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RESUMEN

La prevención y el control de las parasitosis constituyen eslabones fundamentales en las diferentes 
etapas del proceso productivo de la industria pesquera, debido a que estos agentes pueden causar 
importantes problemas económicos y riesgos para la salud. Existen ciertas especies de parásitos que 
poseen un efecto devastador en la producción acuícola, ya que encuentran en las estaciones de cría, 
el lugar ideal para reproducirse. En consecuencia, es necesario utilizar tratamientos de inactivación 
adecuados para garantizar la calidad del producto alimenticio, conservar sus características organo-
lépticas y evitar el contagio de las personas por parásitos zoonóticos. Se realizó una búsqueda biblio-
gráfica con el objetivo de describir los principales métodos de inactivación de parásitos zoonóticos re-
portados en Argentina. La congelación, cocción, salazón, marinado, ahumado e irradiación constituyen 
tratamientos postulados para asegurar la inocuidad de diversos productos y subproductos pesqueros 
cuando son aplicados bajo determinadas condiciones. Las regulaciones sobre parasitosis, guías y do-
cumentos para la industria y educación de los consumidores constituyen estrategias fundamentales 
para producir alimentos seguros para la población.
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ABSTRACT

The prevention and control of parasites are essential tasks in the fishing industry that tend to avoid sig-
nificant economic problems and health risks. There exists some parasites that have a devastating effect on 
aquaculture, since they find the ideal place to reproduce in the breeding stations. Consequently, it is neces-
sary to use appropriate inactivation methods on fish to guarantee the quality of the food product, preserve 
its organoleptic characteristics and avoid the contagion of people by zoonotic parasites. To this end, a 
bibliographic search was carried out in order to describe the main methods of inactivation of zoonotic fish 
borne parasites reported in Argentina. Freezing, cooking, salting, marinating, smoking and irradiation are 
postulated as possible treatments to ensure the safety of various fish products and by-products when they 
are applied under certain conditions. Regulations on parasites, guides and documents for industry and 
consumer education constitute fundamental strategies to produce safe food for the population.
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INTRODUCCIÓN

Se estima que la producción de pescado a 
nivel mundial alcanzó unos 179 millones de tone-
ladas en 2018. De ese total, la acuicultura aportó 
el 46 %, y el 52 % tuvo como destino el consumo 
humano25. La ingesta de pescado en el mundo en 
el año 2018 fue de 20,5 kg per cápita.

Existe una tendencia al aumento del con-
sumo de este tipo de productos y según la FAO en 
el año 2017, el pescado representó el 17 % de la 
proteína de origen animal que se consume y el 7 
% de todas las proteínas consumidas en el mundo.

La captura pesquera en Argentina, para 
el año 2020 fue de 790.000 t anuales, siendo las 
especies más importantes de peces la merluza 
común (Merlucius hubbsi), especies del variado 
costero, siendo las más importantes la corvina 
(Micropogonias furnieri), la pescadilla (Cynoscion 
guatucupa), el besugo (Pagrus pagrus), la caballa 
(Scomber japonicus), las rayas en general y de am-
bientes continentales el sábalo (Prochilodus linea-
tus) y la boga (Megaleporinus obtusidens). El 58 % 
de las parasitosis transmitidas por los alimentos 
listadas según el ranking de riesgo de la FAO/
WHO en 2012 pueden estar asociadas al consumo 
de alimentos de origen animal, entre las que se 
encuentran aquellas parasitosis vinculadas con el 
consumo de animales marinos y dulceacuícolas70.

Los peces son hospedadores de diversos 
parásitos, que, según el agente involucrado, pue-
den tener un impacto negativo en el producto pes-
quero y/o en la salud de las personas. La mayoría 
de estos organismos son encontrados durante el 

procesamiento del pescado en los órganos que se 
descartan, sin embargo muchos pueden estar pre-
sentes en el tejido muscular54.

En los últimos años, el consumo de pes-
cado crudo se ha convertido en una tendencia cu-
linaria gracias al aumento de la popularidad del 
sushi, ceviche, sashimi, gravlax, entre otros, lo que 
podría traer como consecuencia un incremento en 
el riesgo de exposición de los consumidores a las 
parasitosis transmitidas por estos productos53.

Las zoonosis parasitarias asociadas al 
consumo de productos pesqueros crudos o insufi-
cientemente cocidos pueden ser causadas por ne-
matodes, cestodes, trematodes, acantocéfalos, en-
tre otros y dentro de estos grupos, los anisákidos, 
constituyen los nematodes más frecuentes desde 
el punto de vista sanitario12, 45, 66.

Las larvas de los nematodes pertenecien-
tes a la familia Anisakidae se encuentran amplia-
mente distribuidas en distintas poblaciones de 
peces a lo largo del mundo38, 43, 46. Dentro de esta 
familia encontramos géneros zoonóticos como 
Anisakis spp., Pseudoterranova spp. y Contracae-
cum spp. Estos tienen un ciclo de vida acuático 
que involucra a crustáceos como primeros hos-
pedadores intermediarios y como segundos hos-
pedadores intermediarios, en el caso de Pseudo-
terranova y Contracaecum, a los peces, y peces 
y calamares en el caso de Anisakis1,33,34,39,40. Los 
ejemplares adultos de Contracaecum, se encuen-
tran comúnmente en distintos tipos de lobos ma-
rinos y aves piscívoras44, mientras que las especies 
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de los géneros Anisakis y Pseudoterranova pueden 
tener como hospedadores definitivos a cetáceos y 
pinnípedos respectivamente32, 63.

Las personas pueden contraer la infección 
por anisákidos al consumir productos pesqueros 
que contienen larvas L3, las que pueden penetrar 
en la mucosa gastrointestinal y causar dolor ab-
dominal severo, náuseas, vómitos, y diarrea3. Sin 
embargo, en la infección por estos parásitos, lo 
más frecuente es observar en los pacientes una 
respuesta alérgica, que puede desencadenar sín-
tomas clínicos que van desde la aparición de urti-
caria hasta shock anafiláctico13. La anisakiosis es 
una enfermedad zoonótica muy importante, ha-
biéndose reportado un aumento sustancial en su 
prevalencia en las últimas dos décadas a lo largo 
de todo el mundo13.

Dibothriocephalus y Adenocephalus son 
dos agentes parasitarios que pertenecen a la fa-
milia Diphyllobothriidae cuyos estadios adultos 
pueden infectar a las personas y producir vómitos, 
eosinofilia, diarrea, dolor abdominal y anemia42, 55. 
Sus ciclos biológicos se encuentran íntimamente 
conectados con los ambientes acuáticos. Las aves 
ictiófagas y los carnívoros domésticos y silvestres 
como perros, gatos, zorros y visones, entre otros, 
también pueden actuar como hospedadores de-
finitivos de Dibothriocephalus, mientras que los 
lobos marinos como hospedadores de Adeno-
cephalus. Los copepódos y los peces actúan como 
primeros y segundos hospedadores intermedia-
rios respectivamente 61, 69.

Los acantocéfalos de los géneros Bolbo-
soma y Corynosoma son parásitos que tienen un 
ciclo de vida del tipo predador-presa en donde 
los cetáceos y pinípedos albergan en su intesti-
no a los estadios adultos, actuando como hospe-
dadores definitivos, mientras que los crustáceos 
actúan como primeros hospedadores interme-
diarios y los peces como segundos hospedadores 
intermediarios. Si bien los casos documentados 
de infecciones humanas son escasos y se circuns-
criben principalmente a Japón, se estima que esta 
enfermedad podría surgir en cualquier parte del 
mundo, debido al consumo de peces o calamares 
crudos con cistacantos 26, 35,48,60.

Ascocotyle longa es un digeneo donde los 
mamíferos y aves acuáticas actúan como hospe-
dadores definitivos y los moluscos y peces como 
hospedadores intermediarios59. Se han reportado 
casos ocasionales en seres humanos14.

En Argentina, las enfermedades parasita-
rias transmitidas por el consumo de productos pes-
queros no son eventos de notificación obligatoria, 
por lo que no existen estadísticas oficiales sobre el 
impacto de las mismas en la población humana.

La presente revisión tiene como objetivo 
describir los principales métodos de inactivación 
de parásitos zoonóticos reportados en Argentina. 
Si bien A. simplex sólo fue descrito en el hemisfe-
rio norte hasta el presente, se han incorporado 
los trabajos realizados sobre este parásito ya que 
aportan la mayor fuente de información sobre los 
efectos de métodos de inactivación en anisakidos.

TRATAMIENTOS DE INACTIVACIÓN

La congelación, cocción, salazón, marina-
do, ahumado e irradiación constituyen tratamien-
tos postulados para asegurar la inocuidad de di-
versos productos y subproductos pesqueros.

Congelación

La congelación es uno de los métodos más 
conocidos que existen para extender la vida útil de 
los alimentos ya que permite detener o inhibir los 
procesos microbiológicos y enzimáticos que los mo-
difican. Es un método convencional y de fácil aplica-
ción que mantiene la estabilidad de los alimentos sin 
perder la calidad inicial36. La congelación influye en 
el estado físico del alimento debido a la transforma-
ción del agua en hielo. Para ello se requiere una tem-
peratura de alrededor de -18 ° C 15, 52.

Una forma eficaz de inactivar larvas de 
anisakidos es el procesamiento térmico de pro-
ductos pesqueros a temperaturas bajo cero. Sin 
embargo, algunos estudios han revelado que estos 
parásitos tienen la capacidad de sobrevivir a la 
congelación a temperaturas por debajo de 0 °C3, 47, 

71. En el caso de Anisakis spp., Wharton y Aalders71 
atribuyen este fenómeno a la producción de treha-
losa, que tendría un efecto crioprotector.

En un estudio realizado por Podolska y 
col50, los autores evaluaron la capacidad para in-
activar larvas aplicando distintas condiciones de 
frío (temperaturas, tiempos y equipos) sobre file-
tes de bacalao del Atlántico (Gadus morhua) y so-
bre arenque (Clupea harengus) entero (sin extraer 
órganos) naturalmente infectados con A. simplex 
y Pseudoterranova spp. Los autores encontraron 
que las larvas de A. simplex y Pseudoterranova 
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spp. presentes en los filetes murieron a partir de 
-15 °C. Sin embargo, no todas las larvas de A. sim-
plex murieron en el pescado entero sometido a las 
condiciones de temperatura -15, -18 y -20 °C por 
24 h. En otro estudio realizado en salmones rojos 
(Oncorhynchus nerka) enteros y eviscerados y pe-
ces roca canarios (Sebastes pinniger) enteros na-
turalmente infectados, se estudió el efecto de las 
condiciones de ultracongelación en la viabilidad 
de larvas de A. simplex. No se encontraron larvas 
viables luego de someter a los pescados a -35 °C 
durante 24, 48 o 72 h16.

Algunos autores encontraron que el tiem-
po necesario para eliminar las larvas es directa-
mente proporcional a la temperatura de conge-
lación. Adams y col.3 determinaron que el tiempo 
mínimo requerido para eliminar A. simplex presen-
tes en filetes de lenguado de diente de flecha (Athe-
resthes stomias) sometidos a temperaturas de - 15, 
-20, -30 y -40 °C fue de 96, 60, 12 y 9 h, respectiva-
mente. Por otro lado, Oh y col47 evaluaron la viabili-
dad de larvas de Anisakis provenientes de vísceras 
de congrio (Conger myriaster) que fueron extraídas 
e introducidas experimentalmente en calamares 
(Sepioteuthis sepioidea) y abadejos de Alaska (The-
ragra chalcogramma) y evidenciaron la inactiva-
ción de todas las larvas sometidas a las siguientes 
condiciones: -20 °C por 48 h y -40 por 24 h.

La capacidad del frío para inactivar estadios 
inmaduros de cestodes en peces no se encuentra 
ampliamente documentada en la bibliografía cien-
tífica. Titova65 sugirió que el tiempo de congelación 
requerido para matar los plerocercoides de Diphy-
llobothrium latum (actualmente Dibothriocephalus 
latus) presentes en lucios (Esox lucius) sería directa-
mente proporcional al peso del pescado. A una tem-
peratura de exposición de -6 °C fueron necesarios 7 
días para un animal de 9 kg mientras que 2 días para 
uno de 700 g. Feachem y col20 señalan que la tempe-
ratura de -10 °C durante 8 a 72 h dependiendo del 
grosor del pescado permite la inactivación de plero-
cercoides de Diphyllobothrium latum. Sin embargo, 
en otro estudio realizado sobre plerocercoides de 
Diphyllobothrium presentes en distintas especies de 
peces de agua dulce cuyos pesos estaban compren-
didos entre 16,7 g a 2460 g, se determinó que a las 
24 h de exposición a -18 °C los estadios larvarios 
fueron inactivados, independientemente del tamaño 
del pescado analizado31.

Estudios realizados en plerocercoides 
libres extraídos de su matriz dan cuenta que la 

acción del frío a una temperatura de -10 °C resul-
tó en la pérdida de infectividad de estas formas 
juveniles19, 56.

Calor

El calor es uno de los métodos más con-
fiables28 y ampliamente utilizados, y, al igual 
que la congelación, permite la inactivación de 
microorganismos y enzimas presentes en los 
alimentos. Al utilizar este tratamiento, se pue-
den producir alimentos de larga vida útil que 
pueden no requerir refrigeración posterior. 
También es fácil controlar las condiciones del 
proceso durante el tratamiento, siempre que se 
cuente con los instrumentos adecuados. Otras 
ventajas citadas son la destrucción de algunos 
elementos antinutricionales que pueden estar 
presentes en los alimentos y la facilidad de di-
gestión y absorción de algunos de los nutrientes 
(por ejemplo: facilitación de la digestión de pro-
teínas, gelatinización de almidón)7, 8.

La cocción a una temperatura igual o 
mayor a 60 °C por un minuto sería suficiente 
para eliminar larvas de Anisakis spp.10. Sin em-
bargo, Sanchez Alonso y col57, realizaron una 
experiencia para evaluar el efecto de distintas 
condiciones de temperaturas y tiempos sobre 
Anisakis spp. Para ello, inocularon experimen-
talmente filetes de merluza (Merluccius merluc-
cius) con larvas de Anisakis spp. Estos autores 
encontraron que, en algunas de las muestras 
que alcanzaron los 60 °C en el centro térmico 
durante un minuto, esta condición no fue su-
ficiente para eliminar la totalidad de las L3 de 
Anisakis, necesitando al menos 8 minutos.

Al igual que lo expuesto previamente para 
el tratamiento por congelación, diversos autores 
estudiaron la relación del grosor del filete/pesca-
do entero y el tiempo y temperatura requeridos 
para inactivar los estadios infectantes de anisaki-
dos. En este sentido, se sugirió que para filetes de 
30 mm de grosor, una temperatura de 70 ° C du-
rante 7 min o de 60 °C durante 10 min sería eficaz 
para matar larvas de Pseudoterranova decipiens 
presentes en el bacalao. Gago Cabezas27 remarcó 
que sería necesario aplicar unos 60 °C por 10 a 12 
minutos por pulgada (2,54 cm) de grosor del pes-
cado para producir la inactivación.

El efecto del calor sobre metacercarias de 
Ascocotyle longa presentes en lisas (Mugil spp.) 
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fue analizado por algunos investigadores. Borges 
y col.11 encontraron que es necesaria una tempe-
ratura de por lo menos 60 °C por 15 minutos para 
eliminar las metacercarias inoculadas experimen-
talmente en filetes de Mugil liza. Por otro lado, Ro-
driguez y col54 estudiando filets de Mugil platanus 
naturalmente infectados, reportaron que a una 
temperatura de 55 °C por 1 minuto en el centro 
del producto se produjo la inactivación de las me-
tacercarias de A. longa.

Según Salminen56, los plerocercoides de 
D. latum pueden ser inactivados a una tempera-
tura de 56 °C por 5 minutos. Peduzzi y Boich49 
señalan que la cocción a 50 °C durante 10 mi-
nutos permite la inactivación de plerocercoides 
de D. latum.

Los hornos a microondas permiten coci-
nar o calentar los alimentos de manera simple, 
rápida, y práctica. Su funcionamiento involucra 
mecanismos iónicos y dieléctricos. A lo largo del 
tiempo se han realizado diversos estudios con el 
fin de evaluar el efecto de las microondas sobre 
patógenos presentes en alimentos. Lanfranchi y 
Sardella41 estudiaron el efecto de las microondas 
sobre filetes de pescado en forma de sándwich 
experimentalmente inoculados con Anisakis 
spp. Para ello, utilizaron un horno microondas 
comercial al 75 % de poder (600 W) durante 1 
minuto, y evidenciaron la ausencia de larvas vi-
vas cuando la temperatura interna del producto 
fue de 75,56 °C. Vidaček y col68 también obser-
varon la inactivación de larvas de Anisakis spp. 
experimentalmente inoculadas en sandwiches 
de filetes de merluza (Merluccius merluccius) 
pero a temperaturas de 60 °C (800 W) y 70 °C 
(1000 W) durante 5 y 3 minutos respectiva-
mente. Por otro lado, Adams y col.2 estudiaron 
el efecto de las microondas de un horno comer-
cial al 100 % de poder (700W) sobre filetes de 
Atheresthes stomias naturalmente infectados y 
sobre sandwiches de filetes experimentalmen-
te inoculados con Anisakis spp., que a diferen-
cia de los anteriores fueron rotados durante su 
procesamiento. Los autores encontraron que el 
porcentaje de supervivencia de las larvas de A. 
simplex a una misma temperatura fue menor en 
los sandwiches que en los filetes. Los nemato-
des no sobrevivieron cuando la temperatura in-
terna en los sándwiches y filetes fue ≥ 65 °C o 77 
°C, respectivamente2.

Salazón y marinado

Son métodos tradicionales que permiten 
la preservación del pescado y podrían lograr inac-
tivar larvas de nematodes. Existen estudios sobre 
los efectos de distintas concentraciones de NaCl 
(sal común) y ácido acético en diferentes tipos de 
preparaciones con pescados que permiten inacti-
var los parásitos presentes en ellos.

Algunos países como España y Francia 
determinaron condiciones técnicas de salado y 
marinado que permiten la inactivación de las lar-
vas de parásitos. En España, el Comité Científico 
de Agencia Española de Seguridad Alimentaria 
y Nutrición (AESAN) aseveró que el tratamiento 
por congelación no es necesario para aquellos 
productos pesqueros que alcancen una concen-
tración de NaCl por encima del 9 % por al me-
nos 6 semanas, entre 10-20 % por 4-5 semanas o 
más del 20 % por un mínimo de 3 semanas4. En 
cuanto al salado, la Agencia Francesa de Seguri-
dad Alimentaria (AFSSA), reportó que para pre-
paraciones tradicionales y para pequeñas canti-
dades, los niveles de salinidad del 20 % producen 
la inactivación del parásito en 21 días, mientras 
que concentraciones del 15 % requieren 28 días. 
AFSSA también señala que el marinado con 10% 
de ácido acético y 12 % de sal, mantenido por 5 
días a 4 °C, no es peligroso para la salud, así como 
productos pesqueros con porcentajes de sal en-
tre el 6 % y el 12 % de ácido acético por 13 días a 
4 °C18. En la tabla 1 se resumen los trabajos reali-
zados por distintos autores.

Si bien este tipo de procesamiento puede 
resultar ventajoso en circunstancias en las que no 
se dispone de energía eléctrica, la salazón y el ma-
rinado pierden sus propiedades larvicidas si las 
concentraciones de NaCl y / o ácido acético son 
insuficientes o cuando los tiempos de contacto 
son demasiado cortos37.

Ahumado

Es un proceso que utiliza el humo que se 
obtiene por la combustión de la madera, con un 
aporte limitado de aire. Tiene como finalidad no 
solo la conservación del alimento sino también 
conferir sabor al producto. Las técnicas de ahu-
mado se pueden clasificar en: ahumado en frío y 
ahumado en caliente.
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Tabla 1. Métodos de preservación evaluados que lograron el 100% de inactivación de L3 de anisakidos presentes 
en diferentes especies de pescados.

Método de preservación evaluado  Matriz que contenía las 
L3 

Referencia 

5% NaCl por 17 semanas o más 
 
6–7% NaCl por 10–12 semanas 
 
Salmuera con 6.3% de NaCl y 3,7% de ácido 
acético por 28 días. 
 

Arenque Karl y col 37 

6% ácido acético, 10% NaCl por 24 h. 
Posteriormente se adiciono aceite de girasol y 
se refrigeró a 4 °C por 13 días.  

Sardinas EFSA18 

Marinado en 2,6% ácido acético y 5–6% de sal 
por 12 semanas. 
Marinado en 2,6% ácido acético y 8-9% de sal 
por 6 semanas. 

Arenque Doyle17 

6% ácido acético (vinagre) y 12% NaCl por 13 
días a 4 °C. 
10% ácido acético y 12% NaCl por 5 días a 
4°C. 
20% ácido acético; 12% NaCl por 3 días a 4°C. 
30% ácido acético; 12% NaCl por 3 días a 4°C. 
40% ácido acético; 12% NaCl por 2 días a 4°C.

 

Anchoas 
(Engraulis encrasicholus) 

Sanchez-Monsalvez y col 58 

Pre Salado por inmersión en solución 
sobresaturada de NaCl durante 4 días. Luego, 
se aplica una técnica local de salado comercial: 
una capa de pescado, una capa de sal 
(sucesivamente) por más de 16 horas. 

Anchoíta (Engraulus 
anchoita) 

Lanfranchi y Sardella 41 

Salmuera con 13% de NaCl a 5°C por 24 h y 
posteriormente maduración en sal seca a 5° por 
15 días. 

Bacalao (Gadus morhua) Smaldone y col 64 

ambiente controlado. Los productos se some-
ten a temperaturas de 70°C a 80°C por 3 a 8 h51. 
Las larvas de A. simplex son destruidas bajo tales 
condiciones23. De la misma manera, Salminen56 
encontró que el efecto del ahumado sobre plero-
cercoides de D. latum en peces depende solo de las 
altas temperaturas, mientras que el efecto de los 
constituyentes del humo fue considerado de me-
nor importancia.

Cabe destacar que el sabor ahumado no 
implica necesariamente que se haya aplicado el 
tratamiento tecnológico correspondiente, sino 
que en algunos casos corresponde a la aplicación 
de un saborizante llamado humo líquido, con lo 
cual sería necesario aplicar los tratamientos inac-
tivantes arriba mencionados.

El ahumado en frío se puede utilizar como 
potenciador del sabor, por ejemplo, para el salmón 
o las vieiras, y las temperaturas para este proceso 
se mantienen por debajo de 38 °C. El proceso dura 
desde unas pocas horas hasta varios días. La evi-
dencia señala que luego del ahumado del salmón 
(Onchorhynchus keta) naturalmente infectado con 
Anisakis spp. a una temperatura de 25.6 °C por 12 
h las larvas permanecen vivas29. Resultados simi-
lares fueron reportados en arenque del Pacífico 
(Clupea harengus pallasi), donde las larvas de A. 
simplex se mantuvieron viables luego de un trata-
miento previo en salmuera y ahumados a una tem-
peratura promedio de 19 °C por 24 h30.

Por otro lado, el ahumado en caliente 
expone los alimentos al humo y al calor en un 
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Irradiación

La irradiación (aplicación de radiación 
ionizante) es una tecnología que mejora la segu-
ridad y la vida útil de los alimentos, mediante la 
disminución o eliminación de los microorganis-
mos presentes en ellos. Es uno de los métodos más 
importantes para la preservación de alimentos.

Arvanitoyannis y col.6 señalan que la irra-
diación es un método de bajo costo y muy efectivo 
que permite prolongar la vida media de los pro-
ductos pesqueros de 3 a 5 veces más que los mé-
todos tradicionales.

El efecto de los rayos gamma difiere se-
gún el parásito, el estadio parasitario y el tipo de 
alimento, lo que se refleja en la amplia variación 
de la dosis efectiva mínima necesaria para produ-
cir la inactivación de estos organismos.

van Mameren y Houwing67 encontraron 
que para inactivar Anisakis spp. en arenque salado 
eran necesarias dosis de 6 a 10 kGy. En un estudio 
realizado en anguila de mar (Anago anago), Seo 
y col.62 no pudieron inactivar las larvas de tercer 
estadio de A. simplex con una dosis de irradiación 
mayor a 1 kGy. Resultados similares fueron arro-
jados por otro estudio donde se observó que las 
larvas de A. simplex fueron altamente resistentes a 
dosis de irradiación de 2 a 10 kGy24.

El efecto de la irradiación con dosis de 1 
a 10 kGy sobre A. longa presentes en lisas (Mugil 
sp) fue estudiado por Antunes y col.5, quienes re-
portaron que 4 kGy sería la dosis necesaria para 
controlar el A. longa, sin modificar el olor, color o 
la apariencia interna o externa del pescado.

La información que existe en cuanto a la 
modificación de las características organolépticas 
luego de la exposición de los productos pesqueros 
a la irradiación, con el propósito de la inactivación 
de nematodes es inconsistente9.

DISCUSIÓN Y CONCLUSIONES

A partir de los trabajos científicos analiza-
dos se observó que los métodos de inactivación de 
parásitos presentes en productos pesqueros que 
contribuyen a disminuir el riesgo de ictiozoonosis y 
que se encuentran más fácilmente al alcance del con-
sumidor serían la congelación y la cocción térmica.

La eficacia de la congelación de los pro-
ductos pesqueros depende de muchos factores, 
por ejemplo, la especie de pescado (si es graso o 

magro), el tipo de materia prima (si son filetes o 
pescado entero), la masa y el volumen del produc-
to pesquero, la potencia y el porcentaje de ocupa-
ción de la fuente generadora de frío 3, 16, 50, 71.

El tratamiento para eliminar parásitos 
viables en productos pesqueros destinados al con-
sumo humano es obligatorio en muchos países de 
la UE, Estados Unidos y Canadá. La normativa eu-
ropea (Reglamento de la UE n.° 1276/2011) exige 
que los operadores de empresas alimentarias ase-
guren que la materia prima o el producto termi-
nado se someta a un tratamiento de congelación 
para eliminar los parásitos viables que pueden su-
poner un riesgo para la salud del consumidor. En 
el caso de parásitos distintos de los trematodes, 
el tratamiento de congelación debe consistir en 
bajar la temperatura en todas las partes del pro-
ducto como mínimo al menos a – 20 °C durante 24 
horas a – 35 °C durante 15 horas.

La Administración de Drogas y Alimen-
tos de los EE. UU. (FDA) recomienda que todos los 
mariscos y pescados destinados al consumo crudo 
deben congelarse rápidamente a -35 °C o menos du-
rante 15 horas o congelarse regularmente a -20 °C o 
menos durante 7 días 22.

En Argentina, la orden de servicio (OS) 
N°8/2012 establece la obligatoriedad para las 
empresas del congelamiento como método para 
combatir a Anisakis, reconocido en el Reglamento 
1276/2011 de la UE como el parásito implicado 
en problemas de salud.

El pescado crudo, marinado, o parcial-
mente cocido, debería ser tratado, según las reco-
mendaciones internacionales para garantizar la 
inactivación de larvas de anisakidos así como de 
plerocercoides de D. latus. Dado que el rango de 
congelación en los freezers domésticos va desde 
los -6 °C hasta los -24 °C de temperatura prome-
dio, de 1 a 4 estrellas (* a ****), y que las tempera-
turas efectivas para inactivar las larvas de nema-
todes anisákidos son a partir de los -20° C, sólo 
los freezers clasificados como de tres (***) o más 
estrellas son recomendados para este propósito, 
siempre y cuando su funcionamiento sea óptimo.

Los autores concuerdan que la cocción 
a temperaturas mayores a 60° C en el centro del 
pescado por al menos 1 minuto es suficiente 
para inactivar parásitos. Estos resultados se con-
dicen con lo señalado por la normativa de la UE 
1276/2011. Sin embargo, la FDA22 señala que los 
pescados deberían cocinarse adecuadamente has-
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ta alcanzar una temperatura interna de aproxima-
damente 63°C. El tiempo necesario para alcanzar 
la temperatura de inactivación dependerá del es-
pesor de la pieza 16, 27.

En cuanto a la cocción en horno a mi-
croondas, la evidencia2, 41, 68 señala que bajo deter-
minadas condiciones se puede producir la inacti-
vación de anisakidos. Sin embargo, hay que tener 
en cuenta varios factores como por ejemplo la po-
tencia utilizada, el tamaño de la pieza, la rotación, 
su cobertura, que incidirán en el resultado final. Al 
respecto, la normativa UE 1276/2011 no la men-
ciona, mientras que la FDA21 recomienda cubrir 
el producto, que la temperatura alcance los 74 °C, 
rotarlo a la mitad de la cocción y dejarlo reposar 
por 2 minutos.

La bibliografía analizada sobre el salado y 
marinado de los productos pesqueros, demuestra 
que bajo determinadas condiciones estos méto-
dos podrían ser utilizados con el fin de inactivar 
larvas de anisakidos. Sin embargo, debido a que es 
necesario contar con el equipamiento adecuado 
para determinar y monitorear las concentracio-
nes de sal y ácido durante todo el proceso, es reco-
mendable congelar previamente la materia prima, 
especialmente en preparaciones caseras o que in-
volucren un nivel inadecuado de tecnificación.

El ahumado en frío no sería un método 
apropiado para inactivar parásitos, debiéndose 
combinar previamente con la congelación para 
garantizar la inocuidad del alimento. En contras-
te, el ahumado en caliente sería efectivo siempre y 
cuando se cumplan con la temperatura y el tiem-
po necesarios para inactivar anisakidos y plero-
cercoides de D. latus presentes en los productos 
pesqueros.

Dependiendo la matriz utilizada, la bi-
bliografía señala que la irradiación sería efectiva 
en un rango de dosis desde los 2 kGy hasta 10 kGy. 
Sin embargo, los datos que existen en la literatura 
resultan insuficientes para demostrar si son efec-
tivos como métodos alternativos a la congelación.

Del análisis de la bibliografía encontra-
mos que distintos métodos han demostrado ser 
eficaces para inactivar los estadios infectantes de 
los parásitos transmitidos por productos pesque-
ros. Sin embargo, entendemos que la implemen-
tación de muchos de ellos por parte de los ela-
boradores de productos alimenticios artesanales 
puede resultar dificultosa, lo que podría derivar 
en un incremento del riesgo de infección para el 

consumidor. Asimismo, encontramos que la ma-
yor parte de la evidencia científica que sustenta el 
empleo de tecnologías para la inactivación de pa-
rásitos refiere a anisakidos. Por ello, creemos que 
es necesario ahondar en el estudio de los métodos 
de control sobre estos y otros parásitos presentes 
en peces de Argentina y de riesgo zoonótico.
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