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RESUMEN 

Una de las herramientas útiles para determinar la presencia y la cantidad de los huevos de parásitos 

en los equinos, es su examen microscópico de sus heces, por lo que en el presente trabajo se propuso 

establecer la eficiencia de las técnicas Mini-Flotac y McMaster en el diagnóstico de parásitos 

helmínticos en equinos pertenecientes al Fuerte Militar “Manabí” y Grupo de Caballería 

Mecanizada “Febres Cordero, así como evaluar el efecto de un desparasitante comercial (Distrosel) 

y su efectividad hasta el día 60 post tratamiento, para lo cual se emplearon 20 ejemplares de 

diferentes razas, con edades entre 5 y 15 años, de los cuales se tomaron las muestras de heces 

directamente del recto de los equinos y que fueron analizadas con las técnicas propuestas. 

Determinándose inicialmente Mini-Flotac que el 100 % de equinos fueron positivos, frente a 85 % 

observado con McMaster, entre técnicas no se encontró diferencias estadísticas, con recuentos de 

651+596 hpg con Mini-Flotac y 504+317 hpg con McMaster y a 60 días se encontraron 299+615 

y 445+641 hpg, respectivamente, siendo los equinos de Febres Cordero que presentan un mayor 

índice de parasitismo. El desparasitante presentó ser efectivo hasta los 15 días pos aplicación, pero 

a los 30 días el 10 % de animales estuvieron parasitados y a 60 días se elevó al 37.50 %, que 

representa un riesgo sanitario, por lo que se recomienda utilizar la técnica Mini-Flotac y elaborar 

programas de desparasitación para cada una de las unidades militares. 

PALABRAS CLAVE:  

• MINI-FLOTAC 

• MCMASTER 

• PARÁSITOS 

• EQUINOS 
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ABSTRACT 

One of the useful tools to determine the presence and quantity of parasite eggs in equines, is their 

microscopic examination of their feces, so in the present work it was proposed to establish the 

efficiency of the Mini-Flotac and McMaster techniques in the diagnosis of helminth parasites in 

equines belonging to the Military Fort "Manabí" and the Mechanized Cavalry Group "Febres 

Cordero, as well as to evaluate the effect of a commercial dewormer (Distrosel) and its 

effectiveness until day 60 after treatment, for which purpose they were used 20 specimens of 

different breeds, with ages between 5 and 15 years, from which the stool samples were taken 

directly from the equine rectum and which were analyzed with the proposed techniques. 

Determining initially Mini-Flotac that 100% equines were positive, compared to 85% observed 

with McMaster, between techniques no statistical differences were found, with counts of 651 + 596 

epg (eggs per gram) with Mini-Flotac and 504 + 317 epg with McMaster and 60 days were found 

299 + 615 and 445 + 641 epg, respectively, with the Febres Cordero equines showing a higher rate 

of parasitism. The dewormer was effective until 15 days after application, but after 30 days 10% 

of animals were parasitized and 60 days later it rose to 37.50%, which represents a health risk, so 

it is recommended to use the Mini-Flotac technique and develop deworming programs for each of 

the military units. 

KEYWORDS:  

• MINI-FLOTAC 

• MCMASTER 

• PARASITES 

• EQUINES 

• DEWORMER
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CAPITULO 1 

PLANTEAMIENTO DEL PROBLEMA 

1.1. Antecedentes 

Las enfermedades parasitarias son por su frecuencia y duración uno de los grupos de 

enfermedades infecciosas más prevalentes en el mundo. El riesgo que suponen para la salud es 

enormemente variable dependiendo del organismo y de la inmunidad del hospedador. 

Los caballos al igual todas las especies animales conviven con otros animales que se alojan 

dentro de su organismo o sobre él, utilizando los nutrientes del primero para beneficio del segundo; 

esta relación biológica se conoce como parasitismo; en donde existe un hospedero y un parásito 

que no aporta beneficios a su sustentador. (Solís, 2014) 

Entre las patologías que aquejan con mayor frecuencia a los equinos sometidos a un manejo 

intensivo se encuentran las enfermedades parasitarias las que, bajo determinadas circunstancias, se 

presentan causando cuadros de diarrea, cólico, debilidad, enflaquecimiento e incluso la muerte de 

los animales. (Boch & Supperer, 1983) 

El reconocimiento de los parásitos y las enfermedades parasitarias depende en gran parte de los 

procedimientos diagnósticos de laboratorio y de campo que sirven para establecer, confirmar o 

descartar los diagnósticos presuntivos realizados durante el examen clínico. El diagnóstico de las 

enfermedades parasitarias depende principalmente del examen de las heces (Rodríguez, 2015).  El 

hallazgo de huevos o larvas en las heces puede indicar la presencia de infecciones parasitarias y 

facilitar el diagnóstico de estas enfermedades.  

Las técnicas de McMaster y Mini-FLOTAC se utilizan tanto en parasitología veterinaria como 

en humana para el recuento de huevos fecales de parásitos helmintos. El método Mini-FLOTAC 

se ha desarrollado recientemente con el objetivo de combinar la sensibilidad y los bajos costos, a 
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fin de permitir que los laboratorios en entornos con recursos limitados cuenten con un buen método 

cuantitativo para fines de diagnóstico y epidemiológicos. (Barda, y otros, 2013) 

La técnica McMaster es usada para demostrar y contabilizar huevos de helmintos en muestras 

fecales. Si bien proporciona una valiosa ayuda diagnóstica, se requiere de cuidado con la 

interpretación de los datos obtenidos, debido a que tanto los resultados cualitativos como 

cuantitativos pueden ser influenciados por toda una variedad de factores. (Gibbons, Jacobs, Fox, 

& Hansen, 2011). 

Las técnicas Flotac, utilizan el aparato Flotac y se basan en la flotación por centrífuga de una 

suspensión de muestra fecal y la posterior lectura de la porción apical de la suspensión flotante 

(Cringoli, Rinaldi, Maurelli, & Utzinger, 2010).  A pesar de la alta sensibilidad, una limitación 

principal de las técnicas Flotac es la complejidad del método que implica la centrifugación de la 

muestra con un dispositivo específico, equipo que a menudo no está disponible en laboratorios en 

países en desarrollo. (Knopp, y otros, 2009) 

Para superar este cuello de botella, bajo la "estrategia FLOTAC" de mejorar la calidad del 

diagnóstico copromicroscópico, se ha desarrollado un nuevo dispositivo simplificado, el mini-

FLOTAC. Una de las principales ventajas de este nuevo método es que se puede transferir y realizar 

más fácilmente en laboratorios con instalaciones limitadas debido a la falta de una etapa de 

centrifugación. (Barda, y otros, 2013) 

Sin embargo, los helmintos transmitidos por el suelo y la infección por protozoos intestinales 

están muy extendidos en los países en desarrollo, pero rara vez se realiza un diagnóstico preciso 

(Barda, y otros, 2013); siendo necesario determinar la prevalencia de los parásitos 

gastrointestinales que afectan a la población de équidos, para definir los requerimientos de un 

correcto programa de sanidad, prevención de enfermedades y control de parásitos. Aunque el 
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programa exacto varía de una granja a otra, los principios básicos son los mismos y de allí la 

importancia de realizar pruebas diagnósticas antes de instaurar cualquier plan sanitario. (Bedoya, 

Díaz, Arcila, & Reyes, 2011) 

1.2. Justificación e importancia 

En el Ecuador, las parasitosis del sistema digestivo y el aparato respiratorio son las más comunes 

y las que causan más pérdidas en las explotaciones pecuarias (Radostits, Gay, Blood, & Hinchcliff, 

2000).  Los parásitos intestinales pueden afectar negativamente algunos índices de la producción 

mundial equina, así lo sugiere un estudio epidemiológico que se desarrolló en la Universidad 

Nacional de Río Cuarto, Argentina, en marzo del 2001. (Tolosa, 2001) 

Las poblaciones parasitarias en comunidades animales han aumentado en gran medida por el 

manejo no apropiados de fármacos utilizados para su control (FAO, 2003), generando resistencia 

en las poblaciones descendientes (Kaplan, 2002). Estas parasitosis afectan a la salud de los 

animales incrementan los costos en el mantenimiento por pérdidas de peso, alteraciones 

reproductivas y en casos graves la muerte. (Barriga, 2002) 

Bedoya, Díaz, Arcila, & Reyes (2011), estudiaron la prevalencia de parásitos gastrointestinales 

en équidos del municipio de Oiba, Santander (Colombia), mediante la técnica coprológica de 

McMaster; determinando que el 92% de animales presentaban parásitos y solo un 8% sin parásitos, 

lo que significa que en general es pobre el estado sanitario, sufren de cargas parasitarias que 

posiblemente afectan su rendimiento metabólico, y corrobora el bajo conocimiento al respecto por 

parte de los propietarios de dichos animales, lo que ha hecho que los parásitos mantengan una 

población infestante que deteriora su salud. 

Las consecuencias ocasionadas por enfermedades como la endoparasitosis es de hecho un grave 

problema, también hay que recalcar que existe el desconocimiento de programas de control de 
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parásitos, o el manejo de antiparasitarios, todo lo mencionado conlleva a signos como: cólicos, 

diarreas, anorexia, apatía, pelaje hirsuto, y un mal rendimiento de los caballos ya sea para carga, 

rodeo, adiestramiento, el arreo de ganado vacuno, entre otras actividades. (Chicaiza, 2015) 

Bajo este entorno, es necesario la realización de análisis coproparasitarios previos a cualquier 

tratamiento, de este modo se determinará la carga parasitaria y el o los tipos de parásitos presentes 

en la muestra de heces de cada caballo. Con ello posterior al tratamiento se podrá verificar si tuvo 

acción o éxito el fármaco (antihelmíntico) utilizado, que de preferencia se lo debe suministrar por 

vía oral. (Sumano & Ocampo, 2006) 

1.3. Objetivos 

1.3.1. Objetivo General 

• Utilizar la técnica Mini-Flotac en el diagnóstico y control de parasitosis de caballos en las 

Unidades Militares Fuerte Militar “Manabí” y Grupo de Caballería Mecanizada “Febres 

Cordero”. 

1.3.2. Objetivos Específicos 

• Estudiar la presencia de parásitos helmínticos y su carga parasitaria en equinos de las Unidades 

Militares Fuerte Militar “Manabí” y Grupo de Caballería Mecanizada “Febres Cordero 

mediante las técnicas Mini-Flotac y McMaster. 

• Comparar la efectividad de las técnicas Mini-Flotac y McMaster en la determinación de las 

cargas parasitarias en las heces de los equinos, antes y después de aplicar un desparasitante 

comercial. 

• Evaluar el efecto del desparasitante comercial (Distrosel) en el control de parásitos helmínticos 

y establecer su periodo de efectividad. 
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1.4. Hipótesis 

Ho: La técnica Mini-Flotac es más eficiente que la técnica de McMaster en la determinación de 

las cargas parasitarias en las heces de los equinos. 

Ho: La técnica Mini-Flotac no es más eficiente que la técnica de McMaster en la determinación 

de las cargas parasitarias en las heces de los equinos. 
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CAPÍTULO II 

REVISIÓN DE LA LITERATURA 

2.1. Los equinos 

2.1.1 Origen e importancia de los equinos 

El caballo es un mamífero doméstico, herbívoro, solípedo, de la familia Equidae. Se estima su 

domesticación aproximadamente en 3.600 años A.C en las estepas asiáticas, aunque hasta hoy se 

mantienen en estado salvaje en diversas zonas del mundo. El hombre lo ha usado como animal de 

trabajo y transporte, también como complemento muy importante en los ejércitos a través de la 

historia, y como fuente de alimentación en algunas culturas. En la actualidad, su mayor relación 

con la especie humana es como animal de deporte y recreación (Laboratorio Drag Pharma, 2018). 

Los caballos son animales de compañía, de trabajo, de deportes y productores de carne, 

proveyendo una gran importancia económica a una gran cantidad de países desarrollados. En los 

Estados Unidos los caballos, ponis, mulas, burros y asnos suman alrededor de 9 millones. En países 

menos desarrollados los caballos sirven como animales de trabajo para la producción agrícola y 

tareas cotidianas. Los caballos brindan compañía y entretenimiento a muchas personas a nivel 

mundial. (Spickler, 2018)  

La evolución del caballo corresponde principalmente a cuatro tipos básicos, de los cuales 

descienden las razas existentes actualmente (Solla, 2016):  

• El caballo del bosque, de tipo sólido, con cabeza y cascos grandes, muy posiblemente el 

fundador de los caballos de sangre fría y razas de tiro.  

• El caballo de la meseta, de tipo más fino, del cual descienden los pequeños y resistentes caballos 

mongoles semisalvajes.  

• El caballo de la estepa, de un tipo más ligero, origen de razas orientales como el caballo árabe 
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y el barbo, antecesores del pura sangre; y, 

• El caballo de la tundra, de tipo grande y pesado, como el yukat proveniente de las regiones 

polares y que parece ser el único descendiente. 

2.1.2. La salud del caballo 

En un sentido estricto, se define salud como el estado en que el organismo ejerce normalmente 

todas sus funciones naturales (Espinoza, 2015).  Así, en producción animal, el término se refiere al 

bienestar fisiológico de un animal, concepto amplio que no sólo remite a la presencia o ausencia 

de enfermedades infecciosas, sino que comprende también a las enfermedades no infecciosas, 

hacinamiento, stress, cansancio, nutrición, disponibilidad de agua, temperatura, limpieza, atención 

y cuidado, al abrigo y cualquier otro factor que altere dicho bienestar fisiológico. (De Gea & De 

Trolliet, 2001) 

Para que alcance su máximo potencial productivo el concepto de Salud Animal, es necesario 

destacar las tres grandes funciones de Salud: recuperación, protección y fomento. La recuperación 

comprende a las prácticas de clínica, terapéutica, cirugías y todas las actividades específicas del 

campo de la medicina veterinaria. La función de protección está ligada a las acciones preventivas 

poblacionales como las vacunaciones, los aislamientos, terapias, etc. La función de fomento se 

orienta a estimular los rasgos productivos para alcanzar la máxima productividad y comprenden 

acciones de nutrición y genética. (Sanz, 2010) 

En los equinos, como en todo ser vivo, la sanidad es fundamental para un buen desarrollo y 

rendimiento que se traducirá en una mejor calidad de vida y en el caso de crianza con una mejora 

genética. Muchos aspectos tienen una influencia directa sobre la sanidad del equino, desde el propio 

entorno donde vive, hasta la alimentación que dispone y, por supuesto, su correcta utilización, ya 

sea por el deporte o por el ocio (Gobierno de las Islas Baleares, 2018).  Sin embargo, en muchas 
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ocasiones se olvidan partes fundamentales del cuidado y la atención de los caballos que deberían 

estar siempre presentes para garantizar su salud, por lo que conviene tener en mente ciertos puntos 

imprescindibles para garantizar la salud mental y física de los caballos, como son (Escuela 

Veterinaria MasterD, 2017):  

2.1.2.1. Alimentación 

La alimentación es uno de los puntos clave. La dieta debe estar adaptada a cada individuo en 

función de la actividad que realice y su edad. Así mismo, es importante que haya un correcto 

balance entre el pienso proporcionado y el forraje que debe ser suficiente y de buena calidad. De 

igual modo, el caballo debe tener acceso a agua limpia suficiente en todo momento. (Escuela 

Veterinaria MasterD, 2017) 

2.1.2.2. Actuaciones veterinarias 

En cuanto a las actuaciones veterinarias rutinarias, que es lo que conocemos como medicina 

preventiva, hay que tener en mente que es importante realizar análisis de desparasitaciones cada 

tres o cuatro meses, preferentemente con un análisis coprológico previo para saber qué producto 

será más adecuado. Tampoco hay que olvidar vacunaciones importantes como la influenza o gripe 

equina y, por supuesto, el tétanos. Así mismo, una revisión dental, por lo menos una vez al año, es 

importante para detectar problemas dentales que puedan afectar a la masticación o, incluso, a la 

hora de montar al caballo. (Escuela Veterinaria MasterD, 2017) 

2.1.2.3. Ejercicio 

Los caballos son animales que necesitan realizar ejercicio. Este ejercicio viene dado 

generalmente por las actividades ecuestres como doma, salto, entrenamientos o paseos. Pero 

también es importante que si el jinete no puede sacar al caballo tengamos alguna posibilidad de 

ejercitar al caballo a la cuerda o mediante un caminador. (Escuela Veterinaria MasterD, 2017) 
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2.1.2.4. Relaciones sociales 

Sin duda una parte muy importante de la felicidad y salud mental del caballo implica relaciones 

sociales con otros caballos y muchas veces, lamentablemente, se olvidan de este punto tan 

necesario para su salud. Lo ideal sería tener un paddock o un prado donde poder soltar a los caballos 

que se lleven bien entre ellos para que se relacionen y convivan. Esto no solo permite que los 

caballos expresen sus comportamientos sociales naturales, además es muy positivo para que el 

caballo se mueva y paste libremente esas horas que no vamos a montarlo. (Escuela Veterinaria 

MasterD, 2017) 

La sanidad animal es un componente esencial del bienestar de los animales y un motivo de 

interés creciente para muchos consumidores. Es responsabilidad de todos los gobiernos garantizar 

las alianzas que permitan un mejor control de las enfermedades de los animales. Las alianzas entre 

los agricultores, veterinarios oficiales y veterinarios privados son esenciales. (OIE, 2012) 

Las enfermedades más frecuentes se pueden dividir en, enfermedades que afectan el aparato 

digestivo, al sistema respiratorio, al aparato locomotor y enfermedades parasitarias. (Gobierno de 

las Islas Baleares, 2018) 

2.2. Los parásitos de los caballos 

El mayor número de parásitos se encuentra frecuentemente en el tracto digestivo. Son los 

llamados endoparásitos gastrointestinales. En el caballo, es común la presencia de parásitos 

blancos, grandes, redondos o planos, y de larvas de moscas rojizas o amarillentas perceptibles a 

simple vista. Aunque es evidente que, a mayor número de parásitos, mayores repercusiones, pero 

no siempre ocurre así. Existen algunas especies como Strongylus vulgaris o Anoplocephala 

perfoliata que, por las peculiaridades de su ciclo biológico o por su localización, no requieren de 

la presencia de muchos parásitos para tener consecuencias graves. (Mundo Ecuestre, 2004) 
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Los caballos siempre se encuentran susceptibles a sufrir infestaciones parasitarias, cuando 

ocurre se refleja inmediatamente en el desempeño del animal, es decir, disminuye la productividad, 

el desarrollo, la función zootécnica, etcétera. Las consecuencias de una infestación parasitaria están 

influidas por el ciclo biológico de los parásitos, el grado de infestación, la especie del parásito 

infectante, la susceptibilidad del organismo infestado, el clima, la zona geográfica, la alimentación, 

entre otras. Los parásitos afectan a los caballos en sus diferentes etapas de crecimiento y es casi 

imposible que un caballo se encuentre totalmente libre de éstos, por lo que es importante llevar un 

control parasitario para disminuir al máximo la carga parasitaria, de no ser así los caballos sufrirán 

las consecuencias, que pueden ser de gravedad. Los equinos son susceptibles a contraer distintas 

enfermedades parasitarias a lo largo de toda su vida. Las condiciones de vida y la edad de los 

caballos van a determinar los géneros parasitarios que van a afectar a los mismos. (Velazquez, 

2012) 

Los efectos de los parásitos internos en el caballo varían desde la presencia de pelo mal crecido 

y áspero, a un caballo mal nutrido, a un caballo con cólico que podría hasta morir. Los parásitos 

internos reducen la habilidad del caballo a resistir infecciones, roban al caballo de nutrientes 

valiosos y en ciertos casos, hasta causan daños permanentes a los órganos internos. (American 

Association of Equine Practitioners, 2018) 

La infestación con parásitos causa pérdida de nutrientes o sangre del huésped, y serios 

problemas económicos y médicos en el manejo de caballos. Mientras es obviamente costoso 

alimentar caballos agobiados de parásitos, el consumo de nutrientes y sangre puede causar una 

severa pérdida de condición, disminuir el crecimiento, y reducir el rendimiento reproductivo y 

atlético. (MacAllister & Freeman, 2001) 
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2.2.1. Ciclo de vida 

El ciclo de vida de la mayoría de los parásitos internos implica huevos, larvas (gusanos 

inmaduros) y los adultos (gusanos maduros). Los huevos o larvas se depositan en el terreno en el 

estiércol de un caballo infectado. Son ingeridos mientras que el caballo pasta, y las larvas maduran 

a adultos dentro el sistema digestivo del caballo (estómago o los intestinos). En algunas especies 

de parásitos, las larvas migran fuera del intestino y entran en otros tejidos y órganos, antes de volver 

al intestino y madurar en adultos que producen huevos. (American Association of Equine 

Practitioners, 2018) 

2.2.2. Signos de parasitismo 

Contrario a la creencia popular, los caballos pueden tener una cantidad alarmante de parásitos 

internos sin mostrar signos o síntomas de falta de salud. En algunos individuos, especialmente los 

caballos jóvenes, los caballos con parásitos pueden mostrar síntomas visibles. Los signos comunes 

de parasitismo incluyen los siguientes: pelaje áscaro y deslumbrado, letargo (poca energía) o 

depresión; poca resistencia; crecimiento pobre o pérdida de condición; crecimiento lento en 

caballos jóvenes; barriga gorda (especialmente en caballos jóvenes); cólico y diarrea. (American 

Association of Equine Practitioners, 2018) 

2.2.3. Especies de parásitos frecuentes en los caballos 

Son muchas las especies de parásitos que pueden llegar a albergar los équidos. Hay una relación 

directa entre las condiciones medioambientales y de manejo en las que viven los caballos y los 

parásitos que puedan llegar a tener. Los animales con acceso al pasto, en contacto continuo con 

praderas contaminadas con sus propias heces, tienen muchas más posibilidades de estar parasitados 

que animales alojados en boxes. Pero no hay que olvidar que los animales estabulados no viven 

permanentemente encerrados: en las salidas diarias o esporádicas que realizan, o a través de la 
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alimentación, pueden tener acceso a formas parasitarias que los infecten. La climatología influye 

también de forma decisiva: España es un país de clima templado, muy favorable para el desarrollo 

y la supervivencia de la mayoría de los parásitos. También conviene recordar que los actuales 

cambios climáticos a nivel mundial están modificando de forma decisiva la temperatura y 

pluviosidad de muchas áreas españolas, lo que tienen una repercusión directa en el ciclo externo 

de muchos parásitos. (Mundo Ecuestre, 2004) 

American Association of Equine Practitioners (2018), indica que hay más de 150 especies de 

parásitos internos que pueden infectar a los caballos. Los más comunes y molestosos son los 

siguientes: 

• Estróngilos grandes 

• Estróngilos pequeños 

• Áscaris 

• Tenias / céstodes 

• Parásitos pulmonares 

• Oxiuros 

• Reznos estomacales 

• Estrongyloides 

Probablemente los más importantes en términos de riesgo para la salud son los primeros cuatro: 

estróngilos grandes y pequeños, áscaris y tenias. 

2.2.3.1. Strongyloides o Estrongilados 

Los Strongyloides son vermes muy pequeños de 2 a 9 mm de largo que parasitan el intestino 

delgado. El modo de infección es percutáneo, a través de la ingestión de larvas infectivas, y por vía 

transmamaria, dado que las larvas permanecen arrestadas en las glándulas mamarias de la yegua y 
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se movilizan al momento de la lactancia. Esto explica la presencia de la parasitosis en animales 

muy jóvenes. (Velazquez, 2012)  

Las especies más patógenas son las que, una vez ingeridas las larvas, requieren unas condiciones 

especiales para madurar y atraviesan la pared intestinal para encontrarlas. Son los estrongilados 

denominados migratorios y los más patógenos. Entre ellos destaca Strongylus vulgaris, que 

encuentra esas condiciones sólo en el torrente sanguíneo de la arteria mesentérica donde se van a 

localizar las larvas. Allí permanecen alimentándose y creciendo hasta cuatro meses, llegando a 

alcanzar un tamaño de dos centímetros y provocando lesiones en las paredes arteriales muy 

importantes. Al cabo de ese tiempo regresan al intestino y, tras un breve periodo final de 

maduración, alcanzan el estado adulto en el interior del intestino grueso. Tras la cópula de los 

vermes hembras con los machos, cada hembra comienza a eliminar unos cinco mil huevos al día.  

Los adultos se alimentan de sangre, pero los mayores daños se deben al desarrollo larvario. La 

continua ingestión de larvas y las continuas lesiones de las arterias provocan la inflamación de la 

pared con aparición de trombos. Si alguno de ellos se libera y discurre por el torrente circulatorio 

puede ocluir arterias de menor calibre y causar la falta de irrigación de un segmento intestinal. La 

consecuencia directa es la aparición de un cuadro clínico con un intenso dolor cólico. Si el 

segmento intestinal no irrigado es muy grande puede ocasionar la muerte del animal. (Mundo 

Ecuestre, 2004) 

2.2.3.1.1. Estróngilos grandes 

También se les llaman gusanos de sangre o vermes filiformes rojizos. El ciclo de vida del 

estróngilo se inicia en el tracto intestinal, donde la hembra del gusano deposita los huevos los cuales 

son eliminados con las heces. Bajo condiciones ambientales ideales (incluyendo calor y humedad), 

los huevos se convierten en larvas en el estiércol. Las larvas infestantes migran hacia los pastos, 
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donde permanecen hasta que el caballo las ingiere. Entonces se desarrollan como larvas parasitarias 

en los intestinos, y emigran a lo largo de las paredes arteriales de varios órganos y eventualmente 

regresan al intestino grueso en la forma joven del parásito. La larva puede causar un daño extensivo 

al revestimiento de los vasos sanguíneos. Los caballos infestados con los grandes estróngilos 

pueden perder su condición física, debilitarse y también pueden presentar pérdida de peso, anemia 

y cólico. En casos extremos, la irrigación sanguínea a los intestinos puede llegar a estar 

completamente bloqueada debido a los estróngilos, resultando en cólico severo y aún fatal. 

(Velazquez, 2012) 

La infección con estróngilos grandes puede causar mal nutrición, pérdida de peso, crecimiento 

pobre en caballos jóvenes, anemia (números bajos de glóbulos rojos) y cólico. Afortunadamente, 

los estróngilos grandes pueden ser controlados eficazmente utilizando la mayoría de los 

desparasitantes para caballos disponibles hoy en día. (American Association of Equine 

Practitioners, 2018) 

Las tres especies de Strongylus grandes que afectan los equinos son Strongylus vulgaris, 

Strongylus edentatus y Strongylus equinus. Se caracterizan por habitar el intestino grueso, miden 

entre 3 y 5 cm, y las formas infectivas son las larvas en tercer estadío que se encuentran en las 

pasturas de las cuales se alimentan los caballos. Una vez en el intestino delgado estas larvas 

efectúan migraciones complejas por distintos órganos y sistema arterial, siendo esta su acción más 

patógena. (Velazquez, 2012) 

El Strongylus vulgaris, la lombriz de la sangre, excava y migra en las paredes de las arterias que 

son el suministro primario de sangre al intestino. Como adultos, estos parásitos pondrán varios 

miles de huevos cada día completando su ciclo de vida. Este ciclo íntegro toma de 6 a 7 meses. Los 

Strongylus endentatus y Strongylus equinus, tienen ciclos de vida similares a excepción de que su 
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migración larvaria se hace primariamente a través del hígado. Esta migración resulta en daño a este 

órgano, pero no es tan peligroso como la migración del S. Vulgaris a través del suministro 

sanguíneo del intestino. Las larvas del S. Endentatus y S. Equinus también regresan al intestino 

donde maduran a adultos, pero su ciclo de vida es aproximadamente de 8 a 11 meses. (MacAllister 

& Freeman, 2001) 

2.2.3.1.2. Estróngilos pequeños 

Los pequeños estróngilos difieren de los grandes estróngilos en varios aspectos. Primero, los 

pequeños estróngilos no emigran por medio de los tejidos como lo hacen los grandes estróngilos. 

Segundo, la larva de los pequeños estróngilos puede llegar a enquistarse. Esto significa que pueden 

penetrar dentro de la pared intestinal y permanecer inactivos esperando las condiciones adecuadas 

para emerger, las larvas de los pequeños estróngilos no son susceptibles a la mayoría de los 

medicamentos antiparasitarios, pueden ocasionar un daño severo en la mucosa. Se puede observar 

cólico y diarrea. Otros signos de la infestación con pequeños estróngilos incluyen la pérdida de 

condición física, peso, falta de brillo en el pelo y retraso en el crecimiento. (Velazquez, 2012) 

Los estróngilos pequeños adultos femeninos son muy prolíficos y sus huevos constan sobre el 

95 % de los encontrados en recuentos de huevos en heces. Cólico y diarrea son síntomas comunes 

en caballos con infecciones severas. Estos parásitos también causan pérdida de peso, crecimiento 

lento en caballos jóvenes, pobre condición del pelo y letargo o falta de energía. Mientras que las 

infecciones más leves no son obvias, es común que la salud general de un caballo y su rendimiento 

mejoren luego del tratamiento contra estos parásitos. (American Association of Equine 

Practitioners, 2018) 

Los huevos de pequeños Strongylus (ciatostomas) aparecen en las heces a partir de las seis 

semanas de infección. (Velazquez, 2012) 
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2.2.3.2. Ascaridios 

Los áscaris son vermes (gusanos) largos y redondos que afectan principalmente a potrillos, 

generan pobre desarrollo y crecimiento, pelo deslucido, debilidad, tos, diarrea, cólico y en casos 

extremos obstrucciones con ruptura intestinal. (Solís, 2014) 

Los áscaris afectan más a menudo a los caballos jóvenes que a los caballos adultos. Los grandes 

gusanos miden de 6 a 12 pulgadas y pueden encontrarse en grandes cantidades en el intestino 

delgado. Su presencia interfiere con la nutrición del potro. Cuadros de cólico, tos y diarrea pueden 

ser el resultado de la infestación con áscaris. Además, pueden causar el bloqueo de los intestinos o 

emigrar hacia los pulmones causando neumonía. 

2.2.3.3. Nematodos 

Entre la gran variedad de parásitos que pueden afectar a los equinos tenemos a los nematodos, 

los cuales pertenecen al phylum Nemathelminthes. Los nematodos son gusanos cilíndricos cuyos 

extremos terminan en punta (Soulsby, 1987). Su cuerpo no posee segmentaciones y su tamaño es 

bastante variable; está cubierto por una cutícula de color blanco nacarado, el cual protege al parásito 

(Vignau, Venturini, Romero, Eiras, & Basso, 2005). Las hembras pueden ser ovíparas, ovivíparas 

o vivíparas. Los huevos pueden eclosionar tanto en el medio ambiente como dentro del hospedador, 

dependiendo de la especie y de algunos factores estimuladores como son los agentes reductores, 

humedad y temperatura. Los nematodos siempre experimentan cuatro mudas durante su desarrollo 

después de la eclosión (larva 1, larva 2, larva 3, larva 4 y/o preadulto). Los parásitos adultos se 

pueden hospedar en una gran variedad de órganos como son los ojos, boca, lengua, estómago, 

intestino, hígado, tráquea pulmones y en cavidades. (Vignau, Venturini, Romero, Eiras, & Basso, 

2005) 
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2.2.3.4. Cestodos 

Son parásitos planos, también denominados Tenias. Los adultos se localizan en el intestino 

delgado o en la unión de éste con el intestino grueso, en la llamada válvula ileocecal. Es en esta 

localización donde estos parásitos provocan el mayor daño.  

La especie más patógena, Anoplocephala perfoliata, se fija a la mucosa de esta zona con sus 

potentes ventosas y origina una inflamación a su alrededor de importantes repercusiones, ya que 

puede alterar los movimientos de la válvula. Se ha relacionado la presencia de este parásito con 

cuadros de cólicos espasmódicos y de impactaciones, o apelmazamiento de la ingesta a nivel del 

último tramo del intestino delgado, justo antes de la válvula. (Mundo Ecuestre, 2004) 

Los adultos son hermafroditas, es decir, en cada uno de ellos se desarrolla un aparato reproductor 

masculino y otro femenino. Suelen copular con otros individuos, pero si llega el caso pueden 

autofecundarse. No eliminan gran cantidad de huevos, por lo que es difícil detectarlos en heces. 

Los huevos deben ser ingeridos por un ácaro de la hierba para continuar su maduración. 

Requieren uno o dos meses para que se desarrolle la larva infectante en su interior y poder ocasionar 

la parasitación de los caballos. La ingestión de ácaros con una larva madura dentro es la única 

forma de parasitarse los équidos. Esto no ocurre con la ingestión directa de huevos del pasto. 

Aunque la presencia de cestodos en los caballos está relacionada con la ingestión de pasto fresco, 

nada hace pensar que sea imposible su transmisión con la hierba seca, siempre y cuando las 

condiciones para la supervivencia de los ácaros se mantengan en el interior de las pacas de 

alimento. (Mundo Ecuestre, 2004) 

2.2.3.51. Parascaris 

Son vermes redondos o nematodos, pero de gran tamaño. Los adultos de Parascaris equorum 

suelen medir entre veinte y treinta centímetros, aunque su tamaño tiende a ser menor cuantos más 
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parásitos hay. Se localizan en el intestino delgado y las hembras son muy prolíficas, eliminan miles 

de huevos al día y, dado que la parasitación por un gran número de parascaris en los potros es muy 

frecuente, un animal parasitado puede llegar a eliminar millones de huevos al exterior en un solo 

día. Estos huevos son altamente resistentes, en su interior madura una larva capaz de sobrevivir 

viable durante años en las condiciones más adversas, y la elevada contaminación del medio por 

animales parasitados hace muy difícil su control. (Mundo Ecuestre, 2004) 

2.2.3.6. Oxiuros 

Aunque estos son menos peligrosos que los otros parásitos internos, los oxiuros causan 

molestias en los caballos porque producen irritación en la región anal. 

 Una de las características de la infestación por oxiuros es el rozamiento en la base de la cola y 

la región anal causando daño en el pelo de la cola y la aparición de áreas alopécicas alrededor de 

la base de la misma. El parásito puede infestar al animal por medio de agua contaminada, granos. 

(Velazquez, 2012) 

2.2.3.7. Gastrófilos 

Son insectos (moscas) cuyas hembras ponen sus huevos en los pelos largos alrededor del hocico 

del caballo y en las rodillas con apariencia de liendres; al desarrollarse la larva ingresa al interior 

de la boca hacia el estómago donde pasa el invierno y alcanza otro estado larvario conocido como 

Barrilito por su forma. Puede provocar dolor a la masticación, cólico y muerte por ruptura gástrica. 

(Solís, 2014) 

Una de las especies que aparece en mayor número y frecuencia que las otras, es Gasterophilus 

intestinalis. La razón de ello es que las larvas que están en el interior de los huevos no eclosionan 

hasta que reciben un estímulo húmedo y caliente.  

Ese estímulo suele estar provocado por el lamido de los animales, momento en el que la larva 
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abandona el huevo y se sitúa sobre la lengua. De esta forma tiene asegurada la entrada en el 

organismo y explica su mayor prevalencia. (Mundo Ecuestre, 2004). 

2.2.4. Importancia del diagnóstico parasitario 

El diagnóstico preciso de las infecciones parasitarias es de importancia fundamental tanto para 

el manejo individual del paciente como para los estudios basados en la población, como los ensayos 

de eficacia de medicamentos y la vigilancia de los programas de eliminación y control de 

enfermedades parasitarias, tanto en la salud pública humana como en la veterinaria (Banoo, 2006). 

Una de las herramientas más útiles en un programa de control del parásito es la cantidad de 

huevos en una muestra fecal, su: examen microscópico del estiércol fresco para determinar la 

presencia y la cantidad de los huevos de parásitos. Esta simple prueba permite al veterinario 

determinar qué parásitos están presentes y si la infección es leve, moderada o grave. Esta 

información es importante en el desarrollo de un programa de eliminación de parásitos para el 

caballo o la granja y en la supervisión de la eficacia del programa (American Association of Equine 

Practitioners, 2018) 

El conteo de huevos fecales implica la recopilación de dos o tres pelotas de estiércol fresco del 

caballo y el envío de la muestra de estiércol a un laboratorio veterinario. Los resultados se expresan 

como huevos por gramo (hpg) de estiércol. Un recuento de huevo fecal de menos de 200 hpg 

sugiere una carga leve de parásitos. Caballos con recuentos elevados de 500-1000 hpg sugieren 

que el intervalo entre el tratamiento con desparasitantes es demasiado largo o que estos parásitos 

no son susceptibles al desparasitante utilizado.  Es importante tener en cuenta que un examen fecal 

negativo no significa que el caballo está libre de parásitos internos (American Association of 

Equine Practitioners, 2018) 
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2.3. Técnicas de diagnóstico 

2.3.1. Técnica de McMaster 

La técnica de McMaster es la técnica de recuento de huevos fecales más utilizada en 

parasitología veterinaria y es defendida por la Asociación Mundial para el Avance de la 

Parasitología Veterinaria (WAAVP por sus siglas en ingles) en sus directrices para evaluar la 

eficacia de los fármacos antihelmínticos en rumiantes (Wood, 1995) y para la detección de 

resistencia antelminítica. (Coles, 2006) 

Se han descrito numerosas modificaciones de la técnica McMaster básica, relacionadas con la 

variación del peso de las heces examinadas, el volumen de agua y / o la solución de flotación 

empleadas, la aplicación de centrifugación adicional, la duración y la velocidad de centrifugación, 

la selección de solución de flotación, el tiempo que la muestra permanece en flotación y el número 

de secciones de la diapositiva de McMaster contados bajo un microscopio. (Pereckiené, 2007) 

2.3.2. Técnica de Wisconsin 

La técnica de Wisconsin consiste en una flotación de tubos en una centrífuga, y este método ha 

sido recomendado para recuperar los huevos de nematodos en el ganado, particularmente para el 

descubrimiento de recuentos bajos de huevos. (Egwand & Slocombe, 1982) 

2.3.3. Técnica de Kato-Katz 

Debido a su simplicidad y costo relativamente bajo, la Organización Mundial de la Salud (OMS) 

recomienda la técnica de Kato-Katz para estudios epidemiológicos y vigilancia relacionados con 

la esquistosomiasis intestinal y los programas de control de helmintiasis transmitidos por el suelo. 

(WHO, 2006) 
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2.3.4. Método de concentración basado en éter 

El método de concentración basado en éter también se usa ampliamente, particularmente en 

laboratorios de referencia (Utzinger, 2010). Dos características importantes del método de 

concentración basado en éter son que primero, las muestras de heces se conservan (por ejemplo, 

en formalina) y, por lo tanto, pueden analizarse en el laboratorio varios días o semanas después de 

la recolección de heces, y segundo, este método permite el diagnóstico de tanto helmintos como 

protozoos intestinales. (Cheesbrough, 2005) 

2.3.5. Deficiencias de los métodos 

Es importante tener en cuenta, que las técnicas mencionadas tienen deficiencias, particularmente 

en entornos de baja intensidad de infección  (Bergquist, Johansen, & Utzinger, 2009).  

Por ejemplo, la técnica de McMaster de la cual hay al menos tres variantes tiene una sensibilidad 

analítica de 50 hpg para el método de McMaster modificado y el método de McMaster modificado 

y mejorado; aún más en el caso de la modificación especial del método de McMaster la sensibilidad 

analítica es inadecuada para un diagnóstico parasitológico riguroso. (Mes, Eysker, & Ploeger, 

2007) 

 La pequeña cantidad de heces examinadas con la técnica de Kato-Katz (generalmente 41.7 mg) 

subyace a su baja sensibilidad analítica de 24 hpg. La sensibilidad del método de Kato-Katz se ve 

comprometida aún más por la variación diaria e intraespecífica de la producción de huevos de 

helmintos (Knopp, y otros, 2009), los problemas relacionados con los retrasos de tiempo 

provenientes de la producción de muestras de heces frescas, la recolección en el campo y el 

procesamiento en los laboratorios y la rápida superación de la información de huevos de 

anquilostoma. (Dacombe, 2007) 

Con respecto a la técnica de Wisconsin, cuando el número de huevos es alto, pueden surgir 
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ineficiencias debido a la falta de precisión en los procedimientos de conteo de huevos debido a la 

ausencia de una rejilla en el cubreobjetos. (Egwand & Slocombe, 1982) 

Las deficiencias del método de concentración a base de éter incluyen el riesgo de incendio y 

explosión, algunas PE podrían romperse o alterarse, y por lo tanto se diagnostican en forma 

insuficiente, y el método es cualitativo en lugar de cuantitativo. (Utzinger, 2010) 

La escasez de herramientas de diagnóstico capaces de detectar infecciones parasitarias de 

múltiples especies con un alto nivel de precisión es una razón subyacente importante por la que se 

sabe tan poco acerca del multiparásitismo. Por ejemplo, en estudios en humanos (Knopp, y otros, 

2008), se recomienda el muestreo repetido de material fecal y el uso simultáneo de diferentes 

herramientas de diagnóstico para fines de investigación. Los exámenes de muestras de heces con 

los métodos de Kato-Katz y de la concentración de éter aumentan la sensibilidad para diagnosticar 

las infecciones por Schistosoma mansoni y helmintos comunes transmitidos por el suelo (Ascaris 

lumbricoides, anquilostoma y Trichuris trichiura). El diagnóstico de infecciones concurrentes de 

Strongyloides stercoralis requiere el uso de métodos adicionales. Por lo tanto, una combinación de 

métodos, idealmente utilizados en muestras de heces consecutivas, es necesaria para evaluar la 

verdadera extensión del poliparasitismo. (Cringoli, Rinaldi, Maurelli, & Utzinger, 2010) 

2.4. Técnica de McMaster 

2.4.1. Propósito 

La técnica McMaster es el método más ampliamente utilizado, pero requiere de cuidado con la 

interpretación de los datos obtenidos, debido a que tanto los resultados cualitativos como 

cuantitativos pueden ser influenciados por toda una variedad de factores. (Gibbons, Jacobs, Fox, 

& Hansen, 2011) 
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La técnica McMaster utiliza cámaras de conteo que posibilitan el examen microscópico de un 

volumen conocido de suspensión fecal (2 x 0.15 ml). Por lo tanto, si se usan un peso de heces y un 

volumen de líquido de flotación conocidos para preparar la suspensión, entonces el número de 

huevos por gramo de heces (hpg) puede ser calculado.  La cámara de McMaster tiene dos 

componentes, cada uno marcado con una rejilla sobre la superficie superior. Cuando la cámara es 

llenada con una suspensión de heces en fluido de flotación, muchos de los detritos se irán al fondo 

mientras los huevos flotan hacia la superficie, en donde pueden ser fácilmente vistos y los que están 

dentro de la rejilla pueden ser contados. (Gibbons, Jacobs, Fox, & Hansen, 2011) 

2.4.2. Fundamento 

El principio de esta técnica de diagnóstico se basa en la utilización de una solución saturada, 

generalmente elaborada con cloruro de sodio, aunque pueden utilizarse otras soluciones saturadas, 

las cuales, por su densidad, permiten que los huevos de helmintos y ooqulstes de protozoarios 

(formas parásitas) presentes en la materia fecal, floten y puedan ser observados y contabilizados 

en una cámara de McMaster, para determinar su cantidad por gramo de heces. En el caso de la 

mayoría de los detritos, se van al fondo, evitando así su interferencia en la observación y 

contabilidad de ooquistes o huevos. (Figueroa, y otros, 2015)  

2.4.3. Material y equipo 

Para realizar la técnica de McMaster se requiere los siguientes materiales y equipos (Figueroa, 

y otros, 2015): 

• Bala magnética. 

• Bolsas de plástico. 

• Cámara de McMaster. 

• Cuchara. 
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• Densímetro de 1:100 a 1:200. 

• Frasco de 30 ml con tapa de plástico (Frasco de McMaster) o probeta de 30 ml con tapa. 

• Gasa. 

• Gotero o pipeta Pasteur. 

• Matraz de vidrio de 4 000 ml 

• Solución saturada de Cloruro de Sodio. 

• Balanza granatarla. 

• Refrigerador. 

• Microscopio compuesto. 

• Contadores de 1 y 5 teclas. 

• Platina con agitador. 

2.4.4. Procedimiento 

Para la aplicación de la técnica de McMaster se sigue el siguiente proceso (Figueroa, y otros, 

2015): 

• Identificar el frasco y la cámara de McMaster que se utilizarán, con la misma identificación de 

la muestra. 

• Homogenizar la muestra que se va a procesar, dentro de la bolsa de plástico o guante de 

palpación, donde se resguarda. 

• Pesar en una balanza o en un frasco de 30 ml (frasco de McMaster o probeta de 30 ml con tapa), 

por medio del desplazamiento del líquido (equivalente aproximadamente a 2 ml), 2 g de la 

muestra fecal problema. 

• Agregar solución salina saturada de Cloruro de Sodio hasta la marca de 30 ml indicada en el 

frasco. También puede medirse el volumen de 28 ml de solución salina fisiológica mediante 
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una pipeta. 

• Agitar la muestra hasta que se disuelva completamente y después de abrir la tapa, colocar una 

gasa en la boca de la probeta antes de introducir el gotero. 

• Inmediatamente con el gotero, tomar un volumen suficiente para llenar el espacio de lectura de 

la cámara de McMaster, evitando la formación de burbujas, en sus dos compartimentos. 

• Dejar reposar de 1 a 2 minutos para que floten las formas parasitarias. 

• Observar al microscopio con el objetivo de menor aumento 10X enfocando los canales 

marcados en la parte inferior del cubreobjetos de la cámara, mediante la observación directa: 

Primero se realiza el diagnóstico diferencial identificando los géneros de parásitos en relación a 

las características morfológicas que presentan los huevos y ooquistes, apoyándose en la bibliografía 

de referencia, o Realizar el conteo de huevos y ooquistes de parásitos en los canales (6 a 10 según 

el fabricante) de la cámara, auxiliado con un contador manual. (Figueroa, y otros, 2015) 

2.4.5. Cálculo de resultados 

Gibbons, Jacobs, Fox, & Hansen (2011), indican que el número de huevos por gramo puede ser 

calculado de la siguiente manera: contar el número de huevos dentro de la rejilla de cada cámara, 

ignorando aquellos fuera de los cuadros; y, multiplicar el total por 50; esto da la cantidad de huevos 

por gramo de heces (hpg).  Por ejemplo:  

12 huevos observados en la cámara 1 y 15 en la cámara 2: Es igual a (12 +15) x 50 = 1350 hpg. 

En referencia a la interpretación diagnóstica sobre la cantidad de ooquistes de protozoarios o 

huevos de helmintos que pueden encontrarse en las heces, mediante esta técnica, puede 

considerarse la información contenida en la Tabla1. 
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Tabla1 

Interpretación diagnóstica y posibles daños ocasionados las diferentes especies de helmintos o 

protozoarios identificados en muestras fecales 

Parásito identificado 
Detección de ooquistes o huevos (por gramo de heces) No. de parásitos que 

provocan daño 
Leve Ligera Moderada Grave 

Criptosporidium spp. <300 301 - 1000 1001 -5000 >10000 Sin datos 

Eimeria spp. <300 301 - 1000 1001 -5000 >5000 Desde 300 

Dictyocaulus spp. 1-100 101-200 200-300 <300 Desde 10 

Fasciola hepática 1 -5 5-10 11-20 >20 Desde 1 

Paramphistomum spp. 1-100 101 -1000 1001 -5000 >5000 Desde 200 

Moniezia spp. 1-100 101-900 901 - 5000 >5000 Desde 1 

Haemonchus spp. <100 101 -300 301 - 2000 >2000 100 

Ostertagia spp. <100 101-300 301 - 2000 >2000 500 

Trichostrongylus spp. <100 101-300 301 - 2000 >2000 2,000 

Bunostomum spp. <100 101-300 301 - 2000 >2000 50 

Cooperia spp. <100 101-300 301 - 2000 >2000 200 

Toxocara spp. <100 101-300 301 - 2000 >2000 20 

Strongyloides spp. <100 101-300 301 - 2000 >2000 200 

Nematodirus spp. <100 101-300 301 - 2000 >2000 50 

Oesophagostomum spp. <100 101 -300 301 -2000 > 2000 25 

Trichuris spp. <100 101-300 301 - 2000 >2000 50 

Fuente: (Figueroa, y otros, 2015) 

2.5. Técnica de Flotac 

2.5.1. Características 

Las técnicas Flotac, son una serie de técnicas multivalentes y copromicroscópicas desarrolladas 

recientemente, basadas en el mismo principio, pero con una gran cantidad de aplicaciones 

potenciales diferentes. Estas técnicas utilizan el aparato Flotac y se basan en la flotación centrífuga 

de una suspensión de muestra fecal y la posterior traducción de la porción apical de la suspensión 

flotante. El desarrollo inicial de Flotac se inspiró en otras técnicas basadas en la flotación, en 

particular los métodos de McMaster y Wisconsin. Sin embargo, una característica central de las 

técnicas Flotac es que proporcionan recuentos de huevos de parásitos en alícuotas fecales grandes 

(hasta 1 g o incluso cantidades más altas de material fecal). Las técnicas Flotac se desarrollaron 

inicialmente para la parasitología veterinaria (Levecke, De Wilde, Vandenhoute, & Vercruysse, 
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2009), y se han extendido a la parasitología humana y se está llevando a cabo una validación a gran 

escala para el diagnóstico de los principales nematodos y trematodos que parasitan a los humanos, 

incluido S. mansoni, y protozoos intestinales. (Knopp, y otros, 2009) 

2.5.2. Ventajas y desventajas 

Las ventajas y desventajas de las técnicas Flotac se han resumido recientemente (Knopp, y otros, 

2009). Un inconveniente es que se requiere un cierto nivel de infraestructura de laboratorio 

(centrífuga de mesa con rotor para placas de microtitulación) para las técnicas Flotac, que a menudo 

no está disponible por la falta de recursos. Además, al igual que con otras técnicas de recuento de 

huevos fecales, la elección de la solución de flotación y el medio de conservación, pueden influir 

en el rendimiento de las técnicas Flotac y el cuidado está indicado con algunos materiales debido 

a la toxicidad ambiental y humana. (Cringoli, Rinaldi, Maurelli, & Utzinger, 2010) 

2.5.3. Aparato Flotac 

Cringoli, Rinaldi, Maurelli, & Utzinger (2010), reportan que el aparato Flotac es un dispositivo 

de forma cilíndrica hecho de termoplástico amorfo de policarbonato. Este material se ha elegido 

debido a su excelente transmisión de luz, alta resistencia al calor, robustez (se puede lavar y 

reutilizar muchas veces) y una alta estabilidad dimensional. El aparato Flotac comprende tres 

componentes físicos, a saber, la base, el disco de transferencia y el disco de lectura. Hay dos 

cámaras de flotación de 5 ml, que están diseñadas para el examen óptimo de grandes suspensiones 

de muestras fecales en cada cámara de flotación (volumen total = 10 ml). 

Existen dos versiones, el aparato Flotac -100, que permite un aumento máximo de x 100, y el 

Flotac -400, que permite un aumento máximo de X 400, este permite un diagnóstico microscópico 

con un aumento de cuatro veces mayor en comparación con Flotac -100, que es necesario para la 

detección de protozoos intestinales, sin embargo, el Flotac-l00, todavía se sugiere para el 
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diagnóstico de huevos y larvas de helmintos. 

2.5.4. Equipos, materiales y reactivos 

La técnica Flotac requiere los siguientes equipos, materiales y reactivos (Cringoli, Rinaldi, 

Maurelli, & Utzinger, 2010): 

2.5.4.1. Equipos y materiales 

- Balanza con precisión de 0,1 g.  

- Contenedores de plástico. 

- Espátula de madera o plástico. 

- Malla de alambre (es decir, un tamiz metálico con una abertura de 250 µm. 

- Tubos de centrífuga de plástico de 15 ml. 

- Pipetas Pasteur. 

- Flotac-100 y / o Flotac-400. 

- Centrífuga con rotor para placas de microtitulación. 

- Microscopio óptico convencional. 

- Hidrómetro. 

- Agitador magnético. 

2.5.4.2. Reactivos 

Para la solución de flotación: 

- Cloruro de sodio (NaCl) 

- Sacarosa (C12H22O11) 

- Formaldehído (CH2O), solución al 40% 

- Sulfato de zinc heptahidratado (ZnS04-7H2O) 

- Nitrato de sodio (NaNO3) 
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- Yoduro de mercurio II (HgI2) 

- Yoduro de potasio (KI) 

- Sulfato de magnesio (MgSO4) 

Para fijadores 

- Formaldehído (CH20), solución al 40% (para formalina 5 y 10%) 

- Trihidrato de acetato de sodio (CH3COONa. 3H2O) (para SAF) (AppliChem, n. ° de cat. 

A1045) 

- Ácido acético glacial (CH3COOH)  

Para el removedor de grasa  

- Éter (C2H5 (2O))  

- Acetato de etilo (CH3COOCH2CH3) 

- Solución salina fisiológica 

2.5.5. Preparación y conservación de reactivos 

Las soluciones de flotación (FS) y los fijadores se pueden almacenar a temperatura ambiente 

(20 a 25 °C) durante un mes (Cringoli, Rinaldi, Maurelli, & Utzinger, 2010): 

- FS1: solución de azúcar de Sheather (gravedad específica 1.20). Agregue 454 g de sacarosa a 

355 ml de agua del grifo (el jarabe de maíz y la dextrosa no son sustitutos adecuados). Disuelva 

el azúcar en el agua agitando con un agitador magnético a fuego bajo o indirecto. Una vez que 

el azúcar se haya disuelto y la solución se haya enfriado a temperatura ambiente, agregue 6 ml 

de formaldehído (40%) para evitar el crecimiento microbiano. Comprueba la gravedad 

específica con un hidrómetro. 

- FS2: Cloruro de sodio saturado (NaCl) (gravedad específica 1.20).  Agregue NaCl a un litro de 

agua tibia (40 a 50 °C) hasta que no salga más sal en la solución (500 g) y el exceso se asiente 
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en el fondo del recipiente. Disolver agitando en un agitador magnético. Para garantizar que la 

solución esté completamente saturada, se debe dejar reposar durante la noche a temperatura 

ambiente. Comprobar la gravedad específica con un hidrómetro, reconociendo que la gravedad 

específica de la solución saturada variará ligeramente dependiendo de la temperatura ambiente. 

- FS3: Sulfato de zinc heptahidratado (ZnS04-7H2O) (gravedad específica 1.20) Agregue 330 g 

de sulfato de zinc heptahidratado a 500 ml de agua del grifo. Disuelva el sulfato de zinc en agua 

con un agitador magnético. Añadir agua del grifo para alcanzar un volumen final de 1 litro. 

Comprobar la gravedad específica. 

- FS4: Nitrato de sodio (NaNO3) (gravedad específica, 1.20). Agregue 315 g de nitrato de sodio 

a 500 ml de agua del grifo. Disuelva el nitrato de sodio en agua. Añadir agua del grifo para 

alcanzar un volumen de 1 litro. 

- FS5: Sacarosa y potasio iodomercurado (solución de Rinaldi) (gravedad específica, 1.25).  

Agregue 600 g de sacarosa a 600 ml de agua del grifo. Disuelva el azúcar en agua con un 

agitador magnético a fuego bajo o indirecto. Una vez que el azúcar se haya disuelto y la 

solución se haya enfriado a temperatura ambiente, agregue 20 ml de solución B. Comprueba la 

gravedad específica con un hidrómetro.  

- Solución B: Agregue 100 g de yoduro de mercurio (II) a 63 ml de agua del grifo. Revuelva 

vigorosamente. Agregue 78 g de yoduro de potasio y revuelva nuevamente.  

- FS6: Sulfato de magnesio (MgSO4) (gravedad específica, 1.28).  Agregue 350 g de sulfato de 

magnesio a 500 ml de agua del grifo. Disuelva el sulfato de magnesio en agua con un agitador 

magnético. Añadir agua del grifo para alcanzar un volumen final de 1 litro. Comprueba la 

gravedad específica con un hidrómetro.  

- FS7: Sulfato de zinc (ZnSO4 7H20) (gravedad específica, 1.35).  Agregue 685 g de sulfato de 
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zinc heptahidrato a 685 ml de agua del grifo. Disuelva el sulfato de zinc en agua agitando en 

un agitador magnético. Comprueba la gravedad específica con un hidrómetro. 

- FS8: Iodomercurato de potasio (gravedad específica, 1.44) Agregue 150 g de yoduro de 

mercurio (II) a 399 ml de agua del grifo. Revuelva vigorosamente. Añadir 111 g de yoduro de 

potasio y remover nuevamente. 

- FS9: Sulfato de zinc y Iodomercurato de potasio (gravedad específica, 1.45). Agregue 600 g 

de sulfato de zinc heptahidrato a 600 ml de agua del grifo. Disuelva el sulfato de zinc en agua 

agitando en un agitador magnético. Una vez que se haya disuelto el sulfato de zinc, agregue la 

solución B. Comprueba la gravedad específica con un hidrómetro. 

- Formalina 5%: Añadir 5 ml de formaldehído (40%) USP a 95 ml de agua desionizada. 

Revuelva vigorosamente y transfiera a un recipiente adecuado.  

- Formalina 10%: Agregue 10 ml de formaldehído (40%) USP a 90 ml de agua desionizada. 

Revuelva vigorosamente y transfiera a un recipiente adecuado.  

- SAF: Agregue 1,5 g de acetato de sodio hidratado a 92,5 ml de agua desionizada. Añadir 2 ml 

de ácido acético glacial. Agregue 4 ml de formaldehído (40%) USP. Agite vigorosamente y 

transfiera a un recipiente adecuado.  

2.5.6. Procedimiento 

2.5.6.1. Recolección de muestras 

Para la recolección de muestras fecales de herbívoros (ganado, búfalos, caballos, ovejas y 

cabras), se requiere de un tiempo de 1 a 2 minutos y su procedimiento es (Cringoli, Rinaldi, 

Maurelli, & Utzinger, 2010): 

- Colocarse guantes desechables y recoja una muestra fecal (en la medida de lo posible) 

directamente del recto. Alternativamente (se aplica principalmente a animales jóvenes), 
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recolecte la muestra fecal (tanto como sea posible) de diferentes partes de la materia fecal total 

eliminadas en un piso seco y limpio con guantes o bolsas de plástico. Dale la vuelta a los 

guantes o bolsas de plástico, haz un nudo, etiqueta con identificador único y fecha. Para envíos 

de rutina a laboratorios de referencia especializados, las muestras fecales pueden enfriarse a 4 

° C y luego envasarse con hielo u otro refrigerante para su envío a través de servicios de 

mensajería.  

- En el laboratorio, homogeneice completamente la muestra fecal (con una espátula) y someta 

una parte de 5 a 10 g a la técnica Flotac correspondiente. 

2.5.6.2. Preparación de muestras 

Cringoli, Rinaldi, Maurelli, & Utzinger (2010), indican que se debe: 

- Diluir cada muestra fecal recolectada en agua del grifo (relación de dilución 1:10). 

- Homogeneizar la muestra a fondo (se sugiere el uso de una batidora de mano). 

- Suspensión del filtro a través de una malla de alambre (apertura de 250 pm). 

- Los siguientes pasos describen los diversos protocolos Flotac que ahora pueden realizarse. 

2.5.6.3. Técnica básica Flotac (una muestra, una FS) 

Cringoli, Rinaldi, Maurelli, & Utzinger (2010), manifiestan que esta técnica básica requiere un 

tiempo de 9 a 10 minutos y comprende las siguientes actividades: 

- Coloque 11 ml de suspensión filtrada en un tubo cónico. Las dos cámaras de flotación del 

aparato Flotac requieren 5 ml cada uno (volumen total de 10 ml); Se necesita 1 ml adicional 

para llenar fácilmente las dos cámaras de flotación. 

- Centrifugar el tubo durante 3 minutos a 1500 rpm (170 RCF) a temperatura ambiente. 

- Deseche el sobrenadante, dejando solo el sedimento en el tubo. 

- Llene el tubo con la solución de flotación (FS) elegida hasta el nivel de 11 ml. 
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- Homogeneizar completamente la suspensión (antes y entre los rellenos) y llenar las dos cámaras 

de flotación del aparato FLOTAC. 

- Cerrar el aparato FLOTAC y centrifugar durante 5 minutos a 120 RCF a temperatura ambiente. 

- Después de la centrifugación, traslade las partes superiores de las cámaras de flotación y 

examine bajo un microscopio. 

2.5.6.4. Técnica dual Flotac (una muestra, dos FS diferentes) 

De acuerdo a Cringoli, Rinaldi, Maurelli, & Utzinger (2010), la dual Flotac requiere un tiempo 

de 9 a 10 minutos en las que se deben realizar las siguientes actividades: 

- Transfiera dos partes de 6 ml de la suspensión filtrada a dos tubos cónicos. Las dos cámaras de 

flotación del aparato Flotac requieren 5 ml cada una; Se necesita 1 ml adicional para llenar 

fácilmente cada cámara de flotación. 

- Centrifugar los dos tubos durante 3 minutos a 1500 rpm (170 RCF) a temperatura ambiente. 

- Después de la centrifugación, deseche el sobrenadante, dejando solo los sedimentos en los 

tubos. 

- Llene los dos tubos con dos soluciónes de flotación diferentes, denominados FSa y FSb, hasta 

el nivel anterior de 6 ml. 

- Homogeneizar completamente las suspensiones (antes y entre los rellenos) y llenar las dos 

cámaras de flotación del aparato FLOTAC con las dos suspensiones fecales: la cámara 1 con 

suspensión en FSa y la cámara 2 con suspensión en FSb. 

- Cerrar el aparato FLOTAC y centrifugar durante 5 minutos a 120 RCF a temperatura ambiente. 

- Después de la centrifugación, traslade las partes superiores de las cámaras de flotación y 

examine bajo un microscopio. 
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2.5.6.5. Técnica doble FLOTAC (dos muestras diferentes, una FS) 

Las actividades a realizarse en la Técnica doble Flotac según Cringoli, Rinaldi, Maurelli, & 

Utzinger (2010), requieren un tiempo de 9 a 10 minutos, y comprende: 

- Coloque 6 ml de cada suspensión filtrada de cada muestra en un tubo cónico. Las dos cámaras 

de flotación del aparato FLOTAC requieren 5 ml cada una; Se necesita 1 ml adicional para 

llenar fácilmente cada cámara de flotación. 

- Centrifugue los tubos durante 3 minutos a 170 RCF a temperatura ambiente. 

- Después de la centrifugación, deseche el sobrenadante, dejando solo el sedimento en cada tubo. 

- Llene cada tubo con el FS elegido hasta el nivel anterior de 6 ml. 

- Homogeneizar completamente las suspensiones (antes y entre los rellenos) y llenar cada una 

de las dos cámaras de flotación del aparato FLOTAC: la primera cámara de flotación con la 

muestra 1 y la segunda cámara de flotación con la muestra 2. 

- Cerrar el aparato FLOTAC y centrifugar durante 5 minutos a 120 g a temperatura ambiente. 

- Después de la centrifugación, traslade las partes superiores de las cámaras de flotación y 

examine bajo un microscopio. 

2.6. Mini-FLOTAC 

2.6.1. Características 

Mini-FLOTAC es una evolución lógica de la técnica FLOTAC, concebida para realizar recuento 

de huevos fecales multivalentes para estudios a gran escala en laboratorios con recursos limitados 

(es decir, donde no se dispone de centrifugación ni de otros equipos básicos). Mini-FLOTAC está 

especialmente diseñado para el monitoreo y la vigilancia epidemiológica, donde un gran número 

de muestras fecales deben ser examinadas de manera rápida y confiable. Su enfoque fácil de usar 

y su alta reproducibilidad se basan en su diseño simple, utiliza solo dos componentes, la base y el 
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disco de lectura. Sin embargo, el dispositivo incluye también dos cámaras de flotación de 1 ml 

diseñadas para el examen óptimo de las suspensiones de muestras fecales lo que da un volumen 

total = 2 ml. (Cringoli, Rinaldi, Maurelli, & Utzinger, 2010) 

Los resultados preliminares muestran que Mini-FLOTAC es una técnica prometedora para 

detectar y contar huevos de helmintos en animales y humanos, y se puede usar en lugar de la técnica 

FLOTAC, en laboratorios donde no se puede realizar la etapa de centrifugación. Mini-FLOTAC 

ya ha sido validado en parasitología veterinaria para el diagnóstico de helmintos en mascotas y 

ganado. (Cringoli, y otros, 2012) 

2.6.2. Equipo mini-Flotac 

El aparato Mini-FLOTAC consta de dos componentes físicos, a saber, la base, el disco de lectura 

y dos accesorios, la llave y el adaptador de microscopio que son muy útiles durante el ensamblaje 

del aparato y el examen bajo un microscopio (Figura 1). 

 Hay dos cámaras de flotación de 1 ml, que están diseñadas para el examen óptimo de las 

suspensiones de muestras fecales en cada cámara de flotación (volumen total = 2 ml).  El Mini-

FLOTAC permite un aumento máximo de 400 ×, que es necesario para la detección de protozoos 

intestinales y para el reconocimiento de los detalles para la identificación de los gusanos 

pulmonares. (Parassitologia Veterinaria, 2018) 

 
Figura 1. Aparato Mini-FLOTAC  
Fuente: (Parassitologia Veterinaria, 2018) 
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Mini-FLOTAC es un método de diagnóstico basado en la flotación de los huevos. Dos cámaras 

(1 ml cada una) se colocan en la base y termina en un disco de lectura. El Mini-FLOTAC forma 

parte de un kit junto con el Fill-FLOTAC, un dispositivo de plástico utilizado para homogeneizar, 

filtrar y verter la muestra en las cámaras de flotación. Las soluciones de flotación (FS) que se 

utilizan son las mismas de los protocolos FLOTAC. (Cringoli, Rinaldi, Maurelli, & Utzinger, 2010) 

2.6.3. Soluciones de flotación 

En la técnica Mini Flotac según Parassitologia Veterinaria (2018), se utilizan dos soluciones de 

flotación (FS): 

FS 2 - Cloruro de sodio saturado (NaCl, gravedad específica 1.200): 

- Combine 1000 ml de agua tibia y aproximadamente 500 gramos de sal hasta que no salga más 

sal en solución y el exceso se deposite en el fondo del recipiente. 

- Disuelva la sal en el agua agitando con un agitador magnético. 

- Para garantizar que la solución esté completamente saturada, se debe dejar reposar durante la 

noche a temperatura ambiente. 

- Comprueba la gravedad específica con un hidrómetro, La solución saturada variará ligeramente 

con la temperatura ambiental. 

FS 7 - Sulfato de zinc (ZnS04-7H20, gravedad específica 1.350): 

- Combinar 685 ml de agua y 685 gramos de sulfato de zinc. 

- Disuelva el sulfato de zinc en el agua agitando en un agitador magnético. 

- Comprueba la gravedad específica con un hidrómetro. 

2.6.4. Procedimiento para heces frescas de animales herviboros 

Según Cringoli, Rinaldi, Maurelli, & Utzinger (2010), los cinco pasos de la técnica Mini-

FLOTAC se muestran en la Figura 2, y consiste en el siguiente procedimiento. 
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- Añadir 45 ml de solución de flotación (relación de dilución 1:10). 

- Homogeneice cuidadosamente la muestra fecal, luego llene el colector cónico (5 g de heces) 

del Mini -FLOTAC y nivele la superficie. 

- Homogenizar 

- Filtrar y rellenar las dos cámaras de flotación. 

- Esperar 10 min, trasladar y examinar bajo el microscopio. 

 
Figura 2. Proceso de la técnica de Mini-Flotac 

Fuente: (Parassitologia Veterinaria, 2018) 

 

2.6.5. Ventajas operativas de Mini-FLOTAC 

Las dos ventajas operativas de Mini-FLOTAC y Fill-FLOTAC con respecto a las técnicas de 

diagnóstico más utilizadas actualmente, como Kato-Katz y McMaster, son que: opera en un sistema 

cerrado; y, se puede realizar en muestras fecales almacenadas. (King, y otros, 2013) 

Ambas condiciones permiten, en primer lugar, proteger al operador contra riesgos específicos 

para la salud debido a la manipulación de muestras de heces frescas y, en segundo lugar, ofrecer 

una oportunidad para procesar muestras no inmediatamente después de la recolección, sino días o 

semanas después de la transferencia al laboratorio.  



38 
Esta es una importante ventaja logística, que facilita el trabajo de campo donde los laboratorios 

están lejos de los sitios de recolección. (King, y otros, 2013) 

2.6.6. Aplicaciones efectivas de Flotac 

Estudios recientes relacionados con la evaluación de la eficacia de los medicamentos y la 

detección de infecciones parasitarias intestinales de baja intensidad en animales y humanos apuntan 

a la necesidad de realizar pruebas cuantitativas de bajo costo, sensibles, precisas y fáciles de realizar 

en veterinaria y salud pública. (Levecke, Speybroeck, Dobson, Vercruysse, & Charlier, 2011) 

Investigaciones realizadas demostraron que las técnicas Flotac son precisas y tienen una alta 

sensibilidad para detectar huevos y larvas de helmintos en heces de animales y humanos. (Cringoli, 

Rinaldi, Maurelli, & Utzinger, 2010) 

Un solo examen FLOTAC ha mostrado una mayor sensibilidad que los frotis múltiples de Kato-

Katz, con resultados particularmente prometedores obtenidos en los entornos caracterizados por 

bajas intensidades de infección por helmintos. (Utzinger, 2008) 

Resultados de estudios publicados (Rinaldi, Russo, Schioppi, Pennacchio, & Cringoli, 2007) 

que compararon Flotac con otras técnicas de recuento de huevos fecales mostraron los siguientes 

puntos fuertes y limitaciones: 

- El número de falsos negativos con Flotac es inferior al observado por otras técnicas, lo que 

demuestra la alta sensibilidad diagnóstica de las técnicas Flotac. 

- En estudios en animales, los hpg de helmintos cuando se usa Flotac fueron iguales o mayores 

que las obtenidas con otras técnicas.  

- En estudios en humanos, los hpg de los helmintos al usar Flotac a veces fueron menores en 

comparación con otras técnicas, un problema que justifica una investigación adicional para 

determinar las causas de estas discrepancias.  
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- Flotac ha obtenido variaciones considerablemente menores en los hpg en comparación con 

otros métodos, lo que indica una alta precisión y exactitud de Flotac.  

Las técnicas Flotac han sido diseñadas para ser utilizadas por investigadores y para laboratorios 

especializados donde se necesitan resultados altamente precisos. En tales laboratorios 

especializados, los resultados suelen ser más importantes que la simplicidad de la técnica o el costo 

de la técnica elegida. Si la validación en curso de las técnicas Mini-Flotac revelan que este enfoque 

es más sensible que otras técnicas actualmente más utilizadas, se harán mayores esfuerzos para 

mejorar la simplicidad y la rentabilidad.  (Cringoli, Rinaldi, Maurelli, & Utzinger, 2010) 

2.7. Prevención y tratamiento de las parasitosis 

No hay estrategia desparasitaria que se adecue a todos los caballos. Los factores tales como el 

clima, la humedad, las estaciones, las lluvias, el índice de población, la edad del caballo, y los 

recursos financieros del dueño afectarán la selección de un programa de control parasitario. En la 

mayoría de las circunstancias, un caballo necesitará ser desparasitado varias veces al año, 

comenzando a las 4 a 8 semanas de edad. Un componente esencial para un efectivo programa de 

control parasitario es chequear la eficacia del programa evaluando muestras de heces por huevos 

de parásitos en una base anual. La meta primaria de dicho programa para sus caballos debería ser 

“maximizar la salud” utilizando estrategias de manejo no-químicas y a través del uso efectivo de 

compuestos antiparasitarios. (MacAllister & Freeman, 2001) 

2.7.1. Manejo 

Los programas de manejo que interrumpen el ciclo vital de los parásitos antes que la infestación 

ocurra, son la clave para un control exitoso (MacAllister & Freeman, 2001): 

- La sanidad en las áreas de establos es esencial.  

- El estiércol debe ser quitado y ubicado en una pila de composta, o diseminado en terrenos 
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cultivados o pasturas que no están siendo pastoreadas por caballos.  

- La diseminación de estiércol por deslizamiento en las pasturas disminuirá la incidencia de 

larvas infectivas si el clima permite la seca del estiércol. 

- El pastoreo alternado con rumiantes y los esquemas de rotación de pasturas ayudarán a 

interrumpir el ciclo vital de los parásitos.  

- Pastorear rumiantes en rotación con caballos reducirá la infestación parasitaria, debido a que la 

mayoría de los parásitos internos buscan huéspedes específicos. 

- La rotación de pasturas puede también ayudar a decrecer la incidencia del sobre-pastoreo, por 

lo tanto, disminuyendo la ingestión de parásitos. 

- El aspirado de materia fecal en las pasturas es costoso, pero muy efectivo.  

- El agrupado de caballos por edades en las pasturas ayudará a minimizar que los caballos jóvenes 

estén en contacto con infestaciones larvales extensas.  

- Asegúrese de aislar y desparasitar todos los nuevos arribos a la granja.  

- Al alimentar a los caballos, siempre provea pesebres de heno y tarimas para alimento. 

Alimentar a los caballos en el suelo aumenta el riesgo de infectarse con parásitos. Todos los 

comederos, baldes y bebederos deberían ser rutinariamente aseados para prevenir 

contaminación fecal del alimento o el agua.  

2.7.2. Tratamiento químico  

Varios tipos de químicos llamados antiparasitarios o antihelmínticos han sido desarrollados para 

eliminar parásitos, Estos químicos trabajan de diferentes maneras. Algunos paralizan al parásito, 

permitiendo por lo tanto al huésped expelerlos. Otros químicos previenen la utilización de 

nutrientes o limitan la capacidad reproductiva en los parásitos, matándolos de ese modo o 

deteniendo su ciclo vital.  
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Un gran número de compuestos comerciales antiparasitarios o antihelmínticos están 

actualmente en el mercado para remover los parásitos internos de los caballos. Estos 

antiparasitarios están separados en seis clases mayores. Los más comunes son las 

avermectinas/milbemicinas, el benzimidazol, y las pirimidas. 

 Estos antihelmínticos están disponibles en diferentes formas físicas (pasta, aditivos de alimento, 

gel, líquido), y se venden bajo muchos nombres comerciales. Los antiparasitarios son efectivos por 

todas las rutas dadas, si una dosis apropiada es administrada basada en el peso del caballo, y si la 

dosis íntegra va al caballo. (MacAllister & Freeman, 2001) 

2.7.3. Desparasitantes 

Hay varios desparasitantes diferentes, o antihelmínticos, actualmente disponibles. La mayoría 

son de amplio espectro, lo que significa que son eficaces contra varios tipos diferentes de parásitos. 

En general, suele ser mejor utilizar un desparasitante de espectro amplio como la base de su 

programa de desparasitación. Ningún producto desparasitante es 100% eficaz en la eliminación de 

todos los parásitos internos de cada caballo. Sin embargo, no es necesario que un producto mate a 

todas las lombrices presentes a fin de mejorar la salud del caballo, minimizar el riesgo de 

enfermedad grave, mejorar la eficiencia alimentaria y reducir la contaminación de pastos con 

huevos de parásitos y larvas. (American Association of Equine Practitioners, 2018) 

En términos de composición química, se puede considerar cuatro clases de desparasitantes 

(Lucione, 2015): 

- Benzimidazole 

- Pirimidinas 

- Ivermectina 

- Moxideotina 
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Ortiz, Estrada, & Resendiz (2008), describen que los desparasitantes se clasifican en tres grupos: 

- La principal clasificación de desparasitantes es conocido como “Benzimidazolados”. Este 

grupo incluye antiparasitarios como el “oxibendazol” y el “febendazol” que mata parásitos 

rápidamente y ofrece un espectro estrecho contra los grandes y pequeños estróngilos, así como 

los áscaridos. 

- La segunda clasificación corresponde a los “Pyranteles”. Incluyendo el palmoato de pyrantel y 

el tartrato de pyrantel, estos desparasitantes matan párasitos más lentamente por parálisis.  

- La última clasificación, son las bien conocidas “Lactonas Macrociclicas”. Este grupo incluye 

la ivermectina y la moxidectina, las cuales causan parálisis de los parásitos. Esta clase no sólo 

mata nematodos (gusanos redondos), sino también actúa contra los pequeños estróngilos 

resistentes a los benzimidazolados y los gusanos del cuajo o gastrófilos. 

Recientemente, las empresas farmacéuticas han combinado las lactonas macrociclicas 

(ivermectina) con un segundo principio químico llamado “prazyquantel”. Estos productos 

combinados atacan al mismo rango de parásitos que ataca la ivermectina sola, pero tienen la ventaja 

del prazyquantel de matar gusanos planos. (Ortiz, Estrada, & Resendiz, 2008) 

En la Tabla 2, se reportan algunos antihelmínticos que son empleados en los equinos. 

Tabla2 

Compuestos antihelmínticos para equinos 
  Eficiencia promedio (%) 

Clase Antihelmíntico Reznos Ascáridos Estróngilos Reznos 

    Grandes Pequeños  

Avermectina Ivermectina 99 100 100 100 100 

Milbemicina Moxidectina 90 100 100 100 100 

Benzimidazol Fenbendazol 0 85 95 - 97 97 97 

 Oxibendazol 0 85 97 97 97 

Pirimidinas 
Pamoato de Pirantel 0 95 70 - 77 95 50 

Tartrato de Pirantel Previene que la larva infectante ingrese al tejido 

Fuente: (MacAllister & Freeman, 2001) 
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2.7.4. Intervalo de tratamiento 

Los diferentes productos desparasitantes tienen sus propias fortalezas y debilidades en contra 

de diferentes parásitos. También tienen un periodo definido de eficacia. Es buena idea dejar que su 

veterinario le ayude a determinar el mejor intervalo de tratamiento para su caballo. Los conteos de 

huevos en estiércol son muy útiles para determinar no tanto el intervalo de tratamiento necesario, 

como también la eficacia del producto utilizado. (American Association of Equine Practitioners, 

2018) 

La desparasitación gastrointestinal debe de programarse bimestralmente, cada dos meses, 

porque los parásitos se multiplican geométricamente después de la novena semana. (Murga, 2012) 

2.7.5. Métodos para la administración de desparasitantes 

De acuerdo a American Association of Equine Practitioners (2018), hay tres formas: 

- Jeringa de pasta oral 

- Aditivo en la comida (polvo, líquido o perdigón) 

- Tubo naso gástrico 

Los tres métodos son efectivos siempre que la dosis correcta sea administrada al momento 

correcto y que el caballo ingiera la dosis completa. La dosis debe ser calculada en base al peso del 

caballo. Las cintas de medida de peso son suficientemente precisas para estimar el peso de su 

caballo. 

2.7.5.1. En forma de pasta 

Muchos productos desparasitantes en forma de “Pasta” son administrados por los propietarios. 

Estos desparasitantes (también llamados PURGAS) actúan matando los parásitos adultos en el 

tracto gastrointestinal en el momento. Dentro de uno o dos días, el desparasitante purga ha salido 

del cuerpo y el caballo vuelve a ser vulnerable a la parasitosis. Las pasturas pueden albergar cientos 
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de millones de parásitos inmaduros, que si son ingeridos por el caballo en el transcurso de dos 

meses migran dentro del cuerpo y ocasionan daño antes de la siguiente dosis de desparasitante. 

(Ortiz et al., 2008) 

2.7.5.2. Mediante el alimento 

Las pastas orales y los aditivos en la comida son convenientes y fáciles de administrar. Sin 

embargo, algunos caballos las encuentran poco palatables, las escupen y se reúsan a ingerirlas. 

Asegúrese que toda la dosis administrada sea actualmente consumida por su caballo (American 

Association of Equine Practitioners, 2018) 

Por contraste, los desparasitantes administrados diariamente en el alimento del caballo, 

generalmente a base de tartrato de pyrantel provee una dosis diaria continuamente. La 

desparasitación diaria protege a los caballos del daño ocasionado por algunos estadíos infectivos 

de los parásitos como también de los adultos. Esta situación es importante porque, aunque el daño 

no es visible a simple vista, las fases infectivas de los parásitos viajan a través del cuerpo del 

caballo, atentando seriamente contra la salud y el desempeño de los caballos afectados. Por 

ejemplo, los áscaridos inmaduros migran a través del hígado y los pulmones, lesionando éstos 

importantes órganos. Mientras que el hígado puede regenerarse por sí mismo eventualmente, el 

daño ocasionado a los pulmones es permanente, el caballo tendrá menos tejido pulmonar viable 

para su vida. (Ortiz et al., 2008) 

2.7.5.3. Tubo naso gástrico 

Desparasitar mediante tubo naso gástrico es un método de alta eficaz en asegurarse que el 

caballo reciba la dosis correcta ya que el desparasitante es depositado directamente en el estómago 

del caballo.  

Sin embargo, con los tipos de desparasitantes actualmente disponibles, raramente es necesario 
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que el veterinario desparasite a un caballo utilizando este método (American Association of Equine 

Practitioners, 2018) 

2.7.6. Diseñando un programa de desparasitación 

Un cuidadoso programa rotacional de antiparasitarios diseñado de acuerdo a la situación 

individual de cada cuadra, granja o sistema de producción de recría es la mejor arma para asegurar 

una desparasitación efectiva, maximizando los mejores atributos de cada producto (Ortiz et al., 

2008). 

Para la elección del tratamiento es recomendable tener en cuenta aspectos tales como: la 

categoría de animales; la biología de los parásitos; el espectro de eficacia de los distintos 

compuestos antiparasitarios, y , el tipo de explotación. (Velazquez, 2012) 

De igual manera Solís (2014), reporta como recomendaciones generales para realizar los 

tratamientos desparasitantes las siguientes: 

- Todos los animales de la misma edad deben ser desparasitados al mismo tiempo para evitar que 

queden animales "reservónos" en el predio. 

- Desparasitar a todo aquel animal nuevo que ingresa a nuestro predio. 

- Las yeguas deben ser desparasitadas un mes antes del parto para evitar la transmisión de 

parásitos a su potrillo. 

- Los potrillos deben comenzar a desparasitarse entre el primer y segundo mes de vida 

dependiendo de la carga parasitaria, luego serán desparasitados cada 60 días. 

El programa de desparasitación debe ser individual a cada equino, teniendo en cuenta el manejo 

de estabulación, número y movimiento de animales, densidad de población, historia previa de 

familias parasitarias, entre otros factores. (Lucione, 2015) 
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2.8. Distrosel 

2.8.1. Especificaciones 

El Distrosel, es un desparasitante en pasta oral para equinos y presenta las siguientes 

especificaciones (Junquera, 2018): 

Presentación: Pasta oral en jeringas precargadas de 20 g para animales de 600 kg 

Composición: Sustancia activa: Ivermectina 0,6 g por 100 g (equivale al 0,6%). Clase química 

de la sustancia activa: Endectocida - Lactona macrocíclica. 

Indicaciones: Está indicado para equinos por su espectro de acción para: 

- Estados adultos de grandes estrongílidos (Strongylus vulgaris, S. equinus, S. edentatus, 

Triodontophorusspp), Trichostrongylus axei, Strongyloides westeri, Habronema muscae y 

Draschia spp. 

- Estadios arteriales de Strongylus vulgaris y Strongylus edentatus. 

- Formas adultas e inmaduras de los pequeños estrongílidos y Oxyuris spp. 

- Formas adultas y larvas L3 y L4 de Parascaris equorum spp. 

- Gastrófilos: estados orales y gástricos de Gasterophilus spp. 

- Parásitos cutáneos: microfilarias de Onchocerca spp, larvas de Habronema spp y Draschia spp. 

- Parásito pulmonar: formas adultas e inmaduras de Dictyocaulus arnfieldi. 

Dosis: Administrar por vía oral a razón de 10 gramos por cada 300 Kg de peso (equivalente a 

200 mcg/Kg de peso), repetir la dosis al día siguiente y repetir el tratamiento a los 8 días. Cada 

jeringa alcanza para el tratamiento de 600 Kg de peso. 

2.8.2. Principios activos del Distrosel 

2.8.2.1. Ivermectina 

La ivermectina es la primera lactona macrocíclica que se introdujo en el mercado al inicio de la 

https://parasitipedia.net/index.php?option=com_content&view=article&id=3149&Itemid=475
https://parasitipedia.net/index.php?option=com_content&view=article&id=166&Itemid=246
https://parasitipedia.net/index.php?option=com_content&view=article&id=164&Itemid=244
https://parasitipedia.net/index.php?option=com_content&view=article&id=3151&Itemid=477
https://parasitipedia.net/index.php?option=com_content&view=article&id=3150&Itemid=476
https://parasitipedia.net/index.php?option=com_content&view=article&id=3148&Itemid=389
https://parasitipedia.net/index.php?option=com_content&view=article&id=3147&Itemid=388
https://parasitipedia.net/index.php?option=com_content&view=article&id=1450&Itemid=120
https://parasitipedia.net/index.php?option=com_content&view=article&id=179&Itemid=268
https://parasitipedia.net/index.php?option=com_content&view=article&id=3151&Itemid=477
https://parasitipedia.net/index.php?option=com_content&view=article&id=169&Itemid=248
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década de 1980. Fue un hito y un tremendo progreso que revolucionó el control de parásitos 

veterinarios. Actualmente hay miles de marcas de antiparasitarios veterinarios con ivermectina 

genérica, numerosos también para caballos.  La ivermectina y otras lactonas macrocíclicas 

administradas por vía oral a equinos tienen unas dos semanas de efecto residual porque se depositan 

en la grasa corporal y se liberan lentamente a sangre. En muchas regiones, esto y el tiempo que los 

parásitos necesitan para desarrollarse en el caballo tras la infección (periodo de prepatencia) 

permite espaciar los intervalos de tratamiento a 10-12 semanas en programas anuales de control de 

helmintos en equinos. (Junquera, 2018) 

2.8.2.2. Endectocidas o Lactonas macrocíclicas 

Los endectocidas son compuestos derivados de productos naturales obtenidos por fermentación 

de microorganismos del suelo del género Streptomyces. La mayoría no se fabrican por síntesis 

química clásica, sino que primero se producen por fermentación grandes cantidades de dichos 

organismos, de ellos se extrae el precursor de las sustancias activas, y este precursor se elabora 

químicamente hasta convertirlo en la sustancia activa. Los endectocidas actúan sobre los receptores 

GABA de las células del sistema nervioso: bloquean la transmisión del impulso nervioso lo que 

conduce a la parálisis y muerte del parásito o expulsión del cuerpo del hospedador. También afectan 

a la reproducción de algunos parásitos lo que produce una disminución de la oviposición, 

esterilidad, u oogénesis anormal. Una vez incorporada al organismo del hospedador por inyección, 

ingestión o aplicación sobre la piel, la sustancia activa alcanza rápidamente el flujo sanguíneo por 

el que se distribuye por todo el cuerpo. Esto le permite alcanzar a los parásitos en cualquier órgano, 

no sólo en el intestino, también cuando son chupadores de sangre. (Junquera, 2018) 

2.9. Estudios con empleo de antiparasitarios 

 La eficacia de la Doramectina vía oral en equinos ha sido demostrada en varios estudios como 
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se puede ver a continuación.  La aplicación de un gel endectocida saborizado oral sobre la base de 

Doramectina al 1.75%  p/p (doraQuest l.a. ®) tuvo 100 % de eficacia en la reducción de huevos 

tipo Strongylus en heces, lo que indica una efectividad antinematódica del 100% a los 7 días post 

tratamiento en caballos de salto (Tang & Ledesma, 2006). Otro trabajo realizado en la sierra central 

del Perú (Junín, 3244 msnm) quedó demostrada la efectividad antinematódica del 100% a los 7 

días post tratamiento en caballos usando un gel oral en base a Doramectina al 1.75% (doraQuest 

l.a. ®). (Tang, Ruiz, & Rodriguez, 2008) 

Casas & Chávez (2007) demostraron que la aplicación oral de un gel en base a doramectina 

1.75% (doraQuest l.a. ®) tiene una alta efectividad contra nematodos del género Strongylus en 

equinos hasta el día 63, manteniendo su capacidad efectiva hasta el día 70 post tratamiento. La 

efectividad hallada es superior a la de otros estudios realizados empleando sólo fenbendazole en 

equinos, donde se reportaron eficacias que variaron desde el 84.4 al 99.4% en la reducción de 

huevos tipo Strongylus, entre los 10 y 14 días post dosificación. (Varady, Konigova, & Corba, 

2004) 

Teniendo en cuenta su farmacocinética, tolerancia y eficacia antihelmíntica, la administración 

oral de doramectina es una gran alternativa a los antiparasitarios convencionales para el tratamiento 

y control de las enfermedades parasitarias en los caballos. (Chávez, 2013) 

Al evaluar evaluó coprológicamente tres antiparasitarios encontrados en el mercado, en 

caballares estabulados en el Regimiento de Caballería Bl. N”2” Cazadores, en Valdivia; utilizando 

40 ejemplares que se dividieron en 4 grupos: el grupo 1: control, conformado por animales que no 

recibieron  ningún tipo de  tratamiento; el grupo 2 : fue tratado con Febantel oral (Bayverm -Bayer); 

el grupo 3: se trató con Ivermentina (Eqvalan-Merck) oral, dosis 200 mcg/kg, y el grupo 4 : tratado 

con Doramectina (Dectomax-Pfizer) inyectable, dosis  200 mcg/kg. El primer muestreo de los 4 
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grupos se realizó 3 días antes del tratamiento, los muestreos de fecas se continuaron, el día del 

tratamiento, el día 3, el día 7 y después cada 7 días, hasta encontrar animales con recuentos 

superiores a 500 hpg; lo que se considera como parasitismo. Los resultados indican una clara 

disminución de los recuentos de huevos de parásitos en la materia fecal en el día 7 p.t. en los tres 

grupos tratados. Con Febantel hay un aumento del recuento a partir del día 14 p.t., mientras los 

grupos tratados con Ivermectina y Doramectina se mantienen con recuentos muy bajos, e incluso 

negativos en su mayoría, hasta el día 70 p.t. (Schmeisser, 2000) 
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CAPITULO III 

MATERIALES Y MÉTODOS 

3.1. Localización geográfica y duración de la Investigación 

3.1.1. Localización Geográfica 

El presente trabajo se realizó en las instalaciones de las Unidades Militares Fuerte militar 

“Manabí” y grupo de caballería mecanizada “Febres Cordero” 

El Fuerte Militar “Manabí”, está ubicado en la Avenida del Ejército S/N, ciudadela los 

Tamarindos, parroquia Andrés de Vera, en la ciudad de Portoviejo. El clima es muy variable, 

aunque generalmente cálido, en el transcurso del verano el clima es templado. No así en el invierno 

cuando el clima es muy caluroso. La temperatura promedio es de 24 °C. Las precipitaciones anuales 

varían entre 500 y 1000 mm. El cantón, al igual que todo el Ecuador, tiene dos estaciones: invierno 

o época de lluvias, la cual comprende una temporada de enero a mayo aproximadamente; y la época 

de verano o época seca que va desde junio hasta diciembre. 

El Grupo De Caballería Blindada Nro. 4 “FEBRES CORDERO" se encuentra localizado en la 

parroquia La Avanzada, cantón Santa Rosa, provincia de El Oro y presenta una temperatura media 

anual de 25.2 °C y una precipitación media anual de 567 mm; con variaciones en la precipitación 

entre los meses más secos y más húmedos de 121 mm. 

3.1.2. Duración de la investigación: 

La duración del trabajo experimental fue de 60 días a, distribuidos en la toma de las muestras 

fecales de los equinos, análisis de las muestras con las las técnicas Mini-Flotac y McMaster, para 

la determinación de parásitos helmínticos y establecer el grado de infestación parasitaria, seguida 

por la aplicación de un desparasitante comercial y repetición de los muestreos a los 15, 30 y 60 

días posteriores para comprobar la prevalencia de los parásitos y la eficiencia del antiparasitario. 
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3.2. Materiales 

Los equipos, materiales y reactivos utilizados de acuerdo a las actividades son:  

3.2.1. Material experimental 

- 40 equinos de diferentes razas y edades comprendidas entre 5 a 15 años  

- Muestras de heces de los equinos 

3.2.2. Materiales de campo 

- Guantes ginecológicos 

- Vaselina 

- Envases plásticos (fundas) 

- Termo para transportar las muestras 

- Libreta de campo y lápiz de color 

- Botas de caucho 

- Computador portátil 

- Cámara fotográfica 

3.2.3. Técnica de McMaster 

- Cámara de McMaster. 

- Agitador magnético. 

- Balanza Digital Gramera  

- Microscopio compuesto. 

- Paletas desechables. 

- Densímetro de 1:100 a 1:200. 

- Frasco de 30 ml con tapa de plástico (Frasco de McMaster). 

- Solución saturada de Cloruro de Sodio. 
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- Gotero o pipeta Pasteur. 

- Matraz de vidrio de 4 000 ml. 

- Gasa. 

3.2.4. Técnica de Mini-Flotac 

- Aparato Mini-FLOTAC, que consta de la base y el disco de lectura. 

- Kit Fill-FLOTAC, compuesto por dispositivo de plástico utilizado para homogeneizar, filtrar y 

verter la muestra en las cámaras de flotación. 

- Soluciones de flotación (FS): 

- FS2: Cloruro de sodio saturado (NaCl) con gravedad específica de 1.20 

- FS7: Sulfato de zinc (ZnSO4 7H20) con gravedad específica de 1.35 

3.3. Métodos 

3.3.1. Unidades experimentales 

Las unidades experimentales estuvieron conformadas por las muestras fecales de 20 equinos 

pertenecientes al Fuerte Militar “Manabí” y 20 ejemplares del Grupo de Caballería Mecanizada 

“Febres Cordero”, de los que se tomaron las muestras fecales para analizarlas mediante las técnicas 

Mini-Flotac y McMaster y establecer la presencia de parásitos helmínticos y su carga parasitaria, 

siendo cada ejemplar una unidad experimental. 

3.3.2. Factores de estudio 

Los factores de estudio considerados fueron la eficiencia de las técnicas Mini-Flotac y 

McMaster en el diagnóstico de parásitos helmínticos en muestras fecales de equinos, así como 

también se evaluó el efecto de un desparasitante comercial (Distrosel) y su periodo de efectividad 

hasta el día 60 post tratamiento. 
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3.3.3. Diseño experimental 

Para evaluar la eficiencia de las técnicas Mini-Flotac y McMaster en la determinación de la 

presencia de parásitos helmínticos y su carga parasitaria de equinos, a las unidades experimentales 

que estuvieron conformadas por las muestras de heces se les asignaron en dos grupos para comparar 

las respuestas de las técnicas Mini-Flotac y McMaster, así como para la comparación del estado 

sanitario de los equinos del Fuerte Militar “Manabí” con los ejemplares del Grupo de Caballería 

Mecanizada “Febres Cordero”, como se demuestra en la Tabla 3. 

Tabla3 

Distribución de las unidades experimentales 
Técnica Institución  Total, Muestras/Técnica 

Mini-Flotac 
Fuerte Militar “Manabí 20 

40 
Grupo de Caballería “Febres Cordero” 20 

    

McMaster 
Fuerte Militar “Manabí 20 

40 
Grupo de Caballería “Febres Cordero” 20 

 

3.3.4.  Mediciones experimentales 

3.3.4.1. Por efecto de las técnicas de diagnóstico 

Las mediciones experimentales por efecto de las técnicas de diagnóstico fueron: 

3.3.4.1.1. Prevalencia de animales parasitados 

Siendo la prevalencia la proporción de individuos de una población que presentan una 

característica o evento en un momento, o periodo de tiempo, determinado, se estableció el número 

de animales parasitados mediante los resultados de los análisis de las muestras fecales con las 

técnicas Mini-Flotac y McMaster, contabilizándose todos los casos en que se determinaron huevos 

de parásitos y relacionándoles con el total de muestras analizadas, se estableció el número de casos 

positivos y su resultado se expresa en porcentaje. 
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3.3.4.1.2. Carga parasitaria inicial 

La carga parasitaria representada por el número de huevos por g de heces, se determinó mediante 

el conteo del número de huevos dentro de cada la rejilla con la ayuda del microscopio, se sumaron 

los de las dos rejillas y se multiplicó el total por 50; esto da la cantidad de huevos por gramo de 

heces. (Cringoli, Rinaldi, Maurelli, & Utzinger, 2010) 

3.3.4.1.3. Carga parasitaria pos desparasitación 

Con similar procedimiento que, en el diagnóstico inicial, se realizó la evaluación de las muestras 

fecales tomadas de los equinos a los 15, 30 y 60 días pos aplicación del desparasitante y se comparó 

los resultados obtenidos mediante las dos técnicas en evaluación. 

3.3.4.2. Por efecto del desparasitante en función del tiempo 

Para medir el efecto del desparasitante en función del tiempo de evaluación, se determinó en 

base a las evaluaciones de las muestras fecales iniciales y se las comparó con los resultados 

obtenidos de los análisis de las muestras a los 15, 30 y 60 días pos aplicación, determinándose: 

3.3.4.2.1. Prevalencia de animales parasitados 

Inicial, a los 15, 30 y 60 días pos aplicación del desparasitante, y su resultado se expresa en 

porcentaje de casos positivos 

3.3.4.4.2. Carga parasitaria pos tratamiento 

Carga parasitaria a los 15, 30 y 60 días pos aplicación del desparasitante, reportada en número 

de huevos por gramo de heces. 

3.3.5.  Análisis estadístico 

Los resultados experimentales, fueron organizados, analizados y representados mediante la 

utilización del Software Microsoft Excel Versión 2013, que además de ser una aplicación utilitaria 

es considerado un libro electrónico y en que permite realizar los siguientes análisis estadísticos: 
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- Prueba de Ji Cuadrado, para los resultados cualitativos expresados en porcentaje (Prevalencia 

de animales con parásitos helmínticos). 

- Prueba de t`Studen en las variables cuantitativas (carga parasitaria), que permite comparar las 

medias de dos grupos para aceptar o rechazar la hipótesis de trabajo, es decir para establecer 

si existe o no diferencias estadísticas entre las dos técnicas de diagnóstico (Mini-Flotac y 

McMaster), así como para comparar los períodos de evaluación. 

3.4. Procedimientos experimentales 

El trabajo experimental se realizó en las instalaciones del Fuerte Militar “Manabí” y en Grupo 

de Caballería Mecanizada “Febres Cordero”, utilizándose por Unidad Militar 20 equinos de 

diferentes razas y con edades comprendidas entre 5 a 15 años, que se encontraban en buen estado 

de salud, alojados en pesebreras, alimentados con una dieta controlada a base de pacas de heno y 

concentrado según su requerimiento nutricional.  

Previo a la recolección de las muestras de heces se seleccionaron los respectivos registros de 

cada animal para anotar los resultados de los análisis parasitarios en base al conteo de huevos por 

gramos de heces y al efecto de la desparasitación con la aplicación de un desparasitante comercial  

3.4.1. Recolección de las muestras de heces 

La recolección de muestras de heces, se la obtuvo directamente del recto de los equinos, para lo 

cual se utilizaron guantes ginecológicos y aceite de vaselina. Para interferir de forma mínima con 

la muestra, con la mano enguantada se procuró solo mojarse los dos dedos con vaselina para 

facilitar la obtención de la muestra.  

Una vez obtenida la muestra, se la colocó en una funda plástica o se la dejo en el mismo guante 

utilizado. Antes de cerrar la funda con la muestra contenida se eliminó el aire contenido dentro de 

ella para minimizar la eclosión de huevos. Una vez identificadas y numeradas las muestras se las 
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iba colocando en un termo transportador (cooler) para ser refrigeradas y mantenidas frescas hasta 

llegar al laboratorio para realizar los análisis coproparasitarios con las técnicas Mini-Flotac y 

McMaster. El tiempo máximo entre la recolección de muestras y los análisis fue de 24 horas. 

3.4.2. Aplicación de la Técnica McMaster 

Para la aplicación de la técnica McMaster, se tomó en consideración lo propuesto por Figueroa, 

y otros (2015), quienes señalan que el principio de esta técnica de diagnóstico se basa en la 

utilización de una solución saturada de cloruro de sodio, la cual por su densidad, permite que los 

huevos de helmintos y ooqulstes de protozoarios (formas parásitas) presentes en la materia fecal, 

floten y puedan ser observados y contabilizados en una cámara de McMaster con la ayuda del 

microscopio. 

Preparación de la solución salina saturada de Cloruro de Sodio: 

- Combinar 1000 ml de agua tibia y aproximadamente 500 gramos de sal. 

- Disolver la sal en el agua agitando con un agitador magnético. 

- Para garantizar que la solución esté completamente saturada, se debe dejar reposar durante la 

noche a temperatura ambiente. 

- Comprobar que la gravedad específica sea 1.200 con un hidrómetro, La solución saturada 

variará ligeramente con la temperatura ambiental. 

 

- En el laboratorio, se utilizó el procedimiento estándar de McMaster y que consiste     en: 

 

- Identificar el frasco de McMaster y la cámara de McMaster que se utiliza, con la misma 

identificación de la muestra. 
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- Homogenizar la muestra a procesar, dentro de la bolsa de plástico o guante de palpación, que 

se recolecto. 

- Pesar en la balanza con el frasco de McMaster 2 g de la muestra fecal a analizar. 

- Agregar la solución salina saturada de Cloruro de Sodio hasta la marca de 30 ml indicada en el 

frasco y tapar. 

- Agitar la muestra hasta que se disuelva completamente y después de abrir la tapa, colocar una 

gasa en la boca de la probeta antes de introducir el gotero, para evitar los residuos vegetales. 

- Inmediatamente con el gotero, tomar un volumen suficiente para llenar el espacio de lectura de 

la cámara de McMaster, evitando la formación de burbujas, en sus dos compartimentos. 

- Dejar reposar de 1 a 2 minutos para que floten las formas parasitarias. 

- Observar al microscopio con el objetivo de menor aumento 10X enfocando los canales 

marcados en la parte inferior del cubreobjetos de la cámara, mediante la observación directa: 

- Contar el número de huevos dentro de la rejilla de cada cámara, ignorando aquellos fuera de 

los cuadros 

- Multiplicar el total por 50; esto da la cantidad de huevos por gramo de heces (hpg) 

3.4.3. Aplicación de la Técnica Mini-Flotac 

Las soluciones utilizadas en la técnica Mini Flotac son: 

- FS 2 - Cloruro de sodio saturado (NaCl, gravedad específica 1.200), que se obtiene combinando 

1000 ml de agua tibia y aproximadamente 500 gramos de sal 

- FS 7 - Sulfato de zinc (ZnS04-7H20, gravedad específica 1.350), preparada con 685 ml de agua 

y 685 gramos de sulfato de zinc. 

Preparadas las soluciones se siguió el siguiente procedimiento propuesto por Cringoli, Rinaldi, 

Maurelli, & Utzinger (2010): 
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Para cada muestra se realizaron dos Mini-FLOTAC, uno con FS2 (cloruro de sodio saturado; 

densidad = 1.20) y otro con FS7 (sulfato de zinc; densidad = 1.35). Se pesaron dos gramos de heces 

y se diluyeron con 2 ml de formalina al 5%, se homogeneizaron y filtraron completamente. La 

suspensión (2 gramos de heces + 2 ml de formalina) se añadió directamente a 36 ml de FS2 y a 46 

ml de FS7. La mescla con la solución de flotación y heces se colocò en las cámaras del disco de 

lectura, se esperó 10 minutos y se procedio con la lectura. Los huevos de helmintos intestinales se 

detectaron y se contaron dentro de la cuadrícula (sensibilidad de 10 huevos / gramo para FS2 y 

12.5 huevos / gramo para FS7). 

3.4.4. Aplicación del antiparasitario 

Una vez conocidos los resultados iniciales de la presencia de parásitos helmínticos, se procedió 

a realizar el tratamiento con la aplicación de un desparasitante comercial (Distrosel), de acuerdo a 

lo recomendado por la casa peoductora (Laboratorios Erma, 2017), que señala que el Distroset debe 

administrase por vía oral a razón de 10 gramos por cada 300 Kg de peso, repetir la dosis al día 

siguiente y repetir el tratamiento a los 8 días.  Para el cálculo de las cantidades o dosis a suministrar 

a los caballos, se estableció el peso corporal empleando para el cálculo del peso una cinta métrica 

con la que se obtienen las siguientes medidas (EQUISAN, 2018): 

- Arco costal (AC): Se coloca la cinta alrededor del tórax del caballo. Debe estar justo por detrás 

de los codos y por debajo del punto más bajo de la cruz y completando la circunferencia en la 

zona inferior del tórax. 

- Longitud corporal (L1):  Se mide en cm la distancia que hay desde el encuentro (articulación 

escápulo-humeral) hasta la tuberosidad isquiática (músculo semitendinoso, sobre la punta del 

isquion), tal como muestra en la Figura 3. 
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Figura 3. Referencia para medir el perímetro torácico y  

la longitud corporal en equinos 
Fuente: (EQUISAN, 2018) 

 

Con dichas medidas se aplicó la siguiente fórmula: 

Peso, kg = AC²  x L1 (ambas en cm) / 11877 
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CAPITULO IV 

RESULTADOS Y DISCUSIÓN 

4.1. Prevalencia de parasitosis mediante las técnicas Mini-Flotac y McMaster 

Los resultados de los análisis de las muestras fecales de los equinos pertenecientes a las 

Unidades Militares Fuerte militar “Manabí” y grupo de caballería mecanizada “Febres Cordero” 

realizadas con las técnicas Mini-Flotac y McMaster, determinaron la prevalencia de animales con 

parásitos helmínticos, al inicio del trabajo como en el periodo de evaluación pos aplicación del 

desparasitante comercial, (Ver Tabla 4), los mismos que en su análisis se considera el efecto de las 

dos técnicas evaluadas en cada una de las instituciones militares así como, para el total de animales.  

4.1.1. Condición inicial 

En el Fuerte militar “Manabí”, de las 20 muestras analizadas con la técnica Mini-Flotac, el 100 % 

dieron positivos a parásitos helmínticos, a diferencia de los resultados obtenidos con la técnica de 

McMaster, con la que se determinó que el 75 % de los equinos presentaban esta parasitosis (Ver 

Figura 4), por lo que mediante la prueba de Ji cuadrado (X²), se estableció diferencias altamente 

significativas entre los resultados por efecto de las técnicas empleadas (X² cal> X²tab0.01), y que 

determinan que la técnica Mini-Flotac permite establecer con mayor certeza la cantidades de 

animales parasitados, lo que concuerda con Cringoli, Rinaldi, Maurelli, & Utzinger (2010), quienes 

señalan que las técnicas FLOTAC, prometen nuevos métodos más sensibles y precisos para el 

análisis - copromicroscópico cualitativo y cuantitativo en comparación con los métodos de 

diagnóstico más utilizados en la actualidad para la detección de parásitos en animales como son las 

técnicas de McMaster y Wisconsin. 
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Tabla4 

Efectividad de las técnicas Mini-Flotac y McMaster en el diagnóstico de parasitosis en equinos de 

las unidades militares Fuerte Militar “Manabí” y Grupo de Caballería Mecanizada “Febres 

Cordero” 
  Fuerte militar     Febres Cordero     Total 

Evaluación 

Mini-

Flotac McMaster Signf. 

Mini-

flotac McMaster Signf. 

Mini-

flotac McMaster Signf. 

Inicial            
Animales parasitados, % 100,00 75,00  100,00 85,00   100,00 85,00 

Animales no parasitados, % 0,00 25,00   0,00 15,00          0,00      15,00   

X² cal         28,57 **            5,13 *         16,22 ** 

A los 15 días          
Animales parasitados, % 0,00 0,00  0,00 0,00  0,00 0,00  
Animales no parasitados, % 100,00 100,00   100,00 100,00   100,00 100,00   

X² cal         0,00 ns 0,00 ns 0,00 ns 

A los 30 días          
Animales parasitados, % 0,00 0,00  25,00 15,00  12,50 7,50  
Animales no parasitados, % 100,00 100,00   75,00 85,00   87,50 92,50   

X² cal 0,00 ns 3,13 ns 1,39 ns 

A los 60 días          
Animales parasitados, % 40,00 10,00  55,00 45,00  47,50 27,50  
Animales no parasitados, % 60,00 90,00   45,00 55,00   52,50 72,50   

X² cal           24,00 **             2,00 ns              8,53 ** 

Nota: X² = Ji cuadrado    X² tab 0,05 = 3,8115  X² tab 0,01 = 6,6349 

X² cal < X² tab 0,05: No existen diferencias estadísticas (ns) 

X² cal > X² tab 0,05: Existen diferencias significativas (*) 

X² cal > X² tab 0,01: Existen diferencias altamente significativas (**) 

 
Figura 4. Prevalencia de parasitosis inicial (Día 0), en equinos determinadas mediante 

las técnicas Mini-Flotac y McMaster. 
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demostrándose de igual manera que la técnica Mini-Flotac permite establecer mayores índices de 

parasitosis. Totalizando los animales de las dos instituciones se ratifica que con la técnica Mini-

Flotac el 100 % de los animales estuvieron parasitados en tanto que con McMaster fueron 85 % 

los casos positivos, existiendo diferencias altamente significativas entre estas respuestas (X² cal> 

X²tab0.01) por efecto de las técnicas empleadas, concordando con lo señalado por Barda, y otros 

(2013), en que Mini-FLOTAC es una técnica prometedora para el diagnóstico de helmintos, es más 

sensible que McMaster y tan sensible como Kato-Katz, aunque los investigadores citados señalan 

las diferencias en los recuentos de huevos aunque relevantes, no alcanzaron significación 

estadística, pero si en el número de  muestras analizadas. 

En base a los resultados totales de animales positivos, se establece que existe un alto riesgo 

sanitario, ya que el índice de animales parasitados es alto, por no decir todos los animales, por 

cuanto, estas respuestas son altas con respecto a otros estudios realizados como el de Bedoya, Díaz, 

Arcila, & Reyes (2011), quienes al evaluar la prevalencia de parásitos gastrointestinales en équidos 

del municipio de Oiba (Santander), mediante la técnica coprológica de McMaster, determinaron la 

prevalencia de parásitos gastrointestinales en el 92% de animales evaluados e indicando, que en 

general es pobre el estado sanitario, de estos animales.  

Al estudiar el control de parásitos gastrointestinales en caballos pura sangre de carrera (Equus 

Caballus) en el Hipódromo "La Rinconada" Caracas, Venezuela, mediante el análisis coprológico 

inicial (pre-tratamiento) con la técnica de flotación McMaster evidencio un 60% de infestación, 

que representa una alta prevalencia de parásitos intestinales en los caballos, por lo que además 

indican que la observación y el control de los parásitos internos es de suma importancia por ser un 

factor de riesgo para múltiples enfermedades que afectan directa o indirectamente el desempeño 

de los equinos (Morales, Villoría, Alzaibar, Bello, & Vallejo, 2012). 
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4.1.2. A los 15 días pos desparasitación 

Los exámenes coprológicos realizados mediante las técnicas Mini-Flotac y McMaster, a los 15 

días pos desparasitación, determinaron que el producto utilizado logró controlar o eliminar los 

parásitos, por cuanto todas las muestras de heces analizadas de los caballos de las dos instituciones 

militares arrojaron resultados negativos (Ausencia de parásitos helmínticos). 

4.1.3. A los 30 días pos desparasitación 

A los 30 días pos tratamiento, los animales del Fuerte Militar “Manabí”, se mantuvieron libres 

de parásitos, no así los equinos del grupo de caballería mecanizada “Febres Cordero”, que al 

parecer sufrieron una re infestación, por cuanto con la técnica Mini-Flotac se encontró que el 25 % 

presentaban parásitos helmínticos, mientras con McMaster fue en menor cantidad (15 %), sin que 

existan diferencias estadísticas entre estos valores (X² cal < X²tab0.05) por efecto de las técnicas 

empleadas (ver Figura 5). 

 
Figura 5. Prevalencia de parasitosis a los 30 días pos desparasitación, en equinos determinadas 

mediante las técnicas Mini-Flotac y McMaster. 
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Presentando el mismo comportamiento al considerarse el total de animales, pero que en este 

caso se determinó el 12.50 % de animales parasitados según la técnica de Mini-Flotac y de 7.50 % 

con McMaster, sin que existan diferencias estadísticas por efecto de las técnicas de diagnóstico, 

pero sin embargo  denotan que es necesario aplicar medidas higiénicas y sanitarias con mayor 

énfasis en las instalaciones del grupo de caballería mecanizada “Febres Cordero”, debido a la 

presencia de parásitos en un corto período de haberse hecho la desparasitación (4 semanas), por 

cuanto la frecuencia del tratamiento de desparasitación debe hacerse cada seis u ocho semanas (De 

Román, 2015), en cambio González (2018), reporta que la desparasitación ideal es cada 3 meses, 

aunque Velázquez (2012), indica que las consecuencias de una infestación parasitaria están 

influenciadas por el ciclo biológico de los parásitos, el grado de infestación, la especie del parásito 

infectante, la susceptibilidad del organismo infestado, el clima, la zona geográfica, la alimentación, 

entre otras.  

4.1.4. A los 60 días pos desparasitación 

A los 60 días pos desparasitación la prevalencia de animales parasitados ya es considerable, 

registrándose en todos los casos un mayor número de animales positivos con el empleo de la técnica 

mini-Flotac, que con McMaster (ver Figura 6), por cuanto en el Fuerte Militar “Manabí”, fueron 

de 40 % frente al 10 %, en el orden señalado, con diferencias altamente significativas (X² cal > 

X²tab0.01) por efecto de las técnicas consideradas; En el grupo de caballería mecanizada “Febres 

Cordero”, los animales positivos con parásitos helmínticos fueron de 55.00 y 45.00 % 

(respectivamente), que estadísticamente son iguales sin que influya las técnicas utilizadas.  
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Figura 6. Prevalencia de parasitosis a los 60 días pos desparasitación, en equinos  

determinadas mediante las técnicas Mini-Flotac y McMaster. 

Al considerar todos los animales empleados en el trabajo, la técnica mini-Flotac presenta ser 

más sensible por cuanto se obtuvo una respuesta de 47.50 % de animales parasitados mientras que 

con McMaster los casos positivos fueron solo en el orden del 27.50 % de los animales, por lo que 

existen diferencias altamente significativas (X² cal < X²tab0.01) por efecto de las técnicas de 

diagnóstico, respuestas que confirman que las técnicas Flotac son precisas y tienen una alta 

sensibilidad para detectar huevos y larvas de helmintos en heces de animales (Cringoli, Rinaldi, 

Maurelli, & Utzinger, 2010), también se demuestra lo que Rinaldi, Russo, Schioppi, Pennacchio, 

& Cringoli (2007), afirman, que el número de falsos negativos con la técnica mini-Flotac es 

notablemente inferior al que se puede observado con otras técnicas, lo que demuestra la alta 

sensibilidad diagnóstica de esta prueba, ya que un examen fecal negativo no significa que el caballo 

está libre de parásitos internos (American Association of Equine Practitioners, 2018) 

4.2. Recuento de huevos fecales (hpg) 

Los recuentos de huevos por gramo (hpg)  en las muestras fecales de los equinos pertenecientes 

a las Unidades Militares Fuerte militar “Manabí” y grupo de caballería mecanizada “Febres 

Cordero” realizadas con las técnicas Mini-Flotac y McMaster, se reportan en la Tabla 5.  
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4.2.1. Condición inicial 

Analizando los resultados de los recuentos de huevos por gramo (hpg) al inicio de la 

investigación, tomando en consideración cada una de las técnicas y con relación a las dos 

instituciones militares evaluadas, se determinó con la Técnica Mini-Flotac una menor presencia de 

hpg en las heces de los equinos del Fuerte Militar “Manabí” con 359+292 hpg de heces, a diferencia 

de los caballos del grupo de caballería mecanizada “Febres Cordero”, cuya presencia parasitaria es 

elevada y que fue de 942+686 hpg respuestas que presentan diferencias altamente significativas 

(P<0.01) , sin embargo, las cargas parasitarias encontradas se consideran altas de acuerdo a 

American Association of Equine Practitioners (2018), que señala que un recuento de huevos fecales 

menores de 200 hpg sugiere una carga leve de parásitos. 

Tabla5 

Recuento de huevos fecales (hpg) de los equinos de las unidades militares Fuerte Militar 

“Manabí” y Grupo de Caballería Mecanizada “Febres Cordero”., determinadas mediante las 

técnicas Mini-Flotac y McMaster. 
    Nº obs. Fuerte militar  Nº obs. Febres Cordero    

Evaluación Técnica positivos Media  

D.E

.  positivos Media  D.E.  tcal Prob. 

Inicial               

 

Mini-

Flotac 20 359  292  20 942  686  -3,290 0,002 

 McMaster 15 470  261  19 531  359  -0,570 0,286 
              
A los 15 días             

 

Mini-

Flotac  Ausencia   Ausencia    

 McMaster  Ausencia   Ausencia    
              
A los 30 días             

 

Mini-

Flotac  Ausencia  5 202  186  -2,430 0,036 

 McMaster  Ausencia  3 317  58  -9,500 0,005 
              
A los 60 días             

 

Mini-

Flotac 8 18  18  11 504  756  -2,130 0,029 

  McMaster 2 50    9 533  682  -2,120 0,033 

Nota: D.E.: Desviación estándar. 

Prob. > 0.05: No existen diferencias estadísticas. 

Prob. < 0.05: Existen diferencias significativas. 

Prob. < 0.01: Existen diferencias altamente significativas. 
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Los resultados obtenidos con la Técnica McMaster en cambio no presentaron diferencias 

estadísticas (P>0.01) entre los recuentos determinados en las instituciones militares, aunque 

numéricamente los equinos del grupo de caballería mecanizada “Febres Cordero” presenta un 

mayor recuento que los del Fuerte Militar “Manabí” con respuestas de 470+261 y 530+359 hpg de 

heces, respectivamente y que siguen siendo altas de acuerdo a American Association of Equine 

Practitioners (2018), por lo que fue imprescindible aplicar un tratamiento de desparasitación.  

Según la Figura 7, el grado de parasitosis es más alto en los equinos del grupo de caballería 

mecanizada “Febres Cordero”, que los del Fuerte Militar “Manabí”, sin embargo, ambos grupos 

presentan un alto riesgo sanitario, ya que Mundo Ecuestre (2004), señala que son muchas las 

especies de parásitos que pueden llegar a albergar los équidos. Hay una relación directa entre las 

condiciones medioambientales y de manejo en las que viven los caballos y los parásitos que puedan 

llegar a tener, por lo que es necesario recalcar la importancia de realizar programas de 

desparasitación. 

 
Figura 7. Carga parasitaria inicial (hpg), en equinos determinadas mediante las técnicas 

Mini-Flotac y McMaster. 
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pos tratamiento, todas las muestras de heces de los equinos analizadas con las técnicas Mini-Flotac 

y McMaster, presentaron resultados negativos (Ausencia de parásitos helmínticos). 

4.2.3. A los 30 días pos desparasitación 

A los 30 días pos tratamiento, los animales positivos a parásitos helmínticos fueron los equinos 

del grupo de caballería mecanizada “Febres Cordero”, que presentaron cargas parasitarias de 

202+186 hpg mediante la técnica Mini-Flotac y de 317+58 hpg con la técnica McMaster, en tanto 

que los animales del Fuerte Militar “Manabí” presentaron ausencia de huevos en las heces (ver 

Figura 8), por los resultados observados, es importante recalcar lo mencionado por American 

Association of Equine Practitioners (2018), en que un examen fecal negativo no significa que el 

caballo está libre de parásitos internos; razón por lo cual se debe analizar minuciosamente, las 

condiciones de manejo alimenticio y sanitario que reciben los equinos del grupo de caballería 

mecanizada “Febres Cordero”, por qué a los 30 días pos desparasitación ya presentan una cantidad 

considerable de huevos de parásitos en sus heces.  

 
Figura 8.Carga parasitaria (hpg) a los 30 días pos desparasitación de los equinos determinadas 

mediante las técnicas Mini-Flotac y McMaster. 
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4.2.4. A los 60 días pos desparasitación 

A los 60 días pos desparasitación las cargas parasitarias de los animales por instituciones son 

notablemente diferentes, presentando diferencias significativas (P<0.05), en los resultados de las 

dos instituciones, realizadas tanto con la técnica Mini-Flotac, como con  McMaster, por cuanto con 

Mini-Flotac los recuentos en las heces de los equinos del Fuerte Militar “Manabí” fueron de 18+18 

hpg frente a 504+756 hpg de los equinos del grupo de caballería mecanizada “Febres Cordero”, 

observándose algo similar con la técnica de McMaster que fueron de 50 hpg de heces en los 

animales del Fuerte Militar “Manabí” y de 533+682 hpg en las heces de los equinos del grupo de 

caballería mecanizada “Febres Cordero” (ver Figura 9). 

 
Figura 9. Carga parasitaria (hpg) a los 60 días pos desparasitación de los equinos  

determinadas mediante las técnicas Mini-Flotac y McMaster 
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en los caballos el control de los parásitos se logra combinando prácticas de manejo con tratamiento 

antihelmíntico, la combinación de éstos dará resultados económicos eficientes.  

4.3. Comparación de las técnicas de diagnóstico 

Para comparar las técnicas Mini-Flotac y McMaster en el diagnóstico de parásitos helmínticos 

mediante el recuento de huevos por gramo (hpg) de heces se emplearon cada técnica 40 muestras 

y los resultados obtenidos se reportan en la Tabla 6. 

Tabla6 

Recuento de huevos fecales (hpg) de los equinos determinadas mediante las técnicas Mini-Flotac 

y McMaster. 

  Nº obs. Mini-Flotac   Nº obs. McMaster       

  positivos Media   D.E.   positivos Media   D.E.   tcal Prob. 

                         

Inicial 40 651 + 596  34 504 + 317  1,35 0,091 

A los 15 días  Ausencia   Ausencia    
A los 30 días 5 202 + 186  3 317 + 58  -1,28 0,128 

A los 60 días 19 299 + 615   11 445 + 641   -0,61 0,274 

Nota: D.E.: Desviación estándar. 

Prob. > 0.05: No existen diferencias estadísticas. 

Prob. < 0.05: Existen diferencias significativas. 

Prob. < 0.01: Existen diferencias altamente significativas. 

4.3.1. Evaluación inicial 

De las 40 muestras evaluadas al inicio del trabajo con la Técnica Mini-Flotac, todas fueron 

positivas a parásitos helmínticos con un promedio de 651+596 hpg de heces, mientras con 

McMaster 34 de 40 fueron positivas y con una presencia de 504+317 hpg de heces (Ver Figura 

10), respuestas que mediante la prueba de t`Studen estadísticamente son iguales (P>0.05), sin 

embargo numéricamente las cantidades encontradas con Mini-Flotac son mayores que con 

McMaster, pero en ambos casos existe una alta prevalencia de parásitos, por cuanto American 

Association of Equine Practitioners (2018), establece que la infección parasitaria es leve cuando es 

menor a 200 hpg, moderada cuanto es mayor a 200 y menor a 500 hpg; y, grave con recuentos 

elevados de 500 a 1000 hpg, estableciéndose que las respuestas encontradas se ubican en esta 
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última categoría, por lo que se procedió a desparasitar a los animales con el suministro de un 

desparasitante comercial (Distrosel) por vía oral. 

 
Figura 10. Recuento inicial de huevos fecales (hpg), en equinos, determinados  

mediante las técnicas Mini-Flotac y McMaster. 

4.3.2. Evaluación a los 15 días 

En la evaluación a los 15 días pos tratamiento, todas las muestras analizadas con las técnicas 

Mini-Flotac y McMaster, presentaron resultados negativos (ausencia de parásitos helmínticos), por 

lo que se establece que el desparasitante aplicado presentó una efectividad del 100 % en el control 

parasitario. 

4.3.3. Evaluación a los 30 días 

De la evaluación a los 30 días pos desparasitación, con la Técnica Mini-Flotac las muestras 

fecales de 5 animales de 40 fueron positivos y presentaron 202+186 hpg, en cambio con la Técnica 

McMaster se determinaron 3 muestras positivas y que contenían 317+58 hpg (ver Figura 11), 

notándose que con McMaster se determinó una menor cantidades de animales, pero con una 

presencia de huevos más elevada, sin embargo  mediante la prueba de t`Studen los recuentos 

encontrados estadísticamente son iguales (P>0.05), y que denotan que a los 30 días pos 

desparasitación la la infección parasitaria es modera según American Association of Equine 

Practitioners (2018), que establece esta condición cuanto la presencia parasitaria es entre 200 y 500 

hpg de heces. 
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Figura 11. Recuento de huevos fecales (hpg) a los 30 días pos desparasitación de equinos, 

determinados mediante las técnicas Mini-Flotac y McMaster. 

 

4.3.4. Evaluación a los 60 días 

A los 60 días pos desparasitación, se observó que de las 40 muestras evaluadas con la Técnica 

Mini-Flotac, 19 fueron positivas con 299+615 hpg de heces, en cambio con McMaster solo se 

determinaron 11 casos positivos de 40 y con recuentos de 445+641  hpg de heces (Ver Figura 12), 

respuestas estadísticamente no son significativas (P>0.05) de acuerdo a la prueba de t`Studen, sin 

embargo numéricamente se puede indicar que con la técnica Mini-Flotac se determinó una mayor 

cantidad de casos positivos con menor cantidad de huevos que con McMaster. 

 
Figura 12. Recuento de huevos fecales (hpg) a los 60 días pos desparasitación  

de equinos, determinados mediante las técnicas Mini-Flotac y McMaster. 
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Las respuestas indicadas concuerdan con lo reportado por Noel, Scare, Bellaw, & Nielsen 

(2017), quienes al evaluar la técnica Mini-FLOTAC y McMaster para determinar los recuentos de 

huevos de parásitos en equinos; determinaron que Mini-Flotac y McMaster tuvieron 83.2% y 

53.7% de precisión, por lo que se establece que Mini-Flotac exhibe una mayor precisión y exactitud 

que la técnica de McMaster y parece ser una alternativa más confiable, lo que es corroborado por 

Dias, Abrahão, Buzatti, & Borges (2017), quienes al comparar dos técnicas de recuento de huevos 

fecales; McMaster y Mini-Flotac, para la detección de huevos de nematodos gastrointestinales en 

30 caballos de diferentes ubicaciones, recomiendan el uso de la técnica Mini-FLOTAC, que es un 

método con menos variabilidad y mayor precisión, particularmente para animales con bajo 

recuento de huevos fecales. 

(Bosco, y otros, 2014), al evaluar tres métodos, Flotac, Fecpak y McMaster compararon en 

cuanto a la precisión y la sensibilidad para contar el número de huevos de nematodos en heces, 

indican que solo Flotac dio resultados positivos para 12 réplicas de muestras agrupadas con conteos 

de huevos bajos, lo que lo hace más sensible que Fecpak y McMaster, por lo que Flotac o Mini-

Flotac se deben usar para las pruebas de detección del recuento de huevos fecales cuando hay un 

recuento de huevos más bajo. 

4.4. Efecto del desparasitante comercial 

4.4.1. Prevalencia de animales con parásitos 

Estableciendo el efecto del desparasitante comercial (Distrosel), en función de la comparación 

del número de animales parasitados pos tratamiento con el número de animales positivos iniciales, 

se encontraron los resultados que se reportan en la Tabla 7. 
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Tabla7 

Recuento de huevos fecales (hpg) de los equinos determinadas mediante las técnicas Mini-Flotac 

y McMaster. 

  Animales         

  Parasitados   No parasitados   X² cal X² tab 0,05 X² tab 0,01 

Inicial 92,50   7,50         

A los 15 días 0,00  100,00  172,09 3,8415 6,6349 

A los 30 días 10,00  90,00  132,21 3,8415 6,6349 

A los 60 días 37,50   62,50   66,48 3,8415 6,6349 

Nota: X² = Ji cuadrado  

X² cal > X² tab 0,01: Existen diferencias altamente significativas (**) 

Mediante las pruebas diagnostico (Mini-Flotac y McMaster), se determinó antes de la 

desparasitación, una prevalencia del 92.50 % de los equinos con parásitos helmínticos, por lo que 

al realizar la desparasitación vía oral con Distrosel, a los 15 días el producto presentó una 

efectividad del 100 %, es decir, se controló eficazmente los parásitos de los equinos, respuesta que 

es superior a otros productos utilizados, como la Doramectina que se suministra por vía oral en 

equinos por cuanto Tang & Ledesma (2006) demostraron que con la aplicación de un gel 

endectocida saborizado oral sobre la base de Doramectina al 1.75% (p/p) una efectividad 

antinematódica del 100% a los 7 días post tratamiento en caballos de salto.  Al emplear 

fenbendazole, su eficacia parasitaria varió desde el 84.4 al 99.4% en la reducción de huevos tipo 

Strongylus, entre los 10 y 14 días post dosificación. (Varady, Konigova, & Corba, 2004) 

A los 30 días, hubo una re infestación parasitaria en el 10 % de los equinos, pero que presenta 

diferencias altamente significativas con respecto a la condición inicial (X² cal > X² tab), por lo que 

la eficacia del desparasitante seria en el orden del 90 %, que sigue siendo superior a las respuestas 

reportadas por Varady, Konigova, & Corba (2004), quienes indicaron que la eficacia del 

fenbendazole, es de 84.4 a 99.4% pero entre los 10 y 14 días post dosificación, no así a los 30 días 

pos desparasitación.  

A los 60 días pos desparasitación la prevalencia de parasitosis se elevó al 37.50 % de los 
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equinos, pero que demuestra que con la aplicación del desparasitante hay una menor incidencia de 

parásitos con relación a la condición inicial inicial (X² cal > X² tab), aunque en base a esta cantidad 

la eficacia del desparasitante se reduce al 62.50 %, respuesta que es inferior al reporte de Casas & 

Chávez (2007), quienes demostraron que la aplicación oral de un gel en base a doramectina 1.75%, 

tiene una alta efectividad antiparasitaria en equinos hasta el día 63, manteniendo su capacidad 

efectiva hasta el día 70 post tratamiento.  

En la Figura 13, se observa el comportamiento de la eficacia del desparasitante comercial 

empleado, notándose de que, de la cantidad de animales parasitados inicialmente, se logra control 

los parásitos a los 15 días, pero a medida que transcurre el tiempo pos desparasitación, se va 

incrementando la re infestación parasitaria.  

Las respuestas obtenidas de la aparente no efectividad del producto desparasitante utilizado, 

puede deberse más a las condiciones de manejo que se brinde a los caballos, como es en el caso de 

la Unidad Militar Grupo de Caballería Mecanizada “Febres Cordero”, donde existe una alta 

prevalencia de parasitosis, por cuanto MacAllister & Freeman (2001), señalan que el control de 

parásitos internos en el caballo, se logra combinando prácticas de manejo con tratamientos 

antihelmínticos. La combinación de éstos dará resultados económicos eficientes, por cuanto, no 

hay estrategia desparasitaria que se adecue a todos los caballos. Los factores tales como el clima, 

la humedad, las estaciones, las lluvias, el índice de población, la edad del caballo, y los recursos 

financieros afectarán la selección de un programa de control parasitario, así como La sanidad en 

las áreas de establos es esencial.  
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Figura 13. Prevalencia de animales parasitados (%), en función del período 

 pos desparasitación. 

4.4.2. Recuento de huevos fecales (hpg) 

Los recuentos de huevos por gramo (hpg) de heces de los equinos obtenidos mediante pruebas 

diagnostico (Mini-Flotac y McMaster), en función del período pos desparasitación, se reportan en 

la Tabla 8. 

Tabla8 

Recuento de huevos fecales (hpg) de los equinos de acuerdo al período pos desparasitación 

Periodo de evaluación 

Nº de casos. Carga parasitaria    

positivos Media  D.E.  t cal Prob. 

Inicial 74 583  490    

A los 15 días 0 Ausencia    

A los 30 días 8 245  156  4,27 0,0001 

A los 60 días 30 353  617  1,82 0,037 

 

En la evaluación inicial se determinó que en los 74 animales positivos (de 80 evaluados), la 

presencia de 583+490 hpg de heces, cantidad que representa un alto riesgo sanitario de los 

animales, por lo que al realizarles las desparasitación con un producto comercial (Distrosel), a los 

15 pos aplicación no existió la presencia de animales parasitados, pero a los 30 días pos 

desparasitación se encontró 8 animales positivos en los cuales se establecieron 245+156 hpg de 

heces (ver Figura 14), valor que representa que estos animales ya registraban un grado de 
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parasitismo moderado según American Association of Equine Practitioners (2018), que establece 

que la infección parasitaria es moderada cuanto los recuentos están entre 200 y 500 hpg de heces. 

A los 60 días pos desparasitación, el número de equinos con parasitosis ya representan una 

reocupación sanitaria, por cuanto 30 de 80 animales dieron positivo y que presentaban recuentos 

de 353+617 hpg de heces, que son considerados entre estados parasitarios moderados y graves, y 

que sugieren según American Association of Equine Practitioners (2018), que el intervalo entre el 

tratamiento con desparasitantes es demasiado largo o que estos parásitos no son susceptibles al 

desparasitante utilizado, comportamiento que se ratificó con los resultados encontrados por 

Schmeisser (2000), quien evaluó coprológicamente tres antiparasitarios encontrados en el mercado, 

en caballares estabulados en el Regimiento de Caballería Bl. N”2” Cazadores, en Valdivia, Chile; 

realizando las evaluaciones 3 días antes del tratamiento, y continuando después cada 7 días, hasta 

encontrar animales con recuentos superiores a 500 hpg. Los resultados indicaban que con Febantel 

hay un aumento del recuento a partir del día 14 pos tratamiento, mientras los grupos tratados con 

Ivermectina y Doramectina se mantuvieron con recuentos muy bajos, e incluso negativos en su 

mayoría, hasta el día 70 pos tratamiento. 

 
Figura 14. Recuento de huevos fecales (hpg) de los equinos de acuerdo al período pos 

desparasitación.  
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Las diferencias encontradas entre el trabajo realizado con el estudio citado, confirman lo 

enunciado MacAllister & Freeman (2001), quienes señalan que en los equinos el control de 

parásitos internos se logra combinando prácticas de manejo con tratamiento antihelmíntico, por 

cuanto no hay un programa de control parasitario simple que sea efectivo para todos los caballos 

en todas las situaciones de manejo y de medioambiente.  
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CAPITULO V 

CONCLUSIONES Y RECOMENDACIONES 

5.1. Conclusiones 

- En la evaluación inicial con el empleo de la técnica Mini-Flotac se determinó que el 100 % de 

equinos del Fuerte Militar “Manabí” y del Grupo de Caballería Mecanizada “Febres Cordero”, 

presentaban parásitos helmínticos, mientras que con la técnica de McMaster se observó los 

casos positivos únicamente en el 85 % de los animales, manteniéndose en las evaluaciones pos 

desparasitación que la técnica Mini-Flotac es más eficaz en la determinación de animales 

parasitados que la McMaster. 

- Con la Técnica Mini-Flotac los equinos del Fuerte Militar “Manabí” presentaron 359+292 hpg 

de heces y los del Grupo de Caballería Mecanizada “Febres Cordero 942+686 hpg (P<0.01); 

con la Técnica McMaster fueron de 470+261 y 530+359 hpg de heces, en el orden de las 

instituciones citadas, que denotan que los equinos del Grupo de Caballería Mecanizada “Febres 

Cordero”, presentan un alto riesgo sanitario, ya que a los 60 días pos desparasitación las cargas 

parasitarias de estos animales fueron de 504+756 y 533+682 hpg  de heces (determinados con 

Mini-Flotac y McMaster, respectivamente) 

- Al evaluar el efecto de las técnicas de diagnóstico de acuerdo recuento de huevos fecales (hpg) 

en las heces de los equinos, se estableció que entre las dos técnicas no hay diferencias 

estadísticas, sino únicamente variaciones numéricas, por cuanto en la evaluación inicial con la 

técnicas Mini-Flotac se determinaron 651+596 hpg y con McMaster 504+317 hpg, y a los 60 

pos desparasitación en el mismo orden de las técnicas las respuestas fueron de 299+615 y 

445+641 hpg, respectivamente. 
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- El desparasitante comercial (Distrosel) presentó ser efectivo hasta los 15 días pos aplicación, 

por no registrase equinos positivos con parásitos, a los 30 días el 10 % de animales estuvieron 

parasitados y a los 60 días se elevó al 37.50 %, que ya representa un riesgo sanitario. 

- Los animales parasitados en la evaluación inicial registraban 583+490 hpg de heces, a los 30 

días pos desparasitación los equinos presentaban 245+156 hpg de heces y a los 60 días los 

recuentos fueron de 353+617 hpg de heces, que son considerados entre estados parasitarios 

moderados y graves, y que se requiere que se realice un programa de tratamiento sanitario a 

base de manejo y el empleo de antihelmínticos. 

5.2. Recomendaciones 

De los resultados obtenidos se pueden realizar las siguientes recomendaciones: 

- Utilizar la técnica Mini-Flotac, para el diagnóstico de los parásitos helmínticos de los equinos, 

por cuanto se determinó una mayor cantidad de animales con parasitosis, ya que además es 

muy útil para determinar tanto el intervalo de tratamiento necesario, como también la eficacia 

del producto utilizado. 

- Evaluar otros productos helmínticos comerciales que permitan un mayor período de 

efectividad, ya que en el presente trabajo el producto utilizado mostro el 100 % de efectividad 

solo hasta el día 15 pos desparasitación. 

- Elaborar programas de desparasitación para cada una de las unidades militares que posean 

equinos, teniendo en cuenta su localidad geográfica, el manejo de estabulación, número de 

caballos, movimiento de los animales, densidad de población, historia previa de familias 

parasitarias, entre otros factores; en el cual debe incluirse un manejo rotacional de 

antiparasitarios diseñado de acuerdo a la situación individual de cada cuadra, granja o sistema 
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de producción de recría, esta rotación está relacionada con el principio activo, no con la marca 

comercial. 
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