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RESUMEN 

 

La producción de aves criollas o de traspatio es una actividad pecuaria llevada a cabo de manera 

empírica por familias campesinas sin un manejo tecnificado, los parásitos gastrointestinales es un 

factor crítico que afecta a la productividad de estas aves, por ende fue necesario  tomar medidas 

sanitarias adecuadas para el control de estos parásitos, por lo tanto el objetivo de la presente 

investigación fue identificar los parásitos gastrointestinales de un grupo genético de aves criollas. 

La metodología implementada tuvo un enfoque cualitativo y cuantitativo, para lo cual se 

utilizaron 42 aves criollas como unidades experimentales. Se aplicó una estadística descriptiva 

(media, desviación estándar, valores máximos y mínimos). El estudio consistió en la toma de 

muestras de heces en la mañana de cada una de las aves, las cuales fueron colocadas el día anterior 

individualmente en jaulas metabólicas, las nuestras fueron transportadas al Laboratorio de 

Biotecnología y Microbiología Animal “LABIMA” de la ESPOCH, se realizó el examen 

coproparasitario utilizando el método de Flotación para la identificación de parásitos 

gastrointestinales, luego se aplicó la Técnica de McMaster para determinar la carga parasitaria. 

Se encontró como resultados una prevalencia parasitaria alta (92,86%), en el que la Capillaria 

spp  fue el parásito de mayor prevalencia (58,97%), seguido de la Eimeria spp (46,15%), 

Heterakis gallinarum (36,90%), y en menor prevalencia la Ascaridia galli (15,38%). Los 

nematodos fueron los parásitos dominantes en este grupo de aves  (75%), mientras que los 

protozoarios (25%). Además a través de la necropsia se identificó parásitos de la clase cestodo 

específicamente Railletina spp.  Se concluyó que por el tipo de crianza que están sometidas las 

aves criollas estas se encontraron casi en su totalidad infectadas con parásitos gastrointestinales 

debido a las malas prácticas de sanidad y manejo por parte de los productores. 

 

Palabras clave: <PARÁSITOS GASTROINTESTINALES>,  <PREVALENCIA>, 

<PARASITISMO>,  <NEMATODOS>, <PROTOZOARIOS>, <AVES CRIOLLAS>. 
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ABSTRACT 

 

 

Backyard poultry production is a livestock activity carried out empirically by rural families 

without a technified management, gastrointestinal parasitosis is a critical factor that affects the 

productivity of these birds, so it was necessary to take appropriate sanitary measures for the 

control of these parasites. Therefore, the objective of this research was to identify the 

gastrointestinal parasites of a genetic group of backyard poultry. The methodology implemented 

had a qualitative and quantitative approach, for which 42 Creole birds were used as experimental 

units. Descriptive statistics (mean, standard deviation, maximum and minimum values) were 

applied. The study consisted of taking fecal samples in the morning from each of the birds, which 

were placed the day before individually in metabolic cages, which were transported to the 

Laboratory of Biotechnology and Animal Microbiology "LABIMA" of the ESPOCH, the 

coproparasite examination was performed using the Flotation method for the identification of 

gastrointestinal parasites, then the McMaster Technique was applied to determine the parasitic 

load. The results showed a high parasitic prevalence (92.86%), in which Capillaria spp was the 

most prevalent parasite (58.97%), followed by Eimeria spp (46.15%), Heterakis gallinarum 

(36.90%), and in lower prevalence Ascaridia galli (15.38%). Nematodes were the dominant 

parasites in this group of birds (75%), while protozoa (25%). In addition, necropsy identified 

parasites of the cestode class, specifically Railletina spp. It was concluded that due to the type of 

breeding that the Creole birds are subjected to, they were almost entirely infected with 

gastrointestinal parasites due to poor sanitation and management practices on the part of the 

producers.  

 

Keywords: <GASTROINTESTINAL PARASITES>, <PREVALENCE>, <PARASITISM>, 

<NEMATODS>, <PROTOZOARIES>, <CRILE BIRDS>. 
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INTRODUCCIÓN 

 

 

En el Ecuador la avicultura aporta el 2% al PIB Nacional y alrededor del 18% al PIB agropecuario. 

La cría de aves criollas, también conocida como aves traspatio, es una práctica tradicional de 

producción pecuaria llevada a cabo por familias en sus fincas, patios de viviendas o alrededores 

(Hortúa, et al., 2022, p. 1021). Esta actividad implica criar un pequeño grupo de aves, alimentándolas 

con productos generados por la propia familia o campesinos. La cría de aves criollas genera 

ingresos económicos significativa para las familias de poblaciones rurales que, en muchos casos, 

la llevan a cabo con el propósito de garantizar a sus familias la seguridad alimentaria y disponer 

de una fuente de ingresos en comunidades desfavorecidas (Baumberger, et al., 2018, p. 6942). 

 

Las aves de traspatio, es una fuente de proteína de alta calidad a bajo costo que posee un ciclo de 

producción corto (Hortúa, et al., 2022, p. 1021). La carne y los huevos de estas aves son altamente 

valorados por su calidad nutricional y son consumidos en grandes cantidades tanto en las zonas 

rurales como en la ciudad. La cría de aves de corral se ha desarrollado principalmente debido a la 

alta calidad alimenticia de sus productos, que son considerados esenciales en la dieta de las 

familias, incluso en sectores de bajos recursos. Estas aves se alimentan principalmente de pastos, 

residuos vegetales y de cocina, así como granos. Además, son conocidas por su resistencia a 

diferentes condiciones climáticas, así como por su manejo y alimentación rústicos (Galíndez, et al., 

2020, p. 26). 

 

En la producción de aves criollas o traspatio, los parásitos se consideran como un factor crítico 

en las explotaciones de estas aves y se requieren medidas efectivas para mejorar el manejo de 

estas aviculturas. Los parásitos gastrointestinales afectan el rendimiento de las aves de campo, 

provocando la pérdida de peso, afecciones gastrointestinales y cambios en el metabolismo de las 

aves. Se debe aplicar medidas adecuadas para un correcto control de parásitos y evitar que este 

problema afecte la salud y el rendimiento productivo de las aves (Ibarra, et al., 2022, p. 18). 

 

La actividad de criar aves criollas no es solo para el autoconsumo familiar, también es un ingreso 

económico importante que se obtiene a través de la venta y comercialización de huevos y carne 

que beneficia positivamente a la economía de las familias de los pequeños productores de las 

diferentes de las zonas rurales. Sin embargo, existen pocos estudios sobre los parásitos 

especialmente gastrointestinales que se encuentran afectando aves criollas, ya que la crianza y 

producción es desarrollada de manera empírica-tradicional, sin la aplicación de técnicas 

adecuadas de producción por parte de la gente de campo que se dedican a esta actividad.  
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CAPÍTULO I 

 

 

1. DIAGNÓSTICO DEL PROBLEMA 

 

1.1 Planteamiento del problema 

 

La producción de las aves criollas es una actividad económica importante para las comunidades 

de las zonas rurales, proporcionando una fuente de ingresos y contribuye a la seguridad 

alimentaria en áreas desfavorecidas. Sin embargo, esta práctica de producción se lleva a cabo de 

forma tradicional con una escasa técnica de crianza, manejo y sanidad (Morales, et al., 2020, p. 493). 

 

Los parásitos gastrointestinales afectan a las aves independientemente de la fase en que se 

encuentre, pero presentan mayor incidencia en las aves jóvenes y en aves adultas que se encuentra 

en la etapa de postura ocasionando afecciones gastrointestinales, cambios en el metabolismo y 

pérdida de peso incidiendo directamente en el crecimiento y productividad y con el tiempo en la 

mortalidad de las aves (Ibarra, et al., 2022, p. 18). 

 

La parasitosis en una producción de aves criollas o de traspatio es un problema sanitario 

importante que afecta directamente a la salud y productividad de los animales. Es necesario tomar 

medidas que ayuden a controlar infección parasitaria implementando un mejor manejo de crianza 

y producción de estas aves (Ibarra, et al., 2022, p. 18). 

 

1.2 Justificación 

 

La crianza de las aves criollas ha sido y es una actividad productiva tradicional que ha estado 

siempre presente      en las familias campesinas. Su crianza no es solo producir para el autoconsumo 

familiar, también es un ingreso económico importante que se obtiene a través de la venta y 

comercialización de huevos y carne que benefician positivamente a la a estas familias. El 

desconocimiento de cada una de estas infecciones ocasiona muerte de los animales 

incrementándose las pérdidas económicas al pequeño productor.  

El presente trabajo investigativo tiene la necesidad de identificar los parásitos gastrointestinales 

de un grupo genético de aves criollas, de esta forma conoceremos la prevalencia parasitaria que 

existe en estos grupos de aves con el propósito de tener información y datos actualizados de los 

parásitos que afectan a estas aves. Las    enfermedades parasitarias en estas aves se presentan toda 

su etapa de vida por estar expuestas directamente al ambiente sin un control sanitario adecuado.   
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1.3 Objetivos    

1.3.1 General 

Identificar los parásitos gastrointestinales de un grupo genético de aves criollas. 

1.3.2 Específicos 

 Determinar la prevalencia de los parásitos gastrointestinales en las aves. 

 Estimar la carga parasitaria de la población aviar en estudio y analizar su influencia 

sobre los parámetros productivos.  

 Implementar un sistema de control de la parasitosis. 
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CAPÍTULO II 

 

 

2. MARCO TEÓRICO 

 

2.1. Antecedentes de investigación 

 

En Sudamérica, en la ciudad de Caldas, Colombia en el año 2017, se realizó un estudio de los 

parásitos que afectan a las aves domésticas (Gallus domesticus), se examinó los parásitos que 

afectan a estas aves. Se evaluaron 2046 aves en 86 predios y se identificaron diferentes especies 

de endoparásitos, como: Eimerias spp, Heterakis gallinarum, Ascaridia galli, Capillaria spp, 

Hymenolepis spp. También se encontraron ácaros y piojos. Los hallazgos de necropsia mostraron 

una alta presencia de Heterakis gallinarum, Ascaris galli, Capillaria sp, Choanotaenia 

infundibulum, Hymenolepis sp, y Railletina spp. Los resultados indican una relación directa entre 

la presencia de parásitos y la ausencia de estrategias de desparasitación (Marín, et al., 2017 p. 43). 

 

En Ecuador, en la provincia de Orellana, cantón Joya de los Sachas, en el año 2015 se desarrolló 

un trabajo investigativo para determinar los principales parásitos gastrointestinales que afectan a 

las gallinas de traspatio (Gallus gallus domesticus)en esa zona; para lo cual se recolectaron 300 

muestras de heces, se seleccionó al azar 10 aves de cada una de las 30 familias de la comunidad, 

las muestras fueron analizadas mediante la técnica coproparasitaria de Frotis directo, se evidencio 

un infección del 46% de las muestras de heces analizadas. Existiendo una prevalencia de parásitos 

de filo nematodos con un 46,66 %, seguido con el 10% los cestodos, y por último protozoarios el 

2%; el parásito de mayor frecuencia la Capillaría spp con 58, 95%, en segundo lugar 

Strongyloides spp con el 23,88% y con 14.17% Heterakis gallinarum. El autor concluye que los 

nematodos son los parásitos de mayor prevalencia en este sector. Las aves criollas al ser criadas 

al aire libre o traspatio están más propensas a la infección parasitaria (Andy, 2014 p. 15). 

 

En un estudio realizado en el cantón Paute, parroquia Chicán, en el año 2018 se evaluó en aves 

criollas la prevalencia de parásitos gastrointestinales. El estudio consistió en la recolección de 

muestras de excretas de 384 aves criollas por la mañana, en el laboratorio realizaron los exámenes 

coproparasitario aplicando la técnica de flotación y sedimentación. Los resultados presentaron 

una alta prevalencia a parásitos gastrointestinales con 97,66%; resultando la coccidias con mayor  

prevalencia del 74,74%, seguido de Capillaria spp 22,92%, Ascaridia galli con el 14,32%, 

Heterakis gallinarum con 10,42%, para Strongyloides spp un valor de 7,29%,  Hymenolepis spp 

con el 3,13%, mientras que Echinostomun revolutun con el 2,08%, y en menor cantidad con un 

porcentaje del 1,04% Choannotaenia infundibulum (Camposano, 2018 p. 7). 
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2.2. Referencias teóricas 

 

2.2.1. Aves criollas 

 

Un ave criolla es un ave de corral de raza local obtenida por la selección natural y la adaptación 

a las condiciones climáticas y ambientales locales a lo largo de muchos años. A diferencia de las 

aves de raza pura, las aves criollas tienen una mayor variabilidad genética, lo que les permite 

adaptarse mejor a las condiciones locales y ser más resistentes a enfermedades y parásitos. 

Además, las aves criollas suelen ser criadas en sistemas de producción tradicionales, al aire libre 

y con una alimentación más natural, lo que las convierte en una opción más sostenible y saludable 

en comparación con las aves de producción industrial (Galíndez, et al., 2020 p. 415). 

 

2.2.2. Origen de la gallina 

 

La gallina doméstica (Gallus gallus domesticus) es una subespecie domesticada del gallo (G. 

gallus), ave procedente del sudeste asiático. La domesticación de las gallinas se cree que tuvo 

lugar hace unos tiene mil años en Asia, aunque el proceso exacto de domesticación no está claro. 

Las gallinas se han criado selectivamente para fines alimenticios, incluyendo la productividad que 

se tiene de huevos y carne, así como para su uso en peleas de gallos y como mascotas. A lo largo 

de la historia, las gallinas han sido transportadas y criadas en todo el mundo, y ahora se pueden 

encontrar en una variedad de climas y entornos (Galíndez, et al., 2020 p. 425). 

 

2.2.3. Taxonomía de la gallina 

 

Cabe señalar que la taxonomía de la gallina ha sido objeto de debate y revisión a lo largo de los 

años, y algunos expertos han propuesto diferentes clasificaciones en función de la variabilidad 

genética y morfológica observada en la especie (Requena, et al., 2021 p. 105). 

En la Ilustración 1-2, se puede apreciar la taxonomía de las gallinas. 

2.2.4. Avicultura de traspatio 

También se denomina como avicultura campesina, criolla o tradicional, por lo general este tipo 

de producción avícola realizan las familias, es un sistema ganadero tradicional llevado a cabo por 

familias campesinas en o alrededor de sus predios, que consiste en criar una pequeña parvada de 

aves no especializadas o de corral. Estas aves se alimentan de materias primas producidas por los 

propios agricultores o que ellos comen en el campo y se desechan (Camposano, 2018 p. 85). 
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                                  Ilustración 1-2: Taxonomía de la gallina 

              Fuente: Requena, et al, 2021 

          Realizado por: González L.,2023 

 

2.2.5. Sanidad aviar  

 

A continuación, en la Tabla 1-2, se describen ciertas medidas sanitarias que se debe tomar en 

cuenta al momento de la crianza de las gallinas criollas: 

 

Tabla 1-2: Medidas sanitarias para la crianza de gallinas criollas. 

PRECAUCIONES SANITARIAS 

 

Proporcionar diariamente agua y alimentos 

limpios. 

Todos los animales se deben vacunar contra 

enfermedades frecuentes; New Castle y Bronquitis 

infecciosa. 

No poner muchas aves juntas. Cada cuatro meses de debe desparasitar a todos los 

animales. 

Evitar las corrientes de aire, la humedad, el 

exceso de frío y de calor. 

Cada dos o tres meses, hay que renovar la cama de los 

gallineros. 

No criar gallinas junto con patos ni pavos, 

u otras especies de animales. 

Periódicamente hay que lavar los comederos y los 

bebederos  

Alimentación debe ser gradual para evitar la 

presentación de diarreas. 

Retirar del gallinero a los animales enfermos y muertos, 

porque contagian rápidamente al resto. 

 

Fuente: Visión World, 2018 

Realizado por: González L., 2023 

 

Las aves en general como el resto de los animales son afectadas por diversas enfermedades, sin 

embargo, se deben considerar un mejor manejo en las aves que se producen en las familias de los 

sectores rurales que en la mayoría de las veces se destina al consumo interno. Por otra parte, se 

Reino: Animalia (animales)

Filo: Chordata (cordados)

Clase: Aves (aves)

Orden: Galliformes (galliformes)

Familia: Phasianidae (fasianos)

Género: Gallus (gallinas y gallos)

Especie: Gallus gallus

Subespecie: Gallus gallus domesticus 
(gallina doméstica)
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puede mencionar que por parásitos y enfermedades pueden ocasionar grandes pérdidas en la 

producción por mortandad; Por otra parte, con una alimentación equilibrada, lugares adecuados 

para el alojamiento y manejo tecnificado se puede reducir los problemas antes mencionados 

(Vision World, 2018 pp. 2-4). 

 

2.2.6. Parásito 

Es un organismo que para sobrevivir tiene que vivir a expensas de otro ser vivo, conocido como 

huésped, obteniendo de él nutrientes y otros recursos necesarios para su supervivencia (Santos, et 

al., 2015 p. 789). Los parásitos pueden ser animales, plantas, hongos o bacterias, y pueden habitar 

dentro o fuera del cuerpo del huésped. Los parásitos pueden transmitirse de una persona o animal 

a otro, a través de diferentes medios como el agua, los alimentos, el aire, los vectores como los 

mosquitos y las garrapatas, y el contacto directo con la piel o los fluidos corporales (Corredor, et al., 

2018 p. 16). 

2.2.7. Tipos de parásitos 

 

Las aves se han visto afectadas por diferentes tipos de parásitos externos (ectoparásitos) e internos 

(endoparásitos) los cuales generan negativamente un alto impacto económico a nivel mundial. 

Las infestaciones con diferentes tipos parásitos, se denomina de forma científica como parasitosis. 

 

Los parásitos internos causan pérdidas económicas importantes a la avicultura en el mundo entero; 

sin embargo, muy pocos productores tienen la costumbre de buscar la presencia de parásitos en 

forma periódica, en las heces de sus aves. La mayoría de estos parásitos se observan a simple 

vista, especialmente la lombriz intestinal grande, llamada Ascaridia galli y la tenia o lombriz 

plana, conocida comúnmente como "solitaria". Existen otras lombrices más pequeñas que a veces 

no se distinguen con facilidad a simple vista, como Heterakis gallinae y la Capillaria spp  

(Corredor, et al., 2018 p. 16). 

 

Los parásitos que afectan externamente el cuerpo de las aves o conocidos como ectoparásitos se 

alimentan principalmente de células muertas de la piel y plumas (como los piojos) o bien extraen 

la sangre o jugo de los tejidos (linfa), como los ácaros, garrapatas, pulgas, chinches mosquitos, 

etc (Corredor, et al., 2018 p. 16). 

 

En la tabla 2-2, se evidencia los diferentes tipos de parásitos que pueden estar presentes en las 

aves domésticas.  
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Tabla 2-2: Tipos de parásitos presentes en las aves domésticas. 

TIPOS DESCRIPCIÓN 

 

 

 

 

 

Parásitos externos de aves 

domésticas 

Insectos picadores (hematófagos) que “chupan sangre”: 

 Mosca del establo (Stomoxys calcitrans). 

 Moscas negras (Simulium yahense). 

 Mosquitos o zancudos (Anopheles gambiae). 

 Pulgas (Pulex irritans). 

 Piojos (Dermanyssus gallinae). 

 Chinches domésticas (Cimex lectularius). 

 Aradores de la sarna (Sarcoptes scabiei). 

 Ácaros (Dermanyssus, Ornithonyssus). 

 

Insectos no picadores, pero molestos 

 Moscas domésticas (Musca domestica). 

 

Garrapatas que chupan sangre  

 Garrapatas blandas (Argas reflexus). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Parásitos internos de aves 

domésticas 

Nematodos gastrointestinales: 

 Synhimanthus spp.  

 Ascaridia galli. 

 Capillaria spp.  

 Heterakis gallinarum.  

 Oxyspirura spp. 

 Strongyloides spp. 

 Subulura spp. 

 Syngamus trachea.  

 Tetrameres spp. 

. 

Cestodos (gusanos cinta, tenias): 

 Amoebotaenia cuneata. 

 Choanotaenia infundibulum.  

 Davainea proglottina.  

 Raillietina spp.  

 

 Trematodos: Prosthogonimus spp. 

 Protozoarios: Eimeria spp. 

 

Fuente: Corredor, et al, 2018 

Realizado por: González L., 2023 

https://es.wikipedia.org/wiki/Pulex_irritans
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2.2.8. Diagnóstico de la presencia de parásitos 

 

Existen diferentes síntomas o signos para evidenciar la presencia de parásitos en las aves, estas 

van a depender del tipo de parásito y a la parte del cuerpo afectada (León, et al., 2022 p. 45).  

 

A continuación, en la Ilustración 2-2, se puede identificar ciertos signos/síntomas que se presentan 

en las aves tras la presencia de parásitos gastrointestinales. 

 

 

Ilustración 2-2: Diagnóstico de la presencia de parásitos en las aves criollas. 

Fuente: León, et al, 2022 

Realizado por: González L., 2023 

 

2.2.9. Métodos para la identificación de parásitos 

 

Existen varios métodos para detectar la presencia de parásitos en animales, tanto interna como 

externamente (Herrera, 2023 p. 19). A continuación, en la ilustración 3-2, se describen algunos de los 

métodos más comunes de identificación de parásitos. 

 

1
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Picazón y rascado 
excesivo:

Si observas que el ave se rasca o se pica con frecuencia, puede ser
una señal de que tiene ácaros, piojos u otros parásitos en su piel o
plumaje.

Pérdida de plumas
La presencia de ácaros y piojos puede provocar la pérdida de
plumas, especialmente en la zona del cuello y las alas.

Anemia

La presencia de parásitos que se alimentan de la sangre de las aves,
como los piojos y las garrapatas, puede causar anemia, lo que se
refleja en una palidez de las mucosas (o interior de la boca) y la
piel.

Diarrea
La presencia de coccidios y otros parásitos intestinales puede
provocar diarrea y debilidad en las aves.

Problemas 
respiratorios

Algunos parásitos, como los ácaros de los conductos respiratorios,
pueden causar problemas respiratorios en las aves.

Protuberancias en la 
piel

Algunos parásitos, como los ácaros de la sarna, pueden causar
protuberancias y lesiones en la piel.
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Ilustración 3-2: Métodos para la identificación de parásitos 
Fuente: Herrera, 2023 

Realizado por: González L., 2023 

 

2.2.10. Parásitos gastrointestinales  

 

Cuando se trata de parásitos gastrointestinales en aves, se refiere a organismos que viven en varias 

partes del tracto digestivo y son capaces de obtener nutrientes a expensas del huésped (en este 

caso, el ave). Muchas de las complicaciones en la salud que aquejan las aves criollas se encuentran 

las enfermedades parasitarias entre las más comunes, con consecuencias que van desde la 

infección asintomática hasta terminar en la muerte. Las infecciones causadas por parásitos 

gastrointestinales pueden afectar el comportamiento productivo de las aves (Chamorro, 2020 p. 58). 

 

2.2.10.1. Nematodos 

 

Los nematodos son parásitos microscópicos en forma de gusanos redondos que viven en el aparato 

digestivo inferior de las aves y originan problemas de sanitarios a las parvadas de pollos. Los 

parásitos del filo nematodos son considerados como hospedadores parasitarios más comunes que 

infectan a la mayoría de las aves, afectando al estado de salud en general (Chamorro, 2020 p. 62).  

 

 Ascaridia galli 

 

Parásito nematodo común en aves, especialmente en gallinas, que puede causar problemas de 

salud importantes si no se controla adecuadamente (Camposano, 2018 p. 35). Los gusanos adultos se 

Examen de 
heces

Es un método comúnmente utilizado para detectar parásitos internos en
animales. Consiste en examinar una muestra de heces bajo el microscopio
para buscar huevos de parásitos, como nematodos, coccidios y otros.

Examen de 
sangre

El examen de sangre puede ser útil para detectar la presencia de parásitos
sanguíneos, como la malaria aviar.

Prueba de 
raspado de 
piel

Esta prueba se utiliza para detectar la presencia de ácaros y otros parásitos
que habitan en la piel. Consiste en tomar una muestra de piel y examinarla al
microscopio para buscar parásitos.

Prueba de 
cultivo de 
tejido

Esta prueba se utiliza para detectar la presencia de parásitos en tejidos de
animales. Consiste en tomar una muestra de tejido y cultivarla en un medio
de cultivo adecuado para observar la presencia de parásitos.

Examen 
físico

El examen físico del animal puede ser útil para detectar la presencia de
parásitos externos, como pulgas, garrapatas, piojos y otros.

Análisis de 
ADN

El análisis de ADN se utiliza para identificar parásitos y otros organismos a
nivel molecular. Esta técnica puede ser útil para detectar parásitos difíciles
de detectar con otros métodos.
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alojan a nivel intestinal causando obstrucciones intestinales que afectando a la absorción los 

compuestos nutricionales del alimento, consiguiendo provocar diarrea, disminución del peso, 

debilidad y baja en la producción de huevos en las gallinas. La contaminación parasitaria se da a 

través por la ingestión con huevos del parasito que se hallan en el ambiente, generalmente en 

heces de aves infectadas (Herrera, 2023 p. 54). 

 

El tratamiento de la infección se realiza con antihelmínticos específicos, aunque la prevención y 

el control son las medidas más importantes para evitar la infección y los problemas de salud 

asociados (Herrera, 2023 p. 54). En la ilustración 4-2, se puede apreciar una parasitosis de Ascaridia 

gallí a nivel intestinal de las aves.  

 

 

Ilustración 4-2: Ascaridia galli parasitando el intestino.  

Fuente: Rangel, 2023 

 

 

A continuación, en la Ilustración 5-2, se puede evidenciar de manera gráfica el ciclo biológico de 

Ascaridia galli y en la tabla 3-2, los datos específicos de la misma. 

 

 

                                            Ilustración 5-2: Ciclo de vida de la Ascaridia galli 
                                                             Fuente: Rangel, 2023 
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Tabla 3-2: Datos específicos de Ascaridia galli 

Generalidades  Nematodo que se encuentra en el intestino delgado de gallina, pavo, ganso, pato 

y otras aves. Tienen tres labios y alas laterales cuticulares. El esófago tiene 

forma de huso. Por otra parte, los machos tienen una prominente ventosa pre 

anal con un anillo cuticular. 

Morfología y 

ubicación  

Nematodo grueso, blanco y transparente de 5-11 cm de longitud. Los adultos 

viven en la luz del intestino delgado, pero las etapas larvarias invaden la 

mucosa. 

Taxonomía Reino: Animalia 

Filo: Nematoda 

Clase: Secernentea 

Orden: Ascarididea 

Familia: Ascarididae 

Subfamilia: Ascaridiinae 

Género: Ascaridia 

Especie: Ascaridia galli  

Ciclo biológico Ciclo biológico directo. La infección se da de forma oral, se transmiten por el 

suelo los huevos permanecen viables hasta la segunda larva hasta la ingestión 

del huésped definitivo –aves. Se aloja en el intestino delgado, generalmente las 

hembras depositan los huevos, se vuelven en larvas infectivas por acción de la 

humedad del ambiente. 

Patogenia Se encuentran generalmente en el intestino delgado, muy rara vez se ubica en 

el peritoneo, molleja, proventrículos.  

Síntomas y lesiones Se puede evidenciar enteritis, diarrea, anemia, signos que revelan la presencia 

de este parásito en el tracto intestinal de las aves, ocasionan obstrucción y 

dificultan la digestión por otro indicio de la parasitosis es la disminución de 

peso y los rendimientos productivos. 

Diagnóstico y 

tratamiento 

El diagnóstico se lleva a cabo por detección de huevos en las heces mediante el 

sistema de flotación. 

Para la prevención y control se aplica los antihelmínticos clásicos de amplio 

espectro como los benzimidazoles y el levamisol son eficaces contra Ascaridia. 

Fuente: Camposano, 2018 

Realizado por: González L., 2023 

 

 Capillaria spp 

 

Es un parásito nematodo el cual afecta a las aves, mamíferos y reptiles. Existen varias especies 

de Capillaria que pueden causar infecciones en el tracto intestinal, donde pueden causar diarrea, 

pérdida de peso, entre otros. Algunas especies de este parásito pueden migrar a diferentes órganos, 

como a los pulmones o al hígado, lo que puede provocar problemas de salud graves. Se produce 
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una infección por la ingesta de huevos contaminados que se están en el ambiente (Ortiz, et al., 2019 

p. 32). En la Ilustración 6-2, se puede observar Capillaria spp.en estado de huevo. 

 

 

Ilustración 6-2: Huevo de Capillaria spp 
Fuente: González, 2023 

 

En la Ilustración 7-2, se puede evidenciar de manera gráfica el ciclo biológico de Capillaria spp. 

Ilustración 7-2: Ciclo de vida de la Capillaria spp 

Fuente: Camposano, 2018 

 

En la Tabla 4-2, se puede evidenciar datos específicos del parásito Capillaria spp. 
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Tabla 4-2: Datos específicos de Capillaria spp 

Capillaria spp 

Generalidades  Capillaria es un gusano diminuto con forma de hilo que infecta el esófago, 

el buche y el intestino de los pollos. Se entierra en el revestimiento del 

órgano, causando una inflamación severa 

Morfología y ubicación Los parásitos en forma adulta miden de 1 a 8 cm de longitud, son finos. 

Según la ubicación parasitaria de estos nematodos se los denomina de la 

siguiente manera:  

Capillaria annulata: mucosa del buche y esófago 

Capillaria bursataé: intestino delgado 

Capillaria contorta: buche y esófago 

Capillaria caudinflata: intestino delgado 

Capillaria obsignata: intestino delgado 

Capillaria anatis: ciego, ocasionalmente el intestino delgado 

Taxonomía Reino: Animalia 

Filo: Nematoda 

Clase: Adenophorea 

Orden: Trichurida 

Familia: Trichinellidae 

Género: Capillaria spp 

Ciclo biológico Ciclo de vida indirecto donde la lombriz de tierra es el hospedador 

intermediario. C. contorta, C. caudinflata, C. obsignata. Donde los huevos 

son expulsados por las heces, luego ingeridos por la lombriz donde 

eclosionan y posterior las aves se infestan por ingesta del huésped 

intermediario. Estos se alojan en el intestino y se instalan en la mucosa 

donde completan el desarrollo a adultos y nuevamente los huevos son 

expulsados en las heces. 

Ciclo directo las aves se infestan al ingerir los huevos directamente del suelo 

donde 6 a 8 días eclosionan e invaden de acuerdo la especie de capillaria. 

Periodo de prepatencia dura de 20-60 días. 

Patogenia Una pequeña cantidad de Capillaria spp no suele causar daño en las aves, 

pero las larvas ocasionan inflamación en la mucosa de esófago, buche. 

Síntomas y lesiones Los síntomas de la infección del gusano del pelo incluyen palidez, diarrea y 

emaciación. Puede ser fatal si los casos graves no se tratan 

Diagnóstico y 

tratamiento 

Se observa huevos con forma de limón en análisis de materia fecal mediante 

la técnica de flotación. Como tratamiento se puede considerar el uso de el 

levamisol o la ivermectina 

Fuente: Camposano, 2018 

Realizado por: González L., 2023 
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 Heterakis gallinarum 

 

Parasito nematodo que infectan a las aves de corral, sobre todo a las gallinas y pavos. Es un 

parásito común y su infección puede causar problemas de salud importantes en las aves, 

incluyendo anemia, debilidad y aumento de la susceptibilidad a otras enfermedades (Camposano, 

2018 pp. 29-33). Estos parásitos se alojan en el colon de las aves infectadas, donde pueden provocar 

inflamación y ulceración del tejido intestinal, lo que conduce a diarrea crónica. Además, estos 

parásitos son vectores del protozoo causante de la histomoniasis (Histomonas meleagridis), una 

enfermedad que puede provocar una mortalidad elevada en las aves de corral (Ortiz, et al., 2019 p. 

34). En la Ilustración 8-2, se puede evidenciar la Heterakis gallinarum. 

 

 

       Ilustración 8-2: Observación de Heterakis gallinarum atreves del microscopio.   
          Fuente: Dasa, 2014 

 

En la siguiente Ilustración 9-2, se puede evidenciar el ciclo de vida del nematodo.  

 

Ilustración 9-2: Ciclo de vida del Heterakis gallinarum 
Fuente: Dasa, 2014 
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A continuación, en la Tabla 5-2. Se puede evidenciar datos específicos de Heterakis gallinarum 

 

Tabla 5-2: Datos específicos de Heterakis gallinarum 

Heterakis gallinarum 

Generalidades  Son gusanos intestinales muy frecuentes en aves en todo el mundo, se 

considera que hasta el 90% de las poblaciones pueden estar infectadas. Son 

gusanos redondos, infectan a numerosas especies de aves (gallináceas, 

pavos, gansos). 

Morfología y ubicación Los adultos miden de 7 a 15 mm de longitud. Las hembras son ligeramente 

mayores que los machos. Los huevos miden unas 45 x 75 micras. Se localiza 

a nivel de los ciegos de las aves criollas. 

Las especies de mayor importancia veterinaria son: 

 Heterakis gallinarum que afecta a gallináceas y pavos (guajolotes), en 

explotaciones acceso al exterior. 

 Heterakis dispar, afecta a patos y gansos. 

 Heterakis isolonche, afecta a faisanes y otras aves silvestres. 

Taxonomía Reino: Animalia 

Filo: Nematoda 

Clase: Secernentea 

Orden: Ascaridida 

Familia: Ascarididae 

Género: Heterakis 

Especie: H. gallinarum  

Ciclo biológico Ciclo biológico directo. Donde las hembras pueden depositar 900 huevos al 

día y que llegan al ambiente a través las heces. En el ambiente se desarrollan 

a larvas infectivas L2 dependiendo de la humedad y temperatura 

ambientales (2 a 4 semanas a 27°C). Estos huevos infestan a las aves al 

ingerir. El período de prepatencia se estima entre 25 y 28 días 

Patogenia Ejercen acción irritativa en la mucosa cecal ya que las larvas permanecen 

en dicha mucosa varios días, en donde ejercen acción expoliatriz al 

alimentarse con el tejido y exudados tisulares. 

Síntomas y lesiones Se muestra un ligero engrosamiento de la pared del ciego con equimosis, el 

ciego macroscópicamente se encuentra cubierto por pequeñas salientes 

nodulares que dan un aspecto mamelonado.  

Diagnosticó El diagnóstico se lleva a cabo por detección de huevos en las heces mediante 

la técnica de flotación. 

Tratamiento: Los antihelmínticos como los benzimidazoles y el levamisol. 

Fuente: Camposano, 2018 

Realizado por: González L., 2023. 
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2.2.10.2. Cestodos 

 

Los cestodos son una de las tres grandes clases del tronco Platelmintos, que también incluye los 

turbelarios y trematodos. Además de las características generales del tronco, los cestodos tienen 

características únicas: son helmintos alargados y planos como una cinta, simétricos 

bilateralmente, aplanados dorsoventralmente, y no tienen sistema circulatorio, aparato 

respiratorio ni tracto digestivo (Chamorro, 2020 p. 75). A continuación, en la Ilustración 10-2, se 

puede evidenciar los cestodos en el intestino delgado del ave. 

 

 

  Ilustración 10-2: Cestodos en el intestino delgado del ave 

   Fuente: Chamorro, 2020 

 

Los cestodos viven en el intestino de animales vertebrados. Sin embargo, no todos los cestodos 

para desarrollar su ciclo de vida necesitan hospedadores intermedios. (Herrera, 2023 p. 19). Algunos 

cestodos tienen ciclos de vida directos, no necesitan del hospedador intermedio para llegar a 

completar su ciclo de vida. Pero en otros casos, los cestodos si requieren de hospedadores 

intermediarios para desarrollarse, y estos hospedadores pueden ser tanto vertebrados como 

invertebrados, dependiendo de la especie de cestodo.  

 

A continuación, en la Ilustración 11-2, se puede observar algunos géneros representativos de los 

cestodos en las aves: 
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Ilustración 11-2: Clasificación de algunos géneros representativos de los cestodos en las aves. 

Fuente: Chamorro, 2020 

 

 Raillietina spp  

 

Parásito cestodo que afectan principalmente a las aves de domésticas, aunque también se han 

descrito infecciones en otros animales y son gusanos planos segmentados que se encuentran en el 

intestino de las aves infectadas, afectando a la salud del animal, provoca pérdida en el peso y 

obstrucción intestinal. Las aves se infectan al momento que ingieren los de huevos o larvas 

infectados que se localizan en el ambiente, en particular en las heces de aves infectadas. Una vez 

dentro del tracto intestinal del ave, las larvas penetran la pared intestinal, donde se desarrollan en 

gusanos adultos y producen segmentos que contienen huevos que son liberados en las heces (Ortiz, 

et al., 2019 p. 36).  

Tienen ciclos biológicos indirectos, el parásito deposita sus huevos en el intestino delgado y son 

expulsadas a través de las heces al ambiente, estos huevos embrionarios son ingeridos por los 

huéspedes intermediaros hasta nuevamente infectar a las aves que son los hospedadores 

definitivos (Ortiz, et al., 2019 p. 36). 

 

En la siguiente Ilustración 12-2, se puede observar la presencia de Raillietina spp en el intestino 

de un ave. 

Davainea proglottina

• Es un cestodo
pequeño, pues no
suele superar los 4
mm de largo y suele
tener sólo de 4 a 7
proglotis (segmentos).
La cabeza (escólex)
posee ventosas, las
cuales sirven para
fijarse a la pared
intestinal y están
dotadas de 3 a 6 líneas
de ganchos. Los
proglótidos o
segmentos son
blanquecinos y
transparentes.

Hymenolepis

• Las especies de este
género son cestodes
que presentan un
rostelo con una sola
corona de gancho; por
lo general, las
ventosas están
desarmadas, los poros
genitales son
unilaterales y rara vez
dobles. Los testículos
en la mayor parte son
tres por segmentos. El
útero persiste y es de
aspecto de saco. Los
huevos están
envueltos en tres
membranas.

Amoebotaenia cuneata

• Es una parásito
gastrointestinal que
infectan sobre todo a
pollos y otras
gallináceas en todo el
mundo. Son gusanos
intestinales menos
frecuentes que otras
especies de cestodos
parásitos frecuentes en
aves, con incidencia
variable según las
regiones. La
enfermedad causada
por las infecciones con
estos nematodos se
denomina
ameboteniosis, que
son un tipo concreto
de teniasis.

Chaonotaenia 
infundibulum

• Es una especie de
parásito
gastrointestinal de
pollos, pavos y otras
gallináceas domésticas
y silvestres. Son
gusanos intestinales
menos frecuentes que
otras especies de
cestodos parásitos
frecuentes en aves,
con incidencia
variable según las
regiones. La
enfermedad causada
por las infecciones con
estos nematodos se
denomina
choanoteniosis, que
son un tipo concreto
de teniasis.
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Ilustración 12-2: Raillietina spp en el intestino de un ave criolla. 

Fuente: González, 2023 

 

A continuación, en la Ilustración 13-2, se puede apreciar el ciclo biológico de la Raillietina spp 

 

Ilustración 13-2: Ciclo de vida de la Raillietina spp 

Fuente: Espinoza, 2019 

 

En la tabla 6-2, se puede evidenciar datos específicos sobre la Railletina spp 
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Tabla 6-2: Datos específicos de Railletina spp 

Railletina spp 

Generalidades Es un género de cestodos, caracterizada por diarrea (algunas veces 

sanguinolenta) durante el estado agudo y emaciación, caquexia y anemia durante 

la fase crónica. Generalmente parasita en varias áreas del intestino delgado.  

Morfología y ubicación Como todos los cestodos, el cuerpo de Raillietina spp consta de una cabeza 

(escólex) pequeña (< 0,5 mm) y globosa, con numerosos ganchos y varias 

ventosas para prenderse a la pared intestinal, estas también dotadas de ganchos. 

Se localiza en la parte anterior del intestino delgado (Duodeno) de las aves 

criollas. 

Taxonomía Reino: Animalia  

Phylum: Platyhelminthes 

Clase: Cestoidea  

Subclase: Eucestoda 

Orden: Cyclophyllidea 

Familia: Davaineidae 

Género: Railletina spp 

Ciclo biológico Tienen ciclos biológicos indirectos, el parásito deposita sus huevos en el 

intestino delgado y son expulsadas a través de las heces al ambiente, estos 

huevos embrionarios son ingeridos por los huéspedes intermediaros (hormigas, 

moscas, caracoles) donde se desarrollan en larvas cistercoides que son las que 

parasitan a las aves una vez que ingieren a los diferentes huéspedes 

intermediarios. Las aves cuando ingieren se infestan y al cabo de 14 días el 

parásito alcanza su madurez sexual. El período de prepotencia dura unos 8 días. 

Síntomas y lesiones  Infestaciones leves o medianas transcurren a menudo sin síntomas clínicos 

aparentes, si bien pueden reducir el rendimiento de las aves. Las aves se 

muestran con el cuello arqueado y retraído, alas caídas, las plumas sin brillo y 

erizadas. Pueden presentarse diarreas, se desarrollan cuadros anémicos. 

Diagnóstico y tratamiento El diagnóstico se lleva a cabo por detección de proglotis grávidos en las heces a 

simple vista o bajo el microscopio. Es raro encontrar huevos libres en las heces, 

pues de ordinario no se liberan de los proglotis en las heces. 

Posibles tratamientos con mendazoles. 

Fuente: Ramírez , et al., 2019 

Realizado por: González L., 2023 

 

2.2.10.3. Trematodos  

 

Los trematodos se caracterizan por tener el cuerpo parecido a la forma de las hojas alargadas, de 

un tamaño variado de 1 cm o más. Se adhieren a sus hospedadores mediante las propiedades 

adhesivas de su boca y abdomen. Casi todos son hermafroditas y las moscas ponen sus huevos en 

los excrementos de las aves. En los suelos húmedos o con agua eclosionan liberando larvas que 

contaminan a los caracoles e insectos. Las aves generalmente se infectan al ingerir estos 
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huéspedes intermediarios (Ibarra, et al., 2022 p. 89). En la siguiente Ilustración 14-2, se puede apreciar 

el parásito Philophthalmus spp en aves. 

 

 

          Ilustración 14-2: Philophthalmus spp observado en el microscopio. 

              Fuente: Laramendy, 2009 

 

2.2.10.4. Protozoarios  

 

Los protozoos son pequeños parásitos unicelulares que pueden causar efectos adversos cuando se 

multiplican en el huésped (Camposano, 2018 pp. 67-68). Los signos clínicos comunes incluyen 

hinchazón, diversos grados de diarrea, diarrea sanguinolenta y, según la gravedad, la muerte. La 

infestación de protozoos da como resultado tasas de crecimiento más bajas y tasas de 

transformación más pobres. Los supervivientes de una infección grave pueden recuperarse en un 

plazo de 10 a 14 días, pero es posible que nunca se recuperen de un rendimiento reducido y pueden 

predisponer a los animales a una infección secundaria o subclínica (Corredor, et al., 2018 p. 86).  

 

 Eimeria spp  

 

Son un género de protozoos parásitos que afectan animales como las aves, mamíferos y reptiles. 

En las aves, causa la coccidiosis, una enfermedad parasitaria que puede provocar diarrea, pérdida 

de peso, debilidad, inclusive la muerte. Las aves ingieren ooquistes esporulados de Eimeria spp, 

en el interior del ave realizan un ciclo exógeno y se alojan en el intestino de las aves, donde se 

reproducen y se liberan a través de las heces de las aves al exterior para la esporulación. Estos 

parásitos son extremadamente resistentes logrando sobrevivir en el ambiente algún tiempo, lo que 

contribuye a la persistencia de la infección (León, et al., 2022 p. 28). A continuación, se puede 

observar en la Ilustración 15-2, se puede apreciar la Eimeria spp en el intestino de las aves. 
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Ilustración 15-2: Observación microscópica de ooquistes de Eimeria spp en 

aves criollas.  

       Fuente: González, 2023 

 

A continuación, en la Ilustración 16-2: se puede apreciar el ciclo biológico de la Eimeria spp. 

 

 

Ilustración 16-2: Ciclo de vida de la Eimeria spp 

Fuente: Rodríguez, 2028 

 

Ciclo de 

vida 

Eimeria spp 
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En la siguiente Tabla 7-2, se puede apreciar datos específicos importantes del género Eimeria spp 

 

Tabla 7-2: Datos específicos de Eimeria spp 

Eimeria spp 

Generalidades Es un protozoo intracelular que se replica en el epitelio intestinal del 

hospedador y produce diferentes grados de enteritis dependiendo de la 

especie. Este parásito es específico del hospedador y existen siete 

especies de Eimeria que pueden afectar a pollos y gallinas. 

Taxonomía  Reino: Protista 

 Filo: Apicomplexa 

 Clase: Conoidasida 

 Orden: Eucoccidiorida 

 Familia: Eimeriidae 

 Género: Eimeria spp 

Ciclo Biológico  Ciclo biológico directo. Los huevos del parasito (oocitos) son 

expulsados junto con las heces del ave afectada al exterior. En el 

ambiente requieren tres días para madurar, y después de este periodo 

están en condiciones de infectar a las demás aves.  

El periodo de prepatencia es de 4 a 7 días.  

Patogenia  La afección es determinada por variables como: edad, estado sanitario e 

inmunitario de las aves en el momento de la infección, número de 

ooquistes ingeridos, especies de Eimeria implicadas.  

Está directamente relacionada con el lugar de desarrollo, de manera que 

las especies más patógenas son las que penetran más directamente en la 

mucosa, sin olvidar la destrucción del tejido epitelial de la vellosidad 

intestinal que se produce en todas ellas. 

Síntomas y lesiones  La destrucción del epitelio intestinal provoca síntomas y alteración en la 

absorción de nutrientes, que determinan la pérdida de peso, descenso de 

la puesta y posibles alteraciones en la calidad de la carne y los huevos. 

Diagnóstico  Se realiza a partir de la evaluación del cuadro clínico, con el posterior 

estudio anatomopatológico e histológico, y el consiguiente análisis 

laboratorio, a partir de muestras fecales, que se someten a pruebas de 

flotación para poder evaluarlas con microscopía. Es recomendable 

también el estudio de muestras de cama para el recuento de ooquistes. 

Fuente: Soriano, 2018 

Realizado por: González L., 2023 
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2.2.11. Método de diagnóstico de parásitos  

 

Un examen coprológico, es un conjunto de métodos diagnósticos que conforman indicadores 

metodológicos para la detección de la mayoría de las enfermedades parasitarias intestinales, es 

decir, es una prueba no invasiva que no genera estrés a la especie analizada y puede brindar 

muchos datos sobre la composición (Espinoza, 2019 p. 67). Información diagnóstica en indicadores 

metodológicos que identifican a la mayoría de los protozoos o helmintos. Esto se puede hacer 

directamente o por flotación, y los materiales necesarios incluyen muestras de heces frescas de 

pacientes, portaobjetos, solución salina, cubreobjetos de vidrio y microscopios. La prueba ayuda 

a detectar parásitos e infecciones fúngicas que pueden poner en peligro la vida (Fernández, et al., 

2019 p. 7). 

 

2.2.11.1. Método de flotación  

 

Este es el método coprológico más utilizado en medicina veterinaria, cuyo único propósito es 

verificar la presencia e identificación de huevos de parásitos. Los huevos flotan en líquidos con 

densidad de 1,10 a 1,20 g/cm3 (Espinoza, 2019 pp. 67-68). Este proceso utiliza una solución de azúcar 

con una densidad de 1,20 a 1,30 g/cm3, por lo que en una primera etapa se pueden identificar los 

huevos de menor densidad y finalmente los de mayor densidad. La transferencia de la solución 

residual preparada con la técnica de McMaster mediante el uso del tubo de ensayo donde se 

concentran los huevos en la zona superior del líquido (Portillo, 2020 p. 26). 

 

La técnica de flotación permite realizar la separación de ooquistes de los protozoarios y huevos 

diferentes parásitos encontrados en las excretas de animales de los de residuos hallados en exceso 

a través de la utilización de soluciones que posean una alta gravedad específica. Los huevos u 

ooquistes de los parasitarios se colocan en la capa superficial y los residuos se mantienen en el 

fondo del tubo de ensayo. (Portillo, 2020 p. 26). 

 

 Principales ventajas y desventajas del método 

 

Una de las ventajas de la técnica de flotación es de fácil observación microscópica. Sin embargo, 

las falencias que se presentan en este método es que los parásitos con un peso mayor que el de la 

solución utilizada no llegaran a flotar, lo ocurre con huevos que no son fértiles de Ascaris 

lumbricoides. Además, durante la observación en el microscopio es limitado, donde la película 

de la superficie es propensa a verse destruida, lo que provoca que los parásitos caigan a la parte 

inferior del tubo (Portillo, 2020 p. 28). 

 



  

25 

 Técnica de flotación 

 

A continuación, en la Ilustración 17-2, se puede observar los pasos de la técnica de flotación: 

 

 

Ilustración 17-2: Pasos de la técnica de flotación 

Fuente: Portillo, 2020 

Realizado por: González L., 2023 

 

2.2.11.2. Técnica de sedimentación fecal  

 

Es un procedimiento de laboratorio utilizado para concentrar y aislar parásitos intestinales 

presentes en las heces. El proceso implica la mezcla de la muestra excretas con la solución salina 

o agua destilada, la cual se agita vigorosamente y se debe dejar en reposo durante un tiempo 

determinado (Vera, et al., 2022 p. 375). Durante este tiempo, los huevos y quistes de parásitos 

presentes en la muestra fecal se separan de las heces y van al fondo del tubo de ensayo como un 

sedimento. Luego el sedimento se debe examinar usando el microscopio para identificar la 

presencia de huevos de parásitos, como los helmintos (gusanos) y los protozoos. La técnica de 

sedimentación fecal es un método importante para el diagnóstico de infecciones parasitarias 

intestinales (Camposano, 2018 pp. 79-80). 

Tomar una muestra de heces del animal y colocarla en un tubo de ensayo limpio y 
seco.

Agregar una solución de flotación, que puede ser solución salina o solución saturada 
de azúcar, en una cantidad suficiente para cubrir la muestra de heces en el tubo de 
ensayo.

Mezclar bien la muestra de heces con la solución de flotación utilizando una varilla de 
vidrio o plástico.

Colocar un cubreobjetos en la superficie de la mezcla de heces y solución de flotación, 
presionando ligeramente para eliminar las burbujas de aire.

Dejar reposar la muestra durante unos minutos para permitir que los huevos y otros 
objetos pesados se separen y se acumulen en la parte inferior del tubo de ensayo.

Tomar una muestra de la superficie de la solución con una pipeta o jeringa y colocarla 
en un portaobjetos limpio y seco.

Colocar un cubreobjetos sobre la muestra en el portaobjetos, presionando ligeramente 
para eliminar las burbujas de aire.

Examinar la muestra al microscopio, utilizando un lente de baja potencia para localizar 
los huevos y otros objetos y una objetiva de alta potencia para identificarlos y 
contarlos.

Es importante seguir los pasos correctamente y utilizar los materiales de laboratorio 
adecuados para obtener resultados precisos y confiables.
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2.2.11.3. Sedimentación espontánea  

 

La sedimentación espontánea no es una técnica específica para la identificación de parásitos, ya 

que su objetivo es simplemente separar los sólidos suspendidos del líquido. Sin embargo, en 

algunos casos, la sedimentación espontánea puede ayudar en la detección de parásitos al permitir 

la observación directa de las heces y la identificación de elementos como huevos, quistes y larvas 

de parásitos (Labanda, et al., 2021 p. 31). 

 

2.2.11.4. Sedimentación por centrifugación  

 

La sedimentación por centrifugación es un método de laboratorio utilizada para separar sólidos 

suspendidos en un líquido mediante la aplicación de una fuerza centrífuga (Labanda, et al., 2021 p. 

33). 

 

En la siguiente Ilustración 18-2, se puede apreciar el proceso de sedimentación por 

centrifugación: 

 

 

Ilustración 18-2: Procedimiento de la sedimentación por centrifugación 

Fuente: Labanda, 2021 

Realizado por: González L., 2023 

 

1. Preparar una muestra 
líquida con los sólidos que 
se desean separar. Para el 

diagnóstico de enfermedades 
parasitarias, se suele utilizar 

una solución salina 
tamponada para diluir y 

suspender las heces.
2. Colocar la muestra 

en un tubo de 
centrifugación 

adecuado para el 
volumen y el tipo de 
muestra que se está 

procesando.

3. Realizar la 
centrifugación a una 

velocidad y un tiempo 
determinados para permitir 
que los sólidos suspendidos 
se sedimenten en el fondo 

del tubo

4. Finalizada la 
centrifugación, retirar 

el líquido 
sobrenadante, 

dejando intacto el 
sedimento depositado 
en el fondo del tubo.

5. Lavar el sedimento 
con solución salina o 
agua para eliminar los 
restos de líquido que 

pudieran interferir en el 
análisis.

6. Observar el 
sedimento bajo un 

microscopio, donde se 
pueden identificar y 

analizar los 
componentes sólidos 

separados por la 
centrifugación, como 
microorganismos y 

parásitos.
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2.2.11.5. Técnica de McMaster 

 

Es una técnica de laboratorio utilizada para cuantificar la carga parasitaria de huevos de parásitos 

y oocistos de coccidios en muestras de heces de animales. Esta técnica consiste en la suspensión 

de una muestra de excretas en una solución salina y la posterior lectura de la muestra en un 

microscopio con dos cámaras de conteo McMaster, cada cámara tiene una capacidad conocida, lo 

que permite calcular la cantidad de huevos presentes en la muestra (Herrera, 2023 p. 39). Esta técnica 

es muy utilizada en la medicina veterinaria para diagnosticar y dar seguimiento a las infecciones 

parasitarias en animales de interés zootécnico, es relativamente sencilla y económica, permitiendo 

obtener resultados precisos y rápidos, puede ser utilizada tanto en estudios individuales como en 

estudios epidemiológicos a gran escala (Class, et al., 2023). 

 

2.2.12. Detección de Coproantigenos   

 

Los coproantígenos ayudan a detectar los productos metabólicos del parasito que son excretados 

en las heces del hospedador definitivo, los cuales permiten su detección a través de métodos 

inmunológicos antes de la eliminación de huevos de los parásitos mediante la técnica ELISA de 

captura, para la detección de coproantígenos (excresión-secresión) (Toalombo, 2011 p. 13). Esta 

técnica consiste en la utilización de un anticuerpo monoclonal frente al antígeno que se desea 

analizar, donde se reconocen los productos eliminados por los parásitos que encuentran en una 

infestación reciente o antes del periodo prepatencia en el tracto intestinal de los animales (Fuentes, 

et al., 2010 p. 29) 
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CAPÍTULO III 

 

 

3. MARCO METODOLÓGICO 

 

3.1. Localización y duración del experimento 

 

La actual investigación se desarrolló en la Unidad de Producción Avícola de la “Estación 

Experimental Tunshi”, en la Parroquia “San Pedro de Licto”, perteneciente al Cantón Riobamba, 

Provincia de Chimborazo.  El tiempo de duración del trabajo de experimental fue de 60 días. 

 

Las condiciones meteorológicas se detallan en la Tabla 1-3 

 

Tabla 1-3: Condiciones meteorológicas de la “Estación Experimental Tunshi” 

Contenido Valor 

Altitud 2,754 msnm 

Temperatura  12.0 ˚C 

Precipitación anual 1462 mm 

Humedad relativa 88.45 % 

Fuente: Junta Cantonal Riobamba, 2022 

Realizado por: González L., 2023 

 

 

3.2. Unidades Experimentales  

 

La unidad experimental utilizada en esta investigación fue un ave criolla y para la ejecución de la 

misma se utilizaron 42 aves. Una vez adquiridas las aves, se les manejo bajo un sistema de 

controlado en galpón.  Para empezar con el trabajo de investigación se procedió a la recolección 

de muestras de heces, esto con la finalidad de identificar parásitos gastrointestinales presentes en 

este grupo genético de aves criollas.  

3.3. Materiales, Equipos e Instalaciones  

3.3.1. Materiales 

 Botas de caucho 
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 Overol  

 Mandil  

 Guantes de manejo   

 Fundas plásticas 5X8” 

 Espátulas para recolección de muestra 

 Rotulador  

 Libreta  

 Esferográfico  

 Cinta  masking 

 Cooler  

 Gel refrigerante  

 

3.3.2. Equipos  

 

 Computadora portátil  

 Cámara 

 Jaulas metabólicas  

 

3.3.2.1. Equipos de laboratorio  

 

 Microscopio  

 Vasos de precipitación  

 Tamiz  

 Espátula  

 Porta objetos  

 Cámara de McMaster  

 Tubos de ensayo 

 Pipetas 

 Probetas  

 Gradilla 

 Cubre objetos  

 Balanza digital  

 

3.3.2.2. Reactivos  

 

 Cloruro de sodio  
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 Azúcar común  

 Agua destilada  

 

3.3.3. Instalaciones  

 

Unidad de Producción Avícola de la “Estación Experimental Tunshi” 

 

3.4. Tratamiento y diseño experimental  

 

Para el presente trabajo investigativo se aplicó una estadística descriptiva, por tal motivo no se 

utilizó un diseño experimental.  

 

3.5. Mediciones Experimentales  

 

Las variables evaluadas dentro del proceso investigativo fueron las variables productivas y las 

variables biológicas. 

 

3.5.1. Variables productivas  

 

 Peso inicial, g. 

 Peso final, g. 

 Consumo de alimento, g. 

 Ganancia de peso total, g. 

 

3.5.2. Variables biológicas  

 

 Carga parasitaria, HPG (Huevo por gramo) 

 Prevalencia de parásitos gastrointestinales, %. 

 

3.6. Análisis Estadístico y Pruebas de significancia   

 

Para la ejecución de la información extraída en el campo se empleó los siguientes análisis: media, 

valor mínimo, máximo, y desviación estándar, ejecutado en el paquete estadístico SPSS.  
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3.7. Procedimiento experimental  

 

 

3.7.1. Adecuación de instalaciones  

 

Se realizó la limpieza y adecuación del galpón asignado para las aves criollas, además de la 

implementación de nidales, comederos y perchas de descanso para el uso de las mismas. 

Finalmente se hizo una desinfección total del galpón.  

 

3.7.2. Selección de las aves criollas  

 

Tomando en cuenta las características fenotípicas propias de las aves criollos se realizó una 

selección de 42 aves para llevar a cabo el trabajo experimental. 

 

3.7.3. Adquisición de las aves 

 

Posterior a la selección se procedió a realizar la compra de las 42 aves criollas. 

 

3.7.4. Trasporte de las aves 

 

Se transportó a las aves a la “Estación Experimental Tunshi” lugar donde se realizó el trabajo 

experimental, una vez en el lugar se descargó las gavetas en donde fueron transportadas las aves, 

después de un momento de descanso se procedió a soltarles dentro del galpón con su respectiva 

manilla de identificación.  

 

3.7.5. Proceso de adaptación  

 

Para iniciar con el proceso adaptativo se suministró un complejo multivitamínico con la finalidad 

de reducir el estrés provocado por el traslado de las aves, además se colocó agua limpia, comida   

que constataba de maíz en grano y forraje verde tratando de que sea lo más similar a un sistema 

de crianza tradicional. Posteriormente se inició con la toma de dato de las variables 

experimentales.  

 

3.7.6. Proceso para la toma de nuestras de heces  

 

 Por la tarde las aves fueron separadas y colocadas en jaulas metabólicas individuales, de esta 

manera obtener muestras de heces de cada ave.  
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 Al día siguiente por mañana se recolecto en fundas plásticas las muestras de heces de cada ave 

con su número de identificación.  

 Para el transporte, se colocaron las muestras en un cooler con gel refrigerante para su 

conservación y posterior análisis de laboratorio. 

 

3.7.7. Proceso para la identificación parasitaria. 

 

Para la realización del examen coproparasitario se utilizó el método de Flotación con solución 

salina para la identificación de los parásitos y la técnica de McMaster para determinar la carga 

parasitaria. 

 

 Se realizó la preparación de una solución salina compuesta de 1000 ml de agua destilada, 400 

gramos de azúcar común, y 300 gramos de cloruro de sodio.  

 De la solución salina se tomó 60 ml para mezclar con 4 gramos de muestra heces. 

 Se procedió a mezclar hasta obtener una mezcla homogenización para posterior proceder al 

tamizaje (3 repeticiones).  

 Una vez tamizada la nuestra se procedió una mezclarla (10 veces), con la finalidad de tener 

una muestra totalmente homogenizada.  

 Se procedió a aplicar el método de flotación colocando la mezcla homogénea hasta el tope del 

tubo de ensayo, una vez observado que no exista presencia de burbujas se procedió a colocar 

el cubre objetos. 

 Después de 5 minutos se retiró el cubre objetos para colocar en el porta objetos. 

 Se colocó el porta objetos en el microscopio para identificar los huevos de parásitos 

gastrointestinales utilizando los lentes 10X y 40X. 

 Una vez realizado la identificación de parásitos se procedió a determinar de la carga parasitaria 

 Se colocó la mezcla homogénea en la cámara McMaster considerando un reposo de 3-5 

minutos. 

 Se procedió a realizar el conteo de huevos de cada una de las cámaras, mediante el uso del 

microscopio con el lente 10X. 

 Los datos obtenidos de cada una de las cámaras se sumaron y ese valor se multiplico por la 

constante 50 para obtener la carga parasitaria total de cada ave criolla. 

 

3.8. Metodología de evaluación  

 

La toma de datos fue obtenida durante el trabajo de campo; y posteriormente analizados bajo un 

registro y análisis de laboratorio. 
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3.8.1. Variables productivas 

3.8.1.1. Peso inicial, g 

Hace referencia al peso corporal de un ave al inicio de un periodo productivo (Camas, et al., 2020 p. 

14). Se tomó a la llegada de las aves al galpón (día 0), mediante el uso de una balanza digital se 

realizó el pesaje de cada una de las aves.  

3.8.1.2. Peso final, g 

Este es el peso que alcanzan las aves al final de una fase de producción (Camas, et al., 2020 p. 14). El 

peso final se obtuvo mediante el uso de la balanza digital realizando el pesaje de cada una de las 

aves al finalizar el trabajo experimental (día 60).  

3.8.1.3. Consumo de alimento diario, g 

El consumo de alimento es un factor importante para determinar la cantidad de nutrientes que un 

ave recibe de los alimentos. (Quishpe, 2006 pp. 1-2).  Diariamente se pesó el alimento ofrecido a 

las aves y mediante la siguiente formula se obtuvo el consumo. 

Consumo de alimento = Suministro de balanceado total / Número de aves 

 

3.8.1.4. Ganancia de peso total, g 

 

La ganancia de peso es un parámetro importante en las aves ya que determina los gramos 

obtenidos durante el periodo productivo (Itza, 2020 p. 1).  Mediante la balanza digital se registró los 

pesos al finalizar el trabajo de campo y  a través de la formula descrita por (Itza, 2020 p. 1) se obtuvo 

la ganancia de peso:  

 

Ganancia de peso, g = Peso final, g - Peso inicial, g 

  

3.9. Variables biológicas  

 

El estudio de las muestras de heces se llevó a cabo en el Laboratorio de Biotecnología y 

Microbiología Animal ¨ LABIMA¨ en la Facultad de Ciencias Pecuarios de la Escuela Superior 

Politécnica de Chimborazo. 
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3.9.1.1. Carga parasitaria, HPG 

 

Se define como el número de parásitos que se encuentran en un organismo huésped (Muñoz, 2020 

pp. 1-9).  Para la determinación de la carga parasitaria se utilizó la técnica de McMaster antes 

mencionada. Se logró determinar la carga parasitaria según la formula descrita por (Pinilla, 2015 pp. 

56-57).  

 

𝑯𝑷𝑮 = 𝑁° 𝑑𝑒 ℎ𝑢𝑒𝑣𝑜𝑠 𝑇𝑜𝑡𝑎𝑙𝑒𝑠 ∗ 50 

 

El resultado obtenido hace referencia al número de huevos presente en un gramo de muestras de 

heces analizadas (hpg). 

 

3.9.2. Prevalencia de parásitos gastrointestinales, %. 

 

(Goicochea, 2012; citado en Camposano, 2018 p. 92) indica la siguiente escala para medir el 

porcentaje de prevalencia de parásitos:  

 

Baja prevalencia: < 20%. 

Moderada Prevalencia: 20-50 %. 

Alta prevalencia: > 50%. 

 

Mediante la siguiente formula se determinó la prevalencia de parásitos gastrointestinales en 

función de la identificación de huevos presentes en las heces de las aves criollas:  

 

PA = 
𝑇𝑜𝑡𝑎𝑙 𝑑𝑒 𝑚𝑢𝑒𝑠𝑡𝑟𝑎𝑠 𝑝𝑜𝑠𝑖𝑡𝑖𝑣𝑎𝑠 𝑎 𝑝𝑎𝑟á𝑠𝑖𝑡𝑜𝑠 

𝑇𝑜𝑡𝑎𝑙 𝑑𝑒 𝑚𝑢𝑒𝑠𝑡𝑟𝑎𝑠 
 x 100 

 

Adicionalmente se realizó la necropsia de dos aves. En este caso se buscó la presencia de parásitos 

gastrointestinales y sus lesiones. Aplicando la escala descrita por (Jonson y Reid, 1970; citado en 

Suqui, 2013 p. 52), se determinó el grado de lesión a nivel intestinal en las aves criollas; donde:  

 

+0= normal (no infección). 

+1= infección ligera. 

+2= infección moderada. 

+3= infección grave. 

+4= infección muy grave con mortalidad. 
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CAPÍTULO IV  

 

 

4. ANÁLISIS E INTERPRETACIÓN DE RESULTADOS 

 

Los resultados obtenidos de la investigación realizada en la “Estación Experimental Tunshi”, 

parroquia “San Pedro de Licto”, provincia de Chimborazo, de 42 aves criollas, se presentan a 

través de las siguientes variables.   

 

4.1.  Prevalencia parasitaria en las aves criollas (Gallus domesticus). 

 

En el presente trabajo investigativo se evaluó la prevalencia de parásitos gastrointestinales en un 

grupo genético compuesto por 42 aves criollas. Los resultados de la prevalencia parasitaria se 

pueden observar en la Ilustración 1-4.  

 

 
Ilustración 1-4: Presencia y ausencia de parásitos gastrointestinales de un grupo 

genético de aves criollas. 

        Realizado por: González L., 2023 

 

Se observó que el 92,86% (39/42) de las aves criollas tenían la presencia de parásitos 

gastrointestinales, y mientras que en el 7,14% (3/42) no se tuvo evidencia de presencia de 

parásitos. Estos resultados difieren de un trabajo investigativo realizado en Córdoba, Colombia 

por Ensuncho, et al. (2015 p. 6), en el que se determinó la frecuencia de parásitos 

gastrointestinales en un total de 203 aves criollas.  

92,86%

7,14%

PRESENCIA Y AUSENCIA  PARASITARIA 

% 

Presencia Ausencia
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En este estudio el 63,54 % de aves estuvo parasitado, mientras que el 36,46% de individuos no 

mostro evidencia de parasitosis. La diferencia en cuanto a la prevalencia parasitarias con nuestro 

estudio pudo haber estado relacionada con las diferentes condiciones climáticas y los espacios 

destinados a la crianza de las aves.  

Sin embargo, en una investigación realizada en la parroquia Chicán perteneciente al cantón Paute 

por Camposano (2018 p. 99) obtuvo un porcentaje de prevalencia parasitaria de 97,66%, valor 

cercano al obtenido en la actual investigación realizada en la “Estación Experimental Tunshi”. 

De igual manera los resultados obtenidos por Yugcha (2017, p. 3), en su investigación de aves de 

traspatio en la parroquia Cubijíes, cantón Riobamba, obtuvo que el 95% de las muestras evaluadas 

presentaron presencia parasitaria y el 5%  restante presentó una ausencia de parásitos, dichos 

valores son cercanos a los resultados del presente estudio, por lo que se podría mencionar 

que las condiciones climáticas de la provincia de Chimborazo y la técnica de crianza a libre 

pastoreo contribuye a una elevada presencia de parásitos en la aves criollas.   

 

4.1.1. Prevalencia de los parásitos gastrointestinales en las aves según el tipo y filo. 

 

Tabla 1-4: Prevalencia de los parásitos gastrointestinales en las aves según tipo y filo. 

 

Tipo de parásito  

 

Familia 

 

Filo 

 

Prevalencia (%) 

Capillaria spp. Capillariidae Nemátodos 58,97% 

Eimeria spp. Eimeriidae Apicomplexa 46,15% 

Heterakis gallinarum. Ascarididae Nemátodos 36,90% 

Ascaridia galli. Ascaridiidae Nemátodos 15,38% 

 

Prevalencia de Parásitos (%) 

92,86% 
 

   

Realizado por: González L., 2023 

 

De forma global los nematodos fueron los parásitos dominantes con un 75%, mientras que el  25% 

restante era de parásitos que fueron identificados como protozoarios. Consecuentemente los Filos 

detallados en la Tabla 1-4 son los parásitos de mayor frecuencia en aves criollas (Gallus 

domesticus) en el lugar donde se llevó a cabo de la presente investigación. 

 

En un estudio similar ejecutado por Camposano (2018 pp. 99-100), en el cantón Paute, en el que se 

evaluó la prevalencia de parásitos gastrointestinales, se encontró que de las 8 especies 

identificadas 4 pertenecieron al filo nematodo (50%), 2 a la clase cestodo (25%) y 1 a la clase 
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trematodo y protozoaria respectivamente (25%). Estos resultados se asemejan a los obtenidos en 

nuestra investigación en que los parásitos de mayor prevalencia fueron los nematodos. 

Adicionalmente según lo citado por Butcher, et al. (2018 pp. 1-2) los parásitos de filo nematodos son 

en consecuencia el filo más numeroso, debido a que estos parásitos poseen gran resistencia 

adaptativa con respecto a los demás parásitos. 

  

Se puede concluir tanto en nuestro estudio como en el realizado en el cantón Paute, parroquia 

Chicán por Camposano (2018 pp. 99-100) que las aves estuvieron infectadas en mayor proporción con 

parásitos del filo nematodo, en este aspecto, las condiciones climáticas (humedad y 

precipitaciones) son una de las causales de la dominancia de nematodos en las aves, explica el 

autor.  

 

 En particular, los rangos de humedad relativa en tanto en la “Estación Experimental Tunshi”,  

como en la parroquia Chicán fluctúa entre el 83 al 88,45%, lo que puede influir en la clara 

dominancia de este filo de parasito en las aves de traspatio. Esto lo ratifica Gonzabay (2021, p. 6), 

indicando que a mayores precipitaciones, mayores encharcamientos, lixiviaciones y arrastres de 

sedimentos contaminados, que al estar en contacto directo con las aves pueden favorecer a las 

infecciones parasitaria.   

 

 

Ilustración 2-4: Prevalencia de acuerdo al tipo de parásitos en aves criollas (G. 

domesticus). 

Realizado por: González L., 2023 

58,97%

46,15%

36,90%

15,38%

PREVALENCIA TIPO DE PARÁSITO % 

Capillaria sp. Eimeria sp.

Heterakis gallinarum. Ascaridia galli.
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En la Ilustración 2-4 se representa el porcentaje de prevalencia haciendo referencia a los tipos de 

parásitos encontrados en la presente investigación.  Dentro del grupo de nematodos, el parásito 

de mayor abundancia fue   Capillaria spp   con un 58,97%. Por otro lado  Heterakis gallinarum 

con el 36,90% fue el segundo en abundancia, por último, y  en menor cantidad,  se encontró 

Ascaridia galli  con un porcentaje del 15,38%. Con respecto a los protozoarios el único genero 

encontrado fue Eimeria spp, con una prevalencia del 46,15% el segundo parasito más abundante 

dentro del grupo de aves criollas en estudio.  

 

En una investigación realizado por Camposano (2018, p. 103) en Chicán, provincia del Azuay, se 

obtuvo como resultado una mayor prevalencia correspondiente a Eimeria spp  con el 74,74%, 

seguido de la Capillaria spp con 22,92%, con 14,32% Ascaridia galli, y en menor porcentaje 

Heterakis gallinarum  con 10,42%,  datos que difieren de los porcentajes encontrados en el 

presente estudio con respecto al parasito de mayor abundancia en las aves criollas, a excepción 

del parasito Ascaridia galli el cual presenta valores similares con la presente investigación con 

un porcentaje del 15,38%. 

 

Por otra parte los datos obtenidos por Yugcha (2017, p. 3) en la zona de Cubijíes –Provincia de 

Chimborazo presento una alta prevalencia de igual forma para el parasito Eimeria spp con 53%, 

mientras que para Capillaria spp obtuvo 41%, y en menor cantidad se encontró Heterakis 

gallinarum  y Ascaridia galli con el 2% respectivamente, valores similares a los resultados 

obtenidos de la presente investigación tomando en cuenta la prevalencia de acuerdo al tipo de 

parasito. A pesar que la prevalencia parasitaria fue similar en cuanto a parásitos, nuestros 

resultados difieren por mucho del valor numérico encontrado en dicho estudio con excepción de 

la Eimeria spp cuyo porcentaje de prevalencia (53%) es un valor cercano al obtenido en el 

presente estudio (46,15%). 

 

 Con respecto a este tema, Gonzabay (2021, p. 6), menciona que en el Ecuador el 80 % de los 

campesinos crían a las aves domésticas en campo abierto o libre pastoreo. Este método de 

explotación puede representar un excelente foco para la contaminación de parásitos 

gastrointestinales, pues las aves se alimentan y beben agua contaminadas, factores que favorecen 

a la infección parasitaria.  

 

A continuación, en la Ilustración 3-4 se puede apreciar los huevos de cada uno de los parásitos 

encontrados en las aves criollas de la presente investigación. 
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 Ilustración 3-4. Huevos de parásitos gastrointestinales encontrados en aves criollas.  

A: Huevo de Capillaria spp, B: Huevo de Heterakis gallinarum,C: Huevo de Eimeria spp, 

 D: Huevo de Ascaridia galli. 

               Realizado por: González L., 2023 

 

En la Tabla 2-4 se muestra la prevalencia en función a la cantidad de los diferentes tipos de 

parásitos hallados en cada una de las aves criollas. 

 

4.1.2. Prevalencia en función de la interacción parasitaria. 

 

          Tabla 2-4: Prevalencia en función de la interacción parasitaria  

PREVALENCIA EN FUNCIÓN DE LA INTERACCIÓN PARASITARIA 

Interacción Parasitaria  Número de aves %Prevalencia 

Un tipo de parasito  18 42,86 

Dos tipos de parásitos 20 47,62 

Tres tipos de parásitos 1 2,38 

   

Cero parásitos  3 7,14 

TOTAL  42 100 

           Realizado por: González L., 2023 

 

De las 42 aves analizadas, 20 presentaron una infección de dos tipos diferentes de parásitos 

gastrointestinales (47,62%), seguido por 18 aves que presentaron solo un tipo de parasito 

(42,86%), y solo 1 ave (2,34%) presento tres tipos de parásitos diferentes en las muestras de heces 

analizadas. Mientras que en 3 aves de las 42 no evidenciaron huevos de parásitos en sus muestras 

correspondiendo este valor al 7,14%.   
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En una investigación realizada por Camposano (2018, p. 103), en el cantón Paute, se obtuvo como 

resultado que de las 384 aves en estudio el 59,90%  presentó una elevada prevalencia a 

monoparasitismo, el 35,68% de las aves presentó biparasitismo y un 1,04% de las aves presento 

tres y cuatro diferentes tipos de parásitos,  mientras que el 2,34%  fue diagnosticado con ausencia 

de parásitos (9/384 aves), datos similares a los hallados en la presente investigación al existir una 

elevada prevalencia  de uno y de dos tipos diferentes de parásitos, y una baja prevalencia en cuanto 

a tres tipos de parásitos hallados en la muestra de cada ave.  

 

De acuerdo a este estudio y al realizado por Camposano (2018, p. 103), podemos deducir que la 

interacción parasitaria de un tipo y de dos tipos de parasito son los más frecuente en las aves 

criollas. Incluso esto lo demuestra Ensuncho, et al., (2015 p. 7), quien evalúo interacción parasitaria 

en función a la prevalencia en la ciudad Córdoba-Colombia, que pese a no poseer las condiciones 

climáticas similares al sitio del presente estudio, también obtuvo una alta prevalencia de mono 

parasitismo con un 51,94%, biparasitismo con el 23,26%, 12,40% de triparasitismo, 6,20% tetra 

y pentaparasitismo.  

 

El autor sugiere que estos resultados se dan debido a que las aves se crían al aire o libre pastoreo, 

sitio en el que las aves se alimentan de invertebrados (insectos, lombrices de tierra) que 

intervienen como hospedares intermediarios de diferentes tipos de parásitos gastrointestinales 

influenciando al elevado nivel de contaminación parasitaria de las aves.  

 

A continuación, en la Ilustración 4-4, se puede apreciar el porcentaje de la prevalencia de acuerdo 

al número de tipos de parásitos encontrados en las aves criollas. 

 

  
 

Ilustración 4-4: Prevalencia en función a la interacción parasitaria 

                          Realizado por: González  L., 2023 
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4.1.3. Proceso de necropsia. 

 

En cuanto a la necropsia una vez realizado este procedimiento a las dos aves seleccionadas 

aleatoriamente como unidades de estudio se identificó a parásitos de la clase cestoda que se puede 

apreciar en la Ilustración 5-4. Las características morfológicas de los parásitos aislados fueron 

compatibles con Railletina spp. Es importante mencionar que durante el estudio de prevalencia 

no se lograron detectar huevos que evidencien la presencia de este parásito, sin embargo, de 

acuerdo con los resultados; las dos aves estuvieron infectadas con este tipo de parásito.  

 
                                           

Ilustración 5-4: Railletina spp, observada en el tracto intestinal de ave criolla. 
                            Realizado por: González, Luis, 2023. 

 

 

El ciclo biológico de la Railletina spp empieza con un parásito adulto localizado en el intestino 

de las aves (huéspedes definitivos), este deposita sus huevos y son expulsadas a través de las 

heces al ambiente. A continuación, los huevos embrionarios son ingeridos por los huéspedes 

intermediaros (hormigas, moscas, caracoles) en donde se desarrolla la siguiente fase larvaria 

denominada cistercoides. El ciclo finaliza cuando el ave ingiere al hospedador intermediario 

(Pardo, 2007 p. 26).  

 

Cabe recalcar que una vez eclosionen los huevos de este parásito inicia un proceso de madurez 

que dura 14 días y consecuentemente estos individuos inician el proceso de reproducción. (Andy, 

2014 p. 33). De acuerdo al ciclo señalado, una de las causas probables que no se pudo evidenciar 

huevos de Railletina spp en el examen coproparasitario, pudo deberse al periodo de infestación 

(Alvear, 2016 p. 11).  
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Dado que el tiempo de pre patencia es de 8 días (tiempo comprendido entre la ingestión de la 

forma infectante y el hallazgo del a formas parasitarias de dispersión), las aves pudieron haberse 

infectado de forma reciente, lo que impido detectar la infección temprana (Andy, 2014 p. 33). En la 

presente investigación el examen coproparasitario pudo haberse realizado antes del periodo de 

reproducción o las aves pudieron haberse infectado recientemente, ratificando lo dicho por Andy 

(2014, p. 33), quien indica que después de los 14 días el parásito deposita los huevos en los 

intestinos, por ende, no se logró evidenciar huevos en las muestras de heces.  

 

En estas circunstancias, la detección de parásitos puede ser un desafío, ya que no siempre es 

posible detectar alguna de las formas parasitarias. Toalombo (2011, p. 29) menciona que una 

alternativa al examen coprológico podría ser el desarrollo de técnica inmunológica como la 

técnica de ELISA de captura, para la determinación de coproantígenos de parásitos.  

 

La detección de coproantigenos tiene numerosas ventajas sobre las técnicas coprológicas ya que 

permite un diagnóstico temprano y oportuno, facilitando la identificación de infecciones 

parasitarias recientes o antes de la etapa de prepatencia, evitando así posibles pérdidas económicas 

en el sector pecuario, explica la autora.  

 

Toalombo (2011, p. 29)  también indica que la detección rápida de los antígenos del parásito permite 

tratar inmediatamente con fármacos antes de que estos lleguen a reproducirse, afectar u ocasionar 

lesiones graves a nivel intestinal, por lo que se podría utilizar desparasitantes en dosis adecuadas 

evitando que exista resistencia de los parásitos hacia los fármacos, sin embargo, es una técnica 

que, aunque se ha desarrollado para numerosas especies parasitarias, no está disponible para este 

parasito en particular.  

 

Adicionalmente durante la necropsia se identificaron lesiones compatibles con coccidiosis 

producida por el protozoario Eimeria spp.. Como se puede observar en la Ilustración 6-4, de lado 

izquierdo en el intestino se puede evidenciar presencia de hemorragias y petequias de color rojizo 

del ave con el código 07; en comparación al intestino del ave representado con código 010 en la 

cual se observó un intestino normal, sin lesiones intestinales (lado derecho de la ilustración). 

 

En la Ilustración 6-4 se puede apreciar las lesiones macroscópicas compatibles con coccidiosis en 

el intestino de un ave criolla provocada por el parásito Eimeria spp. 
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                           Ilustración 6-4: Lesiones macroscópicas compatibles con coccidiosis en el 

intestino de un ave criolla. 

                           Realizado por: González, Luis, 2023. 

 

La Tabla 3-4 se indica los resultados referentes al grado de lesión e infestación producida por 

Eimeria spp y Raillietina sp.  

 

Tabla 3-4: Descripción de la necropsia y alteración anatomopológica a nivel intestinal. 

N. Ave Código Necropsia 

Animal 1 10 Lesión a nivel intestinal 

0= normal (no presenta infección) 

 

Presencia de parásitos 

Cestodos= Raillietina spp. 

 

Animal 2 07 Lesión a nivel intestinal 

+3= Infección grave (Eimeria spp.) 

 

Presencia de parásitos 

Cestodos= Raillietina spp. 

 
Realizado por: González L., 2023 

 

De acuerdo a la escala que determina el grado de lesión intestinal por parasitosis establecida por 

Johnson, et al. (1970, p. 30) se obtuvo como resultado que el ave con el código 10, no presentó lesiones 

a nivel intestinal por ende se calificó con grado de lesión normal (0). Estos resultados se ven 

respaldado con el hecho de que tampoco se encontraron coccidias durante el examen 

coproparasitario.  
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Por otro lado, el ave con código 07, presento un grado de lesión nivel +3 denominada lesión grave 

compatibles a coccidia por la presencia de Eimeria spp. Adicionalmente, si se logró identificar a 

este parásito en el examen coprológico, sin embargo, ambas aves sacrificadas presentaron la 

presencia de cestodos del género Raillietina spp a nivel intestinal, a diferencia de la Eimeria spp, 

el parasito aun no provocaba lesiones a nivel intestinal que sean visibles macroscópicamente.  

Una investigación desarrollada en la ciudad de Machala por Ramírez (2022, p. 21), indica que una 

vez que la Eimeria spp parasita a las aves, este invade los intestinos; desencadenando trastornos 

gastrointestinales afectando a la salud de las aves infectadas. Este parásito es considerado como 

uno de los patógenos más peligrosos, ya que, una vez contaminada un área, aun en criaderos 

tecnificados, puede provocar alta mortalidad de la población aviar en un plazo de tan solo 7 días, 

explica el autor.  

Dado que nuestra zona de estudio y las aledañas practican sistemas de producción de traspatio, 

caracterizadas por la falta de un manejo y control tecnificado, la carga parasitaria puede llegar a 

ser extremadamente alta  (Brown, et al., 2006 p. 2). En estas circunstancias es probable que estas zonas 

se vean afectadas por infecciones de tipo protozoaria, específicamente Eimerria spp. (Andy, 2014 

p. 33).   

4.2. Carga parasitaria y parámetros productivos de un grupo de aves criollas. 

4.2.1. Carga parasitaria. 

En la Tabla 4-4 se muestran los resultados de la variable Carga Parasitaria (HPG) de cada una de 

las aves que se utilizó en el presente trabajo investigativo. 

Se puede evidenciar la carga parasitaria de las 42 aves muestreadas, en que el ave con 

identificación #76 presento una carga parasitaria superior a las demás con 9200 huevos por gramo 

(HPG), mientas que las aves con identificación #74, #67, #5, presentaron una carga parasitaria 

nula (0) debido a que no se encontró evidencia de huevos de parásitos en las muestras analizadas.  

Dentro de los diferentes estudios realizados por otros autores no se especifica la carga parasitaria 

individual de aves estudiadas, por lo que no existe información al respecto, sin embargo Aigaje 

(2022, p. 40) en su estudio de determinación de endoparasitos en pollos comerciales encontró una 

carga parasitaria maxima de 14224,3 HPG, siendo este valor superior al reportado en esta 

investigacion , esto puede deberse al sistema de crianza intensivo en el cual la alta densidad de 

aves por metro cuadro, favore la diseminación parasitaria.  
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 Tabla 4-4: Carga parasitaria de todas las aves en estudio. 

Número Identificación de las aves Carga Parasitaria  (HPG) 

 

1 2 500 

2 3 1050 

3 4 350 

4 5 0 

5 6 1000 

6 7 600 

7 8 450 

8 10 1250 

9 11 600 

10 12 700 

11 13 1550 

12 14 400 

13 15 750 

14 16 550 

15 17 200 

16 22 800 

17 23 350 

18 24 400 

19 33 1700 

20 35 250 

21 36 200 

22 41 850 

23 42 400 

24 45 400 

25 46 650 

26 47 600 

27 48 1750 

28 49 400 

29 51 2000 

30 52 750 

31 53 400 

32 60 450 

33 61 600 

34 64 300 

35 66 200 

36 67 0 

37 68 1000 

38 70 350 

39 74 0 

40 75 450 

41 76 9200 

42 77 600 

Realizado por: González  L., 2023. 
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En la Tabla 5-4: se puede apreciar los valores del total de la carga parasitaria por cada ave. 

 

Tabla 5-4: Estadística descriptiva del total de la carga parasitaria por cada ave. 
CARGA PARASITARIA 

Variables N Media Desviación 

Estándar 

Min. Max. 

Carga parasitaria HPG 42 833 ±1400,81 0 9200 

Realizado por: González L., 2023 

 

En esta investigación la variable de la carga parasitaria en aves criollas presentó una media de 

833±1400,81 HPG, con un valor minino de 0,0 HPG y un máximo de 9200 HPG, valores descritos 

en la Tabla 13-3. Todos estos valores están en las siglas (HPG) que hace referencia a número de 

huevos de parásitos encontrados por gramo de heces muestreadas de cada ave.  

 

Camposano (2018, p. 99), en un análisis referente a la carga parasitaria en aves criollas mencionan 

que esta incrementa a medida que pasa el tiempo, ya que al encontrarse conviviendo unas con 

aves parasitadas la infección se convertirá en un contagio al 100% de los individuos. Por tal 

motivo es necesario implementar un sistema de control de la parasitosis en las aves, tratando de 

reducir la infestación con un manejo adecuado e implementando exámenes coproparasitarios y 

posterior realizar desparasitaciones continúas.    

4.2.2. Parámetros productivos de un grupo genéticos de aves criollas. 

A continuación, en la Tabla 6-4 se muestran los resultados de las variables productivas de un 

grupo genético de aves criollas de la “Estación Experimental Tunshi”, en la Parroquia “San Pedro 

de Licto”, provincia de Chimborazo. 

Tabla 6-4: Variables productivas. 

Variable Media Desviación 

Estándar 

Min Max 

 

Peso inicial, g 

 

1093.31 

 

±234.79 

 

719.00 

 

1783.00 

 

Peso final, g  

 

1231.50 

 

±214.82 

 

749.00 

 

1781.00 

 

Ganancia de peso total, g 

 

167.08 

 

±190.53 

 

-345.00 

 

617.00 

 

Consumo de alimento diario, g 

 

60.00 

 

0.00 

 

60.00 

 

60.00 
Realizado por: González L., 2023 
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Se indica que las aves evaluadas presentaron un peso inicial promedio de 1093,31±234.79 

gramos, llegando a obtener un peso final de 1241,50 ±214.82 gramos. El consumo de alimento 

diario por ave se estableció en 60 gramos de grano de maíz y se obtuvo una ganancia de peso 

promedio de 167,08 ±190.53 gramos. 

 

Los valores mínimos de la ganancia de peso fueron de -345,00 g señalando una pérdida de peso 

en 3 de las 42, aves. Las posibles causas pueden estar relacionadas con parasitosis, el proceso de 

adaptación, la edad o la respuesta inmune, mientras que en ciertos individuos la ganancia de peso 

fue positiva obteniendo un máximo de ganancia de 617 g. 

 

4.2.2.1. Peso inicial, g 

La variable peso inicial de las aves criollas presentó una media de 1093,31±234.79 g. con un valor 

mínimo de 719 g y máximo 1781 g.  Portillo (2020, p. 32), menciona que la variabilidad de peso en 

aves criollas depende de la edad de las aves, la raza, e incluso la forma de alimentación. Según 

Suárez (2020, p. 30), en comparación a las aves de engorde, el peso promedio en aves criollas es bajo, 

esto se debe a que las aves al ser criadas a campo abierto realizan un alto gasto de energía en 

busca de su alimentación, además son más vulnerables a infecciones parasitarias 

gastrointestinales por ende el peso en estas aves tiende a ser menor.  

Cabe recalcar que el amplio rango que existe en los pesos iniciales de las aves criollas en el 

presente estudio se debe a que las aves eran de diferentes edades por tal motivo había aves más 

jóvenes y otras más adultas las cuales varían en sus pesos iniciales. 

4.2.2.2. Peso final, g 

En la presente investigación en la variable peso final en las aves criollas presentó una media de 

1241,50 ±214.82 g. con un valor mínimo de 749 g. y máximo de 1781 g respectivamente. Valores 

superiores a los obtenidos por Portillo (2008, p. 32) en el que obtuvo un peso final de 1098,00 g al 

terminar del periodo evaluativo en aves criollas.     

 

Una investigación realizada por Giron, et al. (2018 p. 41); menciona que alimentar aves de campo a 

con maíz y pasto contribuyen significativamente a la ganancia de peso final ya que al evaluar 

estos parámetros productivos logro obtener un peso final promedio 1872 gramos, valor superior 

al obtenido en la presente investigación. En otro estudio desarrollada por Farfán, et al., (2013 p. 114), 

menciona que la alimentación es un punto esencial en el crecimiento y desarrollo de las aves de 
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campo, acompañado de un manejo sanitario adecuado para el control de parasitosis se logra 

obtener máximos rendimientos productivos en estas aves. 

 

En una investigación realizada por Delgadillo (2014, p. 11) en el que evaluó la parasitosis interna en 

aves de traspatio en México; menciona que las parásitos gastrointestinales afecta directamente al 

rendimiento productivo afectando directamente en la producción de carne y huevos de las aves, 

debido a que las los parásitos  provoca  alteraciones en el metabolismo de las aves evidenciando  

perdida de la condición corporal , bajan de peso y a su vez el rendimiento productivo menciona 

Ensuncho, et al. (2015 p. 19). 

 

4.2.2.3. Ganancia de peso total, g 

 

Con respecto a la variable ganancia de peso en aves criollas presentó un valor medio de 167,08 

±190.53 g, un valor máximo de 617 g y con un valor mínimo negativo de -345 g, las posibles 

causas de la pérdida de peso en tres aves estarían relacionada no solo a la parasitosis, sino también 

al proceso adaptación, la edad, la alimentación y el estado inmunológico. Factores que podrían 

haber influenciado para la obtener de estos resultados negativos. 

 

A continuación, en la Tabal 7-4 de puede evidenciar la ganancia de peso g, en relación a la 

presencia HPG. 

 

Tabla 7-4: Ganancia de peso, g en relación a la presencia HPG. 

GANANCIA DE PESO (G) EN RELACIÓN A LA PRESENCIA  HPG. 

Presencia HPG Baja (menor a 500) Media (500-1000) Alta (Mayor a 1000) 

Numero de aves  20 15 7 

Ganancia de peso 

promedio, g 

190,88 175,14 93,14 

 

Realizado por: González L., 2023 

 

En la presente investigación relacionando la variable ganancia de peso, g con la carga parasitaria 

(HPG), se obtuvo como resultado que 20 de las 42 aves estudiadas presentaron una infección baja 

(menos a 500 HPG) registrando una mayor ganancia de peso promedio de 190,88 g; seguida de 

15 aves que presentaron una infección media (500-1000 HPG) con una ganancia de peso de 175,14 

g, y por último 7 aves mostraron una infección alta  (mayor a 1000 HPG)  registrando una baja 

ganancia de peso de 93,14 g.  
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Entonces se podría mencionar que en este caso la ganancia de peso en general estaría ligada al 

nivel de infección parasitaria; ya que al presentar una baja presencia de HPG las afectaciones a 

nivel intestinal no son muy graves por ende tienen un correcto metabolismo y aprovechamiento 

de alimento por lo tanto se ve reflejado en mayor ganancia de peso. No se encontraron estudios 

en el que se evalué la relación ganancia de peso con el nivel de la carga parasitaria  en aves 

criollas.  

    

4.2.2.4. Consumo de alimento diario, g 

 

En el variable productivo consumo de alimento en las aves criollas se ofreció una ración de maíz 

diaria de 60 g/ave todos los días durante el tiempo del trabajo experimental. En una investigación 

desarrollada por Tipantuña (2018, p. 35), el consumo de alimentación fue de 64,37 gramos, valor de 

alimento similar al ofrecido en la presente investigación.  

 

Según Tovar, et al. (2014, p 28), incrementar el consumo de alimento diario en este tipo de aves 

contribuye a completar su dieta alimentaria, ya que en su mayoría los productores que realizan la 

avicultura de traspatio ofrecen de 20 a 30 g. de alimento por ave/día debido a que ellos suponen 

que el maíz es el alimento principal en la dienta de gallinas criadas a libre pastoreo. Razón por la 

cual determinar un valor adecuado de alimento que sea balanceado por ave contribuye a una mejor 

ganancia de peso independientemente de la etapa de crianza que se encuentren menciona el autor. 

 

4.3. Sistema de control de la parasitosis 

Existen varias formas de controlar y prevenir enfermedades de tipo gastrointestinales en aves de 

engorde y de postura; pero no existe una metodología eficaz con aves criollas razón por la cual el 

presente método de control es un mecanismo preventivo que servirá como apoyo en la crianza de 

estas aves de traspatio (Alcazaba, 2018 p. 28). 

 Como medidas de higiene la desinfección con yodo y cal viva contribuye directamente en el 

cambio del ph, interfiriendo en cierto ciclo de desarrollo de los parásitos. (Alcazaba, 2018 p. 1). 

  Evitar la contaminación del alimento y agua por aves silvestres y vectores intermediarios 

(insectos). Para esto siempre poseer una zona cubierta o cercada donde no ingresen otros 

animales. (Alcazaba, 2018 p. 28). 

 Los comederos y bebederos lo más recomendable es mantenerlos a una altura del lomo de las 

aves así evitaran que se ensucien y contaminen la comida y el agua. 
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 Es necesario realizar exámenes coprológicos de materia fecal periódicamente para detectar la 

presencia de animales parasitados y proceder al control de la infección. (exámenes antes y 

después) (Vega, 2004 p. 14). 

 Es necesario evaluar la eficacia del tratamiento empleado con el objetivo de detectar posibles 

disminuciones en su eficacia y posible presencia de resistencias (Castellanos, 2014, p.132). 

 Tanto para la alimentación como para limpieza es necesario utilizar en todas estas actividades 

únicamente un solo calzado, no sea utilizado para otras actividades pecuarias (Vega, 2004 p. 14). 

 Como medida general se puede desparasitar a las aves desde las 8 semanas de edad y repetir 

a las 18 semanas (Castellanos, 2014, p.132). 

En la Tabla 8-4, se muestran los desparasitantes en contra de parásitos más común en aves, 

incluyendo la dosis.  

Tabla 8-4: Fármacos sugeridos para el control parasitario gastrointestinal. 

Parásito Fármaco Dosificación Vías de administración 

  Capillaria sp Levamisol 2,5% 

 

 

 
Invermectina 1%  

2-3 g por litro de agua de bebida 

durante 1 día. O  0,27-0,4 g/kg de 

peso.   

 

0,30 mg/kg de peso corporal por 

un día.  

En el agua de bebida, 

durante un día. 

 

Vía subcutánea 

Ascaridia galli 

 

Piperazina 53 % 

 

10 g en 10 litros de agua limpia. 10 

g en 1 kg de alimento  

     Disuelto en el agua o 

con el alimento. 

 

Heterakis 

gallinarum 

 

Fenbendazol 10% 

 

Mebendazol 50% 

 1 ml/33 litros de agua (1mg /kg de 

peso corporal). Durante 5 días 

consecutivos. 

30 g /50 kg de alimento durante 10 

días. 

 Vía oral en agua de 

bebida. 

  
       Vía oral en el alimento 

Eimeria spp Amprolio 20% Administra 1g/litro de agua de 

bebida durante 7 días  

Vía oral 

Raillietina sp Fenbendazol 10% 

 

1 ml/33 litros de agua (1mg /kg de 

peso corporal). Durante 5 días 

consecutivos. 

Vía oral 

Fuente: AgroCampo, 2023 

Realizado por: González L., 2023 
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CAPÍTULO V  

 

 

5. CONCLUSIONES Y RECOMENDACIONES  

 

5.1 Conclusiones 

 

 En la presente investigación las aves criollas presentaron una prevalencia parasitaria 

gastrointestinal alta del 92,86%, existiendo una clara dominancia de tres géneros de 

nematodos: Capillaria spp, Heterakis gallinarum y Ascaridia galli con un porcentaje de 

prevalencia de 58,97%, 36,90% y 15,38% respectivamente. Además, un 46,15 % de las aves 

presentaron una infección con Eimeria spp perteneciente a parásitos protozoos. De igual 

forma se pudo constatar que el examen coproparasitario no siempre logra identificar la 

infección parasitaria real debido a  que se aisló a través de la necropsia  cestodos denominados 

Railletina spp, por lo tanto, es importante realizar una necropsia rutinaria para obtener una 

evaluación completa del parasitismo que afecta aves. 

 

 Las aves criollas presentaron una carga parasitaria variada con valores de 0 hasta 9200 HPG; 

relacionando la carga parasitaria con la variable productiva ganancia de peso se pudo constar 

que las aves que mostraron una infección alta  (mayor a 1000 HPG) presentaron una ganancia 

de peso baja con 93,14 g. posiblemente por el elevado nivel de parasitismo. Aunque en cada 

uno de los rangos de infección se manifestó un dato de ganancia de peso negativo, por lo que 

se puede deducir en esta investigación la pérdida de peso en ciertas aves no solo se debió a la 

alta carga parasitaria, sino que posiblemente por factores como la adaptación, alimentación, 

la edad y estado inmune que conjuntamente podrían haber influenciado para que exista 

ganancias de pesos negativos en ciertas aves.  

 

 Se puede concluir que para la crianza de aves criollas es indispensable la implementación de 

un sistema de desparasitación que conjuntamente con exámenes coproparasitarios y 

adecuadas medidas de manejo se lograría reducir la prevalencia de parasitaria de tipo gastro 

intestinales. La presencia de este tipo de parásitos en las aves criollas es un problema de 

importancia debido a las malas prácticas de sanidad y manejo por parte de los productores 

que se dedican a la crianza de aves de traspatio.  
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5.2 Recomendaciones 

 

 Realizar exámenes coproparasitarios antes y después de aplicar algún desparasítate para 

comprobar la eficacia del mismo y reducir la prevalencia parasitaria. 

 Rotar los desparasitantes para que no exista una resistencia de los parásitos hacia los fármacos 

para obtener buenos resultados. 

 Hacer un seguimiento continuo de la parasitosis de las aves criollas, con la finalidad de 

establecer un calendario sanitario adecuado a sus necesidades.  

 Evitar que las aves consuman alimentos contaminados y beban aguas de riego o encharcadas 

donde fácilmente se pueden infectar de parásitos gastrointestinales.  

 Realizar más investigaciones de prevalencia parasitaria en aves criollas en zonas cercanas al 

lugar donde se realizó el presente estudio.    
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ANEXOS 

 

 

 
ANEXO A: RESULTADO ESTADÍSTICO DE LA VARIABLE PESO INICIAL, G DE UN 

GRUPO GENÉTICO DE AVES CRIOLLAS. 

 

 
 

 

ANEXO B: RESULTADO ESTADÍSTICO DE LA VARIABLE PESO FINAL, G DE UN 

GRUPO GENÉTICO DE AVES CRIOLLAS. 

 

 
 



 

 

 

ANEXO C: RESULTADO ESTADÍSTICO DE LA VARIABLE GANANCIA DE PESO 

TOTAL, G DE UN GRUPO GENÉTICO DE AVES CRIOLLAS. 

 

 
 

ANEXO D: VARIABLE CONSUMO DE ALIMENTO/DÍA/AVE, G DE UN GRUPO 

GENÉTICO DE AVES CRIOLLAS. 

 
 

Consumo de alimento diario/ave, g 

 

60 

El consumo de alimento fue uniforme por tal motivo no se obtuvo valores estadísticos.  

 

 

ANEXO E: RESULTADO ESTADÍSTICO DE LA VARIABLE CARGA PARASITARIA, 

HPG DE UN GRUPO GENÉTICO DE AVES CRIOLLAS. 

 

 
 

 



 

 

 

ANEXO F: VARIABLE PREVALENCIA DE PARÁSITOS EN UN GRUPO GENÉTICO DE 

AVES CRIOLLAS.  

 
 

Prevalencia de parásitos, % 

 

92.86 

 

 
ANEXO G: AVES EN JAULAS METABÓLICAS PARA LA RECOLECCIÓN DE 

MUESTRAS DE HECES. 

 

 
 

ANEXO H: RECOLECCIÓN Y TRASPORTE DE MUESTRAS FECALES DE AVES 

CRIOLLAS. 

 

 
 

 

 

 

 



 

 

 

ANEXO I: PESAJE DE LAS MUESTRAS DE HECES. 

 

 
 

ANEXO J: MÉTODO DE FLOTACIÓN PARA IDENTIFICACIÓN DE PARÁSITOS 

GASTROINTESTINALES. 

 
 

ANEXO K: DETERMINACIÓN DE LA CARGA PARASITARIA MEDIANTE LA TÉCNICA 

MCMASTER. 

 



 

 

 

ANEXO L: RESULTADOS DE LOS ANÁLISIS DE LABORATORIO. 
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