantację 
narządów (Ryc. 1). Udokumentowane są tak-
że wodnopochodne epidemie toksoplazmozy, 
związane z zanieczyszczeniem źródeł wody 
oocystami, m.in. w Kanadzie, Indiach, Bra-
zylii czy Panamie (Tenter i współaut. 2000, 
Jones i Dubey 2010, Robert-Gangneux i 
Darde 2012). 

U większości osób dorosłych nie stwier-
dza się objawów klinicznych (Dubey i Jones 
2008, Jones i Dubey 2010). Natomiast nie-
bezpieczne jest pierwotne zarażenie w przy-
padku kobiet w ciąży, ze względu na moż-
liwość wewnątrzmacicznego zarażenia płodu 
i wystąpienia toksoplazmozy wrodzonej (Du-
bey i Jones 2008, Robert-Gangneux i Dar-

Ryc. 1. Źródła zarażenia człowieka Toxoplasma gondii.
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noszenia oocyst z wody morskiej do czło-
wieka, mogą stać się globalnym problem 
zdrowia publicznego. Putignani i współaut. 
(2011), na podstawie badań mięczaków (w 
tym ostryg najczęściej spożywanych w stanie 
surowym) przeprowadzonych w hodowlach w 
Apulii we Włoszech uważają, że spożywanie 
mięczaków morskich może stanowić zagro-
żenie zdrowia. Podobnie Jones i współaut. 
(2009) w swoim badaniu kliniczno-kontro-
lnym wskazują, że jedzenie surowych owo-
ców morza: ostryg, omułków i innych mał-
ży stanowi nowe ryzyko zarażenia T. gondii 
w USA. Ewentualne ryzyko ze strony ryb 
filtrujących, jak sardynka czy sardela, jest 
znikome, gdyż w przeciwieństwie do bezkrę-
gowców, ryby przed spożyciem są patroszo-
ne . Stąd ostrzeżenia, aby w rejonach, gdzie 
jest wysokie spożycie owoców morza, nie 
jeść ich na surowo, a dopiero po odpowied-
niej obróbce termicznej. Szczególnie istotne 
jest, aby świadome potencjalnego zagroże-
nia były osoby z grup ryzyka, czyli kobiety 
w ciąży, osoby z niedoborami odporności i 
przyjmujące leki immunosupresyjne.

PODSUMOWANIE

Obecnie w wielu ekosystemach morskich, 
również w Arktyce i Antarktyce, stwierdza-
na jest obecność przeciwciał przeciw T. gon-
dii lub objawowa toksoplazmoza u różnych 
gatunków ssaków morskich. Obecność T. 
gondii w środowisku morskim może stano-
wić także potencjalne ryzyko dla zdrowia 
ludzi. Wiedzę o biologii T. gondii należy po-
szerzać o rolę różnych gatunków zwierząt 
morskich w cyklu życiowym pasożyta oraz w 
jego transmisji. Istotne ze względu na zdro-
wie zwierząt i ludzi jest monitorowanie fil-
trujących bezkręgowców, jak również lepsze 
poznanie znaczenia spływu powierzchniowe-
go w zanieczyszczeniu wody morskiej w róż-
nych rejonach świata. 

S t r es zc zen i e

Od końca lat 90. XX w. stwierdzane są zrażenia T. 
gondii różnych gatunków ssaków morskich na całym 
świecie. Szczególnie liczne przypadki dotyczą kałanów 
morskich, w których diecie nie ma znanych żywicieli 
pierwotniaka, gdyż odżywiają się bezkręgowcami. 
Możliwość kumulowania przez filtrujące bezkręgowce 
oocyst i przekazywania ich do kolejnych ogniw łańcucha 
pokarmowego jest istotne nie tylko ze względu na krąże-
nie pasożytów w środowisku naturalnym, ale może mieć 
znaczenie także dla zdrowia publicznego. 
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TOXOPLASMA GONDII IN MARINE ENVIRONMENT

Summary

Since the end of the 1990s, many marine mammals are infected with T. gondii worldwide. Many cases of in-
fection are related to sea otter. Because sea otters do not eat vertebrates, invertebrates are the possible route of 
infection. The possibility of accumulating oocysts by filtering invertebrates and transferring them to the next level of 
the food chain is important because of the circulation of parasites in the natural environment and also for public 
health.
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