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1 RESUMEN 

 

Introducción: Toxocara canis es un geohelminto zoonótico que en humanos causa 

larva migrans visceral. Los niños son susceptibles a la infección por sus hábitos de 

juego o por geofagia. El inmunodiagnóstico es con kits comerciales que detectan 

anticuerpos anti-T. canis, pero dan reacciones cruzadas, no detectan el estatus de la 

infección y son costosos. Nuestro grupo de trabajo produjo herramientas para la 

captura de antígeno de secreciones y excreciones de larvas de T. canis (Ag S/E L2 T. 

canis) y para la detección de anticuerpos anti-T. canis. Con éstas, se puede 

diagnosticar infección reciente, crónica o larva migrans activa. Objetivo: Demostrar 

si hay asociación entre la seroreactividad a Toxocara canis con la gravedad del 

asma. Material y métodos: Estudio prospectivo, transversal y observacional. A 86 

niños de 6 -18 años de edad, con diagnóstico de asma se les realizó la espirometría y 

cuestionarios ACQ y GINA; ELISA para la detección de Ag S/E L2 T. canis y 

anticuerpos anti-T. canis. Se descartaron reacciones cruzadas y se determinó el 

índice de avidez. Resultados: Un paciente (1.0%) fue positivo al Ag S/E L2 T. canis y 

fue negativo a anticuerpos. Por lo tanto, se infirió que cursaba con infección 

reciente; el GINA arrojó datos de asma moderada persistente y con ACQ fue 

moderada parcialmente controlada. El 26% de los pacientes fue positivo a 

anticuerpos anti-T. canis; probablemente cursaban con infección crónica o con 

memoria inmunológica. La mayoría tuvieron espirometría normal y el GINA mostró 

asma leve parcialmente controlada y con ACQ asma leve controlada. Mediante el 

índice de avidez se detectó que el 96% presentó infección crónica y este resultado 

concuerda porque estos pacientes no tuvieron Ag S/E L2 T. canis. Conclusiones: 

Este es el primer reporte en donde se correlaciona el estado de gravedad de asma 

con larva migrans de infección reciente o crónica. 
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2 INTRODUCCIÓN 

Aproximadamente el 100% de los perros cachorros se infecta con Toxocara canis por 

vía transplacentaria y comienzan a eliminar huevos de este parásito a los 16 días 

después de nacer (Overgaauw et al., 2013). En perros adultos la prevalencia es 

menor al 20% (Ponce-Macotela et al., 2005), pero, si las hembras se infectan cuando 

están gestando, las larvas llegan a los fetos por vía transplacentaria (Lee et al., 

2010). Se estima que en la ciudad de México hay aproximadamente 3 millones de 

perros callejeros y 2 millones de perros con dueño, ambos grupos producen 

aproximadamente 625 toneladas de heces diarias; estos desechos pueden llegar con 

facilidad hasta los seres humanos por geofagia, por contaminación de los depósitos 

de agua o de los alimentos (Acevedo & Peralta. 2010). 

Los huevos larvados de segundo estadio de Toxocara canis (T. canis) y en menor 

medida Toxocara cati (T. cati) son infectivos para el humano. Este parásito zoonótico 

en su estado adulto vive en el intestino delgado del perro y el gato, respectivamente. 

Los huevos de Toxocara depositados en el ambiente, desarrollan en su interior una 

larva infectante y para ello se requieren determinadas condiciones de temperatura, 

humedad y aireación.  

Los huevos al ser ingeridos accidentalmente por el ser humano (hospedero 

paraténico), llegan al intestino delgado, la larva eclosiona y migra por diferentes 

órganos, en donde puede vivir por varios meses e inclusive años, ocasionando 

reacciones inflamatorias locales o sistémicas según el órgano afectado. (Bolívar, et 

al., 2013, Glickman & Schantz, 1981, Roldán, et al., 2010).  

Los niños tienen el mayor riesgo de infección, ya que tienen una mayor oportunidad 

de exposición al suelo contaminado y areneros mientras juegan al aire libre. 

Además, los seres humanos también pueden infectarse por la ingestión de visceras 

infectadas (Öge et al., 2013). Un modo alternativo de transmisión propuesto 

recientemente es el contacto con huevos larvados sobre el pelo de perro (Devoy & 

Holland, 2010, Öge et al., 2013, El-Tras et al., 2011). 
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El cuadro clínico predominante asociado a la toxocariosis se clasifica de acuerdo a 

los órganos y tejidos que afecta, produciéndose tres condiciones principales, Larva 

migrans visceral (LMV), caracterizado por comprometer órganos tales como el 

hígado, los pulmones, la piel, el sistema nervioso, el músculo esquelético, el corazón 

y los riñones. Larva migrans ocular (LMO), en el cual los ojos y los nervios ópticos 

son las principales estructuras afectadas y finalmente la toxocariosis encubierta 

(TC), que comprende un espectro clínico que va desde una infección asintomática 

hasta la migración de larvas a órganos blanco específicos. No obstante, las 

manifestaciones clínicas y el pronóstico de la enfermedad no solo dependen del 

órgano en el cual se localice la larva migrante, sino que, además, su evolución 

estará determinada por la cantidad del inóculo, la frecuencia de reinfecciones y la 

respuesta inmunológica del individuo, entre otros factores. (Delgado & Rodríguez, 

2009, Bolívar, et al., 2013, Ponce-Macotela, et al., 2011). 

La toxocariosis es una zoonosis de amplia distribución, sin embargo, es más común 

en áreas tropicales y subtropicales y es considerada de alto riesgo en poblaciones 

con poca higiene y en donde las personas no desparasitan a sus mascotas (Roldán, 

et al., 2010). 
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2.1 Posición taxonómica 

 

Los organismos del phylum Nematoda son gusanos de color nacarado, con simetría 

bilateral, radial sólo en la región cefálica; con cuerpo elongado y cilíndrico, 

usualmente con los extremos ahusados; cutícula compleja con ornamentaciones o 

con apariencia segmentada. Epidermis con cuatro cordones longitudinales internos 

a lo largo del cuerpo y sólo con musculatura longitudinal que inerva a los cordones 

nerviosos; tubo digestivo completo.  

  Dominio: Eukaryota  

      Reino: Animalia 

          Subreino: Bilateria 

              Phylum: Nematoda  

                  Clase: Secernentea 

                      Subclase: Rhabditia  

                          Orden: Ascaridida (Skrjabin et Schulz, 1938) 

                              Superfamilia: Ascaridoidea (Nadler, 1992) 

                                  Familia: Toxocaridae (Werner, 1782) 

                                      Subfamilia: Toxocarinae (Hartwich, 1954) 

                                          Género: Toxocara (Stiles & Hassall, 1905) 

                                              Especie: Toxocara canis (Werner, 1782) 

(Delgado et al., 2009, Maizels et al., 2000, Dantas-Torres et al., 2014, Nadler et al., 

1998) 
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2.2 Morfología 

2.2.1 Huevo 

La hembra fecundada pone cerca de 68, 000 huevos por día (Rodríguez-Caballero et 

al., 2015). Los huevos que salen con las heces son semiesféricos, adherentes y 

presentan un blastómero; miden aproximadamente 85-95µm por 75-90µm (Fig.1). 

Están formados por tres capas, dos las forma el propio huevo y la tercera es añadida 

por las secreciones del útero. La capa más interna es la vitelina, seguida de la capa 

quitinosa, y la tercera de naturaleza proteínica, ornamentada y con pequeñas 

hendiduras denominadas mamelas (Webster, 1958, Ponce-Macotela et al., 2011, 

Magnaval et al., 2001). 

Figura 1. Huevo de T. canis. Se observa la pared del huevo y un blastomero en el 

centro. 40x.  
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2.2.2 Huevo larvado 

 

El desarrollo de los huevos se lleva acabo fuera del hospedero definitivo. Bajo 

condiciones óptimas de temperatura (25 y 30 °C) y humedad (85-95%) el desarrollo 

de la larva dentro del huevo requiere de 9 a 15 días. Sin embargo, dependiendo del 

tipo de suelo y de las condiciones climáticas; el desarrollo puede variar desde 3 a 6 

semanas, hasta varios meses, y puede permanecer viable durante al menos un año 

(Schnieder et al., 2011, Morrondo et al., 2006, Degregorio et al., 1997). 

Los huevos son muy resistentes a bajas temperaturas y la embrionación puede ser 

retrasada temporalmente o suspendida. Las larvas mueren a temperaturas 

inferiores a los -15ºC. La humedad es esencial para el desarrollo, pero, la exposición 

a la luz solar o a la desecación causan la desintegración (Webster, 1958, Gillespie, 

1988). 

Figura 2. Fase infectante de T. canis. Se observa un huevo larvado de segundo 

estadio. La larva dentro del huevo. 40x 
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2.2.3 Larvas de segundo estadio 

Las larvas que salen de los huevos (L2) miden entre 360 y 434 µm de longitud y 18-

21 µm de diámetro (Fig. 3). Tienen cutícula estriada, cavidad bucal en posición 

subterminal y dorsalmente inclinada, está rodeada de tres labios desarrollados, 

cuya función es la recolección de alimento y el anclaje a los tejidos durante la 

migración. En la región anterior a los labios se sitúa una cápsula bucal superficial, 

cuyo margen ventral está formado por una cutícula fina, espinosa y afilada, y en el 

extremo anterior de la larva se encuentran las papilas cefálicas (Nichols, 1956). 

El aparato bucal continúa en un esófago largo, que ocupa un tercio de la longitud 

total de la larva y se prolonga en un intestino cilíndrico que desemboca en un ano, 

situado en posición subterminal. A nivel del primer tercio del esófago se sitúa un 

anillo nervioso, mientras que en la posición subterminal se encuentra la célula 

excretora que desemboca en un poro excretor (Nichols, 1956). 

 

Figura 3. Larva de segundo estadio. Se observan larvas y un huevo dañado. 40x. 
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2.2.4 Fase adulta 

Toxocara es un gusano cilíndrico, nacarado y no segmentado, con estrías 

transversales irregulares y alas cervicales estrechas y lanceoladas, que se extienden 

desde la extremidad anterior, a lo largo de los márgenes laterales. Tienen los tres 

labios, presentan un bulbo formado por dos lóbulos laterales diferentes, separados 

por un canalículo, entre los cuales existe un lóbulo intermedio simple. 

El macho mide entre 4 y 6 cm de longitud por 2.5 mm de diámetro con un extremo 

caudal que termina en curva, sin alas caudales, con dos series de 20 - 30 papilas 

preanales, cinco papilas postanales a cada lado de la cloaca y una papila subventral 

a cada lado del ano. Presenta unas espículas ligeramente desiguales y curvadas, de 

750 - 1.5 µm de longitud. 

La hembra es más grande que el macho, mide de 6.5 a 15 cm de longitud por 2.5–

3mm de diámetro y su extremo posterior es romo. La vulva se sitúa en el cuarto 

anterior del cuerpo. 

 

Figura 4. Adultos de T. canis. Obtenidos del intestino delgado de un cánido. 
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2.3 Hospederos definitivos 

El hospedero definitivo es el organismo en el cual el parásito alcanza su maduración 

sexual o las formas más desarrolladas. Los hospederos defitivos de T. canis son los 

cánidos (perro, el zorro gris californiano, zorro de la india, zorro rojo, zorro amarillo, 

coyotes, lobos, chacales y hienas) (Durant et al. 2012). 

2.4 Hospederos paraténicos 

Los hospederos paraténicos son aquellos en donde el parásito persiste sin 

desarrollar cambios (Bowman et al., 2010). Entre éstos están: otros mamíferos (seres 

humanos, ratones, ratas, cuyos, ovinos, caprinos, bovinos y conejos entre otros) y 

aves (pollos, patos, gallinas  y palomas). Los hospederos paraténicos se infectan al 

ingerir huevos larvados que se encuentran en la tierra o por la ingestión de larvas 

encapsuladas en el tejido de otros hospederos paraténicos (Bolivar-Mejia et al 2013, 

Choiet al., 2012, Schnieder et al. 2010). 

2.5 Ciclo biológico 

El desarrollo completo del ciclo biológico de Toxocara canis requiere de un solo 

hospedero (Canidos). Fig.5 

Los cánidos (hospederos definitivos) se infectan al ingerir los huevos larvados de 

segundo estadio (fase infectante) que se encuentran en la tierra. Los huevos pasan 

por esófago, estómago y llegan al intestino delgado. Aquí, las larvas eclosionan y por 

venas linfáticas y sistema porta llegan al hígado, por vena cava caudal al corazón 

derecho y por arterias pulmonares a los pulmones. En este punto las larvas tienen 

dos caminos:  

i) Infección patente (hepatotraqueal). Las larvas rompen la pared alveolo capilar 

(Larva estadio 3, L3), ascienden por árbol bronquial (bronquiolos, bronquios, 

tráquea, larnige y faringe) y son deglutidas, pasan por esófago, estómago (Larva 

estadio 4, L4) y llegan a su hábitat que es el intestino delgado. Los parásitos 

alcanzan la fase adulta, el macho fecunda a la hembra y ésta pone hasta 200,000 

huevos (no infectantes) por día (Magnaval et al., 2001), y salen con la materia fecal. 
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El ciclo desde la ingestión de los huevos (infectantes) hasta la eliminación de los 

huevos (no infectantes) dura aproximadamente dos meses. Esta ruta es más 

frecuente en cánidos cachorros y son los principales excretores de huevos de T. 

canis (Nijsse, et al. 2016, Breña et al., 2011, De la Fe et al., 2006, Strube et al., 

2013). La maduración de los huevos hasta la fase infectante se lleva a cabo en el 

medio ambiente y dura aproximadamente de 3-4 semanas, motivo por el cual a T. 

canis se le conoce como geohelminto (Becerril M, 2008). 

ii) Migración somática. En ésta, las larvas viajan por venas pulmonares para llegar a 

corazón izquierdo y por vías sistémica se distribuyen a cualquier parte de la 

economía, quedándose como larvas “hipobióticas”. Esta ruta es más frecuente en 

cánidos mayores de seis meses. En las perras gestantes, se ha probado que el 

estimulo hormonal (prolactina) despierta y activa a las larvas “hipobióticas”, éstas 

son transportadas por vasos sanguíneos y llegan al útero e infectan a los fetos. Las 

larvas llegan al hígado fetal y se transforman en L3. Cuando los cachorros nacen ya 

están infectados (Nijsse et al., 2016), las larvas se encuentran en los pulmones y 

permanecen ahí durante la primera semana de vida y la salida de huevos (no 

infectantes) en heces se inicia a partir de los 15 días de edad de los cachorros 

(Breña, et al., 2011). 

Los cachorros recién nacidos cuando son amamantados pueden infectarse por 

transmisión lactogénica, debido a que las larvas migran a las glándulas mamarias 

en las últimas etapas de la gestación o en la lactancia temprana. En los cachorros 

estas larvas se desarrollan directamente al estadio adulto en el intestino (Gillespie, 

1988). 

Despommier (2003), menciona que los hospederos definitivos también pueden 

infectarse por la ingestión de huevos embrionados transportados por reservorios 

paraténicos, tales como lombrices de tierra, hormigas y otros invertebrados que 

habitan en el suelo.  
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2.5.1 Ciclo en el hospedero paraténico 

Los hospederos paraténicos pueden infectarse por la ingestión de huevos larvados 

(L2) que se encuentran en el ambiente o por depredación y canibalismo.  

El humano se infecta por comer tierra (geofagia o pica), alimentos, vegetales crudos 

y agua contaminados con huevos larvados de segundo estadio, también por el 

consumo de carne o vísceras crudas o mal cocidas de bovinos, ovinos o aves 

infectados (Overgaauw et al., 2013) 

Después de la ingestión de los huevos larvados, éstos llegan al esófago, estómago e 

intestino delgado, aquí las larvas eclosionan y por venas mesentéricas y sistema 

porta llegan al hígado. Por vena cava inferior llegan a corazón derecho y por arterias 

pulmonares a los pulmones, rompen la membrana alveolo-capilar y por venas 

pulmonares llegan a corazón izquierdo y por vía sistémica pueden llegar a ojos, 

sistema nervioso central y a otros organos (Strube, et al. 2013). 

Una vez detenidas en tejidos u órganos donde las células inmunológicas y/o 

fagocíticas son abundantes, pueden quedar atrapadas dentro de los granulomas 

eosinofílicos donde se degenerarán. Las larvas liberan de forma continua 

aproximadamente 2ng/larva/día de antígenos glicoproteínicos solubles 

denominados "excreción-secreción" (Ag E/S). Una parte del Ag E/S tiene un origen 

interno y es secretado por la glándula esofágica y poro excretor de la larva. La otra 

parte se compone de glicoproteínas que se liberan de la capa epicuticular externa 

larvaria, que se renueva de forma continua y rápida. Es probable que la liberación 

de Ag E/S esté implicada en la supervivencia de las larvas dentro del huésped 

paraténico, que preferentemente monta una respuesta inmunológica contra el Ag 

soluble, en lugar de contra el Ag somático que se expone solamente durante la 

destrucción de las larvas. El Antígeno E/S contiene una potente fracción alergénica 

que más tarde se identificó como TBA-1. Este hallazgo explicaría la frecuencia de 

síntomas alérgicos en pacientes con toxocariosis, especialmente en sujetos atópicos. 

La alta inmunogenicidad y alergenicidad del Ag E/S sugieren que la mayoría de los 
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casos de toxocariosis serían causados por inóculos larvales pequeños (Fillaux et al., 

2013).  
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Figura 5. Ciclo biológico de T. canis. Huevos expulsados con las heces del hospedero definitivo ① . Huevos 

fecundados, en división y larvados en el medio ambiente ② . Infección de hospederos paraténicos y definitivos 

(cánidos) con huevos larvados L2 ③  . Adultos en el intestino delgado de cánidos ④  . Larvas en tejidos de perros 

adultos ⑤  .“Larvas durmientes” se reactivan en las perras gestantes e infectan a los fetos por vía transplacentaria ⑥  y 

a los cachorros por vìa lactogénica ⑦ . Ingestión de hospedero paraténico ⑧  por el cánido y por el humano. En el 

humano, los huevos eclosionan y las larvas penetran pared intestinal y son transportadas a hígado, corazón, 

pulmones, cerebro y ojos  9 . 

Karina Clavijo Sánchez 
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2.6 Manifestaciones clínicas 

2.6.1 En el humano 

El espectro de manifestaciones clínicas incluye: casos asintomáticos e infecciones 

generalizadas. El grado de daño al hospedero y el curso de la enfermedad dependen 

de la cantidad del inóculo, la frecuencia de reinfecciones, localización de la larva 

migrante en el órgano afectado y la respuesta del hospedero (Roldán, 2010, 

Despommier, 2003). 

Se han propuesto tres etapas: aguda (que suele ser inespecífica), latente y crónica.  

La fase aguda de la infección ocurre inmediatamente después de la ingestión de los 

huevos infectantes. Las larvas eclosionadas atraviesan el epitelio intestinal y migran 

por vasos sanguíneos al hígado, aparato respiratorio y órganos inmunológicamente 

privilegiados como el globo ocular y el cerebro. La migración larval puede 

manifestarse con síntomas inespecíficos como mialgias, fiebre, malestar general y 

puede ocasionar episodios de broncoespasmos o hiperreactividad bronquial (Roldán, 

2010, Breña et al., 2011). 

En la fase latente el parásito puede quedarse confinado a un tejido en particular y 

dependiendo de su capacidad de evasión de la respuesta inmune puede sobrevivir y 

mantenerse en forma latente sin causar signos o síntomas relevantes para poder 

sospechar de su presencia en el organismo.  

La fase crónica se produce por la respuesta inflamatoria ocasionada por la presencia 

del parásito en los tejidos. LMV y LMO fueron descritas desde el primer reporte en 

los años 50 (Beaver et al., 1952,). Posteriormente, se describieron la Larva Migrans 

Cerebral (LMC) (Dent et al., 1956) y la toxocariasis encubierta (TE) (Bass et al., 

1987, Taylor et al., 1987). 

La LMV fue descrita por Beaver et al. en 1952, (adoptaron el término para denotar 

una migración interna prolongada de un parásito larvario en un huésped que no es 

definitivo, ni intermediario), se observa principalmente en niños de 1-3 años de 
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edad, la razón de ésto puede ser que los niños suelen jugar en patios y areneros, 

tienen un contacto más cercano con el suelo potencialmente contaminado. LMV es 

una forma grave y sistémica que se caracteriza por hipergammaglobulinemia, 

eosinofilia (más del 50% de los glóbulos blancos en la sangre periférica), anemia, 

pérdida de peso, fatiga y fiebre. Signos y síntomas gastrointestinales tales como: 

vómito, diarrea, dolor abdominal, anorexia y hepatomegalia. En aparato respiratorio 

con tos, sibilancias y broncoespasmos y un cuadro semejante al asma (Gillepie 

1988, Smith et al., 2009, Lee et al., 2010, Janecek et al., 2014, Aydenizöz- 

Özkayhan et al., 2008, Despommier 2003, Perteguer et al., 2003, Lima et al., 2005, 

Magnaval et al., 2001). 

La LMO usualmente se presenta en niños de 5-10 años de edad. Las 

manifestaciones clínicas son unilaterales: con pérdida de la agudeza visual, 

estrabismo, dolor ocular, uveítis, endoftalmitis, papilitis y lesión granulomatosa de 

la retina. La LMO usualmente no se acompaña de eosinofilia (Despommier, 2003, 

Magnaval, 2001, Breña et al., 2011, Good et al., 2004). 

En la LMC produce trastornos de conducta, convulsiones focales o generalizadas, 

meningoencefalitis eosinofílica, ataxia, alteraciones sensoriales, infartos cerebrales y 

mielitis transversa. En el cerebro las larvas no se encuentran encapsuladas, y su 

migración deja pequeños focos de necrosis e infiltrado inflamatorio a su paso 

(Fillaux& Magnaval 2013, Janecek et al., 2014, Roldán et al., 2010).  

La toxocariosis encubierta (TE) fue descrita originalmente por Bass et al. (1987), es 

la presentación más común, es caracterizada por síntomas y signos no específicos y 

tampoco incluidos en la LMV y LMO. La TE parece depender en menor grado de la 

reacción local a las larvas de Toxocara, pero son varios los órganos incluidos en la 

respuesta inmunológica del hospedador. Los órganos predispuestos pueden diferir 

en los diferentes individuos y debido a esto la expresión clínica de la TE varía 

ampliamente (El-Tras et al., 2011, De la Fe et al., 2006). 
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2.6.2 En cánidos 

Cuando la infección es prenatal, en los cachorros hay nematodos en el estómago e 

intestino, alterando la digestión y provocando vómito acompañado de gusanos; 

también puede haber diarrea con moco, deshidratación, abdomen distendido y 

doloroso a la palpación. Los cachorros pueden presentar neumonía por aspiración 

de vómito que puede ser mortal (De la Fe et al., 2006). En algunos perros, la 

penetración de la larva por la pared intestinal le puede causar enteritis y mucosa 

sanguinolienta (Schnieder, 2011).  

En la fase crónica los cachorros y adultos pueden tener diarrea intermitente, 

desnutrición y convulsiones. 
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2.7 Epidemiología 

2.7.1 Seroprevalencia en humanos 

La toxocariasis en humanos tiene una distribución cosmopolita en el mundo (Fig. 6). 

Con amplias variaciones de acuerdo a las características sanitarias de cada país o 

región, considerándosele endémica en la mayor parte de los países en América, 

África y Asia. También se le relaciona a otros factores: como el estatus 

socioeconómico, hábitos higiénicos y alimenticios (Alonso et al., 2004; Lee et al., 

2010).  

 

 

Figura 6. Seroprevalencia de toxocariosis en humanos a nivel mundial (1986-2014). 

(Datos de la tabla 1) 
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El porcentaje de seroprevalencia en humanos es variable. Tabla 1. La fuente más 

importante de infección en humanos es por geofagia, por beber agua o ingerir 

alimentos contaminados con huevos larvados de segundo estadio. Los niños tienen 

el mayor riesgo de adquirir la infección, debido a la tendencia de llevarse las manos 

y los objetos sucios a la boca y por comer tierra, asociada a un contacto íntimo con 

las mascotas (Öge, et al., 2013). 

Tabla 1. Seroprevalencia de toxocariosis en humanos a nivel mundial. 

País  Seroprevalencia 

% 

Edad  Técnica  Referencia 

Perú, Lima 32.1 1>60 ELISA Espinoza et al., 2016 

República de las Islas 

Marshall, Majuro 

86.75 7-12 WB Fu et al., 2014 

Argentina, La Plata 38.33 10m-3a ELISA Kit Archelli et al., 2014 

Brasil, Fernandópolis 15.5 1-12 ELISA Cassenote et al., 2014 

México, Durango 26.2 M ELISA IgG Alvarado-Esquivel, 2014 

Canadá, Saskatchewan 13 >4 ELISA IgG Schurer et al., 2013 

México, Durango 4.7 M ELISA Kit Alvarado-Esquivel, 2013 

México, Edo. De México 22.22 2-16 ELISA Kit Romero et al., 2013 

Venezuela, 

Barquisimeto  

34.4 1-6 ELISA Kit De Abreu et al., 2011 

Bolivia, Cochabamba 6.5 2-13 ELISA Kit Lozano et al., 2011 

Swaziland 44.6 3-12 WB Liao et al., 2010 

Malasia, Orangasli 4.8 M ELISA Kit Romano et al., 2010 

Dinamarca 2.4 M ELISA Kit Stensvold et al., 2009 

Perú, Cajamarca 53.1 17-58 dot-ELISA Roldán et al., 2009 

Croacia 31 3-18 ELISA IgG Sviben et al., 2009 

Egipto 6.2 1-12 ELISA IgG Antonios et al., 2008 

E.U.A.  13.9 ≥6 ELISA IgG Won et al., 2008 

Sri Lankan, Colombo 19.8 5-12 ELISA IgG Deepika et al., 2008 

Polonia 72.59 N ELISA IgG Zarnowska et al., 2008 

Hungría 32 2-17 ELISA IgG Bede et al., 2008 

Brasil, Maringá 28.8 7m-12a ELISA IgG Paludo et al., 2007 

Irán, Hamadan 8.8 1-9 ELISA Kit  Fallah et al., 2007 

Turquía 12.95 N ELISA IgG Doğan et al.,2007 
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Libano, Beirut 19 M ELISA IgG Kanafani et al., 2006 

Argentina 58.2 1-14 ELISA IgG López et al., 2006 

Perú, Perené 27.9 M ELISA Espinoza et al., 2006 

España, Madrid 28.6 A ELISA IgE Gonzalez et al., 2006 

Indonesia, Manado 84.6 N ELISA Hayashi et al., 2005 

Argentina, Resistencia  38.9 18-68 ELISA IgG Alonso et al., 2004 

Taiwan 76.6 7-12 ELISA IgG Fan et al., 2004 

Eslovenia 28 3-80 ELISA IgG Logar et al., 2004 

Italia, Marche 1.6  ELISA Habluetzel et al., 2003 

Argentina, Nte. de Salta 22.1 M ELISA Taranto et al., 2003 

Perú, Lima 23.3 M ELISA IgG Espinoza et al., 2003 

India, Chandigarh 6.4 1-30 ELISA Kit Malla et al., 2002 

Brasil, Campinas 23.9 3m-80a ELISA Anaruma et al., 2002 

Corea, Wachon-Gun 5 M ELISA IgG-IgE Park et al., 2002 

Turquía, Isparza 29.1 M ELISA Demirci et al., 2002 

Bogotá, Cd. Bolívar  7.3 4-14 ELISA IgG Acero et al., 2001 

Nigeria, Jos  29.8 2-24 ELISA IgG Ajayi et al., 2000 

Italia, Ancoma 4.29 M ELISA IgG Giacometti et al., 2000 

China, Chengdu  4.11 3-6 ELISA Luo et al., 1999 

México, D.F. 1.9 20m-17a HI Fernadez et al., 1999 

Bolivia, Mora 27 2-85 ELISA Kit Cancrini et al., 1998 

Bolivia, Zanja Honda 42 2-85 ELISA Kit Cancrini et al., 1998 

Chile, Valdivia 5.3 18-52 ELISA IgG Navarrete et al., 1998 

México, D.F. 7.5 6-13 HI Martínez-Barbosa et 

al.,1997 

Nepal, Kathmandu 81 >14 ELISA IgG Rai et al., 1996 

España, Gipuzkoa 17.4 N IgG Cilla et al., 1996 

Irlanda, Dublín 31 4-19  Holland et al., 1995 

Francia, Isla La 

Réunion 

92.8 >15 WB Magnaval et al., 1994 

Francia  22 M ELISA Gueglio et al., 1994 

Eslovaquia 13.65 M ELISA IgG Havasiová et al., 1993 

Jordania, Irbid 10.9 5-24 ELISA IgG Abo-Shehada et al., 

1992 

Australia, Camberra 7 M ELISA Nicholas et al., 1986 

N=niños; M=población mixta; m=meses; a=años 
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La toxocariosis asmatiforme, fue descubierta gracias a las pruebas inmunológicas. 

Desde los años setenta se reportó una asociación entre parásitos intestinales y 

asma, cuando Tullis (1970) informó que pacientes con asma se encontraban 

parasitados por Ascaris lumbricoides, Strongyloides stercoralis y Necator americanus. 

Este estudio, como otros, abrieron la posibilidad de investigar la asociación del asma 

con la presencia de otros parásitos. De tal forma que Desowitz 1981, reporto una 

probable asociación entre la presencia de asma y toxocariosis, con una 

seroprevalencia del 28% en 80 niños con asma, en comparación con un 6.8% en 

aquellos sin asma. Años más tarde Buij y col 1994, en un estudio de casos y 

controles, realizado en dos ciudades de Alemania, con niños de 4-6 años, también 

encontró una mayor seroprevalencia a T. canis en niños asmáticos. Adicionalmente, 

buscó factores de riesgo, tales como: género, nivel socioeconómico, edad, tipo de 

cuadro de asma bronquial y presencia de mascotas y en ningún caso encontró una 

asociación significativa con estos factores. En otro estudio de casos (38 con asma) y 

controles (44 sin asma), Minvielle y col 1999, reportan el 68.42% de seropositividad 

a Toxocara en pacientes con asma y 13.63% en el grupo control.  

2.7.2 Prevalencia de toxocariosis en perros 

El registro de perros en el medio es muy importante, ya que son los portadores y 

diseminadores de la toxocariosis. Se estima que a nivel mundial hay 1 perro por 

cada 10 personas, y en muchos países alrededor del 50% son callejeros (Ponce-

Macotela et al., 2011). La cantidad de nematodos y la prevalencia es más alta en 

cachorros y perros jóvenes menores de 6 meses de edad (Overgaauw et al., 2013); 

pero, los perros adultos también contribuyen en la diseminación de esta parasitosis 

(Ponce-Macotela et al., 2011). La frecuencia de T. canis en perros, en diferentes 

países, así como el método utilizado para el diagnóstico se muestran en la Tabla 2. 
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Tabla 2. Prevalencia de Toxocariosis en perros a nivel mundial. 

País Frecuencia  
(%) 

Edad Método Referencia 

India, Uttar 

Pradesh 

24.3 M CPS Sahu et al., 2014 

Portugal, Gran 

Oporto 

5.1 M CPS Neves et al., 2014 

Japón, Osaka 34.9 C CPS Kimura et al., 2013 

Canadá, 

Saskatchewan 

11.8 M CPS Schurer et al., 2012 

Alemania 4 M CPS Becker, et al 2012 

Albania, Tirana 0.9 M CPS/N Xhaxhiu et al., 2011 

Israel, Palestina 36.4 M CPS Othman, 2011 

Zambia 7.6 M CPS Nonaka et al., 2011 

México, Edo. de 

México 

64.6 C N Muñoz-Guzmán et al., 2010 

México, D.F. 66.7 M N Martínez-Barbosa et al., 2008 

México, Chiapas 19 M CPS Martínez et al., 2008 

Etiopia, Debre 

Zeit 

21 M CPS Yacob et al., 2007 

Argentina, Sur de 
Buenos Aires 

11 M CPS Fontanarrosa et al., 2006 

Chile, Santiago 

de Chile 

11 M CPS López et al., 2006 

México, D.F. 12-18 M CPS/N Ponce et al., 2005 

México, D.F. 13.3 M N Eguía-Aguilar et al., 2005 

Venezuela, 

Maracaibo 

11.4 M CPS Ramírez-Barrios et al., 2004 
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E.U.A., Colorado 3.1 M CPS Hackett et al., 2003 

Italia, Marche 33.6 M CPS Habluetzel et al., 2003 

Argentina, 
Buenos Aires 

9-19 M CPS Rubel et al., 2003 

Brasil, Sao Paulo 5.5 M CPS Oliveira-Sequeira et al., 2002 

México, 

Querétaro 

13.93 M N Fernández et al., 2002 

México, D.F. 18.6 M CPS Martínez-Barbosa et al., 1998 

Chile, Valdivia 19 M CPS Torres et al., 1995 

Cuba, Habana 17.9 M CPS Duménigo et al., 1994 

C= cachorros; M= población mixta; CPS=coproparasitoscópicos; N=necropsia 

 

 

2.7.3 Prevalencia de huevos de Toxocara en muestras de suelo. 

Desde el punto de vista epidemiológico, el potencial biótico de T. canis es enorme 

debido a que una hembra es capaz de ponen aproximadamente 68,000 huevos 

fecundados/día (Rodríguez-Caballero et al., 2015).  

La Organización Panamericana de la Salud (OPS) ha estimado que un gramo de 

materia fecal de un perro cachorro puede contener hasta 15 mil huevos de Toxocara, 

que al ser evacuados contaminan la vía pública y son disgregados por la acción del 

pisoteo, la lluvia, el viento o por vectores. Las diferentes capas que cubren a los 

huevos los hacen resistentes al frío y a los cambios ambientales, por lo que pueden 

sobrevivir varios años (Martínez-Barbosa, 2008). 

La contaminación de los suelos con materia fecal de perros es un problema de 

magnitud considerable en cualquier parte del mundo; incluso en países 

desarrollados, como lo muestran las tasas de contaminación del suelo con huevos 

de T. canis registradas en Inglaterra 6.3%, Italia 26.2%, Japón, 87.5%, estados 
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unidos de América 14.4%, Irlanda 32%, Eslovaquia 18.7% (Martínez-Barbosa, 

2008). 

La alta fecundidad de Toxocara aunada a la alta prevalencia, y el creciente número 

de animales de compañía explican el elevado nivel de contaminación del suelo con 

huevos de este parásito (Gawor et al., 2008). 

Se ha reportado desde el 2 al 56% de contaminación del suelo (campos de juegos y 

parques) con huevos de Toxocara, tanto en zonas rurales como urbanas de países 

desarrollados y países en vías de desarrollo Tabla 3. Por tal motivo, se debe 

considerar al suelo como la principal fuente de infección para humanos y en 

especial en los niños, por sus hábitos de juego o por las malas costumbres 

higiénicas. (Castillo et al., 2001). 
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Tabla 3. Prevalencia de huevos de Toxocara en muestras de suelo  

de diferentes países 

País Región Frecuencia 

(%) 

Referencia  

Brasil Campinas 12.3-14 Delgado et al., 2009 

Argentina Patagonia 35.1 Fillaux et al., 2007 

Venezuela  63.16 Cazorla et al., 2007 

Brasil Sao Paulo 29.7 Muradian et al., 2005 

Italia Marche 28 Habluetzel et al., 2003 

Paraguay Asunción 53 Canese et al., 2003 

Perú Lurigancho 70.6 Castillo et al., 2001 

Polonia  38-53 Mizgajska, 2001 

Argentina La Plata 13.2 Fonrouge et al., 2000 

Argentina Chubut 17.4 Zunino et al., 2000 

Cuba Habana 68.3 Laird et al., 2000 

Chile Santiago de 

Chile 

33.3 Castillo et al., 2000 

India Chandigarh 4.16 Grover et al., 2000 

México D.F. 14.6 Martínez Barbosa, 1998 

Egipto El Cairo 30.3 Oteifa & Moustafa, 

1997 

México D.F. 12.5 Vásquez-Tsuji et al., 

1996 

Cuba Habana 42.2 Dumenigo & Galvez 

1995 

Alemania  87 Glickman, 1993 

Reino Unido Londres 66 Snow et al., 1987 

Australia Perth 0 Dunsmore et al., 1984 
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2.7.4 Prevalencia de huevos de Toxocara en el pelo de los perros 

 

Recientemente se han encontrado huevos infectivos en el pelo de perros, lo que 

sugiere que el contacto directo con el pelaje de un perro contaminado podría ser una 

ruta adicional de transmisión (Devoy et al., 2010). Son pocos los reportes, pero, 

incuyen a varíos países. Tabla 4.  

 

Tabla 4. Prevalencia de huevos de Toxocara en el pelo de los perros 

País Región Prevalencia  

(%) 
Referencia 

Turquía Ankara 49 Ogë et al., 2013 

Irán Urmia 36.2 Tavassoli et al., 
2012 

Egipto Kafrelsheikh 26.6 El-Tras et al., 2011 

Brasil Río Grande Do Sul 24 da Cunha et al., 

2010 

Reino Unido Dublín 8.8 Devoy et al., 2010 

Irlanda Cork 67 Roddie et al., 2008 

Turquía  21.56 Aydenizöz-Özkayhan 

et al., 2008 

Reino Unido Irlanda 25 Wolfe et al., 2003  

 

 

 

 

 



26 

 

2.8 Diagnóstico 

2.8.1 En cánidos 

El diagnóstico clínico en los perros jóvenes se puede establecer, en algunos casos, 

por el aspecto que presentan los animales (delgados y con abdomen protuberante). 

El diagnóstico etiológico se realiza mediante coproparasitoscópicos de concentración 

para la búsqueda de huevos. También es frecuente la expulsión espontánea de la 

fase adulta con las heces (Overgaauw et al., 2013). 

2.8.2 En el humano 

Debido a que el parásito queda restringido a su forma larvaria en el humano, no es 

posible utilizar métodos coproparasitológicos para detectar huevos en las heces 

(Roldán et al., 2010, Savigny et al., 2013). 

La hepatoesplenomegalia asociada a signos y síntomas multisistémicos, así como 

antecedentes de geofagia, incrementan la posibilidad de LMV. Se sospecha de LMO 

cuando se presenta pérdida unilateral de la visión y estrabismo. En la fase aguda, el 

diagnóstico es extremadamente raro ya que es muy difícil que exista la sospecha de 

la infección, solo se puede encontrar eosinofilia, por lo que se puede catalogar como 

un asma bronquial. El diagnóstico clínico debe confirmarse con métodos serológicos, 

como el ensayo inmunoenzimático (ELISA) o la inmunotransferencia, también 

conocida como Western blot (WB), los cuales se realizan con antígenos secretados 

por la larva de segundo estadio de Toxocara canis (TES) para determinar la 

presencia de anticuerpos IgG, IgG4 o IgE (Despommier, 2003, Breña et al., 2011). 
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Inmunológico: 

En la Tabla 5 se muestran las diferentes técnicas utilizadas para el 

inmunodiagnóstico, la sensibilidad y específicidad, y si el antígeno que los diferentes 

autores utilizan reconoce antígenos de otros parásitos. 

IgG TES-ELISA. En la actualidad es la prueba utilizada con mayor frecuencia para 

la detección de anticuerpos contra la larva. Sin embargo, un inconveniente es que 

puede dar reacción cruzada con otras helmintiasis como ascariosis, triquinelosis, 

fasciolosis, estrongiloidosis y uncinariosis (Iddawela et al., 2007, Ponce-Macotela et 

al., 2011, Roldán et al., 2010). 

IgE TES-ELISA. Debido a que los pacientes con larva migrans presentan síntomas 

de alergia y un incremento en la concentración total de IgE sérica, se han 

desarrollado métodos inmunoenzimáticos para la detección de IgE específica contra 

TES. En general, el título de IgE es menor que el de IgG, pero al parecer la IgE es 

más específica que la IgG por no detectar muestras falso positivas. Es importante 

mencionar que la detección de IgG es más sensible y permanece detectable al menos 

por cuatro años, mientras que la IgE decrece durante el primer año de tratamiento 

(Ponce-Macotela et al., 2011). 

ELISA-Avidez-IgG. Una prueba que aparece como promisoria en la determinación 

del estado infectivo del paciente es la de la prueba de Avidez-IgG, emplea urea como 

agente disociante de los complejos antígeno-anticuerpos. Se sabe que la avidez de 

los anticuerpos aumenta con el tiempo después de la exposición al antígeno. Los 

anticuerpos de baja avidez se relacionan con infecciones recientes, mientas que los 

de alta avidez con infecciones pasadas o crónicas (Archelli et al., 2008, Dziemian et 

al., 2008). 

Wester blot. Debido a las reacciones cruzadas con otros parásitos, varios autores 

recomiendan confirmar el resultado del ELISA con el Wester Blot (WB). Se ha 

documentado que los componentes de alto peso molecular de los antígenos TES 

contienen epítopes antigénicos de reacción cruzada con otros helmintos. Aunque 
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hay controversia, algunos autores dicen que los componentes de bajo peso 

molecular resultan ser más específicos (Roldán et al., 2010). Otros han mostrado 

que los componentes de alto peso molecular sólo reconocen antígenos de larvas de T 

canis.  (Rodríguez-Caballero et al., 2015).  

ELISA para la detección de antígeno 

Actualmente, larva migrans se diagnostica por métodos inmunológicos, que detectan 

anticuerpos contra antígenos de excreción-secreción. Sin embargo, este método 

tiene limitaciones, es decir, hay reactividad cruzada con antígenos de otros 

parásitos. Existen pocos informes que demuestren la captura de AgE /S L2T. canis, 

como estrategia diagnóstica alternativa, pero con resultados variables. La captura de 

los antígenos circulantes favorece la detección de infección reciente y larva migrans 

activa. Tabla 6. (Rodríguez-Caballero et al., 2015; Rodríguez-Caballero et al., 2017). 

Estudios de gabinete. Con el ultrasonido y la tomografía axial computarizada se 

pueden detectar lesiones granulomatosas y pueden ayudar a localizar el o las áreas 

afectadas. Por ejemplo, con el ultrasonido abdominal se observaron múltiples áreas 

hipoecoicas en el hígado de 14 niños con hepatomegalia, además de eosinofilia y 

serología positiva a Toxocara (Magnaval et al., 2001). 

Otros estudios de laboratorio. En la biometría hemática hay leucocitosis con 

eosinofilia moderada o marcada (>500IU/ml). La eosinofilia y la hiperglobulinemia se 

ha asociado con LMV. En pacientes con LMO son ausentes; probablemente debido a 

la baja carga larvaria. Cuando el compromiso ocular es debido a una migración 

larval durante una infección generalizada, la eosinofilia en sangre está presente. En 

algunos pacientes con toxocariasis encubierta, la eosinofilia puede estar ausente 

(Fillaux et al., 2013). 

Histopatología 

El estudio histopatológico se realiza fundamentalmente en muestras de ojos 

enucleados. En ocasiones, en la forma ocular, la larva se puede observar debajo de 

la retina. Es díficil encontrar larvas en biopsias de hígado u otros órganos, además 
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la histopatología es una técnica invasiva; por lo tanto, los métodos inmunológicos 

son el pilar para el diagnóstico (Magnaval, et al., 2001, Breña et al. 2011).  

 

Tabla 5. Técnicas para el inmunodiagnóstico de larva migrans y reacciones 

cruzadas 

 

Referencia Técnica S-E (%) Reacción cruzada 

 

Tipo de Ag 

Zahabiun et 

al., 2015 

WB  

S-57.4 

E-94.4 

No reportado rTES-120 

Yan et al., 

2013 

ELISA  

S-92.2 

E-86.6 

Anisakiasis, 

gnathostomiasis, 

clonorchasis, spargonosis, 

cysticercosis 

E/S 

Mohamad et 

al., 2009 

ELISA  

S- 93.3 

E-96.2 

Ascariasis, trichuriasis, 

anquilostomiasis, 

estrongiloidiosis, 

gnatostomiasis, 

entamoebosis, toxoplasmosis 

rTES-26, rTES-

30USM, rTES-

120  

Noordin et 

al., 2005 

ELISA IgG  

S-97.1 

E-36 

ELISA IgG4 

S-45.7 

E-78.6 

No reportado  E/S 

Yokoi et al., 

2002 

Sandwich ELISA No hay reacción  

cruzada 

mAB 

Yamasaki et 

al 2000 

ELISA 

S-93 

E-87 

Filariasis, gnatostomosis, 

esquistosomiasis, 

paragonimiasis, fasciolosis, 

sparganosis 

Recombinante 38 

kDa 

Nunes et al., 

1999 

ELISA 

S-60.2 

E-98 

No reportado E/S 

Yamasaki et 

al., 1998 

WB Anisakiasis, filariasis y 

Toxocara cati 

38 kDa 
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Akao et al., 

1997 

Toxocara CHEK Gnatostomosis, dilofilariasis, 

no probada para ascáridos 

E/S 

Gillespie et 

al., 1993 

ELISA 

OD-405 

Filariasis, esquistosomiasis, 

triquinosis fascioliasis 

AcMo (Tcn-2) 

Camargo et 

al., 1992 

ELISA  

S-100 

E-90.5 

Dot-ELISA  

S-95.4 

E-95.3 

Esquistosomiasis, 

tripanosomiasis 

E/S 

Magnaval et 

al., 1992 

ELISA  

S-81.3 

E-53.8 

Anisakiasis, hidatidosis, 

fasciolosis, filariasis, 

esquistosomiasis, 

estrongiloidiosis  

E/S 

Jacquier et 

al., 1991 

ELISA 

S-91 

E-86 

Entamoebosis, fasciolosis, 

cisticercosis, 

estrongiloidiosis, 

triquinelosis, filariasis 

E/S 

Magnaval et 

al., 1991 

WB No reportado E/S 

Speiser et 

al., 1984 

ELISA 

S-80 

E-93 

No reportado E/S 

Glickman et 

al., 1978 

ELISA 

S-92 

E-78.3 

Ascariasis, hidatidosis, 

filariasis 

E/S 
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2.9 Tratamiento 

2.9.1 En cánidos 

El tratamiento antiparasitario a los cachorros y la eliminación adecuada de la 

materia fecal de los caninos son esenciales para evitar la transmisión de la 

toxocariosis. La desparasitación de perros debe realizarse desde las 3 semanas de 

edad, repitiéndose tres veces con intervalos de 2 semanas y cada 6 meses.  

Los fármacos utilizados son: las sales de piperizina, con dosis de 200mg/kg, y una 

efectividad del 100% contra los estadios adultos, pero no tienen acción en los 

estadios larvarios que se encuentran en los tejidos de las perras gestantes. El 

tetramisol en dosis de 10mg/kg por vía oral o subcutánea es efectivo en un 99%. (De 

la Fe et al., 2006). La aplicación de ivermectina durante la gestación, reduce la carga 

parasitaria de los cachorros en un 90% y el número de huevos expulsados al 

ambiente en un 99.8% (De la Fe et al., 2006). 

2.9.2 En humanos 

Se ha documentado que el albendazol (10mg/kg/día/5 días) fue efectivo en el 47% 

de los pacientes; el 60 por ciento de éstos se quejó de efectos secundarios menores 

(Magnaval et al., 2001). Se sugiere la administración del fármaco después de la 

ingestión de los alimentos con alto contenido de lípidos para su mejor absorción 

(Bolívar-Mejía et al., 2013). 

Con respecto al mebendazol el mejor esquema terapéutico fue de 20-25 mg/kg al día 

durante 3 semanas, lo que resulto en un 70 % de reducción en manifestaciones 

clínicas. Los efectos secundarios que consisten en debilidad, mareos, náuseas, dolor 

abdominal y gástrico fueron leves y se produjeron en el 17% de los individuos 

tratados (Bolívar-Mejía et al., 2013). 

En pacientes con LMO, además del antiparasitario, se recomienda un 

antiinflamatorio esteroideo (Breña et al., 2011). 
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2.10 Prevención 

Para evitar que los seres humanos se infecten con huevos o larvas de T. canis se 

deben establecer estrategias de prevención, dirigidas a eliminar las fuentes de 

infección. Sin embargo, la prevención se dificulta si los hospederos definitivos 

(cánidos) tienen acceso a lugares, en donde es factible el desarrollo de los huevos de 

T. canis, así como jardines y pisos de tierra con cierto grado de humedd y 

contaminación fecal, a la gran cantidad de perros callejeros, a que los dueños de 

mascotas que comúnmente los llevan a pasear a camellones, parques o jardines, no 

levanten o desechen adecuadamente la materia fecal. 

Se proponen varías medidas de prevención: 

a) Desparacitación temprana de cachorros.  

b) Servicio médico veterinario.   

c) Recoger y eliminar apropiadamente las heces de los animales. 

d) Erradicar a los perros callejeros. 

e) Evitar la geofagia en niños. 

f) Lavar las verduras y frutas que se ingieren sin cocción. 

g) Cocción adecuada de la carne de bovinos y aves. 

h) Promover medidas higiénicas entre los adultos y los niños (por ejemplo, lavarse 

las manos antes de ingerir alimentos). 

e) No permitir que los niños jueguen en áreas donde los animales han defecado. 

También es importante la educación a la comunidad acerca de esta zoonosis, sus 

riesgos y medidas preventivas, ya que existe un escaso conocimiento acerca de la 

toxocariosis, por lo cual desarrollamos un folleto como material educativo (Anexo 5). 
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2.11 Asma  

Por definición del Global Initiative for Asthma (GINA), el asma es una enfermedad 

heterogenea, usualmente caracterizada por una inflamación crónica de las vías 

aéreas.  

El asma es una enfermedad respiratoria crónica común, que afecta 1-18% de la 

población en diferentes países. Se caracteriza por síntomas variables de sibilancias, 

falta de aliento, opresión torácica, tos y limitación variable del flujo de aire 

espiratorio. Dichos síntomas y la limitación del flujo de aire varían según el tiempo y 

la intensidad. Estas variaciones a menudo se activan por factores como el ejercicio, 

exposición alergénica o irritante, cambio de clima o infecciones respiratorias virales. 

Los síntomas y la limitación del flujo de aire pueden resolverse espontáneamente o 

en respuesta a la medicación y algunas veces pueden estar ausentes durante 

semanas o meses. Por otro lado, los pacientes pueden experimentar episodios de 

asma que pueden ser mortales.  

El asma generalmente se asocia con la hiperreactividad de las vías respiratorias, a 

los estímulos directos e indirectos y con la inflamación crónica de las vías 

respiratorias; estas características generalmente persisten, incluso cuando los 

síntomas están ausentes o la función pulmonar es normal, pero puede normalizarse 

con el tratamiento.  

Esta enfermedad tiene un gran impacto económico en los gobiernos, sector salud, 

familia y pacientes que la padecen (Tan et al., 2009). En 1989 se inició el programa 

“Global Initiative for Asthma” (GINA) para alertar a gobiernos, personal de salud y 

público en general del incremento del asma y recomienda un manejo con solidez 

científica para el cuidado médico efectivo del asma (Masoli et al., 2004). 

Mediante el análisis de literatura primaria publicada a través del International 

Study of Asthma and Allergies in Childhood (ISAAC) y the European Community 

Respiratory Health Survey (ECHRS) se encontró: que la prevalencia en México fue 

del 3.3% (datos obtenidos de los cuestionarios realizados a niños de 13 a 14 años de 

edad, quiénes presentaron sibilancias en un periodo de 12 meses). El acceso a 
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tratamiento fue del 50 al 80% y la mortalidad por asma fue del 14.5% por cada 

100,000 asmáticos (Masoli et al, 2004).  

López et al (2009) reportaron una frecuencia del 14.9% de asma al analizar 4742 

pacientes (población abierta), de todas las edades, de las diferentes delegaciones del 

distrito federal y con enfermedad alérgica.  

El diagnóstico de asma se basa en la historia clínica, biometría hemática y examen 

físico para probar si hay obstrucción de vías aéreas; la espirometría se utiliza para 

saber si es reversible y considerar otros factores que producen obstrucción (Pérez, 

2009) Tabla 6.  

En el asma hay una respuesta de hipersensibilidad inmediata (tipo I), la unión del 

alérgeno-IgE-célula cebada produce la liberación de aminas activas: histamina, 

prostaglandinas, leucotrienos y factor activador de plaquetas que producen 

broncoespasmo. La migración de las larvas de T. canis por aparato respiratorio 

produce una respuesta de hipersensibilidad inmediata. En pacientes con larva 

migrans la detección de IgE específica puede ser de valor para apoyar el diagnóstico 

(Platts-Mills, 2001). 
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Tabla 6. Características para definir a las diferentes gravedades del asma y la 

larva migrans aguda, activa o crónica  

Variable Definición operacional 

PEF  (FEM) 

Flujo espiratorio 
máximo 

Obtenido por espirmotería 

FEV (VEF) 
Volumen espiratorio 
forzado 

Obtenido por espirmotería 

Gravedad de asma Asma leve se considera cuando: Síntomas al día 2-6/semana.  Síntomas 
nocturnos 3-4/mes. Función pulmonar. PEF o FEV≥ 80%. Variabilidad 

PEF  20-30% 
Asma moderada se considera cuando: Síntomas diarios. Síntomas 

nocturnos ≥5/mes. Función pulmonar. PEF o FEV >60%- <80%. Variabilidad 

PEF>30% 

Asma severa se considera cuando: Síntomas continuos en el día Síntomas 
nocturnos frecuentes. Función pulmonar. PEF o FEV ≤ 60%. Variabilidad 

PEF>30% 
 
 

 
 
 

Larva migrans 
 

 
 
 

Aguda: Larva migrando por tejidos y detección de antígenos por métodos 
inmunológicos. 
 

Activa: Larva migrando por tejidos y detección de antígenos y anticuerpos 
anti-larvas por métodos inmunológicos 

 
Crónica: Larva se encuentra o se encontraba en tejidos y se        detectan 
anticuerpos anti-larvas por métodos inmunológicos 
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3 JUSTIFICACIÓN 

 

Toxocara canis es un geohelminto zoonótico, que al ser humano le causa larva 

migrans visceral, y cuando la larva migra por vías respiratorias le produce un 

cuadro clínico semejante al asma. La infección es más frecuente en la población 

infantil, por sus hábitos de juego o por geofagia. La inmunodetección de larva 

migrans se realiza con kits comerciales que detectan anticuerpos anti-T. canis, pero 

dan reacciones cruzadas con otras helmintiasis, no detectan el estatus de la 

infección y además son costosos. El grupo de trabajo del Laboratorio de 

Parasitología Experimental obtuvo un anticuerpo monoclonal que se puede emplear 

para la captura de antígeno. Es necesario implementar estas herramientas para el 

inmunodiagnóstico de larva migrans en pacientes con diferente gravedad de asma. 

4 PREGUNTA DE INVESTIGACIÓN 

¿Existe asociación entre la detección de anticuerpos anti-T. canis y concentración de 

antígenos con la gravedad del asma en pacientes pediátricos? 

5 OBJETIVO PRINCIPAL 

Demostrar si hay asociación entre la seroreactividad a Toxocara canis con la 

gravedad del asma. 

6 OBJETIVOS ESPECÍFICOS 

- Estandarizar el ELISA para la captura de antígeno de larvas de T. canis. 

- Estandarizar el ELISA para la captura de anticuerpos anti-T. canis. 

- Realizar los ELISA para la detección de antígenos y anticuerpos en pacientes 

pediátricos con asma. 

- Descartar reacciones cruzadas con Ascaris suum. 

- Determinar el índice de avidez.  
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7 MATERIALES Y MÉTODOS   

7.1 Estrategia. 

El flujograma para la obtención de los antígenos, detección de asma y pruebas 

inmunológicas se muestran en la Fig. 7. 

 

 

 

Figura 7. Diagrama que muestra la estrategia que se llevó a cabo para cumplir con 

el objetivo 

 

 

 

 

 

Población pediátrica
Servicio de Alergia  

80 muestras (6-18 años)

Cuadro clínico, Espirometría, 
GINA, ACQ, BH, CPS

Índice de Avidez (IgG)

Eclosión de las larvas

Ag. E/S L2T.canis

Huevos larvados

Disección intestinal

Adultos de T. canis

ELISA AgELISA Kit
ELISA INP (IgG)

ELISA competitivo (IgG)

Ag + Ag +Ac +

Ac +

LM AgudaLM ActivaLM Crónica
(memoria inmunológica)

Obtención de huevos

Leve Moderada Grave
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7.2 Diseño del estudio 

 

El presente estudio fue prospectivo, transversal, descriptivo y observacional. 

7.3 Población objetivo 

 

Niños entre 6 y 18 años de edad con diagnóstico de asma, atendidos en el Instituto 

Nacional de Pediatría. 

 

7.4 Criterios de selección 

 

Criterios de inclusión:   

• Niños mayores de 6 a 18 años de edad  

• Cualquier sexo  

• Con diagnóstico de asma (por criterios clínicos y por la prueba de espirometría)    

Criterios de exclusión:  

• Pacientes con retraso mental o cualquier trastorno de conducta que impida 

llevar a cabo la espirometría 

• Pacientes con padecimientos oncológicos, inmunodeficiencias, infecciones de 

vías aéreas de al menos una semana de evolución    

Criterios de eliminación:  

• Pacientes en los que no se obtengan todos los estudios requeridos para este 

protocolo (biometría hemática, espirometría, ELISA para captura de antígeno, de 

anticuerpos) 
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7.5 Obtención del material biológico 

7.5.1 Obtención de adultos de Toxocara canis 

 

Del centro de control canino de Ecatepec se obtuvo el intestino delgado de perros 

cachorros (0-4 meses de edad), que fueron objeto de eutanasia. El intestino de cada 

perro se colocó en un recipiente con solución amortiguadade fosfatos (PBS) (Anexo4) 

y se transportaron al Laboratorio de Parasitología Experimental del Instituto 

Nacional de Pediatría. Se realizó una disección longitudinal del intestino, los 

nematodos adultos se colectaron y se depositaron en un vaso deprecipitado con 

solución salina isotónica (SSI, NaCl 0.9%). Bajo un ambiente estéril (campana de 

flujo laminar) los nematodos se lavaron con formol al 0.1% en PBS estéril. 

7.5.2 Obtención de huevos larvados 

 

Las hembras adultas de T. canis, se mantuvieron en medio de cultivo SGPH (PBS 

con plasma humano al 10%, sacarosa al 2% y antibióticos) durante varios días, 

pasado el tiempo se colectó el medio y se obtuvo la fase infectante (huevos con larva 

de segundo estadio). Los huevos que se recolectaron se incubaron a temperatura 

ambiente durante tres semanas (Rodríguez-Caballero et al., 2007). 

7.5.3 Eclosión de larvas de segundo estadio 

 

Los huevos larvados se concentraron por centrifugación y se decorticaron con 

hipoclorito de sodio (NaClO al 2%) durante 10 minutos en agitación. Se lavaron con 

PBS estéril, se centrifugaron y colocaron en solución salina balanceada de Hanks 

(SSBH) pH 2.0 a 37 °C/30 min. (Anexo 4). El sobrenadante se decantó y la muestra 
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se amortiguó con SSBH pH 7.4, se le agregó el medio de cultivo RPMI-1640 (Gibco, 

21870076) y se incubó a 37°C toda la noche.  

Para separar a las larvas vivas del detritus y larvas muertas, se utilizó un gradiente 

de densidad (Lymphoprep). En un tubo se agregaron 3.0 ml de Lymphoprep y 4.0 ml 

del medio con larvas, se centrifugó a 1400 rpm durante 30 min. y bajo la campana 

de flujo laminar, se decantó, dejando solo el concentrado de larvas, a éstas se le 

agregó el medio RPMI-1640 (GIBCO®, 21870076) y se incubó a 37°C (Ponce-

Macotela et al., 2011).  

7.5.4 Recuperación de antígeno de E/S de larvas de T. canis. 

 

Las larvas se mantuvieron en medio de cultivo RPMI en condiciones estériles, a 37°C 

en ambiente de CO2. El medio se recolectó semanalmente, se le adicionaron 

inhibidores de proteasas (Proteinase Inhibitor Cocktail P2714 Sigma-Aldric®) y se 

almacenó a -70°C hasta su uso. Posteriormente para concentrar el antígeno, se 

utilizaron columnas (AMICON®), con diámetro de poro que deja pasar proteínas de 

menos de 30 kilodaltones. El medio de cultivo con el antígeno se colocó en las 

columnas y se centrifugó a 4500 rpm por 10 min. a 4°C, el procedimiento se repitió 

hasta terminar todo el sobrenadante. Para precipitar el antígeno, se agregó acetona 

a -20°C y se centrifugó a 12,000rpm/4°C durante 10 min. Se decantó el 

sobrenadante y se agregó PBS estéril e inhibidores de proteasas, se almacenó en 

alícuotas a -70°C hasta su uso. 

7.5.5 Obtención de sueros 

 

Las cartas de consentimiento informado y de asentimiento (Anexo 1,), la historia 

clínica, las espirometrias (Anexo 3), la toma de dos muestras de sangre (3.0 ml) para 

la biometría hemática y para los ELISA, y las muestras de heces para los 

coproparasitoscópicos (CPS) fueron obtenidas por la Pasante de Medicina Alma L. 
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Chávez Zea (Servicio Social), la Dra. Sandra G. Bautista y el Dr. Alvaro Pedroza del 

Servicio de Alergia. 

7.6 ELISA indirecta 

 

Para realizar el ELISA indirecto se realizó la estandarización de: dilución óptima de 

αIgG-Humano; concentración de Ag E/S de T. canis y dilución de suero humano. 

7.6.1 Titulación de α IgG-Humano(HRP) 

 

Los pozos de la placa de poliestireno (3370 Corning ®) se sensibilizaron con 100 µl 

de suero humano (negativo a Ag E/S L2T. canis), diluido (1:500) en solución 

amortiguadora de carbonatos, pH 9.6. La placa se mantuvo a 4°C durante toda la 

noche. Se lavó tres veces (SL I) durante 5 minutos en cada lavada, posteriormente se 

agregaron 200µl de solución de bloqueo I, y la placa se incubó a 37°C durante 30 

min. Después de lavarla, a cada pozo se le agregaron 100µl de diferentes diluciones 

(1:162.5, 1:325, 1:750, 1:1500, 1:3000, 1:6000, 1:12000) de αIgG-Humano HRP 

(EDM Millipore Corp., USA®) y se incubó una hora a 37ºC. Se lavó (SLI), a cada pozo 

se le agregaron 100µl de solución de cromógeno y se incubó durante 15 min. a 

temperatura ambiente en la obscuridad.  

La reacción se detuvo con 100µl/pozo de ácido sulfúrico 2N. La placa se leyó en un 

espectrofotómetro a 490nm (ModulusMicroplateMultimode Reader 9300-010 Turner 

Biosystems). Se realizó la curva de titulación y se obtuvo la dilución a emplear. Se 

realizaron 3 ensayos por duplicado.  
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7.6.2 Titulación para la obtención de la dilución de suero humano y 

concentración de antígeno de excreciones–secreciones de larvas de 

segundo estadio de Toxocara canis (Ag E/SL2T. canis). 

 

Los pozos de la placa de poliestireno (3370 Corning®) se sensibilizaron con 

0.5µg/ml, 1.0µg/ml ó 1.5µg/ml de Ag E/S L2T. canis, diluido en amortiguador de 

carbonatos pH 9.6. La placa se incubó a 4°C durante una noche. Se lavó (SL I), los 

sitios inespecificos se bloquearon agregando a cada pozo 200µl de solución de 

bloqueo I, y se incubó 30 min. a 37°C. Se lavó, a cada pozo se le agregaron 100µl de 

(1:16, 1:32, 1:64) de suero humano positivo y negativo, y se incubó durante una 

hora a 37°C. Se lavó (SL I), se agregaron 100µl de α IgG-HumanoHRP (EDM Millipore 

Corp., USA ®) diluida en PBS Tween 20 (1:750) y se incubó una hora a 37°C. Se lavó 

(SL I), se agregaron 100µl/pozo de solución de cromógeno y se incubó a temperatura 

ambiente durante 15 min. en obscuridad. La reacción se paró con 100µl/pozo de 

ácido sulfúrico 2N. La placa se leyó en un espectrofotómetro (Modulus Microplate 

Multimode Reader 9300-010 Turner Biosystems) a 490nm.  

Se realizó la curva de titulación y se obtuvo la concentración de Ag E/S de T. canis y 

la dilución de suero a emplear. Se realizaron 2 ensayos por duplicado. El valor de 

corte se obtuvo con el promedio de las absorbancias del suero negativo de 3 ensayos 

por duplicado más 3 veces su desviación estándar.  

 

7.6.3 ELISA indirecto para la detección de anticuerpos (IgG) en 

pacientes pediátricos con asma 

 

Los pozos de la placa de poliestireno (3370 Corning®) se sensibilizaron con 0.5µg/ml 

del AgE/S L2T. canis, diluido en amortiguador de carbonatos pH 9.6, la placa se 

incubó a 4°C durante una noche. Se lavó tres veces (SL I) durante 5 min. en cada 

lavada, a cada pozo se le agregaron 200µl de solución de bloqueo I y se incubó a 
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37°C por 30 min. Se lavó (SL I), se agregaron 100µl/pozo de cada uno de los 80 

sueros de los pacientes pediátricos con asma, diluidos 1:64 en PBS estéril y se 

incubaron durante una hora a 37°C. Se lavó (SL I), se adicionaron 100µl del 

conjugado α IgG-Humano HRP (EDM Millipore Corp., USA ®) diluido 1:750 en PBS 

Tween 20, se incubó una hora a 37°C. Se lavó (SL I), se agregaron 100µl/pozo de 

solución de cromógeno y se incubó a temperatura ambiente y obscuridad durante 

15 min. La reacción se detuvo con 100µl/pozo de ácido sulfúrico 2N. La placa se 

leyó en un espectrofotómetro (ModulusMicroplateMultimode Reader 9300010 Turner 

Biosystems) a 490nm. El ensayo se realizó por duplicado y se incluyeron los 

controles negativo y positivo. 

7.6.4 ELISA con Kit comercial 

 

Adicional al ELISA indirecto que se describió anteriormente, los sueros de los 80 

pacientes pediátricos con asma también se probaron con el ELISA del Kit comercial 

(Toxocara IgG DIAGMEX® S.A. de C.V.), que detecta IgG contra antígenos de larvas 

de T. canis. Se siguió el procedimiento descrito por el Kit, que tiene una 

especificidad y sensibilidad del 100%. Su valor de corte es de 0.3. 

7.7 ELISA directo para la detección de Ag E/S L2T. canis con un 

anticuerpo monoclonal (G4C12MoAc) 

7.7.1 ELISA para la obtención de la curva de titulación del 

conjugado 

 

Para obtener la curva de titulación de la α IgG-Ratón HRP (ZYMED ® Laboratories), 

los pozos de la placa de poliestireno (3370 Corning®) se sensibilizaron con 

100µl/pozo (10µg/ml) del G4C12MoAc en amortiguador de carbonatos, la placa se 

incubó una hora a 37ºC. Se lavó (SL II). Los sitios inespecíficos se bloquearon con 

200µl de solución de bloqueo II y se incubó durante 30 min./37ºC. Se lavó (SL II), se 
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agregaron 100µl/pozo del conjugado (1:500, 1:1000, 1:2000, 1:4000, 1:8000 ó 

1:16000) en amortiguador de dilución y se incubó durante 2 h/37ºC. Se lavó (SL II), 

se añadieron 100µl/pozo de cromógeno y se incubó 15 min./37ºC, la reacción se 

paró con 100µl/pozo de ácido sulfúrico 2N. La placa se leyó en un espectrofotómetro 

(Modulus Microplate Multimode Reader 9300010 Turner Biosystems) a 490nm. El 

ensayo se realizó por duplicado.  

7.7.2 ELISA para obtener la curva de titulación del AgE/SL2T. canis 

 

Se utilizaron las concentraciones de anticuerpo policlonal (AcPo) y anticuerpo 

monoclonal (G4C12AcMo) reportadas por Rodríguez-Caballero et al., 2015. 

Los pozos de la placa de poliestireno (3370 Corning®) se sensibilizaron con 

100µl/pozo (5µg/ml) del AcPo de conejo, diluido en buffer de boratos pH 8 y se 

incubó a 4°C durante toda la noche. Se lavó 3 veces (SL II), cada lavado de 5 min. 

Los sitios inespecíficos se bloquearon con 200µl de solución de bloqueo II y se 

incubó durante 30 min./37°C. Se lavó (SL II), se añadieron 100µl/pozo (10 µg/ml, 

1.0 µg/ml, 0.1µg/ml, 0.01µg/ml ó 0.001µg/ml) del AgE/S L2T. canis y se incubó 2 

horas a 37°C. Se lavó (SL II), se agregaron 100µl/pozo (10 µg/ml) del G4C12AcMo 

(Rodríguez-Caballero et al., 2015) en amortiguador de dilución, se incubó 2 h/37°C. 

Se lavó (SL II), se agregaron 100µl/pozo del conjugado (α IgG-ratón HRP) a una 

dilución de 1:500 en amortiguador de dilución, se incubó 2 h/37°C. Se lavó (SL II), 

se añadieron 100µl/pozo del cromógeno, se incubó 15 min./37°C, la reacción se 

detuvo con 100µl/pozo de ácido sulfúrico 2N. La placa se leyó en un 

espectrofotómetro (Modulus Microplate Multimode Reader 9300010 Turner 

Biosystems) a 490nm. El ensayo se realizó por duplicado.  
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7.7.3 ELISA directo para la detección de Ag E/S L2T. canis 

 

Los pozos de la placa de poliestireno (3370 Corning®) se sensibilizaron con 

100µl/pozo (5.0 µg/ml) de AcPo diluido en amortiguador de boratos pH 8 y la placa 

se incubó toda la noche a 4°C. Se lavó 3 veces (SL II), cada lavado de 5 min., los 

sitios inespecíficos se bloquearon con 200µl de solución de bloqueo II incubando 

durante 30 min./37°C, posteriormente se lavó (SL II). 

Para romper los complejos inmunes, los sueros de los pacientes se trataron con 

EDTA 0.1M pH 7.5 (1:1), y se incubaron en baño maría durante 10 min., 

posteriormente se centrifugaron durante 10 min./13000 rpm. En cada pozo se 

añadieron 100µl del sobrenadante de cada suero tratado y la placa se incubó 

2h/37°C. Se lavó (SL II), se agregaron 100µl/pozo (10µg/ml) de G4C12AcMo en 

amortiguador de dilución y se incubó durante 2 h/37°C. Se lavó (SL II), se agregaron 

100µl/pozo del conjugado (α IgG-ratón HRP) a una dilución de 1:500 en 

amortiguador de dilución, se incubó 2h/37°C. Se lavó (SL II), se añadieron 

100µl/pozo del cromógeno y se incubó durante 15min./37°C. La reacción se detuvo 

con 100µl/pozo de ácido sulfúrico 2N. La placa se leyó en un espectrofotómetro 

(Modulus Microplate Multimode Reader 9300010 Turner Biosystems) a 490nm. El 

ensayo se realizó por duplicado. 

7.8 ELISA competitivo, adsorción de los sueros de los pacientes con 

antígeno de Ascaris suum (reacción cruzada) 

 

Los pozos de la placa de poliestireno (3370 Corning®) se sensibilizaron con 0.5µg/ml 

del Ag E/SL2T. canis diluido en buffer de carbonatos 0.1M pH 9.6, se incubaron a 

4°C toda la noche. Se lavaron tres veces (SL I), cada lavado de 5 min. Los sitios 

inespecíficos se bloquearon con 200µl de solución de bloqueo I, se incubaron 

30min./37°C y se lavaron (SL I).  
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Con la finalidad de que los anticuerpos afines al antígeno de Ascaris suum se 

unieran y dejaran disponibles a los anticuerpos específicos al Ag E/S L2T. canis, los 

sueros (diluidos 1:64) de los pacientes se adsorbieron con 1µg/ml antígeno somático 

de A. suum en PBS estéril y se incubaron durante 2 h/37ºC.  

A cada pozo se le agregaron 100µl de cada suero tratado, se incubaron durante 

1h/37°C y se lavaron (SL I). Se adicionaron 100µl/pozo del conjugado (α IgG-

Humano) 1:750 en PBS Tween 20, se incubaron durante 1h/37°C y se lavaron (SL 

I). Se agregaron 100µl/pozo del cromógeno, se incubó durante 15 min. a 

temperatura ambiente en obscuridad. La reacción se detuvo con 100 µl/pozo de 

ácido sulfúrico 2N. La placa se leyó en un espectrofotómetro (Modulus Microplate 

Multimode Reader 9300010 Turner Biosystems) a 490nm. Se realizaron 3 ensayos 

por duplicado. Se incluyó el control positivo y negativo. 

7.9 ELISA para determinar el índice de avidez 

 

A los sueros de los pacientes, que tuvieron IgG positiva, se les determinó el índice de 

avidez.  

Los pozos de poliestireno de dos placas (3370 Corning®) se sensibilizaron con 

100µl/pozo (0.5 µg/ml) de Ag E/S L2T. canis en amortiguador de carbonatos pH 9.6 

y se incubaron toda la noche a 4°C. Se lavaron tres veces (SL I), cada lavado de 5 

min. Los sitios inespecíficos se bloquearon con 200µl/pozo de solución de bloqueo I, 

se incubaron 30min./37°C y se lavaron (SL I). Se agregaron 100µl/pozo de los 

sueros positivos, diluidos 1:64 en PBS Tween 20 y se incubaron durante 1 h/37°C.  

A una placa se le realizaron tres lavados con SL III y uno más con SL I, cada lavado 

de 5 min. La otra placa se lavó cuatro veces (SL I). A los pozos de las dos placas se 

les agregó 100µl/pozo del conjugado α IgG-Humano (EDM Millipore Corp., USA ®) a 

una dilución de 1:750 en PBS Tween 20, se incubaron durante 1 h/37°C, se lavaron 

(SL I). Se les agregaron 100µl/pozo de cromógeno y se incubaron durante 15 min. en 

obscuridad y a temperatura ambiente. Posteriormente, se les agregó 100µl/pozo de 
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ácido sulfúrico 2N para detener la reacción. La placa se leyó en un 

espectrofotómetro (Modulus Microplate Multimode Reader 9300010 Turner 

Biosystems) a 490nm. Se realizaron 2 ensayos por duplicado.  

Para determinar el índice de avidez se dividió la absorbancia media de los pozos 

tratados con la solución de urea entre la absorbancia media de los pozos sin 

tratamiento con urea, multiplicado por 100. Los índices de hasta 50% se 

consideraron como indicadores de la presencia de IgG de baja avidez (infección 

reciente) y por arriba del 50%, IgG de alta avidez por lo tanto infección antigua. 
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8 RESULTADOS 

8.1 Obtención de la fase adulta, huevos larvados y larvas de T. canis 

Del centro de control canino de Ecatepec se obtuvieron 8 intestinos de perros 

cachorros eutanatizados, de donde se extrajeron los adultos de T. canis (Fig. 8). 

Después de tres semanas de la oviposición se observaron huevos larvados (Fig. 9). 

 

 

Figura 8. Adultos de T. canis. A) Disección longitudinal del intestino, se observan 

varios adultos de T. canis. B) Adultos de T. canis en Solución Salina Isotónica (SSI, 

NaCl 0.9%) 
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Figura 9. Huevos de T. canis. A) Huevo obtenido de una muestra del intestino 

delgado de un cachorro B) Huevo con dos blastomeros y C) Huevo larvado 

 

Para la eclosión de las larvas de T. canis se siguió el protocolo descrito por Ponce-

Macotela et al. (2011). Las larvas en medio RPMI-1640 (GIBCO®, 21870076) se 

utilizaron para la obtención de antígenos de excreción-secreción (Fig. 10). 

 

Figura 10. Huevos larvados activados para la eclosión. A) Huevos larvados, larvas 

recién eclosionados, larvas vivas y muertas. B) Larvas vivas en medio RPMI-1640 

(GIBCO®, 21870076) axénico. 
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8.2 ELISA para la detección de anticuerpos anti-T. canis. 

8.2.1 ELISA indirecta 

8.2.1.1 Titulación de α IgG-Humano (HRP) 

 

Se realizó el ELISA indirecto para determinar la dilución óptima del conjugado. El 

punto en donde la pendiente inició el descenso fue con la dilución 1:750. Ésta se 

utilizó para continuar con la estandarización (Fig. 11). 

Figura 11. Titulación de α IgG-Humano (HRP). PBS control negativo.    Dilución 

elegida. 
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8.2.1.2Titulación para la obtención de la dilución del suero humano 

y la concentración del AgE/SL2T. canis.  

 

Con 0.5µg/ml, 1µg/ml y 1.5µg/ml del antígeno; las diluciones 1:16, 1:32, 1:64 de 

los sueros (control positivo y negativo) y una dilución 1:750 del conjugado (α IgG-

Humano HRP, EDM Millipore Corp., USA ®), se obtuvo la concentración de antígeno 

y dilución de suero a emplear (Fig. 12). El valor de corte se obtuvo con el promedio 

de las absorbancias del suero negativo de los 3 ensayos por duplicado más 3 veces 

su desviación estándar. 

 

Figura 12. Titulación de la concentración de Ag E/S L2T. canis y dilución del suero. 

Dilución de suero y concentración de antígeno elegidos. PBS control negativo. 
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8.2.2 ELISA INP y ELISA Kit para la detección de anticuerpos anti-

T. canis en pacientespediátricos con asma. 

 

Con una concentración de 0.5µg/ml de AgE/SL2T. canis y una dilución de 1:64 de 

los sueros, se realizó el ELISA INP para la detección de anticuerpos anti-T. canis. Se 

probaron 80 sueros por duplicado y se incluyó el control positivo y negativo. El valor 

de corte fue de 0.26. En el ELISA del KIT comercial el valor de corte fue de 0.3. 

De los 80 sueros, para el ELISA INP se detectaron anticuerpos anti-T. canis en 20 

sueros, determinándose una frecuencia del 25%, mientras que con el ELISA del KIT 

comercial se detectaron en solo 2 sueros, que representa una frecuencia del 2.32% 

(Fig. 13). 
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Figura 13. Distribución de las absorbancias promedio de los sueros de pacientes pediátricos con asma. En azul; 

absorbancias promedio con ELISA INP, en donde se utilizaron 0.5µg/ml del Ag E/S L2T. canis, 1:750 de dilución de α IgG-

Humano HRP y 1:64 de dilución de suero. Control positivo rojo, control negativo verde. En rosa se muestran las 

absorbancias con ELISA KIT. Valor de corte ELISA INP 0.26 (línea verde), valor de corte ELISA KIT 0.3 (línea amarilla).
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8.3 ELISA directo para la detección de Ag E/SL2T. canis 

8.3.1 ELISA para la obtención de la curva de titulación del 

conjugado 

 

Se realizó el ELISA directo para estimar la dilución óptima a emplear del conjugado 

(α IgG-Ratón HRP, ZYMED ® Laboratories). El punto en donde la pendiente inició el 

descenso fue con la dilución 1:500, ésta se utilizó para continuar con la 

estandarización (Fig. 14).  

Figura 14. Titulación de la α IgG-Ratón (HRP). PBS control negativo.     Dilución 

elegida. 
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8.3.2 ELISA para obtener la curva de titulación del AgE/SL2T. canis 

 

En el ELISA para obtener la curva de titulación del Ag E/SL2T. canis, se utilizaron 

5µg/ml del AcPo de conejo, 10µg/ml del G4C12AcMo, la dilución 1:500 del 

conjugado (α IgG-Ratón HRP, ZYMED ® Laboratories) y 10µg/ml, 1µg/ml, 0.1µg/ml, 

0.01µg/ml, 0.001µg/ml del Ag E/SL2T. canis. Se utilizó el PBS como control negativo 

(Fig. 15).  

 

Figura 15. Curva de titulación del AgE/SL2T. canis. PBS control negativo 
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8.3.3 ELISA directo para la detección de Ag E/SL2T. canis 

En este caso se utilizaron 5µg/ml del AcPo de conejo, dilución 1:1 de los sueros 

tratados con EDTA, 10µg/ml del G4C12AcMo, dilución 1:500 del conjugado (α IgG-

Ratón HRP, ZYMED ® Laboratories). Con los respectivos controles positivo y 

negativo. La muestra número 54 fue positiva para antígeno (1.0%). La concentración 

de Ag E/SL2T. canis fue de aproximadamente 0.1µg/ml (Fig. 16). Ésta muestra fue 

negativa para anticuerpos anti-T. canis con el ELISA indirecto. 
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Figura 16. ELISA directo. Distribución de las absorbancias promedio de los sueros de pacientes pediátricos con asma 

(azul). Control positivo (rojo) y control negativo (rosa). El valor de corte (0.39), se señala con una línea punteada amarilla y 

representa el valor promedio de 10 sueros negativos más tres veces su desviación estándar  
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8.4 ELISA competitivo, adsorción de sueros con Ag de Ascaris suum 

(reacción cruzada) 

 

Para el ELISA competitivo, se utilizó Ag E/S L2T. canis a una concentración de 

0.5µg/ml, los 80 sueros más el control positivo y negativo se adsorbieron con Ag 

somático de Ascaris suum, el conjugado se utilizó a una dilución 1:750 (Fig. 17). 

Antes de la adsorción se encontraron 20 (25%) sueros positivos; después de la 

adsorción de los sueros con el Ag de A suum, 18/20 fueron positivos. Además, hubo 

otros tres sueros que dieron positivos y que sin adsorción habían sido negativos. 

Con un total de 21 positivos (26.25%). 

Si consideramos estos 21 sueros más el suero que dio positivo al antígeno, entonces 

tenemos una seroreactividad total del 28%. 
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Figura 17. Distribución de las absorbancias promedio delos sueros de pacientes pediátricos con asma; ELISA competitivo 

(morado). Control positivo (azul) y control negativo (verde). El valor de corte se señala con línea punteada amarilla (0.26). 
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8.5 ELISA para determinar el índice de avidez 

Se realizaron 2 ensayos por duplicado de los sueros que resultaron positivos con el 

ELISA INP y los positivos después de la adsorción con Ag somático de Ascaris suum.  

Para determinar el índice de avidez, se dividió la absorbancia media de los pozos 

tratados con la solución de urea entre la absorbancia media de los pozos sin 

tratamiento, multiplicado por 100. Los índices de hasta 50% se consideraron como 

indicadores de la presencia de IgG de baja avidez (infección reciente) y por arriba del 

50%, IgG de alta avidez por lo tanto infección antigua (crónica). 

A las 23 muestras se les realizó el índice de avidez. En todas las muestras, excepto 

una (suero 24), se encontró un índice de avidez por arriba el 50%, lo que 

corresponde a infección crónica. La muestra 24 inicialmente fue negativa para el 

ELISA INP y positivizó con el ELISA competitivo, fue el único suero que mostró una 

baja avidez, la cual indicaría que es una infección reciente (Fig. 18). 

 

Figura 18. Índice de avidez de los sueros que fueron positivos con el ELISA INP y 

después de la adsorción. Por arriba del 50% se considera infección crónica y por 

debajo infección reciente. 
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8.6 Variables de los pacientes pediátricos con asma 

 

El 45% fueron del género femenino y el 55% masculino. El 35 %de los niños tuvo 

mascota (perro) y no se obtuvo el dato del 3.75%. La mayoría no tuvo geofagia 

(92.5%), el 3.75% sí tuvo geofagia y del 3.75% no se obtuvo el dato. En cuanto a los 

grupos de edad, el 5% tuvo 6 años, de 7-9 35% y el 60%, mayor de 9 años (Fig. 19). 

 

Figura 19. Datos obtenidos de la población objetivo. F=Femenino, M=Masculino,  

ø=no se obtuvo dato. 
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8.7 Resultados de la espirometría, biometría hemática, ACQ 

(cuestionario de control del asma) y GINA (iniciativa global para el asma). 

 

En la Figura 20 se muestra la relación entre la espirometría y la seroreactividad a T. 

canis. El resultado con la espirometría, mostró que el 63% de los pacientes fueron 

normales, el 14% tuvo hiperreactividad bronquial, y no se realizó en el 20%. 

 

 

Figura 20. En la gráfica se muestra la relación del ELISA competitivo y la 

Espirometría. Los puntos azules representan los sueros negativos y los puntos 

morados los sueros positivos. Espirometría: N=Normal, L=Leve, HB=Hiperreactividad 

Bronquial, R=Restrictivo, M=Moderada, ø=no se obtuvo el dato. 

 

 

 

 



63 

 

El ACQ es un cuestionario que evalúa la calidad de vida del paciente asmático. En la 

Figura 21 se muestra la relación entre el ACQ y la seroreactividad a T. canis. El 45% 

fue valorado con asma leve controlada, el 20% con leve parcialmente controlada, el 

13% con moderada mal controlada, el 9% con moderada parcialmente controlada y 

el 8% con leve mal controlada.  

 

 

Figura 21. En la gráfica se muestra la relación del ELISA competitivo y el ACQ. Los 

puntos azules representan los sueros negativos y los puntos morados los sueros 

positivos. ACQ: LC=Leve Controlada, MPC=Moderada Parcialmente Controlada, 

LPC=Leve Parcialmente Controlada, MMC=Moderada Mal Controlada, LMC=Leve Mal 

Controlada, L: Leve, ø=no se obtuvo el dato. 
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Con GINA, se encontró que el 61% tuvo asma leve persistente, el 21% fue moderado 

persistente y el 18% leve intermitente (Fig. 22). 

 

 

Figura 22. En la gráfica se muestra la relación del ELISA competitivo y GINA. En 

azul se muestran los sueros negativos y los puntos morados los sueros positivos. 

GINA: LI=Leve Intermitente, LP=Leve Persistente, MP=Moderada Persistente.  
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8.8 Resumen de la seropositividad a Toxocara canis y gravedad del asma 

 

En la Tabla 7 se muestra la seropositividad a T. canis asociada a las diferentes 

variables. El niño del suero con captura de antígeno no tuvo geofagia, mascotas, ni 

eosinofilia. No hay datos de espirometría porque en los tres intentos no la pudo 

realizar. Con el cuestionario para el control del asma fue catalogado como moderado 

parcialmente controlado. En los CPS se encontró Blastocystis hominis(Anexo2).  

En resumen, las variables: a) por género, geofagia y el tener mascotas, b) la prueba y 

cuestionarios para el asma, y c) la seropositividad demostrada por la detección de 

anticuerpos anti-T. canis y captura de antígenos de larvas de T. canis se muestran 

en la Figura 23.  

Por otro lado, con respecto a los CPS, cinco muestras de los pacientes tuvieron 

comensales o un parásito: en la muestra 47 y 86 se encontró Endolimax nana 

(comensal), en la 63 Entamoeba coli (parásito) y en la 50 y 52 a Blastocystis hominis 

(parásito); todas estas muestras fueron seronegativas a T. canis (ELISA-INP, ELISA 

INP Adsorción, ELISA INP Ag). 

Finalmente, la relación captura de Ag y detección de Ac con la gravedad del asma se 

muestra en la Figura 24.  
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Tabla 7. Variables y porcentaje de sueros positivos a Toxocara canis 

Variables  ELISA INP ELISA Adsorción ELISA INP Ag 

N % N % N % 

Género       

Femenino (N=36) 

Masculino (N=44) 

8 22.2 10 27.7 0 0 

12 27.2 11 25 1 2.2 

Grupo de Edad       

6   (N=4) 

7-9 (N=28) 

>9   (N=48) 

0 0 0 0 0 0 

8 28.5 8 28.5 1 3.5 

12 25 13 27.1 0 0 

Cánidos       

Si (N=28) 

No (N=49) 

Ø  (N=3) 

9 32.1 9 32.1 0 0 

11 22.4 12 24.4 1 2.04 

0 0 0 0 0 0 

Geofagia       

Si   (N=3) 

No (N=74) 

Ø   (N=3) 

1 33.3 1 33.3 0 0 

19 25.6 20 27 1 1.3 

0 0 0 0 0 0 

Eosinofília       

Si (N=18) 2 11.1 3 16.6 0 0 

No (N=62) 18 29 18 29 1 1.6 

Espirometría        

Normal (N=50) 13 26 15 30 0 0 

Leve (N=1) 0 0 0 0 0 0 

HB (N=11) 0 0 0 0 0 0 

Restrictivo (N=1) 0 0 0 0 0 0 

Moderado(N=1) 1 100 1 100 0 0 

Ø (N=16) 5 31.2 5 31.2 1 6.2 

ACQ       

LC (N=36) 8 22.2 10 27.7 0 0 

MPC (N=7) 3 42.8 2 28.5 1 14.2 

LPC (N=16) 4 25 4 25 0 0 

MMC (N=10) 2 20 2 20 0 0 
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LMC (N=6) 3 50 3 50 0 0 

Leve (N=4) 0 0 0 0 0 0 

Ø (N=1) 0 0 0 0 0 0 

GINA       

LI (N=14) 4 28.5 4 28.5 0 0 

LP (N=49) 11 22.4 13 26.5 0 0 

MP (N=17) 5 29.4 4 23.5 1 5.8 

 

Espirometría: N=Normal, L=Leve, M=Moderada, R=Restrictivo, HB=Hiperreactividad 

Bronquial. ACQ: LC=Leve Controlada, MPC=Moderada Parcialmente Controlada, 

LPC=Leve Parcialmente Controlada, MMC=Moderada Mal Controlada, LMC=Leve Mal 

Controlada, L: Leve. GINA: LI=Leve Intermitente, LP=Leve Persistente, MP=Moderada 

Persistente, ø=no se obtuvo el dato.  
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Figura 23. Sueros positivos para cada una de las pruebas, asociados con las variables. Clasificación: 

Espirometría: N=Normal, L=Leve, HB=Hiperreactividad Bronquial, R=Restrictivo, M=Moderada.  ACQ: LC=Leve 

Controlada, MPC=Moderada Parcialmente Controlada, LPC=Leve Parcialmente Controlada, MMC=Moderada 

Mal Controlada, LMC=Leve Mal Controlada, L= Leve. GINA: LI=Leve Intermitente, LP=Leve Persistente, 

MP=Moderada Persistente, ø=no se obtuvo el dato.
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Figura 24. Relación del resultado de los ELISA con la gravedad del asma. (Número 

de pacientes). 
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9 DISCUSIÓN 

 

Hasta donde sabemos, éste es el primer reporte en donde se realiza captura del 

AgE/S L2T.canisy detección de anticuerpos anti-T. canis en pacientes pediátricos 

con diferentes estados de gravedad del asma.  

Los resultados son importantes, porque a los niños en el momento de la toma de las 

muestras de sangre (para la biometría hemática y para los ELISA) se les realizó la 

espirometría para registrar el estado clínico de la gravedad del asma, así como los 

cuestionarios: cuestionario para el control del asma (ACQ), e iniciativa global para el 

asma (GINA). Además, para descartar parasitosis intestinales, se les solicitaron 

muestras de heces en serie de tres para los coproparasitoscópicos. 

Se consideraba que era difícil distinguir entre una infección reciente, una larva 

migrans activa o una exposición pasada (Cooper, 2008). Pero recientemente, el 

grupo de la Dra. Ponce-Macotela está proponiendo que se puede detectar una 

infección reciente sí en el suero del paciente se captura el antígeno de larva de T. 

canis mediante un anticuerpo monoclonal; una larva migrans activa sí se detecta 

antígeno y anticuerpos anti-larva de T. canis; y probablemente memoría 

inmunológica sí solamente se detectan anticuerpos anti-larva de T. canis (Rodríguez-

Caballero et al., 2017). 

Para la captura de antígeno se utilizó el AcMo INP-1E4G4C2 (producido en el 

laboratorio). En una de las 80 muestras de los pacientes se capturó antígeno (1%); 

la frecuencia es baja, pero es la primera vez que se detecta antígeno en pacientes 

pediátricos con asma. Luo et al. (1999) utilizaron anticuerpos policlonales y 

encontraron antígeno en el 39% de 43 sueros positivos a anticuerpos. Robertson et 

al. (1988) con un anticuerpo monoclonal detectaron antígeno en 10/23 muestras de 

niños. Ishiyama et al. (2009) probaron su anticuerpo monoclonal en nueve muestras 

de pacientes con sospecha clínica de larva migrans y altos títulos de anticuerpos; 

ellos encontraron cinco muestras con antígeno.  
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En nuestro caso, el resultado de los CPS (serie de tres) del paciente fueron negativos 

a nematodos. Debido a que el ELISA para detección de anticuerpos fue negativo y la 

biometría hemática no registró eosinofilia, y con base en los resultados propuestos 

por Rodríguez-Caballero et al. (2017), consideramos que este paciente cursaba con 

una infección reciente.  

En la muestra del paciente se detectó 0.1 ug/mL de antígeno. El resultado es 

interesante porque Rodríguez-Caballero et al. (2017) reportaron que en ratones 

inoculados por vía oral con 50 huevos larvados de segundo estadio de T. canis 

capturaron 0.063 ug/mL y 0.315 ug/mL de antígeno a los 7 y 14 días post 

infección, respectivamente. En relación al asma y mediante el GINA y ACG el 

paciente estuvo clasificado como moderado persistente y moderado parcialmente 

controlado, respectivamente. Se realizó la espirometría, pero, en tres intentos, el 

paciente no la pudo llevar a cabo. Consideramos que es necesario dar un 

seguimiento a la evolución de este paciente y determinar si la parasitosis indujo una 

respuesta inmune del niño.  

Por otro lado, para la detección de anticuerpos se utilizan kits comerciales o cada 

autor implementa herramientas en su laboratorio para poder detectarlos. Los 

estudios realizados con población mexicana muestran diferente seroprevalencia.  

Romero et al. (2013) reportaron un 22.22% (24/108) en muestras de niños 

(población abierta) del municipio de Ecatepec, estado de México. En Durango, 

Alvarado-Esquivel (2013) encontró 6/128 pacientes psiquiátricos y en 3/276 

controles. El mismo autor en el 2014, reportó un 26.2% (33/126) en muestras de 

personas de comunidades rurales del estado de Durango (Alvarado-Esquivel, 2014). 

Nava et al. (2015) encontraron el 12.02% (22/183) de seroprevalencia en niños 

(población abierta) de Amecameca y Chalco, Estado de México. En todos estos 

estudios se utilizaron Kits comerciales y no se buscaron reacciones cruzadas con 

otros nematodos.   

 



72 

 

En esta tesis utilizamos dos estrategias para la detección de anticuerpos anti-larvas 

de T. canis: i) utilizamos un kit comercial y con éste se detectaron anticuerpos en 

dos muestras (2.5%), ii) herramientas implementadas en el laboratorio y con éstas 

se detectaron 20/80 muestras dando un 25% de seroprevalencia. Esta diferencia 

probablemente se debe al número de epítopes que detecta el kit; será necesario 

dilucidar por qué hubo tanta diferencia entre las dos estrategias. Cabe señalar que 

las dos muestras seroreactivas con el kit también fueron seroreactivas con nuestras 

herramientas.   

 

Se ha sugerido que la población que vive en países en desarrollo tiene más 

probabilidades de infectarse con geohelmintos, tales como: Ascaris lumbricoides, 

Necator americanus y Strongyloides stercoralis, y que las pruebas inmunológicas 

para la detección de anticuerpos anti-larvas de T. canis podrían dar reacciones 

cruzadas con estos geohelmintos (Muñoz-Guzmán et al., 2009, Noemi H., 1999). Por 

tal motivo, en nuestro caso, una alicuota de cada uno de los 80 sueros se adsorbió 

con antígeno de Ascaris suum. Después de la adsorción, 18 de los 20 sueros que 

fueron seroreactivos antes de la adsorción, volvieron a dar reactividad, y otros tres 

sueros (previamente negativos) fueron positivos, dando una seroprevalencia del 

26.25%. La seroreactividad después de la adsorción nos estaría diciendo que hay 

una alta probabilidad de que los pacientes estuvieron en contacto con el parásito. 

Por otro lado, la seroreactividad de los tres sueros (previamente negativos), después 

de ser adsorbidos con el antígeno de A. suum, probablemente fue porque se 

liberaron epítopes que se encontraban enmascarados por los antígenos de A. suum. 

Es importante mencionar que en ningún paciente se encontraron nematodos en los 

CPS (en serie de tres). Muñoz-Guzmán et al. (2010) reportaron una seroprevalencia 

mayor a la que nosotros encontramos, 30.8% (88/285) en muestras (previamente 

adsorbidas con antígeno de A. suum) de pacientes pediátricos mexicanos con asma. 
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Actualmente sabemos que la etiología del asma es multifactorial y aunado al cuadro 

clínico, los pacientes tienen leucocitosis a expensas de eosinófilos (Plaza et al., 2003) 

y, por otro lado, se ha documentado que cuando las larvas de los geohelmintos (A. 

lumbicoides, N. camericanus y S. stercoralis) llegan a pulmones, al romper la 

membrana alveólo capilar producen un cuadro semejante al asma, caracterizado por 

estertores, fiebre y eosinofilia (Mortimer et al., 2006, Botero et al., 2001). Debido a 

que las larvas de T. canis también viajan por pulmones, ésta parasitosis puede 

contribuir en la etiología del asma.  

En esta tesis, todos los pacientes tenían antecedentes de asma, y se encontró 

eosinofilia en 18/80 pacientes. Solamente tres pacientes con seroreactividad a 

larvas de T. canis tuvieron aumento de los eosinófilos. Ninguno de los dos pacientes 

seroreactivos al kit tuvo esosinofia. Probablemente en algunos casos la eosinofilia 

fue producida por otra fuente etiológica del asma. 

El resultado del índice de avidez (mayor del 50%) en el 96% de los casos nos 

incidaba un cuadro crónico; pero, por el resultado negativo en la captura de 

antígeno de todos los sueros positivos a anticuerpos, no podemos hablar de una 

larva migrans activa. Con base en el reporte de Rodríguez-Caballero et al. (2017) 

proponemos que estos pacientes tenían memoria inmunológica por una infección 

pasada. Cabe mencionar que el suero de un paciente tuvo un índice de avidez muy 

cercano al valor del 50% (49.75%), aunque, este paciente no tuvo eosinofilia y fue 

negativo a la captura de antígeno. 

En relación a la gravedad del asma, Muñoz-Guzmán et al. (2010), encontraron 

mayor frecuencia de pacientes con asma media itermitente y media persistente. En 

nuestro caso, la espirometría de 15/50 (30%) pacientes fue normal. Con GINA, se 

determinó que 13/36 (36%) pacientes cursaban con un cuadro leve persistente. Con 

ACQ se detectó que 10/26 (38%) estaban con asma leve controlada. Los resultados 

son interesantes porque el cuadro clínico del asma concuerda con los datos de 

avidez, y de captura de antígeno negativo; probablemente, estos pacientes, en el 

momento de la toma de la muestra no cursaban con una larva migrans activa.    
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10 CONCLUSIONES 

 

Este es el primer reporte en donde se capturó el AgE/S L2T. canis y anticuerpos 

anti- T. canis en pacientes pediátricos con diferentes estados de gravedad del asma. 

Se encontró una seroprevalencia total del 28%. El 1.0% de los sueros fue positivo al 

Ag E/S L2T. canis y el 26% fue positivo a anticuerpos anti-T. canis.  

Mediante el índice de avidez se detectó que el 96% cursaba con un cuadro crónico 

de la enfermedad. 

El paciente con suero positivo al Ag E/S L2T. canis cursaba con asma moderada 

parcialmente controlada (ACQ) y moderada persistente (GINA). 

La mayoría de los pacientes con serología positiva tuvieron espirometría normal, con 

asma leve controlada (ACQ) y asma leve parcialmente controlada (GINA). 

 

 

 

11 PERSPECTIVAS 

 

Incrementar el tamaño de la muestra. 

Realizar el western blot para determinar el peso molecular de los antígenos que   

reconoce el AcMo. 
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13 ANEXOS 

 

Anexo 1: CARTA DE CONSENTIMIENTO BAJO INFORMACIÓN  

Por este medio y en acuerdo a las Buenas Práctica Clínicas, en este acto otorgo el 

consentimiento bajo forma voluntaria como padre, madre o tutor, directamente 

responsable del cuidado y atención del paciente, para formar parte del estudio que 

se realiza en el Servicio de Alergia y Laboratorio de Parasitología Experimental del 

Instituto Nacional de Pediatría, intitulado “Búsqueda de la asociación  entre la 

concentración de antígenos circulantes de la fase larvaria de Toxocara canis con los 

diferentes niveles de gravedad del asma en pacientes pediátricos” Se me ha 

informado que mi hijo (a) tiene el diagnóstico de Asma y que puede ser debido a la 

migración de un parásito llamado Toxocara canis y que para poderlo diagnosticar es 

necesario tomar 3 mL de sangre del paciente que se utilizará para el diagnóstico de 

larva migrans mediante el ELISA (ensayo inmunoabsorbente unido a enzimas). 

La larva del parásito Toxocara canis cuando migra por el aparato respiratorio 

produce fiebre, tos, y ruidos pulmonares anormales (cuadro asmatiforme). 

1.- ¿En qué consiste este estudio?  A los pacientes que lleguen al Servicio de Alergia 

con un cuadro clínico de asma, también se les diagnosticará larva migrans 

producida por el parásito Toxocara canis, para descartar que el asma sea producido 

por este parásito. 

2.- ¿Cómo se realiza?  Para el diagnóstico de larva migrans es necesario obtener 3 

mL de sangre del paciente, que se utilizará para realizar las pruebas inmunológicas: 

para la detección de antígenos de larvas de T. canis y para la detección de 

anticuerpos anti T.canis, lo que llevará al diagnóstico de larva migrans aguda, activa 

o crónica. 

Se realizarán todos los estudios necesarios para tener el diagnóstico de asma 

(espirometría y biometría hemática) y se solicitarán coproparasitoscópicos en serie 
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de tres para la búsqueda de otras parasitosis con ciclo de vida extraintestinal y que 

pudieran dar reacción cruzada. 

3.- ¿Puede tener alguna complicación?  Sera mínima al tomar la muestra de sangre, 

se podrá formar un hematoma en la región de la venopunción.  

En caso de presentar algún efecto no deseado, se notificará al médico encargado del 

Servicio de Alergia, al investigador titular de este protocolo, al comité de 

investigación, de ética y a su familiar; se iniciará el tratamiento específico para el 

tipo de complicación, y se vigilarán las condiciones clínicas de paciente.  

Los gastos que generen (espirometría, biometría hemática, ELISA y 

coproparasitoscópicos) serán cubiertos por el protocolo   

Ante todo lo anterior estoy enterado y acepto que tal procedimiento forma parte del 

manejo que mi paciente requiere y de los beneficios que con ellos se pretende lograr, 

del mismo modo estoy consciente y se me ha explicado el procedimiento a realizar.  

Al firmar esta carta hago constar que he sido informado de los riesgos que corre mi 

paciente, conozco el estado actual de su enfermedad y el procedimiento al que será 

sometido, y que en caso de complicaciones derivadas de factores propios de la 

enfermedad de mi paciente, como factores externos que pueden modificar el estado, 

así como situaciones de urgencia que pueden presentarse en cualquier momento 

durante y posterior al manejo de mi paciente y que no son previsibles; autorizo al 

personal de la Institución para que actúe con libertad prescriptiva bajo los 

principios científicos y éticos que orientan la práctica médica.  

En caso de no aceptar que mi paciente ingrese al estudio, esto no modificará en 

forma alguna el tratamiento que se realice a mi paciente en las mejores condiciones 

posibles.  

También se me ha aclarado que, en caso de aceptar su inclusión en el estudio, 

puedo decidir no continuar con el estudio en cualquier momento y no habrá 

ninguna sanción por este motivo.  



100 

 

Cabe mencionar que la información que se obtenga de mi paciente se mantendrá en 

absoluta confidencialidad y respeto por parte de los investigadores de dicho 

protocolo; se me informarán los resultados obtenidos y su inclusión a dicho estudio 

no causará ningún costo para el paciente. Así mismo el paciente no recibirá ninguna 

remuneración económica por su participación en este estudio. 

Se otorga el presente Consentimiento Bajo Información en la Ciudad de México, 

Distrito Federal a los __________ días del mes de _________________ del año 

___________. 

Nombre completo y firma del padre:________________________________________________ 

Nombre completo y firma de la madre:____________________________________ 

Dirección:_________________________________________________________________________ 

Nombre y firma de testigo:_________________________________________________________ 

Nombre y firma de testigo:_________________________________________________________ 

Nombre del Médico del Servicio de Alergia: Álvaro Pedroza Meléndez  

Teléfono: ______________________________  

Firma:_________________________________  

Nombre del Investigador responsable del protocolo: Martha Ponce Macotela 

Teléfono:_______________________________ 

Firma:_________________________________  

Av. Insurgentes Sur 3700, Col. Insurgentes Cuicuilco, Coyoacán, 04530 México, 

D.F. Tel: 10840900. 

 *Se dará copia del consentimiento informado al familiar responsable y se guardará 

esta carta de consentimiento informado durante los próximos 5 años y se asegurará 

la confidencialidad de los pacientes. c/copia al protocolo y al familiar     
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Anexo 2: CARTA DE ASENTIMIENTO BAJO INFORMACIÓN  

Por este medio y en acuerdo con las Buenas Práctica Clínicas, en esta carta doy el 

permiso en forma voluntaria yo ___________________________________ (paciente) para 

participar en el estudio del Servicio de Alergia y Laboratorio de Parasitología 

Experimental del Instituto Nacional de Pediatría, “Búsqueda de la asociación entre 

la concentración de antígenos circulantes de la fase larvaria de Toxocara canis con 

los diferentes niveles de gravedad del asma en pacientes pediátricos”. 

1.- ¿En qué consiste este estudio?  En el Servicio de Alergia, además de 

diagnosticarme asma, también me harán estudios para diagnosticar larva migrans 

producida por el parásito Toxocara canis, para descartar que el asma sea producido 

por este parásito. 

2.- ¿Cómo se realiza?  Para que los doctores descarten el diagnóstico de larva 

migrans será necesario que me tomen 3 mL de sangre, que se utilizará para realizar 

las pruebas inmunológicas: para la detección de antígenos de larvas de T. canis y 

para la detección de anticuerpos anti T. canis, lo que llevará al diagnóstico de larva 

migrans aguda, activa o crónica. 

¿Puedo tener alguna complicación? 

Sera mínima al tomar la muestra de sangre, se me podrá formar un hematoma en la 

región de la venopunción.  

En caso de presentar algún efecto no deseado se le notificará al doctor responsable 

del proyecto del Servicio de Alergia, al investigador titular de este proyecto, al comité 

de investigación, de ética y a mis padres; y se me dará tratamiento de las 

complicaciones. Ante todo lo anterior estoy enterado y acepto que este estudio es 

parte una investigación que ayudará a niños como yo para saber si el asma que 

padezco es debido a la larva del parásito Toxocara canis y se me ha explicado el 

procedimiento a realizar.  
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Al firmar esta carta hago constar que he sido informado de los riesgos que puedo 

presentar, conozco el estado actual de mi padecimiento y el procedimiento al que 

seré sometido, y que en caso de complicaciones autorizo al personal de la Institución 

para que actúe con libertad prescriptiva bajo los principios científicos y éticos que 

orientan la práctica médica.  

En caso de no aceptar mi participación en el estudio, no modificará en forma alguna 

el tratamiento que se me realice en las mejores condiciones posibles.  

También se me ha aclarado que, en caso de aceptar mi ingreso al estudio, puedo 

decidir no continuarlo en cualquier momento.  

Cabe mencionar que mi información se mantendrá en absoluta confidencialidad y 

respeto por parte de los investigadores de dicho protocolo, en caso de duda; se me 

informarán los resultados obtenidos y mi ingreso a este estudio no causará costos a 

mis papas.   

Se otorga el presente Consentimiento Bajo Información en la Ciudad de México, 

Distrito Federal a los __________ días del mes de ________________ del año 

___________.  

Nombre completo y firma: ________________________________________________ 

Dirección: _______________________________________________________________ 

*Nombre y firma del testigo:________________________________________  

Dirección del testigo: ______________________________________________  

Relación con el paciente: _________________________________________________ 

*Nombre y firma del testigo:__________________________________________ 

 Dirección del testigo: ______________________________________________  

Relación con el paciente: _________________________________________________ 
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Responsable del Servicio de Alergia: Dr. Álvaro Pedroza Meléndez, Investigador 

responsable: Dra. Martha Ponce Macotela. Av. Insurgentes Sur 3700, Col. 

Insurgentes Cuicuilco, Coyoacán, 04530 México, D.F. Tel: 10840900. 

    *Se dará copia del consentimiento informado al familiar responsable y se 

guardará esta carta de consentimiento informado durante los próximos 5 años y se 

asegurará la confidencialidad de los pacientes.  
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Anexo 2: Tabla 8: Resultados de gabinete, clínicos y de laboratorio de los niños incluidos en este 

estudio. 

NO. DE 
MUESTRA 

GÉNERO EDAD 
GINA ACQ DX ESPIRO EOSINÓFILOS CPS GEOFAGIA PERROS 

2 M 11 LEVE INTERMITENTE - - 0.015 0.213   NO NO 

3 M 9 LEVE PERSISTENTE LEVE CONTROLADA NORMAL 0.244 4.41   NO NO 

4 F 15 LEVE PERSISTENTE LEVE CONTROLADA NORMAL 0.468 8.37   NO NO 

5 M 10 
MODERADA 

PERSISTENTE 

MODERADA 
PARCIALMENTE 

CONTRLADA 
LEVE 0.424 8.25   NO SI 

6 F 12 LEVE PERSISTENTE 
LEVE PARCIALMENTE 

CONTROLADA 
NORMAL 1.31 14.9   NO NO 

7 F 15 
MODERADA 

PERSISTENTE 

MODERADA 
PARCIALMENTE 
CONTROLADA 

NORMAL 0.134 1.1   NO SI 

8 M 10 LEVE PERSISTENTE LEVE CONTROLADA 
HIPERREACTIVIDAD 

BRONQUIAL 
0.164 3.08   NO NO 

9 M 8 LEVE PERSISTENTE LEVE CONTROLADA NORMAL 0.539 8.83   NO SI 

10 M 13 LEVE PERSISTENTE LEVE CONTROLADA RESTRICTIVO 0.307 6.73   NO NO 

12 M 8 LEVE PERSISTENTE LEVE CONTROLADA 
HIPERREACTIVIDAD 

BRONQUIAL 
0 5.47   NO NO 

13 M 8 LEVE PERSISTENTE LEVE CONTROLADA NORMAL 0.093 1.94   NO NO 

14 F 13 LEVE PERSISTENTE 
LEVE PARCIALMENTE 

CONTROLADA 
NORMAL 0.06 1.14   NO SI 

15 M 11 LEVE INTERMITENTE LEVE CONTROLADA - 0.902 12.6   NO NO 

16 M 14 LEVE PERSISTENTE LEVE CONTROLADA NORMAL 0.114 1.4   SI SI 

17 M 15 LEVE PERSISTENTE LEVE CONTROLADA NORMAL 0.104 1.45   NO NO 

18 M 13 
MODERADA 

PERSISTENTE 

MODERADA 
PARCIALMENTE 
CONTROLADA 

NORMAL 0.33 4.45   NO NO 

19 F 10 
MODERADA 

PERSISTENTE 
MODERADA MAL 

CONTROLADA 
NORMAL 0.272 4.38   NO NO 

20 M 11 LEVE PERSISTENTE 
LEVE PARCIALMENTE 

CONTROLADA 
- 0.41 5.9   NO SI 

21 M 6 
MODERADA 

PERSISTENTE 
MODERADA MAL 

CONTROLADA 

HIPERREACTIVIDAD 
BRONQUIAL 

0.008 0.088   SI SI 

22 M 9 LEVE PERSISTENTE 
LEVE PARCIALMENTE 

CONTROLADA 
NORMAL 0.298 3.06   NO SI 

23 M 9 LEVE INTERMITENTE LEVE CONTROLADA NORMAL 0.108 2.03   NO SI  

24 F 11 LEVE PERSISTENTE LEVE CONTROLADA NORMAL 0.496 4.1   NO NO 

25 F 9 LEVE PERSISTENTE LEVE CONTROLADA NORMAL 0.077 1.05   NO NO 
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26 M 6 LEVE PERSISTENTE LEVE CONTROLADA NORMAL 0.032 0.404   NO NO 

27 F 9 LEVE PERSISTENTE LEVE CONTROLADA NORMAL 0.52 6.35   NO NO  

28 F 7 LEVE INTERMITENTE 
LEVE PARCIALMENTE 

CONTROLADA 
- 0.28 3.7   NO NO  

29 F 13 
MODERADA 

PERSISTENTE 
MODERADA MAL 

CONTROLADA 
NORMAL 0.11 1.52   NO NO 

30 F 9 LEVE INTERMITENTE LEVE CONTROLADA 
HIPERREACTIVIDAD 

BRONQUIAL 
1.51 18.7   NO NO 

31 M 10 
MODERADA 

PERSISTENTE 
MODERADA MAL 

CONTROLADA 
- .412 6.69   NO NO 

32 F 11 LEVE PERSISTENTE LEVE CONTROLADA NORMAL .351 3   NO NO  

33 M 9 LEVE PERSISTENTE 
LEVE PARCIALMENTE 

CONTROLADA 
NORMAL .020 .214   NO SI 

34 F 12 LEVE PERSISTENTE LEVE CONTROLADA NORMAL 0.036 4.94   NO SI 

35 F 14 LEVE PERSISTENTE LEVE CONTROLADA NORMAL 0.445 4.75   NO SI 

36 F 9 LEVE PERSISTENTE LEVE CONTROLADA - 0.026 0.628   NO SI 

37 M 17 LEVE INTERMITENTE LEVE CONTROLADA NORMAL 0.405 6.12   NO NO 

38 F 17 LEVE PERSISTENTE LEVE MAL CONTROLADA NORMAL 0.299 3.92   NO NO 

39 F 15 LEVE PERSISTENTE LEVE  - 0.116 1.61       

40 F 13 LEVE PERSISTENTE LEVE  - 0.018 0.434       

41 F 11 LEVE PERSISTENTE LEVE - 0.19 3.1       

42 M 12 LEVE PERSISTENTE 
LEVE PARCIALMENTE 

CONTROLADA 
NORMAL 0.315 5.96   NO NO 

43 M 11 LEVE PERSISTENTE 
LEVE PARCIALMENTE 

CONTROLADA 
NORMAL 0.498 7.09   NO SI 

44 M 9 
MODERADA 

PERSISTENTE 
MODERADA MAL 

CONTROLADA 

HIPERREACTIVIDAD 
BRONQUIAL 

0.369 12.1   NO SI 

45 F 7 
MODERADA 

PERSISTENTE 
MODERADA MAL 

CONTROLADA 
NORMAL 0.227 2.94   NO NO 

46 M 11 
MODERADA 

PERSISTENTE 
MODERADA MAL 

CONTROLADA 
NORMAL 0.309 3.52   NO NO 

47 F 10 LEVE PERSISTENTE 
LEVE PARCIALMENTE 

CONTROLADA 
NORMAL 0.1 1.66 

Endolimax  
nana 

NO NO 

48 M 9 LEVE PERSISTENTE LEVE CONTROLADA 
HIPERREACTIVIDAD 

BRONQUIAL 
0.647 9.64   NO NO 

50 M 11 LEVE PERSISTENTE LEVE CONTROLADA NORMAL 0.288 4.84 
Blastocystis 

hominis 
NO SI 

51 M 11 LEVE PERSISTENTE LEVE CONTROLADA NORMAL 0.582 11.7   NO SI 

52 M 10 LEVE PERSISTENTE LEVE MAL CONTROLADA NORMAL 0.3 5.5 
Blastocystis 

hominis 
NO NO 

53 M 12 LEVE PERSISTENTE LEVE MAL CONTROLADA NORMAL 0.2 3.3   NO NO 
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54 M 8 
MODERADA 

PERSISTENTE 

MODERADA 
PARCIALMENTE 
CONTROLADA 

- 0.1 1.4 
Blastocystis 

hominis 
NO NO 

55 F 6 LEVE INTERMITENTE 
LEVE PARCIALMENTE 

CONTROLADA 
- 0 0.5   NO NO 

56 F 15 LEVE PERSISTENTE 
LEVE PARCIALMENTE 

CONTROLADA 
- 0.5 8.8   NO SI 

57 M 10 LEVE PERSISTENTE LEVE MAL CONTROLADA - 0.3 5.5   NO NO 

58 F 9 LEVE PERSISTENTE 
LEVE PARCIALMENTE 

CONTROLADA 
NORMAL 0.2 3.7   NO NO 

59 M 15 LEVE INTERMITENTE LEVE CONTROLADA NORMAL 0.5 7   NO SI 

60 F 14 LEVE INTERMITENTE LEVE CONTROLADA NORMAL 0.4 6.9   NO NO 

61 M 12 LEVE PERSISTENTE LEVE CONTROLADA - 0.1 2   NO NO 

62 F 15 LEVE PERSISTENTE LEVE CONTROLADA NORMAL 0.67 8.84   NO NO 

63 F 11 
MODERADA 

PERSISTENTE 

MODERADA 
PARCIALMENTE 
CONTROLADA 

HIPERREACTIVIDAD 
BRONQUIAL 

0.467 10.2 
Entamoeba 

coli 
NO NO 

64 M 8 LEVE INTERMITENTE LEVE CONTROLADA NORMAL 0.244 3.21   NO SI 

65 F 15 
MODERADA 

PERSISTENTE 
MODERADA MAL 

CONTROLADA 
- 0 0.6   NO SI 

67 F 7 LEVE PERSISTENTE 
LEVE PARCIALMENTE 

CONTROLADA 
NORMAL 0.1 1.5   NO NO 

68 M 11 
MODERADA 

PERSISTENTE 
MODERADA MAL 

CONTROLADA 

HIPERREACTIVIDAD 
BRONQUIAL 

0.5 8.4   NO NO 

69 F 11 
MODERADA 

PERSISTENTE 

MODERADA 
PARCIALMENTE 
CONTROLADA 

MODERADA 2.1 12.7   NO SI 

70 F 17 
MODERADA 

PERSISTENTE 
MODERADA MAL 

CONTROLADA 
- 0.1 1   NO SI 

71 F 8 LEVE PERSISTENTE 
LEVE PARCIALMENTE 

CONTROLADA 

HIPERREACTIVIDAD 
BRONQUIAL 

0.2 2.3   NO SI 

72 M 7 LEVE INTERMITENTE LEVE CONTROLADA NORMAL 0.3 4.2   NO SI 

74 M 10 LEVE INTERMITENTE LEVE CONTROLADA NORMAL 0.3 4.9   NO NO 

75 M 8 LEVE PERSISTENTE 
LEVE PARCIALMENTE 

CONTROLADA 
NORMAL 0.4 6   SI SI 

76 F 7 
MODERADA 

PERSISTENTE 

MODERADA 
PARCIALMENTE 
CONTROLADA 

HIPERREACTIVIDAD 
BRONQUIAL 

0.1 1.2   NO SI 

78 F 6 LEVE INTERMITENTE LEVE MAL CONTROLADA NORMAL 0.4 3.2   NO NO 

79 M 8 LEVE PERSISTENTE LEVE CONTROLADA 
HIPERREACTIVIDAD 

BRONQUIAL 
0.6 10.3   NO NO 

80 F 15 LEVE PERSISTENTE LEVE CONTROLADA NORMAL 0.6 4   NO NO 

81 M 7 LEVE PERSISTENTE LEVE CONTROLADA NORMAL 0.1 1   NO NO 

82 F 17 LEVE PERSISTENTE LEVE CONTROLADA NORMAL 0.8 9   NO NO 
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83 M 11 LEVE PERSISTENTE LEVE NORMAL 0.2 3.2   NO NO 

84 M 8 LEVE INTERMITENTE 
LEVE PARCIALMENTE 

CONTROLADA 
NORMAL 1.1 20.7   NO NO 

85 M 8 LEVE PERSISTENTE LEVE MAL CONTROLADA NORMAL 1.7 17.6   NO SI 

86 M 9 LEVE PERSISTENTE LEVE CONTROLADA NORMAL 0.1 2.5 
Endolimax 

nana 
NO NO 
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Anexo 3: Tabla 9: Absorbancia detectada en cada suero, con las 

diferentes pruebas.  

 

NO. SUERO ELISA INP Ac ELISA KIT Ac ELISA 
ADSORCIÓN 

ÍNDICE 
AVIDEZ 

ELISA CAP. 
Ag 

1 0.1505 0.152 0.1505  0.281 

2 0.171 0.135 0.132666667  0.27 

3 0.1775 0.13 0.136833333  0.328 

4 0.16 0.144 0.1305  0.261 

5 0.1865 0.138 0.128333333  0.263 

6 0.135 0.128 0.116  0.251 

7 0.3285 0.149 0.218333333 82.79 0.2985 

8 0.12775 0.153 0.132333333  0.304 

9 0.1435 0.151 0.129833333  0.301 

10 0.4455 0.153 0.222666667 69.32 0.2675 

12 0.1485 0.146 0.113  0.2675 

13 0.22025 0.149 0.135333333  0.2715 

14 0.14075 0.147 0.114166667  0.263 

15 0.16 0.149 0.1205  0.285 

16 0.11175 0.148 0.156   0.298 

17 0.6375 0.153 0.601166667 80.99 0.3035 

18 0.849 0.148 0.9735 66.96 0.288 

19 0.123 0.142 0.1415   0.263 

20 0.183 0.152 0.169833333   0.2615 

21 0.1305 0.145 0.174166667   0.256 

22 0.85775 0.151 0.789 86.80 0.261 

23 0.35775 0.147 0.731833333 64.60 0.2715 

24 0.208 0.149 0.3805  49.75 0.3025 

25 0.135 0.153 0.143333333   0.2995 

26 0.17275 0.13 0.176333333   0.29 

27 0.3345 0.146 0.363333333 83.63 0.277 

28 0.42975 0.139 0.514833333 83.70 0.266 

29 0.1475 0.14 0.14   0.2585 

30 0.16775 0.139 0.191833333   0.2785 

31 0.344 0.136 0.435166667 78.10 0.268 

32 0.20525 0.131 0.245166667   0.278 

33 0.22875 0.226 0.248333333   0.2705 

34 0.226 0.149 0.326666667 81.41  0.2625 

35 0.12925 0.137 0.146833333   0.2555 

36 0.1375 0.125 0.152833333   0.2505 

37 0.15825 0.137 0.174833333   0.2455 

38 0.46425 0.136 0.588833333 79.35 0.246 

39 0.14825 0.131 0.233333333   0.242 

40 0.153 0.132 0.221666667   0.268 



109 

 

41 0.17425 0.138 0.162166667   0.2405 

42 0.17125 0.133 0.1895   0.232 

43 0.13925 0.141 0.164833333   0.243 

44 0.12775 0.143 0.145333333   0.245 

45 0.1385 0.135 0.152333333   0.2345 

46 0.23025 0.167 0.252666667   0.241 

47 0.17275 0.131 0.191666667   0.243 

48 0.2445 0.161 0.139   0.2635 

50 0.16425 0.149 0.144666667   0.2425 

51 0.15725 0.242 0.2   0.305 

52 0.2155 0.127 0.238666667   0.3095 

53 0.1995 0.132 0.222833333   0.361 

54 0.1375 0.139 0.1455   0.5045 

55 0.21525 0.161 0.225166667   0.3665 

56 0.188 0.138 0.185666667   0.3365 

57 0.3145 0.166 0.33 87.04 0.3195 

58 0.21575 0.145 0.248166667   0.3345 

59 0.478 0.131 0.459666667 87.28 0.3045 

60 0.1615 0.138 0.1695   0.3015 

61 0.4385 0.205 0.496333333 67.40 0.31 

62 0.1265 0.131 0.127833333   0.3085 

63 0.13175 0.133 0.1315   0.32 

64 0.62725 0.622 0.372 75.79 0.3145 

65 0.156 0.135 0.148833333   0.299 

67 0.4565 0.135 0.5345 74.52 0.3035 

68 0.2465 0.149 0.245333333   0.3375 

69 0.6925 0.137 0.872333333 81.52 0.27 

70 1.1995 0.126 1.418666667 67.64  0.285 

71 0.127 0.136 0.136166667   0.301 

72 0.1975 0.139 0.168333333   0.3205 

74 0.2305 0.136 0.192   0.314 

75 0.839 0.482 0.315333333 89.69 0.309 

76 0.20225 0.135 0.229333333   0.289 

78 0.1805 0.144 0.2105   0.288 

79 0.139 0.154 0.202166667   0.311 

80 0.35825 0.139 0.461833333 72.20 0.3075 

81 0.14825 0.137 0.156   0.324 

82 0.2115 0.142 0.3026 64.51  0.325 

83 0.1345 0.142 0.1522   0.294 

84 0.16075 0.137 0.1642   0.304 

85 0.285 0.141 0.3128 77.71 0.2885 

86 0.1685 0.14 0.1822   0.2955 

En color azul se resaltan los valores de los sueros positivos en cada unade los 

ELISA. Valor de Corte (VC). ELISA INP Y ELISA Adsorción: 0.26; V.C. ELISA KIT: 0.3, 

V.C. ELISA Captura Ag: 0.39. 
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Anexo 4: Preparación de reactivos  

 

 Amortiguador de boratos (pH 8.2) 

Reactivos Cantidad (g) 

Ácido bórico 

Tetraborato de sodio 

NaCl 

6.18 

9.54 

4.38 

 

Los reactivos se mezclaron en 800 ml de Agua destilada grado II, se ajustó a pH 8.2, 

se aforó a 1.0 L y se mantuvo a 4°C.  

 

 Amortiguador de carbonatos (0.1M, pH 9.6) 

Reactivos Cantidad (g) 

Na2CO3 

NaHCO3 

3.18 

5.86 

 

Los reactivos se mezclaron en 800 ml de Agua destilada grado II, se ajustó a pH 9.6, 

se aforó a 1.0 L y se mantuvo a 4°C.  

 

 Solución amortiguada de fosfatos (PBS 1X) 

Reactivos Cantidad (g) 

NaCl 

KCl 

Na2HPO4 

KH2PO4 

8.006 

0.2 

0.612 

0.19 

 

Los reactivos se mezclaron en 800 ml de Agua destilada grado II, se ajustó a pH 7.2, 

se aforó a 1.0 L y se mantuvo a 4°C.  
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 Solución de lavado I (SL I) (PBS Tween 20 al 0.05%) 

Reactivos Cantidad (ml) 

Tween 20 

PBS 1x pH 7.2 

0.5 

1000 

 

Los reactivos se mezclaron en 800 ml de Agua destilada grado II, se aforó a 1.0 L y 

se mantuvo a 4°C. 

 

 

 Solución de lavado II (SLII) (NaCl 0.9% - Tween 20 al 0.05%) 

Reactivos Cantidad  

NaCl 

Tween 20 

9.0 g 

0.5 µl 

 

Los reactivos se mezclaron en 800 ml de Agua destilada grado II, se aforó a 1.0 L y 

se mantuvo a 4°C.  

 

 

 Solución de lavado III (SLIII) (Urea al -PBS Tween 20 al 0.05%) 

Reactivos Cantidad  

Urea 

PBS Tween 20 

9.0 g 

20 ml 

 

La urea se disolvió en 10 ml de PBS Tween 20 al 0.05%, se aforó a 20ml  
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 Solución de bloqueo I (Albúmina al 0.5%, PBS Tween 20 al 0.05% 

Reactivos Cantidad  

Albúmina bovina (Fracc. 
V) 

 

PBS (pH 7.2) Tween 20  

0.1g  

 

20.0 ml  

 

La Albúminase mezcló con 10ml de PBS Tween, la albúmina disuelta, se aforó a 

20.0 ml. La solución se preparó y se usó en el momento (para una placa de ELISA). 

 

 

 Solución de bloqueo II (Leche descremada al 5%, PBS Tween 20 al 0.05% 

Reactivos Cantidad 

Leche descremada  

PBS (pH 7.2) Tween 20 

1.0g 

20.0 ml  

 

Se mezcló la leche con 10ml de PBS Tween, y posteriormente se aforó a 20.0 ml. La 

solución se preparó y se usó en el momento (para una placa de ELISA). 

 

 

 Solución de dilución (Leche descremada al 1%) 

Reactivos Cantidad  

Leche descremada 

PBS (pH 7.2) Tween 20 

0.2g 

20.0ml 

 

Se mezcló la leche con un poco de PBS Tween, ya disuelta, se aforo a 20ml. La 

solución se prepara en el momento de su uso.  
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 Solución para detener la reacción 

Reactivos Cantidad (ml) 

H2SO4 

H2O (aforar) 

55.17 

1000 

 

En un matraz (colocado en una cama de hielo) se pusieron 500ml de agua, se agregó 

el ácido poco a poco y se aforó. Se almacenó a 4°C hasta su uso. 

 

 

 Solución cromógeno I 

Reactivos Cantidad (ml) 

Citrato de sodio 

Ácido cítrico  

5.0 

5.0 

 

A la solución preparada  se le adicionó 0.004g de Ortofenildiamina y 4.0 µl de H2O2 

al 30%. Esta solución se preparóal momento de usarla y siempre se mantuvo en 

obscuridad antes y durante su uso.  

 

 Medio de cultivo SGPH (500 ml) 

Reactivos Cantidad  
ml o mg 

PBS estéril 

Plasma humano 

Sacarosa (azúcar comercial) 

Antibióticos y antimicóticos 

 Gentamicina 

 Penicilina  

 Estreptomicina  

 Ampicilina  

 Ceftazidina 

 Anfoterizina B  

500  

5.0  

10  

 

20  

200 

20  

10  

10  

1  
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El PBS (30ml) se homogeneizó con los antibióticos y la sacarosa. Se esterilizó por 

filtración (membrana 0.2µm) y se agregó el resto del PBS estéril y el plasma. Para 

control de esterilidad, una alícuota se sembró en medio de gelosa de sangre. El 

medio se almacenó a 4°C hasta su uso. 
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Anexo 5: Folleto informativo 

 

¿Qué es la toxocariosis? 

 

¿Nos causa daño? 

 

¿Cómo prevenirla? 
 

Laboratorio de Parasitología Experimental 

P Biol. Karina Clavijo-Sánchez. 

M. en C. Aarón Rodríguez-Caballero. 

Biol. Mario Noé Martínez-Gordillo.          

TL. Gustavo Peralta-Abarca.                  

Dra. Martha Ponce-Macotela. 

¿Tienes mascotas? 

¡Siii! 

¿Tu mascota es un perro? 

¡¡Sí!! 

 

Tengas o no tengas mascota, esta 

información es muy importante para ti 

¿Sabes qué es un parásito? 

¿No? Un parásito es un organismo al 

que le damos alojamiento, le damos 

de comer y nos produce daño. 
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¿Qué características tienen los 

nematodos? 

Son gusanos cilíndricos, de color 

nacarado, son dioicos (hay hembras y 

machos), la hembra es más grande 

que el macho. La región caudal del 

macho termina en curva. Tienen una 

cubierta (cutícula), aparato digestivo 

completo, excretor, nervioso y 

reproductor. 

 

 

 

 

 

 

¿Qué es un geohelminto? 

Es un parásito que necesita que una 

de sus fases (huevo) estén en el suelo 

(parques, jardines, camellones) para 

poder formar la fase que infecta 

(huevo larvado). 

 

 

 

 

¿Conoces a Toxocara canis? 

¿Nooo?  

No te preocupes, ahorita la conocerás. 
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Toxocara canis es un nematodo, 

geohelminto, que mide de 4-15 cm de 

largo y 2.5 mm de diámetro.  

 

¿Toxocara canis es un parásito? 

¡¡¡Si!!! 

¿Sabes en dónde vive? 

¡Siii!, ¡¡Te lo imaginaste y acertaste!! 

Vive en el intestino delgado de los 
perros. 

¿Qué es ésto? 

Es un esquema del ciclo de vida de 

Toxocara canis 
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¿Por qué dicen que Toxocara 

canis es un parásito muy exitoso? 

 Porque los perros se pueden infectar 

por tres vías: 

1.- Intrauterina. El 90 % de los perros 

cachorritos cuando nacen ya están 

infectados. ¡¡¡Ya tienen lombrices!!! 

 

2.- Transmamaria. Se infectan cuando 

toman la leche de su mamá 

 

3.- Se infectan cuando comen huevos 

de Toxocara canis que se encuentran 

en la popo de otros perros. 
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¿Esta parasitosis se puede 

prevenir? 

¡¡¡¡Siiiii!!!!        Es muy fácil 

1.  Cuida a tu mascota 

2. Desparasítala frecuentemente  

3.  Levanta las heces de tu mascota 

y deposítalas en el lugar adecuado 

4.  Lávate las manos después de 

jugar. 

5.  No comas tierra  

6.  Pídele a tu mami que lave muy 

bien las verduras. 

 

Tú ¿levantas las heces de tu 

mascota? 

¿No? 

 

¿Sabes por qué es importante 

que levantes las heces de tu 

mascota? 

1.- Porque las mascotas se enferman  

 Molestias pulmonares 

 Diarrea 

¿No 

olvidas 

algo? 
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2.- Porque las mascotas con lombrices 

contaminan el ambiente con miles de 

huevos de este parásito. Cada hembra 

de Toxocara canis elimina 70 000 

huevos al día. 

3.- PorqueToxocara canis también le 

puede causar daño a los niños 

 

¿Cómo se infectan los niños 

con Toxocara canis? 

 Cuándo juegan en parques o 

jardines en donde defecan los perros 

con lombrices y los dueños no 

levantan la popo. 

 Cuando comen tierra con huevos 

larvados de Toxocara canis. 
 

 Cuando juegan con tierra y no se 

lavan las manos antes de ingerir 

alimentos. 

 Cuando comen verduras 

contaminadas. 
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 ¿Los niños también 

tendrán lombrices de 

Toxocara? 

 ¡¡¡¡No!!!! 

 Cuando los niños comen tierra con 

huevos larvados de Toxocara: en 

el intestino delgado sale la larva 

del huevo y viaja al hígado, 

pulmón, cerebro u ojo.  

 En el niño, el parásito no crece, 

siempre se queda como larva y le 

produce:  

Larva migrans visceral 

 Fiebre 

 Dolor hepático 

 Neumonitis: asma 

 Convulsiones 

    Larva migrans ocular 

 Disminución de la visión 

 Pérdida de la visión 

 

¿Cómo se hace el diagnóstico de 

larva migrans en los niños? 

Se le piden dos muestras de sangre 

(cada tubito con 3.0 ml de sangre) 

para:  

- Diagnóstico inmunológico. 

- Biometría hemática para el conteo   

      de sus eosinófilos. 
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Sabías que en el D.F

Población canina

2,753,299,

Cada perro deja 200g. de materia fecal 
por día. 

Perros cachorros con  T. canis

75-100%

Seroprevalencia de asma por T. canis

30.8%

Seroprevalencia de LMV  en México 

7.5% en niños de 6 a 13 años. 
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