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SUMMARY

The prevalence, mean intensity, mean abundance, and mean density of infection by helminths, myxozoans, and microsporidians were determined 
in the muscles of southern hake, Merluccius australis (n = 104), pink cusk-eel, Genypterus blacodes (n =81), and snoek, Thyrsites atun (n = 95), all of 
them sold fresh in the city of Valdivia, Chile. Fish were examined on a candling table, with direct observation of the dorsal and ventral muscles (candling 
1), in cuts 4 mm thick or less (candling 2), and on a glass plate compression. Prevalence, mean intensity, and mean abundance of infection, by all the 
identified parasites in each host, were significantly higher (P < 0.05) in hake and pink cusk-eel, compared with the snoek. Mean density of infection in 
the hake was higher (P < 0.05) than in pink cusk-eel; the latter had a higher (P < 0.05) density of infection than the snoek. All fish hosts showed parasites 
with potential risks to human health, such as Anisakis sp. types I and II or Pseudoterranova sp. Other parasites were also detected in each fish host: 
metacercariae of trematodes, Hepatoxylon trichiuri, Pseudoterranova sp., Anisakis sp. type I, Kudoa sp., and microsporidians in the hake; metacercariae 
of trematodes, Pseudoterranova sp., Anisakis sp. types I and type II, Corynosoma sp., Kudoa sp., and microsporidians in pink cusk-eel; and Molicola 
sp., Pseudoterranova sp., and Anisakis sp. type I in the snoek.  Pseudoterranova sp. and Molicola sp. had the highest prevalence, mean intensity, mean 
abundance, and mean density of infection in the pink cush-eel and the snoek, respectively. In the hake, the highest prevalence, mean abundance and mean 
density were determined for Kudoa sp; mean intensity of infection was highest for microsporidiosis.  
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RESUMEN

La prevalencia e intensidad, abundancia y densidad media de infección por helmintos, myxozoos y microsporidios fue determinada en músculos  de 
merluza austral, Merluccius australis (n= 104), congrio dorado, Genypterus blacodes (n = 81) y sierra, Thyrsites atun (n = 95), comercializados frescos 
en la ciudad de Valdivia, Chile. El análisis fue realizado en mesa de candling, observando directamente  la musculatura dorsal y ventral (candling 1), en 
cortes de 4 mm o menos de espesor (candling 2) y por compresión en placas. La prevalencia, intensidad media y abundancia media de infección, por 
el total de parásitos determinados en cada huésped, resultaron significativamente mayores (P < 0,05) en la merluza y el congrio, respecto a la sierra. La 
densidad media fue significativamente mayor (P < 0,05) en la merluza respecto al congrio y en este último resultó mayor (P < 0,05) que en la sierra. Las 
tres especies de peces presentaron parásitos de riesgo  potencial para la salud humana, como Anisakis sp. tipos I y II o Pseudoterranova sp. Los siguientes 
parásitos fueron determinados en cada huésped: metacercarias de trematodos, Hepatoxylon trichiuri, Pseudoterranova sp., Anisakis sp. tipo I, Kudoa sp. 
y microsporidios no identificados en merluza; metacercarias, Pseudoterranova sp., Anisakis sp. tipos I y II, Corynosoma sp., Kudoa sp. y microsporidios 
no identificados en el congrio; y Pseudoterranova sp., Anisakis sp. tipo I y Molicola sp. en la sierra. La mayor prevalencia e intensidad, abundancia y 
densidad media de infección fue para Pseudoterranova sp. y Molicola sp. en congrio y sierra, respectivamente. La mayor prevalencia, abundancia y 
densidad media de infección en merluzas correspondió a Kudoa sp., y la mayor intensidad de infección fue observada para la microsporidiosis. 
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INTRODUCCIÓN

En los últimos años  el consumo de pescado de origen 
marino se ha incrementado en muchos países, en parte,  

por los regímenes de dieta saludable para prevenir en-
fermedades cardiovasculares y cáncer (Broglia y Kapel 
2011), favoreciendo  una mayor exposición a infecciones 
por helmintos parásitos (trematodos, cestodos, nemato-
dos y acantocéfalos). Alrededor de un tercio de las espe-
cies de helmintos identificadas en el hombre (Coombs y 
Crompton 1991) pueden ser transmitidas por el consumo 
de pescado crudo (cebiche, sushi, sashimi y otros simila-
res), ahumado en frío, salado, escabechado (marinado) o 
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insuficientemente cocido (Torres  2012).
La anisakidosis  causada por nematodos de algunos 

géneros (Anisakis, Pseudoterranova, Contracaecum e 
Hysterothylacium) de la familia Anisakidae, es una de las 
mas severas y provoca enfermedad gástrica e intestinal 
y  reacciones alérgicas (Ceballos-Mandiola y col 2010), 
considerándose actualmente un riesgo emergente para la 
salud y seguridad alimentaria (Kleter y col 2009). La ani-
sakidosis humana causó alrededor de 31.575 casos en el 
mundo hasta 1996 (Takahashi y col 1998),  registrándose 
en Japón, Corea, Taiwán, Israel, Egipto, Omán, Tailandia, 
Holanda, Francia, España, Alemania, Bélgica, Noruega, 
Polonia, Reino Unido, Suecia, Dinamarca, Finlandia, 
Groenlandia, Canadá, Estados Unidos, Méjico, Puerto 
Rico, Venezuela, Perú, Chile, Australia, Nueva Zelandia, 
Samoa  y Tahití  (Takahashi y col 1998, Audicana y col 
2003, Jimenez-Huyke y col 2005, Shamsi y Butcher 2011, 
Torres 2012).  La mayoría de los casos de anisakidosis son 
causados por especies de  Anisakis  y Pseudoterranova  
(Adams y col 1997, Takahashi y col 1998, Audicana y col 
2003). Los productos de excreción y secreción de Anisa-
kis simplex (sensu lato) pueden ser resistentes al congela-
miento y cocción, causando cuadros alérgicos a consumi-
dores, cocineros  o procesadores de pescado  (Audicana y 
col 2003, Ventura y col 2008,  Lin y col 2012).

En Chile, entre las infecciones transmitidas por pe-
ces marinos, la anisakidosis es considerada  emergente 
y es provocada por larvas de Pseudoterranova sp. y Ani-
sakis sp., publicándose alrededor de 30 casos humanos 
(Torres y col 2007, Jofré y col 2008); dichas larvas han 
sido identificadas en 21 y 37 especies de peces, respec-
tivamente (Muñoz y Olmos 2008). La diphyllobothriosis  
por el cestodo Diphyllobothrium pacificum, con ciclo de 
vida  marino, se menciona  en 16 casos humanos en Chile 
(Sagua y col 2001); identificándose  plerocercoides de 
Diphyllobothrium sp. en truchas cultivadas, Oncorhyn-
chus mykiss, y  en salmones silvestres de retorno, Oncor-
hynchus kisutch (Torres y col 2010). En  corvinas, Cilus 
gilberti, congrio dorado, Genypterus maculatus y merlu-
za austral Merluccius australis, se han registrado plero-
cercoides del orden Diphyllobothridea, sin determinar su 
género  (Muñoz y Olmos 2008).

Otros parásitos de peces marinos de la costa de Chile 
(Muñoz y Olmos 2008), también han sido asociados a ries-
gos para la salud humana en el hemisferio norte. Productos 
somáticos, de excreción o secreción de larvas de cestodos 
del orden Trypanorhyncha  han demostrado tener efecto 
tóxico (Deardorff  y col 1984) y alergénico (Gómez-Mo-
rales y col 2008, Pelayo y col 2009). En pacientes espa-
ñoles, consumidores de pescado, con trastornos gastroin-
testinales y alérgicos se han observado pruebas cutáneas 
positivas a extractos antigénicos de Kudoa sp. (Myxozoa) 
(Martinez de Velasco y col 2008); también, el consumo de 
lenguados crudos (Paralichthys olivaceus), infectados con 
Kudoa septempunctata, ha sido responsable de brotes de 
gastroenteritis en Japón (Kawai y col  2012).

 Las larvas de anisákidos se localizan en los múscu-
los, vísceras y cavidad corporal de los peces pudiendo 
desplazarse, desde las dos últimas localizaciones, a los 
músculos después de muertos (Smith y Wootten 1975). 
Para descartar la presencia de larvas de anisákidos, la 
legislación de distintos países, como aquellos de la Co-
munidad Europea (Llarena-Reino y col 2012), Estados 
Unidos (FDA 2009),  o Chile (SERNAPESCA, 2012) 
recomiendan la inspección visual de los peces en los 
centros de procesamiento. En Chile,  los peces  frescos 
refrigerados de exportación se someten  a un examen me-
diante la técnica de candling para verificar la presencia 
de parásitos causantes de zoonosis, como larvas de anisá-
kidos y plerocercoides de Diphyllobothrium spp. (SER-
NAPESCA 2012). Por otra parte, el reglamento sanita-
rio de los alimentos (RSA 2011) señala que el pescado 
que se  comercialice para el consumo humano en el país, 
además de estar refrigerado, debe estar exento de pará-
sitos y sus quistes. En Chile, en peces comercializados 
frescos, como merluzas, Merluccius gayi y Macrouronus 
magellanicus, congrio colorado (Genypterus chilensis), 
lenguado (Paralichthys microps) y jurel, (Trachurus mur-
phyi) se efectuó un estudio cuantitativo  de  anisákidos en 
sus músculos (Torres y col 2000), mediante la técnica de 
compresión en placas. Más tarde, dicha técnica demostró 
una eficacia significativamente mayor respecto a la técni-
ca de candling en la búsqueda de Diphyllobothrium spp. 
en O. mykiss (Torres y Puga 2011). 

Merluccius australis, G. blacodes y la sierra, Thyrsi-
tes atun se encuentran entre las especies de peces de im-
portancia económica y de consumo frecuente en  Chile de 
las cuales se extraen alrededor de 25.000, 4.000 y 2.556 t 
anuales, respectivamente (Arana 2012). Las dos primeras 
especies se exportan frescas refrigeradas o congeladas, 
principalmente a España y Portugal, mientras que T. atun 
solo es de consumo interno. Si bien se mencionan estu-
dios parasitológicos generales en tales especies (Muñoz y 
Olmos 2008), no se registran trabajos a nivel del produc-
to comercializado fresco y refrigerado en los mercados 
nacionales, mediante aplicación de tecnologías de alta 
sensibilidad para detectar y cuantificar parásitos eucarió-
ticos en el tejido muscular.

Los objetivos de este estudio son: 1) Determinar los 
helmintos, myxozoos y microsporidios en músculos de 
la merluza austral, congrio dorado y sierra comercia-
lizados frescos en la ciudad de Valdivia (30°48´30´´S, 
73°14´30´´O) Chile, así como identificar aquellos de ries-
go potencial para la salud humana y 2) comparar la preva-
lencia e intensidad, abundancia y densidad media de infec-
ción por los taxones determinados en cada especie de pez.

MATERIAL Y MÉTODOS

Entre julio de 2008 y enero de 2009 se examinaron 
los músculos de 280 peces eviscerados y comercializados 
frescos en los mercados de la ciudad de Valdivia. En el 
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cuadro 1 se indican las especies, número de ejemplares 
examinados, longitud estándar y  peso corporal.

De cada pez, se separó la musculatura ventral  y dor-
sal  para examinar, cada una, en una mesa de candling 
con cubierta de vidrio de 30 x 60 cm y equipada con tres 
ampolletas de luz blanca de 25 W, situadas a 20 cm de-
bajo de la superficie de vidrio (candling 1), aislando cada 
parásito. Posteriormente, en cada porción muscular se 
hicieron cortes de 4 mm o menos, examinándose  en la 
mesa de candling (candling 2), y aislando los parásitos 
observados. Los cortes de cada región fueron finalmente 
observados mediante compresión manual entre dos pla-
cas de vidrio de 18 x 10 x 0,8 cm, usando un microsco-
pio estereoscópico y aislando los parásitos  determinados 
(Torres y Puga 2011). 

Las larvas de nematodos fueron fijadas en formalde-
hido de 4% en Na Cl de 1% (formol-salino) y diafaniza-
das en lactofenol para su estudio morfológico mediante 
microscopio de luz, de acuerdo a Berland (1961) y Pet-
ter y Maillard (1988). Los cistacantos de acantocéfalos 
fueron depositados en agua a 4 °C por 12 h, fijados y 
diafanizados de forma similar a los nematodos. Las 
larvas de cestodos fueron observadas en preparaciones 
frescas en microscopio estereoscópico y luego fijadas 
como los nematodos. Los plerocercoides de Trypanor-
hyncha fueron analizados directamente en microscopio 
estereoscópico. Los merocercoides, puestos en lacto-
fenol, fueron disecados,  observándose  detalles de sus 
tentáculos, botridios y otras estructuras del escólex en 
microscopio de luz. Para la identificación de las larvas 
de Trypanorhyncha se siguió a Robinson (1959) y Palm 
(2004). Con las metacercarias y los quistes de Myxozoa 
y Microsporidia se realizaron preparaciones microscó-
picas frescas con NaCl 0,15 M y observadas con mi-
croscopio de luz.  

La aplicación de los descriptores de prevalencia, in-
tensidad media, abundancia media y densidad media de 
infección  siguieron las recomendaciones de Bush y col 
(1997). Prevalencia corresponde al número de peces infec-
tados con uno o más individuos de una especie particular 

o grupo taxonómico dividido por el número de huéspe-
des examinados, expresada como porcentaje. Intensidad 
media es la media de parásitos de una especie o grupo 
taxonómico identificado en una especie de huésped divi-
dido por el número de individuos infectados. Abundancia 
media, a diferencia de la intensidad media, considera el 
total de individuos examinados de una especie de huésped. 
Densidad corresponde al número de  parásitos de un ta-
xón particular por cada 100 g de músculo en un individuo 
huésped. Densidad media es el promedio de densidades en 
el total de individuos examinados de una especie huésped. 

Para los análisis de prevalencia de infección, por el 
total de taxones parasitarios de cada especie de pez, se 
aplicó la prueba de χ2 de Pearson para dos o tres mues-
tras. El análisis de varianza mediante la prueba de Krus-
kall-Wallis fue usada para tres muestras y la prueba U 
de Mann Whitney, corregida por Bonferroni, se aplicó a 
pares de muestras (Sachs 1968), en las comparaciones de 
intensidad, abundancia y densidad media de infección. 
Para todas las pruebas, P < 0,05 fue considerada estadís-
ticamente significativa. Para los análisis de prevalencias 
se utilizó el programa EPI DAT 3.1TM Dirección Xeral de 
Saúde Pública de la Consellería de Sanidade, Xunta de 
Galicia, España/OPS-OMS.

RESULTADOS

La prevalencia de infección, al considerar el total de 
taxones identificados en cada huésped, mostró diferen-
cias significativas (P< 0,05) (cuadro 2). Las prevalencias 
de infección en M. australis  y G. blacodes fueron si-
milares (P > 0,05), pero, significativamente mayores (P 
< 0,05) respecto a T. atun  (cuadro 2). La intensidad, 
abundancia y densidad media de  infección,  por el total 
de taxones identificados en cada huésped, también mos-
traron diferencias significativas (P < 0,05); resultando la 
intensidad y abundancia media similar (P > 0,05) entre 
M. australis y G. blacodes, pero, significativamente ma-
yores (P < 0,05), respecto a T. atun (cuadro 2). La den-
sidad media resultó significativamente mayor  (P < 0,05) 

Cuadro 1. Especies, longitud estándar y peso de peces sin vísceras, comercializados y examinados parasitológicamente en la ciudad de 
Valdivia, Chile.
 Species, standard length, and weight of fish commersialised and examined for parasites in  the city of Valdivia, Chile.

Especies N° peces examinados Longitud estándar (cm)ᵃ Peso total (g)ᵃ

Merluccius australis

“merluza austral”

104 47,1 ± 7,4 

(34-64)

893,1 ± 357

(302-1779) 

Genypterus blacodes 

“congrio dorado”

81 66,5 ± 6,8 

(50-80)

1.335 ± 345

(746-2038)

Thyrsites atun

“sierra”

95 62,8 ± 8,6 

(51-96)

1.479 ± 605

(738-3683)

ᵃ media  ±  desviación estándar (mínima - máxima).
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Cuadro 2. Peso de los músculos y prevalencia e intensidad media, abundancia media y densidad media de infección en peces 
comercializados en la ciudad de Valdivia, Chile.
 Weight of muscles, prevalence and mean intensity, mean abundance, and mean density of infection in fish commercialised in the city of 
Valdivia, Chile.

Peces Peso músculos (g)ᵃ Prevalenciab Intensidada Abundanciaa Densidada

Merluccius

australis

406 ± 162,1

(88-994)

77/104 (74)ᵇ 43,6 ± 111,8

(1-850)

31,9 10,1

(250,7)

Genypterus

blacodes

418,6 ± 122,2

(178-738)

54/81 (66,7) 19,3 ± 36

(1-211)

12,8 3,3

(36)

Thyrsites

atun

537 ± 193

(127-1194)

18/95 (18,9) 17 ± 44

(1-149)

3,3 0,3   

(12,5)

ᵃ media ± desviación estándar (mínima máxima). ᵇ Peces infectados/examinados (% prevalencia). Comparaciones entre las tres especies de peces: χ2 = 
68,8 (P < 0,05); entre M. australis / G. blacodes: χ2=1,2 P < 0,05); M. australis / T. atun: χ2= 60,4  (P < 0,05);  G. blacodes / T. atun  χ2=41,2 (P < 0,05). 
Comparaciones de la  intensidad media (IM): χ2= 16,5 (P < 0,05), abundancia media (AM): χ2= 75,5 (P < 0,05) y densidad media (DM): χ2= 61,62 (P 
< 0,05) entre las tres especies. Comparaciones de IM entre  M. australis / G. blacodes U= 1614,5 (P > 0,05), M. australis / T. atun U= 298,5 (P < 0,05), 
G. blacodes / T. atun U= 278,5 (P < 0,05). Comparaciones de AM entre M. australis / G. blacodes U= 3479 (P >0,05), M. australis / T. atun  U= 1822,5 
(P < 0,05), G. blacodes / T.atun U= 1804 (P < 0,05). Comparaciones de DM entre M. australis / G. blacodes U= 3354,5 (P< 0,05), M. australis / T. atun 
U=2357 (P < 0,05), G. blacodes / T. atun U=2562 (P < 0,05).

en M. australis respecto a G. blacodes y T. atun;  en G. 
blacodes la densidad media fue significativamente mayor 
(P < 0,05) en relación a T. atun (cuadro 2). 

El número de taxones parasitarios identificados en 
cada huésped fluctuó entre 3 y 7, con cifra mayor en G. 
blacodes (cuadros 2-4). Las metacercarias en M. australis 
y G. blacodes solo fueron observadas mediante la técnica 
de compresión en placas (cuadros 3-4).

La mayor prevalencia, abundancia media  y densidad  
media de infección correspondieron a Kudoa sp. en M. 
australis. Los demás taxones presentaron  prevalencias, 
abundancias medias  y densidades medias de hasta 8,7%,  
7,6  y 0,5, respectivamente (cuadro 3). La intensidad me-
dia de infección por microsporidios  fue 8 veces mayor, 
respecto a  Kudoa sp. (cuadro 3). Pseudoterranova sp. 
presentó prevalencia, intensidad media y densidad media 
10, 10 a 14 y 93 a 140 veces mayor que en merluzas y 
sierras, respectivamente; alcanzando cifras máximas de 
35,7 larvas por 100 g de músculo (cuadro 4) .El congrio 
también presentó larvas de Anisakis sp. tipo I y tipo II 
con prevalencia, intensidad media, abundancia media 
y densidad media similares a la infección por Anisakis 
sp. tipo I de la merluza y la sierra, además de infección 
por Anisakis tipo II, con descriptores cercanos a los de 
Anisakis tipo I.  En los demás taxones la prevalencia e 
intensidad, abundancia y densidad media alcanzaron has-
ta un 21 %, 6,6, 1,4 y 0,3, respectivamente (cuadro 4). 
En T. atun las prevalencias de infección por los distintos 
taxones fluctuaron entre 5,3% y 8,4%, sin embargo, la 
intensidad, abundancia y densidad media de infección 
por merocercoides de Molicola sp. fueron 20 a 30, 30 y 
15 a 30 veces más elevadas que en el caso de las larvas 
de Pseudoterranova sp. o Anisakis sp. tipo I (cuadro 5).

DISCUSIÓN 

En el presente estudio se registran por primera vez en 
Chile, Pseudoterranova sp. y Molicola sp.  en T. atun y 
quistes de microsporidios en M. australis y G. blacodes . 
También, se registran por primera vez  metacercarias de 
trematodos en la musculatura de M. australis y G. bla-
codes, asi como, cistacantos de Corynosoma sp. en G. 
blacodes. 

De los taxones parasitarios identificados, las larvas de 
nematodos anisákidos, Pseudoterranova sp. y Anisakis 
sp. tipos I y II corresponden  a aquellas de mayor riesgo 
de transmisión al hombre (Torres 2012). Las tres especies 
de peces presentaron infección por nematodos anisákidos  
y otros parásitos, lo que no se ciñe al artículo 323 del 
Reglamento Sanitario de Alimentos (RSA 2011) que sos-
tiene que la carne de pescado comercializada para consu-
mo humano debe estar exenta de parásitos y sus quistes; 
por ello, el pescado fresco comercializado en Chile no 
debería utilizarse en la preparación de alimentos crudos. 
El congrio sería la especie de mayor riesgo en la trans-
misión de anisakidosis al consumidor por  presentar la 
mayor densidad media de infección por Pseudoterranova 
sp. y por ser la principal causa de anisakidosis humana 
en Chile (Torres y col 2007). La merluza, especie con 
elevada cuota de pesca y comercialización nacional y de 
exportación (Arana 2012), por su mayor densidad media 
de infección muscular por el total de taxones identifica-
dos, puede resultar difícil de comercializar  por la pre-
sencia de larvas de anisákidos y otros parásitos de efecto 
repulsivo para el consumidor.

La anisakidosis humana ha sido registrada en distintos 
países alrededor del mundo donde se consumen alimentos 
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Cuadro 3. Prevalencia, intensidad media, abundancia media y densidad media de infección por parásitos en músculos de Merluccius 
australis (n = 104) comercializados en la ciudad de Valdivia, Chile.
 Prevalence, mean intensity, mean abundance, and mean density of infection by parasites in the muscles of Merluccius australis (n = 104) 
commercialised in the city of Valdivia, Chile.

Parásitos Prevalenciaa Intensidadb Abundanciac  Densidadd

Trematoda

Digenea gen.sp. (m) 4 (3,8) 2,3 ± 2,2 

(1-6)

0.1 0,04 (1,8)

Cestoda

Hepatoxylon  trichiuri (p) 3 (2,9) 1 ± 0

(1-1)

0,03 0,01 (0,2)

Nematoda

Pseudoterranova sp.(l) 5 (4,8) 1,4 ± 0,9

(1-3)

0.07 0,03 (1,1)

Anisakis sp. tipo I (l) 9 (8,7) 1,1 ± 0,1 

(1-2)

0,1 0,03 (0,5)

Myxozoa

Kudoa  sp. (q) 76 (73,1) 33,1 ± 60,6

 (1-377)

24.2 8,1 (105)

Microsporidia gen. sp. (q) 3 (2,9) 263 ± 446,9

(3-779)

7,6   0,5 (43,5)

a = Prevalencia: peces infectados (porcentaje), b = intensidad media ± desviación estándar (mínima-máxima, c = abundancia media, d =densidad media 
por 100 g de músculo (densidad máxima); m = metacercarias, p = plerocercoides, l = larvas del tercer estadio, q = quistes con esporas.

Cuadro 4. Prevalencia, intensidad media, abundancia media y densidad media de infección por parásitos en músculos de Genypterus 
blacodes (n = 81) comercializados en la ciudad de Valdivia, Chile.
 Prevalence, mean intensity, mean abundance, and mean density of infection by parasites in muscles of Genypterus blacodes (n = 81) 
commercialised in the city of Valdivia, Chile.

Parásitos Prevalenciaa Intensidadb Abundanciac Densidadd

Trematoda

Digenea gen. sp. (m)  1 (1,2) 1 (1) 0,01 0,002 (19)

Nematoda

Pseudoterranova  sp.(l) 43 (53,1) 20,3 ± 39,4

(1-207)

10,8 2,8 (35,7)

Anisakis sp. tipo I (l) 6 (7,4) 1 ± 0,8

(1-3)

0,1 0,02 (0,4)

Anisakis  sp. tipo II   (l) 4 (4,9) 1,8 ± 1,5 

(1-4)

0,1 0,02 (0,8)

Acanthocephala

Corynosoma  sp. (c)   1 (1,2) 1 (1) 0,01 0,002 (0,1)

Myxozoa

Kudoa sp   (q). 17 (21) 6,6 ± 5,9

(1-23)

1,4 0,3 (3,7)

Microsporidia gen. sp.  (q) 13 (16) 3,1 ± 5,5

(1-21)

0,5 0,1 (4,5)

a = Prevalencia: peces infectados (porcentaje), b = intensidad media ± desviación estándar (mínima-máxima), c = abundancia media, d = densidad media 
por 100 g de músculo (densidad máxima); m = metacercarias, l = larvas del tercer estadio, c = cistacanto, q = quistes con esporas.
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Cuadro 5. Prevalencia, intensidad media, abundancia media y densidad media de infección por parásitos en músculos de Thyrsites atun 
(n = 95) comercializados en la ciudad de Valdivia, Chile.
 Prevalence, mean intensity, mean abundance, and mean density of infection by parasites in muscles of  Thyrsites atun (n = 95) commercialised 
in the city of Valdivia, Chile.

Parásitos Prevalenciaa Intensidadb Abundanciac Densidadd

Cestoda

Molicola  sp. (m) 8 (8,4) 36 ± 58,4 
(1-148)

3 0,3 (12,4)

Nematoda

Pseudoterranova sp. (l) 5 (5,3) 1,8 ± 0,8 
(1-3)

0.1 0,02 (0,8)

Anisakis sp. tipo I (l) 7 (7,4) 1(1) 0.1 0,01 (0,3)

a = Prevalencia: peces infectados (porcentaje), b = intensidad media ± desviación estándar (mínima-máxima), c = abundancia media, d = densidad media 
por 100 g de músculo (densidad máxima); m = merocercoides, l = larvas del tercer estadio.

a base de pescado crudo (Takahashi y col 1998, Audicana 
y col 2003, Jimenez-Huyke y col 2005, Shamsi y Butcher 
2011), incluido Chile  donde la infección ha sido conside-
rada emergente, resultando ser el país sudamericano con 
mayor número de casos publicados (Torres y col 2007). 

La incidencia de anisakidosis humana también se ha 
incrementado en los últimos años en  Estados Unidos y 
Canadá (Audicana y Kennedy 2008), en especial aquella 
causada por Pseudoterranova spp., al igual que en Chi-
le (Torres y col 2007). Por el contrario, la anisakidosis 
por Anisakis spp. es más frecuente en Japón y Europa 
(Audicana y Kennedy 2008), donde se diagnostican 
alrededor de 20.000 casos anualmente (Hochberg y Hamer  
2010). En España la anisakiosis se considera la infección 
por nematodos más prevalente, con seroprevalencias de 
0,4% en la región de Galicia y de 15,7% a 22,1% en la 
región sur, atribuyéndose tales diferencias al hábito de 
consumo de pescado y a la prevalencia de infección 
en los peces consumidos en ambas regiones (Puente y 
col 2008). La mayor frecuencia de casos humanos de 
pseudoterranovosis o anisakiosis en distintas regiones 
geográficas podría estar relacionada con variaciones en 
la distribución geográfica de las especies de Anisakis y 
Pseudoterranova (Mattiucci y Nascetti 2008). En Chile, 
la fuente de infección habitualmente se encuentra asocia-
da  al consumo de cebiche y  pescado frito  (Torres y col 
2007), registrándose también algunos casos asociados al 
consumo de pescado ahumado (Mercado y col 1997) o 
sushi (Mercado y col 2001). En el 80% de los casos co-
nocidos en Chile, el paciente ha eliminado las larvas por 
la boca, en el resto de los casos las larvas han sido extraí-
das por gastroscopia o han sido eliminadas con las heces 
(Torres y col 2007). 

Las larvas de anisákidos en los peces comercializados 
también tiene un impacto económico sobre la industria 
por la pérdida que ocasiona su detección y extracción de 

los músculos del bacalao (Gadus morhua) y otros peces 
demersales como ha sido demostrado en la costa atlántica 
de Canadá, calculándose una pérdida de 27 a 50 M de 
dólares anualmente (McClelland 2002).

La diferenciación de las L3 de las especies de Pseu-
doterranova y Anisakis es posible mediante la aplicación 
de pruebas moleculares, las características morfológicos 
utilizadas en el presente trabajo (Petter y Maillard 1988) 
son similares para las 8 especies conocidas, P. decipiens 
(sensu stricto), P. azarasi, P. bulbosa, P krabei, P. cetico-
la, P. cattani, P. kogiae y P. decipiens E (Mattiucci y Nas-
cetti 2008). Las características morfológicas de las L3 de 
Anisakis tipo I  (Berland (1961) son similares para A. 
simplex (sensu stricto), A. pegreffi, Anisakis simplex C, A. 
typica, A. nascetti y A. ziphidarum, mientras que aquellas 
de Anisakis tipo II (Berland 1961) pueden corresponder 
a A. physeteris, A. brevispiculata y A. paggiae (Mattiuc-
ci y Nascetti 2008). En Chile, se han identificado L3 de  
P. cattani, A. pegreffi y A. simplex C en peces, mediante 
técnicas moleculares (Mattiucci y Nascetti 2008).

Las diferencias respecto a los descriptores de infec-
ción entre los distintos huéspedes, podría estar asociado  
a las diferencias de ambientes que ocupan, G. blacodes 
(bentónico), M. australis (bento-demersal) y T. atun (pe-
lágico) lo que determina su dieta y por ende los tipos de 
huéspedes intermediarios/paratenicos que transmiten la 
infección. En el hemisferio norte, las L3 de  Pseudoterra-
nova decipiens (sensu lato) se presentan  en diversos in-
vertebrados que sirven de alimento a los peces, tales como 
crustáceos copépodos, misidáceos, anfípodos, isópodos, 
decápodos y cumáceos, así como, poliquetos y gaste-
rópodos (Anderson 2000). Las L3 de Anisakis simplex  
(s. l.) han sido identificadas en crustáceos eufaúsidos y 
en cefalópodos (Anderson 2000). En Chile, la dieta de G. 
blacodes está principalmente constituida por el langosti-
no colorado  (Bahamonde y Zavala 1981) a diferencia de  
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M. australis  que consume principalmente crustáceos eu-
faúsidos y copépodos y T. atun que consume principal-
mente eufaúsidos, así como peces teleósteos (Bahamonde 
1951). El papel de dichos invertebrados en la transmisión 
de anisákidos a los peces se desconoce en Chile.

Solo en dos de los estudios previos sobre las especies 
de peces examinados (Muñoz y Olmos 2008) se especi-
ficó el procedimiento de búsqueda (técnica de candling) 
de los parásitos en los músculos,  encontrándose  uno de 
cinco ejemplares de G. blacodes infectados con Anisakis 
sp. (Torres y col 1983) y prevalencias de 3% e intensi-
dad y abundancia media de 1,5 y < 0,1 de infección por  
P. decipiens (sensu lato), respectivamente en M. australis 
(González y Carvajal 1994). Entre los helmintos también 
se menciona la presencia de P. decipiens en músculos de 
G. blacodes y Lacistorhynchus sp., Grillotia heptanchi, 
Hepatoxylon trichiuri y  Kudoa sp. en M. australis (Gon-
zález y Carvajal 1994, Muñoz y Olmos 2008).

En Chile, el pescado fresco es refrigerado (entre 0 y 
4 °C) o es tratado con un golpe de frío alcanzando has-
ta  -3 °C en la superficie del producto  (SERNAPESCA 
2011), sin embargo, dichas temperaturas permiten que 
las larvas de anisákidos permanezcan viables. Las larvas 
de anisákidos mueren en la carne mediante cocción sobre 
65 °C por 10 min como mínimo y en microondas a 77 °C 
(Adams y col 1999) o por  congelamiento a -20 °C por 
7 d o -35 °C o menos hasta congelar, almacenando a -35 
°C o menos por 15 h o  a -20 °C o menos por 24 h, me-
didas adecuadas para  peces de hasta 15,2 cm de grosor 
(FDA 2011). La Comunidad Europea recomienda -20 °C, 
aplicada en todas las partes del producto, por no menos 
de 24 h (Audicana y Kennedy 2008). Sin embargo, las 
aplicaciones reseñadas pueden variar según el huésped, 
el parásito y las porciones del pescado en procesamiento 
(Adams y col 2005). Lo importante en la aplicación tér-
mica es que alcance todas las partes del producto y para 
ello es posible que en algunos casos se requiera más de 
24 h (Wharton y Aalders 2002). Aunque, el tratamiento 
térmico del pescado previene la transmisión de larvas de 
anisákidos, los antígenos del parásito pueden resultar ter-
moestables, lo que no evita las reacciones alérgicas (Au-
dicana y Kennedy 2008, Ventura y col 2008). Rodriguez-
Mahillo y col (2010) observaron que los alergenos de A. 
simplex se preservan en los peces por 11 min a -20 °C 
y también en las merluzas después de cocinar. Las tem-
peraturas elevadas provocan  daño en la cutícula de las 
larvas resultando susceptibles  a la acción enzimática del 
estómago, causando su muerte y liberación de antígenos 
somáticos  (Adams y col 1999, Tejada y col 2006). El 
uso de presión hidrostática, como método alternativo, ha 
sido eficiente en el tratamiento de la carne para matar las 
larvas de A. simplex (Molina-García y Sanz 2002, Brutti 
y col 2010), aunque, su aplicación a filetes de salmón  
afecta el color de la carne (Dong y col 2003). También, 
el tratamiento con ácido acético de 10% y lavado por una 
hora puede garantizar la destrucción de las larvas de Ani-

sakis spp. en Engraulis encrasicholus, resultando más 
económico, sin afectar la apariencia, color y textura de la 
carne (Sanchez-Monsalvez y col 2005). 

De los demás taxones identificados en los peces exa-
minados, ninguno ha sido comprobado como causante de 
zoonosis, aunque en algunos casos otras especies perte-
necientes a los géneros u otros taxones identificados en 
el presente estudio también han sido relacionados con 
zoonosis pero de manera accidental. Así por ejemplo, 
solo se ha registrado un caso accidental de infección por 
el acantocéfalo Corynosoma strumosum en un esquimal 
de Alaska (Coombs y Crompton 1991) y un caso en un 
niño que eliminó espontáneamente con sus heces un 
plerocercoide de una especie no identificada de Hepa-
toxylon, ingerida al consumir pescado crudo (Deardorff 
y col 1984). Asimismo, los productos somáticos de me-
rocercoides de Gymnorhynchus gigas (Trypanorhyncha) 
pueden causar reacciones alérgicas en un modelo murino 
(Rodero y Cuéllar 2000) y los estudios experimentales en 
ratones  sugieren que los  extractos crudos de merocer-
coides de Molicola horridus contienen moléculas aler-
génicas que constituyen riesgo para los consumidores de 
pescado (Gómez-Morales y col 2008, Pelayo y col 2009). 
Martínez  de Velasco y col (2008), en pacientes con sínto-
mas gastrointestinales  o alérgicos,  observaron  reacción 
cutánea a extractos de Kudoa sp., después de consumir 
pescado. En Japón, se identificó K. septempunctata como 
responsable de repetidos brotes  de gastroenteritis ocu-
rridos desde 2003 y  asociados al consumo del lenguado  
P. olivaceus  (Kawai y col 2012). En el presente estudio, 
la presencia de Kudoa sp. en un elevado porcentaje de 
merluzas así como en un porcentaje menor de congrios 
hace necesario estudiar el posible efecto de estos pará-
sitos en modelos experimentales, de manera similar a  
K. septempunctata (Kawai y col 2012), con el fin de eva-
luar su potencial riesgo para la salud. 

Algunos autores plantean que el consumo de pesca-
do crudo podría favorecer la transmisión de microspo-
ridiosis humana (Slifko y col 2000). De las 15 especies 
de microsporidios identificadas en el hombre (Didier 
2005, Choudhary y col 2011, Meissner y col 2012), solo  
Pleistophora ronneafiei pertenece a un género que inclu-
ye 26 especies (Lom 2002) descritas en músculos de pe-
ces. Sin embargo, actualmente se desconoce la fuente de 
infección humana por P. ronneafiei, sospechándose que 
corresponda muy probablemente a una especie de pez 
(Cali y Takvorian 2003, Liu 2011). Finalmente, el escaso 
número de metacercarias encontradas en los músculos de 
las merluzas y congrios podrían corresponder a estados 
que completan su desarrollo en peces, aves o mamíferos 
predadores y su papel como zoonosis requiere de trabajos 
experimentales. En Chile, los estudios de metacercarias 
en músculos de peces marinos o de estuarios son muy 
escasos registrándose solo metacercarias de Manteria sp., 
en el chancharro, Caprodon longimanus, y de Ascocotyle 
(Phagicola) longa en la lisa Mugil cephalus (Muñoz y 
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Olmos 2008), esta última especie es causa de una zoono-
sis emergente en el hombre y desarrolla  su estado adulto 
en mamíferos y aves piscívoras presentando sus estados 
larvarios en el molusco Heleobia australis y en peces 
(Mugil spp.) (Portes-Santos y col 2013). En Chile, la in-
fección por Ascotyle (Phagicola) sp.  ha sido registrada 
en gatos y perros de la ciudad de Valdivia (Torres y col 
1972,1974), en un 91,4% de ejemplares examinados de 
M. cephalus de Concepción (Fernández 1987) y en perros 
y casos humanos en Brasil (Chieffi y col 1990, 1992).

Los resultados confirman en tres especies de peces 
que son de alto consumo en el sur de Chile, la existen-
cia de distintos parásitos eucarióticos, algunos causan-
tes de zoonosis que representan una fuente de infección 
para los consumidores de pescado crudo. En Japón, el 
personal que procesa y prepara el pescado debe cumplir 
con estrictos estándares para recibir una licencia guber-
namental y desempeñarse laboralmente (Kure y Yokoi 
1989). En España, se exige congelar el pescado, previo 
a la preparación de platos crudos (BOE, 2006), derivado 
de la alta incidencia de anisakidosis (Audicana y Kenne-
dy 2008). En Chile, debido al incremento del consumo 
de pescado crudo y las características emergentes de la 
anisakidosis, debería exigirse la congelación del pescado 
previo a la preparación de alimentos crudos. Asimismo, 
debería capacitarse y certificar el desempeño de las per-
sonas que procesan, limpian y preparan el pescado crudo, 
con conocimiento  para separar eventuales larvas de los 
parásitos durante su manipulación. Con lo anterior, debe 
reforzarse la educación sanitaria de la población para 
crear conciencia sobre el adecuado tratamiento térmico 
del pescado y así lograr su inocuidad, evitando riesgos 
para su salud. 
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