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RESUMEN 

 

La parasitosis afectaba solo a países en vías de desarrollo y regiones tropicales, pero actualmente 

con la globalización se han ampliado al resto de países desarrollados, debido al aumento de 

infección en animales reservorios, diseminación en insectos vectores y vehículos como el agua 

y alimentos. El objetivo de este trabajo fue comparar técnicas de determinación de 

enteroparásitos en muestras biológicas y no biológicas, para determinar su aplicabilidad en los 

Laboratorios de diagnóstico. La metodología aplicada en esta investigación es de nivel 

descriptiva, diseño documental, cohorte transversal y retrospectiva. Para la muestra de estudio, 

se obtuvieron documentos de fuentes primarias y secundarias, estuvo conformada en su totalidad 

por 59 publicaciones que abordan el tema de investigación, los documentos fueron registrados 

en las siguientes bases de datos: NCBI (5), PubMed (10), JURN (8), Google académico (14), 

Scielo (10), Mediagraphic (2), Elseiver (7), además de páginas web como; MINSA (1), INEC 

(1) y documentos electrónicos como; libros (2), tesis de pregrado (1) y manuales (3), aplicando 

criterios de inclusión y exclusión. Los resultados revelaron que, las muestras biológicas y no 

biológicas necesitan realizar la técnica de sedimentación y filtración de muestras para identificar 

parásitos, no obstante, las muestras de suelo es más común encontrar huevos o quistes 

parasitarios. Se concluye que no todas las muestras aplican el mismo procedimiento para 

determinar parásitos, ya que cada una tiene diferentes características, así como, las muestras de 

insectos necesitan ser disecados, lavados o macerados para obtener el sedimento contenido de 

enteroparásitos. 

 

 

 

 

Palabras claves: enteroparásitos, sedimentación, vectores, diseminación, técnicas. 
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ABSTRACT 

 

Parasitoses used to affect only developing countries and tropical regions, but nowadays with 

globalization they have been extended to the rest of developed countries, because of the increase of 

infection in reservoir animals, dissemination in insect vectors and by means of water and food. The aim 

of this research was to compare techniques for the determination of enteroparasites in biological and 

non-biological samples, to determine their application in diagnostic laboratories. The methodology 

applied in this research is descriptive, documentary design, cross-sectional cohort and retrospective. 

According to the study sample, documents were obtained from primary and secondary sources, and 

consisted entirely of 59 publications that relate the research topic; the documents were registered in the 

following databases: NCBI (5), PubMed (10), JURN (8), Google academic (14), Scielo (10), 

Mediagraphic (2), Elseiver (7), in addition to web pages such as; MINSA (1), INEC (1) and electronic 

documents such as; books (2), undergraduate theses (1) and manuals (3), applying inclusion and 

exclusion criteria. The results revealed that biological and non-biological samples require the 

sedimentation and filtration technique to identify parasites; however, it is more common to find 

parasite eggs or cysts in soil samples. It is concluded that not all samples apply the same procedure to 

determine parasites, since each one has different characteristics, as well as, insect samples need to be 

dissected, washed or macerated to obtain the sediment containing enteroparasites. 
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CAPÍTULO I. 

 INTRODUCCIÓN 

 

Los parásitos intestinales son protozoos o helmintos que ingresan al organismo de su hospedador 

teniendo como hábitat definitivo el intestino. Las infecciones eran comunes en países en vías de 

desarrollo y regiones tropicales, pero actualmente con la globalización se han ampliado los 

límites geográficos de la transmisión de parásitos, debido al aumento de infección en animales 

reservorios, diseminación en insectos vectores y vehículos como el agua y los alimentos1, por 

lo que el laboratorista clínico puede y debe colaborar en la detección de parásitos, mediante 

diferentes métodos y técnicas en muestras biológicas y no biológicas para esclarecer las 

condiciones epidemiológicas que determinan la transmisión. 

 

Tradicionalmente, los laboratoristas clínicos llevan a cabo el diagnóstico de infecciones 

parasitarias en seres humanos, mediante el empleo de técnicas parasitológicas que permiten la 

identificación de trofozoítos, quistes y ooquistes de protozoos, así como, huevos y larvas de 

helmintos en muestras fecales2. El diagnóstico microscópico de las heces es una herramienta de 

investigación rutinarias, que pueden ser completada con pruebas inmunológicas y moleculares 

para diferenciar especies morfológicamente idénticas3.  

 

Los parásitos intestinales utilizan diferentes rutas para ingresar al hospedador, la más común es 

la vía oral, algunas especies son capaces de ingresar por vía nasal, otras por vía cutánea, esta 

última es utilizada por familias que cumplen ciclos biológicos en la tierra e ingresan activamente 

a través de la piel. También, se debe recordar que existen helmintos que pueden ingresar por vía 

anal, cumpliendo un mecanismo conocido como retro infección, que puede ocurrir en casos de 

enterobiasis y strongiloidiasis 4.  

 

Entre los principales factores de riesgo asociados a la transmisión de parásitos intestinales se 

encuentra la contaminación hídrica, debido a que el agua se comporta como un eficiente 

vehículo para la diseminación de parásitos5. La contaminación de los productos vegetales 

obtenidos de los cultivos, ocurre por el riego con agua contaminada, bien sea, que se conduce 

por canales de irrigación abiertos donde drenan las formas parasitarias infectantes que se 
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encuentran en el suelo y son arrastradas por el agua de lluvia o por la fertilización con excretas 

de animales parasitados que contaminan el suelo 6. 

 

Recientemente, se ha realizado el estudio en el “Rio Turbio” en la ciudad de Barquisimeto, 

Venezuela, detectándose una alta diversidad y abundancia de enteroparásitos con: Chilomastix 

mesnili en el 43,33% de las muestras, Entamoeba coli 23,33%; Uncinaria sp 26,67%; 

Blastocystis sp; 13,13%; Entamoeba histolytica/E. dispar 10%, Pentatrichomonas sp; Giardia 

sp 6,67%; Endolimax nana; Strongyloides sp y Ascaris lumbricoides con 3,33% 7. 

 

La parasitosis intestinal es conocida como una de las infecciones más comunes, siendo un 

problema de salud pública a nivel mundial, debido a que la transmisión está condicionada por 

factores como: amplia distribución mundial de alimentos procedentes de zonas endémicas de 

parásitos, bajo nivel socioeconómico, emigración, inmigración, insuficientes condiciones 

sanitarias entre otros. En Ecuador se calcula que la parasitosis afecta aproximadamente el 80% 

de la población de áreas rurales y el 40% en zonas urbano-marginal8.  

 

Se estima que el 4% del total de muertes en el mundo se debe a la contaminación del agua y el 

60% de los casos de giardiasis que ocurren en Estados Unidos son transmitidos por vía hídrica. 

El 62% en los hogares con niños menores de 12 años presentan en condiciones de pobreza, por 

tal motivo, los infantes son más vulnerables que aquellos con mejores condiciones 

socioeconómicas. Ecuador fue ubicado en el 7mo lugar de países con mayor tasa de pobreza en 

Latinoamérica. De acuerdo al Censo realizado por el Instituto Ecuatoriano de Estadística y 

Censo (INEC) en el 2010, se registró en Ecuador, 3.643.806 niños y niñas menores de 12 años9. 

 

También, ha sido descrito que, en Ecuador no se conoce con exactitud la verdadera prevalencia 

de las enteroparasitosis, debido a que existen subregistros y pocos estudios publicados sobre 

esta problemática. En Ecuador la parasitosis intestinal es clasificada dentro del grupo de 

enfermedades desatendidas, para tratar de solventar esta situación, se ha establecido un 

programa para la atención de parasitosis desatendidas (PROPAD) para su investigación 10.  
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Un estudio realizado en expendedores y hortalizas de los mercados públicos de Cuenca, 

determinó la presencia de parásitos en el 68,10% de expendedores y productos vegetales en 

venta. Entre los principales parásitos detectados en las personas se describe Entamoeba 

histolytica 19,03% y Cryptosporidium parvun 16,45, mientras que, las especies más frecuentes 

en las hortalizas fueron Endolimax nana 41,37%; Entamoeba coli 21,83%; Entamoeba 

histolytica 13,79% y las larvas filariformes de Uncinaria sp 5,74% 11. 

 

Las parasitosis intestinales son causadas por dos tipos de parásitos; helmintos, que son gusanos 

macroscópicos y los protozoos que constituyen organismos unicelulares que se producen dentro 

del hospedador. De acuerdo a su estado inmune, la cantidad de parásitos y el grado de 

patogenicidad de las especies, pueden causar enfermedades que afectan al tracto digestivo 

causando trastornos; intestinales, hematológicos, nutricionales, pondoestaturales, cognitivos, 

entre otros 12. 

 

La transmisión de las infecciones parasitarias está determinada por condiciones 

socioeconómicas e higiénicas precarias. El ser humano condiciona la transmisión de parásitos 

con acciones como; construcción de canales de riego, fertilización de cultivos con estiércol 

fresco, construcción de pozos sépticos cercanos a fuentes de agua, mantenimiento de animales 

sin tratamiento antiparasitario, ausencia de control de plagas, que pueden actuar como 

reservorios y vectores de parásitos, respectivamente 5. 

 

El agua es un elemento importante en la dispersión de las formas parasitarias infectantes, los 

quistes y huevos son resistentes a las condiciones medioambientales y pueden permanecer 

viables en el agua, lo que hace posible la infección de hospedadores a grandes distancias. El 

suelo también es fundamental en la viabilidad de formas infectivas parasitarias en el ambiente. 

Como se ha comprobado en una investigación de la arena de playas con animales callejeros y 

sus heces que favorecen la transmisión de enfermedades infecciosas 6.  

 

La materia fecal de algunos animales reservorios huevos o larvas de geohelmintos, que pueden 

persistir en el ambiente, su dosis infecciosa es mínima y presentan la capacidad de permanecer 

en el suelo por largos períodos6. Los suelos arenosos favorecen la evolución de estos parásitos, 
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debido a sus características geológicas y sedimentos no consolidados, que admiten las 

variaciones de humedad, requeridas para convertirse en formas capaces de infectar al 

hospedador 13. 

 

Los residuos sólidos acompañados de productos desechables no utilizables y producción 

inapropiada de residuos contribuyen a la proliferación de agentes infecciosos, los insectos 

vectores también son una de las causas fundamentales en la diseminación de agentes 

infecciosos, debido a que estos pueden desplazarse a través del vuelo a largas distancias14.  Las 

moscas y cucarachas funcionan como eficientes vectores mecánicos, debido a que, transportan 

formas infectantes de enteroparásitos en su interior (intestino) o superficie (pelos, cerdas, alas y 

patas15. 

 

Los parásitos son organismos que se alojan en seres vivos superiores a ellos, para nutrirse y 

completar el ciclo de vida. Además, permanecen viables en reservorios animales, insectos 

vectores y vehículos como el agua, el suelo o los alimentos 14. Se pueden aplicar diferentes 

técnicas de análisis directo, concentración por sedimentación, flotación, cuantificación de 

parásitos, aislamiento de larvas o técnicas especiales. Así como, coloraciones que son utilizadas 

para lograr la visualización de protozoos o helmintos en muestras de origen biológico o no 

biológico 16. 

 

También, existen métodos inmunológicos que, con sus diferentes técnicas constituyen una 

herramienta de gran utilidad para la detección de anticuerpos y antígenos parasitarios que 

pueden ser aplicables en muestras biológicas y no biológicas. De más reciente aplicación están 

las técnicas que constituyen el método diagnóstico molecular, entre las que se descartan la 

reacción en cadena de la polimerasa con sus siglas en inglés PCR y la hibridación en situ 17. 

 

Técnicas aplicadas en muestras biológicas:  

 

Heces humanas  
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La técnica de examen directo, es utilizado para observar formas móviles de parásitos, como 

trofozoítos de protozoos o larvas de helmintos. El procesamiento debe realizarse a la brevedad, 

debido a que los estadios morfológicos pierden su movilidad18. 

 

-Técnicas de concentración por sedimentación: se basan en la utilización de soluciones poco 

pesadas para que los parásitos se vayan al fondo del tubo. Ejemplo: concentrado corriente y 

Ritchie 16. 

 

-Técnicas de concentración por flotación: utiliza soluciones saturadas de alta densidad que hace 

flotar los protozoos y huevos livianos. Ejemplo: Faust, Willis y Sheater 18. 

 

-Técnicas de cuantificación de huevos: son técnicas estandarizadas con las que se determina la 

intensidad parasitaria medida en huevos por gramo de heces o en cantidad de gusanos en el 

intestino. Es imprescindible calcular la cantidad de huevos por gramos de heces para 

posteriormente determinar el número de gusanos que parasitan a los individuos. Ejemplo: Kato-

Katz y Stoll 19. 

-Técnicas de coloración: emplean colorantes que facilitan la visualización de los parásitos. 

Ejemplo:  Ziehl Neelsen modificado o Kinyoun y Hematoxilina férrica 20. 

 

-Técnicas especiales: se utiliza una cinta adhesiva para recuperar los huevos de Enterobius 

vermicularis o Taenia spp., de la región perianal. Ejemplo: Graham 20. 

 

-Técnicas Cultivo o aislamiento de larvas: se fundamentan en el hidro y termotropismo positivo 

de las larvas: Ejemplo: Baermann, Harada- Mori 20. 

 

Técnicas aplicadas en heces de animales 

 

Actualmente se ha observado la tendencia de adquirir mascotas ya sea perros o gatos, quienes 

conviven estrechamente con niños y ancianos, pero muchos de ellos no saben que estas mascotas 

en sus heces fecales eliminan quistes, ooquistes, huevos y larvas, que al no aplicar una medida 

de control al tratar sus desechos fecales y al no practicar un buen hábito higiénico se ingiere 
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accidentalmente y por ende si una persona ingiere huevos de Toxocara canis, esta causa la 

toxocariosis humana 21.  

 

En las zonas agrícolas y ganaderas predominan animales vacunos y porcinos que, al realizar un 

saneamiento deficiente o nulo, favorece la contaminación con heces humanas del suelo y el 

agua, permitiendo la infección de vacunos y porcinos, por lo tanto, es necesario conocer técnicas 

para detectar parásitos intestinales22, técnicas accesibles como:  

 

-El examen directo en heces de animales domésticos, como el perro, gato etc, aplican el mismo 

procedimiento utilizado en el diagnóstico de parásitos en heces humanas, pero siempre y cuando 

estas muestras sean frescas. Para realizar estudios epidemiológicos o de investigación de 

factores que causan la parasitosis en humanos, aplican técnicas que permiten identificar huevos, 

quistes y larvas presentes en heces de animales, a continuación, se expresa las técnicas aplicadas 

para determinar enteroparásitos en heces de animales22. 

 

-La técnica de concentración mediante sedimentación, puede ser espontánea o por 

centrifugación, la muestra de heces de animales también es procesada mediante el concentrado 

corriente y Ritchie, mismas aplicadas en heces de humanos23. 

 

-Técnica de concentración mediante flotación: se basa en el uso de sustancias con densidad 

específica elevada, que hace que el material parasitario se eleve a la parte superior del 

tubpermitiendo la recuperación de quistes, ooquistes y huevos de helmintos livianos, la gran 

desventaja de estas técnicas y que los huevos pesados se van al fondo del tubo, perdiendo la 

posibilidad de su detección. Ejemplo: Gordon e Whitlock, Faust 19. 

 

-Técnicas de filtrado para eliminación de celulosa en muestras fecales: las muestras fecales de 

herbívoros contienen mucha celulosa que impide la visualización de los parásitos, por lo que se 

recomienda filtrar en tamices de diferentes tamaños de poro, por lo general, antes de aplicar 

cada técnica se realiza el filtrado16. 
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-Técnicas de cuantificación de huevos: Para las muestras fecales veterinarias, se emplea la 

cuantificación en cámara de McMaster 22. 

 

Insectos vectores 

 

Los insectos son los causantes de la diseminación de agentes patógenos e infecciosos 

relacionados con la parasitosis, los insectos vectores como las moscas se desplazan a través del 

vuelo a largas distancias, transportando en su interior o superficie enteroparásitos. Asimismo, 

estos vectores eliminan enteroparásitos en sus heces o al regurgitar la comida anterior para 

alimentarse de nuevo, también los parásitos son eliminados por las heces de los dípteros, además 

las moscas se desarrollan en materiales biológicos en descomposición, como las heces, basura, 

cadáveres, etc, de manera que facilita la contaminación o infección con patógenos 15. 

 

Para el aislamiento de parásitos de la superficie del insecto se realiza en vectores mecánicos 

como moscas y cucarachas. Estos vectores pueden presentar enteroparásitos de interés médico 

zoonótico y pueden ser detectados aplicando diferentes técnicas15. 

 

Las cucarachas son vectores que pueden o no presentar enteroparásitos de interés 

médicozoonótico en un elevado porcentaje (>97%) como: Blastocysti sp principalmente y 

Leptomonas sp 13. La tinción de Kinyoun (alcohol ácido-resistente), permite identificar 

ooquistes de coccidios intestinales, se miden con ayuda de un ocular calibrado 24. 

 

Al analizar las moscas, se puede encontrar principalmente Blastocystis spp., Endolimax nana, 

Entamoeba hartmanni, Entamoeba hitolytica/E.dispar, Entamoeba coli, Iodamoeba butschilii y 

Ancylostomideos 15. 

Método Inmunológico  

 

Suero humano 

 

Ensayo Inmunoenzimático (ELISA): es una excelente técnica para la determinación cuantitativa 

de anticuerpos IgG anti-Entamoeba histolytica RIDASCREEN E. histolytica. Se realiza la 
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lectura a una longitud de onda de 450 nm y se expresa en densidad óptica (DO). Se determina 

un punto de corte con los valores obtenidos. Se considera valores positivos; > 1,1 y valores 

negativos; < 0,9 25. 

 

Inmuno Fluorescencia Indirecta: es una técnica inmunológica que muestra excelente 

sensibilidad y especificidad, sin embrago, requiere del microscopio de fluorescencia y reactivos 

de alto costo, por esta razón no se realiza en laboratorios de rutina 16. 

 

Alimentos  

 

Los alimentos como los vegetales, es consumida diariamente por la humanidad y muchas de 

ellas son consumidas crudas, como el caso de la lechuga. Varios estudios realizados han 

sugerido la posibilidad de transmisión de parásitos intestinales por la ingestión de frutas y 

verduras crudas cultivadas en áreas contaminadas por residuos de heces o huertos donde se 

emplean abonos orgánicos. Los vegetales pueden llegar a ser un vehículo de transmisión de 

parásitos intestinales, sobre todo en la poblaciones urbanas y rurales consumen alimentos o 

vegetales sin una correcta limpieza de estas26. 

 

Para determinar enteroparásitos en este tipo de muestras se utiliza la sedimentación espontánea, 

técnica de Faust, coloración de kinyoun. La lechuga es considerada uno de los vegetales más 

contaminados, se ha descrito en ellas: Entamoeba spp, Strongyloides stercoralis, Toxocara spp., 

entre otros 26. 

 

Los vegetales de establecimientos de “comida rápida”: ha sido bien documentado el riesgo que 

implica el consumo de alimentos expendidos en puestos ambulantes 25. Existen reportes de la 

presencia de: Entamoeba histolytica/E. dispar/E. moshkovskii, Blastocystis spp; Giardia spp y 

Ancylostomídeos 27. 

 

-Método de recolección de muestra: Se recoge al azar muestras de vegetales picados sin 

aderezos, estas corresponden a hortalizas que se consumen crudas. Para visualizar mejor las 
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estructuras parasitarias puede utilizar Solución Yodada para teñirlas. Mientras que, para 

reconocer los coccidios debe realizar la tinción de Kinyoun 28. 

 

Técnicas aplicadas en muestras no biológicas: 

 

Agua  

La contaminación parasitaria del agua, indica la presencia de material fecal dispersada por el 

agua actuando como vehículo de formas parasitarias, que pueden ser resistentes a las 

condiciones ambientales y estas al consumirla por los pobladores que se abastecen de estas, 

pueden infectar y enfermarlos7.  

 

De acuerdo a González et al, se ha demostrado mediante un análisis comparativo realizado a 3 

tipos de cuerpos hídricos; agua entubada que surte a viviendas, agua de regadío y agua estancada 

en pozos, determinación realizada mediante la aplicación de técnicas sedimentación, flotación 

y cuantificación de huevos. Donde al comparar resultados de cada uno de ellos, se concluye que 

el agua con menos contaminación es el agua entubada que surte a las viviendas (57,14%), a 

diferencia del agua de regadío y estancada en pozos, resultaron contaminadas al (100%), es decir 

todas las muestras obtenidas del agua de regadío y estancada en pozos resultaron contaminadas6. 

 

También se determinó la frecuencia de los géneros parasitarios presentes en los 3 tipos de 

cuerpos de agua, el resultado del agua entubada presentó menos contaminación por protozoarios 

y helmintos: Amebas de vida libre (1,36%), Balantidium spp. (7,48%), Eimeria spp. (5,44%) y 

larvas de nematodos (0,68%). Mientras que, los resultados del agua estancada indican mayor 

contaminación con Entamoeba spp. (56,67%), Giardia duodenalis (23,33%) y Cyclospora spp. 

(6,67%). Finalmente, el agua de regadío se determinó la presencia de microorganismos de vida 

libre en un mayor porcentaje: Psorospermiun hackeli (13,51%), ciliados de vida libre (67;57%), 

flagelados de vida libre (89,19%) y Diatomeas (70,27%)6. 

 

La detección de parásitos en muestras de agua es difícil, por lo que siempre se recomienda 

recolectar grandes cantidades de agua, como mínimo 20L, utilizando envases de plástico de 

paredes lisas y tapa hermética para evitar derrames durante el traslado al laboratorio7.  
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- Sedimentación por centrifugación: permite obtener el sedimento al cual se le agrega formalina 

al 7%, para fijar las formas de los parásitos. Para aumentar la probabilidad de extracción de 

parásitos se pueden aplicas las técnicas de Ritchie y Sheater 7.  

 

-Técnica de cuantificación de huevos de helmintos en agua, modificada por Bouhoum y 

Schwartzbrod: permite cuantificar los huevos de helmintos por litro de agua, e identificar otras 

especies de parásitos de manera simple y efectiva 7. 

 

Suelo 

 

En este tipo de muestras se puede identificar trofozoítos, larvas, huevos de helmintos, quistes y 

ooquistes de protozoos14. 

 

Ancylostoma sp. es uno de los parásitos encontrados con más frecuencia en arena de playas 

turísticas, debido a que estos parásitos son cosmopolitas de regiones tropicales y subtropicales. 

Los suelos que retienen humedad permiten su desarrollo, de manera que la fuente de infección 

para el ser humano, son arenas contaminadas con heces de animales como el gato o perro 

infectados con Ancylostoma sp. 14. 

 

También Strongyloides sp son encontrados frecuentemente en muestra de suelo y arena, este 

helminto puede replicarse dentro del huésped humano, las larvas de Strongyloides sp, presentes 

en el suelo, penetran a través de la piel, sobre todo en personas que caminan descalzos. Esta 

infección puede ser asintomática, pero en el caso de personas inmunocomprometidas, con 

desnutrición o con enfermedades que desarrollan hiperinfecciones, el parásito puede causar 

autoinfección interna y multiplicarse dentro del huésped14. 

 

-Técnica de flotación: permite detectar huevos de nemátodos y cestodos. 

-Técnica de aislamiento de larvas del suelo  
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-Técnica de Baermann: se fundamente en el termo e hidrotropismo positivo que muestran las 

larvas de nematodos. Es una técnica de aislamiento de larvas de gran utilidad para analizar 

muestras de tierra o arena20. 

 

Restrepo et al. (2012), asumen que en los laboratorios de Colombia una práctica rutinaria para 

realizar un examen parasitológico de forma rápida, es el examen directo en solución salina y 

Lugol, debido a que no todos los laboratorios cuentan con materiales para aplicar la técnica de 

Ritchie. De acuerdo al Sistema General de Seguridad Social en Colombia (Ley 100 de 1993) 

autoriza la utilización de un coprológico directo para el diagnóstico de parásitos intestinales19.  

 

Restrepo et al. (2012), también evidenció que el diagnóstico de geohelmintiasis, requiere la 

utilización de técnicas adicionales que aumentan la sensibilidad de las muestras, es decir 

aumentar la probabilidad de obtener muestras positivas, por lo tanto, concluyen que la técnica 

de Kato-Katz ofrece resultados confiables para el diagnóstico de geohelmintiasis intestinales en 

Colombia19. 

 

De acuerdo a los antecedentes mencionados y la información de factores que causan la 

enteroparasitosis, surge el planteamiento de la siguiente pregunta ¿Es importante conocer las 

técnicas utilizadas para la determinación de enteroparásitos en muestras biológicas y no 

biológicas? Debido a la prevalencia de enteroparásitos en el humano a causa de contaminación 

mediante diferentes factores, se considera importante realizar una comparación de técnicas de 

detección de enteroparásitos en muestras biológicas y no biológicas, que permita documentar 

las diferentes técnicas y la importancia de su aplicabilidad en los laboratorios de diagnóstico 

con el fin de generar un aporte a la salud pública. 

 

Este estudio permite conocer los diferentes procedimientos de análisis de muestras biológicas y 

no biológicas, que se emplean para detectar parásitos intestinales. Esto se logra mediante la 

recopilación de documentos publicados, con esta información se conoce las técnicas que  son 

aplicadas en investigaciones clínicas y epidemiológicas, que servirán en la formación 

profesional de los laboratoristas, para que puedan integrarse en equipos que realiza en estudios 

epidemiológicos, donde se busque dilucidar fuentes de infección, reservorios, vectores y 
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vehículos de parásitos que contaminan a los seres humanos, contribuyendo en los programas 

sanitarios de control integrado de parásitos, buscando mejorar la calidad de vida de pobladores 

de áreas rurales y urbanas. 

 

El objetivo del proyecto investigativo fue comparar las técnicas de detección de enteroparásitos 

en muestras biológicas y no biológicas, mediante una investigación bibliográfica, para 

determinar su aplicabilidad en los Laboratorios de diagnóstico.  

 

CAPÍTULO II. 

METODOLOGÍA  

La presente investigación se desarrolló de acuerdo a las siguientes consideraciones.  

 

Nivel  

De tipo descriptivo, debido a que describe información o situación actual sobre el tema 

planteado, mismas que son obtenidas de fuentes científicas, que sustentó el desarrollo de la 

investigación, que permitió establecer la importancia mediante la comparación de técnicas de 

detección de enteroparásitos en muestras biológicas y no biológicas. 

 

Diseño 

Documental, porque se realizó una revisión sistemática de documentos científicos publicados 

sobre determinación de enteroparásitos en muestras biológicas y no biológicas, para lo cual se 

consultó artículos científicos, manuales, libros y estudios investigativos sobre el tema 

publicados en bases de datos científicos reconocidos como NCBI, PubMed, Google Académico, 

Scielo, Elseiver, JURN. 
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Cohorte  

Transversal, puesto, a que el proyecto se desarrolló en un período determinado y un solo bloque 

de resultados obtenidos de la recolección y análisis de documentos bibliográficos publicados 

entre el año 2011 y 2021, donde se obtuvo información válida mediante la investigación de 

diferentes datos científicos en páginas, revistas de gran impacto nacional e internacional que 

nos proporcione información científica. 

 

Retrospectivo 

El proyecto se trabajó con diferentes fuentes bibliográficos, obtenida de bases de datos 

confiables y actualizadas publicadas en la Web, que permitieron analizar, comparar y discutir 

sobre la información obtenida referente al tema de este proyecto. 

 

Población 

La población de estudio estuvo conformada con 146 publicaciones registradas en las siguientes 

bases de datos: NCBI (13), Scielo (25), PubMed (30), Google Académico (34), Mediagraphic (7), 

JURN (18), Elseiver (10), además se incluyeron páginas webs como; MINSA (1), INEC (1) y 

documentos electrónicos como; libros (2), tesis de pregrado (2) y manuales (3). 

 

Estrategia de búsqueda  

La búsqueda bibliográfica sobre el tema planteado, se realizó mediante buscadores de datos 

científicos, donde se utilizaron las palabras estratégicas de búsqueda “parásitos intestinales”, 

“enteroparásitos”, “determinación de enteroparásitos”, “vegetales con enteroparásitos”, 

“enteroparásitos y suelo”, “enteroparásitos y agua”, “enteroparásitos humanos en insectos”, 

“técnicas detección enteroparásitos”, “enteroparásitos en muestras no biológicas”, “parásitos en 

agua”, “parásitos en tierra”, “detección de parásitos intestinales en vegetales”, “pruebas 

inmunológicas enteroparásitos”, “prevalencia de enteroparásitos”. 

 

La mayor parte de los documentos encontrados en la bases científicas latinoamericanas estaban 

escritos en español, mientras que, los descargados de bases científicas internacionales estaban 

en inglés, la selección de los documentos científicos utilizados en el trabajo ser realizó aplicando 

los criterios de inclusión y exclusión, dentro del criterio de inclusión, las revistas científicas, 
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manuales y libros deben ser publicados en los últimos 10 años, los artículos seleccionados 

incluían determinación de enteroparásitos en muestras biológicas y no biológicas. Como criterio 

de exclusión se tomó en consideración el tiempo de la publicación, los artículos científicos, 

manuales, libros con más de 10 años fueron descartados. También, fueron excluidos aquellos 

artículos que no tienen autoría, ni traten sobre la detección de enteroparásitos. 

 

Por lo tanto, la población en su totalidad estuvo conformada con 146 publicaciones que abordan 

el tema de detección de enteroparásitos en muestras biológicas y no biológicas, publicadas en 

revistas indexadas en bases nacionales e internacionales entre las que se ubican en Scielo, 

PubMed, Elseiver, Mediagraphic, NCBI, JURN, Google Académico, quienes presentaban 

temáticas sobre determinación de enteroparásitos. 

 

Muestra 

Para la selección de muestras se escogieron 59 publicaciones registradas en las siguientes bases 

de datos: NCBI (5), PubMed (8), JURN (5), Google académico (10), Scielo (17), Mediagraphic 

(4), Elseiver (2), además se incluyeron páginas webs como; MINSA (1), INEC (1) y documentos 

electrónicos como; libros (2), tesis de pregrado (1) y manuales (3), toda esta selección fue 

realizada tomando en cuenta los criterios de inclusión y exclusión. 

 

Criterios de Selección 

 

Criterios de inclusión 

 

Se empleó artículos científicos, libros y manuales publicados hasta hace 10 años, debido a que, 

el proyecto investigativo necesita información actualizada referente a técnicas de detección de 

enteroparásitos. Se incluyó manuales que contengan técnicas de determinación de 

enteroparásitos, porque estos documentos describen detalladamente el proceso de cada técnica. 

Asimismo, los artículos científicos donde analizan muestras biológicas y no biológicas, porque 

permitieron identificar el procedimiento a realizar de acuerdo a cada muestra. También se tomó 

en cuenta, los artículos científicos donde comparan técnicas fueron de mucha ayuda, ya que, 

proporcionó información de técnicas más confiables para su aplicabilidad en el laboratorio. 
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Por lo tanto, fueron seleccionados 59 publicaciones registradas en las siguientes bases de datos: 

NCBI (5), PubMed (8), JURN (5), Google académico (10), Scielo (17), Mediagraphic (4), 

Elseiver (2), además se incluyeron páginas webs como; MINSA (1), INEC (1) y documentos 

electrónicos como; libros (2), tesis de pregrado (1) y manuales (3), toda esta selección fue 

realizada tomando en cuenta los criterios de inclusión y exclusión. 

 

Criterios de exclusión 

Los artículos científicos, manuales y libros publicados hace más de 10 años, fueron excluidos, 

debido, a la información anacrónica que podría incluir en la investigación realizada. Los 

artículos científicos mal documentados, no pueden ser incluidos, porque podría conllevar a 

exponer información errónea y desprestigiar el documento investigativo y a su institución. Los 

artículos sin autoría, muchas veces no garantizan información fiable, mientras que, los artículos 

científicos que no incluyen técnicas ni información referente al tema son excluidas, porque no 

presentan temas de interés investigativo.    

 

Técnicas y procedimientos 

- Se inició la búsqueda de información científica sobre información general de investigaciones 

realizadas de enteroparásitos en muestras biológicas y no biológicas, a nivel nacional e 

internacional, de artículos científicos, organizaciones y libros presentados en línea, extraídos de 

buscadores confiables como NCBI, PubMed, Google Académico, Scielo, JURN, Mediagraphic, 

Elseiver y la web, tomando en cuenta las variables de estudio y el tiempo de publicación de las 

mismas.  

 

-  Después se procedió a recolectar información científica de técnicas aplicadas en la 

determinación de enteroparásitos en muestras biológicas y no biológicas, y en caso de 

comparaciones de técnicas también fueron seleccionadas. 

 

-   De toda la información obtenida fueron seleccionados 59 publicaciones, de diferentes bases 

de datos. De cada una de ellas se realizaron lecturas profundas buscando información sobre las 
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técnicas de detección de parásitos empleadas en diferentes muestras que los puedan contener a 

nivel nacional e internacional. 

 

-     Se evaluó el aporte científico de los datos seleccionados de las publicaciones obtenidas sobre 

la determinación de enteroparasitosis en muestras biológicas y no biológicas, con la finalidad 

de dar cumplimiento a los objetivos planteados. Con los datos y estudios obtenidos, se realizó 

una tabla comparativa, que fue de utilidad para plantear la discusión del estudio. 

 

Procesamiento estadístico 

En la presente investigación se recolectaron datos cualitativos de actualizados publicados en 

artículos científicos indexados relacionados con el tema y la cual permitió desarrollar la 

recopilación de las técnicas que se emplean en la detección de enteroparásitos en muestras 

biológicas y no biológicas, mediante la clasificación realizada permitió comparar y analizar la 

utilidad de cada técnica según el tipo de muestra. Por lo tanto, no aplicó el procesamiento 

estadístico, debido a que esta investigación es de tipo bibliográfico y no incluye el uso de base 

de datos o información en cifras para su realización.  

 

Consideraciones éticas 

Este proyecto al ser un diseño documental realizada totalmente a través de la Web, no requirió 

la aprobación de ningún Comité de Bioética reconocido por el Ministerio de Salud Pública, 

porque esta investigación no afectó, ni puso en peligro la integridad del ser humano, la flora, la 

fauna o el medioambiente.  
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DIAGRAMA DE FLUJO PARA 

BÚSQUEDA BIBLIOGRÁFICA 

Comparación de técnicas de detección de 

enteroparásitos en muestras biológicas y no 

biológicas. 

Base de datos científicos: 

NBCI, Scielo, PubMed, 

JURN, Google académico, 

Mediagraphic, Elseiver, 

Elección de idioma: 

español, inglés 

Palabras clave: determinación de enteroparásitos, 

vegetales con enteroparásitos, muestras no 

biológicas con enteroparásitos, enteroparásitos 

humanos en insectos, técnicas para determinar 

enteroparásitos, prevalencia de enteroparásitos. 

Comparar las técnicas de detección de enteroparásitos 

en muestras biológicas y no biológicas, mediante una 

investigación bibliográfica, para determinar su 

aplicabilidad en los Laboratorios de diagnóstico 

Búsqueda de fuente 

de información 

Cumple con los criterios de inclusión: 

Contiene información útil para el 

desarrollo del proyecto, entre 5-10 años 

de publicada, 5 años para artículos 

científicos (95%) y hasta 10 años libros 

(5%), deben ser de base de datos 

reconocida y que contengan resultados de 

pruebas de diagnóstico. 

Aplicar criterios de inclusión y exclusión para la 

selección de artículos científicos, libros y manuales. 

Bases de Datos revisadas, documentos descargados (146) 

NCBI (13), Scielo (25), PubMed (30), Google Académico 

(34), Mediagraphic (7), JURN (18), Elseiver (10), La web (9) 

 

Documentos seleccionados: 59 

NCBI (5), PubMed (8), JURN (5), Google 

académico (10), Scielo (17), Mediagraphic 

(4), Elseiver (2), además se incluyeron 

páginas webs como; MINSA (1), INEC (1), 

y documentos electrónicos como; libros (2), 

tesis de pregrado (1) y manuales (3). 

No cumple con los criterios de inclusión:  

No contiene información útil para el desarrollo 

del proyecto, artículos científicos y libros 

publicados hace más de 10 años, no incluyen 

resultados de pruebas de diagnóstico, no son de 

base de datos reconocidas. 

Artículos excluidos: 

37 por el año de publicación, 25 no 

incluían información referente al tema 

planteado, 17 no incluía autor, 8 

presentaban estudios de otro tipo de 

parásitos (Hemoparásitos).  

59 documentos con información científica 

que permitió realizar el análisis, parafraseo 

de la información y citadas con normas 

Vancouver   

Descartar artículos: 87 
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CAPÍTULO III. 

DESARROLLO  

 

En el presente trabajo de investigación de carácter bibliográfico, fue realizado mediante la 

recopilación de documentos con información científica de fuentes bibliográficos actualizados. Se 

logró obtener información científica de las siguientes bases de datos: NCBI, PudMed, JURN, 

Scielo, Elseiver, Mediagraphic, Google Académico y en la Web se pudo encontrar libros, 

manuales, tesis de pregrado y páginas Web de acceso abierto, en la que se encontró información 

de los datos requeridos acorde a los objetivos planteados. 

Técnicas aplicadas en muestras biológicas 

 

Heces Humanas 

Examen directo:  

-Colocar en un portaobjeto una gota de solución salina (0,85%) y en el otro extremo una gota de 

lugol (4%), con un palillo homogenizar la muestra en cada gota de manera independiente1,12,19. 

-Colocar un cubreobjetos a cada preparación, para realizar la observación microscópica con 100 y 

400 aumentos 1,12.29. 

 

1. Técnicas de concentración por sedimentación:  

 

1.1 Ritchie: es una técnica que se basa en separar los parásitos de los restos de alimentos contenidos 

en las heces, para facilitar la visualización microscópica, permite la investigación de todas las 

formas parasitarias incluyendo huevos livianos y pesados 2,29. 

 

-Homogenizar 2g de heces en 10 ml de agua y filtrar con doble gasa, mientras el filtrado es recogido 

en un tubo cónico de 15 ml.  

-Centrifugar a 2.500 rpm durante 1 minuto, el sobrenadante se decanta agregando 10 ml de agua 

destilada a 45°C, más 100 µl de detergente neutro (Tween 20).  

-Repetir el procedimiento por duplicado hasta observar el sobrenadante limpio.  
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-Decantar el sobrenadante, tomar una gota de sedimento y colocar en una lámina, añadir una gota 

de lugol, mezclar y colocar un cubreobjeto para luego proceder a observar en el microscopio 2,30. 

 

2. Técnicas de concentración por flotación:  

 

2.1 Willis: es una técnica de flotación rápida, sencilla y económica, los huevos de helmintos tienden 

a subir y adherirse a la laminilla debido a que estos huevos tienen un peso menor que la solución 

saturada de cloruro sódico de densidad 1,200 (315 g NaCl más 890 ml de H2O)3,30. 

 

-Tomar una muestra de heces del tamaño de un garbanzo y colocar en un tubo, se añade solución 

de cloruro sódico saturada para disolver la muestra, realizar un breve filtrado con ayuda de una 

gasa y luego añadir más solución hasta el borde.  

-Colocar un portaobjeto sobre el menisco de la solución que sobresale el borde del recipiente. 

-Después de 15 a 20 minutos, retirar el portaobjeto y colocar un cubreobjeto para proceder a 

observar en el microscopio3,30.  

 

2.2 Faust: esta técnica se basa en aplicar la centrifugación y flotación para concentrar quistes, y 

larvas con solución de sulfato de zinc.  

-Mezclar 2 g de heces con 10 ml de agua destilada en un tubo de ensayo,  

-Centrifugar a 3.000rpm durante 3 minutos, luego eliminar el sobrenadante, y agregar 2-3 ml de 

agua para volver a centrifugar, repetir 3-4 veces este procedimiento hasta obtener un líquido claro, 

luego añadir 3-4 ml de solución de sulfato de zinc al 33,3%. 

-Centrifugar a 3000rpm durante 3 minutos, se añade sulfato de zinc hasta el borde del tubo, y se 

coloca la lámina cubreobjetos sobre el menisco que sobre sale del tubo, se deja reposar 15 minutos, 

se retira el cubreobjetos y colocar 1 gota de Lugol para proceder a observar al microscopio8,30. 

 

2.3 Sheather: permite separar, concentrar y recuperar quistes de protozoos y huevos livianos de 

helmintos. Es la técnica de elección para concentrar ooquistes de Cryptosporidium spp., 

Cyclospora cayetanensis y Cystoisospora belli.  

-Realizar una suspensión de heces con 2 g de materia fecal disuelto en 5 ml de solución salina 

fisiológica, luego se filtra la suspensión de heces con doble capa de gasa. 
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-Tapar el tubo y centrifugar a 1.500 rpm durante 2 minutos, luego decantar el sobrenadante, para 

añadir solución fenolada azucarada al sedimento, mientras se agita se continúa añadiendo solución 

fenolada hasta completar 2 cm bajo el borde del tubo.  

-La preparación se centrifuga a 1.000 rpm durante 10 minutos, tomar gotas de la superficie del 

menisco para montar la muestra y observar al microscopio con aumentos de 100 y 400x13,30. 

 

3. Técnicas de cuantificación de huevos 

 

3.1 Kato (cualitativo): se debe preparar la solución de Kato con Glicerina (100 ml), agua destilada 

(100 ml) y verde malaquita al 3% (1 ml). El papel celofán se corta en trozos de aproximadamente 

2x4 cm, estos deben ser introducidos en la solución de Kato durante 24 horas previas a su uso para 

que se impregnen de la solución 1,17,20.  

 

-Colocar una porción de heces del tamaño de un frijol en una lámina portaobjetos, cubrir con el 

trozo de papel celofán embebido en la solución de Kato.  

-Presionar contra la mesa de trabajo o con otra lámina portaobjeto para que por capilaridad la 

muestra se distribuya homogéneamente entre el papel celofán y la lámina, evitando que se formen 

burbujas de aire 1,17,20.  

-Colocar la preparación bajo la luz para que la glicerina clarifique los huevos durante 10 minutos, 

para posteriormente realizar su observación microscópica con objetivo de 10x.  

-Los resultados solamente indicarán presencia o ausencia de huevos de helmintos, con esta técnica 

no se puede determinar la intensidad parasitaria 1,17,20. 

 

3.2. Kato-Katz (cuantitativo):  

-Colocar una porción de heces sobre un papel desechable y cubrir la muestra de heces con una 

malla de nylon, de manera que al presionar con un aplicador de plástico se obtiene una cantidad de 

heces filtradas13,31. 

-Con la ayuda de una espátula, tomar las heces filtrada y colocar en el orificio del molde plástico 

situada sobre un portaobjeto. 

-Retirar con cuidado el molde manteniendo la forma y el volumen del orificio del molde, luego se 

procede a cubrir la muestra con trozo de papel celofán previamente preparado. 
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-Invertir la preparación y hacer presión sobre la mesa de trabajo de manera que la extensión cubra 

un área de 20 a 25 mm de diámetro. 

-Dejar reposar 1 hora a temperatura ambiente y proceder a leer bajo un microscopio. 

 

El número de huevos contados es multiplicado por 24, debido a que el orificio del molde mide el 

volumen de heces equivalente a 41,7 mg. Esta técnica determina la presencia de huevos de 

Trichuris trichiura, Ascaris lumbricoides, Ancylostomidios (Necátor americanus y Ancylostoma 

duodenale) visible mínimo después de 30 minutos y huevos de Hymenolepis nana 31,32. 

 

3.3. Stoll: permite evaluar la intensidad de huevos de helmintos y gusanos redondos como; Ascaris 

lumbricoides, Trichuris trichiura, Anquilostomideos (Necator americanus y Ancylostoma 

duodenale) y Strongyloides stercoralis, también permite cuantificar platelmintos. Es un método 

que se basa las diluciones empleadas para determinar los resultados, debido a que la muestra es 

menor en comparación al hidróxido de sodio 23,33. 

-En un tubo cónico colocar hidróxido de sodio 0.1N hasta la marca 5.6 ml 

-Agregar muestra de heces hasta llegar a la marca 6 ml. 

-Añadir 5 perlas de vidrio, cerrar el tubo y agitar 1 minuto  

-Dejar reposar 15 minutos, con una pipeta serológica tomar 75 µl (0,075 ml) de la parte media de 

la suspensión y colocar en un portaobjeto para montarlo y proceder a observar en el microscopio, 

se observará todos los campos. 

Para obtener los resultados, el número de larvas o huevos encontrados es multiplicado por los 

factores de acuerdo a la cantidad de suspensión tomada (0,075 o 0,15ml) considerando la 

consistencia 23,33.  

 

Cuadro 1: Factor aplicado para el cálculo de acuerdo a la consistencia de las heces. 

Heces Suspensión Factor 

Duras 0,075 ml 200 

Pastosas 0,075 ml 400 

Líquidas 0,075 ml 800 

Duras 0,150 ml 100 
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Pastosas 0,150 ml 200 

Líquidas 0,150 ml 400 

 

El resultado es expresado por mililitros en heces (ml) 

 

4. Técnicas de coloración.  

 

4.1 Ziehl Neelsen modificado o Kinyoun:  esta técnica de coloración pone en evidencia los 

ooquistes de coccidios intestinales: Cryptosporidium spp., Cystoisospora belli y Cyclospora 

cayetanensis excretadas en heces de individuos infectados20.  

-Realizar un frotis de heces, dejar secar y fijar con metanol por 30 segundos. 

-Se introduce en carbol-fucsina por 10 minutos, luego lavar con agua destilada.  

-Decolorar con alcohol-ácido clorhídrico por 30 segundos, luego lavar con agua destilada 

-Dejar secar a temperatura ambiente y proceder a observar en el microscopio5,8,20. 

 

4.2 Hematoxilina férrica:  es una técnica de coloración e identificación de trofozoítos y quistes 

de protozoos.  El resultado dependerá de una correcta ejecución, donde la clave está en la fijación, 

diferenciación y deshidratación 18,30.  

-Suspender la muestra con el fijador Schaudinn modificado en relación 10:1 (10ml de fijador para 

1 g o 1 ml de heces), la muestra debe permanecer 6 horas en el fijador para después proceder a 

realizar la coloración, luego agitar el frasco que contiene la muestra con el fijador y traspasar 1 ml 

de la mezcla a una centrífuga, luego llenar el tubo con agua destilada y centrifugar a 2.000 rpm 

durante 2 minutos. Descartar el sobrenadante (repetir proceso para eliminar el exceso de fijador). 

-Agregar la misma cantidad de albúmina de Mayer que se tiene del sedimento de heces, mezclar y 

realizar el extendido con 1-2 gotas sobre una lámina portaobjeto. 

-Dejar secar y luego introducir la preparación en las siguientes soluciones: alcohol 50% (5 min); 

alcohol yodado 70% (2-5 min); alcohol 70% (2-5 min); alcohol 50% (3-5 min).  

-Lavar con agua corriente (3-10 min), colocar solución mordiente sulfato férrico amónico (10 min), 

lavar (3 min) y añadir Hematoxilina acuosa (10 min), lavar (2min) y agregar ácido pícrico saturado 

(diferenciador) (10-15 min), lavar (15 a 30 min), deshidratar con alcoholes en incremento; 70%, 
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95% y dos cambios en 100%, dejamos secar 2 minutos cada uno, colocar Xilol (2 min), colocar 1-

2 gotas de Permount, dejar secar y observar al microscopio18,30. 

 

5. Técnica especial:  

5.1 Graham: se usa una cinta engomada transparente de 12 cm de largo por 1 de ancho, esta se 

pega en el portaobjetos permitiendo que sobresalgan los dos extremos de la cinta. Un extremo se 

usará para sostener la lámina y la otra se pega a un bajalenguas. Al momento de usar, la cinta se 

despega del baja lenguas y se doble por detrás de esta dejando la parte con goma por fuera. Se 

realiza varias aplicaciones en la zona perianal, se vuelve a pegar en la placa de vidrio. Para proceder 

a observarlas se desprende el baja lenguas 4,31. 

 

5. Técnicas de cultivo o aislamiento de larvas:  

 

5.1 Cultivo en carbón vegetal: se prepara una mezcla de consistencia homogénea con 50 gr de 

heces y agua destilada, se añade un volumen de carbón vegetal granulado de porción similar al de 

las heces, se homogeniza el preparado, para colocarlo sobre un disco de papel de filtro previamente 

humedecido en agua destilada, que debe estar contenido en una placa de Petri, se mantienen a 

temperatura ambiente y oscuridad. Después de 5 a 6 días se añade un poco de agua para restaurar 

la humedad y se revisa diariamente, observando los bordes del disco de papel con una lupa para 

confirmar la migración de las larvas 4,5,30. 

 

5.2. Harada-Mori: es una técnica de cultivo que permite que los huevos de nemátodos liberen las 

larvas rhabditoides y estas migren al agua que se mantienen a 37ºC cumpliendo el hidrotropismo y 

termotropismo positivo que poseen. Es útil en el estudio de larvas de Ancylostomideos, (Necator 

americanus y Ancylostoma duodenale)30.  

-Colocar entre 0,5-1,0 g de heces sobre el tercio medio de una tira del papel filtro y extender la 

muestra sin que llegue a al borde superior, ni inferior, luego colocar 2 ml de agua tibia en el tubo 

de ensayo e insertar la tira de papel de filtro que contiene la muestra fecal dentro del tubo, cuidando 

que el agua del fondo cubra el borde inferior del papel que quedó sin heces, quedando la porción 

de heces extendida fuera del agua (no mojar el extendido). 
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-El tubo con la preparación se coloca en una gradilla y se mantiene a 37 ºC durante 14 días. El nivel 

del agua se revisa diariamente y en el caso de la pérdida del agua por evaporación se procede a 

verificar si presenta larvas móviles en el sedimento. 

-Recoger una porción de sedimento con ayuda de una pipeta Pasteur y es colocada en una caja Petri 

para ser observada al microscopio estereoscópico.  

-Para el estudio de morfología diferencial de las larvas, la muestra es colocada en una laminilla con 

su respectivo cubreobjetos, o en ciertos casos se agrega Lugol al sedimento para inmovilizar las 

larvas, finalmente se procede a observar en el microscopio óptico 9,20. 

 

5.3.  Baermann (modificado): método utilizado para recobrar larvas de Strongyloides stercoralis 

de heces, suelo, tejidos etc.  

-Verter el agua a 37 °C dentro del vaso de sedimentación hasta 3 cm antes del borde.  

-Tomar aproximadamente 5 g de heces y envolverla con una gasa de 4 dobleces, se coloca la 

preparación dentro de un embudo que se introduce en vaso, la gasa debe tocar el agua, pero no 

estar sumergida del todo.  

-Dejar reposar durante 1 hora, tiempo suficiente para aislar las larvas de muestra fecal, luego 

colocar gotas del sedimento con la ayuda de una pipeta Pasteur colocar una gota sobre una laminilla 

para realizar su identificación en el microscopio10,20. 

 

7.   Técnicas alternativas 

 

7.1 TF-Test o Three Fecal Test: consiste en encontrar los parásitos aplicando la sedimentación 

por centrifugación, la muestra es recolectada durante 3 días alternos, el Kit está compuesto por 3 

tubos que contienen 5 ml de tampón neutro-solución formalina 10% 3. 

 

7.2 Flotac: esta técnica se basa en la flotación centrífuga de una suspensión de muestra fecal, de 

manera que la porción de suspensión flotante permite realizar el recuento de huevos34.  

El aparato Flotac es un dispositivo cilíndrico, termoplástico amorfo de policarbonato, este aparato 

está compuesto por la base, disco de transferencia y disco de lectura. También está compuesta por 

dos cámaras de 5 ml. 
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La solución conservante está compuesta de: 

-Formaldehído (CH2O), solución al 40%  

-Trihidrato de acetato de sodio (CH3COONa. 3H2O)  

-Ácido acético glacial (CH3COOH) 

Realizar una suspensión de heces, filtrar y colocar en un tubo cónico y luego centrifugar a 1500 

rpm por 3 minutos a temperatura ambiente. Desechar el sedimento y llenar el tubo con solución de 

flotación hasta el nivel de 11 ml. Homogenizar la preparación y llenar en las dos cámaras de 

flotación, después cerrar las cámaras y centrifugar durante 5 minutos a 120 RCF. Analizar las partes 

superiores de las cámaras de flotación bajo un microscopio. Esta técnica fue aplicada en el área de 

parasitología veterinarias en un principio, pero actualmente es realizada en heces humanas31. 

 

Heces de animales 

1. Examen directo: se realiza de manera similar a como es aplicada a las muestras de seres 

humanos28. Se deben colocar 2 gotas separadas de salina al 0,85% y Lugol en la lámina 

portaobjetos para homogeneizar la muestra fecal, colocar un cubreobjeto a cada preparación y 

proceder a observar en el microscopio óptico 35,36. 

 

2. Técnicas de concentración por sedimentación: 

2.1 Sedimentación espontánea:  

-Tomar 4 g de heces y colocar 10 ml de solución salina, homogenizar, luego se traspasa a un tubo 

cónico de plástico de 13 x 2,5 cm, de 50 ml de capacidad filtrando con doble capa de gasa.  

-Agregar solución salina fisiológica, se tapa el tubo para agitar durante 30 segundos y dejar reposar 

por 45 minutos, eliminar el sobrenadante y con una pipeta Pasteur tomar una gota de muestra del 

fondo del tubo. Luego colocar una gota de solución salina fisiológica y otra de Lugol en una lámina 

y agregar 1 gota de sedimento en cada una de ellas, mezclar y colocar las laminillas, para proceder 

a observar en el microscopio 21,36. 

 

2.2 Ritchie: se realiza de manera similar a como es aplicada en muestras de seres humanos, aunque 

en el caso de muestras de heces de rumiantes es necesario una filtración en malla de metal para 

retirar la celulosa de las heces37. 
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-Homogenizar 2g de heces en 10 ml de agua y filtrar con doble gasa, mientras el filtrado es recogido 

en un tubo cónico de 15 ml.  

-Centrifugar a 2.500 rpm durante 1 minuto, el sobrenadante se decanta agregando 10 ml de agua 

destilada a 45°C, más 100 µl de detergente neutro (Tween 20).  

-Repetir el procedimiento por duplicado hasta observar el sobrenadante limpio.  

-Decantar el sobrenadante, tomar una gota de sedimento y colocar en una lámina, añadir una gota 

de Lugol, mezclar y colocar un cubreobjeto para luego proceder a observar en el microscopio37,38. 

 

2.3 Sedimentación simple de Tello:  

Homogenizar muestra fecal con solución fisiológica hasta que se torne pastosa, luego trasvasar a 

una copa de sedimentación usando un colador de malla fina de manera que filtre la celulosa de las 

heces. Llenar con agua hasta el tope de la copa, homogenizar y dejar sedimentar durante 30 

minutos, volver a decantar y llenar la copa (repetir este paso hasta ver la transparencia del 

sobrenadante). Centrifugar a 2.000 rpm durante 1 minuto, decantar y guardar 3 ml de sedimento39. 

 

3.  Técnicas de concentración por flotación:  

3.2 Faust: consiste en omitir la centrifugación, pues se basa en el principio de gravidez de los 

huevos y quistes, mediante la suspensión en agua en la primera fase para lavar la muestra fecal y 

eliminar sustancias hidrosolubles y en la segunda fase utiliza una solución de sulfato de zinc 

permitiendo así la flotación de formas parasitarias40, 41. 

1era Fase; homogenizar 3g de heces con 10-20 ml de agua, luego filtrar con ayuda de una gasa de 

dos dobleces. Agregar agua hasta 1 cm debajo del borde del tubo y dejar sedimentar durante 20 

minutos, eliminar el sobrenadante, repetir el mismo procedimiento hasta ver el líquido claro. 

1da Fase; colocar el sedimento en un tubo de 13 x 100 ml. Agregar solución de sulfato de zinc, 

homogenizar y completar la solución hasta formar el menisco que sobre salga del tubo.  

Colocar el cubreobjeto sobre el menisco y dejar reposar por 20 minutos. Después del tiempo 

requerido se retira el cubreobjeto y se coloca sobre una lámina para proceder a realizar la 

observación en el microscopio40,41. 

 

4. Técnica de cultivo o aislamiento de larvas 
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4.2 Baermann (modificada): colocar la muestra de heces sobre una capa de gasa doble, atar con 

un hilo para evitar derrames, sostener esta preparación sobre un embudo que se sumerge en un 

recipiente que contiene suero fisiológico tibio (26°C). Se procede a incubar a 26°C durante 10 días 

para obtener lavas filariformes. Se pipetea muestra desde el fondo del recipiente y se coloca en una 

lámina con cubreobjetos para proceder a observar en el microscopio22,42. 

 

5. Técnicas de cuantificación de huevos:  

5.1 Gordon y Whitlok: se basa en el diagnóstico de nemátodos gastrointestinales de rumiantes y 

equinos, se obtiene resultados de intensidad medida en huevos por gramo de heces (hpgh).  

Pesar 4g de heces en una gasa, colocar la muestra en un vaso de precipitado, más 60 ml de solución 

saturada (azúcar, sal o sulfato de magnesio); filtrar (gasa-colador), mezclar el filtrado, colocar 

muestra en las dos áreas de la cámara MacMaster, dejar reposar de 1-2 minutos, realizar el conteo 

de huevos de ambas áreas de la cámara. Se realiza la suma de las dos áreas, después se multiplica 

por 100, de esta manera se obtiene la cantidad de huevos por gramo de heces. En este caso 100 es 

el factor de multiplicación de acuerdo a la proporción de heces examinadas, por lo tanto, quiere 

decir que cada área de recuento de la cámara equivale a una centésima de 1 gramo de heces. En el 

caso de heces pastosas el factor debe ser 200 y 600 en heces líquidas 22,23,43.   

 

Insectos 

1. Técnica de sedimentación:  

Colocar 2 ml de solución salina fisiológica en el recipiente que contiene los vectores a estudiar, 

agitar durante 2-3 minutos, y remover los insectos, dejar reposar el líquido resultante para su 

sedimentación durante 2-3 horas. Puede centrifugar a 1.700 rpm durante 3 minutos, decantar el 

sobrenadante y tomar muestra del sedimento, colocar en una lámina con una gota de Lugol para la 

observación microscópica15,24,44,45. 

 

-Para identificar parásitos contenidos en el tracto digestivo del artrópodo se extrae el intestino del 

insecto y macera en solución salina fisiológica. Cuando no se conoce esta técnica entomológica, es 

válido realizar un lavado con solución salina fisiológica que garantice la eliminación de los 
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enteroparásitos adheridos a la superficie del cuerpo, también, pueden eliminarse alas y patas para 

disminuir la probabilidad de visualizar formas parasitarias adheridas en la superficie.  

-Con un mortero de porcelana, se tritura el insecto con solución salina fisiológica, hasta lograr un 

macerado homogéneo, se filtra el líquido resultante en una doble capa de gasa, para dejar reposar 

durante 2 o 3 horas en un tubo, para lograr la sedimentación espontánea de los parásitos. Sí no 

dispone de tiempo, puede centrifugar durante 3 minutos a 3.000 rpm para obtener el sedimento.  

En el caso de obtener muestra centrifugada se decanta el sobrenadante y se obtiene el sedimento, 

se añade 4 gotas de formol al 10% para evitar la proliferación de microorganismos.  

-En el caso de sedimento espontáneo, se toma una muestra del fondo del recipiente con una pipeta 

Pasteur, las dos primeras gotas las devuelve al tubo y la tercera gota la coloca entre porta y 

cubreobjeto para realizar la observación microscópica con 100 y 400 aumentos 15,24,44,45. 

 

2. Kinyoun:  

Dejar secar una gota de sedimento, fijar con metanol por 30 segundos. Se introduce en carbol-

fucsina por 10 minutos, luego lavar con agua destilada. Decolorar con alcohol-ácido clorhídrico 

por 30 segundos, luego lavar con agua destilada. Dejar secar a temperatura ambiente y proceder a 

observar en el microscopio. Para la búsqueda específica de coccidios intestinales es indispensable 

medir los ooquistes redondos para diferenciar los tamaños de Cryptosporidium (4-6 µ) de 

Cyclospora (7-10 µ) utilizando un ocular calibrado 15,24,44,45.  

 

Métodos inmunológicos:  

Suero humano 

1.   Ensayo Inmunoenzimático (ELISA); es una excelente técnica para la determinación 

cuantitativa de anticuerpos IgA, M y G principalmente. Las especificaciones de uso vienen 

contenidas en el kit25.   

Inmuno Fluorescencia Indirecta (IFI): es una técnica inmunológica que muestra excelente 

sensibilidad y especificidad, sin embargo, requiere del microscopio de fluorescencia y reactivos de 

alto costo, por esta razón, generalmente no se realiza en laboratorios de rutina16. 
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Alimentos 

1. Sedimentación espontánea:  los vegetales son colocados en fundas de polietileno estéril con 

100 ml de agua destilada para ser lavadas, luego se extraen las hojas de cada vegetal, o se cortan 

en trozos las verduras, se lavan con un pincel en un recipiente con 1,5 ml de detergente neutro 

(Polisorbato 20/Tween al 20%) diluido en 150 ml de agua destilada. Luego el agua resultante es 

filtrada en un vaso cónico de 250 ml, para dejar sedimentar durante 24 horas. En cada portaobjeto 

se coloca 10 µl de sedimento y una gota de Lugol, para proceder a examinar bajo un microscopio 

óptico 11,46,47,48.   

 

2. Faust: es una técnica de flotación por centrifugación. Se toma una parte del sedimento para 

colocarlo en un tubo, más dos tercios de agua, se procede a centrifugar hasta ver el sobrenadante 

limpio, eliminar el sobrenadante y agregar sulfato de zinc al 33.3%, centrifugar a 2.500 rpm, 

durante 5 a 10 minutos, tomar muestra de la parte superficial con un gotero y colocar en una lámina 

con Lugol, cubrir con laminilla y analizar al microscopio 26,27,49,50. 

 

3.  Kinyoun:  

-Dejar secar una gota de sedimento, fijar con metanol por 30 segundos. 

-Se introduce en carbol-fuina por 10 minutos, luego lavar con agua destilada.  

-Decolorar con alcohol-ácido clorhídrico por 30 segundos, luego lavar con agua destilada 

-Dejar secar a temperatura ambiente y proceder a observar en el microscopio28,49,50. 

 

4. Inmunofluoresencia: recoger hojas de los vegetales y lavarlas en un baño ultrasónico durante 

5 minutos con 1 litro de detergente compuesto por Tween 80 (0,1%), formaldehído (2,5%) y 

duodecil sulfato de sodio (0,1%), retirar los vegetales y repetir procedimiento. Concentrar la 

solución del lavado restante, por centrifugación a 1.200 rpm durante 10 minutos. El sedimento se 

transfiere a un tubo con 25 ml de solución Sheater y es centrifugado a 1.200 rpm por 30 minutos 

con el objetivo de aclarar el sedimento. Se retira 7 ml del fluido de la interfase y se deposita en un 

tubo. Luego se completa el mismo volumen con detergente Tween 80 (1%). Este proceso se repite 

dos veces luego se procede a analizar en el microscopio añadiendo Lugol concentrado51.  
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Técnicas aplicadas en muestras no biológicas 

 

Agua. 

1. Sedimentación espontánea:  

Dejar sedimentar el agua por 1 hora, con una pipeta tomar muestra del fondo del recipiente y 

colocar dos gotas separadas en un portaobjetos, la una gota se analizará con Lugol y se procede a 

analizar las muestras con ayuda de un microscopio 6,7,52. 

 

1.1. Bailenger (modificado):  

-Dejar sedimentar el agua durante 24 horas en un recipiente plástico de paredes lisas con capacidad 

suficiente para los 20 L de agua que deben ser concentrados.  

-Eliminar el sobrenadante sin remover el sedimento, transferir el sedimento a tubos para centrifugar 

a 1.000 rpm durante 5 minutos, enjuagar el sedimento con la solución de Tween 80 (0,1%). 

-Descartar el sobrenadante, lavar con solución Tween 80 (0,1%) y volver a centrifugar 

-Resuspender el sedimento en igual volumen de buffer acetoacético con pH 4,5  

-Agregar acetato de etilo o éter, este debe ser el doble del volumen del buffer, mezclar y volver a 

centrifugar, al culminar el procedimiento, el agua estará separada en 3 fases diferentes: sedimento, 

capa de buffer y una capa oscura y espesa de acetato de etilo o éter, medir el volumen del sedimento, 

descartar el sobrenadante.  

-Resuspender el sedimento en 5 volúmenes de solución de Sulfato de Zinc, es decir, si el sedimento 

tiene 1ml agregamos 5 ml que resulta 1,5 ml para realizar el montaje en la cámara McMaster.  

-Tomar una alícuota y colocar en la cámara, dejar sedimentar durante 5 minutos antes de observar. 

Para la microscopía se examina bajo los objetivos 10 y 40x 6,53.  

 

Suelo 

1. Sedimentación: pesar 50 g de muestra de suelo y disolver en 100 ml de agua destilada estéril, 

agitar 10 minutos, filtrar con doble capa de gasa y colocar en tubos Falcón de 50 ml de capacidad, 

centrifugar a 1.000 rpm durante 15 minutos, decantar el sobrenadante y colocar formalina al 10% 

en cantidad que duplique al sedimento, homogenizar con ayuda de un vórtex, de manera que el 
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sedimento se resuspenda y quede una solución homogénea, dejar reposar y realizar el 

procedimiento de montaje de la muestra del sedimento para su observación microscópica 14,54. 

2. Flotación:  

2.1 Faust: mezclar 100 g de muestra de suelo con 250 ml de agua a 30ºC en un envase de suficiente 

capacidad para el ensayo. Para centrifugar se reparte la mezcla en tubos Falcón de 50 ml, para 

proceder a centrifugar durante 3 minutos a 3000 rpm. Eliminar el sobrenadante, y agregar de 2-3 

ml de agua y volver a centrifugar, repetir de 3-4 veces hasta obtener un sobrenadante claro, luego 

se trasvasan a tubos de 12 ml de capacidad se añaden 4 ml de solución de sulfato de zinc al 33,3% 

a cada uno, para proceder a centrifugar a 3.000 rpm durante 3 minutos, añadir sulfato de zinc hasta 

el borde del tubo, colocar el cubreobjetos sobre el menisco que sobrepasa el borde del tubo y dejar 

reposar 15 minutos, retirar el cubreobjetos y colocar 1 gota de Lugol para proceder a observar al 

microscopio 54,55. 

 

2.2 Willis:  

-Lavar 100 g de muestra de suelo con 250 ml de agua destilada estéril, filtrar en un colador 

metálico, el filtrado resultante mezclar con 10 ml de solución saturada homogenizar y volver a 

filtrar con una gasa 14,55. 

-El líquido resultante llenar completamente el tubo y colocar un portaobjeto sobre ella permitiendo 

el contacto del líquido y el portaobjeto. 

-Esperar de 5 a 10 minutos para que los quistes o huevos floten y se adhieran al portaobjetos. 

-Retirar el portaobjetos y colocar una gota de Lugol y el cubreobjetos para proceder a analizar la 

muestra bajo un microscopio 14,55. 

 

2.3 Baermann:  

-En una copa de sedimentación de un 1L, colocar un filtro de 0,75 mm de apertura de poro, más 4 

gasas entrecruzadas por encima del primer filtro.  

-Agregar la muestra de suelo y enjuagar con agua tibia, el líquido resultante es colocado en la copa 

de sedimentación, agregar agua templada hasta que llegue al fondo de la muestra, dejar reposar 24 

horas, retirar el filtro, decantar el sobrenadante y obtener el sedimento para colocar en una placa 
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Petri para realizar la búsqueda de las larvas aisladas con la técnica mediante el análisis en el 

microscopio óptico56.57. 

 

2.4 Sheather:  

Mezclar 3 g de muestra de suelo con 20 ml de solución de Sheather, homogenizar, filtrar y depositar 

en tubos de ensayos de 10 ml hasta observar un menisco dejar reposar 5 minutos. Colocar un 

cubreobjeto en el menisco del tubo sin formar burbujas de aire, dejar reposar 2 minutos. 

Transcurrido el tiempo, tomar el cubreobjeto y colocarlo en una lámina portaobjeto para analizar 

en el microscopio 58.59. 
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Tabla 1: Comparación de técnicas para determinar enteroparásitos en muestras biológicas y no biológicas 

. 

MUESTRA 

BIOLÓGICAS NO BIOLÓGICAS 

Heces de 

humanos 

Heces de 

animales 
Insectos Alimentos 

Suero 

humano 
Agua Suelo 

Examen directo 
Solución salina, 

Lugol 

Solución 

salina, Lugol 

     

Técnicas de 

sedimentación 
Espontánea 

Richie 

Espontánea 

Richie 

Simple Tello 

Espontánea 

Centrifugación 

Espontánea 

Centrifugación 

 

Centrifugación 

Espontáneas 

Centrifugación 

Espontáneas 

Centrifugación 

Concentración 

por Flotación 

Willis, Faust, 

Sheather 
Faust  Faust 

  Faust, Willis, 

Sheather 

Técnicas 

especiales 

Graham 

(Técnicas 

Alternativas) 

  Inmunofluores

cencia  

Métodos 

inmunológicos 

(ELISA) 

Bailenger 

modificado 

 

 

Aislamiento de 

larvas 

Baerman  

 Cultivo en 

carbón vegetal 

Baermann  

 

    Baermann 

 

Cultivo de 

larvas   
Harada-Mori 

      

Conteo de 

huevos  

Kato-Katz 

Stoll-Hausheer 

Gordon y 

Whitlok 

     

Tinción 

Kinyoun 

Hematoxilina 

férrica 

Kinyoun Kinyoun Kinyoun  Kinyoun Kinyoun 
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Análisis e interpretación 

 

Las heces de los humanos, se deben analizar con un examen directo, las técnicas de concentración 

más utilizadas son las de sedimentación, la sedimentación espontánea debido a la facilidad del 

procedimiento y el bajo costo, seguida de Richie. Para la concentración por flotación se usa Willis, 

Faust y Sheather. Como técnicas especiales se aplica Graham, para cultivar larvas se usa Harada-

Mori, mientras que, para el aislamiento o recuperación de larvas de Strongyloides stercoralis, se 

usa Baermann. La cuantificación de huevos en muestras fecales formadas se realiza a través de la 

técnica de Kato-Katz, y cuando las heces son líquidas se utiliza Stoll-Hausheer. Las coloraciones 

realizadas frecuentemente son:  Lugol, Kinyoun y Hematoxilina férrica.  

 

Para las heces de animales también se realiza el examen directo, las técnicas de concentración más 

utilizadas son Ritchie, sedimentación simple y Tello. Como técnicas de concentración por flotación 

se aplican Willis y Faust. Recuperar larvas se usa de rutina Baermann, para el conteo de huevos 

Gordon y Whitlok, de igual manera que en muestras de humanos se usa la tinción de Kinyoun para 

determinar coccidios.  

 

En el caso de los insectos, la detección de parásitos se realiza preferiblemente con muestras 

obtenidas por sedimentación espontánea, cuando se requiere acortar los tiempos se realiza la 

centrifugación, por otra parte, la tinción de Kinyoun es indispensable para el reconocimiento de 

coccidios. 

 

Para aumentar la probabilidad de visualizar las formas parasitarias presentes en vegetales: frutas, 

verduras y hortalizas se recomienda concentrar el agua con la que se han lavado, la mayoría de los 

autores de los artículos publicados, se prefiere el empleo de técnicas de sedimentación, que 

garantizan la concentración de todas las formas parasitarias incluyendo los huevos grandes y 

pesados que se pierden en las técnicas de flotación.  Como pruebas especiales, se usan en el análisis 

de alimentos la determinación de Igs por inmunofluorescencia 
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El agua suele analizarse después de concentrar las muestras por sedimentación espontánea o 

lograda por centrifugación. La técnica de Bailenger se usa en algunos casos, no se emplean de 

rutina porque se requieren reactivos que aumentan el costo de las pruebas. 

 

Para la recuperación de parásitos de muestras de tierra o arena recolectadas del suelo no suelen 

emplearse técnicas de sedimentación, porque los sedimentos son muy sucios debido a las partículas 

de tierra o los granos de arena que precipitan. Se prefieren las técnicas de flotación como Willis, 

Faust y Sheater, con las que se pueden recuperar formas parasitarias pequeñas, como quistes, 

ooquistes o huevos livianos. Para el aislamiento de larvas de nemátodos se utiliza la técnica de 

Baermann, así como, la tinción de Kinyoung para visualizar coccidios. 

 

Vásquez, realizó un estudio de enteroparásitos en heces en niños menores de 11 años, para lo cual 

aplicó el examen directo con solución salina fisiológica y Lugol. También aplicó la técnica de 

Graham para el diagnóstico de Enterobius vermicularis, para concentrar las muestras utilizó Richie 

para detectar protozoos, así como, huevos y larvas de helmintos18. Mientras que, Murillo et al., 

realizaron un estudio de parásitos intestinales en habitantes de 0 a 20 años de la parroquia El 

Anegado, cantón Jipijapa en la provincia de Manabí, para determinar la prevalencia de parásitos 

en la población. Para lo cual, solo se aplicó la técnica directa en muestra de heces por microscopía 

12.  Consideramos, que sí estos investigadores hubieran aplicado simultáneamente Kato-Katz y 

alguna técnica de concentración por sedimentación, el porcentaje de parasitismo hubiera resultado 

mayor. 

 

Asimismo, Mera et al., realizaron un estudio de enteroparásitos en un pueblo de Lambayeque para 

determinar su distribución, mientras que para el análisis del estudio se aplicó el método directo con 

solución salina y Lugol, también aplicó la sedimentación espontánea y Baermann modificado56. 

Cabe recalcar que toda investigación de parásitos, es indispensable la aplicación de la técnica 

directa con solución salina y Lugol, queda claro que, para una mejor búsqueda de formas 

parasitarias es necesario la utilización de otras técnicas. 
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Benavides et al., realizaron un estudio de identificación de huevos de Toxocara spp., en zonas 

verdes de conjuntos cerrados del municipio de Pasto-Colombia. Para lo que aplicaron la técnica de 

Sheather, cabe mencionar que la técnica utilizada es bastante eficaz, debido a que se encontraron 

otras formas parasitarias de los géneros Ancylostomideos spp., Dipilydium spp., Entamoeba spp., 

spp., Strongyloides spp., Eimeria spp.,57 con la ventaja adicional que luego de aplicar la técnica de 

Sheather se pudo cuantificar los huevos por gramo de muestra de suelo, con la utilización de cámara 

de MacMaster.  

 

Asimismo, Romero et al., comprobaron la presencia y viabilidad de huevos de Toxocara spp., en 

el suelo de parques públicos, para lo que se utilizaron técnicas de flotación y sedimentación, 

mientras que, para la cuantificación de estos, se utilizó la cámara de McMaster58.  

 

Por otra parte, Apóstol et al., detectaron huevos de Toxocara sp., en suelos de tres parques públicos, 

para lo cual emplearon la técnica de Willis modificada, aumentaron la flotabilidad de los huevos 

de Toxocara sp aplicando solución hipersaturada de glucosa59. Benavides et al., y Romero et al., 

coinciden en la utilización de cámara de MacMaster para la cuantificación de huevos de Toxocara 

sp., dato que se utiliza como un indicador del grado de contaminación de suelo con heces de cánidos 

o felinos.  

 

Muñoz y Rodríguez, estudiaron los agentes bacterianos y parasitarios en la mosca común Musca 

doméstica. El procedimiento para obtener el sedimento que contiene los parásitos comienza con el 

lavado con solución fisiológica en tubos estériles, donde se realizan movimientos de agitación para 

de esta manera desprender los parásitos de la superficie del insecto. También se realizó el macerado 

del cuerpo del insecto para extraer parásitos de su tracto intestinal, el sedimento se obtuvo mediante 

sedimentación espontánea, para analizar se usó solución fisiológica y Lugol, aunque para 

determinar coccidios se realizó la tinción de Kinyoun. Para el diagnóstico bacteriano se realizaron 

cultivos en los agares Mac Conkey, EMB-Levine, Salmonella-Shigella y TCBS, donde se aisló un 

mayor número de especies 40.  

 

Velásquez, para estudiar los parásitos transportados por las moscas de una comunidad, realizó el 

lavado y el macerado de los insectos para obtener parásitos de la superficie y del tracto intestinal, 
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en este caso se obtuvo el sedimento mediante centrifugación, también se realizó el examen directo 

con suero fisiológico y Lugol 39.  

 

Traviezo et al. Realizaron un estudio para determinar la contaminación de enteroparásitos en 

moscas, para ello también realizaron el lavado, aunque este caso no se realizó el macerado, porque 

según los investigadores, los parásitos del tracto digestivo de la mosca se desprenden con la 

agitación vigorosa, también usaron la centrifugación para obtener el sedimento y no se realizó la 

tinción de Kinyoun15.  

 

Cazorla, et al., realizaron el aislamiento de parásitos intestinales en la cucaracha americana, y para 

ello también se aplicó el lavado con solución fisiológica para desprender parásitos de la superficie 

del insecto, el líquido resultante se dejó sedimentar espontáneamente, luego con centrifugación, 

para su análisis se usó solución fisiológica y tinción Kinyoun para la visualización específica de 

ooquistes de coccidios intestinales, que fueron identificados de acuerdo a su tamaño que se midió 

con un ocular calibrado 38.  

 

A diferencia de los demás autores para determinar parásitos del tracto digestivo de las moscas, 

estas son fijadas con alfileres en una placa Petri rellena de parafina y disecadas bajo un microscopio 

estreoscópico, luego el tejido disecado es macerado en solución salina fisiológica. Se puede 

analizar que todos los autores realizan un lavado y macerado para separar parásitos del insecto, no 

obstante, para el análisis de parásito en cucaracha el tracto digestivo es disectada para proceder a 

macerar, a pesar de que la minoría no realiza la maceración, ni la tinción de Kinyoun, así como 

tampoco realiza cultivos del sedimento, a pesar de que este método permite aislar más 

microorganismos 

 

Giraldo y Guatimboza, realizaron un estudio de comparación de dos técnicas utilizado, mencionan 

que la implementación de la técnica de Kato-Katz con fijador SAF es una herramienta valiosa en 

el trabajo de campo, debido a que permite conservar las muestras y realizar la lectura sin alterar los 

resultados, gracias a la fijación de SAF que da estabilidad a la forma de estadios infectivos de 

helmintos, mientras con el concentrado de Ritchie-Frick corre el riesgo de incurrir al diagnóstico 

de falsos negativos para helmintos, pero este método es útil para la identificación de estadios 
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infectivos  de protozoos, por lo tanto, se concluye que la técnica de Kato-Katz es específica para 

identificar huevos de helmintos, mientras que, el concentrado de Ritchie-Frick permite la 

identificación de estadios infectivos de protozoos 26.  

 

Soares et al., realizaron una revisión, donde fue comparado cada principio de las técnicas 

convencionales y las nuevas técnicas alternativas, permitiendo de esta manera conocer la 

importancia de cada una de ellas en la determinación de parásitos. Las técnicas alternativas 

tampoco presentan una eficacia de 100%, debido a que es necesario aplicar los métodos 

convencionales para mejorar su sensibilidad3, por lo tanto, este planteamiento coincide con lo 

expuesto por los demás autores. Por otra parte, se puede describe que dos autores indican que la 

técnica de Kato-Katz es la más utilizada para complementar la detección de parásitos, asociada a 

la aplicación del examen directo y la de Ritchie-Frick. 

 

También mencionan, que la técnica de laboratorio más utilizada para diagnosticar parásitos es el 

examen directo, pero que, con la aplicación única, se corre el riesgo de pasar por alto, casos 

positivos en pacientes con cargas parasitarias bajas, asimismo, en casos de investigaciones de 

parásitos, se sugiere complementar con técnicas de concentración, debido a que aumenta el 30% 

de sensibilidad, pues el uso de Richie-Frick es utilizado en los laboratorios clínicos, por ser sencilla 

y económica. Para finalizar, cabe mencionar que las técnicas a utilizar varían de acuerdo a su 

finalidad, en los laboratorios clínicos de rutina se aplican técnicas convencionales, mientras que, 

los laboratorios clínicos especializados o los de investigación aplican técnicas especiales que se 

acoplen al estudio requerido.  
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CONCLUSIONES:  

 

-El conocimiento de las técnicas de detección de parásitos intestinales, permite a los laboratoristas 

emplear de manera correcta los diferentes procedimientos de análisis en las investigaciones clínicas 

y también la integración en los estudios epidemiológicos realizados para esclarecer fuentes de 

infección, reservorios, vectores y vehículos de parásitos intestinales, de manera que esta 

investigación contribuye al diagnóstico de parasitosis,  proporcionando información útil para los 

programas sanitarios de control integrado de parásitos, mejorando la calidad de vida de los 

pobladores rurales y urbanos, debido a que la parasitosis intestinal es conocida como un problema 

de salud pública a nivel mundial. 

 

-La técnica de Kato-Katz, es aplicada en muestras biológicas y debido a la eficacia es recomendado 

para estudios epidemiológicos de helmintos intestinales, sin embargo, la consistencia de las heces 

limita su sensibilidad, por tal motivo, es complementada con otras técnicas. Mientras que, en el 

análisis de muestras no biológicas, se usa la cámara de McMaster para el conteo de huevos. Por lo 

tanto, la aplicación de técnicas de detección de parásitos intestinales en muestras biológicas y no 

biológicas son importantes para el diagnóstico de parasitosis y esclarecer las condiciones 

epidemiológicas que determinan la transmisión de parásitos. 

 

-De acuerdo al cuadro comparativo, la sedimentación y la concentración de la muestra es un pilar 

fundamental para la investigación de parásitos, debido a que es aplicada tanto en muestras 

biológicas y no biológicas, aunque para ello, el procesamiento es diferente de acuerdo al tipo de 

muestra, como en el caso de los insectos que necesitan ser enjuagadas o maceradas para obtener el 

sedimento con parásitos a diferencia de las demás muestras, esto debido a las características físicas 

de cada muestra. 
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ANEXOS 

Figura 1: Inserto Stronyloides stercoralis 
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Figura 1.2: Inserto de Strongyloides estercoralis 
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Figura 1.3: Inserto de Stronguiloides stercoralis 
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                                 Figura 2: Ilustración de técnica de Baermann 

 

Fuente: Devera et al54. 
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Figura 3: Procedimiento de TF-Test 

 

Fuente: http://www.labdel.com.br/shop/tf-test-o-mais-sensivel-do-mercado/ 


