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`RESUMEN 

 

FACTORES DE RIESGO ASOCIADOS A LA PREVALENCIA DE PARÁSITOS 

GASTROINTESTINALES EN ANIMALES DE PRODUCCIÓN DEL RANCHO 

UNIVERSITARIO DE LA UACJ 

 

Por: 

 

Elkin Giovanny Quiroga Calderón 

 

El Rancho Universitario de la Universidad Autónoma de Ciudad Juárez (RU-UACJ) se caracteriza por 

ser un recinto multidisciplinar en áreas agropecuarias, cuenta con animales de producción como 

bovinos, ovinos, caprinos, porcinos, équidos y aves de corral. En áreas donde se presenta la convivencia 

entre animales de producción, silvestres y domésticos puede influir al brote de agentes patógenos. 

Debido a que en el RU-UACJ estos animales confluyen en un mismo entorno, el objetivo de este estudio 

fue evaluar los factores de riesgos que están asociados a la prevalencia de parásitos gastrointestinales en 

los animales de producción. Se llevó a cabo el muestreo durante el verano y otoño del 2020 e invierno 

del 2020-2021. El método establecido para la evaluación de impacto de los factores de riesgos se realizó 

por medio de la Matriz de Leopold combinado con los Criterios Relevantes Integrados. Se identificaron 

un total de ocho géneros parasitarios en muestras de excremento, suelo y agua: Trichostrongylus, 

Strongyloides, Haemonchus, Trichostrongylus, Strongyloides, Strongylo, Ciatostomidos, Ascaris, 

Toxocara, y Ancylostoma. Los factores de riesgos a que estuvieron expuestos todos los animales de 

producción con un impacto severo fueron: ausencia de pediluvio, no desparasitación y animales nuevos 

sin cuarentena. En conclusión, se confirmó que la matriz de Leopold combinada con los Criterios 

Relevantes Integrados es capaz de detectar factores de riesgos y su impacto sobre la salud de los 

animales de producción.  

 

Palabras clave: evaluación; impacto; mitigación; prácticas pecuarias; salud.  
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GLOSARIO 

 

 
 
 
 
 

Coproparasitoscópico Examen que consiste en un estudio de laboratorio con el cual se hace un 

análisis de la materia fecal, con el objetivo de detectar la existencia de 

parásitos intestinales. 

Criterios Relevantes 

Integrados 

Método basado en un análisis multicriterio, partiendo de la idea de que un 

impacto ambiental se puede estimar a partir de la discusión y análisis 

de criterios con valoración ambiental, los cuales se seleccionan 

dependiendo de la naturaleza del proyecto. 

Emaciación Pérdida involuntaria de peso corporal, generalmente causado por una 

enfermedad o falta de alimentación. 

Epigastralgia  Se relaciona con los síntomas de malestar gastrointestinal.  

Escala de severidad  Indicador del grado de impacto determinado por la magnitud de una 

condición y de esta manera se establece un pronóstico del elemento 

afectado. 

Helmintos Vermes o gusanos parásitos de cuerpo largo que pueden vivir dentro o fuera 

de sus hospedadores.   

Matriz Leopold Método de evaluación de impacto ambiental, se representa en un cuadro de 

doble entrada de relación causa-efecto. Se utiliza para identificar el impacto 

inicial de un proyecto en un entorno natural. 

Parásito Organismo que vive a expensas de otro ser vivo en el interior o superficie, 

suele causar algún daño o enfermedad al hospedador. 

Patógeno Microorganismo que produce enfermedad o afecta a la biología de un 

hospedero.  

Protozoo Organismo parásito microscópico unicelular, también vive en ambientes 

húmedos.  

Taxón Agrupación de organismos emparentados, a quienes se les da un nombre 

bajo una clasificación taxonómica. 

Zoonosis Es una enfermedad infecciosa que ha pasado de un animal a humano. 
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1. INTRODUCCIÓN 

Debido a que las zoonosis son enfermedades de transmisión entre animales y humanos a estas se les 

atribuye pérdidas económicas de más del 20% en la producción animal, también el 60% de los 

patógenos en humanos se considera que es de este origen (OIE 2013); en consecuencia, estas 

enfermedades provocan pérdidas importantes en la producción animal (Addis 2017).  

El análisis de los factores de riesgos de una enfermedad, permite la identificación de un agente 

infeccioso y su posible impacto en la salud y entorno de un individuo (Jakob-Hoff et al., 2016). Además, 

ayuda a tomar medidas de control para la reducción de estos factores y aumenta la bioseguridad (Otte 

et al., 2007), por lo tanto, el análisis de riesgo permite evaluar la probabilidad de infección de una 

enfermedad (SADER y SENASICA 2020), de modo que, un factor de riesgo es considerado como la 

posibilidad de padecer un suceso de tipo perjudicial que afecta la salud de un individuo (OIE, 2019). 

Un agente infeccioso puede ser un parásito gastrointestinal y este predispone a causar síntomas de 

malestar, pérdida de peso, diarrea, anemia y edema (Wimmer et al., 2004),  algunos de estos parásitos 

suelen ser zoonóticos, lo cual representa una problemática de salud pública (Squire et al., 2013), así 

mismo la convivencia e interacción dentro de un mismo hábitat entre diversas especies animales e 

incluso la humana, puede contribuir al riesgo de transmisión parasitaria gastrointestinal (Obanda et al., 

2019). 

En regiones con deficientes condiciones sanitarias y pobreza, se tiende a una mayor presentación de 

infecciones parasitarias (Stolk et al., 2016), de modo que la exposición a agua, suelo y alimento 

contaminado con heces son los principales factores para que se genere una infección parasitaria (Keraita 

y Amoah, 2011). Otras variables que influyen son la raza, sexo, edad y estado inmunológico, debido a 

que son factores propios del hospedero (Regassa et al., 2006), de los cuales la edad y estado 

inmunológico son los más influyentes (Charlier et al., 2009). 

Dentro de los parásitos gastrointestinales se encuentran los protozoos, difundidos en ambientes acuosos 

y suelo (Sahinduran 2012); estas infecciones protozoarias ocasionan problemas de salud animal y 

pérdidas económicas (Volpato et al., 2017). 

Otros parásitos que afectan a las distintas especies animales son los helmintos; estos son los más 

presentes. La mayoría dentro de este taxón infecta a una gran cantidad de especies animales domésticas 

y silvestres las cuales funcionan como hospederos. Una infección parasitaria entre estos animales puede 
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llegar a perjudicar de forma significativa los esfuerzos de conservación de fauna silvestre y a su vez 

afectar el desempeño productivo de los distintos tipos de ganado; sin embargo, los factores que 

favorecen a una trasmisión parasitaria bidireccional han sido poco estudiados (Vanderwaal et al., 2014). 

Debido a que en el Rancho Universitario de la UACJ (RU-UACJ) los animales de producción y 

silvestres confluyen en un mismo entorno, se planteó el objetivo de evaluar los factores de riesgos que 

están asociados a la prevalencia de parásitos gastrointestinales en los animales de producción, con el 

propósito de fomentar un modelo de control para disminuir los potenciales factores de riesgos y uso de 

las buenas prácticas pecuarias dentro del RU-UACJ. 
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2. REVISIÓN DE LITERATURA 

 

2.1. Factores de riesgos que pueden afectar la salud de los animales 

2.1.1. Antropogénico 

Existen diversos factores de riesgos que pueden ser identificados de forma común en la generación de 

varias enfermedades de especies domésticas y silvestres, el riesgo de exposición a patógenos que afecta 

a humanos, animales silvestres y de producción, ha sido asociado a causas antropogénicas 

multifactoriales (Aguirre 2009). 

Las prácticas agrícolas intensivas, el incremento de la movilización de personas, animales y sus 

productos por el mundo, la invasión, fragmentación y contaminación de hábitats, la introducción de 

especies exóticas y el cambio climático, son consideras como acciones generadas por el hombre que 

favorece al brote de enfermedades infecciosas entre las distintas especies animales (Cutler et al., 2010).  

2.1.2. Ambiental 

La exposición de hábitats compartidos entre personas y ganado en zonas de vida silvestre, puede 

generar enfermedades infecciosas emergentes, transmisión cruzada y evolución de microorganismos 

patógenos (Cleaveland et al., 2001), ocasionando consecuencias epidemiológicas significativas (Cole 

y Viney 2018). 

En áreas donde se presenta la convivencia entre animales de vida silvestre, ganado y domésticos 

influye al brote de agentes patógenos, los cuales, logran adaptarse y desarrollarse al entorno causando 

enfermedades (Gortázar et al., 2007). 

Comúnmente productores y propietarios de animales comparten diversos recursos ambientales con 

sus ganados, animales domésticos y silvestres, lo que predispone a un alto riesgo de infección con 

parásitos zoonóticos gastrointestinales (Barnes et al., 2017). 

Diversas especies hospederas pueden llegar a compartir recursos en el mismo hábitat, especialmente 

agua y pasto, esta interacción puede influir en las tasas de contacto y transmisión de parásitos, debido a 

que las etapas infecciosas de los parásitos a menudo se dispersan fecalmente en el medio ambiente y 

dependen de las condiciones climáticas y ambientales para su propagación, persistencia y transmisión, 

(Duffy et al., 2007). 
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Dentro de un mismo hábitat los hospedadores están expuestos a las mismas oportunidades de infección, 

el grupo potencial de parásitos que se establece es probablemente variable, y algunos son 

previsiblemente dominantes (Obanda 2019). 

Ante la presencia de una enfermedad infecciosa en animales, es determinante conocer el 

comportamiento animal y sus interacciones con su entorno (Barasona et al., 2014). Los factores 

ambientales incluyen condiciones agroecológicas, prácticas de cría de animales como el sistema de 

alojamiento, intervalos de desparasitación y manejo de pasturas (Ratanapob et al., 2012). 

 

2.1.3. Agua 

Las malas prácticas del manejo en la calidad del agua hacen que se aumente el riesgo de propagación 

de microorganismos patógenos, los cuales contaminan el agua (Gallego et al., 2012). 

En una transmisión parasitaria por agua contaminada se encuentran diversas especies de protozoarios 

y helmintos, los cuales perjudican a cualquier individuo según su condición, estado inmunológico y 

edad, los síntomas característicos producidos por estas infecciones parasitarias son diarrea, dolor 

abdominal y en algunos casos fiebre (Jaramillo y Useche 2012). Los parásitos en el desarrollo de sus 

ciclos biológicos suelen aprovechar el agua como medio de incubación y de transporte de huevos, 

llegando a infectar y afectar la salud de las distintas especies animales y algunos pueden causar 

enfermedades zoonóticas (Milano et al., 2007). 

Un brote de enfermedades infecciosas gastrointestinales puede ser transmitida por vía fecal-oral, por 

esta razón es imprescindible mantener de forma permanente la calidad del agua, disponibilidad y 

revisión constante a los sistemas de eliminación de excrementos y reciclaje de aguas tratadas (OMS 

2004). 

Dentro de este marco cabe resaltar que las Normas Oficiales Mexicanas (NOM-003-ECOL-1997), 

(NOM-001-ECOL-1996) y la Norma Mexicana (NMX-AA-113-SCFI-1999) y la OMS (2004) señalan 

a los huevos de helmintos como bioindicadores de calidad del agua y su carga debe ser de cero en 

agua potable. 

Con la vigencia de estas normas, en algunas zonas de México es evidente la escasa revisión analítica 

de los parámetros microbiológicos del agua, lo cual también influye en el alto índice de enfermedades 

gastrointestinales, tal es el caso en la zona de Nuevo Casas Grandes, Chihuahua, que antes del 2017 
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no se realizaban estos análisis microbiológicos al agua, en especial para detectar huevos de helmintos 

en el agua (Maya 2017). 

2.1.4. Suelo 

Los helmintos transmitidos por el suelo también causan infecciones gastrointestinales, el mecanismo de 

contagio es a través del contacto e ingesta involuntaria de huevos de parásitos o de larvas que se 

encuentran en el suelo (Ojha et al., 2104).  

En el suelo se ha reportado la presencia de protozoos como Criptosporidium y Giardia mayormente a 

los destinados de uso agrícola, dado el inadecuado manejo de aguas residuales para riego de cultivos, y 

el permanente contacto con materia fecal contaminada con dicho protozoario, demostrándose así una 

ruta de transmisión horizontal para humanos y animales vertebrados (Peng et al., 2008).  

La geohelmintiasis constituyen un grupo de afecciones parasitarias vinculado a las condiciones 

ambientales que no se incluye en la lista de enfermedades de notificación obligatoria. Estas pueden ser 

consideradas de interés para estudios epidemiológicos y en consecuencia objeto de vigilancia (Acuña 

et al., 2003). 

 

2.1.5. Patógenos 

La dinámica de los parásitos es importante para la salud humana y animal (Nunn y Altizer 2006), la 

presentación de agentes patógenos zoonóticos se estima que el 20% de la morbilidad y mortalidad de 

enfermedades en humanos en países subdesarrollados se adjudica a las zoonosis endémicas (Jones et 

al., 2011). 

Dentro de los factores que afectan la salud de los animales existen parásitos como los helmintos y las 

coccidias que llevan a cuadros severos al animal, cuyas manifestaciones más comunes son la diarrea, 

pérdida de peso, malestar general, anorexia, vómitos, fiebre, epigastralgia y signos de deshidratación 

(Morales et al., 2006). El desarrollo de una infección parasitaria gastrointestinal está influenciado 

según la especie de parásito y la intensidad de su carga parasitaria (Tariq et al., 2010). Los helmintos 

y protozoos son los principales parásitos causantes de trastornos gastrointestinales su prevalencia 

afecta la salud y desarrollo de los animales, (Rodríguez-Vivas et al., 2001). 

Entre las infecciones que afectan a los distintos tipos de ganado están las bacterianas, virales y 

parasitarias, de estas últimas a nivel gastrointestinal se encuentran Eimeria, Cryptosporidium y 

algunos nematodos (Souza et al., 2012). Dentro de Eimeria existe otro grupo de parásitos 
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denominados Coccidias; estos son considerados de alta gravedad para la salud de los animales por 

provocar lesiones en el tracto intestinal (Jiménez 2005). La coccidiosis es una enfermedad de gran 

impacto a nivel de infección intestinal, la cual afecta a todo tipo de ganado, ocasionando a que sea de 

baja calidad para su consumo y de compra y venta (Juárez y Rajal 2013). 

Uno de los agentes patógenos causantes de las infecciones por protozoos entre los animales es el 

Cryptosporidium, el cual está ampliamente distribuido e infecta una diversidad de vertebrados, 

incluidos reptiles, aves, peces, mamíferos y humanos (Fayer 2004). El criptosporidio infecta el tracto 

gastrointestinal y se transmite a través de la ingestión de ooquistes encontrados en alimentos o agua 

contaminados (Ryan et al., 2014). Las infecciones subclínicas son comunes, el Cryptosporidium 

puede causar enteritis que conduce a diarrea acuosa severa y dolor abdominal (Kotloff et al., 2013). 

Los estudios epidemiológicos que incluyen el análisis de factores de riesgos para la infección entérica 

de protozoos en el ganado son importantes, ya que estos parásitos representan una amenaza para la 

productividad y la supervivencia de los animales (Tung et al., 2012).  

2.1.6. Rasgos propios del hospedador 

Factores propios del hospedero como la respuesta inmune, la fisiología y el comportamiento, influyen 

en la diversidad de parásitos que eventualmente se establece en el animal (Duffy et al., 2007). 

Las enfermedades de tipo parasitario gastrointestinal afectan con mayor intensidad a los animales 

jóvenes, causando emaciación, retraso en el desarrollo y crecimiento de los animales (Silva et al., 

2012). Los animales se debilitan y son susceptibles a contraer enfermedades secundarias que incluso 

les ocasiona la muerte en casos extremos, debido a que la respuesta inmune es menor sobre la 

presencia del parásito, esto en consecuencia genera pérdidas económicas al ganadero y a la industria 

(Aguilar-Caballero et al., 2009). 

Una baja condición del hospedador junto con un entorno ambiental deplorable, favorece a la 

generación en infecciones parasitarias gastrointestinal (Ratanapob et al., 2012). 
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2.2. Parásitos gastrointestinales que afectan a la salud de los animales de producción 

2.2.1. Rumiantes 

Las especies más comunes son Eimeria bovis, Eimeria zuernii y Eimeria alabamensis en el ganado 

vacuno, provocan síntomas como la anorexia, pérdida de peso y diarrea sanguinolenta con moco, en 

casos severos se ha presentado prolapso rectal (Jiménez 2005).  

El Cryptosporidium afecta de forma considerable la salud y producción animal, especialmente en 

terneros jóvenes (Cho y Yoon 2014). Existen cuatro especies de Cryptosporidium que afectan al 

ganado vacuno: C. andersoni, C. bovis, C. ryanae y C. parvum (Fayer et al., 2008).  

Se ha reportado que la criptosporidiosis entre el año 2007 al 2011 es la principal causa de trastornos 

entéricos en vacunos de carne en el Reino Unido (APHA, 2014); C. parvum es la especie 

predominante en Escocia, infecta las glándulas digestivas del abomaso y causa diarrea en los animales 

(Wells et al., 2015). 

Haemonchus placei, Ostertagia ostertagi y Trichostrongylus axei, ocasionan trastornos en el 

abomaso de los rumiantes, generando gastritis severa, petequias y nódulos en la mucosa estomacal 

(Fox 2014). 

2.2.2. Porcinos 

Los helmintos gastrointestinales Trichuris suis se incrusta en el ciego de los cerdos causando su 

inflamación y a su vez genera anorexia y diarreas sanguinolentas, su infección es por ingesta de 

huevos de la larva (Laber et al., 2002). 

Gusanos como Ascaris suum provocan lesiones a nivel pulmonar, intestinal y hepático reduciendo 

ganancias de peso especialmente en animales jóvenes, la migración de las larvas a través del hígado 

causa manchas blancas llamadas "manchas de leche" (Zumbado et al., 2009). 

Oesophagostomum dentatum en cerdos pueden causar trastornos gastrointestinales, anorexia y 

emaciación, estos parásitos son característicos por su formación de nódulos subserosos en el intestino 

(Gelberg, 2017). 

Las enfermedades por parásitos helmintos son consideradas como un factor de riesgo para la 

producción y rentabilidad en la crianza de cerdos, debido a las pérdidas de peso y traumas intestinales 

causados en los animales (Nwafor et al., 2019). 
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2.2.3. Équidos 

Los parásitos como Trichostrongylus spp son gusanos que producen trastorno estomacal ocasionando 

gastritis y úlceras, la forma de contagio se debe a que los équidos muchas veces pastan en potreros 

de forma simultánea con rumiantes. Strongyloides spp afecta especialmente a los potros y se hospeda 

en el intestino delgado ocasionando diarreas (Rivero-Pérez, 2018). 

Megastoma draschia y Habronema están asociados a traumas gástricos causantes de abscesos 

estomacales. Parascaris equorum son helmintos que afectan especialmente a potros generando 

cólicos y obstrucción intestinal. Los Strongylos grandes son gusanos que en el intestino causan 

anemias, pérdida de peso, torsión del intestino y a veces diarreas, el sistema nervioso central también 

puede verse afectado por estos parásitos. los Strongylos pequeños llamados Ciatostomidos se albergan 

en el intestino grueso generando diarreas, baja condición corporal e inflamación de las membranas 

del intestino grueso (Klei, 2019). 

2.2.4. Aves de corral 

En la avicultura un parásito común es Ascaridia galli, las aves infectadas presentan signos de 

anorexia, anemia, emaciación, diarrea, plumas erizadas y alas caídas, en el intestino genera 

hemorragias en la mucosa, un alto grado de infección provoca la muerte del animal (Dahl et al., 2002). 

En aves de corral las Coccidias del género Eimeria afecta el intestino del ave causando anemia, 

enteritis y diarrea sanguinolenta, la infección es por vía oral fecal, los pollos jóvenes tienden a ser 

más susceptibles (Abebe y Gugsa, 2008).  

El nematodo Heterakis gallinarum está presente principalmente en el ciego de los pollos, pavos, 

faisanes y codornices, puede causar inflamación cecal, las lombrices de tierra y escarabajos pueden 

servir como fuente de infección, ya que las lombrices pueden ingerir los huevos del gusano (Papini y 

Cacciuttolo, 2008).  

El parásito Raillietina cesticillus se caracteriza por afectar el duodeno y yeyuno conteniendo heces 

verdosas o amarillentas con exudado mucoso, estos cestodos producen diarrea, caquexia y anemia 

(Salam et al., 2010).  

El protozoo Histomonas meleagridis genera lesiones necróticas en el hígado y el ciego, por lo general 

se observa heces de color amarillo, una característica principal en un ave infectada por este parásito 
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es la cianosis en la piel de la cabeza, la mayoría de las infecciones de este parásito son fatales en 

pavos (Wakenell, 2016).  

2.3. Análisis de riesgos  

El análisis de riesgo se caracteriza por englobar una adecuada identificación, evaluación y la 

probabilidad de la manifestación de un peligro OIE (2019). Un análisis de riesgo de una enfermedad 

es una herramienta que ayuda a determinar de forma cuantitativa o cualitativa el grado de impacto 

ocasionado por un factor de riesgo, de esta manera favorece la toma de decisiones de control al aclarar 

cualquier sospecha que se tenga respecto a los trastornos de salud de los animales y la aplicación de 

medidas preventivas y correctivas (Jakob-Hoff et al., 2016). 

Según el SADER y SENASICA (2020) un análisis de riesgo se debe realizar cuando: 

• Existe una solicitud de importación de animales, productos o subproductos de animales o especies 

acuícolas, provenientes de un país con el que no se tiene intercambio comercial previo. 

• Cuando se genera un cambio en la situación zoosanitaria de un país con respecto a una enfermedad 

que perjudique a los animales o especies acuícolas. 

• Cuando no se conoce la situación zoosanitaria de un país, zona o región. 

• Cuando existe una petición de registro de productos farmacéuticos o biológicos para enfermedades 

que no existen en el país o de cepas diferentes a las existentes. 

• Para el reconocimiento de zonas o regiones libres de enfermedades dentro del país. 

En el proceso de un análisis de riesgo comprende cuatro etapas (Figura 1), las cuales ayudan a 

clarificar un suceso desfavorable materializando el factor de riesgo, y a su vez facilita la comprensión 

e interpretación de los resultados. Las cuatro etapas del análisis del riesgo son la identificación del 

peligro, la evaluación del riesgo, la gestión y la comunicación (OIE, 2019). 
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Figura 1. Etapas del proceso en un análisis de riesgo (OIE, 2019). 

2.3.1. Identificación del riesgo 

El objetivo de esta etapa es detectar todo factor que pueda afectar la salud de los animales, teniendo 

en cuenta las condiciones en las que se encuentran, de modo que se denomine el peligro sus causas y 

efectos con el fin de establecer prioridades. Al empezar el proceso de identificación del peligro es 

importante tener en cuenta tanto el problema en cuestión como el contexto medioambiental de los 

animales de interés (Jakob-Hoff et al., 2016).  

La identificación del peligro es una etapa de clasificación en la que se identifican dicotómicamente 

los agentes biológicos como riesgos potenciales o no (OIE, 2019). 

En esta fase es importante basarse de información publicada como artículos de revistas científicas 

indexadas, boletines científicos, información de organismos internacionales, normativas o políticas 

de los países, memorias de congresos, entre otros (SADER y SENASICA, 2020). 
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2.3.2. Evaluación del riesgo 

En este paso se busca dar una estimación al riesgo, la cual puede ser de tipo cualitativa o cuantitativa, 

lo que indica si el peligro en cuestión representa una amenaza a la salud de los animales (Kimman et 

al., 2013). 

El propósito de la evaluación del riesgo es determinar la probabilidad de que se introduzca un peligro 

en la zona de estudio, como también la probabilidad de que la población de interés resulte expuesta 

al factor de riesgo una vez este se establezca (Jakob-Hoff et al., 2016). 

Ante una enfermedad la evaluación del riesgo contribuye a adoptar medidas profilácticas, reduciendo 

la presentación de agentes patógenos (Díaz et al., 2018). 

Esta etapa debe estar sustentada en información científica disponible, incluyendo la opinión de 

expertos. Además, debe existir coherencia y transparencia, es decir se debe garantizar imparcialidad 

y objetividad en el método de evaluación del riesgo que se aplique (OIE, 2019). 

2.3.3. Gestión del riesgo 

En esta etapa los diferentes peligros identificados se pueden priorizar con base a la probabilidad y 

magnitud de sus consecuencias adversas, teniendo en cuenta el nivel de riesgo (Jakob-Hoff et al., 

2016). 

La gestión del riesgo consiste en aplicar medidas correctivas para controlar los riesgos que han sido 

juzgados en la evaluación, el objetivo de esta etapa es que se establezca metodologías de vigilancia 

en mantener al mínimo la probabilidad de introducción de enfermedades por las partes interesadas; 

cabe resaltar que en esta etapa las medidas adoptadas deben ser supervisadas de forma continua, 

velando por su aplicación (OIE, 2019). 

2.3.4. Comunicación del riesgo 

La comunicación de los riesgos se debe mantener con las partes interesadas, de una manera simple, 

lógica y eficiente, comunicar los resultados es esencial para definir el peligro. En esta etapa se divulga 

la magnitud y el impacto de los peligros (Jakob-Hoff et al., 2016). 

En la comunicación se dan a conocer los resultados obtenidos a todos los grupos involucrados por 

medio de informes, esta información debe ser de carácter transparente, abierta e interactiva, en este 

paso es recomendable mantener la comunicación en cada etapa del proceso del análisis de riesgo, 
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manteniendo el contacto entre el personal de interés y los especialistas encargados del análisis del 

riesgo, lo cual ayuda a aumentar la posibilidad de aplicar las recomendaciones obtenidas (OIE, 

2019). 

2.4. Métodos para el análisis del riesgo de enfermedad 

Las entidades relacionadas con la salud pública y animal como la OMS, FAO y la OIE han divulgado 

metodologías para realizar un análisis de riesgo de enfermedades ocasionadas por microorganismos 

patógenos, aunque todas estas técnicas tienen como base la identificación, evaluación, gestión y 

comunicación del riesgo (Travis et al., 2016). 

Según Lees et al., (2016), algunos métodos como Hoja de trabajo del Análisis de Riesgo de una 

Enfermedad (ARE), árbol de situaciones, técnica de la comparación por parejas para la priorización 

de los peligros, modelos gráficos y Herramienta de Evaluación del Riesgo de Enfermedad (HERE), 

se utilizan en el análisis de riesgo de una enfermedad. El formato Hoja de trabajo del Análisis de 

Riesgo de una Enfermedad (ARE) está diseñado para profesionales expertos en enfermedades que 

afectan a los animales, consiste en una plantilla estructurada para la captura de datos y resultados del 

análisis de riesgo de una enfermedad, la cual promueve la comunicación con los grupos interesados 

y la toma de decisiones pertinentes  El árbol de situaciones consiste en una representación gráfica que 

proyecta las distintas vías de los eventos esperados que conducen a un resultado, este formato se 

puede emplear de forma cualitativamente y cuantitativamente durante cada etapa del análisis de 

riesgo, facilitado la comunicación de forma eficiente. La aplicación Técnica de la comparación por 

parejas para la priorización de los peligros permite ordenar según la prioridad de los efectos adversos 

en la salud de los animales, también es de gran ayuda para el personal encargado del análisis de riesgo 

cuando le es difícil establecer la prioridad de los factores de riesgos, generalmente este análisis es de 

tipo cualitativo. Los modelos gráficos también se le conoce como modelos epidemiológicos gráficos, 

diagramas causales o redes causales, estos se pueden utilizar para análisis cualitativos como 

cuantitativos. Una enfermedad puede ser causada por múltiples factores, y por medio de una red 

causal se puede visualizar las causas; para la aplicabilidad de este método es necesario conocer la 

epidemiología de la enfermedad con cada factor asociado con el hospedador, medio ambiente y el 

agente patógeno, para ello, se deberá realizar previamente una exhaustiva revisión bibliográfica de 

los peligros. El método Herramienta de Evaluación del Riesgo de Enfermedad (HERE) permite 

rápidamente determinar los factores de riesgos insignificantes de una enfermedad en una traslocación. 

Mediante un diagrama de flujo se responde a una serie de preguntas que determina la probabilidad de 
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que se presente la transmisión de una enfermedad debido a una traslocación de fauna silvestre, para 

ello el investigador debe tener en cuenta datos geográficos relacionado con el hábitat de la especie 

animal de interés.  
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3. HIPÓTESIS 

La evaluación de impacto permite identificar el potencial de los factores de riesgo que están asociados 

a una prevalencia parasitaria gastrointestinal en animales de producción. 

4. OBJETIVO GENERAL 

Evaluar los factores de riesgo asociados a la prevalencia de parásitos gastrointestinales en los animales 

de producción del Rancho Universitario de la UACJ. 

4.1. Objetivos específicos 

Identificar el género de parásitos gastrointestinales y estimar la prevalencia parasitaria en las muestras 

de excrementos de los animales de producción, y suelo del Rancho Universitario de la UACJ. 

Identificar el género de parásitos y cuantificar la cantidad de huevos de helmintos en las muestras de 

agua del Rancho Universitario de la UACJ. 

Identificar y determinar los factores de riesgo mediante la evaluación de bienestar animal y lista de 

revisión. 

Cuantificar el potencial de impacto de cada factor de riesgo identificado mediante la matriz de Leopold 

combinada con Criterios Relevantes Integrados. 
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5. MATERIALES Y MÉTODOS 

El desarrollo de la tesis se realizó en un periodo de 14 meses, comprendidos entre marzo del 2020 a 

mayo del 2021, llevando a cabo las siguientes actividades: diagnóstico ambiental, instalación de 

cámara trampas, encuesta a trabajadores del rancho, recolección de muestras de excretas, agua y suelo 

y análisis de laboratorio (análisis de agua, suelo y coproparasitológico). Se realizó la identificación 

de los factores de riesgos basado en una evaluación de bienestar animal y una lista de revisión, 

evaluación del grado de impacto de cada factor de riesgo y reporte (comunicación) para informar a 

las partes interesadas los resultados de la evaluación de los factores de riesgos. 

En el anexo 1 se detallan actividades realizadas durante el estudio y en la Figura 2 se describe el 

protocolo para el desarrollo de la metodología. 
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Figura 2. Diagrama de flujo. Protocolo para desarrollo de la metodología. 
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5.1. Descripción del área de estudio  

5.1.1. Ubicación geográfica 

El estudio se realizó en las instalaciones del RU-UACJ (figura 3), ubicado en el Valle de Juárez 

municipio Práxedis G. Guerrero, carretera Juárez-Porvenir Km 63 y 64. Las coordenadas geográficas 

de referencia son: 31° 21' 20" N y 105° 59' 59" W, altitud de 1090 msnm. El municipio de Práxedis 

G. Guerrero limita por todos sus costados con el municipio de Guadalupe, a excepción de su límite 

con el Rio Bravo que forma la frontera internacional con el Estado de Texas de los Estados Unidos 

(INEGI 2020).  

 

Figura 3. Plano del Rancho Universitario de la UACJ. 

5.1.2. Descripción del área de estudio 

El Rancho RU-UACJ se caracteriza por ser un recinto multidisciplinar en áreas agropecuarias, cuenta 

con animales de producción como bovinos, ovinos, caprinos, porcinos, equinos y aves de corral, en 

este recinto las zonas agrícolas se riegan con agua proveniente del canal del rio Bravo. Los estudiantes 

de la carrera de medicina veterinaria y zootecnia realizan prácticas de manejo zootécnico, como 

profilaxis, nutrición, reproducción e investigaciones en los diferentes sistemas de producción animal 

(UACJ 2016). 

De acuerdo con INEGI (2020) el área se describe con un clima árido extremoso, con temperaturas de 

43ºC como máxima y mínima de -10ºC; la temperatura media anual es de 16ºC, la precipitación 
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pluvial media anual es de 275 milímetros, y con vientos dominantes del Suroeste. El municipio de 

Práxedis G. Guerrero se caracteriza por que el terreno es plano en la mayoría de su extensión, los 

suelos dominantes son de tipo regosol de textura gruesa y en pendientes quebradas o fuertemente 

disectadas de tipo litosoles y/o xerosoles, además de yermosoles, con inclusiones de solonetz en su 

fase lítica, el uso del suelo es principalmente agrícola y ganadero. La flora está constituida por plantas 

típicas del desierto como xerófilas, herbáceas, arbustos de diferentes tamaños entremezclados con 

algunas especies de agaves, yucas y cactáceas, leguminosas con zacates, chaparral espinoso entre 

otros. La fauna más característica consta de Zenaida macroura (huilota), Sylvilagus audubonii 

(conejo), lepórido perteneciente al género Lepus (liebre), Lynx rufus (gato montés), Canis latrans 

(coyote) y Puma concolor (puma). 

5.2. Sondeo de fauna silvestre 

Se realizó una encuesta (anexo 2) a cinco trabajadores del RU-UACJ para conocer la fauna silvestre 

que normalmente frecuenta el rancho. 

Se instalaron cuatro cámaras trampas (Moultrie MFH-M80) distribuidas estratégicamente en las 

instalaciones del rancho para detectar y documentar la posible presencia de animales silvestres que 

concurre en el rancho durante el periodo de estudio. 

 

5.3. Tamaño y selección de muestras de excremento  

Se examinaron las especies animales de producción que se encontraban en el RU-UACJ evaluando: 

rumiantes (bovinos, ovinos, caprinos), porcinos, équidos (equinos y asno) y gallinas. En el cuadro 1 

se observa el número de muestras de excremento por especie animal, determinadas por medio de la 

fórmula para población finita Aguilar-Barojas (2005).  

n꓿ (z².p.q.N) / (z².p.q + d²(N-1)) 

Donde: 

n= tamaño de la muestra 

z= nivel de confianza o valor de Z crítico 

p= probabilidad esperada o proporción aproximada del fenómeno en estudio en la 

https://es.wikipedia.org/wiki/G%C3%A9nero_(biolog%C3%ADa)
https://es.wikipedia.org/wiki/Lepus
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población de referencia 

q= probabilidad de fracaso o proporción de la población de referencia que no presenta 

el fenómeno en estudio 

N= Tamaño de la población 

d= nivel de precisión o error máximo admisible. 

Cuadro 1. Número de muestras de excremento 

Es de resaltar que a las muestras de excremento de los equinos, asno y gallinas no se les aplicó dicha 

fórmula ya que su población era de tres equinos y un asno; para el caso de las gallinas se realizó una 

muestra compuesta de excretas. 

5.4. Recolección de muestras de excremento 

Se recolectaron muestras de rumiantes (bovinos, ovinos, caprinos), porcinos, équidos (equinos y 

asno) y gallinas, en las estaciones de verano, otoño 2020 e invierno 2020-2021.  

Las muestras de excremento se recolectaron durante tres días consecutivos en cada estación del año, 

las cuales, fueron tomadas directamente del recto de los animales, usando guantes minimizando 

Animales de 

producción 
n/estación 

  Verano 2020 Otoño 2020 Invierno 2020-2021 

Bovinos  12 10 15 

Ovinos  15 12 14 

Caprinos  13 12 14 

Porcinos  6 6 6 

Equinos  3 3 3 

Asno  1 1 1 

Gallinas  Muestra compuesta Muestra compuesta Muestra compuesta 
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cualquier tipo de contaminación y depositándolas en su respectivo recipiente rotulado y refrigeradas 

en hielera 4oC (PANAFTOSA, 2017). 

Para las gallinas se realizó una muestra compuesta de excretas recolectadas durante tres días 

consecutivos, las muestras se recolectaron del piso después de defecación espontánea (PANAFTOSA, 

2017). Posteriormente se transportaron al Laboratorio de la División Multidisciplinaria de la UACJ 

en Nuevo Casas Grandes (LDMNCG).  

Previo a su análisis, las muestras se mantuvieron en una nevera a 4oC para evitar cualquier alteración 

de los huevos de parásitos, posteriormente se aplicó las técnicas coproparasitoscópicas de Faust, 

sedimentación y McMaster (OPS, 2020). 

5.5. Recolección de muestras de agua 

Se realizó la colecta de muestras de agua durante las estaciones de otoño del 2020 e invierno 202-

2021, estas se obtuvieron del canal de riego y otra de la llave de agua potable. La toma de muestras 

de agua se implementó acorde a la Norma Oficial Mexicana NOM-230-SSA1-2002 y Norma 

Mexicana NMX-AA-003-1980.  

Se utilizó garrafones de plástico inerte de 6 litros, los cuales fueron previamente desinfectados con 

hipoclorito de sodio al 10 % y lavados con agua potable, posteriormente se enjuagó con agua 

destilada. Posteriormente las muestras se transportaron al LDMNCG. 

5.6. Recolección de muestras de suelo 

La recolecta de las muestras del suelo se realizó durante las estaciones de verano, otoño del 2020 e 

invierno 202-2021, acorde a lo establecido en la Norma Mexicana NMX- AA-132-SCFI-2016, 

utilizando bolsas de polietileno para el almacenamiento de las muestras, para ello se recolectó 500 

gramos de suelo por muestra a una profundidad de 0 a 5 cm a partir de la superficie. Las muestras se 

obtuvieron de los corrales de los animales y sitio de pastoreo, las muestras se etiquetaron y se 

depositaron en una hielera para transportarlas al LDMNCG. La frecuencia del muestreo de suelo, 

consistió en examinar los mismos lugares en cada estación del año. 
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5.7. Identificación de huevos de parásitos 

5.7.1. Análisis de muestras de excremento  

5.7.1.1. Técnica de sedimentación 

Para esta técnica se pesaron 2grs de heces en cada muestra y se colocaron en un vaso precipitado con 

10 ml de agua destilada, después de ese procedimiento el material se filtró con tamiz a otro vaso 

precipitado. Luego se agregó 200 ml de agua y se esperó por un período de 20 minutos para la 

sedimentación. A continuación, se decantó el sobrenadante y se colectó con una pipeta una porción 

de la muestra sedimentada en el fondo del vaso y se colocaron 2 gotas en una lámina porta objeto, se 

cubre con una laminilla y se observó al microscopio (Figueroa-Castillo et al., 2015). 

5.7.1.2 Técnica de flotación 

Se pesó 5 grs de materia fecal en cada muestra, luego se disolvió esta muestra en 30 ml de agua 

destilada y se homogeneizó hasta suspenderla perfectamente, después se filtró con tamiz, colocándola 

en un segundo recipiente y depositando la suspensión en el tubo de centrifuga, centrifugándolas a 1.4 

rpm por 4 minutos en centrifuga Centra Cl 12 de Thermo Electron Corporation. Luego se decantó el 

sobrenadante y se resuspendió nuevamente con agua, seguidamente se repite el proceso hasta que el 

sobrenadante quede transparente, generalmente se requiere de 2 a 3 centrifugaciones. Una vez 

aclarado el sobrenadante se resuspendió con la solución saturada de Sulfato de Zinc centrifugando 

nuevamente a 1.4 rpm por 4 minutos, luego se dejó reposar la muestra por un lapso de 10 minutos, 

seguidamente se tomó un asa de alambre (previamente flameada), para tomar de la superficie del 

líquido tres gotas del material flotante y depositándolas separadas en un portaobjetos se procedió a 

hacer la observación directamente al microscopio, además sobre la muestra se depositó una gota de 

lugol. El material obtenido se revisó en su totalidad para detectar las estructuras parasitarias 

empleando el objetivo de 10x y 40x, la revisión de la muestra se hace en una secuencia de zig-zag 

hasta cubrir la totalidad de la muestra (Figueroa-Castillo et al., 2015). 

5.7.1.3 Técnica de McMaster 

Para la debida cuantificación de huevos de parásitos se realizó por medio de la técnica McMaster, 

para ello, se pesó 2 gramos de muestras fecales en una balanza electrónica, posteriormente ésta 

muestra fecal fue macerada y tamizada con una malla fina en una solución salina en un volumen de 

30 ml, y con una pipeta se extrajo el sobrenadante para ser depositado en una cámara de McMaster. 
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Luego se procedió a observar en el microscopio para su respectivo diagnóstico y determinar su 

respectiva carga parasitaria la cual se expresó como número de huevos por gramo de heces (hpg) 

(Figueroa-Castillo et al., 2015). 

5.7.2. Análisis de muestras de suelo 

Para el análisis de suelo se pesaron 40 grs de muestra de suelo y se colocaron en un vaso de precipitado 

con 200 ml de agua dejándola reposar por 24 horas, después de ese procedimiento el material se filtró 

con tamiz a otro vaso de precipitado. Luego se decantó el sobrenadante y se resuspendió nuevamente 

con agua, repitiendo el proceso hasta que el sobrenadante quede transparente. Una vez aclarado el 

sobrenadante se resuspendió con la solución la técnica de flotación (Sheather con solución saturada 

de azúcar, densidad 1.3), centrifugando nuevamente a 1.4 rpm por 4 minutos en centrifuga Centra Cl 

12 de Thermo Electron Corporation. Luego se dejó reposar la muestra por un lapso de 10 minutos, el 

material que flota se extrae con una pipeta depositando la muestra sobre un portaobjetos para hacer 

la observación directamente al microscopio (Polo 2006). El material obtenido se revisó en su totalidad 

para detectar las estructuras parasitarias empleando el objetivo de 10x y en caso de observar 

estructuras sugerentes se pasó a 40x para mejorar la observación. 

5.7.3. Análisis de muestras de aguas  

Para el análisis de las muestras de agua se siguió el protocolo establecido por Maya (2017), protocolo 

adaptado de la norma oficial mexicana NMX-AA-113-SCFI-2012 para la detección de huevos de 

helminto, a continuación, se describe el protocolo para el análisis del agua:  

• Dejar sedimentar la muestra mínimo 5 horas a temperatura ambiente. 

• Aspirar y desechar el sobrenadante sin agitar y conservar el sedimento.   

• Filtrar el sedimento en el tamiz de 63μm de poro. Lavar el tamiz con 5 litros de agua 

potable, y recuperar el agua de lavado junto con el sedimento filtrado.  

• Colocar el filtrado y el agua de enjuague en el garrafón de 6 litros donde originalmente se 

encontraba la muestra. Dejar reposar la muestra mínimo 5 horas o toda la noche a 

temperatura ambiente.  



 
 

 
 

23 

• Aspirar el sobrenadante y desecharlo, depositar el sedimento en los recipientes para la 

centrífuga. Enjuagar el garrafón con agua destilada, y colocar en los recipientes para 

centrifugación.  

• Centrifugar a 2,400 rpm por 5 minutos. Decantar nuevamente el sobrenadante por vacío.     

• Suspender la pastilla en 150 ml de la solución de sulfato de zinc. Homogenizar la pastilla 

por agitación de los tubos de forma manual.  

• Una vez más, centrifugar a 2,400 rpm por 5 minutos, y recuperar el sobrenadante 

vertiéndolo en un recipiente de plástico de 1,500 ml y diluir cuando menos en 1,000 ml de 

agua destilada.  

• Verter la suspensión resultante en tubos de centrífuga de 50 ml, se incluye el agua de 

enjuague del recipiente y centrifugar a 2,400 rpm durante 3 minutos; eliminar el 

sobrenadante de todos los tubos, adicionar más suspensión y resuspender el sedimento por 

agitación, enjuagar el recipiente de 1,500 ml con poca agua destilada (repetir este proceso 

hasta que se consuma por completo la suspensión).  

• Centrifugar a 2,400 rpm por 3 minutos todos los tubos, eliminar el sobrenadante, integrar 

todos los sedimentos obtenidos (resuspender en poca agua destilada) en un solo tubo; 

repetir este proceso hasta obtener una sola muestra de 50 ml y centrifugar nuevamente a 

2,700 rpm por 3 minutos.  

• Decantar nuevamente el sobrenadante por vacío y resuspender la pastilla en 15 ml de la 

solución de alcohol-ácido y agregar 10 ml de éter (todo esto en la campana de extracción). 

Agitar suavemente y de vez en cuando destapar cuidadosamente los tubos para dejar 

escapar el gas que se desprende. Dejar reposar por lo menos 30 minutos o en refrigeración 

para realizar el análisis posteriormente.  

• Centrifugar una última vez a 2,700 rpm durante 5 minutos. Aspirar al máximo el 

sobrenadante, dejar menos de 1 ml del mismo y evitar la pérdida de la pastilla; homogenizar 

la pastilla, y proceder a la cuantificación.  
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• Distribuir en la cámara Neubauer. Identificar visualmente una a una las estructuras 

morfológicas de los huevos de helmintos hallados y contabilizarlas. 

5.8. Estimación del porcentaje de prevalencia 

Una vez identificadas el número de muestras positivas, se determinó el porcentaje de prevalencia a 

cada grupo de animales, utilizando la siguiente formula según OPS y OMS (2018).   

P= (n/N) x100  

Dónde:  

P = Prevalencia  

n = Número de animales positivos  

N = Total de animales. 

5.9. Identificación de los factores de riesgos 

Para la identificación y determinación de los factores de riesgos se realizó mediante la evaluación 

de bienestar animal basada en los principios de libertad de Welfare Quality (2009). También se 

utilizó una lista de revisión, partiendo de lo consultado en la literatura en cuanto a prácticas que 

pueden generar un cuadro de infección parasitario gastrointestinal. 

 

5.9.1. Evaluación de bienestar animal 

Para esta evaluación se tuvieron en cuenta los criterios que pueden estar asociados a una infección 

parasitaria gastrointestinal (anexo 3); se tomaron registros de las condiciones a las que son sometidas 

los animales y todos los posibles comportamientos que estos presentaran durante el periodo de 

estudio, con el propósito de identificar y determinar factores que se consideraban como riesgosos para 

una presentación de parasitismo, y a su vez estos factores que se consideraron riesgosos son los que 

se incluyeron en la evaluación de impacto para conocer su grado de severidad. 

5.9.1.1. Principio de libertad de hambre  

Para este principio se tuvo en cuenta el criterio de condición corporal en una escala valorativa de 1 a 

5, clasificación que se muestra anexo 3, donde animales con condición corporal normal (3), animales 
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con condición corporal muy flacos (1) y animales con condición corporal muy gordos (5) (Welfare 

Quality 2009). Para evaluar la condición corporal se tuvo en cuenta: todos los semovientes debían 

estar de pie, posteriormente se observó al animal desde atrás y también mientras se está de pie junto 

al animal, se consideró cuán visibles eran los huesos de la columna vertebral y cadera, se inspeccionó 

visualmente y luego se palpó para evaluar la condición del animal de acuerdo con la clasificación.  

5.9.1.2. Principio de libertad de sed 

La sed no se evaluó directamente en los animales porque los signos de deshidratación solo se pueden 

detectar en casos extremos, más bien, limpieza de bebederos y calidad del agua se juzgaron en una 

escala valorativa de 1 a 5,  (anexo 3), donde (1) corresponde a la peor situación (es decir, la situación 

por debajo del cual se considera que no puede haber más decrementos en el bienestar), (3) corresponde 

a una situación neutral (es decir, el nivel de bienestar no es malo pero no es bueno) y (5) corresponde 

a la mejor situación (Welfare Quality 2009).  

De acuerdo con la metodología de Welfare Quality (2009), se tuvo en cuenta que el suministro de 

agua se consideraba higiénico si este se encontraba libre de heces y partículas de suciedad, de lo 

contrario si se llegase a encontrar algunos de estos elementos se consideraba como insuficiente, o 

también se juzgaba como inadecuado. Se considera un bebedero limpio cuando: bebederos y agua 

limpia en el momento de la inspección (5), bebedero parcialmente sucio: bebedores sucios, pero agua 

fresca y limpia en el momento de inspección (3) y Sucio: bebederos y agua sucios en el momento de 

la inspección (1).  

Se analizó la calidad de la fuente de agua de los corrales, este análisis se basó en los reportes de 

laboratorio, sino se encontraba algún agente patógeno en el agua se consideraba como adecuada (5), 

y si de lo contrario se llegase a encontrar uno o más de un huevo de parásito se consideraba como 

inapropiada (1). 

5.9.1.3. Principio de libertad de incomodidad 

Se tuvo en cuenta los parámetros que se describen en el anexo 3, estiércol en el cuerpo, limpieza y 

comodidad alrededor de la zona de descanso, en una escala valorativa de 1 a 5, donde “1” Corresponde 

a la peor situación, '3' corresponde a una situación neutral y '5' corresponde a la mejor situación que 

se podría encontrar en el animal (Welfare Quality 2009). 
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5.9.1.4. Principio de libertad de dolor y enfermedad 

Para este principio se tuvo en cuenta los siguientes criterios (anexo 3), cojeras, heridas en el cuerpo, 

condición de la piel e infecciones locales en una escala valorativa de 1 a 5, donde “1” corresponde a 

la peor, '3' corresponde a una situación neutral y '5' corresponde a la mejor situación que se podría 

encontrar un animal (Welfare Quality 2009). 

5.9.2. Lista de revisión 

También se utilizó una lista de revisión, partiendo de lo consultado en la literatura en cuanto a 

prácticas que pueden generar un cuadro de infección parasitario gastrointestinal (anexo 4): ausencia 

de pediluvio, no desparasitación, animales nuevos sin previa cuarentena, inadecuado manejo de 

animales muertos, accesibilidad con fauna silvestre y pastoreo mixto; estas se cotejaron en el Rancho 

Universitario de la UACJ para comprobar o descartar su aplicabilidad. Si se evidenciaba algunas de 

estas prácticas como inadecuada se consideraba como un factor de riesgo (UTEM 2018).  

5.10. Evaluación de impacto 

El método establecido para la evaluación de impacto de los factores de riesgos fué la Matriz de Leopold 

combinado con los Criterios Relevantes Integrados (CRI) planteada por Buroz (1994) (CELEC 2011). 

La matriz Leopold se caracteriza por ser una matriz de impactos de doble entrada siguiendo la lógica 

causa-efecto en la que se establecen por un lado los componentes susceptibles de ser afectados 

(columnas) y, por otro lado, la actividad identificada como potencial alterador de los componentes 

(filas). Una vez realizada la evaluación de impacto de los factores de riesgos se comunica por medio de 

un reporte a las partes interesadas del RU-UACJ (anexo 5). 

5.10.1. Calificación de impacto de los factores de riesgos 

Para la calificación de impacto de los factores de riesgo se siguió la metodología de CRI obteniendo el 

cálculo de la magnitud y el Valor del Índice Ambiental (VIA) también conocido como importancia de 

cada factor. Los criterios seleccionados para la evaluación son Intensidad, Extensión, Duración, 

Reversibilidad e Incidencia que se evalúan en cada interacción (Buroz 1994); esta metodología 

considera como indicadores de impactos los siguientes: 

• Intensidad (I): se refiere a la fuerza, peso o rigor con que se manifiesta el proceso o impacto 

puesto en marcha. 



 
 

 
 

27 

• Extensión (E): influencia espacial o superficie afectada por la acción antrópica, es decir, 

medida del territorio o superficie donde ocurre la afectación. 

• Duración (D): lapso o tiempo que dura la afectación.  

• Reversibilidad (R): la posibilidad o dificultad para retornar a la situación actual. 

• Incidencia (G): probabilidad de que el efecto ocurra. 

En el anexo 6 se muestran los valores para cada criterio acorde a la metodología de CRI. 

5.10.2. Cálculo de la magnitud e importancia  

El valor de la magnitud (M) se obtiene de la sumatoria acumulada de los valores obtenidos de los 

criterios de intensidad (I), extensión (E) y duración (D), donde cada criterio se multiplica por el valor 

de peso asignado, siendo peso del criterio de intensidad (WI): 0.40, peso del criterio de extensión (WE): 

0.40, y peso del criterio de duración (WD): 0.20    

M = (I * WI) + (E * WE) + (D * WD)  

El cálculo de la importancia se obtiene mediante la multiplicación de los valores de los criterios de 

reversibilidad, incidencia y magnitud; los mismos contienen valores exponenciales que son valores de 

peso, siendo peso del criterio de magnitud (WM): 0,61, peso del criterio de reversibilidad (WR): 0,22 y 

peso del criterio de incidencia (WG): 0.17. 

VIA = (RXr x GiXg x MiXm) 

Cabe mencionar el valor de los pesos están establecidos conforme a la metodología Criterios Relevantes 

Integrados (CRI) planteada por Buroz (1994) (CELEC 2011). 

5.10.3. Determinación de la severidad de los factores de riesgos  

La severidad (S) de los impactos se define como el nivel de impacto ocasionado sobre el componente 

susceptible a ser afectado (animales de producción). Este valor se obtiene multiplicando la magnitud 

por la importancia antes calculada, permitiendo establecer las categorías de impacto de los factores de 

riesgos. 

S = M x VIA 

La severidad (S) de cada impacto se establece de acuerdo a la siguiente escala:  

• Leve: 0-5  
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• Moderado: 6-15  

• Severo: 16-39  

• Crítico: 40 – 100  

• Representativo (Impacto Beneficioso o positivo): 0-100. 

Este último se refiere a los impactos con carácter positivo que no producen pérdidas, al contrario, 

traen beneficios. El carácter del impacto puede ser perjudicial (-) o benéfico (+), es decir, si el factor 

se considera como un riesgo o por el contrario no representa un peligro, permitiendo así conocer la 

incidencia que ocasionan los factores sobre los animales de producción. 

5.11. Análisis estadístico 

Para evaluar la asociación entre las estaciones y la prevalencia parasitaria de cada grupo animal, se 

calculó por medio de la prueba de Chi cuadrado (χ2) con un nivel de confianza del 95% y P <0.05 para 

el valor de significancia, y cuando fue necesario se recurrió a la prueba exacta de Fisher.  

Los datos de las variables independiente (estaciones de verano 2020, otoño 2020 e invierno 2020-2021) 

y de respuesta (animales parasitados/no parasitado), se analizaron utilizando el programa estadístico 

SAS versión 9.0 para Windows. 
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6. RESULTADOS Y DISCUSIÓN 

6.1. Prevalencias de parásitos gastrointestinales en muestras de excremento y suelo 

Se analizaron 150 muestras de excremento, identificando 6 géneros de parásitos gastrointestinales de la 

clase de helmintos nematodos (anexo 7), de las cuales 95 (66.33%) muestras fueron positivas a uno o 

dos géneros; donde 73 (48.66%) corresponden a un sólo género y 22 (14.66%) a dos géneros, 55 

(36.66%) resultaron negativas. A continuación, en el cuadro 2, se detallan los géneros de parásitos 

gastrointestinales detectados durante las estaciones de verano (2020), otoño (2020) e invierno (2020-

2021), con sus respectivos porcentajes de prevalencia e intensidad parasitaria pertenecientes a los 

animales de producción del RU-UACJ. En el cuadro 3, se describe la prevalencia parasitaria general. 
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Cuadro 2. Prevalencia e intensidad parasitaria de los animales de producción del RU-UACJ. 

                   

(+): sólo se reportó como positivo; hpg: huevos por gramo de heces

Grupo de animales/ 

género parasitario 

Estación 

 Verano Otoño Invierno 

 Postivo/ 

negativo 

Prevalencia Intensidad 

parasitaria 

Postivo/ 

negativo 

Prevalencia Intensidad 

parasitaria 

Postivo/ 

Negativo 

Prevalencia Intensidad 

parasitaria 

Bovinos          

Trichostrongylus 8/4 66% 400 hpg 6/4 60% 450 hpg 12/3 80% 850 hpg 

Strongyloides 2/10 16% 300 hpg 2/8 20% 300 hpg 9/6 60% 650 hpg 

Ovinos          

Haemonchus 6/9 40% 300 hpg 6/6 50% 300 hpg 9/5 64% 400 hpg 

Trichostrongylus 0/15 0% 0 hpg 0/12 0% 0 hpg 8/6 57% 600 hpg 

Caprinos          

Trichostrongylus 0/13 0% 0 hpg 5/7 41% 400 hpg 9/5 64% 450 hpg 

Porcinos          

Strongyloides 4/2 66% 650 hpg 5/1 83% 650 hpg 5/1 83% 700 hpg 

Equinos          

Strongylo 3/0 100% 750 hpg 3/0 100% 750 hpg 3/0 100% 900 hpg 

Ciatostomidos 2/1 66% 600 hpg 2/1 66% 600 hpg 3/0 100% 850 hpg 

Asno          

Strongylo 0/1 0% 0 hpg 1/0 100% 600 hpg 1/0 100% 500 hpg 

Gallinas          

Ascaris + 100% 550 hpg + 100% 500 hpg + 100% 600 hpg 
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Cuadro 3. Prevalencia parasitaria general de los animales de producción del RU-UACJ. 

Grupo de animales/ 

género parasitario 

Postivo/ 

Negativo 

Prevalencia 

Bovinos     

Trichostrongylus 26/11 70% 

Strongyloides 13/24 35% 

Ovinos     

Haemonchus 21/20 51% 

Trichostrongylus 8/33 19% 

Caprinos     

Trichostrongylus 14/25 35% 

Porcinos     

Strongyloides 14/4 77% 

Equinos     

Strongylo 9/0 100% 

Ciatostomidos 7/2 66% 

Asno     

Strongylo 2/1 66% 

Gallinas     

Ascaris + 100% 

(+): sólo se reportó como positivo 

En el contexto de la identificación y prevalencia de parásitos gastrointestinales, particularmente para 

el área de estudio de la presente investigación no existen publicaciones de estudios previos enfocados 

en animales de producción, sin embargo, en áreas cercanas se han realizado investigaciones, no sólo 

en animales de producción, sino también en coyotes, felinos silvestres en cautiverio, comunidades de 

personas agua y suelo. 
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Los helmintos obtenidos en el presente estudio como Strongyloides con una prevalencia general de 

35% en bovinos y 77% en porcinos, también han sido identificados en coyotes por Petters (2020) en 

el Área Natural Protegida de Médanos de Samalayuca, Chihuahua, México, con una prevalencia de 

16%. Este taxón parasitario infecta a una diversidad de vertebrados y es común en estas zonas la 

interacción entre animales de producción y fauna silvestre. Esto permite que se genere una interfaz, 

en el cual el parásito podría realizar un salto taxonómico de una especie a otra (OMS, 2016). Así 

pues, en áreas donde se presenta una cercanía entre distintas especies de animales, estarán expuestos 

a las mismas oportunidades de transmisión de patógenos (Obanda, 2019).  

En este estudio la infección por Strongyloides también podría deberse a que la forma de transmisión 

es percutánea, esto puede ser explicado a razón de que los animales en el RU-UACJ permanecen la 

mayoría del tiempo confinados y la limpieza de los corrales es inconstante, además en las muestras 

de suelo se identificó presencia de Strongyloides; todo esto favorece a un mayor riesgo de infección 

en los animales.  

En otras investigaciones cerca al área del presente estudio, Quezada et al. (2013) en Ciudad Juárez, 

Chihuahua, México, reportaron una prevalencia del 62% de Coccidias en becerras post destete de un 

establo lechero, estos parásitos difieren a los obtenidos del presente estudio ya que no se detectaron 

en las muestras de excremento, agua y suelo. Se ha reportado que este parásito es de distribución 

mundial (Cabrera 2017), generalmente afecta a este tipo de ganado bovino en sistemas intensivos, 

siendo los semovientes jóvenes los más susceptibles, debido a factores extrínsecos e intrínsecos del 

animal (Rivadeneira, 2012). 

González (2012) documenta a Toxocara sp y Toxascaris leonina, en excremento de felinos silvestres 

en cautiverio en el Zoológico San Jorge ubicado al Este de Ciudad Juárez, en dirección al Valle de 

Juárez. La presencia de estos helmintos puede deberse a la ingestión de larvas infectantes presentes 

en el medio ambiente (Aranda et al., 2013). 

Por otro lado, Flores et al. (2010), en el Valle de Juárez, Chihuahua, México, en su estudio 

epidemiológico en personas, reportaron prevalencias de Giardia lamblia con un 67.18%, 

Cryptosporidium parvum 34.37% y Cyclospora cayetanensis con un 21.87%, estos parásitos difieren 

a los obtenidos del presente estudio debido a que los métodos utilizados no permitieron la 

identificación de estos géneros parasitarios.  



 
 

 
 

33 

Los resultados del presente estudio, junto con los de Petters (2020), Quezada et al. (2013), Flores et 

al. (2010) y González (2012), indican que los parásitos están circulando a lo largo del Valle de Juárez 

y sus inmediaciones; esto se puede considerar como un potencial de riesgo para todos los animales 

que habitan en el RU-UACJ y sus alrededores. La frecuencia de estos parásitos se puede deducir a 

razón de que los huevos en estadio infeccioso, pueden subsistir en el ambiente durante prolongados 

lapsos de tiempo (Rondón et al., 2017). Los géneros parasitarios identificados en este estudio 

dependen de una serie de factores como clima, humedad, hospederos, agua y suelos contaminados de 

excretas entre otros, algunos de estos elementos se convierten en vehículo de transmisión y otros 

influyen en el desarrollo del ciclo biológico del parásito (Matute y Rivas 2012).  

En cuanto a los géneros parasitarios de Trichostrongylus y Strongyloides en los rumiantes del RU-

UACJ, se coincide con Pinilla et al. (2019), quienes también los identificaron, pero se difiere de las 

prevalencias obtenidas, las cuales fueron menores a las del presente estudio: Trichostrongylus 3.1% 

y Strongyloides 10.8% en ganado vacuno. Mientras que de los pequeños rumiantes se concuerda con 

Rahman et al., (2017) en Tangail, Bangladesh, quienes reportaron parásitos de Haemonchus spp. 

31.22%, Trichostrongylus spp. 2.35%. Así mismo, se coincide con Herrera et al., (2013), en 

Antioquia Colombia, quienes informaron prevalencias de Haemonchus contortus 66.3% y 

Trichostrongylus spp. 34.7% en pequeños rumiantes, estos helmintos son cosmopolitas y afectan el 

abomaso e intestinos de los rumiantes (Quiroz, 2008). El reporte de estos parásitos en el presente 

estudio puede deberse a que los animales no disponen de una rotación de potreros, además la estadía 

constante de los semovientes en el corral durante el otoño e invierno y la inconstante limpieza de los 

corrales favorece al desarrollo del ciclo de vida parasitario, la transmisión de nematodos intestinales 

puede estar influenciada por prácticas de manejo, dado que el forraje, agua y sitio de alojamiento 

pueden presentar cargas de helmintos (Tariq et al., 2010). 

En los cerdos del presente estudio se encontraron huevos de Strongyloides, este hallazgo concuerda 

con Mendoza-Gómez et al. (2015), quienes en su estudio en una granja tecnificada en Cundinamarca, 

Colombia, detectaron Strongyloides 5.8%, aunque se difiere del porcentaje de prevalencia (77%) del 

presente estudio, la diferencia puede ser debido a que en el RU-UACJ los corrales de los cerdos están 

en cercanía con otras especies animales y algunas veces se ha observado aves dentro de los corrales, 

además a la entrada de la piara no se cuenta con un tapete sanitario para la desinfección del calzado 

de las personas que ingresan a los corrales. También Herrera et al. (2015), en Córdoba, Colombia, 

encontraron Strongyloides con un 50.6% de prevalencia, sin embargo, estos autores también reportan 
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Trichostrongylus 44.58% y Oesophagostomum 19.28%, debido a factores ambientales y sitio donde 

se encontraban los cerdos. La presentación de Strongyloides en los cerdos del RU-UACJ depende en 

gran medida del manejo que se brinde a los cerdos, teniendo en cuenta factores como la higiene de 

los corrales de alojamiento, ambientales y estado del hospedero (Frontera et al., 2009). 

Referente a los parásitos Strongylo grandes y pequeños (Ciatostomidos) en los équidos del RU-UACJ, 

se podría indicar que la presentación de estos nematodos, se debe a que los animales permanecen 

juntos, exponiéndolos a la misma oportunidad de infección, aunque también probablemente ingirieron 

forraje y agua contaminados de huevos con larvas en estadio infectivo (Irurzun 2014). Con estos 

resultados se coincide con Rivero-Pérez et al. (2018) en la obtención de Strongylus con 64% de 

prevalencia en burros, pero se difiere del hallazgo del género Trichostrongylus 91% en su estudio. 

También se coincide con los autores Chaparro-Gutiérrez et al. (2018) quienes reportan una 

prevalencia de Strongylo 88% en caballos, mientras que Francisco et al. (2009) identificaron huevos 

a nivel de familia Strongylidae 54%; siendo los géneros Ciatostomidos y Strongylos pertenecientes a 

esta familia. Los parásitos en los équidos del presente estudio son nematodos de mayor reporte  a 

nivel mundial (Ochoa 2013), dado que estos helmintos son de los más comunes en equinos y asnos 

(Matthews y Burden, 2013).  

En esta investigación se identificó el género Ascaris en gallinas, con una prevalencia del 100%, esto 

podría estar relacionado a que estas aves pueden fugarse de su corral manteniendo un contacto directo 

con el suelo de otra área, aunque también esta infección puede estar atribuida a la ausencia de un plan 

de control sanitario durante el periodo de estudio. Este resultado coincide con Guerrero y Vásquez 

(2018) quienes reportan que gallinas criadas en piso de tierra o que están en un mayor contacto con 

este tipo de suelo presentan un alto riesgo de infección de Ascaris. También Olmo et al., (2015), 

demostraron que las gallinas mantenidas en piso de cemento presentan un menor contagio de parásitos 

intestinales, mientras que en piso de tierra son más propensas a una infección parasitaria por Ascaris. 

El piso del corral de las gallinas del RU-UACJ es en tierra; este factor es favorable al contagio, ya 

que las aves por instinto buscan ingerir lombrices, las cuales son huéspedes intermedios de Ascaris, 

además de picotear el suelo de modo que este puede estar contaminado con huevos en etapa de larva 

infectiva (Rodríguez 2004).  

Se analizaron siete muestras de suelo durante cada estación para un total de 21 muestras, identificando 

4 géneros de helmintos nematodos gastrointestinales. Se encontró que 19 (90.48%) muestras fueron 

https://www.cambridge.org/core/journals/journal-of-helminthology/article/helminth-infections-in-italian-donkeys-strongylus-vulgaris-more-common-than-dictyocaulus-arnfieldi/80209ED78307398BAD6E5705FFA52911#ref33


 
 

 
 

35 

positivas a la presencia de huevos de parásitos, siendo positivas a un sólo género 5 (23.80%) y 14 

(66.66%) fueron mixtas, mientras que dos (9.52%) muestras resultaron negativas.  

En el cuadro 4 se observan los géneros de parásitos gastrointestinales hallados durante las estaciones de 

verano, otoño e invierno, con sus respectivos porcentajes de prevalencia. 

Cuadro 4. Identificación y prevalencia de géneros de helmintos en muestras de suelo. 

 

Para la zona del Valle de Juárez se ha descrito en estudios previos acerca de la contaminación del 

suelo por agentes patógenos. Flores et al. (2010), en su estudio reportaron la presencia de protozoos 

Cryptosporidium parvum y Giardia lamblia en tres de los 14 suelos en el campo de diferentes 

localidades del Valle de Juárez, representando un 21%, detectaron de 22 a 74 ooquistes de 

Cryptosporidium parvum y de 7 a 33 de Giardia lamblia, probablemente atribuido a que la maquinaria 

con que trabajan el suelo los agricultores es un mecanismo de transmisión, debido a que estas 

herramientas transita por diferentes terrenos y canales de riego, también aluden que estos suelos son 

regados con aguas residuales, además mencionan que la presencia de estos protozoos en el suelo 

pueden ser de heces humanas y animales. El resultado de estos autores difiere en absoluto en cuanto 

a los géneros de parásitos identificados en las muestras del suelo del RU-UACJ, ya que en el presente 

estudio se detectaron los géneros de Toxocara 61.90%, Ancylostoma 42.85%, Strongyloides 61.90% 

y Ascaris 52.38%. El hallazgo de estos helmintos puede estar atribuido a que el suelo agrícola del 

RU-UACJ es regado con agua proveniente del canal principal que circula a lo largo del Valle de 

Juárez, este podría contener y arrastrar huevos de parásitos; esta razón coincide con Flores et al. 

(2010), Di Giovanni et al. (2006) y Garza et al. (2001). Según Di Giovanni et al. (2006) señalan que 

en el Valle de Juárez los suelos agrícolas son regados con aguas residuales obtenidas de las plantas 

tratadoras, estas por lo general sólo reciben tratamiento primario, por lo tanto, en estas aguas no se 

elimina en absoluto los microorganismos contenidos en la materia fecal lo que contaminan el suelo, 

Género 

parasitario 

Estación 

Verano Otoño Invierno 

 Positivo/ 

negativo 

Prevalencia Positivo/ 

negativo 

Prevalencia Positivo/ 

Negativo 

Prevalencia 

Toxocara 3/4 42% 5/2 71% 5/2 71% 

Ancylostoma 2/5 28% 3/4 42% 4/3 57% 

Strongyloides 2/5 28% 5/2 71% 6/1 85% 

Ascaris 2/5 28% 4/3 57% 5/2 71% 
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mientras que Garza et al. (2001), mencionan que una posible ruta de la contaminación de los suelos 

por parásitos en esta zona, es atribuido a que el canal de riego aparte de llevar aguas crudas, arrastra 

sólidos disueltos; estos lodos pueden estar cargados con metales pesados y microorganismos 

patógenos, en esta región los agricultores desazolvan a menudo el canal y depositan los lodos a las 

orillas, con el tiempo estos lodos se secan y se pulverizan integrándose a los campos agrícolas y 

corrales de los animales, debido a las fuertes corrientes de vientos, predisponiendo a personas y 

animales a enfermedades e infecciones gastrointestinales en el Valle de Juárez. Con los resultados 

obtenidos del presente estudio, se indica que el suelo de las instalaciones donde se lleva a cabo el 

manejo de los animales de producción, puede ser una fuente de infección para los animales que 

habitan en el RU-UACJ, ya que parte del suelo agrícola es regado por agua del canal principal del rio 

Bravo y del efluente de los corrales porcícolas, lo que puede favorecer a un contagio parasitario. Otra 

razón a la presencia de los helmintos en el suelo del RU-UACJ, se puede atribuir a las heces de los 

animales de producción que quedan en el suelo, además de la presencia de animales silvestres y perros 

domésticos que normalmente frecuentan las instalaciones del RU-UACJ, los cuales defecan 

libremente. 

6.2. Cuantificación de huevos de parásitos en el agua 

Se identificaron dos géneros de huevos de helmintos (cuadro 5), las muestras del canal de riego fueron 

positivas con presencia de huevos de helminto, mientras que la de llave de agua potable fue negativo. 

Cuadro 5. Identificación de huevos de helmintos en muestras de agua.  

Lugar de muestreo/ 

género parasitario 

Estación /número de huevos de helminto (h/5L) 

  Otoño 2020 Invierno 2020-2021 

LLave de agua potable  0 0 

Helmintos  0 0 

Total  0 0 

Canal de riego    

Toxocara  10 1 

Ancylostoma  1 0 

Total  11 1 

  (h/5L): Huevos de helmintos en 5 litros de agua. 
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Con base en los huevos de parásitos de Toxocara y Ancylostoma obtenidos en las muestras de agua 

del RU-UACJ, se coincide con Maya (2017), quien, en una evaluación de riesgo con agua tratada, 

residual y de uso agrícola en Nuevo Casas Grandes, Chihuahua, reportó Toxocara. La detección de 

este género parasitario en ambos estudios puede deberse a que los huevos de helmintos se presentan 

mayor tiempo de viabilidad y que se encuentran con más frecuencia en agua (OMS, 2004). Sin 

embargo, en el presente estudio no se detectaron los géneros de Ascaris, Hymenolepis, Dipylidium, 

Fasciola, Taenia y Necator, documentados por Maya (2017). En cuanto a los helmintos detectados 

en el agua obtenida del canal de riego del rio Bravo para irrigar el suelo agrícola del RU-UACJ, se 

podría indicar que la calidad de esta agua no es recomendable debido a que se detectaron 11 huevos 

de parásitos en esta agua, por ello se podría pensar que esta agua puede ser un vehículo de trasmisión 

parasitaria para el suelo agrícola del RU-UACJ y por ende también para los animales que frecuentan 

algunas veces la zona de forrajes y otras veces se hidratan del canal de riego que transita dentro del 

RU-UACJ. En el Valle de Juárez se han realizado estudios en análisis del agua, así pues, Olivas et al. 

(2013), en su estudio reportaron la presencia de ooquistes de Cryptosporidium y Giardia en el agua, 

representando el 92.3% de 14 localidades estudiadas a lo largo del Valle de Juárez. También en la 

misma zona, Flores et al. (2010), reportaron la detección de estos mismos parásitos en agua 

doméstica, estos autores señalan que el 55% de las muestras fueron positivas a uno de los protozoos 

o a los dos. Con los géneros parasitarios reportados por Olivas et al. (2013), Flores et al. (2010), se 

difiere con los del presente estudio, ya que solo se detectaron huevos de helmintos. En otra 

investigación, Garza et al. (2001), en el Valle de Juárez, específicamente en Loma Blanca, Chihuahua, 

México, realizaron una evaluación de riesgo a la salud en la comunidad de Loma Blanca por 

exposición de aguas y suelos contaminados por parásitos gastrointestinales, señalando como resultado 

que la población se encontraba en un riesgo alto, a razón de que los pobladores de la zona utilizaban 

en la mayoría de sus actividades agua residual y de la acequia madre del canal del rio Bravo, y los 

suelos de la zona eran regados con estas aguas, esta razón coincide con lo que se observó en el RU-

UACJ, una parte del campo agrícola es regado con agua que proviene del canal principal del rio Bravo 

y del efluente de los corrales porcícolas, esto podría favorecer a un contagio de microorganismos 

patógenos en los animales que concurren en esta área del RU-UACJ, dado que el análisis que se 

realizó al agua del canal del rio Bravo, detectó la presencia de huevos de helmintos superando el 

límite máximo permisible.  
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6.3. Determinación de los factores de riesgos 

En el cuadro 6 se observan los factores de riesgos extraídos de la evaluación de bienestar animal, 

mientras que en el cuadro 7 se muestran los obtenidos mediante la lista de revisión. Cabe mencionar 

que una vez se determinaba un factor de riesgo, este se establecía directamente en la evaluación de 

impacto para juzgarlo. En el anexo 8 se detallan factores de riesgos identificados durante el periodo de 

estudio. 

Cuadro 6. Factores de riesgos obtenidos de la evaluación de bienestar animal 

Criterio Bovinos Ovinos Caprinos Porcinos Equinos Asno Gallinas 

Condición 

corporal 

3.0 3.0 3.0 3.0 3.0 3.0 3.0 

Limpieza de 

bebederos 

1.0 1.0 1.0 5.0 1.0 1.0 1.0 

Estiércol en el 

cuerpo 

3.0 5.0 5.0 3.0 5.0 3.0 5.0 

Limpieza zona 

de descanso 

3.0 3.0 3.0 3.0 5.0 5.0 1.0 

Cojeras 5.0 5.0 5.0 5.0 5.0 5.0 5.0 

Heridas en el 

cuerpo 

5.0 5.0 5.0 5.0 5.0 1.0 5.0 

Infecciones 

locales 

5.0 3.0 3.0 5.0 5.0 5.0 5.0 

Criterios con valoración de 1 se diagnóstica como inadecuado, 3: neutral y 5: adecuado. 

 

El factor “limpieza de bebederos” en los cerdos se encontró como adecuado, mientras que para los otros 

grupos de animales se consideró como un factor de riesgo. En la evaluación de impacto (cuadro 8) este 

factor se obtuvo como leve en los rumiantes, équidos y severo en las gallinas del RU-UACJ, esto es 

debido a que se encontró a las gallinas dentro del recipiente del bebedero, estas aves pisan el agua 

arrastrando partículas de suciedad, mientras que en los demás grupos de animales se encontraron 

bebederos adecuados pero sucios; lo cual puede favorecer el contagio parásitos gastrointestinales, 

esta razón concuerda con lo señalado por Morales (2018), quien, en su estudio con pollos de engorde, 

confirma que, al no brindar un adecuado mantenimiento de desinfección a los bebederos, aumenta la 

exposición de contagio de microorganismo patógenos y mortalidad de las aves. También se concuerda 

con Rueda (2020), quien encontró en su estudio que las aves que se abastecen de agua que contienen 

material particulado presentan síntomas de malestar y reducción de producción de huevo.  
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El factor “limpieza de zona de descanso” categorizado como severo en las gallinas del RU-UACJ 

(cuadro 8), se considera no higiénico, a razón de que los nidales se hallaron permanentemente con 

presencia de heces, lo que puede favorecer a una infección parasitaria, además de una contaminación 

en la cáscara del huevo. Este resultado no concuerda con Guinebretière et al. (2012), quienes 

demostraron que la limpieza de los nidales ayuda a reducir el contagio de enfermedades infecciosas 

y evita que se presente huevos sucios y la contaminación de la cáscara. También se discrepa con 

Castañeda-Benjumea (2009), este autor reporta que la limpieza general de los corrales ayuda a reducir 

el riesgo que se desarrollen y propaguen enfermedades en las gallinas y que esta actividad debe seguir 

formando parte de las buenas prácticas de manejo.  

En cuanto al factor “animales heridos” se observó al asno con sangrado en la zona orbital, así como 

falta de limpieza de la misma, la severidad de este factor puede desencadenar una trasmisión de 

agentes infecciosos por el contacto de la herida abierta en la piel (pequeños cortes, arañazos) con 

suelo u otros animales, aunque se puede reducir el riesgo de infección, protegiendo la piel del contacto 

directo con el entorno. Con este hallazgo se concuerda con Reyes et al. (2004) quienes mencionan 

que una forma de contagio de un patógeno entre individuos puede ser a través del contacto de heridas 

de la piel.  Acha y Szyfreses (2001) señalan que cuando un individuo presenta una herida esta se 

puede infectar por el contacto con elementos contaminados de algún agente infeccioso, ya que estos 

pueden introducirse en los tejidos blandos del cuerpo. 

Cuadro 7. Factores de riesgos considerados mediante lista de revisión 

Factores de 

riesgos 
Bovinos Ovinos Caprinos Porcinos Equinos Asno Gallinas 

Ausencia de 

pediluvio 
✓ ✓ ✓ ✓ ✓ ✓ ✓ 

No 

desparasitación 
✓ ✓ ✓ ✓ ✓ ✓ ✓ 

Animales 

nuevos sin 

cuarentena 

✓ ✓ ✓ ✓ ✓ ✓ ✓ 

Animales 

muertos 
x x ✓ x x x ✓ 

Accesibilidad 

con fauna 

silvestre 

✓ ✓ ✓ x ✓ ✓ ✓ 

Pastoreo mixto ✓ ✓ ✓ x ✓ ✓ ✓ 
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(✓): hay de evidencia; (x): no se presenta factor de riesgo. 

 

Con respecto a la lista de revisión, ausencia de pediluvio detectado en todos los grupos de animales 

de producción del RU-UACJ, se encontró que en este lugar se cuenta con un tapete sanitario, sin 

embargo, durante el periodo de estudio se evidenció la no funcionalidad de este elemento, además no 

existen zonas específicas para la sanitización, lo que probablemente puede influir en una trasmisión 

parasitaria, ante este hallazgo no se concuerda con la OIE (2019), quien señala la importancia del uso 

del tapete sanitario como una medida de bioseguridad dentro de un establecimiento para minimizar 

el riesgo de propagación de agentes infecciosos. Así mismo, Calderón (2005), en su estudio demostró 

que, con la utilización de pediluvios en las puertas de ingreso de los corrales de los animales, así 

como de otras áreas dentro de una granja, ayuda a disminuir la transmisión de patógenos. En este 

mismo sentido, se demuestra la conveniencia de la utilidad de un pediluvio a la entrada de cada corral 

del RU-UACJ, lo que contribuye a minimizar una posible trasmisión mecánica de un agente patógeno, 

debido al tránsito de personal entre y dentro de las áreas.  

Respecto al factor no desparasitación, afectó a todos los grupos de animales, esto puede generar 

cuadros infecciosos de parasitismo, predisponiendo a los animales a reducir su peso corporal e incluso 

a contraer enfermedades secundarias. A pesar de que en el RU-UACJ cuenta con calendarios de 

control sanitario, durante la investigación se constató que no hubo desparasitación, debido a que 

durante el tiempo del estudio se presentó la pandemia de SARS-CoV-2, y los estudiantes de 

veterinaria de la UACJ no han asistido al RU-UACJ a realizar prácticas de apoyo concernientes a 

plan sanitario de los animales. También se presume que pocas veces se utiliza el diagnóstico 

coproparasitológico para definir las pautas de un programa de salud parasitario. Con base a este 

resultado no se concuerda con Guagala (2019), en su estudio resalta que en una explotación pecuaria 

se debe incorporar dentro de sus prácticas habituales un sistema de desparasitación, con el argumento 

de que esta práctica ayuda a reducir riesgos en la salud de los animales, pero teniendo en cuenta las 

condiciones climáticas de la granja, ya que el desarrollo de los parásitos depende en gran medida de 

estas condiciones y así poder establecer periodos adecuados de desparasitación. También no se 

concuerda con la SAGARPA y SENASICA (2016), a razón de que en el RU-UACJ se dejó de realizar 

la desparasitación de los animales, estas entidades recomiendan mantener de forma habitual un 

programa de control para endo y ecto parásitos, en función de la granja y análisis de laboratorio. Sobre 

los argumentos anteriores expuestos, se recomienda mantener un plan estratégico alternativo en caso 
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de que se presente alguna situación atípica, la cual impida el cumplimiento de las actividades de 

manejo de los animales en el RU-UACJ. 

En cuanto a los animales nuevos que llegan al RU-UACJ aparentemente no presentan ninguna 

manifestación de malestar y se obvia la cuarentena como medida preventiva. Esta situación puede 

exponer a una infección parasitaria a los animales del RU-UACJ, ante este resultado se difiere con lo 

recomendado por la OIE (2019), quien señala que tanto las enfermedades como los parásitos se deben 

de evitar y controlar a través de buenas prácticas de manejo animal; la cuarentena a los animales de 

nuevo ingreso con un proceso de adaptación, contribuye a la bioseguridad animal y pública. También 

no se concuerda con lo argumentado por Daniel et al. (2016), quienes demostraron en su estudio que 

animales de nuevo ingreso al rebaño deben ser sometidos a cuarentena, para descartar contagios de 

enfermedades infecciosas, reducir pérdidas económicas y muertes de los semovientes. Asimismo, 

dentro de este marco, la aplicación de cuarentena a animales nuevos en una granja ayuda a mitigar y 

prevenir futuros riesgos de infecciones por microorganismos patógenos, lo que favorece a la 

salubridad y sostenibilidad de la granja. 

El factor “animales muertos” durante las estaciones de verano y otoño evidenció gallinas muertas 

encima del techo del corral y dentro del galpón, las cuales no se habían retirado. Se encontró una 

cabra que había abortado y sus crías aún no se habían retirado del corral. Ante la presentación de este 

factor se puede generar un contagio de patógenos. Este hallazgo no concuerda con lo que recomienda 

la OIE (2019), que para la eliminación de animales muertos (animales enteros o partes de ellos) deben 

de atenderse de forma inmediata, teniendo en cuenta que se debe preparar con anticipación cualquier 

emergencia que se pueda presentar en la salud de los animales, manteniendo medidas de bioseguridad 

del hato y personal de trabajadores. Así mismo, Gekara y Leite-Browning (2012), mencionan que los 

productores de animales deben mantener prácticas de bioseguridad adecuadas en el manejo de 

animales muertos, ya que esto ayuda a evitar la introducción de organismos causantes de 

enfermedades que pueden afectar a otros animales. 

La accesibilidad con fauna silvestre es constante en los animales de producción, debido a la 

particularidad de los corrales y zonas de pastoreo, las cuales están delimitadas, pero no son 

completamente restrictivos, y para el caso de las gallinas se debe a la rotura de su corral. En el periodo 

de estudio se constató por medio de cámaras trampas la presencia de conejos silvestres (Sylvilagus 

audubonii) y correcaminos (Geococcyx californianus); el coyote (Canis latrans) fue registrado por 

parte de los trabajadores. Este escenario probablemente puede suponer una transmisión parasitaria, 
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por lo tanto, se coincide Jakob-Hoff et al. (2016) quien mencionan que la interacción entre animales 

de granja y silvestres puede presentar un contagio directo de enfermedades cuando en estas 

interacciones no se tratan con medidas adecuadas, ya que algunos animales son huéspedes 

intermedios y otros suelen ser portadores directos de microorganismos infecciosos.  También se 

concuerda con la OIE (2015), que menciona, que en lugares donde se presenta granjas que colindan 

o coinciden en parte con ambientes donde habitan animales silvestres, siempre este escenario dará 

lugar a un mayor contacto de agentes patógenos lo que favorece a la circulación y propagación de 

enfermedades.  

El pastoreo mixto no afecta a los porcinos, esto se debe a que los animales constantemente 

permanecen confinados en sus instalaciones, lo que impide su salida de los corrales. En el caso de las 

gallinas el corral cuenta con una rotura lo cual permite la salida de las gallinas al exterior, mientras 

que para los rumiantes y équidos del RU-UACJ se permite el pastoreo mixto cuando hay 

disponibilidad de forraje, además estos animales disponen de un sólo potrero de pastoreo, esto podría 

presentar una transmisión parasitaria si no se tiene en cuenta los fundamentos básicos para evitar 

infecciones parasitarias, dado que el pastoreo mixto también se suele aplicar para un control 

parasitario. En este contexto Guzmán et al. (2010) mencionan en sus consideraciones, que en zonas 

donde se presenta el pastoreo conjunto de rumiantes, los animales jóvenes podrían representar un 

riesgo de contagio parasitario de Haemonchus y Trichostrongylus dado a la susceptibilidad de ambos 

huéspedes. Sin embargo, contradictoriamente Marley et al. (2006) demostró en su estudio que el 

manejo del pastoreo mixto permite reducir los niveles de contaminación parasitaria de las pasturas y 

que a su vez posibilitaba el control de nematodos, con el uso de bovinos para reducir la infección 

parasitaria de ovinos susceptibles. Ante lo anteriormente expuesto, es de gran importancia tener 

conocimiento en fundamentos epidemiológicos parasitario en el momento de manejar de forma 

conjunta el pastoreo mixto. 

6.4. Cuantificación del potencial de impacto de cada factor de riesgo mediante la matriz de 

Leopold combinada con Criterios Relevantes Integrados 

Los resultados obtenidos en la matriz permiten tener un conocimiento del impacto de cada factor sobre 

los animales de producción. En el cuadro 8, se observa el valor de los factores considerados como 

riesgosos. 
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Los factores con una puntuación de 16 a 39 requieren de la adecuación de prácticas correctivas 

específicas de control en forma inmediata; estos factores pueden llegar a perturbar de manera 

significativa la salud de los animales de producción. Los factores con valores de 0 a 5 no requiere de 

medidas correctivas específicas de control y tampoco inmediatez, pero si requieren que sean atendidos 

con medidas correctivas básicas. 
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Cuadro 8. Evaluación de impacto de cada factor de riesgo asociado a infección parasitaria sobre 

los animales de producción 

 

   ESPECIES 

AFECTADAS 

 

 

 

 

 

 

ACCIONES 

IMPACTANTES 

DENTRO DEL RANCHO 

ANIMALES DE PRODUCCIÓN 
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 D
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Limpieza de 

bebederos 
4.0 2.8 2.8  4.0 4.0 16.0 

Ausencia de 

pediluvio 
29.1 29.1 29.1 29.1 29.1 29.1 29.1 

Limpieza zona de 

descanso 
      21.5 

No desparasitación 29.1 29.1 29.1 29.1 29.1 29.1 29.1 

Animales nuevos sin 

cuarentena 
30.7 30.7 30.7 30.7 30.7 30.7 30.7 

Animales heridos      16.0  

Animales muertos   16.0    16.0 

Accesibilidad con 

fauna silvestre 
24.4 24.4 24.4  24.4 24.4 24.4 

Pastoreo mixto 26.6 26.6 26.6  26.6 26.6 26.6 

Escala de severidad: leve (0-5), moderado (6-15), severo (16-39), crítico (40-100) 

A continuación, en el cuadro 9 se muestran los resultados de la valoración de los factores de riesgos, 

organizados de mayor a menor según el nivel de severidad sobre los animales de producción del RU-

UACJ. 
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Cuadro 9. Jerarquización de los factores de riesgos. 

Factor de riesgo Animales 

afectados 

Valoración Severidad del factor 

de riesgo 

Animales nuevos sin 

cuarentena 

Todos los 

animales 

30.7 Severo 

Ausencia de pediluvio Todos los 

animales 

29.1 Severo 

No desparasitación Todos los 

animales 

29.1 Severo 

Pastoreo mixto Rumiantes, 

équidos y gallinas 

26.6 Severo 

Accesibilidad con fauna 

silvestre 

Rumiantes, 

équidos y gallinas 

24.4 Severo 

Limpieza zona de 

descanso 

Gallinas 21.5 Severo 

Limpieza de bebederos Gallinas 16.0 Severo 

Animales heridos Asno 16.0 Severo 

Animales muertos Caprinos y 

gallinas 

16.0 Severo 

Limpieza de bebederos Bovinos y équidos 4.0 Leve 

Limpieza de bebederos Ovinos y caprinos 2.8 Leve 

 

Como se observa en el cuadro, el factor más significativo afectando a todos los animales es “animales 

nuevos sin cuarentena”, mientras que limpieza de bebederos en los pequeños rumiantes es el de menor 

impacto. Con base a los resultados obtenidos de la evaluación de los factores de riesgos, se comunicó 

a las partes interesadas del RU-UACJ.  

La asociación entre las estaciones y la prevalencia parasitaria de bovinos, caprinos y porcinos, con la 

tabla de contingencia (Chi cuadrado), no presentó valores mayores de 5 en el 75% de las celdas, por lo 

tanto, se descartó esta prueba, y se recurrió a la prueba exacta de Fisher, mientras que para los ovinos si 

se aplicó Chi cuadrado (cuadro 10). 
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Cuadro 10. Asociación entre la entre las estaciones y la prevalencia parasitaria de cada grupo 

animal 

Grupo de 

animales Estación/positivos prevalencia% 

 Verano Otoño Invierno Prueba Valor de P 

Bovinos 9 (75%) 6 (60%) 14 (93%) Fisher 0.1602 NS 

Ovinos 6 (45%) 6 (43%) 12 (86%) Chi cuadrado 0.0343 * 

Caprinos 0 (0%) 5 (41%) 9 (64%) Fisher 0.0010 * 

Porcinos 4 (66%) 5 (83%) 5 (83%) Fisher 1.0000 NS 

       *: estadísticamente significativo (p< 0.05); NS: No significativo (p> 0.05). 

Tanto para ovinos (p=0.0343, Chi cuadrada) como para caprinos (p=0.0010, Fisher) se encontró una 

asociación entre la prevalencia y las temporadas, mientras que para bovinos (p=0.1602, Fisher) y 

porcinos (1.0000 Fisher) no se encontró asociación. 

De la evaluación se obtuvo como resultado que la “ausencia de pediluvio”, la “no desparasitación” y 

los “animales nuevos sin cuarentena” son factores que afectan a todos los animales de producción del 

RU-UACJ, representando un riesgo de 100% para cada factor (figura 4), seguido de “accesibilidad con 

fauna silvestre”, “pastoreo mixto” y “limpieza de bebederos” con un 85.7% cada uno, sin afectar a los 

porcinos. El factor “animales muertos” con 28.6% perjudica a caprinos y gallinas, “animales heridos” 

14.3% afecta al asno, y limpieza de zona de descanso 14.3% perturba sólo a las gallinas. 

 

Figura 4. Porcentajes de los factores con impacto negativo 
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Las gallinas fueron las más impactadas negativamente con 8 (88.8%) factores de riesgos (figura 5), 

seguidamente los caprinos con 6 (66.6%) factores, al igual que asno, mientras que los bovinos, ovinos 

y equinos con 5 (55.5%) factores, y porcinos con 4 (44.4%) factores. 

 

Figura 5. Porcentajes de riesgo por grupo animal. 

En cuanto a la realización del análisis de los factores de riesgos asociados a la prevalencia parasitaria 

gastrointestinal en los animales de producción del RU-UACJ, se concuerda con las siguientes 

entidades y leyes, quienes recomiendan y establecen medidas de control sanitario animal. La OIE 

(2019), recomienda realizar análisis de riesgos con el propósito de mantener un control de puntos 

críticos en la sanidad animal.  Así mismo, la Ley Federal de Sanidad Animal en México, establece 

medidas en materia de buenas prácticas pecuarias para reducir los riesgos zoosanitarios en 

establecimientos de tipo pecuario. En este mismo sentido la Norma Oficial Mexicana NOM-046-

ZOO-1995, especifica los criterios para la aplicación de la vigilancia epidemiológica de enfermedades 

que pongan en riesgo la salud animal. Del mismo modo, también la Secretaría de Agricultura y 

Desarrollo Rural (SAGARPA) junto con el Servicio Nacional de Sanidad, Inocuidad y Calidad 

Agroalimentaria (SENASICA), (2016), han diseñado manuales para fomentar la implementación de 

las buenas prácticas en producciones pecuarias, para controlar las enfermedades que afectan a los 

animales. Dado a todo lo anterior, se indica que es necesario optimizar el empleo de las buenas 

prácticas pecuarias dentro del RU-UACJ, lo cual ayuda a reducir el impacto negativo de los factores 

de riesgos y mantener un control de enfermedades de los animales de producción.  
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7. CONCLUSIONES 

 

Se determinaron seis géneros de parásitos en las muestras de excremento de los animales 

de producción del RU-UACJ: Trichostrongylus, Strongyloides, Haemonchus, Strongylo, 

Ciatostomidos y Ascaris. 

Se detectó una prevalencia parasitaria general de Trichostrongylus 70% y Strongyloides 

35% en bovinos; Haemonchus 51% y Trichostrongylus 19% para ovinos; Trichostrongylus 

35% en caprinos, porcinos Strongyloides 77%, en equinos Strongylo100% y Ciatostomidos 

66%, asno Strongylo 66% y Ascaris 100% en gallinas. 

En las muestras de suelo se detectaron las prevalencias de cuatro géneros parásitos 

Toxocara, 61.90%, Ancylostoma 42.85%, Strongyloides 61.90% y Ascaris 52.38%. El 

suelo de las instalaciones donde se lleva a cabo el manejo de los animales de producción, 

puede ser una fuente de infección para los animales que habitan en el Rancho Universitario. 

Existe una importante presencia de huevos de helminto en el agua proveniente del canal 

principal (Toxocara con 10 y Ancylostoma con 1 en 5 litros de agua), con la que se riega 

parte de la zona de forrajes.  

El factor “limpieza de bebederos” considerado como leve en los bovinos, ovinos, caprinos 

y équidos, no requieren de inmediatez y medidas correctivas específicas. Los factores 

considerados como severos son; “limpieza de zona de descanso” que perturbó sólo a las gallinas, la 

“ausencia de pediluvio”, la “no desparasitación” y contar con “ animales nuevos sin cuarentena” 

son los que afectan a todos los animales de producción del RU-UACJ, “animales heridos” afecta 

al asno, “animales muertos” perjudica a caprinos y gallinas, la “accesibilidad con fauna 

silvestre” y el “pastoreo mixto” afecta a los rumiantes, équidos y gallinas, estos factores de 

riesgos requieren de medidas correctivas específicas y de forma inmediata.  

El grupo animal más afectado fueron las gallinas con factores categorizados como severos, 

mientras que los porcinos fueron los menos afectados, aunque los factores identificados 

también son considerados como severos en el RU-UACJ. 
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Se confirmó que la matriz de Leopold combinada con los Criterios Relevantes Integrados 

es capaz de detectar factores de riesgos y su impacto sobre la salud de los animales de 

producción del RU-UACJ. 
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ANEXO 1 

Actividades realizadas durante el estudio 

 

        A 

 

            B 

 

                                 C 

 

 

 

 

Figura 6. Actividades de campo.  Bovinos del RU-UACJ (A), Agua del canal de riego (B), 

Instalación de cámaras trampas (C) 

 

                A                   B               C 

 

 

 

Figura 7 Actividades de campo. Encuesta a trabajadores (A), colecta de muestras (B) 

determinación de factores de riesgos (C) 

 

A B       C 

 
 
 
 
 
 
Figura 8. Análisis de laboratorio. Observación en microscopio (A), muestras en centrifuga (B), 

muestras de suelo (C) 
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ANEXO 2 

Encuesta a trabajadores del RU-UACJ 

 

 

Universidad Autónoma de Ciudad Juárez 

Programa de Maestría en Ciencia Animal 

Tesis: Factores de riesgo asociados a la prevalencia de parásitos gastrointestinales en el 

Rancho Universitario de la UACJ 

 

Encuesta sobre fauna silvestre en el Rancho Universitario de la UACJ 

 

Encuesta aplicada a los operarios del Rancho Universitario de la UACJ 

Objetivo: Identificar las especies animales silvestres que concurren en el Rancho 

Universitario de la UACJ. 

 

Nombre: _______________________________________    Fecha: ____________________

  

Localidad:  _________________________________________________________________                               

Qué actividad realiza en el Rancho Universitario de la UACJ:  ____________________________ 

_________________________________________________________________________ 

 

 

1. ¿Qué aves silvestres ha observado que frecuentan el Rancho Universitario de la 

UACJ? 

 

 

 

2. ¿Qué animales silvestres con pelo ha observado que frecuentan el Rancho 

Universitario de la UACJ? 

 

 

 

3. ¿Qué reptiles ha observado que frecuentan el Rancho Universitario de la UACJ? 
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1. ¿Con que frecuencia se puede observar los animales que mencionó anteriormente? 

 

 

2. ¿En qué temporada o meses del año encuentra mayor abundancia de estos 

animales? 

 

 

3. ¿Cuándo observa a algunos de estos animales que has mencionado, que actividad 

realizan estos animales dentro del Rancho Universitario de la UACJ? 

 

 

4. ¿Qué otros animales silvestres conoces o sabe que hay en la zona pero que no 

frecuentan el Rancho Universitario de la UACJ? 

 

 

5. ¿Qué especie animal considera como plaga en el Rancho Universitario de la UACJ, y 

en que época del año?, ¿qué problemas generan? 

 

 

 

 

 

 

 

 

¡Muchas gracias por su atención y colaboración! 
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ANEXO 3 

Identificación de factores de riesgos mediante los criterios de una evaluación de bienestar animal. 

Principio/criterio Valoración Observaciones 

Criterio: Ausencia de hambre 

prolongada 

  

Medida: Condición corporal   

animales con condición corporal 0 

(normal) 

  

animales con condición corporal 1 (muy 

flacas 

  

animales con condición corporal 2 (muy 

gordas)  

  

Criterio: Ausencia de sed prolongada   

Medida: Calidad del Agua   

Agua apta para consumo: Ausencia de 

patógenos (5) 

  

Agua apta para consumo: permisibilidad de 

un huevo de parásito (3) 

  

Agua no apta para consumo: presencia de 

más de un huevo de parásito patógenos (1) 

  

Medida: Limpieza del punto de agua   

Bebedero limpio: bebederos y agua limpia 

en el momento de la inspección (5) 
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Bebedero parcialmente sucio: bebedores 

sucios, pero agua fresca y limpia en el 

momento de inspección (3) 

 

 

 

Sucio: bebederos y agua sucios en el 

momento de la inspección (1) 

 

 

 

Criterio: Libertad de incomodidad   

Medida: Estiércol en el cuerpo   

La superficie del cuerpo del animal no está 

sucia (5) 

  

Hasta el 10% de la superficie del cuerpo del 

animal está sucio (3) 

  

Más del 10% de la superficie del cuerpo del 

animal está sucio (1) 

  

Medida: Limpieza zona de descanso   

La superficie y alrededor de la zona no está 

sucia (5) 

  

La superficie de la zona está limpia, pero 

alrededor está sucia (3) 

  

La superficie de la zona está sucia y 

alrededor está sucio (1) 

  

Criterio: libertad de dolor y 

enfermedad. 

  

Medida: Cojeras   

Marcha normal, no hay ningún tipo de 

dificultad al caminar.  (5) 
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Marcha normal, o el animal tiene 

dificultades para caminar, pero todavía está 

usando todas sus piernas, la zancada puede 

acortarse y / o puede haber un alarde de la 

parte caudal del cuerpo al caminar (3) 

  

 El animal está cojo; pone un mínimo de 

peso en la extremidad afectada (marcha 

asimétrica) (1) 

  

Medida: Heridas en el cuerpo   

No hay lesiones visibles en la piel, ausencia 

absoluta de rasguños (5) 

  

Cualquier región del cuerpo con 1 a 10 

rasguños visibles (3) 

  

Cualquier región del cuerpo con lesiones y 

rasguños visibles más de 10, o al menos 

una región del cuerpo que tenga lesiones 

(1) 

  

Medida: Condición de la piel   

No hay evidencia de inflamación o 

decoloración de la piel (5) 

  

Parte, pero menos del 5% de la piel 

inflamada, descolorida o manchada (3) 

  

Más del 5% de la piel está inflamada, 

descolorida o manchada (1) 

  

Medida: Rupturas y hernias   
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No hay evidencia de rupturas y hernias (5)   

Pequeña ruptura o hernia (3)   

Ruptura o hernia grande con una lesión 

sangrante que puede llegar a afectar la 

locomoción del animal (1) 

  

Medida: Infecciones locales   

Sin hinchazón y ausencia de abscesos 

visibles (5) 

  

Sin abscesos visibles, pero con una ligera 

hinchazón (3) 

  

Más de 1 absceso pequeño, o cualquier 

absceso que esté abierto y exudando pus, o 

un absceso grande sin abrir (1) 
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ANEXO 4 

Lista de revisión. 

Factor de riesgo Si No Observación 

Ausencia de pediluvio    

No desparasitación    

Animales nuevos sin 

cuarentena 

   

Inadecuado manejo de 

animales muertos 

   

Accesibilidad con 

fauna silvestre 

   

Pastoreo mixto    
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ANEXO 5 

Reporte de los factores de riesgos asociados a la prevalencia parasitaria gastrointestinal en los 

animales de producción del Rancho Universitario de la UACJ 
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ANEXO 6 

Valores de cada criterio para evaluación de impacto de cada factor. 

Parámetro Criterio Escala Valor 

Intensidad (I) Se refiere al grado 

con el que un 

impacto altera a un 

determinado 

elemento, por tanto, 

está en relación con 

la fragilidad y 

sensibilidad de 

dicho elemento; 

puede ser alto, 

medio o bajo. El 

valor numérico de la 

intensidad varía 

dependiendo del 

grado del cambio 

sufrido. 

Alto 7-9 

Mediano 4-6 

Bajo 1-3 

Extensión (E) Determina el área 

geográfica será 

afectada por un 

impacto en relación 

con el entorno 

(porcentaje de área 

impactada respecto 

al entorno en que se 

manifiesta el 

Regional 10 

Local 5 

Puntual 2 
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efecto), pudiendo 

esta ser puntual, 

local, regional. 

Duración (D) Se refiere al tiempo 

que supuestamente 

permanecería el 

efecto, desde su 

aparición, y a partir 

del cual el elemento 

afectado retornaría a 

las condiciones 

iniciales, previo a la 

acción de medios 

naturales o mediante 

la introducción de 

medidas correctoras. 

La duración es 

independiente de la 

reversibilidad. 

(>10años) Largo 10 

(5-10 años) Mediano 5 

(0-5 años) Corto 2 

Reversibilidad (R) Es la posibilidad de 

reconstrucción del 

elemento afectado, 

es decir, la 

posibilidad de 

retornar a las 

condiciones 

iniciales previas a la 

Irreversible Baja o irrecuperable 10 

El impacto puede ser 

recuperable a muy 

largo plazo (>30 años) 

y a elevados costos 

9 

Parcialmente 

reversible 

Media (Impacto 

reversible a largo y 

mediano plazo) 

5 
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intervención 

humana, una vez 

que aquella deja de 

actuar. 

Reversible Alta (Impacto 

reversible de forma 

inmediata o a corto 

plazo) 

2 

Incidencia (G) Es la posibilidad real 

o potencial de que 

una determinada 

actividad produzca 

un impacto sobre un 

elemento. Se 

considera como Alto 

cuando existe la 

certeza de que un 

impacto se 

“produzca” y sea 

“real”; Medio es la 

condición 

intermedia de duda 

de que se produzca o 

no un impacto y, 

Bajo si no existe la 

certeza de que un 

impacto se 

produzca. 

Alto 10 

Medio 5 

Bajo 2 
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ANEXO 7 

Géneros de parásitos  

A B C 

  

 

  

 

Figura 9. Huevos de parásitos gastrointestinales, (A) Trichostrongylus, (B) Strongyloides, y 

(C) Hemonchus 

 

A B C 

 

 

 
 

Figura 10. Huevos de parásitos gastrointestinales, (A) Strongylo, (B) Ciatostomidos, y (C) 

Ascaris 

 

A B 

 
 
 
 
 
 
 

 

Figura 11. Huevos de parásitos gastrointestinales, (A) Toxocara, (B) Ancylostoma 
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ANEXO 8 

Factores de riesgos 

        A             B          C 

 

 

 

 

Figura 12. Nidales sucios (A), bebedero sucio (B), rotura de corral de gallinas (C) 

 

          A                B               C 

 

 

 

 

Figura 13. Animales muertos (caprinos) (A), animales muertos (gallinas) (B), interacción entre 

especies animales (C) 

 

              A B       C 

 
 
 
 
 
 
 
Figura 14. Pastoreo mixto (A), identificación de fauna silvestre (Geococcyx californianus) (B), 

identificación de fauna silvestre (Sylvilagus cunicularius) (C) 


