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Glosario 

 

Abundancia: número total de individuos de una especie en particular de parásitos, en 

una muestra de hospederos en particular, dividido entre el número total de hospederos 

de especies examinados (incluyendo ambos, infectados y no infectados). Es igual al 

número de individuos de una especie en particular de parásitos por hospedero 

examinado. 

 

Carga parasitaria: medida del número de parásitos presentes en un organismo 

huésped. De manera indirecta se mide con la intensidad de infección medida a través 

del HPG de helmintos y/o algunos protozoarios en materia fecal, sangre y orina. 

 

Coespeciación: es la especiación correlacionada de dos linajes asociados (parásito-

hospedero) en un tándem como resultado de su estrecha asociación. 

 

Coevolución: proceso por el cual dos o más organismos ejercen presión de selección 

mutua y sincrónica (en tiempo geológico) que resulta en adaptaciones específicas 

recíproca. 

 

Dominancia: influencia que una especie ejerce sobre una comunidad debido a su 

abundancia y/o, cobertura territorial. 

 

Haplotipos: un haplotipo es un conjunto de variaciones del ADN, o polimorfismos, que 

tienden a ser heredados juntos. 

 

Intensidad media: es la intensidad promedio de una especie particular de parásito 

entre los hospedadores infectados. 

 

Intensidad: número de individuos de una especie de parásito en particular en un 

hospedador individual infectado. 
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Lemniscos: órgano interno de parásitos acantocéfalos en forma de cinta. Parten del 

receptáculo (donde se contrae la probóscide). Transporta nutrientes al cuerpo del 

parásito. 

 

Parasitismo: interacción biológica en la cual uno de los participantes (parásito) 

depende del otro (el hospedero) y obtiene algún beneficio. 

 

Patógeno: agente biológico externo que se aloja en un hospedero determinado, 

dañando de alguna manera su anatomía. 

 

Prevalencia: número de hospedadores infectados por una especie de parásito en 

particular, dividido por el número de total de hospedadores examinados. 

 

Riqueza de especies: definida como el número total de especies presentes en cada 

muestra biológica y/o localidad. 

 

Zoonosis: infecciones que se transmiten de forma natural entre humanos y animales 

domésticos o silvestres. 
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Resumen  

El conocimiento actual sobre las enfermedades y parásitos en poblaciones de 

cetáceos de vida libre es incipiente. El uso de técnicas no invasivas como el análisis 

de muestras de heces representa una alternativa práctica para estudiar poblaciones 

de ballenas dentro de sus hábitats naturales. El presente trabajo se enfoca en la 

identificación morfológica y molecular de endoparásitos través de heces de 

Balaenoptera musculus (n = 9). Morfológicamente se reconocieron 13 taxones de 

endoparásitos. Helmintos adultos de Bolbosoma turbinella y B. balaenae 

(Acantocephala), Ogmogaster antarctica (Trematoda) y huevos de Diphyllobothrium 

sp. (Cestoda), Crassicauda sp. y Ascaridida indet. (Nematoda) y 2 tipos de helmintos 

sin identificar. También, se observó la ocurrencia de los protozoarios entéricos 

Entamoeba spp., Balantidium sp. y Giardia sp. La caracterización genética a partir de 

601 pb de la región del gen mitocondrial Citocromo Oxidasa subunidad I (COI) confirmó 

la identidad de B. turbinella y el dimorfismo sexual de la especie. La identificación de 

B. balaenae y O. antarctica se realizó con la comparación de 818 y 856 pb del gen 18S 

respectivamente. La prevalencia de Bolbosoma spp.presento un intervalo de 25–50 % 

y densidad media de 2–4 ind/hospedero. Crassicauda sp., Diphyllobothrium sp. 

tuvieron valores de prevalencia de 44–78 % y densidad de 514–825 huevos por gramo 

de heces (HPG) respectivamente. Mientras que, los protozoarios Balantidium sp. y 

Entamoeba spp. ocurrieron con prevalencia de 44–56% y densidad de 600–1425 

protozoarios por gramo de heces (PPG). La riqueza, abundancia, dominancia y 

equidad de parásitos a nivel infracomunidad, así como los haplotipos observados en 

las secuencias de los parásitos reportados en B. musculus (presente trabajo) soporta 

la hipótesis de que la fauna parasitaria es más diversa y compleja de lo que se conoce.  
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Summary 

Current knowledge about diseases and parasites in free-living cetacean populations is 

incipient. Using non-invasive techniques such as stool sample analysis represents a 

practical alternative to study whale populations within their natural habitats. The present 

study focuses on the morphological and molecular identification of endoparasites 

through feces of Balaenoptera musculus (n = 9). In total, 13 taxa of gastrointestinal 

parasites were morphologically recognized including adult helminths of Bolbosoma 

turbinella and B. balaenae (Acanthocephala), Ogmogaster antarctica (Trematoda), 

eggs of Diphyllobothrium sp. (Cestoda), Crassicauda sp. and Ascaridida indet. 

(Nematoda) and 2 types of unidentified helminths. Enteric protozoa Entamoeba spp., 

Balantidium sp. and Giardia sp were also observed in blue whale feces. Genetic 

characterization based on 601 bp of the mitochondrial gene region of subunit I of 

cytochrome oxidase (COI) confirmed the identity of B. turbinella and the sexual 

dimorphism of the species. The identification of B. balaenae and O. antarctica was 

done comparing a fragment of 818 and 856 bp of the 18S gene, respectively. 

Prevalence of Bolbosoma spp. ranged from 25 to 50 % and mean density of 2 ind/host. 

Crassicauda sp., Diphyllobothrium sp. occurred with prevalence values of 44 and 78 % 

and density of 514 to 825 eggs per gram of feces (HPG) respectively. Whereas, the 

protozoan Balantidium sp. and Entamoeba spp. infected with prevalence of 56 and 44 

% and density of 600 to 1425 protozoa per gram of feces (PPG). The species richness, 

abundance, dominance and equitabiliy of parasites at the infra-community level 

reported in B. musculus (this study) supports the hypothesis that parasitic fauna is more 

diverse and complex than previously known. 
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1 Introducción 

Los estudios de cetáceos de vida libre son difíciles de realizar debido a que la 

adquisición de muestras depende del avistamiento de poca duración en superficie en 

comparación con el tiempo prolongado de buceo (Kleinertz et al., 2014; Hermosilla et 

al., 2016). El estudio de hábitos alimentarios y parásitos ha sido históricamente 

investigado principalmente en organismos varados o cazados (Measures, 1992; 

Horberg et al., 1993; Muñiz-Pereira et al., 2009). Por lo cual, el conocimiento actual de 

endoparásitos en balenoptéridos silvestres es incipiente. Los taxones de ecto, meso y 

endoparásitos se distribuyen en todos los océanos, por lo que podrían encontrarse en 

especies de cetáceos que migran en diferentes zonas oceánicas, por ejemplo, en altas 

latitudes (donde se alimentan) contrastando bajas latitudes donde se reproducen 

(Lockyer & Brown, 1981; Reilly & Thayer, 1990; Branch et al., 2007). A nivel mundial 

la fauna más diversa de helmintos se registra en ballenas barbadas de la familia 

Balaenopteridae y en odontocetos de la familia Delphinidae. En las que se han 

reportado 174 especies de helmintos, de los cuales, se conocen 62 especies de 

nematodos, 54 digenéos, 38 cestodos y 20 acantocéfalos (Fraija-Fernández et al., 

2011). El monitoreo de parásitos en cetáceos a corto y largo plazo es relevante debido 

a que las infecciones de alta intensidad (infección aguda) podrían causar graves 

problemas de salud al hospedero y derivar en otras enfermedades y en ocasiones 

causar la muerte de los hospederos por complicaciones secundarias (Dailey & 

Gilmartin, 1988; Lambertsen, 2006). 

 

Recientemente se han utilizado heces (métodos alternativos) de lobos marinos, 

delfines y cetáceos silvestres como material biológico para conocer parte de la fauna 

parasitaria (Flores-Cascante & Gendron, 2012; Kleinertz et al., 2014; Hermosilla et al., 

2016, 2018; de Vos et al., 2018; Flores-Cascante et al., 2019). A la fecha, la mayoría 

de las identificaciones de los helmintos se limita a la caracterización morfológica 

(taxonomía clásica), aunque la resolución de esta es limitada cuando las condiciones 

de los parásitos en fases de huevos y larvas carecen de estructuras esenciales para 

la asignación de especies (Flores-Cascante et al., 2019). El uso de herramientas 

moleculares robustece la detección e identificación de helmintos (García-Varela et al., 
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2013; Hermosilla et al., 2016; de Vos et al., 2018). En el presente estudio, se combinan 

estas herramientas para obtener una mejor aproximación en la identificación de la 

fauna parasitaria e integrar este conocimiento en evaluaciones de condición de salud 

de la ballena azul (Balaenoptera musculus) que visita el Golfo de California. 

 

2 Antecedentes  

La transmisión de helmintos endoparásitos desde fases de huevo y larvaria en sus 

diferentes hospederos intermediarios ha sido ampliamente descrita en mamíferos 

terrestres, por ejemplo, en perros, gatos, equinos y humanos (Martínez-Barbosa et al., 

2008; Builes & Laverde, 2009). Sin embargo, a pesar de que se han reportado infección 

por nematodos, acantocéfalos, cestodos y trematodos en eufáusidos (Morales-Ávila, 

2015; Gómez-Gutiérrez & Morales-Ávila, 2016; Gómez-Gutiérrez et al., 2010, 2017), 

la transmisión de helmintos en cetáceos ha sido poco estudiada. Por ejemplo, 

Lambertsen, (2006) sugiere una transmisión de huevos de helminto puede ser 

transplacentaria, mientras, Hermosilla et al. (2016) reportan que la dieta de los 

cetáceos está relacionada con el tipo de parásitos que albergan. La ballena azul se 

alimenta de eufáusidos y mictófidos (Jiménez-Pinedo, 2010), esto puede sugerir una 

conectividad de los eufáusidos como hospederos intermediarios en la transmisión de 

los helmintos a través de las cadenas tróficas hasta llegar a su hospedero final (Fig. 

1).  
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Figura 1. Ciclo de vida simplificado de los parásitos que infectan a la ballena azul. 

 

2.1 Estudios en animales muertos  

Los registros de helmintos en ballenas se remontan a los años de caza comercial y 

casos aislados de cetáceos varados. Existen registros de especies de nematodos, 

trematodos, cestodos y acantocéfalos que infectan a misticetos y odontocetos 

(Balbuena, 1991; Muñiz-Pereira et al., 2009; Fraija-Fernández et al., 2015). Por 

ejemplo: Crassicauda (nematodo), Diphyllobotrium (cestodo) y Bolbosoma 

(acantocéfalo), son de los géneros de parásitos más frecuentemente reportados en 

cetáceos cazados y varados (Heckmann et al., 1987; Horberg et al., 1993). Las 

ballenas se consideran hospederos de múltiples especies de parásitos. La ballena 

boreal (Balaenoptera mysticetus) en Barrow, Alaska es parasitado por dos especies 

de protozoarios, 1 especie de acantocéfalos y cestodos, 2 especies de trematodos y 3 

especies de nematodos (Heckmann et al., 1987). Sin embargo, existen reportes donde 

solo se registra una especie de helminto adulto por individuo. Rolbiecki et al. (2019) 

reportaron en una ballena de aleta (Balaenoptera physalus) varada en el Mar 

Mediterráneo una sola especie de trematodo (O. antarctica) con miles de parásitos de 

esa especie. Debido a que es la segunda ballena más grande se consideró que esta 
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intensidad de helmintos encontrados está dentro del rango de tolerancia (Rolbiecki et 

al., 2019). 

Una revisión bibliográfica de la diversidad de helmintos en cetáceos muestra que la 

ballena azul es parasitada por 5 especies de acantocéfalos del género Bolbosoma (B. 

balaenae, B. brevicolle, B. hamiltoni, B. niponicum y B. turbinella), 6 especies de 

cestodos de los géneros Diplonogoporus, Monoryma, Phyllobothrium, Prianocephalus, 

y Tetrabotrius, 5 especies de nematodos de los géneros Anisakis, Pseudoterranova, 

Crassicauda y Odontobius, 4 especies de trematodos, una especie perteneciente al 

género Brachycladium y 3 especies del género Ogmogaster (O. antarctica, O. grandis 

y O. plicata). Estas especies de helmintos se encuentran distribuidas en todo el mundo 

(Fraija-Fernández et al., 2011). 

 

2.2 Estudios en cetáceos vivos 

El estudio de parásitos en cetáceos silvestres por medio de métodos no invasivos es 

relativamente reciente. El método consiste en recolectar las heces y utilizarlas como 

material de estudio. Sin embargo, aunque las heces de mamíferos marinos silvestres 

proporcionan información sumamente valiosa en el estudio de parásitos, su 

recolección es un proceso complicado (Kleinertz et al., 2014; Hermosilla et al., 2016). 

El uso de métodos no invasivos para estudiar la infección por parásitos en mamíferos 

marinos silvestres es aún escaso. Actualmente, se han realizado estudios con este 

tipo de muestreo en Océano Indico, Atlántico Norte y en el Océano Pacífico. 

Kleinertz et al. (2014) estudiaron a partir de muestras de heces y vómitos la helminto-

fauna del delfín nariz de botella (Tursiops aduncus) del Mar Rojo (entre África y Asia, 

Océano Indico). Para ello, se utilizaron técnicas coprológicas como la técnica de ácido 

formalina y acetato acético de sodio (SAF), frotis directos, coproantígeno con pruebas 

de ELISA en muestras de heces donde encontraron 21 taxones diferentes de 

parásitos, 10 pertenecientes a protozoos y 11 especies de metazoarios: trematodos 

(7), cestodos (1), nematodos (1) y crustáceo parásito (1). Mientras que para analizar 

muestras de vómito utilizaron análisis genéticos a partir de la cual se detectó Anisakis 

typica (nematodo). Estos autores identificaron a los protozoos: Giardia spp., y 
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Cryptosporidium spp., y a los helmintos: Diphyllobothrium spp., Ascaridida indet., 

Nasitrema attenuata, Zalophotrema spp. y Pholeter gastrophilus (Kleinertz et al., 2014). 

Hermosilla et al. (2016), realizaron un estudio de parásitos utilizando muestras de 

heces y biopsias en los misticetos: ballena azul, ballena de aleta (B. physalus), ballena 

sei (B. borealis) y en el odontoceto: cachalote (Physeter macrocephalus), en el 

Atlántico Norte. Mediante el análisis coprológico con la técnica de SAF, en los 

misticetos detectaron infecciones de los protozoos (Entamoeba spp., Giardia gen sp. 

y Balantidium sp.). En cambio, en muestras de P. macrocephalus observaron 

helmintos (Ascaridida indet., trematodos, acantocéfalos, Strongylus sp., 

Diphyllobotrium sp. y espirúridos). El género de protozoos con mayor prevalencia fue 

Entamoeba spp. con 64.7 %. Mientras que, para los helmintos Ascaridida indet. 

tuvieron prevalencia de 41 %.  

de Vos et al. (2018), realizaron un estudio utilizando meta secuenciación 

(metabarcoding) para estudiar la dieta de las ballenas azules a partir de ADN ambiental 

(ADN extraído de heces). En ese trabajo, se detectó que las presas principales de las 

ballenas azules fueron camarones sergéstidos del sub-orden Dendrobranchiata (87 %) 

y en menor proporción el orden Euphausiacea (8 %). Asimismo, de Vos et al. (2018), 

detectaron por primera vez la presencia de parásitos del filo acantocéfalos en las 

ballenas azules en el norte del Océano Indico. 

En el Golfo de California (GC), se han realizado tres estudios parasitológicos utilizando 

análisis macroscópicos y microscópicos en heces de ballena azul y ballena de aleta 

(Rocha-Gosselin, 2009; Flores-Cascante & Gendron, 2012; Flores-Cascante et al., 

2019). Sin embargo, debido a la identificación limitada de parásitos, la riqueza, 

diversidad e infección de parásitos en las ballenas del GC, aún es incipiente. Rocha-

Gosselin (2009) reportó infección por parásitos de las familias Diphyllobothriidae, 

Polymorphidae y Anisakidae, así como parásitos adultos de acantocéfalos en la 

ballena azul y de aleta. Flores-Cascante & Gendron (2012) estandarizó la técnica para 

contar huevos de helmintos en heces de ballena azul. Flores-Cascante et al. (2019) 

estimaron, mediante la técnica de conteo de huevos por gramo de heces (HPG) 

utilizando la cámara McMaster, la infección por helmintos en la ballena azul y ballena 

de aleta. Asimismo, para la ballena azul se identificaron huevos de Diphyllobotrium sp. 
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y un protozoario sin identificar. Mientras que, para la ballena de aleta se identificaron 

los huevos de helmintos Diphyllobothriidae, Ogmogaster sp., y Crassicauda sp. Cabe 

recalcar que, acantocéfalos del género Bolbosoma y huevos de helmintos (no 

identificados) parasitan a ambas especies de ballenas. Adicionalmente, Flores-

Cascante et al. (2019) mostraron que la edad, sexo, y estado reproductivo no influencia 

la intensidad de HPG y que los individuos de la población de ballenas muestreadas 

tiene la misma probabilidad de ser parasitada por helmintos (p = 0.56). Estos autores 

también demostraron que la infección individual no cambia a través del tiempo 

(infección entre meses y años) (p = 0.19) (Flores-Cascante et al., 2019). 

 

2.3 Daños causados por helmintos 

La helmintiasis provoca diversos daños dependiendo del órgano de infección de los 

helmintos, intensidad y ciclo de vida (Dailey & Walker, 1978; Measures, 1992; 

Lambertsen, 2006). Altas cargas parasitarias (evaluación de la intensidad de infección 

de helmintos y protozoarios) pueden causar, estrés, desequilibrio nutricional y 

debilitamiento, lo que puede contribuir a la muerte de un cetáceo. Debido a ello, los 

helmintos son considerados un factor relacionado con los varamientos (Dailey & 

Walker, 1978). Durante los años 1970-1976 en las Costas del sur de California se 

registraron varamientos de 60 individuos pertenecientes a 4 especies de delfines 

(Delphinus delphis, Lagenorhynchus obliquidens, Lissodelphis borealis, Stenella 

coeruleoalba) y una especie de marsopa (Phocoenoides dalli). En los cuales se 

observaron que, nematodos del género Sternurus se albergan en los oídos y 

trematodos del género Nasitrema sp. infectan el sistema nervioso, también, 

encontraron huevos de trematodos en el cerebro, lo que pudo haber causado lesiones 

e influir en los varamientos de los delfines (Dailey & Walker, 1978).  

Crassicauda boopis, tiene ciclo de vida heteroxeno, la forma larvaria de esta especie, 

rompe las paredes del tracto intestinal al migrar hacia su microhabitat. Por otra parte 

su forma adulta, habita en el riñón y conductos renales (microhabitat). Por lo que, altas 

infecciones pueden causar la muerte de las ballenas (Lambertsen, 2006; Lempererur 

et al., 2017).  
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4 Justificación  

La ballena azul está catalogada como especie en peligro de extinción en la lista roja 

de la Unión Internacional para la Conservación de la Naturaleza, IUCN (IUCN, 2018).  

Esta especie de cetáceo se alimenta por filtración a través de sus barbas y se 

especializa en presas que forman grandes agregaciones como el krill y peces 

mictófidos (familia Myctophidae) (Gendron, 1992; Del Angel-Rodríguez, 1997; 

Jiménez-Pinedo, 2010). Con ayuda de características físicas como indicadores de 

condición corporal tales como 1) visibilidad de las vértebras., 2) depresión post-craneal 

y 3) visibilidad de la escápula y los flancos laterales. A partir del 2015 se observó una 

disminución en la condición corporal de la ballena azul visitante del GC y este hallazgo 

ha sido observado hasta el 2018. Lo cual, sugiere que podría estar tentativamente 

relacionado con la disminución de fuentes de alimento (Casillas-López, 2016). Altas 

cargas parasitarias podrían repercutir en la salud de la ballena azul al enfrentarse a 

cambios ambientales. Por lo que, la carga parasitaria, la identificación morfológica y 

molecular de endoparásitos, así como la caracterización de la infracomunidad de 

parásitos, podría aportar información relevante en la evaluación de la condición de 

salud de la ballena azul. Este es el primer trabajo de parásitos que integra morfología, 

genética y ecología de infección en la población de ballenas del suroeste del Golfo de 

California. 

5 Hipótesis  

La caracterización morfológica y molecular de huevos, formas vermiformes e 

individuos parásitos (helmintos) obtenidos a partir de heces, sustentará que la 

comunidad de especies endoparásitas que infectan a la ballena azul del Pacifico 

Noreste es más diversa y compleja de lo que se conoce actualmente. 

 

6 Objetivo general 

Identificar morfológica y molecularmente los huevos, formas vermiformes y adultos de 

helmintos endoparásitos presentes en heces de individuos de ballena azul de vida libre 

del suroeste del Golfo de California.  
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6.1 Objetivos particulares  

1) Identificar morfológicamente al nivel más preciso posible los endoparásitos 

adultos obtenidos de las heces de ballena azul. 

 
2) Identificar morfológicamente los parásitos en fases embrionarias (huevos) 

presentes en las heces de la ballena azul. 

 

3) Caracterizar genéticamente los individuos de helmintos en formas vermiformes, 

preadultos y adultos obtenidos de las heces de ballena azul.  

 

4) Caracterizar la infección y la infracomunidad de endoparásitos en individuos de 

la ballena azul. 

 

7 Material y métodos  

7.1Área de estudio  

El Golfo de California se encuentra ubicado al noroeste de México rodeado por los 

estados de Baja California, Baja California Sur, Sonora y Sinaloa (25° 35’ 18.41” y 26° 

07’ 48.72” N y 110° 45’ 00” y 111° 21’ 08.67” O) (Carabias-Lillo et al., 2000). Las 

muestras de heces de ballenas azules del presente estudio fueron obtenidas en el 

Parque Nacional Bahía de Loreto ubicado al suroeste del Golfo de California durante 

el periodo invierno-primavera de 2011-2019 (Fig. 2). 
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Figura 2. Área de estudio resaltada como área sombreada ubicada en el Suroeste del Golfo de 

California. Mapa tomado de Gendron & Ugalde de la Cruz (2012). 

7.2 Recolección de parásitos  

La ballena azul fue observada mediante seguimientos focales individuales. Cada 

ejemplar observado, fue identificado con base en el protocolo estándar del Laboratorio 

de Ecología de los Cetáceos del CICIMAR-IPN (Gendron & Ugalde de la Cruz, 2012). 

Las heces fueron recolectadas inmediatamente después de que las ballenas 

defecaron. Estas fueron colectadas aún compactas y flotando en la superficie del mar 

(antes de su disgregación). Por cada muestra de heces se preservaron dos 

submuestras en frascos de 500 ml una con alcohol al 96 % y otra en formol al 5 % de 

acuerdo con Flores-Cascante & Gendron (2012) y Flores-Cascante et al. (2019). La 

muestra restante fue tamizada utilizando una malla de 200 µm para separar a los 

parásitos adultos. Los parásitos recuperados, fueron lavados con agua de mar y 

posteriormente preservados en etanol al 96 %. 

Para el análisis de parásitos adultos, se usaron tres muestras de heces del año 2016, 

cinco del 2018 y una para el 2019. Adicionalmente para la identificación de huevos de 
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helmintos a las muestras de los años 2018 (n= 3) y 2019 (n= 1) se utilizó una muestra 

de heces del 2011, 2012, 2013, 2014 y 217. Todas recolectadas en la temporada 

invierno-primavera. 

 

7.3 Identificación morfológica 

De acuerdo con características físicas se clasificaron tres morfotipos de acantocéfalos 

(morfotipo A, B y C) y un morfotipo de trematodos en ambos casos fueron helmintos 

adultos. Dos parásitos de cada morfotipo fijados en alcohol al 96 % fueron preservados 

en una solución de glicerina/alcohol al 70 % con una dilución 1:10 (Morales-Ávila, 

2015). Posteriormente, estos especímenes fueron medidos utilizando un microscopio 

óptico marca Zeiss modelo Stemi 305 equipado con un micrómetro calibrado e 

identificados morfológicamente utilizando claves diagnosticas de helmintos en 

cetáceos y principalmente en ballena azul (Measures, 1992; Lambertsen, 2006; 

Gregori et al., 2012; Kuramochi et al., 2017; Lempererur et al., 2017). 

 

Los acantocéfalos fueron deshidratados utilizando concentraciones seriadas de etanol 

del 70 al 100 % y secados hasta el punto crítico. Posteriormente los helmintos fueron 

secados hasta el punto crítico con gas de dióxido de carbono (CO2) usando un equipo 

de secado crítico Polaron E3000 (Samdri PVT 3B). Seguido a esto fueron montados 

en una cinta adhesiva de doble cara en una placa de metal. Las muestras se 

recubrieron con iones de oro-paladio al 60% utilizando la técnica de "pulverización 

catódica" en una atmósfera de argón para obtener las mejores condiciones de 

ionización utilizando un dispositivo Polaron E5100 (Denton Vacuum Desk II). 

Finalmente fueron observados al microscopio electrónico de barrido (MEB) marca 

Hitachi modelo S-3000N en el laboratorio de MEB del Centro de Investigaciones 

Biológicas del Noroeste. Las observaciones se realizaron con una intensidad de 20kv 

capaz de un aumento máximo de 300,000 aumentos (Morales-Ávila, 2015). 

 

Los huevos presentes en las heces fueron concentrados utilizando la técnica de 

sedimentación (Thienpont et al., 2018). La técnica se basa en la diferencia en densidad 

existente entre el agua y la gravedad especifica de los huevos los cuales al tener mayor 
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densidad se depositan en el fondo de la solución. Este tipo de técnica se usa 

principalmente para observar huevos de trematodos y nematodos (Mehlhorn et al., 

1993). Los huevos de parásitos fueron teñidos con yodo y observados al microscopio 

con los objetivos 10x, 20x, 40x y 100x. En el último objetivo 100x se utilizó aceite de 

inmersión para realizar la observación. 

 

7.4 Identificación genética 

7.4.1 Extracción de ADN genómico (ADNg) 

Se utilizaron de tres helmintos adultos del morfotipo A, cinco del morfotipo B y 10 del 

morfotipo C (morfotipos A y C son acantocéfalos y el morfotipo B es el trematodo) para 

realizar la extracción de ADNg utilizando el método de extracción de acetato de amonio 

(Anexo1). Previo a esta técnica, los parásitos fueron lavados dos veces con agua 

destilada para quitar restos de alcohol. Para las heces (n = 4) preservadas en etanol 

al 96 %, se utilizó el kit comercial QIAamp DNA Stool Mini Kits (QIAGEN, Reino Unido). 

Antes de utilizar el kit, se debe eliminar el etanol de la muestra realizando 3 lavados 

con agua destilada, en un tubo eppendorf se pesan 200 g de heces, se afora hasta 1.5 

ml con agua destilada, una vez homogenizada la muestra es centrifugada a 400 g 

durante 2 min, posteriormente se siguieron las indicaciones del kit (Anexo 2).  

 

7.4.2 Amplificación de regiones parciales de genes por medio de la 

Reacción en Cadena de la Polimerasa (PCR) 

Para la caracterización genética de los parásitos acantocéfalos adultos, se utilizó la 

región mitocondrial Citocromo oxidasa subunidad 1 (COI) y la región nuclear de la 

subunidad menor del ADN ribosomal (18S). Se amplificaron aproximadamente 700 pb 

del gen COI utilizando los oligonucleótidos LCO 1490 5’-GGT CAA CAA ATC ATA AAG 

ATA TTG G-3’ y HCO 2198 5’-TAA ACT TCA GGG TGA CCA AAA AAT CA-3’ (Folmer 

et al., 1994) y 900 pb del gen 18S utilizando los oligonucleótidos 18S U467F 5’-ATC 

CAA GGA AGG CAG CAG GC-3’ y 18S L1310R 5’-CTC CAC CAA CTA AGA ACG 

GC-3’ (Suzuki et al., 2008). 
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Las reacciones de PCR para el gen COI tuvieron un volumen final de 25 µl, el cual 

contiene 1 µl de cada oligonucleótido (10 pmol/ml -1), 12.5 µl de Master Mix, la 

concentración de ADNg final vario de 194 - 300 ng/µl. Posteriormente se añadió agua 

grado biología molecular hasta llevar la mezcla a 25 µl. Las reacciones de PCR del 

gen 18S también tuvieron un volumen final de 25 µl, que contenían, 1 µl de cada 

oligonucleótido, 2.5 µl de buffer 10X, 0.7 µl de MgCl2, 0.35 µl de dNTPs, 0.1 µl de Taq 

polimerasa (Invitrogen 5 U/μl) y 2.5 µl de DMSO 5 %, la concentración de ADNg final 

varió de 194-300 ng/µl y finalmente se añadió agua grado biología molecular hasta 

llevar la mezcla a 25 µl. 

 

El protocolo de los ciclos para la amplificación del gen COI se conformó por una 

desnaturalización inicial a 94 °C por 4 min, seguida de 35 ciclos de amplificación, 

desnaturalización 94 °C por 30s, alineación a 40 °C por 30 s y extensión de 72 °C por 

1.30 min y una extensión final de 72 °C por 7 min. El protocolo de ciclado para el gen 

18S se conformó por una desnaturalización inicial a 94 °C por 2 min, seguida de 35 

ciclos de amplificación, desnaturalización 94 °C por 30 s, alineación a 55 °C por 1 min 

y extensión de 72 °C por 2 min y una extensión final de 72 °C por 7 min. 

 

Los trematodos adultos fueron caracterizados genéticamente mediante la 

amplificación de 1989 pb la región de la subunidad menor del gen 18S del ADNr 

utilizando los oligonucleótidos Worm A 5’–GCG AAT GGC TCA TTA AAT CAG–3’ y 

Worm B 5’–TTG TTA CGA CTT TTA CTT CC–3’ (Littlewood & Olson, 2001). Las 

reacciones de PCR tuvieron un volumen final de 25 µl, que contenían, 2 µl de cada 

oligonucleótido, 2.5 µl de buffer 10X, 0.7 µl de MgCl2, 0.35 µl de dNTPs, 0.1 µl de Taq 

polimerasa (Invitrogen 5 U/μl) y 2.5 µl de DMSO 5 %, la concentración de ADNg final 

se encontró entre 194-300 ng/µl y finalmente se añadió agua grado biología molecular 

hasta llevar la mezcla a 25 µl. El protocolo de los ciclos se conformó por una 

desnaturalización inicial a 94 °C por 4 min, seguida de 35 ciclos de amplificación, 

desnaturalización a 94 °C por 30 s, alineación a 52 °C por 45s y extensión de 72 °C 

por 2 min y una extensión final de 72 °C por 7 min. 
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Para verificar los productos de PCR se realizó una electroforesis a 80 voltios durante 

40 min, se utilizó un gel de agarosa al 1.5 %, los productos de PCR fueron teñidos con 

GelRed y revelados en un foto-documentador.  

 

7.4.3 Purificación y secuenciación 

Para purificar los productos de PCR se realizó una electroforesis a 70 voltios durante 

1:30 h utilizando un gel de agarosa al 2 %. Se utilizó una mezcla de 5 µl del buffer de 

carga (6x) con GelRed y de 30-40 µl de producto de PCR. Después del tiempo 

transcurrido, el gel fue observado en un transiluminador en donde se cortó cada banda 

de interés. Posteriormente, se siguieron las indicaciones del kit comercial 

Zymoclean™Gel DNA Recovery (Anexo 3). La secuenciación se realizó usando los 

oligonucleótidos en ambos sentidos (forward y revese) para cada región de interés 

(COI o 18S). 

 

7.5 Análisis de secuencias  

Las muestras secuenciadas de helmintos adultos con el gen COI (n = 12) y el gen 18S 

(n = 6) y las muestras de heces con el gen 18S (n = 4) fueron editadas y alineadas 

respecto a secuencias de referencia con el software BioEdit versión 7.0.5.3 (Hall, 

1999). Posteriormente, se comprobó la identidad de las secuencias mediante un 

alineamiento local básico (BLAST por sus siglas en inglés, 

https://blast.ncbi.nlm.nih.gov). Una vez comprobada la identidad de las secuencias se 

realizó el análisis filogenético que incluyó secuencias homólogas de los genes COI y 

18S de las especies que integran la familia Polymorphidae para acantocéfalos y 

secuencias del gen 18S de la superfamilia Pronocephaloidea para trematodos. El 

análisis de reconstrucción filogenética se realizó para cada gen por separado, 

utilizando el método de máxima verosimilitud con el programa MEGA X (Kumar et al., 

2018). El análisis de máxima verosimilitud se llevó a cabo con el modelo que mostró 

el mejor ajuste a los datos, para el gen COI se utilizó General Time Reversible (GTR), 

más una distribución Gama (+G). Para el gen 18S de acantocéfalos se usó el modelo 

de Kimura de 2 parámetros más una distribución Gama (K2+G). Mientras que, para el 

gen 18S de trematodos se utilizó el modelo Tamura de 3 parámetros. La búsqueda del 
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árbol con mayor verosimilitud se realizó con el método de búsqueda heurística 

aplicando el algoritmo Neighbor-Joining and BioNJ. Para el enraizamiento del árbol se 

utilizó como grupo externo a Plagiorhynchus cylindraceus de la familia 

Plagiorhynchidae, del orden: Polymorphida para los acantocéfalos. Para los 

trematodos como grupo externo se utilizó la secuencia de Bothridium pithonis. (Familia: 

Diphyllobothriidae, orden: Diphyllobothriidea). 

 

7.6 Ecología de parásitos  

La caracterización cuantitativa de la infección se realizó evaluando la prevalencia, 

densidad y densidad media para huevos y parásitos adultos considerando las 

definiciones definidas por Bush et al. (1997) y Bautista-Hernández et al. (2015) 

mencionadas a continuación: 

 

Prevalencia: número de hospederos infectados con una especie de parásito o grupo 

taxonómico divido entre el número de hospederos revisados. 

 

𝑃 =
𝐻𝑜𝑠𝑝𝑒𝑑𝑒𝑟𝑜𝑠 𝑖𝑛𝑓𝑒𝑐𝑡𝑎𝑑𝑜𝑠 𝑝𝑜𝑟 𝑢𝑛 𝑔𝑟𝑢𝑝𝑜 𝑡𝑎𝑥𝑜𝑛𝑜𝑚𝑖𝑐𝑜

𝑇𝑜𝑡𝑎𝑙 𝑑𝑒 ℎ𝑜𝑠𝑝𝑒𝑑𝑒𝑟𝑜𝑠 𝑒𝑥𝑎𝑚𝑖𝑛𝑎𝑑𝑜𝑠 
𝑥 100 

 

Densidad: Número de individuos de una especie de parásito en una unidad de 

muestreo medida en un huésped o hábitat.  

 

𝐷 = 𝑛ú𝑚𝑒𝑟𝑜 𝑡𝑜𝑡𝑎𝑙 𝑑𝑒 𝑝𝑎𝑟á𝑠𝑖𝑡𝑜𝑠 

 

La densidad de huevos de parásitos fue estandarizada como número de huevos por 

gramo de heces (Flores-Cascante & Gendron, 2012 modificada): 

 

𝐻𝑃𝐺 =
𝑁ú𝑚𝑒𝑟𝑜 𝑑𝑒 ℎ𝑢𝑒𝑣𝑜𝑠 ∗ 𝑓𝑎𝑐𝑡𝑜𝑟

2
 

𝐹𝑎𝑐𝑡𝑜𝑟 =
𝑉𝑜𝑙. 𝑖𝑛𝑖𝑐𝑖𝑎𝑙

𝑉𝑜𝑙. 𝑓𝑖𝑛𝑎𝑙 𝑜𝑏𝑠𝑒𝑟𝑣𝑎𝑑𝑜 𝑎𝑙 𝑚𝑖𝑐𝑟𝑜𝑠𝑐𝑜𝑝𝑖𝑜
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𝐹𝑎𝑐𝑡𝑜𝑟 =
45 𝑚𝑙

(0.05 𝑚𝑙 𝑥 3)
= 300 

 

Se calcularon los siguientes parámetros cuantitativos de las comunidades de parásitos 

a nivel infracomunidad en nueve heces de ballenas azules. Se consideró que cada 

ballena es una localidad diferente. El análisis de riqueza, dominancia, diversidad y 

equidad de especies (Magurran, 1988) se calculó utilizando el programa Past 3 versión 

1. 

 

Riqueza: número de especies parásitas presentes en una infracomunidad o en la 

comunidad componente. 

 

Dominancia: Calculada mediante el índice de Simpson, este índice determina la 

biodiversidad de especies, la riqueza y el porcentaje de cada especie en un conjunto 

D = sum (Pi 2) 

Dónde: Pi es la abundancia relativa de la especie 

 

Diversidad: calculada mediante el índice de Berger-Parker. Mide la proporción de las 

especies más comunes en una comunidad o muestra.  

d = Nmax/N 

Dónde: Nmax es la abundancia de la especie dominante. N es número total de 

parásitos encontrados en toda la muestra. 

 

Equidad: indica la diferencia entre la diversidad observada y la esperada (o diversidad 

máxima); varía entre 0 y 1; se aproxima a 0 cuando una especie es ampliamente 

dominante en el seno de la comunidad y a 1 cuando todas las especies tienen una 

abundancia similar: 

J’ = H’/H´ máx. 

Donde:  

H’: proporción de diversidad observada  
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H’ máx: diversidad máxima. La diversidad máxima es el valor que se obtendría en una 

comunidad en la cual todas las especies tendrían una abundancia similar, y se expresa 

como: H’ máx.= Ln S 

 

Análisis de similaridad-disimilaridad: se realizó el análisis de escalamiento 

multidimensional no métrico (nMDS) de dos dimensiones, para las abundancias de las 

infracomunidades de la ballena azul. 

 

8 Resultados  

8.1 Identificación y descripción morfológica de endoparásitos de 

Balaenoptera musculus 

Se reconocieron morfológicamente helmintos adultos de Bolbosoma turbinella, B. 

balaenae (Acantocephala) y Ogmogaster antarctica (Trematoda). También se 

identificaron huevos de Diphyllobothrium sp. (Cestoda), Ascaridide sp. (Nematoda), 

helmintos no identificados y los protozoarios Entamoeba spp., Balantidium sp. y 

Giardia gen. sp. (Tabla 1). 

 

8.1.2 Acantocéfalos  

Bolbosoma balaenae tiene cuerpo cilíndrico de 14.20 ± 5.16 mm de largo (n = 21) y 

0.45 ± 0.17 mm de ancho (Fig. 3 a). Presenta bulbo en la parte anterior del cuerpo, 

con forma de embudo de 0.52 ± 0.17 mm de largo y 0.65 ± 0.23 mm de ancho (Fig. 3 

b). Se observa una zona prebulbar, que es más ancha que la probóscide y presenta 6 

anillos con pequeñas espinas irregulares adyacentes al cuello (Fig. 3 b). La probóscide 

es cilíndrica 0.56 ± 0.09 mm de largo y 0.32 ± 0.01 mm de ancho con 22 hileras de 

espinas conteniendo 7 espinas por hilera (Fig. 3 b y 3 c), las espinas tienen forma 

falcada. El receptáculo de la probóscide mide 0.71 ± 0.35 mm de largo y 0.31 ± 0.07 

mm de ancho (Fig. 3 c). Las bolsas ováricas miden 0.037 ± 0.002 mm de largo y 0.012 

± 0.001 mm de ancho. La campana uterina mide 0.022 ± 0.003 mm de largo y 0.011 ± 

0.003 mm de ancho. La vagina mide 0.056 ± 0.004 mm de largo y 0.014 ± 0.002 mm 

de ancho (Fig. 3 d). 
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Figura 3. Bolbosoma balaenae, a) cuerpo completo, b) detalle de parte anterior del cuerpo, c) 

receptáculo de la probóscide, parte interna de la parte anterior del cuero, d) parte posterior del cuerpo 

de una hembra. Abreviaciones: P = probóscide, C = cuello, CE = círculos de espinas, B = bulbo, RP = 

receptáculo de la probóscide, BO = bolsas ováricas, BU = campana uterina y V = vagina. Escala de las 

barras a = 3 mm, b = 0.5 mm, c = 0.32 mm, d = 0.25 mm. 

Bolbosoma turbinella tiene cuerpo cilíndrico de 13.78 ± 5.04 mm de largo (n = 17) y 

1.06 ± 0.58 mm de ancho (Fig.4 a). Presenta bulbo espinoso en la parte anterior del 

cuerpo, el cual tiene forma circular de 1.6 ± 0.5 mm de largo y 1.9 ± 0.5 mm de ancho. 

La parte anterior del bulbo presenta espinas rectas. Mientras que, la parte posterior 

del bulbo presenta espinas planas y escamosas (Fig. 4 b). La probóscide es cónica 0.4 

± 0.2 mm de largo y 0.5 ± 0.2 mm de ancho, con 24 hileras de espinas y 7 espinas por 

hilera (Fig. 4 c). Las dos primeras filas de espinas basales son más pequeñas que el 

resto (Fig. 4 c). La tercera espina de la probóscide es la más gruesa adelgazando 

hasta las espinas apicales (Fig. 4 c). Los lemniscos se observaron en la parte anterior 

del cuerpo, miden 1.37 ± 0.07mm de largo y 0.01 ± 0.002 mm de ancho. El testículo 

anterior mide 0.10 ± 0.006 mm de largo y 0.05 ± 0.003 de ancho (Fig. 4 a). Mientras 

que el testículo posterior mide 0.08 ± 0.002 mm de largo y 0.05 ± 0.006 mm de ancho 

(Fig. 4 a). La bursa copulatoria mide 0.08 ± 0.014 mm de ancho y 0.03 ± 0.003 de 

ancho (Fig. 4 a).  
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Figura 4. Bolbosoma turbinella, a) cuerpo completo, b) bulbo y probóscide, c) detalles de la probóscide. 

Abreviaciones: L = lemniscos, TA = testículo anterior, TP = testículo posterior, BC = bursa copulatoria 

invaginada, P = probóscide, EAB = espinas anteriores del bulbo, EPB = espinas posteriores del bulbo, 

EA = espinas apicales, E3 = tercera espina EB = espinas basales. Escalas de las barras a = 0.2 mm, b 

= 0.5 mm, c = 0.3 mm. 

 

8.1.3 Trematodos  

Ogmogaster antarctica presenta cuerpo ovalado y dorsoventralmente aplanado 5.7 ± 

1.2 mm de largo (n = 12) y 2 ± 0.6 mm de ancho (Fig. 5 a). La superficie corporal ventral 

(ventosa ventral modificada) presenta 13 ± 1 crestas ventriculares y 34 crenulaciones 

en el margen del cuerpo (Fig. 5 a, b). La ventosa oral mide 0.15 ± 0.07 mm de largo y 

de 0.17 ± 0.08 mm (Fig. 5 b), presenta cirros que se restringen a la parte anterior del 

cuerpo (Fig. 5 c).  
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Figura 5. Ogmogaster antarctica, a y b) vista ventro-lateral c) vista dorsal del cuerpo. Se observa que 

el cirro se restringe a la parte anterior del cuerpo. Abreviaciones: C = cirro, CV = crestas ventrales, VO 

= ventosa oral, CR = crenulaciones. Escala de las barras = 0.2 mm. 

 

8.1.4 Huevos de helmintos 

Se identificaron 7 taxones de helmintos en fase embrionaria (huevo). Los helmintos 

identificados incluyen a nematodos, cestodos y especies sin identificar. 

Adicionalmente, se identificaron tres taxones de protozoarios, los cuales incluyen 

amebas, ciliados y flageladas. Se clasificaron tres morfotipos de huevos de 

nematodos. Los tres morfotipos presentan forma ovoide o semicircular, con doble 

membrana (cascara) y masa interna granulosa o cigoto y vitelo. Sin embargo, la 

separación de este grupo se debe a que las dimensiones de los huevos son 

notablemente diferentes. Ascaridida sp. tipo 1 (n = 7), huevo 28 ± 10 µm de largo y 27 

± 10 µm de ancho (Fig. 6 a). Ascaridida sp. tipo 2 (n = 9), 39 ± 20 µm de largo y 36 ± 

16 µm de ancho (Fig. 6 b) y Ascaridida sp. tipo 3 (n = 19), 31 ± 13 µm de largo y 28 ± 

9 µm de ancho (Fig. 6 c). 
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Figura 6. Morfotipos de nematodos Ascaridida sp. a) Ascaridida sp. tipo 1, b) Ascaridida sp. tipo 2, c) 

Ascaridida sp. tipo 3. Abreviaciones: C = pared de doble membrana, CV = cigoto y vitelo. Escala de las 

barras: a = 20 µm, b = 30 µm, c = 10 µm. 

Los huevos identificados como Crassicauda sp. (n = 22) son ovoides a largados de 52 

± 17 µm de largo y 40 ± 14 µm de ancho, presentan membrana externa gruesa de 1.6 

± 0.5 µm, una capa gruesa de quitina y cuando están embrionados presentan 

opérculos en los extremos (Fig. 7 a).  

 

El huevo del cestodo Diphyllobotrium sp. (n = 24) es ovoide 57 ± 25 µm de largo y 42 

± 18 µm de ancho, presenta un opérculo en uno de los polos del huevo, tiene doble 

membrana, presenta cigoto y vitelo granular, dependiendo el estadio de desarrollo 

puede o no presentar una pequeña protuberancia o abultamiento (en inglés conocido 

como knob) en uno de los polos (Fig. 7 b y 7 c). 
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Figura 7. a) Huevo completo de Crassicauda sp., b) Diphyllobothrium sp. el opérculo no es muy claro, 

d) Diphyllobothrium sp. con knob. Abreviaciones: O = opérculo, P = pared de doble membrana, CV = 

cigoto y vitelo, K = knob. Escala de las barras 20 µm. 

Se recolectaron varios taxones aún sin identificar. Los huevos de los helmintos tipo 1 

(n = 52) miden 38 ± 12 µm de largo y 36 ± 11 µm de ancho, son casi esféricos. 

Internamente, presentan una masa granular en toda el área a excepción de membrana 

de doble pared, la cual es gruesa y tienen una mayor afinidad a la tinción con yodo 

tiñéndose de color marrón oscuro (Fig. 8 a). Los helmintos tipo 2 (n = 2) de 11 ± 2 µm 

de largo y 7 ± 1 µm de ancho es ovoide, presenta membrana de doble pared y su 

interior cuenta con seis núcleos (Fig. 8 b).  

 

 

Figura 8. Taxones sin identificar, a) helminto tipo 1, b) helminto tipo 2. Abreviaciones: P = pared, CV = 

cigoto y vitelo, N = núcleo. Escala de las barras: a = 20 µm, b y c = 10 µm. 
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A pesar que el presente estudio se observó la infección de adultos de los géneros 

Bolbosoma y Ogmogaster, no se observaron los huevos de estas especies en ninguna 

de las nueve heces analizadas. 

8.1.5 Quistes de protozoarios 

Se identificaron protozoarios del género Entamoeba, Balantidium y Giardia en heces 

de la ballena azul. Entamoeba spp., se observó en diferentes fases de desarrollo, esto 

es, en forma de quiste (Fig. 9 a, b) y trofozoíto (Fig. 9 c). La forma de quiste presentó 

de 1 a 4 núcleos (Fig. 9 a, b). El trofozoíto fue identificado por su forma ovoide 17 ± 9 

µm de longitud total, 15 ± 9 µm de ancho (n = 38) y contiene 5 núcleos (Figs. 9, c). 

 

 

Figura 9. Entamoeba spp. a) quiste con un núcleo, b) quiste con cuatro núcleos, c) trofozoíto con cinco 

núcleos. Abreviaciones: EC = endosoma central, N = núcleo, C = citoplasma, V = vacuolas. Escala de 

las barras: a = 20 µm, b y c = 10 µm. 

El protozoario del género Balantidium ocurrió en forma de quiste (fase infectiva) (Fig. 

10). Balantidium sp. presenta cuerpo esférico de 25 ± 11 µm de diámetro con doble 

membrana (n = 38) de 0.7 ± 0.2 µm de ancho, tiene gran afinidad a la tinción con yodo 

tornándose completamente obscuros (Fig. 10 a). Un ejemplar roto y menos teñido 

mostro algunas de sus estructuras internas (Fig. 10 b). Se encontró a Giardia gen sp. 

en forma de quiste (fase infectiva) el cual es ovoide de 11 ± 3 µm de longitud total (n = 

7), 10 ± 3 de ancho (Fig. 10 c, b).  
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Figura 10. Protozoarios. a) Balantidium sp. solo se distingue la pared membranal, b) Balantidium sp. 

roto, c y d) Giardia gen sp. diferentes estadios de desarrollo. Abreviaciones: PM = pared membranal, C 

= cilios, V = vacuolas, MIC = micronúcleo, MAN = macronúcleo, N = núcleo, PF = perist fit. Escala de 

barras 10 µm. 

 

8.2 Análisis molecular 

8.2.1 Extracción de ADN genómico a partir de tejido y heces (ADN 

ambiental, ADNa) 

Con base al análisis cualitativo (electroforesis con geles de agarosa) de la pureza e 

integridad del ADN extraído de tejido de adultos y muestras de heces, las muestras 

con banda definida (presencia de ADN) y aquellas con un barrido (smear) fueron 

usadas para la PCR (Fig. 11 a, b). 



24 
 

 

Figura 11.Electroforésis de ADN genómico en gel de agarosa. a) ADN genómico extraído de 

acantocéfalos, las muestras 1, 2 y 5 fueron descartadas. b) ADN genómico extraido apartir de 

heces (ADN ambiental), las muestras 1, 2, 3 y 4 fueron descartadas. 

 

8.2.2 Amplificación de secuencias blanco  

El acantocéfalo B. turbinella fue caracterizado con 601 pb de la región mitocondrial 

citocromo oxidasa 1 (COI, n = 9, Fig. 12 a) y con la región parcial de 700 pb del gen 

18S (n = 1). En cambio, el acantocéfalo B. balaenae y el trematodo O. antarctica fueron 

caracterizados con la región parcial del gen 18S del ADNr. Para B. balaenae se 

obtuvieron 815 pb de la región mencionada (n = 5, Fig. 13 b). Mientras que, O. 

antarctica fue parcialmente caracterizado con 856 pb (n = 2, Fig. 12 b). 
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Figura 12. Electroforesis de productos de PCR de la región citocromo oxidasa 1 (COI) y de la subunidad 

menor del ADN ribosomal (18S). a) muestras del gen COI para B. turbinella, b) muestras del gen 18S 

de acantocéfalos (carriles 2-5) para B. balaenae y del gen 18S de trematodos (carriles 6-9) para O. 

antárctica. El marcador de pesos molecular (DNA later) indica amplificación de 1500 pb. 

 

8.2.3 Caracterización molecular de helmintos  

La especie B. turbinella identificada morfológicamente en este estudio, fue 

caracterizada genéticamente mediante la comparación del fragmento de 601 pb del 

gen COI y comparada respecto a secuencias homologas contenidas en el GenBank 

(https://www.ncbi.nlm.nih.gov) mediante el BLAST. La región de la secuencia de 

interés mostró 99 % de identidad con tres especímenes de B. turbinella con números 

de acceso JX442189, KU314821 y KU314823, esta comparación se basó en 99 % de 

cobertura de alineación en los tres casos. 

La relación evolutiva entre las especies de acantocéfalos (gen COI) inferida con el 

modelo GTR + G, mostró dos clados generales (Fig. 13). Bolbosoma sp. (KX098556) 

y B. balaenae (JQ040303) formaron un clado que hermana a los miembros de la familia 

Polymorphidae (bootstrap 78 %). El segundo clado principal, contiene cuatro clados 

internos conformados por los géneros Corynosoma, Andracantha, Southwellina, 

Polymorphus, Pseudocorynosoma y Arhythmorhynchus, Profilicollis, Ibirhynchus, 

Hexaglandula y algunos miembros del género Bolbosoma. 

Dentro del clado principal, los géneros Corynosoma, Pseudocorynosoma, 

Arhythmorhynchus, formaron clados monofiléticos. Mientras que, Profilicollis, 

Polymorphus y Bolbosoma mostraron ser polifiléticos y hermanan con diferentes 
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géneros. El género Polymorphus, hermana a Southwellina e incluso, las especies P. 

trochus P. minutus y P. obtusus formaron clados anidados (Fig. 13). 

Las especies Ibirhynchus dimorpha y Hexaglandula Corynosoma conformaron un 

grupo bien soportado (bootstrap 100 %). Andracantha gravida hermana al clado de 

Corynosoma spp. y a las especies B. turbinella y B. caenoforme. Dentro del género 

Bolbosoma, la secuencia de B. turbinella de la ballena azul (este trabajo) conforma un 

clado interno junto con la secuencia de la misma especie de acantocéfalo que infecta 

a la ballena gris (Eschrichtius robustus), con número de acceso JX442189 (Fig. 13). 

Este resultado, concuerda con la identificación basada en características morfológicas 

(este estudio). Asimismo, sugiere que los especímenes de B. turbinella de la ballena 

azul y de la ballena gris, presentan haplotipos distintos diferenciados en 3 pb (0.5 % 

diferencia).  
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Figura 13. Relación filogenética de especies de acantocéfalos con la región parcial de 601 pb del gen 

COI. Se incluyen secuencias de la especie B. turbinella obtenidas en este estudio (*), 34 secuencias de 

especies de la familia Polymorphidae y una secuencia de Plagiorhynchus cylindraceus (familia: 

Plagiorhynchidae, orden: Polymorphida) utilizada como grupo externo. Se utilizó el método de máxima 
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verisimilitud con el modelo general time reversible más distribución gama (GTR+G), el árbol es 

soportado con una verosimilitud de - 9351.75. La barra de escala indica el número de sustituciones por 

sitio. 

La distancia genética Tamura de Nei (TN) en el género Bolbosoma fue de 0.005 a 

0.826 (Tabla 1). Se observaron valores de distancia TN ≤ 0.125 entre secuencias de 

B. turbinella (presente trabajo) respecto a secuencias de la misma especie KU314823, 

KU314821, JX442189 con 58, 56 y 3 pb diferentes respectivamente. Bolbosoma 

turbinella (presente trabajo) presento valor de distancia TN = 0.005 (3 pb diferentes) 

con la secuencia JX442189 (Tabla 1). En cambio, las secuencias de B. balaenae 

(JQ040303) y Bolbosoma sp. (KX098556) presentaron valores de distancia genética 

TN ≥ 0.61 presentando haplotipos distintos de más de 187 pb respecto al resto de las 

secuencias del mismo género (Tabla 1). Sin embargo, la comparación entre las 

secuencias JQ040303 y KX098556 presentó un valor bajo de 0.16 correspondiente a 

62 pb diferentes lo que sugiere que están más emparentadas.  

 

Tabla 1. Distancia genética y diferencias de nucleótidos del den COI entre las especies del género 

Bolbosoma. Análisis con el modelo Tamura de Nei. KF156891: B. caenoforme, JX442190: Bolbosoma, 

KU314823: B. turbinella, KU314821: B. turbinella, JX442189: B. turbinella, JQ040303: B. balaenae, 

KX098556: Bolbosoma. Los valores en diagonal inferior pertenecen a distancia genética. Mientras que 

los valores en diagonal superior pertenecen al número de bases diferentes. 

 Número de 
acceso 

1 2 3 4 5 6 7 8 

1 KF156891  0 175 207 107 112 113 101 

2 JX442190 0  175 208 107 112 113 101 

3 JQ040303 0.697 0.697  62 187 185 185 186 

4 KX098556 0.606 0.609 0.157  229 225 223 214 

5 JX442189 0.232 0.232 0.826 0.735  61 59 3 

6 KU314823 0.255 0.255 0.785 0.698 0.120  4 58 

7 KU314821 0.259 0.258 0.788 0.687 0.115 0.006  56 

8 B. turbinella 0.241 0.241 0.811 0.772 0.005 0.125 0.119  

 

La especie B. balaenae fue identificada morfológicamente (este estudio). Bolbosoma 

balaenae y B. turbinella son diferenciadas morfológicamente. La caracterización 

genética con base en el fragmento del gen 18S de B. balaenae (818 pb) fue 100 % 

idéntica con secuencias homólogas para individuos de la misma especie contenidas 

en el GenBank (JQ040306, JQ040305, JQ040304). Sin embargo, las secuencias de la 
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región del gen 18S entre B. balaenae y B. turbinella (JX442166), fueron 100 % 

idénticas con 770 pb. Esta comparación se basó en el 100 % de cobertura en todos 

los casos. 

La relación evolutiva entre las secuencias de acantocéfalos (gen 18S) inferida con el 

modelo Kimura de 2 parámetros mostró un árbol con dos clados generales (Fig. 14). 

El primer clado general conformado por dos clados internos con los géneros 

Profilicollis, Polymorphus. Mientras que, el segundo clado general se conformó por 

cinco clados internos conformado por los géneros Southwellina, Polymorphus, 

Ibirhynchus, Hexaglandula, Pseudocorynosoma, Corynosoma, Andracantha y 

Bolbosoma.  

Dentro del primer clado el género Profilicollis y dentro del segundo clado los géneros 

Bolbosoma, Pseudocorynosoma y Southwellina formaron clados monofiléticos. 

Mientras que, Corynosoma y Polymorphus mostraron ser parafiléticos. El género 

Polymorphus, hermana a Southwellina e incluso, las especies P. trochus P. minutus y 

P. obtusus formaron clados anidados. Andracantha gravida hermana al clado de 

Corynosoma spp. y a las especies B. caenoforme, B. turbinella, B. balaenae y B. 

vasculosum.  

Dentro del género Bolbosoma la secuencias de B. balaenae (presente estudio) 

conforma un clado interno con secuencias de la misma especie de acantocéfalo que 

infecta al eufáusido Nyctiphanes couchii con número de acceso JQ040304 y con las 

secuencias de B. vasculosum y B. turbinella con número de acceso JX014225 Y 

JX442166 respectivamente. Mientras que la secuencia de B. turbinella (presente 

estudio) conforma un clado interno con las secuencias de B. caenoforme y Bolbosoma 

sp. con número de acceso KF156879 y JX442167 respectivamente (Fig. 14).Este 

resultado siguiere que la región amplificada es muy conservada para el género 

Bolbosoma. Sin embargo, morfológicamente si es posible diferenciar entre especies 

(presente estudio). 
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Figura 14. Relación filogenética (Gen 18S ADNr) de especies de acantocéfalos en las que se incluyen 

secuencias de B. turbinella y B. balaenae obtenidas en este estudio (*), 31 secuencias de especies de 

la familia Polymorphidae y una secuencia de Plagiorhynchus cylindraceus (familia: Plagiorhynchidae, 

orden: Polymorphida) utilizada como grupo externo. Se utilizó el método de máxima verosimilitud con el 

modelo Kimura de 2 más distribución gama (+G), el árbol es soportado con una verosimilitud de – 

2447.14. La barra de escala indica el número de sustituciones por sitio. 

La distancia genética Kimura de 2 parámetros (K2P) para Andracantha gravida y los 

géneros Corynosoma y Bolbosoma fue de 0.001 a 0.010, con un intervalo de 1 a 10 
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pb diferentes (Tabla 2). Se observaron valores de distancia K2P ≥ 0.007 ≤ 0.009 (5 a 

7 pb diferentes) entre secuencias del género Bolbosoma respecto a secuencias del 

género Corynosoma y Andracantha gravida. Bolbosoma balaenae y B. turbinella 

(presente estudio) presentaron valores de distancia K2P = 0.001 (1 pb diferente) con 

las secuencias de B. vasculosum (JX014225) y Bolbosoma sp. (JX442167). Sin 

embargo, con el resto de las secuencias del mismo género la distancia K2P fue igual 

a 0 (Tabla 2). Lo que indica que la región amplificada es muy conservada. 

 

Tabla 2.Distancia genética y diferencias de nucleótidos del gen 18S entre las especies del género 

Bolbosoma. Análisis con el modelo Kimura de 2 parámetros. JQ040304: Bolbosoma balaenae, B. 

turbinella*, B. balaenae*, KF156879: B. caenoforme, JX442166: B. turbinella, JX014225: B. vasculosum, 

JX442167: Bolbosoma sp., JX442168: C. australe, AF001837: C. enhydri, EU267803: C. magdaleni, 

JX442169: C. obtuscens, EU267804: C. strumosum, JX442170: C.validum, EU267802: A. gravida. Los 

valores en diagonal inferior pertenecen a distancia genética. Mientras que los valores en diagonal 

superior pertenecen al número de bases diferentes. 

 Número de 

acceso 
1 2 3 4 5 6 7 8 9 10 11 12 13 14 

1 EU267802  8 4 7 5 6 5 5 7 7 6 6 6 5 

2 JX442168 0.010  4 7 5 6 5 5 7 7 6 6 6 6 

3 AF001837 0.005 0.005  3 1 2 1 2 3 3 2 2 2 2 

4 EU267803 0.009 0.009 0.004  4 3 4 2 4 4 3 3 3 3 

5 JX442169 0.006 0.006 0.001 0.005  3 2 3 4 4 3 3 3 3 

6 EU267804 0.007 0.007 0.002 0.004 0.004  3 2 3 3 2 2 2 2 

7 JX442170 0.006 0.006 0.001 0.005 0.002 0.004  3 4 4 3 3 3 3 

8 KF156879 0.009 0.009 0.004 0.004 0.005 0.004 0.005  1 0 0 0 0 0 

9 JX014225 0.009 0.009 0.004 0.005 0.005 0.004 0.005 0.002  2 1 1 1 1 

10 JX442167 0.009 0.009 0.004 0.005 0.005 0.004 0.005 0 0.002  1 1 1 1 

11 JQ040304 0.007 0.007 0.002 0.004 0.004 0.002 0.004 0 0.001 0.001  0 0 0 

12 JX442166 0.007 0.007 0.002 0.004 0.004 0.002 0.004 0 0.001 0.001 0  0 0 

13 B. balaenae 0.007 0.007 0.002 0.004 0.004 0.002 0.004 0 0.001 0.001 0 0  0 

14 B. turbinella 0.007 0.008 0.003 0.004 0.004 0.003 0.004 0 0.001 0.001 0 0 0  

 

La secuencia obtenida (856 pb del gen 18S) para la especie Ogmogaster antarctica 

fue comparada genéticamente respecto a secuencias homólogas obtenidas del 

GenBank. La secuencia de O. antarctica de este estudio mostró 97.6 – 98 % de 

identidad respecto a las secuencias homologas de la misma especie con los números 
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de acceso KM258669.1 y KY945915.1 respectivamente, esta comparación se basó en 

el 99 % de cobertura de 856 pb.  

Debido a la escasa información de secuencias del gen 18S, para inferir la relación 

evolutiva entre las especies de trematodos de la familia Notocotylidae, se utilizaron 11 

secuencias de la superfamilia Pronocephaloidea que incluyeron a la familia 

Notocotylidae, Labicolidae, Angiodictyidae, Nudacotylidae, Opisthotrematidae y 

Rhabdiopoeidae (11 secuencias). La relación evolutiva basada en el método de 

máxima verosimilitud, mostró dos clados (Fig. 15). El primer clado solo lo conforma 

Neohexangitrema zebrasomatis. Mientras que el segundo clado principal contiene dos 

clados internos conformado por Labicola cf., Opisthotrema dujonis, Taprobanella 

bicaudata, Nudacotyle undicola, Catatropis indicus, Ogmogaster antarctica y especies 

del género Notocotylus. Dentro del caldo principal los géneros Notocotylus, Catatropis 

y Ogmogaster, pertenecientes a la familia Notocotylidae forman un clado monofilético. 

Dentro del género Ogmogaster la secuencia de O. antarctica de la ballena azul 

(presente estudio) conforma un clado interno junto con la secuencia de la misma 

especie de trematodo que infecta a la ballena sei (Balaenoptera borealis) con número 

de acceso KY945915. Lo cual sugiere que los especímenes de O. antarctica de la 

ballena azul y ballena sei, presentan haplotipos diferentes en 6 pb. 
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Figura 15. Relación filogenética (Gen 18S ADNr) de especies de trematodos en las que se incluyen 

secuencias de O. antarctica obtenidas en este estudio (*), 10 secuencias de especies de la superfamilia 

Pronocephaloidea. Como grupo externo se utilizó la secuencia de Bothridium pithonis. (Familia: 

Diphyllobothriidae, orden: Diphyllobothriidea) Se utilizó el método de máxima verosimilitud con el modelo 

Tamura de 3 parámetros con distribución gama (G), el árbol es soportado con una verosimilitud de – 

2068.95. La barra de escala indica el número de sustituciones por sitio. 

 

La distancia genética K2P de la superfamilia Pronocephaloidea presentó valores entre 

0.002 y 0.18 (2 a 15 pb de diferencia). Se observaron valores entre 0.006 y 0.018 al 

comparar secuencias de O. antarctica respecto a las secuencias AY222114, 

LT904762, AY245765, AJ287547. Sin embargo, al comparar secuencias de O. 

antarctica (presente estudio) con la secuencia de la misma especie KY945915 la 
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distancia genética K2P fue igual a 0.006 equivalente a 5 pb de diferencia, lo que 

sugiere que están más emparentadas (Tabla 3).  

 

Tabla 3. Distancia genética y diferencias de nucleótidos del gen 18S entre las especies de la 

superfamilia Pronocephaloidea. Análisis con el modelo Kimura de 2 parámetros. AY222114.1: 

Catatropis indicus, LT904762: Notocotylus intestinalis, AY245765: N. pacifera, AJ287547: Notocotylus 

sp., KY945915: O. antarctica. Los valores en diagonal inferior pertenecen a distancia genética. Mientras 

que los valores en diagonal superior pertenecen al número de bases diferentes. 

Número de acceso 1 2 3 4 5 6 

1 AY222114  9 8 8 10 15 

2 LT904762 0.011  7 9 8 13 

3 AY245765 0.010 0.008  2 6 11 

4 AJ287547 0.010 0.011 0.002  6 11 

5 KY945915 0.012 0.010 0.007 0.007  5 
6 O. antarctica 0.018 0.016 0.013 0.013 0.006  

 

8.3 Ecología de parásitos 

8.3.1 Distribución de la comunidad de parásitos en en la ballena 

azul residente temporal del GC 

Se identificaron 13 taxones que incluyen helmintos y protozoarios. El 100 % de las 

ballenas presentaron infección simultánea con más de un taxón, por ejemplo, las 

ballenas con ID 67, 398 y 667 tuvieron infección al menos por cinco taxones, en 

contraste, el resto de las ballenas presentó infección por al menos dos taxones (Tabla. 

4). 
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Tabla 4. Infección simultanea de ballenas infectadas por helmintos y protozoarios (n = 9). 

   2011 2012 2013 2014 2017 2018 2018 2018 2019 

Grupo ID Ballena 41 49 203 75 12 144 398 667 67 

Sexo ♀ ♀ ♂ ♀ ♂ ♂ ♀ ♀ ♂ 

Acantocéfalos Helmintos 
(adultos)  

B. balaenae       X  X 

B. turbinella        X  

Trematodo O. antarctica       X   

Nematodo Helmintos 
(huevos) 

Ascaridida T1         X 

Ascaridida T2      X   X 

Ascaridida T3     X  X X X 

Crassicauda sp. X X X X      

Cestodo Diphyllobothrium sp. X X   X X X X X 

Helmintos sin 
identificar 

Helminto tipo 1 X X X X X    X 

Helminto tipo 2      X    

Protozoarios Balantidium sp.  X   X X X X  

Entamoeba sp. X     X  X X 

Giardia sp.       X   

 

 

8.3.2 Caracterización de la infección  

Los helmintos Diphyllobotrium sp., helmintos tipo 1 y B. balaenae presentaron 

prevalencia del 78, 67 y 50 % respectivamente, seguidos por Crassicauda sp de 44 %. 

Entre los protozoarios, destacaron Entamoeba spp. y Balantidium sp. con 44 y 56 % 

de prevalencia respectivamente (Tabla. 5). Cabe recalcar que la densidad de helmintos 

adultos fue calculada al filtrar cinco litros de heces, en los cuales se contó el número 

de helmintos presentes en la muestra. Mientras que, la densidad de helmintos en fase 

de huevo y protozoarios fue calculada de acuerdo con Flores-Cascante & Gendron 

(2012). Los helmintos en fase de huevo con mayor abundancia para la comunidad de 

las ballenas del 2011-2019 son Diphyllobothrium sp., y helmintos sin identificar tipo 1. 

Respecto a los helmintos adultos B. turbinella presentó mayor abundancia. Mientras 

que, para los protozoarios Entamoeba sp. fue el más abundante (Tabla. 5). 

 

Tabla 5. Prevalencia (P %), densidad media (Dm) y abundancia (A) de endoparásitos de la ballena azul 

del Golfo de California 2011-2019. La densidad media no pudo ser calculada en las especies donde 
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solo se obtuvo un registro por hospedero. La densidad media y abundancia de componente de 

comunidad para helmintos en fase de huevo y protozoarios fue calculada a partir del HPG/PPG. 

Grupo Parásito P % Dm A 

Helmintos (adultos) B. balaenae 50 2 9 
 B. turbinella 25 - 14 
 O. antarctica 25 - 11 
Helmintos (huevos) Ascaridida T1 11 - 450 
 Ascaridida T2 22 300 600 
 Ascaridida T3 44 638 2550 
 Crassicauda sp. 44 825 3300 
 Diphyllobothrium sp. 78 514 3600 
 Helminto tipo 1 67 1300 7800 
 Helminto tipo 2 11 - 300 
Protozoarios Balantidium sp. 56 600 3000 
 Entamoeba spp. 44 1425 5700 
 Giardia gen sp. 11 - 1050 

 

8.3.3 Comunidad y abundancia de parásitos en la ballena azul 

residente estacional del GC  

La taxocenosis de parásitos observada en los individuos de la ballena azul (13 

taxones) se integró por helmintos (adultos y huevos) y protozoarios. Se registraron tres 

especies de helmintos adultos, cinco géneros en fase de huevos y protozoarios 

Crassicauda y Diphyllobothrium (helmintos), Balantidium, Entamoeba y Giardia 

(protozoarios), una familia (Ascaridida) y un grupo de helminto no identificado (Tabla 

3). De estos, 11 taxones de parásitos son nuevos registros de infección en la población 

a la ballena azul residente temporal del GC (perteneciente al Pacifico Norte) (Tabla 6). 

Los helmintos adultos de acantocéfalos y trematodos ocurrieron con abundancia de 2 

a 4 ind/hosp (individuo/hospedero). En cambio, los huevos de helmintos mostraron un 

intervalo mayor de abundancia (1 a 6 ind/hosp). De los huevos de helmintos, el 

nematodo Crassicauda, el cestodo Diphyllobothrium y helminto tipo 1 fueron 

mayormente abundantes (2 a 6 ind/hosp). Remarcablemente, los protozoarios 

mostraron valores de abundancia comparativamente similar (1 a 4 ind/hosp) al grupo 

de los huevos de helmintos (Tabla 6). 



37 
 

Tabla 6. Comparación cualitativa de la taxocenosis de parásitos de la ballena azul (B. musculus n = 9) 

en el Suroeste del GC este estudio. Número de organismos (*), no identificado (NI), Abundancia (†) de 

acuerdo con Bush et al. (1997) y riqueza (S). 

  Presente estudio  Flores-Cascante et al. (2019) 

Grupo Parásito Abundancia* Abundancia†  Parásito Abundancia* 

Helmintos (adultos) B. balaenae 9 2  Bolbosoma 19 

 B. turbinella 14 4    

 O. antarctica 11 3    

Helmintos (huevos) Ascaridida T1 3 1  Nematoda 1 
 Ascaridida T2 4 1    
 Ascaridida T3 17 2    
 Crassicauda sp. 22 2    
 Diphyllobothrium 

sp. 
24 3 

 
Diphyllobothrium 
sp. 4 

 Helminto tipo 1 52 6  Cestoda coracidio 6 
 Helminto tipo 2 2 1  Huevos NI 1 
     H. embrionados NI 4 

Protozoarios Balantidium sp. 20 2  Protista 5 

 Entamoeba spp. 38 4    

 Giardia sp. 7 1     

  S = 13 223 29.5   S = 7 21 

 

8.3.4 Infracomunidad de parásitos en la ballena azul residente 

temporal del GC  

La abundancia de los endoparásitos a nivel de infracomunidad es diferente para cada 

ballena. Por ejemplo, la abundancia de Crassicauda sp. fue mayor en el individuo ID 

75 que el resto de los individuos analizados. Diphyllobotrium sp. fue más abundante 

en el individuo ID 667. Los helmintos sin identificar tipo 1 presentaron mayor 

abundancia en los individuos ID 12 y 67. Mientras que, para los protozoarios la mayor 

abundancia de Balantidium sp. ocurrió en los individuos ID 49 y 667, Entamoeba sp. 

fue más abundante en el individuo ID 144 (Tabla. 7). Sin embargo, paro los helmintos 

adultos las abundancias relativas son ≤ 0.003. 
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Tabla 7. Abundancia relativa de la infracomunidad de B. musculus de 2011-2019. Se muestra el sexo y 

año de muestreo de los hospederos machos (♂) y hembras (♀). En negritas y asterisco se presentan 

los valores más altos. 

   2011 2012 2013 2014 2017 2018 2018 2018 2019 

Grupo ID Ballena 41 49 203 75 12 144 398 667 67 

Sexo ♀ ♀ ♂ ♀ ♂ ♂ ♀ ♀ ♂ 

Acantocéfalos Helmintos 
(adultos)  

B. balaenae 0 0 0 0 0 0 0.001 0 0.002 

B. turbinella 0 0 0 0 0 0 0 0.003 0 

Trematodo O. antarctica 0 0 0 0 0 0 0.003 0 0 

Nematodo Helmintos 
(huevos) 

Ascaridida T1 0 0 0 0 0 0 0 0 0.136 

Ascaridida T2 0 0 0 0 0 0.063 0 0 0.091 

Ascaridida T3 0 0 0 0 0.182 0 0.452
* 

0.121 0.045 

Crassicauda 
sp. 

0.188 0.167 0.286 0.909
* 

 0 0 0 0 

Cestodo Diphyllobothri
um sp. 

0.063 0.083 0 0 0.091 0.031 0.136 0.453
* 

0.045 

Helmintos sin 
identificar 

Helminto tipo 
1 

0.500* 0.500* 0.714
* 

0.091 0.636
* 

0 0 0 0.545
* 

Helminto tipo 
2 

0 0 0 0 0 0.063 0 0 0 

Protozoarios Balantidium 
sp. 

0 0 0.250 0 0 0.091 0.188 0.090 0.242 

Entamoeba 
sp. 

0.25 0.250 0 0 0 0 0.656
* 

0 0.181 

Giardia gen 
sp. 

0 0 0 0 0 0 0 0.317 0 

 

Las infracomunidades de parásitos de los individuos de ballena azul del 2011–2014 y 

2017 se caracterizaron por ser poco especiosas (riqueza 2–4) y con bajos valores de 

dominancia. También exhibieron diversidad ≤ 0.91 bits/ind y la equidad varió de 0.44 

– 0.86. Estos resultados, contrastan con los valores relativamente altos de los atributos 

ecológicos observados en las infracomunidades de las ballenas del 2018 y 2019 

(Tabla. 8). El individuo con la infracomunidad más diversa fue el macho ID67, presenta 

riqueza de 7, dominancia 0.65 bits/ind, diversidad 0.54 bits/ind y la equidad de 0.71 

bits/ind. Mientras que los individuos con menor diversidad son el macho ID 75 y la 

hembra ID 203 (Tabla. 8). 
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Tabla 8. Infracomunidad de parásitos de la ballena azul (riqueza, abundancia, dominancia de Simpson, 

diversidad de Berger Parker y equidad con el índice de Pielou). Se muestra el sexo y año de muestreo 

de los hospederos machos (♂) y hembras (♀). 

  Año 

 2011 2012 2013 2014 2017   2018 2018 2018 2019 

ID ballena 41 49 203 75 12   144 398 667 67 

Sexo ♀ ♀ ♂ ♀ ♂   ♂ ♀ ♀ ♂ 

Riqueza 4 4 2 2 4  5 6 5 7 

Dominancia  0.65 0.65 0.41 0.17 0.55  0.53 0.67 0.69 0.65 

Diversidad 0.5 0.5 0.71 0.91 0.64  0.66 0.45 0.45 0.54 

Equidad 0.85 0.86 0.86 0.44 0.75  0.65 0.69 0.8 0.71 

 

8.3.5 Escalamiento multidimensional no métrico (NMDS) de 

infracomunidades de parásitos 

El gráfico del análisis de ordenación nMDS realizado con la distancia de Bray-Curtis 

entre la abundancia de las infracomunidades de parásitos de la ballena azul, muestra 

que las ballenas con ID 144, 398 y 667 observadas en el 2018 presentan 

infracomunidades de parásitos marcadamente diferentes al resto de las ballenas (2011 

– 2017, 2019) (Fig. 16, Tabla 1). Las ballenas observadas en el 2018-2019 se 

distinguen por presentar infección múltiple, con un ensamble de especies de parásitos 

que incluye helmintos y protozoarios con altos valores de abundancia (Tabla 1). 
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Figura 16. Gráfico del análisis ordenación de escalamiento multidimensional no métrico (nMDS) con la 

distancia de Bray-Curtis entre la abundancia de infracomunidades de parásitos de la ballena azul 

observadas en los años 2011 – 2014 y 2017–2019. 

 

9 Discusión 

9.1 Morfología e identificación genética de parásitos 

Los métodos de muestreo y colecta de endoparásitos en cetáceos dependían 

principalmente de necropsias de organismos cazados o varados. Sin embargo, la 

información generada en este tipo de estudios son limitados ecológicamente, debido 

a que el aporte ecológico no es representativo de la población (Measures, 1992; Price, 

2011). En esta tesis, se investigó la infección de parásitos helmintos y protozoarios en 

la ballena azul residente temporal del GC. Para ello se utilizó un método no invasivo, 

el cual se basa en la recolección y análisis de heces de la ballena e identificar 

endoparásitos (Flores-Cascante & Gendron, 2012; Kleinertz et al., 2014; Hermosilla et 

al., 2016; Flores-Cascante et al., 2019). La identificación de helmintos para la ballena 

azul del GC es incipiente y se ha limitado a nivel familia y género. Hasta el momento 

se han reportado las familias Diphyllobothriidae, Polymorphidae y Anisakidae, y los 

géneros Diphyllobotrium y Bolbosoma además de huevos de helmintos no 

identificados (Rocha-Gosselin, 2009; Flores-Cascante et al., 2019). En el presente 

estudio, se caracterizó morfológica y genéticamente a los parásitos adultos de los 
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acantocéfalos Bolbosoma balaenae (Gmelin, 1790) Porta, 1908, B. turbinella (Diesing, 

1851) y al trematodo Ogmogaster antarctica (Price, 1932). Asimismo, se identificaron 

y caracterizaron huevos de helmintos y protozoarios a partir de heces del hospedero.  

 

Actualmente, existen 14 especies válidas de acantocéfalos del género Bolbosoma y la 

identificación morfológica de estas se basa principalmente en el conteo del número de 

hileras de espinas y el número de espinas por hilera (No. de hileras: No. de espinas 

por hilera). De acuerdo con Van Cleave (1952), el número de hileras y espinas son 

características que no se modifican durante el desarrollo ontogénico de los 

acantocéfalos. Sin embargo, esta característica muestra superposición considerable 

entre especies. Porta (1906), señala que B. balaenae posee 24:8, en cambio, Gregori 

et al. (2012) reportaron que el cistacanto (preadulto) que infecta al krill Nyctiphanes 

couchii en el Norte del Océano Atlántico, presenta de mayor variabilidad 22-24:8-9. En 

el presente estudio, se observó que el acantocéfalo adulto de B. balaenae que parásita 

a la ballena azul presenta 22 hileras y 7 espinas por hilera (22:7). Al respecto, el 

número de hileras, concuerda con lo reportado por Gregori et al., (2012) para el 

cistacanto de la misma especie. Sin embargo, estos autores reportaron mayor número 

de espinas por hileras en el cistacanto recuperado del krill N. couchii (Gregori et al., 

2012). Otra característica morfológica de B. balaenae es la presencia de un campo de 

espinas restringido a la parte anterior del bulbo, el cual puede variar entre 

especímenes de B. balaenae. Mayer (1933) reporta un campo de espinas de 6 hileras 

completas, Zdzitowiecki (1991) menciona 10, Van Cleave (1953) registra especímenes 

sin espinas y Gregori et al. (2012) reportan (en el cistacanto) de 4 a 6 hileras de espinas 

irregulares. En el presente estudio, los especímenes de B. balaenae mostraron 6 

hileras de espinas lo cual coincide con lo reportado por Mayer (1933). 

Para la especie B. turbinella recolectados de cetáceos varados o cazados, se ha 

reportado que presenta de 20-22:6-8 (Harada, 1931), 18-20:6-7 (Petrotschencko, 

1958) y 18-21:6-7 (Measures, 1992). El cuerpo llega a medir de 24 a 30 mm de largo 

(Porta, 1908). En este estudio, se contaron 21:7 para B. turbinella, esta característica 

morfológica concuerda con el número de hileras de espinas y número de espinas por 

hilera respecto al intervalo previamente reportado de 18-22: 6-8 (Harada, 1931; 
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Petrotschencko, 1958; Measures, 1992). Bolbosoma turbinella presenta el bulbo 

completamente cubierto de espinas, a diferencia de B. balaenae (Mayer, 1933). El 

largo del cuerpo de B. turbinella (este estudio) fue mucho menor (13.78 ± 5.04 mm) 

respecto al intervalo que Porta (1908) reportó para la misma especie (24 a 30 mm). 

 

El análisis de las secuencias de la familia Polymorphidae, utilizando la región del gen 

COI no sustenta la monófila del género Bolbosoma, debido a que las secuencias 

JQ040303 y KX098556 se agruparon en un clado distinto. Asimismo, el análisis de la 

distancia genética mostró que estas dos secuencias están más emparentadas (0.157), 

sin embargo, presentan mayor distancia genética respecto a las secuencias del mismo 

género (Fig. 13, Tabla 1). Estos resultados difieren con lo reportado por García-Varela 

et al. (2013) quienes reportan que el género Bolbosoma es monofilético con regiones 

parciales concatenadas del gen 18S, 28S y COI (bootstrap de 100 %) y con los 

hallazgos de Gregori et al. (2012) quienes analizaron la región parcial de 885 pb del 

gen 18S (bootstrap > 95 %) y 512 pb del gen COI (bootstrap <55 %). Sin embargo, el 

análisis de la región parcial del gen 18S (presente estudio) mostró que el género 

Bolbosoma fue concordante con la monófila del género. A pesar de que la monófila del 

género fue propuesta por García-Varela et al. (2013), ese estudio no incluyó las 

secuencias de Bolbosoma sp. (KX098556) y B. balaenae (JQ040303) reportadas por 

Gregori et al. (2012). 

 

Actualmente, han sido caracterizadas genéticamente las especies Bolbosoma 

balaenae, B. caenoforme, B. capitatium, B, nipponicum, B. turbinella y B. vasculosum 

utilizando los genes COI, 18S, 28S y regiones espaciadoras (ITS). Sin embargo, las 

regiones conservadas dificultan la identificación de parásitos de estas especies. La 

secuencia de la región de 601 pb del gen COI generada para B. turbinella (este estudio) 

resultó en un nuevo haplotipo. La comparación de dicha región de B. turbinella mostró 

0.5 % de diferencia (3 pb, Tabla 1) respecto a la secuencia de especímenes de la 

misma especie obtenidos de la ballena gris en la Bahía de Monterrey, California USA 

(García-Varela et al., 2013). Asimismo, se observó que el haplotipo de B. turbinella 

(este estudio) difiere 8.9 % (58 pb) respecto a las secuencias de los especímenes de 
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B. turbinella identificados a partir de peces lenguado (Paralichthys isosceles, P. 

patagonicus y Xystreurys rasile) de la región Neotropical de Brasil (Fonseca et al., 

2019). La diferencia en las secuencias de B. turbinella > 15.4 % (>101 pb de diferencia) 

respecto al resto de las secuencias del género Bolbosoma, muestra que la región del 

COI es relativamente variable y diversa para esta especie de acantocéfalo (Tabla 1). 

Esto podría también deberse a un proceso inicial de coespeciación (parasito-

hospedero). Sin embargo, actualmente este proceso no ha sido investigado en 

acantocéfalos de la misma especie que infectan a diferentes especies de hospederos.  

 

La comparación de la región del gen 18S utilizando 818 pb de B. balaenae y 770 pb 

de B. turbinella (este estudio) fueron idénticas respecto a secuencias del mismo género 

depositadas previamente en el GenBank. El análisis genético permitió observar que 

dentro de la familia Polymorphidae, el género Bolbosoma es monofilético, esto puede 

deberse a que la región amplificada del gen 18S es muy conservada incluso entre 

especies de Bolbosoma (Fig. 14, Tabla 2). Esto a su vez, resulta en una variabilidad 

genética nula o muy baja en secuencias dentro la misma especie y baja variabilidad 

entre especies. En el presente trabajo, la comparación de secuencias a nivel intra-

especifico, no mostró variabilidad, sugiriendo que Bolbosoma que infecta a la ballena 

azul del Pacifico norte, se representa en un único haplotipo. Sin embargo, 

morfológicamente si fue posible diferenciar a B. turbinella de B. balaenae. Estos 

resultados concuerdan con los hallazgos obtenidos por Morales-Ávila (2015), quien 

obtuvo resultados similares para el acantocéfalo B. turbinella obtenidas de un único 

espécimen de ballena azul en el GC. Por otro lado, García-Varela et al. (2013) 

utilizaron regiones concatenadas parciales de los genes 18S, 28S y COI, mostraron 

diferenciación entre dos especies de acantocéfalos del género Bolbosoma del resto de 

la familia Polymorphidae. Sin embargo, al utilizar solamente las regiones concatenadas 

de los genes 18S y 28S se presentan topologías similares con los resultados de este 

trabajo, con la excepción de que el género Bolbosoma y las secuencias EU267803, 

EU267804 de Corynosoma conformaron un clado interno (bootstrap 92 %), que 

hermana con secuencias de Corynosoma y Andracantha (Fig. 14).  

 



44 
 

El género Ogmogaster pertenece a la familia Notocotylidae. Esta familia comprende 

seis especies: O. grandis (Skrjabin, 1969), O. heptalineata (Carvajal et al., 1983), O. 

pentalineata (Rausch & Fay, 1966), O. plicata (Creplin, 1829), O. trilineatus (Rausch & 

Rice, 1970) y O. antarctica (Johnston, 1931). La identificación morfológica de las 

especies del género Ogmogaster, se basa en el número de crestas ventrales y 

pliegues externos, así como la longitud del cirro. Estas características morfológicas 

concuerdan con lo registrado previamente para la especie. Ogmogaster antarctica es 

similar a O. plicata, sin embargo, esta última presenta 18-28 crestas ventrales, > 40 

pliegues externos y el cirro llega hasta la mitad del cuerpo. En cambio, O. antarctica, 

presenta de 11 a 17 crestas ventrales y de 30 a 40 pliegues externos (Rausch & Fay, 

1966; Rausch & Rice, 1970; Muniz-Pereira et al., 2009; Rolbiecki et al., 2019). 

Ogmogaster antarctica recolectada y secuenciada en el presente estudio registró 13 ± 

1 crestas ventrales, 34 pliegues externos y el cirro se restringe a la parte anterior del 

cuerpo. Ogmogaster antarctica se ha registrado en la ballena de aleta en el Mar Báltico 

y Océano Pacifico, ballena sei en Brasil, Atlántico sur (Rausch & Rice, 1970; Muñiz-

Pereira et al., 2009; Rolbiecki et al., 2019) y en la ballena gris en Japón (Kuramochi et 

al., 2017). Parásitos del género Ogmogaster, fueron recientemente registrados 

infectando a la ballena de aleta en el GC (Flores-Cascante et al., 2019). En este trabajo 

el hallazgo de O. antarctica representa el primer registro de la especie infectando a la 

ballena azul en el GC. 

 

El análisis de la secuencia de la región parcial del en 18S (856 pb) mostró que la familia 

Notocotylidae es monofilética y que O. antarctica tiene como taxones hermanos a 

Notocotylus y Catatropis. Este resultado concuerda con el de Fraija et al. (2015), donde 

se evaluaron las relaciones filogenéticas de las familias de digéneos que infectan a los 

cetáceos incluyendo 177 especies de digéneos pertenecientes a las familias 

Brauninidae, Notocotylidae, Heterophydae y Brachycladiidae. Fraija et al. (2015) 

observaron que Notocotylidae se encuentra dentro de la super familia 

Pronocephaloidea, lo cual concuerda con el criterio en este estudio al elegir un número 

mayor especies para realizar el árbol filogenético. La secuencia de la región de 856 pb 

del gen 18S de O. antarctica (este estudio) resultó ser un nuevo haplotipo. La 
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comparación de dicha región de O. antarctica mostró 0.6 % de diferencia (5 pb) 

respecto a la secuencia de especímenes de la misma especie obtenidos de la ballena 

sei (Fraija et al., 2015). 

Actualmente para digéneos, tres regiones parciales de genes (COI, 18S, 28S) y la 

región espaciadora interna transcrita (ITS1, 5.8, ITS2) se encuentran registradas en el 

GenBank, sin embargo, para el género Ogmogaster solo existen dos secuencias 

parciales para el gen 18S. 

 

9.2 Identificación de huevos de helmintos y protozoarios  

En los últimos años, las técnicas coproparasitológicas han sido estandarizadas para 

uso en animales marinos. Por ejemplo, la técnica de conteo de huevos con la cámara 

McMaster demostró ser útil como parámetro de monitoreo en ballena azul y ballena de 

aleta (Flores-Cascante & Gendron, 2012; Flores-Cascante et al., 2019). De manera 

complementaria, el presente estudio presenta resultados usando la técnica 

coproparasitológica de sedimentación, la cual mostró ser útil para detectar huevos de 

helmintos de trematodos, cestodos y quistes de protozoarios. Se detectaron 10 

taxones de helmintos y 3 taxones de protozoarios para la ballena azul del norte del 

Pacifico  

 

A pesar de que no se encontraron nematodos adultos en las heces, se identificaron 

tres tipos de huevos del orden Ascaridida sp. con prevalencia de 11 a 44 %. Sin 

embargo, la ausencia de características morfológicas (interna y externa) limitó la 

identificación de este taxón. Al respecto, se sabe que los géneros Anisakis (nueve 

especies) y Pseudoterranova tienen como hospederos definitivos a los cetáceos 

(Mattiucci et al., 2002, Kleinertz et al., 2014). En el GC, la ballena azul se alimenta 

principalmente del krill Nyctiphanes simplex (Gendron, 1992; Del-Angel-Rodríguez, 

1997). Este crustáceo, es parasitado por el nematodo del género Anisakis aunque con 

muy baja prevalencia (0.0001 %) (Gómez-Gutiérrez et al., 2010). Por lo que, es 

probable que los huevos observados en la ballena azul correspondan a la familia 

Anisakidae y al género Anisakis. Si bien, morfológicamente no es posible identificar 
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este género en fase de huevo, el uso de herramientas moleculares y bioinformáticas 

pudieran ayudar a dilucidar las especies presentes.  

 

El nematodo del género Crassicauda, fue identificado también en la fase de huevo, lo 

que sugiere que 44 % de las ballenas estudiadas presentan infección de nematodos 

adultos en los riñones. Las especies C. boopis (hasta 157 cm de longitud total) y C. 

crassicauda han sido previamente registradas en la ballena de aleta (Baylis, 1920; 

Lambertsen, 2006; Lempererur et al., 2017), ballena azul (Baylis, 1920) y ballena sei 

(Muñiz-Pereira et al., 2009). Crassicauda sp., fue recientemente reportado en ballena 

de aleta (Flores-Cascante et al., 2019). Este género ha sido asociado con efectos en 

la salud del hospedero al causar abscesos, arteritis y periarteritis sub-aguda en el 

sistema renal (Lambertsen, 2006; Lempererur et al., 2017). Los huevos de 

Crassicauda sp. observados en este estudio (52 µm largo y 40 µm ancho) fueron 

similares a los reportados por Baylis (1920) y Lambertsen, (2006). Los huevos de este 

género se caracterizan por presentar pared gruesa de 1.6 ± 0.5 µm de ancho. 

 

Se ha registrado que la especie Diphyllobotrium macroovatum infecta a la ballena gris 

y ballena minki Balaenoptera acutorostrata (Uchida et al., 1998; Kuramochi et al., 

2017). En cambio, el género Diphyllobotrium infecta con baja prevalencia a la ballena 

de aleta, ballena azul y al delfín nariz de botella (Kleinertz et al., 2014; Hermosilla et 

al., 2016, Flores-Cascante et al., 2019). En la presente tesis, se observó que 

Diphyllobotrium sp. infectó a la ballena azul con prevalencia de 78 % y densidad media 

de 400 HPG. De acuerdo con Geraci & Aubin (1987) y Kleinertz et al. (2014), 

infecciones con altos valores de intensidad de Diphyllobotrium sp. podrían causar 

debilitamiento e incluso la muerte del hospedero parasitado. Debido a que los parásitos 

adultos pueden generar obstrucciones en el intestino de las ballenas (Cordes & O'Hara 

1979). Sin embargo, actualmente no se cuenta con la caracterización de los umbrales 

de alerta de infección aguda  

 

En la actualidad las especies de endoparásitos que infectan a la ballena azul del 

Océano Pacifico, Atlántico y Océano Índico se restringen a las mencionadas por Fraija 
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et al. (2011). La ballena azul es infectada por 5 especies de acantocéfalos, 6 de 

cestodos, 5 de nematodos y 4 de trematodos. Mientras que, las especies de 

protozoarios registradas para la ballena azul del norte del Océano Atlántico se 

restringen al género Entamoeba (Hermosilla et al., 2016). En la presente tesis se 

clasificaron 2 taxones como helmintos sin identificar (tipo 1 y 2), los cuales podrían ser 

nuevos registros para la ballena azul. Esto pudiera resultar en una mayor riqueza de 

especies que infectan a la ballena azul del GC.  

 

A pesar de los recientes avances en estudios parasitológicos con técnicas novedosas 

de monitoreo de salud de mamíferos marinos, (conteo de huevos con la McMaster, 

uso de PCR y meta secuenciación o metabarcoding), aún requiere mayor esfuerzo 

para dilucidar la helminto-fauna de los cetáceos. Por ejemplo, de Vos et al. (2018) 

utilizaron análisis de meta-secuenciación para identificar las presas que forman parte 

de la dieta de la ballena azul, así como la presencia de parásitos. Aunque confirmaron 

que la dieta de la ballena azul integra una mayor riqueza de presas, la identificación 

de helmintos se limitó a nivel de filum (Phyla). No obstante, en la presente tesis, se 

intentó caracterizar molecularmente acantocéfalos (con la región de 900 pb) y 

trematodos (con la región de 1989 pb) del gen 18S a partir de ADNa. Sin embargo, 

debido a que la calidad del ADNa recuperado de las heces de la ballena presenta 

degradación (inferido por gel de agarosa), aunado a que los oligonucleótidos utilizados 

no son específicos y flanquean fragmentos muy grandes (≥ 1000 pb), la detección de 

parásitos no fue exitosa. Al respecto, se requiere el uso de la bioinformática, por 

ejemplo, para el diseño de oligonucleótidos apropiados que flanqueen secuencias de 

menor tamaño que permitan discriminar entre especies. 

 

Por otra parte, a través del análisis parasitológico en las heces de la ballena azul 

(presente estudio) se identificaron protozoarios pertenecientes a la familia 

Endamoebidae. El género Entamoeba (Levine et al., 1980), la cual incluye especies 

no patógenas: Entamoeba coli, E. hartmanni, E. suis, E. polecki y Iodamoeba butschlii. 

Sin embargo, Salles et al. (2007) mencionan que E. histolytica es la única especie 

zoonótica de este género. Mientras que, en vertebrados terrestres las infecciones por 
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este género son más frecuentes (Sharma et al., 2003; Matsubayashi et al., 2015; 

Skappak et al., 2014). Actualmente, se han reportado infecciones por Entamoeba sp. 

en la ballena boreal, azul, de aleta y sei (Heckmann et al., 1987; Hermosilla et al., 

2016), así como en el lobo marino (Otaria flavescens) del Pacifico sureste (Hermosilla 

et al., 2018). 

A pesar de que Flores-Cascante et al. (2019) reportaron la ocurrencia de protozoarios 

en la ballena azul en el GC. En la presente tesis, por primera vez se reportan 

infecciones con los géneros Balantidium, Entamoeba y Giardia para la ballena azul en 

el Pacifico noreste. 

Entamoeba spp. fue el segundo género más prevalente (44 %) con alta densidad 

media de infección de 633 PPG, respecto al resto de los protozoarios. Hermosilla et al. 

(2016), registraron prevalencia del 64.7 % en ballena azul, de aleta y sei, en el Atlántico 

Norte. Mientras que, en el lobo marino del Pacifico sureste, se reportó prevalencia de 

3.4 % (Hermosilla et al., 2018). La diferencia en la prevalencia reportada por estos 

autores respecto al presente trabajo pudiera deberse a las diferentes técnicas 

utilizadas en la identificación de protozoarios y por el tipo de hospedero afectado. En 

mamíferos terrestres, las infecciones por amebiasis (alta densidad de Entamoeba spp.) 

representan una de las principales causas parasitarias de muerte en humanos (Salles 

et al., 2007). Sin embargo, en mamíferos marinos sus efectos aún son desconocidos 

(Hermosilla et al., 2106, 2018).  

En el género Balantidium de la familia Balantidiidae (Claparede & Lachmann, 1858), la 

especie B. coli es considerada patógena para mamíferos terrestres (Hassell et al., 

2013; Yin et al., 2015; Zanzani et al., 2016). Sin embargo, recientemente se registró 

que Balantidium sp. infecta a distintas poblaciones de mamíferos marinos. Hermosilla 

et al. (2016) reportaron a Balantidium sp. infectando a la ballena de aleta en el Atlántico 

noreste y en el lobo marino en el Pacifico sureste (Hermosilla et al., 2016, 2018). En la 

presente tesis, se observó que el género Balantidium sp. infectó a la ballena azul con 

prevalencia de 56 % y densidad de 333 PPG. Esta prevalencia fue mucho mayor a la 

reportada en ballena de aleta del Atlántico noereste (5.9 %) y en el lobo marino del 

Pacifico sureste (13.8 %) (Hermosilla et al., 2016, 2018). Las diferencias de 

prevalencia podría deberse a cambios en el ecosistema atreves del tiempo. Asimismo, 
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la técnica coproparasitológica empleada en la presente tesis podría ser más apropiada 

para recuperar protozoarios. Sin embargo, la distribución geográfica de los hospederos 

pudiera estar influenciando la densidad de Balantidium sp. 

Hasta el momento, el protozoario del género Giardia (familia Hexamitidae), se ha 

registrado en la ballena de aleta y ballena sei del Atlántico noreste (Hermosilla et al., 

2016). En el presente trabajo, Giardia spp. infectó con prevalencia del 11 % y 

relativamente baja densidad de infección (HPG = 117) respecto a las regiones del 

Atlántico noreste. Las infecciones por Giardia spp. causan diarrea en mamíferos 

terrestres (Hughes-Hanks et al. 2005). Sin embargo, se desconoce la patogenia de 

Entamoeba spp. Balantidium sp, y Giardia spp. en cetáceos. Al respecto vale la pena 

remarcar que estos protozoarios podrían haber sido adquiridos por las ballenas en las 

aguas costeras contaminadas (Hughes-Hanks et al., 2005; Bogomolni et al., 2008, 

Kleinerts et al., 2016, Hermosilla et al., 2016).  

 

El grado de infección (alta densidad o intensidad parasitaria) de una ballena, no solo 

depende de la capacidad infectiva del patógeno, sino, también de la capacidad de 

respuesta del hospedero (Montiel & Díaz, 2002; Fonte-Galindo et al., 2016). En el caso 

particular de la ballena azul, debido a su tamaño y a sus requerimientos nutricionales, 

cambios en las áreas de alimentación, alteración a su hábitat y contaminación 

antropogénica pudieran repercutir en la salud (Casillas-López, 2016; Arcos-Días, 

2018). Por ejemplo, los hallazgos de helmintos del género Bolbosoma en las presas 

de la ballena azul, siguiere que estos son transmitidos tróficamente. Sin embargo, el 

registro de nuevas especies de helmintos como el género Ogmogaster pudiera sugerir 

la inclusión de otras presas hasta ahora desconocidas en la dieta, así como un cambio 

de dieta en las ballenas del norte del Océano Pacifico. de Vos et al. (2018) mencionan 

que la dieta de la ballena azul integra una mayor riqueza de presas, lo que a su vez 

podría influenciar la riqueza de helmintos. En contraste, los nuevos hallazgos de 

protozoarios pudieran estar relacionadas con actividad antropogénica. Se sabe que 

Entamoeba spp. Balantidium sp. y Giardia gen sp. son transmitidos por el consumo de 

aguas contaminadas (aguas negras) (Vázquez et al., 2009). Los reportes de hallazgos 
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de protozoarios en ballenas son en animales silvestres que se encuentran cerca de las 

costas, lo que sugiere una posible vía de infección.  

 

9.3 Ecología de parásitos 

La taxocenosis de parásitos observada en la ballena azul que fueron estudiadas en el 

presente trabajo, incluyó 13 taxones (Tabla 6). De esos taxones, el cestodo 

Diphyllobothrium sp. y el acantocéfalo Bolbosoma sp. y Bolbosoma turbinella fueron 

previamente registrados en la ballena azul en el en el suroeste del GC (Flores-

Cascante & Gendron, 2012; Morales-Ávila, 2016; Flores-Cascante et al., 2019). Flores-

Cascante et al. (2019), también registraron al acantocéfalo Bolbosoma sp. infectando 

a la ballena de aleta (B. physalus) en la misma zona de estudio. 

Los valores de prevalencia (25 a 50 %) de las especies del género Bolbosoma (adultos) 

reportadas en el presente trabajo fue comparativamente mayor (18.2 %) respecto a lo 

reportado en la ballena azul por Flores-Cascante et al. (2019). 

Aunque en el presente trabajo, no se observó la fase de huevos de Bolbosoma en las 

heces de la ballena azul, hasta el momento, esta fase de desarrollo no se ha registrado 

en heces de la ballena azul ni de la ballena de aleta del Pacífico norte (Flores-Cascante 

& Gendron, 2012; Flores-Cascante et al., 2019). Flores-Cascante et al. (2019), 

reportaron huevos de helmintos en heces de ballena azul con densidad (“intensidad” 

en Flores-Cascante et al. (2019) de hasta 443 ± 318 huevos/g (HPG). La comparación 

del valor de densidad de huevos promedio de helmintos 740 ± 400 HPG (Tabla 6, este 

trabajo) respecto a lo reportado por Flores-Cascante et al. (2019), indican que los 

individuos del 2011 – 2014 y 2017 estuvieron infectados con mayor carga parasitaria. 

Los individuos ID 12, 41, 75,398 y 667 fueron analizados en ambos estudios (presente 

trabajo; Flores-Cascante et al., 2019). La comparación de la densidad de parásitos 

reportada para estos individuos por Flores-Cascante et al. (2019) fue mayor (452 ± 

244, datos no reportados), respecto a la reportada en este estudio (273 ± 134). Sin 

embargo se ha reportado que la variación en las infracomunidades de parásitos es no 

es homogénea a través del tiempo, aunque los individuos migratorios muestran poca 

variabilidad (Muñoz & Delorme, 2011). 
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La taxocenosis de parásitos identificadas en el presente estudio (13 taxones, tres 

especies, siete géneros, una familia y dos taxones no identificados) que incluye 10 

taxones de helmintos y 3 de protozoarios; la ocurrencia de haplotipos únicos en las 

secuencias de los helmintos Bolbosoma balaenae, B. turbinella y Ogmogaster 

antarctica; los valores de infección relativamente altos (prevalencia, densidad, 

intensidad y abundancia) a nivel de componente de comunidad; la riqueza, diversidad, 

equidad y dominancia (a nivel de infracomunidad), así como el análisis de ordenación 

NMDS entre la abundancia de infracomunidades de parásitos de la ballena azul, 

sustenta que la diversidad de especies parásitas que infectan a la ballena azul 

residente temporal del GC (Pacifico Norte) es más diversa y compleja de lo que se 

conocía anteriormente (Rocha-Gosselin, 2009; Flores-Cascante, 2012; Morales-Ávila, 

2016; Flores-Cascante et al., 2019).  

La evaluación cuantitativa que incluya la descripción los niveles de infección, los 

atributos ecológicos de la infracomunidad de parásitos y su efecto (inferido) en los 

órganos infectados del hospedero, podría aportar información relevante en el estudio, 

monitoreo de salud individual o grupal y proponer el umbral de alerta de infección 

aguda de la ballena azul de vida libre. 

 

10 Conclusiones  

1. La comunidad de parásitos que infecta a la ballena azul residente del GC (población 

del Pacifico Norte) fue taxonómicamente diversa con 13 taxones (tres especies, 7 

géneros, una familia y un grupo sin identificar) incluyendo helmintos y protozoarios. 

 

2. Se reporta la ocurrencia de adultos de Bolbosoma balaenae, B. turbinella y 

Ogmogaster antarctica en el Golfo de California, los cuales fueron identificados por 

morfología y mediante el análisis de secuencias con las regiones parciales del gen 

COI y 18S. Con base en la descripción morfológica de helmintos y protozoarios, 

por primera vez se reporta la presencia de Bolbosoma balaenae, Ogmogaster 

antarctica, Entamoeba spp. Balantidium sp. y Giardia gen spp. en la ballena azul 

del Pacifico Noreste. 
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3. La comparación de las infracomunidades de parásitos, indicó que los individuos de 

ballena azul residente temporales del GC presentan distintas infracomunidades de 

parásitos. Lo que resulta en un grupo de individuos con infección por helmintos y 

otros con infección múltiple (helmintos y protozoarios simultáneamente) con 

diferente intensidad/densidad y abundancia. 

 

4. Con base en los taxones identificados, los valores de la caracterización ecológica 

de la infección (prevalencia, densidad, intensidad y abundancia) a nivel de 

componente de comunidad. Así como a los valores riqueza, diversidad, equidad y 

dominancia (a nivel de infracomunidad) obtenidas en el presente estudio, sustenta 

que la diversidad de especies parasitas que infectan a la ballena azul es más 

diversa y compleja de lo que se conocía anteriormente.  

 

11 Recomendaciones  

Se recomienda seguir trabajando en el diseño de nuevos pares de oligonucleótidos de 

secuencias cortas, para que sean más específicos y poder detectar molecularmente 

presencia de huevos de helmintos en las heces. 

 

Se recomienda monitorear la riqueza, abundancia y prevalencia de especies parásitas, 

además de hacer una comparación entre la técnica de sedimentación y de flotación 

para evaluar los pros y contras de ambas técnicas. 
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13 ANEXOS 

13.1 Anexo 1 Extracción de ADN con acetato de amonio 

Lavados  

Si los parásitos están en Etanol al 96-100 % se tendrá que realizar 2 lavados 

previamente con agua destilada (H2Od). 

1. Realizar un primer lavado con H2Od y dejar reposar el parásito 20 min. 

2. Decantar el H2Od del primer lavado y hacer un segundo lavado con H2Od y 

dejar reposar 1 hora. 

3. Decantar el H2Od del segundo lavado, centrifugar 30 seg y retirar por pipeteo el 

H2Od restante. 

4. Dejar secar el parásito hasta su completa deshidratación (que se despegue del 

tubo fácilmente, esto no pasa si está hidratado) 

Antes de comenzar asegurarse de tener listo: 

1. Pistilos estériles 

2. Prender el thermoblock a 50°C 

Ocupar una relación 200 µl de solución de lisis y 15 µl de proteinasa K (PK)  

1. Agregar 10 µl de la solución de lisis directo sobre el parásito y comenzar a 

macerar hasta que se vuelva una mezcla viscosa (tener cuidado de no generar 

espuma, la solución de lisis genera espuma). 

2. Aforar a 100 µl con la solución de lisis.  

3. Añadir 7.5 de Proteinasa K (PK, 10 mg/ml). 

4. Incubar a 50 °C durante toda la noche. 

5. Enfriar a temperatura ambiente. 

6. Añadir 34 µl de acetato de amonio 7M. 

7. Agitar en vortex vigorosamente alta velocidad por 20 seg. 

8. Refrigerar 1h (esto ayuda a la precipitación de las proteínas). 

9. Enfriar la centrifuga a 4 °C, 20 min antes de que termine la 1h de refrigeración 

(paso8). 

10. Se centrifuga a 16.000 g a 4 °C durante 10 min.  

Se debe seguir inmediatamente el siguiente paso 
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11. Recuperar e sobrenadante en un tubo nuevo y desechar el pellet.  

12. Adicionar isopropanol al sobrenadante recuperado volumen 1:1. 

13. Mezclar invirtiendo 50 veces. 

14. Colocar los tubos en -20 ° C durante 1:30 horas (o durante la noche). 

15. Centrifugar durante a 16.000 g/15 min. El ADN será visible como un pequeño 

pellet. 

16. Retire isopropanol cuidadosamente para no desprender el pellet y dejar secar.  

17. Adicionar 400 µl de etanol al 70 %. 

18. Dejar reposar 3 min, se despegará el pellet por si solo y centrifugar a 16 000 g/5 

min. 

19. Decantar el etanol cuidadosamente para no despegar el pellet de ADN. 

20. Dejar secando hasta que se evaporé por completo el etanol. 

21. Añadir 30-50 ml de DNA elution buffer, ATE o H2O grado biología molecular 

agitar en vortex para dispersar ADN. 

22. Dejar reposar 5 min. 

23. Guardar a 4 °C. 

 

13.2 Anexo 2 Protocolo extracción de ADN de heces 

Antes de comenzar  

1. Calentar el thermoblock a 93 °C. 

2. Tener etanol a 4°C. 

3. Usar tubos de 1.6 ml. 

4. Usar heces secas o preservadas lavar con agua destilada (x3). 

5. Las centrifugaciones son a 23°C y a 20 000 g. 

 

Protocolo 

1. Pesar 200 mg de heces en un tubo de 1.6 ml. 

2. Agregar 1.5 ml de buffer Inhibitex a cada muestra y agitar en vortex hasta 

disgregar la muestra.  

3. Incubar a 93 °C/5 min (repetir paso tres veces) cada 2.5 min agitar en vortex (el 

tiempo de incubación puede ser hasta de 45 min). 
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4. Centrifugar a 20 000 g/1 min. 

5. Agregar 20 µl de proteinasa K (PK) aun nuevo tubo de 1.6 ml. 

6. Agregar 600 µl del sobrenadante del paso 4 al tubo que contiene la PK. 

7. Adicionar 600 µl del buffer AL y agitar en vortex por 15 seg o más según se vea 

la muestra. 

8. Incubar a 93 °C/15 min (repetir paso dos veces) y agitar en vortex cada 5 min. 

9. Adicionar 600 µl de etanol al 100 % a 4°C agitar con la mano y después con 

vortex *. 

10. Adicionar 600 µl del lisado del paso 9 a la columna QIAamp spin.  

11. Centrifugar a 20 000 g/1min, descartar el filtrado y pasar la columna QIAamp 

spin a un nuevo tubo colector. 

  

Nota: si hay lisado restante se repetirá el paso 10 y 11 con la misma columna las 

veces que sea necesario 

 

12. Pasar a un nuevo tubo colector y adicionar 500 µl del buffer AW1, centrifugar a 

20, 000 g/1 min.  

13. Cuidadosamente desechar el filtrado por pipeteo sin tocar las columnas del tubo 

colector.  

14. Agregar 500 µl del buffer AW2 a la columna QIAamp spin, centrifugar a 20, 000 

g/3 min, desechar el tubo colelector. 

15. Pasar la columna QIAamp spin a un nuevo tubo de 1. 5 ml y centrifugar a 20, 

000g/3 min, desechar el tubo. 

16. Pasar la columna QIAamp spin a un nuevo tubo de 1. 5 ml, adicionar 50 µl del 

buffer ATE y dejar reposar de 1 a 5 min y centrifugar a 20, 000 g/1 min. Repetir 

este pasó para un volumen final de ADN de 100 µl. 

si se da un pulso con la microcentrifuga se observará el pellet 

 

13.3 Anexo 3 kit Zymoclean™Gel DNA Recovery 

Protocolo todos los pasos de centrifugación deben realizarse entre 10,000 y 16,000 x 

g. 



65 
 

1. Extraer el fragmento de ADN del gel de agarosa con una cuchilla de afeitar, un 

escalpelo u otro dispositivo y transfiéralo a un tubo de microcentrífuga de 1,5 ml. 

2. Agregar 3 volúmenes de ADB a cada volumen de agarosa extirpada del gel (por 

ejemplo, para 100 μl (mg) de gel de agarosa cortado en 300 μl de ADB). 

3. Incubar a 37-55 ° C durante 5-10 min hasta que la porción de gel se disuelva 

completamente. 

Para los fragmentos de ADN > 8 kb, luego del paso de incubación, agregue un 

volumen adicional (igual al de la porción de gel) de agua a la mezcla para una mejor 

recuperación del ADN (por ejemplo, 100 μl de agarosa, 300 μl de ADB y 100 μl de 

agua). 

4. Transfiera la solución de agarosa derretida a una columna Zymo-Spin ™ en un tubo 

de recolección. 

5. Centrifugar durante 30-60 segundos. Deseche el sobrenadante. 

6. Agregar 200 μl de ADN Wash Buffer a la columna y centrifugue durante 30 

segundos. Deseche el sobrenadante. Repita el paso de lavado. 

7. Agregue ≥ 6 μl DAD Elution Buffer o agua grado biología molecular a la columna 

Coloque la columna en un tubo de 1,5 ml y centrifugue durante 30-60 segundos 

para eluir ADN. 


