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RESUMEN
Los nematodos gastrointestinales de rumiantes 
presentan un ciclo de reproducción similar, en su tercer 
estadio, afectan al huésped. Los coprocultivos permiten 
obtener los diferentes estadios. El objetivo de esta 
revisión fue brindar un panorama general de las técnicas 
de coprocultivo para la obtención de larvas L3 de los 
nematodos gastrointestinales de rumiantes. La búsqueda 
de información se realizó con buscadores académicos 
vinculados a recursos originales y verídicos: Web of 
Science, Google Académico, Scopus, Dialnet, SciELO 
y PubMED. Se seleccionaron aquellas publicaciones 
que abordaron técnicas de cultivos de nematodos 
gastrointestinales de rumiantes: bovinos, caprinos y 
ovinos. En el proceso de obtención de larvas se deben 
tomar en cuenta factores como la carga parasitaria, 
traslado de muestras al laboratorio, monitoreo de la 
humedad, temperatura y un material inerte que permita 
la oxigenación de las muestras. El mantenimiento de la 
fase infectante requiere aislar y proporcionar un medio 
alimenticio para garantizar su supervivencia. 
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ABSTRACT
Gastrointestinal nematodes of ruminants have a similar 
reproductive cycle, in their third stage, they affect the 
host. Stool cultures allow obtaining the different stages. 
The objective of this review was to provide an overview 
of the stool culture techniques for obtaining L3 larvae 
of ruminant gastrointestinal nematodes. The search 
for information was carried out using academic search 
engines linked to original and veridical resources: Web 
of Science, Google Scholar, Scopus, Dialnet, SciELO 
and PubMED. We selected those publications that dealt 
with culture techniques of gastrointestinal nematodes 
of ruminants: cattle, goats and sheep. In the process of 
obtaining larvae, factors such as parasite load, transfer 
of samples to the laboratory, monitoring of humidity, 
temperature and inert material that allows oxygenation 
of the samples must be taken into account. The 
maintenance of the infective stage requires isolation and 
provision of a feeding medium to guarantee its survival. 
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INTRODUCCIÓN

A nivel mundial, los nematodos gastrointestinales (NGI) tienen un impacto negativo en la ganadería 
(Szew et al., 2021), ocasionan retraso en el crecimiento y reproducción, disminución en la 
producción de leche y mala conversión alimenticia (Figueroa-Antonio et al., 2018; Márquez, 2014). 
Estos nematodos son de cuerpo redondo, filiformes, dioicos, con dimorfismo sexual y presentan de 
cuatro a cinco mudas durante su desarrollo (López, 2019). Estos habitan el tubo digestivo y son de 
importancia, principalmente en los sistemas extensivos (Reyes-Guerrero et al., 2021).

De forma natural, existe una coevolución en la relación entre los nematodos gastrointestinales y 
sus hospederos. Coexisten con niveles leves o moderados, sin afectar la salud y producción del 
hospedador; sin embargo, existen condiciones que provocan que esta relación pierda su homeostasis 
y el nivel de infestación se eleve ocasionando una serie de efectos perjudiciales (Ortiz et al., 2022).

Los principales NGI de los rumiantes reportados en la literatura pertenecen al orden 
Trichostrongyloidea, suborden Strongylida, géneros: Cooperia, Trichostrongylus, Haemonchus, 
Oesophagostomum, Ostertagia y Nematodirus (Soca et al., 2007; Guerrero et al., 2017). Cada 
especie de NGI, en sus diferentes fases larvarias, habitan en un tejido. Generalmente, en la fase 
adulta, se localizan en el epitelio de la mucosa o en la luz gastrointestinal. El estadio L3 es la etapa 
infecciosa, suele encontrarse en la pastura. En condiciones de humedad o rocío tienden a ascender 
sobre los tallos u hojas (Balic et al., 2000). 

Las acciones adecuadas para el manejo y control de los NGI requieren la determinación de las 
especies presentes en las unidades de producción. Por lo que se recomienda, como primera 
instancia, realizar coprocultivos que permitan identificar con mayor precisión las especies presentes 
(Ensuncho et al., 2014). Es sumamente complejo establecer coprocultivos de nematodos con 
poblaciones homogéneas debido a su carácter de parásitos obligados (Orozco et al., 2009). En este 
contexto, el objetivo de este trabajo de revisión fue brindar un panorama general de las técnicas de 
coprocultivo para la obtención de larvas L3 de NGI de rumiantes.

DESARROLLO DEL TEMA

Ciclo biológico de los nematodos gastrointestinales de los rumiantes
Generalmente, los nematodos gastrointestinales de los rumiantes presentan un ciclo de vida similar 
(Figura 1). Su sobrevivencia, desarrollo y distribución en el forraje están en función con las 
condiciones ambientales (Zajac & Garza, 2020). El ciclo de vida de los NGI se divide en dos fases: 
exógena y endógena. La fase exógena inicia con la liberación de huevos en las heces fecales al 
exterior, la eclosión a L1 y el desarrollo a L2, por otra parte, la fase endógena inicia con la ingesta 
de las larvas L3, luego pasa al desarrollo de la fase madura L4 y L5 listos para la reproducción 
(Soca et al., 2005).

Los huevos liberados al medioambiente eclosionan en larva L1, entre las 24 y 30 horas, teniendo 
condiciones óptimas de temperatura: 28 °C y humedad relativa al 80%, de lo contrario pueden 
permanecer durante meses sin eclosionar (Hernández, 2011). Luego que el huevo eclosiona, la L1 
dura de dos a tres días y se transforma a L2. Después, de cuatro a siete días, sufren una segunda 
muda para evolucionar a L3 en ambiente con temperatura de 22 a 26 °C, a menos de 9 °C suspenden 
su desarrollo o bien mantienen la cubierta o vaina de L2.
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Bajo esta circunstancia, al ser ingeridos, llegan al rumen. En él existe un incremento del pH ruminal, 
ocasionado por la secreción de la enzima leucinoamino-peptidasa. Las células neurosecretoras de 
la larva causan la liberación de la cubierta, después de 10 y 20 minutos migran hacia el abomaso 
donde penetran en las fosas gástricas o criptas de las glándulas gástricas para transformarse en L4. 
En dos días posteriores se desplazan de la mucosa hacia el lumen abomasal para evolucionar a L5. 
Estas maduran en los siguientes dos días, las hembras comienzan a depositar huevos entre los 21 
y 28 días posterior a la infección (Aguilar-Caballero et al., 2009). En estadio L4, en el abomaso, 
pueden permanecer en hipobiosis de 10 a 14 días durante periodos de adversidad climática como 
frío excesivo o periodo de secas. En general, las larvas de los NGI pueden completar su fase 
endógena en el huésped de tres a cinco meses, muchas se mueren y otros se calcifican formando 
nódulos (Aguilar-Caballero et al., 2011). Es importante mencionar que las L3 pueden permanecer 
en el medio ambiente de uno a tres meses (Fox, 1997).

Extracción de muestras coprológicas 
En la toma de muestras de heces fecales para la determinación de carga parasitaria, para fines de 
coprocultivo, es importante considerar, en la toma de muestras, el criterio de no haber recibido 
tratamientos antihelmínticos en un período igual o mayor a 60 días (Olazarán et al., 2019). Se 
sugiere tomar muestras en las primeras horas de la mañana, antes que el animal inicie actividades 
físicas que exijan mucho movimiento o gasto de energía (Chuchuca, 2019; Puicón et al., 2022), 
entre las 7:00 y 9:00 a.m. Preferentemente, recolectar las heces directamente del recto (Campos-
López, 2017; Martínez-Martínez et al., 2021). En esta labor es importante utilizar materiales 
limpios y de preferencia estériles, con la finalidad de no alterar las características de la muestra. Se 
recomienda utilizar guantes de látex para su extracción, al obtenerla en las manos se debe invertir 
el guante para su almacenamiento y evitar la contención de aire (Méndez, 2019), también las bolsas 
nuevas de polietileno para la extracción y almacenamiento (Zaragoza-Vera et al., 2017). De igual 
forma, es efectiva la recolección de muestras fecales inmediatamente o en la exacta defecación. Es 
necesario el uso de guantes, así como una espátula para la recolección de las heces depositadas, 
se puede almacenar en colector universal estéril (Maristela et al., 2017). Es importante evitar la 
contaminación con nematodos de vida libre (Olivares, 2023). Finalmente, no se debe olvidar rotular 
los contenedores, bolsas y guantes (Maurizio et al., 2023).

Criterios en carga parasitaria para el coprocultivo
La carga parasitaria es un determinante en la cantidad de larvas a obtener a partir de coprocultivos. 

Figura 1. Ciclo biológico de los nematodos gastrointestinales de los rumiantes. Tomado de Maza (2018).
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Dey et al., (2020) mencionan que se debe utilizar heces en pool o individualizada con una carga de al 
menos 200 huevos por gramo (HPG). En esta misma sintonía, los criterios en la homogeneización de 
la carga parasitaria por grupos de animales infestados y cumplirán con el objetivo de la investigación 
(Pedrozo-Prieto et al., 2015).

Traslado de muestras coprológicas para coprocultivo
El traslado de muestras al laboratorio, para fines de coprocultivos, deberá tener buen manejo 
para incrementar su viabilidad. Ramírez et al., (2022) recomiendan colocarlas en una hielera a 
temperatura 10±2 °C. Si las muestras no se conservan inmediatamente o el traslado el lento o mal 
adecuado, aparecerán huevos embrionados y larvados. Esto puede alterar los resultados, incluso 
arrojar resultados negativos, aunque el paciente esté parasitado. Córdova et al., (2021) recomiendan 
la idoneidad de su transportación, al laboratorio o almacenamiento, en refrigeración a 6 °C. Si se 
utiliza caja de telgopor con refrigerantes, deben ir individualizadas, sin conservantes y tapadas 
correctamente para evitar derrame de líquidos y contaminación (Robles et al., 2011). Se debe 
impedir que las muestras estén en contacto directo con hielo o anticongelante, ya que se pueden 
congelar y favorecer la formación de cristales que dañan ciertos tejidos, disminuyendo la viabilidad 
de eclosión de los huevos o el desarrollo de las larvas. El tiempo de refrigeración es otro factor que 
determina su viabilidad. No debe exceder de 24 horas a partir de su recolección (Benavides, 2013), 
aunque puede refrigerarse hasta por siete días; sin embargo, la emergencia puede verse reducida 
hasta un 17% (Munguía-Xóchihua et al., 2023).

Técnicas de coprocultivo para la obtención de L3
Existen varias técnicas que promueven la maduración de los huevos para la eclosión, así como el 
desarrollo de las larvas hasta la fase infectante, mediante coprocultivo. Todas tienen los mismos 
principios y dependen de tres factores, de acuerdo con Fiel et al., (2011), las heces deben tener una 
humedad adecuada, un material inerte para facilitar la oxigenación y una temperatura idónea, este 
último puede variar con las especies de los NGI y por ende influye en el tiempo de desarrollo a L3, 
como se puede observar en la Tabla 1.

En un trabajo realizado por Montoya et al., (2005) reportan el uso de muestra fecal bovina con 
aserrín puro y relaciones 1:1, 1:0.75 y 1:0, se colocaron en cajas de Petri con la adición de unas gotas 
de carbonato de calcio al 1.5% para evitar el crecimiento de hongos, se guardaron a temperatura 
ambiente con aireación periódicamente y a los 12 días se obtuvieron las L3. De forma similar, Dias 
et al., (2018) recomiendan mezclar 20 g de heces con virutas de madera esterilizadas y mantenerlas 
húmedas a una temperatura controlada de 25 °C durante siete días.  

Álvarez et al. (2007) describen el uso 5 g de heces con 2 g del aserrín humedecidos con agua 
destilada colocados en frascos de vidrio, se incubaron a 27 ºC con una humedad relativa del 70%, 
para extraer las larvas se llenaron los frascos con agua a 30 ºC, se cubrieron con tapas de caja Petri, 
después se invirtieron para su reposo por 2 h, luego se realizó la recolección del líquido con las 
larvas acumulas en las tapas con una pipeta Pasteur. 

Leandro-Picado et al., (2020) combinaron 10 g de heces de bovinos con 10 g de aserrín de 
Laurusnobilis spp. (laurel) y 40 ml de agua destilada. Se usaron frascos de vidrio, tapados con 
papel aluminio perforado, se incubaron a 27 °C por ocho días. Se llenaron los frascos con agua 
destilada a 37 °C, se taparon con placas de Petri, durante 2 h y se colocaron de forma invertida, se 
agregaron 16 ml de agua destilada a 37 °C en el interior de cada placa hasta cubrir los alrededores 
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del frasco. A partir de los 30 minutos se observó la migración larval. 

Se ha registrado el uso carbón activado con muestras fecales en proporción 1:3, se mezclan con 
agua hasta obtener una pasta y se cubren con papel de aluminio. Se colocan bajo incubación de 25 
a 28 ºC durante siete días, se monitorea por las mañanas para mantener la humedad óptima y al día 
8 se procede a aislar las larvas L3 con el uso de placas de Petri (Rajpoot et al., 2017).

Sánchez-Salgado et al., (2021) trabajaron con cultivos que fueron colocados en recipientes de 
plástico y mezclados con partículas de poliestireno. Para promover la eclosión de los huevos se 
incorporó agua y oxigenación adecuada en el día seis. Después se realizó la recuperación de las 
larvas L3 con la técnica de Baermann por un período de 24 h.

García (2019) realizó un coprocultivo en el que utilizó heces húmedas trituradas de ovino, se añadió 
hule de espuma para favorecer la aireación, se mantuvo con humedad a temperatura ambiente de 25 
a 35 °C durante siete días y se permitió aireación cada tres días.

La técnica desarrollada por Pimentel (2020) requiere de un recipiente plástico con capacidad de 15 
ml, 8 g de materia fecal, 4 g de vermiculita y 5 ml de agua destilada. Luego de homogeneizar la 
mezcla se cubre el recipiente con gasa, se invierte el frasco para hacer pequeñas perforaciones en la 
base y permitir la aireación. Se incuba en estufa de 24 a 26 ºC y transcurridos 14 días se recuperan 
las L3 por el método de Baermann.

Por otro lado, puede combinar materia fecal de bovino, vermiculita y agua de grifo con una 
consistencia pastosa en vasos de cultivo, incubar durante 10 a 12 días a 27 °C, se revisa diariamente 
para asegurar un ambiente ligeramente húmedo. Transcurridos los días, se llenan los vasos con 
agua e invierten en una placa de Petri durante la noche sin luz, se recogen los L3 del sobrenadante 
en la placa (Scott et al., 2019).

Sargison et al., (2018) transfirieron las L1 en un disco de papel de filtro de algodón colocado 
en una placa de Petri que contenía 5 ml de un cultivo de Escherichia coli OP50 en caldo Luria/
estreptomicina, se colocó el papel filtro con las L1 en bolsas de plástico perforadas y se llevaron a 
una incubadora hermética con 24 °C durante 7 días. Después se recuperan las L3 con el método de 
Baermann.

En otro procedimiento, en vasos de plásticos desechables, las heces húmedas de ovino cubren ¾ 
y se incuban de 26-28 °C. Se le permite la aireación todos los días por dos horas, a temperatura 
ambiente y a partir del día siete se inicia la obtención de las L3 (Preliasco, 2017). Igualmente, 
Cerutti (2017) señala la viabilidad de materia fecal en recipientes plásticos puestos en una cámara 
húmeda a 25 °C durante 12 a 15 días.

En un método, adaptado por Benavides (2012), se combina la materia fecal con papel picado y se 
humedecen con agua. La mezcla obtenida se coloca en vasos de precipitado de cristal, se cubren 
con cajas de Petri, no se requiere de incubadora ya que se puede colocar en espacios a temperatura 
ambiente y protegido de la luz solar de siete a quince días hasta obtener las L3, generalmente al día 
siete se puede observar la colonización del hongo Pilobolus spp.
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Hernández et al., (2023) compararon la efectividad de diversos coprocultivos realizados con 
carbón, aserrín, vermiculita y agua en un experimento con dos repeticiones. Se concluyó que el uso 
de aserrín fue apropiado ya que permitió obtener una mayor cantidad de larvas en comparación con 
los demás sustratos.

Es importante tener experimentos con varias repeticiones, ya que las larvas en cualquier estadio 
podrán inducir la hipobiosis, este puede ser causado por utilizar estadios intermedios, contaminación 
de las muestras y poca cantidad de materia fecal (Arcila & Benavides, 2002).

Tabla 1. Temperatura y tiempo de obtención de L3 de nematodos de rumiantes a partir de coprocultivos.

Nematodos de rumiantes Temperatura Tiempo promedio de 
obtención de L3

Bunostomum trigonocephalum 22-24 °C 6-7 días

Strongyloides papillosus
10-15 °C 7-8 días
20-25 °C 30-70 horas

Oesophagostomum venulosum 22-24 °C 7-8 días
Chabertia ovina 22-24 °C 6 días

Trichostrongylus axei 22-24 °C 6-8 días
Trichostrongylus colubriformis 22-24 °C 7-8 días

Trichostrongylus vitrinus 22-24 °C 7-8 días
Ostertagia circumcincta 22-24 °C 6-7 días

Cooperia oncophora 22-24 °C 7 días
Cooperia curticei 22-24 °C 7-8 días

Haemonchus contortus 25-28 ºC 7-8 días
Nematodirus spp. 24-28 °C 15- 30 días

Fuente: Ojeda-Robertos et al., (2015); Lascano (2009); Preliasco (2017).

Mantenimiento de larvas L3
Existe escasa información sobre técnicas de mantenimiento de nematodos gastrointestinales vivos 
L3, Alcalá et al., (2019) describen un método de cultivo in vitro de L3 de Haemonchus contortus 
en frascos de cultivo celular rectangular de 75 cm con filtro de tapón, a 37 °C, atmósfera de 
CO2 5%, así como medio ontogénico se mezcla 44.2 ml de Medio RPMI+HEPES, 0.246 ml de 
antibiótico-antimicótico (Penicilina G sódica de 100.0 UI + Estreptomicina de 100.0 µg), 0.492 ml 
de Anfotericina-B y 0.08 ml de eritrocitos de ovino lavados con solución VyM, el cambio de L3 a 
L4 es de 0 a 56 días.

Ray y Mansfield (1995) señalan que para mantener las L3 bajo condiciones in vitro en matraces 
con una solución salina equilibrada de Earle (EBSS) se debe adicionar penicilina G, 250 U ml-1, 
sulfato de estreptomicina 250 µg ml-l, cloranfenicol 350 µg ml-1 y como suplemento P/S/CAMP. 

Estos se mantienen a 37 °C con 5% de CO2, en un lapso de 48 a 96 horas las L3 se pueden 
evolucionar a L4. Marie-Magdeleine et al., (2009) agregaron 6 ml de cultivo nutritivo de agar en 
una caja Petri con las L3 y fueron selladas con Parafilm. Esta se coloca bajo condiciones óptimas 
para permitir mantener vivas las larvas.
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Aislamiento de larvas L3
Alaro et al., (2023) utilizaron la técnica de Baermann que consiste en adaptar un pedazo de tubo de 
goma sobre el cuello del embudo del aparato de Baermann, ahí se quedarán atrapadas las larvas, se 
envuelve con gasas, la muestra de heces, luego se colocar en una coladera para ser instalada sobre 
el embudo. Se llena con agua hasta cubrir la mitad de la muestra y se dejar reposar de 8 a 12 horas. 
Se recomienda usar agua tibia porque la temperatura es un factor que favorece la migración larvaria 
(Castillo et al., 2015). 

En la técnica de Roberts y O’Sullivan (1950), citada por Prada (2008), se coloca la muestra fecal 
en un frasco y se llena con agua tibia hasta el borde, posteriormente taparlo con una placa Petri 
y se invierte de modo que el vaso se coloque boca abajo con la placa durante 24 horas y después 
ser extraída con una pipeta. Así también, se puede colocar en una posición ligeramente inclinada, 
durante 4 a 5 horas para retirar el agua que contiene las larvas (Afreen et al., 2019).

En la obtención de larvas, con la menor cantidad posible de impurezas, se recomienda usar una 
pipeta de Pasteur, tomar la fase acuosa para depositarlo en un tubo de ensayo y centrifugar a 4000 
rpm por cuatro minutos, luego descartar el sobrenadante (Rodríguez-Molano et al., 2018).

CONCLUSIÓN

Existen diferentes técnicas de coprocultivos para obtener L3 en rumiantes. Tienen los mismos 
principios, un ambiente adecuado para la eclosión de los huevos y larvas, temperatura de 20-28 °C, 
aireación de al menos una hora por día y un material inerte que permita la circulación del aire en la 
muestra. El control de estos factores determina los resultados en la obtención de la fase L3 de 6 a 30 
días, según la especie de interés. Aún es limitada la información de las técnicas de mantenimiento 
de las L3, L4 y L5. Es importante continuar con investigaciones que permitan obtener soluciones o 
alternativas para reducir diversos problemas de parasitismo.
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