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RESUMEN  

 

Los nematodos son partes del reino animal, subreino Metazoooa, en algunos 

sistemas de clasificación los nematodos son considerados como un filium llamado 

Aschelmintos.o Pseudocoelomata (Cordero, 1999). 
 

Los nematodos y su importancia se han incrementado en años recientes debido al 

aumento desproporcionado e indiscriminado en la población de las mascotas y la 

poca importancia que los dueños le dan a la profilaxis en la salud animal. 

 

El conocimiento del ciclo de vida de los parásitos nos ayuda a entender mejor la 

patogenia y, por lo tanto, la necesidad de tratamiento que se aplicaría a cada caso 

(Guerrero, 2017). 

 

En esta revisión de nematodos intestinales de mayor importancia en los caninos se 

encontrará información sobre nombres científico, común, signologia, formas de 

transmisión y diagnóstico de estas especies que afectan al perro (Guerrero, 2018). 
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INTRODUCCIÓN 
 

El control de las parasitosis internas de los caninos se debe abordar desde el punto 

de vista de la salud del animal, así como de la importancia en su potencial zoonótico 

y de salud pública.  

Los nematodos y su importancia se han incrementado en años recientes debido al 

aumento desproporcionado e indiscriminado en la población de las mascotas y la 

poca importancia que los dueños le dan a la profilaxis en la salud animal. 

 

Las infecciones gastrointestinales por parasitosis presentan un cuadro clínico muy 

parecido. 

Los efectos de estos parásitos en la salud animal van desde casos subclínicos a casos 

crónicos que deterioran lentamente la salud del animal y casos extremos que pueden 

llegar a ocasionar la muerte (Cordero del Campillo et al. 1999). Algunos de estos 

parásitos representan un riesgo potencial para la población humana, principalmente 

en lugares donde los perros no reciben la atención médica adecuada (Taranto et al. 

2000; Andresiuk et al. 2004; Carrada 2006).  

Alrededor del 14 por ciento de los humanos aparentemente sanos demuestran 

evidencia de infecciones presentes o pasadas de Toxacara canis(Taranto et al. 2000; 

Andresiuk et al. 2004; Carrada 2006) 

Las infecciones por parásitos internos se pueden asociar con enteritisbacterianas o 

de carácter viral(Taranto et al. 2000; Andresiuk et al. 2004; Carrada 2006). 

Para hacer un diagnóstico adecuado de la infección que puede estar presente y tomar 

las medidas terapéuticas necesarias es fundamental conocer los diferentes géneros 

y especies que afectan al perro(Taranto et al. 2000; Andresiuk et al. 2004; Carrada 

2006). 

El conocimiento del ciclo de vida de los parásitos nos ayuda a entender mejor la 

patogenia y, por lo tanto, la necesidad de tratamiento que se aplicaría a cada caso 

(Guerrero, 2017). 

 En esta revison de nematodos intestinales de mayor importancia en los caninos se 

encontrará información sobre nombres científico, común, signologia, formas de 

transmisión y diagnóstico de estas especies que afectan al perro (Guerrero, 2018). 
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I. HISTORIA 
 

Los nematodos tienen una muy reducida evidencia fósil. Se conocen escasos 

Nematodos fósiles, porque las condiciones favorables a su conservación se producen 

excepcionalmente. Sin embargo, se han descrito varias especies del Terciario, y 

especialmente Mermítidos parásitos del Oligoceno Inferior, encontrados en insectos 

conservados en ámbar en el Báltico de hace 120 a 130 millones de 

años(Beaver,1986). 

 

También se conocen nematodos en mamíferos del pleistoceno. 

Los más antiguos escritos encontrados sobre nematodos datan de 4600 años, 

encontrados en china y se tratan sobre el Ascaris. Este mismo nematodo tiene 

referencia en el antiguo Egipto hace 300 años (Beaver, 1986).  

 

Con la aparición del microscopio se incrementa el interés por el estudio del ciclo de 

vida y la estructura de estos seres (Boch, 1977). 

Un microbiólogo llamado Tyson escribió sobre sus hallazgos en 1685 estudiando la 

morfología del Ascaris (Boch, 1977). 

En el año 2000 Tullis Onstott de la Universidad de Princeton informó de la presencia 

de organismos similares a los gusanos a 1,3 Km por debajo de la superficie en las 

rocas de las minas de oro de Sudáfrica. Como no es experto en el campo contactó 

con Gaetan Borgonie, de la Universidad de Ghent (Bélgica). Recolectaron y filtraron 

10.000 litros de agua de cinco minas del área y encontraron unas raras criaturas. Se 

trataba de nematodos. Nunca se había informado de la presencia de nematodos a 

esas profundidades. Estos seres parecen subsistir a base de microorganismos y sólo 

requieren trazas de oxígeno para respirar(Taranto et al. 2000; Andresiuk et al. 2004; 

Carrada 2006). 

Han encontrado diversas especies de nematodos que viven a profundidades  

moderadas y que se corresponden con especies que normalmente viven en la 

superficie, pero también han encontrado a Halicephalobus mephisto, que es la 

primera vez que es descrito por la ciencia. Vive a 1,3 km de profundidad, en donde la 

temperatura es de 37 grados centígrados. Además, han recuperado ADN de otra 

especie que viviría a 3,6 km de profundidad, en donde reinan unos 48 grados 

centígrados de temperatura. (Taranto et al. 2000; Andresiuk et al. 2004; Carrada 

2006). 

 

Los análisis de radiocarbono revelaron que el agua presente en esos lugares ha 

estado allí desde hace 3000 o 12000 años, lo que sugiere que el oxígeno no se ha 

introducido allí por medios humanos. Aunque la contaminación es siempre un asunto 

espinoso en este tipo de investigaciones, los autores del estudio proporcionan 
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bastantes pruebas de que las muestras han sido tratadas con las suficientes 

precauciones(Taranto et al. 2000; Andresiuk et al. 2004; Carrada 2006). 

Se especula que quizás la primera vida multicelular en la superficie terrestre pudo ser 

similar a los nematodos y que éstos serían los últimos seres multicelulares en 

desaparecer(Taranto et al. 2000; Andresiuk et al. 2004; Carrada 2006). 
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 II. GENERALIDADES DE LOS NEMATODOS 
 

Los nematodos son partes del reino animal, subreino Metazoooa, en algunos 

sistemas de clasificación los nematodos son considerados como un filium llamado 

Aschelmintos.o Pseudocoelomata (Cordero, 1999). 

 

Filium – Aschelminto 

Clase – Nematoda 

 

Estos gusanos son conocidos como gusanos redondos nombre recibido por la 

morfología de su cuerpo (Cordero, 1999). 

El ciclo de vida de los nematodos consiste en seis estados, incluyendo las formas 

juveniles y adulta(Cordero, 1999). 

La duración de los ciclos de vida varia entre las especies de nematodo, ya que su 

metabolismo depende de las condiciones de ambiente por lo cual cuando se 

encuentran temperaturas cálidas el ciclo es mas corto, al contrario de las 

temperaturas frías en donde el ciclo es más largo (Cordero, 1999). 

La diferenciación de los principales nematodos intestinales del perro es mediante su 

morfología ya que su cuadro clínico es sumamente parecido, las infestaciones 

moderadas por ascaridios y anquilostomas originan en los perros un alto grado de 

desmejoramiento, caída y aspereza de pelo, anemia y mal estado general (Cordero, 

1999). 

Las infestaciones intensas pueden ser letales para el perro por la pérdida de sangre, 

hipoproteinemia, trastornos en la función de tisular o una obstrucción de la luz 

intestinal (Cordero, 1999). 
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III. NEMATODOS INTESTINALES DE MAYOR IMPORTANCIA EN 

LOS CANINOS. 
 

3.1 Toxacara canis 

El toxocara canis es el áscaris corriente del perro. Es uno de los parásitosmás 

importantes de estos animales y tiene particular importancia en los cachorros. La regla 

es la infestación congénita de los cachorros en la mayoría de los casos (Quiroz, 1990). 

 

3.1.1 Clasificacióntaxonómica 

 

Clase – Nematodo 

Orden – Ascaroidea 

Familia – Ascaridae 

Genero – Toxocara 

Especie – Toxocara canis 

 

3.1.2 Ciclo biológico. 

 

La infección por toxacara canis puede ocurrir por cuatro vías. 

1.- La infección prenatal por migracióntransplacentaria. 

2.- Infección a través de la leche como resultado de migracióntransmamaria 

3.- Ingestión de huevos infectantes. 

4.- La ingestión de un huésped intermediario. 

Además, existen tres formas más de migración que ocurren o pueden ocurrir una vez 

que se ha infestado el huésped (Quiroz, 1990). 

 

Migración hepato pulmonar. 

Migración a través del tracto gastrointestinal. 

Migración a través del tejido somático.  

                                                                                        (Quiroz, 1990). 
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La forma de transmisión por huésped intermediario se da por la ingestión de 

huéspedes accidentales del parasito como son, ratas, ratones, conejos y aves que 

fueron infestadas al ingerir los huevos de Toxocara canis y que desarrollaron la larva 

migrans viceralis (Quiroz, 1990). 

Las larvas que emergen de los huevecillos en el intestino del huésped perforan la 

pared intestinal y emigran a través de los pulmones del huésped. (Quiroz, 1990). 

La conducta migratoria de las larvas de Toxocara canis depende no solo de la especie 

sino también de la edad y el estado fisiológico del huésped. Así las larvas que incuban 

en huevos no alcanzan madures en perros mayores de un mes de edad, sino que se 

enquistan en tejidos somáticos como larvas de segunda etapa (Cooper et al, 2017). 

(Diagrama en anexos figura 1).  

 

 

 

3.1.3 Morfología.  

 

Los machos llegan a medir hasta 10 centímetros y las hembras 18 centímetros de 

longitud por 2 a 3 milímetros de diámetro en su estado adulto (Lapage, 1991). 

Son parásitos de color pardusco o blanco amarillento(Lapage, 1991). 

Los huevos miden aproximadamente 90 por 75 micras, posee aletas cervicales que 

están estriadas, a lo largo de los lados del cuerpo tanto de la hembra como del macho. 

La cola del macho posee membranas semejantes a las del cuerpo y un apéndice corto 

también en la cola (Lapace, 1991). 

(Figura 2). 

Presenta tres labios y tiene forma de lanza en su extremidad cefálica. El esófago 

presenta un bulbo musculoso, en su extremo posterior presenta alrededor de 20 pares 

de papilas preanales (Quiroz, 1990). 

(Figura 3). 

 

3.1.4 Signos  

 

Las infecciones moderadas normalmente no cursan con manifestaciones clínicas 

evidentes en la fase de migración intraorganica. En cambio, en las infestaciones 

intensas pueden manifestarse por tos, taquipnea, flujo nasal y signos nerviosos 

como intranquilidad, que pudiera deberse a una acción irritativa de su forma adulta 

en el intestino (Georgi, 1994) (Figura 4). 
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O bien larvas erráticas en el sistema nervioso central. 

En los signos clínicosmás frecuentes también podemos encontrar la debilidad, dolor 

abdominal, diarrea, vómito, fiebre, abdomen colgante, retardo en el crecimiento y pelo 

hirsuto (Georgi, 1994). 

Pueden ocluir la luz del intestino y causar la muerte por obstrucción,así como 

intususcepción o perforación intestinal(Georgi, 1994). 

Al emigrar las larvas hacia el hígado y los pulmones se producen granulomas 

eosinofílicos en estos órganos (Georgi, 1994). 

No es raro observar en el vómito o ya sea en las heces la presencia de los nematodos 

(Georgi, 1994). 

El curso crónico arroja una progresiva desnutrición con o sin diarreas intermitentes, 

hay un considerable retraso en el crecimiento de los cachorros con anemia y delgadez 

con una diferencia de peso de 1a 2 kilogramos (Georgi, 1994). 

 

3.1.5 Lesiones  

 

El paso de las larvas por el hígado, pulmón y riñón causa inflamaciones focales, 

inicialmente hemorrágicasmás tarde de carácter granulomatoso eosinofílico (Muñoz 

et al. 2010).  

(Figura 5). 

En hígado las lesiones van de 0.5 milímetros a 1.5 milímetros distribuidas 

irregularmente. Los ganglios linfáticosestán ligeramente infartados. En los pulmones 

aparecen múltiples focos amarillentos o rojizos de 0.5 a 3 milímetros dispersos en 

todos los lóbulos(Muñoz et al. 2010). 

Hay también neumonitis intersticial multifocal, con infiltrados inflamatorios y eosinofilia 

que persiste hasta 7 semanas después del paso de las larvas. 

Los riñones presentan zonas decoloradas irregulares en la superficie y focos 

blanquecinos de 1 milímetro en la corteza, también puede haber lesiones similares en 

bazo, diafragma y miocardio (Muñoz et al. 2010). 

En el intestino se encuentran numerosos toxocara enrollados en abundante 

moco(Muñoz et al. 2010). 

 

3.1.6 Patogenia 

Proviene de las migraciones larvarias y de su localización en diferentes tejidos y 

órganos ejerce una accióntraumática acompañada de la mecánica obstructiva de su 

paso por la pared intestinal, hígado, pulmones, con ruptura de capilares y alveolos 

(Cooper et al. 2017). 
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Los ascàridos juveniles y adultos en su fase intestinal ocasionan acciones mecánicas, 

irritativas y obstructivas que pueden interferir con el tránsito y la digestión normal de 

los alimentos. La acción expoliadora selectiva la ejercen sobre nutrientes como 

vitaminas, proteínas e hidratos de carbono, lo que supone una competencia con el 

hospedador y contribuye con el deterioro en su nutrición (Cooper et al. 2017). 

En infestaciones débiles las migraciones larvarias no ocasionan daños importantes 

en los órganos y tampoco los adultos en el intestino. Por el contrario, en infestaciones 

intensas el paso de las larvas a través de los pulmones se relaciona con neumonía, y 

en ocasiones con edema o exceso de exudado pulmonar (Cooper et al. 2017). 

En cachorros con infección prenatal intensa, la acción de toxacara a su paso por el 

hígado y pulmones puede ocasionar muertes que pueden presentarse de la primera 

a la tercera semana de vida. Las infecciones intestinales masivas producen enteritis 

catarral, y ocasionalmente obstrucción y perforación intestinal, así como invasión de 

conductos pancreáticos y biliares (Cooper et al. 2017). 

 

3.1.7 Diagnostico 

 

Observación de los huevos de ascarido en un análisis coprológico(Coffin, 1998). 

Los signos clínicos pueden sugerir la existencia de un cuadro de parasitismo(Coffin, 

1998). 

La observación de los parásitos a la necropsia(Coffin, 1998). 

Es importante tener en consideración la edad del animal, el brillo de pelo, el grado de 

dilatación abdominal y el vómito o diarreas intermitentes con presencia de los 

parásitos(Coffin, 1998). 

En su diagnóstico diferencial se puede sospechar de diarreas mecánicas, infecciones 

gastrointestinales de otro tipo, o de parasitosis como toxocara leonina (Coffin, 1998).  

 

3.1.8 Zoonosis 

 

Toxocara canis es un serio problema de zoonosis cuando las larvas migrantes entran 

a los tejidos vitales del hombre en particular los ojos, los niños corren riesgo ya que 

tienden a introducirse los dedos a la boca sin tener una adecuada higiene (Brites, 

2007). 

Cuando el hombre ingiere los huevos embrionados de toxacara canis se produce una 

eclosión de igual manera que en cualquier huésped accidental del parasito, dando 

lugar a la larva migrans viceralis (Brites, 2007). 
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El síndrome es especialmente importante en los niños pequeños en los cuales la larva 

emigra al hígado, pulmones y otros órganos incluyendo el cerebro y ojos provocando 

inflamación de los tejidos afectados. El síndrome incluye tos, disnea, neumonía, 

eosinofilia, hiperglobulinemia y hepatomegalia (Brites, 2007). 

Si se ingieren grandes cantidades de larvas se provoca un síndrome caracterizado 

por fiebre, hepatomegalia, encefalitis, disnea, petequias y eosinofilia, en el caso que 

la larva se aloje en el ojo puede dañar la vista permanentemente (Brites, 2007). 

 

 

3.1.9 Tratamiento. 

Las sales de piperacina son útiles frente a toxocara canis y bien toleradas por los 

cachorros, lo que facilita el tratamiento de infecciones prenatales; su aplicación es a 

dosis de 100 a 200 miligramos por kilogramo de peso, tiene buena eficacia frente a 

los adultos intestinales, pero en menor grado sobre los estadios inmaduros (Flores, 

1992). 

El pamoato de pirantel a dosis de 5 miligramos por kilogramo de peso es eficaz incluso 

en la forma juvenil del parasito en los cachorros. La dosificación repetida en 

concentraciones menores, es más eficaz que la concentración alta en una sola dosis. 

Es activo también frente a Ancylsotomas en forma de pasta, que se administra en 

forma segura a cachorros de pocos días, se considera seguro en la gestación y la 

crianza (Quiroz, 1990). 

El nitroscanato micronizado en dosis únicas de 25 a 50 miligramos por kilogramo 

funciona contra nematodos intestinales y cestodos del perro, siendo muy tolerado por 

los cachorros y hembras gestantes (Quiroz, 1990). 

 

El mebendazol controla los ascáridos dos veces al día durante 3 días a dosis de 20 a 

22 miligramos por kilogramo (Quiroz, 1990). 

Se recomienda la desparasitación repetida de los cachorros a las 4, 6 y 8 semanas 

de vida ante el riesgo de transmisión a través de la leche materna o bien de la 

contaminación ambiental, las madres deberán ser desparasitadas en simultaneo con 

los cachorros (Mehlhorm, 1999). 

El febantel se recomienda en caso de gusanos presentes en los pulmones o para 

larvas migrantes, en cuyo caso se recomiendan 4 aplicaciones cada 6 semanas, 

muestra eficacia frente a toxacara canis y ancylostoma caninum, la dosis es de 10 

miligramos por kilogramo (Mehlhorm, 1999). 

El control para la toxocariasis es el tratamiento de los perros infectados especialmente 

cachorros y madres para evitar la contaminación ambiental, esto junto a la limpieza a 

fondo de las heces de los animales, como opciones tenemos el hipoclorito de sodio y 

cloruro de benzalconio, la acción de los rayos UV muestra la manera mas eficaz de 

eliminar el desarrollo del parasito por desecación, (Cordero, 1999). 
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Todo esto con los programas de desparasitación preventiva cada 6 meses durante la 

vida del perro ayudando así a bajar los riesgos de una potencial infección(Cordero, 

1999). 

 

 

 

 

 

 

3.2 Toxascaris leonina. 

Se halla en el intestino delgado del perro y de los gatos en todo el mundo, una 

diferencia clara entre este parasito y toxocara canis es que no existe la migración a 

través del organismo (Martinez et al. 2008). 

 

3.2.1 Clasificación taxonómica. 

Clase - Nematodo 

Orden - Ascaroidea 

Familia - Ascaridae 

Género - Toxascariasis 

Especie - Toxascaris leonina 

 

 

3.2.2 Ciclo biológico. 

 

Es diferente a toxacara canis por que solo infesta al huésped por dos vías(Hootez, 

2009). 

1.- La ingestión de huevos embrionados infestantes. 

2.- La ingestión de huéspedes accidentales. 

No existe infección prenatal del parasito(Hootez, 2009). 

 

Una vez que el parasito embrionado se encuentra en las heces de los perros 

infectados que se desarrolla en un periodo de 6 días es deglutido y eclosiona 

penetrando intestino delgado donde se desarrolla durante dos semanas, ya en su fase 
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adulta regresa a la luz intestinal llegando a medir hasta 8 milímetros a partir de las 6 

semanas después de la infestación llega a su quinto estadio, y a partir del día 74 

comienza a producir huevos (Hootez, 2009). 

No hay migración larvaria(Hootez, 2009). 

Las larvas de T. leonina pueden encontrase en ratones, en estos animales las larvas 

en su tercer estadio se distribuyen hacia muchos tejidos, y si un ratón infestado es 

ingerido por un perro se produce la digestión del tejido que rodea a las larvas, y estas 

alcanzan la madurez en la pared y lumen del intestino del hospedador definitivo (figura 

6). 

 

3.2.3 Morfología. 

 

El color de este parasito es blanco amarillento (Soulsby,1987). 

El macho mide hasta 7 centímetros de longitud y la hembra 10 centímetros. Tiene una 

aleta cervical larga y estrecha que se encuentra situada al largo del parasito y esta se 

curva hacia arriba dorsalmente. La cola del macho no tiene alas ni el apéndice 

presente en la cola del toxacara canis(Soulsby,1987). 

Presenta tres labios que poseen finas protuberancias dentigenas(Soulsby,1987). 

(Figura 7). 

Posee 25 papilas preanales, un par de papilas dobles detrás de la cloaca y cinco 

pares postanales, los huevos son ovalados, miden de 75 a 85 micras, tienen cascara 

gruesa y en su interior se observa una estructura rayada (Soulsby, 1987). 

 

 

 

3.2.4 Signos. 

 

Diarrea de intensidad severa o constipación, perdida de peso, pelo hirsuto y seco, 

anemia leve o moderada, abdomen abultado presencia de parásitos en las heces  

(Soulsby, 1987). 

También se presenta vómito, fiebre, retardo en el crecimiento en general los mismo 

que en toxacara canis sin la neumonía o signos respiratorios por la nula migración 

pulmonar (Soulsby, 1987). 

Con frecuencia hay desordenes nerviosos los mecanismos responsables de estos 

efectos no están aclarados. Sin embargo, pueden ser resultado de la irritación 

intestinal causada por los parásitos o toxicidad por muerte de larvas aberrantes 

(Soulsby 1987). 
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3.2.5 Lesiones.  

Obstrucción intestinal, vólvulo intestinal y focos de irritación en la pared del 

intestino(Soulsby,1987).  

(Figura 8).  

 

 

 

3.2.6 Patogenia.  

Posee una acción obstructiva en caso de infestación intensa(Kim et al. 2010). 

Los parásitos juveniles y adultos en su fase intestinal ocasionan acciones  irritativas 

y obstructivas que pueden interferir con el tránsito y la digestión normal de los 

alimentos. La acción expoliadora selectiva la ejercen sobre nutrientes como vitaminas , 

proteínas e hidratos de carbono, lo que supone una competencia con el hospedador 

y contribuye con el deterioro en su nutrición (Kim et al. 2010). 

 

3.2.7 Diagnostico. 

 

Observación de los huevos del ascárido en un análisis coprológico (Hendrix, 1999). 

Los signos clínicos pueden llevar a sugerir un cuadro de parasitosis(Hendrix, 1999). 

Observación de los parásitos durante necropsia (Hendrix, 1999). 

 

3.2.8 Zoonosis. 

 

El riesgo de zoonosis es muy bajo por la característica de no migración de este 

parasito a diferencia de T. canis en donde es muy importante este problema (Soulsby, 

1987). 

 

 

3.2.9 Tratamiento. 

 

Los ascáridos adultos de perros son sensibles a una alta gama de antihelmínticos. 

Los estados larvarios tisulares son mucho menos sensibles, y, si un fármaco es activo 

contra las fases larvarias, debe ser administrado con frecuencia en dosis altas 

(Quiroz, 1990). 
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Sales de piperacina son bien toleradas por los perros y efectivas, el adipato de 

piperacina a dosis de 100 miligramos por kilogramo es muy eficaz contra las formas 

adultas, y, en dosis de 200 miligramos por kilogramo, puede eliminar formas 

inmaduras de cachorros de 2 semanas de edad. Esto permite el control de las 

infestaciones de adquisición prenatal, otras presentaciones como el citrato de 

piperacina a estas dosis es igual de efectivo (Quiroz, 1990). 

Dietilcarbamicina a pesar de ser un fármaco antiguo es muy eficaz en una sola dosis 

de 50 miligramos por kilogramo para los ascáridos(Quiroz, 1990). 

Pamoato de pirantel a dosis de 5 miligramos por kilogramo(Quiroz, 1990). 

Mebendazol. Se administra dos veces al día, durante dos días en dosis de 10 

miligramos por kilogramo siendo muy seguro (Quiroz, 1990). 

Febendazol. Este benzimidazol tiene una eficacia del 95% contra los ascáridos de los 

perros a dosis única de 100 miligramos por kilogramo divididos en 5 días(Quiroz, 

1990). 

Para la profilaxis la higiene es de suma importancia al limpiar las deyecciones de los 

perros, un control de los cachorros al desparasitarlos al mes de edad y la 

desparasitación semestral de los perros (Levine, 1996). 

 

 

 

 

3.3 Ancylostomiasis canina. 
 

Los parásitos del género Ancylostoma son nematodos intestinales que afectan a perro 

y gatos igual que a carnívoros salvajes de regiones tropicales o subtropicales(Barr, 

2016). 

Son parásitos del intestino delgado que se alimentan de sangre, se fijan fuertemente 

a la mucosa intestinal gracias a sus capsulas bucales(Barr, 2016).  

(Figura 9). 

Las especies que afectan al perro son: 

Ancylostoma caninum 

Ancylostoma braziliense 

Ancylostoma ceylanicum 

(Barr, 2016). 
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3.3.1 Clasificación taxonómica. 

 

Clase – Nematodo 

Orden – Strongyloidea 

Familia – Ancylostomatidae 

Genero – Ancylostoma 

Especie – Ancylostoma caninum 

 

 

Clase – Nematodo 

Orden – Strongyloidea 

Familia – Ancylostomatidae 

Genero – Ancylostoma 

Especie – Ancylostoma brasiliense 

 

 

Clase – Nematodo 

Orden – Stongyloidea 

Familia – Ancylostomatidae 

Genero – Ancylostoma 

Especie – Ancylostoma ceylanicum. 

 

3.3.2 Ciclo biológico. 

Ancylostoma tiene un ciclo de vida directo, pero bastante complejo. Tras la excreción 

de los huevos en las heces, las larvas se desarrollan en su interior y eclosionan en 2 

a 9 días. Completan su desarrollo a larvas infectivas del estadio L-3 en el exterior. 

Son muy buenas nadadoras y aprovechan la humedad sobre la vegetación para 

desplazarse. Ahí esperan al paso de un hospedador adecuado (Barr, 2016). 

Las larvas pueden sobrevivir durante semanas en suelos húmedos y frescos, pero no 

sobrevivenmucho tiempo a temperaturas extremas o en suelos secos (Barr, 2016). 

Además de los hospedadores finales (perros, gatos, zorros), también pueden infectar 

a roedores (ratas, ratones) como hospedadores secundarios. En ellos no completan 

el desarrollo a adultos, pero pasan al hospedador final cuando éste los caza y se los 

come (Loza et al. 2006). 
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Los huevos se excretan por medio de las heces donde maduran hasta alcanzar su 

estadio L-3 que es el infestante (Barr, 2016). 

Las larvas infectivas penetran en el hospedador final o intermediario por ingestión 

directa de agua, sólidos o presas contaminados, o a través de la piel (Barr, 2016). 

Tras la ingestión por el perro o el gato, la mayoría de las larvas L-3 llegan directamente 

al intestino donde completan el desarrollo a adultos, se instalan fijándose a la pared 

intestinal y comienzan a producir huevos. Sin embargo, algunas larvas penetran al 

interior del cuerpo e inician una migración a través de distintos órganos (larva 

migrans), para finalmente alcanzar la tráquea y, tras llegar a la boca volver a ser 

tragados. Durante esta migración pueden enquistarse en músculos, grasa u otros 

tejidos y permanecer enquistados por tiempo indefinido(Barr, 2016).(Figura 10). 

 

Las larvas que penetran a través de la piel alcanzan el sistema circulatorio, llegan a 

los pulmones y a través de la tráquea, por tos o estornudos llegan a la boca para ser 

tragados. De allí prosiguen hasta el intestino delgado donde se fijan, completan el 

desarrollo a adultos y comienzan a poner huevos(Barr, 2016). 

(Figura 11). 

Una vez reactivadas, las larvas en enquistadas en los tejidos pueden llegar a las 

glándulas mamarias de las madres e infectar a las crías a través de la leche; o 

atravesar el útero e infectar directamente el feto(Loza et al. 2006). 

(Figura 12). 

Los sitios de infección de Ancylostoma son: 

Dermis, en forma de larva. 

Tracto respiratorio, en forma de larva. 

Intestino delgado, en su forma adulta. 

(Loza et al. 2006). 

 

 

 

3.3.3 Morfología. 

 

Las especies de este genero poseen un par de placas cortantes en el margen ventral 

de la abertura de la boca. Posee una cápsula bucal grande y en forma de embudo y 

posee un par de dientes(Loza et al. 2006). 

(Figura 13). 
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En los machos se observan bolsas copulatorias bien desarrolladas y largas espículas 

parecidas a agujas, es de color rojizo y mide de 10 a 20 milímetros de largo(Loza et 

al. 2006). 

(Figura 14). 

 

 

 

3.3.4 Signos. 

A menudo es mortal para cachorros, en caso de infestación aguda se producen heces 

pastosas con estrías sanguinolentas, adelgazamiento, pelo hirsuto, anemia, carencia 

de hierro y eritema facial (Soulsby, 1987). 

En la infestación típica los animales parecen sanos durante la primera semana de 

vida mostrando un empeoramiento durante la segunda semana. Se presenta enteritis, 

diarrea, neumonía, edema y muerte (Lemaire et al. 2014). 

Se ha mostrado que los animales infestados por Ancylostoma presentan inadecuada 

absorción intestinal de aminoácidos, lípidos y carbohidratos (Lemaire et al. 2014). 

Hay un retraso en el crecimiento. 

 

 

3.3.5 Lesiones.  

Los gusanos producen un anticoagulante en la saliva para poder chupar sangre sin 

que coagule la herida. Al cambiar de sitio, la herida que dejan sigue sangrando, con 

las consiguientes hemorragias. Se produce pues anemia por pérdida de sangre que 

puede ser grave e incluso mortal (Figura 15). También suelen darse vómitos y diarrea 

negra, palidez de las mucosas, pelo desgreñado y seco, apatía. En animales jóvenes 

se perturba notablemente el crecimiento y el desarrollo. Las larvas migratorias en los 

pulmones pueden causar tos y neumonía (Lemaire et al. 2014). 

 

 

3.3.6 Patogenia. 

 

Posee una acción obstructiva en caso de infestación intensa(Lapage, 1991). 

Los parásitos adultos en su fase intestinal ocasionan acciones irritativas, obstructivas 

que pueden interferir con el tránsito y la digestión normal de los alimentos. La acción 

expoliadora selectiva la ejercen sobre nutrientes como vitaminas, proteínas e hidratos 

de carbono, lo que supone una competencia con el hospedador y contribuye con el 

deterioro en su nutrición(Lapage, 1991). 
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(Figura 16). 

 

Producen hemorragias por el anticoagulante que produce en su saliva al alimentarse 

de sangre, al alejarse a otro sitio a ingerir sangre deja la lesión hemorrágica previa 

provocando anemia, así como gracias a su acción traumática sobre la mucosa 

intestinal al migrar a otros tejidos(Lapage, 1991). 

 

 

3.3.7 Diagnostico.  

 

El diagnostico de Ancylostoma es por observación de huevos en un análisis 

coprológico. Los signos clínicos nos sugieren la existencia de parasitismo(Lapage, 

1991). 

 

 

3.3.8 Zoonosis. 

 

Las larvas pueden ocasionalmente infectar a los seres humanos a través de la piel, 

por ejemplo, por andar con pies desnudos. Las larvas migrarán a través de la piel 

(larva migrans cutánea): dejan un rastro bajo la piel como de líneas rojas, que pican 

notablemente y a veces pueden abrirse e infectarse. De ordinario las larvas acaban 

muriendo en pocas semanas. Es bastante raro que estas larvas alcancen otros 

órganos en seres humanos (Lemaire et al. 2014). 

(Figura 17).   

 

 

3.3.9 Tratamiento. 

 

Como antiparasitarios contra Ancylostoma y otros nematodos se usan sobre todo 

antihelmínticos de amplio espectro como los benzimidazoles como el albendazol, 

febantel, fenbendazol a dosis de 20 miligramos por kilogramo(Paramo 1985). 

El levamisol se usa efectivamente a dosis de 5 a 16 miligramos por kilogramo(Paramo 

1985). 

Los cachorros deben ser tratados a las 2, 4, 6 y 8 semanas de edad(Paramo 1985). 

 



18 
 

 
 

El control antiparasitario semestral es de suma importancia para disminuir riegos de 

infección en conjunto de la desparasitación de hembras gestantes próximas a parir 

(Hendrix, 1999). 

 En el control se debe evitar que las heces permanezcan en el suelo más de 24 horas 

y la higiene del mismo con limpieza profunda con agua hirviendo con sal 200 

miligramos/litro (Hendrix, 1999). 

 

3.4 STRONGYLOIDES STERCOLARIS. 

 

La estrongiloidiasis es una enfermedad parasitariaproducida por un 

nematodo,Strongyloidesstercoralis, es un parasito de distribución mundial y propio de 

lugares con una higiene deficiente (Hauber et al. 2005). 

Son frecuentes en animales jóvenes y se localizan entre las vellosidades del intestino 

delgado (Hauber et al. 2005). 

 

3.4.1 Clasificación taxonómica. 

 

Clase – Nematodo 

Orden – Ascaroidea 

Familia – Rhabditidae 

Genero – Strongyloides 

Especie – Strongyloides stercolaris 

 

3.4.2 Ciclo biológico. 

 

La hembra que se encuentra en el intestino delgado se reproduce por partenogénesis 

(sin necesidad de ser fecundados por el macho), desarrollando larvas tipo 1 antes de 

alcanzar las heces. Pueden poner hasta 2000 huevos al día (Quiroz, 1990). 

En un proceso de autoinfección, unas larvas L1 pueden completar el desarrollo a 

larvas infectivas ya antes de abandonar el intestino (Figura 18). Estas larvas 

atraviesan la pared del intestino grueso o la piel en la zona perianal, penetran en el 

flujo sanguíneo, llegan a los pulmones y, a través de los bronquios, la tráquea y la 

boca (tos), regresan al intestino como una nueva población (Mehlhorm, 1999). 

 

Otros huevos llegan al exterior en forma de larvas L1. Unas larvas se desarrollan por 

la vía directa y completan su desarrollo a larvas infectivas del estadio L3 en 2 o 3 días. 
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Estas larvas reinfectan al hospedador a través de la piel. Otras larvas se desarrollan 

bisexualmente por vía indirecta: completan su desarrollo a adultos machos y hembras 

y las hembras ponen huevos fecundados. Algunos de estos huevos dan lugar a larvas 

infectivas en unos 7 a 10 días. Otros huevos dan lugar a larvas que vuelven a seguir 

un ciclo bisexual en el exterior, es decir se desarrollan a adultos machos y hembras 

fuera del hospedador, algo muy excepcional en los helmintos parásitos. Las larvas 

infectivas infectan de nuevo a un hospedador, sea a través de la piel, sea por 

ingestión. Por la vía directa se producen menos larvas infectivas que por la vía 

indirecta. Las larvas infectivas pueden sobrevivir hasta 4 meses fuera del hospedador  

(Mehlhorm, 1999).  (Figura 19). 

No se sabe con certeza qué determina que unos huevos sigan un desarrollo u otro. 

Parece que el tipo de hospedador, su estado de salud, su sistema inmunitario, etc. 

juegan un papel en el futuro de las larvas (Igra et al. 1981). 

En la forma de infección cutánea tras atravesar la piel, algunas larvas emigran (larva 

migrans) dispersándose por el cuerpo del hospedador, donde pueden permanecer 

enquistadas durante años. Otras larvas llegan al flujo sanguíneo, por él a los 

pulmones, y de allí regresan al intestino a través de la tráquea y la boca (Igra et al. 

1981). 

 

Otras larvas infectivas pueden entrar al hospedador por ingestión de agua o 

materiales contaminados. Una vez en el intestino completan su desarrollo a hembras 

adultas partenogenéticas capaces de poner huevos sin necesidad de fecundación por 

un macho (Mehlhorm, 1999). 

 

La parte del desarrollo que tiene lugar al exterior depende de las condiciones 

climáticas y se acelera en tiempo cálido y húmedo (Melhorm,1999). 

Lar larvas en migración pueden llegar también a las glándulas mamarias e infectar a 

los cachorros a través de la leche, lo que explica que los cachorros pueden sufrir 

infecciones graves ya a esa temprana edad (Quiroz, 1990). 

 

3.4.3 Morfología. 

 

S. stercoralis tiene dos tipos de gusanos adultos, de forma parasitaria y de vida libre. 

La hembra parasitaria tiene una longitud de 2,5 mm con una extremidad anterior 

afilada, posee una boca con tres labios pequeños y tiene una vulva a 1/3 del extremo 

posterior del cuerpo, tiene un esófago largo y cilíndrico que ocupa entre 1/3 a 2/5 de 

la extremidad anterior. S. stercoralis de vida libre posee tres labios pequeños, un 

esófago rabditoide y un vestíbulo bucal corto. La hembra de vida libre tiene una 

longitud de 1,5 mm y una vulva en la parte media del cuerpo, mientras que el macho 

de vida libre tiene una longitud de 0,7 mm y una extremidad posterior delgada y 

curvada ventralmente (Geri et al. 2015). 
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Los huevos inmersos en la submucosa del intestino delgado son ovalados y miden 

alrededor de 50 µm de longitud (Geri et al.2015). 

 

3.4.4 Signos. 

 

La mayoría de las infecciones en perros por S. stercoralis no son masivas y no 

producen síntomas ni daños mayores, tal vez sólo una ligera diarrea. En casos de 

infecciones masivas, además de diarrea puede darse inapetencia, debilidad, pérdida 

de peso y deshidratación. Pero en cachorros, la infección puede agravarse 

rápidamente y resultar fatal. El riesgo es especialmente elevado en los criaderos y 

perreras, o en tiendas de mascotas (Levine, 1996). 

En casos graves puede haber neumonía confundiendo los signos con los de 

moquillo(Levine, 1996). 

 

3.4.5 Lesiones. 

 

Ocasionalmente puede haber formación de pequeños nódulos blancos en el colon 

acompañados de diarrea (Levine, 1996). 

Puede existir atrofia de las microvellosidades intestinales con infiltración eosinofílica 

en casos raros (Levine, 1996). 

 

3.4.5 Patogenia.  

 

La respuesta inmunológica ante varias parasitosis por helmintos es principalmente 

del tipo TH2, con una compleja interacción entre anticuerpos, tales como IgE, IgG4, 

citocinas (sobre todo IL-4 e IL-5) y eosinófilos circulantes y tisulares (Greaves et al. 

2014). 

 

3.4.7 Diagnostico.  

 

Observación directa de las larvas en las heces o en trozos de tejido 

afectado(Rodríguez, 1994). 

La identificación de pequeños huevos ya embrionados en las heces puede confirmar 

el diagnóstico. En las heces pueden hallarse también pequeñas larvas de unas 600 

micras de longitud (Rodríguez, 1994). 
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Un conteo alto de eosinófilos y los signos clínicos nos llevan a la deducción de un 

estado de parasitismo(Rodríguez, 1994). 

 

3.4.8 Zoonosis.  

 

Se sabe que las infecciones de S. stercoralis pueden contagiarse del perro a los seres 

humanos y viceversa (Figura 20).  En seres humanos, las infecciones no suelen 

producir enfermedades graves, salvo en personas con el sistema inmunitario 

debilitado (p.ej. por SIDA). En estas, el desarrollo puede ser fatal (Mukund et al. 2013). 

La multiplicación no controlada del parásito (hiperinfección) y la diseminación a 

diferentes órganos internos en pacientes inmunocomprometidos, da lugar a tasas de 

mortalidad hasta del 85%. (Mejía & Nutman. 2012; Prichard et al., 2014). 

 

3.4.9 Tratamiento 

 

Este helminto, que es muy común y se multiplica muy rápidamente en regiones 

cálidas, afecta sobre todo a los cachorros. Por ello, las medidas preventivas deben 

apuntar a protegerlos. No hay que olvidar que la infección ocurre a través de la piel, 

pero también por el calostro de la madre. Por lo tanto, las perras preñadas y en 

lactación también necesitan protección (Mehlhorm, 1999). 

Entre las medidas específicas posibles se incluyen la limpieza y desinfección de las 

perreras, jaulas, casetas etc., y la eliminación inmediatamente y sistemática de los 

excrementos, y mantener todo en ambiente seco y limpio para evitar la infección a 

través de la piel (Mehlhorm, 1999). 

 

Muy pocos antiparasitarios internos incluyen en sus indicaciones el control de 

Strongyloides en perros o gatos(Mehlhorm, 1999). 

Se sabe que algunos benzimidazoles (p.ej. el albendazol, el fenbendazol y el 

tiabendazol) son bastante eficaces con los estadios en el intestino, y en parte contra 

las larvas en migración (Cordero, 1999). 

La ivermectina inyectable también parece ser eficaz contra Strongyloides en perros, 

pero a 0,8 mg/kg, una dosis 4 veces más alta que la habitual contra el resto de los 

helmintos. Además, puede ser necesario repetir varias veces el tratamiento (Greaves, 

2013). 

El albendazol, el tiabendazol y la ivermectina se emplean también contra estos 

gusanos en la medicina humana (Greaves, 2013). 

Ningún producto es al parecer suficientemente eficaz contra larvas enquistadas en 

los tejidos (Greaves, 2013). 
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La dosis de albendazol es de 100 miligramos por animal al día durante 3 

días(Greaves, 2013). 

El Fenbendazol es considerado como un antiparasitario seguro en hembras en el 

último tercio de la gestación, sin embargo, la desparasitación siempre se debe 

recomendar antes de la entrada de los animales a programas de reproducción(Levien, 

1996).  

Puede haber reacciones adversas entre las que principalmente está el vómito(Levien, 

1996). 

Dosis del Fenbendazol en caninos: 50 miligramos por kilogramo, oral durante 3 días 

consecutivos con repetición 21 días después (Junquera 2008). 

En perras gestantes después del día 40 se utiliza para prevenir la transmisió n 

transplacentaria y transmamaria a dosis de 50 miligramos por kilogramo (Junquera, 

2008). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

IV. Métodos de identificación. 

 

 

Frotis directo.  

Tome una gota de solución salina en un porta objeto y mézclela con una pequeña 

cantidad de heces usando un palillo evitando colocar una gran cantidad de materia 

fecal ya que dificulta la lectura de la muestra, la solución debe mantener cierta 

transparencia para leer a través de ella(Mehlhorm, 1999). 

Se coloca un cubre objetos y se examina a baja y alta magnificación(Mehlhorm, 1999). 
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Flotación fecal. 

Muchos helmintos y protozoarios flotaran en una solución que tenga una gravedad 

especifica mayor que la del agua, los huevos de helmintos, quistes de protozoario y 

estadios de vida de coccidias pueden concentrarse en una muestra fecal por flotación, 

lo cual elimina restos del parasito (Mehlhorm, 1999). 

 

Método de flotación con solución salina saturada. 

 

Este método cualitativo es muy común en la prácticadiagnóstica veterinaria, da muy 

buenos resultados, esfácil de preparar y se conserva por largo tiempo(Mehlhorm, 

1999). 

Este método es muy útil para la identificación deprotozoarios, nematodos y algunos 

cestodos, tomaren cuenta que en esta solución no flotan algunoshuevos como los de 

Dipylidium y Taenia solium (Quiroz, 1990). 

 

Cloruro de sodio… 331 gramos. 

 

Agua… 1 litro. 

 

1-. Separar de la muestra 2-5 gr. de heces en un recipiente(mortero, taza). 

 

2-. Agregar 15 ml de solución salina saturada. 

 

3-. Disolver muy bien las heces con una cucharilla o unabate lenguas. Hasta que 

quede una pasta uniforme. 

 

4-. Pasar la mezcla por un colador en un recipientelimpio. 

 

5-. Llenar un tubo de ensayo con el líquido filtrado hastael borde dejando un menisco 

convexo. 

 

6-. Eliminar con un palillo las burbujas o sustanciasque flotan. 

7-. Colocar un cubreobjetos y esperar 15-30 min comomáximo. Si se pasa de este 

tiempo, los huevoscolapsan o se rompen debido a la acción osmótica. 
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8-. Retirar cuidadosamente el cubreobjetos y colocarlosobre un portaobjetos 

 

9-. Observar al microscopio con el objetivo de 10X. 

(Mehlhorm, 1999). 

 

El método de flotación con solución salina debe realizarsecomo se describió 

anteriormente, el uso de soluciónsalina fisiológica no sirve para esta técnica ya que 

notiene la densidad requerida(Mehlhorm, 1999). 

 

Solución sacarosa. 

 

Esta solución se recomienda para el diagnóstico dehelmintos y no es recomendable 

para el diagnóstico deGiardia(Mehlhorm, 1999). 

 

Azúcar… 456 gramos 

 

Agua destilada… 355 mililitros. 

 

Fenol o formol al 10%... 6 mililitros. 

 

Calentar mezclando continuamente hasta disolver elazúcar evitando la ebullición, 

agregar el fenol (o formol10%) como conservador.  

(Mehlhorm, 1999). 

 

1-. Mezclar de 2 a 5 gramos de heces en 15 mililitros de solución sacarosa. 

 

2-. Disolver muy bien con una cucharilla o abate lenguas hasta formar una pasta 

homogénea.  

 

3-. Pasar la mezcla por un colador a un recipiente limpio. 
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4-. Colocar en tubo de ensayo el líquido infiltrado. 

 

5-. Centrifugar a 1500 rpm durante 10 minutos. 

 

6-. Colocar el tubo en una rejilla y agregar más solución sacarosa hasta el borde del 

tubo dejando un menisco convexo.  

 

7-. Eliminar con un palillo las burbujas u objetos flotantes. 

 

8-. Colocar un cubre objetos sobre el tubo de ensayo y esperar de 10 a 20 minutos. 

 

9-. Retirar con cuidado el cubre objetos y colocarlo sobre un porta objetos. 

 

10-. Observar al microscopio. 

(Mehlhorm, 1999). 

 

Solución con sulfato de zinc. 

 

Sulfato de zinc… 331 gramos 

 

Agua… 1 litro. 

 

1-. Mezclar 1-2 gr. de heces frescas con 15 ml de soluciónde sulfato de zinc al 33% 

en un recipiente (mortero,taza). 

 

2-. Disolver muy bien las heces con una cucharilla o unabate lenguas. Hasta que 

quede una pasta uniforme. 

 

3-. Pasar la mezcla por un colador en un recipientelimpio. 

4-. Llenar un tubo de ensayo con el líquido filtradohasta el borde dejando un menisco 

convexo. 
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5-. Eliminar con un palillo las burbujas o sustanciasque flotan. 

 

6-. Colocar un cubreobjetos y esperar alrededor de 10 min. 

 

7-. Retirar cuidadosamente el cubreobjetos y colocarlosobre una laminilla 

 

8-. Observar al microscopio con el objetivo 20X. 

(Mehlhorm, 1999). 

 

Técnica de Faust. 

La técnica de Faust, muestra una buena concentraciónde quistes de protozoarios, así 

como huevos y larvas dehelmintos(Mehlhorm, 1999). 

Esta técnica tiene una gran ventaja, las formasparasitarias se encuentran con 

facilidad, debidoa que se eliminan la gran mayoría de residuos ymaterial orgánico que 

es tan común en las heces delos carnívoros (Mehlhorm, 1999). 

 

1-. Mezclar bien una porción de materia fecal parapreparar una suspensión 

homogénea con 1 a 2 g demateria fecal en 10 ml de agua destilada. 

 

2-. Filtrar la suspensión a través de un colador o unagasa doblada en cuatro, en un 

recipiente limpio. 

 

3-. Colocar en un tubo de ensayo la mezcla filtrada. 

 

4-. Centrifugar el filtrado a 1500 rpm por 3 min. 

 

 

5-. Decantar el líquido sobrenadante (dejando soloel sedimento) y volver completar 

con agua hastaigualar la medida anterior, centrifugar nuevamente. 

 

6-. Resuspender el sedimento. 
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7-. Repetir el procedimiento 3-5 veces hasta que ellíquido sobrenadante esté limpio. 

 

8-. Decantar nuevamente el líquido sobrenadantereemplazándolo por igual cantidad 

de solución desulfato de Zinc al 33%. Mezclar bien la solución con 

elsedimento.Centrifugar durante 3 minuto a 1500 rpm. 

 

9-. Colocar el tubo de ensayo en una rejilla y agregarmás solución de sulfato de zinc 

al 33% hasta elborde dejando un menisco convexo. 

 

10-. Colocar un cubreobjetos y esperar 10-20 min.mezclar 1-2 gotas de lugol,colocar 

en una laminilla. 

 

11-. Observa en el microscopio. 

(Mehlhorm, 1999). 

 

Los exámenes coproparasitoscópicos nos permitenel hallazgo e identificación de 

huevos, larvas,quistes de los parásitos, así como de sus formasadultas(Georgi, 1994). 

Aunque existe una serie de técnicas para sudiagnóstico, es preciso recordar que cada 

especiede parásito, o cada grupo necesita una determinadamodalidad, por lo que es 

recomendable realizar una historia clínica previa(Georgi, 1994). 

 

Los datos necesarios para un estudio coproparasitoscópico son: 

 

Procedencia del paciente. 

Sistema de cría. 

Signos que presenta el paciente(y/o animales que conviven con él). 

Resultados de otros análisis(p.ej. hemograma, en caso de haberlos realizado). 

Tratamientos a los que ha sido sometido. 

Otros estudios realizados. (p. ej. Radiografías con medio de contraste). 

 

(Georgi, 1994). 
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Es preciso tener en cuenta que un examencoproparasitoscópico negativo carece de 

valorpredictivo, por muchas razones. El análisis puedeser negativo, sin embargo, el 

paciente puedeestar parasitado. Es por esto, que es convenienterecordar que son 

precisos al menos tres exámenescoproparasitoscópicos sobre muestras obtenidasen 

días alternos para descartar la presencia deparásitos intestinales patentes (Levine, 

1996). 

La coprología solo es útil para los parásitos patentesque son eliminados en las heces  

en cualquiera de susformas (huevos, larvas, adultos, quistes, etc.). Soloes posible el 

diagnóstico en la fase patente de lainfección parasitaria; el periodo prepatente, sea 

ono sintomático y el pospatente, son negativos (Quiroz, 1990). 

Es importante recordar que algunas veces esconveniente la preparación del paciente 

antes derealizar el estudio coproparasitoscópico (Mehlhorm, 1999). 

 

En caso de que las heces sean demasiado compactaspuede aplicarse un laxante 

suave; es recomendableeliminar dietas altas en componentes indigestiblescomo fibra 

excesiva o huesos, así como contrastesradiológicos (Mehlhorm, 1999). 

La realización de estudios coproparasitoscópicosdebería realizarse en la clínica diaria 

ya que sonsencillos y económicos de realizar, además nosayudan a conocer los tipos 

de parásitos prevalentesen nuestra región, y de esta manera estableceradecuados 

programas de desparasitación(Mehlhorm, 1999). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

V. ANEXOS 
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Figura 1. W. Roldan, 2011.  

 

 

Figura 2. Huevo embrionado de Toxocara canis. Principal forma infectiva.Imagen: 

Dr. Benjamín Nogueda T, Depto. de Parasitología, ENCB-IPN. 
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Figura 3. Science source images, 2016. 

 

 

 

Figura 4. Hembra adulta y macho adulto de T. canis. Zerpa. R, 2010. 
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Figura 5. Larva de Toxocara en hígado, a cierta distancia de la lesión. Necropsia. 

CDC, 2009. 

 

 

Figura 6. Ciclo de vida de T. leonina. Vetstream, 2010. 
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Figura 7. Morfología de T. leonina, cabeza y aletas dorsales. The Royal (Dick) 

School of Veterinary StudiesThe University of Edinburgh, 2007. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 8. Obstrucción del intestino delgado por T. leonina.The University of 

Melbourne, 2017. 
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Figura 9. Capsulas bucales de Ancylostoma. Dr. Ivana Ferreira/James Cook 

University, 2016. 

 

 

Figura 10. Ciclo de vida de Ancylsotoma caninum. McLean. S, 2012. 
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Figura 11. Ciclo de vida de Ancylostoma. Barr. S, 2016. 

 

 

Figura 12. Diferentes formas de transmisión de Ancylostoma (oral, intrauterina y 

transmamaria). Bayer, 2017. 
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Figura 13. Morfología de Ancylostoma caninum.www.ucdavis.edu, 2018. 

 

Figura 14. Macho y hembra de Ancylostoma caninum se observa que la hembra es 

las larga. Barr. S, 2016.  

 

http://www.ucdavis.edu/
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Figura 15. Enteritis hemorrágica por Ancylostoma caninum.http://biblioteca.uaa.mx 

(Universidad Autónoma de Aguascalientes), 2018. 

 

 

Figura 16. Ancylostoma caninum se observa la longitud del parasito y su localización 

en el lumen intestinal.  http://biblioteca.uaa.mx (Universidad Autónoma de 

Aguascalientes), 2018. 

 

Figura 17. Larva migrans cutánea (erupción serpiginosa) en ser humano. 

Micantonio. T, 2008. 

http://biblioteca.uaa.mx/
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Figura 18. L1 de S. estercolaris. Christensen. k, 2011. 

 

Figura 19. S. estercolaris hembra forma infectante. Strongyloides stercoralis. Larva 

filariforme, la forma infectiva. M. en C. Rosa María Sánchez M, Depto. de 

Parasitología, ENCB-IPN. 
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Figura 20. Infección por Strongyloides stercolaris en humanos. CDC, 2018. 
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