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Resumen 

Durante el desarrollo de esta investigación, se visitaron ocho sitios de muestreo, de los cuales, 

cuatro correspondían a sitios para colectar caimanes cautivos (Zoológico privado Buenaventura, 

Zoológico el Níspero, Serpentario maravillas tropicales y Parque municipal Summit) y cuatro 

sitios para la colecta de animales silvestres (Finca privada Natá, Finca privada Albina grande, 

Villa Zaita y Capira). Para la captura de individuos silvestres se realizaron recorridos nocturnos, 

utilizando la técnica de Spotlight. De acuerdo con las condiciones del sitio de muestreo se 

utilizaron diferentes métodos de captura como, 1). Lazo corredizo, 2). Tarraya, 3). Trampas 

Tomahawk. Se tomaron datos morfológicos de cada individuo, se tomaron muestras coprológicas 

se determinó el sexo y se tomaron muestras sanguíneas. 

Se colectaron un total de 34 individuos (12 caimanes silvestres y 22 caimanes cautivos), a los 

cuales se le determinó la prevalencia de parásitos en heces, por medio de diferentes técnicas 

coprológicas como, 1). Frotis directo con tinción de lugol, 2). Willy-Molloy, 3). Sheather, 4). 

Tinción de Kinyoun. Se obtuvo que, de un total de 34 muestras, en 27 presentaron formas 

parasitarias, lo que representa una prevalencia de 79.4%. También se comprobó que dentro de 

nuestro conjunto de datos los caimanes en cautiverio presentaron una prevalencia parasitaria 

mayor que los silvestres (59.3% vs 40.7 respectivamente). 

Los protozoarios (64.7%) fueron el grupo parasitario más frecuentes en nuestro grupo de 

muestras, dentro de lo observado, se reconocieron: Entamoeba sp. (50%), Eimeria sp. (29.4%), 

Blastocystis sp. (14.7%) y Trichomonas sp. (5.9%). Los nemátodos fueron el segundo grupo más 

prevalente, con un 14.7% (Ascaris sp., Toxocara sp., Strongyloides sp.) y los Trematodos con 

11.8% (Schistosoma sp., Diplostomun sp., Proterodiplostomun sp.). 
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Por otro lado, el 32.1% de los individuos obtuvo un nivel de glóbulos rojos entre 36 y 43; 

mientras que el 50% de los individuos presentaron hemoglobinas entre 12 y 15 g/dl. 

Las variables de sexo, sitio de muestreo y talla en relación con el parasitismo no mostraron 

asociaciones significativas. 
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Abstract 
 

During the development of this research, eight sampling sites are selected, of which four 

correspond to sites to catch captive alligators (Zoológico privado Buenaventura, Zoológico el 

Níspero, Serpentario maravillas tropicales and Parque municipal Summit) and four sites for the 

catch of wild animals (Finca privada Natá, Finca privada Albina grande, Villa Zaita and Capira). 

For capturing wild individuals, nocturnal recordings were recorded, using the Spotlight 

technique. According to the conditions of the sampling site, different capture methods will be 

used, such as 1). lasso Sliding, 2). Tarraya, 3). Tomahawk traps. Morphological data will be 

taken from everyone, coprological samples will be taken, sex will be determined, and blood 

samples will be taken. 

A total of 34 individuals (12 wild alligators and 22 captive alligators) are compiled, to which the 

prevalence of parasites in feces is determined, by means of different coprological techniques 

such as, 1). Direct smear with lugol stain, 2). Willy-Molloy, 3). Sheather, 4). Kinyoun staining. It 

was obtained that, from a total of 34 samples, in 27 forms parasitic forms, which represents a 

prevalence of 79.4%. It was also found that within our data set, captive alligators specifically 

have a higher parasitic prevalence than wild ones (59.3% vs. 40.7 respectively). 

The protozoa (64.7%) were the most frequent parasitic group in our group of samples, as 

observed, it was recognized: Entamoeba sp. (50%), Eimeria sp. (29.4%), Blastocystis sp. 

(14.7%) and Trichomonas sp. (5.9%). Nematodes were the second most prevalent group, with 

14.7% (Ascaris sp., Toxocara sp., Strongyloides sp.) And Trematodes with 11.8% (Schistosoma 

sp., Diplostomun sp., Proterodiplostomun sp.). 

On the other way, 32.1% of the individuals obtained a level of red blood cells between 36 and 

43; while 50% of individuals identified hemoglobin’s between 12 and 15 g / dl. 
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The variables of sex, sampling site and size in relation to parasitism do not exist sampling 

associations. 
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Introducción. 

Los enteroparásitos abarcan un gran grupo entre protozoarios y helmintos; estos, se localizan de 

acuerdo con la afinidad del parásito y la especie hospedadora, la cual es importante para la 

supervivencia del parásito según los ciclos de vida del cual depende su desarrollo (Quiroz, 2005; 

Gallego, 2006; Negroni, 2009; Rodríguez, 2015). 

Los parásitos en animales en cautiverio afectan de forma directa el estado de salud y suele estar 

asociada a muchos factores a los cuales se les atribuye la infección; sin embargo, la fauna 

silvestre a pesar de estar en contacto con múltiples parásitos se encuentra libre de enfermedades; 

siendo esta, parte de la selección natural y control poblacional (Rodríguez, 2015). 

Las infecciones parasitarias, pueden afectar negativamente el rendimiento del hospedador de 

diversas maneras, ya sea transmitiendo alguna enfermedad, disminuyendo el atractivo sexual y 

éxito reproductivo, esto representa un alto riesgo que podría llevarlo a la muerte. Con el tiempo, 

estas circunstancias pueden afectar la población y la distribución de estos (Amo et al. 2005; 

Camin 1948; Hamilton y Zuk 1982; Møller et al. 1999; Møller 1990; Møller y Nielsen, 2007; 

Merino y Potti, 1995; Holmes, 1995; Hudson et al. 1998; Price, 1980).  

Por esta razón, este estudio busca determinar la prevalencia enteroparasitaria de caimanes 

mantenidos en cautiverio y silvestres e identificar los géneros más frecuentes. 

  



3 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Capítulo I: Planteamiento del 

Problema. 
  



4 

 

1.1 Planteamiento del problema. 

Este trabajo tiene como objeto de estudio el caimán de anteojos (Caiman crocodilus fuscus), en 

Panamá, la información disponible sobre esta especie es escaza, los planes de manejo están muy 

lejos de ser llevados a cabo, además los estudios sobre parásitos relacionados con esta especie 

son muy pocos y la data en Panamá trasciende a más de 50 años, Caballero (1955) reportó 

helmintos en reptiles incluyendo al caimán. 

Nos hemos interesado en generar datos y actualizar información referente a parásitos en 

caimanes para que permita abrir las puertas a futuras investigaciones con mayor profundidad, 

para reconocer la diversidad, prevalencia, incidencia y estudios filogenéticos de los parásitos en 

Caiman crocodilus fuscus. 

Con esto nos proponemos seguir adelante y plantearnos nuestros objetivos de estudio: 

➢ Conocer las especies de parásitos más prevalentes en Caiman crocodilus fuscus. 

➢ Comparar la parasitofauna en los hospedadores en cautiverio y silvestres. 

➢ Evaluar el efecto de los parásitos en el desarrollo fisiológico del hospedador. 

➢ Determinar fuentes de contaminación y posibles transmisores. 

Siendo los cocodrilianos depredadores topes en su hábitat, el estado de salud de sus poblaciones 

juega un rol importante, debido a que los parásitos podrían afectar las poblaciones de caimanes y 

el parasitismo tendría la capacidad de determinar la biodiversidad de las comunidades de 

cocodrilianos, ya que ellos poseen un alto valor ecológico. (Martínez de la Puente, 2010). 

Nuestros análisis de la carga endoparasitaria podría servir para determinar si estos afectan el 

desarrollo y estado de salud de los caimanes. Debido a que los parásitos influyen sobre sus 
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hospedadores, lo obtenido será fundamental para entender si estos parásitos tienen algún efecto 

en el mantenimiento de las poblaciones hospederas, lo cual podría ayudar a futuros planes de 

conservación de la especie. 

Por medio de la identificación de los parásitos podríamos conocer si alguno de estos está 

asociado con otra especie de hospedador; es decir, determinar si estos parásitos son propios de 

cocodrilianos o identificar la fuente transmisora de los mismos; por otro lado, determinar si los 

parásitos hallados podrían afectar a otras especies acuáticas y terrestres de acuerdo con el ciclo 

de vida que estos presenten. 

Mediante este proyecto se obtendrán nuevos registros de endoparásitos en caimanes (Caiman 

crocodilus fuscus) para la República de Panamá, lo cual servirá de base o fundamento para 

futuras investigaciones científicas a nivel nacional e internacional. 
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Revisiones Bibliográficas. 

2.1. Historia de la parasitología. 

2.1.1. Antes del microscopio. 

La parasitología nos ofrece información sobre el parasitismo desde los años antiguos. Por 

ejemplo, de la Era Paleozoica hay fósiles de moluscos parásitos de crinoideos y esponjas 

parásitas de braquiópodos. Mermis antigua, es el primer nematodo fósil del Período Carbonífero 

(Gillespies y Pearson, 2001). 

Con el desplazamiento o distribución del hombre por el mundo, surgieron diversas culturas 

como: China, persas, India, Babilónica, Egipcia, etc., las cuales conocieron macroparásitos 

(áscaris, tenias, piojos, etc.), ciertas enfermedades (esquistosomiasis y paludismo) y algunos 

remedios aplicados para su tratamiento (Becerril, 2014). 

El Papiro de Ebers (1500 a.C.) menciona oxiurus, áscaris, tenias, esquistosomas, así como 

antiparasitarios como la raíz de granado. El Papiro de Kahun (2230-1850 a.C.) da referencias 

sobre la hipodermofis bovina y helmintiasis del perro. Estudios de momias egipcias han 

demostrado la presencia de huevos de esquistosomas calcificado en riñones al igual que el tricuro 

(Nunn, 1996; Gillespies y Pearson, 2001). 

El Antiguo Testamento describe plagas que hoy día se vinculan a parasitosis (serpiente de 

fuego= Dracunculus medinensis) y se habla de contagios traídos por caravanas, aparte de 

ectoparásitos diversos (Hoeplli, 1959; Cheng, 1964). 
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Debemos a Grecia información importante y terminologías diversas, hoy habituales en 

parasitología; aunque no siempre con el significado clásico. Hipócrates (460-370/380 a.C.), 

conoció áscaris (Strongylus sp.), tenias (Helmins plateia), creía que los helmintos se generaban 

espontáneamente en el hospedero y que podría haber contaminación interplacentaria, también 

describe la diarrea hemorrágica (amebiasis) en el hombre y la relaciona con el agua estancada. 

Aristóteles (384-322 a.C.) se refiere a la cisticercosis porcina (Cheng, 1964). 

A los latinos debemos vocablos como cucurbitinos, vermes y lombriz. columela (2-4 a.C. – 40 

d.C.) conocían la sarna, miasis y coccidiosis (diarrea sanguinolenta). Celso (30 a.C. – 50 d.C.) 

recolectó información de médicos sobre helmintiasis y sus tratamientos. Galeno (130 – 206 d.C.) 

hizo necropsias en animales, redescribió la hidatidosis, áscaris, oxiuros y aportó información 

sobre nematodo de peces (Ocaranza, 1934; Cheng, 1964). 

Así mismo, se levantaron informes alrededor del mundo sobre distintas enfermedades y agentes 

transmisores, al igual que nuevas descripciones para enfermedades y/o parásitos antes vistos 

(Cordero y Rojo, 1999). 

Con la expansión colonial Ibérica entre los siglos XX – XVI, se conocieron numerosos 

padecimientos exóticos. Álvaro Chanca, quien acompaño a Cristóbal Colón en su segundo viaje 

(1943), dio la primera noticia del paludismo americano y comentó sobre los remedios indígenas, 

diferencias clínicas y el curso de las enfermedades según afectaban a los indígenas o a los 

extranjeros. Se conoce que el piojo fue abundante en la américa prehispánica, producto del 

hallazgo de liendres en momias peruanas de 5000 años (Cheng, 1964). 

Francisco Redi (1626-1697) escribe sobre la primera helmintología comparada al estudiar 

parásitos de mamíferos, peces, aves, crustáceos, y moluscos; también les dedicó tiempo a 
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artrópodos y trabajó sobre la anatomía de los nematodos, describiendo órganos sexuales y 

huevos de áscaris humano; trabajó con cestodos adultos de perros y gatos, y publicó la primera 

imagen de Fasciola hepática (Cheng, 1964; Gillespies y Pearson, 2001). 

En este período, se dieron numerosas referencias sobre helmintos y artrópodos, descripciones 

clínicas que ayudaron a identificar parásitos inequívocamente (paludismo). Sin embargo, la 

confusión sobre muchos aspectos sobresale, por ejemplo, la identidad de los agentes, no teniendo 

claro la clasificación para vermes o lombriz; la creencia de la generación espontáneas de 

parásitos y el origen y difusión de las enfermedades (Cole, 1926; Gillespies y Pearson, 2001). 

2.1.2. Nacimiento oficial de la parasitología. 

Con la llegada del microscopio, todo empieza a tener sentido. 

Antoni Von Leeuwenhoek (1632-1732), logró sus mayores avances con la construcción de un 

microscopio y observó toda clase de materiales entre ellos sus propias heces; lo que lo hace el 

primer microscopista y fundador de la protozoología. A él se le deben las descripciones de los 

ooquistes de Eimeria stiedae y el primer dibujo de Giardia duodenalis. Los trabajos que realizó 

sobre caracteres sexuado influyeron sobre los pensamientos que se tenían sobre la generación 

espontánea, además dio ideas para que se continuaran los estudios de protozoarios de vida libre y 

parásitos (Gillespies y Pearson, 2001). 

Muchos son los personajes que han contribuido con la historia de la parasitología; y han aportado 

con la descripción de miles de parásitos. Pallas (1741-1811) explicó el origen de los helmintos a 

partir de huevos; Müller (1730-1784), informó sobre trematodos en peces, fasciola, 

esquistocefalo y Strongylus equinus; Rudolphi (1771-1832), incluyó los Ordenes Nematoidea, 

Trematoidea, Cestoidea y otros, además de crear el término “Entozoa” para referirse a 
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endoparásitos. Otros taxones se crearon para el siglo XIX: Ciliata (Perty 1852), Fagellata (Cohn 

1853) y Mastigophora (Diesing 1865) (Cheng, 1964; Gillespies y Pearson, 2001). 

Si bien, la llegada del microscopio abrió las puertas a un mundo lleno de cosas por descubrir. 

Con esto llegaron los primeros descubrimientos de Tricomonas sp., en boca humana (Müller, 

1773), Trypanosoma sp., en trucha (Valunton 1841) y rana (Grubi 1843), el primer tripanosoma 

en mamíferos, ratas (Lewis 1878), Entamoeba gingivalis (Ceros 1849), el primer ciliado 

(Balantidium coli, Malmsten, 1857), amplios estudios de coccidiosis (Eimer, 1870), Plasmodios 

de Malaria (Laverán 1880), junto con estos descubrimientos se hicieron progresos en el 

conocimiento de los mecanismos de transmisión (Cheng, 1964; Gillespies y Pearson, 2001). 

A pesar de todos los descubrimientos y descripciones realizadas a través de la historia, todavía 

siguen apareciendo nuevas especies no sólo en humanos, sino también en otras especies de 

animales. Por consiguiente, con el gran avance que ha tenido la tecnología, facilitando el 

diagnóstico, podríamos decir que el desarrollo de esta disciplina está es su mejor momento. 

2.2. Generalidades de la parasitología. 

La parasitología, es el estudio de los parásitos y la relación de estos con sus huéspedes; es una de 

las fascinantes áreas de la biología. El estudio del parasitismo es interdisciplinario, abarcando 

aspectos de sistemática y filogenia, ecología, morfología, embriología, fisiología, bioquímica, 

inmunología, farmacología y nutrición, entre otros (Cheng, 1964; Bogitch et al., 2013).  

La complejidad de la relación huésped-parásito ha llevado a menudo a malentendidos de la 

naturaleza precisa del parasitismo. Por tal razón los científicos han ideado conceptos 
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(comensalismo, mutualismo y parasitismo) para diferenciar las diversas asociaciones entre 

organismos heteroespecíficos (Bogitch et al., 2013). 

Cualquier organismo que gaste una porción o toda su vida íntimamente asociada con otro 

organismo vivo, de una especie diferente se conoce como un simbionte, y la relación se designa 

como simbiosis; el cual no implica dependencia fisiológica unilateral; más bien, se usa en su 

sentido original (vivir juntos) sin ninguna referencia a "beneficio" o "daño" a los simbiontes. 

Entonces, parasitismo es la relación simbiótica entre dos organismos: un parásito, generalmente 

el más pequeño de los dos, y un hospedero, sobre el cual el parásito es fisiológicamente 

dependiente. La relación puede ser permanente, como en el caso de las Tenias encontradas en el 

intestino de un vertebrado, o temporal, como con los mosquitos hembras, algunas sanguijuelas y 

garrapatas, que se alimentan intermitentemente de la sangre del hospedero. Estos parásitos se 

consideran parásitos obligatorios porque son fisiológicamente dependientes de sus hospedadores 

y usualmente no pueden sobrevivir si se mantienen aislados de ellos. Los parásitos facultativos, 

por otra parte, son esencialmente organismos vivos libres capaces de convertirse en parásitos si 

se colocan en una situación propicia (Cheng, 1964; Bogitch et al., 2013). 

2.2.1. Clasificación de Parásitos. 

Hay muchas formas por las que podemos clasificar a los parásitos según el criterio utilizado. En 

base a esto, se pueden clasificar de acuerdo con su localización en el hospedero, ciclo biológico, 

grupo taxonómico, especificidad, morfología, etc. (Biagi, 2004; Botero-Restrepo, 2005). 

La mejor forma para clasificar a los parásitos es mediante la morfología (ver anexo I: Cuadro 1), 

ya sea externa o interna, que estos presentan; ya que, mediante el aspecto general de estos, se 

puede llegar a un reconocimiento de las diferentes especies o géneros de parásitos. Destacamos 
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que la identificación de los diferentes especímenes mediante la forma, así como los diferentes 

estadios evolutivos, son importantes para el diagnóstico parasitológico (Quiroz, 1990; García, 

2013). 

2.2.2. Ecología de los parásitos. 

Estudiar la ecología parasitaria no es fácil y mucho menos en condiciones naturales; esto es 

producto, principalmente, de la gran diversidad de organismos que se relacionan y la variedad de 

factores que pueden incidir en estas relaciones. En otras palabras, la presencia o ausencia de un 

número de factores biológicos o físicos en ambientes directos o indirectos, afecta o influyen en 

las densidades y distribuciones de los parásitos (Martínez de la Puente, 2010, Cheng, 1964). 

2.2.2.1. Flora. 

La vegetación sirve de comida y abrigo para los hospedadores (intermediarios y definitivos), lo 

cual muy bien influye en las poblaciones parasitarias.  Por ejemplo, muchos moluscos acuáticos 

hospedadores de digenios trematodos sólo sobreviven donde las plantas acuáticas están en 

abundancia; éstas, además de alimento también proveen oxígeno a los moluscos (Cheng, 1964; 

Biagi, 2004). 

Si la flora escasea o se elimina, las poblaciones de moluscos disminuyen y la probabilidad de que 

los digenios completen su ciclo de vida es poca (Cheng, 1964). 

El parásito, Fasciola hepática, presenta metacercarias que pueden enquistarse en el agua, pero 

usualmente lo realiza en la vegetación para luego poder ser ingerida por el hospedero definitivo. 

Por consiguiente, con la falta o escasa vegetación se reduce la probabilidad de enquistamiento e 

ingesta, ocasionando una población baja de parásitos adultos en el área (Cheng, 1964). 
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2.2.2.2. Fauna. 

Mientras que el parasitismo puede ocurrir sólo si dos especies de organismos diferentes entran en 

una relación simbiótica, la presencia o abundancia de las especies de hospedadores son 

críticamente importantes. De igual manera la cadena alimenticia entre los animales es un factor 

esencial (Baer, 1951; Cheng, 1964).  

Taenia pisiformis es un parásito que se encuentra en el hígado y mesenterio de conejos salvajes y 

sólo se desarrollarán en adultos cuando las vísceras infectadas sean ingeridas por mamíferos 

carnívoros. La presencia y abundancia del conejo y mamíferos carnívoros son vitales para el 

mantenimiento de la tenia (Baer, 1951; Cheng, 1964). 

2.2.2.3. Agua. 

Esta juega un factor muy importante en el mantenimiento de la fauna parasitaria. Muchos 

parásitos esporádicos, como mosquitos, solo pueden completar su ciclo si hay agua presente 

(Cheng, 1964). 

La ausencia de agua puede impedir el desarrollo de un gran número de helmintos que utilizan 

invertebrados acuáticos como hospedadores intermediarios. Además, la forma infectiva de 

muchos parásitos, platelmintos, es de vida libre y requieren agua para migrar y llegar a su 

hospedador definitivo. Como es el caso de las cercarias de algunos trematodos digenios y larvas 

de ciliados de ciertos monogeneos (Rowan y Gram, 1959; Cheng, 1964). 

 No solo el agua es importante en el mantenimiento de ciertos parásitos, si no que su estado 

físico podría ser muy influyente; ya que, hay evidencia que la velocidad del cauce está 

relacionada al número de parásitos (Rowan y Gram, 1959; Cheng, 1964).  
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2.2.2.4. Grupos de hospederos. 

El número de hospederos intermediarios y definitivos, de igual manera sus densidades de 

transporte, afecta al parásito junto con las migraciones, alimentaciones, etc. (Cheng, 1964). 

La pérdida de la biodiversidad de vertebrados, por ejemplo, hace que se estén perdiendo, de igual 

forma, organismos parásitos asociados a la disminución de hospedadores. Dentro del contexto de 

coextinción se incluyen especies susceptibles a parásitos especialistas y otros que necesitan de 

otras especies hospedadoras para completar su ciclo de vida. Al eliminarse el hospedador 

principal o el intermediario, se le hace imposible al parásito completar su ciclo de vida, 

provocando su extinción (Koh et al., 2004; Martínez de la Puente, 2010). 

2.2.2.5. Medio ambiente. 

 El clima en las tierras tropicales y subtropicales favorece la transmisión de varios parásitos 

especialmente los transmitidos por los artrópodos. Varios insectos sirven como vectores de 

protozoos y nematodos patógenos, por lo que existe una alta incidencia de enfermedades 

parasitarias transmitidas por insectos en climas cálidos. Además, la abundancia de cuerpos de 

agua estancada, junto con temperaturas elevadas de las regiones tropicales y subtropicales, 

durante todo el año, ocasiona un aumento en la supervivencia de los huéspedes intermediarios y 

artrópodos. El hábitat favorable para huéspedes intermediarios y ciclos de vida ininterrumpidos 

de vectores ayudan a establecer y perpetuar enfermedades parasitarias en estas áreas, lo que 

impide aún más los esfuerzos de erradicación (Bogitch et al., 2013).  

Alarcon (2002) resalta en su publicación ¨Los parásitos y su importancia en el equilibrio de 

ecosistemas¨, que: Debido a los drásticos y acelerados cambios ambientales que nuestro planeta 
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sufre, principalmente debido a la actividad humana, los ecosistemas están perdiendo su 

equilibrio. Lo que nos dirige hacia una época en la que los parásitos y sus enfermedades se están 

convirtiendo en una verdadera pesadilla para los científicos de la salud y los gobiernos.  

2.2.3. Evolución del parasitismo. 

El parasitismo ha evolucionado de manera independiente varias veces en diferentes linajes de 

animales, pero no siempre se ha reportado la coevolución (Poullin, 1995).  

Observaciones hechas a distancia han revelado una variedad de adaptaciones del parasitismo, 

incluyendo cambios en fisiología, morfología y rasgos de la historia de vida. Estas observaciones 

han llevado a los parasitólogos a formular reglas generales sobre la evolución de los parásitos, 

reglas que definen un camino evolutivo común presumiblemente seguido por todos los 

organismos parasitarios (Poulin, 2001). 

Las presiones selectivas que actúan sobre los parásitos son diversas y pueden guiar su evolución 

en cualquier dirección. La mayoría de las autoridades coinciden en que los parásitos surgieron de 

progenitores de vida libre y se deduce que los endoparásitos han resultado de formas de vida 

libre que fueron accidentalmente introducidas en el huésped. En este nuevo entorno, se 

produjeron mutaciones genéticas espontáneas y prosperaron mutantes más competentes, que 

ejemplifican el concepto de “supervivencia del más apto” (Cheng, 1964; Poulin, 1995). 

Entre las tenias, la aparición continua de formas mutantes ha dado como resultado la aparición de 

especies modernas que carecen de un tracto digestivo. Tales mutantes se han vuelto altamente 

exitosos, ya que el medio ambiente consiste en una matriz de nutrientes digeridos y parcialmente 

digeridos que pueden ser absorbidos (Cheng, 1964). 
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Donde más de un huésped está involucrado en la finalización del ciclo de vida de un parásito, las 

especies multiexistentes generalmente pueden considerarse más avanzadas, porque 

presumiblemente el parásito se ha adaptado, con el tiempo, a varias especies de hospederos. Es 

decir, el número creciente de huéspedes intermediarios significa que hay avance evolutivo sólo 

hasta cierto punto, después de lo cual la eliminación de ciertos huéspedes intermediarios debería 

considerarse un avance porque el parásito aumenta sus posibilidades de alcanzar el huésped 

definitivo eliminando uno o más huéspedes intermedios. Este concepto se confirma con el 

trematodo sanguíneo Schistosoma sp., éste sólo requiere de un hospedador intermediario, 

caracol, del cual emergen las cercarias que buscan activamente y penetran al hospedador 

definitivo. Tanto la presencia de esquistosomas masculinos como femeninos y el tipo más 

desarrollado de cercaria sugieren el estado avanzado de estos gusanos en comparación con los 

otros trematodos digenios los cuales presentan 2 o más hospedadores intermediarios (Cheng, 

1964). 

2.2.4. Importancia de los parásitos. 

Los parásitos desarrollan diversas funciones las cuales resultan importantes para el bienestar de 

los ecosistemas. Por la relación que mantienen con sus hospederos; muchas veces ocasionan 

daños en el hospedador dependiendo de la especie, ubicación y condiciones de vida del animal. 

Todos los animales hospedan parásitos de diversos taxones con los que están en equilibrio; de 

esta manera indirecta, los parásitos afectan las interacciones que se dan entre los organismos de 

una misma especie y de otras especies en los ecosistemas. Hay parásitos que pueden alterar el 

comportamiento o la morfología de los individuos. Dicho cambio, produce alteraciones en las 

interacciones con otros organismos, lo que a su vez provoca cambios en el funcionamiento de los 

ecosistemas (Arrojo, 2002; Alarcón, 2002). 
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Por otro lado, los parásitos que forman parte de la fauna parasitaria normal de animales silvestres 

pueden llegar a infectar al hombre; de ahí, el hecho de que es importante el conocimiento de las 

especies parasitarias con vías antropozoonoticas o zoonóticas para que puedan ser controladas y 

evitar contraerlas (Arrojo, 2002). 

2.3. Parasitismo en el Reino Animal. 

La diversidad parasitaria es tan extensa que se estipula más de la mitad de los seres vivos lo son; 

encontrándose ejemplos en la mayoría de los grupos taxonómicos conocidos (Price, 1980; 

Marquardt et al., 2000; Martínez de la Puente, 2010).  

2.3.1. Estudios de parasitología en reptiles. 

Con el pasar de los años las técnicas de diagnóstico de parásitos han ido evolucionando, 

permitiendo así, el desarrollo de estudios de parasitismo en diferentes especies de animales. Esto 

ha dividido a los parásitos en ecto y endoparásitos; en estos últimos tenemos gastrointestinales y 

hematológicos o sanguíneos; de esta forma los podemos diferenciar fácilmente. 

2.3.1.1. Estudios coprológicos. 

Numerosas investigaciones se han llevado a cabo a nivel mundial con el propósito de identificar 

parásitos en una gran variedad de animales, para determinar patogenicidad y zoonosis, lo que ha 

demostrado que existe una gran diversidad de parásitos que pertenecen a un determinado género 

y especie tanto en animales de vida libre como en cautiverio (Aranda et al., 2013).  

El modo de vida del hospedador y la parasitofauna están relacionadas entre sí; ya que la densidad 

de la población hospedadora influirá sobre la composición de la parasitofauna (Benbrook, 1965).  
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Estudios diversos realizados en quelonios, saurios, ofidios y cocodrilianos, forman una 

importante fuente bibliográfica de la parasitofauna frecuente y los efectos de su presencia en 

reptiles (Rodríguez, 2015).   

En un estudio publicado en 2013 por Panayotova-Pencheva, indicaron que, en los animales de 

zoológicos europeos, los parásitos mayormente reportados son los helmintos; sin embargo, los 

más diagnosticados son los nematodos y, a pesar de su presencia en los reptiles, la escasa 

información de estos en la literatura dificulta su identificación. Los nematodos están 

representados a menudo por los Ordenes Ascaridia, Strongylida, Enoplida, Oxyurida y 

Rhabditida, dependiendo de la especie de reptil. Panayotova-Pencheva señala también que los 

protozoarios que afectan el tracto gastrointestinal son los segundos en prevalencia, después de 

los nemátodos, en ser reportados (Cryptosporidium, Giardia, Eimeria), seguidos posteriormente 

por los cestodos y los trematodos (Quiroz, 1990; García, 2013, Raś-Noryńska, 2015).  

En América Latina, los estudios indican que la prevalencia de un grupo en especial de parásitos 

varía de acuerdo con las zonas; pudiendo obtener una mayor prevalencia de protozoarios o 

nematodos, en poblaciones de reptiles en cautiverio (Chávez et al., 2015; Herrera, 2008; García, 

2013; Rodríguez, 2015). 

2.3.1.2. Estudios hematológicos. 

Recientemente diversos países se han interesado en conocer la hematología de reptiles y han 

llevado a cabo investigaciones con el fin de conocer las células sanguíneas, morfología y 

establecer valores hemáticos, los cuales son de gran ayuda para la determinación del estado de 

salud de los reptiles que, con el transcurrir de los años, son más frecuentes en las clínicas 

veterinarias (Cortéz, 2015). 
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Estos estudios empezaron a desarrollarse, consecuentemente, por las necesidades en los sitios 

donde albergaban a estos animales, donde el diagnóstico resultaba difícil al no poseer 

información útil y detallada para comparar, corroborar, descartar y/o determinar agentes 

patógenos que ocasionaban enfermados; lo que conlleva a una limitante de las evaluaciones en 

los controles sanitarios. Por tal razón, se comienza a dar prioridad a los estudios relacionados con 

la hematología, que ha sido de gran ayuda en los zoológicos; mejorando la calidad de vida y 

bienestar de los animales en cautiverio (Troiano et al., 1996; Maya et al., 2012; Santa María, 

2014).  

La hematología en cautiverio trajo consigo el interés de realizar trabajos investigativos en 

animales de vida libre, en donde los resultados se utilizaban para descartar enfermedades en las 

zonas de estudio, ya que los valores hemáticos difieren en animales que se hallan en habitas 

diferentes, debido a los factores ambientales a los que están expuestos diariamente. En el caso de 

los reptiles, los cambios de temperatura y procesos de estrés debido a los manejos y/o 

contenciones que se realicen, son los principales factores ambientales que interfieren en los 

valores hematológicos (Guerrero, 2002; Barboza et al., 2006; Ferreyra et al., 2007; Santa María, 

2014). 

En 2006, la NAVC (North American Veterinary Conference) en USA, publicaron técnicas de 

punción y recolección, conteo y muestreo de la sangre de reptiles, investigando la hematología y 

química sérica en reptiles en cautiverio (Sthall, 2006).  

En el Salvador se han realizado algunos estudios referentes a la hematología en reptiles, en el 

2012 la determinación de valores hematológicos y bioquímicos sanguíneos de tortugas anidantes 

de golfina (Lepidochelys olivacea) considerado el primer estudio completo a nivel mundial en 
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esta especie en cuanto al tema (Santillana, 2012). En 2015 se lleva a cabo un estudio donde se 

determinan los valores hemáticos y la presencia de hemoparásitos en reptiles presentes en el 

Parque Zoológico Nacional como herramienta para determinar el estado de salud de los reptiles 

(Cortéz, 2015).  

En Ecuador recientemente se publicó un estudio basado en la determinación del valor 

hematológico y bioquímica sanguínea de la especie Caiman cocodrilus con la finalidad de 

facilitar la evaluación del estado de salud y ser fundamento para la conservación de esta especie 

(Lescano, 2016).  

También se ha llevado a cabo la investigación, por parte del Colegio de Medicina Veterinaria de 

la Universidad de Florida, USA, para el diagnóstico de hematología en reptiles, tomando en 

cuenta la morfología de las células sanguíneas, hemograma general y presencia de hemoparásitos 

(Plasmodium sp.), sin embargo, aún queda mucho por estudiar (Stacy et al., 2011). 

2.4. Generalidades de los reptiles. 

Los reptiles han existido desde hace unos 300 millones de años, (Fontanilla, 1996). Dentro de la 

Clase Reptilia hay tres grandes y diversos órdenes que en conjunto suman un total aproximado 

de 6500 especies; los Órdenes son: Testudinata (tortugas), Squamata (lagartijas y serpientes) y 

Crocodylia (caimanes, cocodrilos y gaviales) (Campbell et al., 1999) y hay un cuarto Orden casi 

extinto, el Rhynchocephalia (tuataras) del que queda un único género (Alexander et al., 1992; 

Madera 2011)  
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Las diversas especies de reptiles actuales ofrecen aspectos tan distintos que durante mucho 

tiempo los naturalistas se resistieron a incluir en una misma clase zoológica a cocodrilos, 

serpientes, lagartos, tortugas y rincocéfalos (Fontanilla, 1996). 

Los reptiles se caracterizan por tener una piel dura, seca y recubierta de escamas. Las escamas se 

derivan de la capa exterior de la piel o epidermis y están formadas principalmente por queratina. 

Pueden vivir continuamente en ambientes terrestres, debido a que las escamas los protegen 

contra la desecación. A medida que crecen los reptiles se despojan de su piel y la reemplazan por 

otra nueva, este proceso recibe el nombre de muda (Palacio, et al. 2006). 

2.4.1. La Comunidad de los cocodrilos. 

La ascendencia de los cocodrilos data de la Era Mesozoica, hace 265 millones de años. Junto con 

los dinosaurios, pertenecen al Grupo Archosauria del Período Cretácico hace 66 millones de 

años; las características del grupo se conservan y el linaje de los cocodrilos ha continuado hasta 

la actualidad (Alderton, 1991). 

Para el Orden Crocodylia actualmente se han descrito 23 especies, divididos en tres Familias: 

Alligatoridae, Crocodylidae, y Gavialidae; y 8 géneros: Alligator, Caiman, Paleosuchus, 

Melanosuchus, Crocodylus, Osteolaemus, Tomistoma y Gavialis (Alderton, 1991). 

Según Escobedo et al., 2011, en Panamá, se encuentran dos especies de cocodrilianos, el 

Crocodylus acutus y el Caiman crocodilus fuscus, a este último va dirigido nuestro estudio. El 

Caiman crocodilus, presentan cuatro subespecies reconocidas (Figura 1): Caiman crocodilus 

fuscus (Cope 1868: Porosuchus fuscus), Caiman crocodilus chiapasius (Bocourt 1876: Alligator 

chiapasius), Caiman crocodilus apaporiensis (Medem 1955) y Caiman crocodilus crocodilus 

(Linnaeus 1758: Lacerta crocodilus). (ver anexo II: Figura 1).  
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2.4.2. Modelo de estudio: Caiman crocodilus Cope 1868. 

2.4.2.1. Taxonomía. 

       Reino Animalia 

           Filo Chordata 

              Clase Sauropsida 

                 Subclase Diapsida 

                    Infraclase Archosauromorpha 

                       Superorden Crocodylomorpha 

                          Orden Crocodilia 

                             Familia Crocodilidae 

                                Subfamilia Alligatorinae 

                                   Género Caiman 

                                      Especie Caiman crocodilus 

                                         Subespecie Caiman crocodilus fuscus 
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2.4.2.2. Evolución y distribución. 

Los caimanes se ubican entre las especies vivas más antiguas con elevado éxito evolutivo 

(Lescano 2016). 

Formando parte del grupo de los cocodrilos, los caimanes tienen su origen muy temprano en la 

era mesozoica, 265 millones de años, con los tecodontos. Estos se consideran los ancestros más 

tempranos de los cocodrilos contemporáneos y eran criaturas pequeñas capaces de vivir en el 

agua y en tierra y usualmente con el cuerpo cubierto de placas óseas (Alderton, 1991). 

Los cocodrilos empezaron a evolucionar para el período triásico, cuando había sólo una masa 

continental (Pangea), la cual empezó a dividirse subsecuentemente en norte (Laurasia) y sur 

(Gondwana) para el período jurásico (Alderton, 1991).  

Para el período cretácico, se presentaron cambios en las formas de vida presentes en la tierra, de 

tal manera que los dinosaurios y otras criaturas se extinguieron, pero, los cocodrilos y tortugas 

sobrevivieron sin sufrir disminución alguna en sus números (Aldreton, 1991). 

El cambio gradual vio el comienzo de las poblaciones individuales que empezaron a evolucionar 

en diferentes líneas ya que se aislaron con la división de la masa continental. Una reducción en el 

número de especies de cocodrilos se vio en la Época de Oligoceno, 38 millones de años, en 

donde las bajas temperaturas en Europa produjeron su extinción, en esta área, ocasionando una 

mayor concentración en áreas tropicales y subtropicales del mundo (Alderton, 1991).  

Santa María (2014) menciona que las especies de la Familia Alligatoridae presentan una 

distribución amplia, y se pueden encontrar en Brasil, Colombia, Costa Rica, Cuba, Ecuador, El 

Salvador, Guyana, Guyana Francesa, Guatemala, Honduras, México, Nicaragua, Panamá, Perú, 
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Puerto Rico, Surinam, Venezuela, entre otros (ver anexo II: Figura 1). Sin embargo, ha sido 

introducida en algunas localidades de Florida, EU según Alderton (1991). 

2.4.2.3. Características generales de Caiman crocodilus. 

2.4.2.3.1. Anatomía. 

El nombre común del C. crocodrilus (Caimán de anteojos) deriva de una cresta ósea que se 

presenta entre el frente de los ojos (puente infraorbital), dando el aspecto como de un par de 

anteojos. Una cresta triangular está presente sobre los fuertes y osificados párpados superiores. 

Los juveniles son de color amarillo con manchas negras y bandas en el cuerpo y la cola. A 

medida que maduran, ellos pierden el color amarillo y las marcas cada vez se toman menos 

claras. Los adultos son de color verde oliva apagado. Esta especie (probablemente junto con 

varios otros, incluyendo a Alligator. mississippiensis) ha demostrado una capacidad limitada para 

cambiar el color (metacrosis) debido a los cambios en la distribución de pigmento negro en las 

células melanóforas. Las diferentes subespecies varían en color, tamaño y forma del cráneo. 

También cuenta con 72 - 78 dientes, entre pre maxilares, maxilares y mandibulares (Santa María, 

2014). 

Son uno de los reptiles más impresionantes por su fortaleza, corpulencia y longitud, su cuerpo se 

sostiene con cuatro extremidades relativamente cortas; las anteriores están provistas de cinco 

dedos, mientras que las posteriores tienen cuatro dedos. La cola está comprimida lateralmente y 

le sirve como timón para propulsarse en la natación, además de ser un instrumento de ataque 

(Tejeira, 1998). 
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Es una especie considerada de tamaño mediano, llegando a medir en promedio 1,50 m hasta 2,80 

m (macho adulto), y pesar unos 65 kg (Rueda-Almonacid et al., 2007; Madera, 2011) 

Algunas de las características que le diferencian al C. crocodilus de los demás cocodrilianos se 

describen en Rueda-Almonacid et al. (2007). (ver anexo II: Figura 2).  

• Presentan una arista en forma de media luna ubicada en la parte anterior de los ojos y sobre el 

dorso del hocico.  

• Presentan 5 series transversales de escamas cervicales.  

• Presentan 2-3 hileras de escamas post-occipitales.  

• Escamas dorsales cuadrangulares y con elevación variable.  

• Escamas de los lados del cuerpo ovoides y quilladas.  

• Manos no palmeadas.  

• Color del dorso café oliváceo sucio, café oliva o amarillento  

• Bandas café oscuras sobre los lados de la cola en juveniles y neonatos.  

• Presenta 5 dientes premaxilares; 12-15 dientes maxilares y 17-20 dientes mandibulares.  

                            1.4.2.3.2. Alimentación. 

La alimentación del Caiman crocodilus varía con la abundancia de las presas en el lugar que 

habite; son estrictamente carnívoros, los adultos generalmente se alimentan de mamíferos, ranas, 

cangrejos, camarones, caracoles, etc, constituyen una parte importante de su régimen 
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alimenticio; ocasionalmente ingieren a otros caimanes pequeños y tortugas recién nacidos, 

exhiben necrofagia, aunque algunos autores sugieren que las aves acuáticas y pequeños 

mamíferos forman parte de su dieta, pero los peces rara vez aparecen en el contenido estomacal. 

Los caimanes pequeños se alimentan, casi exclusivamente, de insectos (Alderton, 1991; Tejeira 

1998).  

De acuerdo con Asanza (1985) mayoría de caimanes deja de alimentarse cuando la temperatura 

cae por debajo de 25ºC, ya que la temperatura óptima para la alimentación está situada entre 25 y 

35ºC. 

                            1.4.2.3.3.  Reproducción y anidación. 

Las hembras alcanzan la madurez sexual cuando tienen una longitud de 1.2 m, con una edad 

entre 4 y 7 años, dependiendo de la población. Los machos maduros son más grandes que las 

hembras, pero tienen la misma edad (1.4 m de largo y de 4 a 7 años) (Chamorro y Cubillos, 

2007; Lescano, 2016). 

El apareamiento se produce cuando el macho monta a la hembra; situándose sobre el dorso de su 

pareja, coloca la cola y la cloaca bajo la cola de la hembra e introduce el pene curvado en la 

cloaca de la hembra. Para tener éxito, una cópula debe durar unos cuantos minutos, pudiendo 

prolongarse de 10 a 15 minutos, e incluso más (Chamorro y Cubillos, 2007; Lescano, 2016). 

Los cocodrilianos se caracterizan por ser ovíparos, sus huevos son de color blanquecino y de 

cascara dura, las hembras ovopocitan generalmente por temporadas y una sola vez por año, las 

hembras construyen sus nidos en forma de montículo hecho a base de vegetación muerta, ramas 

y barro; estos nidos pueden llegan a alcanzar una altura de un metro y un diámetro de más de dos 
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metros (Álvarez, 1974; Staton y Dixon, 1977; Thorbjarnarson y Velasco, 1998; Köhler, 2008; 

Lescano, 2016). 

Durante el período de incubación y cuidado parental de los neonatos, las hembras presentan un 

comportamiento muy agresivo hacia cualquier posible amenaza para el nido y las crías. Los 

neonatos permanecen en grupos durante varios meses; estos grupos pueden incluir crías de otros 

nidos (Rueda-Almonacid et al., 2007; Madera, 2011). 

2.4.2.4. Importancia de los caimanes. 

Los cocodrilos desempeñan un papel de suma importancia en el equilibrio de su hábitat, ya que 

estos se ubican como depredadores de segundo y tercer nivel de la cadena trófica, intervienen en 

el control de las poblaciones de otros animales, También son famosos para controlar el número 

de pirañas, así como también mantienen canales abiertos que comunican a los cuerpos de agua 

entre sí. En las zonas pantanosas construyen fosas circulares que constituyen el único refugio de 

la fauna acuática durante la época de sequía. Sus heces, producidas por la digestión de su 

alimento, que poseen e incorporan al medio acuático nutrientes que enriquecen y favorecen el 

crecimiento de algas y todo tipo de organismos planctónicos permitiendo a los peces alimentarse 

desde el momento en que nacen. Es por esto, que su eventual ausencia, puede ser promotor de la 

afectación de la cadena trófica de su habitat (Fittkau, 1970; Medem, 1983; Rueda-Almocid et al., 

2007; Santa María, 2014; Lescano, 2016). 

Según Lescano (2016) en el Amazonas se evidenció la importancia ecológica de los caimanes ya 

que son pieza clave en la regulación del ciclo de vida de varios peces destinados al consumo 

humano. 
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La importancia ecológica de esta especie en términos de reciclaje de nutrientes se relaciona con 

la reutilización de residuos nitrogenados que al entrar en el ecosistema beneficia plantas y 

animales (Santa María, 2014). 

2.5. Parásitos en caimanes. 

Archivos relacionados con el parasitismo en cocodrilianos datan de los años 80, distribuidos 

entre manuscritos publicados y no publicados, y catálogos internacionales de parásitos. Las 

fuentes de información se encuentran muy dispersas y muy a menudo publicadas en revistas 

inaccesibles. Hace poco se incluyeron los cocodrilianos a las listas de verificación de parásitos 

en vertebrados y reptiles; sin embargo, muchas no incluyen todas las especies de cocodrilianos o 

todas las especies de parásitos en cocodrilos reportadas (Huchzenmeyer, 2003; Tellez, 2013). 

Tellez en 2013 dio a conocer una lista de verificación de parásitos en donde se incluyen todas las 

especies y subespecies de cocodrilianos reconocidos por la Unión Internacional para la 

Conservación de la Naturaleza (IUCN) y el Grupo Especialista en Cocodrilos (CSG). Además, 

incluye todos los parásitos identificados para cada hospedador desde el más temprano documento 

de parásitos en cocodrilos, generado por Rudolphi en 1819. 

Esta lista de verificación es una compilación de publicaciones anteriores que hacen referencia a 

especies parasitas del Orden Crocodylia. (ver anexo I: Cuadros 2, 3 y 4) 

2.5.1. Enfermedades parasitarias asociadas a reptiles. 

Actualmente las enfermedades parasitarias en reptiles son ignoradas, hasta tal punto que muchos 

dicen que se desconoce el ciclo de vida y tratamiento de los parásitos que los afectan. La falta de 

buenos métodos diagnósticos y conocimientos sobre la microbiota normal de la mayoría de los 
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reptiles dificulta el diagnóstico de las enfermedades, por esto, el diagnóstico es un factor de gran 

importancia para determinar la presencia o ausencia y frecuencia de los parásitos involucrados; 

lo que ayuda al conocimiento del estado inmunológico de los animales (García; 2013; Rodríguez, 

2015). 

En la fauna de vida libre, las consecuencias en cuanto al estado sanitario causado por los 

parásitos son bajas, si la comparamos con la fauna en cautividad, ya que el equilibrio simbiótico, 

parásito-hospedador, se rompe y la parasitosis intestinal se expresa producto del estrés, 

alimentación y exposición a agentes infecciosos, que dan lugar a enfermedades parasitarias 

(Yarto, 2011; García, 2013  ̧Rodríguez, 2015; Cortéz, 2015; Gonzáles et al., 2015). 

2.5.1.1. Patologías comunes. 

En algunas ocasiones los reptiles sirven de reservorios de parásitos, pero debido al poco tiempo 

que estos parásitos pasan en el hospedador no se distinguen signos de alguna enfermedad. Sin 

embargo, si es abundante la carga parasitaria, los síntomas más característicos son: inactividad, 

falta de apetito, delgadez, entre otros (Martínez- Silvestre, 2007; Jacobson, 2007; Rodríguez, 

2015). 

Existen varios parásitos que afectan a los reptiles, algunos los afectan internamente, invadiendo 

diversos órganos, y otros en la parte externa del cuerpo. Su efecto dependerá de la edad, estado 

nutricional, sistema de defensa y órgano en que estén afectando (Herrera, 2008). 

Entre algunos parásitos que podemos mencionar destacan los de los siguientes grupos: 

Protozoarios. 
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- Coccidio. 

En reptiles las coccidias son parásitos obligados y muchas veces específicos que se transmiten 

por ruta fecal-oral. Los géneros de coccidias más frecuentes en reptiles son Eimeria sp., Isospora 

sp., Caryospora sp. y Sarcocystis sp. Los efectos patológicos de las coccidias parecen ser leves 

para la mayoría de los reptiles; sin embargo, los casos más severos resultan en ulceración 

epitelial y fibrosis. También puede ocurrir septicemia por la pérdida de la integridad epitelial 

(Baker, 2009; Rodríguez, 2015). 

El Criptosporidium sp., es un patógeno importante y de carácter zoonótico para el hombre. Los 

reptiles pueden ser portadores asintomáticos, convirtiéndose en fuentes contaminantes al excretar 

los ooquistes periódicamente toda su vida. La criptosporidiosis se caracteriza por ocasionar 

anorexia, pérdida de peso, diarrea fétida, entre otros signos y síntomas (Baker, 2007; Herrera, 

2008; Rodríguez, 2015). 

- Amebas. 

La amebiasis es muy popular en reptiles en cautiverio, especialmente en quelonios y ofidios. 

Entamoeba invadens, muy parecida a E. histolitica, es uno de los patógenos más importantes de 

serpientes y lagartos en cautiverio en todo el mundo. Las infecciones ocurren principalmente en 

el intestino, pero también pueden ocurrir a nivel gástrico y hepático. Los signos de infección 

suelen ser no específicos y localizarse a lo largo del tracto gastrointestinal, ocasionando 

regurgitación de alimentos sin digerir, adelgazamiento, anorexia y diarrea sanguinolenta. La 

gastritis también está relacionada con estos protozoarios, al igual que la enteritis y la mortalidad 

en reptiles (Herrera, 2008; Rodríguez, 2015). 
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- Protozoarios Flagelados. 

Giardia sp., Trichomonas sp., Leptomonas sp. y Hexamita sp., se encuentran a menudo en 

animales asintomáticos, se detectan mediante exámenes coprológicos rutinarios, estos son 

protozoarios intestinales que en reptiles pueden ocasionar anorexia, diarrea, deshidratación y 

pérdida de peso; pero, al asociarse con otros patógenos, parásito o bacteria, producen enteritis, 

nefritis, septicemia y muerte (Baker, 2007; Herrera, 2008). 

Protozoario ciliado. 

Balantidium sp. no es considerado patógeno, sin embargo, los cambios en la microbiota 

asociados con los cambios en la dieta, antibióticos y el estrés, pueden incrementar la población 

de los ciliados llevando a la localización de enteritis, anorexia y diarrea. Como vemos, la 

balantidiasis clínica sigue siendo rara en vertebrados, incluyendo también a los reptiles (Baker, 

2007). 

Nematodos. 

Las Rabdhias y Entomelas se caracterizan por causar lesiones en el tracto respiratorio, estas 

infecciones pueden ir de leves a severas, dependiendo del estado de salud del hospedador y 

presencia o ausencia de infecciones oportunistas. Los reptiles infectados con estos parásitos 

pueden ser asintomáticos o desarrollar una enfermedad clínica severa; los hospedadores pueden 

presentar respiración con boca abierta, disnea y colapso (Baker, 2007). 

Los ascáridos más comunes que infestan a los reptiles, son de la Familia Ascaridae, en donde las 

especies que más afectan a los ofidios son Ophidascaris sp. y Polydelphis sp; Dujardinascaris sp. 

y Paratrichosoma sp. de la Familia Anisakidae, son las especies más comunes en los 

Cocodrilianos. Las larvas pueden migrar produciendo abscesos, granulomas y ulceración de la 
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tráquea y el pulmón. Los estados adultos se pueden encontrar en esófago, estómago e intestino 

delgado de las serpientes, produciendo obstrucción y perforación gastrointestinal. Los signos 

clínicos no son específicos, pero pueden presentar anorexia, anemia y regurgitación (Herrera, 

2008). 

Los oxiuridos son el segundo grupo de nematodos más comunes en reptiles, especialmente en 

quelonios, saurios y algunos ofidios, y aún no se describen en cocodrilianos. Los oxiuros se 

agrupan en el intestino grueso, y ocasionalmente pueden provocar obstrucción intestinal 

(Brotons, 2001; García, 2013). 

Los Strongyloides sp. pueden causar síntomas como diarrea, anorexia, pérdida de peso, úlceras 

hemorrágicas gastrointestinales, enteritis y obstrucción gastrointestinal. Los parásitos del Orden 

Strongilidae (Diaphanocephalus sp., Oswaldocruzia sp. y Kalicephalus sp.), en infestaciones 

severas, pueden debilitar y causar muerte (Lane et al., 1996; Lightfoot, 1999; Sánchez et al., 

2004; Mitchell et al., 2005). 

Cestodos. 

Las tenias se observan en todos los órdenes de los reptiles, pero la mayoría de ellos no son 

patógenos, aunque en algunos casos se ha presentado pérdida de peso y muerte. Ophiotaenia sp. 

en el tracto gastrointestinal de serpientes y lagartos puede producir obstrucciones mecánicas; 

también la migración larvaria puede dar la formación de nódulos multifocales en el hígado 

(Herrera, 2008). 
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Trematodos. 

Algunos géneros del Orden Digenea de la Familia Ochetosomatidae (Dasymetra, Lechiorchis, 

Zeugorchis y Ochestosoma) y de la Familia Plagiorchiidae (Stomatrema) pueden ocasionar 

lesiones que parecen ser inofensivas, pero los casos graves incluyen irritabilidad pulmonar, 

disnea y pérdida de peso. Los trematodos también han sido asociados con neumonía. 

Styphilodora, causan lesiones como dilatación tubular y nefritis intersticial crónica, afectando 

generalmente a serpientes (Jacobson, 2007; Baker, 2007). 

La Familia Spirochiidae, afectan el sistema circulatorio de quelonios más que todo; la migración 

de estos puede provocar una respuesta inflamatoria severa en órganos como el corazón, hígado, 

cerebro, pulmón, lesiones en la mucosa y submucosa gastrointestinal (Jacobson, 2007).  

Otros pueden causar dermatitis necrótica que lleva a la aparición de úlceras, también provocan 

anorexia, boca abierta, retención de líquidos y muerte por infección primaria o secundaria, los 

huevos pueden obstruir vasos terminales, causando necrosis isquémica y vísceras. Ejemplo de 

estos tenemos a los géneros Pneumatophilus sp., Odhneriotrema sp., Lechriochys sp., Aeugochis 

sp., Spirorchus sp., Henotosoma sp., Unicaecum sp., Vasotrema sp. y Hapalorhynchus sp. 

(Herrera, 2008). 

2.6. Influencia de los factores ambientales. 

Las características estructurales del medio natural es un aspecto muy importante para 

comprender el ecosistema, ya que este es un elemento clave para mantener un balance entre los 

factores ambientales que lo conforman, debido a que al perderse el equilibrio en los ecosistemas 

se pueden acarrear consecuencias como cambios bruscos climáticos, afectando la diversidad y 
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abundancia entre las especies que interactúan en el medio ambiente (Medem, 1981; 

Thorbjarnarson, 1989; Ross 1998; ANAM, 2010). 

Cada organismo tiene su forma particular de vida, la cual está en perfecta relación con el medio 

que habita. Existe una interdependencia muy estrecha entre todos los seres vivos y los factores de 

su hábitat, por lo tanto, cualquier cambio en la composición de las especies afecta tanto al 

hábitat, como a otros habitantes de éste (ANAM, 2010). 

Panamá al igual que muchos países en vías de desarrollo, poseía grandes masas boscosas, que a 

través de los años se han ido reduciendo con gran rapidez, impactando de cierto modo la 

sucesión natural de la flora y fauna, debido a las prácticas y usos inadecuados que resultan de la 

creciente presión de la actividad humana (ANAM, 2010).  

En los sitios de captura de animales silvestres de este estudio, la cobertura vegetal boscosa ha 

sido devastada y reemplazada por actividades antropogénicas, como: ganadería y asentamientos 

humanos.  

Los cocodrilianos a lo largo de su trayectoria se han visto amenazados por los humanos debido a 

la cacería furtiva para la comercialización de sus pieles, provocando significativas reducciones 

en sus poblaciones silvestres, en todos sus rangos de distribución. Además, el cambio de uso del 

suelo y la destrucción de hábitats, son problemas adicionales para que estos animales hayan 

llegado al borde de la extinción. Afortunadamente, en la actualidad estos animales son 

protegidos por los países donde habitan, y organismos internacionales que prohíben o controlan 

su comercio (Ross, 1998; Madera 2011). 
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En la década de los sesentas aumentó la demanda de los productos derivados del caimán 

haciendo susceptible a esta especie, por lo que se requiere hacer una evaluación del estado de su 

población y hábitat, para determinar las condiciones en las que se encuentran, ya que estos 

animales forman parte fundamental de los ecosistemas (King et al, 1993; Ross, 1998; 

COMACROM, 1999). 

Estudios reflejan que las poblaciones silvestres del caimán (Caiman crocodilus) han disminuidas 

debido a la cacería y a la modificación de su hábitat y suponen un insustituible eslabón en la 

cadena biótica de los medios en los que están ligados y la extinción supondría una pérdida 

insalvable para todo el ecosistema y un gran fracaso para quienes aún ven a la naturaleza como 

hogar de la humanidad (Lescano, 2016). 

El establecimiento de zoocriaderos, no ha sido una actividad de importancia ni a nivel privado, ni 

a nivel gubernamental. Las estadísticas disponibles sobre la existencia de zoocriaderos así lo 

demuestran. Hasta la fecha, únicamente han sido reportados 32 zoocriaderos en toda la 

República, de estos cuatro se dedican a la cría de cocodrilos, en la Provincia de Panamá (ANAM, 

2010). 

El objetivo del establecimiento de zoocriaderos es promover el aprovechamiento sostenible y 

protección de especies en cautiverio, ya sea con fines comerciales, consumo familiar, científicos, 

reproducción y/o de repoblamiento, en cumplimiento de las normas establecidas por la ANAM, 

también es una fuente generadora de empleos y divisas (ANAM, 2010). 

En algunas regiones del mundo, la explotación de diversas especies de cocodrilianos representó 

en el pasado una actividad económica relevante. Sin embargo, debido a la extracción desmedida 



36 

 

y desordenada a la que se vieron sujetas, hoy en día 13 de las 21 especies existentes se 

encuentran con estatus de riesgo (CROMACROM, 1999). 

La caza ilegal ha sido controlada recientemente debido en gran parte a la aplicación de 

restricciones comerciales nacionales e internacionales y una mayor disponibilidad de piel 

cocodrilos, esto no ha contribuido adecuadamente a la recuperación global de las poblaciones. 

Algunas regiones de Estados Unidos, México y Costa Rica han logrado una recuperación de las 

poblaciones, mientras que, en Colombia, Jamaica, Ecuador, Perú y Belice, las poblaciones están 

aparentemente lejos de recuperarse, debido a la continuación de las amenazas y en algunos casos 

debido a limitaciones ecológicas de hábitat y competencia con otros cocodrilos simpáticos del 

nuevo mundo (Ross, 1998).  

Las últimas dos décadas han sido testigos de un renacimiento en la biología cocodriliana en gran 

parte debido a los estudios clásicos que despiertan interés en los cocodrilianos y no se ha 

limitado a la química fisiológica, sino que ha incluido nuevos conocimientos sobre su 

metabolismo, comportamiento, desarrollo, ecología e incluso sistemática y evolución 

(Densmore, 1989). 

En Panamá, El Ministerio de Ambiente, considera a la babilla, Caiman crocodilus, una especie 

vulnerable, sobre todo por la contaminación de los cuerpos de agua, y la cacería furtiva. A nivel 

mundial, se encuentra en el apéndice II de La Convención sobre el Comercio Internacional de 

Especies Amenazadas de Fauna y Flora Silvestres (CITES), mientras que en Internacional Union 

of Conservation of Nature (IUCN - Unión Internacional para la Conservación de la Naturaleza) 

se le considera una especie poco amenazada (LR- Bajo Riesgo) (Rodríguez, 2007; UICN, 2008. 

Mi Ambiente, 2016; CITES, 2017). 
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Tomando en cuenta que la calidad de vida en estado silvestre versus vida en cautiverio, las 

condiciones en cuanto a la salud del animal se vuelve más susceptible, ya que en cautiverio, 

muchas de las enfermedades que se presentan no son frecuentes en vida libre, es por ello que hay 

que proporcionar las atenciones necesarias que requieren estos animales, además de poseer 

conocimiento de la biología de los caimanes, su ecología y el comportamiento de estos animales 

en su estado silvestre, para tratar de imitar lo más posible a la naturaleza y proporcionarle al 

animal mejor calidad de vida (Tejeira, 1998).  

Oliveira (2004), señala que existen investigaciones en caimanes de vida silvestre o en cautiverio 

que hoy en día se llevan a cabo con fines científicos y productivos, aplicándose a proyectos de 

conservación, reproducción o aprovechamiento del cuero y la carne con reintroducción de 

ejemplares al medio ambiente. 

Todas estas investigaciones realizadas en los cocodrilianos y afines tienen entre otras metas la 

conservación, incluyendo el aprovechamiento, uso sustentable y procurar la continuidad de estas 

especies y su habitad. 
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Capítulo III: Metodología. 
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Metodología. 

3.1. Descripción de las áreas de muestreo.  

La República de Panamá, de acuerdo con el Atlas Ambiental (2010), se ubica en el hemisferio 

noroccidental en la zona intertropical próxima al Ecuador terrestre con una superficie de 

75,845.072 km2, lo cual representa un 0.18% del continente americano. Panamá, conecta 

América del Norte con el Sur y divide el Mar Caribe del Océano Pacífico. 

Panamá, físicamente, se caracteriza por presentar altiplanos y montañas en el interior, llanos y 

cerros en las costas; anualmente, el promedio de precipitaciones cambia de 1200-7000 mm y la 

media anual de temperatura está entre 7.5 a 27 °C. 

Nuestro proyecto eligió al azar los sitios de muestreo de acuerdo con los reportes de avistamiento 

caimanes, durante los meses de septiembre a diciembre de 2015 a marzo de 2016. Con esto, 

abarcamos Los Santos, Coclé y Panamá logrando así, visitar siete sitios de los cuales cuatro 

fueron zoológicos y tres fincas ganaderas. (ver anexo I: Cuadro 5; anexo II: Figura 3, 4 y 5). 

A pesar de que el clima panameño se define como tropical muy caluroso y húmedo 

modificándose con la altura, ANAM (2010) clasificó el clima de Panamá en siete tipos, de los 

cuales, nuestras áreas de muestreo están bajo la influencia de un clima tropical con estación seca 

prolongada y clima subecuatorial con estación seca.   
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3.2. Captura y toma de muestras biológicas en Caiman 

crocodilus. 

El trabajo con caimanes es una actividad de alto riesgo, puede generar lesiones y hasta 

mutilaciones. En base a lo antes mencionado, se buscó la ayuda de herpetólogos para realizar 

esta investigación y aprender a manipular y obtener las muestras de estos reptiles. 

La experiencia de trabajo con estos animales comienza con la captura del caimán, inicialmente 

por el personal especializado, quienes entrenaron a las tesistas para realizar esta tarea. Se 

utilizaron instrumentos de acuerdo con la ocasión, fue necesario contar con atarraya, lazo 

corredizo, trampas Tomahawk, soga, anzuelo y carnada. (ver anexo 2: Figura 6).  

Con los animales silvestres fue necesario realizar recorridos diurnos, para reconocer la zona y 

buscar rastros de pisadas o marcas de la cola de estos animales, además se realizaron 

avistamientos nocturnos, con linternas de luz blanca, para aprovechar la capacidad reflectora del 

“tapetum lucidum”, que al encandilar al animal refleja un color rojizo – naranja, para localizar a 

estos animales en las norias o tributarios, en los sitios donde fueron  reportado avistamientos de 

caimanes, por los lugareños. 

De acuerdo con el hábitat o la dificultad de este, se utilizó la tarraya para la captura del animal, y 

luego se enlazaba con el lazo corredizo, y además en cada sitio de avistamiento, donde se detectó 

la presencia de estos animales se colocaron trampas Tomahawk, cebadas con hígado de res en 

descomposición, para atraer a los caimanes. 
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Para capturar a los caimanes, fue necesario enlazarlos, luego colocándose por detrás del mismo, 

para subirse sobre él animal y sujetarle fuertemente, con ambas manos el hocico y con las 

piernas el tronco del cuerpo; mientras otra persona le coloca cinta adhesiva en el hocico, los ojos 

fueron cubiertos con un paño oscuro, para causarle el menor estrés durante el proceso; 

finalmente se le amarró con cuerdas las extremidades. Siempre sujetándole la cola para evitar ser 

golpeado. (ver anexo II: Figura 7). 

Una vez inmovilizado el caimán, procedimos con la toma de muestra de sangre. Para esto fue 

necesario voltear al animal, para extraer la sangre de la vena principal que atraviesa la parte 

central de la cola. 

Se insertó la aguja en el centro de la cola, por debajo de la tercera o cuarta hilera de escamas de 

la cola hasta obtener el botón de sangre en la hipodérmica, se tiró del émbolo lentamente hasta 

observar la entrada de sangre a la jeringuilla. Se extrajo como máximo 3cc de sangre y fue 

depositada en viales con EDTA (Ácido tetracético de etilen diamina), luego se mezcló 

manualmente por inversión del tubo, dos o tres veces, y se colocaron en una hielera hasta llegar 

al laboratorio, donde fueron guardadas en una nevera a 7°C. (Huchzermeyer, 2003; Lescano, 

2016). 

Mediante estímulos uro-rectal en la cloaca, se detectó la presencia o ausencia del hemipene para 

determinar el sexo y se obtuvieron las muestras de heces, con la estimulación, el animal 

voluntariamente expulsa una mezcla de líquido seminal, orina y heces. Estas muestras se 

depositan en viales de colecta para orina al cual se le agregó formalina al 7% como solución 

preservante. 
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Una vez colectadas las muestras biológicas se procede a obtener datos morfométricos como, 

largo total del animal; además se georreferencio el punto de captura del animal. (ver anexo II: 

Figura 8). 

Finalmente, los animales son marcados con un número único y liberados ilesos en su hábitat o 

recinto. (ver anexo II: Figura 9). 

3.3. Análisis de las muestras. 

 Todas las muestras fueron trasladadas y analizadas en el Laboratorio de Investigación de 

Parasitología Ambiental (LIPAAM), del Departamento de Microbiología y Parasitología de la 

Escuela de Biología, Facultad de Ciencias Naturales, Exactas y Tecnología, de la Universidad de 

Panamá.  

3.3.1. Análisis de las muestras coprológicas. 

El análisis microscópico de materia fecal consistió en realizar montajes en porta objeto, para 

realizar frotis frescos o coloreados permanentes; donde cada muestra fue analizada por 

cuadruplicado mediante técnicas y metodologías diversas. (ver anexo II: Figura 9). 

Todas las muestras de heces fueron observadas al microscopio óptico, con oculares de 10X y 

15X, objetivos de 4X, 10X y 40X, para detectar formas parasitarias, empleando diferentes 

técnicas como:  



43 

 

3.3.1.1. Técnicas de diagnósticos coprológicos directos con solución salina y/o Lugol. 

Sobre un portaobjeto se adicionó una gota de muestra y se mezcló con una gota de solución 

salina o Lugol, se colocó sobre la mezcla una lámina de cubreobjeto en busca de formas 

parasitarias como: quistes, huevos o larvas. 

3.3.1.2. Método de concentración por flotación salada: Willis-Molloy. 

Para llevar a cabo este método, se agregó una pequeña cantidad de materia fecal y se le añadió 

solución saturada de cloruro de sodio (NaCl), luego se homogenizó y se aforó hasta formar un 

menisco 

Posteriormente el cubreobjeto es colocado de tal manera que quedara en contacto con la 

suspensión y dejó reposar entre 10 a 15 minutos. Pasado el tiempo, se tomó el cubreobjeto y se 

colocó sobre un portaobjetos al que previamente se le añadió una gota de Lugol para ser observa 

al microscopio. 

3.3.1.3. Método de concentración por flotación azucarada: Sheather. 

Para llevar a cabo la técnica se homogenizó la materia fecal en solución salina y se colocó en 

tubos de ensayo, luego fue centrifugó a 1500 rpm durante 5 min.  

Se eliminó el sobrenadante y se añadió la solución de azúcar o Sheather hasta cierta altura del 

tubo y se homogenizó la muestra, para luego aforar hasta obtener un menisco en la parte superior 

del tubo de ensayo y colocar sobre esta el cubreobjeto y se dejó reposar 10 min. 

Pasado este tiempo, se tomó el cubreobjeto y se colocó sobre un portaobjetos al que previamente 

se le añadió una gota de Lugol para ser observa al microscopio. 
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3.3.1.4. Tinciónn de Kinyoun para coccidios. 

Para lograr la tinción  de Kinyoum preparamos un frotis con la materia fecal; la cual consistió en 

tomar las heces con un palillo y plasmarlas en un portaobjetos , realizando pequeños circulos. 

Logrado el frotis, se pasó por fuego (mechero) para lograr la fijación del material fecal a la placa; 

con esto realizado procedimos a la tinción, la cual consistió en cubrir el frotis con 

carboxilfucsina durarte 20 min para luego lavar con agua y  decolorar con H2OS4 1M por 1 min. 

Lavamos nuevamente con agua y cubrimos con azul de metileno 1M por 1 min. finalmente 

dejamos secar para luego observar bajo el microscopio. 

3.3.2. Análisis de muestras hematológicas. 

Para el análisis de nuestras muestras hematológicas procedimos a realizar las siguientes 

metodologías. (ver anexo II: Figura 11): 

3.3.2.1. Tinción con Giemsa. 

Tomamos los extendidos sanguíneos previamente fijados, con metanol y/o secos, los colocamos 

sobre una parrilla; y con un gotero le añadimos el tinte y lo dejamos actuar por 25 minutos. 

Pasado el tiempo, lavamos las placas con agua de grifo teniendo cuidado de que esta no tocara la 

muestra directamente, ya que podría desprenderse; luego dejamos secar en posición vertical. 

Una vez secas se observaron a través del microscopio bajo el objetivo de 100X. 

Por medio del microscopio se procedió con la búsqueda e identificación de hemoparásitos 

además del reconocimiento de células sanguíneas. 
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3.3.2.2. Hematocrito. 

Para la obtención del porcentaje de glóbulos rojos presentes en las muestras de sangre, 

utilizamos la valoración de los hematocritos en cada animal. 

La metodología del hematocrito la podemos dividir en cuatro partes, estas son: 

• Llenado 

Colocamos nuestras muestras de sangre en un área previamente desinfectada y espaciosa y 

procedemos al desarrollo del hematocrito por medio de tubos capilares; estos, los llenamos, de 

sangre, hasta un 75% aproximadamente de su capacidad. 

• Sellado 

Para cerrar los tubos capilares, pinchamos los mismos en masilla de manera vertical hasta que el 

borde de los tubos capilares tocase el fondo de la placa de masilla. Luego se inclinaron 

ligeramente los capilares hacia un lado y se sacaron. 

• Centrifugación 

Se utilizó una microcentrífuga, en donde colocamos los tubos capilares con el extremo cerrado 

hacia afuera del rotor. Se cerró la microcentrífuga y la dejamos durante 5 min. A 1500 rpm. 

• Lectura de hematocrito 

Para leer el resultado, se llevó a cabo una regla de tres, midiendo el volumen total de plasma y 

eritrocitos, utilizando una regla graduada en centímetros y milímetros. 
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Para ello se tomaron los tubos capilares, ya centrifugados, y se colocaron verticalmente sobre 

una página en blanco y luego se colocó una regla al lado del tubo capilar; haciendo concordar el 

fondo de la línea de eritrocitos exactamente con la línea horizontal de la regla correspondiente al 

cero.  

Una vez tomados los datos, comparamos los resultados con estudios realizados anteriormente.  

3.3.2.3. Hemoglobina. 

Se utilizó un cálculo indirecto en el que se divide el valor del hematocrito entre tres (Navarro, 

2012).  
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3.3.3. Muestras de agua. 

3.3.3.1. Toma de la muestra de agua. 

Las muestras de aguas se colectaron, de las norias y piscina en las que los caimanes se 

encontraban o refrescaban. Se llenaron botellas de 1 L y se colocaron en una nevera portátil hasta 

llegar al laboratorio. 

Las muestras fueron colocadas a 4°C, y esperamos dos horas como mínimo para lograr que 

sedimentara todo aquello presente en el agua. 

Luego utilizamos una manguera como sifón, y decantamos el agua de la botella hasta obtener 

aproximadamente un 10% del volumen total de la botella con agua que contiene el sedimento. 

Posteriormente transferimos en su totalidad en tubos tipo Falcons de 50cc. El número de tubos de 

Falcons utilizados depende de la cantidad de sedimento que queda luego de haber sido 

decantado. Luego centrifugamos a 1000 rpm durante 15 min. 

Después de centrifugado los tubos, se presentan dos fases. Una fase líquida, que es el agua que 

eliminamos y otra sólida en el fondo del tubo que fue diluiremos entre 2 a 4cc de formalina. 

Agitamos vigorosamente para que la formalina al 10% disuelva por completo el sedimento. 

Finalmente guardamos a temperatura ambiente y las muestras se analizaron en el microscopio.  

3.2.3.2. Análisis de la muestra de agua. 

Para este punto, las muestras de aguas están preservadas en formalina 10%, listas para ser 

analizadas. Por ende, aplicamos algunas técnicas las cuales consideramos útiles para la 
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visualización y posterior reconocimiento de parásitos, utilizando la clave de diagnóstico 

interactivo de nemátodos parásitos de plantas, vida libre y depredadores, por UNL Nematología 

Lab (Tarjan et al., 2012).  

                            3.2.3.2.1. Método de Ritchie.  

Para el desarrollo del método de Ritchie tomamos nuestras muestras de aguas previamente 

fijadas en Formalina 10%, las cuales están en tubos falcón de 50 cc. y centrifugamos durante 2 

min. a 2000 rpm. 

Adicionamos después 0.5 cc de éter, y agitamos enérgicamente durante 30 segundos. 

Centrifugamos nuevamente durante 2 minutos a 2000 rpm. 

Después de centrifugar se observaron 4 capas: éter, restos fecales, formalina y sedimento con los 

elementos parasitológicos; mencionadas en orden descendente. Decantamos el sobrenadante y 

nos quedamos con el sedimento.  

Por medio de una pipeta Pasteur extraíamos una gota de sedimento y se colocó en un 

portaobjetos con Lugol y se observó bajo el microscopio, buscando formas parasitarias. 

3.4. Análisis estadísticos. 

Los datos obtenidos se resumieron mediante estadística descriptiva (Cuadros y Gráficos).  

Para la determinación de la prevalencia parasitaria, utilizamos la metodología implementada por 

Morales et al. (1991) y para la frecuencia se utilizó la fórmula de García (2013). 
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Frecuencia    =     Número total de casos existentes al momento  

                            total de la población en el momento (X 100) 

 

Prevalencia    =    Número de hospedadores infestados 

                          total de hospedadores examinados (X 100) 

De igual manera estadística descriptiva para el resumen de hemoparásitos.  

Se realizó, por medio del programa PAST, versión tres, pruebas de normalidad para conocer la 

distribución de los datos y Chi cuadrado para conocer la asociación entre las variables de sexo, 

sitio de muestreo y talla versus la parasitosis de los individuos; además del cálculo del índice de 

diversidad de Shannon-Weaver. 

Presentamos los valores obtenidos de hemoglobina y hematocrito resumidos de acuerdo con la 

media aritmética y desviación estándar de cada conjunto de datos (Barbosa, 2006; Manzanilla et 

al., 2011) 

Los resultados también los resumimos de acuerdo con la metodología de Lescano (2016) 

utilizando estadística descriptiva con tablas de frecuencias. 
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Capítulo IV: Resultados.  
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Resultados. 

4.1. Muestras coprológicas. 

Durante la colecta de muestras biológicas para el estudio de parásitos en Caiman crocodilus 

fuscus, se lograron obtener un total de 34 muestras fecales, las cuales están divididas en dos 

grupos, muestras fecales de animales en cautiverio (n=22) y muestras fecales de animales 

silvestres (n=12) (ver anexo I: Cuadro 6). Los resultados que obtuvimos del análisis 

parasitológico de las heces se presentan a continuación. 

Con el desarrollo de esta investigación se determinó la prevalencia total de parásitos 

gastrointestinales en C. c. fuscus, y se obtuvo que 27 muestras fecales resultaron positivas 

representando un 79.4% de prevalencia de parásitos gastrointestinales, mientras que el 20.6% de 

muestras no presentaron formas parasitarias (7 muestras fecales) (ver anexo I: Cuadro 7). 

En cuanto a la presencia de parásitos, de acuerdo a la condición de vida del hospedero, silvestre 

o cautiverio, se detectó que el 59.3% de muestras de heces de animales cautivos, presentaron 

mayor parasitismo, en comparación con las muestras de animales silvestres, en las cuales se 

obtuvo 40.7% de muestras positivas (ver anexo I: Cuadro 8); se obtuvo p:0.19183, lo cual refleja 

que no hay asociación significativa entre la condición de vida y la carga parasitaria. El índice de 

diversidad de Shannon-Wiener fue de H´: 1.09 en los caimanes en cautiverio y H´:2.02 en los 

silvestres, basado en esto, tenemos poca diversidad parasitaria en nuestros grupos de datos, sin 

embargo, se encontró una relación significativa en cuanto a la condición de vida y la diversidad 
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parasitaria, siendo los caimanes silvestres los que presentaron mayor diversidad parasitaria (p: 

0.0001974) (ver anexo II: Gráfico 1). 

De las 12 muestras de heces de caimanes silvestres se detectó que el 91.7 % se encontraban 

parasitadas (ver anexo I: Cuadro 9). Mientras que de las 22 muestras de heces en caimanes en 

cautiverio el 72.7% presentaron formas parasitarias (ver anexo I: Cuadro 10). 

Se logró determinar la prevalencia de grupos parasitarios, en C. c. fuscus, los cuales fueron 

ubicados en tres grupos respectivamente, en donde los protozoarios fueron los más prevalentes 

con un 64.7% (cautiverio 93.8% y silvestre 61.1%), seguidos por los nemátodos con 14.7% 

(cautiverio 6.3% y silvestre 22.2%) y los trematodos con 11.8% (sólo fueron detectados en 

animales silvestre 16.7%) (ver anexo 1: Cuadro 11 y 12). El índice de diversidad de Shannon-

Wiener en cuanto a la prevalencia de grupos parasitarios mostró una diversidad de H´:0.21 y H´: 

0.88 en cautiverio y silvestre respectivamente, presentando una diferencia significativa de p: 

0.0008655 (ver anexo II: Gráfico 2). 

Se determinó la prevalencia de géneros parasitarios en el total de muestras, en la cual se logró 

reconocer diez géneros parasitarios, sólo una forma parasitaria, perteneciente a la clase 

Trematoda, no se logró reconocer hasta la categoría taxonómica de género; esto debido a falta de 

datos morfométricos. 

Dentro del grupo de los protozoarios se detectaron los siguientes géneros: Entamoeba sp. con un 

50.0% (cautiverio 57.9% y silvestre 33.3%), Eimeria sp. con un 29.4% (cautiverio 21.1% y 

silvestre 18.2%), Blastocystis sp. con un 14.7% (cautiverio 15.8% y silvestre 6.1%) y 

Trichomonas sp. con un 5.9% (sólo se detectó en hospedadores silvestre 6.1%); el segundo grupo 

parasitario más prevalentes fue el de los nemátodos, representado por los géneros: Ascaris sp. 
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8.8% (sólo se detectó en animales silvestre 9.1%) Toxocara sp. 2.9% (sólo se detectó en 

animales en cautiverio 5.3%) y Strongyloides sp. 2.9% (sólo se detectó en animales silvestre 

3%). Los trematodos fueron el tercer grupo parasitario más prevalencia y sólo se detectaron en 

animales silvestres en un 6.1%, y estuvo representados por los géneros: Schistosoma sp., 

Diplostomun sp., Proterodiplostomun sp., Digenio no identificado (ver anexo I: Cuadro 13 y 14). 

El cuadro 15 hace referencia a las capturas de C. c. fuscus de acuerdo con la condición de vida, 

sitios de muestreo y sexo. De un total de 34 capturas, 14 caimanes resultaron ser hembras 

(cautiverio: 7 y silvestre: 7) y 20 caimanes machos (cautiverio: 15 y silvestre: 5), distribuidos en 

ocho sitios de nuestros (4 sitios de muestreos en cautiverio y 4 sitios de nuestros silvestres). 

En cuanto a la frecuencia de hospedadores parasitados según su condición de vida y sitio de 

muestreo encontramos que los animales en cautiverio del Zoológico Privado de Buenaventura 

presentaron mayor carga parasitaria con un 50% de prevalencia, el Serpentario Maravillas 

Tropicales, presentó un 31.3%, el Parque Municipal Summit con 12.5% y el Zoológico El 

Níspero, presentó 6.3% (Anexo 1: Cuadro 16). 

Por otro lado, en la frecuencia de hospedadores silvestres parasitados según el sitio de muestreo 

se encontró que los animales de la Finca Privada de Natá presentaron mayor prevalencia 

parasitaria con un 54.5% de muestras positivas, la Finca Privada Albina Grande presentó 27.3% 

y los animales capturados en Capira, pero muestreados en el Serpentario Maravillas Tropicales 

presentaron 27.3%; mientras que el caimán capturado en Villa Zaita no presentó formas 

parasitarias (Anexo 1: Cuadro 17). 
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En cuanto al sexo, los machos presentaron mayor carga parasitaria con un 63% (cautiverio 

70.6% y silvestre 29.4%) mientras que las hembras, presentaron una carga parasitaria de 37% 

(cautiverio 40% y silvestre 60%) (Anexo 1: Cuadro 18 y 19). 

El índice de diversidad de Shannon-Wiener en cuanto al sexo, para las hembras en cautiverio fue 

de H´: 1.75 y H´: 2.03 para las hembras silvestre con una p: 0.35453, la cual no presenta 

diferencia significativa; los machos en cautiverio obtuvieron H´:1.03 y los machos silvestres 

H´:2.03, con lo cual tenemos que la diversidad parasitaria en las hembras y machos silvestres es 

un poco mayor en comparación con las hembras y machos en cautiverio, con una p: 0.0023275, 

lo cual demuestra que hay diferencia significativa (Anexo II: Gráfica:3 y 4). 

Divididas según la condición de vida y sitio de muestreo (Anexo 1: Cuadro 20 y 21); dentro de 

machos parasitados en cautiverio, los del Zoológico Privado de Buenaventura fueron los que 

presentaron una mayor prevalencia parasitaria en un 58.3% de los casos, seguido por Serpentario 

Maravillas Tropicales y Parque Nacional Summit con 16.7% y el Zoológico El Níspero con 

8.3%; por otro lado, las hembras en cautiverio con mayor carga parasitaria pertenecían al 

Serpentario Maravillas Tropicales en un 75% y el otro 25% al Zoológico El Níspero. En cuanto 

al grupo silvestre, se obtuvo que las hembras muestreadas en la Finca Privada de Natá 

presentaron un 50% de parasitismo; Capira, 33.3% y la Finca Privada Albania Grande, 16.67%; 

los machos de la Finca Privada Natá resultaron positivos en un 60% y el otro 40% perteneciente 

a aquellos capturados en la Finca Privada Albania Grande. La prueba de asociación de chi2 no 

mostró significancia entre las variables sexo y sitio de muestro con respecto a la carga parasitaria 

(p: 0.18451). 
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Dentro de lo identificado observamos que el grupo de los Protozoarios presentó mayor 

prevalencia dentro de los hospedadores en cautiverio tanto en hembras (100%) como en machos 

(92%); sin embargo, en los hospedadores silvestres también fue el grupo parasitario más 

sobresaliente encontrándose en un 67% y 56% en hembras y machos respectivamente; con esto 

notamos que, según el sexo, fue en las hembras donde se identificaron con mayor frecuencia. Los 

Nematodos, prevalecieron en su mayoría en los hospedadores silvestres hallándose en un 22% 

tanto en hembras como en machos; mientras que, en cautiverio, hubo mayor prevalencia en los 

machos (8%). El grupo de los Trematodos, identificado únicamente en caimanes silvestres, 

prevaleció mayormente en machos (22%) sobre las hembras (11%) (Anexo 1: Cuadro 22). 

Según los sitios de muestreos y condición de vida, los caimanes cautivos del Zoológico Privado 

Buenaventura presentaron con mayor frecuencia protozoarios en un 53.3% de los casos (Anexo 

1: Cuadro 23), seguido por Serpentario Maravillas Tropicales (33.3%) y Zoológico El Níspero y 

Parque Nacional Summit con 6.7% de frecuencia. Los nematodos, sólo fueron identificados en 

los caimanes del Parque Nacional Summit (100%). En los sitios de muestreo de caimanes 

silvestres (Anexo 1: Cuadro 24), los protozoarios fueron identificados en un 54.5% en la Finca 

Privada Natá, en la Finca Privada Albina Grande estuvieron en un 27.3% y en Capira, 18.2%; los 

nematodos y trematodos fueron identificados únicamente en los caimanes de la Finca Privada 

Natá (100% ambos grupos parasitarios). 

Los hospederos fueron divididos en cuatro grupos de acuerdo con sus tallas y/o grupo etario, en 

donde los animales pertenecientes al grupo III presentaron 66.6% de muestras positivas, seguido 

por el grupo II con 29.7% de muestras positivas, y grupo IV con 3.7 % de muestras positivas. El 

valor de Chi2 (p=0.20) indica que no hay asociaciones significativas entre las variables de talla y 

parasitismo. (ver anexo I: Cuadro 25). 
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Basándonos en la longitud total del cuerpo de los animales capturados, obtuvimos que los 

animales que se encontraban en un rango de 134 cm a 144 cm presentaron un parasitismo de 

27.3%. (ver anexo I: Cuadro 26). 
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4.2. Muestras de Sangre. 

De los 34 caimanes muestreados, se logró extraerle sangre a 28 (cautiverio 17 y silvestres 11). 

Los datos obtenidos muestran que, el porcentaje de glóbulos rojos o el hematocrito general 

obtenido de los caimanes estudiados, es de 34.6%. (ver anexo I: Cuadro 27). 

Al clasificar a los individuos según la condición de vida, obtuvimos que los caimanes 

mantenidos en cautiverio presentaron un hematocrito promedio de 37.2%, y los caimanes 

silvestres presentaron un hematocrito de 30.7%. (ver anexo I: Cuadro 27). 

La hemoglobina promedio calculada para todos los caimanes fue de 10.7 g/dl; los animales 

mantenidos en cautiverio obtuvieron un promedio de 10.9 g/dl y los animales silvestres 

obtuvieron un promedio de 10.2 g/dl. (ver anexo I: Cuadro 27). 

En general, un grupo de 9 caimanes (32.1% de individuos), los cuales representan a la mayoría, 

presentaron niveles de glóbulos rojos entre 36 % y 43 %. (ver anexo I: Cuadro 28). 

En general el 50% de individuos (n=14) presentaron niveles de hemoglobina entre 12g/dl y 15.9 

g/dl. (ver anexo I: Cuadro 29). 

No se encontraron formas parasitarias en las muestras de sangre de caimanes analizados. 
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4.3. Muestras de Aguas. 

El desarrollo de formas parasitarias se ve favorecido de acuerdo con los factores ambientales del 

habitad, de un total de 15 muestras de agua se detectó una positiva con la presencia de una larva 

de vida libre de agua dulce. 

De acuerdo con sus características morfológicas se reconoció como:  

Seinura sp. B Hodda, Stewart, FitzGibbon, Longstaff, Reid, Packer, 1998 

Reino: ANIMALIA 

Filo: NEMATODA 

Clase: CHROMADOREA 

Subclase: PLECTIA 

Superorden: RHABDITICA 

Orden: PANAGROLAIMIDA 

Suborden: APHELENCHINA 

Superfamilia: APHELENCHOIDOIDEA 

Familia: SEINURIDAE 

Subfamilia: Seinurinae 

Género: Seinura 

http://bie.ala.org.au/species/urn:lsid:biodiversity.org.au:afd.taxon:4647863b-760d-4b59-aaa1-502c8cdf8d3c#classification
http://bie.ala.org.au/species/urn:lsid:biodiversity.org.au:afd.taxon:0e7e0f7d-4456-495b-b762-2d11f78b9368#classification
http://bie.ala.org.au/species/urn:lsid:biodiversity.org.au:afd.taxon:e3268c7f-894a-47ef-9d82-86b72766c2c6#classification
http://bie.ala.org.au/species/urn:lsid:biodiversity.org.au:afd.taxon:04d7d986-07c7-4d03-837d-5d3196ff2021#classification
http://bie.ala.org.au/species/urn:lsid:biodiversity.org.au:afd.taxon:78ca9bff-9a3a-4642-a805-452e605bc082#classification
http://bie.ala.org.au/species/urn:lsid:biodiversity.org.au:afd.taxon:2ab7740d-e4c2-4192-a441-958490c545e2#classification
http://bie.ala.org.au/species/urn:lsid:biodiversity.org.au:afd.taxon:8edee350-0b83-43d2-ad8e-bf5d2c628a83#classification
http://bie.ala.org.au/species/urn:lsid:biodiversity.org.au:afd.taxon:e7bcdf8c-ada2-4a81-b7f8-cb296d556d96#classification
http://bie.ala.org.au/species/urn:lsid:biodiversity.org.au:afd.taxon:037a64c5-d53f-421b-b03f-81e4bf157756#classification
http://bie.ala.org.au/species/urn:lsid:biodiversity.org.au:afd.taxon:f7f44270-4147-4749-9e1a-ba1395d8d8e5#classification
http://bie.ala.org.au/species/urn:lsid:biodiversity.org.au:afd.taxon:c70203c9-b45a-4e01-ac9c-1aac8d196bc7#classification
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Discusión. 

Muchos reptiles son rescatados y mantenidos en cautiverio, lo cual conlleva a un estrés 

constante, donde sus capacidades de adaptación se antepondrán ocasionándoles diversos grados 

de sufrimiento al no estar en su hábitat natural. El control insuficiente de estos reptiles podría 

abrir puertas a enfermedades infecciosas, incluyendo la parasitosis; lo cual ha sido de incentivo 

para el estudio de estos animales y los parásitos que estos hospedan. Anteriormente los estudios 

sólo se enfocaban en los mantenidos en cautiverio, por tal razón se detecta la deficiencia de la 

descripción de ciertas enfermedades o la poca información sobre estas (Beltran et al., 2008; Rataj 

et al., 2011; Rinaldi et al., 2012; García, 2013, Ras-Norynska, 2015). 

5.1. Muestras coprológicas. 

Se ha encontrado que hay influencia entre la fauna parasitaria y el modo de vida del hospedero o 

de los sistemas de manejo de los animales. La densidad de la población de hospedadores tiene 

decisiva influencia sobre la composición de la fauna parasitaria (Benbrook, 1965; García, 2013). 

Los caimanes en cautiverio de nuestro estudio, presentaron una mayor prevalencia parasitaria 

(59.3%) la cual asociamos con los diferentes factores a los que estos están expuestos en el sitio, 

como las condiciones de las instalaciones, medidas higiénicas, clima, humedad y condiciones 

biológicas del animal, además del manejo, la calidad del alimento y la alta densidad poblacional 

en un espacio inadecuado o reducido lo cual aumenta la cantidad de materia fecal por metro 

cuadrado, que contribuyen con la susceptibilidad a enfermedades infecciosas como son las 
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ocasionadas por parásitos (Mader, 1996; Quiroz, 2005; Jacobson, 2007; Oyola et al., 2010; 

Atanaskova et al., 2011; García, 2013; Rodríguez, 2015). 

Rodríguez (2015), en su estudio compara los parásitos entre cierto grupo de animales, y son los 

reptiles los que alcanzan la mayor carga parasitaria superando a las aves, mamíferos y humanos. 

Dentro de este estudio se incluía el Caiman crocodilus, pero, sólo una muestra positiva en la 

fauna silvestre; sin embargo, en el estudio realizado por García en el 2013 se analizaron once 

muestras de cocodrilianos, pero, las once fueron negativas; si bien los resultados son diversos, 

nuestros datos son bastante significativos al tratarse de la misma especie de reptil. 

Jacobson (2007), menciona que los reptiles en vida libre están infectados por una gran variedad 

de parásitos; esto responde al hecho de que nuestros caimanes silvestres presentaron una 

frecuencia parasitaria del 91.7% a pesar de que dentro de nuestro total de muestras este grupo 

presentó una prevalencia de 40.7%, lo cual Mader (1996) nos respalda al mencionar que la 

concentración de estos no es alta debido a que los parásitos se encuentran en equilibrio con su 

hospedador. 

Las heces de reptiles presentan ciertas diferencias si las comparamos con las del resto de 

animales; ya que la cantidad de heces obtenida en reptiles es muy pequeña para un análisis de 

laboratorio y en su composición se pueden encontrar uratos, restos de alimentos y tierra que 

dificultan el diagnóstico rápido y efectivo. De esta manera muchas metodologías tienen ventajas 

y limitaciones específicas (Martínez de la Puente, 2010; Figueiroa et al., 2001; Beltrán et al., 

2008; Thawait et al., 2014; Wolf et al., 2014; Rodríguez, 2015). 

Tellez (2013) resalta que los estudios realizados en reptiles no incluyen a los cocodrilianos, de lo 

contrario suelen ser pocos los ejemplares utilizados; por tal razón, el porcentaje de prevalencia 
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de parásitos varía según el estudio. Por su parte Jorge et al. (2013) mencionan que los exámenes 

coprológicos simples no son muy relevantes, ya que la presencia parasitaria se muestra sólo en 

un 36% en comparación con los exámenes post muerte, lo cual podría explicar la baja diversidad 

parasitaria hallada en nuestro estudio (H´: 1.02 y H´: 2.02). 

Brotons y Martínez (2001) mencionan que, dentro de los parásitos intestinales más frecuentes 

diagnosticados en reptiles, los nematodos, han sido siempre los parásitos que comúnmente son 

encontrados, entre estos: Ascáridos (Ascaris sp.), Oxyuros (Kalicephalus sp.), Strongyloides sp. 

Capillaria sp.; dentro de los protozoarios, los géneros más comunes son los Coccidios 

(Cyclospora sp., Crypostporidium sp. y Eimeria sp.). 

Chávez (2015), sin embargo, anuncia a los protozoarios como los más prevalentes en un 25% de 

los casos; a la igual forma, Oyola et al (2010), identifica a los protozoarios como los parásitos 

más representativos de su proyecto, lo cual concuerda con lo obtenido; pero a diferencia de 

Chávez nuestra prevalencia es superior (64.7%), siendo los géneros Entamoeba sp., Eimeria sp. 

y Blastocystis sp., los más prevalentes dentro de nuestros datos, que se asemeja mayormente con 

lo encontrado por Zhao et al. (2015) quien menciona a Entaoeba sp., Eimeria sp. e Isospora sp. 

como los protozoarios más prevalentes en caimanes chinos en cautiverio (Alligator sinensis). La 

divergencia de resultados puede ser por la posición geográfica de los estudios, siendo estos en 

diferentes áreas y/o temporada de muestreo e inclusive, que se trabajó con una misma especie de 

hospedador (Quiroz, 1990; Herrera, 2008; García, 2013; Enríquez et al., 2014; Rodríguez, 2015). 

García (2013) señala que la presencia de amebas en Caimán crocodilus, se asocia con la falta de 

aseo en los sitios de confinamiento en el caso de los ejemplares en cautiverio, porque estas se 

transmiten en su mayoría a través de agua contaminada con heces. Jacobson (2007) reporta 
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ejemplares silvestres con amebiasis, sin embargo, no señala las posibles vías de transmisión. A 

diferencia de Jiménez y Torres (2017) los cuales señalan una posible transmisión de forma 

cruzada entre mamíferos herbívoros y reptiles silvestre, por lo que existe la posibilidad de que 

los ejemplares silvestres analizados presentaran entre su dieta pequeños mamíferos reservorios 

de estos parásitos lo cual explicaría la presencia de estos en los caimanes silvestres. 

En cocodrilianos, sólo ha sido reportado un caso por amebiasis (Entamoeba sp.), que ocurrió en 

el curso de un brote en serpientes y otros reptiles; la especie del hospedador no fue estipulada 

dando a conocer sólo género (Crocodilus sp.), por consiguiente, el hallazgo e identificación de 

estas se considera muy significativo (Huchzenmeyer, 2003; Tellez, 2013). 

Los coccidios son diagnosticados en la mayoría de los estudios relacionados con reptiles; sin 

embargo, a pesar de la gran cantidad de especies que este grupo presenta, son pocos los que 

reportan las especies que se encuentran parasitando. La razón es porque los coccidios son 

protozoarios comensales inofensivos y su hallazgo es interesante desde el punto de vista 

ecológico, ya que son específicos; por ende, la extinción del hospedador causaría la extinción del 

parásito al mismo tiempo (Huchzermeyer, 2003). 

Dentro de nuestro estudio, Eimeria sp. fue el segundo grupo identificado como más prevalente 

en la fauna cautiva y silvestre (21.1% y 18.2% respectivamente). En cocodrilos, nueve especies 

de Eimeria sp., han sido descritas, sin embargo, en C. cocodrilus, sólo hay una referencia de 

coccidiosis descrita, pero sin especificación de la especie de coccidia involucrada. Carini (1932) 

logró describir Eimeria pintoi, pero incompleta según otros autores ya que no mostró dibujo, 

fotografía y no especificó la especie del caimán examinado (Huchzermeyer, 2003; Téllez, 2013). 
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Blastocystis sp., hallado en un 15.8% en ejemplares cautivos, son parásitos intestinales con una 

posición taxonómica incierta en reptiles. Teow et al. (1992) menciona que estos son parásitos 

comensales inofensivos, producto de una encuesta realizada en el Jardín Zoológico de Singapur, 

en donde lo identifican en una de tres especies de reptiles incluyendo caimanes (Huchzermeyer, 

2003). Actualmente Blastocystis se ha reportado con importancia como patógeno de transmisión 

zoonótica en diversos animales, y el estudio molecular de esta especie en caimanes podría 

dilucidar este hecho. 

Avendaño et al. (1992) reporta Trichomonas sp., como la causa de muerte de un juvenil de 

Caiman crocodilus; sin embargo, no queda claro si el parásito fue la causa de muerte o el mal 

tratamiento de este, ya que este parásito parece ser no patógeno para cocodrilianos. Trichomona 

prowaseki Alexeieff, 1909, parasita salamandras y tritones, y según varios estudios, es la única 

especie que se ha encontrado parasitando cocodrilos específicamente Crocodylus palustris. Por 

otro lado, este género es común en reptiles; teniendo un ciclo de vida simple en donde la 

transmisión se reduce a contacto directo con heces frescas contaminadas o bien, presas 

contaminada (Mehlorm, 1993; Mader, 1996; Huchzenmeyer, 2003; Téllez, 2013).  

Los cocodrilos albergan una rica y variada fauna de trematodos digenios, la cual ha sido utilizada 

para ilustrar la coevolución de estos con sus parásitos. Mediante nuestro análisis, fueron 

observados en los hospederos silvestres y se identificaron los géneros de Proterodiplostomiun 

sp., Diplostomum sp., Schistosoma sp. y otro organismo no identificado hasta el momento con 

prevalencia de 5.9%. El ciclo de vida de este grupo necesita dos hospedadores intermediarios, los 

primeros suelen ser crustáceos o caracoles y los segundos, pescados; y el mismo no se completa 

si falta alguno de estos. Entonces, de acuerdo con su ciclo de vida, este grupo es bien esperado 

en la fauna silvestre pudiéndose encontrar todos los elementos para que el ciclo se complete a 
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diferencia de la fauna en cautiverio, en donde no sería conveniente, ya que las piscinas de estos 

no las compartían con pescados. 

Las especies de Ascaris sp., en cocodrilos son muy numerosas; en nuestro trabajo, el 9.1% de los 

ejemplares silvestres se encontraban parasitados por este, y no se logró detectar en los caimanes 

en cautiverio. En cocodrilos existe la probabilidad que los ascáridos requieran de un hospedador 

paraténico, pero esto sólo ha sido demostrado un par de veces. Walton (1936), menciona que las 

formas larvarias de ciertas especies de áscaris pueden ser transportadas por anfibios y en estos 

madurar a adultos, como ocurrió con Alligator mississippiensis. De esta manera, el hallazgo de 

este grupo parasitario (Ascáridos) era esperado ya que estos son comunes del canal alimentario 

 (Huchzenmeyer, 2003). 

En C. c. fuscus subespecie C.c. chiapsius se reportó Ascaris sp. sin especificar la especie y Téllez 

(2013) menciona que el autor no ha hecho público los datos (2011). Toxocara mystax ha sido la 

única especie descrita en caimanes habiéndose hallado en Melanochusus niger (caimán negro), 

sin embargo, en nuestras muestras sólo determinamos género ya que no se encontró el estado 

adulto del mismo (Stossich, 1896; Téllez, 2013). La presencia de Strongyloides sp., se ha 

reportado anteriormente en reptiles; sin embargo, en cocodrilos, es el género Strongylus sp.  el 

que se describe en Alligator mississippiensis (Tellez, 2013). 

El análisis de sexo y sitio de muestreo en relación con el parasitismo, no mostraron asociaciones 

significativas (p >0.05) lo cual se asemeja con Chávez (2015), quien no encuentra significancia 

en el análisis no sólo de estas variables sino también en la procedencia, lo cual asocia con el bajo 

número de muestras en algunos de los grupos.  
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Álvares (2015) menciona que el sexo es unos los factores más importantes en cuanto al grado de 

parasitismo. Nuestros hospedadores machos, en comparación con las hembras, fueron los más 

parasitados, lo cual concuerda con este autor, el cual resalta que la mayor carga y prevalencia 

parasitaria normalmente se encuentra en los machos, relacionándolo con la concentración de 

testosterona la cual reduce la inmunocompetencia del individuo dejándolo expuesto a las 

infecciones por parásitos (Alexander y Stimson 1988; Folstad y Karter 1992; Klein 2004; 

Klukowski et al. 1998; Olsson et al., 2000; Pickering y Christie 1980; Salvador et al. 1996; 

Salvador et al., 1999; Zuk 1990). 

De acuerdo con el sitio de muestro, El Zoológico Privado Buenaventura (50,0%) y la Finca 

Privada de Natá (54.5%) fueron los que presentaron una mayor prevalencia parasitaria; sin 

embargo ambos sitios son ubicados en las tierras bajas de la Provincia de Coclé la cual se 

caracteriza por un clima árido el cual pudo influir directamente con el desarrollo del parasitismo 

en los hospedadores de estos lugares; ya que, las temperaturas elevadas, con esto áreas más secas 

o húmedas,  favorecen la modulación de la fase exógena de diversos parásitos y el desarrollo de 

estos dentro de sus hospedadores intermediarios lo cual incrementa el número de parásitos  y con 

eso las infestaciones (Rodríguez et al., 2013; Molina, 2017). 

Schall y Marghoob (1995) mencionan una relación entre tamaño y parasitismo en aligatóridos, la 

cual establece que, a mayor edad o tamaño, mayor es la carga parasitaria, sin embargo, en 

nuestros resultados hallamos que no hay asociación significativa entre la talla y la carga 

parasitaria (p:0.20). 
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5.2. Muestras hematológicas. 

La hematología en reptiles cuenta con pocos estudios tanto a nivel nacional como internacional. 

En años recientes diferentes países han realizado investigaciones con el fin de conocer las células 

sanguíneas, su morfología y establecer valores hemáticos, que son de utilidad para determinar el 

estado de salud de estas especies. Sin embargo, hoy la evaluación de estos valores sanguíneos 

poco a poco va tomando más auge en la clínica de animales de compañía o en la conservación de 

fauna silvestre (Cortéz 2015). 

Los estudios hematológicos en caimanes están siendo llevados a cabo con fines científicos y 

productivos, aplicándose a proyectos de conservación, reproducción o aprovechamiento de cuero 

y carne con reintroducción de ejemplares al ambiente (Barbosa, 2006; Oliveira-Monteiro, 2004). 

Los valores hematológicos en cocodrilos son muy diversos, encontrándose referencias de 

prácticamente todas las especies de cocodrilianos. Nuestros valores de hematocrito [34 (12-56) 

%] y hematología [10.7 (4-18.7) g/dl], son muy similares a lo referenciado por varios autores. 

(ver anexo I: Cuadro 30). Sin embargo, dentro de nuestro conjunto de datos, tenemos valores 

fuera de los rangos normales; por ejemplo, el individuo en cautiverio con hematocrito y 

hemoglobina elevados con 56% y 18.7 g/dl respectivamente; lo cual se puede atribuir a factores 

característicos del hospedador, como: el estrés o alimentación (Guerrero, 2002; Barboza et al., 

2006; Ferreyra et al., 2007; Santa María, 2014). 

Cabrera et al. (2011) y Santa María (2014) mencionan la edad, sexo, estrés de captura o 

hacinamiento, nutrición, niveles hormonales, cantidad de agua en el cuerpo, hábitat, sitio de 

extracción de sangre y el medioambiente (temperatura y presión de oxígeno), como variaciones 
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que dificultan el análisis hematológico y que deben tomarse en cuenta al momento de la 

interpretación (Aguirre et al., 1995; Dessauer, 1970; Doxey, 1987). 

La determinación de los parámetros hematológicos es muy importante ya que se ha demostrado 

que los animales con bajos niveles de hemoglobina y/o hematocrito están sujetos a presentar 

mayor carga parasitaria. (Morales et al., 2002). 

Los resultados negativos en la revisión de las láminas sanguíneas pudieron estar asociados con el 

almacenamiento prolongado de sangre en anticoagulante ya que estos pueden alterar el número 

de células y la morfología; por ejemplo, generar la desgranulación de los granulocitos, 

vacuolización de las células de la sangre o lisis celular. (Weiner, 2000; Jacobson, 2007). 

5.3. Muestras de Agua 

Seinura spp., juega un papel importante en el equilibrio natural entre las especies de nematodos 

porque son depredadores de otros nematodos (Huang y Ye, 2008); lo cual explica el hallazgo 

negativo de otras especies de parásitos.  
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Capítulo VI: Conclusión. 
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Conclusión. 

Se determinó la prevalencia enteroparasitaria en Caiman crocodilus fuscus, la cual fue de 79.4% 

muestras positivas. Se detectó que los animales en cautiverio presentaron una mayor prevalencia 

de parásitos, con un 59.3% de muestras positivas (p:0.19183), no se encontró asociación 

significativa entre la condición de vida y la carga parasitaria. 

En nuestro estudio se logró identificar diez formas parasitarias, en dónde las más prevalentes 

fueron Entamoeba sp. (50%), Eimeria sp (29.4%). y Blastocystis sp (14.7%). 

Al comparar la parasitofauna de acuerdo con la condición de vida de Caiman crocodilus fuscus 

obtuvimos que en los animales mantenidos en cautiverio presentaron entre los parásitos más 

prevalentes los géneros Entamoeba sp. (57.9%), Eimeria sp. (21.1%) y Blastocystis sp. (15.8%) 

mientras que en los silvestres los más prevalentes fueron Entamoeba sp. (33.3%), Eimeria sp. 

(18.2%) y Ascaris sp. (9.1%). 

Se logró detectar como posibles fuentes de contaminación parasitaria de los caimanes las 

actividades antropogénicas, como la ganadería, deforestación y erosión del suelo, cercanas a los 

sitios de muestreo de animales silvestres; así como la interacción con otros animales (peces, 

anfibios, aves, mamíferos, insectos entre otros) los cuales logramos reconocer en los sitios de 

muestreos y pueden ocasionar una infestación cruzada.  

Para el grupo en cautiverio, la fauna con la cual compartían recinto y la alimentación pueden ser 

las principales fuentes de parasitismo. 

Puesto que este estudio no fue un monitoreo no se determinó la relación entre el parasitismo y el 

desarrollo fisiológico de los hospedadores; sin embargo, no se halló asociación significativa 

entre sexo, talla y carga parasitaria.  
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Recomendaciones. 
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Recomendaciones. 

Entrenarse primeramente en relación con las medias de contención y manipulación de muestras, 

así como realizar horas de entrenamiento en laboratorio para agilizar el procesamiento y análisis 

de muestras. 

Seguir trabajando con cocodrilos y caimanes, ya que es muy poca la información de parásitos 

que se tiene sobre estos en Panamá. 

Con este trabajo de investigación surgen ideas para otros que se relacionen a este, ya sea para 

comparación (silvestres vs cautiverio) o independientes (silvestres o cautiverios). 

Utilizar muestras poblacionales de tamaño considerable para obtener datos más precisos; así 

como ampliar los estudios por sexos, grupos etarios, por altitud y zonas. 

Ampliar el estudio e incorporar ectoparásitos y vectores de hemoparásitos. 

Utilizar más métodos de diagnóstico, como cultivos para huevos o larvas, estudios genéticos, 

además el procesamiento casi inmediato de las muestras sanguíneas y coprológicas. 

Estar anuente del equipo a utilizar y la disponibilidad de estos. 
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Cuadro 1. Clasificación morfológica de los parásitos y sus características generales. 

Grupo Parasitario Características Morfológicas 

Phyllum Protozoa 

Un cuerpo protozoario consiste en solo una masa de 

protoplasma, por lo que se llaman animales acelulares o no 

celulares. 

Phyllum Platyhelmintes Gusanos planos o acintados. 

Phyllum Acontocephala Cuerpo cilíndrico con gancho en la parte anterior. 

Phyllum Nemathelmintes 
Cuerpo cilíndrico con extremos terminados en punta o 

esféricos. 

Phyllum Arthropoda Con exoesqueleto quitinoso y patas articuladas. 
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Cuadro 2. Protozoarios descritos en Caiman crocodilus. 

Lista de verificación de interacción parásito - hospedador del Orden Crocodylia (Tellez, 2013).   

Grupo Orden Familia Especie Hospedador Nota 

P
ro

to
zo

a
ri

o
s 

Trichomonadida Trichomonidae Trichomonas sp. 

Donne 1836. 

C. c. 

crocodilus 

 

Trypanosomatida Trypanosomatidae T. cecili 

Lainson, 1977. 

C. c. 

crocodilus 

Brasil 

Coccidiida Gardiidae Progarnia 

archosauriae 

Lainson,1995 

C. c. 

crocodilus 

Brasil 

 Especie de 

coccidia no 

identificada 

C. c. 

crocodilus 

Colombia 

Eucoccidiorida Haemogregarinidae Haemogregarina 

sp. 

Danilewsky, 1885 

C. c. 

crocodilus 

Paraguay 

Haemogregarina 

brasilensis / 

Hepatozoon 

brazilensis 

Di Primio 1925 

C. c. 

crocodilus 

Brasil 

Hepatozoidae Hepatozon 

caimani 

Carini, 1909 

C. c. 

crocodilus 

Brasil 
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Cuadro 3. Platyhelminthes descritos en Caiman crocodilus. 

Lista de verificación de interacción parásito - hospedador del Orden Crocodylia (Tellez, 2013).   

Filo Orden Familia Especie Hospedador Nota 

P
la

ty
h

el
m

in
th

es
. 

Echinostomi-

da 

Echinostomatidae Stephanoprora sp. 

Odhner, 1902 

C. c. 

crocodilus 

Brasil 

Stephanoprora 

campomica 

Nasir and Díaz, 

1971 

C. c. 

crocodilus 

Río Chagres, 

Panamá 

(Ostrowski 

de Nuñez, 

1984). 

Stephanoprora 

jacaretinga 

Teixeira de Freitas 

and Lent, 1938 

o 

Echistosoma 

jacaretinga 

Hughes et al.,1941 

C. c. 

crocodilus 

Panamá 

(Caballero, 

1955). 

Plagiochiida Cryptogonimidae Acanthostomun 

minimum 

Stunkard, 1937 

C. c. 

crocodilus 

Brasil 

 

Acanthostomun sp. 

Looss, 1899 

C. c. fuscus Río Chagres, 

Panamá 

(Ostrowski 

de Nuñez, 

1984) 

Acanthostomun 

caballeroi 

Huchzenmeyer, 

2003 

o 

C. c. 

crocodilus 

Panamá 

(Caballero, 

1955) 

C. c. fuscus Panamá 
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Proctocaecum 

caballeroi 

Lamothe and 

Ponciano, 1986 

o 

Caimancola 

caballeroi 

Pelaez & Cruz, 

1953 

(Caballero, 

1955; 

CCNH,1997) 

Caimanicola 

marajoara 

Teixeira de Freites 

and Lent 1938 

o 

Acanthostomun 

marajoarum 

Tratcher, 1942 

C. c. 

crocodilus 

Brasil, 

C. c. fuscus Colombia, 

Venezuela 

Panamá 

(NPC,2010) 

Proctocaecum 

coronarium 

Cobbold 1861 

C. c. 

crocodilus 

 

Proctocaecum 

dorsal 

Catto and 

Amato,1993 

C. c. 

crocodilus 

Brasil 

Timoniella 

incognita 

Brooks, 1980 

C. c. 

crocodilus 

Venezuela 

Timoniella 

scyphocephalum 

Braun, 1899 

o 

Acanthostomun 

C. c. 

crocodilus 

Venezuela 

C. c. fuscus Brasil 

Panamá 

(Caballero, 
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scyphocephalum 

Lamothe and 

Ponciano, 1986 

o 

Proctocaecum 

syphocephalum 

CCNH,1997 

1955; 

Ostrowsky , 

1986) 

Pachypsolidae Pachypsolus 

sclerops 

Travassos, 1922 

C. c. 

crocodilus 

Brasil 

 

C. c. fuscus Panamá 

(Caballero 

and Herrera, 

1947; 

CCNH,1997) 

Telorchiidae Pseudotelorchis 

caimanis 

Catto and Amato, 

1993 

C. c. 

crocodilus 

Brasil 

Strigeidida 

 

Clinostomidae Odhneriotrema 

microcephala 

Travasos, 1922 

o 

Nephrocephalus 

microcephalus 

Hughes et al., 

1941 

C. c. 

crocodilus 

Brasil 

C. c. fuscus Colombia 

Cyathocotylidae Cyathocotyle 

brasilensis 

Ruiz and Leao, 

1943 

C. c. 

crocodilus 

Brasil 

Proterodiplostomidae Cystodiplostomun 

hollyi 

Dubois ,1936 

C. c. 

crocodilus 

Brasil 

Venezuela 
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Herpetodiplostom

un caimancola 

Dollfus 1935 

C. c. 

crocodilus 

Brasil 

C. c. fuscus Panamá 

(Caballero et 

al., 1957; 

CCNH,1997) 

Massoprostatum 

longum 

Caballero, 1948 

C. c. fuscus Colombia 

Mesodiplostomun 

gladiolum 

Dubois, 1936 

C. c. 

crocodilus 

 

Paradiplostomun 

abbreviatum 

Brandes, 1888 

C. c. 

crocodilus 

Brasil 

Prohemistomun 

babai 

Nasir and 

Díaz,1971 

C. c. 

crocodilus 

Venezuela 

Prolecithodiplosto

mun cavum 

Dubois, 1936 

C. c. 

crocodilus 

Brasil 

C. c. fuscus Costa Rica 

Panamá 

(CCNH,1997

) 

Colombia 

Columbia 

Prolecithodiplosto

mun constrictum 

Dubois,1936 

C. c. 

crocodilus 

Brasil 

Panamá 

(Skrjabin, 

1964) 

Costa Rica 
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C. c. fuscus Panamá 

(Caballero et 

al., 1957; 

Skrjabin, 

1964; 

Thatcher, 

1964) 

Proterodiplostomu

n brasilensis 

Ruiz and Rangel, 

1954 

C. c. 

crocodilus 

Brasil 

Proterodiplostomu

n breve 

Catto and Amato, 

1994 

C. c. 

crocodilus 

 

Proterodiplostomu

n globulare 

Catto and Amato, 

1994 

C. c. 

crocodilus 

Brasil 

Proterodiplostomu

n intermedium 

Nasir and 

Rodriguez, 1967 

C. c. 

crocodilus 

Venezuela 

Proterodiplostomu

n longum 

Brandes, 1888 

C. c. 

crocodilus 

Brasil 

Venezuela 

Proterodiplostomu

n medusae 

Dubois, 1936 

o 

Diplostome 

medusae 

Hughes et al., 

1941 

C. c. 

crocodilus 

Brazil 

Panamá 

(Skrjabin, 

1964) 

Costa Rica 

C. c. fuscus Panamá 

(Caballero 

et.al., 1957) 



101 

 

Proterodiplostomu

n tumidulum 

Dubois 1936; 

Thatcher, 1993 

C. c. 

crocodilus 

Brasil 

Panamá 

(Skrjabin, 

1964) 

C. c. fuscus Panamá 

(Caballero et 

al., 1957; 

Skrjabin,196

4; Yamaguti, 

1971; 

CCNH,1997) 

 
  Digenio sin 

identificar 

C. c. 

crocodilus 

Travassos, 

1940 
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Cuadro 4. Nematoda descritos en Caiman crocodilus. 

Lista de verificación de interacción parásito - hospedador del Orden Crocodylia (Tellez, 2013).   

Filo Orden Familia Especie Hospedador Nota 

 

N
em

a
to

d
a
 

  

Ascaridida Ascarididae Ascaris sp. C. c. 

chiapsius 

México 

Brevimulticaecum 

baylisi 

Travassos. 1933 

C. c. 

crocodilus 

Brasil 

Venezuela 

Brevimulticaecu, 

pintoi 

Sprent, 1979 

C. c. 

crocodilus 

Holanda 

Paraguay 

Brevimulticaecum 

stekhoveni 

Baylis, 1947 

C. c. 

crocodilus 

Brasil 

Brevimulticaecum 

tenuicolle 

Rudolphi, 1819            

o 

Ascaris 

tenuicollis 

Diesing, 1851 

C. c. 

crocodilus 

 

Dujardinascaris 

chabaudi 

Rudolphi, 1819 

C. c. 

crocodilus 

Venezuela 

Dujardinascaris 

helicina 

Molin, 1860 

C. c. 

crocodilus 

 

Dujardinascaris 

longispicula 

C. c. 

crocodilus 

Brasil 

Venezuela 
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Travassos, 1933  

Dujardinascaris 

paulista 

Travassos, 1933 

C. c. 

crocodilus 

Brasil 

Venezuela 

Multicaecum sp. 

Baylis, 1923 

C. c. 

crocodilus 

USA 

Ortleppascaris 

alata 

Baylis, 1947 

o 

Dujardinascaris 

alata 

Skryabin et al., 

1969 

C. c. 

crocodilus 

Trinidad 

Venezuela 

Brasil 

Trispiculascaris 

trispiculascaris 

Travassos, 1920 

C. c. 

crocodilus 

C. c. fuscus 

Panamá 

(NPC,201

0) 

Trichocephalida Trichinellidae Tricginella sp. 

Railliet, 1895 

C. c. 

crocodilus 

 

Enoplida Dioctophymatidae Eustrongylides 

ignotus 

Jagerskiold, 1990 

C. c. 

crocodilus 

 

Rhabditida Oswaldofilariidae Oswaldofilaria 

bacillaris 

Molin, 1858 

C. c. 

crocodilus 

Brazil, 

Venezuela

, 

Guinea 

Francesa, 

USA 

Camallanida Micropleudidae Micropeura sp. 

Linstow, 1906 

C. c. 

crocodilus 

USA 
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o 

Micropleura 

ascariforme 

NPC, 2010 

Micropleura vazi 

Travassos, 1933 

C. c. 

crocodilus 
Brasil 
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Cuadro 5. Descripción de sitios de muestreo. 
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Cuadro 2. Capturas de Caiman crocodilus fuscus según sus condiciones de vida. 

 

 

 

 

 

 

 

 

Cuadro 3.  Frecuencia de muestras de C. c. fuscus parasitadas. 

 

Característica Frecuencia (n) Porcentaje (%) 

Parasitadas 27 79.4 

No Parasitadas 7 20.6 

Total 34 100 

 

Cuadro 4. Frecuencia de parásitos en muestra de heces de C. c. fuscus según la condición de 

vida, cautiverio versus silvestre. 

 

Condición de vida 
Muestra 

Parasitadas 
Porcentaje (%) 

Cautiverio (n: 22) 16 59.3 

Silvestre (n: 12) 11 40.7 

Total 27 100 

 

  

Condición de vida Capturados 

Cautiverio 22 

Silvestre 12 

Total 34 
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Cuadro 5. Presencia de parásitos en muestra de heces de C. c. fuscus silvestres. 

 

Condición de 

vida 

Frecuencia 

parasitadas 

Porcentaje 

(%) 

Frecuencia 

no 

parasitadas 

Porcentaje 

(%) 
Total % 

Silvestre (n: 12) 11 91.7 1 8.3 100 

 

Cuadro 6. Presencia de parásitos en muestra de heces de C. c. fuscus en cautiverio. 

 

Condición de 

vida 

Frecuencia 

parasitadas 

Porcentaje 

(%) 

Frecuencia 

no 

parasitadas 

Porcentaje 

(%) 
Total % 

Cautiverio (n: 22) 16 72.7 6 27.3 100 

 

Cuadro 7. Prevalencia de grupos parasitarios en C. c. fuscus. 

 

Grupo 

parasitario 
Hospedadores (n) Prevalencia (%) 

Protozoarios 22 64.7 

Trematodos 4 11.8 

Nematodos 5 14.7 
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Cuadro 8. Frecuencia de grupos parasitarios presentes en muestras de heces de C. c. fuscus 

según la condición de vida, cautiverio o silvestre. 

Grupos 

parasitarios 

Hospedadores en cautiverio (n: 22) Hospedadores en silvestre (n: 12) 

Frecuencia Porcentaje (%) Frecuencia Porcentaje (%) 

Protozoarios 15 93.8 11 61.1 

Trematodos 0 0.0 3 16.7 

Nematodos 1 6.3 4 22.2 

Total 16 100 18 100 

 

Cuadro 9. Prevalencia de géneros parasitarios. 

Géneros 

Parasitarios 

Hospedadores 

Parasitados 
Prevalencia (%) 

Trichomonas sp. 2 
5.9 

Blastocystis sp. 5 14.7 

Eimeria sp. 10 29.4 

Entamoeba sp. 17 50.0 

Schistosoma sp. 2 5.9 

Diplostomun sp. 2 5.9 

Proterodiplostomun sp. 2 5.9 

Digenido no Identificado 2 5.9 

Ascaris sp. 3 8.8 

Strongyloides sp. 1 2.9 

Toxocara sp. 1 2.9 
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Cuadro 10. Frecuencia de géneros parasitarios presentes en C. c. fuscus según la condición de 

vida, cautiverio o silvestre. 

Géneros 

Hospedadores en 

cautiverio (n: 22) 

Hospedadores en 

silvestre (n: 12) 

Frecuencia 
Porcentaje 

% 
Frecuencia  

Porcentaje 

% 

Trichomona sp. 0 0 2 6.1 

Blastocystis sp. 3 15.8 2 6.1 

Eimeria sp. 4 21.1 6 18.2 

Entamoeba sp. 11 57.9 11 33.3 

Schistosoma sp. 0 0 2 6.1 

Diplostomun sp. 0 0 2 6.1 

Proterodiplostomun sp. 0 0 2 6.1 

Digenido no 

Identificado 
0 0 2 6.1 

Ascaris sp. 0 0 3 9.1 

Toxocara sp. 1 5.3 0 0 

Strongyloides sp. 0 0 1 3.0 

Total 19 100 33 100 

 

  



110 

 

Cuadro 11. Capturas de C. c. fuscus según condiciones de vida, sitios de muestreo y sexo. 

 

Condición de vida Sitio de muestreo Hembras 

(n:14) 

Machos 

(n:20) 

Cautiverio (n: 22) Serpentario Maravillas tropicales  

(n: 5) 

3 2 

Zoológico el Níspero (n: 2) 1 1 

Zoológico Privado Buenaventura  

(n: 13) 

3 10 

Parque Municipal Summit (n: 2) 

 

0 2 

Silvestres (n: 12) Finca Privada en Nata (n: 6) 3 3 

Capira (n: 2) 2 0 

Finca Privada Albina Grande (n: 3) 1 2 

Villa Zaita (n: 1) 

 

1 0 
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Cuadro 12. Frecuencia de hospedadores parasitados según su condición de vida (cautiverio) y 

sitio de muestreo. 

Condición de 

vida 
Sitios de muestreo 

Hospedadores 

parasitados (n: 16) 

Frecuencia 
Porcentaje 

(%) 

Hospedadores en 

cautiverio (n: 22) 

Serpentario Maravillas tropicales (n: 5) 5 31.3 

Zoológico el Níspero (n: 2) 1 6.3 

Zoológico Privado Buenaventura (n: 13) 8 50.0 

Parque Municipal Summit (n: 2) 2 12.5 

Total 16 100 

 

Cuadro 13. Frecuencia de hospedadores parasitados según su condición de vida (silvestre) y 

sitio de muestreo. 

 

Condición de 

vida 
Sitios de muestreo 

Hospedadores 

parasitados (n: 11) 

Frecuencia 
Porcentaje 

(%) 

Hospedadores en 

silvestre (n: 12) 

Finca Privada en Nata (n: 6) 6 54.5 

Capira/Serpentario Maravillas tropicales (n: 2) 2 18.2 

Finca Privada Albina Grande (n: 3) 3 27.3 

Villa Zaita (n: 1) 0 0 

Total 11 100 
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Cuadro 14. Frecuencia parasitaria de acuerdo con el sexo. 

 

Sexo 
Frecuencia 

parasitaria 
Porcentaje (%) 

Hembras (n: 14) 10 37.0 

Machos (n: 20) 17 63.0 

Total 27 100 

 

 

Cuadro 15. Carga Parasitaria de Caiman crocodrilus según condición de vida y sexo. 

 

Condición de 

vida 

Hembras (n: 14) Machos (n: 20) 

Parasitados No parasitados Parasitados  No parasitados 
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je
 

(%
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Hospedadores en 

cautiverio (n: 22) 
4 40 3 75 12 70.6 3 100 

Hospedadores en 

Silvestres (n: 12) 
6 60 1 25 5 29.4 0 0 

Total 10 100 4 100 17 100.0 3 100 
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Cuadro 16. Frecuencia hospedadores en cautiverio, parasitados y no parasitados, según sitio de 

colecta y el sexo. 

 

Condición de 

vida 
Sitio de muestreo 

Hembras (n: 14) Machos (n: 20) 

P
a
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s 
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p
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Hospedadores 

en cautiverio 

(n: 22) 

Serpentario Maravillas 

tropicales (n: 5) 
3 75 0 0 2 16.7 0 0 

Zoológico el Níspero (n: 2) 0 0 1 33.3 1 8.3 0 0 

Zoológico Privado 

Buenaventura (n: 13) 
1 25 2 66.7 7 58.3 3 100 

Parque Municipal Summit 

(n: 2) 
0 0 0 0 2 16.7 0 0 

Total 4 100 3 100 12 100 3 100 
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Cuadro 17.  Frecuencia hospedadores en silvestre, parasitados y no parasitados, según sitio de 

colecta y el sexo. 

 

Condición de 

vida 
Sitio de muestreo 

Hembras (n: 14) Machos (n: 20) 
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P
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Hospedadores 

en Silvestres 

(n: 12) 

Finca Privada en Nata 

(n: 6) 
3 50 0 0 3 60 0 0 

Capira/Serpentario 

Maravillas tropicales 

(n: 2) 

2 33.3 0 0 0 0 0 0 

Finca Privada Albina 

Grande (n: 3) 
1 16.67 0 0 2 40 0 0 

Villa Zaita (n: 1) 0 0 1 100 0 0 0 0 

Total 6 100 1 100 5 100 0 0 
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Cuadro 18. Frecuencia de grupos parasitarios presentes en C. c. fuscus según la condición de 

vida, silvestre o cautiverio, y el sexo. 

 
G
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p
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Hospedadores en cautiverio (n: 

22) 
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P
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Protozoarios 4 100 11 92 6 67 5 56 

Trematodos 0 0 0 0 1 11 2 22 

Nematodos 0 0 1 8 2 22 2 22 

Total 4 100 12 100 9 100 9 100 
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Cuadro 19. Frecuencia de grupos parasitarios presentes en C. c. fuscus según sitio de muestreo y 

condición de vida, cautiverio. 

 

Condición de 

vida 
Sitios de muestreo P

ro
to
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s 
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o
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Hospedadores 

en cautiverio 

(n: 22) 

Serpentario Maravillas tropicales 

(n: 5) 
5 33.3 0 0 0 0 

Zoológico el Níspero (n: 2) 1 6.7 0 0 0 0 

Zoológico Privado Buenaventura 

(n: 13) 
8 53.3 0 0 0 0 

Parque Municipal Summit (n: 2) 1 6.7 0 0 1 100 

Total 15 100 0 0 1 100 
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Cuadro 20. Frecuencia de grupos parasitarios presentes en C. c. fuscus según sitio de muestreo y 

condición de vida, silvestre. 

 

Condición de 

vida 
Sitios de muestreo P
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F
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Hospedadores 

en Silvestres 

(n: 12) 

Finca Privada en Nata (n: 6) 6 54.5 3 100 4 100 

Capira/Serpentario Maravillas 

tropicales (n: 2) 
2 18.2 0 0 0 0 

Finca Privada Albina Grande (n: 3) 3 27.3 0 0 0 0 

Villa Zaita (n: 1) 0 0.0 0 0 0 0 

Total 11 100 3 100 4 100 
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Cuadro 21. Parasitismo según la talla de los hospederos. 

 

Grupo etario* 
Parasitado No parasitado 

Frecuencia (n) Porcentaje (%) Frecuencia (n) Porcentaje (%) 

Neonatos - Clase I  

(n= 0) 
0 0 1 14.3 

Prejuveniles - Clase II 

(n= 1) 
8 29.7 1 14.3 

Juveniles - Clase III  

(n= 11) 
18 66.6 5 71.4 

Adultos - Clase IV  

(n=21) 
1 3.7 0 0 

Grupo etario*: Clase I: < 30 cm, Clase II: 30.1 – 50 cm, Clase III: 50.1 – 120 cm, Clase IV: 

120.1 – 180 cm. (Velasco O, A. & Ayarzagueña, J., 1995) 
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Cuadro 22.  Frecuencias de parasitismo según longitud del cuerpo. 

 

  
Grupos 

Intervalos de Grupo     

Lim. Inf. Lim. Sup. Fi Fi Fr fr % 

1 79 89 4 4 0.182 18.2 

2 90 100 2 6 0.091 9.1 

3 101 111 2 8 0.091 9.1 

4 112 122 4 12 0.182 18.2 

5 123 133 2 14 0.091 9.1 

6 134 144 6 20 0.273 27.3 

7 145 155 0 20 0 0 

8 156 166 0 20 0 0 

9 167 177 1 21 0.045 4.5 

10 178 387 1 22 0.045 4.5 

   22  1 100 
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Cuadro 23. Valor promedio (± DE) de hematocrito y hemoglobina de C. c. fuscus. 

Cuadro 24. Hematocrito general de C. c. fuscus. 

Grupos 

Intervalos de Grupo     

Lim. Inf. Lim. Sup. Fi Fi Fr fr % 

1 12 19 3 3 0.107 10.7 

2 20 27 4 7 0.143 14.3 

3 28 35 5 12 0.179 17.9 

4 36 43 9 21 0.321 32.1 

5 44 51 6 27 0.214 21.4 

6 52 59 1 27 0.036 3.6 

   28  1.0  

 

  

Condición de 

vida. 

Hematocrito (%) Hemoglobina (g/dl) 

N % N g/dl 

Ambas (Todas 

las capturas) 

28 34.6 ± 10.9 28 10.7 ± 3.9 

Cautiverio 17 37.2 ± 9.7 17 10.9 ± 4.1 

Silvestre 11 30.7 ± 11.8 11 10.2 ± 3.9 
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Cuadro 25. Hemoglobina (g/dl) de C. c. fuscus. 

Grupos 

Intervalos de Grupo     

Lim. Inf. Lim. Sup. Fi Fi Fr fr % 

1 4 7.9 5 5 0.179 17.9 

2 8 11.9 7 12 0.250 25.0 

3 12 15.9 14 26 0.500 50.0 

4 16 19.9 2 28 0.071 7.1 

   28  1.0 100 
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Cuadro 26. Comparación de los valores hematológicos con otros estudios. 

 

  

 Hematocrito (%) Hemoglobina (g/dl) Especie 

Anderson-

Aguilar, 2018 

34 (12-56) 10.7 (4-18.7) C.c. fuscus 

Troiano et al., 

1996 

27 12 C.crocodilus 

Troiano et al. 

1996 

22 9.4 C. latirostris 

Molina 2002 18-28 3.5-11.3 A. missisipienssis 

Mader, 2006 12-40 3.7-11.3   

Manzanilla, 

2011 

24.76 8.27 C. intermedius 

Cortéz, 2013 31 10.33 C.crocodrilus 

Santa María, 

2015 

26.3 7.8 C.crocodilus 
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Anexos II: Gráficos. 
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Gráfica 1. Comparaciones índices de diversidad de Shannon-Weaver parásitos según condición 

de vida (Cautiverio-Silvestre), cautiverio H: 1.0909 y silvestre H: 2.0195. 

 

 

 

 

Gráfica 2. Comparaciones índices de diversidad de acuerdo con su condición de vida 

(Cautiverio – Silvestre) grupos parasitarios, cautiverio H: 0.20619 y silvestre H: 0.88694. 
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Gráfica 3. Comparaciones índices de diversidad de Shannon-Weaver en las Hembras de acuerdo 

con su condición de vida (Cautiverio – Silvestre), hembras cautiverio H: 1.7541 y hembras 

silvestre H: 2.0337. 

 

 

 

 

 

Gráfica 4. Comparaciones índices de diversidad de Shannon-Weaver en los Machos de acuerdo 

con su condición de vida (Cautiverio – Silvestre), machos cautiverio H: 1.0318 y machos 

silvestre H: 2.0337. 
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Anexos III: Figuras. 
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Figura 1. Distribución de Caiman crocodilus. Distribución de las subespecies del caimán común 

(Caiman crocodilus) de acuerdo con un análisis de mtADN y la posición del haplotipo 

(Escobedo et al., 2011; Venegas-Anaya, 2008). 
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Figura 2. Características morfológicas del C. c. fuscus. A. Columna vertebral baja.; B. 8 – 10 

dorsales.; C. Corrugaciones sobre los parpados.; D.  Hocico de 1.2 a 1.5 cm.; E. 20 a 24 filas de 

escamas ventrales.; F. Dentadura.; G. Placa interorbital. (Imagen adaptada de: Minister of 

environment 1995). 
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Figura 3. Puntos de muestreo, provincia de Coclé, provincia de Los Santos, provincia de 

Panamá. 

 

 

 

Figura 4. Puntos de muestreo. 
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Figura 5. Sitios de muestreo. 

 

Figura 6. Métodos de captura. 
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Figura 7. Toma de muestra. 

 

Figura 8. Liberación. 
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Figura 9. Análisis de muestras fecales, huevo tipo fasciolidae. 

 

Figura 10. Formas parasitarias detectadas en heces de C. c. fuscus. 
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Figura 11. Análisis de muestras hematológicas. 
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Figura 12. Grupo de trabajo. 
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