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Resumen 

 

Los nematodos de la Familia Anisakidae son nematodos parásitos obligados que, a 

nivel mundial, están asociados con cuadros gastrointestinales y alérgicos, al infectar 

personas de manera accidental, durante el consumo de carne cruda o preparaciones 

poco cocidas de los hospederos intermediarios, representando un serio problema de 

salud pública. El objetivo del presente estudio fue identificar y caracterizar los 

nematodos de la Familia Anisakidae, presentes en cuatro especies de peces que se 

comercializan en la ciudad de Panamá. Se analizaron un total de 60 peces de cuatro 

especies de valor comercial vendidos en el mercado de Mariscos, en los que se 

encontraron 152 nematodos del género Contracaecum, con una prevalencia global del 

26 % (16/60), la especie Mugil curema con una prevalencia del 100 % (15/15), y 

Centropomus armatus con un 6% de prevalencia (1/15). Por medio del uso de la 

secuenciación de los productos de la PCR específicos para anisakidos, se logró la 

identificación de las especies Contracaecum multipapillatum y Contracaecum jorgei, 

constituyendo el primer reporte de estos parásitos en estos hospederos intermediarios 

en el pacifico de Panamá. 

 

Palabras clave: Contracaecum, Anisakidae, Mugil curema, Centropomus armatus, 

Panamá. 
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Ciclo biológico 

  

 Los nematodos de la familia Anisakidae son parásitos obligados cosmopolitas, cuya 

capacidad infectiva en diversos organismos acuáticos ha sido ampliamente 

demostrada (Castellanos-Garzón et al., 2020). El ciclo comienza cuando los huevos 

embrionados inmaduros son excretados en las heces de los hospederos definitivos, 

éstos maduran en el medio acuático a temperaturas entre 13°C y 18°C (Smith & 

Wootten, 1978). Ésto junto con otros factores como la salinidad y los niveles de 

oxígeno favorecen la eclosión de las primeras larvas conocidas como L1; 

posteriormente mudan al segundo estadio larval L2, las cuales se mezclarán en la 

columna de agua con el zooplancton, en espera a ser depredadas por peces o 

cefalópodos, en donde la larva L2 aumentará de tamaño y mudará, convirtiéndose en 

larva L3, que es el estadio infectivo. 

 La larva L3 tiene como meta infectar a los hospederos definitivos que, dependiendo 

de su género, abarcan tanto mamíferos acuáticos como aves piscívoras; incluyendo  

especies que, dentro de sus hábitos alimenticios consumen peces. Dentro de sus 

hospederos definitivos, las larvas infectivas L3 mudan a su estadio adulto , 

adhiriéndose a la mucosa del estómago y reproduciéndose, liberando huevos, 

logrando de esta manera perpetuar su ciclo de vida. Si las larvas infectivas L3 llegan 

a ser ingeridas por un depredador que no es su hospedero definitivo, este depredador 

se convierte en su hospedero paraténico, solapando dentro del eslabón de la cadena 

trófica. 

Las larvas al entrar en contacto con la mucosa gastrointestinal, no se logran desarrollar 

dentro de este hospedero; en cambio, empezarán una migración, terminando en su 

enquistamiento en diversas estructuras dentro del hospedero paraténico, como: 

musculatura, vísceras o cavidad celómica. Este proceso se repetirá las veces que sea 

permitido, hasta lograr ser ingeridas por sus hospederos definitivos, por lo que esta 

baja especificidad de hospederos intermediarios y paraténicos ha contribuido al gran 

éxito del parásito, demostrado en la capacidad de adaptación de los miembros de la 

Familia Anisakidae (Ángeles-Hernández et al., 2020). El ciclo de vida se muestra en la 

figura 1. 
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Figura 1. Ciclo de vida generalizado de los nematodos de la Familia Anisakidae. 

Extraído de Ángeles-Hernández et al., 2020) 

 
 

Anisakidosis 

  

La anisakidosis es la enfermedad generada por cualquiera de los nematodos 

miembros de la Familia Anisakidae. Para evitar confusiones con la terminología y el 

agente causal, se formuló una nomenclatura más apropiada para su uso en el entorno 

científico, la cual se encuentra descrita en el cuadro 1. La anisakidosis ha sido 

clasificada como una enfermedad desatendida (A. Akbar, 2005), principalmente por el 

desconocimiento por parte de las entidades de salud sobre su agente causal y la 

sintomatología que caracteriza su cuadro clínico, que suele ser inespecífica en muchos 

casos, pudiendo afectar a diversos sistemas (Castellanos-Garzón et al., 2020; Shamsi 

& Barton, 2023). Un resumen de la sintomatología descrita para esta enfermedad a 

nivel mundial, se detalla en el cuadro 2.  

La principal fuente de infección para la anisakidosis es a través del consumo de la larva 

L3 enquistada en la musculatura de los hospederos intermediarios, en preparaciones 

crudas, semi cocidas, ahumadas o saladas (Ángeles-Hernández et al., 2020), 
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pudiendo afectar a personas de cualquiera edad, teniendo registros en infantes de 7 

meses hasta adultos mayores de 83 años (Shamsi & Barton, 2023). 

 

Cuadro 1. Nomenclatura de la terminología establecida para la enfermedad con 

relación a sus agentes causales. 

Agente Causal Denominación de la Enfermedad 

Familia Anisakidae Anisakidosis 

Género Anisakis  Anisakiosis 

Género Pseudoterranova Pseudoterranovosis 

Género Contracaecum Contracaeciasis 

Extraido de (Kassai et al., 1988). 

 

Cuadro 2. Sintomatologías reportadas a nivel mundial, causadas por diversos 

géneros de la Familia Anisakidae. 

Sistema afectado  Manifestaciones clínicas y lesiones 

Sistema Gastrointestinal Disfagia, edema de epiglotis, sensación 

de cuerpo extraño, sensación pegajosa 

en boca, dolor oral, quemadura de boca, 

angioedema de labio, gingivitis 

descamativa ulcerativa, lesión 

inflamatorio erosiva de los labios, 

sangrado de la mucosa gástrica, dolor 

gástrico o epigástrico, reflujo, nausea, 

anorexia, emesis, hematoemesis, 

perdida o disminución del apetito, 

pérdida de peso, calambres 

abdominales e incomodidad, 

constipación, obstrucción intestinal, 

enteritis, sensación de llenura, 

flatulencias, intususcepción, prueba de 
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sangre oculta en heces positiva, 

melena, hematequesis, sangrado 

abundante rectal.  

Sistema Respiratorio Disnea, sensación de asfixia, 

respiración irregular, dolor subesternal y 

retroesternal, sensación de cosquilleo 

en la faringe o garganta, dolor en la 

faringe o garganta, síntomas de 

garganta irritada (tos, silbidos, 

respiraciones más cortas y frecuentes) 

Sistema Nervioso Central Dolor de cabeza y pérdida de la 

conciencia 

Sistema Inmune Fiebre, sudoración excesiva, síntomas 

anafilácticos (mucosas eritematosas, 

eritema y edema, urticaria, prurito, 

pápulas secundarias a urticaria, shock 

anafiláctico o hipovolémico 

Otros Signos inespecíficos  Lesiones neoplásicas, artritis en las 

rodillas, codo y tobillo, masa inguinal de 

rápido crecimiento, dolor en la espalda 

baja, dolor en la entrepierna, astenia, 

escalofríos, presión baja, hematoquecia, 

anemia, prurito facial, prurito en brazos, 

espalda o pecho, fisuras entre falanges 

o palmares, síndrome nefrótico. 

Extraído de (Shamsi & Barton, 2023). 
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Objetivos generales 
 

 Determinar la presencia de parásitos de la Familia Anisakidae en peces de 

consumo local, capturados en el océano Pacífico panameño, comercializados 

en el mercado de Mariscos, ubicado en el distrito de Panamá, provincia de 

Panamá. 

Objetivos específicos 

 

1. Identificar morfológica y molecularmente los parásitos de los géneros: 

Anisakis, Pseudoterranova y Contracaecum, encontrados en los peces 

muestreados. 

2. Determinar la prevalencia de los anisakidos en las cuatro especies de peces 

estudiadas. 
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Anisakidos a nivel mundial 
 

Los casos de anisakidosis han sido reportados en 34 países, los cinco encabezando 

la lista son: Japón, España, Corea del Sur, Italia y Estados Unidos; los cuales están 

ordenados en orden descendente de acuerdo al número de casos (Shamsi & Barton, 

2023). Esta estadística, sumado al aumento de reportes de casos en diversos 

continentes desde 1995 (Shamsi & Barton, 2023), ha incentivado el desarrollo de una 

serie de estudios para conocer la taxonomía y filogenia de los anisakidos, logrando así 

entender su potencial zoonótico y su capacidad de afectar a la población humana 

(D’Amelio et al., 2020).  

 

Asia  
 

Japón es el país con mayor número de reportes de anisakidosis a nivel mundial, donde 

anteriormente se estimaba que había un total de 2 500 de casos nuevos por año 

(ASFFA 2011); sin embargo, debido a los programas de salud existentes, públicos y 

privados, que incentivan la prevención y detección temprana de neoplasias, 

principalmente cervicales, gastrointestinales y respiratorias, este número ha 

aumentado exponencialmente en los últimos años, llegando a un reporte de 19 737 

casos en un solo año (Sugiyama et al., 2022). Con relación a los demás países 

asiáticos, a pesar de reportarse peces con alta carga de anisakidos y existir la 

costumbre de consumo de peces crudos, no tienen cifras tan altas de casos en 

humanos (Shamsi & Barton, 2023). En este sentido, algunos autores reportan que 

pueden existir otros factores, que podrían ser desconocidos, y que pueden estar 

implicados en su transmisión al ser humano (Choi et al., 2017). En este sentido, podría 

considerarse que parte del aumento en los reportes de casos, como es el caso de 

Japón, puede deberse al conocimiento de la enfermedad sobretodo por parte del 

personal médico, además de la concientización de la población sobre esta 

problemática sanitaria, situación que no se ve en los demás países de la región 

(Shamsi & Barton, 2023). 
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Europa 
 

Este continente cuenta con una base de datos, originado de un sistema de alerta rápida 

para enfermedades de origen alimentario (RASFF por sus siglas en inglés: Rapid Alert 

System for Food and Feed) (Caldeira et al., 2021). Por medio de este sistema, se ha 

podido registrar los casos de alertas por alimentos con presencia de larvas de Anisakis 

spp. reportados y sus países de origen (Figura 2), permitiendo así mantener la 

trazabilidad de los casos registrados y registrar las medidas de control establecidas 

(Caldeira et al., 2021).  

Este continente ha demostrado un particular interés por los parásitos del género 

Anisakis spp., siendo éste el causante de los cuadros graves de la enfermedad 

encontrado en la mayoría de los casos, logrando generar pérdidas económicas por 

descarte de productos pesqueros infectados, motivados por sus efectos negativos en 

la salud pública (Adroher-Auroux & Benítez-Rodríguez, 2020; D’Amelio et al., 2020; 

Caldeira et al., 2021). Gracias a los resultados de los estudios realizados, se han 

identificado las especies de peces que con mayor frecuencia están asociadas a la 

presencia de larvas de Anisakis spp. y  el registro de los casos reportados, las cuales 

se encuentran reflejadas en el cuadro 3.  
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Figura 2. Países donde provienen los productos marinos infectados con Anisakis 

spp.  reportados en la Unión Europea hasta el año 2019. Extraído de (Caldeira et al., 

2021). 

Cuadro 3. Especies reportadas con presencia de Anisakis spp. en la Unión Europea. 

Peces infectados Reportes contabilizados 

Macarela (Familia Scombridae) 123 

Merluza (Orden Gadiformes) 106 

Pez linternas (Orden Lophiiformes) 94 

Anchoas (Género Clupeiformes) 29 

Bacalao (Género Gadus) 24 

Cinto (Lepidopus caudatus) 21 

Sin determinar  18 

Pez de San Pedro (Familia Zeidae) 10 

Pez espada (Familia Xiphiidae) 9 

Chicharro (Familia Carangidae) 8 

Salmónidos (Familia Salmonidae) 6 

Pez rojo (Género Sebastes) 6 
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Pez soldado (Familia Triglidae) 6 

Arenque (Familia Clupeidae) 5 

Bacaladilla (Micromesistius poutassou) 3 

Lubina Argentina (Acanthistius 

brasilianus) 

2 

Brosmio (Familia Lotidae) 2 

Extraído de (Caldeira et al., 2021).  

 

América 
 

En el continente americano, la anisakidosis es considerada una enfermedad 

subdiagnosticada y algunos autores atribuyen ésto a factores como la falta de su 

inclusión dentro de los diagnósticos diferenciales en pacientes con dolor abdominal o 

patología visceral y con historial de consumo de carne de peces cruda (A. Akbar, 2005; 

Shamsi & Barton, 2023) . Otro factor considerado es la pericia de los preparadores de 

platillos orientales como el sushi o el sashimi, quienes pueden no tener experticia para 

eliminar los parásitos enquistados, a diferencia de los países asiáticos, donde los 

preparadores de alimentos muchas veces son los responsables de eliminar los 

parásitos antes de consumir el producto cárnico. Igualmente, la manera de preservar 

los alimentos es un elemento que hay que tomar en cuenta, ya que si no ha sido 

correcta, puede deteriorarse y causar enfermedad al ser consumido (A. Akbar, 2005).  

 

En Estados Unidos, para el año 2011, se estimaba que se presentaban 

aproximadamente 10 casos nuevos por año (ASFFA 2011); sin embargo, estudios 

recientes se oponen a este argumento y concluyen que si se aplicaran las mismas 

políticas que en Japón, y tanto la ciudadanía como el personal médico estuviesen más 

anuentes de la problemática sanitaria que representa, habría un incremento 

considerable en los reportes nuevos anuales (Shamsi & Barton, 2023). Otros países 

de la región, como México, Perú y Chile reportan varios estudios demostrando la 

presencia de anisakidos en peces; y esto se debe principalmente a la preocupación 

por parte de la comunidad científica, ya que en estos países hay una cultura culinaria 

de comer pescado crudo, principalmente en la preparación del ceviche. En Chile, se 
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ha demostrado que la preparación del ceviche permite que las larvas se mantengan 

viables, constituyendo un peligro para los seres humanos (Torres-Frenzel & Torres, 

2014). En América del Sur, las especies de peces en las que se ha reportado la 

presencia y su prevalencia se encuentran en el cuadro 4.   

 

Cuadro 4. Especies de peces descritos como hospederos intermediarios, las especies 

de anisakidos encontradas y su prevalencia en Sudamérica.  

Especie País Parásito reportado 

Prevalencia 

reportada 

(%) 

Acanthisius patachonicus Argentina 
Pseudoterranova cattani  25 

Pseudoterranova sp. 42.2 

Ageneiosus caucanus Colombia Contracaeucum sp. 23.3 

Aluterus monoceros Brasil 
Anisakis sp. 1 

Contracoecum sp. 16 

Aphos porosus Chile 
Anisakis simplex 13 

Pseudoterranova decipiens 75 

Arapaima gigas Brasil Hysterothylacium sp. 98 

Austromenidia laticlavian Chile Contracaecum sp. 10 

Astyanax eigenmanniorum Argentina Contracaecum sp. 100 

Auxis rochei Ecuador Anisakis physeteris 50 

Auxis thazard Brasil 
Anisakis physeteris ND 

Anisakis typica ND 

Caquetaia kraussii Colombia Contracaecum sp. 95 

Caranx hipos 

Brasil Contracaecum sp. 3.3 

Colombia Familia Anisakidae 8.5 

Brasil Pseudoterranova sp. 6.7 

Caranx latus Brasil 
Anisakis sp. 1.8 

Contracaecum sp. 18.2 
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Hysterothylacium sp. 3.6 

Pseudoterranova sp 32.7 

Carcharhinus brachyurus Brasil Contracaecum sp. 2.5 

Carcharhinus signatus Brasil 
Anisakis sp. 60 

Contracaecum sp. 40 

Cauque mauleanum Chile 
Anisakis simplex 22 

Hysterothylacium geschei 78.9 

Centropomus armatus Colombia Anisakis physeteris 42 

Centropomus undecimalis Colombia Familia Anisakidae 4.3 

Coryphaena hippurus 

Ecuador Anisakis physeteris  30 

Perú 

Anisakis physeteris 58.33 

Anisakis physeteris 7 

Hysterothylacium sp. 4 

Cottoperca gobio Argentina Pseudoterranova sp. 12.5 

Cynoscion spp. Brasil 

Anisakis sp. 30.76 

Contracaecum sp. 67.3 

Pseudoterranova sp. 3.84 

Dipturus trachyderma Brasil 
Anisakis sp. 25 

Contracaecum sp. 62.5 

Engraulis anchoíta 

Argentina 
Anisakis simplex 5.85 

Uruguay 

Argentina 
Contracaecum sp. 39.7 

Uruguay 

Argentina Pseudoterranova sp. 0.34 
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Uruguay 

Engraulis ringens Chile Anisakis sp. 3 

Eugerres plumieri Venezuela 
Contracaecum spp. 97 

Pseudoterranova spp. 3 

Gadus sp. Brasil Pseudoterranova azarasi ND 

Gadus macrocephalus Brasil Familia Anisakidae 64 

Galoeorhinus vitaminicus Brasil 

Anisakis sp. 8.1 

Contracaecum sp. 5.4 

Pseudoterranova sp. 5.4 

Genypterus blacodes 

Argentina Pseudoterranova sp. 2.3 

Chile 

Anisakis sp. (Type I) 7.4 

Anisakis sp. (Type II) 4.9 

Pseudoterranova spp. 53.1 

Genypterus brasiliensis Brasil 

Anisakis typica 1.7 

Hysterothylacium 

deardorffoverstreetorum (s.l) 
5 

Genypterus chilensis Chile Pseudoterranova decipiens 50 

Heptranchias perlo Brasil 
Anisakis sp. 14.3 

Contracaecum sp. 28.6 

Hexanchus griseus Brasil 
Anisakis sp. 100 

Contracaecum sp. 100 

Hexanematichthys sp. Ecuador Contracaecum sp. 12.5 

Hoplias malabaricus 

Argentina Contracaecum sp. 70 

Colombia 
Contracaecum sp. 

100 

93.3 

Contracaecum spp. 100 
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Hoplias microlepis Ecuador Contracaecum sp. 25 

Katsuwonus pelamis Ecuador Anisakis physeteris 31 

Larimus argenteus Colombia Anisakis physeteris 100 

Lophius gastrophysus Brasil 
Anisakis simplex 1.14 

Hysterothylacium sp. 12.6 

Macruronus magellanicus Chile 

Anisakis physeteris 33 

Anisakis simplex 100 

Hysterothylacium sp. 
1 

33 

Pseudoterranova decipiens 
25 

33 

Merluccius australis Chile 

Anisakis sp. (Type I) 8.7 

Pseudoterranova spp. 
4.8 

21.8 

Merluccius gayi 

Ecuador 
Anisakis pegreffi 92 

Anisakis physeteris 92 

Chile Anisakis simplex 5.9 

Colombia Familia Anisakidae 26.19 

Chile Pseudoterranova decipiens 23.5 

Merluccius hubbsi Argentina Pseudoterranova sp. 3.8 

Micropogonias furnieri Venezuela Contracaecum sp. (s. l) 0.7 
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Brasil 
Hysterothylacium 

deardorffoverstreetorum (s.l) 
3.3 

Mola mola Chile Anisakis sp. 100 

  Colombia Anisakis physeteris 33 

  Perú Anisakis simplex ND 

Mugil cephalus Colombia Anisakis sp. 33 

  Ecuador Contracaecum sp. 14 

  Comolbia Familia Anisakidae 100 

Mugil curema 

Colombia Anisakis physeteris 94 

Venezuela 

Anisakis spp. 47.16 

Contracaecum spp. 
12.74 

97 

Pseudoterranova spp. 40.1 

Colombia Pseudoterranova decipiens 94 

Mugil incilis Colombia 

Contracaecum spp. 100 

Pseudoterranova spp. 80.5 

Familia Anisakidae 83.9 

Familia Anisakidae 64.51 

Mugil liza Venezuela 

Anisakis spp. 5.61 

Contracaecum spp. 
84.39 

97 

Pseudoterranova spp. 
10 

3 

Mugil spp. Colombia Familia Anisakidae 100 

Mullus argentinae Argentina 

Hysterothylacium 

dearddorffoverstreetorum (s.l) 
48.3 

Pseudoterranova sp. 100 

Mustelus canis Brasil 
Anisakis sp. 5.4 

Contracaecum sp. 2.7 
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Pseudoterranova sp. 10.8 

Mustelus schmitti Brasil 
Contracaecum sp. 5.7 

Pseudoterranova sp. 2.9 

Nemadactylus bergi Argentina Pseudoterranova sp. 3.1 

Odontesthes bonariensis Argentina Contracaecum sp. 5 

Oligosarcus jenynsii Argentina Contracaecum sp. 54 

Oreochromis niloticus Ecuador Contracaecum sp. 14.06 

Pagrus pagrus 

Argentina Anisakis simplex 23.8 

Brasil 

Anisakis simplex (s.l) 85.13 

Anisakis sp. 

5.56 

40 

7.7 

Contracaecum sp. 

5.3 

8.33 

3 

Argentina Hysterothylacium sp. 100 

Brasil 
Hysterothylacium sp. 

13.89 

90 

93.3 

4.05 

Pseudoterranova sp. 6.6 

Paralichthys isosceles 

Argentina Pseudoterranova cattani 26.7 

Brasil 

Hysterothylacium 

deardorffoverstreetorum sp. 

nov. 

ND 

Paralichthys microps Chile 
Anisakis simplex 10 

Pseudoterranova decipiens 70 

Pellona castelnaeana Brasil Familia Anisakidae 100 

  Argentina 
Anisakis simplex 5.08 

  Uruguay 
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Brasil Anisakis sp. 14.6 

  

  Argentina 
Contracaecum sp. 5.08 

  Uruguay 

Percophis brasiliensis 

Brasil 

Contracaecum sp. 6.74 

  Hysterothylacium aducum 0.56 

  Hysterothylacium fortalezae 2.8 

  Argentina 
Hysterothylacium sp. 74.01 

  Uruguay 

  Brasil Hysterothylacium sp. 97.19 

  Argentina Pseudoterranova cattani 25 

Pimelodus albicans Argentina Contracaecum sp. 100 

Pinguipes brasilianus Brasil Hysterothylacium sp. 100 

Plagioscion magdalenae Colombia Contracaecum sp. 46.7 

Plagioscion 

squamosissimus 
Brasil Familia Anisakidae 100 

Paralonchurus perúanus Perú Anisakis simplex ND 

Priacanthus arenatus Brasil 

Anisakis sp. 20 

Hysterothylacium 

deardorffoverstreetorum 
66.7 

Prionotus nudigula Argentina Pseudoterranova cattani 100 

Prionotus punctatus Brasil 
Anisakis sp. 17.5 

Hysterothylacium sp. 97.5 

Pseudopercis númida Brasil 
Anisakis typica 4 

Hysterothylacium sp. 88 

Pseudopercis semifasciata Argentina 

Anisakis simplex 45 

Contracaecum sp. 26 

Hysterothylacium aducum 43 

Hysterothylacium sp. 79 



27 

 

Pseudoterranova sp. 
35 

25.8 

Pseudoplatystoma 

magdaleniatum 
Colombia Contracaecum sp. 95 

Rhamdia quelen Argentina Contracaecum sp. 100 

Salminus affinis Colombia Contracaecum sp. 95 

Salminus maxillosus Argentina Contracaecum sp. 80 

Sarda chiliensis Perú Anisakis physeteris ND 

Sciades herzbergii Colombia Familia Anisakidae 1.6 

Sciaena deliciosa Perú Anisakis simplex ND 

Scomber japonicus 
Perú 

Anisakis physeteris ND 

Anisakis simplex ND 

Pseudoterranova decipiens ND 

Argentina Pseudoterranova sp. 7.7 

Scyliorhinus haeckelii Brasil Contracaecum sp. 22.2 

Sebastes capensis Chile 
Anisakis simplex 36.3 

Pseudoterranova decipiens 14.6 

Serrasalmus spilopleura Argentina Contracaecum sp. 91.98 

Sorubim cuspicaudus Colombia Contracaecum sp. 100 

Sphyrna zygaena Brasil Contracaecum sp. 12.5 

Squalus megalops Brasil 
Anisakis sp. 7.1 

Pseudoterranova sp. 14.3 

Squatina sp. Brasil Anisakis sp. 3.8 

Thunnus thynnus Brasil Anisakis typica ND 

Thyrsites atun Chile 

Anisakis sp. ND 

Anisakis sp. (Type I) 7.4 

Pseudoterranova spp. 5.3 



28 

 

Trachurus murphy 

Perú Anisakis physeteris ND 

Chile Anisakis physeteris 6.1 

Perú Anisakis simplex ND 

Chile 
Anisakis simplex 12.5 

Anisakis simplex 36.9 

Perú Anisakis simplex 1.8 

Chile Hysterothylacium sp. 7.3 

Perú Pseudoterranova decipiens ND 

Chile 
Pseudoterranova decipiens 31.3 

Pseudoterranova decipiens 0.045 

Trichiurus lepturus Brasil Anisakis typica 57 

Xystreurys rasile Argentina Pseudoterranova sp. 3.4 

ND= no definido. 

Extraído de (Falla-Zuñiga et al., 2021). 

 
 

Colombia 
 

En Colombia, se han realizado estudios sobre este tema en los últimos años, 

permitiendo la descripción de 17 especies de peces de interés comercial parasitados 

por anisakidos; principalmente con los géneros Anisakis, Pseudoterranova y 

Contracaecum, tanto en peces de agua salada como de agua dulce (Castellanos-

Garzón et al., 2020). Desde la perspectiva de salud pública, también se han realizado 

estudios, como el realizado en 2018, el cual reveló que de 150 muestras de suero de 

personas de la ciudad de Cali, el 1.3% presentaron anticuerpos contra antígenos 

específicos de Anisakis simplex (Castellanos Garzón., 2018). En el 2019, otro estudio 

reportó un caso de anisakidosis en una mujer, siendo el primer reporte de parasitismo 

humano por Anisakis simplex en Colombia (Patiño & Olivera, 2019). 
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Situación Actual en Panamá 
 

En Panamá, el sector pesquero representa una parte importante de la economía del 

país, siendo el segundo rubro de exportación más grande, con 73 millones de dólares 

para el año 2018. En el 2016, se reportó un total de 144 450 toneladas de peces 

capturados, siendo además el sector económico que emplea a 39 872 personas que 

se dedican directamente a la pesca de agua salada, teniendo un mayor auge en el 

Pacifico panameño (FAO, 2018). Sobre este punto, podemos decir que el consumo de 

peces marinos por persona en Panamá es de 10 a 14 kg por año, siendo uno de los 

más altos en Centroamérica (FAO, 2018). Esto sugiere la influencia cultural de la pesca 

y los productos de origen marino en la dieta panameña. A pesar de esto, en Panamá 

no se han desarrollado muchas investigaciones sobre parásitos que afecten la fauna 

marina, específicamente de la Familia Anisakidae, que afectan a especies de interés 

comercial. La única investigación que precede a este trabajo de tesis, fue desarrollada 

en el año 2023, donde se buscó en peces de la Familia Lutjanidae, sin encontrarse 

parásitos de esta familia (Borrero. A, 2023), por lo que urge la necesidad de realizar 

más investigaciones en Panamá, que permita determinar las especies de anisakidos 

presentes en nuestro país, con miras a poder establecer medidas para prevenir la 

anisakidosis en la población panameña.   
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Área de estudio 
 

El área de estudio fue el mercado de Mariscos, un centro comercial perteneciente al 

Municipio de Panamá, ubicado en la ciudad de Panamá, cuyas coordenadas 

geográficas son 8°57'32.6"N 79°32'13.6"W. En este lugar se realiza la compra y venta 

de productos y subproductos provenientes de las actividades pesqueras realizadas en 

la capital del país, que bordea con el pacífico. 

 

Cálculo del tamaño de muestra, selección y colecta de peces 

  

Para determinar el estimado del tamaño de muestra referido para cada especie de pez 

se utilizó la siguiente formula:  

   Tamaño de muestra= 
(𝑍2∗p∗q)

𝑑2
 

donde:  

 Z2: Nivel de confianza al cuadrado 

 p: Promedio de la prevalencia de parasitosis en cada especie de pez que se va 

a muestrear. Información extraída de: Falla-Zuñiga et al., 2021. 

 q: proporción de la población de referencia que no representa el fenómeno en 

estudio (1-p) 

 d2: nivel de precisión absoluta. 

 

En total, se recolectaron 15 individuos de las especies Lutjanus colorado (Pargo Rojo), 

Cynoscion stolzmanni (Corvina) y Centropomus armatus (Robalo). Estas especies de 

peces fueron seleccionadas tomando como base la información proporcionada por la 

administración del mercado del  marisco, que enlistaba aquellas especies de mayor 

venta en el  local. Sumado a estas tres especies, se incluyó la Mugil curema (lisa del 

pacífico), especie que se ha descrito con una alta prevalencia de anisakidos a nivel 

mundial (Castellanos et al., 2020 y Rahmati et al., 2020). 

 

Toma de muestras de parásitos   
 

Los peces fueron eviscerados y las vísceras separadas y examinadas individualmente, 

posteriormente se filetearon ambos lados del pez, en búsqueda de parásitos en 



32 

 

musculatura, examinándose finalmente la cavidad celómica (Klimpel et al., 2019). 

Todos los parásitos encontrados fueron separados tomando como referencia las 

diferencias macroscópicas, para ser almacenados en tubos cónicos de 1.5 ml con 

etanol al 95%. 

 

Aclaramiento de los nematodos encontrados 
 

Los nematodos encontrados fueron seccionados en tres porciones de igual tamaño. 

La sección de la cola y la cabeza se utilizaron para la identificación morfológica, y la 

sección central preservada en etanol al 95% para la realización de las pruebas 

moleculares.  

Para la identificación morfológica, las secciones se aclararon con glicerina y etanol, 

dejándose evaporar por 24 horas siguiendo el protocolo de Seinhorst (1962). 

Posteriormente, se observaron en un microscopio óptico (marca Amscope modelo 

MD827S30L con cámara digital integrada de 3 megapixeles) las estructuras internas y 

externas, utilizando como referencia las claves dicotómicas presentadas por 

Fagerholm (1990). 

 

Extracción de ADN 
 

Se realizó la extracción de ADN a partir de la sección conservada en etanol al 95% 

utilizando el QIAamp DNA mini kit, siguiendo el protocolo indicado de la siguiente 

manera:  

o Se retiró el etanol de las muestras y se procedió a lavar tres veces con 

agua destilada, posteriormente se retiró el agua destilada y se dejó la 

porción media del nematodo en el tubo cónico de 1,5 ml. 

o Se añadieron 20 microlitros (µl) de proteinasa K, se mezcló utilizando 

vortex marca Applied biosystems y se incubó a 56°C hasta la lisis del 

tejido. Posteriormente se mezcló en vortex por 15 segundos.  

o Se añadieron 200 µl de buffer AL y se mezcló en vortex 

o Se añadieron 200 µl de etanol y se mezcló en vortex 
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o Se extrajo la mezcla utilizando una pipeta y se colocó en un DNAeasy 

micro spin column, colocado en un tubo de colecta de 2 ml  

Se centrifugó a 6 000 X g (8 000 rpm) por un minuto. 

Se descartó todo el flujo excedente y el tubo de colecta. 

o Se colocó el DNAeasy micro spin column en un nuevo tubo de 2 ml de 

colecta 

Se añadieron 500 µl de buffer AW1 

Se centrifugó a 6 000 g (8 000 rpm) por 1 minuto  

Se descartó el tubo de colecta y su contenido. 

o Se colocó el DNAeasy micro spin column en un nuevo tubo de colecta 

de 2 ml  

Se añadieron 500 µl de buffer AW2  

Se centrifugó por 3 minutos a 20 000 g (14 000 rpm) 

Se descartó el tubo de colecta y su contenido. 

o Se colocó el DNAeasy micro spin column en un tubo cónico de micro 

centrífuga de 1,5 a 2 ml   

o Se añadieron 200 µl de agua grado molecular libre de ADNasas y 

ARNasas al tubo cónico de micro centrifuga de 1,5 a 2 ml previamente 

rotulado con el número de muestra correspondiente. 

o Se centrifugó a 6 000 g (8 000 rpm) por 2 minutos. 

El contenido final fue rotulado y almacenado en un congelador a -80°C para su 

posterior análisis.  

 

PCR del fragmento que codifica la Ciclooxigenasa II (Cox-II) 
 

Se utilizó el protocolo descrito por Nadler & Hudspeth (2000), con cebadores 

primordiales 211 (forward; 5′- TTTTCTAGTTATATAGATTGRTT TYAT-3′) y 210 

(reverse; 5′- CACCAACTCTTAAAATTATC-3′),  utilizando 5 µl de ADN, cada cebador 

a una concentración de 10 µmol y un volumen de 1 µl. Se agregó 12.5 µl de Taq PCR 

Master Mix Kit (Qiagen) y finalmente 5.5 µl de agua grado molecular libre de ADNasas 

y ARNasas para obtener un volumen total de 25 µl. Se utilizó el termociclador 
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SimpliAmp (Applied biosystems by life thecnologies) y el ciclo utilizado fue el siguiente: 

Predesnaturalización a 94°C por 4 minutos, 25 ciclos para la desnaturalización a 94°C 

por 30 segundos, alineamiento a 45°C por 30 segundos y extensión a 72°C por 50 

segundos, con una extensión final de 72°C por 5 minutos. 

 

PCR del fragmento de la subunidad ribosomal pequeña (ssrRNA) 
 

Se utilizó el protocolo descrito por D’amelio et al. (2007), con cebadores primordiales 

MH3 (forward 5′-TTG TTC CAG AAT AAT CGG CTA GAC TT-3′) y MH4.5 (reverse 5′-

TCT ACT TTA CTA CAA CTT ACT CC-3′), utilizando 4 µl de ADN, cada cebador a una 

concentración de 10 µmol y un volumen de 1 µl. Se agregó 12.5 µl de Taq PCR Master 

Mix Kit (Qiagen) y finalmente 6.5 µl de agua grado molecular libre de ADNasas y 

ARNasas para obtener un volumen total de 25 µl. Se utilizó el termociclador SimpliAmp 

(Applied biosystems by life thecnologies)  y el ciclo utilizado fue el siguiente: 

Predesnaturalización a 95°C por 10 minutos, 35 ciclos para la desnaturalización a 95°C 

por 30 segundos, alineamiento a 55°C por 30 segundos y extensión a 72°C por 60 

segundos, y una extensión final de 72°C por 10 minutos. 

 

Purificación y Secuenciación de los productos de PCR   
 

 Purificación de producto de PCR 

Se utilizó la enzima Exosap IT (Thermo Fisher Scientific), agregando 2 µl de enzima y 

5 µl de producto de PCR. Posterior, se utilizó el termociclador SimpliAmp (Applied 

biosystems by life thecnologies), en un solo ciclo a 34°C por 4 minutos y posteriormente 

80°C por un minuto. 

 

 Preparación de mezcla para secuenciación 

Se preparó la mezcla de la reacción para secuenciación con el Big Dye terminator 

Cycle Sequencing kit (Thermo Fisher Scientific), utilizando 3.5 µl de agua grado 

molecular libre de ADNasas y ARNasas, 3.5 µl de Sequencing Buffer, 1 µl de BigDye 

terminator y 1 µl de cada cebador utilizado (forward y reverse) dando un volumen de 9 

µl, agregando 1 µl de producto de PCR purificado, para obtener como volumen final 
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10 µl por pocillo. La secuenciación se realizó en un plato de 96 pocillos, colocándose 

en el termociclador SimpliAmp (Applied biosystems by life thecnologies) utilizando el 

siguiente ciclo: 96°C por 3 minutos, 45 ciclos de 96°C por 10 segundos, 53°C por 15 

segundos y 60°C por 4 minutos para finalmente mantenerse a 4°C hasta su 

purificación. 

 

 Purificación del producto de secuenciación 

Para la purificación del producto de secuenciación se utilizó el Bigdye Xterminator 

Purification Kit, para el cual se preparó una mezcla de 45 µl de solución SAM TM 

solution y 10 µl de Bigdye Xterminator Solution, agregándose a los 10 µl de cada 

pocillo, dando como volumen final 65 µl por pocillo en el plato de secuenciación. 

Posterior a esto,  el plato se colocó en un vortex y se mezcló por 30 minutos, para 

finalmente centrifugarse a 1 000 x g por 2 minutos para después ser colocada en el 

secuenciador.  

 

 Análisis de las secuencias y ensamblaje de los árboles filogenéticos  
 

Para el análisis de las secuencias obtenidas se utilizó el programa Sequencher versión 

4.1.4. Las secuencias ya editadas, se analizaron utilizando la herramienta digital Blast 

(NCBI). De la base de datos del NCBI, se obtuvieron las secuencias referencias para 

la creación del árbol filogenético. 

Los análisis filogenéticos de las secuencias con los fragmentos Cox-II y ssrRNA 

implicaron una alineación inicial utilizando MAFFT version 1.5.0 (Katoh & Standley, 

2013). Posteriormente, los alineamientos se visualizaron y analizaron utilizando 

Geneious Prime 2024.0.1 (Kearse et al., 2012). Los árboles de máxima probabilidad 

(Maximum likelihood) y los modelos de sustitución de nucleótidos se elaboraron 

utilizando IQ-TREE2 version 2.2.2.6 (Minh et al., 2020). Los modelos de sustitución de 

nucleótidos seleccionados con ModelFinder (Kalyaanamoorthy et al., 2017), 

implementado en IQ-TREE2, fueron UNREST+FO+I+G4 y TPM2u+F+I+G4, 

respetivamente. El soporte de los nodos se evaluó utilizando las opción -B 10 000 ultra 
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fast bootstraps (Hoang et al., 2018). Finalmente, para la visualización y anotación de 

árboles filogenéticos, se utilizó Geneious Prime y  iTOL v6 (Letunic & Bork, 2019). 

 

Los grupos externos utilizados durante el análisis de las secuencias fueron de 

Toxocara leonina y Ascaris suum. 
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De los 60 peces muestreados, se encontró un 26% (16/60) de prevalencia de 

anisakidos, todos morfológicamente identificados como Contracaecum (Figuras 3 y 4). 

La especie de pez con mayor prevalencia fue Mugil curema, con un 100% de 

prevalencia (15/15), seguida de Centropomus armatus con 6% (1/15). Las estructuras 

anatómicas donde se encontraron las larvas fueron en músculo (37 %), vísceras (94%) 

y cavidad celómica (25%), las cuales se pueden ver en la gráfica 1 y figura 5. Los 

valores morfométricos de los peces se presentan en el cuadro 5. 

  

Los resultados de PCR permitieron identificar bandas entre 500 y 600 pares de bases 

para la región Cox-II, mientras que para la ssrRNA, se amplifico una banda entre 600 

a 700 pares de bases (Figura 6 y 7). 

 

Los análisis de las secuencias obtenidas revelaron que los parásitos encontrados en 

Mugil curema obtuvieron un soporte mayor a 70 por el método de máxima probabilidad, 

lo que indica que pertenecen a la especie Contracaecum multipapillatum y las 

obtenidas de Centropomus armatus a Contracaecum jorgei (Figura 8 y 9).    

 
 
Gráfica 1. Prevalencias encontradas de larvas L3 de Contracaecum sp. en las 

especies de peces positivos.  
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Figura 3. Larva L3 del género Contracaecum con sus estructuras anatómicas 

craneales características.   

 
Figura 4. Larva L3 del género Contracaecum con sus estructuras anatómicas 

caudales características. 
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Figura 5. Estructuras anatómicas de los peces con presencia de larvas L3 del 

género Contracaecum. A (cavidad celómica), B (musculatura) y C (vísceras). 

 
Figura 6. Gel de agarosa al 1% teñido con bromuro de etidio con los productos de 

PCR región cox-II con una banda de entre 500 a 600 pares de bases, específicos 

para anisakidos. Los números del 1 al 2 corresponden a los pocillos con muestras 

procedentes de Centropomus armatus mientras que del 3 al 26 pertenecen a Mugil 

curema. Pb indica el marcador de 1000 pares de bases. 

 

 

Pb 1  2   3   4   5 6    7  8  9  10 11 12 13    14 15 16  17 18 19 20 21 22  23 24 25 26  
26 27 28 29 30 31   
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Figura 7. Gel de agarosa al 1% teñido con bromuro de etidio con los productos de 

PCR de la región ssrRNA con una banda entre 600 a 700 pares de bases, 

específicos para anisakidos. Los números del 1 al 2 corresponden a los pocillos con 

muestras procedentes de Centropomus armatus mientras que del 3 al 27 pertenecen 

a Mugil curema. Pb indica el marcador de 1000 pares de bases. 

 
 

 
 

 
 

Pb 1  2   3  4 5  6  7  8  9  10 11 12 13 14 15 16  17 18 19 20 21    22  23 24 25 26  26 27 
28 29 30 31   
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Figura 8. Relación filogenética circular entre secuencias de diferentes aislados de 

Contracaecum, del estudio y publicados, mediante el análisis de máxima probabilidad 

para el fragmento Cox-II, demostrando la caracterización de las especies 

Contracaecum jorgei y Contracaecum multipapillatum. 
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Figura 9. Relación filogenética circular entre secuencias de diferentes aislados de 

Contracaecum, del estudio y publicados, mediante el análisis de máxima probabilidad 

para el fragmento ssrRNA, demostrando la caracterización de las especies 

Contracaecum jorgei y Contracaecum multipapillatum. 
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La diferencia entre las prevalencias parasitarias de distintas especies de peces es uno 

de los factores determinantes para conocer cuál de ellas posee mayor potencial como 

hospederos intermediarios. En el presente estudio, Mugil curema fue la especie con 

mayor prevalencia, siendo descrita con un alto grado de adaptabilidad a diferentes 

grados de salinidad, además de ser capaz de migrar de estuarios a mar abierto; 

conducta migratoria descrita para poblaciones presentes desde México hasta Brasil 

(Avigliano et al., 2021). Sumado a esto, estudios recientes demuestran que la 

alimentación de algunos mugilidos (Mugil curema y Mugil liza) puede variar 

dependiendo del área donde se encuentre, indicando que la alimentación 

generalmente plantónica que se observa en mar abierto, cambia a alimentación 

bentónica en los estuarios (Vollrath et al., 2021), por lo que esta conducta alimenticia 

podría ser relevante. Los estadios larvales del parásito, previo a lo encontrado en este 

estudio, suelen utilizar como hospederos intermediarios a organismos menores en la 

cadena trófica, como son los bentónicos (Ángeles-Hernández et al., 2020). Esto 

permitiría explicar el alto grado de parasitosis encontrado en Mugil curema.  

 

En la segunda especie mayormente parasitada, Centropomus armatus, se encontró 

una prevalencia mucho menor a la encontrada en Mugil curema. En otros estudios se 

ha encontrado Contracaecum con prevalencias del 48% y Anisakis physeteris en 

prevalencias de 42% (Castellanos et al., 2018; Castellanos-Garzón et al., 2020). Las 

únicas especies estudiadas anteriormente en Panamá son de la Familia Lutjuanidae 

(Borrero. A, 2023) y al igual que en este estudio, Lujtuanus colorado, especie 

perteneciente a esta familia, no presentó parásitos, lo que nos lleva a suponer que uno 

de los factores que podrían influir en las parasitaciones de estos peces, podría ser la 

dieta, ya que de las cuatro especies estudiadas, solamente el Mugil curema se 

caracteriza por tener una dieta omnívora. Esto contrasta con un estudio realizado en 

El Salvador, donde en las especies Lutjanus guttatus y Cynoscion stolzmanni se 

encontraron parasitadas por Contracaecum sp. en un 77.08% y 22.92% 

respectivamente (Guevara Carranza et al., 2016). Esto nos permite asumir entonces 

que, además de la dieta, pueden existir otros factores, desconocidos hasta el 



46 

 

momento, involucrados en la transmisión de estos parásitos a los hospederos 

intermediarios en el pacífico panameño.  

Los hospederos definitivos de los parásitos del género Contracaecum son, en su 

mayoría, aves piscívoras y algunos pinnípedos (Ángeles-Hernández et al., 2020). 

Panamá es un país que se carateriza por, la gran presencia de aves, incluyendo las 

piscívoras, que en otras partes del mundo se han descrito como hospederos definitivos 

del género Contracaecum, dentro de los cuales está descrito el pelicano pardo 

americano (Pelecanus occidentalis) y el cormorán neotropical (Nannopterum 

brasilianus) (Ángeles-Hernández et al., 2020). En América se ha demostrado la 

presencia de diversas especies de Contracaecum en estas especies (D’amelio et al., 

2007; L. Garbin et al., 2011; L. E. Garbin et al., 2013; Lucas Emiliano Garbin et al., 

2023). Esto nos permite llegar a pensar que estas especies podrían estar realizando 

un rol como hospederos definitivos, siendo capaz de perpetuar el ciclo de estos 

parásitos en la región. 

 

Contracaecum jorgei es una especie recientemente descrita (Sardella et al., 2020), y 

desde esta primera descripción, se han realizado trabajos que han demostrado nuevos 

hospederos intermediarios y distribuciones geográficas para esta especie en diversos 

puntos de América; la más reciente ha sido en Colombia, en peces del río Porce (Rave, 

2024. artículo no publicado). En Brasil, una de las especies descrita como hospedero 

intermediario de este parásito ha sido Centropomus undecimalis, al que se le ha 

determinado una prevalencia del 66.7% (Duarte et al., 2024), siendo este autor el que 

refirió el hecho de haberse cometido un error en la identificación molecular de 

Contracaecum jorgei, al ser confundida con Contracaecum multipapillatum en Costa 

Rica y Guatemala (Choc-M et al., 2020).  

 

Otro aspecto de relevancia en este estudio, hace referencia a la capacidad zoonótica 

del género Contracaecum, la cual no ha sido demostrada hasta el momento,  

comparándola con otros géneros de anisakidos. En este sentido, se ha descrito, un 

reporte en humanos donde el autor indica no haber podido llegar a identificar 

claramente al agente etiológico, siendo, aun así, reportado como género 
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Contracaecum (Shamsi & Barton, 2023). Bajo esta premisa otros autores han 

comentado la importancia de lograr la identificación mediante el uso de herramientas 

moleculares, como la PCR, debido a que la identificación morfológica, especialmente 

de los estadios larvarios, solo permite llegar hasta a nivel de género, y los adultos solo 

se encuentran en los hospederos definitivos (Falla-Zuñiga et al., 2021; Shamsi & 

Barton, 2023). Esto puede llevar a realizar diagnósticos erróneos como el citado 

anteriormente (Shamsi & Barton, 2023).  Estos reportes, recalcan igualmente, la 

importancia en continuar las investigaciones para hacer conciencia, sobretodo a las 

entidades de salud de los países, sobre la presencia del parásito y exhortar su inclusión 

dentro de los diagnósticos diferenciales en los casos que se caracterizan 

principalmente por cuadros gastrointestinales. 
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 Este estudio constituye el primer reporte de Contracaecum jorgei y 

Contracaecum multipapillatum, caracterizados tanto morfológica y 

molecularmente, en dos especies de peces comercializados en Panamá. 

 El análisis filogenético permitió establecer un soporte del 97 al 100 por ciento 

utilizando el método de máxima probabilidad para Contracaecum jorgei y 

Contracaecum multipapillatum con ambos marcadores moleculares, lo que 

permite identificar con veracidad que las especies descritas fueron las 

encontradas en los peces estudiados. 

 Se desconoce el potencial zoonótico de estas especies identificadas, sin 

embargo, es necesario continuar las investigaciones para conocer más sobre 

aquellos parásitos presentes en peces de valor comercial.   
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 Incentivar nuevas investigaciones que permitan identificar otras especies de 

hospederos intermediarios y de parásitos que puedan representar un riesgo 

para la salud publica  

 Informar a los profesionales de la salud para que estén conscientes de la 

presencia de parásitos de este grupo en Panamá, para que las 

enfermedades asociadas a éstos, sean incluidos dentro de los diagnósticos 

diferenciales. 

 Exhortar a las autoridades de salud de Panamá para que eduquen a la 

población y a las personas que se dedican a la captura y venta de peces 

para consumo, que tengan conocimiento sobre este parásito e implementar 

medidas para evitar la infección a los humanos.   
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