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Resumen 

La parasitología veterinaria estudia los parásitos, sus ciclos biológicos y su impacto en los 

seres vivos. Debido a su estudio conocemos varias técnicas laboratoriales que sirven de 

herramienta a los profesionales de la salud para llegar a un diagnóstico. 

Se realizó una pasantía en el Laboratorio de Parasitología de la Escuela de Medicina 

Veterinaria de la Universidad Nacional, entre el 8 de enero y el 22 de marzo de 2024. Además, se 

realizaron ocho prácticas en los laboratorios del CENIBiot entre febrero y abril de 2024 de 7 am a 

1 pm. El objetivo fue reforzar los conocimientos sobre parasitología veterinaria y mejorar 

habilidades de tomas de muestras y técnicas empleadas.  

Se participó en la recepción, toma de muestras en campo y análisis de muestras en el 

laboratorio. También se clasificaron distintas especies de garrapatas y se participó en pruebas en 

los laboratorios del CENIBiot como la extracción de ADN y realización de Reacción en Cadena 

de la Polimerasa (PCR). 

Se procesaron 188 muestras, entre las cuales estaban 59 (31,4%) muestras de caninos, 38 

(20,2%) de caprinos, 37 (19,7%) de animales silvestres, 21 (11,2%) de bovinos, 12 (6,4%) de aves, 

nueve (4,8%) de equinos, tres (1,6%) de conejo, un felino (0,5%) y la identificación de ocho 

garrapatas (4,3%).  

En las giras se recolectaron las muestras de sangre de 48 caninos y 14 muestras de heces. 

Cuatro (8,3%) muestras de sangre resultaron positivas a Dirofilaria immitis; y en las muestras de 

heces se observaron cinco (38,5%) muestras con Ancylostomatideos y una (7,7%) muestra con 

Ancylostomatideos y Trichuris vulpis. 

Se analizaron 167 muestras de heces de cerdos para determinar la cantidad de ooquistes de 

coccidios presentes en las muestras. Se clasificaron 1039 garrapatas y se contabilizaron 758 

(73,0%) garrapatas del género Amblyomma spp., 290 (18,3%) del género Rhipicephalus sp., 88 

(8,5%) del género Dermacentor sp. y 3 (0,4%) del género Ixodes sp. Se participó en la extracción 

de ADN de coágulos de sangre de caninos, y se realizó PCR para determinar la presencia de 

Trypanosoma cruzi. 
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Se reforzaron los conocimientos sobre parásitos y las distintas técnicas realizadas en el 

Laboratorio de Parasitología. Se realizaron varias tomas de muestras en campo y se colaboró con 

la identificación de parásitos de las muestras referidas al Laboratorio de Parasitología. Por último, 

se adquirieron nuevos conocimientos sobre técnicas de genética molecular en el Laboratorio del 

CENIBiot. 

Palabras claves: parasitología veterinaria, parásitos gastrointestinales, garrapatas, Dirofilaria 

immitis. 
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Abstract 

Veterinary parasitology studies parasites, their biological cycles, and their impact on living 

beings. Through its study, we learn various laboratory techniques that serve as tools for healthcare 

professionals to reach a diagnosis. 

An internship was held in the Parasitology Laboratory of the School of Veterinary 

Medicine of the National University, between January 8 and March 22, 2024. In addition, eight 

internships were conducted in the CENIBiot laboratories between February and April 2024, from 

7 am to 1 pm. The objective was to strengthen knowledge of veterinary parasitology and improve 

sample collection skills and techniques used. 

Participants participated in the reception, field sample collection, and laboratory analysis. 

Different tick species were also classified and participants participated in tests in the CENIBiot 

laboratories, such as DNA extraction and Polymerase Chain Reaction (PCR). 

A total of 188 samples were processed, including 59 (31.4%) canine samples, 38 (20.2%) 

goat samples, 37 (19.7%) wild animal samples, 21 (11.2%) bovine samples, 12 (6.4%) poultry 

samples, nine (4.8%) equine samples, three (1.6%) rabbit samples, one feline sample (0.5%), and 

eight ticks (4.3%) were identified. 

During the field trips, blood samples were collected from 48 canine samples and 14 fecal 

samples. Four (8.3%) blood samples were positive for Dirofilaria immitis; and five (38.5%) 

samples were found to have Ancylostomatids and one (7.7%) sample was found to have 

Ancylostomatids and Trichuris vulpis. 

A total of 167 pig fecal samples were analyzed to determine the number of coccidial 

oocysts present. A total of 1,039 ticks were classified, and 758 (73.0%) were Amblyomma spp. 

ticks, 290 (18.3%) were Rhipicephalus spp. ticks, 88 (8.5%) were Dermacentor spp. ticks, and 3 

(0.4%) were Ixodes spp. ticks were counted. The team participated in DNA extraction from canine 

blood clots, and PCR was performed to determine the presence of Trypanosoma cruzi. 

Knowledge of parasites and the various techniques used in the Parasitology Laboratory 

was strengthened. Several field samples were taken, and the team collaborated with the 
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identification of parasites in samples referring to the Parasitology Laboratory. Finally, new 

knowledge was acquired on molecular genetic techniques in the CENIBiot Laboratory. 

Key words: veterinary parasitology, gastrointestinal parasites, ticks, Dirofilaria immitis. 
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1. INTRODUCCIÓN 

1.1. Antecedentes 

Desde la antigüedad existen registros donde el ser humano retrata los efectos que tenían 

las enfermedades parasitarias en diferentes organismos. Por ejemplo, en el Papiro de Ebers los 

egipcios ya realizaban descripciones de estas enfermedades. Por otro lado, estudios actuales han 

encontrado huevos de parásitos en momias de hace 1200 a. C. (Cox, 2002; Ashram et al., 2017). 

Como ejemplos de descubrimientos posteriores tenemos a Hipócrates (460-375 a. C), quien 

realizó obras como el Corpus Hipocrático donde describió gusanos que observaba tanto en 

humanos como animales domésticos y peces. También médicos latinos y médicos árabes (25 a. C 

al 200 d. C) detallaron la presencia de varios parásitos como Ascaris lumbricoides, Taenia, 

Enterobius y Dracunculus medinensis (Becerril, 2016). 

Debido al desarrollo científico y tecnológico de la época solo se realizaban descripciones 

de parásitos visibles al ojo humano; sin embargo, existen descripciones de signos de enfermedades 

causados por protozoarios, aunque no se podía determinar el agente causal (Becerril, 2016). En el 

Renacimiento con la invención del microscopio y los descubrimientos de Pasteur y muchos 

científicos más, se logró desmentir teorías como la generación espontánea y se pudo observar 

estructuras microscópicas que resultaron de suma importancia para el entendimiento de distintas 

enfermedades (Cox, 2002; Ashram et al., 2017). 

Ya a finales del siglo XIX se reconoce la importancia de la parasitología en la salud tanto 

de humanos como animales; sin embargo, el uso de técnicas de biología molecular generó cambios 

sustanciales en la parasitología, por lo que estas técnicas se volvieron parte cotidiana de las 

investigaciones médicas y biológicas, así como la implementación de su uso en el diagnóstico 

(Mihalca, 2013). 

Para entender la parasitología veterinaria podemos explicar algunos conceptos importantes. 

La parasitología veterinaria se encarga del estudio de los parásitos y sus ciclos biológicos, aspectos 

inmunológicos y relaciones entre hospederos y parásitos. Además, investiga los efectos en la salud 

de los animales y el impacto que pueda tener con relación a los seres humanos (Quiroz, 2017). 
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Parte de este estudio se centra en las características morfológicas de los parásitos, y resulta de 

suma importancia en la detección y tratamiento de enfermedades ya que parásitos con 

características similares pueden desarrollar cuadros clínicos distintos o requerir un tratamiento 

específico (Pardo & Buitrago, 2002).  

Un parásito es un organismo que sobrevive utilizando los recursos fisiológicos de otro 

organismo al que se le denomina hospedero, siendo el parásito que sale beneficiado de esta relación 

causando daños al hospedero y reacciones inmunes vigorosas diferentes a las que se presentan en 

infecciones bacterianas o virales (Ryan & Ray, 2017). 

Existen parásitos que pueden coexistir sin causar enfermedades a los hospederos, lo que 

conocemos como comensalismo, y puede observarse por ejemplo en amebas que se encuentran en 

parte del intestino del ganado sin causar enfermedades descritas. Algunos organismos funcionan 

como transporte para los parásitos tales como varias especies de mosca que sirven como transporte 

para las larvas de la mosca Dermatobia hominis, a esto se le conoce como foresis. También existe 

la parasitosis en donde los parásitos dependen completamente de su hospedero y afectan la salud 

de este (Ryan & Ray, 2017; Bowman, 2021). 

Existen parásitos que siempre requieren alojarse, o bien alimentarse de su hospedero, los 

cuales se definen como parásitos obligados u obligatorios, por ejemplo, algunas larvas de mosca, 

una de estas es Hypoderma bovis. Además, existen aquellos que pueden tener vida libre 

dependiendo de las circunstancias y se conocen como parásitos facultativos, entre estos las larvas 

de mosca Lucilia sericata (Gunn & Pitt, 2022). 

Otra manera de agrupar a los parásitos es por su ubicación en el hospedero, en el caso de 

los endoparásitos se refiere a aquellos organismos que necesitan estar dentro del hospedero, y los 

ectoparásitos son los que están en la parte exterior del hospedero como la piel o bien aquellos que 

se nutren de sangre a través de la piel y aquellos que se alojan en cavidades que comunican con el 

exterior, como oídos o fosas nasales (Bowman, 2021). El tiempo que requiere el parásito en el 

hospedero es variable, algunos pueden estar durante años u otros pueden requerir pocos días para 

llegar a una etapa adulta y dejar al hospedero (Loker & Hofkin, 2015). 
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Ya que los parásitos son organismos tan diversos se han empleado distintos métodos para 

su reconocimiento, diagnóstico y control, el desconocimiento de estas técnicas puede llevarnos a 

diagnósticos erróneos (Hendrix & Robinson, 2011). También es importante tomar en cuenta el 

historial clínico del paciente, datos epidemiológicos y anamnesis para lograr un buen abordaje, 

pero puede resultar insuficiente para llegar al diagnóstico necesario (Deplazes et al., 2016). 

Algunos datos que debemos obtener son la edad del hospedero, si tuvo exposición previa al 

parásito, saber la época del año y donde habita el animal, determinar si el animal tiene alguna 

condición fisiológica específica, tener información de tratamientos antiparasitarios previos, entre 

otros (Foreyt, 2013). 

Parte importante del proceso de estudio de una muestra, es la correcta toma de ésta. Por 

ejemplo, en el caso de las heces es recomendable que la recolección se realice directamente del 

ano del paciente con el fin de impedir contaminación con otros agentes ambientales. La sangre 

debe estar entera evitando que ocurra hemólisis, y se puede almacenar a 4°C hasta que se analice 

en el laboratorio. También se puede analizar vísceras, piel, orina y secreciones que tienen cuidados 

particulares (Serrano, 2010). 

Los estudios que se realizan en parasitología de manera habitual tienden a tener un precio 

poco costoso ya que no requieren mucho equipo o reactivos costosos, además se usa con frecuencia 

el microscopio y estereoscopio (Tavares et al., 2011). Los análisis más comunes que se realizan 

en la parasitología son utilizando heces y van desde frotis de las heces, técnicas de flotación, 

técnicas de McMaster, pruebas de sedimentación, cultivos coprológicos, entre otras (Benavides, 

2011). 

Entre las técnicas de flotación tenemos métodos como el de Willis Molloy o solución 

saturada de cloruro de sodio (densidad de 1,200) o el método de sucrosa de Sheather (gravedad 

específica de 1,27) que son muy útiles por su bajo costo y la facilidad para realizarlos (Magaró et 

al., s. f.). Otra muestra común son los raspados de piel a los que les podemos realizar un aclarado 

con hidróxido de potasio (KOH); lo que nos permite observar mejor posibles ácaros en varios de 

sus estadios de vida. Este aclarado también se puede usar cuando hay sospecha de ácaros en oído 

donde la muestra se tomará con hisopos (Serrano, 2010). 
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Para las muestras de sangre también se puede utilizar los frotis y/o tinciones para la 

observación de hemoparásitos. Hay distintas formas de hacer los frotis de sangre: los frotis finos 

para infecciones agudas; los frotis gruesos que funcionan mejor cuando las infecciones son 

crónicas; y frotis húmedos que sirven para la detección de tripanosomas y microfilarias vivas 

(Chandrawathani et al., 2019). 

Algunos colorantes que se pueden usar son la eosina para la observación de gránulos 

oxifílicos de las células o el lugol que destruye trofozoítos y sirve para la observación de flagelos; 

también existen métodos de tinción entre los que se pueden mencionar Giemsa, Wright, Ziehl-

Neelsen y muchos más (Castro & Guerrero, 2006; Serrano, 2010). 

Realizar análisis en músculo es muy útil para identificar quistes de parásitos como 

Sarcocystis spp., Toxoplasma sp., entre otros. Se utilizan fluidos de digestión como la Tripsina-

HCl para disolver el músculo y observar el sedimento en un estereoscopio (Pal & Sanyal, 2011). 

También existen los métodos inmunológicos para la detección de infecciones por parásitos 

que nos han permitido automatizar las pruebas; además de aumentar la sensibilidad en el 

diagnóstico (Becerril, 2016). Otra ventaja es que no son fácilmente alterados por factores 

ambientales por lo que se vuelven muy confiables (Tavares et al., 2011). 

Las pruebas de detección de antígenos buscan compuestos propios del parásito en muestras 

de heces, sangre o suero para determinar su presencia; y las pruebas de detección de anticuerpos 

buscan ciertas reacciones en el sistema inmune del hospedero por medio de anticuerpos específicos 

para determinar la presencia del parásito (Zajac & Conboy, 2010). 

1.2. Justificación 

La parasitología tiene una importancia enorme para la medicina veterinaria, ya que nos 

permite conocer mejor a los parásitos que producen enfermedades en los animales, sus ciclos de 

vida y la interacción que tienen con sus hospederos. De esta manera, podemos entender mejor los 

cuadros clínicos que estos agentes provocan en nuestros pacientes, mejorar la atención cuando se 

presenta la enfermedad, realizar un tratamiento adecuado y evitar la propagación de enfermedades 

a otros individuos. También nos permite conocer qué factores medioambientales o de manejo 
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humano pueden ayudar con la proliferación de estos parásitos y poder tener un control más efectivo 

contemplando sus estadios de vida. 

Además, debemos tomar en cuenta la importancia del papel de los veterinarios en el estudio 

de las enfermedades zoonóticas y cómo esto puede ayudar también en la medicina humana. 

Otro aspecto de suma importancia es el impacto de estas enfermedades y los parásitos en 

los animales de producción y las pérdidas económicas que puede representar para los productores; 

además del riesgo que implica para los seres humanos el consumo de productos contaminados con 

parásitos. 

Por lo anterior mencionado, las actividades y enseñanzas en el Laboratorio de Parasitología 

resultan de gran importancia; mediante la práctica de técnicas ya conocidas, el aprendizaje de 

nuevos procedimientos y el reforzamiento del conocimiento de distintos parásitos observados 

comúnmente en la práctica profesional. 

1.3. Objetivos 

1.3.1. Objetivo General 

Mejorar los conocimientos teóricos y destrezas con relación a la parasitología veterinaria, 

realizando una pasantía en el Laboratorio de Parasitología Veterinaria de la Universidad Nacional. 

1.3.2. Objetivos Específicos 

1.3.2.1.Aumentar el conocimiento sobre técnicas de laboratorio, con el fin de poder 

discernir la mejor técnica que pueda aplicar dependiendo del tipo de parásito 

presente. 

1.3.2.2.Mejorar las habilidades de toma de muestras en el campo, por medio de giras 

a diversos lugares del país. 

1.3.2.3.Mejorar las habilidades de identificación de parásitos por medio del estudio 

de muestras conservadas en el laboratorio y muestras nuevas. 

1.3.2.4.Aprender nuevas técnicas de laboratorio en áreas de genética para el 

diagnóstico de agentes patógenos. 
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2. METODOLOGÍA 

2.1. Área de trabajo 

La pasantía se realizó en el Laboratorio de Parasitología de la Escuela de Medicina 

Veterinaria de la Universidad Nacional. La persona encargada de supervisar el trabajo realizado 

fue el Dr. Víctor Montenegro. Se llevó a cabo del 8 de enero al 22 de marzo de 2024, de lunes a 

viernes de 9 am a 4 pm, con excepción de los días que se realizaron giras. 

Además, se realizaron ocho prácticas en los laboratorios del CENIBiot, entre febrero y 

abril de 2024 de 7 am a 1 pm. 

2.2. Actividades realizadas 

En conjunto con el personal del laboratorio y los estudiantes de Internado Rotatorio se 

participó de la recepción, procesamiento y análisis de las muestras que llegaron al laboratorio. 

Además, en las giras se asistió con la preparación del equipo necesario, la toma de muestras y su 

posterior procesamiento y análisis. 

También en el laboratorio se observaron distintas especies de garrapatas de la colección 

del Dr. Víctor Montenegro, con el fin de reforzar el conocimiento sobre las características de las 

especies recolectadas en distintas partes del país y crear una base de datos que facilite la búsqueda 

y control de las muestras. 

En los laboratorios del CENIBiot, se participó junto con el personal del laboratorio en la 

extracción de ADN de muestras de coágulos de sangre de perro; además en la preparación y 

ejecución de electroforesis, PCR en tiempo final y PCR en tiempo real. 

2.2.1. Análisis de muestras en el Laboratorio de Parasitología 

Las muestras que se procesan en el laboratorio provienen de diversas fuentes como el 

Hospital de Especies Menores y Silvestres (HEMS) y del Hospital de Especies Mayores y Terapias 

Regenerativas (HEMT), ambos de la Escuela de Medicina Veterinaria de la Universidad Nacional; 

también muestras de investigación provenientes de otros laboratorios y muestras remitidas por los 

estudiantes. Además, se reciben muestras de origen externo a la Universidad Nacional, de 
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veterinarios de diferentes clínicas del país, productores de animales de producción y propietarios 

de mascotas. 

Al ingresar las muestras al laboratorio se completó un formulario que recopila información 

sobre la fecha y número del caso, datos sobre el propietario o remitente de la muestra, y datos 

sobre el animal del que proviene la muestra como su especie, raza, sexo, edad y lugar de origen. 

También se anotó el historial clínico, qué tipo de muestra es la que se va a procesar y qué técnica 

es la que se requiere para el caso. 

Zajac y colaboradores (1994) describen las técnicas que se realizaron en el laboratorio y 

son las siguientes: 

1. Flotación: se utiliza una solución de densidad mayor a la de los parásitos que 

buscamos (huevo o quistes) para que estos floten. En el laboratorio se utiliza el 

método de flotación de Sheather con una solución de azúcar que posee una densidad 

de 1,25 y nos permite observar huevos de nematodos, cestodos, quistes de 

protozoos y ooquistes de coccidios. 

2. Sedimentación: se basa en que los huevos de parásitos por su propio peso y tamaño 

sedimenten en una sustancia como el agua. Este método nos permite observar 

huevos de trematodos y algunos cestodos. 

3. McMaster: es una técnica cuantitativa. Se aplica el principio de flotación, pero se 

emplea una cámara de McMaster que nos permite contabilizar el número de huevos, 

ooquistes o larvas por gramo de heces. 

4. Inmunocromatográfica: nos permite mediante una reacción de antígeno-anticuerpo 

utilizando una muestra de heces poder obtener información sobre la presencia de 

un parásito. La prueba utilizada en el laboratorio es el FASTest CRYPTO-

GIARDIA para la detección de Giardia duodenalis y Cryptosporidium parvum. 

5. Frotis directo de heces: es una herramienta que se puede emplear en el caso de 

buscar parásitos que con otras técnicas podrían sufrir alteraciones o que no floten, 

por ejemplo, trofozoítos de Giardia spp. Es poco sensible ya que se utiliza poca 

muestra. 
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6. Coprocultivo: mediante el control de factores como humedad y temperatura se 

busca que ciertos parásitos se desarrollen a otros estadios con el fin de simplificar 

la identificación de estos. 

7. Método de microcapilar: es un método que se usa para la observación de 

microfilarias en sangre mediante el uso de microcapilares y observando las 

microfilarias por medio de microscopía óptica. 

8. Microhematocrito: por medio de microcapilares se calcula el hematocrito de un 

animal, medición que en algunos casos puede relacionarse con la presencia de 

parásitos. 

El texto de Zajac y colaboradores (1994) se utilizó como referencia para la identificación 

de varios parásitos que se observaron en las muestras procesadas. Además, la identificación de 

larvas L3 de nematodos se realizó con la clave incluida en la guía propia del laboratorio (Anexo 

1) (Jiménez et al., 2014). 

El Laboratorio de Parasitología en conjunto con el Laboratorio de Micología también 

ofrecen el servicio de análisis de raspados cutáneos; con el fin de encontrar estructuras fúngicas o 

parasitarias que puedan causar lesiones cutáneas al animal. En el procesamiento se utilizó 

hidróxido de potasio para observar de manera más clara los ácaros que se buscan en este tipo de 

muestra. 

También se realizó por parte del personal docente del laboratorio la identificación de 

garrapatas para proyectos de investigación académica, basándose en las descripciones realizadas 

por Barros-Battesti y colaboradores (2006) entre otros. 

Por último, se procesaron las muestras de heces de cerdos provenientes de varias fincas del 

país mediante el método de McMaster, con el fin de realizar conteo de ooquistes de coccidios para 

un estudio elaborado por el Dr. Fernando Chacón quien se encargó de recolectar las muestras y 

llevarlas al laboratorio. 

2.2.2. Actividades dentro del Laboratorio de Parasitología. 

Como parte de las actividades realizadas en el Laboratorio de Parasitología se colaboró con 

la recepción de muestras. Esto incluye la entrega del formulario a la persona que llevó la muestra 
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al laboratorio, la revisión de la información brindada y la anotación de los datos del caso en un 

libro donde se registran todos los casos que llegan al laboratorio. 

Luego de la recepción se colocó todo lo necesario para el procesamiento de las muestras 

dependiendo del tipo de técnica que se fuera a emplear. Posterior al análisis se realizó la 

desinfección de la zona donde se trabajó y de los instrumentos utilizados en el procesamiento. 

También se desecharon en una bolsa roja aquellos desechos de riesgo biológico o infeccioso; y se 

guardaron las muestras restantes en caso de que la persona que dejó la muestra solicitara otro 

servicio.  

Por último, el técnico del laboratorio notificó a las personas interesadas por medio de 

correo electrónico los resultados obtenidos. 

2.2.3. Colección de garrapatas  

En el Laboratorio de Parasitología existen varias colecciones de endoparásitos y 

ectoparásitos, así que como parte de las actividades realizadas dentro del laboratorio se colaboró 

con la creación de una base de datos de las garrapatas colectadas en los últimos años. 

Con base en autores como Barros-Battesti y coloboradores (2006) y otras fuentes 

bibliográficas se clasificó las garrapatas según su género y algunas inclusive por especie; además 

de anotar cuantas hembras, machos, ninfas o larvas se contabilizaron hasta la conclusión del 

tiempo asignado a la pasantía. 

2.2.4. Giras del Laboratorio de Parasitología 

Como parte de una investigación en curso sobre la presencia de distintos parásitos en heces 

y del gusano del corazón (Dirofilaria immitis) en perros en distintas partes del territorio nacional, 

se colaboró con la toma de muestras de sangre y heces de caninos de varias zonas del país. 

A los propietarios se les entregó un consentimiento informado indicando los 

procedimientos a realizar, y si la persona estaba anuente a la participación de estudiantes de niveles 

avanzados, así como los análisis que se iban a realizar con las muestras recolectadas. También se 

realizó una encuesta donde se les consulto información sobre el animal; como sexo, edad, tamaño, 

condición corporal, longitud de pelo y peso aproximado. Además, se preguntó si el animal tenía 
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contacto con otros perros y otros animales; y si presentaba síntomas como tos, disnea, anorexia, 

alopecia, edemas, entre otros. También se apuntó en la encuesta si se observaba la presencia de 

garrapatas o pulgas en los animales. Por último, se consultó si los animales muestreados eran 

desparasitados y el lapso entre desparasitaciones. 

Las muestras fueron llevadas al Laboratorio de Parasitología para su posterior 

procesamiento donde se realizó la técnica de flotación de Sheather a las heces, mientras que la 

sangre se analizó por medio del método del microcapilar para buscar microfilarias y se realizó el 

SensPERT® CHW Test Kit que es una prueba que detecta un antígeno específico de D. immitis. 

2.2.5. Participación en los Laboratorios del CENIBiot 

Durante la pasantía se realizaron prácticas en los laboratorios pertenecientes al CENIBiot, 

donde se incrementó conocimientos sobre cómo procesar muestras a nivel molecular y se ayudó 

con la estandarización de los procedimientos para el posterior procesamiento de muestras en el 

estudio “Determinación de la capacidad antiparasitaria contra Trypanosoma cruzi de propóleos 

costarricenses y su relación con su composición química y su origen botánico”. Se emplearon 

muestras de sangre de caninos que fueron colectadas en el HEMS. En conjunto con el personal del 

área de salud del CENIBiot y alumnos asistentes de dicha área se realizó la extracción de ADN de 

coágulos de las muestras recolectadas por medio de dos protocolos y además se trabajó con dos 

protocolos de PCR. 

Una vez terminados dichos procedimientos se cuantificó el ADN extraído por medio del 

espectrofotómetro NanoDrop™ 2000 (Thermo Fisher, n.d.). Para comparar los resultados de los 

dos protocolos de extracción se realizó el protocolo de PCR Tiempo Real y de PCR Tiempo Final. 

2.3. Registro de actividades y análisis de datos 

Para el registro de las diversas actividades realizadas en la pasantía se utilizaron hojas de 

cálculo de Microsoft Excel. Para el registro de los casos del Laboratorio de Parasitología se 

anotaron datos como el número de caso, especie y raza del animal, la edad y sexo. Además, se 

anotó si la muestra procedía del HEMS o HEMT, de investigaciones docentes o de origen externo. 

Además, se registró cuántas muestras se recibieron por caso, qué tipo de técnica se aplicó a las 

muestras y cuál fue el resultado obtenido. 
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Para las muestras de cerdos analizadas se registró la fecha de recolección de las muestras, 

la fecha de procesamiento, la identificación del animal y los resultados obtenidos en la prueba de 

McMaster. 

En el inventario de garrapatas, se anotó una identificación con número para cada uno de 

los tubos o recipientes donde se almacenan las garrapatas; además de la fecha de recolección por 

día, mes y año. También se anotó la provincia y localidad donde se obtuvieron las garrapatas, el 

animal o método por el que fueron recolectadas; el género y en algunos casos la especie; y el 

estadio dividido en hembra, macho, ninfa o larva. 

Estos datos se analizaron por medio de estadística descriptiva y para mejorar la 

visualización se presentaron en cuadros y gráficos. 
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3. RESULTADOS Y DISCUSIÓN 

3.1. Muestras analizadas en el Laboratorio de Parasitología. 

Se recibieron 188 muestras que se procesaron en el Laboratorio de Parasitología. 

3.1.1. Especies animales 

Se procesaron 59 (31,4%) muestras de caninos, 38 (20,2%) de caprinos, 37 (19,7%) de 

animales silvestres, 21 (11,2%) de bovinos, 12 (6,4%) de aves, nueve (4,8%) de equinos, tres 

(1,6%) de conejo y una (0,5%) de felinos. Además, dos casos con ocho (4,3%) muestras 

corresponden a identificación de garrapatas (Figura 1). 

 

  

Figura 1. 

Porcentaje de muestras analizadas en el Laboratorio de Parasitología según la especie animal 

de procedencia, Escuela de Medicina Veterinaria, Universidad Nacional, Costa Rica, del 8 de 

enero al 22 de marzo de 2024. 

De los caninos 21 (35,6%) de las muestras eran de animales Sin Raza Definida (SRD), 

mientras que 38 (64,4%) muestras son de animales de raza pura entre los cuales están French 
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Poodle, Dachshund, Schnauzer, Dóberman, Labrador, Pug, Bulldog Francés, Fila Brasileño, 

Pomerania, Pastor Belga, Border Collie, Basset Hound, Malamute, Husky, Pastor Holandés, 

Boxer, Shih Tzu y Pastor Alemán. 

En la mayoría de los casos (42.4%) el motivo del examen fue por problemas 

gastrointestinales con sintomatología como vómitos o diarrea con melena o hematoquecia; un 

28,8% de los casos eran de animales que presentaban problemas cutáneos, un 13,6% de los casos 

se realizaron por control, un 3,4% de los casos eran para confirmar un diagnóstico previo de 

Giardia spp. y dirofilariasis, y 7 casos fueron por motivos varios como animales con decaimiento 

y algún otro síntoma, una colonoscopia, tetraparesia, diferenciación de filarias y una masa en 

esófago (1,7% cada uno). 

Se considera de importancia realizar pruebas coprológicas cada tres meses para llevar un 

control de cuál tratamiento es el mejor y si está teniendo resultados óptimos (TroCCAP, 2019). 

Los problemas cutáneos pueden estar relacionados a la presencia de algunas especies de ácaros, 

por lo que se realiza un raspado para tener un diagnóstico en conjunto con los signos clínicos 

(ESCCAP, 2018). 

Con respecto a los animales silvestres 22 (59,5%) casos fueron de venado cola blanca 

(Odocoileus virginianus), 5 (13,5%) casos de puma (Puma concolor), 4 (10,8%) casos de jerbos 

(Meriones sp.), 2 (5,4%) casos de zarigüeya (Didelphis marsupialis), 1 (2,7%) caso de una boa 

(Epicrates maurus), 1 (2,7%) caso de un perezoso cuya especie se desconoce, 1 (2,7%) caso de 

una iguana (Iguana spp.) y 1 (2,7%) caso de un búho (Megascops spp.). 

Las muestras de venado cola blanca son parte de un proyecto de investigación del HEMS. 

En el caso de los jerbos, la muestra del puma y la identificación de garrapatas, las muestras son de 

investigaciones provenientes del Laboratorio de Virología de la Escuela de Medicina Veterinaria 

de la Universidad Nacional. El resto de los casos son solicitados por el HEMS para el abordaje de 

casos. 

El 100% de las 43 muestras de caprinos pertenecen a la raza Saanen. Estas muestras fueron 

solicitadas para llevar el control de ooquistes de coccidios en un hato pequeño de animales. A estos 
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animales también se les realizó medición de microhematocrito con el fin de determinar si los 

animales presentaban anemia. 

Se usa un método cuantitativo como lo es el McMaster con el fin de saber la cantidad de 

ooquistes por gramo de heces (OPG) y poder dar un tratamiento más específico para el animal en 

conjunto con sus signos clínicos (Guedes, 2022). 

En el caso de los equinos, solo un animal era de raza Cuarto de Milla, mientras que los 

demás son SRD. Un caso fue remitido por el HEMT para el diagnóstico de un animal preñado con 

presencia de un sangrado; y otro caso fue solicitado por el propietario para llevar el control de su 

animal. El resto de las muestras de equinos y bovinos se realizaron como control de los animales 

que tiene la finca de la Escuela de Medicina Veterinaria para docencia. 

Efectuar exámenes coprológicos en equinos como control nos permite evitar el uso de 

tratamientos antiparasitarios de manera desmedida, desparasitando a animales con niveles de 

parásitos por arriba del límite ya estudiado; y evitar que los propietarios de los animales incurran 

en gastos excesivos (Melo-Franco et al., 2015; Guzmán & Orozco, 2020). 

Dentro de las aves una muestra (8,3%) era de un Paseriforme que fue remitido por el HEMS 

para su control. El resto de las aves eran Gallus gallus domesticus de razas como Isa Brown, 

Brahman, Araucana y Lohmann. Se contaron huevos de Taenia spp. por control en cinco muestras 

(41,7%) y conteo de ooquistes de coccidios posterior a la vacunación en cuatro muestras (33,3%); 

las demás muestras eran por decaimiento en dos aves (16,7%) y un ave (8,3%) con problemas 

gastrointestinales. 

La detección de coccidios en aves es de suma importancia para la industria avícola, ya que 

estos parásitos pueden provocar muchas pérdidas en la producción afectando la economía local y 

mundial. Se realizan los exámenes coprológicos que en conjunto con la necropsia pueden dar un 

diagnóstico preciso y atender las granjas de manera oportuna (Huacon, 2023). 

Por su parte los cestodos pueden provocar problemas con la pérdida de peso y retrasos de 

crecimiento, y en casos de parasitosis severas pueden causar disminución de la conversión 

alimenticia, por lo que se realizan conteos del número de huevos de Taenia spp. para poder tomar 

medidas en las granjas avícolas (Butcher & Davis, 2018). 
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En cuanto a conejos, dos muestras se analizaron para la búsqueda de ácaros que estaban 

provocando problemas cutáneos, y una muestra era de un animal que presentaba decaimiento y 

dolor abdominal. 

Los ácaros pueden causar graves problemas dermatológicos en conejos e inclusive pueden 

desencadenar alteraciones en la inmunidad del animal y en su respuesta inflamatoria, por lo que se 

realizan raspados para poder determinar si el agente es parasitario o de otro origen (Papeschi, 

2010). 

Solo se presentó un caso de un felino en el periodo donde se realizó la pasantía, por 

sospecha de ácaros que podían estar causando lesiones cutáneas. Existen muchas especies de 

ácaros que pueden provocar problemas en la dermis con presencia de alopecia, prurito, hiperplasia 

de la piel, entre otros; y su diagnóstico se puede realizar por medio del raspado cutáneo o de 

hisopado en el caso de problemas en el oído (Fernández, 2008). 

3.1.2. Tipos de muestras 

De las 188 muestras que se analizaron 135 (71,8%) fueron de heces, 22 (11,7%) de 

raspados cutáneos, 18 (9,6%) de sangre y 13 (6,9%) de ectoparásitos (Figura 2). 
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Figura 2. 

Porcentaje de muestras analizadas en el Laboratorio de Parasitología según el tipo de muestras 

analizada, Escuela de Medicina Veterinaria, Universidad Nacional, Costa Rica, del 8 de enero 

al 22 de marzo de 2024. 

La mayoría de las muestras de heces procesadas son de caninos y se analizaron por medio 

de la técnica de flotación de Sheather. Las razones principales para realizar el examen eran debido 

a la presencia de sintomatología de problemas gastrointestinales en el animal o como control. 

También se procesaron varias muestras de cabras y vacas por medio del método de McMaster. 

Los raspados provienen de caninos en su mayoría, aunque también de conejos, venados y 

un felino. La observación de raspados cutáneos resulta una manera sencilla de obtener información 

para poder diagnosticar la presencia de ácaros y poder descartar otras posibles causas de problemas 

dermatológicos en animales con signos de descamación, alopecia y prurito. También existen 

técnicas como el arrancamiento y peinado de pelos y la impresión de la piel en una cinta que 

permiten diagnosticar otro tipo de ectoparásitos según los signos que presente el animal (Anderson, 

2023).  

Las muestras de sangre pertenecían en su mayoría a caprinos a los cuales se les medía el 

hematocrito. Con el resultado del hematocrito podemos determinar si el animal presenta anemia 

que resulta ser un dato relevante si sospechamos de parásitos hematófagos; y nos permite calcular 
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otros parámetros hematológicos como el volumen corpuscular medio o la concentración de 

hemoglobina corpuscular media que nos puede dar datos sobre una posible parasitosis (Bastos et 

al., 2016; Alam et al., 2020). También se procesaron muestras de sangre canina con el método del 

microcapilar y con la prueba de Fastest HW Antigen. 

Los ectoparásitos observados corresponden a varias garrapatas, dos casos de origen 

desconocido y un caso de un puma. La investigación sobre estos ectoparásitos es de suma 

importancia por su papel en la transmisión de diferentes agentes patógenos como virus, rickettsias, 

bacterias, entre otros; causando daños en los animales y también en el ser humano (Cortés, 2018). 

3.1.3. Parásitos encontrados por especie 

En el caso de los caninos, de las 50 muestras analizadas, en 14 se logró observar Parásitos 

Gastrointestinales (PGI) de nematodos y ooquistes de coccidios (Figura 3). 

 

 

Figura 3. 

Porcentaje de muestras analizadas en el Laboratorio de Parasitología según el tipo de PGI 

observado en caninos, Escuela de Medicina Veterinaria, Universidad Nacional, Costa Rica, del 

8 de enero al 22 de marzo de 2024. 
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González y colaboradores (2015) y Villalobos (2016) realizaron estudios con heces de 

caninos en las zonas de San Ramón y el Cantón Central de Alajuela respectivamente, y reportaron 

la presencia de parásitos como Ancylostomatídeos, Trichuris vulpis, Giardia duodenalis, 

Cystoisospora spp. y Toxocara canis. 

 Es importante la detección de nematodos por los problemas de salud provocados en los 

caninos y por el potencial zoonótico de los mismos. Los parásitos del género Ancylostoma spp. 

pueden provocar problemas gastrointestinales en perros con presencia de heces pastosas con 

melena, anemia, pérdida de peso y retraso en el crecimiento, el pelo se torna áspero y se pueden 

dar alteraciones cutáneas (Salgado, 2017). 

Además, en el ser humano puede resultar en pacientes asintomáticos, o causar el síndrome 

de Larva Migrans cutánea que produce mayores complicaciones en pacientes con inmunosupresión 

(Peralta et al., 2017). 

 También nematodos del género Toxocara spp. pueden producir sintomatología respiratoria 

con tos, alteraciones gastrointestinales como vómitos, diarrea y dolor abdominal; y otros signos 

como problemas de crecimiento, cambios en el pelaje, entre otros (Alvarado-Borja et al., 2023). 

Por su parte los parásitos del género Trichuris sp. pueden provocar en los caninos diarreas con 

moco y hematoquecia, además de pérdida de peso, anorexia y anemia (TroCCAP, 2019). En 

humanos Toxocara canis y Toxocara leonina puede producir Larva Migrans visceral y Trichuris 

vulpis puede causar alteraciones intestinales (González et al., 2015). 

 De las 17 muestras de raspados cutáneos en perros no se detectó ningún parásito. Acevedo 

(2017) realizó un muestreo en 127 caninos que no reciben atención veterinaria y encontró la 

presencia de Demodex canis en 7,1% de las muestras analizadas. Arias (2012) detectó en 127 

muestras de caninos provenientes de clínicas veterinarias de Heredia la presencia de Demodex 

canis y Sarcoptes scabiei en 15,7% y 0,8% respectivamente, además de infecciones mixtas con 

agentes micóticos. 

 Agentes como Demodex canis pueden producir lesiones cutáneas con zonas de alopecia y 

eritema en la zona de boca, ojos y cabeza; y puede avanzar a una demodicosis generalizada 

causando una piel eritematosa y seca (TroCCAP, 2022). 
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En el caso de Sarcoptes scabiei las lesiones cutáneas están en pabellones auriculares y en 

la zona del codo con pápulas, eritemas, descamación y excoriaciones debido al rascado por el 

prurito. Además de las lesiones en perros es importante su detección por las lesiones que puede 

causar en humanos, ya que puede producir pápulas pruríticas en extremidades y abdomen 

(Acevedo, 2017; TroCCAP, 2022). 

Los dos casos donde se procesó sangre se detectaron microfilarias con la técnica del 

microcapilar, uno de los casos compatible con Dirofilaria immitis y el otro caso no compatible con 

este parásito. A estas muestras también se les realizó el Fastest HW Antigen y una muestra dio 

positiva mientras que otra dio negativa. 

Se debe considerar la dirofilariosis como un diagnóstico al momento de observar 

sintomatología cardiorrespiratoria en un canino, sobre todo considerando que el animal estuviera 

en las zonas endémicas donde el vector pueda estar presente, en este caso varias especies de 

mosquitos. La detección le permite al veterinario determinar cuál es la mejor ruta terapéutica para 

seguir (Gómez et al., 2017). 

 Para las muestras de pequeños rumiantes se realizó McMaster con el fin de contabilizar los 

huevos de PGI presentes (Figura 4). 
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Figura 4. 

Cantidad de muestras analizadas de pequeños rumiantes en el Laboratorio de Parasitología según 

su conteo de huevos por gramos de heces (HPG), Escuela de Medicina Veterinaria, Universidad 

Nacional, Costa Rica, del 8 de enero al 22 de marzo de 2024. 

Los parásitos encontrados en pequeños rumiantes pertenecen al orden Strongylida. Estos 

conteos nos permiten ver la carga parasitaria del animal, en animales jóvenes el rango de infección 

subclínica va de los 500 a 2000 huevos, y después de los 2000 se da la infección clínica. En el caso 

de los adultos, debe tomarse en cuenta otros factores que pueden afectar como los niveles de 

producción de leche en animales que son empleados para este fin o la nutrición del animal y su 

sistema inmunológico (Matthews, 2016). 

Estos parásitos provocan problemas a nivel de producción disminuyendo el crecimiento y 

la ganancia de peso, y también aumentando la mortalidad y morbilidad de los animales. Los 

métodos coprológicos permiten el diagnóstico ya que los síntomas no son específicos (Paixão et 

al., 2019). 

Méndez (2019) determinó la presencia de parásitos del suborden Strongylida en la mayoría 

de las muestras que analizó por medio de pruebas coprológicas en varios hatos ovinos y caprinos 

del país como la Finca Experimental Santa Lucía de la Universidad Nacional, la Estación 

Experimental del Instituto Nacional de Aprendizaje (INA), dos fincas en Coronado y una finca en 

Cartago. En todas las muestras positivas el parásito presente era Haemonchus contortus. 
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A algunos de estos animales, se les realizó hematocrito y de las 15 muestras el rango de 

mediciones estuvo entre 15 % y 35%, con una media de 25%. De estas cabras solo dos se salían 

de los parámetros normales de hematocrito que van de 22% a 38% (Grindem, 2011). El 

hematocrito puede presentar una disminución con parásitos como Haemonchus contortus debido 

a la ingesta de sangre que realiza el parásito, lo que produce anemia en los animales afectados; 

aunque puede aumentar por la deshidratación del animal o alteraciones debido al estrés como una 

repentina contracción esplénica (Méndez, 2019). 

En las muestras de animales silvestres sólo se encontraron PGI, donde de las 37 muestras 

salieron 14 muestras positivas por la técnica de flotación de Sheather (Figura 5). 

 

Figura 5. 

Porcentaje de muestras analizadas en el Laboratorio de Parasitología según el tipo de PGI 

observado en animales silvestres, Escuela de Medicina Veterinaria, Universidad Nacional, Costa 

Rica, del 8 de enero al 22 de marzo de 2024. 

En las 22 muestras de Odocoileus virginianus (venados cola blanca) se encontraron 14 

(63,6%) muestras con coccidios. En Ecuador Quinteros (2023), identificó Eimeria spp. en adultos, 

jóvenes y crías de Odocoileus virginianus por medio de la técnica de flotación de Sheather y el 

método de flotación de Faust. En Costa Rica Alvarado y Jiménez (2017), analizaron 33 muestras 
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de venados Cola Blanca y se observaron parásitos del género Eimeria spp. en nueve animales del 

Parque Nacional Palo Verde. 

Los coccidios del género Eimeria podrían causar problemas de crecimiento, anemia, 

problemas inmunológicos y disminución de apetito en los venados; además de la posibilidad de 

expandir los agentes patógenos a otras especies o al ser humano (Mukul-Yervesa et al., 2014). 

En una de las dos muestras de Didelphis marsupialis (zarigüeya) se observaron 

Ancylostomatideos y Cruzia spp. También en la Epicrates maurus (boa) se observaron 

Ancylostomatideos. Ramírez & Osorio (2014) reportaron la presencia de Ancylostoma spp. en 

Didelphis marsupialis en la zona suroccidente de Colombia. Existe poca información sobre el 

efecto de estos parásitos en animales como la zarigüeya o la boa, sin embargo, se debe considerar 

la presencia de estos parásitos en animales silvestres por el potencial zoonótico. 

En la muestra de Iguana spp., se observaron Oxyuridae que podrían afectar al reptil 

dependiendo de la especie y cantidad de parásitos presentes o las condiciones de vida del animal 

(Martínez, 2014). 

Se observaron Acantocéfalos en las muestras de Megascops spp. No se observaron PGI en 

los jerbos del género Meriones y en la muestra del perezoso. 

Las muestras de bovinos se analizaron por medio de técnica de flotación de Sheather, y a 

las muestras positivas se les realizó el conteo de HPG por medio de la técnica de McMaster (Figura 

6, Figura 7). 
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Figura 6. 

Porcentaje de muestras analizadas en el Laboratorio de Parasitología según el tipo de PGI 

observado en bovinos, Escuela de Medicina Veterinaria, Universidad Nacional, Costa Rica, del 

8 de enero al 22 de marzo de 2024. 

 

Figura 7. 

Cantidad de muestras analizadas de bovinos en el Laboratorio de Parasitología según su conteo 

de HPG, Escuela de Medicina Veterinaria, Universidad Nacional, Costa Rica, del 8 de enero al 

22 de marzo. 
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 Vargas (2020) obtuvo una prevalencia del 79,6% de parásitos del Orden Strongylida en 

2544 muestras de bovinos de ganado de cría en Costa Rica. También obtuvo que Haemonchus spp. 

era la especie con mayor prevalencia dentro del Orden Strongylida. 

 El grado de infección que se da por estos parásitos está sujeto a varias condiciones como 

la edad del animal, la nutrición, la especie que esté presente, la respuesta inmune del hospedero y 

el nivel de exposición del animal a estos parásitos (Márquez & Jiménez, 2018). 

 En el caso de las aves se realizó la técnica de flotación de Sheather en tres muestras, un 

ave Paseriforme donde se observaron ooquistes de coccidios y dos muestras de Gallus gallus 

domesticus donde se observaron Ascaridia spp, Capillaria spp. y ooquistes de coccidios. 

 Se ha reportado la presencia de Isospora spp. en infecciones simples y Eimeria spp. en 

infecciones mixtas, en aves Paseriformes en el río Pirro en Heredia; y también se reportaron 

coccidios en la zona sur, ambos en Costa Rica (Rojas, 2016; Pérez-Gómez et al., 2018). 

 La presencia de coccidios en aves libres normalmente no causa cuadros clínicos severos, 

sin embargo, las aves en cautiverio tienden a ser más susceptibles a estos parásitos desarrollando 

diarrea, problemas reproductivos, entre otros (Pérez-Gómez et al., 2018). 

 En los conteos de ooquistes de coccidios se encontraron dos (50%) muestras con <100 

OPG, una muestra (25%) con 1100 OPG y una muestra (25%) con 22800 OPG (Figura 8). 
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Figura 8. 

Cantidad de muestras analizadas de aves Gallus gallus domesticus en el Laboratorio de 

Parasitología según su conteo de OPG, Escuela de Medicina Veterinaria, Universidad Nacional, 

Costa Rica, del 8 de enero al 22 de marzo. 

 En el caso de Gallus gallus domesticus el impacto no solo recae en la salud de las aves, 

sino en las repercusiones económicas ya que provoca diarrea, anemia, deshidratación, disminución 

en el crecimiento, e inclusive la muerte (Vargas et al., 2018). 

 Según Paredes (2018), el conteo de ooquistes puede evaluarse en tres grupos, de 50 a 200 

pueden presentar la forma subclínica, de 300 a 500 una forma clínica moderada y mayor a 500 se 

daría una forma clínica severa. Dentro del diagnóstico de coccidiosis también es importante 

considerar las lesiones en órganos que se pueden evaluar por medio de necropsia, y observar los 

cambios en la mortalidad y morbilidad que se presenten en el hato. 

En las muestras de equinos se observaron parásitos del suborden Strongylida y se realizó 

el conteo de los huevos (Figura 9, Figura 10). 
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Figura 9. 

Porcentaje de muestras analizadas en el Laboratorio de Parasitología según el tipo de PGI 

observado en equinos, Escuela de Medicina Veterinaria, Universidad Nacional, Costa Rica, del 8 

de enero al 22 de marzo de 2024. 

 

Figura 10. 

Cantidad de muestras analizadas de equinos en el Laboratorio de Parasitología según su conteo 

de HPG, Escuela de Medicina Veterinaria, Universidad Nacional, Costa Rica, del 8 de enero al 

22 de marzo de 2024. 
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Briones (2019) realizó un estudio con 99 muestras de heces de equinos de la zona de 

Hidalgo en México y los resultados indican una prevalencia de Trichostrongylus spp. y Strongylus 

spp. del 17,2% y 4,0% respectivamente. Chaparro y colaboradores (2018) también reportaron una 

prevalencia del 54,3% de parásitos de la familia Strongylidae en equinos de varias zonas de 

Antioquia en Colombia. Sevilla y Murillo (2021) muestrearon 26 caballos de una finca en la zona 

de el Hatillo en Nicaragua y obtuvieron como resultado una mayor prevalencia de Strongylus spp. 

y Trichostrongylus spp. en las heces de estos equinos. 

 El conteo de HPG nos permite identificar animales que tienen una mayor carga de parásitos 

y causan una mayor contaminación del pasto al excretar los huevos. Niveles entre los 0 a 200 

huevos se pueden considerar una baja eliminación, de 200 a 500 una eliminación moderada y 

mayor a 500 serían una eliminación elevada, por lo que se podrían desparasitar a los animales más 

parasitados y disminuir la posibilidad del desarrollo de resistencia (Lejeune et al., 2023). 

 También estos conteos nos permiten realizar comparaciones sobre la efectividad de los 

tratamientos que se realicen y determinar si se está dando resistencia de algún fármaco (Khan et 

al., 2015). 

De los tres casos de conejo solo se analizó una muestra de heces en la cual se observaron 

ooquistes de coccidios. Eimeria spp. se encuentra en conejos y dependiendo de la especie puede 

afectar diferentes partes del intestino o el hígado, y variar su nivel de patogenicidad (Peláez, 2019). 

Las otras dos muestras fueron de raspados cutáneos y solo una resultó positiva, donde se 

observó Cheyletiella sp. La especie que frecuentemente se encuentra en conejos es Cheyletiella 

parasitivorax y es un ácaro no excavador, provocando zonas de alopecia, puede tener o no prurito, 

y puede observarse caspa en varias zonas del cuerpo como la base de la cola y en el cuello. Además, 

es un agente zoonótico por lo que hay que tenerlo presente cuando el conejo es un animal de 

compañía (Correa et al., 2022). 

En la muestra de felino analizada no se observó ningún parásito. 
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3.2. Muestras de proyectos analizadas en el Laboratorio de Parasitología. 

3.2.1. Toma y procesamiento de muestras de giras. 

Se colaboró con la recolección y procesamiento de 48 muestras de sangre y heces de perros 

que se muestrearon en las localidades de Liberia y Nicoya. 

De las 48 muestras 20 (41,7%) son de hembras y 28 (58,3%) son de machos. Las edades 

de los animales se registraron en rangos y se obtuvo que 20 (41,7%) muestras son de animales 

entre uno y tres años, 25 (52,1%) de tres a diez años y tres (6,3%) de animales de más de diez años. 

Con respecto al tamaño de los animales se registró que 17 (35,4%) animales son de tamaño 

pequeño, 18 (37,5%) son de tamaño mediano y 13 (27,1%) son de tamaño grande. Se registraron 

44 (91,7%) muestras de animales con condición corporal normal y cuatro (8,3%) con sobrepeso. 

Sobre el contacto de los animales muestreados con otros perros y otros animales se obtuvo 

que 37 animales tienen contacto con otros perros y 12 animales tienen contacto con otros animales 

(Figura 11).  

 

Figura 11. 

Cantidad de muestras analizadas de perros en el Laboratorio de Parasitología según su contacto 

con perros y otros animales, Escuela de Medicina Veterinaria, Universidad Nacional, Costa Rica, 

del 8 de enero al 22 de marzo. 
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 Solo tres animales muestreados presentaron síntomas variados, dos de ellos presentaron tos 

y uno anorexia. Además 41 animales tenían un protocolo de desparasitación periódico. Los 

tiempos entre desparasitaciones fueron variados, desde una vez cada mes hasta una vez al año 

(Figura 12).  

 

Figura 12. 

Cantidad de muestras analizadas de perros en el Laboratorio de Parasitología según el tiempo 

entre cada desparasitación, Escuela de Medicina Veterinaria, Universidad Nacional, Costa Rica, 

del 8 de enero al 22 de marzo de 2024. 

 No se encontró garrapatas o pulgas en algún animal, y tampoco estaban bajo algún 

tratamiento farmacológico. 

 En las muestras de sangre se encontró por medio de la prueba de microcapilar la presencia 

de tres (6,3%) muestras positivas con microfilarias. Para la prueba de serología con el SensPERT® 

CHW Test Kit se obtuvo cuatro (8,3%) muestras positivas para Dirofilaria immitis (Cuadro 1). 
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Cuadro 1.  

Resultados observados en muestras de sangre de perros que se analizaron en el Laboratorio de 

Parasitología para determinar la presencia de Dirofilaria immitis, Escuela de Medicina 

Veterinaria, Universidad Nacional, Costa Rica, del 8 de enero al 22 de marzo de 2024. 

Resultados 

Pruebas 

Serología Microcapilar 

# muestras Porcentaje% # muestras Porcentaje% 

Positivos 4 8,3 3 6,3 

Negativos 44 91,7 45 93,7 

  

Rojas y colaboradores (2015) realizaron un estudio sobre la detección de filarias en 146 

muestras de sangre de caninos de distintas partes de Costa Rica. Observaron la presencia de filarias 

en 8,9% de las muestras de sangre que analizaron, mientras que por medio de serología detectaron 

11% de muestras positivas para D. immitis. También Springer y colaboradores (2019) encontraron 

por medio de la prueba de microcapilar 11 caninos positivos a microfilarias en 294 muestras de 

sangre analizadas. 

D. immitis es un agente parasitario común en caninos a nivel mundial con una prevalencia 

del 11,6% en el continente americano según un metaanálisis de artículos publicados realizado por 

Anvari y colaboradores (2020), pero también puede afectar a otras especies, entre estas el ser 

humano con casos detectados en Irán, Japón y Estados Unidos.  

Debido a que los signos clínicos al inicio de la enfermedad pueden ser leves e inespecíficos, 

muchos caninos reciben tratamiento de manera tardía; mientras que en humanos los nematodos 

suelen ser liberados por el tejido subcutáneo, pero de manera aberrante pueden llegar a la arteria 

pulmonar y crear nódulos en el pulmón (Klinge et al., 2011). 

La detección de este agente en caninos resulta de suma importancia para el tratamiento 

oportuno y como control de la transmisión de este parásito, ya que la prevalencia de este agente 

en una zona se ha visto ligada a la presencia de caninos parasitados con adultos que producen 

microfilarias, lo que mantiene su ciclo biológico (Anvari et al., 2020). 
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Con respecto a los métodos de detección la prueba de microcapilar puede detectar 

microfilarias, pero no permite la identificación de la especie que parasita el animal. La prueba de 

serología SensPERT® CHW Test Kit permite la detección de antígenos de formas adultas de D. 

immitis dejando otros estadios por fuera, por lo que resulta importante la implementación de 

técnicas moleculares para realizar diagnósticos más precisos (Rojas et al., 2015). 

De los 48 animales solo se recolectaron 14 muestras de heces, y por medio de la técnica de 

flotación de Sheather se obtuvo que en siete (53,8%) muestras no se observaron parásitos, en cinco 

(38,5%) muestras se observó Ancylostomatideos y en uno (7,7%) muestra se observaron 

Ancylostomatideos y Trichuris vulpis (Figura 13). 

 

Figura 13. 

Porcentaje de muestras de perros que se analizaron en el Laboratorio de Parasitología según la 

presencia de parásitos en heces, Escuela de Medicina Veterinaria, Universidad Nacional, Costa 

Rica, del 8 de enero al 22 de marzo de 2024. 

 Según varios estudios realizados en el país se puede observar una alta prevalencia de 

Ancylostomatideos en caninos, y algunos registran la observación de huevos en muestras de pasto 

o arena debido a la contaminación fecal provocada por los caninos. Además, estos estudios 

también reportaron la presencia de Trichuris vulpis como otro patógeno común, sobre todo en 

animales callejeros (Scorza et al., 2011, González et al., 2015; Villalobos, 2016). 
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 El diagnóstico y conocimiento de estos nematodos es de suma importancia para su control, 

ya que la contaminación fecal en suelo y otras zonas propicia el aumento en la prevalencia de estos 

parásitos (Scorza et al., 2011). 

3.2.2. Procesamiento de muestras de cerdos. 

Se trabajó con 167 muestras de heces de cerdos (Cuadro 2). 

Cuadro 2.  

Resultados observados en 167 muestras de cerdos de distintas granjas a nivel nacional que se 

analizaron según rango de conteo de HPG, en el Laboratorio de Parasitología, Escuela de 

Medicina Veterinaria, Universidad Nacional, Costa Rica, del 8 de enero al 22 de marzo. 

Fincas HPG 

<100 100-1000 1000-2000 2000-5000 5000-10000 +10000 

3J 

    Muestreo #1 6 0 0 0 1 0 

    Muestreo #2 8 1 0 0 0 0 

Cristo Rey 

     Muestreo #1 6 1 0 0 1 2 

Venecia 

    Muestreo #1 22 1 0 0 0 0 

    Muestreo #2 19 1 0 0 0 0 

Porcina Americana 

    Muestreo #1 6 1 0 1 1 3 

    Muestreo #2 2 3 0 2 2 1 

    Muestreo #3 7 1 1 0 0 1 

Ronaldo Cortez 

    Muestreo #1 1 1 0 0 1 0 

María Elida 

    Muestreo #1 4 1 0 0 0 0 

Porcina Sagitaries 

    Muestreo #1 1 0 0 1 0 0 

    Muestreo #2 13 3 1 1 0 2 

Porcina Caracol 

    Muestreo #1 6 0 0 0 0 0 

Ganadería 

Diamante 

    Muestreo #1 1 1 1 0 0 1 

    Muestreo #2 4 4 1 1 0 0 

Poldos 

    Muestreo #1 8 0 0 0 0 0 
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La coccidiosis en cerdos es causada por parásitos del género Eimeria y Cystoisospora, 

principalmente la especie Cystoisospora suis, y afectan a lechones entre los siete y 14 días de vida, 

provocando diarreas que empiezan con apariencia pastosa grisácea y avanzan a diarreas acuosas, 

se da deshidratación, disminución en la ingesta de alimentos y retraso del crecimiento, vómito, 

entre otros síntomas. El principal problema con este parásito es debido a las pérdidas económicas 

que genera, ya que afecta la ganancia de peso y predispone al animal a enfermedades secundarias. 

(Moreno et al., 2011; Argañaraz et al., 2018). 

Este parásito se multiplica en las vellosidades del intestino del lechón provocando atrofia 

y causando diarreas. La mortalidad no es alta y depende de factores como la cantidad de ooquistes 

de coccidios ingeridos por el lechón, otras enfermedades en el hato y condiciones de manejo dentro 

de las instalaciones (Rosales, 2016). 

La detección de estos parásitos por medio de exámenes coprológicos es una manera sencilla 

de diagnosticar a los lechones, sin embargo, se debe tener en cuenta el periodo prepatente que 

puede ser de cinco a siete días, y que la eliminación de ooquistes no es constante por lo que se 

recomienda evaluar varias muestras de días distintos (Moreno et al., 2011). 

Las técnicas cuantitativas como el McMaster nos permiten determinar el nivel de 

infestación de los animales de una manera sencilla y rutinaria; y también según Joachim y 

colaboradores (2018) la técnica de McMaster es la indicada para determinar la cantidad de 

ooquistes de coccidios presentes en muestras de lechones cuando se busca comprobar la 

efectividad de anticoccidiales en cerdos. También recomiendan la observación de muestras por 

autofluorescencia para reducir el número de muestras a analizar con McMaster.   

Además, se ha encontrado un aumento en la resistencia de anticoccidiales en aves, por lo 

que la determinación de la cantidad de ooquistes nos puede dar información sobre la eficiencia del 

medicamento administrado (Joachim et al., 2018). 

3.2.3. Clasificación de garrapatas. 

Se clasificaron 1039 garrapatas por medio de la observación morfológica. Los resultados 

que se obtuvieron fueron que 758 (73,0%) garrapatas eran del género Amblyomma spp., 190 
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(18,3%) del género Rhipicephalus sp., 88 (8,5%) del género Dermacentor sp. y tres (0,3%) del 

género Ixodes sp. (Figura 14).  

 

Figura 14. 

Porcentaje de garrapatas observadas en el Laboratorio de Parasitología según género, Escuela 

de Medicina Veterinaria, Universidad Nacional, Costa Rica, del 8 de enero al 22 de marzo. 

También se contabilizaron las garrapatas según su estadio de desarrollo, en macho, hembra, 

ninfa y larva. Para el género Amblyomma se observaron 385 (50,8%) larvas, 35 (4,6%) ninfas, 170 

(22,4%) hembras y 168 (22,2%) machos. Del género Rhipicephalus se observaron 16 (8,4%) 

ninfas, 95 (50%) hembras y 79 (41,6%) machos. Las 88 (100%) garrapatas observadas del género 

Dermacentor son larvas y las 3 (100%) del género Ixodes son hembras (Figura 15). 
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Figura 15. 

Número de garrapatas observadas en el Laboratorio de Parasitología por género según su estadio 

de vida, Escuela de Medicina Veterinaria, Universidad Nacional, Costa Rica, del 8 de enero al 22 

de marzo. 

 Dentro de las garrapatas del género Amblyomma se encontraron varias especies que se 

lograron clasificar por medio de la observación de ciertas características de su morfología. Se 

contabilizaron 158 (20,8%) garrapatas Amblyomma mixtum, 79 (10,4%) garrapatas A. parvum, 56 

(7,4%) garrapatas A. oblongoguttatum, 48 (6,3%) garrapatas A. ovale, dos (0,3%) garrapatas A. 

coelebs y una (0,1%) garrapata A. dissimile (Figura 16).    
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Figura 16. 

Porcentaje de garrapatas Amblyomma observadas en el Laboratorio de Parasitología según su 

especie, Escuela de Medicina Veterinaria, Universidad Nacional, Costa Rica, del 8 de enero al 22 

de marzo. 

 Las garrapatas son parásitos hematófagos que afectan a múltiples especies. Pueden 

provocar anemia en casos de parasitosis muy altas, además algunas especies liberan neurotoxinas 

causando parálisis o lesiones cutáneas. Tienen un papel importante en la transmisión de agentes 

patógenos como protozoarios, bacterias, virus y helmintos (Revuelta, 2016).  

 Estos ectoparásitos tienen cuadros estados de desarrollo que son huevo, larva, ninfa y 

adulto; y dependiendo de la especie de garrapata una fase puede estar encima del hospedero 

alimentándose o en el ambiente. 

Según Echeverry y Osorio (2016) existen diferentes ciclos de vida que varían según el número de 

hospederos utilizados por la garrapata para alimentarse durante todo el ciclo de vida 

1. Un hospedero: todas las fases de la garrapata se dan en el mismo hospedero. 

2. Dos hospederos: después de la segunda muda de ninfa a adulto que se da en el suelo, 

el adulto tiene que buscar el segundo hospedero. 

3. Tres hospederos: se da cuando todas las mudas se dan en el suelo, por lo que la 

ninfa y adulto tienen que buscar nuevo hospedero. 
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Debido a esta diferencia de ciclos de vida la distribución de garrapatas depende de la 

especie de garrapata, la cantidad de hospederos presentes y la cantidad de parásitos en el 

ambiente. Por esta razón resulta de importancia conocer la distribución de especies en una zona y 

qué agentes podrían estar transmitiendo estos ectoparásitos (Montenegro et al., 2021). 

En el estudio realizado por Montenegro y colaboradores (2021) se estudiaron tres zonas 

diferentes del país: el Parque Nacional Palo Verde en Guanacaste, el Parque Nacional Carara en 

Puntarenas y una reserva privada en la zona de Sarapiquí. Se recolectaron 12795 garrapatas a lo 

largo de un año, provenientes del ambiente. Se encontraron varias especies del género Amblyomma 

como A. coelebs, A. dissimile, A. mixtum, A. naponense, A. oblongoguttatum, A, parvum, A. 

sabanerae y A. tapirellum; y también especies como Haemaphysalis juxtakochi e Ixodes affinis.  

Algunas de estas especies se encontraron en los tres lugares siendo A. oblongoguttatum la 

más frecuente. Las especies encontradas pueden variar según los hospederos presentes en la zona 

y las características del ambiente (Montenegro et al., 2021).  

En el caso de esta colección su uso es académico y se realizó la creación de un documento 

en el sistema Excel que permita seguir organizando las muestras y la compilación de datos para su 

futuro uso.  

3.3. Actividades realizadas en el CENIBiot 

 Se realizó la extracción de ADN de coágulos de sangre de perros procedentes del HEMS. 

Estas muestras son parte del diseño de un protocolo para la detección de Trypanosoma cruzi en la 

sangre de caninos.  

Trypanosoma cruzi es el agente causal de la enfermedad de Chagas, enfermedad endémica 

de varios países de América incluyendo Costa Rica, donde se estiman 7667 casos en humanos en 

el año 2015 (Peña, 2019). 

Bonilla (2019) realizó un estudio en 314 caninos de distintas zonas de Heredia en Costa 

Rica; y por medio de pruebas serológicas obtuvo como resultado 20 muestras positivas de 14 

viviendas. Encontraron también triatominos de la especie Triatoma dimidiata en 21 hogares y 

82,2% de estos resultaron positivos para T. cruzi. 
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Los caninos con tripanosomiasis pueden presentar tres fases de la infección: una aguda que 

se da en animales jóvenes y tienen varios signos como debilidad, anemia, linfadenomegalia 

generalizada, esplenomegalia y hepatomegalia, alteraciones nerviosas, entre otros. Si el animal 

sobrevive se desarrolla la fase indeterminada donde el parásito es indetectable y el animal suele 

no presentar síntomas. En la fase crónica el animal presenta falla cardiaca y puede tener 

alteraciones nerviosas (Burnham et al., 2017; Peña, 2019). 

Además de la importancia en la salud de los perros, estos animales funcionan como 

reservorio del parásito poniendo en riesgo a los seres humanos con los que se relacionan. Por lo 

tanto, el diagnóstico de caninos con este agente es importante para el establecimiento de terapias 

oportunas y adecuadas; y para determinar su papel en el contagio de otros animales y humanos 

(Burnham et al., 2017). 

Se emplearon dos variaciones de la extracción de ADN, una con el uso de columnas de 

centrifugado y el otro empleando columnas PALL AcroPrep™ Advance Filter Plates. Las 

columnas de centrifugado permiten que el ADN sea absorbido por la sílice y luego por medio de 

lavados se eliminen los contaminantes (Red Biobancos, 2011). Sin embargo, las columnas PALL 

permiten la extracción de ADN de varias muestras de manera más rápida e inclusive automatizada 

(PALL, 2013). 

Se realizaron cuantificaciones del ADN extraído por medio del uso del espectrofotómetro 

NanoDrop 2000 / NanoDrop 2000C que permite determinar la cantidad de ADN y la 

contaminación de la muestra extraída (VHIR, 2020). 

Después de las extracciones se preparó el gel de agarosa para realizar la electroforesis. 

Luego se preparó la mezcla de reactivos (Anexo 2) y la muestra con ADN para realizar el PCR en 

tiempo real y poder colocar los productos del PCR en el gel de agarosa y hacer la electroforesis. 

También con las muestras de la extracción se realizó PCR en tiempo final con el perfil 

térmico establecido en los protocolos del laboratorio (Anexo 3). Se utilizaron como control 

positivo extractos de ADN de epimastigotes y como control negativo agua (CENIBiot, 2024).  
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4. CONCLUSIONES 

 

1. Se mejoraron los conocimientos y las destrezas sobre parasitología veterinaria gracias a 

la práctica realizada en los laboratorios de diagnóstico. 

2. Se aumentaron los conocimientos sobre las técnicas realizadas en el Laboratorio de 

Parasitología y como utilizarlas dependiendo de las necesidades del caso. 

3. Se mejoraron las habilidades de toma de muestras tanto de sangre como de heces, 

mediante diversas giras a diversas partes del país. 

4. Se incrementaron las habilidades de identificación de ectoparásitos y endoparásitos en 

muestras de diversas especies de animales. 

5. Se aprendieron nuevas técnicas de laboratorio como el uso de PCR para el diagnóstico de 

agentes patógenos en animales. 
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5. RECOMENDACIONES 

 

 

1. Se recomienda a los docentes promover en los estudiantes la participación en los 

proyectos y procesos que se llevan a cabo en los distintos laboratorios en la Escuela de 

Medicina Veterinaria de la Universidad Nacional. 

2. Se recomienda a la Escuela de Medicina Veterinaria generar mayores oportunidades para 

que los estudiantes puedan realizar prácticas en otros lugares fuera de la Universidad 

Nacional y tener un punto de vista más amplio sobre la realidad nacional y el mercado 

laboral. 

3. Se recomienda a los estudiantes y docentes divulgar más información al público en 

general sobre la importancia del papel que tienen los parásitos y los exámenes 

parasitológicos en la salud de los animales y el ser humanos. Además, se recomienda 

difundir información sobre los distintos exámenes que se pueden realizar en el 

Laboratorio de Parasitología para que tanto propietarios como profesiones utilicen dichos 

servicios. 
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7.   ANEXOS 

 

Anexo 1 

 

Claves para la identificación de larvas L3 de nematodos en rumiantes.  
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Anexo 2 

 

Secuencia de primers utilizados en la preparación de reactivos para el PCR.  
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Anexo 3 

 

Perfil térmico de PCR en tiempo final. 
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