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4.9 Registro de parasitos

Al igual que el resto de los vertebrados, los anfibios son susceptibles a una
gran variedad de pardsitos y enfermedades, tanto bacterianas, como virales
y fungicas(. Sin embargo, a excepcion de hongos, virus y bacterias, el resto
de estos organismos no representan una amenaza para la conservacion de
las poblaciones de anfibios®®.

El estudio de los parasitos, en cualquier grupo de organismos, conlleva a
poseer conocimientos referidos a tres elementos fundamentales y sus carac-
teristicas: el hospedador (su tamafio corporal, tasa metabdlica, habitat, tama-
fio de la poblacién, distribucion geografica, etc.), el parasito (tipo de ciclo de
vida y nimero de hospedadores involucrados, tasa de transmisién, presen-
cia o no de formas de resistencia, etc.) y, finalmente, el ambiente (temperatu-
ra, humedad, precipitaciones, etc.)"). Asi, el estudio de los parasitos en los
anfibios debe realizarse indefectiblemente con conocimiento de las historias
de vida de los mismos. De alli, que los trabajos mas interesantes referidos a
la parasitofauna de los anfibios sean el resultado de un trabajo en conjunto
entre parasitélogos y herpetélogos.

Los parasitos pueden ser clasificados de muy diversas maneras: segtun el
lugar en que se encuentren en el cuerpo del hospedador (ectoparasitos/en-
doparésitos), segin su tamafio (microparasitos/macropardsitos), segtn el
sitio de infeccion (pulmonares, intestinales, hematicos, etc.), segtn su clasi-
ficacion sistematica (hongos, protozoos, platelmintos, nematodes, artrépo-
dos, etc.). Desde luego, un parasito puede pertenecer a varias categorias; por
ejemplo, una garrapata (Arachnida) es un macroparasito y, a la vez, un ecto-
pardsito, mientras que un tripanosomatido (Protozoa) es un microparasito y
un endoparasito (Caja 4.9.1).

La Figura 4.9.1 muestra algunos de los principales grupos de pardsitos que
se han hallado en anfibios de Argentina.

Especificamente, en cuanto a las técnicas y metodologias empleadas, debido
a la amplia gama de organismos que pueden actuar como parasitos en los
anfibios, las mismas varian considerablemente. Nuestro objetivo, es exponer
en este capitulo, cuales de todos los protocolos establecidos para el estudio
de los parésitos han sido los que mds efectivos y précticos han resultado (en
cuanto a costos, material utilizado y tiempo, sobre todo en estudios realiza-
dos en el campo).

La metodologia para el estudio de los parasitos en general ha sido compilada
en algunas obras que abarcan diferentes grupos hospedadores de fauna sil-
vestre™1®, Existen, por otro lado, trabajos de grupos parasitarios especificos
que, si bien no hacen referencia concretamente a hospedadores anfibios, la
metodologia es aplicable para estos hospedadores (ver'®*). Trabajos espe-
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4.9 Registro de parasitos

Caja 4.9.1 - Principales grupos de organismos que se encuentran
parasitando a los anfibios

Protozoos: endoparasitos, micropardsitos. Los hallados en el tracto intestinal y en la
sangre son los mads comunes; con estadios fuera de los anfibios que ocurren tanto en el
ambiente (en los enteroparasitos), como en hirudineos y artropodos vectores (hemopara-
sitos).

Helmintos: este es un grupo artificial que retine a platelmintos (trematodes y cestodes),
nematodes y acantocéfalos. Son, en general, macropardsitos que se encuentran dentro
del cuerpo de los anfibios, tanto en la luz de los distintos 6rganos, como en la cavidad del
cuerpo, o bien, en el parénquima de 6rganos como rifion e higado. La mayoria de las es-
pecies de este grupo presentan ciclos heteroxenos por lo que otros organismos estin vin-
culados a ellos como hospedadores intermediarios (moluscos, insectos, crustdceos, etc.) o
vectores (insectos hematofagos).

Aneélidos: macropardsitos, ectopardsitos/endoparasitos. Pasan la mayor parte de su vida
como organismos de vida libre; sin embargo, en el caso de las sanguijuelas, se adhieren
temporalmente a los anfibios (tanto renacuajos como adultos) para alimentarse mediante
la succion de sangre (ectoparasitos). En el caso de los oligoquetos, los mismos penetran
por la cloaca y se disponen en los uréteres de los hospedadores adultos (endopardsitos).

Artrépodos: macroparasitos, ectopardsitos/endopardsitos. Dentro de los artropodos
ectoparasitos se encuentran garrapatas y dcaros (Arachnida) y dipteros (Insecta). Pre-
sentan ciclos directos, pero con algunos estadios que se desarrollan en el ambiente; se
encuentran en anfibios adultos asociados al ambiente terrestre. En el caso de los dcaros y
los dipteros son los estadios larvales las formas parasitarias; en el caso de las garrapatas,
tanto larvas como adultos son pardsitos. Por otro lado, copépodos del género Learnaea
son eventualmente hallados en renacuajos; primariamente pardsitos de peces, son cono-
cidos como gusanos ancla. Solamente la hembra es parasita (el macho muere luego de
la copula). Como artrépodos endoparasitos, se encuentra un grupo de crustdaceos de la
subclase Pentastomida, los gusanos lengua, que, ademas de anfibios, parasitan el sistema
respiratorio de reptiles y mamiferos.

cificos para el estudio de helmintos en peces y aves®?Y, son asimismo am-
pliamente consultados por parasitélogos de anfibios. Concretamente, para el
estudio de parasitos en anfibios existen dos trabajos que resumen las princi-
pales técnicas para llevarlos a cabo®?).

En general, el estudio de los parasitos puede resumirse en los siguientes
pasos: colecta, fijacion, coloracion, identificacion y conservacion. En cada uno de
ellos la metodologia varia de acuerdo al grupo parasitario estudiado y, en
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4.9 Registro de parasitos

algunos casos, algin paso no es imprescindible (por ejemplo, la coloraciéon
en los nematodes). Algunas técnicas como la plastinacion desarrollada mas
recientemente para parasitos del grupo de los helmintos®?), son mds ven-
tajosas en cuanto a que no utilizan sustancias como formaldehido o alcohol;
sin embargo, su aplicacién no esta muy difundida por el momento.
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Figura 4.9.1 Representantes de al-
gunos grupos de pardsitos hallados
en anfibios. (a) Acaros en las extre-
midades posteriores de un ejemplar
juvenil de Leptodactylus luctator. (b)
Detalle de la extremidad anterior de
acaro colectados en Leptodactylus ma-
crosternum, microscopia electrénica
de barrido. (c) Larva de Sarcophagi-
dae, detalle de extremidad anterior,
microscopia electrénica de barrido.
(d) Protozoos intestinales del género
Nyctotherus, microscopia optica. (e)
Oligoquetos del género Dero, detalle
de las quetas, microscopia electré-
nica de barrido. (f — h) Larvas de
acantocéfalos del género Centror-
hynchus, proboscide invaginada (f),
proboéscide evaginada (g, h), micros-
copia 6ptica (f, g) y microscopia elec-
trénica de barrido (h). (i) Metacerca-
ria enquistada del género Travtrema,
microscopia Optica. (j) Nematode
larval enquistado de la superfamilia
Seuratoidea, microscopia 6ptica. (k)
Nematode adulto del género Rhab-
dias, microscopia Optica. (I) Dige-
neo adulto del género Glypthelmins,
microscopia electrénica de barrido.
Fotos: a: R. Draghi; b, d-1: C.E. Gon-
zalez; c: E. Schaefer y M. Duré.
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Los parasitos no proporcionan sonidos, olores y otros atributos que, en el
caso de otros organismos, ayudan en su identificacion. Ademads, en relacion
a su tamafio mds bien pequefio, el estudio de los parasitos requiere, casi en
la totalidad de los casos, del uso de material 6ptico®. Por ejemplo, atin para
los parasitos de mayor tamafio y, atin si son ectoparasitos, es necesario utili-
zar microscopio estereoscopico, para que, en el momento de la colecta no se
dafien 6rganos tales como los de fijacion.

La identificacion taxonémica se basa, en general, en estructuras anatémicas
internas de tamafio muy pequefio que deben observarse, en algunos casos,
con objetivo de inmersién (gj. papilas caudales en nematodes, estructura del
cirro en digeneos, distintas organelas en los protozoos, etc.). Un gran paso en
el estudio de los parasitos fue el uso de la microscopia electrénica de barrido.
Los primeros aportes para la preparacion de helmintos observados con esta
técnica fueron realizados en la década del 70®"; posteriormente, se realiza-
ron contribuciones en cuanto al uso de la microscopia electrénica de barrido
en algunos grupos particulares de helmintos como los nematodes®=°.

Por otro lado, en la actualidad, practicamente no existe grupo de organismos
que no sean analizados mediante técnicas de biologia molecular y los paré-
sitos no son la excepcién®. Trabajos especificos pueden consultarse para
llevar adelante este tipo de estudio en diferentes grupos como tripanosoma-
tidos®; helmintos® y garrapatas®*7).

Mas recientemente, métodos moleculares a través de coprodiagnosticos
han sido desarrollados para la identificacién cualitativa de nematodes en
anfibios y reptiles, si bien hasta el momento, no son ampliamente aplica-
dos®®).

En referencia a las malformaciones producidas por parasitos, existe un gru-
po de metazoos pardsitos, especificamente, digeneos de los géneros Ribeiroia
y Acanthostomum que han sido relacionados con, por ejemplo, dedos y ex-
tremidades supernumerarias y malformaciones axiales y de extremidades,
respectivamente®?. Hasta el momento, en Argentina solamente el género
Ribeiroia fue registrado en estado de cercarias emergidas de planorbideos de
Salta y Corrientes® y, como adulto, en aves de Formosa y Buenos Aires®,
no halldndose en anfibios.

Cabe aclarar que no existe un método tnico para estudiar a los diferentes
grupos de parasitos de los anfibios. Cada investigador, a medida que avan-
za en los andlisis, puede desarrollar nuevos métodos, aplicar otros, insertar
cambios en los ya conocidos; en fin, realizar todo aquello que le otorgue ma-
yor beneficio y conveniencia en cuanto a practicidad y costos, por ejemplo.
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4.9 Registro de parasitos

En Argentina, el estudio de los parasitos en anfibios adultos abarc6 en gran
medida a los helmintos, de los cuales se han realizado estudios de caracter
sistemdtico y ecol6gico y que contintian actualmente en desarrollo. Respecto
a digeneos, nematodes y acantocéfalos pueden consultarse listas de especies
para hospedadores anfibios*#, y para vertebrados en general®. Otros gru-
pos de parasitos fueron escasamente estudiados en comparacién con los hel-
mintos y de ellos, se cuenta con trabajos puntuales de registros geograficos u
hospedatorios (ver para protozoos:*°'; para acaros:***; para garrapatas:>*).
Lo mismo sucede con parasitos en anfibios larvales donde los helmintos fue-
ron los mas estudiados®*?; existiendo registros escasos de otros grupos en
renacuajos®6?),

Hongos y mohos que afecten a anfibios de Argentina y su metodologia de
estudio serdn tratados en la Seccion 4.10 Registro de hongos. Protocolos en
campo y laboratorio. En lo que respecta a virus y bacterias, este es un tema
muy poco desarrollado en nuestro pais; existe un solo reporte de ranavirus
en la provincia de Neuquén® por lo que este grupo deberia ser considerado
para estudios futuros. Finalmente, no hay registros, hasta el momento, de
hirudineos ni pentastémidos en anfibios argentinos; solamente se cuenta con
observaciones no publicadas de alguno de estos grupos (ej. oligoquetos en
uréteres de Trachycephalus typhonius; ver Figura 4.9.1; obs. pers. C.E.G.).

Métodos, técnicas y/o equipamientos

Para el andlisis parasitologico, el nimero de anfibios colectados dependera
del objetivo del trabajo a desarrollar (ej. estudios de cardcter sistematico, re-
portes de nuevas localidades u hospedadores, estructura de la comunidad
parasitaria, dindmica espacial y/o estacional de los parasitos, etc.). De cual-
quier manera, antes de iniciar la colecta de los hospedadores es necesario
conocer el grado de amenaza de cada especie; para ello puede consultarse
la Categorizacion del estado de conservacion de los anfibios de la Reptblica
Argentina® y el sitio web de la Unién Internacional para la Conservacién
de la Naturaleza®).

El mejor momento para iniciar el examen de los hospedadores anfibios y sus
parésitos es aquel inmediatamente después de la colecta, en lo posible, en
el campo, luego de haber concluido el muestreo y la toma de las respectivas
variables ambientales. Esto evitara el estrés de los hospedadores producido
por el traslado hasta el laboratorio. Esta acciéon realizada en el campo, reporta
un beneficio cuando se realizan campafias a sitios muy alejados del lugar de
trabajo y que hacen que el traslado de los hospedadores sea algo complejo
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o dificil, sobre todo por el espacio disponible en los viajes de campafia que,
en la mayoria de los casos, es minimo. Si el lugar de muestreo se encuentra
cercano al laboratorio, entonces la tarea se ve facilitada y el examen de los
anfibios puede realizarse perfectamente en el laboratorio. Recordar siempre
que, si los anfibios deben ser trasladados, esto debe realizarse en las me-
jores condiciones posibles; para ello, se adecuardn recipientes para tal fin
(terrarios o acuarios dependiendo de la especie) que los contendran hasta el
momento de su examen.

El estudio de los endoparésitos de anfibios requiere que los especimenes
sean eutanasiados; por lo tanto, una manera de maximizar el material exa-
minado es, en la medida de lo posible, colectar la mayor cantidad de datos
de un solo ejemplar hospedador. Por ejemplo, del mismo anfibio pueden
extraerse y fijarse, ademds de los pardsitos hallados en los distintos sistemas
de 6rganos, el contenido estomacal para estudios tréficos, las goénadas para
estudios de cardcter reproductivo, morfolégico o fisiologico, tejido para pos-
teriores estudios moleculares, etc.

Es necesario aclarar que, en general, cuando se aborda el estudio de los paré-
sitos en anfibios, no se abarcan todos los grupos de organismos que puedan
encontrarse parasitando a una especie hospedadora. Comtnmente, los estu-
dios de parasitos de anfibios refieren a sus hemoparasitos, a sus ectoparasi-
tos, a sus helmintos pardsitos (incluso pueden ser mas especificos y referirse
solamente a helmintos intestinales) o, a sus ectoparasitos.

Por otro lado, una gran diferencia en la metodologia de estudio entre los
microparasitos (ej. protozoos hemaéticos) y los macroparasitos (gj. los helmin-
tos), es que, en general, en el primer caso, no se contabilizan la totalidad de
los individuos; mientras que, en el segundo caso, la totalidad de la muestra
es contabilizada. Sin embargo, en el caso de los protozoos hemaéticos, si es
posible proporcionar datos como, por ejemplo, porcentaje de hospedadores
parasitados (prevalencia de infeccién) y una estimacién de la abundancia,
por ejemplo: nimero de pardsitos en cierta cantidad de campos al microsco-
pio o, en un periodo de tiempo fijo.

Colecta de los hospedadores:

Adultos: seran colectados mediante distintas técnicas segtin la conveniencia
y segun el tipo de estudio que se llevard adelante. Los diferentes tipos de
colecta, ej. trampas de caida, inspeccién por encuentros visuales, redes para
especies acudticas, etc., de anfibios adultos se desarrollan en la Seccién 3.3.
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Renacuajos: seran colectados mediante copos o redes en los cuerpos de agua y
mantenidos en recipientes preparados para contenerlos hasta el momento del
examen parasitologico. Ver detalles de colecta de renacuajos en la Seccién 3.2.

Datos a registrar:

Del hospedador: especie, longitud, peso, sexo (en adultos); especie, longitud,
peso, estadio de Gosner®® (en renacuajos).

Del ambiente: temperatura, humedad, habitat donde fue colectado el anfibio
(para adultos); temperatura, oxigeno disuelto, pH del cuerpo de agua (para re-
nacuajos), ademads de la fecha y las coordenadas geograficas, en ambos casos.

En el estudio de los pardsitos de los anfibios, es necesario registrar en el
campo otras variables ademds de las que comtunmente se consignan y las
mismas son, por ejemplo, presencia de moluscos (primeros hospedadores
intermediarios de digeneos), presencia de sanguijuelas (vectores de tripano-
somatidos) y, presencia de posibles hospedadores definitivos (aves, mamife-
ros, reptiles), entre otras.

Eutanasia:

La eutanasia de los anfibios puede realizarse por diferentes métodos que se
encuentran detallados en la Seccién 5 del presente Manual. En los estudios
parasitolégicos el método mds empleado por su facil aplicacion es el uso
topico de una solucién en gel de benzocaina al 10% o al 20%.

Si bien la metodologia parasitolégica comprende una serie consecutiva de
pasos igualmente importantes para el éxito de la investigaciéon y que, en al-
gunos casos pueden prolongarse significativamente (por ejemplo, cuando el
hospedador se encuentra en extremo parasitado), es necesario aclarar aqui
la importancia del tratamiento que se proporciona también a los ejemplares
anfibios. El tratamiento del hospedador debe ser considerado un paso mas
en la metodologia de los estudios parasitologicos y esto se debe a que, al mo-
mento de publicar los resultados, asi como los especimenes pardsitos deben
estar depositados en una coleccién, también deben estarlo los hospedado-
res, por lo que la fijacién y conservacion de los mismos debe ser la correcta.
De esta manera los parasitologos pueden contribuir a la conservacion de los
hospedadores ya sea en su totalidad o por medio de muestras de tejidos de
los mismos© 9.

A partir de aqui, las actividades serdn separadas en dos apartados: activida-
des realizadas en el campo y actividades realizadas en laboratorio. En la primera
seccion, se incluyen los pasos que se inician con la necropsia del hospedador
hasta la fijacién y conservacion de los pardsitos en los respectivos viales o
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eppendorf que seran trasladados al laboratorio. En la segunda seccion, se
incluyen las actividades relacionadas al tratamiento de los pardsitos para su
respectiva identificacion, hasta el deposito de los mismos en las colecciones
pertinentes.

Caja 4.9.2 - Colectas a partir de hospedadores congelados

Al igual que los parasitos colectados de hospedadores fijados (por ejemplo, aquellos de-
positados en una coleccion), los pardsitos colectados de material congelado suponen una
dificultad para su estudio morfoldgico. El primer inconveniente radica en la falta de mo-
vimiento de los mismos, esto es importante para casos de parasitos de tamafio muy peque-
fio ya que muchos de ellos pueden ser omitidos en la colecta por la falta de movimiento.
En el caso de las metacercarias, el individuo entero puede ser totalmente destruido. Con
pardsitos de mayor tamaiio, puede suceder que, en el caso de los cistacantos que presenten
sus proboscides invaginadas, no serd posible el conteo y estudio de la morfologia de los
ganchos; en los nematodes, las bolsas copulatrices permanecerdin contraidas; en los dige-
neos pueden perderse espinas del tegumento, entre otras consecuencias. En sintesis, se
verd afectada tanto la anatomia interna como externa de los parasitos. Solamente la utili-
zacion de nitrégeno liquido o, una mezcla de hielo seco y etanol pueden arrojar resultados
considerables para realizar estudios morfologicos, pero esto no es algo que comiinmente se
utilice. Por lo tanto, no es recomendable el uso de especimenes colectados de hospedadores
congelados para estudios morfoanatémicos, si bien, pueden conservarse para material
diddctico, por ejemplo.

1. En el campo:

Equipamiento: para realizar el analisis de los anfibios y la colecta de parasi-
tos en el campo se debe contar con un microscopio estereoscépico que sea
facilmente trasladable y con un minimo indispensable de instrumentos para
proceder con el examen como ser: tijeras, bisturi, pipetas, pinceles, cdpsulas
de Petri, solucién fisiolégica, eppendorf, tubos de ensayo, mechero o vela,
liquido fijador, liquido conservante, rétulos (Figura 4.9.2).

En caso de no contar con instrumental 6ptico (lupa) para trasladar al campo,
los anfibios deben ser transportados en las mejores condiciones posibles al
laboratorio y alli, colocarlos en terrarios o ambientes especialmente acondi-
cionados que los contengan, hasta el momento del andlisis que debe ser lo
mas pronto posible.
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»

C

Tanto para anfibios adultos como para renacuajos es necesario llevar un re-
gistro de la prospeccion cuyo formato y organizaciéon queda a criterio del
investigador. Se proporciona un ejemplo de planilla en el Anexo I. Ademas
de los campos para los 6rganos prospectados, esta ficha contiene en su enca-
bezado otros datos con informacién referida al hospedador y a la localidad
y fecha de captura del mismo.

1. a- Anfibios adultos:

l.a.a. Estudio de los parasitos hallados sobre la superficie del cuerpo:

275

Figura 4.9.2. Andlisis parasitologico
interno de los anfibios. (@) Incision
longitudinal ventral rostro-cloaca
para la posterior extraccién de los
sistemas de 6rganos. (b) Separacién
de los sistemas de érganos en cap-
sulas de Petri con solucién fisiol6gi-
ca. (¢) Examen del sistema digestivo
en microscopio estereoscopico con
iluminacién inferior. (d, €) Examen
de intestino delgado. Utilizacién de
pinzas de punta fina; intestino atn
no abierto (d); intestino abierto mos-
trando contenido intestinal y nema-
todes intestinales (g). (f) Estémago
de anfibio mostrando en su pared
externa numerosos quistes de nema-
todes. (g) Nematodes intestinales en
capsula de Petri con solucién fisiol6-
gica. (h) Calentamiento de solucién
fijadora en el campo. Fotos: a, b, d, e,
f, h: C. E. Gonzalez; ¢, g: S. Palomas

* quistes de nematodes; IG: intestino
grueso; CI: contenido intestinal; N:
nematodes.
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Tres grupos principales de invertebrados pueden ser hallados externamente
enquistados o adheridos por alguna adaptacion a la superficie externa del
cuerpo de los anfibios:

- Helmintos: metacercarias ubicadas entre la dermis y la epidermis.
- Anélidos: hirudineos (sanguijuelas) adheridas por su ventosa anterior.

- Artrépodos: larvas de dipteros que forman tlceras, acaros en la dermis,
garrapatas solamente adheridas por sus piezas bucales.

En primer lugar, se realiza un examen macroscopico de la superficie externa
del anfibio, si es necesario, bajo microscopio estereoscoépico. Deben exami-
narse tanto la parte dorsal como la ventral del cuerpo. Observar también con
detenimiento la cavidad bucal, debajo de la lengua, y los ojos®.

Extraccion y fijacion:
Helmintos:

Metacercarias: Se las encuentra como protuberancias tegumentarias como en el
caso de los acaros, pero sin presentar el tipico color rojizo de los mismos. Las
metacercarias presentan, en general, un color blanquecino, pero también pue-
den encontrarse metacercarias amarillentas o marrones. Deben retirarse cuida-
dosamente los quistes con ayuda de pinzas de punta fina; luego de retirada es
conveniente realizar un dibujo con cdmara clara de la metacercaria enquistada
para documentar la forma y tamafio. Luego, se rompe cuidadosamente la pared
quistica con ayuda de agujas histologicas para que quede libre y se procede a la
fijacién. Algunas metacercarias presentan la pared quistica mas débil y el simple
hecho de realizar una pequefia presion con un cubreobjetos, produce la rotura
de la pared del quiste y deja libre el digeneo larval.

Fijacién: existen una gran cantidad de fijadores para helmintos parasitos (ver
Anexo II); sin embargo, el mds recomendable sigue siendo el formaldehido:
formaldehido al 5% en el caso de las metacercarias y al 10% en el caso de los
helmintos adultos. Si no se utilizara formaldehido, puede utilizarse alcohol
70%.

El fijador siempre debe calentarse. Aproximadamente, 5-10 ml de fijador se
calientan en un tubo de ensayo hasta que comience a burbujear y se vuelca
sobre la capsula que contiene a los helmintos de donde previamente se ha
quitado toda la solucién fisiolégica posible (Figura 4.9.2).

Si el fijador no se calienta, al volcarlo sobre los helmintos, el cuerpo de los
mismos se fijard, pero contraido, lo que hara que ese espécimen no pueda es-
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tudiarse posteriormente de la manera correcta. Los ejemplares fijados en for-
maldehido pueden conservarse en los mismos eppendorf pero es importante
que, luego de un tiempo (no mas de 3 meses), se los traspase a alcohol 70%
ya que el formaldehido endurece los tejidos. Los helmintos asi conservados
con sus respectivos rotulos, seran trasladados al laboratorio para continuar
con su identificacion.

A tener en cuenta: cuando la muestra asi lo permita (el n° de parésitos halla-
dos es considerable), deben colocarse algunos ejemplares en alcohol absoluto
para su posterior estudio molecular. Para ello, se recomienda su conserva-
cién en alcohol absoluto y posterior almacenaje en refrigerador.

Anélidos:

Sanguijuelas: son organismos muy musculares y se encuentran fuertemente
adheridos a la piel de los anfibios. Para desprenderlas del anfibio en primer
lugar se debe identificar el extremo oral succionador que generalmente es
el més delgado de la sanguijuela, luego colocar la ufia o algtn objeto plano
como una hoja, también puede ser un cordén o hilo grueso, sobre la piel ad-
yacente a la ventosa y deslizarlo debajo para ir desprendiendo lentamente la
extremidad. Debe repetirse el proceso con el extremo posterior que general-
mente es el extremo mds grueso e hinchado. Las sanguijuelas deben encon-
trarse completamente relajadas al momento de fijarlas. Si se las coloca en un
tijador a temperatura ambiente se contraen por lo que hay que narcotizarlas
previamente; ademds, deben ser registrados los colores de las superficies
dorsal y ventral del cuerpo debido a que los cromatéforos, en general, se
disuelven con los narcotizantes. Para relajarlos, el método mas conveniente
es agregar lentamente al agua que contiene el ejemplar, gotas de alcohol 95%
incrementando la concentracion por 30 minutos hasta que cese el movimien-
to. Cuando el espécimen ya se encuentre relajado y no responda a estimulos,
pasarlo entre los dedos para retirar el exceso de moco. Para algunos especi-
menes es conveniente realizar un aplastamiento entre dos vidrios, agregan-
do peso si fuera necesario™.

Fijacion: luego de la relajacion, las sanguijuelas deben fijarse por 24 horas
(dependiendo del tamafio) en formaldehido 5-10% ; para ello, las sanguijue-
las deben ser comprimidas entre dos portaobjetos colocandole un peso en-
cima. Existen otros métodos de relajacion (uso de cristales de mentol, agua
gasificada con CO,, utilizacion de Nembutal al 6%) y fijacion de sanguijue-
las (A.F.A., Bouin, Fleming) pero como para el trabajo de campo siempre se
cuenta con etanol y formaldehido es que sugerimos la descrita.
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Caja 4.9.3 Acerca de los parasitos colectados en estudios no para-
sitolégicos

En muchas ocasiones, colegas herpetologos proporcionan material parasitolégico que han
obtenido durante sus propias colectas realizadas para otros fines no parasitologicos. Este
material, al igual que los parasitos que se encuentran en anfibios depositados en colec-
ciones herpetologicas, constituyen una importante fuente de datos. Sin embargo, como
se detalla, la fijacion de los parasitos es un paso fundamental para su posterior determi-
nacion y no hacerlo de la manera correcta podria provocar datios en el espécimen y su
estudio se veria muy comprometido. El estudio de este tipo de material no es imposible;
sin embargo, no se recomienda para un investigador que se inicie en el estudio de los
pardsitos.

Artropodos:

Larvas de dipteros (mds comiinmente de las familias Sarcophagidae y Calliphoridae):
las larvas de moscas provocan tlceras en donde los huevos fueron deposita-
dos. Las larvas se van alimentando del tejido del anfibio y terminan matén-
dolo. Estas larvas se extraen con ayuda de pinzas de punta fina con delicade-
za intentando no romperlas. Una vez extraidas del cuerpo del anfibio se las
mata y relaja mediante agua hirviendo®.

Fijacion: se las fija y almacena en viales con alcohol 80% con las respectivas
etiquetas. Si se quisieran obtener adultos de los dipteros, debe dejarse un
numero de larvas en los hospedadores parasitados para obtener luego las
pupas y moscas adultas emergidas.

Acaros y garrapatas: estrictamente, las larvas de dcaros son endopardsitos ya
que atraviesan la piel de los mismos y se encapsulan en el estrato dérmico.
Se observan como pequefias prominencias tegumentarias sobre todo en la
parte ventral y la parte interior de las extremidades posteriores. Comun-
mente presentan color naranja o rojo (Figura 4.9.1). Para extraerlas, se rompe
cuidadosamente la prominencia y se saca el 4caro con ayuda de una pinza
de punta fina. Se los conserva en alcohol al 70% en eppendorf con sus res-
pectivos rotulos™.

Las garrapatas (verdaderos ectopardsitos), se retiran de los hospedadores
con ayuda de pinzas siempre tratando de que el hipostoma (estructura que
forma parte de las piezas bucales) no se rompa y permanezca dentro del hos-
pedador. Se las coloca en alcohol 70% u 80% a 70°C para que sus apéndices
queden estirados™. La extraccién de los especimenes debe realizarse lenta
y suavemente para no romper el ejemplar, ejerciendo una traccién gradual
y constante. Se debe evitar dafiar las garrapatas de gran tamafio con la pun-
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ta de las pinzas. Al extraer la garrapata posiblemente un pequefio trozo de
piel del hospedador quede adherido a las piezas bucales; el mismo puede
quitarse posteriormente con ayuda de pinzas y tijeras finas. La extraccion
descuidada de las garrapatas puede resultar en que las mismas sean inttiles
para la identificacion taxonémica™®.

Fijacién: 4caros y garrapatas pueden fijarse en alcohol 70% o alcohol 80%,
como asi también en formaldehido al 5%. Cuando los especimenes vayan a
utilizarse para disecciones detalladas o cortes microscopicos, se recomienda
tijarlos en alcohol, formaldehido, acético (A. F. A.).

1.a.b. Estudio de los parasitos hallados dentro del cuerpo de los anfibios:

Cuatro grupos de invertebrados pueden ser hallados como endoparasitos de
los anfibios, si bien, los mas comunes y numerosos son los helmintos:

Protozoos: principalmente en sangre e intestino.

Helmintos: adultos en 6érganos huecos como intestino, pulmoén, vejiga uri-
naria, vesicula biliar; larvas en higado, mesenterios, cavidad del cuerpo, hi-
gado, rifiones, pared de los 6rganos huecos, musculatura principalmente de
las extremidades posteriores y sangre (filarias).

Anélidos: oligoquetos en uréteres.
Artroépodos: pentastémidos en pulmones.
Extraccidon y fijacion:

Para la colecta de pardsitos sanguineos no es necesario realizar incisién algu-
na en el hospedador; mientras que, para los protozoos intestinales y el resto
de los pardésitos, luego de la eutanasia, se procede a realizar con un bisturi o
tijera, una incision ventral que se extienda desde la boca hasta la cloaca.

Luego de la incisién ventral, se retiran todos los sistemas de érganos y, por se-
parado, se colocan en capsulas de Petri con solucion fisiologica (Figura 4.9.2).
Esta es la solucion fisiolégica comtn que puede adquirirse en las farmacias.

Antes de comenzar con el examen de los 6érganos internos, se procede a ob-
servar la cavidad del cuerpo del hospedador en biisqueda de, por ejemplo,
metacercarias enquistadas o nematodes filarideos adultos. Una vez finaliza-
do este examen se inicia el examen de los distintos sistemas de 6rganos.

En el caso de 6rganos huecos (intestino, pulmones, vejiga urinaria) los mis-
mos deben ser examinados externamente ya que muchos estados larvales
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de acantocéfalos (cistacantos) y digeneos (metacercarias) pueden enquistarse
en su pared externa. Luego, estos 6rganos huecos deben ser cortados cuida-
dosamente en sentido longitudinal para ser examinados internamente. En
general, la pared del intestino no es tan gruesa como la del estémago; en este
caso dos pinzas de punta fina son suficientes para realizar la incision longi-
tudinal del 6rgano (Figura 4.9.2).

El sistema digestivo, sobre todo en anfibios de gran tamafio, debe ser sepa-
rado en estémago, intestino delgado e intestino grueso, en cdpsulas de Petri
diferentes y analizados separadamente.

Todos los parasitos hallados en un mismo 6rgano (por ejemplo, intestino
grueso) deben colocarse en una cdpsula mas pequefia con solucién fisiol6gi-
ca por unos minutos (Figura 4.9.2). El objetivo de este paso es que, al mover-
se dentro de la capsula, sobre todo los helmintos, se desprendan de la sucie-
dad que pueda quedar adherida a la superficie de su cuerpo (por ejemplo,
restos de materia no digerida) y que luego, al momento de su identificacion
entorpezcan esta tarea. En este paso, algunos helmintos adultos al ser colo-
cados en solucién fisiol6gica comienzan a eliminar huevos. Esto no resulta
un problema, al contrario, podria considerarse una ventaja ya que, un atero
colmado de huevos puede dificultar la observacion de estructuras reproduc-
tivas que son importantes para la identificacion.

Los helmintos pueden ser extraidos de los 6rganos mediante el uso de agujas
histolégicas, pinzas de punta fina o pinceles finos; de igual manera, pueden
utilizarse pipetas de punta fina, cuidando de que no queden pegados a su
pared.

Por dltimo, algunos helmintos de pequefio tamafio como formas larvales
de nematodes, machos de algunas especies de nematodes o metacercarias,
pueden pasarse por alto en el recuento de especimenes. Para ello, es reco-
mendable colocar un trozo del 6rgano en cuestion, entre dos portaobjetos,
aplastarlo ligeramente y observarlo en el microscopio estereoscépico utili-
zando la iluminacién inferior.

Protozoos:

Hemopardasitos: para la obtenciéon de protozoos como los del género Trypano-
soma debe realizarse una micropuncion del corazén utilizando una jeringa
con aguja de las de insulina previamente heparinizada. Se coloca una gota
de la sangre extraida en el extremo de un portaobjetos y se realiza un frotis.
Para ello uno de los lados de un segundo portaobjetos (“extensor”) se dis-
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pone sobre la mitad de la gota de sangre que por capilaridad se desplazara
hacia ambos extremos ocupando todo el ancho del portaobjetos, y luego, con
una inclinacién del extensor de 45°, se desplaza el borde del mismo hacia el
otro extremo del portaobjetos, contrario al lugar donde estaba la gota®.

Una detecciéon més rdpida puede realizarse mediante un centrifugado de la
sangre del anfibio con tubos de hematocrito heparinizados”*); en este caso la
sangre se extrae de la misma manera que como fuera explicada previamente.

Fijacion: en cuanto a los extendidos sanguineos para la observacion de pro-
tozoos, los mismos deben ser fijados con metanol 96%. Para ello, luego que
el frotis se ha secado, se sumerge el portaobjetos en una cdpsula de Petri
con metanol durante 3 minutos. Asi fijados, los portaobjetos conteniendo el
frotis sanguineo pueden ser trasladados al laboratorio para continuar con la
coloracion respectiva®.

Enteroparasitos: para la colecta de estos pardsitos (que mds comunmente se
encuentran en la tltima porcién del intestino delgado y en el intestino grue-
s0), se utiliza una pipeta. Se colocan los especimenes en capsulas de Petri con
solucion fisiologica. Es recomendable que antes de la fijacion, una muestra
de ellos, se observe al microscopio 6ptico con una gota de solucién de Ringer
o con la misma solucion fisiologica ya que, de ese modo, por el movimiento,
se aprecia mejor la disposicién de las hileras de cilios®.

Fijacién: Un método rapido para morfologia de rutina es realizar un frotis
con, por ejemplo, mucosa intestinal, deslizando el tejido en un porta o cu-
breobjetos y fijandolo en una cdpsula de Petri con alcohol 70%. Para ello, se
coloca el porta o cubreobjeto con tejido hacia abajo en la capsula de Petri lo
que ayudara a que la mayoria de los protozoos se adhieran al vidrio. Aunque
también puede utilizarse formaldehido para la fijacién de protozoos entéri-
cos (en una concentracion de 2,5% o 4%), éste, al igual que el alcohol 70% no
resulta ser un buen fijador. El mejor fijador para protozoos es el liquido de
Schaudinn (ver Anexo II); se procede a fijar el frotis durante 15-60 min. en
el mencionado liquido y luego se lo transfiere directamente a alcohol 70%.

Helmintos:

Monogeos: los monogeneos adultos, se encuentran en la vejiga urinaria de los
anfibios. En este caso, se abre el 6rgano con una tijera o pinza y se colectan
los monogeneos con un pincel o pinza de punta fina, colocdndolos luego en
una cdpsula de Petri con solucién fisiolégica.
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Digeneos: las metacercarias pueden hallarse adheridas a la pared interna del
cuerpo, a ambos lados de la columna vertebral, a los mesenterios o a la pared
externa de 6rganos huecos. De allj, se las extrae con pinzas de punta fina y
se las coloca en solucién fisiologica. Algunas, como las del género Strigea
presentan la pared del quiste muy gruesa, con diferentes capas y son muy
dificiles de romper, por lo que, ademds de agujas de diseccién, quizds sea
necesario el uso de pinzas de punta fina; otras, como las del género Travtre-
ma presentan la pared del quiste muy fina y suelen romperse facilmente,
incluso, cuando se realiza una pequefia presion con el cubreobjetos. Las me-
tacercarias de los géneros Bursotrema o Lophosicyadiplostomum que se locali-
zan preferentemente en los rifiones de los anfibios, son metacercarias que
no forman quiste por lo que, directamente, serdn colectadas y fijadas. En el
caso de las metacercarias halladas en rifiones, deben provocarse roturas en
el tejido renal para que las mismas queden libres.

Los digeneos adultos se encuentran en 6rganos huecos como pulmones, in-
testino delgado y grueso, y vejiga urinaria. Se los extrae de cada érgano con
pinzas de punta fina, pincel o pipeta y se los coloca en una cédpsula de Petri
con solucién fisiolégica antes de su fijacion.

Cestodes: las larvas de cestodes pueden hallarse libres o encapsuladas en la
cavidad del cuerpo, adheridas a los mesenterios, al higado o la musculatura.
En general, son larvas tetratirideas del género Mesocestoides. Se los extrae de
su sitio de infeccién con pinzas de punta fina.

Los cestodes adultos se encuentran en la luz del intestino delgado. Es posible
que, en especies de gran longitud, las dltimas proglétides se desprendan y
queden libres en la luz intestinal por lo que puede llevar a confusioén a la
hora de contabilizar los individuos existentes. Para subsanar esto, el niumero
de individuos de cestodes que se contard como total de parasitos, serd el
numero de escolices que se colecten.

Nematodes: en estado larval pueden ser hallados dentro de quistes en la mu-
cosa del estébmago (ej. Spiroxys, Brevimulticaecum) o bien, nematodes larvales
no enquistados y que se encuentran adheridos a la misma por un collar cefa-
lico (ej. Physaloptera). En el primer caso, al igual que con las metacercarias, es
conveniente realizar dibujos y mediciones previamente a la rotura del quiste
antes de proceder a su fijacion. Las larvas de nematodes enquistadas tam-
bién pueden ser halladas en el tejido hepatico. En este caso, debe romperse
el tejido por medio de pinzas y aislar la larva (ej. Contracaecum, Porrocaecum);
estas larvas tienen un tamafio considerable y los quistes son mas dificiles
de romper. En general, no presentan forma circular como los hallados en la
pared estomacal sino mds bien formas ovoides o no definidas.
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Un apartado especial merece el tratamiento de las microfilarias, formas lar-
vales halladas en sangre. Estas formas conservan la cuticula de las mudas
producidas luego del huevo ser eliminado por la hembra (los adultos de los
tilarideos se encuentran generalmente en la cavidad el cuerpo). Al igual que
los protozoos sanguineos se obtienen de una puncién cardiaca. Se pueden
observar facilmente ya que se mueven activamente en preparados de sangre
fresca®.

En estado adulto, los nematodes pueden ser hallados en 6rganos huecos
como pulmones, intestino delgado, intestino grueso, vesicula biliar. Cabe
aclarar aqui, que existen especies de nematodes en donde el macho presenta
un tamafio mucho menor que el de la hembra por lo que es necesario realizar
una observacién detenida del contenido del 6érgano con el mayor aumento
del microscopio estereoscopico.

Acantocéfalos: 1os acantocéfalos larvales (cistacantos) se encuentran en la pared
de 6rganos como estdmago e intestino delgado, pero también pueden encon-
trarse en mesenterios. Dentro del quiste, el individuo presenta su probdscide
invaginada. Como algunos de los principales caracteres taxonémicos se en-
cuentran justamente en la probodscide, esta debe estar totalmente extendida
para su estudio. Para lograrlo, se coloca el quiste en agua destilada fria o a
temperatura ambiente y se lo deja morir (aproximadamente 48 horas) moni-
toreandolo bajo la lupa. A medida que el agua ingresa en el acantocéfalo por
6smosis, la presion interna aumenta y el individuo evierte su proboscide.

El mismo resultado se obtiene si se deja reposar el quiste en heladera por un
periodo de 24 horas (+ 4°C) en solucion fisiologica. Cualesquiera de estos dos
métodos presentan dificultad para ser realizados en el campo, por lo que se
sugiere tratar de romper el quiste como en el caso del resto de los helmintos
que se encuentran enquistados. La rotura del quiste puede realizarse con la
utilizacion de agujas de diseccion y pinzas de punta fina.

En el caso de los acantocéfalos adultos debe tenerse especial cuidado al
momento de ser extraidos ya que, en estos, la probdscide (con ganchos) se
encuentra inmersa en la pared intestinal por lo que, para removerlos y no
romper esos ganchos hay que ser extremadamente cuidadosos. Una forma
con la cual se obtienen buenos resultados es cortar una porcion del tejido que
rodea la probdscide y separar luego el acantocéfalo con la ayuda de agujas
de diseccion.

A tener en cuenta: en este punto es necesario aclarar que los pardsitos halla-
dos en un hospedador deben ser conservados en eppendorf separados segiin
el 6érgano donde han sido colectados. Es decir, de un solo hospedador, al
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tinal del examen parasitolégico se contaran tantos eppendorfs como 6rganos
parasitados se hayan encontrado en el examen. Esto es importante ya que
los parésitos, generalmente, ocupan un sitio especifico en el hospedador vy,
colocar todos los pardsitos en el mismo recipiente llevaria a una confusion.
Ademas, para estudios ecol6gicos, es necesario contar con el namero exacto
de especimenes por especie y por 6rgano parasitado.

Fijacion: se fijan de igual manera que los helmintos larvales (metacercarias),
utilizando formaldehido caliente al 10% o alcohol 70%. La fijacién de los ces-
todes debe ser inmediata debido a que su tegumento se descompone rapida-
mente.

Anélidos:

Oligoquetos: este grupo de invertebrados se encuentran ocupando los uréte-
res de los anfibios por lo que, para su colecta, deben examinarse estos ttibu-
los y extraer a los individuos mediante pinzas o pinceles. Una vez extraidos,
se los coloca en una capsula de Petri con solucién fisiolégica para luego pro-
ceder a la fijacion.

Fijacion: se fijan en formaldehido al 5-10% o en otros fijadores histol6gicos
como Bouin™. En este tltimo caso se calienta el liquido de Bouin y se coloca
al ejemplar, que previamente se ha dispuesto entre un portaobjetos y un cu-
breobjetos. Luego, los oligoquetos pueden conservarse en alcohol 70% (572,

Artropodos:

Pentastomidos: en los anfibios, los pentastomidos se encuentran dentro de los
pulmones. Se los colecta con pinzas de punta fina. Debido a su naturaleza,
estos individuos no se rompen f4cilmente, pero, de todas maneras, es im-
portante recordar que estructuras esclerotizadas como ganchos y espiculas
copuladoras serdn necesarias para su identificacion.

Fijacion: son colocados en eppendorf con alcohol 70% a temperatura am-
biente™™.

1. b- Renacuajos:
1.b.a. Estudio de los parasitos hallados sobre la superficie del cuerpo:

Sobre la superficie del cuerpo de los renacuajos, al estar en el ambiente acua-
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tico, es posible hallar los siguientes grupos de parasitos:

Helmintos: metacercarias enquistadas debajo de la piel.
- Anélidos: sanguijuelas adheridas por su ventosa anterior.

Artropodos: crustaceos copépodos que se adhieren por sus maxilipedos al
cuerpo de los renacuajos.

Aligual que en los anfibios adultos se realiza un examen macroscépico de la
superficie externa del anfibio y luego, un examen mds minucioso del indivi-
duo bajo microscopio estereoscopico.

Extraccidon y fijacion:

Helmintos:
Metacercarias: para la extraccion y fijacion se procede de igual manera que en
los anfibios adultos.

Anélidos:

Sanguijuelas: se procede de igual manera que en los anfibios adultos.

Artropodos:

Copépodos del género Lernaea: si bien es un parasito de ciprinidos, también ha
sido hallado parasitando a anfibios, generalmente en la zona cercana a la
cloaca. Los ejemplares se retiran cuidadosamente de los tejidos del hospeda-
dor con la ayuda de agujas y bisturies.

Fijacién: se colocan en alcohol 96%©27).

1.b.b. Estudio de los parasitos hallados dentro del cuerpo:
En los anfibios en estado de renacuajo pueden hallarse internamente:

Helmintos: monogeneos larvales (oncomiracidios) en las branquias; meta-
cercarias enquistadas en la cavidad del cuerpo y la musculatura de la cola;
nematodes adultos y, mas raramente, digeneos adultos, ambos en el intestino.

En los renacuajos, del mismo modo que en los adultos, se procede al examen
de la cavidad del cuerpo; para ello, se realiza una incisiéon ventral desde la
boca hasta la cloaca y se retiran, en una capsula de Petri con solucion fisiol6-
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gica, los 6rganos del anfibio.
Extraccion y fijacion:
Helmintos:

Monogeneos: las larvas de monogeneos se ubican en las branquias de los re-
nacuajos. Las branquias deben retirarse del cuerpo del renacuajo y observar-
se detenidamente bajo microscopio estereoscépico. La presencia de mono-
geneos se evidenciard por el movimiento de los mismos. Los especimenes
deben desprenderse cuidadosamente del filamento branquial y colocarse en
capsulas de Petri que contengan agua del medio en donde se encontraban
los renacuajos. Para el estudio de su morfologia, algunos ejemplares deben
estudiarse in vivo (lo que no siempre puede realizarse en el campo por no
contar con microscopio 6ptico)@.

Digeneos: las metacercarias son generalistas en cuanto a ubicacion en el cuer-
po de los renacuajos; pueden presentarse en la cavidad celémica o en dis-
tintos 6rganos (de acuerdo al estadio del renacuajo), como asi también, en
la musculatura de la cola. Los digeneos adultos son raramente hallados en
renacuajos; cuando estan presentes se ubican en el intestino de los mismos.

Nematodes: los nematodes hallados en renacuajos pertenecen al género Gyrini-
cola (Orden Oxyurida). En este género el dimorfismo sexual es marcado y el
macho presenta un tamafio sumamente pequefio por lo cual, en renacuajos con
alto contenido de algas filamentosas su visualizacién se encuentra dificultada.

Fijacion: se procede de igual manera que en el caso de los helmintos hallados
en anfibios adultos. En el caso de los nematodes se los fija con formaldehido
al 10%; las metacercarias y los monogeneos larvales pueden fijarse con for-
maldehido al 5%, o bien, con alcohol 70%. En todos los casos deben ser pre-
viamente calentados. En el caso de los monogeneos larvales, puede usarse
también una solucién de picrato-amonio y glicerina (proporcién 3:1) como
tijador ya que este medio deshace las partes blandas del espécimen conser-
vando solamente las esclerosadas (importantes para el estudio taxonémico).
Para ello se coloca el ejemplar en un portaobjeto con unas gotas de la solucion
y luego se sella el preparado con balsamo o barniz de ufias transparente®.

Debido a su extension, el intestino de los renacuajos debe examinarse por
segmentos; la longitud de cada segmento dependera del contenido que po-
sea el individuo; a mayor cantidad de contenido intestinal, segmentos mas
cortos.

Posteriormente, al igual que los helmintos hallados en anfibios adultos se los
conserva en los respectivos eppendorf rotulados para continuar su estudio
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en el laboratorio.
2. En el laboratorio

Equipamiento: a partir del momento en que se dispone de los pardsitos en
el laboratorio, el instrumental necesario para su estudio serd todo aquel re-
lacionado principalmente con la coloracién, aclaramiento y montaje de los
mismos (liquidos colorantes, instrumentos de vidrio, diafanizadores, bélsa-
mo de Canada, etc.), y para el estudio propiamente dicho de los ejemplares
lo cual se realiza con microscopio 6ptico con ocular micrométrico y caAmara
clara.

En esta instancia y con el objetivo de facilitar la observacion de estructuras
para su posterior determinacion, a los parasitos hallados se les realiza tra-
tamientos siguiendo técnicas convencionales para cada grupo taxondmico.
Algunos, como los platelmintos, deben ser coloreados con hematoxilinas o
algan preparado de 4cido carminico; en otros, se realizan tratamientos para
su estudio histoldgico (el caso de especimenes enquistados en 6rganos deter-
minados). Previamente, es necesario lavar los ejemplares eliminando todo el
tijador, para lo que se realizan varios cambios de alcohol 70%.

A continuacién, se detallan las técnicas de laboratorio cominmente em-
pleadas, segtun el grupo de parasitos. Algunos manuales de microscopia y
protocolos de estudio de helmintos presentan las férmulas de las soluciones
utilizadas®”®. En el Anexo II se encuentra el detalle de las empleadas en esta
seccion.

Protozoos:

Hemopardasitos: se tifien mediante la técnica May-Griinwald Giemsa (ver
Anexo II). Para ello, el frotis realizado mediante la técnica descripta con an-
terioridad, una vez seco, se cubre con una mancha de colorante sobre una re-
jilla de tincion y se deja alli durante 20-40 minutos. Luego, se enjuaga suave-
mente con agua corriente y se deja secar nuevamente en posicién vertical®.

A tener en cuenta: los frotis deben ser observados con mayor aumento (40x)
y los preparados de sangre con objetivos de inmersion (100x) para la detec-
cién de pardsitos intracelulares®?.

Enteropardsitos: la muestra previamente fijada se enjuaga con agua de grifo
por varios minutos; luego se le coloca mordiente de alumbre de hierro al 4%
y se lo enjuaga nuevamente. Posteriormente, se tifie con hematoxilina de
Heidenhain al 0,5% durante toda la noche (aqui el preparado se volvera com-
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pletamente negro). Para eliminar el exceso de hematoxilina utilizar alumbre
de hierro; aqui comienzan a diferenciarse las estructuras y esta diferencia-
cion debera ser controlada a través de microscopio. Finalmente, enjuagar
con agua corriente al menos por dos horas y luego, deshidratar a través de
una serie de alcoholes (70%, 96%, absoluto), aclarar con xileno y montar en
balsamo. Si bien estos pasos pueden llegar a ser complejos, el resultado es
que nos proveen de material fijado permanentemente, que facilita su uso (ya
que los parasitos estan montados) y economiza lugar®.

Helmintos:

Monogeneos: para la observacion de sus estructuras esclerotizadas, tales
como hamuli y ganchos, estos se montan en medios como Gray y Wess u
Hoyer, que permiten el montaje rapido de especimenes sin colorear. El pro-
cedimiento consiste en colocar una pequefia gota de agua en un portaobje-
tos, transferir el monogeneo, remover el exceso de agua con papel de filtro y
reemplazar por medio de montaje. Cubrir luego con el cubreobjetos y llevar
a estufa por 24 horas. Para colorear los especimenes, se utiliza el Tricrémico
de Gomori (ver Anexo II) y se montan en balsamo de Canada.

Digeneos y cestodes: estos platelmintos se comprimen ligeramente entre cu-
breobjetos y portaobjetos y se sumergen en alcohol 96% por aproximada-
mente 24 horas antes de la coloracion. Esto se realiza, sobre todo, con espe-
cimenes de mayor tamafio como los digeneos de los géneros Haematoloechus
y Gorgoderina.

El siguiente paso consiste en la coloracion. Entre los colorantes comtinmente
utilizados se encuentran las hematoxilinas y el Carmin clorhidrico diluido
en alcohol 96% (ver Anexo II).

A tener en cuenta: si los ejemplares atin se conservaban en el formaldehido
tijador, antes de iniciar la coloraciéon deben ser lavados (al menos 2 veces con
alcohol 70%). Los mejores resultados en cuanto a la tincién de especimenes
se obtienen sobretifiéndolos y luego diferencidandolos (decolorandolos poco
a poco), hasta alcanzar el color deseado.

Cuando se colorea con Carmin, el tiempo de tincion es variable y depende
del tamafio del ejemplar. El proceso requiere el pasaje de los ejemplares a tra-
vés de recipientes (capsulas o placas de Petri) con la ayuda de un pincel fino,
lo ideal es trabajar con uno o dos ejemplares por muestra. Luego de la colo-
racion, los ejemplares se diferencian con un pasaje por clorhidrato de etanol
con el objetivo de eliminar el exceso de tinte, y se deshidratan mediante un
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pasaje por una serie alcohdlica creciente (alcohol 70%, alcohol 80%, alcohol
90%, alcohol absoluto). En cada serie de alcohol deben permanecer aproxi-
madamente 15 minutos. La Figura 4.9.3 esquematiza un tren de tincién para
carmin clorhidrico.

Luego de la deshidratacion, los individuos son diafanizados en xilol, creoso-
ta de la Haya o en eugenol. Para ello, se colocan los individuos en una capsu-
la conteniendo el diafanizador por un periodo de tiempo variable.

A tener en cuenta: los tiempos de permanencia en cada paso del proceso
pueden variar, ya que dependen por ejemplo del fijador utilizado, la especie
de helminto, del tamafio de los ejemplares, del tiempo que tenian los mismos
en el conservante, entre otros factores.

Es importante subrayar que, si bien la creosota es un buen diafanizador, se
sugiere no utilizarla por su accién cancerigena.

El altimo paso consiste en montar los especimenes en balsamo de Canada
natural en preparaciones permanentes que son secadas en estufa. El tiem-
po de secado puede variar entre 2 y 15 dias dependiendo del tamafio del
ejemplar y se recomienda monitorear aproximadamente cada dos dias y re-
tirar cuando el preparado se encuentre completamente seco. El balsamo de
Canada es un medio resinoso que da durabilidad al preparado y ademds
proporciona mayor transparencia, incrementando su indice de refraccion®.

Los estadios larvales de digeneos son tratados de forma similar a los adultos.

Nematodes: para su tratamiento en el laboratorio los nematodes no se colo-
rean, en cambio son diafanizados en lactofenol de Amman o en alcohol gli-
cerinado (ver Anexo II) para facilitar la observacién de estructuras internas.
Luego se los estudia como preparaciones htimedas transitorias (Figura 4.9.4).
Este proceso consiste en colocar una gota de diafanizador en un portaobjetos,
colocar en la gota al ejemplar y luego un cubreobjetos por encima. En algunos
casos, para observar estructuras importantes para la taxonomia de los nema-
todes (por ejemplo, la ubicacién de las papilas labiales y cefalicas) es necesario
realizar un preparado de la regién anterior en vista apical. Para ello, con la
ayuda de un bisturi u hoja de afeitar se corta transversalmente el extremo
anterior del individuo y se prosigue con la preparacion habitual teniendo
en cuenta que en el preparado en cuestion la region oral debe quedar hacia
arriba (in face view).

Acantocéfalos: los especimenes de gran tamafio, que no pueden ser montados
entre porta y cubreobjetos, se tratan en forma similar a los nematodes, rea-
lizdndose preparados transitorios en alcohol glicerinado para observar sus
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estructuras internas. Los especimenes de menor tamafio pueden colorearse
con Hematoxilina de Mayer o Carmin clorhidrico en forma similar a la utili-
zada para platelmintos.
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Figura 4.9.3. Pasos para la coloracion
de Platelmintos y Acantocéfalos y su
posterior montaje (para detalles ver
el texto).
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A tener en cuenta: para la tincién y procesamiento de helmintos, los mejores
resultados se obtienen si se realizan inmediatamente después de la recolec-
cién y fijacién. Todos los cambios de fluidos durante el proceso de coloracion
deben realizarse utilizando pipetas Pasteur limpias y para evitar su hidrata-
cién con la humedad del ambiente, los frascos o capsulas con soluciones no
deben permanecer abiertos mds del tiempo absolutamente necesario. Ade-
mas, es importante que en ningin momento los individuos queden “en seco”
durante el procesamiento; no deben dejarse al aire.

La Tabla 4.9.1 muestra un resumen de los pasos que deben seguirse para el
estudio de los helmintos, desde la fijacion hasta la conservacion de cada uno
de los grupos, segtin el estadio en el que fue hallado.

Anélidos:

Oligoquetos: para el estudio de estos organismos pueden realizarse prepa-
rados transitorios con alcohol glicerinado. En lo posible, se trata de que los
especimenes queden situados lateralmente para de esta forma poder obser-
var las quetas tanto dorsales como ventrales. Si se tratase de especimenes
maduros (se observa la presencia de clitelo) no serd posible determinarlos
sin examinar la genitalia. Para ello, se sigue un protocolo de tincién que in-
volucra un colorante, como por ejemplo el carmin clorhidrico, y un medio
de montaje que puede ser badlsamo de Canada. Siempre con la precaucién de
que los especimenes queden ubicados en posicion lateral®®.

Hirudineos: las sanguijuelas se colorean para finalmente montarse como
preparados permanentes. El colorante utilizado en este proceso puede ser
el paracarmin de Mayer, Carmin Borax o hematoxilina de Hams por 12-94
horas. Para diferenciarlas, se las coloca luego en una solucién de etanol 1%
HCI-70% hasta que la epidermis de la sanguijuela quede libre de colorante y
luego se neutraliza en una solucién de 1% NH,OH — 70% de etanol. La eosi-
na se usa habitualmente como contratincion. Los especimenes tefiidos deben
deshidratarse en concentraciones progresivamente mas altas de etanol, acla-
rarse en salicilato de metilo, y montarse en un medio de pH neutro®. Para
detalle de las soluciones ver el Anexo II.

Artrépodos:

Acaros y dipteros: como preparacion para su identificacién taxonémica, los
acaros y estados inmaduros de dipteros se aclaran en lactofenol de Amann,
luego se los lava en agua corriente y se montan entre portaobjetos y cubre-
objetos utilizando medio de Berlese modificado, siendo Hoyer o Faure los
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aclaramiento y conservacién para
los principales grupos de helmintos

Tabla 4.9.1. Fijacién, coloracién,
hallados en anfibios.
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mas utilizados (ver Anexo II). Algunos dcaros que presentan poca querati-
nizacion no se aclaran, luego de fijados directamente se montan en el medio.
El periodo de aclarado puede extenderse aproximadamente entre 1 y 15 dias
a temperatura ambiente. Una vez montados, es conveniente su secado en
estufa a 50 °C™.

Las larvas de garrapatas, por su parte, se limpian en una solucién acuosa de
hidréxido de potasio al 20% y se montan en medio de Hoyer como preparados
semipermanentes, que seran luego estudiados mediante microscopia 6ptica®.

Pentastomidos: los pentastomidos se limpian primero con una solucién de
acido l4ctico al 85% y se realiza una observaciéon mediante microscopia 6p-
tica; también pueden aclararse con liquido de Hoyer. Se diseccionan luego
para la extraccion de las estructuras esclerotizadas (ganchos, fulcro, espicu-
las copuladoras) que seran montadas entre porta y cubreobjetos en la misma
solucién con el fin de medir y fotografiar®®.

A tener en cuenta: el medio de Hoyer es muy toxico y se debe tener cuidado
cuando se usa. Evitar el contacto con la piel, utilizar guantes siempre que sea
posible o lavarse las manos inmediatamente después de su utilizacion.

Observacion al Microscopio electronico de barrido (MEB)

Para estudios de ultraestructuras se realizan observaciones al Microscopio
Electrénico de Barrido. Las técnicas utilizadas para la preparacién de los orga-
nismos pueden sufrir alguna modificacién que dependera del grupo con el que
se quiera trabajar. En general, una vez limpios, los especimenes se deshidratan
en una serie de alcoholes y acetonas y son secados por el método de punto cri-
tico con CO,. Las muestras luego se montan en una lamina metalica de cobre o
aluminio con cinta bifaz y posteriormente se los metaliza con un bafio de oro-
paladio u oro para finalmente observarse y fotografiarse en vacio®7.

Medidas, fotografias y dibujos

Por lo general y por su pequefio tamaifio, las medidas de los especimenes
se dan en micras (um), salvo otra indicacioén; y son tomadas con ayuda de
un ocular micrométrico en un microscopio 6ptico, o bien sobre dibujos rea-
lizados con la camara clara (Figura 4.9.4). La camara clara es un elemento
indispensable en el estudio de los parasitos. Este accesorio nos permite una
recreacion exacta de la muestra que observamos ya que conserva las pro-
porciones y medidas originales. Una de las caracteristicas importantes de la
camara clara es que permite realizar dibujos en distintos planos (moviendo
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el micrométrico) los que luego podran unirse para presentar un dibujo com-
pleto del ejemplar. Las microfotografias son tomadas con cdmaras oculares
en microscopios Opticos.

Identificacion de los parasitos

Para la identificacién de los protozoos hematicos pueden consultarse trabajos
recientes, principalmente realizados en Brasil, que tienen en cuenta tanto da-
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Figura 4.9.4. Estudio de los helmin-
tos parasitos en anfibios. (a) Dibujo
de los ejemplares mediante el uso
de camara clara. (b) Ejemplar de di-
geneo adulto coloreado con carmin
clorhidrico. (c) Ejemplar hembra de
nematode sin colorear. (d) Ejempla-
res de helmintos en sus respectivos
medios de conservacion; platelmin-
tos y acantocéfalos montados en
portaobjetos con balsamo de Cana-
da con sus respectivas etiquetas a la
izquierda de la plancha; ejemplares
de nematodes con sus respectivas
etiquetas en eppendorf con liquido
conservante a la derecha de la plan-
cha. () Ejemplares de platelmintos y
acantocéfalos listos para ser guarda-
dos en sus respectivas cajas de por-
taobjetos. (f) Extremidad posterior
de un nematode macho tratado con
lactofenol de Amann. (g) Extremi-
dad anterior de un nematode sefia-
lando las principales caracteristicas
morfométricas que se registran en la
extremidad anterior de los mismos.
Fotos: a, c-g: C. E. Gonzalez; b: M. 1.
Hamann

* espiculas
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tos morfol6gicos como moleculares®$?); para la identificacién de protozoos
entéricos se cuenta con trabajos realizados asimismo en anfibios neotropica-
les®#9). Para Argentina especificamente, pueden consultarse investigaciones
realizadas tanto en anfibios larvales como adultos“*Y. Si bien estos trabajos
no son estrictamente claves de identificacién, proporcionan informaciéon que
puede ser de ayuda para determinar especies o familias.

En cuanto a helmintos, pueden consultarse para el grupo de los monoge-
neos, catalogos de especies de Sudamérica que proporcionan asimismo figu-
ras detalladas y lista de hospedadores®), trabajos en relaciéon a su filogenia
y clasificacién®#”, como asi también trabajos que describen especies a partir

88-90

de hospedadores de Argentina® ). Para el resto de los grupos de helmin-

tos existen claves cldsicas de identificacién para digeneos?, cestodes!*,

nematodes®’

) y acantocéfalos®1™. Para la identificacién de metacercarias
pueden consultarse estudios descriptivos de estos estadios hallados en anfi-

bios argentinos®*'?.

Para los anélidos, pueden utilizarse diferentes guias para identificar oligo-
quetos acudticos®'™ o trabajos mds especificos dentro de este grupo, como
por ejemplo para la familia Naididae®. Para las sanguijuelas, en Argentina
se cuenta con algunas revisiones para ambientes dulceacuicolas®®'%®), aun-
que también pueden consultarse trabajos referidos a su diversidad Neotro-
pical® y global™.

Finalmente, para artrépodos, existen trabajos de revisién muy completos y
que abarcan diagnosis, distribucién, ecologia e importancia sanitaria tanto
de garrapatas™!'® como de dcaros?. En cuanto a los pentastomidos se
cuenta con trabajos recientes que abarcan la diversidad de este grupo en
distintos grupos de vertebrados®>'17.
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ANEXO 1
Ntumero de Protocolo:
HOSPEDADOR:
LUGAR: COORDENADAS:
FECHA: PESO:
LONGITUD: SEXO:
ESTADIO DE GOSNER:

Método de eutanasia:

B- EXAMEN INTERNO:
Cavidad del cuerpo:
Musculatura:
Mesenterios:
Cerebro:

Zona faringea:
Pulmones:
Estomago:

Intestino delgado:
Intestino grueso:
Vesicula biliar:
Rifiones:

Cloaca:

OBSERVACIONES:

A- SUPERFICIE EXTERNA DEL CUERPO:
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Fijadores mas usados:
* Formaldehido al 10 %

Formaldehido al 40%: 10 partes
Agua destilada: 90 partes

* Formaldehido al 5% (para metacerca-
rias)

Formaldehido al 40%: 5 partes

Agua destilada: 95 partes

* Alcohol 70 %

*A.FA.

Etanol 95%: 50 partes
Formaldehido 40%: 6 partes
Acido acético glacial: 4 partes
Agua destilada: 40 partes

* Fleming
Acido crémico al 1%: 15 partes
Acido 6smico al 2%: 4 partes

Acido acético glacial: 1 parte

* Bouin

Solucién saturada de acido picrico: 15
partes

Formaldehido 40%: 5 partes

Acido acético: 1 parte

* Liquido de Schaudinn (cloruro de mer-
curio saturado)

Cloruro de mercurio: 100ml

Etanol absoluto: 50ml

Acido acético glacial: 7,5ml

Colorantes mas usados:
* May-Griinwald Giemsa
Glicerol: 40ml

Alcohol metilico: 65ml
Giemsa en polvo: 1g

Se diluye en soluciéon buffer 3:97

* Carmin Clorhidrico
Carmin: 5ml

Acido clorhidrico: 5ml
Agua destilada: 5ml
Alcohol 90%: 200ml

* Tricomico de Gomori

Cromotropo 2R: 0,6g

Fast green FCF, Light gree o Anilina
blue: 0,3g

Acido fosfottngstico: 0,8g

Acido acético glacial: 1Tml

Agua destilada: 100ml

* Hematoxilina de Mayer

Agua destilada: 1000ml

Sulfato aluminico potdsico o sulfato alu-
minico de amonio: 50g

Hematoxilina cristalizada: 1g

Yodato de sodio: 0,2g

Acido citrico: 1g
Hidrato de cloral: 50g

* Hematoxilina de Heidenhain
Hematoxilina cristalina: 0,5g
Alcohol 96%: 10ml

Agua destilada: 90ml
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Diferenciadores:

* Etanol 70°GL — Clorhidrico 0,5 %
Etanol 70°: 199 ml

Acido clorhidrico: 1 ml

Diafanizadores:

* Xilol

* Creosota de Haya

* Eugenol

* Lactofenol de Amann

Fenol derretido (acido carbélico): 3 partes
Acido lactico: 1 parte

Glicerina pura: 2 partes

* Alcohol glicerinado
Alcohol 70%: 90 partes
Glicerol: 10 partes

Medios de montaje:
* Balsamo de Canada

* Berlese modificado:
H,O destilada: 50ml
Hidrato de cloral: 50g
Glicerol: 20ml

Goma ardbiga: 30g

* Hoyer

Hidrato de Cloral: 100g

Goma ardbiga en cristales: 15g
Glicerina: 10ml

Agua destilada: 25ml

* Gray y Wess

Alcohol polivinilico (PVA 71-24) en pol-
vo: 2g

Acetona 70%: 7ml

Glicerina: 5ml

Acido l4ctico: 5ml

Agua destilada: 10 ml
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