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Resumen 

Los anisákidos son parásitos nematodes de la familia Anisakidae cuyo ciclo biológico 
se desarrolla en hospedadores acuáticos. 

La anisakidosis humana es causada por la ingesta de pescado crudo o insuficientemente 
cocido infectado con larvas de tercer estadio (L3) de los géneros Anisakis, 
Pseudoterranova, Contracaecum e Hysterothylacium. 

A pesar de que las larvas no se desarrollan en humanos, pueden vivir y causar síntomas 
severos, pudiendo penetrar en la pared del estómago causando dolor abdominal agudo, 
náuseas y vómitos a las pocas horas pos ingestión; cuando invaden la mucosa gástrica o 
intestinal, a menudo producen úlcera o granuloma eosinófilo; y suelen ocasionar 
reacciones alérgicas que van desde urticaria hasta shock anafiláctico. 

La globalización de hábitos alimentarios que incluyen pescado crudo o poco cocido 
provocó un aumento de la enfermedad en todo el mundo. 

Aunque los géneros de los anisákidos mencionados pueden diferenciarse mediante su 
morfología, las larvas recuperadas de los pacientes afectados frecuentemente presentan 
estructuras deterioradas, que no permiten identificar al parásito. Asimismo, la existencia 
de especies morfológicamente similares en anisákidos, dificulta la identificación a nivel 
de especie. Por lo tanto, el diagnóstico molecular constituye una herramienta muy útil 
para la identificación definitiva de estos parásitos. 

El objetivo de este trabajo fue desarrollar un sistema de diagnóstico molecular de 
anisákidos con impacto en la salud pública: diseñar y efectuar la puesta a punto de un 
sistema de identificación mediante la reacción en cadena de la polimerasa (PCR) y 
secuenciación nucleotídica de los géneros Anisakis, Pseudoterranova, Contracaecum e 
Hysterothylacium; identificar a nivel de especies, los géneros estudiados y aplicar la 
nueva metodología para la identificación molecular de muestras procedentes de 
infección humana y halladas en el alimento previo a su consumo. 

Se obtuvieron larvas de nematodes de merluza (Merluccius hubbsi), pescadilla de red 
(Cynoscion guatucupa) y pez palo (Percophis brasiliensis) de la ciudad de Mar del 
Plata, y de Mero (Acanthistius patachonicus) y merluza adquiridos en pescaderías de la 
ciudad de Buenos Aires. Las larvas de anisákidos se identificaron a nivel de género de 
acuerdo a características morfológicas. 

Se diseñaron un par de cebadores a partir de una región conservada  del espaciador 
transcripto interno 1 (ITS1) del ADN ribosomal nuclear de los géneros Anisakis, 
Pseudoterranova, Contracaecum y Hysterothylacium con el fin de amplificar mediante 
la técnica de PCR fragmentos de ADN de una longitud de 544pb, 505pb, 601pb y 
583pb, respectivamente. Se elaboró un sistema de control interno de amplificación 
(CIA) con el objetivo de validar la precisión de la prueba. El CIA consistió en un 
producto de amplificación por PCR, purificado, formado por ADN quimérico del gen de 



la enzima Maturasa K de Arabidopsis thaliana rodeado por secuencias específicas de 
ADN blanco parasitario. Posteriormente, se efectuó la reacción de PCR a partir de 
larvas L3 obtenidas y los productos amplificados fueron analizados mediante la 
secuenciación nucleotídica. Las secuencias obtenidas se cotejaron con la base de datos 
de nucleótidos del GenBank. 

El método desarrollado se aplicó para la identificación molecular de tres muestras 
remitidas al laboratorio, una procedente de infección humana y dos halladas en un 
alimento. 

En los pescados procedentes de comercios se evidenciaron larvas de anisákidos que se 
identificaron como pertenecientes a Anisakis pegreffii, Contracaecum osculatum, 
Contracaecum sp, Hysterothylacium aduncum, Hysterothylacium 
deardorffoverstreetorum, Terranova sp y Pseudoterranova cattani. Esto indica que el 
método de identificación molecular de anisákidos desarrollado en el presente trabajo, 
permitió diferenciar los géneros de parásitos inicialmentente contemplados (i.e Anisakis, 
Pseudoterranova, Contracaecum y Hysterothylacium) y además identificar a otro como 
correspondiente al género Terranova. 

Las muestras remitidas para análisis a nuestro laboratorio correspondieron a P. cattani. 
Este hecho constituye la primera identificación de esta especie, proveniente de infección 
humana. 

Este método se propone como una herramienta útil para la identificación de anisákidos 
en humanos, que podrá auxiliar al diagnóstico diferencial con otras patologías 
gastrointestinales, favoreciendo un tratamiento eficaz del paciente. Asimismo, esta 
técnica de identificación, podrá contribuir a los estudios de prevalencia y 
comportamiento de la anisakidosis en nuestro país. 
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1. Introducción 

Los anisákidos son parásitos nematodes cuyo ciclo de vida ocurre en hospedadores 
acuáticos. Los hospedadores definitivos son peces, reptiles, aves y mamíferos. Los 
hospedadores paraténicos son peces y cefalópodos.  

La anisakidosis humana es causada por la ingestión de larvas de tercer estadío (L3) a 
través del consumo de productos de mar, pescados y mariscos crudos o poco cocidos. 

Se destacan por su interés sanitario los géneros Anisakis, Pseudoterranova, 
Contracaecum e Hysterothylacium (Umehara et al, 2008). 

1.1. Características morfológicas generales de nemátodes anisákidos. 

El cuerpo de los nematodes anisákidos es cilíndrico, alargado, sin segmentación y 
puntiagudo en los extremos y posee una cutícula marcada por estriaciones finas 
transversales. El sistema digestivo es completo, compuesto por  boca, esófago, intestino 
y ano (Möller & Anders, 1986). La boca posee labios bien desarrollados y según el 
género, puede presentar un diente perforante. El esófago comprende dos porciones bien 
diferenciadas: una anterior muscular llamada proventrículo y otra posterior glandular 
denominada ventrículo, que puede exibir un apéndice, con presencia de intestino con o 
sin ciego intestinal, dependiendo del género. Estos nematodes poseen un sistema 
nervioso rudimentario, destacándose un anillo nervioso situado en el tercio anterior del 
parásito. El sistema excretor, compuesto por una glándula y un conducto que finaliza en 
el llamado poro excretor, está situado por debajo de la apertura bucal, o bien a nivel del 
anillo nervioso, según el género (Cheng, 1982). 

La taxonomía de los anisákidos está basada principalmente en la morfología de los 
machos adultos. Las características estructurales relevantes para la identificación de 
especies son la distribución y el patrón de la papila caudal, la espícula y la morfología 
del extremo cefálico (Fagerholm, 1991). 

La diferencia principal entre los estadios larvarios y los adultos está determinada por el 
desarrollo del sistema reproductor, claramente visible en estos últimos. Las larvas 
pueden ser identificadas al nivel de género por microscopía óptica, basándose 
principalmente, en la morfología del tracto digestivo y del sistema excretor (D’ Amelio 
et al, 2013). 

1.2. Taxonomía 

Los anisákidos pertenecen al Phylum Nemathelmintes, Clase Nematoda, Subclase 
Secernentea, Orden Ascaridida, Superfamilia Ascaridoidea, Familia Anisakidae, dentro 
de la cual se hallan 24 géneros (Cheng, 1982; Olson et al, 1983; Myers, 1975), entre 
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ellos cabe descatar a Anisakis, Pseudoterranova, Contracaecum, e Hysterothylacium, 
por estar asociados a infecciones humanas. 

1.2.1. Género Anisakis. 

En la actualidad el género Anisakis posee nueve especies descriptas, agrupadas en dos 
clados principales (Tabla 1). En el Clado 1, que se corresponde con el morfotipo larval 
I, el ventrículo es más largo que ancho y a menudo sigmoide y las espículas del macho 
son delgadas, largas y desiguales. En el Clado 2, mostrando el morfotipo larval II, el 
ventrículo es corto, no sigmoide y más ancho que largo, mientras que las espículas del 
macho son cortas, anchas y de largo similar (Berland, 1961; Valentini, 2006; D’ Amelio 
et al, 2013). 

1.2.2 Género Pseudoterranova 

El género Pseudoterranova de mamíferos marinos incluye las especies: P. kogiae, P. 
ceticola y P. decipiens. Dentro del complejo P. decipiens sensu lato se encuentran al 
menos 6 especies: P. decipiens sensu stricto, P. azarasi, P. cattani, P. krabbei, P. 
bulbosa y P. decipiens E (Timi et al, 2014). 

1.2.3. Género Contracaecum 

Al presente, el género Contracaecum comprende unas 50 especies, la mayoría de las 
cuales se presentan en estadio adulto en pinnípedos y aves piscívoras. Han sido 
reconocidos cinco miembros del Complejo Contracaecum osculatum: tres especies del 
Ártico (C. osculatum A, C. osculatum B y C. osculatum sensu stricto) (Nascetti et al, 
1993) y dos especies antárticas (C. osculatum D y C. osculatum E) (Orecchia et al, 
1994). Estas especies sólo maduran en pinnípedos. Dentro de las especies que maduran 
en aves piscívoras se encuentran C. pelagicum, C. australe, C. rudolphii, C. 
septentrionale, C. chubutensis, C. microcephalum, C. micropapillatum, C. bioccai, C. 
gibsoni y C. overstreeti (Garbin, 2009). 

1.2.4. Género Hysterothylacium 

El género Hysterothylacium incluye actualmente 65 especies descriptas en peces en 
todo el mundo y una única especie de anfibios, descrito en los EE.UU (Rossin et al, 
2011). 

1.3. Ciclo biológico de los anisákidos 

El ciclo comienza cuando los huevos son eliminados con las heces de los hospedadores 
definitivos, generalmente mamíferos marinos y aves piscívoras (Figura 1). Los huevos, 
libres en el mar, eclosionan dando lugar al segundo estadio larvario (L2) que debe ser 
consumido por un hospedador intermediario, un crustáceo, para madurar hasta el tercer 
estadio larvario (L3). Peces y calamares se infectan al comer un crustáceo infectado. 
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Como los anisákidos no sufren algún tipo de desarrollo o muda dentro de peces y 
calamares, éstos son considerados hospedadores paraténicos del nematode, conteniendo 
la L3 infectiva para los seres humanos. El ciclo de vida se completa después que el 
hospedador paraténico es ingerido por un hospedador definitivo, en este último, la larva 
muda dos veces hasta convertirse en el parásito adulto. Es posible que pequeños peces o 
calamares sean ingeridos por grandes peces, determinando el pasaje adicional en un 
nuevo hospedador paraténico. Mientras el ciclo de vida descrito es aceptado por la 
mayoría de los científicos, existe evidencia de que pueden ocurrir dos mudas durante el 
desarrollo en el huevo y entonces el tercer estadio larval emerge de éste. El hombre se 
comporta como hospedador accidental a través del consumo de pescado o cefalópodos 
(moluscos marinos, como calamar y pulpo) crudos o insuficientemente cocinados 
(EFSA, 2011; D’Amelio et al, 2013). 

1.4. Hospedadores 

1.4.1. Género Anisakis 

Los cachalotes son los hospedadores definitivos del segundo clado. Delfines y marsopas 
son los hospedadores finales del complejo A. simplex y de A. typica, en tanto que las 
ballenas son hospedadoras definitivas de A. ziphidarum y A. nascettii (Tabla2)  

1.4.2. Género Pseudoterranova 

Los gusanos adultos viven en los intestinos de focas y leones marinos y las larvas 
infectivas viven en los tejidos de varios peces marinos, como el bacalao, abadejo y 
eperlano (Tabla 3). 

1.4.3. Género Contracaecum 

Los hospedadores definitivos de estos parásitos son aves ictiófagas (Tabla 4 a) y 
mamíferos pinnípedos asociados a sistemas de agua dulce, salobres y/o marinos Los 
nematodes del complejo de especies C. osculatum se encuentran en los peces de aleta 
marinos como larvas y en pinnípedos como adultos (Tabla 4 b). Otras especies que 
parasitan pinnípedos son C. ogmorhini y C. radiatum entre otras (Garbin, 2009). 

1.4.4. Género Hysterothylacium 

Las formas adultas de este género son parásitos comunes del tracto digestivo de peces 
en ambientes marinos, salobres y de agua dulce, mientras que los estadios larvales viven 
en diferentes tejidos de numerosas especies de peces e invertebrados (Tabla 5). 
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1.5. Distribución geográfica 

Los miembros de la familia Anisakidae presentan una distribución mundial donde cada 
especie tiene un área de distribución específica (Tabla 6). 

1.6. Anisakidosis  humana 

La anisakidosis humana es una enfermedad producida por larvas de nematodes de la 
familia Anisakidae, debida principalmente al consumo de pescado parasitado crudo o 
poco cocido. En 1960, van Thiel et al. reportaron el primer caso de Anisakidosis 
ocurrido en Holanda, a través del consumo de arenques crudos o mal cocidos, que 
estaban contaminados con larvas vivas de Anisakis simplex (van Thiel et al, 1960). A 
pesar de que las larvas no se desarrollan en humanos, éstas pueden vivir y causar 
síntomas severos, pudiendo penetrar en la pared del estómago causando dolor 
abdominal agudo, náuseas y vómitos a las pocas horas pos ingestión; cuando invaden la 
mucosa gástrica o intestinal, a menudo producen úlcera o granuloma eosinófilo; y 
suelen ocasionar reacciones alérgicas que van desde urticaria hasta shock anafiláctico. 

La mayoría de los casos de esta parasitosis han sido diagnosticados en Corea, Japón, 
España y otros países, debido a sus hábitos alimentarios que incluyen pescado crudo o 
poco cocido (Kim et al, 2011). Sin embargo, la globalización de dichos hábitos provocó 
un aumento de la enfermedad en todo el mundo.  

1.6.1 Epidemiología 

Los productos de la pesca procedentes del mar son la principal fuente de las infecciones 
humanas con larvas de anisákidos, que llegan al hombre, por el consumo de pescados 
crudos o ligeramente salados o ahumados. 

La presencia de estos nematodes en los peces es un problema universal y ha sido 
descrita en todos los océanos y en una gran diversidad de especies de peces y 
cefalópodos. Las especies donde más comúnmente se encuentran son bacalao, sardina, 
boquerón, merluza, arenque, salmón, bonito, caballa, brótola, pescadilla, abadejo, atún, 
calamar, entre otras. 

Los tratamientos de salazón ligera, ahumado en frío (<60°C) y escabeche, a los cuales 
se someten a algunos pescados no matan las larvas de estos nematodes (AESAN, 2007). 

Algunos de los productos que han sido implicados en infecciones humanas son (fuente: 
Gobierno de Cantabria http://www.saludcantabria.es/index.php?page=anisakis): 

● Ceviche: pescado con especias marinado con jugo de limón 

● Lomi lomi: salmón marinado con jugo de limón, cebolla y tomate 
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● Huevos de salmón 

● Sashimi: trozos de pescado crudo 

● Sushi: piezas de pescado crudo con arroz y otros ingredientes 

● Arenque crudo en salmuera ligera 

● Boquerón en vinagre 

● Pescado ahumado en frío 

● Pescado insuficientemente cocinado 

1.6.2 Patogénesis y manifestaciones clínicas  

La anisakidosis del tracto digestivo es clasificada desde el punto de vista clínico, como 
aguda o moderada. Según su localización, la enfermedad es subdividida en anisakidosis 
gástrica e intestinal, aunque se han documentado localizaciones extragastrointestinales 
en cavidad abdominal, mesenterio y epiplón (D’Amelio et al, 2013). 

1.6.2.1. Anisakis 

Las especies asociadas a anisakiasis (anisakidosis causada por parásitos del género 
Anisakis) son A. physeteris y el Complejo A. simplex (Koinari et al, 2013). 

1.6.2.1.1. Anisakiasis gástrica 

La forma gástrica aguda está caracterizada por nauseas, vómito y dolor epigástrico, de 4 
a 6 horas después de la ingesta de pescado infectado. El dolor abdominal ha sido 
observado en casi el 100% de los casos en un estudio realizado en Japón (Ohtaki et al, 
1989), con nauseas (68.3%), vómitos (39%), sensación de saciedad o distensión 
abdominal (29.3%), diarrea (19.5%), anorexia (9.8%) y dolor de pecho (4.9%). La 
fiebre no es un signo clásico pero la temperatura suele estar ligeramente por encima del 
valor normal. Otros hallazgos son leucocitosis de ligera a severa y algunas veces, 
eosinofilia. La mayoría de las larvas son encontradas en la curvatura mayor, seguido por 
la pared posterior. Se han descripto hallazgos endoscópicos tales como pliegues 
gástricos hipertróficos edematosos, aumento en la secreción gástrica y peristalsis, y 
lesiones de la mucosa, incluyendo edema, enrojecimiento, coagulación, hemorragia y 
ulceración (Shibata et al, 1989). La forma crónica se caracteriza por pérdida de apetito, 
epigastralgia, y la ocurrencia de pseudotumor gástrico (D’Amelio et al, 2013). 

1.6.2.1.2. Anisakiasis intestinal 

Los signos aparecen después de los siete días pos infección con dolor abdominal, 
nauseas, vómito, fiebre, diarrea, sangre oculta en materia fecal, leucocitosis y 
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raramente, eosinofilia. La evolución de la anisakiasis intestinal crónica es más 
maliciosa. En un estudio realizado, el 27% de las anisakiasis se encontraron a nivel 
intestinal (Ishikura et al, 1967). La mayoría de los casos llevaron a cólico intestinal y 
algunas veces peritonitis. Puede haber síntomas como nauseas, vómitos, abdomen 
hinchado e indurado, a pesar de que muchos casos fueron asintomáticos. La forma 
crónica se caracteriza por granulomas eosinofílicos formando tumores en las paredes 
intestinales mientras que la forma aguda tiene los síntomas de íleo agudo. Distintos 
casos reportados de España (Rosales et al, 1999) y de Italia (Moschella et al, 2005) 
fueron caracterizados por un cuadro clínico de dolor abdominal agudo, diarrea, 
meteorismo, y dolor selectivo a la palpación en íleo derecho con síntomas como nausea, 
fiebre y vómitos. Aunque es difícil de evaluar, algunas pruebas bioquímicas como 
recuento de leucocitos, porcentaje de eosinófilos, enzimas glutamato oxalacetato 
transaminasa (GOT) y glutamato piruvato transaminasa (GPT) pueden ayudar en el 
diagnóstico. Esta condición también puede ser evaluada por radiografía o 
ultrasonografía. Sobre la base del cuadro histológico, ha sido clasificada en cuatro 
estadíos: 1- flemón, 2- absceso, 3- granuloma-absceso y 4- granuloma. A pesar de que 
una de las principales características de las lesiones de inflamación local producidas por 
larvas de Anisakis es la presencia de infiltrado eosinofílico en tejidos que rodean al 
parásito, la eosinofilia sistémica está asociada a anisakidosis en menos del 30 % de los 
casos (D’Amelio et al, 2013). 

1.6.2.1.3. Anisakiasis alérgica 

Las larvas de anisákidos presentes en el pescado, viables o no, pueden llevar a la 
aparición de reacciones alérgicas, frecuentemente asociadas a altos niveles de 
inmunoglobulina IgE. Se describieron casos de alergia a A. simplex ocupacional en 
pescaderías, o relacionados con la exposición (por contacto o inhalación) a harinas de 
pescado en la alimentación de pollos. Los síntomas clínicos de anisakiasis alérgica van 
desde urticaria hasta shock anafiláctico. El diagnóstico suele ser complicado ya que las 
infecciones por helmintos, en general, producen un aumento de IgE y de otras 
inmunoglobulinas. Además puede ocurrir reacción cruzada con otros antígenos 
parasitarios. Este problema demandó el desarrollo de técnicas inmunológicas más 
sensibles. En España, más del 50 % de los pacientes con este tipo de alergia, requirió 
tratamiento de emergencia, con 5 de 64 hospitalizados por falla respiratoria (Fernández 
de Corres et al, 1996). Desde 1995, más de 150 casos de alergia debidos a Anisakis 
fueron reportados en España. Los signos usuales son urticaria, shock anafiláctico y falla 
respiratoria debida a edema (D’Amelio et al, 2013). 

1.6.2.1.4. Anisakiasis gastroalérgica 

La anisakiasis gastroalérgica es un tipo de anisakiasis caracterizada por urticaria, 
angioedema, y anafilaxis, la cual consiste de reacción generalizada aguda mediada por 
IgE después de ingerir pescado ya sea crudo, poco cocido, cocido o freezado, infectado 
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con A. simplex. Es una condición frecuente en Japón. La reacción alérgica ocurre a las 
24 horas pos ingesta del pescado. En España los síntomas son moderados, 
probablemente debido a una isoforma diferente del alergeno (Ani s1) (D’Amelio et al, 
2013). Otras inmunoglobulinas, como IgA, IgG1, IgG2b y IgG2c pueden detectarse 
también. Investigadores encontraron que los alergenos de Anisakis, Ani s1, y Ani s4 son 
resistentes al calor, por lo tanto estarán en las preparaciones cocidas (Shikamura et al, 
2004; Moneo et al, 2005). 

Recientemente se han descripto 28 antígenos y potenciales nuevos alergenos 
pertenecientes a diferentes familias de proteínas, con funciones biológicas diversas 
caracterizadas por primera vez en Anisakis simplex s. l. Hasta la fecha tan solo estaban 
descritas 12 proteínas alergénicas (Proteomics, 2014). 

1.6.2.2. Pseudoterranova 

Los miembros del complejo P. decipiens son los segundos anisákidos más comunes que 
se encuentran en los seres humanos (los más comunes son los integrantes del complejo 
A. simplex)   

Se han descripto casos humanos en varios países. En Japón, 335 casos de Anisakidosis 
gástrica por Pseudoterranova fueron reportados entre 12000 casos de anisakidosis 
clínica. Fue encontrado con más frecuencia en la región norte, y principalmente 
relacionado a peces planos del área norte infectados con larvas de P. decipiens s.l. 
Recientemente fue identificado, en dicho país, un caso de infección humana por P. 
azarasi (Arizono et al, 2011). En Korea, después del primer caso descripto siguieron 
otros, y más recientemente, se reportaron 12 casos humanos. En casos notificados de 
Norteamérica, la infección fue transiente, probablemente luminar, sin evidencias de 
penetración tisular significante. En Chile, después de un primer caso documentado, siete 
nuevos casos fueron reportados recientemente (Mercado et al, 1997, 2001). En Perú hay 
tres casos notificados por  larvas de P. decipiens s.l. (Tantaleán et al, 1993; Cabrera et 
al, 2003). En Europa, la enfermedad ha sido hallada principalmente desde el norte  
aunque actualmente está siendo encontrada en el sur, en Italia y Francia. La larva L3 de 
Pseudoterranova mostró en pocos casos ser capaz de invadir tejido gastrointestinal de 
animales infectados experimentalmente. Sin embargo, de acuerdo a la literatura, los 
síntomas de infección causados en humanos son más débiles que los observados con 
Anisakis spp y puede ser asintomático. No obstante, los síntomas clínicos pueden 
aparecer de 2 a 3 horas hasta 7 días después de la ingestión de pescado infectado. Podría 
manifestarse en forma aguda o crónica. La forma aguda está descripta hasta ahora, por 
ejemplo, para las anisakidosis por P. decipiens s.l. reportadas en Europa, Chile, Perú y 
Norteamérica, donde las larvas de este parásito han sido encontradas a menudo unidas a 
la mucosa oral, faríngea y digestiva, o libres en el lumen del estómago. La mayoría de 
los pacientes chilenos, mostraron nausea, irritación de la faringe, y en algunos casos la 
larva fue expectorada entre 36 horas y 7 días después de comer pescado. En varios casos 
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descriptos, los estadios larvales fueron expulsados por vía oral, a través de vómito o tos, 
o fueron encontrados muertos en las heces como una “infección transiente luminar”. En 
estos casos puede haber sensación de hormigueo en la garganta y moderado malestar 
abdominal. En algunos pacientes se ha observado irritación de la faringe y/o síntomas 
alérgicos. Los reportes de una forma crónica relacionada a los casos descritos de esas 
áreas geográficas, son muy pocos y no están plenamente documentados. En Japón, los 
casos notificados involucran solamente el estómago y las larvas han sido detectadas por 
endoscopía. En la mayoría de los casos la infección es luminar. Cuando hubo 
penetración gástrica fue a nivel de la curvatura mayor del cardias. Las imágenes 
endoscópicas revelan que la mucosa es edematosa y la biopsia del sitio de penetración 
mostró que no hay formación de granuloma eosinofílico como en Anisakis. En Europa, 
ha sido informada la forma gástrica, donde los parásitos están libres en el lumen. Una 
serie estudios revelaron que las larvas de A. simplex s.l. y P. decipiens s.l. comparten 
antígenos comunes, estos autores sugieren que los síntomas gástricos agudos severos 
debido a P. decipiens s.l. podrían haber surgido como una reacción cruzada a una 
infección secundaria después de una exposición previa a larvas de A. simples s.l. La 
hipersensibilidad alérgica vista en Anisakis, no aparece aquí. Este hallazgo 
probablemente esté asociado con la ausencia de granuloma eosinofílico formado 
alrededor de la larva (Mattiucci et al, 2013). 

1.6.2.3. Contracaecum 

Si bien el rol zoonótico de estos helmintos es discutido y su presencia en humanos 

sumamente casual, recientemente confirmaron el primer caso de anisakidosis luminal 
por larva de Contracaecum sp. en Australia (Shamsi & Butcher, 2011). Una mujer de 41 
años de edad, experimentó dolor gastrointestinal, vómitos y diarrea de intensidad 
creciente durante 3 semanas. Todos los síntomas se resolvieron espontáneamente 
después de que un gusano fue eliminado en sus heces. El examen microscópico mostró 
que se trataba de una larva de una especie de Contracaecum de la familia Anisakidae 
(Biolé et al, 2012). 

1.6.2.4. Hysterothylacium 

En 1996, Yagi et al describieron un caso de infección humana en Japón debido a la 
ingestión de un pescado parasitado con H. aduncum. Overstreet y Meyer describieron, 
en 1981, lesiones hemorrágicas y eosinofilia causadas por la larva de Hysterothylacium 
tipo MB en monos rhesus (modelo animal experimental) (Knoff et al, 2012). También 
se han observado alteraciones patológicas causadas por Hysterothylacium en 
Paralichthys isósceles en la costa sudeste de Brasil. (Felizardo et al, 2009). 

1.6.3. Diagnóstico 

El diagnóstico clínico es difícil, dada la inespecificidad de los síntomas. La asociación 
de éstos con los antecedentes epidemiológicos basados en la ingesta de pescado crudo, 
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son datos que ayudan a orientar la etiología. La exploración ecográfica, radiográfica o 
gastroscópica permite visualizar las lesiones o las larvas del parásito. Las larvas se 
pueden extraer por endoscopía, aunque en ocasiones se requiere cirugía. El diagnóstico 
se confirma por la observación de las larvas así extraídas, o halladas en el vómito o las 
heces, o durante el examen anatomopatológico de la pieza quirúrgica resecada (Zuloaga 
et al, 2004). 

1.6.3.1. Criterios morfológicos de las larvas (L3) 

1.6.3.1.1. Género Anisakis: las larvas de Anisakis son de aproximadamente 2 cm de 
longitud. Se  diferencian morfológicamente del resto de los anisákidos por la ausencia 
de apéndice ventricular y de ciego intestinal y por la ubicación del poro excretor en la 
base de los labios. La larva tipo I posee un ventrículo largo con la unión ventrículo-
intestinal oblicua y una cola redondeada, corta y con una espina terminal, y la larva tipo 
II: tiene el ventrículo corto con una unión horizontal al intestino y posee una cola larga, 
puntiaguda y sin apéndice terminal (Berland, 1961). 

1.6.3.1.2. Género Pseudoterranova: si se obtiene la larva intacta de una infección 
humana, puede ser posible distinguir, macroscópicamente, la larva de P. decipiens de la 
larva de Anisakis tipo I, porque la primera es más larga, más gruesa, color blanco 
amarillento cremoso, rojiza o marrón. Sin embargo, la larva de Anisakis tipo II, puede 
confundirse porque éstas son de color rojo blanquecino y del mismo largo que P. 
decipiens. Por este motivo es necesario un diagnóstico microscópico. La principal 
característica morfológica sobre la cual el diagnóstico diferencial es posible es, en la 
larva de P. decipiens, la presencia del intestino el cual, inmediatamente detrás del 
ventrículo, se extiende hacia delante como un ciego intestinal. El ciego intestinal no se 
encuentra en la larva de Anisakis spp (Mattiucci et al, 2013). 

No posee apéndice ventricular. Presenta una cola pos anal corta y cónica con una espina 
terminal fina. La cutícula, a lo largo de todo el cuerpo, está finamente estriada por lo 
que muestra una apariencia lisa. El extremo anterior tiene un diente pequeño y 
triangular dirigido hacia afuera. El poro excretor aparece situado justo en posición 
ventral al diente (Berland, 1989). 

1.6.3.1.3. Género Contracaecum: Por lo general la larva mide entre 4 y 16 mm. 
Ventrículo pequeño y esférico, apéndice ventricular expandiéndose inmediatamente 
después del ventrículo hacia el intestino, que expone un ciego anterior. El extremo 
posterior es cónico y no presenta espina terminal. La cutícula de esta larva es gruesa con 
las estriaciones transversales muy marcadas (Berland, 1989). 

1.6.3.1.4. Género Hystherothylacium: El apéndice ventricular es fino y el ciego 
intestinal es más largo que el apéndice ventricular. El poro excretor está situado 
inmediatamente por debajo del nivel del anillo nervioso. Las gónadas están presentes 
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como filamentos, que se extienden desde la extremidad distal del apéndice ventricular 
hasta el ano (Navone et al, 1998). 

1.6.3.2. Límites de la identificación convencional de nematodes anisákidos 

Especies diferentes de anisákidos pueden estar asociados con distintas formas clínicas 
de anisakidosis en humanos. Debido a esto, la identificación a nivel de especies de 
larvas de anisákidos es un prerrequisito fundamental para que cualquier estudio 
epidemiológico se lleve a cabo en un área particular (Mattiucci et al, 2013). 

Bajo condiciones diagnósticas, muy a menudo sólo se recupera una porción de la larva, 
o bien luego de la cirugía intestinal, se obtiene una muestra de nematode muy difícil de 
reconocer. 

Las larvas que pertenecen al género Anisakis y pueden ser subdivididas sobre la base de 
la presencia/ausencia del mucrón o espina terminal, en dos tipos larvales distintos, no 
pueden identificarse a nivel de especie, dado que cada tipo larval es representado por 
más de una especie indistinguible morfológicamente. Más aun, el fenómeno 
generalizado de la existencia de especies morfológicamente similares en anisákidos, 
dificulta la identificación a nivel de especie, incluso en adultos, donde el número de 
caracteres morfológicos útiles para propósitos taxonómicos es mucho mayor. Estos 
factores hacen el uso de métodos moleculares absolutamente necesarios para identificar 
las larvas de nematodes anisákidos a nivel de especie (D’Amelio et al, 2013). 

1.6.3.3. Diagnóstico molecular 

1.6.3.3.1. Aloenzimas 

La electroforesis de enzimas multilocus (MLEE) ha sido usada extensivamente en 
nematodes anisákidos desde los comienzos de 1980 para abordar cuestiones 
concernientes a la genética de poblaciones, evolución, coevolución hospedador-parásito, 
y la relación entre variabilidad genética y alteraciones del hábitat. Los logros más 
importantes de esta metodología son a niveles de población y especies, mientras que por 
encima de estos niveles taxonómicos, muestra limitaciones significantes (D’Amelio et 
al, 2013). A pesar de que sigue siendo utilizada para detectar y describir especies de 
anisákidos, una de las limitaciones de esta metodología es el hecho de que si bien fue 
estandarizada sobre los distintos anisákidos, pueden encontrarse diferencias entre 
laboratorios (Mattiucci et al, 2013). 

1.6.3.3.2. Reacción en cadena de la polimerasa (PCR) 

La técnica de reacción en cadena de la polimerasa (Polymerase Chain Reaction-PCR) 
descripta por Mullis en 1987, simula in vitro la replicación del ADN que tiene lugar de 
forma natural en las células. Esta metodología permite obtener gran número de copias a 
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partir de un segmento determinado de ADN. Por esta razón, utiliza pequeñas cantidades 
de muestra del parásito, fresco o fijado en etanol, para el análisis y es independiente del 
estadio de desarrollo del mismo. Esto representa una ventaja respecto del método 
anterior. La técnica de PCR se basa en realizar una mezcla de reactivos donde se agrega 
el templado de ADN previamente extraído de las células en estudio. Luego, esta mezcla 
de reacción es sometida a varios ciclos de amplificación en un termociclador, que 
proporciona la temperatura necesaria para la apertura de la doble cadena de ADN 
(desnaturalización), la unión de los cebadores o primers (hibridación o annealing) y la 
generación de los fragmentos amplificados (extensión). Posteriormente, los productos 
de amplificación (amplicones), se detectan mediante la técnica de electroforesis en geles 
de agarosa o poliacrilamida. Estos geles se colorean y se procede a la interpretación de 
los patrones de bandas obtenidos, relacionando el tamaño de las mismas con las bandas 
de los controles positivos, con marcadores de peso molecular, o secuenciándolas 
(Merino & Giusiano, 2011). 

Recientemente, herramientas basadas en la reacción de PCR han sido utilizadas para la 
caracterización de especies de anisákidos en múltiples loci, incluyendo la región del 
espaciador transcripto interno ribosomal (ITS) y los genes de las subunidades I y II de la 
citocromo oxidasa C mitocondrial (Mattiucci et al, 2002; Valentini et al, 2006; La Rosa 
et al, 2006; Umehara et al, 2006; Umehara et al, 2008; Borges et al, 2012; Smrzlić et al, 
2012; Koinari et al, 2013; Jabbar et al, 2013; D´Amelio et al 2013; Mattiucci et al, 
2013). 

En los organismos eucariotas, los genes de ADN ribosomal nuclear (ADNr) que 
codifican las subunidades ribosomales 18S, 5.8S y 28S, se agrupan en regiones 
repetidas en tándem, se trata de una estructura compleja formada por genes altamente 
conservados. Las subunidades 18S y 5,8S están separadas por el espaciador transcripto 
interno 1 (ITS1), mientras que las subunidades 5.8S y 28S  están intercaladas por el 
espaciador transcripto interno 2 (ITS2), donde los espaciadores presentan altas tasas de 
sustitución. No obstante, las repeticiones en tándem del ADNr se encuentran 
conservadas a lo largo de todo un genoma por un mecanismo de evolución concertada 
(Hartl & Ruvolo 2000). 

Los ITS pertenecen al ADNr, que constituye una fracción abundante del ADN total, 
además se encuentran entre regiones de ADN altamente conservadas (18S, 5.8S y 28S); 
estas características permiten una fácil amplificación por PCR utilizando cebadores y 
fragmentos de amplificación que pueden ser secuenciados. 

Por otra parte, las secuencias mitocondriales también representan sitos blanco que 
permiten una detección sensible y específica de patógenos mediante análisis 
moleculares. El genoma mitocondrial se caracteriza por constituir una molécula circular 
cerrada, trasmitirse por herencia materna, tener ausencia de recombinación, presencia de 
un patrón de evolución rápida y por hallarse en múltiples copias (Moraes, 2001). 
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Además, la forma circular de la molécula la protegería de la acción de las exonucleasas 
en los tejidos en descomposición (Foran, 2006). 

1.6.3.3.3. PCR múltiple 

En esta prueba se utiliza más de un par de cebadores y su ventaja es que permite 
amplificar diferentes segmentos de ADN en una misma reacción de PCR (Merino & 
Giusiano, 2011). 

Umehara et al. desarrollaron un método basado en PCR múltiple para la identificación 
rápida de A. simplex s.s, A. pegreffii, A. physeteris, P. decipiens, C. osculatum e H. 
aduncum, donde se emplearon seis cebadores específicos y un cebador universal de la 
región ribosomal ITS (Umehara et al, 2008). 

1.6.3.4. Diagnóstico serológico 

El diagnóstico serológico puede resultar complicado en las infecciones por helmintos, 
en general, donde se produce un aumento de IgE y de otras inmunoglobulinas. Además 
puede ocurrir reacción cruzada con otros antígenos parasitarios. Estos problemas 
demandaron el desarrollo de técnicas inmunológicas más sensibles. Es de notar que 
pacientes sanos pueden tener altos niveles de IgE anti Anisakis en suero, sin el 
desarrollo de síntomas alérgicos. Por otro lado, individuos con niveles bajos de Ac IgE 
específicos pueden mostrar manifestaciones clínicas. Del Pozo et al recomendaron 
cuatro criterios para el diagnóstico de alergia a Anisakis: 1- urticaria/angioedema o 
anafilaxis dentro de las 6 horas después de la ingesta de pescado, 2- Ac IgE específicos 
para A. simplex, 3- prueba cutánea “prick test” (inoculación intradérmica de extractos de 
A. simplex), positiva (un diámetro >3 mm se considera una reacción positiva), 4- 
exclusión de alergia al pescado u otras causas sospechadas. En el ámbito experimental y 
mediante inmunoblot se han detectado anticuerpos frente a 5 antígenos de A. simplex de 
45 y 66-95 kDa, al igual que ha sido posible determinar antígenos de este parásito en 
suero mediante el empleo de anticuerpos monoclonales (D´Amelio et al, 2013). 

1.6.4. Tratamiento 

El tratamiento de elección es la extracción de la larva por endoscopia o cirugía. Las 
lesiones gastrointestinales se resuelven a las 2-3 semanas después de haber extraído el 
parásito. El diagnóstico de anisakiasis intestinal es más difícil, sin embargo, por lo 
general, se puede controlar sin la extracción del gusano dado que finalmente muere 
dentro de aproximadamente tres semanas. La cirugía puede ser necesaria para las 
infecciones intestinales o extraintestinales cuando ocurre obstrucción intestinal, 
apendicitis o peritonitis. No existe un tratamiento antihelmíntico de eficacia probada. El 
tratamiento exitoso de anisakiasis con albendazol, 400 mg por vía oral dos veces al día 
durante 6 a 21 días, se ha informado en casos con diagnósticos presuntivos (historia 



13 

 

altamente sugerente y/o serología). No obstante, no está aprobado por la FDA (Agencia 
de Alimentos y Medicamentos de EEUU) para esta indicación (Hochberg et al, 2010). 

1.6.5. Profilaxis 

El mayor número de reportes de anisakidosis invasora a nivel mundial se debe a dos 
especies, A. simplex s.l. y P. decipiens s.l., siendo el fenómeno disparador del principal 
efecto patogénico, su capacidad de invadir los tejidos del hospedador. Ni el tamaño, ni 
la especie del pez, ni su carga larval en la cavidad corporal, son predictores confiables 
de la carga de anisákidos en el músculo. La región hipaxial (flancos que rodean la masa 
visceral) es más intensamente parasitada que la epiaxial (filet propiamente dicho), y la 
migración hacia el filet respondería a la capacidad individual para decodificar señales 
presentes en la musculatura de los peces (Tanzola, 2011). 

Por otra parte, los nematodes poseen un conjunto de adaptaciones que le permiten 
sobrevivir en los entornos en los que vive. Estos organismos tienen adaptaciones de 
resistencia que les permiten sobrevivir en medios adversos hasta que las condiciones 
sean favorables nuevamente, como los mecanismos de tolerancia al frío. 

Las medidas de prevención según la regulación vigente (Real Decreto, 2006; AESAN, 
2007; EFSA, 2010; FDA, 2012) incluyen: 

• Extremar las medidas de control bromatológico en el análisis de la calidad de 
productos pesqueros destinados al consumo humano. 

• Evisceración inmediata de los peces. 

• Para la preparación de platos crudos (orientales), someter la carne de pescado a 
congelación por freezer (-20ºC) durante 72 horas. 

• Cocinar muy bien el pescado, esto es lograr que toda la masa a consumir 
adquiera por más de 5 minutos una temperatura mínima de 60ºC. 

 Lanfranchi y Sardella (2010) analizaron los efectos de diferentes tratamientos sobre 
anisákidos de peces en Argentina. No hallaron parásitos sobrevivientes por freezado de 
filetes a -20°C por 24 hs ni por exposición a sal seca de pescados infectados durante 24 
horas. En el mismo estudio, las larvas de Anisakis sp en filetes sobrevivieron a la 
cocción en microondas a una temperatura interna de 64.05°C durante un minuto, 
mientras que a 75.56°C ninguna de las larvas de Anisakis sobrevivió. En un estudio 
previo, Adams y De Vlieger (2000) encontraron que la cocción en microondas requiere 
mayor temperatura para matar a los anisákidos debido a un calentamiento desigual 
(Lanfranchi & Sardella, 2010). 
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1.6.6. Anisakidosis en Argentina 

En Argentina, prácticamente todas las especies de peces marinos y varias de agua dulce 
albergan, con diferente prevalencia e intensidad, larvas infectivas de estos nematodes. 
Sin embargo existen pocos casos de anisakidosis humana. Un caso identificado como 
Anisakis sp  que por provenir de un tripulante de barco extranjero, no se lo considera 
como caso autóctono (en Tanzola, 2011); y otro caso reportado en una niña, que eliminó 
a través de sus heces una larva de anisákido de tercer estadio (Menghi et al, 2011). 

Adultos de A. pegreffii han sido identificados a nivel molecular en delfines del Mar 
Argentino. En un estudio realizado en merluzas de Buenos Aires y de Mar el Plata, de 
91 larvas pertenecientes a Anisakis spp, el 100% fue identificado como A. pegreffii 
(Hutler Wolkowicz, 2008). 

Se ha demostrado que A. pegreffii tendría menor tendencia invasora del filet que A. 
simplex s.s, este dato puede explicar la baja casuística de larvas musculares en la 
ictiofauna marina sud atlántica y la consecuente exigua prevalencia de anisakidosis 
humana en nuestro país. Además, el consumo relativamente bajo de carne de pescado y 
los hábitos de su cocción completa, hasta el momento, explican en parte la escasez de 
casos clínicos descritos en la Argentina (Tanzola, 2011). 

Por otra parte, adultos de P. cattani han sido identificados en lobos marinos de aguas 
del Sudeste del Pacífico y del Sudoeste Atlántico (Hernández-Orts, 2013; Timi et al, 
2014), y larvas de este parásito fueron identificadas en la musculatura de peces de 
consumo en aguas argentinas y chilenas (Hernández-Orts, 2013; Timi et al, 2014). Por 
este motivo, es de esperar que el riesgo de infección humana sea similar al reportado en 
Chile, con la tendencia al consumo de pescado crudo. 

1.7. Justificación y alcances 

El desarrollo e implementación de un método de identificación molecular de anisákidos 
que afectan al hombre permitirá realizar el diagnóstico diferencial con otras patologías 
gastrointestinales, permitiendo un tratamiento eficaz del paciente. Asimismo posibilitará 
estimar la prevelencia y el comportamiento de esta parasitosis en nuestro país. 

1.8. Objetivos 

1.8.1. Objetivo general 

Desarrollar un sistema de diagnóstico molecular de anisákidos con impacto en la salud 
pública. 



15 

 

1.8.2. Objetivos específicos: 

Diseñar y efectuar la puesta a punto de un sistema de identificación mediante PCR y 
secuenciación nucleotídica de los géneros Anisakis, Pseudoterranova, Contracaecum e 
Hysterothylacium  

Identificar a nivel de especies, los géneros estudiados. 

Aplicar la nueva metodología para la identificación molecular de muestras procedentes 
de infección humana y halladas en el alimento previo a su consumo. 
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2. Materiales y Métodos 

2.1. Población y muestra 

Las larvas de nematodes analizados se obtuvieron de merluza (Merluccius hubbsi), 
pescadilla de red (Cynoscion guatucupa) y pez palo (Percophis brasiliensis) de la 
ciudad de Mar del Plata, y Mero (Acanthistius patachonicus) y merluza adquiridos en 
pescaderías de la ciudad de Buenos Aires. 

2.2. Diseño experimental 

Los pescados se diseccionaron y las larvas fueron recolectadas de las vísceras 
(estómago, intestino, hígado, cavidad celomática y mesenterios) por observación a ojo 
desnudo y/o con lupa binocular, y lavadas con solución salina fisiológica. De cada 
individuo, se escindió un fragmento de la región media de 3 mm de largo que se 
conservó en etanol 70º a -20°C para el posterior estudio molecular, y el resto del 
parásito se aclaró en lactofenol (Berland, 1984) para el examen morfológico. 

2.2.1. Análisis morfológico 

Las larvas de anisákidos se identificaron a nivel de género de acuerdo a características 
morfológicas (Ver secciones 1.1. y 1.6.3.1.) 

2.2.2. Extracción de ADN 

El ADN de cada nematode se aisló mediante el método Rapid isolation of Mammalian 
DNA (Sambrook & Russell, 2001). 

2.2.3. Identificación molecular 

2.2.3.1. Diseño de cebadores 

Se realizó el alineamiento de secuencias, obtenidas del banco de datos de secuencias 
nucleotídicas del GenBank (http://www.ncbi.nlm.nih.gov), de la región ITS1 del ADN 
ribosomal nuclear de A. simplex, P. decipiens, C. osculatum y H. aduncum (Figura 2). 

Se diseñaron un par de cebadores, Ani-9F y Ani-552R, a partir de las regiones 
conservadas de las subunidades ribosomales 18S y 5.8S, que rodean al ITS1 (Tabla 7a), 
con el fin de obtener fragmentos de amplificación específicos y de tamaño diferencial 
para cada uno de los cuatro géneros de anisákidos (Tabla 7b). 

2.2.3.2. Construcción de un control interno de amplificación (CIA) 

Se elaboró un sistema CIA con el objetivo de validar la precisión de la prueba, 
distinguir resultados negativos verdaderos de resultados falsos negativos causados por 
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fallas de la amplificación por PCR, debido a degradación de ADN, mal funcionamiento 
del ciclado térmico, mezcla de PCR incorrecta, deterioro de los reactivos, pobre 
actividad de la ADN polimerasa y sustancias inhibitorias en la matriz de la muestra y en 
el ambiente de trabajo. 

Se diseñaron un par de cebadores (CIA-Ani-9F y CIA-Ani-552R) que consistieron en la 
adición de una secuencia de 21 bases, correspondiente al gen de la enzima Maturasa K 
de la hierba Arabidopsis thaliana, en el extremo 3´ de los cebadores mencionados en el 
apartado anterior (Ani-9F y Ani-552R) (Tabla 7a), con el fin de generar un producto de 
amplificación de 400 pares de bases, que incluya las regiones linderas de los cebadores 
Ani-9F y Ani-552R. 

La mezcla de reacción de PCR se realizó en un volumen final de 50 µl, que contenía 
1.25 U de Taq polimerasa (Invitrogen); 1X de buffer de Taq; 4 mM de MgCl2, 2 mM de 
cada dNTP, 0.25 uM de cebadores (CIA-Ani-9F y CIA-Ani-552R) y 1 µl de ADN de 
Arabidopsis thaliana. Las condiciones de ciclado (Px2 Thermal Cycler/ Electron 
Corporation) incluyeron una primera desnaturalización a 94 ºC durante 3 min, seguida 
por 40 ciclos de 1 min a 94 ºC (desnaturalización), 1 min a 60ºC (hibridación) y 1 min a 
72 ºC (extensión), con una extensión final de 10 min a 72 ºC. Como control negativo se 
utilizó agua ultrapura. El fragmento de ADN amplificado por PCR fue determinado por 
electroforesis en gel de agarosa al 1.5 % y comparado con un marcador de tamaño 
molecular de 100 pb (Invitrogen), tras teñir con bromuro de etidio. 

El producto de amplificación fue purificado para ser utilizado como CIA, a partir del gel 
de agarosa, usando AccuPrep Gel Purification Kit (BIONEER) y titulado en un 
espectrofotómetro Ultrospec 2100 pro (Amersham/ Biosciences). El número de copias 
del control interno fue calculado como la cantidad de ADN en ng x NA / largo de 
templado en pb x 1.10 9 x el peso medio de un par de bases, donde NA es el número de 
Avogadro (6.022x1023) y el peso medio de un par de bases es 650 daltons. 
Posteriormente, fue almacenado a -20 ºC hasta su utilización en la amplificación por 
PCR junto al ADN blanco, por medio de los cebadores Ani-9F y Ani-552R. 

2.2.3.3. PCR y Secuenciación 

La mezcla de reacción de PCR se realizó en un volumen final de 25 µl, que contenía 0,5 
U de Taq polimerasa (Invitrogen), 1X de buffer; 1,5 mM de MgCl2, 0.8 µM de cada 
dNTP,y 0.25 uM de cebadores (Ani-9F y Ani-552R). Las concentraciones de ADN del 
parásito y del CIA fueron determinadas de acuerdo al análisis de optimización detallado 
en  sección 2.2.3.4. Los condiciones de ciclado fueron las siguientes: 3 minutos a 94ºC, 
40 ciclos de 1 min a 94 ºC, 1 min a 60ºC y 1 min a 72 ºC, con una extensión final de 10 
min a 72 ºC, en un equipo Px2 Thermal Cycler/ Electron Corporation. Se utilizó agua 
ultrapura como control negativo. Los fragmentos amplificados se chequearon mediante 
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el análisis electroforético en un gel de agarosa 1.5 % con bromuro de etidio, 
comparados con un marcador de tamaño molecular de 100 pb (Invitrogen). 

Los fragmentos de amplificación por PCR que arrojaron el tamaño de banda esperado 

fueron purificados a partir de geles de agarosa usando AccuPrep Gel Purification Kit 

(BIONEER). La secuencia de nucleótidos de los productos de amplificación fue 

determinada por la secuenciación automática del ADN mediante un equipo ABI 3500 

Genetic Analyser (Applied Biosystems). Los datos de secuenciación fueron analizados 

por el programa Chromas LITE 2.01 y las secuencias se alinearon y compararon con la 

base de datos del GenBank mediante la herramienta Blastn 

(https://blast.ncbi.nlm.nih.gov). 

2.2.3.4. Optimización de las condiciones de la reacción de amplificación por PCR 

2.2.3.4. 1 Determinación de la concentración óptima de CIA 

La concentración de ADN del CIA fue optimizada antes de incluirlo en la mezcla de 
reacción. Se realizaron diluciones del CIA (de 1. x 104 a 0.1 copias) para determinar la 
menor cantidad de ADN del mismo suficiente para generar un producto de PCR visible 
por electroforesis en gel. 

2.2.3.4.2 Ensayo de sensibilidad y determinación de la concentración óptima de 
templado 

Para determinar el límite de detección y la cantidad óptima de ADN a utilizar, la PCR se 
llevó a cabo con diluciones seriadas con agua ultrapura, de ADN de los parásitos 
identificados como A. pegreffii, C. osculatum, H. aduncum y P. cattani , de 5 ng a 5 fg, 
tanto en presencia como en ausencia de CIA en la mezcla de reacción. El análisis se 
realizó por duplicado para cada dilución. 

2.3. Aplicación del método 

De enero a abril del año 2012, se recibieron en nuestro laboratorio, 3 muestras de 
nematodes para su identificación. Una muestra correspondiente a una paciente 
colombiana, asintomática, que acude a la consulta tras haber eliminado un parásito por 
la boca junto con la expectoración, manifestando haber comido ceviche en Perú, 15 días 
antes. Las otras dos muestras corresponden a parásitos que han sido hallados en el 
pescado previo a su consumo. Una se trata de un gusano encontrado dentro de la bolsa 
junto a filetes de mero adquiridos en una pescadería de la ciudad de Buenos Aires. La 
otra muestra, se trata de un parásito observado en una brótola poco cocida a punto de ser 
consumida, también proveniente de dicha ciudad. 
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En todos los casos eran gusanos cilíndricos de aproximadamente 2 cm de longitud, de 
color blanco amarillento. Estas muestras no eran aptas para su estudio morfológico por 
encontrarse mal conservadas, y fueron analizadas mediante el método de identificación 
molecular desarrollado en el presente estudio. 
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3. Resultados 

3.1 Detección de anisákidos en pescados infectados 

En los pescados procedentes de comercios se evidenciaron larvas de anisákidos que 
mediante la secuenciación nucleotídica de ITS1 se identificaron como pertenecientes a 
A. pegreffii, C. osculatum, Contracaecum sp, H. aduncum, H. deardorffoverstreetorum, 
Terranova sp y P. cattani. Todos los géneros coincidieron con el análisis morfológico y 
dieron un fragmento de amplificación diferencial por PCR (Figura 8). 

3.2. Optimización de las condiciones de la reacción de amplificación por PCR 

3.2.1. Concentración óptima del CIA 

Se estimó que 1 copia del CIA es suficiente  para  generar una amplificación visible por 
electroforesis en gel de agarosa. No obstante, en la amplificacion conjunta del control 
interno con el ADN de los cuatros anisákidos, se estableció una cantidad de CIA de 100 
copias por tubo de reacción para asegurar la presencia de un número adecuado de copias 
del mismo en cada tubo (Figura 7). 

3.2.2. Sensibilidad de la PCR y concentración óptima de templado 

La cantidad mínima de ADN necesaria para detectar los amplicones fue de 5 pg para C. 
osculatum (Figura 3 a) y de 500 fg para P. cattani (Figura 4 a), H. aduncum (Figura 5 a) 
y A. pegreffii (Figura 6 a), cuando el CIA no fue añadido a la mezcla de PCR. 

Luego de la adición de 100 copias de CIA a la reacción de PCR, los límites de detección 
no variaron para C. osculatum (Figura 3 b) y P. cattani (Figura 4 b), mientras que para 
H. aduncum (Figura 5 b) y A. pegreffii (Figura 6 b) pasó de 500 fg a 5 pg. 

Se estableció una concentración óptima de ADN parasitario, en la mezcla de reacción de 
PCR, de 5 ng, con el fin de evitar posibles fallas en la amplificación debido a la 
degradación del ADN en muestras no conservadas apropiadamente. 

3.3. Detección de anisákidos en muestras enviadas para su identificación 

Todas las muestras remitidas para análisis a nuestro laboratorio, una procedente de 
infección humana y dos halladas en el alimento, correspondieron a Pseudoterranova 
cattani por análisis molecular (Figura 9). 
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4. Discusión 

El método de identificación molecular desarrollado en el presente trabajo permitió 
diferenciar los géneros de parásitos inicialmentente contemplados (i.e Anisakis, 
Pseudoterranova, Contracaecum y Hysterothylacium) y además identificar a otro como 
correspondiente al género Terranova, en pescados adquiridos en comercios de las 
ciudades de Buenos Aires y Mar del Plata. Las longitudes de los productos de PCR 
generados en la reacción de amplificación fueron diferenciales para cada género de 
anisákidos, y estos resultados fueron concordantes con el análisis de indentificación 
morfológico de los parásitos. La secuenciación nucleotídica y el subsiguiente análisis 
comparativo, mediante la herramienta Blastn, de los fragmentos amplificados, permitió 
la identificación a nivel de especie de los ejemplares estudiados. 

Además, la identificación a nivel de especie evidenció una correlación con los 
hospedadores y su distribución geográfica previamente reportadas para estos parásitos 
(tablas 2 a 6). 

Diferentes especies de anisákidos suelen ser morfológicamente similares y en ocasiones 
sus estructuras son difíciles de reconocer, ya sea por no ser correctamente obtenidas en 
procedimientos quirúrgicos, o por no encontrarse conservadas en condiciones idóneas. 
Estas pueden estar asociadas con distintas formas clínicas de la enfermedad en 
humanos. Debido a esto, un método de identificación a nivel de especies de larvas de 
anisákidos, como el empleado en el presente trabajo de tesis, es necesaria para la 
identificación del agente etiológico y para efectuar estudios epidemiológicos de esta 
parasitosis en un área determinada. 

La sensibilidad de detección del método, determinada con los géneros implicados en 
infecciones humanas fue similar para A. pegreffii, P. decipiens, y H. aduncum(0,5pg) 
aunque en C. osculatum los productos de amplificación se evidenciaron hasta una 
dilución decimal inferior. No obstante, el límite de detección de 5 pg registrado en C. 
osculatum es consistente con otros métodos de PCR descriptos para el diagnóstico de 
nematodes (Dangoudoubiyam et al, 2009). 

Para evitar resultados falsos negativos de la PCR, se diseño e incluyó en el ensayo un 
control interno de amplificación competitivo con la región del ITS1 del ADN de los 
géneros de anisákidos estudiados. En esta estrategia, siempre se evidencia una 
competencia entre el ADN blanco y el CIA, donde la concentración del control interno 
es crítica para el límite de detección (Hoofar et al, 2004). En este estudio se estableció 
que 100 copias fue la menor concentración de CIA capaz de producir una amplificación 
visible por electroferesis en gel. Este control interno exhibió una leve competencia con 
el ADN de H. aduncum y A. pegreffii, aunque no afectó la detección de los restantes 
anisákidos. De todos modos, la adición del CIA al sistema permitió un límite mínimo de 
detección de 5 pg. Es de notar que el ADN extraído en las condiciones mencionadas en 
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el apartado 2.2.2 arroja en promedio una concentración de 100 ng/ul, y siendo la 
concentración ajustada en la reacción de PCR de 5 ng, un límite de detección de 5 pg 
sería más que aceptable. 

Finalmente se utilizó este método para el análisis de muestras de parásitos recibidas en 
el laboratorio para su análisis. Estos parásitos fueron identificados como P. cattani. 

La presentación del caso clínico fue similar a los casos de pseudoterranovosis luminar 
notificados de Chile, Perú, Norteamérica y Europa. En Japón, donde las formas clínicas 
de pseudoterranovosis suelen presentarse de forma severa con penetración del tracto 
gatrointestinal, el agente causal de pseudoterranovosis ha sido recientemente 
identificado como P. azarasi (Arizono et al., 2011). P. cattani se encuentra como adulto 
en el lobo marino Otaria flavescens en aguas del Sudeste del Pacífico y del Sudoeste 
Atlántico. Larvas de este parásito fueron identificadas en la musculatura de peces de 
consumo en aguas argentinas y chilenas (Hernández-Orts, 2013; Timi et al, 2014). El 
riesgo de infección humana en nuestro país se espera que sea similar al de Chile, donde 
se han informado casos de esta parasitosis por P. decipiens s.l. Sin embargo, hasta el 
momento, no se han reportado casos humanos en Argentina, probablemente debido a la 
tradición de consumir pescado bien cocido, o a la falta de sospecha clínica del sistema 
de salud frente a una patología poco conocida en nuestro medio. Es de notar, que aquí, 
se describe el primer caso de diagnóstico de anisakidosis por P. cattani en nuestro país 
de una paciente que consumió ceviche en Perú. Este hecho constituye la primera 
identificación de esta especie, proveniente de infección humana. 

Por último, y considerando las otras dos muestras analizadas que se hallaban en el 
pescado a punto de ser consumido, podemos inferir que la presencia de larvas de 
Pseudoterranova en la musculatura de los peces, que aparecen, por ende, en el alimento 
a consumir, constituye un riesgo para la salud humana si no se toman las medidas de 
prevención sanitarias adecuadas. 
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5. Conclusiones 

La anisakidosis constituye un problema de salud pública dado el aumento que ha 
experimentado la prevalencia en los últimos años en todo el mundo, debido 
principalmente, a la adquisición de nuevos hábitos gastronómicos basados en el 
consumo de pescado crudo o insuficientemente cocinado. 

En nuestro país, en particular, ha aumentado la ingesta de pescado a través de la 
popularización de platos exóticos, como el sushi, y de movimientos naturistas que 
promueven el hábito de consumir pescado crudo o poco cocido. Por este motivo, es 
importante el diagnóstico diferencial por parte del laboratorio para evaluar la 
emergencia de los anisákidos como agentes etiológicos de parasitosis. 

El método diseñado permite identificar al mismo tiempo varios anisákidos en una 
reacción de PCR convencional, seguida de la secuenciación de nucleótidos. Se propone 
como una herramienta útil para el estudio de estos parásitos en humanos, cuando las 
estructuras morfológicas no se encuentran conservadas. Asimismo, este método podrá 
auxiliar al diagnóstico diferencial con otras patologías gastrointestinales, favoreciendo 
un tratamiento eficaz del paciente, como así también, contribuir a los estudios de 
prevalencia y comportamiento de la anisakidosis en nuestro país. 

Perspectivas futuras: 

Conforme el número de casos humanos de anisakidosis en nuestro país aumente, de 
acuerdo a lo esperado, otras estrategias diagnósticas disponibles hoy a un costo 
accesible, como la PCR en tiempo real a través del uso de sondas de ADN específicas, 
podrán emplearse para la identificación de especies de estos nematodes, sin la necesidad 
de recurrir a un servicio de secuenciación nucleotídica, que puede ser poco accesible, de 
mayor costo y demandar más tiempo.  
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6. Tablas 
 
Tabla 1: Clasificación taxonómica del género Anisakis 
 
 
Clado 1 
 
A. pegreffii 

A. simplex sensu stricto      Complejo A. simplex 

A. Simplex C                                                                Larva morfotipo I 

A. typica             

A. ziphidarum 

A.  nascettii 

 

Clado 2 

 
A. physeteris 

A. brevispiculata                                                         Larva morfotipo II 

A. paggiae  
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Tabla 2: Hospedadores del género Anisakis (a) (b) 
 
Especie Hospedador definitivo  Hospedador paraténico  

A. simplex s.s. Balaenoptera acutorostrata      
Delphinapterus leucas 
Delphinus delphis 
Globicephala melaena 
Lagenorhynchus albirostris 
Orcinus orca 
Pseudorca crassidens 
Phocoena phocoena 
Stenella coeruleoalba  

T. trachurus 
Brosme brosme 
Salmo salar 
Clupea harengus 
Gadus morhua 
Theragra chalcogramma 
Reinhartius hippoglossoides 

A. 

pegreffii                                           

    

D. delphis 
Ziphius cavirostris 
Tursiops truncatus 
Caperea marginata 

Merluccius merluccius 
Trachurus trachurus 
Merluccius capensis 
Lepidopus caudatus 
Thyrsites atun 
Merluccius hubbsi 
Parapercis colias 
Pseudophycis bachus 

A. simplex C                              L. albirostris 
Lissodelphis borealis 
P. crassidens 

P. colias 
P. bachus 
 

A. ziphidarum         Z. cavirostris 
Mesoplodon layardii 
Mesoplodon europaeus 
Mesoplodon densirostris 

Jurel, merluza 

A. nascettii            M. layardii 
M. densirostris 
Mesoplodon mirus 
Mesoplodon grayi 

Moroteuthis ingens  
M. merluccius 

 
 

A. typica Globicephala macrorhynchus 
Sotalia fluviatilis 
Steno bredanensis 
Stenella attenuata 
Stenella longirostris 
S. coeruleoalba 
T. truncatus 
Lagenodelphis hosei 
Mesoplodon bidens 

Thunnus thynnus 
M. merluccius  
 

A. physeteris Physeter macrocephalus 
Kogia breviceps 

Varias especies de peces (merluza, pez espada, 
bacaladilla).  
Predilección particular por cefalópodos 

A. brevispiculata y A. paggiae K. breviceps  
Kogia sima 

Predilección particular por cefalópodos 

 

(a) La lista de hospedadores definitivos y secundarios es sólo indicativa y es incompleta 

debido a la amplia variedad de hospedadores para este grupo de parásitos. 

(b ) D’Amelio et al, 2013; Mattiucci y Nascetti, 2007; Mattiucci et al, 2009; La Rosa et 

al, 2006. 
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Tabla 3: Hospedadores del género Pseudoterranova (a) (b) 
 

Especie Hospedador definitivo  Hospedador paraténico 

P. decipiens sensu stricto Phoca vitulina  
Halichoerus grypus  
P. vitulina richardsii 
Zalophus californianus  

Peces gádidos del Océano 
Atlántico Norte. 
 

P. krabbei Phoca vitulina  
Halichoerus grypus  

Gadus morhua 
Melanogrammus aeglefinus 
Pollachius virens 

P. bulbosa Erignathus barbatus  Hippoglossoides 
platessoides  
Reinhardtius 
hippoglossoides 

P. azarasi Erignathus barbatus 
Eumetopias jubatus  

ND  

 

P. decipiens E Leptonychotes weddellii  Notothenia coriiceps. 

P. 
cattani                                   
                                       

Otaria flavescens  Prionotus nudigula  
Percophis brasiliensis 
Acanthistius patachonicus  
Paralichthys isósceles  
Paralichthys patagonicus  
Pseudopercis semifasciata  
Conger 
orbignianus  Paralichthys 
isósceles 

ND: Dato no disponible 

 

(a) La lista de hospedadores definitivos y secundarios es sólo indicativa y es incompleta 

debido a la amplia variedad de hospedadores para este grupo de parásitos. 

(b) Mattiucci et al, 2013; Hernández-Orts et al, 2013; Timi et al, 2014 
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Tabla 4: Hospedadores del género Contracaecum (i) 
 

a- Especies que parasitan aves: (ii)  

 

Especie Hospedador definitivo Hospedador paraténico 

C. pelagicum Spheniscus magallanicus 
Phalacrocorax atriceps 
Thalassarche melanophris 
Phalacrocorax atriceps 
albiventer 

Engraulis anchoita 
 

C. rudolphii y C. 
septentrionale 

Phalacrocoracidae boreales ND 

C. chubutensis Phalacrocorax atriceps ND 

C. bioccai Pelecanus occidentalis ND 

C. australe Phalacrocorax brasilianus ND 

C. microcephalum Phalacrocorax pigmaeus ND 

C. micropapillatum Pelecanus onocrotalus ND 

C. gibsoni y C. overstreeti Pelecanus crispus ND 

ND: Dato no disponible 
 
 

 
(i) La lista de hospedadores definitivos y secundarios es sólo indicativa y es incompleta 

debido a la amplia variedad de hospedadores para este grupo de parásitos. 

(ii) Garbin, 2009; Garbin et al, 2013. 
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Tabla 4: Hospedadores del género Contracaecum (i) 
 

b- Especies del Complejo C. osculatum: (iii)  
 

Especie Hospedador definitivo c Hospedador secundario c 

C. osculatum sp. A E. barbatus  
H. grypus  
E. Acinonyx  

Theragra chalcogramma  

C. osculatum sp. B Pagophilus groenlandicus 
P. vitulina 
H. grypus 
Z. californianus  

ND 

C. osculatum sensu stricto H. grypus  ND 

C. osculatum sp. D L. weddellii  
 

Peces pelágicos y meso-
pelágicos pertenecientes a 
las familias Channicthydae 
y Bathydraconidae. 

C. osculatum sp. E L. weddellii  
 

Peces bentónicos 
antárticos pertenecientes a 
la familia Nothotenidae. 

ND: Dato no disponible 

(i) La lista de hospedadores definitivos y secundarios es sólo indicativa y es incompleta 

debido a la amplia variedad de hospedadores para este grupo de parásitos. 

(iii)  Mattiucci et al, 2013 
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Tabla 5: Hospedadores del género Hysterothylacium (a) (b) 

 

Especie Hospedador definitivo  Hospedador paraténico 

Hysterothylacium de 
anfibios de norteamérica  

Notophthalmus viridescens  ND 

H. corrugatum Xiphias gladius ND 

H. rhamdiae Rhamdia sapo  ND 

H. patagonense Percichthys trucha ND 

H. aduncum M. hubbsi 
S. japonicus 
Genypterus blacodes  
G. brasiliensis.  

Themisto gaudichaudii  
E. anchoita 
Merluccius hubbsi  

Hysterothylacium spirale sp. 
Nov. 

Zenopsis conchifer  ND 

H. geschei n. sp Cauque mauleanum  ND 

H. winteri Eleginops maclovinus  ND 

H. fortalezae Scomberomorus cavalla 
Scomberomorus maculatus 
Harengula clupleola 

ND 

H. reliquens  Archosargus 
probatocephalus 
Opsanus beta  
Chilomycterus schoepfi 
Halichoeres bivittatus 
Micropogon undulatus  

ND 

H. deardorffoverstreetorum 
sp. Nov. 

Paralichthys isosceles ND 

ND: Dato no disponible 

(a)  La lista de hospedadores definitivos y secundarios es sólo indicativa y es incompleta 

debido a la amplia variedad de hospedadores para este grupo de parásitos. 
(b) Torres et al, 1998; Rossin et al, 2011; Navone et al, 1998; Knoff et al, 2012 
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Tabla 6: Distribución geográfica de anisákidos (a) 

 
 

Género Especie Distribución 

Anisakis A. simplex s.s.  Océanos Atlántico Norte  
Pacífico Norte  
Mar Mediterráneo (raramente) 

 A. pegreffii  Mar Mediterráneo  
Océano Atlántico Sur  
Aguas japonesas y neozelandesas.  

 A. simplex C Distribución de “piel de leopardo”: 
Aguas del Pacífico de Canadá y California 
Chile 
Nueva Zelanda 
Océano Atlántico suroriental.  

 A. typica Aguas cálidas y tropicales:  
Golfo de México  
Costas brasileras  
Costas de Somalía, Mauritania, y Morocco  
Mar Mediterráneo (parte central este, incluyendo 
Cyprus, Tunisia, y Lybia)  

 A. ziphidarum Costas de Sudáfrica 
Mar Mediterráneo 
Aguas del Atlántico Central hasta el Mar Caribe 

 A. nascettii  Océano Atlántico Central 
Costas de Madeira  
España noroccidental 
Aguas de Sudáfrica y Nueva Zelanda. 

 A. physeteris Mar Mediterráneo (incluyendo las costas del 
Norte de África) 
Costas atlánticas de España 
Océano Atlántico Central 
Golfo de México. 

 A. brevispiculata y A. paggiae Aguas cálidas del Océano Atlántico (desde el 
Golfo de México hasta las costas de la Península 
Ibérica) 

Continúa Tabla 6 en la página siguiente 
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Continuación Tabla 6 

Género Especie Distribución 

Pseudoterranova P. decipiens s.s. Regiones del Ártico y Subártico:  
Noreste Atlántico (aguas escocesas, Isla Feroe, aguas 
del Sur de Islandia y noruegas) 
Atlántico canadiense (aguas de Isla de Terranova y 
del Golfo de St Lawrence) 
Aguas del Pacífico canadiense  

 P. krabbei Noreste Atlántico 

 P. bulbosa Mar de Barents 
Mar de Noruega 
Atlántico canadiense  
Mar de Japón. 

 P. azarasi Océano Pacífico Norte (aguas japonesas y sajalinesas) 

 P. decipiens E Aguas antárticas y subantárticas. 

 P. cattani Sudeste de aguas del Pacífico (Chile)  
Sudoeste Atlántico (costa patagónica argentina).  

Contracaecum C. osculatum A 
      
 

Mares noruego y de Barents 
Atlántico canadiense, islandés 
Aguas del Pacífico canadiense 
Mar de Japón.   
 

 C. osculatum B Noreste y Noroeste  del Océano Atlántico  
Aguas del Pacífico norte 

 C. osculatum s.s. Mar Báltico (única especie  del complejo C. 
osculatum en este lugar)  

 C. osculatum D  Antártida: Mar de Weddell y Mar de Ross 

 C. osculatum E  Antártida: Mar de Weddell.   

 C. pelagicum Península Valdés y Bahía Engaño (Chubut. 
Argentina) 

 C. rudolphii A Laguna de Venecia (Norte de Italia) 

Continúa Tabla 6 en la página siguiente 
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Continuación Tabla 6 

Género Especie Distribución 

Contracaecum C. rudolphii B Laguna Oristano, Isla de Cerdeña y Salinas de 
Tarquinia (Italia) 
Lago Mazury (Polonia) 

 C. rudolphii C Bahía de Sarasota (Florida. EEUU) 

 C. septentrionale Islandia, Noruega 

 C. chubutensis Bahía Bustamante (Chubut, Argentina) 

 C. bioccai Pantano del Totumo (Colombia) 

 C. australe Laguna Santa Elena (Chile) 

 C. microcephalum Lago Scutari (Región de Montenegro) 

 C. micropapillatum Asuán (Egipto) 

 C. gibsoni y C. overstreeti Grecia 

Hysterothylacium H. corrugatum Ecuador 

 H. rhamdiae, H. patagonense, H. 
aduncum, Hysterothylacium spirale  

Argentina 

 H. geschei, H. winteri, H. aduncum Chile  

 H.fortalezae, H. reliquens, H. 
deardorffoverstreetorum 

Brasil 
H. reliquiens: también en norte del golfo de México y 
sur de Florida 

 H. aduncum  Atlántico Norte  
Ampliamente distribuido en el hemisferio sur hasta 
las aguas antárticas 

 

 

(a) D’Amelio et al, 2013; Mattiucci y Nascetti, 2007; Mattiucci et al, 2009; Mattiucci et 
al, 2013; Hernández-Orts et al, 2013; Timi et al, 2014; Garbin, 2009; Garbin et al, 2013; 
Torres et al, 1998; Rossin et al, 2011; Navone et al, 1998; Knoff et al, 2012. 
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Tabla 7  
a) Cebadores utilizados en la PCR para detección de anisákidos. 

 

Cebador  Secuencia nucleotídica 

Ani-9F 

 

5´ CCGCCTTAATCGCAGTGG ´3  

Ani-552R 

 

5´CAATTCGCACTATTTATCGCAGC ´3 

CIA-Ani-9F * 

 

5´CCGCCTTAATCGCAGTGG 
TTCAAACCCTACGTTACCGGG ´3  

CIA-Ani-552R * 

 

5´CAATTCGCACTATTTATCGCAGC 
CCAGAATGCATCTTCCGTGAT ´3 

* Las secuencias subrayadas son idénticas a los cebadores Ani. 
 
 

b) Longitud de los amplicones obtenidos en la reacción de PCR según especie de 
anisákido. 

 

Especie Longitud del amplicón 

A. simplex          544pb 

P. decipiens        505 pb 

C. osculatum        601pb 

H.  aduncum          583 pb 
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7. Figuras 

Figura 1: Ciclo biológico de parásitos anisákidos (Traducido de Levsen, 2010, 

modificado de S. Mattiucci) (European Food Safety Authority (EFSA), 2011) 
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Figura 2: Alineamiento de secuencias de anisákidos obtenidas de GenBank, en la región 

18S - ITS1 - 5.8S del ADN ribosomal nuclear. En amarillo se resaltan las secuencias de 

cebadores diseñados. 
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Figura 3: Sensibilidad de la PCR para la detección de ADN de Contracaecum 
osculatum 
 
A- 
   M    1        2       3       4       5      6      7       8         9     10    11     12      13    14     15 

 
 
B- 
  M    1        2       3       4       5      6      7       8         9     10    11     12      13    14     15 

 
 
 
C. osculatum y el control interno de amplificación (CIA) producen amplicones de 601 
pb y 400 pb respectivamente.  
 
A:  PCR sin 100 copias de CIA. Calle M: marcador de tamaño molecular de 100 pb. 
Calles 1 a 14: la concentración de ADN por ensayo duplicado, respectivamente: 5 ng, 
500 pg, 50 pg, 5 pg, 500 fg, 50 fg, 5 fg. Calle 15: control negativo.  
 
B: PCR con 100 copias de CIA. Calle M: marcador de tamaño molecular de 100 pb. 
Calles 1 a 14: la concentración de ADN por ensayo duplicado, respectivamente: 5 ng, 
500 pg, 50 pg, 5 pg, 500 fg, 50 fg, 5 fg. Calle 15: control negativo. 
 
 

 

 

 

 

400 pb 

601 pb 

601 pb 
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Figura 4: Sensibilidad de la PCR para la detección de ADN de Pseudoterranova cattani 
 
A- 
   M    1        2       3       4       5      6      7       8         9     10    11     12      13    14     15 

 
 
B- 
  M    1        2       3       4       5      6      7       8         9     10    11     12      13    14     15 

 
 
 
P. cattani y el control interno de amplificación (CIA) producen amplicones de 505 pb y 
400 pb respectivamente.  
 
A:  PCR sin 100 copias de CIA. Calle M: marcador de tamaño molecular de 100 pb. 
Calles 1 a 14: la concentración de ADN por ensayo duplicado, respectivamente: 5 ng, 
500 pg, 50 pg, 5 pg, 500 fg, 50 fg, 5 fg. Calle 15: control negativo.  
 
B: PCR con 100 copias de CIA. Calle M: marcador de tamaño molecular de 100 pb. 
Calles 1 a 14: la concentración de ADN por ensayo duplicado, respectivamente: 5 ng, 
500 pg, 50 pg, 5 pg, 500 fg, 50 fg, 5 fg. Calle 15: control negativo. 
 
 

 

 

400 pb 

505 pb 

505 pb 
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Figura 5: Sensibilidad de la PCR para la detección de ADN de Hysterothylacium 
aduncum 
 
A- 
  1        2       3       4       5      6      7       8         9     10    11     12      13    14     15      M 

 
 
 
B- 
  1        2       3       4       5      6      7       8         9     10    11     12      13    14     15      M 

 
 
 
H. aduncum y el control interno de amplificación (CIA) producen amplicones de 583 pb 
y 400 pb respectivamente.  
 
A:  PCR sin 100 copias de CIA. Calle M: marcador de tamaño molecular de 100 pb. 
Calles 1 a 14: la concentración de ADN por ensayo duplicado, respectivamente: 5 ng, 
500 pg, 50 pg, 5 pg, 500 fg, 50 fg, 5 fg. Calle 15: control negativo.  
 
B: PCR con 100 copias de CIA. Calle M: marcador de tamaño molecular de 100 pb. 
Calles 1 a 14: la concentración de ADN por ensayo duplicado, respectivamente: 5 ng, 
500 pg, 50 pg, 5 pg, 500 fg, 50 fg, 5 fg. Calle 15: control negativo. 
 
 

583 pb 

583 pb 

400 pb 
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Figura 6: Sensibilidad de la PCR para la detección de ADN de Anisakis pegreffi 
 
A- 
  1        2       3       4       5      6      7       8         9     10    11     12      13    14     15      M 

 
 
 
B- 
  1        2       3       4       5      6      7       8         9     10    11     12      13    14     15      M 

 
 
 
A. pegreffii y el control interno de amplificación (CIA) producen amplicones de 544 pb 
y 400 pb respectivamente.  
 
A:  PCR sin 100 copias de CIA. Calle M: marcador de tamaño molecular de 100 pb. 
Calles 1 a 14: la concentración de ADN por ensayo duplicado, respectivamente: 5 ng, 
500 pg, 50 pg, 5 pg, 500 fg, 50 fg, 5 fg. Calle 15: control negativo.  
 
B: PCR con 100 copias de CIA. Calle M: marcador de tamaño molecular de 100 pb. 
Calles 1 a 14: la concentración de ADN por ensayo duplicado, respectivamente: 5 ng, 
500 pg, 50 pg, 5 pg, 500 fg, 50 fg, 5 fg. Calle 15: control negativo. 
 
 

 

 

 

 

544 pb 

544 pb 

400 pb 
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Figura 7: Sensibilidad de la PCR para la detección de ADN del Control interno de 
amplificación (CIA).  
 
 
   M    1       2      3      4      5     6      7     8      9    10    11     12    13 

 
 
 
 
Calle M: marcador de tamaño molecular de 100 pb. Calles 1 a 12: el número de copias 
de ADN de CIA por ensayo duplicado, respectivamente: 1. x 104, 1. x 103, 1. x 102, 1. x 
101, 1, 0,1. Calle 13: control negativo.  
 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

400 pb 



41 

 

Figura 8: PCR para la detección de Anisákidos de interés sanitario. 
 
 
     1                   2                  3                  4                M 

  
 
 
 
Fragmentos de distinto tamaño obtenidos por amplificación de la región ITS1 de 
Anisakis sp., Contracaecum sp., Hysterothylacium sp. y Pseudoterranova sp. (calles 1 a 
4 respectivamente) Calle M: marcador de tamaño molecular de 100 pb. 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

583 pb 

505 pb 

601 pb 

544 pb 
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Figura 9: PCR para la identificación de anisákidos en muestras enviadas para su 
identificación 
 
 
     M        1           2           3         4          5          6          7          8          9          10        11       12 

 
 
Las bandas de 505 pb y 400 pb corresponden a Pseudoterranova cattani y el control 
interno de amplificación (CIA), respectivamente. 
 
Calle M: marcador de tamaño molecular de 100 pb. Calles 1 a 3: ADN de larva 
procedente de infección humana, calles 4 a 6: ADN de larva en filetes de mero crudos 
recién comprados, calles 7 a 9: ADN de larva en brótola poco cocida, calles 10 y 11: 
ADN de CIA sin ADN de parásito en la mezcla de reacción, calle 12: control negativo.  
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

505 pb 

400 pb 
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Figura 10: Características diferenciales del extremo anterior de anisákidos. 

 

a: anillo nervioso; d: diente; p: poro excretor; e: esófago; ci: ciego intestinal; v: 

ventrículo; av: apéndice ventricular; i: intestino  

Fuente: Yubero et al, 2004 
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Figura 11: Larva de Anisakis sp 

a-                          b-  

c-                             d-  

a: Extremo anterior (la flecha indica un ventrículo voluminoso), b: extremo anterior (la 
flecha indica el diente perforante), c: cola (la flecha indica el mucrón), d: extremo 
anterior visto con lupa binocular (la flecha indica un ventrículo voluminoso). 
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Figura 12: Larva de Hysterothylacium sp 

 

a-                        b-  

c-  

 

a-: Cola, b: ventrículo-ciego intestinal-apéndice ventricular, c: extremo anterior. 
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Figura 13: Larva de Pseudoterranova sp  

a-   b-  

a: Cola; b: Intestino (flecha azul), ventrículo (flecha amarilla), ciego intestinal (flecha 
roja). 

 

Figura 14: Larva de Contracaecum sp (cola) 
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