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iii RESUMEN 
 

  
El objetivo del estudio fue identificar larvas de la familia Ancylostomatidae y Strongyloididae mediante 

cultivo de carbón vegetal en mamíferos silvestres en cautiverio en el departamento de Madre de Dios, 

en el año 2017. El estudio se realizó en el Centro de Conservación “Reserva Ecológica Taricaya”, el cual 

cuenta con una población de 50 mamíferos, 36 individuos de 07 especies del orden Primate (Ateles 

chamek, Alouatta seniculus, Sapajus macrocephalus, Cebus cuscinus. Lagothrix lagotricha, Saimiri 

macrodon y Saguinus fuscicollis) y 11 individuos de 06 especies del orden Carnívora (Puma concolor, 

Puma yagouarundi, Leopardus pardalis, Atelocynus microtis y Tremactos ornatus), 01 Cetoartiodactyla 

(Mazama gouazobira) y 02 Perissodactyla (Tapirus terrestris). Se obtuvieron 21 muestras fecales, una 

por cada jaula (10 de primates, 09 de carnívoros, 01 de venado y 01 de tapir), estas fueron colocadas en 

un frasco estéril y posteriormente cultivadas en carbón vegetal en una placa petri. Las placas fueron 

rotuladas, selladas y conservadas a temperatura ambiente hasta su envío a la ciudad de Lima. En el 

laboratorio Central de la Facultad de Ciencias Agropecuarias de la Universidad Alas Peruanas se 

analizaron las muestras diluyendo una pequeña muestra en solución sobresaturada de cloruro de sodio 

y observándola al microscopio. El método de carbón vegetal contribuyó enormemente a la identificación 

de larvas rabditoides de los nematodos de la familia Ancylostomatidae y Strongyloididae en mamíferos 

silvestres. De las 21 muestras, solo 03 se hallaron positivas a larvas de la familia Strongyloididae y 

Ancylostomatidae. Se halló que el 14,2% fueron positivas. Se identificaron larvas de ambas familias en 

el mono choro (L. lagotricha), mono maquisapa (A. chamek) y oso de anteojos (T. ornatus). El estudio 

brinda medidas referenciales de las larvas L1 y adultos halladas en estas tres especies de mamíferos 

silvestres. Además, es importante considerar el riesgo ocupacional al que están expuestos el personal a 

cargo de estos animales hallados positivos. 

 

Palabras claves: carbón vegetal, carnívoros, primates, strongiloididea, ancylostomatoidea 
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iv ABSTRACT 
 

 
The objective of the study was to identify larvae of the family Ancylostomatidae and Strongyloididae by 

cultivating charcoal in wild mammals in captivity in the department of Madre de Dios, in the year 2017. 

The study was carried out in the Conservation Center "Reserva Ecológica Taricaya" , which has a 

population of 50 mammals, 36 individuals of 07 species of the Primate order (Ateles chamek, Alouatta 

seniculus, Sapajus macrocephalus, Cebus cuscinus, Lagothrix lagotricha, Saimiri macrodon and 

Saguinus fuscicollis) and 11 individuals of 06 species of the order Carnivora (Puma concolor, Puma 

yagouarundi, Leopardus pardalis, Atelocynus microtis and Tremactos ornatus), 01 Cetoartiodactyla 

(Mazama gouazobira) and 02 Perissodactyla (Tapirus terrestris). 21 fecal samples were obtained, one for 

each cage (10 of primates, 09 of carnivores, 01 of deer and 01 of tapir), these were placed in a sterile 

bottle and later cultivated in charcoal in a petri dish. The plates were labeled, sealed and kept at room 

temperature until they were sent to the city of Lima. In the Central Laboratory of the Faculty of Agricultural 

Sciences of Alas Peruanas University, the samples were analyzed by diluting a small sample in 

supersaturated sodium chloride solution and observing it under a microscope. The charcoal method 

contributed greatly to the identification of rabditoid larvae of the nematodes of the family Ancylostomatidae 

and Strongyloididae in wild mammals. Of the 21 samples, only 03 were positive for larvae of the family 

Strongyloididae and Ancylostomatidae. It was found that 14.2% were positive. Larvae of both families 

were identified in the woolly monkey (L. lagotricha), maquisapa monkey (A. chamek) and spectacled bear 

(T. ornatus). The study provides referential measurements of L1 and adult larvae found in these three 

species of wild mammals. In addition, it is important to consider the occupational risk to which the 

personnel in charge of these animals found positive are exposed. 

 

Keywords: charcoal, carnivores, primates, strongiloididea, ancylostomatoidea. 
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I. INTRODUCCIÓN 

 

 

Las enfermedades parasitarias intestinales causadas por los nemátodos de las familias 

Ancylostomatidae y Strongyloididae son zoonóticas y se presentan mayormente en 

zonas tropicales. Estas parasitosis son importantes por replicarse dentro del huésped 

y por la posibilidad de convertirse en patógenos potencialmente oportunistas y letales 

en pacientes inmunocomprometidos. Otros huéspedes suelen ser los animales 

silvestres, siendo importante considerar el riesgo ocupacional del personal encargado 

del manejo de estos animales mantenidos en cautiverio, ya que si no se cuenta con las 

medidas adecuadas de bioseguridad el contacto con las larvas infectantes estaría 

favorecido.  

 

 

Para estos tipos de nemátodos el método diagnóstico más utilizado en medicina 

humana es la técnica de Baermman, el cual consiste en la migración activa o 

movimiento de las larvas (1). En medicina veterinaria este método también es el más 

empleado, especialmente en situaciones de campo y en estudios epidemiológicos 

cuando los cultivos no están disponibles, aunque tiene una sensibilidad de 60% (2), 

menor al de cultivo con carbón vegetal. 

 

 

La mezcla de la materia fecal con carbón vegetal molido (cultivo con carbón vegetal) es 

usada para el crecimiento de larvas de Strongyloides sp., considerada como un 

excelente método de desarrollo para helmintos. Además permite el desarrollo de larvas 

filariformes infectantes y tiene una sensibilidad de 95% (3). El cultivo con carbón vegetal 

en animales silvestres puede ser una herramienta factible, los cuales permitirán una 

correcta evaluación macro y microscópica de estos nematodos. En el mono fraile 
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(Saimiri sciureus) se evaluó la efectividad del cultivo de carbón vegetal, hallando una 

sensibilidad del 95%, concluyendo que este método tiene alta sensibilidad, bajo costo 

y es de fácil desarrollo (3). 

 

 

Por otro lado, en el departamento de Madre de Dios se ubica el Centro de Conservación 

“Reserva Ecológica Taricaya”, siendo muy reconocido por su labor en rehabilitación de 

mamíferos silvestres peruanos. Como parte del programa de medicina preventiva, el 

Centro realiza exámenes coproparasitológicos en donde se ha diagnosticado la 

presencia de huevos tipo Strongyloides, haciéndose necesarios métodos 

complementarios para el diagnóstico y tratamiento de la colección de animales. 

 

 

Considerando que las enfermedades parasitarias de carácter zoonótico podrían 

presentarse en el centro mencionado y debido a la importancia de la conservación de 

la colección de animales cautiva, el objetivo de la investigación fue identificar las larvas 

Ancylostomatidae y Strongyloididae con el método de cultivo con carbón vegetal en 

mamíferos silvestres en cautiverio. Esta información será de gran importancia para el 

diagnóstico y adecuado tratamiento de los animales, así como evaluar el potencial 

zoonótico a los trabajadores que se encuentran en contacto con los animales. 
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II. MARCO TEÓRICO 

 
 

2.1 Ancylostomatidae y Strongyloididae 

 

2.1.1 Generalidades 

 

Los nemátodos son comúnmente llamados gusanos redondos por su apariencia en 

corte transversal y son parásitos de vida libre. En la mayoría de nemátodos los sexos 

son separados (4). Son el grupo de invertebrados con más número de especies que 

parasitan animales domésticos o al hombre (5).  

 

 

Tienen forma cilíndrica, cubiertos por una cutícula, su locomoción es mediante 

movimientos ondulantes y sus órganos están suspendidos en la cavidad corporal (6). 

Su sistema digestivo es tubular, la boca es una abertura sencilla conformada por dos o 

tres labios que desemboca en el esófago el cual presenta una morfología muy variable, 

clasificándose en filariforme, estrongyloide, rabditoide y trichuriforme (Anexo 1). Del 

esófago continua el intestino y finaliza en el recto que desemboca en orificio anal en las 

hembras y en los machos en una cloaca (6). 

 

 

La familia Ancylostomatidae pertenece al orden Strongylida mientras que la familia 

Strongyloididae pertenece al orden Rhabditida, siendo clasificados como nemátodos de 

importancia veterinaria por el potencial patógeno para los animales y zoonótico para los 

humanos (4). 
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2.1.2 Ancylostomatidae 

 

Es una familia de parásitos observados frecuente en animales domésticos y silvestres, 

y accidentalmente en el humano. Estos nemátodos localizados en el intestino delgado 

se caracterizan por ser hematófagos, ocasionando la denominada “anemia tropical” (5). 

Presentan cápsula bucal bien desarrollada, la cual está conformada por placas de corte 

quitinoso, similares a dientes (4). 

 

 

2.1.2.1Taxonomía 

 

 Reino  : Animal 

 Phylum  : Nemátoda 

 Orden  : Strongylida 

 Superfamilia : Ancylostomatoidea 

 Familia  : Ancylostomatidae (4). 

 

 

2.1.2.2 Morfología 

 

Son gusanos cilíndricos, de 8 a 11 mm el macho y 10 a 13 mm la hembra, su diámetro 

oscila entre 0,3 a 0,4 mm. Presentan una gruesa cutícula y un tubo digestivo que 

comienza en una cápsula bucal dotada de dientes cortantes. El macho presenta en el 

extremo posterior una dilatación conocida como bolsa copuladora, con espículas para 

fijarse al momento de la cópula (7). 

 

 

La hembra fértil libera huevos de manera continua; estos son de 65 a 75 µm de longitud 

por 35 a 40 µm de ancho y poseen una membrana externa translúcida; apareciendo 2, 

4, u 8 blastómeros de característica diagnóstica (7). Las larvas rabditiformes miden de 

250 µm de largo por 20 µm de ancho; extremo anterior romo con cavidad bucal larga; 
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esófago dividido en cuerpo itsmo y bulbo. Las larvas filariformes son muy móviles, mide 

500 µm por 25 µm de diámetro, no presenta cavidad bucal; el esófago es recto unido al 

intestino y el extremo posterior termina en punta. Las dos formas larvarias son 

aparentemente similares a Strongyloides stercoralis (Anexo 2) (7). 

 

 

2.1.2.3 Ciclo de vida 

 

Los huevos de esta familia se expulsan con las heces, su desarrollo se ve favorecido 

con la humedad y temperatura óptima de 23°C - 30°C. La primera larva crece en un 

día, ingiere bacterias y muda al segundo estado larvario. Se alimenta y muda para dar 

lugar al tercer estado larvario, en el cual no se alimenta, esto sucede en 22 días a 15°C 

o en dos días a 20°C - 30° C. La larva 3 infecta al huésped a través de la piel o por vía 

oral, sigue la ruta linfática llega al corazón y pulmones, pasa por los alvéolos, 

bronquiolos, bronquios, tráquea y faringe en donde es deglutida y llega al intestino. Esta 

migración puede demorar dos a siete días (Anexo 3) (7).  

 

 

2.1.2.4 Cuadro clínico 

 

Las manifestaciones clínicas de la infestación por Ancylostoma sp. son una anemia 

normocrómica y normocítica aguda seguida por otra hipocrómica y macrocítica. Los 

individuos sobrevivientes desarrollan inmunidad y mostrando signos leves mientras que 

los animales débiles pueden sufrir anemia crónica. En el caso de los animales bien 

nutridos pueden albergar unas pocas larvas sin mostrar signos. Una diarrea de heces 

oscuras y alquitranadas, es una de las manifestaciones graves que incluyen anemia, 

anorexia, emaciación y debilidad (7). 
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2.1.3 Strongyloididae 

 

La infección producida por esta familia es conocida como Estrongyloidiasis. Existen dos 

especies capaces de afectar al hombre: S. stercoralis que es la principal y S. fuelleborni 

la cual es encontrada esporádicamente en África y Papua Nueva Guinea. Se estima 

que la Estrongyloidiasis afecta a millones de personas en todo el mundo, siendo 

endémica en países del sudeste asiático, Latinoamérica y Sudáfrica (8).  

 

 

Es el único nemátodo que parasita al hombre, reproduciéndose en su interior y 

permaneciendo en él durante largos períodos. Además, debido a que puede desarrollar 

ciclos de vida libre, desarrolla reservorios en el suelo, favoreciendo su asentamiento de 

zonas endémicas (9). La Estrongyloidiasis ha ganado importancia por los graves 

cuadros que se produce en pacientes vulnerables, en los que puede ser mortal. Se 

debe tener en cuenta que los tratamientos no siempre son positivos en la eliminación 

del parásito (8). 

 

 

2.1.3.1 Taxonomía 

 

 Reino  : Animal 

 Phylum  : Nemátoda 

 Orden  : Rhabditida 

 Superfamilia : Rhabditoidea 

 Familia  : Strongyloididae(4). 

 

 

2.1.3.2 Morfología 

 

La hembra adulta parasitaria mide 2 mm de largo por 40 a 50 μm de diámetro. Su 

esófago ocupa el tercio anterior del parásito, que continúa en intestino y termina en 
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orificio anal. Posee dos úteros que contienen pocos huevos de 50 a 55 μm por 35 μm. 

El macho de vida libre mide 700 μm de largo por 40 a 50 μm de diámetro; su tercio 

distal está curvado y posee dos espículas cortas para la cópula (10). 

 

 

Las larvas rabditoides o L1 miden aproximadamente 250 a 300 μm de largo por 15 μm 

de diámetro. El extremo anterior es romo y el caudal filiforme, con una cavidad bucal 

corta y estrecha. Presentan un esófago con bulbo posterior y un itsmo bien marcado en 

la parte media. El primordio genital es muy evidente. Las larvas filariformes o L3 miden 

500 a 700 μm por 20 μm; presentan un esófago cilíndrico sin bulbo que ocupa la mitad 

del cuerpo y su extremo posterior presenta una terminación bífida carácter diagnóstico. 

No se alimentan y resisten hasta 50 días en el suelo (Anexo 4) (10). 

 

 

2.1.3.3 Ciclo de vida 

 

El ciclo de vida presenta una alternancia entre una generación homogónica y 

partenogenética en el intestino del hospedador y una generación heterogónica de vida 

libre en el exterior (10). 

 

 

Las hembras y machos de vida libre viven en el medio ambiente y las hembras ponen 

huevos de los que surgen larvas rabditoides (L1). Estas se transforman en larvas L3 

infectantes, que infectan a sus hospederos por la piel intacta. Viajan por los capilares y 

vasos linfáticos en forma pasiva llegando al corazón, pulmones, alvéolos, bronquiolos, 

tráquea y laringe en donde son deglutidas hasta el intestino delgado, alojándose en el 

duodeno donde la hembra partenogenética coloca sus huevos después de 17 días post-

infección. De estos huevos salen larvas rabditoides (Anexo 5).  
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2.1.3.4 Cuadro clínico 

 

Las manifestaciones clínicas más frecuentes son dolor abdominal, náuseas, vómitos, 

timpanismo, fiebre, episodios de diarreas alternados con periodos de estreñimiento y 

en algunos casos hemorragia digestiva (11). 

 

 

2.1.4 Aspecto zoonótico  

 

Se han descrito diversos estudios sobre en la presencia de especies de las familias 

Strongyloididae y Ancylostomatidae en personas y en especial en poblaciones 

infantiles, a continuación se describen algunas investigaciones realizadas en Perú (11, 

12), Argentina (13) y Colombia (14). 

 

 

Egido y colaboradores (2001) determinaron la prevalencia de enteropatía debida a la 

Estrongyloidiasis en la ciudad de Puerto Maldonado (Perú), realizando tres exámenes 

directos: de frotis fecal, con solución salina y lugol como método convencional. Se 

observó microscópicamente y se registró como resultado que el 6,12% de un total de 

221 pacientes fueron positivos (11).  

 

 

Herrera y colaboradores (2006) realizaron un estudio sobre la determinación de los 

factores asociados a la infección por Strongyloides stercolaris, en pobladores del distrito 

y provincia de Chanchamayo en Junín (Perú). Para ello se realizaron pruebas de alto 

rendimiento como la técnica de Baermann modificado y la de sedimentación 

espontánea, así como el método directo. Se obtuvo que, de un total de 100 individuos, 

50 fueron positivos. Se concluyó que las personas que viven en zonas tropicales y en 

contacto con ríos, además de presentar síntomas gastroentéricos, son las más 

susceptibles (12). 
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Navone y colaboradores (2006) realizaron un estudio sobre parasitosis intestinales en 

poblaciones Mbyá-Guaraní de la provincia de Misiones (Argentina). Las muestras 

fecales fueron analizadas utilizando los métodos de concentración por sedimentación y 

flotación. Mediante el examen directo se determinaron monoparasitosis por S. 

stercolaris en un 32,8% en poblaciones periurbanas, mientras que un 36% de la 

población presentaba poliparasitosis (13).  

 

 

Olivera y colaboradores (2014) evaluaron cuatro (04) métodos parasitológicos para la 

detección de Strongyloides stercolaris en el departamento de Córdoba, Tierra 

alta(Colombia).Analizaron 262 muestras de heces, se determinaron dos (02) casos con 

el método de Harada- Mori, un caso (01) caso con el método agar en placa y un (01) 

caso en el examen directo. Con la técnica de Baermann modificado no se detectaron 

casos (14). 

 

 

2.1.5 Métodos de diagnóstico 

 

La clave es tener un índice sospechoso. A menudo es imposible diagnosticar el parásito 

en un único examen debido a una baja carga parasitaria. Lo ideal es hacer análisis 

seriados durante varios días (15). 

 

 

2.1.5.1 Examen directo 

 

La sensibilidad de esta técnica es tan baja que no se recomienda para el diagnóstico 

de Strongyloides. Además, la evidencia muestra que es también de bajo rendimiento 

para el resto de helmintos (3). El frotis tiene ciertas ventajas diagnósticas sobre otras 

técnicas y estas son: la técnica de flotación en soluciones hipertónicas tiende a 

deformar las larvas, dificultando así la diferenciación de infecciones causadas por el 

orden Strongyloides y vermes pulmonares (16). 
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El procedimiento se resume en mezclar unas gotas de agua más una cantidad 

equivalente de heces en un portaobjetos de microscopio. Se coloca un cubreobjetos y 

luego la preparación se examina microscópicamente. Se pueden detectar huevos o 

larvas por este método, pero debido ala pequeña cantidad de heces puede detectar 

solo grandes infecciones (4). 

 

 

2.1.5.2Cultivo Harada Mori 

 

Este método permite reproducir parte del ciclo de vida del parásito en el laboratorio. Las 

heces frescas son esparcidas en un papel de filtro de 2 a 3 cm de ancho, cuyo extremo 

inferior se mantiene limpio y sumergido en agua dentro de un tubo de ensayo o cónico, 

haciendo que, por capilaridad, el papel se embeba, humedezca e induzca a la larva a 

migrar hacia el fondo del tubo. Se incuba a 30 °C por siete a diez días. Durante este 

tiempo, las larvas L1 mudan a L3. Se centrifuga y el sedimento formado es observado 

al microscopio (2). 

 

 

2.1.5.2 Método de Baermann 

 

En este procedimiento se dispone de una copa que sostiene una malla de metal con 

materia fecal fresca envuelta en varias capas de gasa. Se debe agregar agua entre 

35°C a 37 °C hasta llenar la copa con las heces envueltas, se espera 45 minutos y 

después se recoge el sedimento en el fondo de la copa. La presencia de larvas móviles 

es evidente bajo el microscopio. Si la muestra es fresca se podrán identificar larvas 

rabditoides. La sensibilidad con este método es alta y es recomendada en trabajos de 

campo o donde las condiciones de laboratorio sean básicas. Las muestras seriadas 

aumentan la sensibilidad, aunque aún sea menor que la de los métodos de cultivo (2). 
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2.1.5.3 Cultivo con carbón vegetal 

 

El método con carbón vegetal es altamente sensible para el diagnóstico de 

Estrongiloidiasis. En los últimos años, se ha descrito el método de cultivo con carbón 

vegetal como el método ideal para hallar estos nemátodos, cuya técnica no es muy 

aplicada en nuestro país, a pesar de ser económico y práctico (2).  

 

 

El carbón vegetal se utiliza para proporcionar un medio similar a las condiciones 

halladas en el suelo en el que las larvas puedan desarrollarse (17). Los reactivos que 

se necesitan son carbón vegetal de madera dura y nistatina (3). El cultivo se realiza con 

las heces diluidas en agua destilada formando una mezcla que es incubada en una 

placa Petri la cual luego se sella. Se identifican larvas de Strongyloides sp. al 

microscopio (2). 

 

 

2.2 Mamíferos silvestres 

 

2.2.1 Primates 

 

En el Perú se describe un diversidad de 47 especies de primates (18), algunas de las 

más representativas son: el mono fraile (Saimiri macrodon), machín negro (Sapajus 

macrocephalus), machín blanco (Cebus cuscinus), mono aullador rojo (Alouatta 

seniculus), mono choro (Lagothrix lagotricha), mono maquisapa (Ateles chamek) y 

mono pichico (Saguinus fuscicollis). 

 

 

2.2.1.1 Mono fraile (Saimiri macrodon) 

 

Es una especie hallada en Perú, Bolivia y Brasil, es común encontrarla en grupos de 

más de 50 individuos. Se les encuentra en bosques, bordes de ríos, forrajeando y 
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alimentándose de invertebrados, pequeños mamíferos y frutas. Las hembras 

permanecen en el grupo donde nacieron siendo estas siempre dominantes y los 

machos abandonan el grupo a los 4 o 5 años en busca de otros grupos (19). 

 

 

2.2.1.2 Machín negro (Sapajus macrocephalus) 

 

Es una especie que se encentra en la Amazonía de Colombia, Perú y Venezuela, así 

como en Ecuador y Bolivia. Es un habitante de bosques amazónicos, en Colombia son 

considerados plagas agrícolas alimentándose del maíz, caña de azúcar, cacao y otros 

árboles frutales. También se alimentan de pequeños mamíferos, artrópodos, ranas y 

pichones. Sus grupos son de apenas 18 individuos, siendo las hembras las 

predominantes (20). 

 

 

2.2.1.3 Machín blanco (Cebus cuscinus) 

 

Es una especie distribuida en Colombia, Bolivia, Perú y Brasil. Su pelaje es marrón claro 

o canela. Las manos y pies son más claros que el cuerpo, y la frente esta desprovista 

de mancha negra. Se alimenta de frutos de Ficus y Astrocarium, semillas, flores y 

castañas. Son muy curiosos, se mueven y quiebran cosas, considerándoseles como 

uno de las primates más inteligentes de América. Su cola es semiprensil y menos 

especializada que Atelidae (21). 

 

 

2.2.1.4 Mono aullador rojo (Alouatta seniculus) 

 

Los grupos heterosexuales de esta especie se componen de hasta 13 integrantes. 

Cada grupo tiene generalmente 1 a 2 machos adultos y 1 a 3 hembras adultas. Los 

adultos constituyen aproximadamente el 60% de la población total. En la Reserva 

Nacional Pacaya Samiria (departamento de Loreto) se le puede observar cruzar el río 
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a nado. Los nacimientos ocurren durante todo el año. Las crías son cargadas 6 meses 

por las hembras. Esta especie ocupa la parte alta de los bosques, pero entre marzo y 

mayo frecuentan el estrato inferior. Su dieta se basa en hojas, yemas, frutos, lianas y 

flores (22). 

 

 

2.2.1.5 Mono choro (Lagothrix lagotricha) 

 

Presenta casi la totalidad de su cuerpo oscura, gris y marrón, la cabeza es redonda, la 

cara negra, la cola es prensil y la barriga es protuberante. Suele encontrarse en grupos 

de 2 a 70 monos, no son territoriales entre ellos, se alimenta de frutas, hojas, semillas 

y algunos artrópodos. Son dispersadores de semillas. Estos monos parecen 

reproducirse lentamente, con las hembras dando a luz por primera vez a los 6 a 8 años. 

Se los encuentra en tierra firme y en bosques inundados, no suelen encontrarse en 

bosques secundarios (23). 

 

 

2.2.1.6 Mono maquisapa (Ateles chamek) 

 

Esta especie es quizás uno de los más comunes, encontrándose en Bolivia, Perú y 

Brasil. Pasan mucho tiempo en las copas y también utilizan los estratos medios e 

inferiores. Cuando viajan pasan más tiempo colgando de las ramas, moviéndose con 

los brazos y balanceándose. Son muy frugívoros alimentándose de diversas frutas. 

También comen hojas y flores jóvenes, semillas, raíces, corteza, madera 

descompuesta, yemas florales, miel, y pequeños insectos. Es considerado un 

importante dispersador de semillas (24). 
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2.2.1.7 Mono pichico (Saguinus fuscicollis) 

 

Esta especie se encuentra distribuida en Bolivia, Brasil, Colombia, Ecuador y Perú. Se 

le puede hallar en tierras bajas amazónicas, bosques pluviales, parcelas y bosques 

secundarios. Los pichicos se distinguen por su pequeño tamaño, garras modificadas y 

la ocurrencia de partos gemelares. Comen frutas, néctar, insectos, lagartijas, caracoles 

y ranas. Viven en grupos grandes y generalmente solo una hembra del grupo se 

reproduce (25). 

 

 

2.2.1.8 Estado de conservación 

 

Según el Decreto Supremo N° 004-2014-MINAGRI, que aprueba la actualización de la 

lista de clasificación y categorización de las especies amenazadas de fauna silvestre 

legalmente protegidas, los primates que se encuentran en la categoría “En peligro” son 

Lagothrix lagotricha y Ateles chamek (26). 

 

 

Mientras que según La Lista Roja de la Unión Internacional para la Conservación de la 

Naturaleza (Red List UICN), A. chamek está clasificado en peligro, L. Lagotricha se 

encuentra en estado vulnerable, Sapajus macrocephalus se encuentra casi 

amenazado; los demás primates (Saimiri macrodon, Cebus cuscinus, Alouatta 

seniculus, y Saguinus fuscicollis) no se encuentran dentro de la categorización de 

especies amenazadas, considerándose de menor preocupación (27). 

 

 

La Convención sobre el Comercio Internacional de Especies Amenazadas de Fauna y 

Flora Silvestres (CITES) incluye a todas las especies de primates en el apéndice II en 

la que se les menciona como especies que no necesariamente están en peligro, pero 

cuyo comercio debe ser controlado para garantizar su supervivencia (28). 
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2.2.2 Carnívoros silvestres 

 

En el Perú habitan 35 especies del orden Carnívora (29), dentro de los cuales se 

encuentran: el puma andino (Puma concolor), yaguarundí (Puma yagouaroundi), 

ocelote (Leopardus pardalis), perro de monte (Atelocynus microtis), margay (Leopardus 

wiedii) y oso de anteojos (Tremarctos ornatus). 

 

 

2.2.2.1 Puma andino (Puma concolor) 

 

Se encuentra desde Canadá hasta los andes de Perú y Chile. Su especie se encuentra 

en distintos hábitats. Aunque prefiere hábitats con vegetación densa, pueden vivir en 

zonas abiertas. Los pumas son capaces de tomar grandes presas, aunque también 

cazan las de tamaño pequeño. En América del Norte, los ciervos representan el 60 al 

80% de la dieta, pero pueden consumir presas más pequeñas, incluyendo cerdos 

salvajes, mapaches y armadillos (30). 

 

 

2.2.2.2 Yaguarundí (Puma yagouaroundi) 

 

Se encuentra desde México hasta el sur de Brasil, Paraguay, Uruguay, Perú,  Argentina 

y Colombia, ocupando una amplia gama de hábitats. Es un felino de cuerpo pequeño 

(5 kg), principalmente terrestre; sin embargo se mueve fácilmente en los árboles. Su 

tamaño de camada es de 1 a 4 crías. Es diurno y su dieta incluye pequeños mamíferos, 

aves y reptiles aunque puede cazar presas mayores a 1 kg. La especie no es dominante 

y se ve afectada negativamente por el ocelote (Leopardus pardalis) (31). 
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2.2.2.3 Ocelote (Leopardus pardalis) 

 

Este felino tiene una distribución que abarca desde los Estados Unidos, México, 

América central hasta América del sur. La especie ocupa varios tipos de hábitats, que 

van desde matorrales hasta bosques tropicales. Es un felino de tamaño mediano (11 

kg), con un tamaño de camada de 1 a 4 crías, son nocturnos pero también se les ve de 

día. Tiende a ser la especie de felino más abundante. Su dieta incluye pequeños 

mamíferos, aves, reptiles y grandes mamíferos como agutís, armadillos, pacas, monos, 

etc (32). 

 

 

2.2.2.4 Perro de monte (Atelocynus microtis) 

 

Es notoriamente raro, se ha encontrado en sitios dispersos desde Colombia hasta 

Bolivia incluyendo Ecuador y Brasil. Varios estudios han sugerido la presencia de la 

especie en toda la región amazónica de la selva baja, así como los bosques andinos 

de la colina en Ecuador y Perú. La especie ha sido observada en distintos hábitats de 

tierras bajas, incluyendo bosque de tierra firme, bosque pantanoso, rodales de bambú 

y sucesión primaria a lo largo de los ríos (33). 

 

 

2.2.2.5 Margay (Leopardus wiedii) 

 

Está fuertemente asociado a hábitats forestales aunque también se le ha encontrado 

en zonas semiáridas de Brasil. Esta especie está adaptada para trepar y vivir en arboles 

a diferencia de otras especies. Se le considera como menos tolerante al humano; sin 

embargo utilizará zonas perturbadas o plantaciones abandonadas con suficiente 

cobertura arbórea. El margay es pequeño (3.3kg) y solitario. Es nocturno y crepuscular 

y su dieta se basa en pequeños mamíferos, aves y reptiles (34). 
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2.2.2.6 Oso de anteojos (Tremarctos ornatus) 

 

Es el único oso endémico de América del sur limitando su presencia desde Venezuela, 

Colombia, Perú y Bolivia. Ocupa una gran variedad de hábitats, desde matorrales 

desérticos hasta praderas de gran altitud, con una elevación de 250 a 4 750 msnm. Se 

mueven siguiendo los patrones estacionales de los recursos alimenticios. Son 

omnívoros, alimentándose principalmente de material vegetativo como frutas y plantas 

suculentas, y ocasionalmente carne. Descansan en árboles o cuevas donde los osos 

se alimentan de frutos altos y consumen cadáveres de animales. Los patrones de 

actividad pueden ser diurnos y nocturnos. El tamaño de la camada es típicamente de 

dos cachorros (35). 

 

 

2.2.2.7 Estado de conservación 

 

Según el Decreto Supremo N° 004-2014-MINAGRI, que aprueba la actualización de la 

lista de clasificación y categorización de las especies amenazadas de fauna silvestre 

legalmente protegidas, ubica al puma andino (Puma concolor) en la categoría de “casi 

amenazado”, mientras que el margay (Leopardus wiedii) está categorizado en “datos 

insuficientes” (26).  

 

 

Según La Lista Roja de la Unión Internacional para la conservación de la Naturaleza 

(Red List UICN) clasifica como “casi amenazado” al perro de monte (Atelocynus 

microtis) y al margay (L. wiedii), mientras que el puma andino (P. concolor), ocelote 

(Leopardus pardalis) y yaguarundí (Puma yagouaroundi) se encuentran señalados 

como de “menor preocupación” y el oso de anteojos (Tremarctos ornatus) está 

clasificado como “vulnerable”, todos ellos indicados por la UICN (27). 
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La Convención sobre el Comercio Internacional de Especies Amenazadas de Fauna y 

Flora Silvestres (CITES) incluye a las especies margay (L. wiedii), oso de anteojos (T. 

ornatus) y ocelote (L. pardalis) en el apéndice I (especie en peligro de extinción cuyo 

control de su comercialización es bastante estricto), mientras que las especies puma 

andino (P. concolor) y yaguarundí (P. yagouaroundi) se encuentran en el apéndice 

II(especies que no necesariamente están en peligro pero cuyo comercio debe ser 

controlado para garantizar su supervivencia) (28). 

 

 

2.2.3 Cetoartiodactyla 

 

2.2.3.1 Venado rojo(Mazamagouazoubira) 

 

Tiene una amplia distribución, se extiende desde Centroamérica hasta el centro de 

Argentina, donde se puede encontrar tan al oeste como la región de montañas secas. 

Esta especie se distingue fácilmente por su color gris a marrón claro, es más pequeña 

y más corta que M. americana y más grande que M. nana. Es un habitante típico de las 

áreas de bosque con alta cobertura vegetal. En los bosques de la parte sur seca del 

chaco sudamericano se alimenta de dicotiledóneas, especialmente especies leñosas 

(árboles y arbustos) durante las estaciones seca y húmeda (36).  

 

 

2.2.3.2 Estado de conservación 

 

Según el Decreto Supremo N° 004-2014-MINAGRI, que aprueba la actualización de la 

lista de clasificación y categorización de las especies amenazadas de fauna silvestre 

legalmente protegidas, no clasifica a esta especie (26). Según La Lista Roja de la Unión 

Internacional para la conservación de la Naturaleza (Red List UICN) clasifica como 

“preocupación menor” a M. gouazoubira, aunque su población se encuentra 

decreciendo (27). La Convención sobre el Comercio Internacional de Especies 

Amenazadas de Fauna y Flora Silvestres (CITES) no lo incluye dentro de su lista (28). 
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2.2.4 Perissodactyla 

 

2.2.4.1 Tapir (Tapirus terrestris) 

 

Es el mamífero terrestre más grande de Sudamérica. Puede medir entre los 77 y 108 

cm y alcanzar 250 kilos de peso, siendo las hembras más grandes que los machos. 

Presenta una trompa en el labio superior y lleva una crin desde la cola hasta el cuello. 

El tapir es herbívoro-frugívoro, vive en selvas pluviosas y en zonas cercanas a pantanos 

y ríos siendo un buen nadador. Son solitarios, pero se reúnen en parejas durante el 

cortejo. Maduran sexualmente a los cuatro años y tiene una cría nace al año y mes de 

gestación. Su longevidad es hasta los 22 años aproximadamente (37).  

 

 

2.2.4.2 Estado de conservación 

 

Según el Decreto Supremo N° 004-2014-MINAGRI, que aprueba la actualización de la 

lista de clasificación y categorización de las especies amenazadas de fauna silvestre 

legalmente protegidas, clasifican al tapir como “casi amenazado” (26). Según La Lista 

Roja de la Unión Internacional para la conservación de la Naturaleza (Red List UICN) 

clasifica al tapir como “vulnerable” (27). La Convención sobre el Comercio Internacional 

de Especies Amenazadas de Fauna y Flora Silvestres (CITES) lo ubica en el apéndice 

II (especies que no necesariamente están en peligro pero cuyo comercio debe ser 

controlado para garantizar su supervivencia) (28). 

 

 

2.3 Antecedentes 

 

2.3.1 Estudios en animales silvestres 

 

Se han realizado diversos estudios parasitológicos en animales silvestres sobre la 

presencia de Ancylostomas y Strongyloides. Entre las investigaciones más relevantes, 
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se encuentran las realizadas en Estados Unidos, Bolivia, Perú, Colombia, Australia, 

Brasil, Ecuador y China. 

 

 

McLaughlin y colaboradores (1993) realizaron un estudio sobre la presencia de 

Ancylostomas en el lince rojo (Felis rufus) en vida libre de 17 condados del estado de 

Florida (Estados Unidos). Examinaron 85 individuos utilizando los métodos de 

recuperación por fijación y preservación de los helmintos, realizando lavados y 

raspados de mucosa intestinal, para luego realizar el aclarado y utilizar lactofenol. Se 

hallaron al menos 1 de 4 especies de Ancylostomas en el 61% de individuos. Entre las 

especies halladas se encontraron Ancylostoma tubaeforme, A. caninum, A. brasiliense 

y A. pluridentatum, las cuales presentaron una prevalencia de 11, 18, 19 y 29%, 

respectivamente (38). 

 

 

Beltrán-Saavedra y colaboradores (2008) realizaron el estudio coproparasitológico de 

mamíferos silvestres en cautiverio en las instalaciones de la Fundación Vida Silvestre 

Bolivia en la ciudad de Santa Cruz (Bolivia). Se realizaron técnicas de flotación y 

sedimentación. El estudio en mamíferos arrojó un 55,6% (5/9) de muestras positivas a 

Strongyloides sp. y/o Ancylostoma sp. En carnívoros, el total de positivos fue del 50% 

(2/4), obteniéndose muestras positivas de Strongyloides sp. y Ancylostoma sp. para 

Puma concolor (100%), mientras que entre los negativos se encontró Leopardus 

pardalis. Para los primates se obtuvo un 60% (3/5) de especies positivas, entre las 

cuales se encuentran Alouatta seniculus (33,3%), Cebus albifrons (100%) y Ateles 

chamek (100%) (39). 

 

 

Chomba y Quispe (2009) realizaron un estudio sobre la semilla de papaya pulverizada 

como antiparasitario interno natural contra nemátodos del mono fraile (S. sciureus) en 

cautiverio, en la ciudad de Lima (Perú). Se trabajó con una población total de ocho 
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monos adultos y utilizaron los métodos directo y por flotación determinando resultados 

positivos para Strongyloides sp. con un promedio de tres larvas por lámina (15). 

 

 

Castañeda y colaboradores (2010) determinaron la prevalencia de helmintos 

intestinales de primates neotropicales alojados en la ciudad de Ibagué en Colombia. Se 

tomaron muestras fecales de 15 individuos en cautiverio entre las cuales se 

encontraban las especies Ateles geoffroyi, Ateles hybridus y Saimiri sciureus. Se 

realizaron los métodos de flotación y examen directo. Todos los individuos fueron 

positivos a la presencia de helmintos y se obtuvo únicamente Strongyloides sp. en el 

100% de las muestras de A. hybridus estudiadas (40). 

 

 

Guerrero y colaboradores (2012) identificaron parásitos gastrointestinales en primates 

no humanos en cautiverio, realizado en el Zoológico Parque Natural de Pucallpa, 

ubicado en el departamento de Ucayali (Perú). Se obtuvieron 72 muestras fecales de 

58 primates de ocho especies: machín negro (Cebus apella), mono pichico (Saguinus 

fuscicollis weddelli), machín blanco (C. albifrons), mono choro (L. lagotricha), mono 

maquisapa (Ateles paniscus chamek), mono fraile (Saimiri sciureus), musmuqui (Aotus 

nigriceps) y mono aullador rojo (A. seniculus). Las muestras se fijaron en formol al 10% 

y se analizaron mediante los métodos Directo, Ritchie, Sheather, Sedimentación y 

tinción de Ziehl-Neelsen. Entre los parásitos hallados se encontró Strongyloides cebus 

(56/72), el cual se halló en el 100% (8/8) de las especies estudiadas (41). 

 

 

Smout y colaboradores (2013) realizaron un estudio sobre primeros reportes de 

Ancylostoma en el perro salvaje (Canis lupus dingo) de la región de los trópicos 

húmedos de la región de Cairns en Queensland (Australia). Las muestras fecales fueron 

conservadas en SAF al 5%, luego fueron analizadas mediante examen directo, 

determinando la presencia de huevos tipo Strongyloides. En los exámenes moleculares 

y de ADN se observó Ancylostoma caninum (70,7%) (42). 
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Copete y colaboradores (2013) llevaron a cabo el estudio sobre los principales 

helmintos encontrados en un centro de fauna ubicado en el zoológico de Cali en el 

departamento del Valle del Cauca (Colombia). Se tomaron muestras de heces y se 

realizaron técnicas de fijación para observarlas al estereoscopio y algunos en 

microscopio, hallándose una concentración de Strongyloides sp. del 53% en mamíferos, 

entre ellos Saimiri sciureus, Lagothrix  lagotricha y Alouatta seniculus (43). 

 

Roncancio y colaboradores (2013) desarrollaron el estudio sobre parásitos intestinales 

en poblaciones pequeñas aisladas de mono aullador rojo (Alouatta seniculus) y mono 

maquisapa (Ateles chamek) en fragmentos de bosque de río manso y el paujil 

(Colombia). Se colectaron 28 muestras en los dos fragmentos. Para el diagnóstico se 

utilizaron técnicas de flotación y método directo. En los resultados del estudio se 

registró una alta prevalencia de S. stercoralis (27%-59%) (44). 

 

 

Aranda y colaboradores (2013) realizaron el estudio de identificación y frecuencia de 

parásitos gastrointestinales en félidos silvestres en cautiverio en cuatro parques 

zoológicos en el departamento de Lima y otro en la región de Ucayali (Perú). Para ello 

se utilizaron los métodos de examen directo, test de sedimentación en tubo, método de 

Sheather y tinción Ziehl-Nielsen. Se evaluaron las especies Panthera onca (4 machos 

y 6 hembras), P. concolor (4 machos y 4 hembras), L. pardalis (machos), L. wiedii (1 

macho y 2 hembras) y Leopardus tigrinus (machos). Hallaron que el 80% (4/5) de las 

muestras de los felinos fueron positivas, entre los parásitos más frecuentes se encontró 

Strongyloides sp. (33,3%). En el estudio también se hallaron nemátodos 

Ancylostomatoideos (5,6%) (45). 

 

 

Así mismo, Gonzales (2014) llevó a cabo la identificación de parásitos intestinales en 

el mono maquisapa negro (A. hybridus) en un centro de paso de fauna en el municipio 
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de Sabana de Torres en Santander (Colombia). Las muestras fueron analizadas 

utilizando muestras de heces de 5 ejemplares en cautiverio durante tres meses. Las 

técnicas realizadas fueron método directo con lugol y solución saturada de NaCl. De un 

total de 32 muestras se obtuvo que el 78,2% fueron positivas a parásitos intestinales, 

hallándose un 16% para Strongyloides sp. (46). 

 

 

En el mismo año Fajardo y colaboradores (2014) investigaron la presencia de 

enteroparásitos con potencial zoonótico en animales en cautiverio del zoológico de Cali 

(Colombia). Para el estudio se realizaron exámenes directos, así como técnicas de 

flotación y sedimentación en los animales cautivos. Hallaron que el 33,33% (2/6) de los 

mamíferos estudiados fueron positivos para Strongyloides sp. y de los cuales el 12,7% 

de individuos de Ateles fusciceps fueron positivos a Strongyloides sp., mientras que 

todos los individuos de L. lagotricha fueron negativos (0%) (47).  

 

 

Moraes y colaboradores (2015) llevaron a cabo un estudio sobre los helmintos en 

pequeños felinos silvestres del Parque Nacional de Iguasú (Brasil). Se describieron 

parásitos de las especies L. wiedii, L. guttulus y L. pardalis. Fue realizada una necropsia 

parasitológica de las especies procedentes de un atropello. Los órganos fueron 

seccionados, lavados y tamizados en busca de parásitos. Los helmintos recuperados 

fueron almacenados en solución Railliet & Henry procesados e identificados 

morfológicamente. Los resultados fueron positivos a parasitismo para las tres especies 

de felinos, para L. wiedii positiva la presencia de S. stercolaris y para L. pardalis positivo 

ante la presencia de Ancylostoma caninum(48). 

 

 

Torres (2015) realizó un estudio con el objetivo de determinar la prevalencia de 

Prostenorchis sp. en primates del nuevo mundo en el zoológico de Tarqui, paseo de los 

monos, y centro de rescate Yanacocha en la ciudad de Puyo y Misahualli en la provincia 

de Napo (Ecuador). Se realizaron  pruebas de directas, de concentración por 
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sedimentación y de flotación simple glucosada. Se obtuvo como resultado infestaciones 

de Strongyloides sp. en un rango de 8,7% y 39,13% en C. albifrons; en Ateles con un 

12,5% tanto en infestación severa como leve; S. sciureus con una infestación leve y 

moderada del 33,33% y L. lagotricha con una infestación leve y moderada del 14, 29% 

(49). 

 

 

Figueroa (2015) llevo a cabo una tesis doctoral sobre nuevos registros de parásitos en 

oso de anteojos (Tremarctos ornatus), analizando 28 muestras de procedentes del 

Refugio de Vida Silvestre Laquipampa, Lambayeque y del Parque Nacional Yanachaga 

Pasco (Perú). Se realizaron para el análisis de las heces los métodos directo y 

sedimentación espontánea. Realizando estos exámenes se detectó un 25% (7/28) de 

presencia de la familia Strongyloididae en ambos lugares y 10,7% (3/28) de presencia 

huevos de nemátodos de la familia Ancylostomatidae en Laquipampa (50). 

Xie y colaboradores (2017) desarrollaron el estudio de aislamiento de ancylostomas en 

el oso panda (Ailuropoda melanoleuca) en la provincia de Sichuan (China), se tomaron 

muestras del intestino delgado de un panda hembra que falleció en la Reserva Natural 

de Feng tong za, recolectando 17 especímenes los cuales fueron lavados en solución 

salina y fijados en ácido acético glacial y formaldheido. Las comparaciones de ADN, el 

análisis de la distancia genética y los datos filogenéticos indican claramente que 

Ancylostoma ailuropodae del panda gigante es una especie separada que compartió 

un ancestro común más reciente con A. ceylanicum en el género Ancylostoma (51).  

 

 

Seguel y colaboradores (2017) realizaron una publicación sobre el impacto y diversidad 

de las infecciones por Ancylostomas en animales de vida silvestres en Georgia (EEUU). 

Realizaron una revisión literaria sobre infecciones por anquilostomas en la vida silvestre 

y analizaron 218 estudios cualitativos y cuantitativos, la mayoría provenientes de 

América del Norte, Asia Oriental y Europa. Se describieron al menos 68 especies de 

anquilostomas en 9 órdenes, 24 familias y 111 especies de mamíferos silvestres (52). 
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Rondón y colaboradores (2017) llevaron a cabo una evaluación sobre la estacionalidad, 

riqueza y prevalencia de parásitos intestinales de tres especies de primates 

neotropicales (A. seniculus, A. hybridus y Cebus versicolor) en un bosque fragmentado, 

en el departamento de Santander (Colombia), analizándose muestras de los años 2010, 

2011, 2012 y 2015. Los métodos de diagnóstico usados en esta investigación fueron 

muestras de heces en solución salina solución de yodo siguiendo el método de Botero 

y Restrepo. Se hallaron diferentes especies de parásitos, entre los cuales, la 

prevalencia del orden Strongyloididae varió de 14,3% a 26,3% para A. seniculus; en A. 

hybridus de 53,3% a 30% y C. versicolor con una prevalencia de 62,5% a 18%. Mientras 

que la prevalencia del orden Ancylostomatidae varió de 28,6% a 36,8% para A. 

seniculus; para A. hibrydus de 13,3 a 33,3% y para C. versicolor varió de 37,5% a 43,8% 

(53).  

 

 

Cañar y Lojano (2018) realizaron el estudio de identificación y frecuencia de parásitos 

gastrointestinales en felinos silvestres en cautiverio en unidades de manejo de vida 

silvestre, en la provincia de Azuay (Ecuador). Los métodos coproparasitológicos usados 

fueron directo, sedimentación y flotación hallando Strongyloides sp. en el 33,3% (2/6) 

de Puma concolor, 9,1% (1/11) de Leopardus pardalis y ningún individuo de Leopardus 

wiedii. En tanto, los resultados para Ancylostoma tubaeforme fueron el 27,3% (3/11) de 

Leopardus pardalis y 0% para P. concolor y L. wiedii (54). 

 

 

2.3.2 Estudios sobre métodos de diagnóstico  

 

Existen diversas opciones sobre métodos para el diagnóstico de nemátodos de los 

órdenes Ancylostomatidae y Strongyloididae, con especificidad variable de acuerdo al 

orden de nematodo y al tipo de prueba diagnóstica. Los países que desarrollaron 

estudios comparativos y análisis de métodos son Perú, México, Venezuela y Colombia. 
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Lau y colaboradores (2005) realizaron la evaluación de técnicas parasitológicas en el 

diagnóstico de Estrongyloidiasis por S. stercoralis en la ciudad de Pasco (Perú). Se 

obtuvo que de 109 muestras de heces, 42 (38,5%) presentaron S. stercoralis siendo el 

cultivo en placa de agar el que detectó 40 casos, seguido del cultivo con carbón vegetal 

con 39 casos, la técnica de Baermann con 25 casos, la técnica de sedimentación en 

tubo con 16 casos, y el examen directo, con 2 casos (55).  

 

 

El estudio realizado por Meza (2007) comparó el método de Baermman y el de cultivo 

de heces con carbón vegetal para el diagnóstico de la infección por Strongyloides 

stercolaris. La investigación se realizó en Yurimaguas, departamento de Loreto (Perú) 

y se analizaron 203 muestras de heces mediante las técnicas de Baermman, cultivo de 

placa con carbón vegetal, así como examen directo con solución salina y lugol. Se 

obtuvieron 36 muestras positivas con el método de cultivo con carbón y 14 muestras 

positivas con Baermman (56).  

 

 

Carrada-Bravo (2008) realizo un estudio sobre el ciclo de vida, cuadro clínico, 

epidemiologia, patología y terapéutica de Strongyloides stercolaris. Resaltando que el 

examen directo es rápido, pero de baja sensibilidad (3 – 4,76%), mientras que el de 

cultivo en placa de agar tiene una alta sensibilidad (95,24%) (57). 

 

Francesch y colaboradores (2008) compararon las técnicas utilizadas para el 

diagnóstico de Strongyloides stercolaris, analizando 100 muestras de heces de  

habitantes de la comunidad rural de Aripao del estado de Bolívar (Venezuela). 

Evaluaron las técnicas de examen directo, Kato, Micro-Baermann, Harada-Mori y 

Cultivo en placa de agar, demostrando que el cultivo en placa de agar fue el más 

efectivo con un 100% de positividad, seguido del Micro-Baermann (50%) (8). 
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Restrepo y colaboradores (2013) compararon la técnica de Kato-Katz con la 

combinación del coprológico directo y por concentración de Ritchie, estas dos últimas 

tomadas como estándar de oro (gold standard). Analizaron 90 muestras de materia 

fecal provenientes de niños del barrio La Cruz, en Medellín (Colombia) para el 

diagnóstico de infecciones por geohelmintos. Los resultados fueron similares en 

porcentaje (12,5%) para ambas pruebas (58). 

 

 

Gonzales (2013) realizó un estudio con el objetivo de evaluar la sensibilidad de dos 

métodos para el cultivo de larvas de Strongyloides sp. en heces de mono fraile (S. 

sciureus) en el zoológico Campo Santo “Santa Rosa de Lima”, en Lima (Perú). 

Realizando los métodos de cultivo con carbón vegetal, Baermman y exámenes directo. 

Se obtuvo como resultado una sensibilidad del 95% con el método de cultivo con carbón 

vegetal, y de 65% con el método de Baermann y que los métodos de rutina (método 

directo, método de sedimentación y método de flotación) utilizados para el diagnóstico 

de Strongyloides fueron menos sensibles teniendo alrededor del 15% en comparación 

con los métodos de cultivos de larvas de Strongyloides sp. (3). 
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III. MATERIALES Y MÉTODOS 

 

3.1 Espacio y tiempo 

 

El estudio se realizó en el Centro de Conservación “Reserva Ecológica Taricaya”, 

ubicada en la ciudad de Puerto Maldonado, departamento de Madre de Dios. (Anexo 

6). El clima de Puerto Maldonado es tropical y húmedo con temperaturas altas durante 

todo el año, especialmente en los meses de agosto y septiembre. Entre octubre y abril 

la ciudad presenta precipitaciones importantes. La ciudad de Puerto Maldonado tiene 

una temperatura media anual de 25,4°C (59).  

 

 

Las muestras se colectaron en el mes de noviembre del 2017 y el análisis se realizó en 

el Laboratorio Central de la Facultad de Ciencias Agropecuarias de la Facultas de 

Ciencias Agropecuarias - Universidad Alas Peruanas, ubicada en el distrito de 

Pachacamac, departamento de Lima. 

 

 

3.2 Población y muestra 

 

La población total de animales del centro de conservación fue de 50 mamíferos 

silvestres los cuales se encontraban distribuidos en 21 jaulas: 36 primates (en 10 

jaulas), 11 carnívoros (en 09 jaulas) un cetoartiodactylo (en 01 jaula) y dos 

perissodactylos (en 01 jaula) provenientes de decomisos de tráfico ilegal (Anexo 7, 8 y 

9). Los animales tenían albergado en el centro un mínimo de 6 meses. Con el propósito 

de maximizar el encuentro del parásito, se tomaron 21 muestras seriadas por tres (03) 

días consecutivos. 
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3.3 Diseño de la investigación 

 

El estudio es de tipo descriptivo no experimental, se inició solicitando la aprobación del 

proyecto y permiso del centro de conservación para la toma de muestra. Las muestras 

(fecales) fueron tomadas según la distribución de las jaulas, que fueron un total de 21 

muestras (10 de primates, 09 de carnívoros, 01 de cetoartiodactylo y 01 de 

perissodactylo). La recolección de heces se realizó por la mañana en frascos 

recolectores estériles que fueron sellados, rotulados y transportados en cajas de 

tecnopor. Las muestras fueron procesadas en el laboratorio realizándose la técnica de 

cultivo con carbón vegetal, la cual tuvo un tiempo de incubación de 48 horas a 

temperatura ambiente. Posteriormente se procedió a su observación con ayuda de un 

microscopio, se analizaron de resultados y finalmente se obtuvieron las conclusiones 

definitivas.  

 

 

3.4 Equipos y materiales 

 

a) Material biológico  

 Muestras de heces de mamíferos silvestres  

 

 

b) Materiales de uso personal  

 Guantes de látex  

 Mascarilla descartable  

 Gorro descartable  

 Mandil blanco  

 

 

c) Materiales para trabajo de campo  

 Frascos estériles  

 Baja lengua  
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 Cajas de polietileno expandido (tecnopor)  

 Gel refrigerante  

 Cooler  

 Fichas de recolección de muestras  

 Carbón vegetal  

 Nistatina  

 Bolsas oscuras  

 Placas Petri de plástico (15 x100 mm)  

 Pegamento  

 Papel periódico  

 

 

d) Equipos  

 Computadora  

 Cámara fotográfica  

 

 

e) Material de escritorio  

 Papel bond.  

 Lapiceros.  

 Calculadora.  

 USB.  

 Impresiones.  

 Fotocopias  

 

 

f) Materiales de Laboratorio  

 Lugol  

 Formol 10%  

 Papel filtro  
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 Pipetas  

 Algodón  

 Guantes descartables  

 Mascarilla  

 Mechero de alcohol  

 Microscopio (Leica microsystems DM750P)  

 Cámara ocular (Leica EC4)  

 

 

g) Servicios  

 Transporte  

 Internet  

 Biblioteca  

 Laboratorio  

 

 

h) Recursos humanos  

 Investigador  

 Asesores  

 Médico Veterinario  

 

 

3.5 Procedimiento  

 

3.5.1 Presentación y autorización del proyecto 

 

 Se emitió un documento solicitando la autorización por parte del centro de 

Conservación para la ejecución del estudio. 

 Se solicitó la aprobación del proyecto de investigación a la Escuela Profesional de 

Medicina veterinaria de la Universidad Alas Peruanas (Resolución N°346-2017-

FCA-UAP) (Anexo 10).  
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 Además, se contó con el permiso de investigación del Servicio Nacional Forestal 

y de Fauna Silvestre (SERFOR) siguiendo las normas de manejo de fauna 

silvestre, según el reglamento de La Ley Forestal y de Fauna Silvestre N°29763 y 

otorgado mediante la Resolución General Nº 338- 2016-SERFOR/DGGSPFFS 

(Anexo 11).  

 

 

3.5.2 Identificación de jaulas  

 

 Al inicio del día se realizó un recorrido por las jaulas para evaluar las áreas con 

mayor presencia de heces para la recolección de heces lo más frescas posibles. 

Se apuntaba en la ficha de registro todos los datos de la jaula (Anexo 12). Se 

procuró no interferir en el comportamiento normal del animal, para ello se mantuvo 

una distancia mínima de observación (3 metros).  

 Los primates estaban separados por especie, los ambientes presentaron 

bebederos, lugares de alimentación, techo alto, sustrato de tierra y áreas de 

contención física. Los carnívoros felinos se encontraban en jaulas que además 

presentaban doble puerta (puerta interna de seguridad), bebederos fijos, piscina 

(cemento), áreas verdes y zonas del piso de cemento El perro de monte (A. 

microtis) y los oso de anteojos (T. ornatus) se encontraban en amplias jaulas 

similares a la de los felinos, incluyendo en el ambiente del oso una piscina de 

cemento. El venado (M. gouazoubira) y el tapir (T. terrestris) se encontraban en 

amplias jaulas separadas una de otra acondicionadas a sus necesidades, con 

bebedores sustratos naturales y zonas de alimentación en su interior. 

 

 

3.5.3 Toma de muestra 

 

a) Antes de iniciar con el protocolo de cultivo, se realizó un pequeño agujero en la 

tapa de la placa, de aproximadamente del grosor de una aguja 18G x1” y se selló 

con pegamento (superglue) (3). 
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b) Se tomó un aproximado de 10 gramos (gr) de heces que se encontraban en el 

ambiente con guantes de látex estériles los cuales fueron colocados en un 

envase estéril de boca ancha. Una vez obtenida la muestra, se realizó el cultivo 

de carbón vegetal (Anexo 13), según el protocolo realizado por Gonzales (3) 

modificado por el protocolo de Ash (60): 

c) Se colocaron 4 gr. de la muestra de heces en medio dentro la placa Petri de 15 

x 100 mm la cual tuvo en el fondo un pedazo de papel filtro humedecido con agua 

destilada para brindar humedad al recipiente y se mezcló de forma homogénea 

con una cantidad similar (4 gr) de carbón vegetal granulado o fragmentado en 

pequeñas porciones (2). 

d)  Se agregó una pequeña cantidad diluida de nistatina (4 g) a la suspensión fecal 

para evitar el crecimiento de hongos en el cultivo (60). 

e)  La mezcla se distribuyó desde el centro de la placa hacia los bordes, cuidando 

que no tenga contacto con la tapa de la placa al momento de cerrarla. Luego se 

selló la tapa utilizando cinta parafina manteniendo la humedad interna. La placa 

se incubó a temperatura ambiente para lo cual se la protegió de la luz con una 

bolsa negra y se colocó en transportadores de polietileno expandido (tecnopor) 

(3) (Anexo 14). 

 

 

3.5.4 Conservación y transporte de muestras 

 

 Las placas se conservaron y almacenaron en transportadores de tecnopor (2), y 

su envío a Lima fue por vía aérea.  

 

 

3.5.5. Análisis de las muestras 

 

a) Observación microscópica 

Las muestras fueron examinadas en el laboratorio central de la Facultad de 

Ciencias Agropecuarias- Universidad Alas Peruanas. La placa se visualizó a 
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partir del 4to día, para ello se abrió el agujero, se colocó 5 ml de lugol y luego de 

formol al 10%, luego se abrió cuidadosamente la placa Petri utilizando guantes 

de látex. Se limpió una pequeña muestra con solución sobresaturada de ClNa y 

una gota fue colocada en un portaobjetos observándose al microscopio el cual 

con ayuda de la cámara ocular permitió la medición de las larvas (Anexo 15). Las 

larvas se identificaron por sus características morfológicas. 

 

 

b) Identificación morfológica 

Para Strongyloides sp. se siguieron los siguientes criterios:  

 Las larvas rabditiformes (L-1) miden 180-380 μm de largo por 14-20 μm de 

ancho. Poseen un esófago con dos bulbos y un anillo nervioso y estos 

continúan con el sistema digestivo hasta el ano. A la mitad del cuerpo se 

puede apreciar un primordio genital prominente en forma de medialuna o de 

“platillo volador”; la cola es filiforme (57). 

 Las larvas filariformes (L-3) miden 500-700 μm de largo por 25 de ancho, el 

esófago llega a la mitad del cuerpo del parásito y presenta una muesca en 

la cola (57).  

 La hembra de vida libre mide 1 a 1,7 mm de largo por 50-75 μm de ancho. 

El esófago es más corto, la vulva está situada a medio cuerpo, y presenta un 

receptáculo seminal. El útero está relleno de huevecillos, algunos con larvas 

formadas (61). 

 El macho de vida libre es más pequeño que la hembra, mide 0,7-1,0 mm de 

largo por 40-50 μm de ancho; la cola está enroscada y presenta una bolsa 

copulatriz con dos espículas (62) (Anexo 16). 

 

 

Para Ancylostoma sp. se siguieron los siguientes criterios:  

 Las larvas rhabditiforme miden 250um de largo y 20 um de ancho, extremo 

anterior romo, cavidad bucal larga, esófago dividido en cuerpo, istmo con 
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anillo nervioso y bulbo; intestino que termina en el ano, primordio puntiforme 

o no visible, extremo posterior puntiagudo (62). 

 Las larvas filariforme miden 500 um, de largo y 25 um de diámetro, no hay 

cavidad bucal, esófago recto sin divisiones, unido al intestino, el extremo de 

la larva es agudo (62).  

 La hembra mide 9,8 – 16 mm de largo y 560 – 740um de ancho, esófago, 

poro excretor, anillo nervioso, vulva en tercio posterior del cuerpo, cola 

termina aguda (62). 

 El macho mide 8,6 – 12 mm, ancho 510 um, presenta cápsula bucal, 

esófago, poro excretor y anillo nervioso, bursa copulatoria bien desarrollada, 

más ancha que larga y 1 par de espículas (62) (Anexo 17)  

c) Se realizó el método de solución sobresaturada de ClNa para una mejor 

visualización de las larvas (63). 

 

 

3.6 Diseño estadístico  

 

Se realizó un análisis porcentual y las medidas de las larvas se obtuvo el promedio y 

desviación estándar, utilizando el programa Excel 2016 v16.0. 
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IV. RESULTADOS 

 

 

De las 21 muestras recolectadas por jaula se reportó un total de infección por larvas de 

las familias Ancylostomatidae y Strongyloididae en 03 muestras positivas (14,2%) 

(Anexo 15). Dos (02) muestras positivas correspondieron a la jaula de mono choro 

(Lagothrix lagotricha) y la otra a una de las jaulas de mono maquisapa (Ateles chamek). 

La tercera muestra positiva correspondió a una de las jaulas del oso de anteojos 

(Tremarctos ornatus) (Cuadro 1) (Anexo 17). 

 

Cuadro 1. Identificación de larvas tipo Strongyloididae y Ancylostomatidae en 

mamíferos silvestres del Centro de Conservación “Reserva Ecológica 

Taricaya”, año 2017. 

 

 

 

 

 

 

Orden 
Total de 

animales 

N° de 

especies 

Total 

muestras / 

jaulas 

N° 

muestras 

positivas 

% 

Primate  36 07 10 02 9,5 

Canivora 11 06 09 01 4,7 

Cetoartiodactyla 01 01 01 0 0 

Perissodactyla 02 01 01 0 0 

Total  50 15 21 03 14,2 
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Las muestras de heces positivas a larvas L1 de la familia Strongyloididae 

correspondieron a la jaula de las especies mono choro (Lagothrix lagotricha), mono 

maquisapa (Ateles chamek) y oso de anteojos (Tremarctos ornatus) (Cuadro 2) (Anexo 

18). 

Cuadro 2. Medidas en micras (µm) de las larvas de las familias Strongyloididae 

mediante cultivo de carbón vegetal de las especies mono choro (L. 

lagotricha), mono maquisapa (A. chamek) y oso de anteojos (T. ornatus). 

 

Las muestras de heces positivas a larvas L1 de la familia Ancylostomatidae 

correspondieron a la jaula de las especies mono choro (Lagothrix lagotricha), mono 

maquisapa (Ateles chamek) y oso de anteojos (Tremarctos ornatus) (Cuadro 3) (Anexo 

19). 

Cuadro 3. Medidas en micras (µm) de las larvas de las familias Ancylostomatidae 

mediante cultivo de carbón vegetal de las especies mono choro (L. 

lagotricha), mono maquisapa (A. chamek) y oso de anteojos (T. ornatus). 

 

Especies 

Strongyloididae  L1 

Largo total (µm) Cola (µm) 
Prom ± DE Prom ± DE 

Lagothrix lagotricha 354,9 ± 10,2 30,4 ± 10,2 

Ateles chamek 459,4 ± 156,5 30 ± 26 

Tremarctos ornatus 389,8 ± 17,2 24,6 ± 4,9 

Especies 

Ancylostomatidae  L1 

Largo total (µm) 
Cola (µm) 

Prom ± DE Prom ± DE 

Lagothrix lagotricha 379,3±76,8 55,55±45 

Ateles chamek 330,8±74,9 98,4±20,6 

Tremarctos ornatus 433,4±71,5 59,3±15,6 



38 

 
 

Las muestras de heces positivas a adultos de la familia Strongyloididae correspondieron 

a la jaula de las especies mono choro (Lagothrix lagotricha), mono maquisapa (Ateles 

chamek) y oso de anteojos (Tremarctos ornatus) (Cuadro 4) (Anexo 20). 

 

Cuadro 4. Medidas en micras (µm) de los nemátodos de las familias Strongyloididae 

mediante cultivo de carbón vegetal de las especies mono choro (L. 

lagotricha), mono maquisapa (A. chamek) y oso de anteojos (T. ornatus).

Especies 

Strongyloididae adulto 

Macho Hembra 

Largo total (µm) Cola (µm) 
Largo total 

(µm) 
Cola (µm) 

Prom ± DE Prom ± DE Prom ± DE Prom ± DE 

Lagothrix lagotricha 549,9±105,1 - - - 

Ateles chamek 298 82 918,8±156,5 30±26 

Tremarctos ornatus 664,5±34,6 101,9±12,9 - - 
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V. DISCUSIÓN 

 

 

Las enfermedades causadas por los nemátodos de las familias 

Ancylostomatidae y Strongyloididae son zoonóticas, los animales silvestres son 

huéspedes y pueden transmitirlos a los encargados del manejo, siendo 

necesario un monitoreo parasitológico en los centros de cautividad. En este 

estudio se utilizó el método de cultivo con carbón vegetal logrando identificar a 

estas dos familias según sus medidas y características físicas. 

 

 

De las 21 muestras de las especies de mamíferos silvestres del Centro de 

Conservación “Reserva Ecológica Taricaya”, el presente estudio determinó que 

el 14,2% (3/21) del total de muestras recolectadas fueron positivas a larvas 

Strongyloididae y Ancylostomatidae, las cuales correspondieron a la jaula de los 

monos choro (L. lagotricha), a una de las jaulas de monos maquisapa (A. 

chamek) y a una de las jaulas de oso de anteojos (Tremarctos ornatus). 

 

 

Estos resultados difieren de otros estudios realizados en mamíferos silvestres 

como los realizados en Bolivia Colombia y Perú. Estas diferencias pueden 

deberse a diferentes factores como el lugar de estudio (zona endémica), el 

estrés en cautiverio y el método de diagnóstico utilizado. El presente estudio fue 

realizado en una zona endémica a parásitos gastrointestinales (Madre de Dios), 

cumpliendo las características de temperatura y humedad; Beltrán y 

colaboradores realizaron su investigación en mamíferos silvestres de un 

zoológico de Bolivia, lugar que, si bien no es endémico de este tipo de 

parasitosis, presentaba características climáticas similares al tropical, hallando 

un 55,6% de especies positivas a Strongyloides sp. y Ancylostoma sp., así 
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mismo los autores refieren que los estudios en Bolivia son muy escasos 

comparándolos con Perú, Brasil, Colombia, Estados Unidos entre otros (39). 

Guerrero y colaboradores realizaron su investigación en el departamento de 

Ucayali – Perú, zona tropical y endémica de estos parásitos determinando un 

100% (8/8) de especies positivas a Strongyloides cebus en primates y refieren 

que varios estudios demuestran la presencia de parásitos gastrointestinales en 

Perú (41). Mientras que Gonzales realizó su investigación en monos frailes 

alojados en un zoológico de Lima, obteniendo un resultado de 95% (19/21) de 

Strongyloides sp. en ambientes que mantenían un clima templado similar al de 

Madre de Dios, según las fechas de muestreo (3). 

 

 

Copete y colaboradores realizaron el estudio en el Zoológico de Cali, el cual es 

una región neotropical, hallando un 43% de mamíferos parasitados con 

helmintos, como Strongyloides sp. y Ancylostomatidae (43). Por otro lado 

Figueroa realizó su investigación en las regiones de Lambayeque y Pasco las 

cuales presentan climas subtropicales, hallando un 35,7% (10/28) de muestras 

positivas a Strongyloides sp. y Ancilostomatoideos en osos de anteojos (T. 

ornatus), refiriendo que son los nemátodos más abundantes en carnívoros 

silvestres (50). 

 

 

Del presente estudio, las muestras positivas pertenecen a animales que habitan 

recintos naturales, manteniendo contacto con tierra y vegetación, al igual que 

las demás investigaciones discutidas en este estudio, en las que refieren que 

los geohelmintos realizan parte de su ciclo de vida en la tierra (43), siendo las 

áreas tropicales y zonas boscosas las preferidas por estos parásitos (50). Los 

animales con los que se trabajó en este estudio se encontraban agrupados en 

jaulas según su especie, teniendo en algunos casos, como los primates, más de 

5 individuos por jaula, generando estrés entre los animales y facilitando el 

contacto entre animales sanos y enfermos. En otra observación, Beltrán y col. 
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refieren que el cautiverio ocasiona la aparición de enfermedades parasitarias 

generadas por hacinamiento y el estrecho contacto entre especies (39). En el 

estudio de Guerrero y col. refieren que los primates son vulnerables a las 

infecciones parasitarias debido a que viven en grupos sociales facilitando su 

infección (41). 

 

 

El estudio de Copete y col. refieren que los animales son del mismo zoológico y 

de un centro de rescate, lo cual genera contacto entre especies y estrés (43). 

En el estudio de Figueroa, los animales estudiados eran silvestres, pero refirió 

que en otros estudios se han registrado nemátodos en carnívoros de vida libre 

de las familias Ancylostomatidae y Strongyloididae (50). En el trabajo de 

Gonzales, los animales estudiados se encontraban en un área de exhibición del 

zoológico compartiendo el mismo ambiente y en estrecho contacto (3).  

 

 

Para la identificación de los nemátodos, el presente estudio realizó cultivo con 

carbón vegetal y la observación de los parásitos mediante microscopía y las 

mediciones en micras (µm). En el estudio llevado a cabo en China por Xie y 

colaboradores, realizaron análisis moleculares con la finalidad de hallar el 

género del parásito estudiado (51). En el caso de Gonzales, se realizó el cultivo 

con carbón vegetal teniendo un resultado de alta sensibilidad la prueba pero no 

realizó anotaciones respecto a las medidas de los nemátodos. Los demás 

estudios solo realizaron pruebas generales como las de examen directo y 

flotación. 

 

 

Para finalizar, los estudios mencionados no describieron las formas larvarias L1 

y adulto de los nemátodos estudiados en los resultados, las cuales el presente 

estudio identificó (Cuadro 2). Las medidas estuvieron dentro de los valores 
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brindados por Viera (65) y Cristobal (66) para Strongyloides sp. y por Escobedo 

(67) y Pumarola (68) para Ancylostoma sp. (Anexo 15). 
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VI CONCLUSIONES 

 

 

a) Se identificaron larvas de nemátodos de la familia Ancylostomatidae y 

Strongyloididae en el 14.2% (3/21) de las muestras fecales de mamíferos silvestres, 

de las cuales el 9,5% (2/21) se hallaron en el orden primate y el 4,7% (1/21) se 

hallaron en el orden carnivora. 

b) El estudio brinda medidas referenciales de las larvas L1 y adultos de las familias 

Ancylostomatidae y Strongyloididae halladas en las tres muestras de las especies de 

mamíferos silvestres: Lagothrix lagotricha, Ateles chamek y Tremarctos ornatus.  
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VII RECOMENDACIONES 

 

 

 Se recomienda estandarizar el tiempo de incubación de los cultivos con 

carbón vegetal, para la visualización en identificación de los nemátodos de 

las familias Ancylostomatidae y Strongyloididae. 

 Para lograr una identificación más precisa de las especies de nemátodos se 

aconseja realizar pruebas complementarias que apoyen a la técnica con 

carbón vegetal, como los perfiles moleculares. 
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ANEXO 1 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 1: Diferentes tipos de esófagos de nemátodos: Arriba, izq-

der: rabditiforme, filariforme y bulbar. Abajo, izq-der: doble bulbo, 

glandular y trichúriforme. 

Fuente: Taylor M, et al., 2016 (4). 
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ANEXO 2 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 2: Morfología de Ancylostoma caninum. 

Fuente: Pumarolaet al., 1992 (68). 
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ANEXO 3  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 3: Ciclo de Vida de Ancylostoma sp. 

Elaboración propia, 2018. 
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ANEXO 4 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 4: Morfología de Strongyloides stercolaris. 

Fuente: Kozubsky et al., 2010 (10). 
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ANEXO 5  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 5: Ciclo de Vida de Strongyloides sp. 

Elaboración propia, 2018. 
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ANEXO 6 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 6: Ubicación geográfica del Centro de 

Rescate“Reserva Ecológica Taricaya”, Madre de Dios. 

Elaboración propia, 2017. 
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ANEXO 7 

 

Muestra Jaula Orden Nombre común N. Científico 
N° 

individuos 

01 M1 

Primate 

Mono fraile S. macrodon 01 

02 M2 
Machín negro S. macrocephalus 01 

Machín blanco C. cuscinus 01 

03 M3 Mono aullador rojo A. seniculus 03 

04 M4 Mono aullador rojo A. seniculus 04 

05 M5 Mono choro L. lagotricha   03 

06 M6 Mono maquisapa A. chamek  02 

07 M7 Mono maquisapa A. chamek  01 

08 M8 Mono maquisapa A. chamek  03 

09 M9 Mono maquisapa A. chamek  15 

10 M10 Mono pichico S. fuscicollis 02 

Total 36 

 

 

Cuadro 1: Distribución de los mamíferos del orden  primate del Centro de Conservación 

“Reserva Ecológica Taricaya”.  

 

Elaboración propia, 2018. 
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ANEXO 8 

 

 

Cuadro 2: Distribución de los mamíferos del orden  carnívora del Centro de Conservación 

“Reserva Ecológica Taricaya”.  

 

Elaboración propia, 2018. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Muestra Jaula Orden Nombre común N. Científico 
N° 

individuos 

11 C1 

Carnivora 

Puma andino P. concolor 01 

12 C2 Yaguarundí P. yagouaroundi   02 

13 C3 Ocelote L. pardalis 01 

14 C4 Perro de monte A. microtis  01 

15 C5 Margay L. wiedii 02 

16 O1 Oso de anteojos T. ornatus 01 

17 O2 Oso de anteojos T. ornatus 01 

18 O3 Oso de anteojos T. ornatus 01 

19 O4 Oso de anteojos T. ornatus 01 

Total 11 
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ANEXO 9 

 

 

Cuadro 3: Distribución de los mamíferos del orden Cetoartiodactyla y Perissodactyla del 

Centro de Conservación “Reserva Ecológica Taricaya”.  

 

Elaboración propia, 2018. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 Muestra Jaula Orden Nombre común N. Científico 
N° 

individuos 

20 V1 Cetoartiodactyla Venado cola roja M. gouazoubira 01 

21 T1 Perissodactyla Tapir T. terrestris 02 

Total 03 
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ANEXO 10 

 

 

Figura 8: Resolución N° 346-2017-FCA-UAP. 

Fuente: Universidad Alas Peruanas, 2017. 
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ANEXO 11 

 

 

 

 

Figura 9: Resolución de Dirección General N° 173-2017-DGGSPFFS. 

Fuente: SERFOR, 2017. 
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ANEXO 12 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Cuadro 4: Ficha de registro de datos de mamíferos silvestres. 

Elaboración propia, 2017. 
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ANEXO 13 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 10: Técnica de Cultivo de carbón vegetal. 

Elaboración propia. 2017. 
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ANEXO 14 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 11: Técnica de cultivo en carbón vegetal. (a1)  Frascos con heces 

de especies del Centro de Rescate y sus respectivas placas Petri (a2) se 

toma un poco de la muestra de heces, se mezcla con carbón vegetal 

homogenizándola. (a3) las muestras de heces se mezclan con carbón 

vegetal y se colocan encima del papel filtro humedecido. (a4) se cierran 

las placas con papel film y maskingtape quedando herméticas. Su 

incubación es a medio ambiente (27-30°C) envuelta en bolsa negra. 

Fuente: Elaboración propia, 2017. 
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ANEXO 15 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 12: (b1) La placa se visualizó a partir del 4to día. (b2) Con 

una pipeta pasteur se tomó un poco de cultivo y se visualizó al 

microscopio (en algunos casos se realizó solución 

sobresaturada de cloruro de sodio para una mejor visualización 

de las larvas. 

Fuente: Elaboración propia, 2017. 
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ANEXO 16 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Cuadro 5: Medidas de nemátodos de la familia Ancylostomatidae,y 

Strongyloiditidae. M: Macho. H: Hembra. L1: Larva L1. L3: Larva L3 

 

Fuente: Vieira, 2006 (65), Cristobal, 2017 (66), Escobedo, 2001 (67) y 

Pumarola 1992 (68). 
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ANEXO 17 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

85,8% Positivo

Negativo

14,2%

Grafico 1. Muestras de mamíferos silvestres del Centro de 

Conservación “Reserva Ecológica Taricaya” positivas a larvas de las 

familias Ancylostomatidae y Strongyloididae mediante cultivo de carbón 

vegetal. Las muestras positivas correspondieron a las jaulas de mono 

choro (Lagothrix lagotricha), mono maquisapa (Ateles chamek) y oso 

de anteojos (Tremarctos ornatus). 

Elaboración propia, 2018. 

 

 

Grafico 1 



73 

 
 

ANEXO 18 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 13: Medidas en micras (µm) de las larvas de las familias 

Strongyloididae mediante cultivo de carbón vegetal de las especies mono 

choro (L. lagotricha), mono maquisapa (A. chamek) y oso de anteojos (T. 

ornatus). 

Elaboración propia, 2017. 
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ANEXO 19 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 14: Medidas en micras (µm) de las larvas de las familias 

Ancylostomatidae mediante cultivo de carbón vegetal de las especies 

mono choro (L. lagotricha), mono maquisapa (A. chamek) y oso de 

anteojos (T. ornatus). 

Elaboración propia, 2017. 
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ANEXO 20 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 15: Medidas en micras (µm) de los nemátodos de las familias 

Strongyloididae mediante cultivo de carbón vegetal de las especies 

mono choro (L. lagotricha), mono maquisapa (A. chamek) y oso de 

anteojos (T. ornatus). 

Elaboración propia, 2017. 
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