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La presente contribución tuvo como objetivo establecer las premisas para realizar la toma, conservación y
envío de muestras para el diagnóstico parasitológico en aves; así como para la correcta interpretación de los resultados
emitidos por el laboratorio. Los países tropicales reúnen las condiciones climáticas ideales para el desarrollo de los parásitos,
sus formas de dispersión y hospederos intermediarios durante todo el año, por lo que las afectaciones parasitarias son muy
frecuentes. Se han reportado pérdidas en la producción de carne y huevo cuando existen altas infestaciones de parásitos en las
aves de producción. La base de cualquier programa de control lo constituye un acertado diagnóstico, pero a su vez, este
último depende de la correcta toma y envío de muestras. Igualmente se necesita la correcta interpretación de los resultados
del laboratorio por parte del personal veterinario de las granjas, de manera tal que puedan implementar las medidas efectivas
para el control de las parasitosis. Esta situación se agrava al tener en cuenta el incremento acelerado de la resistencia
antiparasitaria en los últimos años. Bajo estas condiciones es necesario comprender la importancia del control estratégico de
parásitos y plagas, que no implica la erradicación de los mismos sino mantener pequeñas poblaciones que no ocasionen daños
perceptibles en la salud y el comportamiento productivo de los animales mediante la utilización inteligente de los
antiparasitarios. Estos resultados nos conducirán a obtener diagnósticos confiables, y proporciona elementos que permitirán
el uso estratégico de los antiparasitarios disponibles.

muestreos, helmintos, coccidias, ectoparásitos, aves.

This study was aimed at establishing the guidelines for the collection, preservation and submission of samples
for parasitological diagnosis in poultry, as well as for the correct interpretation of the results issued by the laboratory.
Tropical countries have ideal climatic conditions for the development of parasites, their forms of dispersion and intermediate
hosts throughout the year, thus parasite infestations are very frequent. Losses in meat and egg production have been reported
when there are high parasite infestations in poultry production. The basis of any control program is an accurate diagnosis, but
in turn, the latter depends on the correct collection and submission of samples. Likewise, the correct interpretation of the
laboratory results by the veterinary personnel of the farms is also needed, in such a way that they can implement effective
measures to control parasitosis. This situation becomes more serious when taking into account the accelerated increase of
antiparasitic resistance in the last years. Under these conditions, it is necessary to understand the importance of strategic
control of parasites and pests, which does not imply their eradication, but to maintain small populations that do not cause
perceptible damage to the health and productive behavior of animals, through the intelligent use of antiparasitic agents. These
results will lead us to obtain reliable diagnoses and provide elements that will allow the strategic use of the available
antiparasitics agents.

sampling, helminths, coccidia, ectoparasites, birds.

 
INTRODUCCIÓN

Numerosas son las enfermedades que afectan a las
aves en las granjas de producción intensiva a nivel
mundial, entre ellas se encuentran las parasitarias. Se
han reportado pérdidas en la producción de carne y
huevo cuando existen altas infestaciones de parásitos
en las aves de producción (1). Según su localización
en el hospedero, los parásitos se clasifican en externos
e internos. Los externos se hallan mayormente repre‐
sentados por numerosas especies de ácaros y piojos.

Mientras que entre los internos se destacan los proto‐
zoarios y helmintos (2, 3).

Los países tropicales con temperaturas promedios
anuales superiores a 25 0C y una humedad relativa por
encima del 70 %, reúnen las condiciones climáticas
ideales, para el desarrollo de los parásitos, sus formas
de dispersión y hospederos intermediarios durante to‐
do el año (3,4) por lo que las afectaciones de etiología
parasitaria son frecuentes y en muchas ocasiones se
presentan infestaciones por diferentes especies de pa‐
rásitos (5).
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La base de cualquier programa de control lo cons‐
tituye un acertado diagnóstico, pero a su vez, este
último depende de una correcta toma y envío de
muestras al laboratorio (5). Las muestras deben ser
representativas, en cantidad suficiente, se colectarán
en los horarios adecuados según ciclo biológico del
parásito y directamente del hospedero para que estén
frescas. Las altas temperaturas aceleran el desarrollo
de las formas invasivas, incrementando la posibilidad
de errores en la correcta identificación de las especies
parásitas. El tiempo transcurrido desde la toma de la
muestra hasta su análisis en el laboratorio, debe ser el
mínimo posible y cumplir estrictamente las condicio‐
nes de conservación requeridas (5, 6).

Igualmente se necesita la correcta interpretación de
los resultados del laboratorio por parte del personal
veterinario de las granjas, de manera tal que puedan
implementar las medidas efectivas para el control de
las parasitosis. Esta situación se agrava si se tiene en
cuenta el incremento acelerado de la resistencia anti‐
parasitaria en los últimos años. Bajo estas condiciones
es necesario comprender la importancia del control
estratégico de parásitos y plagas, que no implica la
erradicación de los mismos sino mantener pequeñas
poblaciones que no ocasionen daños perceptibles en la
salud y el comportamiento productivo de los animales
mediante la utilización inteligente de los antiparasita‐
rios disponibles (2, 7).

El control de las enfermedades parasitarias depen‐
de del diagnóstico preciso y oportuno de los agentes
etiológicos, a fin de establecer el correcto y eficaz
tratamiento que permita mejorar la rentabilidad de la
unidad productiva (1). A su vez, para obtener diagnós‐
ticos certeros es indispensable realizar una correcta
toma y envío de muestras al laboratorio (2). Lamen‐
tablemente si ocurren dificultades durante la toma y
envío de muestras para el diagnóstico parasitológico,
se afectará la calidad del diagnóstico. Igualmente, si
existen deficiencias en la adecuada interpretación de
los resultados del laboratorio por parte del personal
veterinario de las granjas, aumentará el número de
tratamientos inadecuados, lo que a su vez favorecerá
la aceleración de la resistencia antiparasitaria e incre‐
menta los gastos económicos.

Por tales razones los objetivos propuestos son esta‐
blecer las premisas para realizar una correcta toma,
conservación y envío de muestras para el diagnóstico
parasitológico en aves; así como para la correcta inter‐
pretación de los resultados emitidos por el laboratorio
por parte del personal veterinario de las granjas avíco‐
las.

PARTE ESPECIAL

Ectoparásitos

Los ectoparásitos que afectan a las aves están re‐
presentados por numerosas especies de ácaros y pio‐

jos malófagos (8). Estos artrópodos en infestaciones
intensas interfieren en la nutrición y descanso de las
aves, provocando intenso prurito, irritación, disminu‐
ción del consumo y la producción de huevos (9, 10,
11). Otro aspecto que incrementa la patogenicidad del
parasitismo externo resulta ser la común presentación
de brotes mixtos (1), con la participación de hasta tres
y cuatro especies de ectoparásitos en una misma ave
(5).

Las infestaciones por ectoparásitos en aves, son
abundantes y muchas veces se presentan en forma
grave y muy grave. Se reportan prevalencias entre 90
% (8), hasta 95 y 98,3 % (12, 13). Al estudiar el efecto
negativo de los ectoparásitos, en los indicadores bio‐
productivos de gallinas ponedoras en Cuba, se encon‐
tró diferencias significativas en el porciento de postura
y huevo por ave entre el grupo control y los grupos
tratados con diferentes ectoparasiticidas (12). Las Fig.
1 y 2 muestran la especie de piojo y ácaro (Menopon
gallinae y Megninia ginglymura) más frecuentes en
Cuba.
 

Figura 1. Piojo Menopon gallinae, el más
común en gallinas en Cuba. / Menopon gallinae,

the most common louse in hens from Cuba.
 

Figura 2. Ácaro plumícola Megninia ginglymura, el
más común en gallinas en Cuba. / Megninia ginglymura,

the most common feather mite in hens from Cuba.
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Toma y envío de muestras al laboratorio

Para el diagnóstico de parásitos externos resulta
conveniente tomar la muestra del ave viva (14, 15).
Gran parte de los ectoparásitos que afectan a las aves
realizan un parasitismo permanente, excepto moscas
y algunas especies de ácaros hematófagos (14). El
parasitismo permanente implica que los parásitos de‐
sarrollan todo su ciclo biológico sobre su hospedero
(5, 16). Sin embargo, si ocurre la muerte del huésped,
disminuye la temperatura corporal y la mayoría de los
parásitos externos migran en busca de otro hospedador
que le garantice su supervivencia (5).

Por lo anteriormente explicado se entiende que el
envío de cadáveres al laboratorio para el diagnóstico
de ectoparásitos, brinda información muy limitada so‐
bre el comportamiento de las poblaciones de ectopa‐
rásitos. Por lo cual es necesario tener en cuenta que
los resultados obtenidos en cadáveres, incluyen el ha‐
llazgo de falsos negativos hasta niveles de infestación
inferiores a los que el hospedero realmente poseía; en
dependencia de las especies de parásitos implicadas,
pues hay especies de mayor capacidad de desplaza‐
miento que otras y del tiempo transcurrido desde la
muerte del hospedero. A mayor tiempo, mayor posibi‐
lidad de migración, lo que se traduce en resultados
menos confiables (5).

Algo similar sucede con el envío de plumas, aun‐
que se hayan tomado del ave viva, si éstas no son
conservadas adecuadamente, durante el tiempo que se
demoran en trasladarse al laboratorio, los ectoparási‐
tos asumen la muerte del hospedero y comienzan los
desplazamientos para obtener un nuevo hospedador.
Los parásitos externos poseen diferentes microhábitat
dentro de un mismo hospedero, por lo que se deben
tomar plumas de diferentes regiones del cuerpo (5).

Existen diferentes métodos para la toma de muestra
a partir de plumas del ave viva:

• Empleo de cámaras de fumigación: se colocan las
aves en cámaras de fumigación previamente modi‐
ficada para preservar la vida del ave durante el pro‐
cedimiento. Estas cámaras pueden sustituirse por
cajas modificadas al procedimiento referido. Una
vez en las cámaras se aplica algún insecticida de
acción reconocida y se colectan los ectoparásitos
muertos y adicionalmente, se toman algunas plu‐
mas. Este procedimiento es muy empleado en aves
de vida libre que implican la captura de las mismas
y su posterior liberación (15).

Debe tenerse en cuenta que los piojos al ser más
grandes mueren y se desprenden con gran facilidad, no
así los ácaros que, al ser más pequeños, y sumado a su
localización en el cuerpo del ave y la pluma tienden
a permanecer adheridos. Por lo que siempre se deben
colectar plumas para verificar la existencia o no de
ácaros. Este método tiene varias desventajas: es más
invasivo pues se aplica tratamiento a un ave que se

desconoce si está o no parasitada o si posee muy bajos
niveles de infestación que realmente no requieren el
empleo de tratamientos. Asimismo, no puede definirse
con exactitud la localización del ectoparásito en el
cuerpo de su hospedero.

• Método de cinta adhesiva: se coloca una cinta ad‐
hesiva transparente sobre la pluma y después se
desprende y se adhiere a una lámina portaobjeto.
Más comúnmente usado en aves ornamentales (17).
Es más rápido y sencillo, pero no permite deter‐
minar con exactitud el nivel de infestación pues
los ácaros también pueden quedarse en las plumas.
Otra desventaja de este procedimiento es que se di‐
ficulta el montaje y clarificación de los ejemplares
colectados por esta vía y puede afectar seriamente
la identificación de los mismos, debido al daño o la
pérdida de estructuras.

• Muestreo de siete regiones del cuerpo: se toman
de tres a cinco plumas de siete regiones del cuerpo
del ave: cabeza, dorso, tórax, alas, cara interna de
los muslos, cola y cloaca. Las plumas se cortan
con una tijera para garantizar que el ave no sufra
(7, 18). Aunque se considera algo invasivo y pue‐
de no ser atractivo para los dueños de aves orna‐
mentales, este método garantiza un muestreo más
completo, permite determinar el microhábitat de las
especies parasitarias en su hospedero y el nivel de
infestación.

Para la elección del método de muestreo más indi‐
cado debe tenerse en cuenta el objetivo propio del
estudio y deberá estar de acuerdo con las pautas cien‐
tíficas y regulatorias específicas del sitio donde se
empleen, con respecto al bienestar animal, experimen‐
tación, armonización, etc. (6).

Ante la sospecha de la circulación del ácaro hema‐
tófago Dermanyssus gallinae, la toma de muestras se
realizará después de las 6:00 p.m, pues este artrópodo
solo se encuentra sobre las aves en horario nocturno
para alimentarse.

Otro aspecto a tener en cuenta es que la muestra
debe ser lo más representativa posible, no sólo en
cantidad, sino también en el estatus sanitario. Por lo
cual se enviarán muestras de plumas de 10 aves por
granja, como mínimo y se seleccionarán tanto aves
clínicamente sanas como enfermas. Bajo ningún con‐
cepto se colectarán plumas caídas en jaulas, fómites o
el suelo, únicamente se toman del ave viva (5).

Para la conservación de las plumas y ectoparásitos
colectados hasta su análisis en el laboratorio, se deben
congelar inmediatamente después de su extracción,
previa colocación en nylon sellados y correctamente
identificados (5) o colocarlas en frascos con alcohol al
70 % e identificar el frasco (15). En ambos casos, las
muestras se tomarán de manera individual, lo cual per‐
mitirá determinar la prevalencia de los ectoparásitos
en la unidad o lugar de procedencia.

Daisy  Rodríguez García,  Revista de Salud Animal, Vol. 45, enero-diciembre  2023, E-ISSN: 2224-4700, https://cu-id.com/2248/v45e16

 3

https://cu-id.com/2248/v45e16


La remisión de las aves o identificación de las
muestras debe incluir la especie de ave, raza o línea,
categoría o propósito, edad, unidad de procedencia y
si han sido tratadas con antiparasitarios en el último
mes. En caso de que hayan sido tratadas se debe espe‐
cificar producto, dosis y frecuencia aplicada. Resulta
necesario aclarar que este procedimiento de envío de
muestras no se aplica para el estudio de eficacia de
antiparasitarios.

Interpretación del resultado

La clasificación del nivel de infestación por
ectoparásitos se realiza en el laboratorio, se cuenta
el número de ácaros y piojos por pluma. A partir del
número de ectoparásitos encontrados se determina el
nivel de infestación. Este último se clasifica en muy
leve, leve, media, grave y muy grave; según se refleja
en la tabla 1. (7,13).

En aves de producción se sigue el criterio de control
de ectoparásitos, es un grave error pretender erradicar
los mismos. La intención no es erradicarlos, sino man‐
tener bajas poblaciones, que no produzcan daños a la
salud de las aves y por consiguiente, al desempeño
productivo de las mismas. Puesto que los ectoparásitos
producen daños perceptibles en infestaciones medias,
graves y muy graves, sólo se debe aplicar tratamiento
en estos casos (6), por las razones explicadas a conti‐
nuación.

En primer lugar, el baño implica un estrés para las
aves, por lo que se baña sólo cuando sea necesario,
pues como estrés al fin, influye negativamente en la
postura. Si cada vez que se observe un piojo se decide
aplicar tratamiento, se estaría bañando constantemen‐
te, con la consiguiente afectación de los indicadores
bioproductivos. La respuesta al estrés en las aves es
aumentar la tasa de corticosteroides, lo que reduce
el consumo de alimentos, baja la respuesta inmune y
aumenta la susceptibilidad a enfermedades (19).

Segundo, porque al abusar de los productos y au‐
mentar la presión de selección, se acelera la aparición
de resistencia aspecto negativo que se procura evitar.
La disponibilidad de antiparasitarios efectivos se en‐
cuentra comprometida por el progresivo aumento de
los casos de resistencia y los crecientes costos de in‐
vestigación. El enfoque más beneficioso del manejo
de resistencia, es sin duda el que apunta a disminuir su

aparición, a través del uso estratégico e inteligente de
los antiparasitarios disponibles (20).

Se ha demostrado una fuerte asociación entre resis‐
tencia y número de tratamientos por año; por lo que,
en la planificación de una estrategia de control, se de‐
ben admitir pequeñas pérdidas de producción debidas
a parásitos a favor del mantenimiento de poblaciones
susceptibles. El antiparasitario es un recurso necesa‐
rio, pero no renovable. La experiencia de más de cinco
décadas, ha demostrado que no existe antiparasitario
"resistente" a la resistencia (21).

Tercero, a mayor gasto de productos, mayores cos‐
tos económicos, disminuyendo la eficiencia económi‐
ca. Por último, pero no menos importante, es necesario
tener en cuenta que muchos de los productos insectici‐
das/acaricidas tienen un impacto ambiental negativo,
no se deben emplear injustificadamente (2). En consi‐
deración, en infestaciones muy leves o leves no se
baña, solamente se repiten los muestreos cada cierto
tiempo para verificar que la infestación se mantenga a
bajos niveles, si aumenta a media, entonces se procede
a bañar.

Helmintos

Las parasitosis gastrointestinales producidas por
helmintos afectan la salud de las aves reduciendo la
producción de carne y huevos, causando anualmente
pérdidas económicas para el sector avícola y reducien‐
do la disponibilidad de productos para el consumo
humano (22, 23). Los helmintos que afectan a las aves
se clasifican en tres grupos: nematodos, cestodos y
trematodos (Fig. 3, 4 y 5); siendo estos últimos menos
frecuentes (2).

Tabla 1. Clasificación de la intensidad de invasión o nivel de infestación según el número de piojos y ácaros por
plumas. / Classification of invasion intensity or infestation level according to the number of lice and mites per feather.

Intensidad de invasión Número de piojos/plumas Número de ácaros/plumas
Negativo 0 0
Muy leve 1-3 1-5

Leve 4-10 6-25
Media 11-25 26-50
Grave 26-50 51-100

Muy grave + 50 + 100

Figura 3. Helmintiosis grave por el nematodo Ascaridia
galli. / Severe helminthiasis due to the nematode Ascaridia galli.
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Las aves con altas cargas de helmintos muestran
decaimiento, emaciación, diarrea, reducción de la efi‐
ciencia alimenticia y en casos severos, la muerte (23).
En estudios realizados en Cuba se diagnosticaron nu‐
merosas infecciones por helmintos en gallinas ponedo‐
ras. En dicha investigación se demostró que el mono‐
parasitismo se presentó en el 87,44 % de las aves,
mientras que las infecciones múltiples se evidenciaron
en el 12,6 %. Las polihelmintiosis ocurrieron hasta
con dos y tres especies de helmintos en una misma
ave, incrementando el poder patógeno del proceso
parasitario. Añaden, además, la importancia de un
adecuado diagnóstico que posibilite un correcto trata‐
miento y control de las helmintiosis (1).

Toma y envío de muestras al laboratorio

El tiempo entre la recolección y almacenamiento
de las muestras es fundamental para obtener diagnós‐
ticos correctos (24, 25). Resulta conveniente enviar
aves vivas al laboratorio para lograr resultados confia‐
bles. Los helmintos al ser endoparásitos no pueden
migrar como los ectoparásitos, sin embargo, si el tiem‐
po transcurrido después de la muerte del ave es consi‐
derable y hay indicios de autolisis, las enzimas que
participan en este proceso, actúan sobre la cutícula de
los parásitos dificultando su identificación. Por eso, en
caso de especies productivas se realiza la necropsia
de las aves muertas en la propia unidad y además
se envían aves vivas al laboratorio (5). El método de
diagnóstico para este grupo de parásitos en aves es la
necropsia helmintológica (25, 26).

Interpretación del resultado

La clasificación del nivel de infección por helmin‐
tos también se realiza a nivel de laboratorio, porque
se tiene en cuenta la extensidad de invasión o preva‐
lencia, la intensidad de invasión o nivel de infección
y el grado de patogenicidad de la especie de helminto
implicada. Los resultados pueden ser de helmintiosis,
cuando las aves están afectadas por una especie de
helminto o polihelmintiosis si están implicadas más de
una especie. En la tabla 2 se observa que el nivel de
infección por este grupo de parásitos se clasifica en
leve, media o grave (1, 26).

Igualmente, se aplica tratamiento en caso de hel‐
mintiosis media o grave, por las razones explicadas

anteriormente en el acápite de ectoparásitos. Por lo
cual en caso de infecciones muy leves o leves no se
aplica tratamiento, solamente se repiten los envíos al
laboratorio cada cierto tiempo para verificar que la
infección se mantenga a bajos niveles, si aumenta a
media, entonces se procede a tratar. Siempre es nece‐
sario conocer si las especies de helmintos implicadas
en el caso poseen o no hospederos intermediarios,
pues de ser así se requiere de la aplicación simultánea
de insecticidas para el control de estos últimos (5).

Coccidiosis

La coccidiosis constituye la parasitosis de mayor
relevancia en aves de corral a nivel mundial. Aunque

Figura 4. Infección grave por cestodos. / Severe cestode infection.
 

Figura 5. Trematodo Postharmostomun gallinum. /
Trematode Postharmostomun gallinum.

 

Tabla 2. Clasificación de las helmintiosis según nivel de infección. / Classification of helminthiasis according to infection level..

Clasificación de las helmintiosis Grado de patogenicidad del parásito Número obtenido del producto
de la prevalencia por la I.I.P

Leve
Especies poco y medianamente patógenas Menor o igual a 125

Especies patógenas Menor o igual a 25

Media
Especies poco y medianamente patógenas Mayor a 125 y menor o igual a 225

Especies patógenas Menor o igual a 50

Grave
Especies poco y medianamente patógenas Mayor a 225

Especies patógenas Mayor a 50
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afectan a varias especies de aves, es en pollos de en‐
gorde y en las categorías de crecimiento de ponedoras
o reproductores donde alcanza la mayor repercusión
clínica y económica (27, 28). La mayoría de las cocci‐
dias aviares pertenecen al género Eimeria (28).

Se han descrito siete especies de coccidias en
Gallus gallus. E. necatrix, E. máxima, E. brunetti,
E. acervulina, E. mitis y E. praecox afectan dife‐
rentes porciones del intestino delgado. Mientras que
E. tenella ocasiona un cuadro de coccidiosis cecal
(28, 29). La mayoría de los brotes se debe a infec‐
ciones mixtas por varias especies de Eimeria, por lo
tanto, se observan lesiones en diferentes porciones
del tracto intestinal, con emisión de diarreas y dis‐
minuyendo significativamente la absorción de los ali‐
mentos. La interacción entre las distintas especies se
desarrolla siguiendo cursos distintos, así las especies
que parasitan la misma región intestinal compiten y
el efecto combinado no es mayor que cuando la infec‐
ción la produce una sola especie. Sin embargo, cuando
la infección es producida por especies que parasitan
diferentes porciones del segmento intestinal, el efecto
patógeno de la combinación es mucho mayor (28).

Toma y envío de muestras al laboratorio

Solamente se envían aves vivas al laboratorio. Se
realiza el diagnóstico mediante el método helminto-
ovoscópico de flotación a partir de contenido intestinal
y cecal. Se tienen en cuenta, además, la sintomatología
y lesiones anatomopatológicas. En el caso de aves
ornamentales o mascotas puede enviarse muestras de
heces, pero las mismas deben ser frescas y trasladarse
al laboratorio en un periodo no mayor de tres a cuatro
horas a partir de su deposición. En aves pequeñas el
volumen de heces es poco por lo que resulta difícil su
colecta. Las heces no deben ser colectadas del suelo y
cuando se hallan varias aves juntas no permite definir
cuantas aves pudieran estar parasitadas (5, 29).

Interpretación del resultado

Una vez realizada la flotación y observar al micros‐
copio con el objetivo 10x, se le asigna una puntuación
según el número de ooquistes observados en cada
muestra. Los resultados emitidos son: escasos ooquis‐
tes, cantidad media de ooquistes, abundantes ooquistes
y gran cantidad de ooquistes, tal y como se refiere en
las tablas 3 y 4 (29).

La figura 6 evidencia una muestra con gran canti‐
dad de ooquistes.

Para el diagnóstico final o conclusión del caso se
tiene en cuenta el cuadro clínico, las lesiones macro‐
scópicas y los resultados de la flotación (número de
ooquistes). También son útiles las preparaciones de
impronta y estudios histopatológicos (30). Se aplica
tratamiento cuando se observan síntomas y lesiones en
las aves. Antes de tratar hay que tener en cuenta que si
se está suministrando pienso con anticcocidial de ma‐
nera preventiva, en ese caso se aplica un anticoccidial
diferente al empleado en el pienso (5).

 
Tabla 3. Valoración de la muestra según el número de ooquistes

observados. / Sample assessment according to the number of oocysts observed. .

Cantidad de ooquistes por campo Puntuación obtenida
0 0

1 a 25 1
26 a 50 2
51 a 100 3

Campo cubierto 4

Tabla 4. Clasificación del nivel de infección a partir de la puntuación obtenida por el número de ooquis‐
tes observados. / Classification of infection level based on the score obtained by the number of oocysts observed.

Valor de la puntuación Clasificación
Menor o igual que 1 Escasos ooquistes

Mayor que 1 y menor o igual que 2 Cantidad media de ooquistes
Mayor que 2 y menor o igual que 3 Abundantes ooquistes

Mayor que 3 Gran cantidad de ooquistes

Figura 6. Muestra con gran cantidad de ooquistes de coccidia.
10 x. / Sample with a large number of coccidia oocysts. 10x.
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CONCLUSIONES

Se establecieron premisas para realizar una correcta
toma y envío de muestras para el diagnóstico de pará‐
sitos en aves; así como para la correcta interpretación
de los resultados emitidos por el laboratorio; a partir
de la elevada frecuencia de estas enfermedades, que
en muchas ocasiones se presentan en forma grave y
con la participación de varios taxones y especies pará‐
sitas. El control de estas enfermedades depende de la
correcta toma y envío de muestras al laboratorio que, a
su vez, garantizará el diagnóstico preciso y oportuno,
a fin de establecer el estratégico y eficaz tratamiento
que permita demorar la aparición de la resistencia an‐
tiparasitaria y mejorar la rentabilidad de la avicultura
comercial.
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