
 
 

Universidad Nacional 

Facultad Ciencias de la Salud 

Escuela de Medicina Veterinaria 

 

 

Pasantía en el Laboratorio de Parasitología de la Escuela 

de Medicina Veterinaria, Universidad Nacional y en el 

Instituto de Parasitología, Universidad de Medicina 

Veterinaria Hannover 

 

 

Modalidad: Pasantía 

Trabajo Final de Graduación para optar por el Grado 

Académico de Licenciatura en Medicina Veterinaria 

 

 

Lyl Andrea Odio Cordero 

 

Tutor: Víctor M. Montenegro Hidalgo, PhD. 

Lector: Mario Baldi, PhD. 

Lector: Sergio Eduardo Bermúdez Castillero, MSc. 

 

 

 

Campus Pbro. Benjamín Núñez, Heredia 

2023



i 
 

TRIBUNAL EXAMINADOR 

 

Laura Bouza Mora, MSc.     ______________________ 

Vicedecana de la Facultad de Ciencias de la Salud 

 

Julia Rodríguez Barahona, PhD.    ______________________ 

Subdirectora de la Escuela de Medicina Veterinaria 

 

Víctor M. Montenegro Hidalgo, PhD.   ______________________ 

Tutor 

 

Mario Baldi, PhD.      ______________________ 

Lector 

 

Sergio Eduardo Bermúdez Castillero, MSc.   ______________________ 

Lector 

 

 

 

 

Fecha: ______________________ 

 

 

 

 

 



ii 
 

DEDICATORIA 

 

A mi mamá Ana y mi abuela Virginia que por ellas he logrado todo lo que me he 

propuesto. A mi esposo Luis que siempre apoya incondicionalmente en todas mis 

ideas y proyectos. 

A mis hermanos, Alex, Andrés y Kari, los mejores que pude tener, cada uno en 

diferentes momentos me ha motivado. 

A mis bebés peludos, Sophie, Skipper, Blackie, Chiky, Amber, Bombo. A mis angelitos 

Skipper, Lukas y Sabrina. A todos los animalitos que fueron parte de mi vida y que tuve 

el privilegio de cuidar. Todo es por ellos.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



iii 
 

AGRADECIMIENTOS 

 

A mi familia, gracias por ayudarme para poder tener el privilegio de dedicarme tiempo 

completo a estudiar una segunda carrera.  

A Luis, Alonso, Diana y Ricardo, por estar conmigo todos estos años.  

A Katherine, Fabi y Ori les agradezco su amistad, apoyo y compañía en este camino.  

A los profesores del programa ISAP TiHo-UNA, Dra. Gaby Dolz, Dra. Julia Rodríguez 

y Dr. Mauricio Pereira, por la oportunidad que me dieron de participar en el intercambio. 

De igual manera, agradezco al personal y estudiantes del Instituto de Parasitología, 

TiHo, por la experiencia tan bonita que tuve con ellos.  

A mis compañeros del programa ISAP TiHo-UNA, con los que viví experiencias 

inolvidables en Alemania. 

A César Pérez y a la Dra. Ana Jiménez, por recibirme en el laboratorio y compartir su 

conocimiento. También a todos los internos con los que compartí mientras rotaron por 

el laboratorio.  

Al Dr. Mario Baldi y al MSc. Sergio Bermúdez, por sus consejos y su colaboración en 

la revisión de este informe de pasantía. 

Al Dr. Víctor M. Montenegro, porque en sus clases nació mi interés por la parasitología. 

Le agradezco todo el apoyo que me ha brindado como su estudiante, asistente y 

pasante.  

 

 

 



iv 
 

 ÍNDICE DE CONTENIDOS 

 

TRIBUNAL EXAMINADOR .........................................................................................i 

ÍNDICE DE FIGURAS ................................................................................................ vi 

ÍNDICE DE CUADROS ............................................................................................. vii 

ÍNDICE DE ABREVIATURAS Y SÍMBOLOS............................................................. ix 

RESUMEN .................................................................................................................. x 

ABSTRACT .............................................................................................................. xii 

1. INTRODUCCIÓN .................................................................................................... 1 

1.1 Antecedentes ..................................................................................................................... 1 

1.2 Justificación e importancia ................................................................................................ 9 

1.3 Objetivos .......................................................................................................................... 12 

1.3.1 Objetivo general .................................................................................................. 12 

1.3.2 Objetivos específicos........................................................................................... 12 

2. METODOLOGÍA ................................................................................................... 13 

2.1 Área de trabajo ................................................................................................................ 13 

2.2 Actividades realizadas ..................................................................................................... 13 

2.2.1 Análisis de muestras en el Laboratorio de Parasitología, EMV ......................... 14 

2.2.2 Giras del Laboratorio de Parasitología, EMV ..................................................... 16 

2.2.3 Funcionamiento y gestión del Laboratorio de Parasitología, EMV .................... 17 

2.2.4 Análisis de muestras en el laboratorio del Instituto de Parasitología, TiHo ....... 19 

2.2.5 Proyectos de investigación del Instituto de Parasitología, TiHo ........................ 20 

2.3 Registro y análisis de datos ............................................................................................. 21 

3. RESULTADOS Y DISCUSIÓN ............................................................................. 23 

3.1 Casuística del Laboratorio de Parasitología, EMV ......................................................... 23 

3.1.1 Especies animales ............................................................................................... 23 

3.1.2 Tipos de muestra ................................................................................................. 27 

3.1.3 Parásitos Gastrointestinales por especie animal ................................................ 31 

3.2 Giras del Laboratorio de Parasitología, EMV .................................................................. 39 

3.3 Funcionamiento y gestión del Laboratorio de Parasitología, EMV ................................. 43 

3.4 Casuística del laboratorio diagnóstico, Instituto de Parasitología, TiHo ........................ 45 

3.4.1 Especies animales ............................................................................................... 45 



v 
 

3.4.2 Parásitos Gastrointestinales por especie animal ................................................ 47 

3.4.3 Pruebas moleculares ........................................................................................... 54 

3.5 Proyectos de investigación del Instituto de Parasitología, TiHo ..................................... 55 

3.5.1 Disección y toma de muestras de roedores ....................................................... 56 

3.5.2 Análisis de muestras con la técnica FLOTAC® .................................................. 57 

3.5.3 Estudios con garrapatas ...................................................................................... 58 

4. CONCLUSIONES ................................................................................................. 61 

5. RECOMENDACIONES ......................................................................................... 62 

6. BIBLIOGRAFÍA .................................................................................................... 63 

7. ANEXOS ............................................................................................................... 76 

7.1 Claves para la identificación de larvas L3 de nematodos de rumiantes ........................ 76 

7.2 Protocolo de PCR convencional para la determinación de Echinococcus multilocularis, 

E. granulosus y Taenia saginata ........................................................................................... 77 

7.3 Protocolo de PCR convencional para la determinación de Babesia spp. ...................... 78 

7.4 Protocolo de PCR en tiempo real para la determinación de Borrelia spp. ..................... 79 

7.5 Protocolo de PCR en tiempo real para la determinación de ETG .................................. 80 

7.6 Protocolo de disección de roedores ................................................................................ 81 

7.7 Criterio taxonómico para la identificación de roedores ................................................... 82 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



vi 
 

ÍNDICE DE FIGURAS 

 

Figura 1. Porcentaje de muestras por especie animal analizadas en el Laboratorio de 

Parasitología, Escuela de Medicina Veterinaria, Universidad Nacional, Costa Rica, del 

6 de junio al 1 de septiembre de 2022 ...................................................................... 23 

 

Figura 2. Porcentaje de muestras por tipo recibidas en el Laboratorio de Parasitología, 

Escuela de Medicina Veterinaria, Universidad Nacional, Costa Rica, del 6 de junio al 1 

de septiembre de 2022. ............................................................................................ 28 

 

Figura 3. Grupo de garrapatas control en la prueba de inmersión de adultas, 

recolectadas durante la gira a San Carlos, Alajuela, durante el 4 y 5 de agosto de 2022.

.................................................................................................................................. 42 

 

Figura 4. Grupo de garrapatas tratadas con Singap® en la prueba de inmersión de 

adultas, recolectadas durante la gira a San Carlos, Alajuela, durante el 4 y 5 de agosto 

de 2022. .................................................................................................................... 43 

 

Figura 5. Porcentaje de muestras por especie examinadas al microscopio durante la 

pasantía en el Instituto de Parasitología , Stiftung Tierärztliche Hochschule Hannover, 

Alemania, del 10 de febrero al 25 de mayo de 2022. ................................................ 46 

 

Figura 6. Dispositivos FLOTAC® utilizados para analizar muestras de bovinos, en el 

Instituto de Parasitología, Stiftung Tierärztliche Hochschule Hannover, Alemania, del 

10 de febrero al 25 de mayo de 2022.. ...................................................................... 57 

 

Figura 7. Medición del largo del idiosoma y ancho del escudo en una I. ricinus adulta, 

realizada en el Instituto de Parasitología, Stiftung Tierärztliche Hochschule Hannover, 

Alemania, del 10 de febrero al 25 de mayo de 2022. ................................................ 59 

 

  



vii 
 

ÍNDICE DE CUADROS 

 

Cuadro 1. PGI observados en muestras de pequeños rumiantes que fueron analizadas 

en el Laboratorio de Parasitología,  Escuela de Medicina Veterinaria, Universidad 

Nacional, Costa Rica, del 6 de junio al 1 de septiembre de 2022. ............................. 31 

 

Cuadro 2. Larvas identificadas en coprocultivos de ovejas analizados en el Laboratorio 

de Parasitología,  Escuela de Medicina Veterinaria, Universidad Nacional, Costa Rica, 

del 6 de junio al 1 de septiembre de 2022. ................................................................ 32 

 

Cuadro 3. PGI observados en muestras de aves domésticas que fueron analizadas en 

el Laboratorio de Parasitología,  Escuela de Medicina Veterinaria, Universidad 

Nacional, Costa Rica, del 6 de junio al 1 de septiembre de 2022. ............................. 33 

 

Cuadro 4. PGI observados en muestras de perros que fueron analizadas en el 

Laboratorio de Parasitología,  Escuela de Medicina Veterinaria, Universidad Nacional, 

Costa Rica, del 6 de junio al 1 de septiembre de 2022.............................................. 34 

 

Cuadro 5. PGI observados en muestras de animales silvestres que fueron analizadas 

en el Laboratorio de Parasitología,  Escuela de Medicina Veterinaria, Universidad 

Nacional, Costa Rica, del 6 de junio al 1 de septiembre de 2022. ............................. 35 

 

Cuadro 6. PGI observados en muestras de gatos que fueron analizadas en el 

Laboratorio de Parasitología,  Escuela de Medicina Veterinaria, Universidad Nacional, 

Costa Rica, del 6 de junio al 1 de septiembre de 2022.............................................. 36 

 

Cuadro 7. PGI observados en muestras de equinos que fueron analizadas en el 

Laboratorio de Parasitología,  Escuela de Medicina Veterinaria, Universidad Nacional, 

Costa Rica, del 6 de junio al 1 de septiembre de 2022.............................................. 37 

 

Cuadro 8. PGI observados en muestras de cerdos que fueron analizadas en el 

Laboratorio de Parasitología,  Escuela de Medicina Veterinaria, Universidad Nacional, 

Costa Rica, del 6 de junio al 1 de septiembre de 2022.............................................. 38 

 

Cuadro 9. PGI observados en muestras de bovinos que fueron analizadas en el 

Laboratorio de Parasitología,  Escuela de Medicina Veterinaria, Universidad Nacional, 

Costa Rica, del 6 de junio al 1 de septiembre de 2022.............................................. 39 

 



viii 
 

Cuadro 10. PGI en bovinos cuyas muestras se analizaron durante la gira a San Carlos, 

Alajuela, durante el 4 y 5 de agosto de 2022 ............................................................ 40 

 

Cuadro 11. Cuantificación de hpg en las muestras de heces analizadas con la técnica 

de McMaster durante la gira a San Carlos, Alajuela, durante el 4 y 5 de agosto de 2022

.................................................................................................................................. 41 

 

Cuadro 12. Moscas identificadas en el Laboratorio de Parasitología,  Escuela de 

Medicina Veterinaria, Universidad Nacional, Costa Rica, del 6 de junio al 1 de 

septiembre de 2022 .................................................................................................. 44 

 

Cuadro 13. PGI observados en muestras de perros que fueron analizadas en el 

Instituto de Parasitología, Stiftung Tierärztliche Hochschule Hannover, Alemania, del 

10 de febrero al 25 de mayo de 2022 ........................................................................ 48 

 

Cuadro 14. PGI observados en muestras de caballos que fueron analizadas en el 

Instituto de Parasitología, Stiftung Tierärztliche Hochschule Hannover, Alemania, del 

10 de febrero al 25 de mayo de 2022 ........................................................................ 49 

 

Cuadro 15. PGI observados en muestras de mascotas no convencionales que fueron 

analizadas en el Instituto de Parasitología, Stiftung Tierärztliche Hochschule Hannover, 

Alemania, del 10 de febrero al 25 de mayo de 2022 ................................................. 50 

 

Cuadro 16. PGI observados en muestras de pequeños rumiantes que fueron 

analizadas en el Instituto de Parasitología, Stiftung Tierärztliche Hochschule Hannover, 

Alemania, del 10 de febrero al 25 de mayo de 2022 ................................................. 51 

 

Cuadro 17. PGI observados en muestras de gatos que fueron analizadas en el Instituto 

de Parasitología, Stiftung Tierärztliche Hochschule Hannover, Alemania, del 10 de 

febrero al 25 de mayo de 2022 ................................................................................. 52 

 

Cuadro 18. PGI observados en muestras de aves de corral que fueron analizadas en 

el Instituto de Parasitología, Stiftung Tierärztliche Hochschule Hannover, Alemania, del 

10 de febrero al 25 de mayo de 2022 ........................................................................ 53 

 

Cuadro 19. PGI observados en muestras de bovinos que fueron analizadas en el 

Instituto de Parasitología, Stiftung Tierärztliche Hochschule Hannover, Alemania, del 

10 de febrero al 25 de mayo de 2022 ........................................................................ 54 

  



ix 
 

ÍNDICE DE ABREVIATURAS Y SÍMBOLOS 

 

EMV: Escuela de Medicina Veterinaria 

ESCCAP: European Scientific Counsel Companion Animal Parasites 

ETG: Encefalitis transmitida por garrapatas 

DIPOA: Dirección de Inocuidad de Productos de Origen Animal 

Dr.: Doctor 

Dra.: Doctora 

HEMS: Hospital de Especies Menores y Silvestres  

hpg: huevos por gramo de heces 

ISAP: International Study and Training Partnerships 

OHHLEP: One Health High-Level Expert Panel 

PCR: Polymerase chain reaction (Reacción en cadena de la polimerasa) 

PGI: Parásitos gastrointestinales 

TBE: Tick-borne encephalitis  

TiHo: Stiftung Tierärztliche Hochschule Hannover  

TroCCAP: Tropical Council for Companion Animal Parasites 

UCR: Universidad de Costa Rica 

UNA: Universidad Nacional 

%: porcentaje 

 

  



x 
 

RESUMEN 

Esta pasantía se realizó en el Laboratorio de Parasitología de la Escuela de 

Medicina Veterinaria (EMV), UNA, en Heredia, Costa Rica, del 6 de junio al 1 de 

septiembre de 2022, para un total de 320 horas de trabajo. Además, en el marco del 

proyecto ISAP TiHo-UNA, se realizó también una pasantía en el Instituto de 

Parasitología, TiHo, en Hannover, Alemania, del 10 de febrero al 25 de mayo de 2022.  

En el Laboratorio de Parasitología, EMV se participó en la atención de 108 

casos, analizando un total de 264 muestras, de las cuales 78 (29.55%) 

correspondieron a pequeños rumiantes, 63 (23.86%) a aves domésticas, 50 (18.94%) 

a caninos, 18 (6.82%) a animales silvestres, 14 a felinos (5.30%), 14 a equinos 

(5.30%), 14 a cerdos (5.30%), diez a bovinos (3.79%) y dos (0.76%) a mascotas no 

convencionales. De acuerdo con el tipo de muestra, se recibieron 242 (91.67%) de 

heces, siete (2.65%) de sangre, seis (2.27%) de piel o pelo, seis (2.27%) ectoparásitos 

y tres (1.14%) hisopados/raspados orales. 

En este laboratorio se participó activamente en las tareas diarias y se colaboró 

con actividades para la docencia. Además, se asistió a una gira a la zona de San 

Carlos, Alajuela, en donde se tomaron y analizaron 44 muestras de heces de bovinos 

de leche y de cría. En esta gira, también se recolectaron garrapatas, las cuales se 

utilizaron para una demostración de la prueba de inmersión de adultas. 

En el Instituto de Parasitología, TiHo, en el laboratorio de diagnóstico se 

observaron al microscopio 290 muestras de heces, de las cuales 107 (36.90%) 

correspondieron a perros, 94 (32.41%) a caballos, 28 (9.66%) a mascotas no 
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convencionales, 20 (6.90%) a pequeños rumiantes, 17 (5.86%) a gatos, diez (3.45%) 

a aves de corral, nueve (3.10%) a bovinos y cinco (1.72%) a cerdos.  

 En este laboratorio, se observaron procedimientos realizados por los técnicos, 

como la extracción de ADN/ARN y la ejecución de protocolos de PCR. Se extrajo ADN 

de huevos de tenia y por medio de PCR se determinó la especie.  Además, se extrajo 

ADN y ARN de una garrapata y se ejecutaron protocolos de PCR para determinar 

Babesia spp., Borrelia spp. y Encefalitis Transmitida por Garrapatas (ETG). 

 En el Instituto también se participó en diferentes investigaciones. Se diseccionó 

y tomó muestras de 165 roedores, que serían utilizadas para detectar Rickettsia spp., 

Borrelia spp., Anaplasma spp. y Babesia spp. por medio de PCR. 

 Se analizaron heces de bovinos con la técnica Flotac®, para determinar la 

presencia de parásitos gastrointestinales.  

Se realizó la extracción de ADN de 384 garrapatas de la especie Ixodes ricinus 

recolectadas de perros y gatos, que se utilizará para determinar Borrelia spp. y 

Anaplasma spp. por medio de PCR.  

Se trabajó con 1144 garrapatas Ixodes spp. recolectadas de animales 

silvestres. Para cada una se determinaron sus dimensiones (para calcular el tiempo 

de alimentación) y se extrajo su ADN, el que se utilizará para determinar Borrelia spp. 

por medio de PCR.  

Además, se tomaron las dimensiones y se realizó la diferenciación de 82 

garrapatas obtenidas de vacas lecheras, determinando la especie y su estadio. 

 

Palabras clave: parasitología veterinaria, muestras parasitológicas, garrapatas 
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ABSTRACT 

This internship was done at the Parasitology Laboratory, Veterinary Medicine 

School, UNA, Heredia, Costa Rica, between June 6th to September 1st 2022, for a total 

of 320 work hours. Also, as part of the ISAP TiHo-UNA project, an internship was also 

done at the Parasitology Institute, TiHo, Hannover, Germany, between February 10th 

to May 25th 2022.  

At the Parasitology Laboratory in Costa Rica, a total of 108 cases were 

evaluated, with a total of 264 samples, which 78 (29.55%) were from small ruminants, 

63 (23.86%) from poultry, 50 (18.94%) from dogs, 18 (6.82%) from wild animals, 14 

from cats (5.30%), 14 from horses (5.30%), 14 from swine (5.30%), ten from cattle 

(3.79%) and two (0.76%) from small mammal pets. According to the sample type, 242 

(91.67%) were feces, seven (2.65%) were blood, six (2.27%) were skin or hair, six 

(2.27%) were ectoparasites and three were oral swabs/scraps (1.14%). 

At this laboratory, I actively assisted in the daily tasks and in other duties for the 

Parasitology course. Additionally, I did field work in farms in San Carlos (Alajuela), 

where a total of 44 feces samples from dairy and beef cattle were collected and 

analyzed, and ticks were collected from cows to be used in a demonstration of an adult 

immersion test.  

At the Parasitology Institute, TiHo, 290 feces samples were assessed in the 

diagnostics laboratory: 107 (36.90%) were from dogs, 94 (32.41%) from horses, 28 

(9.66%) from small mammal pets, 20 (6.90%) from small ruminants, 17 (5.86%) from 

cats, ten (3.45%) from poultry, nine (3.10%) from cattle and five (1.72%) from swine.  
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 At this laboratory, procedures executed by the technicians were observed, for 

example, DNA/RNA isolation and PCR protocols. DNA from taenia eggs was isolated 

and used to determine the species by PCR. Similarly, DNA and RNA were isolated from 

a tick and PCR protocols were executed to determine Babesia spp., Borrelia spp. and 

Tick-borne Encephalitis (TBE). 

At the Institute, there was also participation in research projects. Samples were 

taken from 165 dissected rodents, which are going to be used to detect Rickettsia spp., 

Borrelia spp., Anaplasma spp. and Babesia spp. by PCR. 

Cattle feces were analyzed using the Flotac® technique, to determine the 

presence of gastrointestinal parasites.  

 DNA was isolated from 384 Ixodes ricinus ticks collected from dogs and cats, to 

later determine Borrelia spp. y Anaplasma spp. by PCR.  

 Also, 1144 Ixodes ticks collected from wild animals were measured (to calculate 

their feeding time) and their DNA was isolated to determine Borrelia spp. by PCR.  

As well, 82 ticks collected from dairy cattle were measured and assessed to 

identify the species and their stages.   

 

 

Palabras clave: parasitology, veterinary, parasitology samples, ticks 
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1. INTRODUCCIÓN 

1.1 Antecedentes 

El término “parásito” se originó en la antigua Grecia, derivándose de la palabra 

“parásitos” (“pará” = con, junto a; “sitos” = comer). En esta y otras culturas de la 

antigüedad, se usaba este término para referirse a los sacerdotes que participaban de 

los rituales en donde ofrendaban alimentos a los dioses. También, se les llamaba así 

a los encargados de probar la carne de animales sacrificados antes de estos ser 

servidos como alimento a los nobles (Hiepe et al. 2011). 

A través de la historia, como es descrito por Bush y colaboradores (2001), 

diferentes civilizaciones registraron su conocimiento sobre organismos parásitos. En 

el antiguo Egipto alrededor del año 1550 a.C, se documentó en el Papiro Ebers, la 

existencia de enfermedades parasitarias en los humanos provocadas por helmintos.  

Hipócrates y Aristóteles (383-322 a.C), se percataron de ciertos gusanos planos que 

causaban enfermedad y de la presencia de lo que llamaron “semillas” en las heces 

humanas, para describir probablemente lo que eran proglótides de tenias. Galeno 

(130-220 d.C), hizo referencia a la especificidad de sitios en el intestino que tenían 

ciertos gusanos. Para el siglo doce, escritos chinos indicaron que los humanos podían 

contraer gusanos al comer frutas, vegetales o vísceras. 

Sin embargo, el nacimiento de la parasitología como ciencia está ligada a la 

medicina veterinaria. Francesco Redi (1626-1697), publicó en 1694 la primera 

monografía científica de parásitos titulada “Observaciones sobre animales vivos, que 

están en animales vivos”. A partir de ese momento, durante los siglos XVIII y XIX en 

Europa se publicaron diferentes tratados que aportaron grandes contribuciones a la 
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parasitología, llevando a los científicos de la época a entender la importancia médica 

de los parásitos en los humanos y en los animales (Mihalca 2013). Actualmente, en la 

parasitología general, se estudian tres grupos heterogéneos de agentes patógenos: 

los helmintos, los protozoos patógenos y los artrópodos transmisores de 

enfermedades (Hiepe et al. 2011). 

En el caso de la parasitología veterinaria, ésta estudia la naturaleza, evolución 

y características de los agentes parasitarios, sus interacciones como agentes causales 

de enfermedad y sus efectos en los animales de compañía, de producción y silvestres. 

Además, se estudian los métodos de prevención y control de las enfermedades 

parasitarias, los aspectos epidemiológicos y las técnicas de diagnóstico (Bowman 

2021). 

Bush y colaboradores (2001), definen la parasitología como la ciencia que se 

encarga de estudiar en específico una de las diferentes formas de relaciones 

simbióticas existentes, es decir, donde los organismos viven en una asociación 

cercana el uno con el otro. En este caso, un parásito es una forma de vida, la cual con 

fines nutricionales y reproductivos, vive de forma temporal o permanente, sobre o 

dentro de otra forma de vida (hospedador), causándole algún tipo de alteración o daño 

(Hiepe et al. 2011). El desgaste que sufre el hospedador puede ser trivial, sustancial o 

incluso insoportable, dependiendo de su estado nutricional y de la cantidad de 

parásitos, el tipo y grado de daño que estos infligen (Bowman 2021). 

En el parasitismo, la relación es antagónica, el parásito tiene efectos negativos 

en su hospedador, subsistiendo de este y causando un daño apreciable al privarlo de 

sus nutrientes, perjudicando su productividad y su calidad de vida (Lucius 2018).  
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Como lo explican Hiepe y colaboradores (2011), el hospedador sufre 

alteraciones metabólicas cuando el parásito ingresa en su organismo, causando 

reacciones bioquímicas, biofísicas e inmunológicas que dan lugar a una parasitosis, 

una condición patológica en donde existe un desequilibrio entre el hospedador y los 

parásitos. 

Por otro lado, existen parásitos que pueden servir como vectores. Algunos de 

estos organismos transmiten patógenos directamente de hospedador a hospedador 

hasta que llegan a su hospedador final, y otros vectores pueden transmitir virus o 

bacterias que no requieren de un hospedador final. Los vectores mecánicos no son 

esenciales en el ciclo de vida del parásito, funcionan como transporte e inóculos. En 

el caso de los vectores biológicos, los parásitos suelen desarrollar parte de su ciclo de 

vida en ellos, llevando a cabo procesos transformativos o multiplicativos (Bowman 

2021). 

El ciclo de vida incluye el proceso mediante el cual se desarrolla desde la forma 

producto de la reproducción hasta ser capaz de reproducirse. Existen ciclos 

monoxenos (de un solo hospedador), diheteroxenos (de un hospedador intermedio y 

otro definitivo) y triheteroxenos (dos hospedadores intermedios y uno definitivo). El 

desarrollo final se da en el hospedador definitivo (Lucius 2018). 

Ahora, según su ubicación en el hospedador, los parásitos se clasifican en 

endoparásitos y ectoparásitos. Los primeros se encuentran dentro de su hospedador 

(tejidos, órganos) y producen infecciones. Los segundos viven en la superficie del 

hospedador (incluyendo la dermis) o en cavidades, que se comunican con el exterior, 

causando infestaciones (Bowman 2021). 
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Los hospedadores también se clasifican en diferentes tipos. El hospedador 

definitivo es en el que el parásito adulto vive, en donde se albergan los estados 

sexualmente maduros y se da la reproducción de éstos. El hospedador intermediario 

alberga fases juveniles, larvarias o estados asexuales; en él se desarrollan estados 

infectantes para el hospedador definitivo. Un hospedador paraténico alberga estados 

latentes infectantes para el hospedador definitivo, en donde se mantienen sin ningún 

tipo de desarrollo. El hospedador accidental es en el cual el parásito es aberrante y no 

puede continuar su ciclo. Y, por último, el hospedador reservorio es el que alberga 

formas eventualmente infestantes, pero sin sufrir enfermedad (Bush 2001; Deplazes 

2016). 

Los parásitos invaden a sus hospedadores a través de su superficie corporal, 

aperturas corporales naturales y a través del tracto gastrointestinal. Por ejemplo, por 

medio del contacto directo con la piel, un organismo puede infestarse con 

ectoparásitos como los son ácaros o piojos. También se da el ingreso de parásitos de 

manera pasiva al interior del organismo por la vía fecal-oral, en donde el organismo 

ingiere alimentos o agua contaminados con huevecillos del parásito. Otra manera de 

ingreso pasivo se da por la vía oral-alimentaria cuando un hospedador consume carne 

de un animal infestado. En los ingresos por vía percutánea, ciertos parásitos perforan 

la piel del hospedador o ingresan inoculados por vectores hematófagos. Varias 

especies de parásitos se alojan en el sistema digestivo de sus hospedadores 

definitivos, excretando sus huevos en las heces. También existen nematodos con 

ciclos de vida en donde los adultos permanecen en el tracto digestivo, y las larvas 

migran a otros órganos como hígado y pulmón (Deplazes 2016; Lucius 2018). 
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Las enfermedades parasitarias forman parte de los problemas de salud animal 

más relevantes. A pesar de los avances en los tratamientos disponibles, estas 

enfermedades continúan siendo una amenaza para la salud animal y humana, debido 

a la naturaleza zoonótica de algunos de estos agentes. Por esto, la prevención y el 

diagnóstico oportuno se han convertido en aspectos esenciales para el bienestar 

animal y también para disminuir el riesgo de transmisión de estas enfermedades a los 

seres humanos (Selzer y Epe 2020). 

  Se han desarrollado diferentes métodos de diagnóstico de infestaciones 

parasitarias, en donde los procedimientos de laboratorio más utilizados son las 

diferentes variantes de exámenes de heces (Zajac y Conboy 2012; Bowman 2021). 

Las muestras se examinan al microscopio con el fin de detectar la presencia de 

huevecillos o larvas, para lo cual se realizan varias técnicas de procesamiento, como 

lo son el frotis directo, flotación, McMaster, sedimentación y coprocultivo entre otros 

(Hendrix y Robinson 2012; College of Veterinary Medicine 2021). La identificación de 

los huevecillos se realiza por medio de las características de estos, por ejemplo, su 

tamaño, forma, grosor; y para la identificación de larvas se hace uso de claves que 

especifican las estructuras presentes en cada género (Taylor et al. 2016). Además, se 

encuentran disponibles ensayos inmunológicos para la detección de anticuerpos o de 

antígenos presentes en sangre, fluidos o heces (Jacobs et al. 2016). 

Para el diagnóstico de protozoarios y nematodos en la sangre, se hace uso de 

ensayos inmunológicos comerciales y también se realiza la examinación al 

microscopio de las células sanguíneas para determinar la presencia de parásitos 

intracelulares o la presencia de microfilarias en la sangre (Zajac y Conboy 2012). 
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En el caso de los ectoparásitos, se realizan distintas técnicas de colecta, manejo 

y conservación que dependerán de la especie a estudiar (Hendrix y Robinson 2012). 

Para confirmar la presencia de ácaros dérmicos se realizan raspados de piel, tomando 

en cuenta la naturaleza de la lesión y la ubicación del parásito en cuestión, para 

posteriormente examinar las muestras obtenidas al microscopio y poder realizar una 

identificación en base a sus características (Bowman 2021). Ante la presencia de 

garrapatas, estas se remueven con pinzas, y se identifican por sus características 

morfológicas o mediante PCR. De manera similar, se identifican piojos y pulgas 

obtenidos de muestras de pelo recolectadas por medio del cepillado o de manera 

manual, y se puede hacer uso de ciertas soluciones como Hoyer para poder visualizar 

de mejor manera las estructuras (Zajac y Conboy 2012). 

También se realiza la identificación de dípteros (mosquitos, tábanos, moscas) y 

hemípteros (chinches) de importancia médica. Ciertas familias de mosquitos son 

vectores de nematodos y protozoos. Los tábanos, al alimentarse de sangre, causan 

lesión a los animales y también, similar a los artrópodos mencionados anteriormente, 

actúan como vectores de protozoos, virus, bacterias y nematodos. En el caso de las 

moscas, existen especies hematófagas y también otras en las que sus estados larvales 

se desarrollan en tejidos vivos, provocando miasis. Por otro lado, los chinches son 

insectos hematófagos temporales que además de producir alergias cutáneas y extraer 

sangre, son capaces de trasmitir agentes infecciosos, como el Trypanosoma cruzi, 

responsable de la enfermedad de Chagas (Bush 2001). 

En el contexto nacional, en el año 1942, los doctores Clodomiro Picado Twight 

y Alfonso Trejos Willis, realizan estudios en diversos grupos animales y publican su 



7 
 

libro “Biología Hematológica Elemental Comparada”, primer texto académico 

publicado por la Universidad de Costa Rica (reimpreso en el año 2020 en una edición 

conmemorativa), en donde se discuten diversos temas de la biomedicina, entre ellos 

la parasitología, describiendo la fisiología de algunos parásitos y las enfermedades 

que causan (Gutiérrez 2020). En el libro se hace referencia a los tórsalos que parasitan 

a los bovinos; explican el caso de los “parásitos extraviados”, los cuales penetran en 

órganos en los cuales no pueden vivir; y mencionan a los parásitos de dos 

hospedadores, que requieren uno para su estado larvario y otro para su estado adulto 

(Picado y Trejos 2020). 

Gracias a la labor de ambos investigadores, en la década de 1950 se consolidó 

un colectivo académico que fue la base para la creación de la Facultad de 

Microbiología de la UCR (Gutiérrez 2020). Para 1955, la sección de Microbiología de 

la Facultad de Ciencias se convierte en la Facultad de Microbiología, y en 1958 se 

organiza en dos departamentos: el de Microbiología y el de Parasitología (Facultad de 

Microbiología 2021a), este último conformado por tres secciones: helmintología, 

protozoología y entomología médica (Facultad de Microbiología 2021b). 

El estudio de la parasitología veterinaria en Costa Rica se oficializa en 1973 a 

partir del nacimiento de la Escuela de Medicina Veterinaria de la Universidad Nacional, 

la cual se constituye debido a la necesidad de “crear una unidad académica que 

graduara especialistas en esta área, preparara personal docente de alta calidad y que 

ofreciera laboratorios y servicios de diagnóstico que vinieran a llenar un vacío existente 

en el país” (Escuela de Medicina Veterinaria 2021a). 
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Así, de manera similar a los otros laboratorios, el Laboratorio de Parasitología 

de la Escuela de Medicina Veterinaria se establece con el fin de brindar apoyo a la 

población propietaria de mascotas, a los manejadores de la vida silvestre, al sector 

productivo, al sector salud y a la academia. En el Laboratorio se lleva a cabo el 

diagnóstico de endoparásitos y ectoparásitos en animales domésticos y silvestres. Por 

medio del servicio externo se atiende al público en general y con el servicio interno se 

atiende los hospitales veterinarios de la Universidad Nacional, el Hospital Equino y el 

Hospital de Especies Menores y Silvestres. Además de estos servicios, también se 

trabaja en docencia y en proyectos de investigación y de extensión (Escuela de 

Medicina Veterinaria 2021b). 

Asimismo, el laboratorio recibe investigadores de otros países y brinda apoyo a 

estudiantes que realizan sus trabajos finales de graduación de licenciatura y posgrado, 

siendo algunos de los más recientes: “Diagnóstico de campo y laboratorial de 

parasitosis gastrointestinales en ovinos de Costa Rica” de Arnaéz (2019), “Prevalencia 

de parásitos gastrointestinales en bovinos cebú en explotaciones de ganado de cría 

en Costa Rica: estudio preliminar” de Vargas (2020), y “Desarrollo de una técnica 

inmunoenzimática para el diagnóstico de anticuerpos contra Paragonimus mexicanus” 

de Andrade (2020). 
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1.2 Justificación e importancia 

Los parásitos pueden provocar enfermedad aguda, daño debilitante y crónico, 

hasta la muerte en los animales. Las consecuencias perjudiciales del parasitismo 

pueden no ser evidentes, presentándose como una enfermedad subclínica. Por estos 

motivos, es importante que el médico veterinario posea el conocimiento y la 

comprensión necesarios para combatir las enfermedades parasitarias de una manera 

eficaz (Jacobs et al. 2016). 

El estudio de los agentes parasitarios y sus interrelaciones que influyen la salud 

animal es área de conocimiento fundamental. El bienestar animal se ve afectado 

cuando el animal se enferma y sufre por los síntomas causados en parasitosis. En los 

sistemas de producción animal afectados por estas parasitosis se generan pérdidas 

económicas debido a que los animales enfermos no logran alcanzar su máximo 

potencial de producción, asociado a los efectos del gasto energético y de recursos 

dedicados a tratar de controlar o eliminar el efecto de los parásitos en el hospedero 

(animal). En lo que respecta a la salud pública, las enfermedades parasitarías pueden 

ser transmisibles a los humanos (zoonosis), y algunos de estos parásitos tienen ciclos 

directos o ciclos que incluyen vectores artrópodos (Coles 2001; Jacobs et al. 2016; 

Selzer y Epe 2020). 

El rol del médico veterinario tiene cada día mayor relevancia en la parasitología, 

ya que actualmente la medicina enfrenta diversos retos que dificultan en mayor medida 

el control, prevención y el tratamiento de las enfermedades parasitarias. Nuevas 

amenazas asociadas al cambio climático, aumento en distribución de enfermedades 

transmitidas por vectores, las enfermedades parasitarias emergentes o reemergentes 
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y aumento en la incidencia en la resistencia a fármacos antiparasitarios (Elsheikha 

2014). 

Bowman (2021) señala que las enfermedades transmitidas por vectores han 

cobrado mayor importancia en los últimos años como resultado de nuevos agentes 

emergentes y de la expansión geográfica de las poblaciones de artrópodos y 

patógenos transmitidos por estos. El autor también indica que el aumento de estas 

enfermedades puede atribuirse al crecimiento de las poblaciones de vectores por su 

propagación hacia nuevas áreas, a la expansión del hábitat de poblaciones de 

reservorios de vida silvestre, y a los cambios biogeográficos y climáticos que favorecen 

a los vectores, aumentado así las tasas de transmisión. 

A nivel mundial se tiene problema con poblaciones de parásitos que 

originalmente eran sensibles a un antiparasitante y que han desarrollado resistencia, 

limitando o perdiendo del todo su eficacia (Deplazes et al. 2016). Por ejemplo, en un 

reciente estudio, en el cual colaboró el Laboratorio de Parasitología, se determinó la 

resistencia antihelmíntica en granjas comerciales de ovejas en Costa Rica, 

confirmando que las principales moléculas disponibles en el país han perdido su 

efectividad contra los nematodos de ovinos (Castro-Arnáez et al. 2021). 

Además, las infestaciones parasitarias por su complejidad deben ser abordadas 

bajo el concepto de UNA SALUD. Como lo indica el Panel de Expertos de Alto Nivel 

de "Una Salud" (OHHLEP), este enfoque integrado tiene como objetivo equilibrar y 

optimizar de manera sostenible la salud de las personas, los animales y los 

ecosistemas, reconociendo que la salud de los seres humanos, los animales 

domésticos y silvestres, las plantas y el entorno, están estrechamente vinculados y 
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son interdependientes (Dvorin 2022). Las enfermedades parasitarias que afectan tanto 

animales como seres humanos en sus ciclos directos o indirectos, por ejemplo, 

fascioliasis, cisticercosis, criptosporidiosis, toxoplasmosis, ascariosis o las de 

naturaleza vectorial (Leishmaniasis, tripanosomiasis, babesiosis, entre otras), son 

algunas de las que deben ser estudiadas de una manera holística.  

Deplazes y colaboradores (2016) indican que las zoonosis son consideradas 

una amenaza para la salud humana, ya que, de acuerdo con información de la OMS, 

el 35% de las zoonosis descritas son causadas por parásitos, principalmente las 

transmitidas por artrópodos y por alimentos, siendo los médicos veterinarios quienes 

de alguna manera están más involucrados en el entender estos agentes parasitarios y 

su efecto a todo nivel, siendo ellos clave en la prevención de este tipo de 

enfermedades. 

Estas razones justifican la importancia del estudio de la parasitología como 

parte del currículo de la carrera de Licenciatura en Medicina Veterinaria, así como el 

deseo de poder reforzar los conocimientos y habilidades adquiridos durante la carrera, 

lo cual se logró realizar con la participación en las actividades diarias del Laboratorio 

de Parasitología. La parasitología veterinaria y la salud pública son áreas de interés 

profesional, conocimientos que se espera poder ampliar en el futuro a través de 

estudios de especialización. 
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1.3 Objetivos 

1.3.1 Objetivo general 

Fortalecer los conocimientos teóricos y habilidades prácticas en parasitología 

veterinaria, mediante la participación en una pasantía en esta área, en el Laboratorio 

de Parasitología de la Escuela de Medicina Veterinaria de la Universidad Nacional. 

 

1.3.2 Objetivos específicos 

1. Reforzar las habilidades requeridas para la colecta adecuada y el manejo 

correcto de muestras de heces, sangre y piel, así como de ectoparásitos. 

2. Mejorar destrezas en la elección de la técnica de laboratorio idónea, según el 

tipo de muestra recibida y la especie animal a la que pertenezca, para así 

conocer cómo realizar el diagnóstico de agentes parasitarios, de acuerdo a cada 

caso. 

3. Desarrollar habilidades para realizar una colecta adecuada de muestras y su 

análisis a nivel de campo, por medio de la participación a giras que lleva a cabo 

el Laboratorio. 

4. Obtener las competencias necesarias para la gestión eficiente de un laboratorio 

de diagnóstico en parasitología veterinaria al participar en el funcionamiento 

diario y organización del Laboratorio. 
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2. METODOLOGÍA 

2.1 Área de trabajo 

La pasantía se llevó a cabo en el Laboratorio de Parasitología de la Escuela de 

Medicina Veterinaria de la Universidad Nacional, ubicado en el Campus Benjamín 

Núñez, Lagunilla de Heredia. Tuvo una duración de 320 horas de trabajo, siendo 

realizada del 6 de junio al 1 de septiembre de 2022, de lunes a jueves de 9:00 am a 

4:00 pm, horario que tuvo flexibilidad para ampliarse cuando se asistió a giras. El 

trabajo fue supervisado por el Dr. Víctor M. Montenegro. 

Además, en el marco del proyecto ISAP TiHo-UNA, se realizó también una 

pasantía en el Instituto de Parasitología de la Universidad de Medicina Veterinaria 

Hannover (TiHo), Alemania, del 10 de febrero al 25 de mayo de 2022 en un horario de 

lunes a viernes de 9:00 am a 4:00 pm. 

Ambas estancias se realizaron con la finalidad de completar una pasantía en el 

área de parasitología diagnóstica. 

 

2.2 Actividades realizadas  

Durante la pasantía en el Laboratorio de Parasitología, EMV, se participó junto 

al personal y a estudiantes de internado rotatorio en la recepción de muestras, en su 

manejo y análisis. En la asistencia a giras se participó en la recolección y análisis de 

muestras, siendo también responsable de preparar los materiales necesarios para 

realizar este trabajo a campo. Se colaboró con el funcionamiento del laboratorio en 

cuanto a la preparación de materiales, con la entrega de resultados de los análisis 

realizados, en la limpieza del área de trabajo y del instrumental y en el manejo 
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adecuado de desechos. También se brindó asistencia en actividades de planeación 

para los laboratorios del curso de Parasitología y Enfermedades Parasitarias I, en 

donde se recolectaron e identificaron dípteros (moscas) y se prepararon materiales a 

utilizar por los estudiantes. 

En el Instituto de Parasitología, TiHo, se participó en actividades del laboratorio 

de diagnóstico junto con los técnicos de laboratorio, como el análisis de muestras, la 

examinación de láminas de resultados, y la observación de ejecución de protocolos 

para la extracción de ADN/ARN y técnicas de PCR. Además, se colaboró con 

estudiantes de doctorado en actividades relacionadas a proyectos de investigación: se 

realizó la disección y toma de muestras de roedores, se asistió en el análisis de 

muestras de heces de bovinos y se trabajó con garrapatas, realizando extracción de 

ADN, tomando sus dimensiones e identificándolas.  

 

2.2.1 Análisis de muestras en el Laboratorio de Parasitología, EMV 

El laboratorio brinda servicios al público en general, a los hospitales de la EMV, 

a proyectos de investigación y a estudiantes. Para cada muestra recibida se anotó en 

la bitácora del laboratorio: fecha, número de caso, remitente, análisis a realizar, 

cantidad de muestras, categoría (correspondiente al tipo de servicio) y persona quien 

recibe la muestra. Además, se le brindó al remitente un formulario en donde se indicó: 

especie, raza, sexo, edad, procedencia, historia, material remitido, cantidad de 

muestras, análisis solicitado y datos de contacto (correo electrónico y teléfono). 
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En el caso de muestras de heces que no se procesaron inmediatamente, estas 

se identificaron con el número de caso y se mantuvieron en refrigeración. Al momento 

de procesarlas, se procedió a preparar los materiales necesarios para realizar la 

técnica apropiada según cada caso: 

• Flotación (Sheather): para determinar la presencia de ooquistes de coccidios y 

huevos de nematodos, cestodos y acantocéfalos. 

• Sedimentación: para detectar huevos de trematodos, quistes de protozoarios y 

nematodos como Spirocerca lupi. 

• Directo salina-lugol: para determinar la presencia protozoarios como Giardia 

spp., ooquistes de coccidios o huevos de nematodos. 

• McMaster: para determinar los huevos por gramo de heces de algunos 

nematodos, principalmente huevos del Orden Strongylida. 

• Coprocultivo: para determinar géneros de larvas de nematodos del Orden 

Strongylida 

•  Inmunocromatografía: para la detección de antígenos de Cryptosporidium 

parvum y/o Giardia duodenalis. 

Cada técnica se ejecutó según los procedimientos del laboratorio (Schmäschke 

2014).  

Se observaron los resultados al microscopio para determinar la presencia de 

parásitos en la muestra (de acuerdo con las descripciones morfológicas de huevos y 

ooquistes indicadas en Foreyt 2001 y Schmäschke 2014), determinar la cantidad de 

huevos por gramos de heces y determinar los géneros de larvas (según las claves 

indicadas en el Anexo 7.1). En el caso de la inmunocromatografía, se interpretó el 
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resultado obtenido en la tira de análisis para determinar si la muestra era positiva a 

Cryptosporidium parvum y/o a Giardia duodenalis, al detectar antígenos de estos 

agentes, como se describe en kit de análisis utilizado, FASTest® CRYPTO-GIARDIA 

Strip (Megacor 2021).  

Las muestras pertenecientes a proyectos de investigación externos al 

Laboratorio se procesaron como parte de los servicios ofrecidos, de igual manera que 

las demás muestras recibidas, reportando los hallazgos según las pruebas solicitadas. 

Este es el caso de las muestras provenientes de animales silvestres, las cuales forman 

parte de un proyecto de investigación a cargo del Dr. Mauricio Jiménez. Los 

procedimientos para la captura de estos animales, la toma de muestras y otros 

estudios fueron realizados por personal del HEMS. 

En cuanto a otros tipos de muestras, en el laboratorio se identificaron garrapatas 

(según las claves descritas por Pratt 1967, Barros-Battesi y colaboradores 2006) y una 

larva de mosca (según la diferenciación descrita en el manual de la Comisión México-

Americana para la erradicación del gusano barrenador 2010). 

También se analizaron muestras de piel/pelo, utilizando hidróxido de potasio 

(KOH) para el aclarado de posibles ácaros presentes en ellas. Además, se recibieron 

muestras de sangre, a las cuales se les realizó un hemograma por medio del equipo 

de análisis hematológico VetScan® HM5. 

 

2.2.2 Giras del Laboratorio de Parasitología, EMV 

Con fines didácticos, se realizó una gira a la zona de San Carlos, Alajuela. 

Previo a la gira se prepararon los materiales para la recolección y procesamiento de 
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muestras de heces de bovinos, así como para la recolección e identificación de 

garrapatas. 

Se visitaron fincas lecheras y de cría en donde se recolectaron las heces directo 

de los animales, siendo cada una rotulada con la identificación del animal. Se 

transportaron en hielera para su debida conservación y se analizaron al microscopio 

ese mismo día, utilizando las técnicas de Sheather, sedimentación y McMaster. 

También se recolectaron garrapatas, directamente de los bovinos. Estas se 

identificaron utilizando un estereoscopio al examinar las características de sus palpos, 

base del capítulo y escudo, como describe Álvarez (2003). Además, se observó una 

demostración de la prueba de inmersión de garrapatas adultas, técnica que permite 

diagnosticar resistencia a acaricidas según la oviposición obtenida posterior al uso de 

los productos en relación con la oviposición de un grupo control (FAO 1999). 

 

2.2.3 Funcionamiento y gestión del Laboratorio de Parasitología, EMV 

Como se mencionó anteriormente, para la realización del análisis de las 

muestras, se prepararon los materiales (como la elaboración de la solución 

hipersaturada de azúcar que se usa en la técnica de Sheather) y el instrumental a 

utilizar: beakers, tamices, paletas, placas de Petri, portaobjetos, balanza, probetas, 

goteros, entre otros. 

Una vez concluidos los análisis, se procedió a limpiar y desinfectar el área de 

trabajo, así como el instrumental utilizado. Los materiales no reutilizables y muestras 

ya procesadas se descartaron en bolsas rojas para residuos de riesgo biológico, las 

cuales se llevaron al depósito de desechos bioinfecciosos de la EMV. 
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Para la entrega de resultados, los correspondientes al servicio externo fueron 

notificados por el técnico de laboratorio. Los resultados del servicio interno se 

entregaron al personal de los hospitales de la EMV. Los resultados de proyectos de 

investigación y de docencia fueron recolectados por los remitentes. Cada entrega se 

registró en una bitácora, conteniendo la fecha de entrega, nombre y firma de quien la 

recibió. A los remitentes se les entregó el original y una copia del resultado, archivando 

otra copia en el laboratorio. 

También se colaboró con la captura e identificación de moscas, para ser 

utilizadas en los laboratorios del curso mencionado. Estos insectos se capturaron en 

las cuadras de la EMV. Se realizó su montaje y se examinaron en el estereoscopio 

para su identificación por medio de la observación del color del tórax y abdomen, de la 

forma de la cuarta vena de las alas y de la morfología de su probóscide como ha sido 

descrito por Scott y Littig (1963).  

Además, se prepararon los materiales necesarios para la recolección, 

preparación y montaje de artrópodos, asimismo láminas fijas (pertenecientes a la 

colección del laboratorio) de ectoparásitos y de protozoarios, los cuales se requirieron 

para las prácticas de los estudiantes del curso. 
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2.2.4 Análisis de muestras en el laboratorio diagnóstico del Instituto de 

Parasitología, TiHo 

El laboratorio diagnóstico del Instituto de Parasitología, TiHo recibe muestras 

de heces para la detección de endoparásitos y también recibe garrapatas para su 

identificación y para la detección de patógenos en ellas. 

Durante la pasantía se asistió en el análisis de muestras de heces por medio 

del método combinado de flotación-sedimentación y la técnica McMaster utilizando tres 

celdas, según las describen Becker y colaboradores (2016); además se examinaron 

láminas de resultados al microscopio. 

Los técnicos del laboratorio realizaron procedimientos de extracción de 

ADN/ARN y protocolos de PCR, los cuales fueron observados por la pasante.  

Se ejecutó el protocolo para extraer ADN de huevos de tenia presentes en 

heces de perro, lo cual se realizó utilizando el kit NucleoSpin® Genomic DNA from 

tissue, siguiendo los pasos descritos en el manual de usuario (Macherey-Nagel 2017). 

Este ADN se utilizó para determinar Echinococcus multilocularis, E. granulosus y 

Taenia saginata por medio de PCR convencional (según el protocolo indicado en el 

Anexo 7.2). 

De manera similar, se llevó a cabo el protocolo para la extracción de ADN y 

ARN de garrapatas, descrito en las instrucciones del kit blackPREP Tick DNA / RNA 

(Analytik Jena 2018). Se utilizó el ADN para la determinación de Babesia spp. por 

medio de PCR convencional (según el protocolo indicado en el Anexo 7.3) y de Borrelia 

spp. por medio de PCR en tiempo real (según el .protocolo indicado en el Anexo 7.4), 
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y el ARN para determinar ETG por medio de PCR en tiempo real (según el protocolo 

indicado en el Anexo 7.5). 

 

2.2.5 Proyectos de investigación del Instituto de Parasitología, TiHo 

En el área de investigación, el Instituto realiza estudios sobre parásitos 

gastrointestinales, zoonosis parasitarias y enfermedades transmitidas por garrapatas. 

Durante la pasantía se participó en actividades de diferentes investigaciones. 

Se trabajó en la disección y toma de muestras de diferentes especies de 

roedores (siguiendo el protocolo descrito en el Anexo 7.6 y los criterios taxonómicos 

descritos en el Anexo 7.7), las que serán posteriormente analizadas para la detección 

por medio de PCR de Rickettsia spp., Borrelia spp., Babesia spp. y Anaplasma spp. 

Estos roedores fueron capturados por personal del Instituto en el año 2020, en el norte 

de Alemania y se mantuvieron en congelación hasta el momento de su disección. Las 

muestras recolectadas fueron: ectoparásitos presentes en el espécimen (pulgas y 

garrapatas), orejas, piel, bazo, tracto gastrointestinal, heces, fluidos de la cavidad 

torácica, cerebro y fetos.  

Se colaboró en una investigación de una estudiante de doctorado, quien 

recolectó muestras de heces de vacas lecheras en fincas ubicadas en Baja Sajonia. 

Se participó en el procesamiento de estas muestras para la determinación de PGI por 

medio de la técnica Flotac® para herbívoros, utilizando una solución de flotación de 

sulfato de zinc, como describen Cringoli y colaboradores (2010).  

Para un proyecto de doctorado, se asistió en la extracción de ADN de 

garrapatas Ixodes ricinus de perros y gatos pacientes de clínicas veterinarias de Baja 
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Sajonia, las cuales fueron recolectadas por la estudiante de doctorado a cargo. Se 

utilizó el protocolo descrito en el manual de usuario del kit de NucleoSpin® 96 Genomic 

DNA from Blood (Macherey-Nagel 2019). El ADN será utilizado para determinar 

Borrelia spp. y Anaplasma spp. por medio de PCR.  

Como parte de otro estudio, se determinaron las dimensiones de garrapatas 

Ixodes spp. ninfas y hembras adultas que fueron recolectadas de animales silvestres 

de Baja Sajonia por estudiantes de doctorado del Instituto. Se utilizó un estereoscopio 

y el software Olyumpus cellSens® para medir el largo del idiosoma, el ancho del 

escudo y la distancia entre las coxas IV. Con estos datos se determinará el tiempo de 

alimentación sobre el hospedador, según lo descrito por Gray y colaboradores (2005). 

Además, se extrajo ADN (con el kit de NucleoSpin® 96), el cual se utilizará para 

determinar Borrelia spp. por medio de PCR. 

En la última investigación en la que se participó, se realizó la diferenciación de 

garrapatas obtenidas de vacas lecheras de la región de Hannover y recolectadas por 

personal del Instituto. Se examinaron para determinar la especie y si se trataban de 

ninfas, machos o hembras como ha sido descrito por Estrada-Peña y colaboradores 

(2017). Posteriormente, se tomaron sus dimensiones, las que también se utilizarán 

para calcular el tiempo de alimentación de estas garrapatas. 

 

2.3 Registro y análisis de datos 

Se llevó un registro de cada muestra recibida en el Laboratorio de Parasitología, 

EMV durante la pasantía, así como de las muestras recolectadas y analizadas durante 

la gira realizada: número de caso, identificación de la muestra, material recibido, fecha 
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de recepción, fecha de análisis, especie, raza, sexo, edad, procedencia, historia 

clínica, análisis realizado y resultado del análisis. 

También se registraron los datos de las muestras de heces examinadas en el 

laboratorio diagnóstico del Instituto de Parasitología, TiHo, tomando en cuenta: 

identificación de la muestra, fecha de recepción, fecha de análisis, especie, análisis 

realizado y resultado del análisis. 

De manera similar, se registraron datos relacionados a los proyectos de 

investigación en los cuales se colaboró en el Instituto de Parasitología, TiHo. Para la 

disección de roedores se registró: fecha de la disección, especie del roedor, sexo del 

roedor, especie y ectoparásitos recolectados. En cuanto a las extracciones de ADN de 

garrapatas se tiene registro de: número de aislamiento, fecha del aislamiento, 

identificación de la muestra, identificación de la garrapata y si se encontraba repleta. 

Para la medición e identificación de garrapatas los datos registrados fueron: 

identificación de la muestra, identificación de la garrapata, estadio, largo del idiosoma, 

ancho del escudo y distancia coxal. 

Todos datos se registraron en Microsoft Excel® y se analizaron por medio de 

estadística descriptiva, siendo la información representada por medio de gráficos y 

cuadros.  
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3. RESULTADOS Y DISCUSIÓN 

 

3.1 Casuística del Laboratorio de Parasitología, EMV 

Durante el transcurso de la pasantía en el Laboratorio de Parasitología, EMV se 

atendieron 108 casos, para un total de 264 muestras procesadas. 

 

3.1.1 Especies animales 

Según la especie animal (Figura 1), se analizaron 78 (29.55%) muestras de 

pequeños rumiantes, 63 (23.86%) de aves domésticas, 50 (18.94%) de perros, 18 

(6.82%) de animales silvestres, 14 de gatos (5.30%), 14 de equinos (5.30%), 14 de 

cerdos (5.30%), diez de bovinos (3.79%) y dos (0.76%) de mascotas no 

convencionales.  

 

Figura 1. 

Porcentaje de muestras por especie animal analizadas en el Laboratorio de 

Parasitología, Escuela de Medicina Veterinaria, Universidad Nacional, Costa Rica, del 

6 de junio al 1 de septiembre de 2022.  
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De las 78 muestras de pequeños rumiantes, 51 (65.38%) fueron de cabras y 27 

(34.62%) de ovejas, en donde todos los análisis de heces se realizaron por control. 

Estos controles son útiles para determinar la necesidad de desparasitar o no a los 

animales en base a los resultados obtenidos según la presencia de parásitos, el conteo 

de huevos por gramos de heces y el uso del método FAMACHA (Bowman 2021). 

Con respecto a las muestras de aves domésticas, 54 (85.71%) correspondieron 

a aves de engorde (Ross, Cobb), cinco (7.94%) a aves de postura (Araucana, Brahma) 

y cuatro (6.35%) a un gallo mascota. 

Las aves comerciales se muestrearon como control para determinar la 

presencia de parásitos en ellas. La avicultura intensiva hace uso del conocimiento 

científico y de la tecnología para el control de enfermedades parasitarias, las cuales, 

aun cuando pudiesen presentarse de forma subclínica, tienen un impacto significativo 

en la ganancia de peso y la conversión alimenticia (Jacobs et al. 2016). 

En cuanto al gallo, este presentaba un historial de inapetencia, heces acuosas 

y verdosas, además de sospecha de Trichomonas spp. debido a la presencia de 

lesiones orales, por lo cual se remitieron al laboratorio muestras de heces, dos 

hisopados orales y un raspado oral. Trichomonas gallinae se puede encontrar en 

lavados e hisopados de buche de palomas y aves de corral, mediante un frotis salino 

directo, caracterizándose por poseer cuatro flagelos anteriores (Hendrix y Robinson 

2012). 

 De las muestras recibidas de perros, 23 (46.93%) provinieron de animales a 

quienes se les realizó el examen por control, 21 (42.85%) eran de animales con 
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alteraciones gastrointestinales (inapetencia, diarrea o heces anormales, vómito, 

gastroenteritis) y cinco (10.20%) de animales con lesiones en piel. El Consejo Tropical 

para el Control de los Parásitos en Animales de Compañía, recomienda realizar al 

menos cada tres meses, pruebas de detección de PGI en el caso de los perros, aparte 

de las pruebas que se realizan para confirmar un diagnóstico (TroCCAP 2019a). 

En cuanto a las lesiones de piel, en los perros pueden deberse a infestaciones 

de ácaros, las cuales se diagnostican mediante raspados observados al microscopio 

(para Demodex spp., Sarcoptes scabiei y Notoedres cati), extracciones de pelos (para 

Cheyletiella spp.) o examen de oídos con otoscopio (para Otodectes cynotis) 

(TroCCAP 2022). 

Para los animales silvestres, se analizaron muestras de diferentes especies: 

venado cola blanca (Odocoileus virginianus), mapache (Procyon lotor), perezoso de 

tres dedos (Bradypus tridactylus), coyote (Canis lantrans), ardilla centroamericana 

(Sciurus variegatoides), jaguar (Panthera onca), zarigüeya (Didelphis spp.) y búho de 

anteojos (Pulsatrix perspicillata). En este caso, las pruebas coproparasitológicas 

complementarán otros estudios realizados a estos animales en el HEMS. 

 Con respecto a los gatos, diez (71.43%) de las muestras, se analizaron por 

control, tres (21.43%) debido a que el animal presentaba diarrea y una (7.14%) fue 

una muestra referida de un laboratorio privado para confirmar un diagnóstico de 

Spirometra spp. En gatos, se recomienda realizar pruebas diagnósticas de 

endoparásitos dos veces al año (sobre todo si salen de casa), para comprobar la 
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eficacia de los planes de control y el cumplimiento de estos por parte de los propietarios 

(TroCCAP, 2019b). 

 Sobre las muestras de equinos, nueve (64.29%) se analizaron como control y 

cinco (35.71%) debido a que los caballos tenían pérdida de peso y una baja condición 

corporal. Dado que los caballos siguen siendo vulnerables al parasitismo a lo largo de 

su vida, se ha acostumbrado a desparasitarlos periódicamente, dando lugar a 

problemas de resistencia, por lo cual se recomiendan otras prácticas como realizar el 

conteo de huevos en heces para desparasitar solo si es necesario y así mantener la 

utilidad de los antihelmínticos aún efectivos (Jacobs et al. 2016). 

 En cuanto a los cerdos, bovinos y mascotas no convencionales (un conejo y un 

jerbo), todas las muestras remitidas fueron por motivos de control parasitario. 

 En los cerdos en el examen de heces se pueden identificar agentes de 

importancia en estas explotaciones. Las infecciones por coccidios son comunes, 

aunque pueden no producir una enfermedad clínica. También pueden infectarse de 

Cryptosporidium parvum y Giardia duodenalis, los cuales son agentes zoonóticos. Y 

en el caso de Ascaris suum, la migración de larvas a través del hígado y los pulmones 

es causa de decomiso y puede predisponer a los animales a una neumonía bacteriana 

o viral (Zajac y Conboy 2012). 

 En las heces de los bovinos, pueden estar presentes una variedad de 

endoparásitos. Entre los nematodos, lo más común es encontrar huevos del Orden 

Strongylida, además de Strongyloides papillosus, Trichuris spp., Capillaria spp. y 
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larvas L1 de Dictyocaulus viviparus; además, se pueden observar cestodos (como 

Moniezia spp.), trematodos (como Fasciola hepatica) y coccidios (Bowman 2021). 

 Las mascotas no convencionales como conejos y jerbos pueden presentar 

coccidios de las especies del género Eimeria spp., ubicándose en el tracto intestinal y 

en el caso de E. stiedae, en los ductos biliares de los conejos. Los roedores también 

pueden ser infectados con especies de Giardia sp. y Cryptosporidium sp. En cuanto a 

nematodos, estos animales pueden presentar infecciones subclínicas de Oxiuridios, 

ascaridios y estrogílidos. Con respecto a cestodos, los roedores domésticos pueden 

infectarse con las especies Hymenolepis spp., siendo el humano y otros primates 

hospedadores de H. nana; y en el caso de los conejos, pueden verse afectados por 

Cittotaenia spp. la cual provoca pérdida de peso (Zajac y Conboy 2012). 

 

3.1.2 Tipos de muestra 

De acuerdo con el tipo de muestra (Figura 2), se recibieron 242 (91.67%) 

correspondientes a heces, siete (2.65%) de sangre, seis (2.27%) de piel o pelo, seis 

(2.27%) ectoparásitos y tres (1.14%) hisopados/raspados orales. 
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Figura 2. 

Porcentaje de muestras por tipo recibidas en el Laboratorio de Parasitología, Escuela 

de Medicina Veterinaria, Universidad Nacional, Costa Rica, del 6 de junio al 1 de 

septiembre de 2022. 

  

La mayoría de las muestras recibidas en el laboratorio, correspondieron a 

heces, las que se analizaron como parte de pruebas de control o para confirmar un 

diagnóstico presuntivo. Los exámenes coproparasitológicos son de gran utilidad en la 

medicina veterinaria porque brindan información sobre los endoparásitos que pueda 

tener un animal, ya que en las heces se pueden encontrar ooquistes, quistes, huevos, 

larvas y adultos de parásitos que se alojan en diferentes órganos (Rodríguez 2015). 

 Se recibieron también muestras de sangre de cabras, a las cuales se les realizó 

un hemograma. Los resultados fueron normales excepto en uno de los animales, el 

cual presentó anemia. En el caso de esta cabra en específico, el conteo de huevos por 

gramo de heces fue alto (16900 hpg), lo cual podría explicar su anemia, ya que el caso 
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de nematodos como Haemochus contortus, succionan sangre del abomaso del animal 

provocando una anemia hemorrágica aguda (Taylor et al. 2016). Se ha descrito que 

H. contortus es capaz de producir un factor hemolítico que provoca cambios en la 

superficie de los eritrocitos, contribuyendo también al desarrollo de la anemia, la cual 

provoca una reducción significativa en la producción de animales, que se refleja en 

una disminución en el crecimiento de animales jóvenes y una disminución en la 

producción de leche de animales lactantes (Arsenopoulos et al. 2021). 

Las muestras de piel/pelo correspondieron a raspados, cinco (83.33%) de 

perros y uno (16.67%) de una cabra, en donde las lesiones en piel reportadas en el 

historial de los animales fueron alopecia, prurito, costras, erosiones y dermatitis 

principalmente. Las muestras de perros también fueron examinadas por el Laboratorio 

de Micología, EMV, en caso de que se tratara de una afectación por hongos. En las 

muestras analizadas no fue posible determinar la presencia de ácaros debido a que la 

muestra era insuficiente. Con los raspados de piel es importante que se obtengan 

teniendo en cuenta la naturaleza de la lesión y la ubicación, así como, si se sospecha 

de ácaros como Sarcoptes spp. o Demodex spp., se realice un raspado profundo 

(Zajac y Conboy 2012; Bowman 2021). 

De los ectoparásitos recibidos, la pasante identificó la especie de una garrapata 

como Rhipicephalus sanguineus s.l., la cual fue recolectada de un perro. Como lo 

indican Taylor y colaboradores (2016), esta garrapata se conoce como “garrapata café 

del perro”, tiene una distribución mundial y puede transmitir agentes como Babesia 

spp. y Ehrlichia spp., además de causar parálisis. En la actualidad, se reconoce la 

existencia de al menos dos linajes genéticos bajo el nombre de Rhipicephalus 
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sanguineus, conocidos como “linaje templado” y “linaje tropical”. Seron Sanches y 

colaboradores (2021) trabajaron con garrapatas de ambos linajes, una colonia de linaje 

tropical proveniente de São Pablo, Brasil y otra de linaje templado proveniente de Rio 

Grande do Sul, Brasil. Ellos encontraron diferentes patrones en conjuntos de proteínas 

relacionadas a procesos metabólicos (comparando tejidos de glándulas salivares y de 

intestino de garrapatas infectadas y no infectadas con Erhlichia canis); determinando 

que estas diferencias, asociadas con características morfológicas, genéticas, 

biológicas y de comportamiento ya descritas, apoyan la hipótesis de que estos linajes 

representan distintas especies.  

Las especies de las otras tres garrapatas y de la larva de mosca fueron 

determinadas por estudiantes de internado junto con la Dra. Ana Jiménez. Las 

especies identificadas fueron: una Amblyomma nodosum (recolectada de un 

perezoso), dos Amblyomma ovale (recolectadas de coyotes) y la larva como L3 de 

Dermatobia hominis (recolectada de un jaguar). 

También se examinaron las heces de un Triatoma dimidiata (recolectado de en 

una casa de habitación en Santa Ana) proceso que realizó el Dr. Víctor Montenegro. 

La pasante observó al microscopio el examen directo de las heces en solución salina; 

sin embargo, no se observaron tripomastigotos. El examen de heces de los triatomas 

es útil ya que las formas infestantes (tripomastigotos metacílicos) del agente causante 

de la enfermedad de Chagas (que afecta a humanos y perros), Trypanosoma cruzi, 

son eliminadas en las heces del insecto y este puede defecar mientras se alimenta 

(Bowman 2021). 
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En cuanto a los hisopados y al raspado oral, provenían de un gallo con un 

diagnóstico presuntivo de Trichomonas spp. En estas muestras no se observó la 

presencia del protozoario. T. gallinae produce lesiones caseosas en el tracto digestivo 

superior que pueden extenderse a otros tejidos, afectando pollos y pavos, y se cree 

que las palomas son los hospedadores naturales y los principales portadores de este 

protozoario (AAAP 2012). 

 

3.1.3 Parásitos Gastrointestinales por especie animal 

Con respecto a los parásitos gastrointestinales (PGI) por especie animal, en 

todas las especies se obtuvieron resultados, excepto en las mascotas no 

convencionales (un conejo y un jerbo). 

En las muestras de pequeños rumiantes (Cuadro 1), se observaron huevos de 

nematodos y ooquistes de coccidios.  

Cuadro 1.  

PGI observados en muestras de pequeños rumiantes que fueron analizadas en el 

Laboratorio de Parasitología, Escuela de Medicina Veterinaria, Universidad Nacional, 

Costa Rica, del 6 de junio al 1 de septiembre de 2022. 

PGI 
Muestras de heces (n = 70) 

Positivos Porcentaje 

Nematodos   

   Strongylida 38 54.29% 

   Strongyloides spp. 4 5.71% 

Protozoarios   

    Coccidios     14 20.00% 
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En las heces de pequeños rumiantes es común encontrar huevos de 

estrongílidos, los cuales no pueden identificarse fácilmente por género, por lo que si 

se requiere de un diagnóstico específico es necesario cultivar las etapas presentes en 

las heces a la etapa infectiva (Bowman 2021). 

Con este propósito, se realizaron tres coprocultivos (Cuadro 2) de muestras de 

ovejas que presentaron altos conteos de huevos del Orden Strongylida (>1000 hpg). 

El técnico del laboratorio realizó la identificación y conteo de las larvas, y 

posteriormente la pasante observó las larvas al microscopio. 

Cuadro 2.  

Larvas identificadas en coprocultivos de ovejas analizados en el Laboratorio de 

Parasitología, Escuela de Medicina Veterinaria, Universidad Nacional, Costa Rica, del 

6 de junio al 1 de septiembre de 2022. 

 Larvas identificadas  Porcentaje 

Coprocultivo 1  

    Haemonchus spp. 98% 

    Oesophagostomum spp. 2% 

Coprocultivo 2   

    Haemonchus spp. 92% 

    Oesphagostomum spp. 8% 

Coprocultivo 3  

    Haemonchus spp. 100% 

 

En Costa Rica, Castro-Arnáez (2019) reporta que, dentro de larvas presentes 

en la población inicial estudiada por ella, también se encontraron Haemonchus spp. y 

Oesophasgostomum spp., y como se ha mencionado anteriormente, el primero 

representa un problema en hatos de pequeños rumiantes debido a la anemia que 

ocasiona. 
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En relación con la otra especie de nematodo observada, Strongyloides 

papillosus, aunque algunas veces es considerado como un patógeno de poca 

preocupación, en especial cuando se detectan bajos conteos de huevos en heces, es 

capaz de causar enfermedad severa en cabras y ovejas, pudiendo provocar muerte 

súbita en estos animales (Bowman 2021; Pinn et al. 2021). 

Por otro lado, la coccidiosis en ovicaprinos tiene una distribución mundial, y 

presenta de moderada a alta mortalidad en animales jóvenes. Mihalca (2013) 

menciona que las infecciones con las especies Eimeria spp. pueden ser más severas 

en corderos que en cabritas. 

Dentro de los parásitos observados en aves domésticas (Cuadro 3), se tuvieron 

nematodos y coccidios. 

Cuadro 3.  

PGI observados en muestras de aves domésticas que fueron analizadas en el 

Laboratorio de Parasitología, Escuela de Medicina Veterinaria, Universidad Nacional, 

Costa Rica, del 6 de junio al 1 de septiembre de 2022. 

PGI 
Muestras de heces (n = 60) 

Positivos Porcentaje 

Nematodos   

   Capillaria spp. 5 8.33% 

Protozoarios   

    Coccidios     14 23.33% 

 

Varias especies de Capillaria spp. pueden afectar a las aves gallináceas, 

limitando su productividad, aunque en industrias avícolas altamente desarrolladas, el 

daño de estos parásitos ha sido limitado por el manejo que se les da a estos animales 
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y muchas veces las aves que siguen viéndose afectadas son las de traspatio. En 

cuanto a la coccidiosis, es una enfermedad de importancia en la producción avícola, 

afectando principalmente a aves jóvenes, y al no existir inmunidad cruzada entre 

especies de Eimeria spp., la enfermedad puede deberse a diferentes especies 

(Swayne 2013). 

En las muestras de perros (Cuadro 4) hubo presencia de nematodos y 

protozoarios.  

Cuadro 4.  

PGI observados en muestras de perros que fueron analizadas en el Laboratorio de 

Parasitología,  Escuela de Medicina Veterinaria, Universidad Nacional, Costa Rica, del 

6 de junio al 1 de septiembre de 2022. 

PGI 
Muestras de heces (n = 49) 

Positivos Porcentaje 

Nematodos   

    Ancylostomatideos 19 38.78% 

Protozoarios   

    Giardia duodenalis     4 8.16% 

 

Se observaron huevos de Ancylostomatideos y por medio del examen directo, 

en dos muestras se observaron quistes de Giardia duodenalis, y en las otras dos se 

realizó el diagnóstico por medio de inmunocromatografía. 

En los perros es importante vigilar que los planes de desparasitación se estén 

cumpliendo, teniendo en cuenta que algunos agentes pueden ser zoonóticos, como 

Ancylostoma caninum (larva migrans cutánea) y G. duodenalis, por lo cual se deben 
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realizar exámenes de heces como parte de los protocolos de medicina preventiva 

(TroCCAP 2019a). 

 En las muestras de animales silvestres (Cuadro 5), se observaron diferentes 

parásitos.  

Cuadro 5.  

PGI observados en muestras de animales silvestres que fueron analizadas en el 

Laboratorio de Parasitología, Escuela de Medicina Veterinaria, Universidad Nacional, 

Costa Rica, del 6 de junio al 1 de septiembre de 2022. 

PGI 
Muestras de heces (n = 15) 

Positivos Porcentaje 

Nematodos   

    Ancylostomatideos 3 20.00% 

    Capillaria spp.  1 6.67% 

Protozoarios   

    Coccidios     2 13.33% 

Acantocéfalo 1 6.67% 

 

En mapaches hubo presencia de Ancylostomatideos, coccidios, Capillaria spp. 

y un acantocéfalo. Se han reportado diferentes especies de ancilostomatideos en estos 

animales, en donde los estudios realizados destacan el potencial que tienen para 

infectar múltiples especies animales, incluidos los humanos (Seguel y Gottdenker 

2017). En el trabajo de Sánchez-Paniagua (2019), se indica que en heces de 

mapaches de Costa Rica se identificaron ooquistes de Eimeria spp., huevos de 

Capillaria procyonis y huevecillos del acantocéfalo Macracanthorhynchus ingens. 

 En la muestra de zarigüeya, también se observaron huevos de 

Ancylostomatideos. Berrera-Santos y colaboradores (2021) mencionan que, debido a 
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su circulación en ambientes urbanos y rurales, las zarigüeyas se consideran 

reservorios potenciales de agentes infecciosos como Ancylostoma caninum para 

humanos y para animales domésticos. 

 De igual manera, se observaron Ancylostomatideos en una muestra de coyote. 

En el estudio realizado por Niehaus y colaboradores (2012), se analizaron heces de 

coyotes de zonas aledañas al volcán Irazú y se determinó que, entre los nematodos 

observados, los anquilostomas y estrongílidos tuvieron mayor prevalencia. 

 Las muestras correspondientes a gatos (Cuadro 6) presentaron huevos de 

nematodos y cestodos. 

Cuadro 6.  

PGI observados en muestras de gatos que fueron analizadas en el Laboratorio de 

Parasitología, Escuela de Medicina Veterinaria, Universidad Nacional, Costa Rica, del 

6 de junio al 1 de septiembre de 2022. 

PGI 
Muestras de heces (n = 14) 

Positivos Porcentaje 

Nematodos   

    Ancylostomatideos 1 7.14% 

Cestodo   

    Spirometra spp.     1 7.14% 

 

Los anquilostomas infectan félidos domésticos y silvestres, causando 

enfermedad severa en gatitos, siendo algunas especies zoonóticas como Ancylostoma 

braziliense (larva migrans cutánea), la cual se encuentra presente en Centroamérica 

(TroCCAP 2019b). 
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Spirometra spp. afecta a gatos y perros, adquiriendo la infección al ingerir ranas, 

roedores o pájaros que contienen los plerocercoides; se debe tomar en cuenta que la 

especie S. mansonoides se encuentra distribuida en Norte y Sur América (Zajac y 

Conboy 2012). 

En una muestra de equino (Cuadro 7), se observaron huevos del Orden 

Strongylida.  

Cuadro 7.  

PGI observados en muestras de equinos que fueron analizadas en el Laboratorio de 

Parasitología, Escuela de Medicina Veterinaria, Universidad Nacional, Costa Rica, del 

6 de junio al 1 de septiembre de 2022. 

PGI 
Muestras de heces (n = 14) 

Positivos Porcentaje 

Nematodos   

    Strongylida 1 7.14% 

 

Bowman (2021) menciona que los estrongílidos tienen una distribución 

cosmopolita y los caballos naturalmente infectados tienden a albergar una docena o 

más de especies simultáneamente, por lo que si es necesario identificarlas se debe 

realizar un cultivo fecal.  

En los análisis realizados a las heces de cerdos (Cuadro 8), se observaron 

coccidios y nematodos.  
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Cuadro 8.  

PGI observados en muestras de cerdos que fueron analizadas en el Laboratorio de 

Parasitología, Escuela de Medicina Veterinaria, Universidad Nacional, Costa Rica, del 

6 de junio al 1 de septiembre de 2022. 

PGI 
Muestras de heces (n = 14) 

Positivos Porcentaje 

Nematodos   

    Ascaris suum 1 7.14% 

Protozoarios   

    Coccidios     13 92.86% 

 

Estos animales pueden ser hospedadores de ocho o más especies de Eimeria 

spp.; sin embargo, esta coccidiosis no suele ser un problema y la mortalidad es rara; 

por el contrario, Cystoisospora suis, causa enfermedad en neonatos, presentado una 

morbilidad alta y una mortalidad moderada (Mihalca 2013; Bowman 2021). 

 El nematodo Ascaris suum, como se ha mencionado, causa hepatitis intersticial 

en los cerdos y se asocia también con neumonías en estos animales, debido a la 

migración de las larvas a través del hígado y de los pulmones (Zajac y Conboy 2012; 

Taylor et al. 2016). En el hígado, debido a esta migración, causa lo que se conoce 

como “manchas de leche”, siendo un criterio de decomiso en las plantas de cosecha 

de Costa Rica (DIPOA 2020).  

 En las muestras de bovinos (Cuadro 9), se observaron huevos pertenecientes 

al Orden Strongylida.  
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Cuadro 9.  

PGI observados en muestras de bovinos que fueron analizadas en el Laboratorio de 

Parasitología, Escuela de Medicina Veterinaria, Universidad Nacional, Costa Rica, del 

6 de junio al 1 de septiembre de 2022. 

PGI 
Muestras de heces (n = 10) 

Positivos Porcentaje 

Nematodos   

    Strongylida 8 80.00% 

 

Similar a lo mencionado para pequeños rumiantes, los bovinos pueden tener 

una variedad de especies de estrongílidos. No siempre es necesario identificar la 

especie porque su tratamiento y control generalmente se dirige al grupo de nematodos 

y no a una especie en específico, pero si la identificación es necesaria, se debe realizar 

el cultivo de los huevos en las heces para determinar el género de las larvas en su 

tercer estadio (Zajac y Conboy 2012). 

 

3.2 Giras del Laboratorio de Parasitología, EMV 

Se asistió a una gira a San Carlos, Alajuela, en donde se recolectaron y 

analizaron 44 muestras de heces de bovinos, de fincas lecheras y de cría, por medio 

de las técnicas de Sheather, sedimentación y McMaster.  

Los resultados obtenidos (Cuadro 10) son similares a los reportados en estudios 

realizados en la zona de San Carlos.  
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Cuadro 10.  

PGI en bovinos cuyas muestras se analizaron durante la gira a San Carlos, Alajuela, 

durante el 4 y 5 de agosto de 2022 

PGI 
Animales analizados (n = 44) 

Positivos Porcentaje 

Nematodos   

    Strongylida 31 70% 

Protozoarios   

    Coccidios 10 23% 

    Buxtonella sulcata 1 2% 

 

Como reportan Jiménez y colaboradores (2007), los nematodos y protozoarios 

detectados más prevalentes en fincas de ganado lechero y de carne fueron coccidios 

(Eimeria spp.), del Orden Strongylida y Buxtonella sulcata. Esto también se refleja en 

el trabajo de Vargas (2020), en donde indica que, para fincas de bovinos de cría en 

Costa Rica, los parásitos prevalentes correspondieron al Orden Strongylida y 

coccidios, seguido por B. sulcata. 

Se calculó la cantidad de huevos por gramos de heces (hpg) en 18 muestras 

positivas a huevos del Orden Strongylida (Cuadro 11).  
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Cuadro 11.  

Cuantificación de hpg en las muestras de heces analizadas con la técnica de McMaster 

durante la gira a San Carlos, Alajuela, durante el 4 y 5 de agosto de 2022  

hpg Cantidad de muestras Porcentaje 

< 50 13 72% 

100 3 17% 

150 1 6% 

200 1 6% 

Total 18 100% 

 

En el caso de estos animales, la carga parasitaria fue baja, siendo menor a 500 

hpg, por lo cual no se considera obligatorio desparasitar; por otro lado, si fuera igual o 

mayor a este valor, no necesariamente indica que el animal presenta una enfermedad 

parasitaria clínica, por lo que la recomendación de desparasitar puede depender de la 

presentación de síntomas, ya que animales sanos y con buena nutrición pueden 

compensar una carga parasitaria alta (Bowman 2021). 

También se recolectaron garrapatas, las cuales se identificaron como 

Rhipicephalus (Boophilus) microplus. Esta especie se encuentra ampliamente 

distribuida en diferentes zonas ganaderas del territorio nacional, como señalan Álvarez 

y colaboradores (2003), debido a condiciones ambientales que favorecen el desarrollo 

de estas poblaciones, siendo mínimas las variaciones de temperatura y de humedad 

relativa necesarias. 

Se observó una demostración de la prueba de inmersión de adultas (utilizando 

las garrapatas recolectadas), en donde se tuvo dos grupos de diez garrapatas cada 

uno: el primero tratado con el producto acaricida Singap® (Amitraz 20.8%) y un 
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segundo grupo control tratado con agua. Después de siete días de incubación, fue 

reportado que en el grupo control, nueve de diez garrapatas ovopositaron (Figura 3).  

 

 

Figura 3. 

Grupo de garrapatas control en la prueba de inmersión de adultas, recolectadas 

durante la gira a San Carlos, Alajuela, durante el 4 y 5 de agosto de 2022. 

 

En el grupo tratado con el acaricida, seis de diez garrapatas ovopositaron 

(Figura 4). 
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Figura 4. 

Grupo de garrapatas tratadas con Singap® en la prueba de inmersión de adultas, 

recolectadas durante la gira a San Carlos, Alajuela, durante el 4 y 5 de agosto de 2022. 

 

Las garrapatas tratadas que ovipositan se consideran resistentes, mientras que 

las que no ovipositan se consideran susceptibles, por lo cual de acuerdo la fórmula 

indicada por la FAO (1999): (cantidad de garrapatas tratadas que ovopositan / cantidad 

de garrapatas control que ovipositan) x 100 = (6/9) x 100, existe un 66.67% de 

resistencia al producto. Esto concuerda con lo indicado por Álvarez y Hernández 

(2010), en su estudio llevado a cabo en 2009, donde se reportó en el país la resistencia 

a las amidinas, siendo el Amitraz en ese momento el producto más utilizado para el 

control de garrapatas. 

 

3.3 Funcionamiento y gestión del Laboratorio de Parasitología, EMV 

Como ha sido indicado, se participó activamente en las tareas diarias del 

laboratorio, en los servicios que se brindan a la EMV y al público en general. Al formar 



44 
 

parte de las tareas cotidianas del laboratorio se reforzaron las habilidades para el 

correcto manejo de muestras, se mejoraron las destrezas para ejecutar las técnicas 

de laboratorio y se desarrollaron las competencias necesarias para trabajar en un 

laboratorio diagnóstico en parasitología veterinaria. 

El laboratorio al también llevar a cabo actividades de docencia, se tuvo la 

oportunidad de colaborar en esta área. Se prepararon materiales para ser utilizados 

por los estudiantes en las prácticas, además, se realizó la recolección e identificación 

de moscas (Cuadro 12) con el fin de contar con especímenes para su estudio en el 

curso. 

Cuadro 12.  

Moscas identificadas en el Laboratorio de Parasitología, Escuela de Medicina 

Veterinaria, Universidad Nacional, Costa Rica, del 6 de junio al 1 de septiembre de 

2022 

Especie Cantidad de muestras Porcentaje 

Musca domestica 13 56.52% 

Stomoxys calcitrans 10 43.47% 

Total 23 100.00% 

 

Según menciona Bowman (2021), las especies Musca spp., como la mosca 

doméstica, pueden transportar organismos patógenos a la comida, cavidades 

corporales y heridas de los animales, como sucede con el nematodo Habronema 

muscae, el cual es un parásito gastrointestinal de los caballos y cuyas larvas invaden 

la piel del animal. 
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En el caso de Stomoxys calcitrans, conocida como mosca del establo, es 

considerada una plaga de la ganadería. Los adultos son hematófagos, y al alimentarse 

de animales como los bovinos, pueden provocar una disminución en su rendimiento 

(Solórzano et al. 2011). 

 

3.4 Casuística del laboratorio diagnóstico, Instituto de Parasitología, TiHo 

En el laboratorio diagnóstico del Instituto de Parasitología, TiHo, se asistió en la 

realización de los métodos de diagnóstico (flotación-sedimentación y McMaster) y se 

observaron al microscopio 290 muestras de heces. 

 

3.4.1 Especies animales 

 Del total de muestras de heces, 107 (36.90%) correspondieron a muestras de 

perros, 94 (32.41%) a caballos, 28 (9.66%) a mascotas no convencionales (chinchillas, 

cobayas, conejos, erizos, ratas, ratones), 20 (6.90%) a pequeños rumiantes, 17 

(5.86%) a gatos, diez (3.45%) a aves de corral, nueve (3.10%) a bovinos y cinco 

(1.72%) a cerdos (Figura 5). 

 



46 
 

 

Figura 5. 

Porcentaje de muestras por especie examinadas al microscopio durante la pasantía 

en el Instituto de Parasitología, Stiftung Tierärztliche Hochschule Hannover, Alemania, 

del 10 de febrero al 25 de mayo de 2022.  

 

En Alemania, en el año 2021 se reportó que el 47% de los hogares tienen al 

menos una mascota. Los gatos se encuentran en el 26% de los hogares, los perros en 

el 21% y los animales exóticos en el 5% (IVH 2021). A pesar de que los gatos se 

encuentran en mayor número en los hogares con mascotas, en este caso la mayoría 

de muestras remitidas al laboratorio provenientes de animales de compañía, 

pertenecieron a perros y a mascotas no convencionales lo cual podría deberse a que 

los gatos no son llevados a consulta de manera tan frecuente, debido a la percepción 

que tienen sus propietarios en cuanto al estrés que sus animales y ellos mismos 

sienten durante una consulta veterinaria (Karn-Buehler y Kuhne 2021). 

Las muestras de caballos representan el segundo lugar en cuanto a cantidad 

de muestras. La población estimada de equinos domésticos en Alemania es de 1.1 
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millones de caballos y ponis, en donde en su mayoría se usan para deporte y 

recreación (Equestrian Globe 2022). En este país, así como otros países europeos, 

existen leyes que regulan el uso de desparasitantes para equinos, los cuales se 

pueden utilizar bajo prescripción del médico veterinario en base a conteo de huevos 

por gramo de heces (Loving 2018). 

En cuanto a animales productivos, se analizaron muestras de pequeños 

rumiantes, aves de corral (codornices, gansos, patos, pavos, pollos), bovinos y cerdos. 

De manera similar a los caballos, el uso de desparasitantes se encuentra regulado y 

requieren de prescripción médica, por lo cual se limita su uso a los animales que 

presentan altos conteos de huevos por gramo de heces, esto para reducir la posibilidad 

de un uso inadecuado que pueda generar resistencia (Weide-parasiten 2018). 

 

3.4.2 Parásitos Gastrointestinales por especie animal 

Respecto a los PGI observados por especie animal, en todas las especies se 

observaron huevos u ooquistes, excepto en los cerdos. 

En los perros (Cuadro 13), se presentaron casos de Giardia spp., de coccidios 

y de nematodos de diferentes especies. 
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Cuadro 13.  

PGI observados en muestras de perros que fueron analizadas en el Instituto de 

Parasitología, Stiftung Tierärztliche Hochschule Hannover, Alemania, del 10 de febrero 

al 25 de mayo de 2022 

PGI 
Animales analizados (n = 107) 

Positivos Porcentaje 

Nematodos   

    Toxacaris leonina 2 1.87% 

    Ancylostoma spp.    1 0.93% 

    Toxocara spp.   1 0.93% 

    Taenia spp. 1 0.93% 

    Angiostrongylus vasorum 1 0.93% 

Protozoarios   

    Giardia spp. 7 6.54% 

    Coccidios 3 2.80% 

 

El Consejo Científico Europeo de Parásitos de Animales de Compañía, reporta 

que en el continente europeo la prevalencia general de Giardia spp. está entre el tres 

y el siete por ciento, y que los ooquistes de coccidios (especies Cystoisospora spp.) 

se encuentran tanto en heces de perros subclínicos y como de perros enfermos 

(ESCAAP 2018). 

También, entre los más parásitos más prevalentes y zoonóticos en perros 

europeos, se encuentran los ascaridios (Toxacaris leonina y Toxocara spp.), 

Angiostrongylus vasorum y las tenias. En cuanto a los ancilostomatideos, Ancylostoma 

caninum se encuentra principalmente en el sur de Europa, por lo cual no es común en 

Alemania, sin embargo, se debe considerar en casos de perros con anemia severa 

(ESCAAP, 2021). 

 En las muestras de caballos (Cuadro 14), se observaron nematodos.  
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Cuadro 14.  

PGI observados en muestras de caballos que fueron analizadas en el Instituto de 

Parasitología, Stiftung Tierärztliche Hochschule Hannover, Alemania, del 10 de febrero 

al 25 de mayo de 2022 

PGI 
Animales analizados (n = 94) 

Positivos Porcentaje 

Nematodos   

    Strongylida 15 15.95% 

    Parascaris spp. 2 2.13% 

    Oxyuris equi 1 1.06% 

 

Dentro de los pertenecientes al Orden Strongylida, los parásitos intestinales 

más relevantes en equinos de Europa son las especies del grupo “grandes 

estróngilos”: Strongylus edentatus, S. equinus y S. vulgaris. Por otro lado, las dos 

especies Parascaris spp. con mayor prevalencia en las granjas equinas europeas 

corresponden a P. equorum y P. univalens; sin embargo, no se pueden distinguir por 

su morfología. También, Oxyuris equi ha sido reportado como un parásito común en 

Europa, aunque no es considerado una amenaza para la salud de estos animales a 

menos de que se traten de infecciones graves (ESCCAP 2019).  

Con respecto a las muestras de mascotas no convencionales (Cuadro 15), hubo 

presencia de parásitos en muestras de conejos y de erizos.  
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Cuadro 15.  

PGI observados en muestras de mascotas no convencionales que fueron analizadas 

en el Instituto de Parasitología,  Stiftung Tierärztliche Hochschule Hannover, Alemania, 

del 10 de febrero al 25 de mayo de 2022 

PGI 
Animales analizados (n = 28) 

Positivos Porcentaje 

Nematodos   

    Graphidium strigosum 2 7.14% 

    Capillaria spp. 2 7.14% 

Protozoarios   

    Coccidios 6 21.43% 

 

En conejos se encontraron coccidios y Graphidum strigosum. Varias especies 

de Eimeria spp. pueden infectar conejos, siendo probable en lugares donde se 

mantiene grandes cantidades de animales en estrecha proximidad; en cuanto a G. 

strigosum, es uno de los nematodos gastrointestinales más comunes en conejos 

salvajes pero raros en conejos domésticos (ESCCAP 2017). 

 También se observaron coccidios y Capillaria spp. en erizos. En Alemania, los 

erizos se han convertido en una mascota popular, entre ellos el erizo europeo de pecho 

marrón (Erinaceus europaeus) y el erizo europeo de pecho blanco (Erinaceus 

roumanicus), en los cuales los coccidios son el parásito más frecuentemente 

observado, teniendo relevancia Isospora erinacei e Isospora rastagaievae; en cuanto 

a Capillaria spp., estos animales puede ser afectados por C. erinacei y C. ovoreticulata, 

los cuales utilizan de hospedador intermediario a las lombrices de tierra que son luego 

ingeridas por los erizos (Exomed 2022). 
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 En cuanto a las muestras de pequeños rumiantes (Cuadro 16), se observaron 

coccidios, nematodos y trematodos. 

Cuadro 16.  

PGI observados en muestras de pequeños rumiantes que fueron analizadas en el 

Instituto de Parasitología, Stiftung Tierärztliche Hochschule Hannover, Alemania, del 

10 de febrero al 25 de mayo de 2022. 

PGI 
Animales analizados (n = 20) 

Positivos Porcentaje 

Nematodos   

    Strongylida 7 35% 

    Strongyloides spp. 1 5% 

Trematodos   

    Fasciola spp. 1 5% 

Protozoarios   

    Coccidios 8 40% 

 

Los ooquistes de las especies Eimeria spp. son frecuentemente encontrados en 

las heces de animales sanos, pero son capaces de causar enfermedad seria en ovejas 

y cabras, por lo que el diagnóstico de coccidiosis se basa en la identificación de los 

ooquistes, de la historia y de los signos clínicos (Bowman 2021). 

Los nematodos gastrointestinales del Orden Strongylida tienen gran 

importancia en los pequeños rumiantes, como se mencionó anteriormente, 

Haemonchus contortus, siendo responsable de enfermedad en estos animales a nivel 

mundial, causando anemia, pérdida de peso y bajo rendimiento (Dilrukshi Herath et al. 

2021). 
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Otro nematodo común, que afecta en especial a ovicaprinos jóvenes causando 

diarrea y malnutrición, es Strongyloides papillosus, siendo reportado en diferentes 

grupos etarios, sistemas de manejo, áreas y climas (Thamsborg et al. 2016). 

En relación con los trematodos, Fasciola hepatica es un trematodo cuya 

distribución y ocurrencia es amplia en los hatos de pequeños rumiantes de Alemania, 

causando enfermedad clínica severa y pérdidas en la producción, ya que los animales 

disminuyen su consumo, presentan anemia y hasta muerte súbita (Alstedt et al. 2022). 

 En las muestras de gatos (Cuadro 17), se observaron nematodos y coccidios.  

Cuadro 17.  

PGI observados en muestras de gatos que fueron analizadas en el Instituto de 

Parasitología,  Stiftung Tierärztliche Hochschule Hannover, Alemania, del 10 de febrero 

al 25 de mayo de 2022 

PGI 
Animales analizados (n = 17) 

Positivos Porcentaje 

Nematodos   

    Toxocara spp. 1 5.88% 

Protozoarios   

    Coccidios 1 5.88% 

 

Toxocara spp. representa un riesgo zoonótico, por lo cual en Europa se 

recomienda el examen fecal (y tratamiento según los hallazgos) cuatro veces al año 

para gatos domésticos que salen de casa (ESCCAP 2021). 

Las especies de Cystoisospora spp. que infectan gatos corresponden a C. felis 

y C. rivolta, afectando en su mayoría a gatitos menores a cuatro meses de edad 

(ESCCAP 2018). 



53 
 

Se observaron nematodos y coccidios en las muestras de aves de corral 

(Cuadro 18). 

Cuadro 18.  

PGI observados en muestras de aves de corral que fueron analizadas en el Instituto 

de Parasitología,  Stiftung Tierärztliche Hochschule Hannover, Alemania, del 10 de 

febrero al 25 de mayo de 2022 

PGI 
Animales analizados (n = 10) 

Positivos Porcentaje 

Nematodos   

    Ascaridia spp. 3 30% 

    Capillaria spp. 2 20% 

Protozoarios   

    Coccidios 1 10% 

 

Los endoparásitos más relevantes de las aves corresponden a los ascaridios, 

como Ascaridia galli en gallinas y pavos de engorde, y las especies Capillaria spp., 

como C. annulata y C. contorta en aves comerciales; por otro lado, la coccidiosis aviar 

es una enfermedad común, siendo causada por las especies Eimeria spp., en donde 

la morbilidad y mortalidad pueden ser altas (AAAP 2012). 

 En cuanto a las muestras de bovinos (Cuadro 19), también se observaron 

huevos del Orden Strongylida y coccidios. 
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Cuadro 19.  

PGI observados en muestras de bovinos que fueron analizadas en el Instituto de 

Parasitología, Stiftung Tierärztliche Hochschule Hannover, Alemania, del 10 de febrero 

al 25 de mayo de 2022 

PGI 
Animales analizados (n = 9) 

Positivos Porcentaje 

Nematodos   

    Strongylida 1 11.11% 

Protozoarios   

    Coccidios 1 11.11% 

 

Como ya se ha mencionado, varias especies del Orden Strongylida pueden 

afectar a los bovinos. Y, en el caso de Eimeria spp., se ha reportado presencia de E. 

bovis, E. zuernii en hatos lecheros y de carne en Alemania, siendo la causa de 

coccidiosis clínica en terneros y animales jóvenes (Bangoura et al. 2011). 

 

3.4.3 Pruebas moleculares 

Se tuvo la oportunidad de observar cómo se realizan pruebas moleculares en 

el laboratorio de diagnóstico. 

Los técnicos de laboratorio extrajeron ADN de huevos de tenia colectados a 

partir de heces de un perro y posteriormente ejecutaron el protocolo de PCR para 

determinar Echinococcus multilocularis, E. granulosus y Taenia saginata. El resultado 

indicó que los huevos eran de E. granulosus. 
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La identificación por medio de pruebas moleculares es necesaria para la 

diferenciación morfológica de los huevos de estas especies y por tratarse de especies 

que pueden conllevar un potencial riesgo zoonótico (ESCCAP 2021). 

 También se extrajo ADN y ARN de una garrapata recolectada de un perro. Se 

utilizó el ADN para la ejecución del protocolo de PCR para determinar Babesia spp., 

Borrelia spp. y el ARN para determinar ETG. En este caso, el resultado fue negativo 

para los tres agentes. 

Como lo indican Liberska y colaboradores (2021), las especies Babesia spp. se 

encuentran distribuidas ampliamente en Europa, y son transmitidas por las garrapatas 

Dermacentor reticulatus, Rhipicephalus sanguineus s.l. e Ixodes ricinus. En cuanto a 

la babesiosis canina, mencionan que es una enfermedad emergente en este 

continente y que la gravedad de la enfermedad depende de la especie que infecta al 

perro, considerándose a D. reticulatus como vector primario de B. canis. 

Borrelia burgdorferi s.l., es el agente causal de la borreliosis de Lyme que afecta 

a humanos y perros, ocurre en el hemisferio norte y es transmitida por garrapatas del 

complejo Ixodes ricinus. Con relación al virus de la ETG, los casos ocurren 

principalmente en humanos y raramente en animales domésticos, aunque los perros 

pueden desarrollar signos neurológicos severos, siendo vectores las garrapatas 

Ixodes spp. y D. reticulatus (Springer et al. 2021). 

 

3.5 Proyectos de investigación del Instituto de Parasitología, TiHo 

Se participó en varios proyectos de investigación: disección de roedores, 

análisis de heces de bovinos con la técnica Flotac® y tres estudios con garrapatas. 



56 
 

3.5.1 Disección y toma de muestras de roedores 

Se diseccionó y tomó muestras de 165 roedores, de aproximadamente 3000 

ejemplares. Las especies diseccionadas fueron: Myodes glareolus (topillo rojo), 

Apodemus flavicollis (ratón leonado), Mus musculus (ratón casero), Apodemus 

agrarius (ratón listado), Microtus agrestis (topillo agreste) y Apodemus sylvaticus (ratón 

de campo) y musaraña. 

Se tomaron muestras de órganos (orejas, piel, bazo, tracto gastrointestinal, 

cerebro), fetos, heces, fluidos de la cavidad torácica y ectoparásitos (garrapatas y 

pulgas), las cuales se utilizarán para detectar Rickettsia spp., Borrelia spp., Anaplasma 

spp. y Babesia spp. por medio de PCR, con el propósito de realizar investigaciones 

más amplias que las que se han hecho anteriormente en Europa. 

En Noruega y Lituania se realizó un estudio para determinar el papel que tienen 

las garrapatas como vectores de Borrelia spp. y los pequeños roedores como 

reservorios de esta bacteria. Paulauskas y colaboradores (2008), concluyeron que las 

garrapatas Ixodes ricinus de bosques caducifolios y mixtos tenían una mayor presencia 

de B. burgdorferi s.s., por lo cual estas áreas presentan mayor riesgo para contraer 

borreliosis. Además, determinaron que los roedores de las especies M. glareolus, A. 

flavicollis y A. sylvaticus representaban reservorios zoonóticos de B. afzelii, también 

causante de la enfermedad de Lyme. 
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3.5.2 Análisis de muestras con la técnica FLOTAC® 

En conjunto con la estudiante de doctorado a cargo del proyecto, se analizaron 

muestras de heces de bovinos, utilizando el dispositivo FLOTAC® (Figura 6). En estas 

muestras se observaron huevos del Orden Strongylida, Trichuris spp., Moniezia spp. y 

ooquistes de coccidios. Los datos de los conteos de huevos y ooquistes observados 

no se mencionan en este informe, al pertenecer a la persona encargada del estudio. 

 

 

Figura 6. 

Dispositivos FLOTAC® utilizados para analizar muestras de bovinos, en el Instituto de 

Parasitología, TiHo Stiftung Tierärztliche Hochschule Hannover, Alemania, del 10 de 

febrero al 25 de mayo de 2022.  

 

Como explican Cringoli y colaboradores (2010), la técnica FLOTAC® se inspiró 

en otras técnicas basadas en la flotación, siendo utilizada para la cuantificación de 

elementos parasitarios (huevos, larvas, ooquistes o quistes) en mayores alícuotas 

fecales (hasta un gramo de heces). Por esta razón, la sensibilidad de la prueba es 
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mayor con respecto a otras, sin embargo, también se debe tomar en cuenta la solución 

de flotación utilizada. Los investigadores reportaron que, en heces frescas de bovino, 

utilizando una solución de sulfato de zinc, para detectar huevos del Orden Strongylida, 

huevos de Moniezia spp. y ooquistes de Eimeria spp. la prueba era eficiente. 

 

3.5.3 Estudios con garrapatas 

Se colaboró en varios proyectos relacionados al estudio de garrapatas y 

enfermedades transmitidas por ellas. 

Se aprendió la técnica de extracción de ADN (protocolo NucleoSpin® 96 

Genomic DNA from Blood), la cual se utilizó en dos de los proyectos. 

Se extrajo ADN de 384 garrapatas de la especie Ixodes ricinus, las cuales se 

recolectaron de perros y gatos. Este ADN será utilizado para determinar Borrelia spp. 

y Anaplasma spp. por medio de PCR. 

Ixodes ricinus es vector de Anaplasma phagocytophilum, que en humanos, 

perros y caballos provoca anaplasmosis granulocítica y en rumiantes domésticos 

causa fiebre transmitida por garrapatas (“tick-borne fever”). Esta especie de garrapata 

también es capaz de transmitir B. burgdorferi s.l., que puede afectar a humanos y a 

perros (Springer et al. 2021). 

También se trabajó con 1144 garrapatas Ixodes spp. ninfas y hembras adultas 

recolectadas de animales silvestres (mapaches, zorros, jabalíes, ciervos). Para cada 

una se determinó el largo del idiosoma, el ancho del escudo y la distancia entre la coxa 

IV (Figura 7). Después, se utilizó el mismo protocolo para extraer su ADN. Las 

dimensiones serán utilizadas para calcular el tiempo de alimentación que las 
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garrapatas tuvieron sobre su hospedador y el ADN para determinar Borrelia spp. por 

medio de PCR. 

 

 

Figura 7. 

Medición del largo del idiosoma y ancho del escudo en una I. ricinus adulta, realizada 

en el Instituto de Parasitología, TiHo Stiftung Tierärztliche Hochschule Hannover, 

Alemania, del 10 de febrero al 25 de mayo de 2022.  

 

Además, se realizó la diferenciación de 82 garrapatas obtenidas de vacas 

lecheras, para determinar la especie y si se trataban de ninfas, machos o hembras. 

Todas se identificaron como I. ricinus. De igual manera, se midieron sus dimensiones 

para posteriormente calcular el tiempo de alimentación. 

Según explican Gray y colaboradores (2005), se puede relacionar el grado en 

que una garrapata está repleta a la duración de su alimentación y al riesgo de 

trasmisión de enfermedad al hospedador. Este estudio indica que muchos patógenos 
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transmitidos por garrapatas no se transmiten al hospedador inmediatamente en el 

momento en que inicia la alimentación, porque requieren un periodo de tiempo para el 

desarrollo o migración antes de que ocurra la transmisión, por ejemplo, B. burgdorferi 

s.s. requiere aproximadamente 48 horas para la transmisión eficiente por I. scapularis 

ninfas y adultas. 
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4. CONCLUSIONES 

 

1. Se reforzaron las habilidades requeridas, en cuanto a la colecta adecuada y 

manejo correcto de diferentes tipos de muestras parasitológicas, como heces, 

sangre, piel y ectoparásitos. 

 

2. Se mejoraron las destrezas en la elección de la técnica de laboratorio idónea 

de acuerdo con el tipo de muestra recibida y la especie animal correspondiente, 

al realizar el diagnóstico de agentes parasitarios según cada caso. 

 

3. Se desarrollaron las habilidades necesarias para poder realizar la colecta de 

muestras y el análisis parasitológico de estas por medio de equipos y materiales 

disponibles a nivel de campo, al participar de giras llevadas a cabo por el 

Laboratorio de Parasitología, EMV. 

 

4. Se obtuvieron las competencias necesarias para la gestión eficiente de un 

laboratorio de parasitología veterinaria al participar en las tareas cotidianas de 

funcionamiento y organización del Laboratorio de Parasitología, EMV. 
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5. RECOMENDACIONES 

 

1. Al Laboratorio de Parasitología de la Escuela de Medicina Veterinaria UNA, 

promover los servicios brindados fuera de la Escuela de Medicina Veterinaria, 

para que estos sean conocidos por clínicas veterinarias del área y público en 

general, por medio del uso de las redes sociales que permitan ampliar el 

alcance de esta información.  

 

2. A los estudiantes de medicina veterinaria, buscar la oportunidad de realizar 

pasantías dentro y fuera del país, para adquirir habilidades y destrezas 

prácticas, tener una experiencia real de trabajo y conocer profesionales de los 

cuales se pueda aprender. 

 

3. A los médicos veterinarios, continuar estudiando y capacitándose en el área de 

interés para mantenerse actualizados y ser competitivos profesionalmente, de 

manera que puedan brindar servicios de mejor calidad a los pacientes. 

 

4. A los estudiantes y médicos veterinarios, hacer el compromiso de informar y 

orientar a los propietarios de animales domésticos en cuanto a las mejores 

prácticas recomendadas para la prevención y control de parásitos, teniendo 

presente tanto la salud humana como animal.  
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7. ANEXOS 

 

7.1 Claves para la identificación de larvas L3 de nematodos de rumiantes 
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7.2 Protocolo de PCR convencional para la determinación de Echinococcus 

multilocularis, E. granulosus y Taenia saginata 
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7.3 Protocolo de PCR convencional para la determinación de Babesia spp. 
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7.4 Protocolo de PCR en tiempo real para la determinación de Borrelia spp. 
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7.5 Protocolo de PCR en tiempo real para la determinación de ETG 
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7.6 Protocolo de disección de roedores 
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7.7 Criterio taxonómico para la identificación de roedores 
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