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RESUMEN 

 

En la naturaleza existe una gran diversidad de helmintos habitando especialmente 

los cuerpos de agua o lugares en donde al menos esté cubierta con una película 

de agua. La Organización Mundial de la Salud, en 2006, toma en consideración 

que el agua de consumo no debe contener larvas maduras, ni huevos fertilizados 

viables, ya que un único ejemplar puede ocasionar una infección, debido a esto 

es de interés en esta investigación encontrarlos en aguas crudas y agua tratada 

en Panamá. Se utilizaron para el análisis de aguas el “Método de Bailenger 

modificado” y “Centrifugación-sedimentación con acetato de etilo”, este último es 

una adaptación del método para análisis de muestras clínicas (método de Ritchie). 

Se tomaron muestras agua tratada y cruda, por época seca y época lluviosa.  

Como resultado no se obtuvo diferencias significativas para los métodos 

utilizados. Además, en total se reportaron 72 larvas de helmintos, de 24 géneros 

distintos, pertenecientes a 11 órdenes y 21 familias del Phylum Nematoda, 

También se reportó un huevo de Kalicephalus sp. y un huevo tipo Ascarideo, 

ambos en agua cruda. El agua cruda reportó la mayor diversidad de helmintos 

nematodos, que el agua tratada. Ambas muestras también reportaron la mayor 

diversidad durante la época lluviosa. 

Palabras clave: Helmintos, larvas, nematodos, diversidad, prevalencia.  
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INTRODUCCIÓN 

 

Los helmintos son organismos metazoarios invertebrados parásitos de vida libre. 

Incluyen nematodos (gusanos redondos), trematodos (trematodos), cestodos 

(tenias) y acantocéfalos (gusanos de cabeza espinosa). Durante décadas, los 

helmintos de vida libre se han utilizado como modelos en estudios sobre los 

mecanismos utilizados para sobrevivir frente a los efectos patógenos de los 

micropatógenos (Plancarte & Nava, 2022). Bajos condiciones de un organismo 

aeróbico, los helmintos de vida libre sobreviven contra sus micropatógenos 

utilizando en algunas situaciones la capacidad tóxica de la molécula de oxígeno 

para inducir estrés oxidativo (Chávez et al., 2007). 

En la naturaleza, los helmintos metazoos son predominantes que viven en el agua, 

viven en la meiofauna, ubicada en los sistemas bénticos entre los granos de arena 

y fango. En este entorno se destacan por ser miembros importantes de la red 

alimentaria béntica. Por su tamaño, se retienen en un tamiz con un tamaño de 

malla de 44 µm, y de esta forma se pueden capturar y estudiar (Ptatscheck et al., 

2020).  

En la meiofauna, los nematodos son el grupo de metazoos más frecuente y rico 

en especies (Traunspurger et al., 2012). Dentro de hábitats marinos y de agua 

dulce, los nematodos pueden ocurrir en cantidades considerables, alcanzando 

densidades de millones de individuos por metro cuadrado (Ptatscheck & 

Traunspurger, 2020).  
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Los nematodos pueden ser de vida libre, en los que el nematodo es depredador 

de otros organismos, o un parásito de animal o plantas. Aparentemente, el estilo 

de vida de los nematodos fitoparásitos se considera homoplasioso (falsa 

homología) entre diferentes subclases (Almasco et al., 2021).  

Por otro lado, los platelmintos acuáticos de vida libre son depredadores 

bentónicos polífagos que han sido bien caracterizados en los sistemas léntico y 

lótico. Se alimentan de otra macrofauna, así como de meiofauna más pequeña, 

tienen una dieta diversa que incluye: gasterópodos, pequeños anélidos, 

crustáceos y larvas de insectos, así como nematodos y muchos tipos de animales 

heridos o muertos (Kreuzinger-Janik et al., 2018). 

Una dificultad en este grupo es que no hay una característica específica para 

distinguir a los nematodos del suelo (geohelmintos) de vida libre, de los 

nematodos de agua dulce. En un estudio realizado por Zullini & Semprucci (2020), 

se encontraron diferencias de caracteres cualitativo/cuantitativos entre nematodos 

del suelo y de agua dulce. Las especies acuáticas y semiacuáticas son, en 

promedio, más largas y delgadas que las especies del suelo, con una cola más 

larga, mayor peso corporal, cutícula suave y anfidos más grandes.  

Sin embargo, Baird & Bridgewater, 2017, también han logrado recrear una clave 

que nos ayuda a acercarnos a la identificación de los nematodos acuáticos con 

mayor seguridad. 

En cuanto a los huevos de helmintos, estos cuentan con una alta resistencia a 

diversas condiciones ambientales, como la temperatura, el pH y la humedad, así 
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como a la desinfección con cloro; resistentes en algunos casos a filtración 

(Gaspard & Schwartzbrod, 1993; Maya et al., 2012; Kumar, 2016).  

Gracias a la gran diversidad de nematodos en los cuerpos de agua, contaminando 

muchas veces hasta el agua tratada, es del interés en esta investigación 

encontrarlos en aguas crudas y agua tratada en Panamá.  
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OBJETIVOS 

Objetivo general 

• Conocer la diversidad de helmintos presentes en aguas crudas y tratadas 

de la Planta Potabilizadora Centenario de Pacora 

 

Objetivos específicos 

• Reconocer los géneros de helmintos parásitos y de vida libre en muestras 

de agua de consumo humano. 

• Establecer la diversidad y prevalencia de los helmintos encontrados en las 

aguas de los dos diferentes puntos de muestreo durante la época seca y la 

época lluviosa. 

• Comparar las diferencias en las metodologías de concentración de 

helmintos utilizadas en el estudio. 
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ANTECEDENTES 

Según la Organización Mundial de la Salud (OMS), 2006, las formas infecciosas 

de muchos helmintos nematodos y platelmintos parásitos, pueden transmitirse a 

las personas por medio del agua de consumo. La mayoría de los casos de riesgo 

de infección por helmintos se presenta en la población de bajos recursos y con 

hábitos higiénicos deficientes, como se ha constatado en Colombia, estos casos 

podrían estar relacionados, no solo con el nivel de vida de la población, sino con 

el contacto o consumo de aguas o alimentos contaminados (Campos et al., 2018).  

Por otro lado, los helmintos no solo llevan vida como parásitos. En la naturaleza 

existe una gran diversidad de helmintos habitando especialmente los cuerpos de 

agua o lugares en donde al menos esté cubierta con una película de agua (Nguyen 

et al., 2022 a). 

Características generales de los helmintos 

Entre las características de los helmintos, se reconocen que son invertebrados 

eucariotas multicelulares con cuerpos en forma de tubo o aplanados y que exhiben 

simetría bilateral. Muchos helmintos son organismos de vida libre en ambientes 

acuáticos y terrestres, mientras que otros ocurren como parásitos en la mayoría 

de los animales y algunas plantas (Radhika & Bindu, 2018). 

Los helmintos parásitos son una característica casi universal de los animales 

vertebrados; la mayoría de las especies tienen gusanos en alguna parte (Bhure et 

al., 2022). 
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En Panamá como país tropical, el grupo de helmintos más abundantes en la 

naturaleza son los nematodos y dentro de este grupo su reconocimiento e 

identificación puede requerir un gran esfuerzo del investigador y un entrenamiento 

constante.  

Otros helmintos que pueden llevar vida parasita y encontrarse en los cuerpos de 

agua son los cestodos y los trematodos, que incluyen ciclos de vida complejos 

(con más de un hospedador), que deben estar acompasados en espacio y tiempo, 

en el ambiente (Oyarzún-Ruiz & González-Acuña, 2022).  

Phylum Nematoda 

Son gusanos redondos no segmentados, que se encuentran entre las formas de 

vida más abundantes en la tierra. La gran mayoría de son vida libre, habitando los 

nichos más esenciales como el suelo, agua dulce y salada, así como otros más, 

sólo algunos de estos infectan al humano. La mayoría de los nematodos parásitos 

desarrollaron una dependencia biológica altamente específica de una especie 

particular de hospedante, y son incapaces de sobrevivir en cualquier otro. Solo 

unos pocos han logrado adaptarse a una variedad de anfitriones (Dickson et al., 

2017). 

Los modos de dispersión subyacentes de los nematodos, consideran su 

movimiento activo en los sustratos y el agua, su deriva por el agua y el viento, el 

rafting (transporte pasivo de organismos en elementos bióticos o abióticos), la 

zoocoria (dispersión por animales más grandes) y los vectores mediados por 
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humanos. También cuentan con la capacidad de anclaje que les permite colonizar 

de manera estable sustratos duros incluso en entornos de alta energía, de modo 

que la dispersión posterior se realiza principalmente a través de rafting 

(Ptatscheck & Traunspurger, 2020). 

Caenorhabditis elegans uno de los nematodos mayormente estudiado y utilizado 

como organismo modelo, ofrece uno de los ejemplos mejor caracterizados de una 

plasticidad fenotípica adaptativa: la formación de la larva Dauer (Haag et al., 

2018). La larva Dauer parece ser una forma de dispersión universal para los 

nematodos terrestres parásitos y de vida libre (Crook 2014).  

Las larvas de Dauer para restringir el agotamiento de reservas entran en un modo 

hipometabólico a través de un reordenamiento dramático de las vías anabólicas y 

catabólicas (Yilmaz & Walhout, 2016). De este modo el consumo de energía, la 

producción de calor, la respiración aeróbica y la actividad del ciclo del ácido 

tricarboxílico (TCA) se reducen significativamente. En este estado, los Dauer’s 

pueden sobrevivir durante meses sin nutrición (Penkov et al., 2020). Este 

mecanismo nos brinda un ejemplo de las estrategias que pueden utilizar los 

nematodos para sobrevivir en los cuerpos de aguas. 

De cualquier manera, los nematodos en el agua requieren ser identificados para 

determinar el potencial de causar infección como parásitos en los diversos 

hospedadores animales o vegetales, o bien, determinar si son organismos de vida 

libre.  
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Los procedimientos analíticos de rutina para la identificación de nematodos se 

basan comúnmente en dos pasos. En el primero se separan los huevos de otras 

partículas en las aguas residuales. Luego, un técnico capacitado identifica 

visualmente las diferentes especies de huevos de helmintos en sus diferentes 

etapas de vida; teniendo en cuenta, tamaño, forma, grosor, presencia o ausencia 

de tapones polares, etc. (Qazi et al., 2020). 

Phylum Platyhelminthes 

El Phylum Platyhelminthes incluye varios animales aplanados dorsoventralmente 

comúnmente conocidos como gusanos planos. Todos tienen simetría bilateral; 

órganos incrustados en un matriz celular sólida (el parénquima); un intestino en 

forma de saco sin ano; un sistema nervioso con un "cerebro" anterior y cuerdas 

nerviosas laterales; y fluidos internos regulados por protonefridia. La mayoría son 

hermafroditas de fecundación cruzada, con estructuras morfológicamente 

diversas como partes escleróticas del órgano copulador masculino que forma 

estiletes de diferentes forma y complejidad, y con huevos endolecital o ectolecital 

(Brusa et al., 2020).  

Los gusanos planos son carnívoros y se alimentan de una variedad de organismos 

del suelo, como lombrices de tierra, isópodos, insectos y caracoles, y pueden 

causar daños económicos o ambientales. Las características morfológicas se han 

utilizado tradicionalmente como criterio para identificar y distinguir diferentes 

especies de planarias (Hu et al., 2019). 
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Entre los platelmintos se reconocen a los cestodos y a los trematodos. Ambos 

grupos depositan sus huevos en el ambiente, los cuales son pesados y su 

recuperación por métodos de flotación puede ser muy difícil (Verocai et al., 2020). 

Huevos de helmintos enteroparásitos en aguas de consumo humano 

La Organización Mundial de la Salud, en 2006, establece que la cantidad de 

huevos de helmintos intestinales humanos en agua residual debe ser <1 huevo 

por litro para que pueda ser usada en irrigación, se entiende que encontrar larvas 

o huevos en agua de consumo es alarmante. Así como también toman en 

consideración que el agua de consumo no debe contener larvas maduras, ni 

huevos fertilizados viables, ya que un único ejemplar puede ocasionar una 

infección, por lo que el hecho de que se encuentre larvas o formas parasitarias 

como lo son los huevos es alarmante. 

En la Región de Moquegua, Perú, se tomaron muestras de agua provenientes de 

48 sistemas de abastecimiento de agua para consumo humano, de los cuales 17 

fueron positivos para helmintos y protozoarios (Entamoeba hystolitica, 

Cryptosporidium parvum). En total se identificaron 12 géneros diferentes de 

formas infectivas de helmintos: Strongyloides spp, uncinaria spp, Fasciola 

hepatica, Trichostrongylus spp, Taenia spp, etc. De los 48 sistemas de 

abastecimiento de agua de consumo evaluados 4 son plantas de tratamiento de 

agua de consumo, y las 4 plantas de tratamiento tuvieron presencia de 

protozoarios y helmintos; esto indica, que estas plantas de tratamiento de agua 

de consumo no están realizando un buen tratamiento en alguna de las etapas del 
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tratamiento. Estas plantas tienen un sistema de desinfección por uso de cloro, 

pero se sabe que no es útil para la eliminación de formas infectivas de protozoarios 

y helminto, por lo que el agua de estos sistemas de abastecimiento de agua para 

consumo humano no es apta para el consumo de la población (Mamani, 2012). 

En Venezuela, se obtuvieron resultados similares, donde se tomaron muestras de 

diez casas y un pozo profundo, el cual abastece a la comunidad “18 de mayo”. En 

las muestras provenientes de las viviendas, se observó huevos de 

ancylostomideos (30%), Trichuris trichiura (20%) y Ascaris lumbricoides (10%). En 

el agua del pozo profundo no se encontraron huevos de helmintos, aunque el cloro 

residual se encontró ausente, lo que indica que el pozo no estaba recibiendo 

tratamiento de cloración, por lo que la presencia de helmintos en el agua de las 

viviendas denota contaminación en la red de distribución del agua. Los resultados 

obtenidos en esta investigación concluyeron que el agua empleada en la 

comunidad durante el periodo de estudio, presentaba contaminación 

parasitológica y no era apta para el consumo humano (Gallego et al., 2012). 

En un estudio realizado en la Escuela Majara, Capira, Panamá, 

el   análisis   de   las   muestras de agua de consumo de las casas de niños de la 

región, se   encontró un 3.8%   de positividad, lo cual indicaba que el agua no es 

el factor principal de las parasitosis en dicha región en comparación a muestras 

de suelo y muestra vegetal. El parásito encontrado en la muestra de agua 

corresponde a Eimeria sp. que afecta principalmente a aves y mamíferos 
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domésticos, y   se transmite mediante la ingestión de ooquistes esporulados 

(González et al., 2018). 

Un estudio en Marruecos buscó determinar la ocurrencia de huevos de helmintos 

en aguas residuales urbanas y evaluar la eliminación de estos patógenos 

mediante dos sistemas de tratamiento de aguas residuales: lodos activados y 

lagunas naturales. Este estudio utilizó la metodología de Bailenger, la 

identificación parasitológica mostró la presencia de Nematodes y Cestodos. Las 

muestras de aguas residuales y lodos de depuradora de Marrakech contenían 

Ascaris lumbricoïdes, Ancylostoma duodenale, Trichuris trichiura, Taenia (Chaoua 

et al., 2018).  

En el año 2019 se realizó una investigación en las orillas del río Chagres y se 

evaluó la prevalencia de parásitos de las aguas de río Chagres utilizadas para el 

consumo humano, en estas áreas viven comunidades indígenas y rurales que 

carecen de aguas seguras para su consumo. Los resultados encontrados 

revelaron que el 67% de las aguas de río usadas para el consumo y el 24% de las 

aguas de acueducto tenían parásitos. Además, se observó que las dos 

comunidades indígenas tienen un 40% de prevalencia parasitaria en comparación 

con el 21% de la comunidad rural (Juárez & Sandoval, 2021). 

Métodos de análisis de aguas  

La detección de huevos de helmintos y la cuantificación en tipo de muestras como 

aguas residuales, lodos, plantas, etc., puede variar debido a las diferencias en el 

contenido de humedad y la cantidad de sólidos o partículas de suelo, etc. Por 
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tanto, en las muestras ambientales, existe una heterogeneidad significativa en la 

detección de helmintos en estas muestras (Amoah et al., 2017).  

Las técnicas microscópicas directas convencionales son en gran parte 

insensibles, y requieren mucho tiempo y trabajo para las muestras ambientales, 

por lo tanto, ahora se están aplicando cada vez más, diversas modificaciones de 

los métodos tradicionales. Debido a la dilución en el medio ambiente, las 

concentraciones de huevos de helmintos en las aguas residuales normalmente 

son muy bajas, lo que requiere el uso de grandes volúmenes (1–10 L) para la 

detección (Khurana et al., 2021).  

Por esto se utilizan diferentes métodos de concentración como las mencionadas 

seguidamente y utilizadas en este estudio. 

Método de flotación 

Es un método de concentración donde las partículas de interés permanecen en la 

superficie de la solución cuya densidad es mayor, es decir, los huevos de 

helmintos tienen una densidad de entre 1.05 y 1.18 por lo que flotaran en líquidos 

con una densidad de entre 1.1 y 1.4. La ventaja de estos métodos es que producen 

una preparación más limpia de deyección que el procedimiento de sedimentación, 

facilitando mucho su observación microscópica. Las desventajas es que aquellos 

parásitos con mayor peso específico que la solución empleada no flotarán (huevos 

infértiles de Ascaris lumbricoides o huevos operculados) y que el tiempo en que 

debe hacerse la observación microscópica es menor debido a que la película 

superficial puede destruirse y los parásitos caer al fondo del tubo (Roque, 2018). 
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Método de sedimentación 

Se basa en la concentración de elementos parasitarios por la acción de la 

gravedad, y se lleva a cabo suspendiendo la muestra. Es un método que ha sido 

modificada a través del tiempo desde la primera vez que fue informada por 

Telemann en 1908, agregando, por ejemplo, detergente neutro, o la sustitución 

del éter etílico por acetato de etilo. A comparación de los métodos de flotación, la 

desventaja que tienen los métodos de sedimentación es que a veces la 

observación microscópica puede dificultarse por la presencia de restos no 

parasitario, o la adherencia a los restos (Soares et al., 2020). 

Uno de los métodos muy utilizados en el análisis de aguas es el “Método de 

Bailenger modificado” y “Centrifugación-sedimentación con acetato de etilo”, este 

último es una adaptación del método para análisis de muestras clínicas (método 

de Ritchie). En este caso ambas metodologías de concentración son considerados 

métodos bifásicos.  

En un estudio de comparación del método de Ritchie y Bailenger para muestras 

clínicas, mostró que no hubo diferencias significativas entre ambos métodos en 

cuanto a la recuperación de parásitos, además en costo, el método de Bailenger 

resulta ser más costosa, sin embargo, resulta mucho más rápida que el método 

de Ritchie (Trabelsi et al., 2018).  

Además, se ha demostrado que la exposición crónica a los compuestos orgánicos 

volátiles (COV) como los son el acetato de etilo, formaldehido y los éteres, pueden 

tener efectos negativos para la salud y aumentos en el riesgo de cáncer de por 
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vida. También pueden tener efectos estimulantes sobre órganos como la visión, 

el olfato y la respiración, además de dañar los órganos internos, como el corazón, 

los pulmones y el hígado, por lo cual es de importancia saber con qué reactivos 

se trabaja en el laboratorio, para cumplir ciertos criterios de bioseguridad en el 

laboratorio (Lamplugh et al., 2019; Cui et al., 2021). 

Toxicidad de reactivos: 

- Acetato de etilo: es un líquido incoloro con olor dulce y se usa en 

quitaesmaltes, pegamentos, descafeinado, en cigarrillos, pintura (como 

activador del endurecedor), perfume y dulces (como saborizante artificial), 

etc. Según la guía denominada “CHEM21 Selection Guide of Classical-and 

Less Classical Solvents” este solvente orgánico es clasificado como 

recomendado, ya que en ambiente y salud se encuentra en la escala 3 

(Joshi & Adhikari, 2019; Mora-Barrantes et al., 2021).  

- Formaldehido: La exposición a esta sustancia en concentraciones muy 

bajas (0.1 ppm) puede causar quemaduras en los ojos, lágrimas e irritación 

de las vías respiratorias superiores y en concentraciones altas (10–20 ppm) 

puede causar tos, opresión en el pecho, aumento del ritmo cardíaco y sentir 

presión en la cabeza. La exposición a una concentración de 50 a 100 ppm 

de vapores de formaldehído puede causar edema pulmonar, neumonitis o 

la muerte (Nielsen et al., 2017). 

- Éter: los disolventes de éter comúnmente utilizados son éter dietílico, 

tetrahidrofurano, 1,4-dioxano, etc. Los disolventes de éter son tóxicos, 
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muchos modelos experimentales mostraron la toxicidad del éter para las 

células HepG2, toxicidad para los linfocitos sanguíneos, toxicidad 

testicular, carcinogenicidad (Souza et al., 2016; Salimi et al., 2016; Khalil et 

al., 2017; Dunnick et al., 2018).  

- Ácido acético: según la guía denominada “CHEM21 Selection Guide of 

Classical-and Less Classical Solvents” este solvente orgánico es 

clasificado como problemático debido a su volatilidad, bajo punto de 

inflamabilidad y al potencial de causar quemaduras graves en la piel y daño 

ocular (Akelma & Karahan, 2019; Prat et al., 2016).   

Debido a la alta toxicidad del éter en comparación al acetato de etilo, se decide 

reemplazar en la metodología de Bailenger modificada para aguas, el éter con 

acetato de etilo (Ayres & Duncan, 1997). 
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METODOLOGÍA 

 

Descripción del sitio de estudio 

El sitio de muestreo de la Planta Centenario del IDAAN se ubica en las 

coordenadas: 9° 05’ 49” N-79° 17’ 26’’O (UTM: 687868.223E 1006013.312N 17P), 

dentro de la República de Panamá. 

 

Fig. 1. Vista satelital de la planta Centenario (Google maps). Puntos de muestreo 

de agua tratada y cruda. 
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La planta Centenario se encuentra en la Carretera Panamericana, a la altura de 

la entrada del poblado de Pacora y fue inaugurada en el año 2004. El tratamiento 

del agua cruda empieza en la toma del río Pacora, donde mediante un 

desarenador se eliminan las partículas de mayor tamaño que flotan en el agua, 

arenas, gravas y materia orgánica. Luego el agua pasa al pozo de succión para 

ser transportada hacia la planta, donde se realiza el tratamiento convencional de 

potabilización, que incluye los procesos de floculación, sedimentación, filtración, 

almacenamiento, desinfección y por último el bombeo y distribución a la red 

(MIVIOT, 2016). 

Toma de muestras 

Puntos de muestreo:   

-grifo de agua tratada. Coordenadas: 9°05'50.3"N 79°17'26.8"W  

(UTM: 687839.97E 1006049.52N 17P) 

-grifo de agua cruda. Coordenadas: 9°05'49.9"N 79°17'24.4"W  

(UTM: 687915.197E1006042.685N 17P) 

Las muestras de agua fueron recolectadas en envases de paredes lisas de 20 L 

de capacidad, con boca ancha, y tapa hermética. Se tomaron dos muestras de 20 

L de agua tratada, a la salida de la planta y dos muestras de 10 L de agua cruda 

del río Pacora, que abastece a la Planta Potabilizadora Centenario. 

Se tomaron muestras en tres meses de estación lluviosa y tres de estación seca, 

en septiembre, octubre, noviembre y enero, febrero y marzo respectivamente. 
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Durante la toma de la muestra se registraron parámetros físicos químicos tales 

como: pH, temperatura, conductividad, turbidez y sólidos disueltos totales (STD). 

En la muestra de agua tratada además de los parámetros antes mencionados, se 

midió también el cloro residual. Los envases se rotularon debidamente, y se 

realizó el llenado de la cadena de custodia de cada muestra. 

Ya recolectadas las muestras fueron trasladadas en frío al Laboratorio de Biología, 

de la Sección de Control de Calidad de Agua Potable del IDAAN en Corozal, para 

ser procesadas. 

Procesamiento de muestras 

Las muestras se dejaron sedimentar por aproximadamente 20 hrs en las 

instalaciones del laboratorio, y se les decantó el 90% del volumen total de las 

muestras de agua tratada, y el 80% a las muestras de agua cruda. De esta manera 

se utilizaron 2 L de cada muestra, el cual fue dividido en 1 L de muestra para la 

metodología de Bailenger, y otro litro para la metodología de centrifugación-

sedimentación (metodología de Ritchie modificada).    

Método de Bailenger modificado  

Se adoptó el Método de Bailenger modificado recomendado por la OMS, para 

agua superficial de río y agua tratada (Ayres & Duncan, 1997). 

El restante de la muestra luego de la extracción, fue transferido a uno o más tubos 

de centrifugación, según el volumen, seguido se enjuagó el recipiente con solución 

Tween 80 al 0.1% y fue añadido al sedimento, y se centrifugó a 1000 r.p.m. 

durante 15 min. 
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El sobrenadante fue eliminado cuidadosamente. Al utilizar más de un tubo de 

centrifugación, el sedimento, fue transferido a uno solo y se volvió a centrifugar a 

1000 r.p.m. durante 15 min, para luego decantar el sobrenadante. 

Seguidamente el sedimento se suspendió en un volumen igual (1:1) de tampón 

de aceto acético, a pH 4.5. En caso de que el sedimento fuese menor de 2 ml se 

añadió tampón hasta 4 ml. Luego se le añadió el acetato de etilo al doble del 

tampón y se mezcló con la ayuda de un vortex. 

Luego se centrifugó a 1000 r.p.m. durante 15 min. A este punto en la muestra se 

observan 3 fases distintas: el sedimento, tampón y el acetato de etilo (Fig. 2). 

 

Fig. 2. Fases observadas en la metodología de Bailenger. 

Se procedía a anotar el volumen de sedimento obtenido y se eliminaba el 

sobrenadante suavemente. Se volvía a suspender el sedimento a 5x de sulfato de 

zinc al 33% (densidad de 1.18). 



21 
 

Y se anotaba el volumen final. De este modo la muestra ya podía ser transferida 

a la cámara de conteo Sedgewick Rafter de 1 ml de capacidad y contar los huevos. 

Para el cálculo de número total recuperado de la muestra se utiliza la siguiente 

fórmula: 

N= (x/p) (v/m) 

X= número de huevos 

P= volumen del sedimento 

V= volumen del sedimento más sulfato de zinc 

M =volumen de la muestra (L) 

Centrifugación-sedimentación con acetato de etilo 

Adaptación de la metodología usada para análisis de muestras clínicas (método 

de Ritchie) 

Se realizó el mismo proceso de sedimentación y decantación mencionado 

anteriormente, y se procedía con el procesamiento de la muestra. Se centrifugaba 

la muestra a 2,500 r.p.m. durante 10 minutos, y se descartaba el sobrenadante. 

El sedimento restante se colocaba en un tubo de centrífuga de 50 ml, y se 

centrifugó a 2,500 r.p.m. durante un minuto. Se descartó el sobrenadante, y se 

añadía 3 ml de formalina (al 10%) al sedimento y se dejaba reposar durante 3 min. 

Luego se añadía 3 ml de acetato de etilo, y se tapaba el tubo y se procedía a 

agitar en posición invertida por 30 segundos, luego se centrifugó a 1,500 r.p.m. 
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durante un minuto. A este punto se forman cuatro capas: la capa superior de 

acetato de etilo, la 2da capa de restos de partículas, 3ra capa de formalina y la 

capa inferior el sedimento con los parásitos (Fig 3). 

 

Fig. 3. Fases observadas en la metodología de sedimentación-centrifugación. 

Seguidamente se procedía a retirar la tres primeras capas con cuidado y se 

mezclaba el sedimento con gotas de formalina al 10%, para finalmente observar 

la muestra en el microscopio. 

Examen directo 

Para la búsqueda de huevos y/o larvas de helmintos se examinó el sedimento 

realizando réplicas en diferentes portaobjetos, hasta 3 réplicas o hasta agotar el 

sedimento, se colocaba una gota de Lugol en el centro del portaobjetos y a esta 

se le agregaba un pequeño volumen de la muestra y se le colocaba el 
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cubreobjetos para observar bajo el microscopio con los objetivos de 10x y 40x 

para la visualización de huevos y/o larvas de helmintos. 

Análisis estadístico 

Los resultados fueron evaluados estadísticamente utilizando la prueba Diversity t 

test en base al índice de diversidad de Shannon, e individual rarefaction, ambos 

utilizando el programa Past3. 
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RESULTADOS  
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RESULTADOS 

Como vemos en el Cuadro 1, en total se encontraron 72 larvas de helmintos, de 

24 géneros distintos, pertenecientes a 11 órdenes y 21 familias del Phylum 

Nematoda.  

Cuadro 1. Taxonomía de los géneros de larvas encontrados en el estudio.  

Orden  Familia Género 

Adenophorea Araeolaimida Leptolaimus 

Chromadorida Monochromadora 

Aphelenchida Seinuridae Seinura 

Araeolaimida Rhabdolaimidae Rhabdolaimus 

Cromadorea Aphanolaimoidea Paraphanolaimus 

Cylindrocorporidae Cylindrocorpus 

Dorylaimida Aulolaimoididae Aulolaimoides 

Longidoridae Xiphinema 

Enoplea Mononchulidae Oionchus 

Enoplida Alaimidae Alaimus 

Amphidelus 

Mononchida Anatonchidae Anatonchus 

Iotonchus  

Cryptonchidae Cryptonchus 

Mononchidae Mononchus 

Rhabditida Ancylostomidae Uncinaria 
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Cephalobidae Cephalobus 

Eucephalobus 

Neodiplogastridae Mononchoides 

Panagrolaimidae Panagrolaimus 

Rhabditidae Rhabditis 

Strongyloididae Strongyloides 

Triplonchida Prismatolaimidae Prismatolaimus 

Tylenchyda Anguinidae Nothotylenchus 

 

También se obtuvieron 2 huevos de helmintos, ambos en muestras de agua cruda. 

Un huevo clasificado como Kalicephalus sp. obtenido en noviembre 2021 por el 

método de Bailenger; y un huevo tipo Ascarideo en febrero 2022 por el método de 

centrifugación-sedimentación. 

          

  Fig. 4. Huevo de Kalicephalus, 20x.           Fig. 5. Huevo tipo Ascarideo 40x. 
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El huevo de Kalicephalus sp. al ser reportado por el método de Bailenger, 

corresponde utilizar la formula, N= (x/p) (v/m), de cálculo del número total de 

huevos/L.  

N= (1/0.5) (3/10) 

N= 0.6 huevos/L 

Prevalencia por época lluviosa y seca 

 

Fig. 6. Larvas de helmintos encontradas en agua cruda por época de muestreo. 

Del total de 72 larvas de nematodos encontrados el 59.7% fueron encontradas en 

el agua cruda (43), y el 40.3% en el agua tratada (29). La mayor prevalencia en el 

agua cruda fue representada por el género Xiphinema (16.3%), seguida de 

Alaimus (11.6%) durante la época seca. Sin embargo, durante la época lluviosa la 
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mayor prevalencia fue por Rhabdolaimus (11.6%), seguidamente de 

Paraphanolaimus (7%). 

 

Fig. 7. Larvas de helmintos encontradas en agua tratada por época de muestreo. 

Por otro lado, en el agua tratada durante la época lluviosa, la mayor prevalencia 

fue por Paraphanolaimus (27.6%). Y durante la época seca es importante recalcar 

que solo fueron observados tres géneros de larvas Cryptonchus (13.8%), 

Paraphanolaimus (6.9%) y Panagrolaimus (3.4%). 
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Prevalencia por mes  

 

Fig. 8. Prevalencia de larvas de helmintos encontradas en agua cruda por mes de 

muestreo. 

Agua cruda:  

En el agua cruda destaca durante la época seca el género Xiphinema (28.6%) en 

el mes de enero con la mayor prevalencia, y en el mes de marzo Oionchus y 

Alaimus (ambos con 28.6%). En el mes de noviembre la mayor prevalencia fue 

por Rhabdolaimus (42.8%), y en el mes de octubre por su parte solo se observaron 

larvas de Paraphanolaimus (66.7%) y Rhabdolaimus (33.3%). 
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Fig. 9. Prevalencia de larvas de helmintos encontradas en el agua tratada por mes 

de muestreo. 

Agua tratada:  

En total durante el mes de septiembre se encontraron 17 larvas de 11 géneros 

distintos, siendo Paraphanolaimus (35.3%) el de mayor prevalencia en agua 

tratada. Sin embargo, en febrero, la mayor prevalencia fue por Cryptonchus 

(66.7%). En los meses de octubre y siguientes se observó una menor frecuencia 

total de larvas, siendo incluso, que en el mes de enero no se observó larvas o 

huevos de helmintos, y en el mes de marzo solo se 1 larva del género 

Paraphanolaimus. 
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Prueba Diversity t test 

No se encontraron diferencias significativas para las metodologías utilizadas, 

dando como resultado que durante la época lluviosa por el método de Bailenger 

se obtuvo una p: 0.2734, para el mismo método durante la época seca una 

p:0.0964.  

En cuanto a la época lluviosa por el método de sedimentación-centrifugación se 

obtuvo una p: 0.6533, y para el mismo método durante época seca se obtuvo una 

p:0.0723.  

Cuadro 2. Contingencia de resultados de la prueba Diversity t test para los 

métodos de Bailenger y sedimentación-centrifugación. 

Método Bailenger Sedimentación-centrifugación 

Época/Muestra LL/AC LL/AT S/AC S/AT LL/AC LL/AT S/AC S/AT 

H´ 1.5607 1.9913 1.3031 0.67301 1.9073 1.7479 1.7153 0.69315 

p 0.2734 0.096416 0.65333 0.072278 

LL: época lluviosa, S: época seca, AT: agua tratada, AC: agua cruda. H´: índice 

de Shannon 

La prueba Diversity t test estableció por el índice de Shannon que durante la época 

seca se observa mayor diversidad en agua cruda, con un índice de H: 2.0749 que, 

en el agua tratada, H: 0.9557.  

Por otro lado, durante la época lluviosa ambas muestras, tanto agua tratada (H: 

2.1458) como agua cruda (H: 2.1832) muestran una alta diversidad.  
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Sin embargo, para esta misma prueba, la muestra de agua tratada muestra una 

diferencia altamente significativa entre épocas (p:0.001567), mientras que las 

muestras de agua cruda entre época lluviosa y seca no muestra diferencias 

significativas (p:0.69339).  

Cuadro 3. Contingencia de resultados de las pruebas de Diversity t test para agua 

cruda y agua tratada. 

Muestra Agua cruda Agua tratada 

 Época seca Época lluviosa Época seca Época lluviosa 

H´ 2.0749 2.1832 0.9557 2.1458 

p 0.69339 0.001567 

H´: Índice de Shannon 

Individual rarefaction 

Utilizando el individual rarefaction se obtiene que el agua tratada tiene mayor 

riqueza en época lluviosa que en época seca. Por el contrario, el agua cruda 

muestra mayor riqueza en época seca que en la época lluviosa.  
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Fig. 10. Individual rarefaction para el agua cruda durante época seca vs época 

lluviosa. 

 

 

Fig. 11. Individual rarefaction para el agua tratada durante época seca vs época 

lluviosa. 
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DISCUSIÓN 
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DISCUSIÓN 

Los helmintos encontrados en aguas fueron diversos y, especialmente en la época 

lluviosa, muy diversos. La mayoría de los helmintos encontrados estaban en su 

etapa juvenil (larvas) y sólo se encontraron 2 huevos de nematodos. 

Huevos encontrados 

El huevo reportado con morfotipo muy parecido a Kalicephalus sp. fue encontrado 

en agua cruda en el mes de noviembre. Kalicephalus se encuentra en muchas 

especies de reptiles, especialmente en serpientes y ocasionalmente en lagartijas 

(Valolahti, 2022; Barton & Jones, 2018). Sus huevos son de cáscara fina que en 

su estado de mórula se desarrollan rápidamente en las heces a su estado de 

blástula (Matt et al. 2020). Estos huevos salen al ambiente con las heces del 

hospedador, luego eclosionan y se convierten en larvas de tercer estadio en el 

medio ambiente (Golin, 2020). 

Otro huevo encontrado en las muestras de agua fue el tipo ascarideo, en agua 

cruda en el mes de febrero. Este huevo es de alta resistencia a las condiciones 

climáticas, por lo que no es de extrañar que se encontrara. Otro factor importante 

es que el punto de toma de agua cruda del Río Pacora tiene una baja altitud (10m), 

factor que puede favorecer a la acumulación de huevos en estas zonas, por las 

escorrentías de las aguas (Yaro et al. 2018). En todos los casos, y debido a que 

su resistencia ambiental es alta, la larva del nematodo puede formarse hasta su 

estado infectante.  
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Como ya se ha mencionado, en las aguas de consumo se espera no encontrar ni 

un solo huevo de helminto (OMS, 2006). Sabemos que el reporte de ambos 

huevos en este estudio, se da en aguas crudas, pero aun así se reconoce la 

existencia de un riesgo potencial a la salud humana o de animales domésticos.  

Estas aguas son utilizadas como balneario, y durante las actividades de 

esparcimiento realizadas, se puede ingerir las aguas en forma involuntaria, 

causando nuevos parasitismos a la población humana (Amoah et al., 2018). Las 

aguas también pueden ser ingeridas por los animales domésticos desmejorando 

la salud de los mismos y afectando a la economía del productor, debido al efecto 

negativo que causa en la baja productividad en el animal (Reyes et al., 2021). 

Prueba Diversity t test 

Al evaluar la efectividad del método de Bailenger y el método de sedimentación-

centrifugación, se aplicó la prueba de diversity t test y los resultados fueron no 

significativos. Este resultado también fue reportado por Trabelsi et al, 2018, donde 

se comparó dichas técnicas de concentración para el diagnóstico de parásitos 

intestinales, por esta razón se tomaron en cuenta únicamente el tipo de muestra 

y época de muestreo. 

Las mayores diversidades de larvas encontradas fueron durante la época lluviosa, 

tanto en agua cruda como en agua tratada. En la época seca, similar a lo reportado 

en un estudio en el estado de Acre en el bioma amazónico, la diversidad fue menor 

(Cavalcante et al., 2020).  
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Agua cruda  

En el agua cruda la mayor prevalencia se observa en el mes de marzo, 

seguidamente del mes de septiembre. Ambos meses reportaron los menores 

valores de turbiedad, sin embargo, en el mes de septiembre la precipitación fue 

de 422.4 mm, y en marzo tan solo de 33.9 mm, factor vinculado a la turbidez que 

favorece el aumento de las larvas de helmintos (Khan et al., 2021).  

Sin embargo, en el mes de enero se destaca la alta prevalencia del género 

Xiphinema ssp. (28.6%). Además, fue observada únicamente en muestras de 

agua cruda durante toda la época seca, siendo así, que representa la mayor 

prevalencia en la época seca. 

El género Xiphinema ssp. pertenece a un grupo de nematodos fitoparásitos, 

especialmente, denominados ectoparásitos migratorios de la raíz (Cobb, 1913). 

Los daños causados pueden determinar menores rendimientos y hasta la muerte 

de las plantas. Sus plantas hospederas incluyen una amplia gama de plantas 

herbáceas y leñosas (Herrera, 2022; Jahanshahi et al., 2021). 

Se ha estudiado ampliamente aspectos sobre su taxonomía, biología y 

coevolución con las bacterias endosimbiontes, su asociación con virus 

fitopatógenos y su parasitismo en las raíces de las plantas huésped (Mobasseri et 

al., 2019; Garcia et al., 2019; Al-ameiri, 2022). 

Por otro lado, la mayor prevalencia durante época lluviosa fue por el género 

Rhabdolaimus sp. (11.6%). Se ha evidenciado que es abundante en el fondo de 

arena y limo de estuarios. Este género de nematodo también se ha reportado en 
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hábitats levemente contaminados o gravemente contaminados, por lo que es 

considerado como un bioindicador confiable para monitorear la contaminación de 

ríos (Nguyen et al., 2022b; Wu et al., 2010). 

Además, fue reportado como un género subdominante en el embalse Tri An 

(sureste de Vietnam), en el mes de marzo (época poco lluviosa), también se 

menciona que es un indicador de condiciones de enriquecimiento orgánico (Tran 

et al., 2020).  

Agua tratada  

En el agua tratada sobresale Paraphanolaimus sp. (27.6%), este mismo también 

ha sido reportado en muestras de culantro en la comunidad del Majara, Capira. 

También, se reportaron nematodos de vida libre, como Strongyloides sp., 

Amphidelus sp, y Panagrolaimus sp., que muy posiblemente fueron procedentes 

de la fuente de agua de irrigación, sin embargo, no se registraron en las muestras 

de agua procesadas en el mismo estudio (González et al., 2018). 

En un estudio en Japón, por Okada & Niwa, 2014, Paraphanolaimus se le ha 

sugerido como característico de la fauna de nematodos de arrozal, donde se 

encuentra permanentemente sumergido durante un año. También, se ha 

reportado como nematodo de agua dulce, incluyendo agua estancada y corriente. 

(Milovankina et al., 2018, Girgan et al., 2021). 

Durante la época seca en agua tratada, solo se reportaron, géneros de 

Paraphanolaimus sp., Panagrolaimus sp. y Cryptonchus sp., los dos primeros 
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fueron también reportados durante la época lluviosa en agua tratada, con mayor 

e igual prevalencia, que en la época seca.  

El hecho de que dichas larvas se reportaran en agua tratada, puede deberse a 

que estas traspasan las barreras de potabilización de la planta de tratamiento, ya 

que estas también fueron observadas en al agua cruda durante la época seca, a 

excepción de Panagrolaimus sp. 

Por otro lado, durante el mes de septiembre, se reportaron 5 géneros de larvas, 

únicamente en agua tratada. Lo más probable que el factor contaminante sean las 

escorrentías por las lluvias dadas en este mes (422.4 mm) estas pueden arrastrar 

las larvas, y tomando en cuenta que las muestras fueron tomadas directamente 

de un grifo, el sistema de distribución podría tener alguna ruptura permitiendo el 

paso de las larvas (Hamza et al., 2022). 

Factores fisicoquímicos que afectan el desarrollo de las larvas en el 

ambiente 

Durante el mes de septiembre se observa la mayor prevalencia de larvas en agua 

tratada. En este mes también se reportaron los niveles más bajos de sólidos 

totales disueltos, salinidad y conductividad (Cuadro 5). Se ha reportado en lodos 

que dichos parámetros fisicoquímicos, no tuvieron efecto sobre la concentración 

de helmintos, pero no se debe descartar la posibilidad de que, en este estudio, los 

niveles bajos de STD, salinidad y conductividad proporcionen mayor viabilidad a 

las larvas de vida libre encontradas (Letah et al., 2016). 
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En cuanto a salinidad, se dice que, si en el ambiente esta es alta, el tiempo de 

vida de las larvas de vida libre se puede reducir, algo contrario a lo observado en 

este estudio, donde posiblemente la baja salinidad en muestra de agua tratada 

puede beneficiar su desarrollo (Allalgua et al., 2021). 

 

Fig. 12. Puertas oxidadas y a la intemperie de tanque de almacenamiento de la 

Planta Potabilizadora Centenario de Pacora. 

Otro factor que puede influenciar en la alta diversidad de larvas encontradas en 

agua tratada, podría ser que, durante el tiempo de toma de las muestras, el tanque 

de almacenamiento tenía aproximadamente 4 años sin ser limpiado, lo que podría 

generar que el agua no utilizada totalmente, proporcione factores al tanque de 

almacenamiento como agua estancada, proporcionando mayor riqueza de 

helmintos. De esta manera, al pasar por el sistema de distribución del agua se 

vuelve ineficiente (Chikhlyaev & Ruchin, 2020).  
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CONCLUSIONES  

• Se reportó una gran diversidad de larvas de helmintos de vida libre 

presentes tanto en aguas crudas como en aguas tratadas en la Planta 

Potabilizadora Centenario de Pacora. 

• No se reportaron huevos de helmintos enteroparásitos en el agua tratada, 

pero si larvas de vida libre de Strongyloides sp. y del grupo uncinarias, que 

pueden llegar representar peligro para la salud humana. 

• El hecho de encontrar una alta diversidad de larvas de vida libre en agua 

tratada de la potabilizadora es alarmante, debido a que esto implica que 

larvas entoropárasitas, y también huevos de helmintos podrían pasar las 

diversas barreras de potabilización del agua cruda y causar enfermedades 

a la ciudadanía que la consume. 

• El agua cruda reportó mayor diversidad de larvas de helmintos que el agua 

tratada, ambas muestras a su vez reportaron mayor diversidad durante la 

época lluviosa. 

• La mayor prevalencia en agua tratada fue por Paraphanolaimus sp., en el 

mes de septiembre. 

• Para el agua cruda la mayor prevalencia fue por Xiphinema sp, larva 

ectoparásita de diversas plantas en la agricultura.  

• No se encontró diferencias significativas en la diversidad de helmintos 

reportada para las metodologías de Bailenger y sedimentación-

centrifugación utilizadas en el estudio.   
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RECOMENDACIONES 

• Realizar más de un muestreo al mes para obtener mayor cantidad de datos. 

• Escoger un solo método de concentración para ahorrar tiempo y espacio 

en laboratorio, sabiendo que ambos métodos no tienen diferencias 

significativas en cuanto a la diversidad de helmintos encontrados. 

• Dar seguimiento a la diversidad de helmintos encontrados en agua tratada, 

buscando la solución óptima para el mejoramiento de esta, siendo que sea 

consumible sin reportar ejemplar alguno de larva o huevo de helminto. 

• Contar con la posibilidad de realizar toma de muestras directamente de la 

toma de agua cruda en Río Pacora. 
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ANEXOS 

Larvas únicamente reportadas en agua tratada  

- Anatonchus 

- Cephalobus 

- Cylindrocorpus 

- Prismatolaimus 

- Uncinaria 

Larvas únicamente reportadas en agua cruda 

- Aulolaimoides 

- Iotonchus  

- Monochromadora 

- Mononchoides 

- Mononchus 

- Nothotylenchus 

- Rhabditis 

- Seinura 

- Xiphinema 
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Cuadro 4. Características físicas-químicas de las muestras de agua cruda de la 

Planta Potabilizadora Centenario de Pacora. 

Agua 
cruda 

Fecha Turbiedad 
NTU 

pH Temperatura °C Conduct. STD 
(mg/L) 

Salinidad Condición 
climática 

Ep 
lluviosa 

2021 

28-sep 1.76 7.17 25.4 162.5 77.1 0.08 N 

21-oct 29.2 6.52 25.7 303 144.8 0.14 S 

23-nov 17.3 6.86 25 341 151.1 0.13 N 

Ep seca 
2022 

17-ene 1.88 6.86 25.2 426 210.5 0.2 N 

15-feb 2.91 6.89 25.6 189.6 91.2 0.09 N 

15-mar 2.37 6.4 26.4 215.7 102.8 0.1 S 

 

Cuadro 5. Características físicas-químicas de las muestras de agua tratada de la 

Planta Potabilizadora Centenario de Pacora. 

Agua 
tratada 

Fecha Cloro 
residual 
(mg/L) 

Turbiedad 
NTU 

pH Temperatura 
°C 

Conduct. STD 
(mg/L) 

Salinidad Condición 
climática 

Ep 
lluviosa 

2021 

28-sep 0.80 0.35 6.96 27.3 132.8 63.4 0.06 N  

21-oct 0.40 0.29 7.06 27.6 219.3 104.2 0.1 S 

23-nov 1.37 0.38 6.59 26.6 268 164.2 0.16 N 

Ep seca 
2022 

17-ene 0.78 0.27 6.65 27 197.6 93.6 0.09 N 

15-feb 1.01 0.91 6.7 27 192.2 91.6 0.09 N 

15-mar 1.49 0.22 6.55 28.3 201.8 95.9 0.09 S 
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Fig. 13. Valores físicos-químicos permitidos en el agua tratada por el reglamento 

técnico: DGNTI-COPANIT 21-2019. 

 

Fig. 14. Estilete ejemplar de Xiphinema sp., 40x. 
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Fig. 15. Cola y abertura genital de larva ejemplar de Xiphinema sp. 40x 

 

 

Fig. 16. Larva de Xiphinema sp. a 20x 
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Fig. 17. Abertura bucal de Paraphanolaimus sp. se observa estoma corto y 

estrecho 20x 

 

Fig. 18. Larva de Paraphanolaimus sp. 10x 
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Fig. 19. Larva de Strongyloides sp. se observa cola bifurcada, 20x. 

 

Fig. 20. Larva de Strongyloides sp. esófago corto y vaina, 40x. 
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Fig. 21. Larva de uncinaria, 20x. 

 

Fig. 22. Larva de uncinaria, 20x. 
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