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RESUMEN 

   Uno de los principales problemas en el ganado ovino en pastoreo es la presencia de 

parásitos gastrointestinales que provocan enfermedades. La mala utilización de fármacos 

convencionales ha provocado la resistencia a éstos, por lo que se han buscado alternativas 

de control, como es el caso del uso de la medicina herbolaria. El presente estudio partió 

de la hipótesis de que la utilización de antiparasitarios herbolarios mejora la salud y 

principalmente disminuye la carga parasitaria de un rebaño ovino. El objetivo fue 

determinar la eficacia de Peptasan como un antiparasitario herbolario para el control de 

parásitos gastrointestinales en ovinos bajo un sistema de producción extensivo. El 

experimento se realizó en la localidad de Los Gómez, municipio de Soledad de Graciano 

Sánchez, San Luis Potosí. Se utilizaron 30 ovinos criollos con un peso vivo promedio de 

30 kg, donde eran alimentados en un sistema de producción extensivo. Los animales 

fueron asignados al azar en tres grupos, cada uno con diez hembras, en los siguientes 

tratamientos: T1, grupo con una administración de 2 gramos de Peptasan; T2, 

suministración de 4 gramos de Peptasan y; T3, como grupo control sin administración de 

antiparasitario. Se tomaron muestras de heces, sangre y líquido ruminal a los 0, 14 y 21 

días. Se realizó conteo de huevos en heces por medio de la técnica de Mc Master, se 

determinó el hematocrito (%) y proteína plasmática (g/dl) y conteo de protozoarios en 

líquido ruminal (nº protozoarios/ml de líquido ruminal). El uso de Peptasan no redujo de 

manera significativa la carga parasitaria, pero el tratamiento 1 con 2 g de producto fue el 

que tuvo un mejor efecto, sin embargo, no afectó el índice de salud (hematocrito y 

protozoarios ruminales) por lo que podría ser una alternativa bajo ciertas condiciones de 

manejo; por ejemplo, seleccionar animales con mayor carga parasitaria y dar un 

tratamiento con dosis mayores y por un tiempo más largo.



INTRODUCCIÓN 

   El ganado ovino que se produce en pastoreo mantiene una relación directa con el 

medioambiente, lo que ha provocado la aparición de enfermedades parasitarias causadas 

por nematodos gastrointestinales (Miller et al., 2012).  

    Las enfermedades parasitarias afectan la productividad de los ovinos en pastoreo y son 

consideradas una de los principales problemas que afronta esta especie en todo el mundo 

(FAO, 2001). Es la principal causa de pérdidas económicas en América Latina y otras 

regiones pecuarias del trópico y subtrópico del mundo (Miller et al., 2012), donde los 

factores climáticos favorecen el desarrollo de la infección parasitaria (Carvhalo et al., 

2012). El sistema en el que se cría al ganado afecta la exposición a parásitos de nematodos. 

En situaciones donde los agricultores dependen mayormente del pastoreo, la exposición a 

las larvas de nematodos continua a lo largo del año (Satrija et al., 2001).  

   Tradicionalmente, el control de los parásitos del tracto digestivo ha estado basado en 

tratamientos con fármacos antihelmínticos (Moreno, 2010), dicha estrategia de control ha 

sido efectiva durante varios años; sin embargo, ha sido notoria la disminución de la 

eficacia de estos tratamientos, debido a la frecuente administración, la subdosificación, la 

elección errónea del fármaco o la rápida reinfección (Medina et al., 2014),  para lo cual 

muchos de los antihelmínticos pueden llegar a generar efectos secundarios, como por 

ejemplo resistencia, toxicidad y reacciones adversas (González et al., 2010). 

   Uno de los métodos alternativos es el uso de medicina etnoveterinaria (fitoterapia) que 

es la utilización de plantas tradicionales con actividad antihelmíntica (Mejía et al., 2014). 

El uso de preparaciones de plantas ha sido documentado en diferentes partes del mundo 

(Guarrera, 1999) como  productos , seguros, convenientes y sin efectos negativos con el 

medio ambiente con un potencial reducido para el desarrollo de la resistencia a los 

nematodos.  

   En las sociedades tradicionales parece haber una serie de remedios vegetales que se 

consideran adecuados para cada enfermedad parasitaria. Por ejemplo, las semillas de 

plantas como el ajo, la cebolla, la menta, las nueces y el perejil se han utilizado para tratar 

a los animales que sufren de parasitismo gastrointestinal (Githiori et al., 2006). 



 

Hipótesis 

   La utilización de Peptasan mejora la salud y disminuye la carga parasitaria de un rebaño 

ovino.  

 

 

Objetivos: 

General 

x Determinar la eficacia de Peptasan como antiparasitario herbolario útil para el 

control de parásitos gastrointestinales en ovinos bajo una producción en 

pastoreo. 

 

Específicos 

x Identificar los parásitos que infectan al rebaño de estudio, así como determinar la 

carga parasitaria.  

x Determinar el estado de salud mediante el hematocrito y los protozoarios en 

rumen. 

x Administrar Peptasan de acuerdo a las recomendaciones del fabricante. 

x Evaluar la eficacia del Peptasan para el control de las parasitosis. 

 

 

 

 

 

 



REVISIÓN DE LITERATURA 

   Actualmente una de las condiciones fundamentales para el incremento de la 

productividad y rentabilidad de las producciones ovinas es la disminución de los costos 

asociados con los endoparasitosis (González, 2004). 

   Uno de los factores determinantes en la producción de ovinos en pastoreo ha sido la 

parasitosis gastrointestinal, donde ocupa un lugar destacado, especialmente en las regiones 

tropicales y subtropicales, donde las condiciones ambientales favorecen la proliferación 

de los parásitos, al ocasionar daños relacionados con el retardo y disminución de la 

producción, costos de prevención, costos de los tratamientos y en casos extremos la 

muerte de los animales (Mota et al., 2003,  Torres y Hoste., 2008,). 

   En particular, el nematodo Haemonchus contortus es considerado el parásito de mayor 

diseminación en los sistemas de producción, ya que una hembra adulta y madura 

sexualmente llega a ovipositar de 5 000 a 10 000 huevos por día (Torres y Aguilar, 2005), 

considerando que su principal patogenia es de tipo expoliatriz al ser hematófago, por lo 

tanto, es uno de los principales causantes de pérdidas económicas en la producción ovina. 

Asimismo, se han considerado a Trichostrongylus colubriformis y otros géneros como 

Nematoduris spp., Chabertia sp, Bunostomum sp, Trichuris sp y Dictyocaulus sp como 

nematodos parásitos importantes en los ovinos (López et al., 2013). Por lo general las 

infecciones son mixtas donde participan dos o más géneros y varias especies (Torres y 

Aguilar, 2005) de manera simultánea. 

   Existe una especificidad entre los parásitos y sus sitios de acción en el tracto 

gastrointestinal (Hoste, 2001). Algunos son hematófagos y otros compiten por el alimento 

del hospedero (Torres y Aguilar, 2005). Sin embargo, ambos provocan daños estructurales 

en el tracto gastrointestinal del animal para poder completar su ciclo biológico (Nikolaou 

y Gasser, 2006). Los principales parásitos gastrointestinales aislados en ovinos en nuestro 

país se muestran en el cuadro 1. 

 

 

 



   Cuadro 1. Parásitos gastrointestinales más comunes en ovinos reportados en México. 

Localización Parásitos 

Abomaso Ostertagia ostertagi, O. lyrata, O. trifurcata, Marshallagia 

marshalli, Teladorsagia circumcincta, T. davtiana, 

Haemonchus contortus, H. placei, Trichostrongylus axei. 

Intestino delgado Trichostrongylus colubriformis, T.vitrinus, T. longispicularis, 

T. capricola, Strongyloides papillosus, Cooperia serrata, C. 

curticei, C. oncophora, C. mcmasteri, C. pectinata, 

Nematodirus filicollis, Nematodirus spathiger, N. abnormalis, 

N. oriatianus, N. battus, N. helvetianus, Bunostomum 

trigonocephalum, Toxacara vitolorum. 

Intestino grueso Chabertia ovina, Oesophagostorum columbianum, O. 

venulosum, Trichuris ovis.   

(Fuente: Romero y Boero, 2001). 

 

Ciclo biológico  

   La transmisión de los nematodos gastrointestinales es por vía oral. Los animales se 

infectan al ingerir larvas L3 (infectantes) con el pastoreo. El ciclo evolutivo es directo, 

con dos fases; una exógena y una endógena. 

   En la fase exógena, los huevos de los nematodos salen junto con las heces del animal al 

ambiente y dependiendo de una temperatura óptima (28 ºC) y humedad relativa (80%), 

eclosiona la larva uno (L1), entre 24 y 30 horas, para después evolucionar a larva 2 (L2) 

en aproximadamente 2 o 3 días; éstas, sufren una segunda muda para transformarse en 

larva 3 (L3) o estadio infectante en 4 a 7 días (Vázquez, 2000). 

   Las larvas infectantes se desarrollan óptimamente a temperaturas de alrededor de 22 a 

26 ºC, suspendiendo su evolución a menos de 9 ºC.  La L3 es activa y sube a los tallos y 

hojas de los pastos que sirven como alimento a los rumiantes, para de ese modo ser 

infectados (Torres y Aguilar, 2005). En la fase endógena, la L3 muda en el rumen, al haber 

un incremento del pH ruminal, causado por la secreción de la enzima 



leucinoaminopeptidasa a través de las células neurosecretoras de la larva, de 10 a 20 

minutos luego de ser ingerida la larva penetra al abomaso en donde se transforma en larva 

cuatro (L4) en uno o dos días y penetra a las criptas de las glándulas gástricas 

permaneciendo por un periodo de 10 a 14 días. Durante este proceso puede inhibir 

temporalmente su desarrollo debido a condiciones fisiológicas adversas permaneciendo 

como larva hipobiótica siendo capaz de persistir en el abomaso del hospedero durante 

periodos de adversidad climática como frío excesivo o secas.   Posteriormente las L4 dejan 

la mucosa y se alojan en el lumen abomasal para convertirse en larva cinco (L5) y después 

en parásitos adultos, machos y hembras. Las hembras comienzan a depositar huevos entre 

los días 18 y 21 post infección (Aguilar et al., 2008).  

Acción patógena de los parásitos 

   El grado de las alteraciones patofisiológicas que ocasionan los parásitos 

gastrointestinales depende de la infección, la inmunidad, la edad, los géneros involucrados 

y el medioambiente; los cuales conllevan trastornos en el consumo de alimentos, así como 

una deficiente digestión, absorción y secreción de metabolitos (Lippi et al., 2013). Los 

efectos sobre el hospedador son muy diversos, donde los más frecuentes son las úlceras, 

edema, congestión, necrosis del tracto gastrointestinal, baja en el crecimiento y 

productividad (Gutiérrez, 2007).  

   Los nematodos causan daño local en las mucosas, a nivel celular y tisular y disturbios 

en las funciones digestivas. En el intestino delgado causa abrasión de las vellosidades e 

hiperplasia de las criptas de Lieberkuhn, con disminución de la capacidad de absorción de 

cada enterocito, alteración peristáltica y baja capacidad enzimática provocando reducción 

de contacto entre ingesta luminal (Hoste, 2001). Como consecuencia habrá relativa 

deficiencia de proteínas, desbalance de fluido y electrolitos, desbalance de 

macrominerales y anemias (Sargison, 2012).  

 

 

 

 



Técnicas diagnósticas comunes en parasitología 

   Una importante característica de las endoparasitosis, es que son directamente 

apreciables, por lo que generalmente requieren de pruebas de laboratorio para demostrar 

y cuantificar su presencia. El control del parasitismo debe tener principalmente, el objetivo 

de reducir las pérdidas económicas generadas al limitar el desempeño productivo de los 

rebaños y este debe de estar fundamentado en el empleo de técnicas coprológicas capaces, 

no solo de poder determinar la presencia del parásito, sino a la vez de cuantificar sus 

niveles y permitir asociar esos resultados al grado de compromiso de factores productivos 

y el estado de alteraciones orgánicas (Sandoval et al., 2011).  

Técnica cuantitativa de Mc Master tradicional 

   Esta técnica está fundamentada en el principio de flotación, donde los huevos livianos 

presentes en una determinada muestra de heces, expuestos a una solución saturada como 

líquido de flotación, se separan de las heces fecales ubicándose en la superficie de dicho 

líquido.  

Descripción breve de técnica de Mc Master.  

   Se disuelven 3 g de heces, con solución sobresaturada de NaCl hasta completar un 

volumen de 45 ml (dilución 1:15), se tamiza utilizando un colador de malla fina, se 

homogeniza la solución y posteriormente con un gotero se extrae la mezcla para proceder 

al llenado de la cámara (2 celdillas) y se deja en reposo durante 10 minutos. Luego se 

observa en el microscopio a aumento de 10x, contando todos los huevos que están dentro 

o sobre las líneas de las rejillas. El número de huevos por gramos de heces es calculado 

sumando el resultado del recuento de ambas celdillas y es multiplicado por 50 (Sandoval 

et al., 2011).  

Técnica modificada de Mc Master 

   Para los rumiantes, se combinan 4 g de materia fecal con 56 ml de solución de flotación 

para obtener un volumen total de 60 ml. La prueba se realiza también con 2 g de heces y 

28 ml de solución saturada de NaCl, esto cuando se obtuvo una cantidad pequeña de heces. 

Las heces se mezclan bien y se cuelan, se homogeniza la solución y se deja en reposo por 

10 minutos. Posteriormente se llenan las cámaras de Mc Master con la mezcla utilizando 



una pipeta. Debe llenarse la cámara completamente. Si quedan atrapadas grandes burbujas 

dentro de la cámara, debe removerse el fluido y volver a llenarse, se evalúa en el 

microscopio con el objetivo 10x, enfocando en la capa superior, donde se pueden ver las 

líneas (Zajac y Conboy, 2012).  

Evaluación de estudios hematológicos y conteo de protozoarios de líquido ruminal 

como valores de salud. 

Hematología  

   La hematología clínica constituye una importante área de estudio sobre el estado de 

salud de los animales, por lo que el estudio de las variables hematológicas y de sus 

desviaciones permite conocer las anomalías que pueden afectar a los órganos (Couto, 

2010). Todas las células sanguíneas tienen una vida media, pero en los animales sanos el 

número de células en circulación se mantiene en un nivel constante, Por lo tanto, la sangre 

demuestra que es buen indicador para determinar el estado fisiológico y patológico del 

hombre y el animal (Sani, 2009). En el cuadro 2 se muestran los valores hemáticos 

normales en sangre de ovinos. 

 

   Cuadro 2. Valores hemáticos normales en ovinos. 

Especie Hematocrito Proteínas totales  Hemoglobina  Eritrocitos 
  Ht % g/dL hgb g/dL 106 /µL 

Ovino 25-50 6-7.5 9-16 8-16 
         

(Merck, 2010). 

 

   Diversos autores mencionan que los niveles de infestación parasitaria por estróngilos 

digestivos hematófagos se correlacionan negativamente con parámetros hematológicos 

como el valor del hematocrito (Luffau et al., 1981, Mandonnet, 1995 y Morales et al., 

2002), por lo tanto, la medida de este parámetro hematológico puede ser utilizada como 

un indicador indirecto del efecto de la infestación parasitaria, principalmente en 

producciones en las cuales estén presentes especies parásitas hematófagas como 



Haemonchus contortus (Morales et al., 2002, Morales y Pino, 2009), ya que un parásito 

adulto es capaz de producir una pérdida de 0.05 ml de sangre en los animales produciendo 

anemia y en casos de infección aguda la muerte (Vázquez, 2000). Van Wyk y Bath (2002) 

asocian el color de la conjuntiva ocular con el valor de hematocrito, para establecer 

distintos niveles de anemia producida por Haemonchus contortus mediante la observación 

de dicha mucosa. Por lo anterior, el hematocrito puede ser utilizado como indicador de 

salud en ovinos. 

Anemia  

   La anemia, desde el punto de vista hematológico, es una disminución de los valores por 

debajo de la cantidad normal de eritrocitos por microlitro (Benjamin, 1991); es una 

manifestación frecuente en numerosas enfermedades parasitarias, que puede ser producida 

por la acción hematófaga de parásitos como Haemonchus contortus, Oesophagostomum 

columbianum, Fasciola hepática, o debido a la destrucción de eritrocitos, como 

consecuencia de pérdidas de sangre debidas a las lesiones provocadas por los parásitos, 

como se observa en Eimeria, Ostertargia y Haemonchus (Morales et al., 2002).  

   En los pequeños rumiantes en el caso particular de los estróngilos digestivos, las 

infecciones con las especies Haemonchus contortus, Trichostrongylus axei y en menor 

grado Teladorsagia circumcinta, se ha observado que el volumen total de eritrocitos 

(hematocrito, Ht), el número de eritrocitos y los valores de hemoglobina, disminuyen 

como consecuencia de la pérdida de sangre, insuficiencia de la hematopoyesis, 

disminución del apetito, carencia de hierro y perturbación de la absorción intestinal de 

nutrientes (Mandonnet, 1995 y Morales et al., 2002).  

Resistencia antihelmíntica  

   Desde la aparición en el mercado de los antiparasitarios de amplio espectro hace más de 

40 años, muchos productores y veterinarios han concluido que la manera correcta de 

controlar los parásitos gastrointestinales en los rebaños, es la desparasitación regular de 

los animales (Moreno et al., 2011). Debido a que su control ha sido mediante el uso de 

antihelmínticos, el uso frecuente de estos ha originado que con el tiempo los parásitos se 

hayan vuelto resistentes a los tres principales grupos de antihelmínticos disponibles 



comercialmente: benzimidazoles, imidazotiazoles y lactonas macrocíclicas (Torres et al., 

2003, Montalvo et al., 2006 y Encalada et al., 2008). 

   La resistencia antihelmíntica (RA), se entiende como la capacidad de los parásitos para 

sobrevivir a tratamientos que, a dosis terapéuticas, regularmente causan la inhibición del 

crecimiento o la muerte de los individuos de una población normal o susceptibles 

(Martínez, 2010). Los primeros casos que se reportaron de nematodos resistentes a los 

antihelmínticos fue descrito en Estados Unidos (Drudge et al., 1977), por lo que, en 

México, Campos et al., (1990) reportaron el primer caso de RA.  

   El uso indiscriminado de los antiparasitarios constituye un problema grave; ya que ha 

traído varios problemas, como son la aparición de cepas resistentes de nematodos, y por 

tanto la pérdida de eficacia de los fármacos, la contaminación de los ecosistemas (Herd, 

1996), ya que persisten por un largo periodo de tiempo  en la heces fecales que son 

excretadas por los animales, donde pasan a la vegetación y al suelo, y además son letales 

para un grupo de insectos desintegradores de las heces fecales (Iglesias, 2005) y a la 

inseguridad alimentaria, por lo que pueden quedar restos en productos como la carne o la 

leche, con la consiguiente pérdida de calidad y peligro para la salud del consumidor 

(Waller, 2006) 

   Por lo tanto, si la RA sigue aumentando, en algunos años la viabilidad de los sistemas 

de producción de ovinos se puede ver comprometida. Por consiguiente, se ha considerado 

disminuir la dependencia a los fármacos y mantener una proporción de la población 

parasitaria sin exponerse a los tratamientos, a través de la implementación de estrategias 

de control alternativo (Medina, 2014). 

Alternativas para el control de parásitos gastrointestinales en ovinos.  

   La lentitud en la generación de nuevos antihelmínticos con diferente mecanismo de 

acción hace necesario diseñar distintas estrategias para el control de los nematodos, ya 

que la dependencia de un solo método de control ha demostrado ser poco eficaz a largo 

plazo, por lo que el control integrado ha adquirido gran importancia en las últimas fechas 

para desestabilizar poblaciones de parásitos resistentes (Waller, 2006).  



   En muchos lugares del mundo la medicina tradicional sigue haciendo contribuciones en 

la práctica de la medicina actual con excelentes resultados, por lo que es frecuente el uso 

de las plantas o de sus principios activos (Ruíz, 2010). Las plantas medicinales son 

aquellas que obtienen uno o más principios activos que son los que contienen la actividad 

medicinal. Muchos de estos compuestos o grupos, pueden provocar variaciones no toxicas 

en el organismo, su toxicidad depende de la parte empleada y dosis consumida. El efecto 

tóxico puede ser inmediato o a largo plazo (Cruz y Mendoza 2002) 

   Los extractos de hierbas se han utilizado para controlar las coccidias en conejos y aves 

de corral (Kostova et al., 2011, Anosa y Okoro, 2011, Habibi et al., 2014) con cierto grado 

de éxito y hay indicios de que los productos vegetales pueden ser beneficiosos en el control 

de parásitos en corderos (Grade et al., 2008, Hussain et al., 2011).   

   Una estrategia alternativa para el control de parásitos gastrointestinales la constituye el 

uso de metabolitos secundarios de las plantas (Athanasiadou y Kyriazakis, 2004), no sólo 

con el objetivo de encontrar nuevos compuestos químicos eficaces contra helmintos, sino 

que también por su aplicabilidad desde el punto de vista orgánico, ya que podrían 

remplazar el uso de químicos sintéticos, lo cual puede proveer métodos ecológicos para 

el tratamiento de parásitos usando plantas con propiedades antihelmínticas.  

Metabolitos secundarios de plantas con efecto antiparasitario.  

   Los metabolitos secundarios de plantas (PSM) son compuestos vegetales que no son 

estrictamente esenciales para las principales funciones de las plantas, tales como su 

crecimiento y reproducción. Sin embargo, se han asociado con mecanismos de defensa de 

las plantas contra los herbívoros (Harbourne, 1999, Karban et al., 1999). Las partes de las 

plantas o los extractos ricos en PSM se han utilizado para combatir el parasitismo durante 

siglos, y en muchas partes del mundo esos productos todavía se utilizan para este propósito 

(Instituto Internacional de Reconstrucción Rural, 1994). 

   Por ejemplo, se han utilizado semillas de ajo (Allium sativum), cebolla (Allium cepa) y 

menta (Mentha spp.) para tratar a los animales que sufren de parasitismo gastrointestinal, 

mientras que los extractos de la planta de tabaco (Nicotiana tabacum) se han utilizado 



para tratar la piel del ganado afectado por el parásito externo que causa la sarna (Guarrera, 

1999). 

   En la actualidad, se han estudiado diversas especies de plantas, las saponinas alcaloides, 

aminoácidos no proteicos, taninos y otros polifenoles, ligninas y glucósidos son 

metabolitos secundarios de las plantas y algunos de ellos han sido considerados 

responsables del efecto antiparasitario (Coop et al., 1982) en particular aquellas que 

contienen taninos, debido a su efecto antihelmíntico en distintas especies de ganado 

(Hoste et al., 2006). 

   El consumo de plantas con taninos podría afectar la biología de diferentes especies de 

gusanos (Niezen et al., 2002). Por ejemplo, los extractos de taninos condensados reducen 

la migración de larvas de la tercera etapa de Trichostrongylus colubriformis, un nematodo 

ovino de importancia económica en climas templados (Lorimer et al., 1996). Este hallazgo 

se ha tomado como evidencia de los efectos antihelmínticos de este extracto. De manera 

similar, el uso in vitro de un extracto de planta de tanino condensado comercialmente 

disponible provoca una supervivencia y desarrollo reducidos de larvas de nematodos de 

oveja y de rata (Athanasiadou et al., 2001). Otros estudios in vitro han demostrado que 

taninos condensados purificados y terpenoides de varias leguminosas reducen la 

movilidad y la consiguiente capacidad de migración de larvas de nematodos ovinos 

(Malan et al., 2000).   

   Uno de los principales retos que enfrenta el uso de plantas medicinales en el tratamiento 

de enfermedades es que muchos de los compuestos activos que poseen no han sido 

completamente identificados, además las concentraciones de sustancias activas usadas in 

vitro no siempre corresponden a la biodisponibilidad en el animal vivo (Pérez y Agurcia, 

2008). Hay que considerar que los productos a base de plantas muchos de los compuestos 

activos pueden tener efectos negativos, razón por la cual es esencial validar los efectos 

antiparasitarios de este tipo de productos en relación a su potencial efecto anti nutricional 

y otros efectos secundarios. A pesar de esto, muchos productos veterinarios usados 

actualmente son derivados de plantas (Fiel, 2005). 

 



MATERIALES Y MÉTODOS 

Sitio experimental  

   El presente trabajo se realizó durante 21días en un rancho ovino ubicado en la localidad 

de Los Gómez, municipio de Soledad de Graciano Sánchez, San Luis Potosí con 

coordenadas geográficas de 100.8822 de longitud y 22.154 de latitud, la localidad se 

encuentra a una mediana altura de 1840 msnm. 

Manejo del hato 

   Se realizó una breve encuesta al productor para obtener datos del manejo del rebaño, el 

tipo de alimentación, medidas preventivas y sanitarias. En base a lo anterior se obtuvo la 

siguiente información: el hato no tiene un objetivo de producción en sí, pero los animales 

pueden estar a la venta en caso de que las personas deseen adquirirlas, no se realiza 

aplicación de vacunas ni desparasitación, la última vez que fueron desparasitados fue seis 

meses previo a la realización del experimento, donde se utilizó ivermectina, los animales 

salen a pastorear por las mañanas a las 9:00 am y están fuera del corral hasta las 7:00 pm, 

que es la hora en que son encerrados para protegerlos de los depredadores, y la 

suplementación de alimentación no existe.  

Animales  

   Se utilizaron 30 ovinos criollos con un peso vivo promedio de 30 kg, donde se 

alimentaban al libre pastoreo (fig. 1). Los animales fueron asignados completamente al 

azar en tres grupos, cada uno con diez hembras, en los siguientes tratamientos: T1, grupo 

con una administración de 2 gramos de antiparasitario herbolario (Peptasan, Technofeed, 

México, Indian Herbs®); T2, administración de 4 gramos de antiparasitario herbolario 

(Peptasan) y; T3, como grupo control sin administración de antiparasitario (figura 2). 

Suministración de Peptasan 

   La presentación del antiparasitario es en polvo (fig. 3), por lo que se pesó en una balanza 

analítica (fig. 4) y se depositó en sobres para facilitar el manejo del mismo. Para la 

suministración del Peptasan, fue disuelto en 5 ml de agua y se aplicó a los animales 

mediante una jeringa vía oral para asegurar que tomaran la dosis completa (fig. 5).  



 

Figura 1. Lugar de pastoreo del hato. 

 

 

 

Figura 2. Sitio de experimentación y hato utilizado para el mismo. 



                            

Figura 3. Presentación en polvo de antiparasitario Peptasan. 

 

                  

Figura 4. Balanza analítica.                          Figura 5. Disolución de Peptasan en jeringas. 

 

 

 



Técnicas de laboratorio 

Determinación de la carga parasitaria 

Recolección de muestras 

Para la toma de muestra, se colectaron las heces mediante vía rectal de cada ovino, dentro 

de cada grupo experimental, durante los días 0, 14 y 21 en el mes de diciembre. En cada 

uno de los grupos se colectaron tres muestras fecales individuales durante los días viernes, 

sábado y domingo de cada semana. Las muestras fueron puestas en bolsas de plástico 

previamente rotuladas para después formar un pool de heces de cada una de las ovejas y 

ser puestas en frascos rotulados con formol al 5% para su conservación. 

Técnica coproparisitoscópica 

El procedimiento de las muestras en el laboratorio, se llevó a cabo mediante la técnica 

cuantitativa de Mc Master (Zajac y Conboy, 2012). Donde se describe a continuación.  

Procedimiento:  

1. Tomar 2 gramos de heces y disolver en 20 ml de solución NaCl saturada en un vaso 

de precipitado. Macerar la muestra hasta disolver las partículas de mayor tamaño.  

2. Depositar nuevamente solución salina saturada hasta llegar a los 60 ml y homogenizar 

la muestra. 

3. Tamizar la muestra con un colador de plástico. 

4. Colocar una gasa dentro de la solución y dejar reposar durante 10 minutos para 

permitir que los huevos floten.  

5. Tomar el sobrenadante de la solución con una pipeta. 

6. Se llena la cámara de Mc Master cuidando que no se formen burbujas y se examina al 

microscopio con el objetivo de 10X. 

7. Para realizar la lectura, enfocar el ángulo superior derecho del cuadro e ir subiendo y 

bajando entre cada carril hasta completar el recorrido en las seis divisiones de la 

primera cámara, registrar el número de huevecillos encontrados, realizar el mismo 

procedimiento con la siguiente cámara 



8. La cuantificación se realiza mediante la suma del número de huevos encontrados en 

ambos cuadrantes y el resultado se multiplica por 50, y así se expresa el número de 

huevos por gramos de heces.  

Determinación de hematocrito y proteína plasmática 

Toma de muestras de sangre 

Durante cada semana se obtuvo una muestra de sangre de cada animal extraída por 

punción directamente de la vena yugular, empleando tubos BD Vacutainer® con 

anticoagulante EDTA K2.  

Técnica de hematocrito y proteína plasmática  

Los valores de hematocrito (%) se determinaron por medio de la técnica de 

microhematocrito por centrifugación (Hansen y Perry, 1994 & Morales y Pino, 2009). La 

cual se describe brevemente.  

1. Se llenó ¾ partes de un tubo capilar con sangre de cada muestra. 

2. Se limpia el tubo capilar y se sella uno de los extremos por donde entró la sangre con 

plastilina y jabón de barra para asegurar que la muestra no se vacié en la centrifuga.  

3. Se colocan los tubos capilares en el centrifuga de manera equilibrada, se colocan con 

el extremo sellado hacia afuera a 12 000 rpm durante 5 minutos.  

Para hacer la lectura se empleó una tabla de hematocrito. 

1. Se sitúa el capilar en la línea cero donde inicia la sangre y se anota el número hasta 

donde empieza el plasma.  

Para calcular el total de proteína plasmática 

1. Se rompe el capilar entre la división de sangre y plasma. 

2. Se coloca una gota en el refractómetro y se hace la lectura.  

 

 

 



Determinación del número de protozoarios de líquido ruminal 

Extracción de líquido ruminal 

   Se obtuvo líquido ruminal 4 horas post-pandrial semanalmente, mediante una sonda y 

se colocó en frascos de plástico rotulados. Para la conservación del líquido ruminal se 

utilizó formol al 10% en una relación de 1:1.   

Técnica para el conteo de protozoarios de líquido ruminal  

   Para el procesamiento del conteo de protozoarios se llevó a cabo mediante el uso de la 

cámara de recuento de Neubauer. 

1. Se tomó una muestra de 0.25 ml de líquido ruminal y 0.25 ml de solución Coleman 

para la fijación de los protozoarios con ayuda de una micropipeta y se homogenizó 

con la misma. 

2. Se coloca el cubre objeto a suave presión sobre la cámara de recuento. 

3. Se toma la muestra y se coloca una gota entre el cubre objetos y la cámara de conteo, 

por efecto de capilaridad se llena. 

4. Para la cuantificación del número de protozoarios, se sumó el total de los cuadrantes 

de las dos cámaras y se realiza el promedio y el resultado se multiplica por 104 para 

obtener el número de protozoarios por mililitro de líquido ruminal.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 



ANÁLISIS ESTADÍSTICOS 

   Previo a los análisis estadísticos se evaluó si las variables de los datos cuantitativos 

cumplieron con los supuestos de normalidad mediante la prueba de Kolmogorov-Smirnov. 

Los datos de carga parasitaria (número de huevecillos/gramo de heces) se presentan como 

mediana y rango percentil (10% - 90%), debido a que los datos no presentaron normalidad 

en los valores (p<0.05).  

   Se evaluaron diferencias estadísticas en el número de parásitos (nº huevos u ooquistes/g 

heces) entre grupos experimentales, la concentración de Peptasan (tratamiento) y el 

tiempo (muestreo), por medio de la prueba de Kruskal-Wallis. De manera univariada, 

primero se evaluaron diferencias en la variable de estudio entre muestreos, para cada una 

de las dosis o tratamientos, y posteriormente se evaluaron diferencias entre tratamientos 

considerando cada tiempo del muestreo. 

   Se evaluó la relación entre el número total de parásitos (nº huevos u ooquistes/g heces) 

con el hematocrito (%), proteína plasmática (gr/dl) y número de protozoarios (ml de 

líquido ruminal) por grupos de estudio, utilizando la correlación no paramétrica de 

Spearman.  

   (Q�WRGRV�ORV�DQiOLVLV�VH�FRQVLGHUy�XQ�Į �����FRPR�QLYHO�GH�VLJQLILFDQFLD��/RV�DQiOLVLV�

fueron analizados en el programa Statistica Stat Soft, Inc. (2004), (sistema de software de 

análisis de datos STATISTICA) versión 7. 

 

 

 

 

 

 

 

 



RESULTADOS 

   Riqueza parasitaria. En las muestras analizadas se encontraron los siguientes géneros 

de parásitos conformando la riqueza parasitaria del hato de estudio, a saber: Eimeria sp., 

Strongyloides spp. (Fig. 6), Trichuris sp. y estrongilos gastrointestinales (Fig. 7) 

(complejo gastrointestinal de los géneros Haemonchus, Trichostrongylus, Ostertagia, 

Nematodirus, Bunostonum, Cooperia, Oesophagostonum y Chabertia, los cuales son 

indistinguibles a nivel de huevo) (Cuadro 3). 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 6. Strongyloides spp. (huevo larvado).                       Figura 7. Estrongilo.         

 

Descripción de la carga parasitaria. El número de huevos de parásitos medidos por 

gramo de heces mediante la técnica cuantitativa de Mc Master, se contabilizó a lo largo 

del experimento por grupo de tratamiento y tiempo de muestreo, donde se consideró el 

género de parásito y el número total de huevos u ooquistes encontrados (Cuadro 3).  

   El número de ooquistes del género Eimeria sp. se encontró en un rango de 0-200 

ooquistes/g heces en los borregos del T1, durante el primer, segundo y tercer muestreo, 

respectivamente. En este grupo de borregos se observó que el número de ooquistes de este 

género fue disminuyendo desde el primer muestreo (0 días) hasta la última toma de 

muestra (21 días) en los animales tratados con 2 gramos de Peptasan (T1), mientras que 

en el grupo de borregos del T2 el número de Eimeria sp.  se mantuvo constante a lo largo 

de los muestreos (Cuadro 3). En los borregos del T3, el número de ooquistes de éste género 



aumentó a los 14 días volviendo a disminuir en la última toma de muestras (21 días) 

(Cuadro 3). Los cambios descritos no fueron estadísticamente significativos; no se 

encontraron diferencias en el número de Eimeria sp. entre muestras ni entre tratamientos.  

   El número de huevos de estrongilos de los borregos del T1 presentó un rango de 0-25 

huevos/g heces en los muestreos de 0 y 14 días, pero en el último muestreo (21 días) se 

observó una disminución a 0 huevos/g heces en las muestras. En cambio, en los borregos 

del T2, se observó un nulo número de parásitos (0 huevos/g heces) en el primer muestreo 

(0 días) cuando no hay suministración de Peptasan; en el siguiente muestreo (14 días) se 

observó un aumento de hasta 175 huevos/g heces de estrongilos, sin embargo, a los 21 

días el número volvió a disminuir hasta 25 huevos/g heces. En los animales del T3, el 

número de huevos de estrongilos en el muestreo 1 (0 días) y en el muestreo 2 (14 días) se 

mantuvo de 0 a 50 huevos/g heces respectivamente, mientras que a los 21 días se 

observaron un máximo de 25 huevos/g heces. Nuevamente, no se encontraron diferencias 

significativas en la carga parasitaria de estrongilos entre grupos de estudio.  

    Del género Strongyloides spp. en el T1 en el muestreo 2 (14días) se encontró 25 

huevos/g heces, observándose una disminución (0 huevos/g heces) a los 21 días, mientras 

que en el grupo control (T3) del mismo género, se encontró un número de 1625 huevos/g 

heces. Para el caso del género de Trichuris sp. en el T1, animales tratados con 2 gramos 

de Peptan, se presentaron valores de 25 a 0 huevos/g heces observándose una disminución 

a lo largo del primer y último muestreo (cuadro 3).  

    Con relación al número total de parásitos, se muestra en el cuadro 3 una disminución 

en el número de parásitos total en los borregos del T1 a lo largo del muestreo. En los 

animales del T1 tratados con 2 g de Peptasan se observó una disminución en el número de 

huevos de 400 huevos/g heces al día 0 hasta 50 huevos/g heces en el día 21 de tratamiento, 

sin ser éstas diferencias estadísticamente significativas (cuadro 3). En los borregos del T2 

administrados con 4 g de Peptasan, se encontró una mediana de 75 huevos/g heces en el 

primer muestreo (0 días) y en el segundo muestreo (14 días) se mostró un aumento hasta 

325 (huevos/g heces), sin embargo, al término del experimento, a los 21 días hubo una 

disminución de más de la mitad comparándolo con el segundo muestreo (175 huevos/g 

heces) (cuadro 3). En el grupo T3 (control), se mostró una tendencia similar al T2, en el 



primer muestreo (0 días) los animales presentaron una mediana de 75 huevos/g heces, 

mientras que en el muestreo 2 (14 días) y en el último muestreo (21 días) se encontró una 

mediana del número total de parásitos de 100 huevos/g heces y 75 huevos/g heces, 

respectivamente (cuadro 3). Ninguna de las diferencias descritas fueron estadísticamente 

significativas. 
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   Carga parasitaria y parámetros de salud. En los animales tratados con 2 gramos de 

Peptasan (T1) se encontró una relación negativa entre la carga parasitaria (huevos/g heces) 

y la concentración de proteínas plasmáticas (p=0.005), y una correlación positiva entre la 

carga parasitaria y el número de protozoarios del líquido ruminal (ml) (p=0.04), medidos 

en los borregos durante el primer muestreo previo al tratamiento (Cuadro 4). Dichas 

correlaciones dejaron de ser significativas al ser tratados con Peptasan (2 gramos) al 

segundo y tercer muestreo, es decir, a los 14 y 21 días posteriores a la administración oral.  

   En los borregos tratados con el T2 no se encontraron correlaciones significativas entre 

variables en ninguno de los tratamientos o muestreos. En los borregos del tratamiento 

control se observó una correlación negativa significativa entre la carga parasitaria y el 

porcentaje de hematocrito de los animales únicamente a los 14 días de muestreo (p=0.02) 

la cual no fue observada al inicio o término del experimento en este grupo.  
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1 (2 g) 
1 (n=10) 0 días 

-0.591 
0.072 

-0.801 
0.005 

0.648 
0.043 

 
2 (n=10) 14 días 

-0.498 
0.143 

-0.570 
0.086 

0.292 
0.413 

 
3 (n=10) 21 días 

0.134 
0.713 

-0.412 
0.237 

0.532 
0.114 

 
 

 
 

 
 

 
 

2 (4 g) 
1 (n=10) 0 días 

-0.408 
0.241 

-0.506 
0.136 

0.440 
0.204 

 
2 (n=10) 14 días 

-0.069 
0.849 

-0.229 
0.524 

-0.095 
0.794 

 
3 (n=10) 21 días 

-0.578 
0.080 

-0.569 
0.086 

-0.216 
0.549 

 
 

 
 

 
 

 
 

3 (control) 
1 (n=10) 0 días 

-0.618 
0.057 

-0.593 
0.071 

-0.152 
0.675 

 
2 (n=10) 14 días 

-0.729 
0.017 

-0.629 
0.051 

-0.252 
0.482 

 
3 (n=10) 21 días 

-0.532 
0.114 

-0.287 
0.421 

-0.586 
0.075 

r = C
oeficiente de correlación de Spearm

an, p= nivel de significancia a 0.05 

    



Eficacia de Peptasan    

   En la figura 8 se determinó el efecto del producto Peptasan en los tres tratamientos y 

tiempo de muestreo (T1:2 g, T2:4 g y el grupo control sin aplicación), donde se observó 

que el T1 con 2 g de Peptasan se obtuvieron niveles de hasta 3,000 parásitos al inicio del 

muestreo (0 días, sin aplicación del producto), sin embargo, se demostró que a lo largo 

del tiempo, tomando en cuenta la última toma de muestra (21 días), hubo una disminución 

considerable, encontrándose un número total de 1,000 huevecillos de parásitos. En el T4 

a los 0 días que es el primer muestreo, se encontró un numero de 1,000 parásitos, pero a 

lo largo del tiempo esta carga disminuyó. En cuanto al control en dos fechas (0 y 14 días) 

ha estado en un rango de entre 2,000 parásitos, lo que explica entonces el efecto del 

Peptasan en los parásitos, el cual disminuye considerablemente con la administración de 

2 g de Peptasan.  

  

  



 

 

 

 

Figura 8. Valor promedio del número total de parásitos (huevos/g heces) por tratamiento, 
a lo largo del muestreo .  

 

 



DISCUSIÓN 

   En una investigación en el ámbito clínico interesa que el medicamento que se evalúa 

provoque los mismos efectos en la mayor parte de las cargas parasitarias, sin embargo, 

esto es difícil de conseguir, más aún en compuestos naturales, ya que presentan efectividad 

menor que los antiparasitarios convencionales. Esta falta en la homogeneidad de los 

efectos en la población puede deberse a varios factores, uno de ellos es que las cargas 

parasitarias al inicio del estudio no eran similares en todos los grupos; hubo grupos en los 

que el número de huevos fue alto, mientras que en otros géneros fue considerablemente 

baja. El producto herbolario no demostró tener un mismo efecto antiparasitario contra 

parásitos gastrointestinales que se encuentran normalmente en ovinos en condiciones de 

pastoreo (González et al., 2011). El mecanismo de acción de los extractos de plantas sobre 

huevos de parásitos gastrointestinales no está totalmente aclarado (Hoste et al., 2006), sin 

embargo, de acuerdo con estudios realizados con anterioridad y con compuestos químicos 

previamente reportados en G. sepium y M. oleifera la actividad antiparasitaria se atribuye 

a las saponinas, taninos condensados, flavonoides, glicósidos presentes en las hojas 

(Santacoloma y Granados, 2012, Sinha, 2012). El producto Peptasan contiene 

mayormente saponinas, pero este producto no es un extracto, por lo tanto, además de 

saponinas, puede contener otros compuestos (triterpenoides, histamina, taninos y otros 

compuestos fenólicos), por lo que Mejía et al. (2014) menciona que los extractos con 

saponinas y compuestos fenólicos han reducido el conteo de huevos, por lo que este 

experimento redujo el número de huevos, como es el caso del tratamiento 1 en donde los  

conteos iniciales eran más altos comparándolo con los finales. Los efectos de las 

saponinas, normalmente se atribuyen a su interacción especifica con las células de la 

membrana, haciendo cambios en la pared celular de los parásitos (Sparg et al., 2004), 

también puede tener un efecto lítico directo en los ooquistes (Muthamilselvan et al., 2016), 

por lo que los extractos de plantas que contienen saponinas, pueden disminuir la tensión 

superficial del huevo y por lo tanto inhibir la eclosión (Hernández et al., 2011). Por lo 

tanto el producto herbolario Peptasan tiene mejor efecto antiparasitario con la 

suministración de 2 g, ya que se evidencia en los conteos de huevos de la primera y última 

toma de muestras de este tratamiento; el tratamiento con 4 g de Peptasan, también 

demostró una baja en el conteo de huevos, pero considerando que la presencia de huevos 



fue menor a comparación con el primer grupo (2 g Peptasan) se considera que el mejor 

tratamiento fue el grupo 1, ya que se encontró una mayor presencia de huevos y hubo una 

considerable disminución en los mismos, mientras que en el grupo no tratado permaneció 

con los mismos conteos.   

   Los parásitos que predominaban era los del género Eimeria sp y Estróngilos. Los 

resultados demuestran que los conteos más altos de huevos dieron lugar a una baja en los 

niveles de los parámetros de salud como en el hematocrito y proteína plasmática, mientras 

que en conteos bajos demostró una mejora en los niveles de los protozoarios de líquido 

ruminal.  

   La anemia es un padecimiento que se presenta frecuentemente en la práctica de la 

medicina veterinaria y de esto surge la importancia de su estudio. Clínicamente, no es una 

enfermedad, sino un signo de enfermedad subyacente (González, 2001). De acuerdo con 

Morales et al, 2006 se puede constatar que los valores bajos en el hematocrito 

corresponden a que los animales presentan mayor presencia de parásitos gastrointestinales 

y básicamente se relaciona con la presencia de especies hematófagas como las del género 

de Haemonchus spp (Urquhart et al., 1999). Georgiev y Denev (1981), demostraron que 

los estrongilos producen una anemia severa y Robert y Swan (1982), encontraron una 

correlación altamente significativa entre la carga parasitaria y los valores de hematocrito, 

concordando con Navarro et al., (2000) donde menciona que las acciones patógenas de 

los parásitos gastrointestinales, influyen directamente sobre los parámetros hemáticos, 

haciéndose notables sobre el hematocrito, a su vez, Arece et al. (2015) en su trabajo de 

investigación mencionan que a medida que se incrementa la infestación parasitaria, 

reflejada en el conteo de huevos, se afectan los indicadores en el hematocrito.  

 

 

 

 

 



CONCLUSIONES    

   Los resultados indican que la utilización de productos a base de hierbas como el 

Peptasan es benéfico y favorece en la disminución de parásitos gastrointestinales. Al 

obtenerse esta baja en la carga parasitaria mejora los indicadores de salud (hematocrito y 

protozoarios en liquido ruminal). Sin embargo, no se pudo encontrar diferencias 

significativas entre tratamientos, lo cual podría ser debido a la falta de homogeneidad en 

las cargas parasitarias de cada animal. Por lo que sería favorable tratar a animales con 

cargas parasitarias más o menos similares, de igual forma sería bueno recomendar que el 

uso de productos herbolarios sea en tiempos más largos y a dosis más elevadas.  
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