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1. INTRODUCCIÓN 

La familia Anisakidae, incluye nematodos redondos, de cuerpo no segmentado, parásitos de
peces capaces de producir problemas clínicos en los humanos como consecuencia del consumo
de pescado parasitado. En conjunto, la enfermedad recibe el nombre de anisakidosis o
anisaquiosis; si la parasitación implica los géneros Anisakis, Pseudoterranova y Contracaecum,
las denominaciones correctas son, respectivamente, anisakiosis (anisaquiosis),
pseudoterranovosis y contracecosis [1]. 

En el género Anisakis se incluye A. simples y, de menor interés por la frecuencia de su
implicación, A. physeteris. A. simples se considera un complejo, al que se acostumbra a referir
como A. simplex ‘sensu lato’ (s.l.), que incluye A. simplex ‘sensu stricto’ (s.s) (A. simples B),



A. pegreffi (A. simples A) y A. simples C. Aunque no se dispone de mucha información al
respecto, parece que por su abundancia en el hemisferio norte, A. simples (s.s.) es la especie
más importante desde el punto de vista sanitario. 

1.1. Ciclo biológico 

El parásito adulto suele encontrarse en el estómago de gran variedad de mamíferos marinos
que actúan como hospedadores definitivos, en particular cetáceos (delfines, ballenas,
marsopas, orcas, narvales, cachalotes, etc.) y más raramente pinnípedos (focas, leones
marinos, morsas, etc.). Los huevos del parásito, no embrionados, acceden al agua de mar
envueltos en las heces y en este medio tiene lugar su desarrollo embrionario que necesita de
dos mudas (L1 a L2 y L2 a L3), las cuales se producen dentro del huevo y, ya en forma de L3,
se liberan al medio después de la eclosión. 

Las L3 pueden sobrevivir en el agua no más de 1 semana a 24ºC y hasta 14 semanas a una
temperatura de 4-10ºC. Para que el ciclo continúe han de ser ingeridas por un hospedador
intermediario, bien directamente (en el caso de eufásidos, un tipo de pequeños crustáceos) o
indirectamente a través de un copépodo que actúa como un hospedador de transporte (o
paraténico) que sirven como alimento a los crustáceos. En los crustáceos, las L3 pierden su
vaina cuticular y completan su desarrollo en el hemocele. 

Los crustáceos eufásidos o los copépodos sirven de alimento de peces teleósteos
(principalmente) y cefalópodos, a los que pasan las L3 y se comportan como nuevos
hospedadores paraténicos de esta fase. Una vez ingeridas, en el caso de los calamares por
ejemplo, las L3 se implantan en la pared externa del estómago o en la musculatura del
manto, mientras que en los peces teleósteos forman espirales bajo el tejido conectivo del
hígado y otras vísceras, sin descartar su integración en la musculatura esquelética o
moviéndose libremente en la cavidad corporal. 

Entre las numerosas especies de peces y cefalópodos en las que se han descrito
parasitaciones por la L3 de A. simples, algunas son de importancia comercial como el
arenque, la sardina, el boquerón, el bacalao, el salmón, la merluza, el abadejo, el rape, el
bonito, la caballa, el rodaballo, la bacaladilla, el besugo, la gallineta, la brótola, el calamar,
etc., con índices de parasitación importantes, que en algunos casos llegan al 30% o más [2].
Se ha descrito una cierta relación entre grado de parasitación y la edad y tamaño del pez,
aunque (al menos en algunos casos, como en el bacalao) también se citan límites. 

Las larvas L3 pueden observarse enrolladas en espiral plano en el músculo o vísceras de los
peces o cefalópodos. Morfológicamente su cuerpo es cilíndrico, blanquecino y de unos 30 mm
de longitud; sin embargo, cuando están encapsuladas en la musculatura de los peces, varía
su aspecto, adaptando en ocasiones un color pardo [3]. 

El ciclo se completa cuando los hospedadores definitivos (cetáceos y pinnípedos,
fundamentalmente) ingieren los intermediarios portadores de L3. En los mamíferos marinos
las L3 penetran en la mucosa del estómago y ahí sufren las dos últimas mudas (L3 a L4 y L4 a
L5) alcanzando la forma adulta y la madurez sexual. 

El hombre es un hospedador ocasional, debido a la ingestión de pescados contaminados. En él
la larva L3 no puede completar su ciclo vital. El contagio y la transmisión de A. simples y de la
anisaquidosis correspondiente se asocia al consumo de pescado crudo o ligeramente curado o
condimentado. Son hábitos alimentarios que se corresponden sobre todo con culturas
orientales, como sucede en Japón, pero también en otros lugares. De este modo el consumo
de sushi o de sashimi en el caso del Japón, de arenques salados o escabechados en el de
Holanda, de gravlax en Noruega, Finlandia o Suecia, de boquerones en vinagre en España, de
lomi-lomi en Hawai o de ceviche en varios países de América latina, se atribuye
habitualmente como causa probada de contagio. En ocasiones también se han considerado los
moluscos (mejillón, ostra) y crustáceos (langosta, cigala) como posibles transmisores, aunque
no ha podido confirmarse. 

1.2. Antígenos (alergenos) de Anisakis 

Las L3 y L4 de A. simples incluyen muchos componentes antigénicos con capacidad para
inducir una respuesta inmune por parte del hospedador parasitado, aunque su grado de
adaptación evolutiva hace que la variabilidad sea la norma habitual, tanto en dependencia del
parásito como del hospedador. 

Desde el punto de vista estructural y funcional A. simples agrupa tres tipos de antígenos: 



1. Antígenos Somáticos. Son los antígenos más abundantes con un peso molecular entre
13-150 kDa. Algunas de estas proteínas presentan reactividad cruzada con otros
ascáridos. Estos antígenos se obtienen por homogeneización de las larvas enteras y
contienen todas las proteínas solubles del parásito [4]. 

Sólo resultan funcionales después de la muerte y degradación histolítica del parásito. 

2. Antígeno ES (de excreción-secreción). Son moléculas procedentes del propio parásito y
que se liberan al medio durante la infección. Se sintetizan en dos estructuras
corporales, la glándula esofágica dorsal o las células secretoras del tracto digestivo, las
cuales constituyen la mayor fuente de enzimas histolíticas (con actividad proteolítica e
hialuronidasa). Estas moléculas ayudan al parásito a penetrar en la mucosa gástrica y
pueden degranular mastocitos en ratones sensibilizados. Los anticuerpos frente a estos
antígenos son los primeros en aparecer [5]. Este complejo antigénico puede obtenerse
mediante incubación de las larvas vivas en un medio de cultivo apropiado durante
largos periodos de tiempo en el que es liberado por las larvas [4, 6]. Los pesos
moleculares de las proteínas de este antígeno son diversos, pero se ha demostrado
que las de bajo peso molecular (14, 17 y 18 kDa) sólo son reconocidas por los sueros
de los ratones infectados con la larva viva del A. simplex. Una explicación puede ser
que los antígenos con bajo peso molecular se producen únicamente cuando la larva
esta viva [5]. 

3. Antígenos de Superficie. Corresponden a moléculas expresadas en la cutícula del
parásito, que también se encuentran en otros nematodos. Este antígeno se expresa
cuando ha tenido lugar la ecdisis, es decir, la transición interlarvaria (de L3 a L4).
Aunque se ha sugerido que son menos antigénicas y específicas que los antígenos ES y
somático, se ha demostrado en estudios recientes que son fuente de muchas proteínas
reconocidas por los anticuerpos del ratón infestado. Posiblemente estas moléculas
juegan un papel importante en el desarrollo de un estímulo crónico, como en el caso
de los granulomas [7]. 

La mayor abundancia y funcionalidad en la respuesta inmune corresponde a los antígenos
somáticos o internos. Entre estos se incluyen numerosas proteínas de tamaño variable, entre
13 y 150 kDa. Las moléculas más pequeñas sólo son reconocidas por el suero de animales
infectados experimentalmente con larvas L3 vivas, lo que sugiere su producción en el curso
de la infección. En A. simples se ha descrito un antígeno complejo de pequeño tamaño (14
kDa), de origen tanto ES como somático, cuya función principal parece relacionarse con el
transporte de lípidos en el líquido seudocelómico y tejido conectivo. También se ha observado
que mientras los antígenos ES y de superficie son poco específicos, los somáticos lo son
mucho más, considerándose componentes muy conservados durante el proceso de desarrollo
del parásito [8]. 

En el suero de pacientes con anisakiosis se detectan grandes cantidades de IgE específica
para determinados antígenos de A. simples, por lo que se considera que se trata de
verdaderas reacciones de hipersensibilidad o alergia de tipo I (inmediata). En el pasado
reciente ha existido cierta controversia acerca del origen de los alergenos de A. simples, ya
que varios informes preliminares [9, 10] sostenían la relación entre antígenos termoestables,
procedentes de larvas muertas capaces de soportar las condiciones del cocinado, y la
presencia de las manifestaciones alérgicas en pacientes sensibilizados. Más recientemente, sin
embargo, diversos experimentos parecen concluir que sólo la presencia de larvas vivas en el
pescado de consumo pueden originar respuestas alérgicas [11-13] y que aquellos casos en los
que se descubre IgE específica en un paciente, sin presencia aparente de síntomas, deben
interpretarse, simplemente, como situaciones de parasitación que pasaron desapercibidas
[14, 15]. Parece, por lo tanto, que es necesaria la infección activa para que se desencadene
una reacción alérgica o, lo que es lo mismo, que los alergenos de A. simplex sólo interactúan
con el sistema inmune del hospedador cuando el parásito los inocula en sus tejidos. 

Se han identificado, al menos, cuatro antígenos con capacidad alergénica (alergenos
principales) [16] que incluyen productos de peso molecular (PM) relativamente pequeño. Ani
s 1 posee un PM de 24 kDa [17] y se ha encontrado en la glándula excretora, constituyendo
el antígeno SE citado [18]. 

Ani s 2, también denominado paramiosina, se encuentra en el cuerpo de la larva y tiene un
PM de 97 kDa [19]. Ani s 3 corresponde a una tropomiosina, con un PM de 41 kDa [20, 21].
Ani s 4 es un alergeno de bajo PM (9 kDa) procedente del cuerpo de la larva, resistente al
calor y a la pepsina, lo que podría explicar la aparición de síntomas después de la ingestión de
pescado bien cocido o en conserva [22]. Mención aparte merece la aportación de Lorenzo [14]
acerca de la presencia de alergenos de alto peso molecular, de hasta 154 kDa, reconocidos
por el anticuerpo monoclonal UA3 que además de inducir fundamentalmente IgE, parece que



también potencian la formación de IgG4 e IgG1. 

1.3. Aspectos clínicos y diagnósticos 

El hombre se contagia cuando consume pescado crudo o insuficientemente cocinado,
parasitado con L3. Pueden encontrarse L3 en el tracto gastrointestinal humano, en el que
incluso se han descrito L4 y formas de transición L3 a L4, lo que prueba que aunque no se
trata de un hospedador definitivo ideal, si permite que, en condiciones adecuadas, continúe el
desarrollo larvario. 

En contraste con otras infecciones por nematodos, la enfermedad puede deberse a un solo
parásito, aunque se han descrito infestaciones masivas [23, 24]. 

Los síntomas se desarrollan como resultado de una reacción inflamatoria, cuando la cabeza de
la larva se adhiere o penetra en la mucosa del tubo digestivo. Las manifestaciones clínicas
dependerán de la zona del tubo digestivo donde se localice la larva y del tipo de reacción a
que de lugar. 

El sitio de localización más frecuente es el estómago [25, 26] o, también, el intestino [27,
28]. La anisaquiosis gástrica se caracteriza por dolor abdominal de tipo cólico, localizado en
epigastrio, que puede acompañarse de náuseas, vómitos y, si también afecta al intestino
delgado, de alteraciones del ritmo intestinal. En este caso, el diagnóstico puede confirmarse
mediante endoscopia, con visualización del parásito, cuya extracción hará desaparecer los
síntomas. Cuando el proceso presenta un curso crónico, la formación de abscesos o
granulomas gástricos [29] o intestinales puede simular cuadros de pseudoobstrucción
intestinal, apendicitis aguda o episodios de enfermedad inflamatoria intestinal [30-32]. Se
han descrito cuadros extradigestivos en relación con la penetración de la larva a través de la
pared del tubo digestivo y su migración a pulmón, hígado u otros órganos [33]. 

La larva de A. simples puede producir también una reacción alérgica de tipo inmediato,
mediada por IgE, dando lugar a manifestaciones sistémicas que van desde la urticaria o
angioedema hasta el choque anafiláctico [34, 35]. Se han descrito casos de enfermedad
ocupacional (asma y conjuntivitis) por sensibilización a A. simples [36, 37], así como
dermatitis de contacto [38] y artralgias tras la exposición al parásito [39]. En la historia
clínica de estos pacientes es característico el antecedente próximo (minutos u horas) de la
ingestión de pescado fresco o poco cocinado; asimismo, refieren buena tolerancia en varias
ocasiones al pescado aparentemente implicado. 

Algunos pacientes presentan un cuadro mixto de urticaria y/o angioedema (síntomas
alérgicos) acompañado de clínica abdominal (epigastralgia, vómitos, etc.), que se ha descrito
como “anisaquiosis gastroalérgica” [11, 40]. En esta situación los síntomas digestivos suelen
preceder a los de estirpe alérgica, con una latencia media respecto a la ingestión del pescado
parasitado de 3 horas y 5 horas, respectivamente. 

El hemograma suele permanecer dentro de los parámetros establecidos como normales,
aunque la fórmula leucocitaria puede mostrar leucocitosis con neutrofilia y eosinofilia no muy
intensa, observándose en algunos casos un aumento posterior de la cifra de eosinófilos a
partir de las 24 horas del inicio del cuadro clínico. Las determinaciones bioquímicas no suelen
verse alteradas, salvo que sean secundarias a complicaciones del tipo pseudo-obstrucción
(vómitos de repetición). Los niveles séricos de proteína catiónica del eosinófilo pueden estar
muy elevados, aunque esta determinación no es de uso habitual [41]. 

Las pruebas de diagnóstico por imagen no suelen ser necesarias. En los cuadros intestinales
sería de elección la ecografía, aunque los signos observados son inespecíficos: engrosamiento
de la pared intestinal, líquido libre, estrechamiento de la luz y disminución del peristaltismo
[41]. 

En todas estas situaciones se obtiene una prueba cutánea positiva, realizada, como norma
general, mediante punción (prick-test) frente a antígeno somático de A. simplex. Se
acompaña de unos valores elevados de IgE específica para A. simplex, y de una importante
elevación de la tasa de IgE sérica total [42, 43]. Sin embargo, estos datos tienen una baja
especificidad y no constituyen, por sí mismos, un signo de enfermedad o de parasitación
actual por A. simples, sino que deben valorarse en el contexto de los antecedentes y del
cuadro clínico del paciente. A diferencia de otras situaciones como, por ejemplo, la alergia
alimentaria, la prueba de provocación no es útil ni practicable, ya que, obviamente, no es
posible utilizar larvas vivas y, con larvas muertas, no se ha conseguido reproducir los
síntomas [13, 44]. 



La determinación seriada de IgE total y de IgE específica frente a A. simples puede ser útil en
el diagnóstico de la parasitación aguda. Daschner et al. [45] determinaron ambos parámetros
a las 24 horas y un mes después de la reacción, objetivando un incremento de la IgE total en
un 85,36% (35/41) de pacientes y de la IgE específica en el 90,24% (37/41). En el 89% de
los pacientes con gastroscopia positiva se produjo un aumento de IgE total y específica
(p=0,02), siendo éste mayor que el de los pacientes de gastroscopia sin hallazgo de parásito. 

En la baja especificidad de prueba cutánea e IgE específica tiene considerable importancia la
presencia de determinados antígenos, como tropomiosina, en las larvas de A. simples. Se ha
relacionado a la tropomiosina existente en el A. simples con la reactividad cruzada que
presenta este parásito con otros artrópodos como Blatella germanica y Chironomus spp.
Larvae, demostrada mediante estudios de inhibición de fijación de IgE específica e inhibición
de inmunotransferencia [46]. También estaría relacionada con los ácaros, en mayor medida,
Acarus siro y Tyrophagus putrescientae, la cucaracha y la gamba [20, 47]. 

En diversos estudios, basados en técnicas de ELISA y de inmunotransferencia, se ha
considerado al antígeno somático como responsable de la existencia de reactividad cruzada
entre el A. simples y otros nematodos, como Ascaris suum, Toxocara canis, Hysterothylacium
aduncum, Trichinella spiralis y Trichuris muris [48, 49]. También están presentes en otros
nematodos las enzimas con grupo biotina contenidas en los extractos del antígeno somático
del A. simplex [50]. 

Los carbohidratos del extracto de A. simples utilizado para el diagnóstico pueden ser los
responsables de los falsos positivos de las pruebas diagnósticas. La reactividad cruzada
existente entre el antígeno de cuerpo entero de A. simplex con otros alergenos, hace
necesaria la utilización de otros antígenos para la realización de las pruebas cutáneas y la
determinación de IgE específica, con el objetivo de disminuir la elevada tasa de falsos
positivos. El tratamiento previo con periodato (sustancia que destruye las estructuras
carbohidratadas) hace desaparecer una banda de peso molecular medio reconocida en
inmunotransferencia por sujetos asintomáticos [51]. Otros autores, usando anticuerpos
monoclonales han obtenido los mismos resultados. Al eliminar los epítopos o-glicanos para el
monoclonal UA3, anticuerpo que reconoce dos proteínas de peso molecular de 139 y 154 kDa
del A. simples, desaparece en gran medida el problema de la reactividad cruzada [52]. 

Algunos datos parecen indicar que la utilización selectiva del antígeno secretor-excretor puede
aumentar considerablemente la especificidad de las técnicas diagnósticas, ya que sólo se
detecta IgE específica frente a este alergeno en pacientes con anisaquiosis gástrica o
gastroalérgica [53], pero no es una proteína reconocida por el suero de individuos
asintomáticos con prueba cutánea e IgE específica positivas frente al antígeno de cuerpo
entero de A. simples [17]. 

2. EPIDEMIOLOGÍA DE LAS REACCIONES ALÉRGICAS POR ANISAKIS. FACTORES
ASOCIADOS. 

La anisaquiosis es un problema sanitario especialmente importante en aquellos países con
elevado consumo de pescado. Es en Japón, por razones obvias (consumo de pescado crudo),
donde se contabilizan más del 95% del total de casos denunciados en el mundo. En su
conjunto, la cifra de casos descrita en EE.UU. y Europa se puede considerar discreta
(alrededor de 50 casos en EE.UU. y unos 600 en Europa) aunque en el viejo continente la
casuística se concentra en algunos países concretos como Holanda, Alemania, Francia o
España con una tendencia que se considera creciente, entre otras razones, por el mejor
conocimiento de la enfermedad por parte de los médicos y la disponibilidad de mejores
instrumentos para llevar a cabo el diagnóstico (por ejemplo la toma de muestras por
endoscopia), así como por el desarrollo creciente de una metodología de laboratorio cada vez
más sensible y específica, sin olvidar la globalización del suministro de alimentos. En España
los primeros casos notificados de anisaquiosis y alergia debidos a A. simples se refirieron en
1991 y 1995 [9, 54]. 

La frecuencia y distribución de los problemas clínicos derivados de la exposición a Anisakis
puede inferirse a partir de tres fuentes de información: 

La distribución de la contaminación de los alimentos, ya sea en origen (crudos) o
después de preparados para el consumo. 

La distribución de anticuerpos (IgG e IgE) frente a A. simples en sujetos asintomáticos,
en la población general o en sujetos que consultan en el sistema sanitario por cuadros
gastrointestinales o alérgicos. 



La distribución de las formas clínicas derivadas de la infestación, tanto la anisaquiosis
invasiva como los cuadros alérgicos (urticaria, angioedema, etc..) en población
consultante en el sistema sanitario. 

La infección por A. simples presenta distribución mundial y afecta al pescado crudo o poco
cocinado. Los principales pescados implicados dependen de las zonas. Por ejemplo, en Japón
los principales son la caballa y, menos, el calamar, mientras que en EE.UU. es el salmón del
Pacífico. En España se puede encontrar en el 36% del pescado muestreado en lonjas de los
puertos y su frecuencia es mayor en los de mar Cantábrico (50%) y océano Atlántico (36%) y
sustancialmente menor en los del mar Mediterráneo (6%) [55]. No se dispone de estudios
epidemiológicos acerca de la frecuencia de A. simples con capacidad infectiva en muestras
amplias de productos ya preparados para el consumo, pero parece razonable que varíe con el
tipo de pescado y los modos de preparación del mismo. En nuestro país, seguramente por el
método de preparación, la mayor parte de los casos se relacionan con el consumo de
boquerones aliñados con vinagre y aceite y, menos, en el caso de sardinas aliñadas con limón,
merluza y otros pescados insuficientemente cocinados [14]. 

En adultos españoles, segmento de edad más afectado, la prevalencia de sensibilización a A.
simples varía del 6% al 56% según los diversos estudios. La gran variación en los resultados
posiblemente se explica, en parte, por diferencias metodológicas entre los estudios y la zona
geográfica de los mismos. Por último, tampoco se dispone de análisis de los cuadros clínicos
derivados de la exposición a Anisakis a partir de la explotación sistemática de los registros de
Atención de Primaria o del Conjunto Mínimo Básico de datos al Alta Hospitalaria. 

3. MEDIDAS PARA LA REDUCCIÓN DEL RIESGO ASOCIADO CON ANISAKIS 

Como para todos los peligros asociados con los alimentos, se debe contemplar la totalidad de
los eslabones de la cadena producción-consumo. 

3.1.Producción primaria 

Probablemente es la más difícil de controlar. Sin embargo, a este nivel, la presencia de larvas
de Anisakis en pescado sin eviscerar puede reducirse: 

Evitando faenar en determinadas áreas, capturar determinadas especies o
determinadas tallas de una especie [56]. Se refiere a las especies de peces que con
mayor frecuencia están infectadas con Anisakis. 

Evaluando y controlando el impacto de la actividad humana en la incidencia del
parásito; por ejemplo, la importancia de ciertas prácticas, como arrojar al mar las
vísceras infestadas del pescado [57]. Se ha comprobado que en pescado procedente de
acuicultura (salmón) alimentado exclusivamente con pienso, la incidencia de larvas de
A. simples es prácticamente nula [58]. 

3.2. Prácticas durante la captura y manipulación a bordo 

La presencia de larvas de A. simplex en músculo de pescado eviscerado se debe a la
migración post-mortem. Por tanto, es imprescindible que el tiempo que transcurre
entre la captura y la evisceración sea mínimo [59]. 

La mayor incidencia y número de larvas se detectan en la musculatura hipoaxial. Por
ello, la eliminación de esta parte (ventresca o ijada) en las especies que más
frecuentemente están infestadas, contribuye a disminuir el riesgo [58, 60, 61]. 

La congelación rápida con aire “blast freezing” en el buque es un método eficaz de
inactivar las larvas de Anisakis aunque es probable que no destruya la capacidad de
sensibilización de los antígenos de la larva [59]. 

El paquete ovárico (huevas) puede contener larvas vivas pero los huevos, una vez
liberados y convenientemente lavados, no contienen el parásito. 

3.3. Pescado fresco. Manipulación en tierra e inspección 



 

Si no se ha llevado a cabo en el buque, debe procederse a la evisceración y lavado de
la cavidad abdominal lo más rápidamente posible tras el desembarque y, si es posible,
eliminación de la musculatura hipoaxial. Esto último tiene inconvenientes si se va a
comercializar entero (poca aceptación por parte del consumidor) y siempre supone una
pérdida de casi el 15% [58, 61, 62]. 

Examen visual del pescado eviscerado: cavidad abdominal, hígado y lechazas
destinadas al consumo humano [61-63]. 

En el caso de filetes, examen visual de la superficie (un número representativo de
filetes de la partida) y eliminación de las larvas con un cuchillo [58]. Para detectar las
larvas en la profundidad del músculo, practicar un examen por transiluminación [58,
61, 63] aunque éste es menos eficaz para Anisakis (larvas pequeñas y blanquecinas)
que para otros parásitos como Phocanema o Pseudoterranova [58]. 

Se puede concluir que, en esta fase, la evisceración, la inspección visual, la eliminación física
de las larvas y la exclusión de la musculatura hipoaxial pueden reducir el peligro asociado a
Anisakis, pero no lo eliminan ni lo reducen hasta un nivel aceptable. Por ello, es necesario
congelar previamente los productos que se van a consumir crudos o poco procesados
(ahumado en frío, escabechado o marinado). 

3.4. Productos de la pesca procesados 

3.4.1. Efecto de los tratamientos tecnológicos 

3.4.1.1. Congelación 

Un número elevado de trabajos demuestra la eficacia de la congelación y el almacenamiento a
congelación para inactivar las larvas de Anisakis. La eficacia de este tratamiento depende de
varios factores como son la temperatura, el tiempo necesario para que el pescado alcance esa
temperatura, el tiempo que se almacena el pescado bajo congelación y el contenido en grasa
del pescado [61]. 

La legislación de la UE [62] señala que el pescado que se va a consumir crudo o prácticamente
crudo debe congelarse a ≤ -20ºC en la totalidad del producto y mantenerse a esa temperatura
durante, al menos, 24 horas. Este tratamiento es también obligatorio para productos
procedentes de ciertas especies (arenque, caballa, espadín y salmón salvaje del Atlántico o del
Pacífico) ahumados en frío (temperatura en el interior de la pieza no sobrepasa los 60ºC) y
para aquellos en escabeche o salados cuando el proceso no basta para destruir las larvas. 

Aunque no especifica si se aplica antes o después de procesar, parece lógico que se haga
antes, ya que la congelación altera los productos procesados. Además, al ahumar y salazonar
(sin congelar) las larvas vivas se desplazan y aparecen en la superficie del producto,
haciéndolo poco apetecible, aunque sea seguro. 

Un aspecto importante es la interpretación de “≤ -20 ºC durante, al menos, 24h”,
especialmente en restauración colectiva y en los hogares, donde no se usan sistemas rápidos
de congelación. Al menos en estos casos, habría que considerar separadamente el proceso de
congelación, hasta que se alcanzan los –20 ºC en un equipo doméstico, y el almacenamiento a
congelación. De hecho, en la legislación holandesa que fue la pionera en este tipo de
tratamientos, se recogía, para arenque, “congelar de forma que se alcance ≤ -20 ºC en 12
horas y almacenar, a –20 ºC, otras 24 horas” y lo mismo recoge la International Comisión on
Microbiological Specifications for Foods [64]. En este sentido, Dong et al. [65] señalan que, en
un frigorífico doméstico, para alcanzar –20 ºC en filetes de halibut del Pacífico (Atheresthes
stomias) fueron necesarias 9,5 horas y, al menos, 60 horas para la inactivación total de las
larvas. También Wharton y Aadler [66] hacen énfasis en la importancia del tiempo necesario
para alcanzar la temperatura de congelación inactivante. 

La FDA [61] específica “congelación y almacenamiento a ≤ -20ºC durante 7 días” (tiempo total
en un congelador convencional) o congelación a ≤ -35ºC hasta que solidifique y mantenimiento
a la misma temperatura durante 15 horas o congelación a ≤ -35ºC hasta que solidifique y
mantenimiento a ≤ -20ºC durante 24 horas. Se entiende que a ≤ -35 ºC en un congelador
comercial. 

En resumen, la eficacia de la congelación para inactivar las larvas de Anisakis es
incuestionable. De hecho, se considera que la congelación es el único PCC (Punto Control

 



Crítico) eficaz para prevenir la infestación por nematodos cuando se aplica el sistema APPCC
(Análisis de Peligros y Puntos de Control Críticos) a la obtención de determinados productos
de la pesca (ahumados en frío, por ejemplo) [67, 68]. Sin embargo, en el ámbito doméstico,
a la hora de hacer recomendaciones a los consumidores acerca del tiempo que el pescado
debe permanecer congelado antes de proceder a escabechar (sin tratamiento térmico previo)
o marinar ha de tenerse en cuenta la capacidad de congelación de los frigoríficos domésticos
(1 estrella, temperatura mínima alcanzada, -6ºC; 2 estrellas, temperatura mínima alcanzada,
-12ºC; 3 estrellas, temperatura mínima alcanzada, -18ºC; 4 estrellas, temperatura mínima
alcanzada, -24ºC). 

3.4.1.2. Tratamiento térmico 

Las larvas de Anisakis son sensibles al calor. A 55ºC, en pescado, se inactivan en 10 a 60
segundos [58] y a 60ºC, en un medio, en 1 segundo [64]. La FDA [68] considera que un
tratamiento de 60ºC en el centro del producto durante 1 minuto es suficiente para matar las
larvas, recomendando la ICMSF [64] que se alcancen, al menos, 70ºC en el centro de la
pieza. 

Esto significa que los productos cocinados completamente (hervidos o fritos), los ahumados
en caliente (temperatura central de la pieza > 60ºC), los pasterizados y los cocinados a vacío
“sous vide” son seguros desde el punto de vista de la inactivación del parásito. No lo son los
productos ahumados en frío o los cocinados de forma inadecuada a la plancha o en
microondas. Las microondas llegan hasta un determinado espesor y, a partir de ahí, la
transmisión de calor se hace por conducción, por lo que, en las zonas donde no actúan las
microondas, la eficacia dependerá únicamente del tiempo y de la temperatura que se alcance. 

3.4.1.3. Irradiación 

Las larvas de Anisakis son más resistentes que las de otros parásitos, requiriéndose
tratamientos de hasta 10 kGy [68]. Hay que considerar que las radiaciones ionizantes afectan
negativamente a la calidad organoléptica del pescado. 

3.4.1.4. Altas presiones 

Los tratamientos con altas presiones son eficaces para inactivar las larvas de A. simples
aunque afectan al color y al aspecto del producto. En la mayoría de los estudios realizados, la
aplicación de 200 MPa inactivaba el 100% de las larvas en 3 a 10 minutos [65, 69]. 

3.4.2. Efecto de conservadores 

3.4.2.1. Salazón 

Aunque A. simples es sensible a la sal se necesitan elevadas concentraciones durante un
período prolongado para inactivar las larvas. Algunos datos sobre el efecto del NaCl se
recogen a continuación. 

La salazón en seco inactiva las larvas de la superficie pero, si no es prolongada, generalmente
no inactiva las del interior [68]. 

La sacarosa también inactiva al parásito pero se necesitan concentraciones del 12% durante,
al menos, 35 días [64]. 

3.4.2.2.Acidificación 

De los trabajos publicados se deduce que se necesitan 35 días para inactivar las larvas
cuando las condiciones del procesado son: 2,4% de ácido acético (pH de la fase acuosa del

% NaCl en la fase acuosa del tejido muscular 
(WPS- Water Phase Salt) [58,64] Tiempo máximo de supervivencia 

4-5 6- > 17 semanas 
6-7 10-12 semanas 
8-9 5-6 semanas 
15 4 semanas 
20 3 semanas 



músculo, 4,2) y 6% de NaCl [64]. De ello se puede concluir que la sal y el vinagre pueden
reducir el peligro asociado a Anisakis, pero no lo eliminan ni lo reducen hasta un nivel
aceptable. Por ello, es necesario congelar previamente los productos que se van a escabechar
o marinar. 

4. RECOMENDACIONES AL CONSUMIDOR Y A LA RESTAURACIÓN COLECTIVA 

Las recomendaciones para evitar la infección por Anisakis parecen claras: todos aquellos
procedimientos que garanticen la inactivación de las larvas. En el caso de los episodios
alérgicos es más difícil puesto que no existe un criterio unánime respecto a la causa que
genera la reacción de hipersensibilidad. Así, un número importante de trabajos señalan que es
preciso el contacto con el parásito vivo y, al parecer, es necesario, además, que se fije en la
submucosa del intestino [7, 12, 70]. Sin embargo, otros autores [71, 72] consideran que los
tratamientos que inactivan las larvas no son suficientes para destruir su capacidad alergénica
y en este sentido se pronunció el Comité Científico de Veterinaria de Salud Pública [59]. 

En cualquier caso, son varios los estudios que ponen de manifiesto que los tratamientos
inactivantes, especialmente la congelación, parecen ser una alternativa eficaz para prevenir la
presentación de los síntomas alérgicos [7, 70, 73, 74]. 

4.1. Recomendaciones para la población general 

1. Para pescados y cefalópodos frescos, es conveniente conocer los criterios de frescura
(ojos, agallas, consistencia y piel), para así adquirir los especímenes que hayan sido
capturados más recientemente (menor tiempo para la migración al tejido muscular). 

2. Para pescados de tamaño mediano y grande, procurar adquirirlos eviscerados. Si no lo
están, hacerlo inmediatamente. En todos los casos, lavar la cavidad abdominal,
examinar visualmente los músculos abdominales y, si es necesario, eliminar la
musculatura hipoaxial (ventresca) (eliminación física de las larvas). Cocinar o congelar
inmediatamente. 

3. No consumir pescados ni cefalópodos crudos ni productos de la pesca ahumados en
frío, marinados, en vinagre, ceviche, sushi, o procesados de cualquier otra forma que
no garantice la inactivación del parásito, salvo que éstos hayan sido sometidos a
congelación comercial o se hayan congelado a –20ºC durante una semana (frigoríficos
de 3 o 4 estrellas). Comprobar la temperatura del congelador durante el
almacenamiento. 

4. Asegurar un tratamiento térmico completo mediante cocción o fritura. En restauración,
utilizar termómetros de cocina o instrumentos medidores tiempo/temperatura, que se
insertarán en el centro de la porción más gruesa. Si no se dispone de termómetro,
comprobar que el pescado está “bien hecho”, pinchando la pieza con un tenedor o un
cuchillo; la carne debe desprenderse fácilmente de la espina y tener un color opaco.
Una regla general son 10 minutos para piezas de unos 2,5 cm de grosor, dando la
vuelta a los 5 minutos. Cocinar 5 minutos más si se trata de salsas o “en papillote”. 

El cocinado a la plancha y en microondas es menos seguro que la cocción completa o la
fritura. En el caso de tratamiento a la plancha hay que comprobar que está “bien hecho”. En
el caso del horno microondas, las recomendaciones generales son: 1) elegir la temperatura de
forma que sea 14ºC superior a la recomendada (en este caso, 74+14ºC); 2) cocinar el
pescado cubierto de forma apropiada – el calor húmedo es más eficaz – y dándole una o dos
vueltas durante la cocción (evita los puntos fríos); 3); una vez cocinado, dejar reposar en el
horno la pieza cubierta, al menos, 2 minutos para que la temperatura pueda distribuirse
uniformemente y 4) comprobar que está “bien hecho” [75]. 

4.2. Recomendaciones para la población sensibilizada 

Evitar la ingesta de pescado crudo o cocinado de forma inadecuada en el microondas o
a la plancha. 

Evitar el consumo de pescado poco procesado: salazonado, ahumado, en vinagre,
escabechado, marinado, carpaccio, ceviche, preparaciones culinarias orientales, etc. 

Consumir siempre pescado que haya sido congelado (–20ºC durante una semana en
frigoríficos de 3 o 4 estrellas). Es más adecuado el congelado en alta mar ya que se



eviscera inmediatamente tras la captura (la posibilidad de migración al músculo es
menor), el proceso de congelación es muy rápido y la temperatura de almacenamiento
muy baja. 

Evitar consumir la región hipoaxial (ventresca o ijada) y pescados pequeños enteros. 

Consumir preferentemente colas de pescados de tamaño grande y pescado de agua
dulce o marino cultivado. 

En caso de consumir pescado fuera del hogar, advertir que se es alérgico a Anisakis y
asegurarse de que el pescado reúne garantías suficientes de ausencia de
contaminación por el parásito. 

5. LEGISLACIÓN 

Reglamento (CE) nº 853/2004 del Parlamento Europeo y del Consejo de 29 de abril de 2004
por el que se establecen normas específicas de higiene de los alimentos de origen animal. DO
L 226 de 25/06/2004, págs. 22-82. 

Reglamento (CE) nº 854/2004 del Parlamento Europeo y del Consejo de 29 de abril de 2004
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productos de origen animal destinados al consumo humano. DO L 226 de 25/06/2004,
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Anónimo. 1998. Opinion of the Scientific Committee on veterinary measures relating to public
health - allergic reactions to ingested Anisakis simplex antigens and evaluation of the possible
risk to human health - 27 april 1998. 
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