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PROLOGO 
En términos de supervivencia y desarrollo de una población silvestre o cultivada, el 

equil ibrio entre el hospedero y parásito es fundamental; siendo particularmente impor-
tante mantener este equil ibrio en caso de ecosistemas perturbados o cuando las dos 
poblaciones que interactúan no han tenido un desarrollo evolutivo común. 

Este Manual Práctico ha sido preparado con la intención de describir a los parási-
tos reportados en el robalo (Micropterus spp.), conocido también como "lobina", princi-
palmente se hace referencia a aquellos parásitos que afectan a la acuacultura l imitando 
su rendimiento y afectando a las poblaciones silvestres cuando son objeto de introduc-
ciones accidentales o bien intencionadas. 

Así, los autores aportan información trascendental para el fomento de la explota-
ción racional de los recursos dulceacuícolas y enriquecen la literatura disponible sobre 
una especie que ocupa un lugar muy importante en la pesca deportiva y comercial. La 
lista de parásitos sin ser exhaustiva, representa un avance importante y merece el reco-
nocimiento general. 

Dr. Guil lermo A. Compeán Jiménez 
Director de la Subdirección de Estudios 

de Postgrado de la Facultad de Ciencias Biológicas, U.A.N.L. 



INTRODUCCION 

En un medio ambiente natural, los parásitos de vegetales y animales están siempre 
presentes formando parte del equil ibrio dinámico con el resto de la comunidad biótica. 

Dentro de los vasos dulceacuícolas, los peces se consideran como el elemento final 
de la cadena alimenticia y son susceptibles a infectarse por un considerable número de 
parásitos, lo que trae en ocasiones desequilibrios en la asociación hospedero-parásito, 
dando lugar a epizootias. 

Tomando en cuenta que la República Mexicana posee más de 150 ríos importantes, 
sin contar con un elevado número de lagos, presas, arroyos, etc., que conforman un 
importante complejo hidrográfico, y; el impulso reciente a las prácticas acuaculturales 
por la Secretaría de Pesca y particulares para la obtención de proteínas de alta calidad 
nutricional, se puede asegurar que estamos a tiempo de diseñar las estrategias para 
prevenir problemas futuros en la industria pesquera y acuacultural del País, pues un 
factor limitante para estas prácticas (producción intensiva de peces para consumo hu-
mano o de ornato) son las enfermedades, en especial las parasitarias (bacterias, hon-
gos, virus, etc.) ya que éstas afectan la economía del hospedero provocando una baja 
notable en el peso, crecimiento, retardo en la madurez sexual e inclusive la muerte del 
pez, además de las enfermedades que pueden ser transmitidas al hombre (clinostomia-
sis, heterofidos, etc.) por la inadecuada cocción o por la adquisición de prácticas culi-
narias arraigadas en otros países como Japón, China, etc. (crudo, a medio cocer o 
únicamente con sal y l imón). 

En otros países como la Unión Soviética, Estados Unidos de Norteamérica y Ale-
mania, el estudio de la Ictioparasitología ha alcanzado un elevado índice de desarrollo. 

En México, a pesar de las importantes contribuciones sobre la taxonomía de parási-
tos de peces marinos, se ha descuidado a los peces dulceacuícolas. Motivo por el cual 
deseamos presentar en este Manual los parásitos causantes de infecciones parasitarias 
en el robalo o lobina Micropterus spp ; se incluyen asimismo, los cambios patológicos 
causados por éstos y el tratamiento adecuado para la prevención o erradicación de los 
agentes infecciosos así como algunos detalles epidemiológicos predominantes debido 
a la importancia que tiene este centrarchido en pesca deportiva (apoyando actividades 
turísticas y de valor nutricional, reteniendo núcleos de población rural, evitando así su 
migración a las áreas metropolitanas). 



PROTOZOARIOS 

Características generales 

Los protozoarios incluyen a todos los organismos unicelulares. 

El tamaño de los protozoarios es variable, generalmente las formas parásitas son 
pequeñas, mientras que las de vida libre son mucho más grandes. El aspecto de la 
célula es diverso, pues existen desde las formas esferoidales, variando inclusive con el 
tipo y la cantidad de alimento ingerido. 

Los protozoarios, al igual que todas las células, están constituidos, fundamental-
mente, de protoplasma y un núcleo, aunque ocasionalmente presentan dos o más. 

El protoplasma se caracteriza por su viscosidad (ectoplasma-endoplasma), en él se 
encuentran el núcleo, la vacuola, organelos celulares y otras inclusiones citoplásmicas. 

Los protozoarios obtienen su alimento de varias maneras y pueden clasificarse en 
dos categorías: autótrofos, si requieren sustancias inorgánicas, y heterótrofos, si uti l i-
zan material alimenticio orgánico. 

En numerosas especies, el sitio de ingestión del alimento está localizado en una 
zona específica, a veces ésta es una apertura que corresponde a una "boca primitiva" 
denominada citostoma. En ocasiones la ingestión del alimento ocurre por una protru-
sión protoplasmática o por tentáculos suctores; en algunos se ha comprobado la exis-
tencia de vacuolas contráctiles donde acumula el líquido interno y se libera periódica-
mente al exterior, funcionando como un mecanismo osmorregulador, involucrando en 
ocasiones a una abertura excretora llamada citoprocto o citopigio. El endoplasma ade-
más puede contener vacuolas alimenticias y otros organelos como cualquier otra cé-
lula. 

Para movilizarse de un sitio a otro, ya sea en búsqueda de alimento o en respuesta 
a algún agente externo (substancias químicas, luz, gravedad, etc.) algunos protozoarios 
poseen pseudópodos (ej. amibas), flagelos (tripanosomas, hexamitas) o cilios (Ichth-
yophthirius). 

Los protozoarios se multipl ican asexualmente por fisión binaria simple (dando lu-
gar a dos células) o por fisión binaria múltiple (esquizogonia). En otros grupos de pro-
tozoarios la reproducción asexual se complementa con un tipo de reproducción sexual 
o una fusión temporal de células dando como resultado un intercambio de material 
nuclear (conjugación). 

Todos los protozoarios cumplen un ciclo biológico en su existencia. A la fase du-
rante la cual el organismo se nutre, crece y se reproduce asexualmente se le llama fase 



de trofozoito o forma vegetativa, pero en condiciones desfavorables del medio am-
biente, el protozoario se enquista rodeándose a sí mismo de algún tipo de cubierta 
protectora, quedando en un estado de latencia llamado anabiosis. 

Clasificación 

La clasificación de los protozoarios se basa de acuerdo a los órganos de locomo-
ción que poseen al t ipo o número de núcleos, plano de división celular (transversal o 
longitudinal), y por poseer o no la capacidad de formar esporas durante alguna etapa 
de su ciclo biológico. 

El phylum Protozoa se subdivide en 2 subphylum. 

Subphylum Plasmodroma: incluye protozoarios que poseen pseudópodos y/o fla-
gelos para locomoción u obtención de alimento o pueden carecer de ambos. Núcleo de 
un solo tipo que puede variar en número. Con reproducción asexual y/o sexual. 

Este subphylum posee cuatro clases: 

1. Clase Mastigophora. Los protozoarios parásitos de este grupo poseen de uno a 
varios flagelos visibles, excepto en las formas que se adhieren a la superficie del hospe-
dero (por ejemplo Costia Oodinium y Euglenosoma). La reproducción asexual es por 
fisión binaria longitudinal. 

2. Clase Sarcodina. Poseen pseudópodos, son generalmente parásitos del tracto 
intestinal (en peces sólo se ha encontrado a Schizamoeba salmonis). Su ciclo biológico 
consiste de trofozoitos y quistes. Estos últimos son excretados con las heces fecales y 
son la forma infectiva. 

3. Clase Sporozoa. No poseen cilios, flagelos o pseudópodos (algunos géneros 
desarrollan formas amoeboides). Forman esporas al final de su ciclo biológico; la es-
pora consiste de uno o más esporozoitos. Todos son parásitos y en su reproducción 
involucran períodos asexuales y sexuales (ej. Ichthyosoporidium). 

4. Clase Cnidiosporidia. Los miembros de esta clase poseen esporas, cada espora 
tiene de 1 a 6 fi lamentos polares y de uno o más esporoplasmas, la membrana que 
envuelve estas estructuras puede ser de una sola pieza o estar formada por una o varias 
valvas; la reproducción asexual es por fisión binaria o múltiple repetida (ej. Myxidium, 
Myxosoma, Myxobolus y Henneguya). Algunos autores incluyen a los cnidiosporidios 
dentro de los esporozoarios por carecer de órganos locomotores. 

Subphylum Ciliophora. Incluye aquellos protozoos que poseen cilios durante una 
etapa de su desarrollo, o parte de éste, presentan dos tipos de núcleos, un macronúcleo 
y un micronúcleo. La reproducción sexual, cuando la hay, ocurre por conjugación. La 
reproducción asexual es por fisión binaria transversal. 

Posee dos clases: 

1. Clase Ciliata. Incluye protozoos que poseen en su superficie una cubierta uni-
forme de cilios y no presenta tentáculos (ej. Chilodonella, Scyphidia, Trichodina e 
Ichthyophthirius). 

2. Clase Suctoria. Poseen cilios sólo en una parte de su ciclo de vida. No poseen 
citostoma, la captura del alimento se lleva a cabo mediante tentáculos. Su reproducción 
es asexual (ej. Trichophyra). 

Protozoarios parásitos de Micropterus 

Las amibas (Schizamoeba salmonis) se han reportado esporádicamente como for-
mas patógenas en peces. No así los flagelados (Costia Hexamita, etc.) que llegan a 
causar en otras especies de peces elevadas tasas de mortalidad en las piscifactorías. En 
Micropterus a la fecha no se han reportado estos grupos de parásitos. 

Los cil iados son los más importantes por la acción patógena que ejercen sobre el 
robalo o lobina. 

Clase Ciliata 

Ichthyophthirius 

(Figura No. 1) 

Sólo contiene una especie I. multifilis. 

Morfología. Presenta un cuerpo redondo u oval (50 /¿m a 1 mm), cil iatura uniforme 
y longitudinal. Citostoma pequeño y redondo (8 a 10 /ym), citofaringe corta, forma una 
depresión cónica cubierta de cilios largos. Cerca de la base del citostoma se observan 
cinco membranelas. Macronúcleo en forma de herradura, visible en especímenes sin 
teñir, cerca de la mitad del cuerpo. Micronúcleo pequeño e inconspicuo adherido a la 
superficie convexa del macronúcleo. Posee vacuolas contráctiles pequeñas, distribui-
das cerca de la superficie del cuerpo. 

Ciclo Biológico. Habitan por debajo del epitelio tegumentario del pez y agallas; no 
se reproduce mientras esté adherido a la piel del hospedero, la reproducción asexual se 
intensifica en verano cuando el parásito cae del hospedero dentro de un quiste gelati-
noso. Por división múltiple produce de mil a dos mil cil iados pequeños, redondos con 
macronúcleo oval denominado tomites. Este quiste se rompe y libera a los tomites, los 
cuales buscan un nuevo hospedero, en el cual migran al interior de la piel abriéndose 
camino con los extremos libres de los cilios anteriores y liberando hialuronidasas, en-
tonces se inmovilizan y crecen produciendo las pústulas blancas características. Las 
embriulas son viables 96 hrs. fuera del hospedero, pero su capacidad invasiva decrece a 
las 48 hrs. El ciclo vital tarda de 4 a 40 días dependiendo de la temperatura, la óptima es 
de 25-26°C (Fig. 1a). 

Diagnóstico. Basado en los síntomas clínicos y en la observación microscópica de 
mucus de piel y agallas. 

Chilodonella 

(Figura No. 2) 

Morfología. Cuerpo fo l iado, ovoide y aplanado dorsoventra lmente (33.70 /ym x 
21.44 ¿/m). Posee el lado dorsal convexo y el lado ventral plano o cóncavo; cil iatura 
incompleta. Citostoma redondo situado en la región anterior del lado ventral. Macronú-



cleo redondo, cerca del extremo posterior (5-11 //m x 4-9 /im). Micronúcleo adyacente 
al macronúcleo. 

Ciclo Biológico. Habita piel y agallas. Se multiplica por fisión binaria transversal. 
Su reproducción aumenta a los 5-10° C y muere por encima de los 20 C o mas. Según 
algunos investigadores puede reproducirse por conjugación. 

Alqunas especies forman quistes bajo condiciones adversas; el enquistamiento em-
pieza con una rotación rápida del cil iado por largo tiempo en el fondo de estanques 
hasta que encuentra un nuevo hospedero, la luz incapacita su multipl icación. La repro-
ducción en masa ocurre durante la segunda mitad del invierno a 5-10 u 

Diagnóstico. En la chilodonell iasis severa el pez se cubre con una película mucosa 
qris azulosa, más distinguible del lado dorsal de la cabeza; el examen microscópico de 
este mucus revela numerosos parásitos sobre el tejido. Más de 50 por campo senalan 
un caso severo. 

Glossatella 

(Figura No. 3) 
Los organismos de este género tienen una membrana adoral grande y tres hileras 

de cilios más o menos fusionados a la membrana. Algunas especies contienen membra-
nas l inguiformes elevadas sobre los cilios del disco peristomal. Ped.culo transversal-
mente estriado. Macronúcleo en la parte media del cuerpo, con ico u oval. M.cronuc leo 
lateral al macronúcleo. Se reproduce por fisión binaria longitudinal. El proceso sexual 
ocurre con la formación de macro y microgametos. 

Ciclo Biológico. Es desconocido, vive adherido a la piel y branquias de peces 
dulceacuícolas y marinos. 

Diagnóstico. Observación de piel y agallas infectadas con el parásito. 

Ambiphrya 
(Syn Scyphidia) 

(Figura No. 4) 

Morfología. Posee cuerpo ci l indrico (31-46 um x 20-35 um). Región anterior con 
peristoma y una zona adoral de cilios. Extremo posterior expandido en comparación 
con la parte media. Posee un pie adhesivo llamado escópula. Macronúcleo en forma de 
listón o botuliforme. Micronúcleo redondo u oval. 

Ciclo Biológico. Muchos detalles son desconocidos. Vive adherido a las branquias 
de peces marinos o de agua dulce. 

Diagnóstico. Examen microscópico de agallas. 

Trichodina 

(Figura No. 5) 

Morfología. Cuerpo en forma de barril o de pera (26 x 75 um). Ciliatura adoral con 
tres cinturones ciliares; la primera posee cilios cortos y sencillos, esta asociada con el 

Fig. 1. Ichthyophtirius 

Fig. 1. A. Ciclo Biológico de Ichthyophtirius 
(1) Quistes blancos en el pez (2) Trofozoi to 
(3) Quiste en división (4) Quiste maduro 
(5) Tomites libres (infectivos). 

Fig. 2. Chilodonella Fig. 3. Glossatella 



margen de la membrana; la segunda es un círculo de pectinelas locomotoras largas y 
fuertes, la tercera presenta cilios táctiles marginales insertados sobre el borde del ve-
lum; anillo quit inoide de adherencia con dientes en forma de gancho con un arreglo 
radial, cada uno con un aspa aplanada dirigida hacia afuera, un cono central y un rayo 
o espina interna, macronúcleo en forma de herradura, micronúcleo redondo y situado 
cerca del macronúcleo. 

Ciclo Biológico. Estos ciliados viven sobre la piel y agallas de peces. Las especies 
de Trichodina pueden vivir en el agua de 1 a 1.5 días. 

Se reproduce por fisión binaria transversal, dando lugar a dos células hijas más o 
menos iguales; la conjugación es poco común. El parásito joven forma un anillo de 
adherencia con el número de ganchos característicos de la especie. 

Diagnóstico. Basado principalmente en los síntomas clínicos como son la opales-
cencia de la piel del pez con una delgada película de mucus cuya cantidad depende de 
la intensidad de la infección. En casos moderados la película es delgada y se restringe a 
la cabeza y al dorso, en casos severos cubre el cuerpo entero. De 10 a 15 parásitos por 
campo (en 80 X) se considera un caso severo. Es necesario realizar el examen micros-
cópico de piel y agallas. 

Clase Suctoria 

Trichophrya 

(Figura No. 6) 

Morfología. Cuerpo sacciforme (54-120 um x 24-63 um) adelgazado gradualmente 
para terminar redondeado en el extremo posterior. Posee de 3 a 27 tentáculos suctoria-
les (9 a 30 um), organizados en fascículos en el extremo anterior del cuerpo; macronú-
cleo elipsoidal (12-30 um X 6-18 um), el micronúcleo (3-4 um) no posee una localiza-
c ión específ ica con respecto al macronúcleo. El protoplasma posee numerosas 
vacuolas digestivas. 

Ciclo Biológico. Se reproduce por gemación endógena simple o múltiple, habita 
sobre agallas, se alimenta de mucus y epizooarios, algunas veces se le observa destru-
yendo el epitelio de las branquias. Se desconoce su ciclo vital completo. 

Diagnóstico. Observación microscópica de agallas, mostrando al organismo. 

Clase Cindiosporidia 

Myxidium 

(Figura No. 7) 

Morfología. La espora es más o menos fusiforme, en forma de media luna con los 
extremos puntiagudos o redondeados, dos cápsulas polares. 

Los estadios vegetativos poseen forma de bulto, aplanado, numerosas esporas se 
forman en el plasmodio (trofozoíto) vacuola yodofílica ausente. 

Ciclo Biológico. Son celozoicos o histozoicos, habitan la vesícula biliar, principal-
mente. 

Diagnóstico. Examen microscópico de quistes. 

VISTA FRONTAL VISTA LATERAL 

Fig. 5. Trichodina 

AD=ci l iatura bucal B=boca D=espinas 

Fig. 4. Scyphidia (Ambiphrya) 

Fig. 6. Trichophrya Fig. 7. Myxidium 



Myxobolus 

(Figura No. 8) 

Morfología. Espora en forma de pera, ovoides o elipsoidales con dos cápsulas pola-
res (excepto la espora de M. thelohanellus), en el extremo anterior; valva ausente, espo-
roplasma con vacuola yodofílica. 

Ciclo Biológico. Son exclusivamente histozoicos, habitan: tejido conectivo, ríñones, 
hígado, mesenterio y branquias. La forma vegetativa da lugar a pequeñas formas amoe-
boides o a quistes ovales que poseen numerosas esporas ovales. Cuando éstas madu-
ran, el quiste se rompe y la espora escapa al agua e infecta otros peces. 

Diagnóstico. La detección de quistes con esporas maduras en órganos o branquias 
es necesaria. 

Henneguya 

(Figura No. 9) 

Espora circular u ovoide vista de frente, dos cápsulas polares en el extremo ante-
rior, cada valva de la concha se prolonga, posteriormente para formar un proceso largo. 
Esporoplasma con vacuola yodofílica. 

Ciclo Biológico. Son histozoicos en peces de agua dulce (agallas, tejido subcutá-
neo, intramusculares, tejido, conectivo, cuerpo vitreo, etc.). Los quistes contienen un 
gran número de esporas de forma oval, las cuales son liberadas al romperse el quiste 
quedando libres en el agua. 

Diagnóstico. Detección macroscópica de quistes y examen microscópico de los 
mismos. 

Myxosoma 

(Figura No. 10) 

Morfología. Son organismos con esporas circulares o elipsoidales vistas de frente; 
lenticulares vistas de perfil, poseen dos cápsulas polares piriformes bajo la línea sutu-
ral. Esporoplasma sin vacuolas yodofílicas, (a diferencia del género Myxobolus). 

Ciclo Biológico. Son exclusivamente histozoicos, en peces de agua dulce o mari-
nos; el trofozoíto amoeboide, usualmente forma panesporoblastos disporoblásticos. 

Este protozoario prefiere peces jóvenes, destruye el tejido donde se establece, 
forma esporas que son transportadas por los vasos linfáticos o sanguíneos a todos los 
órganos del pez, incluyendo el lumen del intestino, por donde salen al exterior e infec-
tan otros peces. 

M. cerebralis permanece viable en el fondo de los estanques por 12 años, aproxi-
madamente, la espora entra a su hospedero por tracto digestivo. 

Diagnóstico. Detección de quistes y examen microscópico de órganos dañados en 
búsqueda de las esporas características. 

Fig. 8. Myxobolus Fig. 8a. Ciclo biológico de Myxobolus 
(1) Esporas invadiendo tejido muscular 
(2) Esporas libres infectando otro pez 

Fig. 9. Henneguya 



Clase Esporozoa 

Eimeria 

(Figura No. 11) 

Ooquistes redondos u ovales, con cuatro esporocitos, cada uno con dos esporozoi-
tos. Parasitan células epiteliales de intestino, hígado, r.ñon, gonadas u otros organos. 

Ciclo Biológico. La espora es ingerida por el pez y se liberan los .f^^tw que 
npnptran las células del órgano susceptible y se transforman en esqu.zontes por mero-

otras células. El merozoito puede transformarse a 
gai^etocKo mascuHno o femenino el cual se reproduce sexualmente para transformarse 
en un ooquiste que constituye la fase infectiva para otros peces. 

Diagnóstico. Hallazgo de los ooquistes maduros en el examen microscópico de «as 
deyecciones o por examen microscópico de raspado mtestmal de los peces. 

Esquizonte 

Ooquiste maduro 

Fig. 11. Eimeria 

Fig. 10a. Ciclo biológico de Myxosoma (1) Centrarchido con gran 
cantidad de esporas (2) Esporas liberadas de un pez muerto (3) y (4) 
Esporas libres en el agua 

Fig. 10. Myxosoma 

Ooquiste maduro 



TREMATODOS 

Características generales 

Los tremátodos, llamados duelas, son gusanos aplanados dorsoventralmente, por 
lo cual se les coloca taxonómicamente en el phylum Platyhelminthes, y generalmente 
tienen forma de hoja. 

Son gusanos multicelulares, asegmentados y de simetría bilateral no poseer, una 
cavidad celómica por lo cual sus órganos internos están embebidos en tejido Parenqui-
matoso Del lado ventral, poseen generalmente dos ventosas muscu ares (organos de 
adherencia) aunque en algunos géneros éstas se encuentran modificadas o pueden 
poseed espinas; la ventosa oral generalmente está localizada en el extremo anterior, 
rodeando a la boca. 

La ventosa ventral (acetábulo) le sirve únicamente para adherirse o "desplazarse". 
El sistema digestivo está constituido por una boca, que generalmente se encuentra 
rodeada por la ventosa oral que conduce a un tubo denominado prefar.nge seguida por 
una faringe musculosa y un esófago que se bifurca para formar regularmente c.egos 
intestinales. 

Sistema excretor primitivo formado por células en flama que se conectan a túbulos 
excretores que desembocan en la vesícula excretora se comunica al exterior por un 
poro excretor. 

El sistema nervioso está poco desarrollado, constituido por un par de ganglios, 
localizados en el extremo anterior del cuerpo a la altura de la faringe. 

Estos gusanos generalmente son hermafroditas. El aparato reproductor masculino, 
formado regularmente por dos testículos de localización variable, una bolsai de cirro 
con o sin vesícula seminal, el aparato reproductor femenino esta forni d or ^ - o 
más ovarios, una glándula de Mehlis, ootipo y glandulas vitelogenas. (Figura No 12.) 

Los hueveemos son depositados en un útero, el cual desemboca en el poro genital. 

Los tremátodos pueden ser endoparásitos (digéneos, aspidogasteos) o ectoparási-
tos (monogéneos). 

Clasificación 

Los tremátodos se agrupan en Monogéneos, Aspidogástreos y Digéneos. 

Los Monogéneos. Se sirven de un solo hospedero durante toda su vida. Es el grupo 
de helmintos más numeroso que parasita peces dulceacuícolas, son ectoparasitos pnn-
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cipalmente (se localizan en agallas, piel, aletas, etc.). Son generalmente específicos 
(stenoxénicos). 

En su extremo anterior (prohaptor), poseen una ventosa oral rodeando la boca y en 
el extremo posterior llamado opistohaptor se encuentran poderosas estructuras adhe-
rentes como ganchos marginales, anclas, escleritas, etc. 

Los tremátodos monogéneos se dividen de acuerdo a sus órganos de fi jación en-
Monopisthocotylea y Polyopisthocotylea. 

Los Monopisthocotylea son frecuentes ectoparási tos de peces dulceacuícolas 
siendo la Familia Gyrodactylidae, Dactylogyridae y Calceostomatidae las más impor-
tantes. En México, las más frecuentes son las dos primeras. Los polypisthocoti leos son 
parásitos básicamente de peces marinos, anfibios y reptiles. 

El ciclo biológico es directo (monóxenico), el gusano adulto contiene, general-
mente, en su útero un huevecillo con un embrión, el cual puede poseer células embrio-
narias, cuando el huevecillo es liberado se le llama oncomiracidio por ser una larva 
ciliada con ganchos con los cuales se adhiere al hospedero, pierde los cilios y se trans-
forma en adulto. 

Los Aspidogastrea: Son principalmente parásitos de moluscos, rara vez se encuen-
tran en vertebrados superiores, no se ha reportado su presencia en peces del género 
Micropterus, sin embargo, los géneros Aspidogaster y Cotylogasteroides se han regis-
trado en otros tipos de peces dulceacuícolas. 

Los Digénea. Son endoparásitos de vertebrados, se caracterizan porque, regular-
mente, poseen dos ventosas musculares. En su ciclo biológico, utilizan un caracol u 
otro molusco como primer hospedero intermediario y algunos requieren de un segundo 
hospedero intermediario (artrópodos, peces, etc.), además del hospedero definitivo 
donde se alberga el estado adulto. 

Tremátodos parásitos de Micropterus 

Los tremátodos monogéneos son el grupo de helmintos más importantes que pue-
den llegar a causar un daño grave en la economía del pez, inclusive mortalidad en 
piscifactorías. La acción patógena de los tremátodos digéneos adultos está restringida 
a unas cuantas especies (Sanguinicola), no así las larvas (metacercarias) que pueden 
ejercer una acción patológica importante. En algunos casos el pez tiene una importan-
cia zoonotica por transmitir al hombre tremátodos de importancia en salud pública (Cli-
nostomum, heterofidos, Clonorchis, etc.). 

Tremátodos Monogéneos: (Monopistocotyleos). 

Familia Gyrodactil idae 

Gyrodactylus 

(Figura No. 13) 

Opistohaptor con un par de anclas y 16 ganchos marginales. Son ovovivíparos 
( ts te genero posee numerosas especies y está ampliamente distribuido). 

Fig. 15a. Ciclo bio lógico de Dactylogyrus 

(1) Adulto en branquias o boca 
(2) Huevecil lo 
(3) Huevecil lo en proceso de maduración 
(4) Huevecil lo con oncomiracid io 
(5) Oncomiracidio eclosionando 
(6) Oncomiracidio ci l iado libre (natatorio) 
(7) Fase juvenil 

Fig. 13. Gyrodactylus Fig. 14. Acolpenteron Fig. 15. Dactylogyrus 



Familia Calceostomatidae 

Acolpenteron 

(Figura No. 14) 

Son pequeños. Opistohaptor poco desarrollado. Poseen manchas oculares y 7 pa-
res de ganchos marginales. 

Familia Dactylogyridae (Dactylogyrinae) 

Dactylogyrus 

(Figura No. 15) 

Longitud aproximada de 1 mm, cuatro manchas oculares en extremo anterior, opis-
tohaptor con 1 par de anclas unidas por barras, 16 ganchos marginales (este género 
posee numerosas especies y está ampliamente distribuido). 

Actinocleidus 

(Figura No. 16) 

Opistohaptor discoidal, armado con dos pares de anclas y siete pares de ganchos. 
La base de cada par está conectado por barras transversales. 

Ancyrocephalus 

(Figura No. 17) 

Ciegos no fusionados posteriormente, opistohaptor con dos pares de anclas, ba-
rras transversales no articuladas. 

Ciavunculus 

(Figura No. 18) 

Opistohaptor en forma de sombrilla, con el margen ondulado, siete pares de gan-
chos entre cada ondulación se halla un gancho, dos pares de anclas que surgen de una 
protuberancia en el centro del opistohaptor. 

Cleidodiscus 

Syn Leptocleidus Tetracleidus 

(Figura No. 19) 

Opistohaptor discoidal o subexagonal, dos pares de anclas y siete pares de gan-
chos marginales, en la base de las anclas se conecta por barras disímiles. 



Haplocleidus 

(Figura No. 20) 

Opistohaptor redondeado. Poro genital lateral, las dos anclas dorsales del opisto-
haptor son el doble de largas que las dos ventrales. 

Onchocleidus 

(Figura No. 21) 

Opistohaptor en forma de cuna, dos anclas dorsales y dos ventrales, barras trans-
versas similares, ganchos marginales largos y duros. Vagina y poro genital sobre el lado 
derecho. 

U roe le id us 

(Figura No. 22) 

Similar a Cleidodisus, la vagina se abre al lado derecho a mediación del tronco. 
Opistohaptor subhexagonal. 

Tremátodos digéneos (Digenea) 

Familia Cryptogonimidae 

Allacanthochasmus 

(Figura No. 23) 

La metacercaria (fase larvaria de tremátodo) presenta cuerpo pequeño, elongado, 
espinoso y manchas oculares. Ventosa oral terminal con un círculo de espinas. El 
adulto presenta cuerpo pequeño, más o menos elongado, espinoso, ventosa oral termi-
nal, con un círculo simple de espinas. Prefaringe presente, faringe prominente, esófago 
corto, ciegos no posteriores, ventosa ventral más pequeña que la oral, testículos simé-
tricos diagonales en la parte posterior del cuerpo, vesícula seminal anterior, atrio geni-
tal abierto inmediatamente al frente de la ventosa ventral. Ovario lobado, extendido 
transversalmente entre la ventosa ventral y testículos. Vitelaria extendida en los campos 
laterales, desde la bifurcación intestinal hasta el ovario o los testículos, vejiga excretora 
en forma de Y; se localiza en intestino de peces de agua dulce. 

Neochasmus 

(Figura No. 24) 

La metacercaria posee una ventosa oral terminal con una hilera de espinas, ciegos 
cortos y amplios, testículos opuestos cerca del extremo posterior del cuerpo, poro geni-
tal y gonoti lo frente a la ventosa ventral. Metacercaria en músculo de peces, adulto en 
intestino de peces y reptiles. 

Fig. 20. Haplocleidus 

Fig. 21. Onchocleidus 

Fig. 22. Urocleidus 



Fig. 24. Neochasmus 

Fig. 26. Multigonotylus 

Cryptogonimus 

(Figura No. 25) 

El adulto presenta cuerpo elongado, de bordes paralelos, manchas oculares, posee 
dos acetábulos. Gonoti lo frente a los acetábulos, la metacercaria en músculo de peces 
y adultos en intestinos de peces de agua dulce. 

Multigonotylus 

(Figura No. 26) 

El adulto presenta cuerpo elongado, la ventosa oral posee el diámetro transverso 
de la misma anchura del cuerpo, acetábulo muy pequeño y anterior a éste se sitúan de 
siete a once gonoti los. Parasita intestino de peces. 

Centrovarium 

(Figura No. 27) 

Cuerpo fusiforme, espinoso, ovario lobulado, medial y postacetabular; la metacer-
caria en músculo de peces, el adulto se localiza en estómago e intestino de peces de 
agua dulce. 

Caecincola 

(Figura No. 28) 

Posee cuerpo pequeño elíptico, robusto, cutícula espinosa, vesícula germinal bipar-
tida, ovario tr i lobulado entre los testículos y el acetábulo, el adulto habita en intestino y 
ciegos pilóneos de Micropterus. Los huevos embrionados son ingeridos por el caracol 
Amnícola histrica. La cercaría pleurocerca penetra en piel y aletas de centrárchidos y 
ciprínidos para desarrollar en metacercaria. 

Familia Heterophidae 

(Todos los miembros de esta familia son potencialmente parásitos del hombre). 

Apophallus 

(Figura No. 29) 

La metacercaria posee cuerpo elongado, cutícula espinosa, esófago largo, bifurca-
ción intestinal bajo la línea ecuatorial del cuerpo, las gónadas pueden estar ya desarro-
lladas, el adulto se encuentra en aves y mamíferos. El huevo es ingerido por un caracol 
(ej. Goniobasis livescens). 

La cercaría penetra en varias especies de peces enquistándose en músculo y piel; 
causando manchas negras, pigmento (melanocitos) en la cápsula de tejido conectivo. 



Fig. 27. Centrovarium 
(metacercaria) Fig. 27a. Centrovarium 

(adulto) 

Familia Monorchiidae 

Asymphylodora 

(Figura No. 30) 

Adulto y la metacercaria pueden ser encontradas en el robalo, el adulto posee 
cuerpo elíptico, con espinas ciegos intestinales amplios llegando casi al extremo poste-
rior Un solo testículo ovoide, se localiza en la mitad posterior. Los huevecillos expulsa-
dos con las heces del pez son ingeridos por Amnícola limosa la cercana penetra por 
piel transformándose en metacercaria o en adulto. 

Familia Azygiidae 

Azygia 

(Figura No. 31) 

Cuerpo elongado, no espinoso. Ventosa oral ligeramente más grande que el acetá-
bulo. Testículos oblicuos estándares. Los huevos embrionados son ingeridos por cara-
coles (ejem., Amnícola), la cercaría cistocerca tiene que ser ingerida por el pez para 
transformarse en tremátodo adulto. Se localiza en estómago e intestino de peces de 
agua dulce. 

Proterometra 

(F igu ra No . 32) 

Cuerpo ovalado sin espinas, ventosas subiguales, testículos opuestos casi al final 
del cuerpo- el huevo es ingerido por un caracol (ejem. Goniobasis). La cercana furco-
cistocerca es ingerida por el pez, donde se desarrolla en adulto en esofago e intestino 
de peces de agua dulce. 

Leuceruthrus 

(Figura No. 33) 

Cuerpo robusto, l inguiforme, el adulto vive en estómago de peces de agua dulce. 

Familia Bucephalidae 

Bucephalopsis 

(Figura No. 34) 

En el extremo anterior presentan una ventosa modificada llamada rynchus, sin 
tentáculos la boca se encuentra en el tercio medio del cuerpo. El adulto vive en intes-
tino de peces, la cercaría bucefaloide se desarrolla en las ostras (ej. Ostrea) y se en-
quista en Menidia menldia. El robalo se infecta al ingerir esta metacercaria. 



Fig. 29. Apophallus 
metacercaria 

Fig. 29b. Apophallus 
adulto 

Fig. 
( 1 ) 

(3) 
(4) 
(5) 
(6) 

29a. Ciclo bio lógico de Apophallus. 
Huevecil lo el iminado (2) Huevecil lo maduro 
Caracol intermediario (gonobiasis) 
Cercaría 
Centrarchido segundo intermediario con metacercarias enquistadas 
Hospedero definit ivo. 

Fig. 30. Asymphylodora 

Fig. 31. Azygia 

Fig 31a. Ciclo bio lógico de Azygia (1) Huevo embrionado (2) Molusco Amnícola (3) Cercaría furcocysto-
cerca (4) Ingestión de cercaría (5) y (6) Otros moluscos intermediarios Pleurocerca y Goniobasis respecti-
vamente. 



Bucephalus 

(Figura No. 35) 

Ventosa anterior, con tentáculos, boca en el tercio medio del cuerpo, rodeada por 
la ventosa central, saco del cirro extendiéndose en la mitad posterior, el adulto se 
localiza en intestino y ciegos de peces; la metacercaria también se halla en aletas, 
tejido, subcutáneo y músculo de peces de agua dulce, la cercaría bucefaloide se desa-
rrolla en moluscos de agua dulce Lampsilis iris. 

Rhipidocotyle 

(Figura No. 36) 

El adulto y la metacercaria se desarrollan en robalos presentan la ventosa anterior 
rodeada por una expansión plana, el adulto se encuentra en intestino y ciegos intesti-
nales, principalmente en Micropterus. Los miracidios penetran en el molusco Lampsilis 
siliquoidea, la cercaría penetra y se enquista en tejido del robalo y otros peces. 

Familia Allocreadiidae 

Crepidostomum 

(Figura No. 37) 

Cuerpo oval, elongado, ventosa oral con un par de papilas ventrolaterales y dos 
pares de papilas dorsales, los miracidios penetran el molusco Musculium la cercaría 
oftalmoxif idiocerca se enquista en el hemocele de las ninfas de las moscas de mayo 
(Ephemeroptera). Parásito del intestino de peces de agua dulce. 

Bunodera 

(Figura No. 38) 

Cuerpo elongado, ventosa oral, con 4 lóbulos dorsoanteriores, el adulto habita in-
testino y ciego de peces, el miracidio penetra en el molusco Sphaerium; la cercaría se 
enquista en cladoceras, ostracodos y copépodos. 

Familia Diplostomatidae 

Son tremátodos del t ipo holostoma, la metacercaria se localiza en peces qeneral-
mente. 

Neascus 

(Figura No. 39) 

Las características generales son: la región posterior más desarrollada que en Di-
plostomulum, sistema excretor con gránulos cálcareos no confinados, no posee pseu-
doventosas laterales, las membranas quísticas se originan del parásito. 

Estas se enquistan en piel, observándose como manchas negras. Las aves ictiófa-
gas son el hospedero definitivo, quienes expulsan huevecillos en las heces fecales, el 

Fig. 32. Proterometra 

Fig. 33. Leuceruthrus 

Fig. 34. Bucephalopsis Fig. 35. Bucephalus 



Fig. 35a. Ciclo biológico de Bucephalus (1) Tremátodo adulto en intestino de centrarchido (2) Huevecil lo 
madurando (3) Miracidio eclosionando y penetrando a la ostra Ostrea edulis (4) Cercaría en agua (5) 
Metacercaria enquistada. 

Fig. 36. Rhipidocotyle Fig. 37. Crepidostomum 

Fig. 37a. Ciclo bio lógico de Crepidostomum (1) Tremátodo adulto en pez centrarchido (2) Huevecil los 
el iminados junto con las heces (3) Miracidio eclosionando (4) Miracidio penetrando en Muscul ium (mo-
lusco) (5) Cercaría l iberada (6) Metacercaria enquistada en ninfas de moscas de mayo (fase infectiva). 

Ventosa oral 

Vesícula 
excretora 

Organo 
tr iboci t ico 

Ventosa ventral 

Fig. 38 Bunodera Fig. 39 Larva t ipo Neascus 



miracidio eclosiona y penetra en Heliosoma, la cercaría longifurcofaringeata se en-
quista en Micropterus. 

Uvulifer 

(Figura No. 40) 

Posee una ventosa ventral pequeña, es ovoide y aplanado se desarrolla en piel y 
músculo, produce pigmento negro (Black spot). 

Posthodiplostomum 

(Figura No. 41) 

La larva t ipo Neascus se enquista en visceras y mesenterios. La parte posterior del 
cuerpo es relativamente larga, presenta una constricción pronunciada. Algunas de es-
tas metacercarias pueden vivir aproximadamente 4 años en los peces. Las cercaría 
longifurcada se desarrolla en caracoles del género Physa. 

Diplostomulum 

(Figura No. 42) 

Presenta el extremo anterior foliáceo y cóncavo, el extremo posterior es una protu-
berancia cónica pequeña posee un par de pseudoventosas a los lados de la ventosa 
oral; la cercaría penetra por branquias y llega a vasos sanguíneos y de ahí a ojos o 
cerebro, pueden llegar también directamente a través de la córnea del ojo. 

Familia Strigeidae 

Tetracotyle 

(Fig. No. 43) 

Este t ipo de metacercaria presenta la parte anterior del cuerpo oval u oblonga y 
relativamente gruesa, en forma de copa, la parte posterior es corta y con una promi-
nencia redondeada; a cada lado de la ventosa oral presenta una pseudoventosa, se 
encuentra en músculo, pericardio y mesenterio de peces. 

Familia Microphallidae 

Maritrema 

(Figura No. 44) 

El adulto que se localiza en intestino, presenta cuerpo pequeño, piriforme, acetá-
bulo más pequeño que la ventosa oral, poro genital en el margen izquierdo y posterior 
al acetábulo; la cercaria se desarrolla en el caracol Oncomelania y forma la metacerca-
ria en el camarón Anax. 

Fig. 41. Ciclo biológico de Posthodiplostomum 

Fig. 40 y 41 (1) Huevecil lo inmaduro (2) Miracidio (3) Caracol primer hospedero intermediario (4) Cercaria 
fase infectiva para el segundo intermediario (5) Segundo intermediario con metacercarias enquistadas en 
piel (6) Ave piscívora, hospedero definit ivo (7) Metacercaria enquistada (8) Trematodo adulto en el intes-
t ino del ave. 

Fig. 40. Ciclo bio lógico de 



Microphallus 

(Figura No. 45) 

El adulto posee cuerpo pequeño, rodeado de pequeñas espinas, prefaringe notable, 
faringe pequeña y esófago estrecho y alargado y ciegos cortos. Se localiza en estó-
mago e intestino de peces, la metacercaria se encuentra en cangrejos. 

Familia Gorgoderidae 

Phyllodistomum 

(Figura No. 46) 

Cuerpo aplanado, t ranslúc ido, p i r i forme, far inge, ausente, ciegos c ic lo ideos, el 
adulto vive en la vejiga urinaria de peces de agua dulce, cercaría monocerca, se en-
cuentra en el molusco del género Musculium y la metacercaria en artrópodos. 

Familia Parmphistomatidae 

Pisciamphistoma 

(Figura No. 47) 

Son de cuerpo elongado, ventosa terminales; "ventosa oral" (o faringe) sin diver-
tículos, esófago con un bulbo en el extremo posterior. Ventosa posterior prominente, se 
localiza en el intestino de peces, ciclo biológico desconocido. 

Familia Sanguinicolidae 

Sanguinicola 

(Figura No. 48) 

Delgado, elongado, no mide más de 1 mm de largo, sin ventosa oral, ventral ni 
faringe; el esófago conduce a un intestino pequeño, compuesto por cuatro lóbulos (a 
veces 5 o 6), posee 15 pares de testículos y un ovario bi lobulado en forma de "H", se 
encuentra en el sistema circulatorio, utiliza caracoles del género Lymnaea o Radix; el 
miracidio eclosiona de un huevo de forma triangular que está en los vasos sanguíneos 
de las branquias, la cercaría que sale del caracol infecta al pez penetrando por las 
agallas, para después transformarse en adulto en los vasos de los filamentos branquia-
les. 

Familia Psilostomatidae 

Psilostomum 

(Figura No. 49) 

Cuerpo oval, sin espinas, el adulto se encuentra en intestino de aves; en los peces, 
se encuentra la metacercaria invadiendo el canal de la línea lateral del pez. 

Tetracotyle 

Fig. 42. Diplostomulum 

Fig. 42a. Ciclo bio lógico de Diplostomulum 
(1) Huevecil lo el iminado del huésped definit ivo 
(2) Miracidio 
(3) Caracol primer intermediario 
(4) Cercaría l ibre que penetra al pez por branquias u ojo 
(5) Metacercaria, fase infectiva. 



Fig. 46. Phyllodistomum Fig. 47. Pisciamphistoma 

Fig. 48. Sanguinicola 
SANGUINICOLA 

INERMIS 

Fig. 48a. Sanguinicola inermis 
(1) Pez centrárchido hospedero definit ivo. 
(2) Miracidio. 
(3) Caracol intermediario. 

Lymnaea o Radix 

(4) Cercaría, úl t imo estadio larvario. Penetra al pez 
por branquias. 

(5) Trematodo adulto. Se localiza en sangre. 

Fig. 49. Psilostomum 



Familia Macroderidae 

Alloglossidium 

(Figura No. 50) 

Cuerpo espinoso, fusiforme, acetábulo menor que la ventosa oral, el útero pasa 
entre los testículos e invade el extremo posterior del cuerpo, vive en el intestino de 
peces de agua dulce, los caracoles del género Helisoma son los hospederos interme-
diarios, la cercaría se enquista en ninfas de moscas de mayo (Ephemeroptera), moscas 
dragón, larvas de libélulas y cangrejos. 

Familia Lepocreadiidae 

Homalometron 

(Figura No. 51) 

Adulto con cuerpo elongado, espinoso, acetábulo ligeramente mayor que la ven-
tosa oral, vitelaria confinada en la mitad posterior del cuerpo, Hidrobia es el molusco 
intermediario, la cercaria puede enquistarse en Hidrobia minuta y anélidos o poliquetos 
pequeños. El pez se infecta al ingerir metacercarias, desarrollándose en intestino del 
hospedero. 

Familia Clinostomatidae 

Clinostomum 

(Figura No. 52) 

La metacercaria es de cuerpo l inguiforme, robusto cóncavo ventralmente. En el 
extremo anterior se encuentra un pliegue cefálico que conduce a una ventosa oral 
pequeña. 

Testículos en la mediación del extremo posterior o cerca del extremo posterior, 
ovario intertesticular. Metacercaria larga en quistes amarillos. 

Familia Hemiuridae 

Genarchella 

(Figura No. 53) 

Cuerpo elongado con extremos redondos, ventosa oral subterminal, acetábulo es-
férico localizado sobre el ecuador del cuerpo. Bifurcación intestinal en ángulo recto, 
testículos oblicuos postacetabulares, ovario postuterino huevos con fi lamento polar. 
Parasita estómago. 

Fig. 51. 

Fig. 52. Larva de Clinostomum 
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Fig. 52a. Ciclo bio lógico de Clinostomum 
(1) Trematodo adulto en boca o faringe de la garza 
(2) Huevecil lo expulsado 
(3) Miracidio eclosionando 
(4) Miracidio penetrando en Helisoma ( intermediario) 
(5) Cercaría 
(6) Cercaría penetrando al segundo intermediario donde se enquista. 
(7) Al ser ingerido el pez se desarrolla a trematodo adulto. 

Fig. 53. Genarchella 

CESTODOS 

Características generales 

Los céstodos son formas endoparásitas intestinales, las cuales son generalmente 
acintadas en estado adulto, miden de unos cuantos milímetros hasta varios metros de 
longitud (Diphyl lobothr ium latum llega a medir hasta 21 metros). Su tegumento no 
tiene cilios, el epitelio ciliado, cuando existe, se limita exclusivamente a formas larva-
rias (coracidio). 

El cuerpo (estrobilo) se encuentra constituido por una cadena de segmentos o 
proglotidios de tres tipos: los inmaduros (sin órganos reproductores), los maduros 
(con órganos reproductores funcionales masculinos y femeninos) y los grávidos (gene-
ralmente llenos de huevecillos), los cuales pueden, o no, desprenderse del cuerpo 
(apólisis). Los céstodos poseen además en su extremo anterior un escólex o cabeza, 
con la cual se sujetan a la mucosa intestinal. (Figura No. 54) 

Sus ciclos de vida son complejos, en especial cuando se trata de céstodos parási-
tos de peces dulceacuícolas, ya que involucran a invertebrados como hospederos in-
termediarios iniciales (copépodos, anfípodos, isópodos, etc.) y a peces como hospede-
ros intermediarios secundarios, la secuencia del ciclo biológico de los céstodos es: 
Adulto-huevo-oncosfera o larva hexacanto-metacéstodos-desarrollo posterior en uno o 
varios hospederos-desarrollo del metacéstodo con diferenciación del escólex-progloti-
zación y segmentación, fenómenos que se presentan en el hospedero definitivo, en 
fase adulta estas tenias parasitan, generalmente, en el aparato digestivo de peces. 

Clasificación 

Los céstodos pertenecen a la Clase Céstoda o gusanos acintados segmentados. 

Posee a la subclase Eucéstoda, quienes presentan un escólex embrión con seis 
ganchos y son segmentados y a la subclase Cestodaria; las cuales no son segmentadas 
y no presentan escólex. La subclase Eucéstoda se subdivide en 12 órdenes según el 
tipo de órganos de fi jación que presentan (ventosas, botrios, etc.) de las cuales dos son 
las que se han reportado en Micropterus. 

Orden Pseudophyllidea. Escólex con dos botrios; proglotides anapolíticas, poro 
uterino presente. 

Orden Proteocephalidea. Escólex con cuatro ventosas y ocasionalmente una ven-
tosa apical o rostelo armado. Segmentación distinguible. 
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Fig. 54. Morfología general de céstodos. 

Céstodos parásitos de Micropterus 

Familia Bothriocephalidae 

Bothriocephalus 

(Figura No. 55) 

Escólex elongado, identaciones a los lados. Botrios elongados longitudinalmente. 
Sin cuello, Proglotides acampanulados, anapolíticos. Poro cirro-vaginal dorsal, poste-
rior al poro uterino. Ovario elongado transversalmente, compacto. Vitelaria vertical. 
Parasitan intestino de teleosteos marinos, y de agua dulce. La larva pleurocercoide se 
halla en copépodos. 

Familia Diphyllobothri idae 

Lígula 

(Figura No. 56) 

Larva pleurocercoide, musculosa, con un canal longitudinal central extendiéndose 
a lo largo de la superficie ventral. No segmentada. Parasita la cavidad corporal de 
peces. El adulto se desarrolla en aves y utiliza un copépodo como primer intermediario. 

Familia Triaenophoridae 

Triaenophorus 

(Figura No. 57) 

Escólex con un par dorsal y ventral de ganchos en forma de tridente sobre el disco 
apical Botrios piriformes y superficiales. Sin segmentación externa. El adulto se en-
cuentra en peces predatores, la larva procercoide en copépodos y la plerocercoide en 
peces forrajeros. 

Familia Amphicotyl idae 

Eubothrium 

(Figura No. 58) 

Escólex subglobular o elongado, frecuentemente deforme, con botrios simples._Es-
tróbilo segmentado. Testículos en los dos campos laterales. Ovario en forma de rmon. 
Los adultos parasitan el intestino de peces infectándose al ingerir copépodos que con-
tienen al procercoide. 

Familia Amphicotyl idae 

Abothrium 

(Figura No. 59) 

Escólex sin el disco apical. Segmentación indistinguible. Testículos numerosos en 
los dos campos laterales. Ovario compacto, elongado. Vitelaria intermezclada con los 
testículos. El adulto parasita intestino de peces teleosteos. 



Fig. 56a. Ciclo biológico de Lígula . 
(1) Huevos del parásito adulto excretados con las heces fecales del hospedero definit ivo. 
(2) Coracidio l ibre en el agua. 
(3) Primer hospedero intermediario (Cyclops) 
(4) Centrarchido, segundo intermediario. 

Familia Proteocephalidae 

Proteocephalus 

(Figura No. 60) 

Escólex no armado, con cuatro ventosas típicas, una ventosa apical puede o no, 
presentarse. Proglotidios grandes más anchos que largos. Los testículos están en una 
capa continua entre la médula intervascular y el útero. La larva procercoide se desarro-
lla en hemocele de crustáceos; la plerocercoide en peces pequeños, aunque también ha 
sido encontrada en robalo; el adulto se desarrolla en peces de agua dulce. 



Fig. 57. Triaenophorus 

Fig. 59. Abotrium 

Fig. 58. Eubothrium 

Fig. 60. Proteocephalus 

Fig. 60a. Ciclo biológico de Proteocephalus. 
(1) Céstodo adulto en intestino del pez. 
(2) Oncosfera embrionada ingerida por crustáceo (Cyclops). 
(3) La larva procercoide es liberada y es ingerida por un pez donde se transforma a plerocercoide. 
(4) Micropterus actuando como paraténico. 
(5) Pez del género Amia o Micropterus. 

Hospederos definitivos. 
(6) La ingestión de estos peces infectados con la metacercaria. 



MjgiliL 

NEMATODOS 

Características generales 

Los nemátodos se caracterizan por tener un cuerpo cil indrico, alargado y cubierto 
por una cutícula quitinosa, la cual a veces está estriada u ornamentada. 

Poseen un aparato digestivo simple. En el extremo anterior se encuentra la boca, 
provista a veces con dientes, placas cortantes, lancetas u otro t ipo de estructuras que le 
sirven para lacerar tejidos y obtener su alimento. La boca se continúa con un esófago 
muscular de forma variable, siendo útil esta estructura para clasificarlos taxonómica-
mente, es fuertemente muscular y desemboca en un intestino que se abre cerca del 
extremo posterior del cuerpo. 

Los nemátodos son de sexos separados, habiendo machos y hembras, por lo co-
mún los machos son más pequeños que las hembras, a lo cual se le llama dimorfismo 
sexual. 

Los machos poseen un testículo, espermaducto, vesícula seminal y un conducto 
eyaculador muscular que desemboca en la cloaca, donde también desemboca el ano. 
Algunos poseen una bursa copulatriz o espículas que le sirven para sujetar a la hembra 
durante la copulación. Las hembras poseen uno o dos ovarios, oviducto, de 1-4 úteros 
que se continúan con la vagina para desembocar al exterior a través de la vulva locali-
zada en diferentes lugares del cuerpo, dependiendo del orden a que pertenezca. 

El sistema nervioso está constituido por un anillo nervioso, localizado alrededor del 
esófago y cuatro cordones nerviosos, dos dirigidos anteriormente y dos hacia el ex-
tremo posterior. 

El sistema excretor posee dos cordones que recorren longitudinalmente a los ne-
mátodos, éstos desembocan a un poro excretor localizado a la altura del anillo ner-
vioso. (Fig. 61). 

Por lo común, los nemátodos poseen un ciclo de vida directo o monoxénico, utili-
zando sólo un hospedero para su desarrollo; sin embargo, otros poseen un ciclo bioló-
gico indirecto o heteroxénico ocupando entonces un hospedero intermediario en el 
cual se desarrolla la larva infectiva para el hospedero definitivo. 

Parasitan en estado adulto, por lo general intestino y algunos órdenes tienden a 
ocupar la pared del estómago en vertebrados superiores, sangre, cerebro, etc. Los esta-
dios larvarios pueden hallarse en el lumen intestinal o enquistados en visceras o ha-
llarse libres en el celoma. 
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Fig. 61 Morfología general de nemátodos 

Clasificación 

La clase Nematoda se subdivide en dos subclases, de acuerdo a la presencia de 
órganos quimiorreceptores. Subclase Adenophorea: fasmidias ausentes, papilas cauda-
les ausentes o escasas. Esófago ci l indrico o con glándulas esofágicas libres en el pseu-
doceloma y formando un esticosoma o trofosoma. Huevos no embrionados, con tapo-
nes polares En esta subclase se incluye al orden Trichuridea y Dioctophymidae, ambas 
con nemátodos parásitos de Micropterus. Dentro del orden Trichuridea solo a Capillana 
se le ha reportado como parásito del robalo y en Dioctophymidea se encuentran a 
Dioctophyma y a Eustrongylides que en estado adulto parasitan ríñones, cavidad peri-
toneal de mamíferos y glándulas del proventrículo de aves piscívoras, util izando peces 
como hospederos intermediarios. 

Subclase Secernentea: Presentan fasmidios en la parte posterior, generalmente, 
con un esófago bien desarrollado, muscular y con huevecillos ovoides. Posee los orde-
nes Oxiuridea, Ascariridea, Spiruridea y Filariidea. 

El Orden Ascariridea (gusanos robustos) pertenecen a la familia Heterochelidae 
con los géneros Contracaecum y Porrocaecum. 

El género Dacnitoides de la familia Cucullanidae pertenece al Orden Spiruridae que 
incluye nemátodos cuyo hábitat no es intestino, sino cavidades y tejido, y el genero 
Camallanus de la familia Camallanidae se incluye dentro del mismo Orden y parasita 
estómago e intestino de peces. También en el orden Spiruridea se encuentra a Rhabdo-
chona y Spinitectus dentro de la familia Rhabdochonidae y la familia Spiruridae con el 
género Spiroxys. Del orden Filariidae, sólo el género Philometra se encuentra parasi-
tando cavidades del cuerpo, son vivíparos y utilizan como hospederos intermediarios a 
los copépodos. 

Nemátodos parásitos de Micropterus 

Familia Heterochelidae 

Contracaecum 

(Figura No. 62) 

Estos organismos presentan labios sin anillos dentígeros, con interlabios. Ventrí-
culo esofágico reducido con un apéndice posterior sólido. Con ciegos intestinales. La 
hembra presenta la vulva en la región anterior del cuerpo. Son ovíparos. Los adultos se 
desarrollan en peces, aves piscívoras y mamíferos. Los huevecillos expulsados por el 
hospedero definitivo con las heces son ingeridos por los invertebrados Acertia bifilosa y 
Eurytemora affinis (copépodos), donde se desarrolla su segundo estadio larvario; en el 
segundo hospedero intermediario se desarrolla el tercer estadio larvario el cual se en-
quista fuera del intestino y es el infectivo para el siguiente pez predator o ave. 

Porrocaecum 

(Figura No. 63) 

(Larva- Presenta ventrículos esofágicos y un ciego intestinal extendido anterodor-
salmente al esófago. Sin ciegos esofágicos. Interlabios armados con dientes. Unica-
mente la larva se desarrolla en la cavidad corporal de peces y el adulto en garzas. 
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Figura 62. Contracaecum. 

extremo posterior 

Fig. 62a. Ciclo biológico de Contracaecum. (1) Huevo en primer estadio de división, excretado en heces. 
(2) Larva desarrollada. (3) Copépodo, primer intermediario, en él se desarrolla el segundo estadio larvario 
en hemocele. (4) Clupea, pez donde se desarrolla el tercer estadio, el cual migra a cavidad celómica. 
(5) Pez predator que al ingerir una presa infectada adquiere la infección desarrollándose entonces en pará-
sito adulto. 

Familia Rhabdochonidae 

Rhabdochona 

(Figura No. 64) 

Presenta boca con dos labios, cápsula bucal en forma de embudo. Macho con cola 
cónica puntiaguda y curvada. Hembra con la vulva en la región media del cuerpo. 
Ovíparos. El estado larvario se desarrolla en las moscas de mayo. El adulto se localiza 
en intestino de peces de agua dulce. 

Spinitectus 

(Figura No. 65) 

Nematodos pequeños, se caracterizan por poseer a lo largo de la cutícula anillos de 
espinas dirigidos hacia la parte posterior. La larva se desarrolla en las moscas de mayo 
y los adultos en el intestino de peces. 

Familia Spiruridae 

Spiroxys 

(Figura No. 66) 

La larva presenta una boca con labios tri lobulados, se localiza en mesenterio de 
peces o ninfas de moscas dragón, quienes son los primeros intermediarios. El adulto 
parasita estómago de tortugas e intestino de anfibios. 

Familia Filariidae 

Philometra 

(Figura No. 67) 

Son gusanos fi lariformes, con el extremo anterior redondeado. Esófago corto y 
ci l indrico. Macho con dos espículas iguales. La hembra presenta ano y vulva atrofiados 
y es mucho mayor que el macho. En peces se desarrolla el adulto en tejido. Los hospe-
deros intermediarios son los copépodos. 

Familia Cucullanidae 

Dacnitoides 

(Figura No. 68) 

Presenta cápsula bucal no quitinizada, pseudocápsula formada por una dilatación 
del extremo anterior del esófago. Macho con ventosa preanal, hembra con la vulva 
localizada justo atrás de la mitad del cuerpo. Parasitan el intestino de peces. 
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Familia Camallanidae 

Camallanus 

(Figura No. 69) 

Boca semejante a una hendidura, cápsula bucal con dos valvas laterales quit ino-
sas. Una estructura quitinosa semejante a un tridente, se localiza junto a las valvas y al 
esófago dorsal y ventralmente. Parasitan estómago e intestino de peces, anfibios y rep-
tiles. La larva infectiva se desarrolla en copépodos. 

Orden Dioctophymidea 

Dioctophyma 

(Figura No. 70) 

El segundo estadio se encuentra enquistado en mesenterio de peces y se caracte-
riza por presentar seis papilas cefálicas. El primer estadio se desarrolla en oligoquetos. 
El adulto se presenta en riñon y peritoneo de mamíferos. 

Eustrongylides 

(Figura No. 71) 

Su estadio larvario posee un color rojo, se enquista en músculo y celoma de peces. 
El quiste mide aproximadamente 1 cm. de diámetro y la larva 10 cm. de longitud. 
Parasitan aves piscívoras en su estado adulto. 

Orden Trichuridae 

Capi liaría 

(Figura No. 72) 

Boca simple, esófago largo ensanchado, gradualmente hacia el extremo posterior. 
Macho con ano terminal o subterminal con una aleta caudal membranosa y una espicu-
la larga y delgada con vaina. Parasitan tracto digestivo, hígado o vejiga urinaria de 
vertebrados. 

Familia Goeziidae 

Goezia 

(Figura No. 73) 

Organismos de aproximadamente 30 m m „ boca rodeada de tres labios, espículas 
anchas y curveadas, bulva usualmente anterior a la mitad del cuerpo. Huevos esfericos, 
extremo caudal redondo y con procesos digit iformes. El adulto se desarrolla en peces 
dulceacuícolas. 
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Fig. 70a. Ciclo biológico de Dioctophyma 

(1) Huevo inmaduro excretado con la orina. 
(2) Anél ido primer intermediario. 
(3) Segunda larva adquir ida por el cangrejo. 
(4) Pez donde ocurre el desarrollo de la tercera muda la cual se enquista en celoma. 
(5) Centrarchido, pez carnívoro donde el nemátodo madura. 
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Fig. 73. Goezia 

A C A N T O C E F A L O S 

Características Generales 

Los acantocéfalos son gusanos con espinas en la región cefálica (probóscide); 
pseodocelomados, sin aparato digestivo ni circulatorio, con sexos separados, dimor-
fismo sexual presente. Son parásitos exclusivos del tracto digestivo. El cuerpo del acan-
tocéfalo se divide en prosoma y tronco; en el prosoma se encuentra la probóscide y el 
cuello y en el tronco, que es la parte posterior, se hallan los órganos reproductores. Se 
alimentan a través de su cutícula. (Fig. 74.) 

Su ciclo biológico puede ser el siguiente: Los huevecillos salen con las heces feca-
les del hospedero definitivo, caen al agua y son ingeridos por el hospedero intermedia-
rio (generalmente un artrópodo), los huevos maduros poseen en su interior una larva 
(acantor) parcialmente formada, que termina su desarrollo cuando el huevo es ingerido, 
abandona su cubierta para luego perforar la pared intestinal del huevo hospedador. El 
acantor es alargado, fusiforme de extremos agudos, armada de un rostelo con ganchos 
y cutícula corporal rugosa. 

Una vez en el hemocele del artrópodo, el acantor se transforma y se redondea, 
pierde el rostelo, ganchos y espinas corporales para después desarrollar una probós-
cide rudimentaria con su correspondiente-bolsa de la probóscide convirtiéndose así en 
una nueva fase larvaria (acantela). 

La acantela va evolucionando y aparecen órganos propios del adulto; incluso góna-
das que no son funcionales. Lo más frecuente es que en ese momento se produzca un 
engrosamiento del tegumento y la larva se rodee de una membrana producida por el 
hospedero (Cistacanto). Esta fase es la forma infectiva que posee la probóscide total-
mente retraída; cuando el artrópodo es ingerido por un vertebrado susceptible, el cista-
canto abandona su cubierta y extiende su probóscide, sujetándose al epitelio intestinal 
completando su desarrollo en unos 6-12 meses. 

Clasificación 

La clasificación de los acantocéfalos o gusanos de cabeza espinosa se basa en el 
tipo de organización de los ganchos de la probóscide (hileras longitudinales, en espiral, 
etc). Células de cemento sincitiales o no, número de éstas, etc. En estado adulto son 
gusanos intestinales. 

Orden Neoechinorhynchidea. El adulto parasita exclusivamente peces, las glándu-
las de cemento son sincitiales, probóscide pequeña, desigual número de ganchos, en 
este orden se incluye a Neoechinorhynchus que parasita en su estado adulto a Microp-
terus sp. 
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Fig. 74. Morfología general de acantocéfalos. 

Orden Echinorhynchidea. El adulto parasita varios vertebrados acuáticos, posee 
glándulas de cemento divididas en dos o más lóbulos y su probóscide presenta un gran 
número de ganchos. Los géneros de importancia en robalo son: Echinorhynchus, Lep-
torhynchoides, Acanthocephalus, Pomphorhynchus y Poliacanthorhynchus. 

Acantocéfalos parásitos de Micropterus 

Orden Neoechinorhynchidea 

Neoechinorhynchus 

(Figura No. 75) 

Cuerpo delicado, curveado ventralmente. Proboscis pequeña y esférica con gan-
chos acomodados en seis hileras en espiral, tres ganchos por hilera, hipodermis con 
núcleos gigantes. La larva se desarrolla en pequeños crustáceos. 

Orden Echinorchynchidea 

Echinorhynchus 

(Figura No. 76) 

Cuerpo delgado y ci l indrico. Proboscis tubular con numerosos ganchos. Glándulas 
de cemento en cadenas situadas en la línea media del cuerpo. 

Leptorhynchoides 

(Figura No. 77) 

Cuerpo ci l indrico algo acintado en los extremos, proboscis extremadamente larga, 
curveada ventralmente. Núcleos hipodérmicos dendríticos. Lemniscos tubulares o filar.-
formes. Glándulas de cemento compactas, generalmente ocho. Los peces se infectan al 
ingerir anfípodos. 

Pomphorynchus 

(Figura No. 78) 

Tronco espinoso. Cuello muy largo formando un bulbo anterior, proboscis larga y 
ci l indrica con 12 a 20 hileras de ganchos. De 10 a 14 ganchos por hilera, 6 glandulas de 
cemento ovales. La larva infectiva se encuentra en anfípodos. 

Acanthocephalus 

(Figura No. 79) 

Cuerpo casi ci l indrico. Tronco con numerosos núcleos hipodérmicos pequeños. 
Proboscis ovoide, claviforme o cil indrica, con 6-28 hileras de ganchos (4-15 ganchos 
cada una), 6 glándulas de cemento compactas o piriformes muy juntas o pares en tán-
dem. La larva se desarrolla en Asellus y Gammarus. 



Fig. 75a. Ciclo biológico de Neoechinorhynchus 

(1) Huevo embrionado excretado en heces 
(2) Ostracodo primer intermediario 
(3) Lepomis segundo intermediario, en éste se desarrolla la acantella infectiva 
(4) Pez carnívoro hospedero definitivo, en él se desarrolla el adulto. 

Fig. 76. Echinorhynchus 
Fig. 77. Leptorhynchoides 

Fig. 77a. Ciclo biológico de Leptorhynchoides 
(1) Hospedero definit ivo. 
(2) Huevecil lo excretado. 
(3) Anfípodo intermediario. En él se desarrolla el 
para el pez. 

y la acanthelia; la últ ima larva es la infectiva 



Polyacanthorhynchus 

(Figura No. 80) 

Tronco muy largo, 8 a 9 círculos de espinas en el extremo anterior. Proboscis clavi-
forme con muchas hileras longitudinales de ganchos, 8 glándulas de cemento tubulares 
y largas. Testículos elongados y en tandem. 

A rhythmorhynch us 

(Figura No. 81) 

Forma de baúl, delgado, casi sin núcleos hipodérmicos largos. Probóscide abul-
bada alrededor de la mitad, armado con 13-36 hileras longitudinales con 8-22 ganchos 
cada una, los ganchos ventrales son más largos que los dorsales. Testículos en tandem 
en la protuberancia de porción posterior. De 2 a 4 glándulas de cemento. Los artrópo-
dos acuáticos actúan como primeros hospederos intermediarios y los peces, anfibios y 
reptiles como segundos intermediarios. El adulto se encuentra en aves piscívoras. 

Fig. 80. Polyacanthorhynchus 

Fig. 78. Pomphorhynchus 

Fig. 81. Arhythmorhynchus 

Fig. 79. Acanthocephalus 
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SANGUIJUELAS 

Su longitud varía de 1 a 30 cms, cuerpo de longitud variable y ligeramente apla-
nado, ocasionalmente ci l indrico, en algunas especies se encuentra dividido en dos sec-
ciones; la sección anterior pequeña y angosta; la parte posterior larga, ancha y apla-
nada. Algunos con vesículas laterales. 

Extremo anterior modificado, con una ventosa generalmente bien desarrollada. Su 
cuerpo consiste en un número definido de segmentos o somitas (34). Su segmentación 
interna es completa por una anil lación secundaria, con las somitas divididas por surcos 
superficiales que alcanzan únicamente el integumento produciendo un número dife-
rente de anillos por somita en las distintas especies (2 a 14) en la parte media del 
cuerpo (somita completa). 

El sistema nervioso consiste de ganglios cerebrales y nervios ventrales en cadena. 
Los órganos cutáneos sensoriales se presentan en todas las especies y muchas de 
éstas presentan ojos en el extremo anterior del cuerpo y manchas semejantes a ojos en 
la ventosa posterior. 

Su cuerpo tiene poder de contracción y expansión y está cubierto por una cutícula 
delgada con epidermis estratificada (entre las células hay numerosas células glandula-
res), mesénquima estratificado y 3 capas de músculos (anular, diagonal y longitudinal). 

Son hermafroditas, pero necesitan fecundación cruzada, presentan además una ca-
vidad celómica. El aparato digestivo consiste de cavidad oral, faringe, esófago, buche o 
estómago, intestino, recto y ano dorsal. El sistema excretor consiste de metanefridios 
metaméricos apareados. (Fig. 82.) 

El daño que causan a los peces es proporcional al número de sanguijuelas que se 
presentan y a la acción expoliativa. Las sanguijuelas además pueden ser vectores de 
hemoparásitos (tripanosomas, cryptobias, haemogregarinas y dactilosomas), además 
de bacterias y virus. Las sanguijuelas de agua dulce se fijan a los capullos de plantas 
acuáticas y a varios objetos sumergidos. Su desarrollo es directo. Ampliamente distri-
buidas, habitan en agua dulce en todos los continentes excepto en la Antártida. Su 
alimentación es variada, la dieta consiste de algunos animales invertebrados y vertebra-
dos (peces, anfibios, aves y mamíferos). 

Ciclo de Vida: Las sanguijuelas al alimentarse del pez una vez satisfechas con la 
sangre del hospedero se sueltan y se esconden entre las piedras y vegetación o se 
sumergen en las malezas acuáticas verticales. 

Los huevecillos se depositan en un capullo pegado a un sustrato sumergido en el 
agua, las formas recién nacidos se parecen mucho a los adultos, las sanguijuelas pro-
ducen un capullo de paredes finas delgadas y después de la oviposición colocan sus 
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ventosa cefálica 

"cuerpo anil lado 

ventosa posterior 

Fig. 83. Morfología general de sanguijuelas. 

cuerpos sobre éstos y asemejan una conducta protectora, la carnada se pega dentro de 
un tipo de tubo sobre la parte ventral del progenitor, y son llevados de esta manera 
hasta que alcanzan un estado de desarrollo que les permita obtener su propia alimenta-
ción. Este proceso de desarrollo puede durar de 24 días a 4 meses, según sea la espe-
cie. 

Algunas familias como la Piscicolidae causan anemia y son la puerta de entrada a 
infecciones secundarias, en la región bucal del hospedero pueden ocasionar hiperpla-
sia epitelial, hiperanemia y hemorragia en los estratos dérmicos e hipodérmicos. Ade-
más las infecciones en ojos y las necrosis de tejido dan como resultado mortalidad 
masiva en peces dulceacuícolas. 

Clasificación 

La clase Hirudinea se divide en dos órdenes: Pharyngobdellida y Rhynchobdellida 
de los cuales sólo el segundo orden tiene géneros de importancia de sanidad piscícola. 

Sanguijuelas parásitas de Micropterus 

Orden Rhynchordell ida 

Familia Glossiphoniidae 

Placobdella 

(Figura No. 83) 

Somitas completas trianuladas. Los ojos sobre la somita III aparecen como un par 
unido en una masa de pigmento común. 

Familia Piscicolidae 

Cystobranchus 

(Figura No. 84) 

Cuerpo elongado y aplanado. Vesícula lateral pequeña. Ventosa posterior muy 
larga y de tamaño medio. Manchas oculares sobre la ventosa posterior. 

Piscícola 

(Figura No. 85) 

Cuerpo largo cil indrico y algo comprimido. Vesícula seminal de tamaño mediano. 
Manchas oculares sobre la ventosa posterior. 

Illinobdella 

(Figura No. 86) 

Forma claviforme, ambas ventosas son mucho más pequeñas que el grosor del 
cuerpo, ventosa con boca central, estómago con 6 cámaras. 
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Fig 83. Placobdella 

Figu. 84. Cystobranchus 

Fig. 85. Piscícola 

Piscicolaria 

(Figura No. 87) 

Forma claviforme. No se observa una clara división en el extremo anterior del 
cuerpo, vesícula ausente; 3 anillos por segmento. 

Fig. 87. Piscicolaria 

Fig. 86. Illinobdella 



C O P E P O D O S Y L I N G U A T U L I D O S 
La mayoría de los copépodos son de vida libre, algunos de ellos en su estado 

adulto parasitan peces y además intervienen en los ciclos biológicos de algunos hel-
mintos (céstodos, nemátodos, etc.). 

Presentan seis pares de miembros torácicos y conservan en su estado adulto un ojo 
larvario o naupliar formado de tres ocelos. Poseen palpos, mandíbulas probóscides 
chupadoras y dos pares de antenas. Son de sexos separados, su desarrollo es directo 
sin cambiar de hospedero, las aberturas genitales se encuentran en el primer segmento 
abdominal y el ano en el último. (Fig. 88). 

Algunas especies abandonan los huevos en el agua, pero otras los aglomeran en 
uno o dos ovisacos mediante una secreción producida en el oviducto, los cuales pen-
den del segmento genital de la hembra. 

El embrión sufre seis mudas hasta convertirse en estado adulto. La primer larva que 
sale del huevo se le llama nauplio y a las cinco restantes copepodido. (Fig. 89). 

Las maxilas pueden convertirse en órganos de adhesión mientras otros se sujetan 
del hospedero util izando procesos cefálicos o ventosas quitinosas. Los copépodos se 
alimentan generalmente de sangre o tejidos. 

Clasificación 

En la clase Crustácea se ha registrado a la Subclase Brachiura y Copépoda como 
parásitos de peces. Algunos autores consideran a Brachiura como un Orden, sin em-
bargo, aquí lo consideraremos bajo la subclase Copépoda. 

En Brachiura se incluyen aquellos crustáceos redondos u ovales, convexos dorsal-
mente y cubiertos completamente por un caparacho cefalotorácico. 

En Copépoda se acomodan aquellos crustáceos de cuerpo elongado, más o menos 
fusiformes sin ojos compuestos y con un saco de huevos. 

Copépodos ectoparásitos de Micropterus 

Ergasilus 

(Figura No. 90) 

Las hembras maduras son piriformes y miden aproximadamente de 1-1.5 mm. de 
largo. El primer segmento torácico está fusionado. Posee cinco pares de patas. Se loca-
lizan en agallas. 
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Fig. 88. Morfología general de copépodos 
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Lernaea 

(Figura No. 91) 

Las hembras maduras poseen un cuerpo largo no segmentado con el extremo pos-
terior l igeramente ensanchado. La cabeza está formada por prolongaciones ramificadas 
con las cuales el parásito se introduce en el tejido del hospedero (piel). Presenta cinco 
pares de patas natatorias. La cabeza posee dos pares de procesos. La rama anterior es 
más pequeña que la posterior. La longitud de la hembra madura es de 12-15 mm. 

Ac h the res 

(Figura No. 92) 

Posee un cuerpo dividido en tres regiones: cefalotórax, tronco y abdomen. El cefalo-
tórax posee un carapacho dorsal. No es segmentado (a excepción de A. micropteri). La 
hueva es corta y robusta. 

Argulus 

(Figura No. 93) 

Cuerpo redondeado, segunda maxila transformada en discos prensiles. La puesta 
de los huevecillos ocurre en objetos sumergidos. Parasitan peces marinos y dulce-
acuícolas. 

Orden Pentastomida 

Sebekia 
(Figura No. 94) 

Linguatúlidos de cuerpo subcilíndrico; no poseen patas y cerca de la boca presen-
tan dos pares de ganchos encorvados retráctiles. Se alimentan de sangre y células de la 
mucosa bucal, esófago y vías respiratorias, las larvas se han encontrado en visceras de 
robalo. 

Fig. 90. Ergasilus 

Fig. 91. Lernaea 

Fig. 92. Achtheres Fig. 93. Argulus 



Fig. 94. Larva de Sebekia 

Fig. 95. Glochidia 

MOLUSCOS 

Glochidia 

(Figura No. 95) 

Ocasionalmente son encontrados como parásitos de peces. Las larvas de estos 
moluscos parasitan agallas y aletas de peces enquistándose en el epitelio semejando 
quistes metacercariales engrosados. Parasita al pez durante un mes aproximadamente 
pero mientras se encuentra dentro del tumor se alimenta osmóticamente a expensas del 
pez, transformándose luego en un molusco joven que sale al agua cuando se rompe la 
pared del tumor. 



Fig. 94. Larva de Sebekia 

Fig. 95. Glochidia 

MOLUSCOS 

Glochidia 

(Figura No. 95) 

Ocasionalmente son encontrados como parásitos de peces. Las larvas de estos 
moluscos parasitan agallas y aletas de peces enquistándose en el epitelio semejando 
quistes metacercariales engrosados. Parasita al pez durante un mes aproximadamente 
pero mientras se encuentra dentro del tumor se alimenta osmóticamente a expensas del 
pez, transformándose luego en un molusco joven que sale al agua cuando se rompe la 
pared del tumor. 
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ASPECTOS ETIOLOGICOS Y PATOLOGICOS 
DE LAS ENFERMEDADES DE PECES 

Introducción 

Los peces en cautiverio y de vida silvestre son susceptibles a sufrir enfermedades, 
pasando generalmente casi inadvertidas aquellas que afectan a especies silvestres. La 
mayoría de los conocimientos que sobre Ictioparasitología se tienen se han logrado 
gracias a la experiencia que se ha tenido en especies de importancia económica. 

Son muchos factores que se interrelacionan en un momento dado en favor o en 
contra para el establecimiento de una enfermedad, por ejemplo las condiciones del 
medio ambiente, temperatura, pH, concentración de sales, tensión de gases (oxígeno), 
etc., así como la especie de pez (raza), edad, sexo, estado de salud, manejo adecuado 
del hospedero (stress), etc.; especie (cepa) del parásito, etc. 

Ocasionalmente el agente etiológico puede causar una sintomatología diferente en 
distintas especies de peces y a veces, inclusive en la misma población, dependiendo de 
las condiciones ecológicas (etiológicas). 

Infección y Enfermedad 

Estar infectado significa albergar o tener agentes de enfermedad sobre o dentro del 
cuerpo mientras, que estar enfermo implica albergar el agente etiológico y presentar 
signos clínicos de enfermedad (síntomas). Cuando el parásito ha logrado entrar al hos-
pedero (vía boca, piel, agallas, ano, etc.) se produce un período de incubación que 
termina con la aparición de los primeros síntomas, éste es seguido por un período 
prodrómico, donde la enfermedad presenta signos y síntomas no característicos, la si-
guiente manifestación clínica es el período de estado durante el cual la enfermedad 
infecciosa se presenta con signos y síntomas propios de ella. 

Después del período de estado le sigue el período asintomático, durante el cual se 
mantiene la infección sin presentar manifestaciones clínicas; con o sin lesiones causa-
dos por el agente etiológico. En el período de remisión o convalecencia, la sintomatolo-
gía con sus signos y síntomas tiende a desaparecer, pero el pez no se ha curado. Du-
rante estas tres manifestaciones el hospedero puede dispersar el agente etiológico, o 
bien, funcionar como portadores infectados, pero no enfermos. 

Importancia del Medio Ambiente 

Es bien conocido en la epidemiología que un agente infeccioso causa enfermedad 
al hospedero si las condiciones del medio ambiente le son propicias. 
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El agua es un medio ecológico muy crítico, siendo sus características f isicoquími-
cas afectadas, tanto por factores naturales como por el efecto nocivo de las actividades 
humanas (polución). El medio acuático continental y las costas son más sensibles que 
el medio marino. En consecuencia los peces dulceacuícolas en estas áreas están ex-
puestas a un frecuente stress y si éste coincide con la presencia de un organismo 
patógeno, es factible la aparición de la enfermedad. 

TEMPERATURA: El pez se puede ver afectado por la temperatura'en su metabo-
lismo, respuesta inmune, reproducción, etc. al igual que el medio ambiente, pues la 
temperatura afecta la cantidad de oxígeno disuelto en el agua, demanda bioquímica de 
oxígeno, así como la toxicidad de contaminantes y el crecimiento de patógenos de 
peces. 

La temperatura tiene un significado importante sobre las enfermedades de peces, 
en lugares donde hay mucha variación en los cambios de temperatura estacionales, por 
ejemplo, se ha observado un incremento en la mortalidad de la carpa durante la prima-
vera (en zonas geográficas con inviernos muy fríos) con infecciones causadas por 
Aeromonas liquefaciens, así como otras enfermedades poco conocidas. Con una tempe-
ratura ligeramente por arriba del punto de congelación, muchas bacterias se adhieren 
al tejido de los peces y cuando se incrementa, éstos pueden enfermar, pues aparente-
mente con una baja temperatura la defensa celular y humoral no se activa, la tempera-
tura corporal del hospedero, es baja lo que permite la mult ipl icación, bacteriana y la 
aparición de enfermedades agudas. 

GASES DISUELTOS EN EL AGUA: El oxígeno es esencial para la respiración, pero 
el nitrógeno es biológicamente inerte, ambos se disuelven en el agua e intervienen en 
las enfermedades de peces si se presentan en altas o bajas concentraciones. La sobre-
saturación del agua con oxígeno y particularmente con nitrógeno combinados con 
cambios de la presión atmosférica y temperatura, producen frecuentemente una embo-
lia por gases ("enfermedad de burbujas" de gas) la lesión causada por estas burbujas 
puede ser la puerta de entrada para los agentes patógenos (bacterias, hongos). 

Los cambios en la concentración de gases pueden ser provocados por medios me-
cánicos (turbinas, etc.) o bien por una sobrepoblación de plantas u organismos produc-
tores de oxígeno. 

EUTROFICACION: En aguas con alto contenido de material orgánico hay frecuen-
tes f luctuaciones de oxígeno disuelto y PH. siendo éste un medio propicio para nume-
rosos patógenos, por ejemplo Pseudomonas, Aeromonas y mixobacterias. La reducción 
del contenido de oxígeno del agua es un factor importante que permite la aparición del 
"stress" en los peces que viven en un medio eutròfico. En aguas oligotróficas el número 
de bacterias es pequeño y su distr ibución es más uniforme que en uno eutròfico. En 
aguas enriquecidas con estiércol y aguas negras, las bacterias de pigmento amarillo 
son numerosas y se observan frecuentes ataques de columnaria. 

AGUAS RESIDUALES: Es difícil definir la importancia de cada factor de stress 
cuando los peces se encuentran en la naturaleza. El stress es complejo y sus efectos 
son aditivos o sinérgicos. Las aguas residuales pueden contener residuos domésticos y 
numerosas sustancias químicas, por lo que se recomienda que éstas sean tratadas an-
tes de verterlas a los ríos. En las aguas residuales tratadas el número de bacterias 
coliformes es muy bajo, mas no las Aeromonas, la cual puede multiplicarse en el fango 
del fondo, pues crece bien a 2-20°C, a diferencia de los coliformes que se reproducen 
a la temperatura corporal humana. Aeromonas es un indicador importante y puede 

usarse en los monitoreos de la contaminación orgánica del agua, sin embargo, es pató-
geno para peces de agua dulce y vertebrados acuáticos de sangre fría (ocasionalmente 
para el hombre). A. liquefasciens (A. punctata, A. hidrophila) es la bacteria patógena 
más común de peces de agua dulce. La abundancia de esta bacteria en aguas habitadas 
por peces depende de materia orgánica, por lo que las aguas negras, el alimento de los 
peces y su excremento contr ibuyen a la mult ipl icación de Aeromonas incrementando el 
D B O. El efecto de la contaminación sobre los peces marinos puede provocar exoftal-
mia, inflamación externa y los peces de fondo pueden mostrar epiteliomas, papilomas y 
una acumulación de fluido en la cavidad celómica con hemorragias internas. 

PESTICIDAS: Ciertos pesticidas causan un efecto patológico en el hígado, encon-
trándose en este órgano una cantidad mayor de bacterias, en comparación con los 
peces de lagos oligotróficos, por lo cual se supone que las sustancias químicas agravan 
el efecto del stress causado por la contaminación antropogénica, resultando en una alta 
incidencia de infecciones en peces. 

CONTAMINACION INDUSTRIAL: Algunas especies de peces son usadas en oca-
siones como monitores en pruebas cortas para determinar el grado de contaminación 
química aguda, el papel de las enfermedades no es importante, pues los productos 
(contaminantes) causan un daño grave antes de que la infección y la enfermedad pue-
dan desarrollarse; en ensayos más prolongados, el stress causado por la sustancia a 
prueba incrementa la posibilidad de un ataque por algún agente patógeno, de tal ma-
nera que en muchos casos estos agentes actúan como oportunistas. 

METALES: Las sales de zinc, cobre y otros metales causan coagulación, precipita-
ción de mucus y daño citológico a las agallas, la coagulación trae como resultado una 
reducc ión en el in tercambio de gases en las agallas, h ipox ia de tej idos y muerte. 
Cuando el efecto de las sales metálicas no es suficiente para causar hipoxia fatal, la 
hipoxia parcial y las lesiones en agallas reducen la resistencia del pez y son la puerta de 
entrada para los agentes etiológicos que causan enfermedad. La contaminación por 
cobre y zinc, combinada con la alta temperatura del agua y su disminución en volumen 
incrementa la tasa de mortalidad cuando A. licuefasciens está presente. Los peces in-
fectados naturalmente, por esta bacteria presentan aletas en estado de putrefacción, 
ulceración externa y petequias musculares. 

PRODUCTOS METABOLICOS DE PECES: En sistemas cerrados como acuarios, 
estanques o presas el cúmulo de desechos de origen animal (excretas, etc.) son una 
fuente importante en la producción de amonio, de tal suerte que en las piscifactorías, si 
no se limpian los estanques en forma adecuada al llenar éstos de agua se incrementa 
la demanda de oxígeno, siendo estos dos factores una limitante en la producción de 
peces. 

SOBREPOBLACION: Las enfermedades bacterianas, por su tasa de reproducción 
combinado con el hacinamiento de los peces, son la causa más predominante en la 
aparición de enfermedades como la aleta roja, enfermedades de agallas, columnariasis 
y septicemia (causada por Aeromonas en agua dulce y Vibrio en agua salada). Las 
bacterias entéricas como Edwardsiella se incrementan rápidamente en cultivos de es-
tanques. 

En síntesis: Las bacterias, virus y protozoarios son agentes infecciosos y al mult ipl i-
carse dentro o sobre del pez, incrementan su número lo suficiente como para causar 
enfermedad aunque el pez haya sido expuesto a unas pocas inicialmente. Otros parási-
tos (platelmintos, nemátodos, céstodos, copépodos, etc.) normalmente no se multipli-



can en o sobre un solo huésped y la dosis de exposición determina si ocurre sólo una 
infección o una infección y enfermedad. 

La enfermedad puede también ser ocasionada por factores ambientales, como la 
falta de 0 2 , pH y metales pesados, temperatura, productos químicos, toxinas en el agua 
y son denominados factores etiológicos generales. El segundo factor que puede ser 
decisivo para la aparición de una enfermedad son aquellos factores etiológicos indivi-
duales adquiridos, que son las deficiencias o excesos nutritivos, la especie, raza, sexo y 
consti tución del pez. Ambos tipos de factores etiológicos (generales o individuales) 
intervienen en favor o en contra del agente infectivo. 

El estado de salud del pez depende de tres factores: el huésped (pez), el agente 
patógeno (bacterias, virus, parásitos) y el medio ambiente, los cuales deben presen-
tarse en un equil ibrio muy delicado y cuando el huésped y el agente patógeno se pre-
sentan al mismo tiempo y en el mismo lugar (exposición), además de que el medio 
ambiente favorece al agente patógeno, y se desarrolla la enfermedad. Cuando algunos 
agentes patógenos son virulentos, aún sin estar influenciados por el medio ambiente y 
con una sola exposición y dosis mínima, causan enfermedad tan pronto invaden al pez, 
un ejemplo es la enfermedad bacteriana de las agallas (BGD), esta bacteria habita en 
agua y tierra y los peces están expuestos constantemente a ella, la enfermedad se pro-
duce cuando los peces se someten a stress debido a la sobrepoblación. 

Efectos de los agentes etiológicos sobre el huésped 

Los mecanismos por los cuales los agentes infecciosos actúan sobre los peces 
pueden ser: 

Mecánica por obstrucción: Ej. céstodos y nemátodos que habitan en el intestino. 

Mecánica por compresión: Ej. esporas de Myxosoma cerebralis; larvas de nemáto-
dos de cavidad celómica, metacercarias de Clinostomum, etc. 

Expoliadora: como protozoarios ecto o endocomensales. 

Tóxica: Infecciones virales o bacterianas. 

Traumática y perforante: Larva de Proteocephalus ambloplitis que migran a través 
de la piel, mesenterios, órganos internos y vasos sanguíneos. 

Irritativa o inflamatoria: Parásitos en la superficie del cuerpo (Trichodina, Icht-
yophthirius), si esto ocurre en agallas, la irritación trae como consecuencia un aumento 
en la producción de mucus (Scyphidia) y producen asfixia. 

Efectos del huésped sobre el agente etiológico 

El pez, lo mismo que cualquier organismo está capacitado para defenderse de 
todo agente extraño y conservar su integridad funcional, algunas de las barreras o me-
canismos de defensa que le sirven son: 

1. Piel: constituye una barrera física contra la invasión, aunque muchos parásitos 
son capaces de penetrarla sin problema. 

2. Mucuosa: Es la primera línea de defensa de un pez, pues a medida que los 
parásitos invaden la piel y las agallas producen imitación y el pez secreta más mucus 

eliminando la capa de mucus anterior, y en su caída arrastra parásitos y reduciendo la 
carga parasitaria. 

3. Inflamación: Las células de defensa (macrófagos, pinocitos, eosinófilos, mono-
citos y células endoteliales) migran al área de invasión y destruyen al agente infectante 
(fagocitosis). 

4. Formación de cápsulas: El parásito ya localizado es rodeado por una capa de 
tejido fibroso o conectivo producido por el hospedero. 

5. Inmunidad. El pez es el organismo más primitivo que posee la capacidad de 
respuesta inmune humoral, produciendo anticuerpos contra partículas extrañas (bacte-
rias, virus, protozoarios, etc.) 

Enfermedades causadas por protozoarios 

Los protozoos son quizá el grupo más importante de parásitos que afectan a todos 
los tipos de peces en general. 

ESPOROZOARIOS: Los miembros del género Eimeria son parásitos intracelula-
res, viven usualmente en el epitelio intestinal ocasionando debilidad, edema general, 
ascitis y exoftalmia; otros daños ocasionados son enteritis y anemia, siendo comunes 
las infecciones bacterianas, secundarias. El daño a gónadas indica su alta patogenici-
dad y su efecto adverso en la reproducción, causando también necrosis en las células 
de la vejiga natatoria, estos síntomas variados ocasionan altas tasas de mortalidad. 

CNIDIOSPORIDIOS: La reacción de los peces al ser parasitados por myxospori-
dios y microsporidios es el encapsular los quistes con tejido conectivo. En los Myxos-
poridios se considera que las especies celozoicas no causan un daño grave, pero las 
formas histozoicas son dañinas y por tanto de importancia económica. Las diferentes 
clases de myxosporidios poseen sitios específicos, por ejemplo agallas y vejiga natato-
ria que son los órganos regularmente más afectados en peces dulceacuícolas mientras 
que la vesícula biliar y la vejiga urinaria son afectados en peces marinos. 

Kudoa, Chloromyxum y Unicápsula producen necrosis y l icuefacción de músculo 
causando ulceraciones, Myxosoma cerebralis causa la "enfermedad del torneo", los sín-
tomas clínicos son: torcimiento de la espina dorsal, deformación craneal y lesiones en 
tejido cartilaginoso; en otros peces se observan daños al esqueleto lo cual lesiona el 
nervio caudal y los peces jóvenes pierden el control de la producción de pigmento y su 
cola adquiere un color negro. Otras afecciones son gránulos epiteloides que ocasionan 
daños secundarios en centrarchidos. 

Myxobulus ciprini causa anemia perniciosa y muerte cuando afecta órganos inter-
nos. Henneguya es una forma intralamelar que ocasiona la muerte en peces jóvenes. 
Las lesiones en piel son la puerta de entrada para Aeromonas y, a otras bacterias, 
Myxidium oviforme produce abcesos en hígado. 

CILIADOS: De los ciliados, el que causa mayor daño a la población de peces es 
Ichthyophthirius multifilis ("Ich"), por ser un parásito obligatorio infestando rápida-
mente piel y agallas debido a cientos de formas juveniles llamados tomites producidos 
a partir de una sola célula. Produce irritación severa con exudado de mucus e hiperpla-
sia de epitelio dando la apariencia de manchas blancas por las pústulas, donde se en-
cuentra el parásito. 



Chilodonella es importante durante el invierno, es parásito de peces jóvenes de los 
cuales se alimenta de tejido epitelial causando irritación, secreción de mucus y escama-
ción de piel y agallas. 

Otra afección común es la trichodiniasis que se caracteriza por secreción excesiva 
de mucus ("blue slim"), debilidad, hiperplasia y necrosis de epidermis. La completa 
destrucció.i de epitelio y agallas provoca la muerte; Tripartiella y Glosatella también 
parasitan agallas y piel oscureciendo el color normal del epitelio mientras que Scyphi-
dia y Epistilis provocan la muerte en peces dulceacuícolas. El gran número de parásitos 
sobre las agallas causando "sofocación", otro ejemplo es Trichophyra que provoca epi-
zootias esporádicas debido a la hipertrofia severa de branquias. 

TREMATODOS ADULTOS: Estos se localizan frecuentemente en el intestino y al-
gunas veces en el estómago, esófago, boca, sistema urinario, bilis y sistema circulato-
rio. Los tremátodos reportados como patógenos son: 

Sanguinicola. Se localiza en vasos sanguíneos del arco branquial, los huevecillos 
que producen se encapsulan en los capilares branquiales donde se transforman en 
miracidios perforando la pared de las agallas; cuando migran ocasionan hemorragias 
seguidas de necrosis séptica. 

METACERCARIAS (LARVAS DE TREMATODOS) 

Diplostomulum. Frecuentemente produce la llamada "catarata ocular" y provoca 
protuberancias hacia el nervio óptico. Las cercarías al penetrar por ojos provocan proli-
feración del epitelio adyacente opacando el lente ópt ico causando ceguera al transfor-
marse en metacercarias al ocupar la cámara vitrea, ocasionalmente se han reportado 
como parásitos que pueden llegar a deformar la cavidad cefálica de los peces. 

Posthodiplostomulum. Este parásito se observa envuelto en un quiste vesicular en 
visceras, el cual es una cápsula de tejido conectivo. Invaden la cavidad del cuerpo y 
músculo causando una marcada exoftalmosis. 

Neascus. (Larva de Uvulifer, Crassiphiela y Posthodiplostomulum), causa la forma-
ción de manchas negras "black spot", debido a la migración de melanocitos en los 
quistes localizados en piel y músculo de peces de agua dulce. 

Bucephalus. Sus quistes se localizan en boca y base de la aleta caudal provocando 
congestión, hemorragia y exoftalmia, la necrosis séptica de aletas, contr ibuye al desa-
rrollo de los síntomas, como reacción hística. La migración de las cercanas, a través del 
cuerpo del pez, produce necrosis en músculo o córnea y retina, provocando hemorra-
gias internas. 

CESTODOS: Los céstodos causan poco daño en intestino y ciegos pilóricos de 
Micropterus spp. mientras que las larvas (pleurocercoide), son capaces de causar da-
ños serios, particularmente aquellas que al no enquistarse continúan migrando. 

Proteocephatus: Causa fibrosis extensa en visceras particularmente en gónadas de 
Micropterus spp. y en ocasiones se transforma en adhesiones fibrosas. 

Trianophorus. Se encapsula en músculo o en viseras (T. crassus y T. nodulosis 
respectivamente) variando la sintomatología según la localización del quiste. 

Lígula. Esta larva pleurocercoide es de gran tamaño por lo cual ocasiona serios 
daños como son la compresión de órganos abdominales, proliferación de tejido conec-
tivo y obliteración de gónadas, ocasionalmente puede provocar la muerte. 

NEMATODOS: Los adultos y las larvas en visceras producen un daño importante. 

Philometra y Contracaecum se encuentran comúnmente en cavidad celómica en-
quistándose abajo de la cerosa o en visceras, causando desde exoftalmia hasta esterili-
dad y muerte. 

Spinitectus ocasiona inflamación intestinal por la ruptura de mucosa siendo la 
puerta de entrada a infecciones bacterianas. 

ACANTOCEFALOS: El daño producido es el resultado de la inserción de la probós-
cide en la pared intestinal destruyendo mucosa y tejido conectivo. Ocasionalmente no 
se observan síntomas pero, en la mayoría de los casos, la reacción local es severa 
perforando el intestino y causando peritonitis acompañada de leucocitosis, hiperemia e 
hiperplasia de tejido conectivo. 

CRUSTACEOS: Aunque las formas de vida libre son una parte esencial en la ca-
dena alimenticia, los parásitos (ectoparásitos) juegan un papel importante en las enfer-
medades de peces causando linfocitosis, es común la infección microbiana en las heri-
das causadas por sus órganos de fi jación. El pronóstico depende fundamentalmente del 
sitio de inserción causando desde lesiones leves hasta parálisis de músculo y aietas al 
romper tendones o cordones nerviosos. 



CLAVES PARA LA DETERMINACION CLINICA 
DE LAS ENFERMEDADES MAS COMUNES 

EN PECES 

I) MORTALIDAD EN MASA 

1. Mortalidad en masa que afecta todas las especies de peces: 
Stress por causa desconocida, por manejo manual, falta de oxígeno, hipersatu-
ración de gases tóxicos producidos por algas (fitotoxinas), pesticidas y otros 
productos tóxicos. 

2. Mortalidad en masa que afecta solamente a peces de una sola especie: 
Epiteliocistiasis (Epiteliomas), mixobacteriosis trichodiniasis, costiasis, chilodo-
nellosis, ichtyophthiriasis, dactylogyrosis, gyrodactylosis. 

3. Mortalidad en masa que afecta solamente a peces pequeños: 
Pesticidas u otros productos tóxicos, epiteliocistiasis, trichodiniasis, costiasis, 
chilodonellosis dactylogyrosis y gyrodactylosis. 

II) MORTALIDAD ESPORADICA 

1. Mortalidad esporádica que afecta todas las especies: 
Stress por causa desconocida, por mal manejo, malnutrición y avitaminosis. 

2. Mortalidad esporádica que afecta una sola especie 
Mala nutrición, epiteliocistiasis, bacterias gram negativas, septicemia, myxo-
bacteriosis, saprolegniasis, branchiomicosis, trichodiniasis, costiasis, chilodo-
nellosis, glosatelliasis, scyphidiasis, epistiliasis, ichthyophthiriasis, myxospori-
diasis, dactylogyrosis, gyrodactylosis, clinostomiasis, infecciones, por 
sanguijuelas, ergasilosis, lerneaosis y argulosis. 

3. Mortalidad esporádica que afecta solamente a peces pequeños (juveniles) 
Malnutrición, epiteliocistiasis, trichodiniasis ichthyophthiriasis, dactylogyrosis, 
clinostomiasis. 

4. Mortalidad esporádica que afecta solamente peces grandes (adultos): 
Stress por manejo, falta de oxígeno, septicemia 

III) CUANDO TIENEN INQUIETUD GENERAL 

1. Avitaminosis, toxinas, fitotoxinas, pesticidas y otros productos tóxicos, t r icho-
diniasis, costiasis glosatelliasis, gyrodactylosis, infecciones por sanguijuelas y 
argulosis. 



IV) CUANDO SUBEN A TOMAR AIRE A LA SUPERFICIE 

1. Falta de oxígeno, pesticidas u otras toxinas, epitelosistiasis, bacterias gram ne-
gativas, septicemia myxobacteriosis, saprolegniasis, branchiomicosis dacty-
logyrosis y ergasilosis. 

V) CUANDO TIENEN PEREZA, POCA MOVILIDAD 

1. Stress(causa desconocida), stress por manejo, malnutrición, avitaminosis, falta 
de oxígeno, hipersaturación de gases epiteliosistiasis bacterias gram negativas, 
septicemia, myxobacteriosis, saprolegniasis, branchiomicosis, dactylogirosis. 

VI) CUANDO TIENEN PERDIDA DE PESO MUY MARCADA 

1. Trichodinasis, costiasis, childonellosis, glosatellasis, Sciphidiasis, Epistiliasis, 
ichthiophthiriasis y gyrodactylosis. 

VII) CUERPO, ALETAS, FORMA Y COLOR 

1. Enflaquecimiento marcado del cuerpo 
Malnutrición, avitaminosis, epiteliosistiasis, acantocéfalos, larvas de nemáto-
dos, larvas de céstodos, ergasilosis, lernaeosis, infecciones por isópodos. 

2. Hidropesía 
Stress por causa desconocida, stress por manejo, bacterias gram negativas, 
septicemia, clinostomiasis, larvas de céstodos. 

3. Deformación de las espinas 
Avitamonosis. 

4. Aletas erizadas 
Stress por causa desconocida, stress por manejo, malnutrición, hipersaturación 
de gases, linfocitosis, myxobacteriosis, saprolegniasis, argulosis. 

VIII) PIEL 

1. Decoloración de la piel 
Stress por causa desconocida, stress por manejo, avitaminosis, myxobacterio-
sis, costiasis, chilodonellosis, glossatellasis, scyphidiasis, epistilosis, gyro-
dactylosis, papilomas. 

2. Piel oscura 
Stress por causa desconocida, stress por manejo, malnutr ic ión, bacterias 
gram negativas, myxosporidiasis. 

3. Pérdida de escamas (descamación) 
Stress por causa desconocida, stress por manejo, malnutrición, avitaminosis, 
bacterias gram negativas, septicemia, saprolegniosis, clinostomiasis. 

4. Escamas erizadas 
Glosatelliasis, scyphidiasis, epistilosis. 

5. Piel abril lantada y blancuzca 
Costiasis, gyrodactylosis, argulosis, infecciones por isópodos. 

6 Ulceras pequeñas o petequias rojizas 
Bacterias gram negativas, epistiliasis, gyrodactylosis, infecciones por sangui-
juelas, lerneosis, argulosis, infecciones por isópodos. 

7. Hemorragias focales • •; • • 
Bacterias gram negativas, myxobacteriosis, epistiliosis, costiasis, gyrodactylo-
sis, infecciones por sanguijuelas, lerneaosis, argulosis e infecciones por iso-
podos. 

8 ' s f r ^ ^ ^ o i ^ c a t i s ' a "desconocida, por mal manejo, bacterias, gram negativas, 
sep t i ce^a , myxobacteriosis, saprolegniasis, costiasis, chilodonellos.s y gyro-
dactylosis. 

9 Necrosis en piel 
Myxobacteriosis, 'saprolegniasis, clinostomiasis, argulosis y papilomas. 

10. Mucosidades excesivas •• •• v " : ' ',LL 
Stress por causas desconocidas, por mal manejo, myxobacteriosis, saproleg-
niasis, trichodiniasis, costiasis, childonellosis, ichthyophthir.os.s y gyrodacty-
logyrosis. 

11 Pequeñas heridas que semejan perforaciones 
Infecciones por sanguijuelas e isópodos, lerneaeosis argulosis. 

12. Manchas blancas de menos de 1 mm de diámetro 
Ichthyophthiriosis. 

13. Acúmulos o racimos de pústulas o verrugas 
Linfocitosis. 

14. Quistes o nodulos blancos 
Linfocitosis, myxosporidiasis y papilomas. 

15. Nodulos o tumores de gran tamaño 
Myxosporidiasis y papilomas. 

16. Crecimientos de mechones blancos (en forma de algodón) 
Saprolegniasis. 

17. Numerosos nodulos rojos 
Infecciones por sanguijuelas, lernaeosis. 

18. Quistes (puntos) oscuros o iridiscentes 
Metacercarias (black spot) u otras infecciones. 

19. Quistes amarillos mayores de 2 mm de diámetro 
Clinostomiasis 

20 Lesiones necróticas subcutáneas de color pardo (color café) . 
Bacterias gram negativas, myxobacteriosis, saprolegniasis. 

21. Ectoparásitos grandes y visibles • 
Infecciones por sanguijuelas e isópodos, lerneaosis y argulosis. 



22. Burbujas de aire dentro de las aletas 
Hipersaturación de gases. 

IX) OJOS. 

1. Exoftalmosis 
Stress por causa desconocida, por mal manejo, avitaminosis, hipersaturación 
de gases, bacterias gram negativas y septicemia. 

2. Opacidad de la córnea 
Stress por causa desconocida, por mal manejo, avitaminosis, bacterias gram 
negativas, trichodiniasis costiasis, childonellosis, gyrodactylosis. 

3. Lente opaco 
Stress por causa desconocida, avitaminosis, metacercaria (diplostomiasis). 

4. Deformación del ojo o ceguera 
Diplostomiasis, malnutrición y bacterias gram negativas. 

5. Manchas blancas 
Ichthyophthiriasis. 

X) AGALLAS Y FILAMENTOS BRANQUIALES 

1. Palidez 
Bacterias gram negativas, septicemia, costiasis, tripanosomiasis, coccidiasis 
(cnidosporidiasis), hemogregarinas, gyrodactylosis y dactylogyrosis. 

2. Placas blancas 
Myxobacteriosis y ergasilosis. 

3. Placas pardas (café) o blancuzcas 
Branchomicosis. 

4. Filamentos deformados 
Metacercarias, infecciones por isópodos. 

5. Puntos blancos 
Epiteliosistosis, ichthyophtir iosis y microsporidiasis. 

6. Nodulos blancos 

Myxosporidiasis. 

XI) CAVIDAD ABDOMINAL 

1. Líquido hemorrágico y purulento Bacterias gram negativas septicemia 

2. Líquido claro 
Stress por causa desconocida o por mal manejo. 

3. Peritonitis 
Bacterias gram negativas. Acantocéfalos, larvas de nemátodos. 

4 Quistes y/o nodulos blancos • • •.• • • •. .','. 
Coccidios (cnidiosporidios) y hemogregarinas, myxosporidiasis, microsporidia-
sis, metacercarias, larvas de nemátodos, larvas de céstodos. 

5. Quistes amarillos 
Clinostomiasis 

6. Quistes conteniendo gusanos rojos 
Nemátodos filariformes. 

7 Quistes pardos (color café), oscuros en la pared del intestino 
Metacercarias, nemátodos filariformes, larvas de nemátodos. 

8. Gusanos planos y blancos 
Larvas de céstodos. 

9. Gusanos rojos y redondos 
Nemátodos fi lariformes y larvas de nemátodos. 

XII) VISCERAS 

1 ' Stress porY ca'us^ desconocida, ' por ' mal' manejo, bacterias gram negativas. 

2. Riñórt con nodulos grises 
Bacterias gram negativas 

3 Riñon con infecciones focales blancas • . . . 
Coccidios (cnidosporidios), hemogregarinas, myxosporidiasis, microsporidia-
sis. 

4. Bazo muy grande y rojo • • 
Stress por causa desconocida, manejo inadecuado. 

5 Bazo muy grande y con nodulos grisáceos - J - " ' " ' ^ ' ^ 

' Bacterias gram negativas, coccidios, hemogregarinas, myxosporidiasis, micros-
poridiasis. 

6. Hígado amarillo y /o verdoso 
Malnutrición. 

7 ' s i S S ^ o r ^ a i T s a descon'ocMa"(W mal manejo, bacterias gram negativas,-sépti-
cemia, acantocéfalos, larvas de nemátodos. 

XIII) SANGRE 

Anemia y hematocrito bajo. 

Bacterias gram negativas, septicemia, tripanosomiasis. 



PREVENCION Y TRATAMIENTO 
DE ENFERMEDADES DE PECES 

Es obvio que para eludir las enfermedades infecciosas en cualquier organismo J a 
prevención es el mecanismo más apropiado y saludable para los peces.® ^ ® 
ecosistema circundante, evitando posibles daños secundarios por su contaminación (al 
preparar en fórma mapropiada algún tratamiento) a los sistemas vivos que forman parte 
del hábitat con los cuales los peces mantienen una estrecha interrelacion. 

Sin embargo, en numerosas ocasiones, debido al stress, f b r e p o b l a c i ó n condicio-
nes desfavorables del agua, mala nutrición de los peces, etc. Las enfermedades pares -
tarias se hacen presentes quedando como alternativa el tratamiento con agentes quimi-
COS. 

La quimioterapia presenta variaciones considerables en su efect ividad, depen-
diendo de la calidad del agua (temperatura, oxígeno, pH, etc.) edad y espec.e de. pez, 
vegetación, tipo de estanque o recipiente, etc. 

Prevención de las enfermedades de peces 

Generalidades: Es más efectivo y económico prevenir una enfermedad que tratarla 
es p o r e l l o recomendable el no cultivar peces en estanques donde la manifestación del 
lóen te infeccioso es inevitable por lo cual se debe hacer un previo estudio de ecos -
tema p oporcionando a los peces un medio ambiente favorable para su desarrollo. Otra 

e c o m e n d S es no trataMnfecciones víricas o bacterianas con 
nara orofilaxis pues pueden crear resistencia al agente patogeno, estos pueden sust. 
tPuirsePpor1formo".permanganato d e potasio, sulfato de cobre y sulfato de magnesio. 

Tratamiento 

Para efectuar el cálculo de un tratamiento debemos conocer ^ concentración del 
oroducto químico, como regla general, los compuestos químicos*en polvo o cristeles 
pueden considerarse con un 100% de actividad; los líquidos y an 
imoresa la concentración en la etiqueta. La mayoría de los productos químicos o dro 

5 r . T&ssñszsi SÜSSS ZSSSÍ 
son los cálculos y su verificación. 

Tipos de tratamiento 

Inmersión: Consiste en sumergir los peces en una s o l u c i ó n química concentrada 
durante un período relativamente corto, por lo cual el margen de segundad entre la 



dosis eficaz y la que causa la muerte de los peces es muy pequeña considerándose 
como la últ ima alternativa. Sus desventajas son: (1) los peces deben manipularse, to-
marlos con la red, sumergir los e introducir los a otro estanque (2) aumenta los costos de 
mano de obra, por el t iempo adicional. 

Baño prolongado: Consiste en tratar el estanque, en donde el agua se encuentra 
estancada en forma natural o artif icial. En lagunas grandes con f lujos de agua mínimo o 
nulo se llama "baño de duración indefinida", y se debe ajustar la concentración del 
tratamiento para que el compuesto se disipe naturalmente; en lagunas pequeñas o ca-
nales cuando se cierra el f lujo de agua durante el t iempo del tratamiento, se llama 
"baño prolongado estát ico" o " f lush" y generalmente dura una hora. Este tratamiento es 
recomendable porque permite tratar las unidades de crianza además de los peces, los 
cuales no se manipulan y requiere poca mano de obra. El único inconveniente es la 
d isminución en la cantidad de oxígeno disuelto durante el estancamiento del agua para 
lo cual se recomienda aereación. 

Flujo constante o goteo: Consiste en agregar el compuesto químico a la entrada del 
agua de una unidad durante el t iempo que dura el tratamiento (aproximadamente una 
hora). Es el más popular y efectivo uti l izado en las piscifactorías. Presenta las mismas 
ventajas que el tratamiento por baño prolongado y además no ocurre la d isminución en 
la concentrac ión de oxígeno disuelto, sin embargo, cuando el f lujo de agua es muy 
elevado resulta muy caro el t ratamiento ocasionando además "zonas calientes" si el f lujo 
de agua no es constante. 

Oral: Sólo se usa para tratar infecciones sistémicas generalmente causadas por 
bacterias, s iendo el más efectivo y el más factible para tratar infecciones sistémicas en 
lotes de peces en producción. Si sólo se desea tratar algunos peces tales como lotes de 
sementales, la inyección da buenos resultados. 

Medidas sanitarias en una Piscifactoría 

La higiene comprende toda práctica que conduce a la preservación de la salud y la 
sanidad cont r ibuyendo a la salud general de todos los peces. Algunas medidas sanita-
rias usadas en las piscifactorías son: (1) Prevención del contacto entre el agente infec-
tivo y el huésped. (2) Manipulación del ambiente para favorecer al huésped o desfavore-
cer al agente patógeno. (3) Tratamiento prof i láct ico; (4) quimioterapia de peces 
enfermos e (5) inmunización. 

Algunas sugerencias para mantener en buenas condic iones higiénicas una pisci-
factoría son: 

1. Inspeccionar y l impiar las fuentes de agua cuando menos una vez al año. 

2. Desinfectar las unidades de crianza no metálica y el equipo con 200 ppm de 
cloro activo. 

3. Desinfectar el equipo auxi l iar (botas, redes, cubos, unidades de distr ibución, 
etc.) con 1,000 ppm de Hiamine 3,500 o Roccal activo. 

4. Remover los peces muertos o mor ibundos diariamente para enterrarlos e inci-
nerarlos. 

5. Desinfectar los huevos que llegan a la piscifactoría con Betadine, Wescodyne, 
Acrif lavina, Violeta de genciana, etc. 

6 Desinfectar los camiones de distr ibución en un lugar retirado a los estanques o 
fuentes de agua para evitar la contaminación de la piscifactoría. 

7 Si se reciben peces, enfermos o no inspeccionados, éstos se deben mantener 
aislados en cuarentena, desinfectando luego el equipo uti l izado para su ma-
nejo. 

La capacitación del personal que labora en la piscifactoría para detectar y tratar 
una enfermedad aumenta la posibi l idad de salvar a los peces, de esta forma se puede 
administrar correctamente un tratamiento evitando esperar el diagnost ico de un labora-
tor io de patología externo a la estación, ya que el uso indiscr iminado de tratamientos 
no es recomendable, sin embargo los tratamientos administrat ivos con una observación 
cuidadosa de los signos pueden signif icar la di ferencia entre la pérdida de pocos peces 
v la pérdida de todos los peces. Las enfermedades infecciosas pueden controlarse me-
diante la inspección, contención y erradicación ayudado por la terapia, qu.mioprof i la-
xis, manipulación del ambiente y vacunación, con la cual se evita el contacto entre el 
agente patógeno y el huésped. 

La identi f icación de las áreas de incidencia de la enfermedad se logra inspeccio-
nando las poblaciones de peces; se recomienda no transferir peces enfermos en areas 
donde no se sabe si esa enfermedad existe. La erradicación, cuando es factible, puede 
lograrse el iminando el huésped intermediario y /o definit ivo. La desinfección se lleva a 
cabo mediante el uso de productos químicos de instalaciones y equipo. 

Desinfección 

Es una técnica empleada para reducir o el iminar agentes patógenos, para lo cual se 
recomienda lo siguiente: 

1 Desinfección por fases. Su realización es posible si el diseño de la piscifactoría 
y la fuente de agua lo permiten, pues se trata de desinfectar partes de la pisci-
factoría mientras otras están en producción. 

2 Al parecer, es más efectivo inundar todas las estructuras de cult ivo durante 24 
horas con 200 ppm de hipoclor i to de calcio o sodio. 

3. Eliminar, previamente a la desinfección, la mayor cantidad de materia orgánica 
posible, pues ésta neutraliza al c loro. 

4 Por motivos de seguridad, al neutralizar el c loro se deben usar 5 veces más de 
t iosulfato de sodio que de cloro, por lo tanto, para neutralizar 200 ppm de cloro 
se uti l izarán 3.8 gr /ga l o 28.3 gr/pie3. 

Desinfección de los huevos de peces 

Toda hueva que entre a la piscifactoría debe ser desinfectada aunque provenga de 
un lugar libre de enfermedades. El Betadine y el Wescodyne son los desinfectantes de 
huevos. Si la hueva está próxima a eclosionar, el Betadine puede causar problemas por 
su toxic idad y sólo en este caso se recomienda util izar acrif lavina o violeta de genciana. 



TRATAMIENTO DE LAS ENFERMEDADES 
DE PECES 

COMPUESTO 
QUIMICO 

UTILIZACION DOSIS RECOMENDACIONES 

Acido acético Costiasis, ectoparásitos 

Acr i f lav ina ( t r ipaf la- Antibacteriano 
vina) 

Bayluscide 

Baytex 

Betadine 

Caracoles y peces de fondo 

Insectos predatores, can-
grejos 

Desinfección de huevos 

Furunculosis 

H id róx ido de ca lc io Desinfectante 
(cal hidratada) 

Hipoclorito de calcio - Desinfectante de estanques, 
(HTH) (70% de cloro mata todos los peces y algu-
activo) nos parásitos 

Oxido de Ca 

Cloranfenicol 

Cambiotic (penicilina 
con estreptomicina) 

Sulfato de cobre 

Contra infecciones bacteria-
nas 

Ectoparásitos, algas, cara-
coles, columnariasis 

1:1500 (2,000 ppm)/20 seg. 

3 ppm (11.4 mg/gal; 04 oz/1000 
gal) . 

100 Ib/su p. acre; 1/3 de área a 
intervalo 

0.25 ppm de ingrediente activo 
(0 26 oz del conc. a 93%)/1000 
ft. cu 11.7 oz/ a ft 

1:100 (1 pt de sol.n más 12 gal 
y 3 partes de agua) por inmer-
sión a 10 min 

1:20 000 (6.4 fl oz/1000 gal por 
1/2 hr o 3 pt/1000 cu pt) 

1-2 ton/acre rocíe sobre el des-
agüe en el estanque y la ribera 

En estanques: 10 ppm de Cl 
d i spon ib le (1.9 oz HTH/1000 
gal. 14 oz HTH/1000 cu ft 38.3 
Ibs HTH/a ft) 

En el fondo de los estanques: 
Rocíe en las manchas húme-
das. Deje disipar el Cl o neutra-
lizar con tiosulfato de sodio 

Para Tra tamiento de tan-
ques y transporte 

En tiempo caluroso 17 ppm 
para centrarchidos; en frío 
la mitad 

G e r m i c i d a , p u e d e ma ta r 
hueva de ciprínidos 

Uselo justo después de ma-
nejar el pez; a PH mayor de 
6 y en agua con bajo conte-
nido de materia org. a PH 
mayor de 8 pierde la activi-
dad 

Use con precaución 

Mezcla de agua antes de 
aplicar 

Use con precaución, es peli-
groso para los ojos, nariz, 
etc. 

Se convier te en h id róx ido 
de calcio cuando se hume-
dece Use con cu idado y 
con ropa adecuada 

Oralmente: 50/75 mg/kg peso/ 
día durante 5-10 días; 
Inyectado: 20 mg/lb; 
En agua 10-50 ppm (1.3-6.7 
oz/1,000 gal) 

Inyecte 20 mg/lb del pez 

Para t ratar estanques: Si el 
agua tiene menos del 40% de 
alcalinidad no use Cu2S04. Si 
tiene 40-50 ppm de alcalinidad 
use 0.33 ppm (0.33 oz/1000 cu-
ft 0.9 Ib/a ft). Si tiene 60-90 
p p m u t i l i c e 0.5 p p m (0 .5 
oz/1000 cu-ft 1-4 Ib/a ft) y re-
pita al día siguiente. Si t iene 
100-200 ppm use 0.5 ppm o 1 

La dosis empleada no mata 
los estadios libres de Ich en 
experimentos de laboratorio 

COMPUESTO UTILIZACION DOSIS RECOMENDACIONES 
QUIMICO 

Desinfección de Huevas 

Hongos de invierno 

Diesel o keroseno Mata larvas de insectos 

Di-n-butil-tin-óxido Para céstodos, tremátodos y 
acantocéfalos 

Diquat (25% activo) Herbicida y alguicida 

Columnaria y bacterias ex-
ternas 

Enheptin (2 amino, 5 Hexamitiasis 
nitrotiazol) 

Eritromicina Bacterias 

Formaldehído Ectoparásitos 

Ich. Gyrodactylosis 

Chilodonella 

Desinfección de huevos 

F o r m a l d e h í d o más E c t o p a r á s i t o s e s p e c i a l -
verde de malaquita mente para Ich 

Furacin R ( n f z R n i t r o - Bacteremia y columnaris 
furazona) 

ppm (0.5 1 oz/1000 cu-ft 1.4-2.7 
Ib/ a ft). Si tiene más de 200 
ppm use 2 ppm (2 oz/1000 cu ft> 
Use en días a l ternados para 
Ich. Para columnariasis y hon-
gos aplique una vez 

5 ppm (0.67 oz/1000 gal)/ l hr 

Igual que la dosis usada para 
estanques, pero se repite a in-
tervalos de 3 días/3 veces 

Use al menos 15 gal/sup. acre. 
Use más si hace aire 

En alimento 250 mg/kg (113 gr 
o 407/1000 Ib) de pez en una 
dosis o el 0.3% en el alimento 
por 3 días al 3% de peso corpo-
ral 

5.4. ppm activo (58.7 Ibs/a f t 
para h i e r b a i n d e s e a b l e de 
fondo 3 Ib/acre para la flotante 

2-4 ppm (8-16 oz/1000 cu-ft 

0.2% en el alimento/3 días o 2 
ppm (7.6 mg/gal 0.057 g/cu-ft) 
en el agua 

En alimento, 100 mg/kg (4-5 
g/100 Ib) de pez/día por 14 días 

Tratamiento de estanque: 25 
ppm (1-5 p t /1000 c u - f t ) . 
Para Ich 

Use cada 3 días/1 semana de 
goldfish. Use más de 40 ppm 

Use 15 ppm. Para tanques 
116 ppm. (0.63 ml/gal) por 
una hr 

2000 ppm/15 min (2.5 oz/10 
gal) 

Tratamiento de estanques: 2.83 
g de verde de malaquita en. 1.5 
pt de formalina/1000 cu-ft 

En alimento: 7.5 gr activo/100 
kg de pez diariamente por dos 
semanas. Si usa una mezcla al 
4.59% use 2.6 oz/100 Ib. de pez 
diariamente; o 26 oz/1000 Ib. de 
pez diariamente. En agua: 5.20 
p p m del i ng red ien te ac t i vo . 

Puede sustituir lo por 1 de 
aceite de a lgodón y 4 de 
diesel; o 5 de keroseno y 1 
de aceite de motor 

En agua clara da mejor re-
su Itado 

Si cierra la entrada de agua, 
use agi tador y re in ic ie el 
f l u j o d e s p u é s del t r a t a -
miento 

Use t res a p l i c a c i o n e s en 
días alternos 

En peces pequeños y peces 
t rop ica les, se ha determi -
nado su baja toxicidad 



COMPUESTO UTILIZACION 
QUIMICO 

DOSIS RECOMENDACIONES 

Furanace (p7138 ni -
furpirinol) 

Furunculosis 

Profilaxis en traslado 

Tratamiento de huevos 

Bacteriemia 

Para una mezcla al 4.5970 use 
0.9-3 .6 lb/1000 gal durante una 
hora min. 

20 ppm/4 hrs. Repita a los 2 
días 

5-10 ppm (0.9 - 1.8 lbs/1000 gal 
de agua) cuando use 4.59 de la 
fórmula activa 

200 ppm de ing. activo por 15 
min (usando el 4.59 % de la 
mezcla une 3.6 lbs/100 gal) 

El agua: 1 ppm (0.13 oz o 3.8 
g/1000 gal 1 oz/1000 cu-ft) en 
tanque por 1 hr durante 1-3 
dias consecutivos (para mixo-
bacteriemia 1-2 ppm para Aero-
monas 

Una cantidad regular en el 
alimento ayuda a prevenir 

Hipoclor i to de sodio 
5.25% 

Hyamin 3500 

Kanamicina (Cantrex 
Resistomicin) 

Desinfectante 

Columnariasis y enfermeda-
des bacterianas en agallas 

Bacteremia 

Verde de malaquita Ectoparásitos y hongos 

10 p p m de Cl a c t i v o (1 .7 
pt/1000 gal de agua). 

En agua 2 ppm (2 oz de ing. 
activo/1000 cu-ft) 
3 ppm 
4 ppm 

50 mg/kg de pez (23 mg/lb 0.8 
oz/1000 Ib. Para crias de peces 
inyecte 20 mg/kg 

En es tanque : 0.1 ppm (378 
mg/1000 gal 0.1 oz/1000 cu-ft) 
Para Ich. use semanalmente 
por 2-3 semanas. En tanques. 
Para hongos use 1 ppm (0.13 
oz/1000 gal) por 30 min en flujo 
rápido 

En i n m e r s i ó n 66 p p m (8.8 
oz/1000 gal; 66 oz/1000 cu-ft) 
por 10-30 seg 

Si el carbonato de calcio del 
agua es menor de 100 usar 3 
ppm. Si está entre 100-200 
ppm. Si es más de 200 

La trucha puede tolerar 1.3 
ppm/1 hr. El bagre no tolera 
altas concentraciones 

Use menos frecuentemente 
en invierno. Es menos efec-
t ivo para prevenir hongos 
sobre las huevas 

Malation Copépodos (Lernaea) 

54 ppm (18.9 g/1000 gal) por 1 
hr para hueva de trucha 

0.25 ppm del ingrediente activo 
(1-3 pt 50%/a ft) si el agua está 
a m e n o s de 2 7 ° C . U s e 4 
veces/semana 

Mazotenfí 

M a t a n z a s e l e c t i v a m e n t e 
centrarchidos 

Lernaea, Argulus, Achteres 

0.5 ppm (1-3 qt del líquido al 
50%/a ft). 

80% del ing. activo mata adul-
tos y larvas de Argulus, pero no 
adultos de Lernaea. 4 veces/se-
mana para Lernaea, si el agua 
está a 27°C use 0.25 ppm 

Uselo en la mañana muy 
temprano a 60-80° F.A ciprí-
nidos y bagre ocasional -
mente los mata 

En verano aplíquelo en la 
mañana y no lo use si hace 
mucho calor 

COMPUESTO UTILIZACION DOSIS RECOMENDACIONES 
QUIMICO 

T r e m á t o d o s de aga l l as , 
cuerpo, sanguijuelas y nin-
fas de insectos 

0 25-0.5 ppm del ingrediente ac-
tivo (0.04 oz/1000 gal; 0.85-1.7 Ib 
de Masoten/a-ft). Sanguijuelas 
de carpa a 5° C use 1 ppm, a más 
use 2 ppm 

Metilparation 

Azul de Metileno 

Metronidazol (Dime-
tridazole 1 B) 

Cangrejos de río y larvas de 
insectos 

Chilodonella, Ichtyoboda, 
Costia Ich y Gyrodactylus 

Para Ectoprotozoar ios de 
acuario y Hexamita 

Dicromato de potasio Para protozoarios externos 

Permanganato de po-
tasio 

T r a t a m i e n t o de es tanque 
para peces, cebo y trucha. 
Para ectoparásitos, algas y 
hongos de invierno 

Tratamiento de estanques 
deficientes de oxígeno 

Ectoparásitos 

Baño para bagre 

Baño prolongado para Ler-
naea 

Columnariasis en estanque 
y A hydrophila externa 

Profiláctico para transporte 

Dactylogyrus: 0.5 ppm dos ve-
ces a intervalos de 3 días. 2 
ppm de ingrediente activo para 
Gyrodactylus 

0.25-0.5 ppm del ingred iente 
activo (0.68-1 36 Ibs/a ft). En 
tiempo caluroso use 0.5-1 ppm 

En tanques: Use 3 ppm o 4 
oz/1000 gal. 3 oz/1000 cu. Para 
Ich use tres veces en días alter-
nados 

4 mg/lt (15 mg/gal, 4 oz/1000 
cu-ft) por 3-4 días 0.15% en el 
alimento/3 días 

5 ppm (0.67 oz/1000 gal 5 
oz /1000 cu - f t 13.6 Ibs /a f t . 
Puede usarse en días alterna-
dos si es necesario 

5 ppm (0.67 oz/1000 gal 5 
oz/1000 cu-ft) para escamas. 
Precaución. Use 3 ppm (0.4 
oz/1000 gal) o menos si hay 
poca materia orgánica en el es-
tanque. 3 ppm mata a tomites 
de Ich 

2 ppm (5.4 Ibs/a ft. Repita 
en 1 o 2 días si es necesario 

Inmers ión: 1:1000 por 10-40 
seg 

5 ppm (0.67 oz/1000 gal) por 30 
min a 1 hora 

25 ppm (3.34 oz/1000 gal) para 
carpa por 90 min, entonces adi-
cione otros 25 ppm a la misma 
agua de desagüe después de 
60 min y deje a la carpa 40 hr 
en agua dulce antes de ven-
derla 

3 ppm (8-2 Ibs/a ft) y repita a 
los 3-4 días pero no más de 2 
ppm (5-4 Ibs/a ft para bagre 

2-3 ppm (0.26 0.38 ft oz/1000 
gal) en agua. No más de 2 ppm 
para bagre 

Es tóxico para plantas de 
acuario 

Es tóx ico para el goldf ish 
pero probablemente más tó-
xico para el bagre 

Use una muestra de prueba 
antes de tratar el estanque. 
No use más de 2 ppm para 
bagre a menos que haya 
poca materia orgánica. Si el 
color púrpura se torna café 
pardo en pocas horas, repita 
la aplicación las veces nece-
sarias para mantener el co-
lor púrpura por 12 horas 

Vigile continuamente los pe-
ces para detectar señales de 
stress 

Una segunda dosis de 25 
ppm mata a la carpa. 



COMPUESTO 
QUIMICO 

UTILIZACION DOSIS RECOMENDACIONES 

Roccal 
(solución del 10-15% 
de cloruro de benzal-
conio) 

Rotenona 

(Noxfish) 

Cloruro de sodio 

S.ulfamerazina 

Terramicina, Oxitetra-
ciclina 

Bacterias en agallas de tru-
cha 

Tratamiento selectivo para 
shad 

Uso normal en estanques 

Cangrejo de río o carpa en 
estanques con materia orgá-
nica 

Ectoparásitos 

Profiláctico en transporte 

Bacteriemia 

Bacteriemia. 

1-2 ppm del ingrediente activo 
por 1 hr 4 ppm/1 hr para bagre 

0.10-0.13 ppm 30-40 a ft/gal 

0.5-0.1 ppm 6.3 a ft/gal 

2-4 ppm; 1.5-0.75 a ft/gal 

Baño: 1-3 (83-250 lbs/1000 gal) 
por 30 mín. 2 hrs para peces de 
agua dulce. Baño prolongado: 
0.2% (16.7 lbs/1000 gal). San-
guijuelas: Use al menos 0.1% 
(8.3 lbs/1000 gal). Lernaea: 
(adulto) en tanques. Use 0.5% 
(41.7 lbs/1000 gal) por 3 días. 

Use 0.2% en agua. 

En alimento: 250 mg/kg (II.3 
g/1000 Ibs) de peso corpo-
ral/día por 14 días. 

En alimento: 3-4 g del ingre-
diente activo/1000 Ibs de pez 
por 14-15 días (3,5,4,7 oz del 
ing act/100 Ibs de alimento). En 
agua: 20 ppm (TM50-11% del 
ing activo use 24.3 oz/1000 
gal). Inyección, 20 mg/lb 

Es tóxico en agua blanda y 
menos tóxico en agua dura 

Aplicación: Premezcle la ro-
tenona 1 gal/gal de agua. 
Aplique uniformemente so-
bre la superficie de agua. 
Use más para el cangrejo de 
río 

El bagre tolera 1.2% de sal. 
Deje en el tanque tan to 
tiempo como sea posible 

Recomendaciones para dosif icar los tratamientos 

1. Di luya los compuestos químicos lo más posible antes de aplicarlos en el agua. 

2. Mezcle el compuesto en el agua lo mejor posible. 

3. Observe los peces mientras estén siendo tratados. 

4. Observe los peces después de un tratamiento para ver si tuvo éxito. 

5. Dejar en reposo a los peces por lo menos 48 horas después de. tratamiento. No 

inventariar, sembrar, etc. 

Algunas conversiones 

1 ppm (una parte por mil lón), requiere 

a) 3.7 l ibras por acre pie. 

b) 0.0038 gramos por galón. 

c) 0.0283 gramos por pie cúbico. 

d) 1 l ibra en un mil lón de libras. 

e) 1 gramo en un mil lón de gramos. 

Una solución de 1: 1000 requiere: 

a) 3-8 gramos por galón. 

b) 1 gramo por 1,000 mi. 

c) 0.13 onzas por galón. 

d) 1 mi por 1000 mi. 

Una solución al 1 % requiere 

a) 38 gramos por galón. 

b) 1.3 onzas por galón. 

c) 10 gramos por 1000 mi. 

d) 38 mi. por galón. 

e) 10 mi por 1000 mi. 



TECNICAS DE LABORATORIO 

Para la Identificación de las diversas formas parasitarias, es necesario P r e s a r de 

ción: 

Examen macroscópico. Es la parte inicial del diagnóstico, incluye las observacio-
nes a simple vista, con lupa y estereoscopio. 

Examen microscópico. Se logra mediante preparaciones directas, permanentes y 
métodos de enriquecimiento; éstos se describen enseguida. 

vitales, 

campo claro. 

sangre, heces, exudados, etc.). 

En cuanto se obtenga el ejemplar con s o s p e c h a s d e ^ c a ' t n CS"-

compuesto (examen microscópico directo). 

« s g s n s s s t o s t r r m r 2= sor 

enseguida. 

Microsporidios y coccidios 

1 preparar frotis en portaobjetos de los quistes tomando en cuenta que su locall-
zación en el pez es importante para su clasificación. 



2. Fijar con alcohol sublimado. 

3. Teñir con Hematoxilina férrica. 

Otra manera 

1. Dejar secar el frotis. 

2. Fijar con Metano! Absoluto. 

3. Teñir con el colorante de Giemsa. 

Myxosporidios 

De los quistes localizados en piel y agallas. 

1. Comprimir entre portaobjetos y cubreobjetos para examinar tamaño y forma 
del quiste y cápsulas polares (se recomienda usar un poco de lugol). Examinar 
el material en fresco con un microscopio. 

2. Fijar otros frotis en alcohol. 

3 Teñir con azul de metileno. Determinar el t iempo de t inción mediante pruebas. 

4. Lavar con agua. 

5 Deshidratar gradualmente en alcohol etílico 70%, 80%, 90% y 100% 3 min. en 

c/u. 

6. Transparentar en Xilol por 3-5 min. 

7. Montar en Resina Sintética o Bálsamo de Canadá. 
Las cápsulas polares se tiñen de azul obscuro y las esporas aparecen sobre un azul 

claro. 

Las vacuolas yodofílicas se tiñen de café, si el frotis se realiza sobre una gota de 
Lugol. 

Si se desea puede fijar el material, con o sin una muestra de tejido, en formol al 
10% o alcohol 70%. 

También puede teñirse con Giemsa o Hematoxilina. 

Ciliados 

1. Fijar el frotis de tejido o branquias en alcohol sublimado, procurando eliminar 
los restos de tejido. 

2. Teñir con hematoxilina De la Field o de Heidenhain. Determinar el t iempo de 
tinción. 

3. Lavar con agua destilada hasta que adquiera un color azul. 

4. Si la preparación está sobreteñida, decolorar con alumbre férrico y lavar con 
agua destilada. 

5. Deshidratar en Etanol 70%, 80%, 90% y 100 %' 3 min. en cada uno. 

6. Transparentar en Xilol 3.5 min. 

7. Montar en Resina Sintética o Bálsamo de Canadá. 

Impregnación con Plata, es útil para determinar la infraciliatura de los ciliados e 
identificarlos para lo cual: 

1. El frotis se seca rápidamente al aire. 

2. Introducir en una solución de nitrato de plata al 12% durante 5-10 min. 

3. Lavar con agua destilada o irradiar con luz u. v. por 5-10 min. o exponerlos a la 
luz solar por varias horas. 

4. Examinar la preparación al microscopio cuando tiene un color obscuro. 

Tremátodos Monogéneos 

Estos se identif ican examinando los ganchos marginales y anclas del opistohaptor y el 
aparato reproductor 

1. Colocar el tremátodo entre porta y cubreobjeto. 

2. Fijar con una mezcla de glicerina alcohol. 

3. Dejar evaporar el alcohol. 

4 Conservar al parásito entre porta y cubreobjeto, eliminar las burbujas de aire, 
agregando gotas de glicerina, en el borde del cubreobjetos. 

5. Limpiar el portaobjetos alrededor del cubreobjetos. 

6. Sellar con laca, esmalte para uñas, o asfalto, manteniendo la preparación en 
posición horizontal. 

Tremátodos digéneos, céstodos y acantocéfalos 

Los tremátodos vivos se introducen en un tubo de ensaye con agua o solución 
salina al 0 6% y se agitan, para ayudar a su relajamiento. Luego se comprime entre 
portaobjetos si son muy pequeñas entre portaobjetos y cubreobjetos. Se colocan en 
una caja de petri y se agrega alcohol al 70%, formol al 10% o AFA por media hora o 1 
hora mínimo. 

Los céstodos adultos se trabajan de manera similar procurando obtener el escólex. 
Para fijar los acantocéfalos estos deben tener la probóscide fuera del t ronco esto se 
logra colocándolos en agua destilada. Céstodos y acantocéfalos se fijan y se t.nen de 
manera similar que los tremátodos digéneos. * 



Procedimiento- de fijación: 

1. Fijarlos entre portaobjetos y cubreobjetos, dependiendo del tamaño. Introducir 
entre las dos laminillas AFA o formol al 10% durante 2 hrs. 

2. Lavar durante varias horas en etanol 70% o si se desea pueden preservarlos en 
esta misma solución por tiempo indefinido. 

La t inción se realiza con carmín alumbre o carmín bórax. 

Tinción con Carmín Alumbre. 

1. Colocar en agua por 20 min. o más en cajas petri. 

2. Introducir el colorante por 5 min. a 1 hora, según el tamaño. 

3. Lavar en agua destilada. 

4. Transferir a etanol 70, 80, 90 y 100% para deshidratar, durante 3-5 min. en c/u. 

5. Transparentar en xilol o salicilato de metilo, colocando el ejemplar entre dos 
laminillas por 30 min. a 5 horas. 

6. Montar en resina sintética. 

Tinción con Carmín Bórax 

1. Del etanol 70% transferir al colorante durante varias horas en cajas de petri. 

2. Si se sobretiñe, introducirlos en etanol acidulado (99 mi. de etanol 70% y 1 mi. 
de ácido clorhídrico Q.P.) se observa el estereoscopio para sacarlos al mo-
mento en que ya se hayan diferenciado las estructuras. 

3. Lavar en etanol 70%. 

4. Deshidratar en etanol, transparentar en salicilato de metilo y montar, igual que 
en la técnica anterior. 

Nemátodos 

1. Lavar en solución salina al 0.6%. 

2. Introducirlos en agua caliente (hervir) sacarlos inmediatamente después de que 
se extiendan. 

3. Fijar en Formol 5-10% o en AFA durante varias horas. 

4. Preservar en alcohol al 70%. 

Transparentación en glicerina. 

1. Del Etanol 70%, donde pueden preservarse durante varias horas o días, se 
transfieren sucesivamente a la glicerina al 30, 40, 50, 60, 70, 80, 90 y 100% 

dejándolo en cada una un tiempo de 30 min a 2 horas a 40° C, según su tamaño. 

2. Montar en glicerina gelatina, sellando la preparación semipermanente con ne-
gro de asfalto o esmalte de uñas. 

Transparentación en Lactofenol. 

1. Del Etanol al 70% transferir a lactofenol durante varias horas. 

2. Examinar entonces, si se desea, colocándolos entre un portaobjetos y un cu-
breobjetos con gotas de Lactofenol. 

La preparación semipermanente puede obtenerse de manera similar a la anterior. 

Sanguijuelas 

1. Fijar en formol 5%. En esta solución conservan su pigmentación pero pueden 
preservarse en etanol 70%. 

2. Examinar con una lupa o con estereoscopio. 

Crustáceos 

1. Fijar igual que las sanguijuelas. 

2. Transparentar en glicerina (igual que los nemátodos). 

3. Montar en glicerina gelatina. 

REACTIVOS 

FIJADORES 

1) Alcohol sublimado Etanol absoluto 70 mi 
Agua destilada m l -

Para usarse: Calentar hasta que aparezcan vapores de alcohol a 60° C colocar la 
laminilla boca abajo, en una cubeta o caja petri y bañar la laminilla con la so lucon. 
Dejarla en contacto con los vapores por 15-20 min. 

2) AFA (Alcohol, Formol, Acido acético). 

Formol 37-40% 10 ml. 

Etanol 95% 25 ml. 

Glicerina 10 ml. 

Agua Destilada 50 ml. 

*Acido acético 5 ml. 

Agregar antes de usarse 



3) Metanol. 

Utilizar de preferencia el alcohol libre de acetona. Se sumergen las laminillas de 3 a 
5 min. 

4) Formol 10% 

Formol comercial 10 mi. 
(37-40%) 

Agua destilada 90 mi. 

COLORANTES 

5) Hematoxil ina (solución madre). 

Hematoxilina en cristales 10 gr. 

Etanol 95% 90 mi. 
Preparación de la solución 
de trabajo. 

Hematoxilina (solución madre) 10 mi. 

Agua destilada 90 mi. 

Se disuelve la hematoxilina en una pequeña cantidad de alcohol, luego se agrega el 
resto. Dejar madurar 6 semanas 

6) Azul de metileno. 

Azul de metileno (polvo) 3.5 gr. 

Agua destilada 100 mi. 

Añadir el colorante y agitar cuidadosamente. Dejar reposar unas horas. Filtrar y 
conservar en fresco con tapón de rosca. 

7) Alumbre carmín. 

Alumbre de potasio 30 gr. 
Carmín de cochinil los 30 gr. 
Agua destilada 400 mi. 

Disolver el alumbre de potasio en agua destilada, luego agregar el colorante, agitar 
y filtrar. 

8) Carmín Bórax. 

Carmín 1.5 gr. 
Borax 2 gr. 
Agua destilada 50 ml. 
Etanol 70% 50 ml. 

Disolver el colorante en etanol 70%, por separado disolver el Bórax en el agua desti-
lada, agitando. Mezclar ambas soluciones y filtrar. 

9) Colorante de Giemsa (solución madre). 

Colorante en polvo 3.8 gr. 
Gl ice rol 9 r-
Metanol (libre de acetona) 373 gr. 

obscuro. 

La solución de trabajo se prepara de la siguiente manera: 

Solución madre del 
colorante de Giemsa 2 m . 
Agua destilada 8 m l -

Para teñir, fijar laminillas con metano, 3 m¡n; i = o i r « a al,a s o ^ e 

S ? Z K r c t unas5gotas M n R . . con e, chorro d e 

agua para eliminar partículas. 

10) Lugol 
Yodo 
Yodo de Potasio 
Agua destilada 

Guardar en frasco obscuro 

Mordientes 

11) Alumbre férrico amoniacal al 4% 

Alumbre férrico amoniacal 4 gr. 
Agua destilada 100 ml. 

12) Alumbre férrico amoniacal 0.25% 

Alumbre férrico amoniacal 0.25 gr. 
Agua destilada 10° m l -

Transportadores 

13) Glicerina alcohol (para monogéneos) 

Glicerina 
Alcohol etílico 

5 gr. 
10 gr. 

100 ml. 

25 ml. 
75 ml. 



14) Lactofenol 

Fenol en cristales 20 gr. 
Acido láctico 20 mi. 
Glicerina 40 mi. 
Agua destilada 20 mi. 

15) Otros transportadores, Xilol, Salicilato de Metilo, creosota purísima de Haya, 
tolueno, etc_A los cuales se emplean tal como se expenden en las casas comerciales. 

Medios de montaje 

16) Resina sintética. A un volumen dado de Xilol, se le agrega resina sintética en 
polvo, agitando vigorosamente hasta que se disuelva o se deje reparar durante varios 
días. 

Se emplea la solución cristalina (sin (burbujas). 

17) Glicerina gelatina. 

Gelatina en polvo 3.5 gr. 
Glicerina 25 mi. 
Acido férrico (o fenol) 1 gr. 
Agua destilada 21 mi. 

18) Asfalto 

El asfalto sólido se disuelve con xilol, hasta obtener una solución semilíquida, se 
emplea sellando el borde del cubre con la superficie del porta objetos, procurando que 
esté limpio. 

LISTA DE PARASITOS REPORTADOS EN 

MICROPTERUS SPP 

Micropterus dolomieui 

PROTOZOA 

Ambiphrya tholi formis 
Apiosoma micropteri 
Chilodonella dentatus 
Eimeria micropteri 
Ichthyopthirius multif i l is 
Myxidium sp. 
Myxobolus kostiri 
Myxobolus sp 
M. osburni 
Scyphidia micropteri 
S. tholi formis 
Trichodina domerguei 
T. fultoni 
Trichodina sp 
Trichophrya micropteri 

TREMATODA 

Acolpenteron ureteroecetes 
Acolpenteron sp 
Actinocleidus bursatus 
A. fusiformis 
Allacanthochasmus varius 
Ancyrocephalus sp 
Apophallus venustus 
Asymphylodora sp 
Azygia angusticauda 
A. longa 
A. loossii 
A. tereticolle 
Bucephalopsis pusilla 
Bucephalus papillosus 
Bunodera cornuta 
Caecincola parvulus 
Centrovarium lobotes 
Clavunculus bursatus 
C. unguis 
Cleidodiscus banghami 
C. glenorensis 
C. fusiformis 

C. megalonchus 
Clinostomum marginatum 
C. complanatum 
Crepidodistomum cooperi 
C. cornutum 
Cryptogonimus chlyi 
Dactylogyrus extensus 
Diplostomulum sheuringi 
D. volvens 
Diplostomulum sp 
Gyrodactylus medius 
G. macrochiri 
Leptocleidus megalonchus 
Leuceruthrus micropteri 
Maritrema medium 
M. obstipum 
Microphallus opacus 
Neascus sp 
Neochasmus umbellus 
Phyllodistomum lohrenzi 
P. superbum 
Pisciamphostoma stunkardi 
Posthodiplostomum minumum 
Proterometra macrostoma 
Proterometra sp 
Psilostomum ondatrae 
Rhipidocotyle papillosum 
R. septpapillata 
Sanguinicola huronis 
Tetracleidus banghami 
Tetracleidus sp 
Urocleidus dispar 
U. ferox 
U. furcatus 
U. principalis 
Uvulifer ambloplit is 

HIRUDINEOS 

lll inobdella moorei 



CRUSTACEA 
Argulus flavescens 

Ergasilus versicolor 

Lernaea anomala 

Micropterus salmoides 

PROTOZOA 

Acanthamoeba polyphaga 
Eimeria micropteri 
Epistylis sp 
Chilodonella cyprini 
Henneguya mictospora 
Ichthyophthirius multif i l is 
Myxobolus inornatus 
M. microcystus 
Myxobolus sp 
Myxosoma cartilaginis 
Scyphidia micropteri 
S. tholi formis 
Trichodina domerguei 
T. fultoni 
T. myakkae 
T. nigra 
T. pediculus 

TREMATODA 

Acolpenteron ureterocestes 
Actinocleidus bursatus 
A. fergusoni 
A. fusiformis 
A. micropteri 
A. mizellei 
Alloglosidium corti 
Azygia angusticauda 
A. loossi 
A. micropteri 
A. tereticolle 
Bucephalus polymorphus 
Bucephalopsis pusilla 
Bunodera cornuta 
B. lucioperca 
Caecincola latosoma 
C. parvulus 
C. wakullata 
Clavunculus bursatus 
C. furcatus 
C. unguis 
Clinostomum marginatum 
Crassiphiala ambloplit is 
Crepidostomum cooperi 
C. cornutum 
C. ictaluri 

Crepidostomum sp 
Cryptogonimus chyli 
C. spinorum 
Diplostomulum scheuringi 
Diplostomulum sp 
Diplostomum sphathaceum 
Diplostomum sp 
Gyrodactylus mac roch i ri 
Haplocleidus furcatus 
Homalometron armatum 
Leptocleidus megalonchus 
Leuceruthrus micropteri 
Microphallus opacus 
Mult igonotylus micropteri 
Neascus sp 
Neochasmus umbellus 
Onchocleidus contortus 
O. helicis 
O. principalis 
Phyllodistomum lohrenzi 
P. perarsei 
Pisciamphostoma stunkardi 
P. reynoldsi 
Pisciamphistoma sp 
Posthodiplostomum minimum 
Proterometra dickermani 
P. macrostoma 
Rhipidocotyle papillosus 
R. septpapillata 
Rhipidocotyle sp 
Textrema hopkinsi 
Sanguinicola huronis 
Tetracotyle sp 
Urocleidus dispar 
U. furcatus 
U. helicis 
U. principalis 
Uvulifer ambloplit is 

CESTODA 

Abothr ium crassum 
Bothriocephalus claviceps 
B. cuspidatus 
Bothriocephalus sp 
Hymenolepis sp 
Protocephalus ambloplit is 
Protocephalus dolomieui 

P. fluviatil is 
P. nodulosa 
P. pearsei 
Protocephalus sp 
Triaenophorus nodulosus 

NEMATODA 

Camallanus oxycephalus 
Camallanus sp 
Capillaria catenata 
Caplillaria sp 
Contracaecum brachyurum 
C. multiplapil latum 
C. spiculigerum 
Contracaecum sp 
Dacnitoides cotylophora 
Dioctophyma sp 
Philometra cylindracea 
P. nodulosa 
Porrocaecum spp 
Spinitecus carolini 
S. gracilis 
Spinitecus sp 
Spiroxis sp 

ACANTOCEPHALA 

Acanthocephalus parksidei 
Echinorhynchus salmonis 
Leptorhynchoides thecatus 
Leptorhynchoides sp 
Neoechinorhynchus cylindratus 

Neoechinorhynchus cristatus 
Poliacanthorhynchus kenyensis 
Pomphorhynchus bulbocoll i 
P. rocci 

HIRUDINEOS 

ll l inobdella moorei 
l l l inobdela sp 
Piscícola punctata 
Placobdella montifera 

MOLUSCA 

GLOCHIDIA 

CRUSTACEA 

Achtheres micropteri 
Argulus appendiculosus 
A. flavescens 
Argulus sp 
Ergasilus arthrosis 
E. caeruleus 
Ergasilus sp 
E. versicolor 
E. centrarchidarum 
E. nigritis 
Ergasilus sp 
Lernaea anómala 
L. cruciata 
L. cyprinacea 
Lernaea sp 

CESTODA 

Botriocephalus claviceps 
B. cuspidatus 
Botriocephalus sp 
Ligula intestinalis 
Protocephalus ambloplit is 
P. fluviatil is 
P. microcephalus 
P. osburni 
P. pearsei 
protocephalus sp 
Triaenophorus cooperi 
T. nodulosus 

Micropterus Punctulatus 

NEMATODA 

Dacnitoides cotylophora 
Eustrongylides tubifex 
Camallanus oxycephalus 
C. truncatus 
Camallanus sp 
Capillaria catenata 
Contracaecum brachyurum 
Philometra cylindracaeum 
Philometra sp 
Rhabdochona cascadilla 
Rhabdochona sp 
Spinitecus carolini 



S. gracilis CRUSTACEA 
Spinitecus sp 

Achtheres ambloplit is Spiroxys sp Achtheres ambloplit is Spiroxys sp 
A. micropteri 
Achtheres sp 

ACANTHOCEPHALA Argulus sp 
Copépodos internos 

Acanthocephalus tahlequahensis Ergasilus caeruleus 
Echinorhynchus coregoni E. centrarchidarum 
E. lateralis E. confusus 
E. salmonis Ergasilus sp 
E. salvelini Lernaea cruciata 
E. thecatus L. cyprinacea 
Echinorhynchus sp 
Leptorhynchoides thecatus TREMATODA 
Neoechinorhynchus cylindratus 

Actinocleidus fergusoni N. rutili Actinocleidus fergusoni 
Neoechinorhynchus sp A. fusiformis 
Pomphorhynchus bulbocoll i Alcopenteron ureteroecetes Pomphorhynchus bulbocoll i 

Bucephalus papillosus 
Caencicola parvulus 

HIRUDINEOS Clavunculus bursatus 
C. unguis 

Cystobranchus verrillis Cleidodiscus banghami 
ll l inobdella alba C. rarus 
I. elongata Crepidostomum cornutum 
I. moo rei Urocleidus furcatus 
I. richardsoni U. principalis 

Micropterus coosae 

PROTOZOA TREMATODA 

Acanthamoeba polyphaga Cleidodiscus banghami 
Leptocleidus megalonchus 
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S. gracilis CRUSTACEA 
Spinitecus sp 

Achtheres ambloplit is Spiroxys sp Achtheres ambloplit is Spiroxys sp 
A. micropteri 
Achtheres sp 

ACANTHOCEPHALA Argulus sp 
Copépodos internos 

Acanthocephalus tahlequahensis Ergasilus caeruleus 
Echinorhynchus coregoni E. centrarchidarum 
E. lateralis E. confusus 
E. salmonis Ergasilus sp 
E. salvelini Lernaea cruciata 
E. thecatus L. cyprinacea 
Echinorhynchus sp 
Leptorhynchoides thecatus TREMATODA 
Neoechinorhynchus cylindratus 

Actinocleidus fergusoni N. rutili Actinocleidus fergusoni 
Neoechinorhynchus sp A. fusiformis 
Pomphorhynchus bulbocoll i Alcopenteron ureteroecetes Pomphorhynchus bulbocoll i 

Bucephalus papillosus 
Caencicola parvulus 

HIRUDINEOS Clavunculus bursatus 
C. unguis 

Cystobranchus verrillis Cleidodiscus banghami 
ll l inobdella alba C. rarus 
I. elongata Crepidostomum cornutum 
I. moo rei Urocleidus furcatus 
I. richardsoni U. principalis 

Micropterus coosae 

PROTOZOA TREMATODA 

Acanthamoeba polyphaga Cleidodiscus banghami 
Leptocleidus megalonchus 
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