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- Teladorsagia circumcincta (Ostertagia del lanar) 
Hembra: 9.8-12.2 mm. Machos: 7.5-8.5. Está muy adaptada a los ovinos y caprinos. Las espículas son 
finas y terminan en un abultamiento con forma de botón transversal. La vulva está cubierta por una so-
lapa y el extremo de la cola de la hembra presenta una banda engrosada con 4-5 estrías transversales. 
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Con menor frecuencia, pueden encontrarse otras especies de Ostertagia como lyrata (bovinos), trifurca-
ta (ovinos) y leptospicularis (cérvidos). También Marshallagia marshalli (ovinos), que se asocia al género 
Ostertagia y tiene la particularidad de eliminar huevos de gran tamaño (120-200µ por 75-100 µ).

- Trichostrongylus axei (lombriz pequeña del cuajo). Es la única especie del género que se localiza 
en abomaso.
Hembra: 3.5-8 mm. Macho: 2.5-6 mm. Son vermes muy pequeños, filiformes y difíciles de ver. La extre-
midad anterior es delgada, no presenta cápsula bucal y posee un poro excretor a la altura del esófago, 
que es largo. El macho presenta espículas cortas, robustas y desiguales, con gubernáculo bien quitini-
zado. La hembra no presenta flap vulvar.
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► Parásitos de intestino delgado
- Trichostrongylus colubriformis (Lombriz pelo).
Hembra: 5-7.2 mm. Macho: 4-5.5 mm. Es similar al T. axei. El macho presenta las espículas casi iguales. 
Es de hallazgo poco frecuente en bovinos en tanto que, junto a Haemonchus contortus, son los parásitos 
más frecuentes en ovinos, causando cuadros diarreicos en el período invernal.  
En menor medida se presentan Trichostrongylus vitrinus (ovinos) y longispicularis (bovinos).
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 - Cooperia oncophora (Lombriz de cuello estriado).
Es la especie más común,. Hembra: 6-10 mm. Macho: 5.5-9 mm. Posee dilatación cuticular cefálica cir-
cularmente estriada, que termina a la altura del primer tercio del esófago, el cual es corto. El macho tiene 
bolsa copulatriz bien desarrollada, las espículas terminan en punta roma con un pequeño proceso hialino. 
La hembra se encuentra generalmente doblada en la región vulvar, con un flap característico. Es el más 
común de los géneros intestinales del bovino, y su presencia disminuye en animales mayores al año. En 
ovinos, se la encuentra en sistemas de pastoreo mixtos.
Regularmente se hallan también puntacta, curticei y pectinata, que son más pequeñas que la anterior, 
con espículas marcadamente menores que la oncophora.
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- Nematodirus helvetianus (Lombriz de cuello enroscado) 
Hembra: 15-25 mm. Macho: 11-17 mm. El cuerpo es filiforme (la parte anterior del cuerpo es más del-
gada y por ello se enrosca), tiene dilatación cuticular cefálica y esófago corto. El macho tiene bolsa 
copulatriz bien desarrollada, con espículas muy largas que sobresalen por debajo de la bolsa copulatriz, 
terminando en forma de flecha (unidas por una membrana quitinosa). Las hembras tienen la vulva con 
abertura transversal y el útero aloja huevos característicamente grandes (200 µ) y con 4-8 blastómeros. 
Es hallado más frecuentemente en terneros de tambo.

- Nematodirus filicollis (ovino) de tamaño levemente inferior al anterior, presenta bolsa copulatriz de 
mayor tamaño y espículas más pequeñas que terminan unidas por una membrana quitinosa en forma 
de lanceta.

- Nematodirus spathiger (ovino-bovino) de tamaño similar al primero, presenta en la parte terminal de 
las espículas una membrana quitinosa en forma de cucharita o espátula.

- Nematodirus battus (ovino), espículas de tamaño similar al filicollis, se unen hacia el final por la mem-
brana quitinosa que le da aspecto de triángulo de bordes redondeados.
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► Parásitos del intestino grueso

- Oesophagostomum (Lombriz nodular). Son parásitos gruesos, las tres especies del género se dife-
rencian por la morfología de la dilatación cuticular cefálica. Las formas inmaduras producen nódulos 
(grano de tripa) en intestino delgado.

- Oesophagostomum radiatum (bovino) Hembra: 16-22 mm. Macho: 14-17 mm. La cápsula bucal es 
cilíndrica y angosta, con dilataciones cuticulares cefálicas características (ver cuadro) y papilas cervica-
les ubicadas en la mitad del esófago.

- Oesophagostomum venulosum (ovino-bovino), de tamaño algo menor y papilas cervicales ubicadas 
por debajo de la unión del esófago con el intestino.

- Oesophagostomum columbianum (ovino), es el que presenta menor dilatación cuticular cefálica, el 
tamaño es similar al primero. Las papilas cervicales se encuentran a la altura del primer tercio del esófago.
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- Chabertia ovina. 
Hembra: 17-20 mm. Macho: 12-14 mm. Poseen una abertura oral característica con dos coronas de 
dientes pequeños, cápsula bucal grande y sin dientes profundos. Las espículas del macho son delga-
das y prolongadas (1300-1500µ).
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No han sido descritos aquí parásitos tales como Strongyloides papillosus (Int. delgado), Bunostomum 
phlebotomum (Int. delgado) y Trichuris s.p.p. (Int. grueso), por ser poco frecuentes y/o poco patógenos.

Recomendación 

Existe numerosa bibliografía sobre la morfología y rasgos de los estadíos adultos e inmaduros para 
posibilitar la identificación de los nematodes. Para ampliar las descripciones anteriores se recomienda 
consultar las siguientes publicaciones:   

“Identificación de las formas adultas de los nematodes gastrointestinales y pulmonares de los rumiantes 
en la República Argentina”, por Ratko LUKOVlCH. Boletín técnico del INTA, 1981.

“Manual para diagnóstico das helmintoses de ruminantes” UENO, H. y GUTIERRES, V.C. Japan Inter-
national Cooperation Agency (JICA), 1983.

“Manual of Veterinary Parasitological Laboratory Techniques” Technical Bulletin Nº 18, Majesty’s Stationery 
Oftice, London, 1971.
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► Interpretación de los recuentos de parásitos adultos

- A diferencia de los métodos descriptos anteriormente, que tratan de estimar la carga parasitaria que pa-
decen los animales de una manera indirecta, el recuento de parásitos adultos, al ser una demostración 
directa, no ofrece mayores dificultades para su interpretación.

- Excepcionalmente, animales cebuínos o sus cruzas, pueden sufrir parasitosis agudas  evidenciando 
un cuadro gastro-entérico de extrema gravedad, con edemas que abarcan el abomaso y primera parte 
del duodeno. Bajo estas condiciones se eleva el pH del contenido abomasal, hasta convertirse en poco 
propicio aún para los parásitos, disminuyendo la carga parasitaria ante-morten. En esta situación la 
determinación del pH abomasal, en el animal sacrificado recientemente, a través de cintas para tal fin, 
puede resultar de suma utilidad.

- Durante la primavera, la carga de parásitos adultos disminuye como consecuencia de la respuesta 
inmune de los novillitos y/o vaquillonas de sobreaño, siendo reemplazada por larvas hipobióticas del 
género Ostertagia. En este caso la carga de parásitos adultos recuperada puede ser baja, haciéndose 
necesaria la recuperación de formas inmaduras a través de la digestión péptica o solución salina normal.     
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La mucosa del abomaso e intestino delgado puede alojar parásitos gastrointestinales bajo la forma de 
estadíos en desarrollo (Larvas 3, 4 y 5) e inhibidos en su desarrollo (hipobióticos), que no pueden ser 
recuperados con la técnica anterior por hallarse en la profundidad de la mucosa. 
En base a lo expuesto, a través de la recuperación de formas inmaduras es posible detectar la fase 
inicial de una infección, la presencia de larvas en hipobiosis, o el efecto de un antihelmíntico sobre los 
estadíos inmaduros. Sin dudas que la mayor chance de encontrar parásitos en hipobiosis sucede con 
aquellos géneros alojados en el abomaso, en especial en bovinos con Ostertagia ostertagi y en mucho 
menor medida con Trichostrongylus axei y en ovinos con Haemonchus contortus.
Se describen aquí dos métodos destinados a recuperar los estadios mencionados, de forma tal que se 
pueda proceder a su conteo e identificación:

►Técnica de digestión péptica

- Finalizado el lavado del cuajo o intestino, separar la mucosa raspando la misma con el filo de un cuchi-
llo colocado en forma perpendicular a la superficie.

Recuperación de formas
inmaduras del cuajo 
e intestino delgado
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- Introducir la mucosa en un recipiente de vidrio o plástico.
- Agregar el líquido de digestión elaborado con:
Agua a 40º C: 1500 cm3

Ácido clorhídrico: 23 cm3 (agregar al agua antes que la pepsina).
Pepsina: 15 gr.
- Colocar el preparado a Baño María (37º C) durante 3-4 h hasta que no queden partículas sólidas de 
la mucosa.
- Filtrar a través de un tamiz de 37µ (400 meshes), con la ayuda de agua muy caliente para evitar que la 
grasa impida el tamizado.
- Tomar una alícuota del filtrado, agregar unas gotas de solución yodurada, y realizar la lectura en lupa 
a 5-10 aumentos.

► Recuperación en solución salina normal

- Finalizado el lavado, sumergir el abomaso en solución salina fisiológica (al 9‰). Adicionar penicilina 
(1.200.000 U.I. por litro) y estreptomicina (1.5 gr/l) para contrarrestar el desarrollo de bacterias.
- Colocar a Baño María a 40º  C durante 18 horas.
- Continuar el procesamiento de la manera descripta anteriormente en la digestión péptica.

La identificación de formas inmaduras debe realizarse transfiriendo las larvas a un porta/cubre objetos 
para examinarlas en un microscopio. Especialmente las larvas hipobióticas ofrecen algunas dificultades 
para su identificación. Debido a la escasa información disponible en la bibliografía, se detallarán a conti-
nuación algunos rasgos referidos al 4º estadío de los nematodes de abomaso, que pueden contribuir a un 
diagnóstico más certero:
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Haemonchus: es la larva de mayor tamaño. Presenta formaciones “dentiformes” ubicadas paralela-
mente que le dan un aspecto cuadrangular a la cavidad bucal, muy desarrollada en comparación con 
los otros géneros.

Ostertagia: las larvas miden 1 mm de largo. Presentan una cavidad bucal cónica en virtud de la ubica-
ción inclinada de las formaciones “dentiformes”, (de menor tamaño que en Haemonchus). En el esófago 
poseen fuertes estriaciones diagonales (no siempre visibles)

Trichostrongylus: es la larva de menor tamaño. La pequeña cavidad bucal no presenta estructuras 
remarcables, más allá de dos pequeños puntos que no siempre son visibles. El poro excretor semeja 
una muesca y se visualiza a la altura del esófago.
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La necropsia es generalmente definitoria en el diagnóstico de la  Dictyocaulosis de los bovinos.  Ma-
croscópicamente se observan zonas de tamaño variable en proceso de “hepatización”, en el borde 
de los lóbulos diafragmáticos. El hallazgo de exudado y de parásitos en las vías aéreas,  confirma el 
diagnóstico clínico. 

Recuento de parásitos
pulmonares
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Cabe recordar que estos vermes pueden medir de 60-80 mm en el caso de las hembras y 45-50 mm los 
machos. Tanto los parásitos adultos como las Larvas 5 son frecuentemente encontrados en el momento 
que se accede a los  bronquios y bronquiolos con tijera de punta roma. 

Si se desean contar los parásitos presentes en el pulmón, se puede utilizar la: 

Técnica de perfusión pulmonar 
(Inderbitzin, 1978)

- El pulmón, corazón y paquete arterio-venoso deben estar íntegros (sin cortes).
- Realizar un corte en el ventrículo derecho e introducir una cánula en la arteria pulmonar. Disecar ésta 
del resto del paquete arterio-venoso y ligar este último fuertemente con hilo o goma, de forma tal de 
impedir el reflujo de líquido del pulmón hacia el corazón.
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 - Inyectar agua a presión (10-12 l) a través de la cánula y recoger la mismo por la tráquea. 
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- De esta forma se produce el arrastre de los parásitos que pueden ser retenidos en un filtro para su 
posterior conteo. Para evitar que los vermes estallen por diferencia de presión se deben agregar 5-10 
cm3 de solución sobresaturada de sal al recipiente que contenga la muestra.
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- El inconveniente de esta técnica reside en que el tejido pulmonar se destruye por la presión del agua, 
inutilizándolo para cualquier otro tipo de análisis.
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Si bien la técnica original para el diagnóstico coprológico de Fasciola hepatica por sedimentación fue 
descrita por Dennis, Stone y Swanson (1954), la misma ha sufrido diferentes modificaciones a través del 
tiempo, por lo que se decidió detallar a continuación la recomendada por el Laboratorio de Parasitología 
del INTA Bariloche a fin de estandarizar resultados.

Equipo necesario para la realización de la técnica de sedimentación.

PROCEDIMIENTO

1. Preparar solución detergente al 0,5% (995 ml agua destilada y 5 ml detergente comercial).

2. Materia fecal: 
- Para análisis cualitativo (diagnóstico): 
Bovinos: 5 gr.    Ovinos: 3 gr. 
- Para análisis cuantitativo (estudios epidemiológicos o ensayos de eficacia): 2 gr.

3. Poner la materia fecal en el mortero con la solución detergente y homogeneizar la muestra con el pilón.

Técnica de sedimentación 
para el diagnóstico coprológico 
de Fasciola hepática
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4. Filtrar por colador (común, de cocina) sobre un vaso cónico y completar el volumen con agua, lavando 
sobre el colador.
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5. Dejar reposar de 10 a 15 m (el tiempo depende del tamaño del vaso, 10 minutos es suficiente para 
500 ml). 

6. Tirar el sobrenadante y completar con agua de canilla.
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7. Repetir los pasos 5 y 6 unas 3 o 4 veces hasta que el sobrenadante quede transparente.

8. Tirar el sobrenadante y pasar el sedimento por un tamiz de 120 o 170 μ, completando con agua, y 
colectar en un vaso cónico para realizar una última sedimentación.
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9. Tirar el sobrenadante, colocar el sedimento en placa de Petri o similar para examinar en la lupa con 
3-4 gotas de lugol o verde de malaquita. 

10. Observar cuidadosamente en la lupa (20–25 aumentos).
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El huevo de Fasciola hepática mide 130–140 μ de largo por 70–90 μ de ancho y pasa muy bien por los 
filtros utilizados. 

Importante: Lavar cuidadosamente los materiales utilizados entre muestras para no contaminar y pro-
ducir falsos positivos.

Vista de huevos de Fasciola hepática en lupa estereoscópica (20X)

NOTA: Las fotografías utilizadas anteriormente para la descripción del proceso pertenecen al Dr. Fermín 
Olaechea (Jefe del Laboratorio de Parasitología del INTA Bariloche).

►Algunas observaciones de carácter práctico:

- Un resultado negativo no significa la ausencia de Fasciola hepática en los animales. Esto es atribui-
ble a varios factores, entre los que se destacan la gran variabilidad y escasa sensibilidad de la técnica, 
el largo período de  prepatencia (2-3 meses) y la barrera que significan los canalículos biliares y la 
propia vesícula para la eliminación de los huevos. El diagnóstico positivo, en animales desparasitados 
recientemente, hasta las 6 semanas del tratamiento puede deberse a la eliminación de huevos aloja-
dos en la vesícula biliar antes de la aplicación del fasciolocida (falso positivo). 
- Es muy difícil, sobre todo en bovinos, relacionar el número de huevos/gr de materia fecal (H.p.g.), con 
el grado de infestación de los animales. Se asocian conteos de 5-20 H.p.g. con cargas de 60 especí-
menes adultos y pérdidas productivas en vaquillonas de dos años de edad; en tanto que la aparición de 
síntomas clínicos se relaciona con cargas de 150 parásitos y conteos superiores a los 20 H.p.g.
- Si la técnica no se realiza rutinariamente, o el operador no es experimentado, pueden producirse algu-
nos errores en el diagnóstico al confundir huevos de otros parásitos similares a los de Fasciola hepática. 
Tal es el caso del Paramphistomum spp, trematode de localización ruminal (hasta 15 mm de largo) de 



106

muy baja patogenicidad para animales en pastoreo. Los escasos cuadros clínicos descriptos en la biblio-
grafía se asocian a infecciones masivas en animales jóvenes y sin experiencia inmunológica. Por otra 
parte tales cuadros se producen por parásitos inmaduros (juveniles) en su migración intestinal hacia el 
rumen, donde finalmente alcanzan el estadío adulto e inician la oviposición. 
Como se puede observar abajo, existe una gran similitud morfológica entre los huevos operculados de 
ambos géneros. El de Paramphistomum es algo más grande, con estructura interna de menor densidad 
y sin la coloración ocre característica de los huevos de Fasciola hepática.

Huevo de Paramphistomum spp a la izquierda y de Fasciola hepática a la derecha
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► Métodos para la detección de resistencia antihelmíntica

Cualquiera sea el método utilizado para la detección de resistencia antihelmíntica, la correcta anamne-
sis se impone como un elemento imprescindible para establecer la posibilidad cierta de resistencia. Es 
primordial la información acerca de categoría animal, manejo del pastoreo, plan sanitario, pero sobre 
todo resulta fundamental el historial de desparasitaciones de los últimos 2-3 años, con un detalle minu-
cioso de la frecuencia de uso, los principios activos, el nombre comercial y las dosis utilizadas.

Diferentes métodos han sido desarrollados para la detección de resistencia antihelmíntica, que abarcan 
tests in vivo e in vitro, pero sin dudas el más simple, económico y práctico de todos ellos (en términos de 
la actividad profesional a campo) es el Test de reducción del conteo de huevos (T.R.C.H.) en materia fe-
cal. Establecida una disminución de la sensibilidad de las poblaciones parasitarias a través del T.R.C.H., 
el Test de eficacia controlada (T.E.C.) permitirá establecer cual es el grado de resistencia antihelmíntica. 

Para mayor información acerca de los métodos in vitro, se recomienda la publicación  “Métodos in vitro 
para el diagnostico de resistencia antihelmíntica”, Cutullé y col. (1999), Vet. Arg. 16(157): 514-521.

 
1. Test de Reducción del Conteo de Huevos
 (T.R.C.H.) en materia fecal

El T.R.C.H. es simple y efectivo, puede ser utilizado en rumiantes, equinos y porcinos, con todo tipo de 
antihelmínticos y con todas las especies de nematodes cuyos huevos sean eliminados con la materia 
fecal. 
El T.R.C.H. provee una estimación de la eficacia antihelmíntica clínica ante infecciones naturales a tra-
vés de la comparación de los conteos de huevos por gramo (H.p.g.) de materia fecal en animales, antes 
y después del tratamiento antihelmíntico. 
Si bien puede ser utilizado en otras especies animales, se establecen aquí las recomendaciones para su 
utilización en rumiantes.
  

1.1. ANIMALES. 

Se recomienda la utilización de animales jóvenes, menores de un año de vida, dado que, superada 
esta edad, la respuesta inmune puede disminuir o anular la oviposición de gran parte de los géneros 
parasitarios.

Diagnóstico de resistencia a 
los antihelmínticos
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Los animales seleccionados para la realización del T.R.C.H. deben tener como mínimo conteos de 100 
H.p.g. para bovinos y 200 H.p.g. para ovinos. Los grupos de animales se forman sobre la base de los 
conteos de H.p.g de forma tal de asegurar una distribución homogénea para cada uno de ellos. 

Se recomienda la utilización de la técnica de Mc Master modificada (ver técnica Nº 1 de este manual)  

1.2. IDENTIFICACIÓN DE LOS ANIMALES Y CONFECCIÓN DE LOS GRUPOS 

Se recomienda armar grupos de 10 animales como mínimo aunque lo  ideal es trabajar con 20 por grupo. 

En una primera pasada por la manga, identificar con caravanas chicas numeradas y muestrear el doble de 
los animales necesarios para conformar los grupos, de manera que se pueda realizar una buena selección 
de aquellos con conteos de H.p.g. más altos. Efectuados los conteos de H.p.g., ordenarlos de menor a ma-
yor y confeccionar los grupos de tal forma que el promedio de H.p.g. sea homogéneo. Una manera práctica 
de hacerlo es realizando una tabla en la que cada columna corresponde a un grupo, y los animales se van 
distribuyendo en forma de “guarda griega”.

Una vez confeccionados los grupos, identificar a los animales con una segunda caravana numerada, en 
este caso grande y de diferente color para cada grupo. Así, los animales quedan doblemente numera-
dos, facilitando la identificación aún ante la eventual pérdida de una caravana.  

 
1.3. TRATAMIENTOS. 

Se debe contar, como mínimo, con dos grupos básicos: un control no tratado y otro tratado con la droga 
problema. Sin embargo, a favor de la practicidad y calidad del servicio se recomienda la incorporación 
de los tres principios activos de antihelmínticos de amplio espectro en bovinos (IVM, BZD y LVS) incor-
porando también el monepantel y derivados fosforados en los ovinos. De esta manera, en un solo test, 
se puede determinar cual/es principios activos se encuentran comprometidos, y cual/es son la alterna-
tiva efectiva.  
Como pueden existir variaciones en la calidad de los productos genéricos es recomendable la utilización 
de los principios activos originales (“drogas madre”) de los cuales se cuenta con la efectividad declarada 
para cada género parasitario en las pruebas de registro inicial. Cada grupo químico evaluado debe ser 
aplicado respetando la vía y dosis recomendada por el fabricante. Para esto, es importante la determi-
nación o estimación del peso individual de cada animal para aplicar la dosis correcta.
Se recomienda la inclusión de un grupo de animales que actúen como controles no tratados para mejo-
rar la confiabilidad de la eficacia de los productos evaluados. 

1.4. MUESTREOS DE MATERIA FECAL 

Extraer las muestras de materia fecal directamente del recto en bolsas de polietileno (40-60 gr por cada 
animal para bovinos, 5-10 gr para ovinos) e identificarlas. Extraer el aire de la bolsa al cerrarla y refri-
gerar las muestras para remitirlas al laboratorio. Las muestras pueden ser almacenadas a no menos de 
4°C ya que temperaturas inferiores pueden afectar la eclosión de huevos de algunos géneros parasita-
rios en los coprocultivos.

Los conteos de H.p.g. que se realizan el día que se aplican los tratamientos corresponden al día 0 
(cero). Se debe realizar el siguiente muestreo de materia fecal a los 14-15 días post-tratamiento. 
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1.5. CÁLCULO DE LA REDUCCIÓN DEL CONTEO DE HUEVOS (R.C.H.) 

Para el cálculo del porcentaje de reducción de los conteos de H.p.g. se recomienda el uso del promedio 
de cada grupo de las muestras colectadas a los 14-15 días post-tratamiento. 
La fórmula recomendada para calcular la reducción de los conteos de huevos es (Coles et al., 1992):

     

NOTA: en aquellos casos donde no se puede utilizar un grupo control sin tratamiento, la reducción se 
calcula sobre el conteo inicial (día 0), que reemplaza al grupo control.
Cuando los conteos de huevos presentan gran variabilidad en sus datos se puede utilizar la fórmula pro-
puesta por Dash (1988): 

1.6. INTERPRETACIÓN DE LOS RESULTADOS  

- Se interpreta como resistencia antihelmíntica un resultado de R.C.H. por debajo del 90% para bovi-
nos y 95% para ovinos.

- En rumiantes, los resultados del test deben ser considerados como una estimación de la eficacia 
clínica de un producto debido a que la postura de huevos por los nematodes no siempre guarda una 
estrecha correlación con la carga parasitaria.

- En este contexto, el test puede mostrar mayor eficiencia con géneros que poseen un alto potencial 
biótico y/o con buena correlación entre el número de huevos y el de nematodes, como por ejemplo 
Haemonchus, pero podría ser menor cuando se considera al género Ostertagia.

R.C.H. (%) = X 100Prom. Trat. día 15  X  Prom. Control día 0   
Prom. Trat. día 0         Prom. Control día 15

R.C.H. (%) = C - T X 100
C 

Donde T es la media aritmética del grupo tratado y  C es la media 
aritmética del grupo control sin tratamiento a los 14-15 días post-
tratamiento.
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- Una limitante del test es que puede detectar resistencia a un principio activo cuando ya el 25% de 
los genes resistentes al mismo están expresados en la población parasitaria. En estas condiciones, 
no pocas veces el diagnóstico de resistencia a través del T.R.C.H. coincide con síntomas y signos 
clínicos de parasitosis gastrointestinal atribuibles a fallas del tratamiento.
  

1.7. DIAGNÓSTICO DE LOS GÉNEROS PARASITARIOS ACTUANTES EN BASE A COPROCULTIVOS

Con el objetivo de obtener información acerca de los géneros involucrados en la resistencia anti-
helmíntica, se recomienda realizar coprocultivos en pooles por grupo (4-5 g por muestra) los días 0 
y 14-15 post-tratamiento, y la identificación posterior de larvas infectantes (L3) para determinar la 
participación relativa de cada género parasitario (Ver técnica Nº 2 de este manual).

2. Test de eficacia controlada (T.E.C.).

Una vez determinada la resistencia antihelmíntica a través T.R.C.H., es posible confirmarla definiti-
vamente a través del Test de eficacia controlada. Este es el método más confiable para evaluar la 
sensibilidad de los nematodes a los antihelmínticos. Se basa en cuantificar las diferencias entre los 
conteos de vermes de grupos de animales tratados y no tratados, y permite establecer la eficacia 
sobre adultos y formas inmaduras. Como desventajas pueden citarse su alto costo, su laboriosidad 
y el tiempo que demanda. 

Si se requiere la identificación de los parásitos resistentes, una forma práctica de obtenerla es sa-
crificando 2-3 animales por cada grupo del T.R.C.H. La necropsia de animales del grupo control no 
tratado permite establecer el nivel de infección, así como la composición de la población parasitaria 
a nivel de género y especie. 

Las necropsias deben realizarse entre las 2 y 3 semanas de aplicados los tratamientos antipara-
sitarios, siempre que los animales no hayan seguido sobre pasturas infectadas con nematodes 
gastrointestinales durante ese período.  

2.1. NECROPSIA, PROCESAMIENTO DE MUESTRAS E IDENTIFICACIÓN DE PARÁSITOS ADULTOS 
(Ver técnica Nº 6) 
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DIAGNÓSTICO DE ECTOPARÁSITOS

El diagnóstico e identificación de los ectoparásitos posee una obvia ventaja sobre los endoparásitos ya 
que pueden ser observados directamente sobre el hospedador, permitiendo en base a la localización, 
tipo de lesión, época del año, etc., la realización de un diagnóstico presuntivo.

El diagnóstico convencional consiste en observar a los animales especialmente en la zona afectada, y 
relacionar los hallazgos con los parásitos que pueden habitar ese lugar. La experiencia demuestra que 
la observación directa a ojo desnudo, o la realizada con lentes especiales, constituyen el mejor sistema 
para el diagnóstico de la mayoría de las ectoparasitosis. Para la identificación del parásito suelen reque-
rirse estudios morfológicos más complejos e incluso la participación de un especialista.  

De tal manera, la observación directa de los parásitos sobre el hospedador permite establecer una ca-
racterización primaria del agente a nivel de clase (insectos o arácnidos) e incluso, en las pediculosis, 
de orden y suborden (piojos masticadores o chupadores). 
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La recuperación de los ácaros de la sarna se realiza mediante raspados cutáneos teniendo en cuenta 
la naturaleza de la lesión y la localización habitual (más o menos profunda) del ácaro en la piel.

Localización corporal de las sarnas: 1.Psoróptica  2.Sarcóptica  3. Chorióptica (A. Machos / B. Hembras)

Identificación de ácaros
de la sarna
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Sarna psoróptica crónica en ovinos. Nótese el crecimiento de lana en la región central de la lesión y el despren-
dimiento en la periferia.

En las lesiones con hiperplasia epidérmica escasa, y en aquellas causadas por ácaros que realizan 
profundas perforaciones (Sarcoptes y Demodex), es conveniente sumergir la hoja de bisturí en aceite 
mineral, tomar firmemente un pliegue de piel entre los dedos y, manteniendo la hoja en ángulo recto 
con la piel, raspar y arrastrar tejido hasta que comience a sangrar por efecto de la abrasión. La mayoría 
de los detritos se adherirán al aceite del bisturí, facilitando la recolección de la muestra. La misma se 
puede transferir a un portaobjetos y observar al microscopio en busca de ácaros, o bien conservar en un 
envase con tapa para su envío al laboratorio.

En tanto que, en las lesiones epidérmicas con intensa hiperplasia cutánea, y en exfoliación; así como 
en las lesiones provocadas por ácaros superficiales (Psoroptes y Chorioptes), resulta más fácil extraer 
la muestra con cualquier elemento con filo, e incluso tirando de los pelos y arrastrando la piel afectada. 
En estos casos cabe recordar que la mayor concentración de ácaros se encuentra en la periferia de la 
lesión, en las zonas “húmedas” constituidas por el exudado y trasudado generado por la acción de los 
ácaros, en especial del género Psoroptes.
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La sarna psoróptica es por lejos la más habitual, al punto que se la denomina “sarna común”, y es 
producida por el Psoroptes bovis en los bovinos y Psoroptes ovis en lanares. Este género, junto con 
Chorioptes, son los de mayor tamaño y pueden verse a simple vista.

- El raspaje se debe realizar en la periferia de las lesiones, abarcando unos 3 cm2 como mínimo, y ras-
pando hasta que la piel quede enrojecida.
- Colectar el material en tubos de ensayo o frascos con tapa.
- Clarificar la muestra con lactofenol de Amann, hidróxido de sodio o de potasio al 10% en frío.
- Dejar actuar 24 h.
- Observar con lupa a 10 aumentos (10X).

Preparación de lactofenol de Amann (csp 100 ml.)

Ácido láctico

Ácido fénico (cristales disueltos a baño maría)

Glicerina

Agua destilada

FORMA PRÁCTICA DE SEPARAR LOS ÁCAROS DE LAS COSTRAS

- Tomar un frasco plástico de laterales planos y pintar los mismos de color negro. 
- Introducir agua caliente (del termo de mate) y apoyar la muestra completa sobre el frasco. 
- Esperar unos minutos y retirar los pelos y costras. 

20 ml

20 ml

20 ml

40 ml
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- Sobre la base negra podrán observarse los ácaros en movimiento, que se activan por el calor y abandonan 
las costrocidades.
- A pesar de su pequeño tamaño, los ácaros se observan como óvalos de color nacarado que se mueven 
activamente.
- Con una lupa pueden verse los especímenes con mayor detalle, sin embargo el diagnóstico definitivo, 
conviene realizarlo por microscopía.
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En el caso de los ácaros de sarna, los más pequeños de los ectoparásitos, la localización de las le-
siones cutáneas orienta el diagnóstico a nivel de familia, pero la diferenciación de género y especie 
solo es posible mediante la observación microscópica.

Bosquejo de Psoroptes spp.
Especímenes macho y hembra. Nótese la diferente ubicación de las ventosas ambulacrales (Hembra pares 1,2 y 4, 
Macho 1,2 y 3). Se destaca el pedicelo (P) triarticulado característico del género, que sostiene la ventosa ambulacral.
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El diagnóstico, al igual que en la sarna, resulta sencillo porque todos los estadíos evolutivos se encuentran 
sobre el hospedador. En tal caso la utilización de una lupa de poco aumento (como la que se observa en 
las fotos anteriores) puede ser de utilidad.

La sospecha de infección surge al observar los signos característicos de esta parasitosis: prurito, lami-
do, alopecía. Solo en infestaciones iniciales (otoño) o cuando las condiciones no son propicias (verano) 
es necesario realizar un examen más detallado, que abarque la revisación cuidadosa de los “sitios pre-
ferenciales” de localización de cada género parasitario.
	
Es importante tener en cuenta el tamaño, la coloración y la forma de la cabeza de los parásitos; la 
cabeza de los piojos masticadores (mallophagos) es de aspecto cuadrangular, en tanto que la de los 
piojos chupadores (anopluros) es triangular. También la presencia de huevos (liendres) adheridos al pelo 
pueden contribuir al diagnóstico. 

La clasificación a nivel de familia de los piojos chupadores (Linognathus, Haematophinus y Solenopotes) 
implica necesariamente trabajar con lentes de mayor aumento que permitan observar la estructura de 
antenas, patas, ganchos, etc. En tal caso, suele ser necesario extraer los especímenes con una pinza, 
montarlos sobre un portaobjeto y observarlos mediante lupa estereoscópica y/o microscopio óptico.

En general el diagnóstico no resulta complejo dado que: el tamaño de los adultos varía entre 1.5 mm 
algo más de 3 mm, los huevos miden aproximadamente 0.6 a 0.8 mm, la coloración de los parásitos 
contrasta con el pelaje del animal y que tienen buena movilidad, facilitando su visualización.

Identificación de piojos
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C LA  V E  P ARA    LA   D I F EREN    C IA  C IÓN    ENTRE      TI  P O  D E  P IO  J OS  

Localización

Coloración

Aspecto de la cabeza

Antenas

Aspecto del cuerpo

Tórax

Abdomen

Bovinos

Ovinos

Piojos chupadores

Abdomen, pecho, cuello, intermandibular, morro, 
entrepienas, periné, garrones

Oscuros: azul, marrón, pardo

Alargada, más angosta que el tórax, de aspecto 
triangular.

Formada por 5 segmentos (artejos)

Oval, alargado con los extremos en ángulo agudo.

Corto y más ancho que la cabeza
Espiráculos respiratorios dorsales
Patas fuertes y robustas, terminan en una uña 
curva que con el proceso tibial forma un anillo 
adaptado al tamaño del pelo o lana

Ovalado, formado por 6-9 segmentos. Espiráculos 
respiratorios dorsales

Haematophinus eurysternus (4 mm) “piojo de nariz 
corta. Color pardo rojizo
Linognathus Vituli: (2 mm) “Piojo de nariz larga” . 
Color negro-azulado.

Linognathus ovillus: color azulado, se localiza en la 
cara y orejas
Linognathus pedalis: se localiza en las patas, en 
zonas desprovistas de lana.

Piojos masticadores

Cuello, escápulas, parrillas costales, dorso 
desde la cruz hasta la cadera y cola.

Más claros, Cabeza roja, abdomen con
 bandas transversales rojizas.

Redondeada, más ancha que el tórax, 
aspecto cuadrangular.

Formada por 3-5 artejos.

Oval, alargado, con extremos redondeados.

Más angosto que la cabeza
Espiráculos ubicados en ventral
Patas menos desarrolladas, con uña delgada, 
adaptadas a la deambulación. 

Más largo que la cabeza y el tórax juntos. 
Espiráculos respiratorios ventrales.

Bovícola (Damalinea) bovis: (1,5mm)
Coloración amarillento-rojiza (ver arriba)

Bovícola (Damalinea) ovis: cabeza más 
cuadrangular que el del bovino, tamaño similar.
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Para la identificación de garrapatas, suele ser suficiente la observación visual de los especímenes sobre 
el hospedador. El tamaño relativo, la ubicación en el animal, la coloración y el tamaño del escudo dorsal, 
permiten realizar una primera diferenciación entre garrapatas duras y blandas.

Algo similar ocurre con las miasis, donde básicamente el tipo de lesión, orienta el diagnóstico, y la 
observación de las moscas adultas, especialmente su coloración y las características de las alas (o su 
ausencia en el caso de Mellophagus ovinus) contribuyen al diagnóstico con mayor exactitud.
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