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Volver a: Enfermedades y problemas clínicos del equino 

INTRODUCCIÓN 
La creciente prevalencia de resistencias a los antihelmínticos en los équidos ha creado la necesidad de un en-

foque del control parasitario basado en una reducción de la frecuencia de tratamientos helminticidas y en una vigi-
lancia parasitológica rutinaria. 

Los équidos son hospedadores de decenas de especies parásitas, especialmente los que tienen acceso al pasto-
reo, y están sujetos a diferentes niveles de parasitismo. Sin embargo, en la mayoría de los casos, el hospedador y 
el parásito coexisten en equilibrio, manteniendo cargas parasitarias en niveles compatibles con un estado saluda-
ble del animal (Reinemeyer & Nielsen, 2009; 2013). 

Los agentes de enfermedad parasitaria más relevantes en équidos son los nematodos de la familia Strong-
ylidae (ciatostominos y estrongilinos), Parascaris spp. y Oxyuris equi, y los cestodos Anoplocephala spp. (figura 
1) (Urquhart et al., 1998; Bowman et al., 2006; American Association of Equine Practicioners [AAEP], 2013; 
Nielsen et al., 2014b). 
 

 
Figura 1. a) Alopecia difusa en la región caudal por prurito perianal y perineal, aspecto de la típica “cola de rata” 

 en un caballo afectado por oxiúridos. b) Caballo con mala condición corporal resultante de infección por 
 estrongílidos (fotografías cedidas por Madeira de Carvalho). 

 
Desde la década de los 90 se viene promocionando una terapéutica antiparasitaria selectiva, que consiste en 

tratar sólo los animales que presentan recuentos fecales por encima de un determinado umbral (Herd et al., 1985; 
Gomez & Georgi, 1991; Kaplan & Nielsen, 2010; AAEP, 2013; Nielsen et al., 2014a), siendo valores discutibles 
entre 200 y 500 huevos por gramo de heces (HPG) (Madeira de Carvalho, 2009; Nielsen, 2012; AAEP, 2013). 

COPROLOGÍA CUANTITATIVA 
Para cuantificar la eliminación de huevos parasitarios en las heces se puede recurrir al método de McMaster. 

Adaptando la metodología de Thienpont et al., (1986), y Madeira de Carvalho (2001), se añaden dos gramos de 
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heces a 28 ml de solución saturada de sacarosa al 25 %, y se homogeneizan con ayuda de una varilla de vidrio. 
Posteriormente, se filtra la solución a través de un colador de té sobre un vaso de precipitado, seguidamente se 
rellenan, con ayuda de una pipeta Pasteur, los dos compartimentos de la cámara de McMaster y se contabilizan los 
huevos en el interior de los límites de las dos cuadrículas o rejillas (figura 2). La similitud que existe entre los 
huevos de nematodos de la familia Strongylidae hace que sean considerados colectivamente como del tipo estron-
gílidos (Hummelinck, 1946; Bowman et al., 2006). Los huevos del género Parascaris, fácilmente distinguibles, 
también deben ser cuantificados (Andersen et al., 2013; AAEP, 2013). 
 

 
Figura 2. a) Preparación de las técnicas coprológicas. b) Vasos graduados con la solución de sacarosa y heces. 

 c) Cámaras de McMaster no cargadas (fotografías cedidas por Bernardo Melo-Franco). 
 

Considerando el volumen de la cámara (0,30 ml), y para obtener el valor de HPG, se multiplica el número de 
huevos contabilizado por el factor de corrección 50. Esta técnica presenta un límite de detección de 50 HPG (Mo-
nahan, 2000), por lo que un animal sólo será considerado negativo a estrongílidos gastrointestinales (EGI) cuando 
los resultados de las técnicas cuantitativas, cualitativas y de coprocultivo sean, simultáneamente, negativos (Ma-
deira de Carvalho, 2001). 

Los recuentos de huevos en heces determinados en el día de la desparasitación y 14 días después permiten, 
sin embargo, evaluar la eficacia de los antihelmínticos (Coles et al., 2006; AAEP, 2013). 

COPROLOGÍA CUALITATIVA 

FLOTACIÓN 
El método de flotación es la técnica coprológica más frecuentemente utilizada en Medicina Veterinaria (Zajac 

& Conboy, 2012), con el propósito exclusivo de constatar la presencia o ausencia de huevos de helmintos y pro-
ceder a su identificación (Reinemeyer & Nielsen, 2013). 

Los huevos de nematodos o cestodos flotan en un líquido con densidad variable entre 1,10 y 1,20 g/cm3, 
mientras que los huevos de trematodos (más pesados) y de algunos nematodos y cestodos requieren una densidad 
de 1,30-1,35 g/cm3. Por este motivo, utilizando una solución azucarada con densidad entre 1,20 y 1,30 g/cm3, 
podemos determinar, en una primera fase, los huevos menos densos y, posteriormente, los más densos (Kauf-
mann, 1996; Foreyt, 2001). Así, al transferir a un tubo de ensayo la solución restante preparada en la técnica de 
McMaster, los huevos se concentrarán en la parte superior de la columna líquida (Reinemeyer & Nielsen, 2013). 
Se coloca un cubreobjetos (18x18 mm) sobre el menisco, convexo, y se deja reposar, al menos, 15 minutos, tiem-
po mínimo para que los huevos asciendan a la superficie (figura 3). Seguidamente, se retira el cubreobjetos y se 
coloca sobre un portaobjetos para su observación al microscopio. 
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Figura 3. Preparación de la técnica de flotación de Willis (fotografía cedidas por Bernardo Melo-Franco). 

SEDIMENTACIÓN 
A continuación se procede al método de sedimentación natural. Éste consiste en decantar el volumen sobre-

nadante del tubo de ensayo y, con ayuda de una pipeta Pasteur, homogeneizar y recoger dos o tres gotas del sedi-
mento, que serán colocadas en un portaobjetos. Se añade una gota de azul de metileno, se homogeneiza directa-
mente sobre el portaobjetos y se coloca un cubreobjetos (24x50 mm). Así, los detritos orgánicos aparecen colo-
reados de azul, mientras que los huevos íntegros permanecen con coloración marronácea o dorada, ya que el colo-
rante es incapaz de penetrar la pared (Kaufmann, 1996). 

La identificación de los huevos observados en la coprología cuantitativa y cualitativa (figura 4) debe basarse 
en claves dicotómicas, como por ejemplo las de Thienpont et al., (1986). 
 

 
Figura 4. a) Huevo de Parascaris spp. (izquierda) y huevo de tipo estrongílido (derecha), 280x.  

b) Huevo de Anoplocephala spp., 300x (fotografías cedidas por Bernardo Melo-Franco). 

COPROCULTIVO 
La gran semejanza entre los huevos de EGI hace impracticable su identificación en cuanto a especie y género 

(Lichtenfels et al., 2008; AAEP, 2013; Reinemeyer & Nielsen, 2013). Para solventar esta limitación es esencial 
proceder a la realización de coprocultivos, a partir de los cuales se obtienen larvas de tercer estadío (L3) con ca-
racterísticas morfológicas bien distintas (Russell, 1948; Bevilaqua et al., 1993). Con este objetivo es indispensable 
reunir tres condiciones claves para la eclosión y adecuado desarrollo larvario, es decir, humedad, oxigenación y 
temperatura (Madeira de Carvalho, 2001). 

Adoptando la metodología implementada por Madeira de Carvalho (2001), se colocan heces frescas en un va-
so de plástico hasta hacer un 75 a 85 % de su volumen, nunca comprimiendo las heces. Con ayuda de una varilla 
de vidrio se crea una columna de aire en el centro de la muestra. Se sella el vaso con papel de aluminio, que debe 
ser perforado posteriormente, y se humedece con agua fría. Los vasos se disponen en una bandeja que contiene 
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agua fría y que es colocada en una estufa a una temperatura próxima a los 27 oC y una humedad relativa en torno 
al 75 %, durante 14 días. 

Durante este periodo las muestras deben ser monitorizadas regularmente para evitar la desecación, corrigién-
dola, si es necesario, con la adición de agua fría a la bandeja. Cuando termina dicho intervalo de tiempo, se retira 
el papel de aluminio de cada vaso procedente de la estufa, siendo previamente rellenado de agua y vertido sobre 
una placa de Petri, a la que posteriormente se le añaden 15-20 ml de agua. 

El hidro y fototropismo mostrado por las larvas de los estrongílidos nos permiten recogerlas del líquido exis-
tente en la placa de Petri que circunda el borde del vaso, lo que es realizado con la ayuda de un embudo colocado 
sobre un tubo de ensayo. Para maximizar el rendimiento del coprocultivo, los vasos se mantienen invertidos du-
rante 24 h. Los tubos de ensayo se sellan con un trocito de Parafilm para reducir la concentración de oxígeno (fi-
gura 5) y, por consiguiente, el metabolismo larvario (Madeira de Carvalho, 2001). 
 

 
Figura 5. a) Preparación de los coprocultivos simultáneamente con las técnicas cuantitativas y cualitativas. b) Vasos de  

coprocultivo con papel de aluminio. c) Vasos de coprocultivo invertidos sobre placas de Petri. d) Tubos de ensayo 
 con el líquido resultante del coprocultivo, sellados con Parafilm (fotografías cedidas por Bernardo Melo-Franco). 

 
Las muestras con L3 se pueden conservar a temperatura de refrigeración (4-5 ºC) durante un periodo de hasta 

4 meses; una buena conservación de las larvas facilita su posterior identificación. Antes de la observación, se debe 
agitar el tubo para dispersar las L3 en el sobrenadante y, con ayuda de una micropipeta, se recoge una alícuota de 
100 µl y se coloca entre porta y cubreobjetos (24x50 mm) (figura 6). 
 

 
Figura 6. a) Detalle del soporte de tubos de ensayo sobre acumulador de frío (en azul). b) Poyata de trabajo  
con el material necesario para la identificación de larvas (fotografías cedidas por Bernardo Melo-Franco). 
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La identificación de las L3 obtenidas en el coprocultivo debe basarse en claves dicotómicas, como las pro-
puestas por Madeira de Carvalho et al. (2004, 2007 y 2008), que las diferencian según caracteres morfométricos 
tales como, la presencia o ausencia de vaina, número, forma y organización de las células intestinales, longitud 
total de la larva, de la cola, y de la vaina, entre otros (figura 7). Como la identificación de las diferentes especies 
de la subfamilia Cyathostominae a partir de las L3 es difícil, se hace distinción de 8 morfotipos larvarios, de A a 
H, del género Cyathostomum, tal como es propuesto e implementado por Madeira de Carvalho (2001). En rela-
ción a otros morfotipos larvarios se destacan los del género Strongylus, con especial interés en Strongylus vulga-
ris, debido a su elevado poder patógeno, cuyas L3 presentan 28-32 células intestinales (Madeira de Carvalho et 
al., 2007). 
 

 
Figura 7. a) L3 de Cyathostomum spp. tipo A. b) L3 de Cyathostomum spp. tipo C. c) L3 de Triodontophorus serratus. 

 La escala corresponde a 100 µm (fotografías cedidas por Bernardo Melo-Franco). 

TEST DE LA CINTA ADHESIVA 
Debido al peculiar comportamiento de oviposición de Oxyuris equi, caracterizado por la migración de las 

hembras hacia el recto y ano, los huevos depositados se acumulan en la zona perianal y perineal. Así, generalmen-
te, éstos no se encuentran en el método de flotación, pudiendo aparecer cuando la muestra fecal es recogida direc-
tamente del recto mediante guante obstétrico lubrificado (Reinemeyer & Nielsen, 2013). 

Así, la técnica más frecuentemente empleada para el diagnóstico de esta parasitosis es la de la cinta adhesiva. 
Dicha metodología consiste en la aplicación de un fragmento de cinta adhesiva en la piel de la región perianal y 
perineal de los equinos, hasta que se pierda su adherencia. Seguidamente, con otro pedazo de cinta, se pega el 
primero sobre un portaobjetos y se observa al microscopio (figura 8). 
 

 
Figura 8. a) Cinta adhesiva con detritos de las regiones perianal y perineal, fijada en un portaobjetos con ayuda de otro 

 pedazo de cinta. b) Masa amarillenta de huevos de Oxyuris equi, 10x. c) y d) Huevos de Oxyuris equi con larvas, 
 aumentos de 110x y 300x, respectivamente (fotografías cedidas por Bernardo Melo-Franco). 

PARTICULARIDADES DE LAS TÉCNICAS DE OBSERVACIÓN AL MICROSCOPIO 
En un primer abordaje, la observación de la cámara de McMaster al microscopio óptico compuesto debe rea-

lizarse con el objetivo menor (4x) y sólo después con objetivos mayores (10 y 20x). La misma lógica y las mismas 
consideraciones son extensibles a la observación de las láminas de cinta adhesiva conteniendo los huevos de oxiú-
ridos, así como en la técnica de flotación, de sedimentación natural y en el coprocultivo. En las dos últimas se usa 
un cubreobjetos de mayores dimensiones y un mayor volumen de solución, en la medida en que se buscan parási-
tos poco comunes o de distribución irregular en la masa fecal (Kaufmann, 1996; Zajac & Conboy, 2012). 

Para facilitar la visualización de los caracteres morfométricos utilizados en la identificación larvaria, princi-
palmente de las células intestinales, puede usarse solución de lugol. No obstante, ha de hacerse rápido, puesto que 
5 minutos pueden ser suficientes para que el lugol mate las larvas y cause su deterioro, haciéndose indistinguibles 
las células intestinales. Otra forma de disminuir la motilidad de las larvas pasa por colocar los portaobjetos y los 
tubos de ensayo sobre un acumulador de frío, recientemente retirado del congelador (Reinemeyer & Nielsen, 
2013). 
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Los huevos de oxiúridos pueden estar presentes en cantidad reducida, lo que implica un examen minucioso 
(Reinemeyer & Nielsen, 2013). Cuando la técnica de la cinta adhesiva se realiza en campo y a varios animales 
(sin posibilidades de lavarse las manos o cambiar de guantes entre muestreos), los huevos contenidos en el interior 
de las impresiones digitales no deben ser considerados durante el examen, pues las formas parasitarias pueden 
pertenecer a animales testados con anterioridad. 

Para una correcta observación al microscopio es necesario entender la importancia de una iluminación ade-
cuada del campo de visualización. Más allá del regulador de intensidad luminosa, el diafragma y el condensador 
son dos componentes indispensables en esta tarea. El diafragma permite regular la cantidad de luz incidente en el 
campo de visión, y el condensador distribuye regularmente y orienta la luz emitida por la fuente luminosa sobre el 
campo de visión. Así, en la técnica McMaster, en la que la cámara tiene un gran volumen, generalmente oscuro, el 
condensador debe estar lo más subido posible y el diafragma bien abierto. Para las restantes técnicas, dado el re-
ducido espesor del portaobjetos y la claridad de las muestras, el condensador debe estar más alejado de la pletina y 
el diafragma más cerrado, con objeto de mejorar el contraste y la definición de las estructuras. 

La complicación más frecuente en la identificación de las larvas obtenidas en el coprocultivo consiste en la 
contaminación de las muestras por nematodos de vida libre, que tienden a aparecer en las muestras recogidas del 
suelo, aun siendo frescas. Son fáciles de distinguir de las L3 de estrongílidos, en la medida en que no tienen vaina 
ni cola en forma de látigo, no tienen células intestinales definidas, poseen esófago de tipo rabditiforme (“reloj de 
arena”, con bulbo, istmo y válvula) y aparecen con tamaños diferentes por ser capaces de completar todo su ciclo 
en el ambiente (Reinemeyer & Nielsen, 2013). 

CONCLUSIÓN 
Los análisis coprológicos referidos son eficaces, de fácil ejecución y de bajo coste. Además proporcionan in-

formación importante y exhaustiva como el tipo de parásito existente o su estacionalidad, la magnitud de la infec-
ción, el momento oportuno para la desparasitación y la eficacia del antihelmíntico administrado. De esta forma, es 
posible esbozar planes de control parasitario adecuados y coherentes con la realidad parasitológica de cada indivi-
duo y explotación, reduciéndose así el número de tratamientos antiparasitarios y potenciales resistencias farmaco-
lógicas. 
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