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GLOSARIO 

Aclimatación. Ajuste de los organismos a las condiciones de laboratorio. 

Ad líbitum. Expresión del latín que significa a voluntad 

Agentes antimicrobianos.Sustancia química que impide el desarrollo o favorece 

la muerte de un microorganismo. 

Bentónico. Organismo que vive y realiza sus funciones vitales en dependencia 

estricta de un sustrato o fondo. 

Bivalvos. Clase de moluscos acuáticos que tienen el cuerpo protegido por una 

cubierta formada por dos piezas o valvas. 

Cuerpo polar. Células liberadas durante la división meiótica del ovulo después de 

la fecundación. 

Epibionte. Organismo no parásito que vive por lo menos una fase de su ciclo vital 

sobre otro de mayor tamaño, al cual generalmente no le causa ningún problema. 

Fecundación externa. Cuando la unión del óvulo y el espermatozoide se realizan 

fuera del cuerpo de la hembra generalmente en el agua. 

Fijación. Proceso que realizan los moluscos bivalvos el cual consiste en buscar 

un sustrato al cual adherirse para seguir su crecimiento. 

Gameto Un gameto es una célula que tiene una función reproductora. 

Gametogénesis. Proceso por el que se forman óvulos y espermatozoides. 

Gónada. Órgano reproductor de los animales que producen células sexuales. 

Hemolisina. Proteína que produce la lisis de los eritrocitos  

Larva D. También llamada larva de charnela recta o veliger 

Microbiota. Término utilizado para designar a los microorganismos que viven en 

un entorno específico. 

Patogenicidad. Patogenicidad microbiana se ha definido como los mecanismos 

bioquímicos por medio de los cuales los microorganismos causan enfermedad 

Plancton. Conjunto de organismos, principalmente microscópicos, que flotan en 

el agua. 

Polispermia ó poliespermia. Consiste en la entrada de más de un 

espermatozoide dentro de un ovocito, lo que causa segmentaciones anormales y 

la muerte de los embriones (Dos Santos y Nascimento, 1985) 

Pseudoheces. Heces falsas, material residual no absorbido por el aparato 

digestivo. 

Valva. Cada una de las partes duras que forman la concha de un bivalvo. 
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RESUMEN 

 

El hacha china (Atrina maura) es un molusco de importancia comercial, cuyo 

cultivo favorecería el repoblamiento de los bancos naturales y el establecimiento 

de granjas comerciales. Una de las principales limitantes para obtener larvas es la 

elevada mortalidad durante las primeras etapas de desarrollo, probablemente 

debido al poco cuidado sanitario que se tiene durante la manipulación de los 

organismos. En el presente trabajo se evaluó el efecto de las bacterias presentes 

durante la primera etapa del desarrollo larvario y en reproductores, así como el 

efecto de la incorporación de microorganismos benéficos para su control. Para 

ello se obtuvieron desoves espontáneos de reproductores mantenidos a 20 °C 

alimentados ad líbitum con la microalga Chaetoceros calcitrans a una densidad de 

40,000 células mL-1 mediante flujo continuo. La fertilización se realizó a una 

proporción 1:10 (ovocitos: esperma) y se determinó la carga bacteriana en los 

gametos recién desovados. Se encontró que al momento del desove, los gametos 

contienen bacterias del género Vibrio. El desarrollo larvario se realizó tanto en 

sistema cerrado como en un sistema flujo continuo y se observó que las bacterias 

proliferan y colonizan incluso el interior de las larvas. Se aislaron 23 cepas 

presuntivas de Vibrio en agar TCBS, las cuales se caracterizaron fenotípicamente, 

cinco fueron identificados presuntivamente como Vibrio alginolyticus y una como 

V. vulnificus. Para contrarrestar su efecto, se seleccionaron 12 cepas con 

potencial probiótico, de las cuales 9 produjeron mejoras significativas en la 

supervivencia de las larvas. La mayor supervivencia se logró con la adición de 

una levadura (cepa C80); en larva trocófora, con la cual se obtuvo el 63% de 

supervivencia, mientras que con el control solo 20%, y en larva veliger se obtuvo 

46%, y con el control 16%; en ambos casos las diferencias fueron significativas 

(p<0.001). El presente trabajo demuestra el efecto benéfico del uso de 

microorganismos durante los primeros días de cultivo y en reproductores, lo cual 

puede servir como base para desarrollar una tecnología de cultivo de A. maura. 
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ABSTRACT 

 

Atrina maura is a commercially important mollusk whose natural banks have been 

severely exploited. Currently, there is interest in aquaculture production for natural 

repopulation and to establish commercial farms. However, the bottleneck is the 

seed production since during the larval rearing, unexplained mass mortalities 

occur. In this work, the participation of bacteria during the early development of A. 

maura, and the effect of the incorporation of beneficial microorganisms was 

evaluated. 17 spawning events was obtained from a broodstock maintained under 

controlled conditions and the in vitro fertilization was induced. The bacterial load in 

the newly spawned gametes was evaluated; regularly it was found that sperm and 

eggs are carriers of vibrios. Larval development was achieved using two 

strategies: a closed system and a flow-through system, it was found that in both 

systems the bacteria proliferate and colonize larvae surfaces, even reaching the 

interior of larvae, causing mortality. They were isolated and characterized as 

Vibrio-presumptive (23 strains); seven strains were identified as Vibrio 

alginolyticus and two as Vibrio vulnificus. 14 potential probiotic strains were 

evaluated as control strategy, of which 9 generated significant improvements in 

survival. The greatest benefit was achieved with the addition of a yeast (strain 80); 

which it improved the survival of larvae at Trocophore stage (63%) compared to 

that recorded in control (20%), and at veliger stage (46%) compared with the 

control (16%); in both cases, statistical differences were recorded (p <0.001). This 

work demonstrates the beneficial effect of the use of microorganisms during the 

early stage of culture, which can serve as a basis for developing a culture 

technology Atrina maura. 
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1. INTRODUCCIÓN 

El cultivo de moluscos bivalvos ha contribuido de manera importante a la 

producción acuícola mundial, de acuerdo a un reporte generado por el 

Departamento de Pesca y Acuicultura de la FAO en el año 2012, la producción de 

moluscos (14.2 X 106 de toneladas) representó el 23.6 % de la producción 

mundial, solamente superado por la producción de peces de agua dulce, la cual 

representa aproximadamente el 75% de la producción procedente del cultivo de 

organismos acuáticos. 

En México, la mayor producción de moluscos por acuicultura se desarrolla en la 

zona Noroeste, donde existen cerca de 126 granjas acuícolas (CONAPESCA, 

2013). Actualmente el mayor esfuerzo comercial se centra en la producción de 

ostiones, pero existe el interés del desarrollo del cultivo de diferentes especies 

regionales de alto valor. Uno de los principales problemas para lograr el desarrollo 

del cultivo de moluscos es la presencia y transferencia de enfermedades, tanto en 

las fases larvarias como en las fases de engorda, lo que ha limitado el desarrollo 

de la producción de algunas de las especies con mayor potencial comercial. 

La estrategia para iniciar la producción de moluscos se basa en la obtención de 

reproductores de la naturaleza, su inducción al desove mediante choque térmico y 

la crianza de larvas en sistemas cerrados con recambios periódicos de agua. 

Durante la etapa de crianza es donde se presentan las mayores mortalidades y 

donde algunas especies han encontrado la principal barrera para su escalamiento 

a nivel comercial. 

Desde hace más de 50 años se sabe que la mayoría de las enfermedades que 

afectan a las larvas de bivalvos son de origen bacteriano y son causadas 

principalmente por bacterias del género Vibrio, (Tubiash et al., 1965). En 

condiciones favorables estos organismos toleran la presencia de bacterias 

patógenas en su entorno o como parte de su microbiota, pero en condiciones de 

estrés como las que se generan debido a la alta densidad del cultivo o cuando las 

bacterias proliferan más allá de los límites normales; ocurren infecciones directas 

o se producen efectos nocivos debidos a su toxicidad (Jeffries, 1982; Elston, 

1984). 
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La patogenicidad de la mayoría de las bacterias asociadas a la producción no ha 

sido claramente demostrada, pero se sabe que existen patógenos bacterianos 

que proliferan en los ligamentos y tejidos blandos y provocan enfermedades 

durante los estadios larvarios. Otros factores que pueden contribuir a la 

mortalidad larvaria, incluyen la calidad de los gametos, la nutrición y la tolerancia 

de las especies al manejo o al estrés causado por variaciones en parámetros 

ambientales, incluyendo temperatura, salinidad, pH, disponibilidad de oxígeno etc. 

Aparentemente los organismos que maduran en cautiverio producen ovocitos de 

mayor calidad (Rodríguez-Jaramillo, 2004), de manera que un programa de 

acondicionamiento de reproductores junto con otros de selección genética y de 

mejoramiento de la nutrición podrían resultar en una estrategia integral para 

mejorar la resistencia a las enfermedades. Sin embargo, el desarrollo de muchas 

de las especies de interés, aún se encuentra en sus primeras etapas, por lo que 

en la actualidad es necesario generar estrategias alternativas para reducir el 

riesgo por patógenos oportunistas que sean adaptables a sus condiciones de 

cultivo. 

Los problemas actuales de infecciones bacterianas a los que se enfrenta la 

producción de larvas de moluscos no siempre han podido solucionarse con 

buenas prácticas sanitarias por lo que se ha tenido que recurrir a la aplicación de 

agentes antimicrobianos, lo cual resulta en un aumento de la presencia de cepas 

patógenas resistentes (Organización Mundial de la Salud, 2002), lo que dificulta 

los tratamientos con antibióticos comúnmente utilizados en acuacultura Las 

restricciones para el uso de antibióticos en la Unión Europea incrementaron desde 

el año 1997, sin embargo existen otros países en los cuales las regulaciones son 

menos estrictas como muchos países asiáticos donde no existen un estricto 

control provocando la aparición de patógenos resistentes a antibióticos, 

(Kesarcodi-Watson et al., 2008). 

Debido a que la Organización Mundial de Sanidad Animal (OIE) no considera los 

patógenos bacterianos de larvas de moluscos en su Código Sanitario, no se ha 

autorizado el uso de fármacos o la vigilancia de estos patógenos bacterianos en 

sistemas de cultivo, por ende no existen regulaciones sanitarias para esta 

industria, (De la Fuente, 2015). 
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Uso de probióticos como alternativa para reducir el efecto de patógenos 

Los probióticos en acuicultura se definen como microorganismos vivos, que al 

suministrarse a los cultivos generan efectos benéficos sobre el estado de salud de 

los organismos, la reducción de patógenos, la nutrición o la calidad del ambiente 

(Verschuere et al., 2000). No obstante, recientemente se ha demostrado que 

también los probióticos mejoran el desarrollo y maduración gonádica (Avella, 

2012, Gioacchini et al., 2011) y el rendimiento reproductivo (Carnevalli et al., 

2013, Chitra & Krishnaveni, 2013). 

El uso de probióticos para la prevención de enfermedades en acuacultura se ha 

incrementado en las dos últimas décadas, y actualmente existe una búsqueda 

intensa de nuevos candidatos a partir de la microbiota de diferentes biotopos (Lim 

et al., 2011). Se ha observado que el uso de cepas microbianas adaptadas a la 

dinámica de un sistema de producción acuícola permiten disminuir la 

manipulación y estas ejercen un efecto benéfico sobre los cultivos (Kesarcodi-

Watson et al., 2008).  

En el presente trabajo se utilizaron bacterias aisladas de diversos organismos 

marinos, las cuales se comprobó que tenían características probióticas in vitro por 

lo cual se evaluó el efecto que estas tienen en el cultivo de callo de hacha. 

Uno de los grandes desafíos en el cultivo intensivo de moluscos es el uso de 

bacterias benéficas en la crianza larvaria para propiciar una comunidad bacteriana 

estable en los estanques de producción. Se ha sugerido que el uso de probióticos 

servirá para reducir el uso de compuestos antimicrobianos y para mejorar el 

desarrollo y supervivencia de larvas y juveniles (De la Fuente et al., 2015). Como 

muchos organismos, los moluscos viven en estrecha relación con las bacterias, 

por ejemplo de manera normal la hemolinfa esta colonizada por un número 

importante de bacterias y algunas son transferidas a la progenie durante el 

desove. Se ha documentado la transmisión vertical de bacterias en Argopecten 

purpuratus (Riquelme et al., 1994) y en Concholepas concholepas (Leyton et al., 

2012). En esta última, se determinó que las bacterias del interior de las cápsulas 

de los huevos pueden ser transmitidas verticalmente, que pertenecen a los 

géneros Bacillus y Vibrio y que pueden tener efectos tanto benéficos como 

perjudiciales sobre el desarrollo embrionario y desarrollo larvario (Leyton et al., 

2012), por lo que algunas de ellas pueden ser buenos candidatos para usarse 

como probióticos. 
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Algunos autores consideran que las bacterias asociadas a la hemolinfa y con 

capacidad antagónica contra patógenos son candidatos ideales  como probióticos 

para acuacultura, sin embargo, aún debe demostrarse la habilidad de estas cepas 

para generar una protección contra infecciones (Desriac et al., 2013). 

Los probióticos han sido utilizados en varias especies de moluscos incluyendo 

Crassostrea gigas, Ostrea edulis y Pecten maximus (Kesarcodi-Watson, 2012); 

Argropecten purpuratus (Avendaño et al., 2001) con resultados prometedores ya 

que las cepas utilizadas mostraron efectos benéficos. 

2. ANTECEDENTES 

El hacha china (Atrina maura) es un molusco bivalvo que pertenece a la familia 

Pinnidae. Esta familia comprende un grupo de moluscos de importancia 

comercial, denominados en conjunto callos de hacha. En el Pacífico mexicano, los 

pinnidos están representados principalmente por las especies Pinna rugosa y A. 

maura (Keen, 1971; Holguín, 1988 Skoglund, 1991) (Fig. 1). A. maura, es un 

organismo gonocórico, con desove parcial, con dos máximos reproductivos en 

vida silvestre (Vélez-Barajas y Fajardo-León, 1996). 

 

 

Figura 1. Ejemplares del Hacha china (Atrina maura) mostrando los surcos 

característicos de esta especie. 

Por años la pesquería de A. maura ha sido una de las más importantes en el 

Noroeste de México, debido a que alcanza un elevado precio en el mercado 
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nacional. Sin embargo, en años recientes la sobreexplotación a la que ha sido 

sometida a ocasionando el agotamiento de bancos y la casi desaparición de 

diversos cuerpos de agua (Maeda-Martínez, 2008). Por lo que diversas 

instituciones (Instituto Politécnico Nacional-Centro Interdisciplinario de Ciencias 

Marinas, Centro de Investigaciones Biológicas del Noroeste, Universidad 

Autónoma de Baja California Sur), empresas de producción (Centro Reproductor 

de Especies Marinas-Sonora, Acuacultura Robles S.A. DE C. V.), organizaciones 

civiles (Noroeste Sustentable A.C.) y cooperativas de pescadores (Mangle Cenizo 

y Pescadores Unidos del Manglito) hacen esfuerzos para el desarrollo del cultivo y 

recuperación gradual de las poblaciones de A. maura.  

Un gran esfuerzo ha sido encaminado a resolver aspectos de la biología 

reproductiva y producción de semilla en laboratorio (Leyva-Valencia et al., 2001; 

Rodríguez-Jaramillo et al., 2001; Enríquez-Díaz et al., 2003, Lora-Vilchis et al., 

2004; Rodríguez-Jaramillo, 2004; Barrios-Ruíz, 2005; Ángel-Pérez et al., 2007; 

Ángel-Dapa et al., 2010; Camacho-Mondragón et al., 2012; Camacho-Mondragón 

et al., 2014a y 2014b). La etapa de larvicultura es considerada la más crítica para 

la producción de semilla y el cuello de botella para el cultivo de esta especie; el 

factor común durante esta etapa es la presencia de eventos de fracaso al inducir 

el desove y la elevada mortalidad durante el desarrollo larvario y fijación de 

semilla.  

Un problema conocido es la elevada flotabilidad de las larvas de callo de hacha, al 

cual se han atribuido eventos de mortalidad larval, sin embargo, se ha 

demostrado que es técnicamente factible resolverlo ya que las larvas tienden a 

flotar pero tienen la capacidad de moverse y reintegrarse a la columna de agua 

como nadadoras y viceversa (Goldchain, 2010) 

Luna et al. (2002), estudiaron la susceptibilidad de larvas de A. maura a Vibrio 

alginolyticus; encontraron respuestas variables que no pudieron explicar 

fácilmente ya que en algunos casos esta bacteria causó la muerte de más del 

60% de las larvas en sólo 4 días a dosis de 106 UFC·mL-1 mientras que en otros 

casos la mortalidad fue nula. 

Recientemente Ángel-Dapa et al. (2015) evaluaron el desempeño de las larvas de 

A. maura a partir de reproductores recolectados del campo. Encontraron que 

aparentemente el éxito reproductivo y supervivencia larval están relacionados con 

el origen de los reproductores. Sin embargo, ellos reportan en promedio una 
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supervivencia alrededor del 41 % en larva trocófora y del 20% en larva veliger, así 

como la muerte total de sus cultivos larvarios entre los días 8-12 posteriores al 

desove. 

 

3. JUSTIFICACIÓN 

Uno de los principales problemas en el cultivo de moluscos son las 

enfermedades, tanto de origen bacteriano como viral. La mayor mortalidad se 

presenta durante la fase larvaria lo cual limita de una forma muy extensa la 

producción de larvas en las unidades de producción. Aun cuando la afectación por 

virus es significativa, se sabe que la mayoría de las enfermedades que afectan las 

larvas de bivalvos son de origen bacteriano, principalmente del género Vibrio. 

Cuando se presentan mortalidades en los cultivos larvarios generalmente no se 

identifica el agente etiológico causante de la mortalidad obligando a los 

productores a desechar el lote y realizar un nuevo desove. En el cultivo larvario de 

A. maura no existen estudios que analicen la participación de las bacterias en las 

mortalidades masivas por lo cual en este trabajo se evalúa la presencia de 

bacterias del género Vibrio durante el desarrollo embrionario y larvario, así como 

su control mediante microorganismos seleccionados con características 

probióticas como una medida para aumentar la supervivencia. Existen pocos 

trabajos realizados con probióticos en el cultivo de moluscos y los que se han 

realizado han quedado solamente a nivel experimental, por lo que se requiere 

realizar investigación encaminada a la búsqueda de bacterias benéficas para que 

estos cultivos puedan tener éxito sin hacer uso de antibióticos logrando una mejor 

supervivencia. 
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4. HIPÓTESIS 

Durante el cultivo larvario de A. maura, las bacterias que se asocian al desove y 

que proliferan durante la crianza son responsables de la mortalidad, por lo que al 

aplicar medidas de control de la carga bacteriana como es el uso de probióticos, 

se producirán mejoras en la supervivencia larvaria. 

 

5. OBJETIVOS 

 

5.1 Objetivo general 

 

Evaluar el uso de microorganismos con capacidad probiótica para mejorar la 

supervivencia en la primera etapa del desarrollo larvario del callo de hacha A. 

maura y reducir la abundancia de vibrios durante el acondicionamiento de 

reproductores. 

 

5.2 Objetivos específicos 

 

1. Obtener larvas de A. maura mediante desoves espontáneos de organismos 

mantenidos en condiciones controladas de laboratorio. 

 

2. Aislar y caracterizar bacterias del género Vibrio presentes en los desoves y 

durante los primeros días de cultivo larvario. 

 

3. Evaluar la virulencia de los vibrios aislados de desoves y larvas 

 

4. Evaluar el efecto de microorganismos probióticos en la supervivencia larvaria 

durante el desarrollo de larvas de A. maura en los primeros días de cultivo. 

 

5. Evaluar el efecto de la aplicación de probióticos durante el acondicionamiento 

de reproductores como estrategia para reducir la presencia de vibrios en los 

sistemas de producción.  
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6. MATERIALES Y MÉTODOS 

 

6.1 Reproductores. 

Se recolectaron dos lotes de organismos adultos de la especie A. maura; el 

primero en la zona de Bahía Magdalena, B.C.S. y el segundo en la zona de 

Puerto Chale, B.C.S. En el primer lote de 50 organismos, la talla y peso promedio 

fue de 23.68 cm y 477.4 g, mientras que para el segundo lote de 30 organismos, 

la talla y peso promedio fue de 24.8 cm y 513.2 g respectivamente. Ambos lotes 

fueron cuidadosamente mantenidos en un vivero durante la captura y se 

transportaron a 18°C hasta el laboratorio de Biología Experimental del CICIMAR. 

En el laboratorio los organismos se aclimataron por dos horas aproximadamente. 

Se eliminaron los restos de sedimento y epibiontes incrustados en la concha y se 

colocaron en acuarios con 60 L de agua de mar a una densidad de 8 organismos 

por acuario. 

 

6.2 Mantenimiento de reproductores. 

Los organismos se mantuvieron a una temperatura de 20±1°C para favorecer la 

gametogénesis (Rodríguez-Jaramillo, 2004) y fueron alimentados con las 

microalgas, Chaetoceros calcitrans e Isochrysis galbana en proporción 1:1 a una 

concentración de 40,000 células mL-1. Los organismos fueron mantenidos en un 

sistema de flujo abierto equipado con un mecanismo automatizado de 

alimentación continua que consta de dos reservorios, uno de 200 L en la parte 

inferior equipado con una bomba sumergible y electro nivel y el segundo 

reservorio de 100 L, el cual abastecía el alimento mediante gravedad hacia cada 

uno de los acuarios (Fig. 2). Cada tercer día se realizó un recambio manual del 

100%; diariamente se eliminaron las heces del fondo, manteniendo la salinidad a 

40 ups, el pH se mantuvo a 7.8 y 8.4 antes y después del recambio 

respectivamente. Por otro lado, los niveles de amonio y nitritos se mantuvieron en 

niveles <1 mg L-1 y < 5 mg L-1 respectivamente. 
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Figura 2. Sistema de flujo para suministro continuo de alimento durante la 

producción de larvas de A. maura. 

 

6.2.1 Producción de alimento.  

El alimento para los reproductores se cultivó en un sistema estático en columnas 

de 300 L a una temperatura de 24°C empleando medio de cultivo F/2 

suplementado con meta silicato de sodio para la diatomea C. calcitrans. 

Como complemento para la alimentación de los reproductores y para el 

mantenimiento de las larvas se utilizó un cultivo del flagelado I. galbana el cual se 

produjo en matraces de 1 L con medio F/2 para la alimentación de larvas y en 

columnas de 300 L para los reproductores. 

Para la fase final de este estudio se utilizó concentrado de microalga marina 

Isochrysis sp. (Instant algae®, Reed Mariculture) siguiendo las instrucciones del 

proveedor. 

6.3 Desove y manejo de gametos.  

Los desoves fueron espontáneos y cuando se presentaron regularmente 

ocurrieron entre 3 y 4 horas posteriores al recambio de agua. Una vez iniciado el 

desove los individuos fueron aislados en recipientes con agua limpia para prevenir 
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la fertilización no controlada. Los gametos de cada individuo fueron pasados por 

un tamiz de 105 µm y colocados en agua de mar estéril. 

La densidad de los espermatozoides y ovocitos se ajustó usando una cámara de 

Neubauer y Sedgewick-Raffter respectivamente y fueron mezclados para tener 

una proporción de 1 ovocito por 10 espermas. Durante 30 min los dos tipos de 

gametos fueron mezclados en las proporciones mencionadas para permitir la 

fertilización, posteriormente los embriones se distribuyeron en cubetas de 20 L 

con 10 L de agua estéril, ajustando a una densidad de 10 organismos mL-1 (Fig. 

3). Todo este proceso se realizó a 24 °C. 

 

 

Figura 3. Aspecto de los gametos obtenidos durante el desove de callo de hacha 

A. maura, en la parte inferior izquierda se muestran los gametos masculinos, en la 

parte inferior derecha los gametos femeninos y en la parte superior la mezcla de 

ambos tipos de gametos en una proporción de 1:10. 

 

6.4 Obtención de larvas. 

Después de la fertilización el desarrollo embrionario fue supervisado durante 24 h 

para determinar la calidad del desove. Este se consideró exitoso cuando se 

obtuvieron larvas veliger de charnela recta (Larva D). Larvas de diferente grado 

de desarrollo fueron usadas para los experimentos de uso de probióticos y para el 
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cultivo masivo. Estas mismas se colocaron en un tanque de fibra de vidrio con 

capacidad de 100 L a densidad de 10 larvas mL-1, aquí se inició la alimentación 

con microalga I. galbana a una densidad de 70,000 células mL-1. 

 

6.5 Evaluación de la carga bacteriana. 

Antes de iniciar cada experimento se evaluó la carga bacteriana en el agua de 

cultivo y en los alimentos que se utilizaron durante los ensayos. Simultáneamente 

se evaluó la carga de bacterias en ovocitos y espermas recién obtenidos, así 

como en las larvas durante el desarrollo. 

Para la evaluación, las muestras fueron homogeneizadas utilizando un disruptor 

de tejidos, (Pellet Pestle®) posteriormente se realizaron diluciones decimales en 

agua de mar estéril. Cada dilución se sembró por triplicado en placas de agar 

marino (AM: Peptona 5 g, Extracto de levadura 1 g, Agar-Agar 17 g y 1 L de agua 

de mar filtrada) y en agar TCBS (Bioxon). Las placas fueron incubadas a 25°C 

durante 48 h, registrándose el número de bacterias en unidades formadoras de 

colonias (UFC). Las colonias aisladas fueron purificadas mediante resiembras 

sucesivas en agar marino y se almacenaron a -80°C con 20% de glicerol para su 

posterior caracterización e identificación. 

 

6.6 Caracterización de las cepas aisladas. 

Las cepas aisladas en TCBS fueron resembradas en AM e incubadas a 24°C por 

24-48 h. A cada cepa se le hizo la caracterización colonial y microscópica, esta 

última mediante la tinción de Gram, y la capacidad de hemolisis mediante siembra 

en Agar sangre. 

Para la identificación de las cepas aisladas se realizaron las siguientes pruebas 

bioquímicas: Ala-phe-pro-ariliamidasa, Adonitol, L-arabitol, D-celobiosa, Beta-

galactosidasa, Producción de H2S, Beta-N-acetil-glucosaminidasa, Glutamil 

arilamidasa pNA, D-glucosa, D-manitol, Gamma-glutamiltransferasa, 

Fermentacion/glucosa, Beta-glucosidasa, D-maltosa, D-manitol, D-manosa, Beta 

xilosidasa, Beta-alanina-arilamidasa pNA, Ureasa, D-sorbitol, Sacarosa, 

Citrato(sodio), Ornitina descarboxilasa, Lisina descarboxilasa, Beta-glucoronidasa, 

Glu-Gly-Arg-Arilamidasa, Lactosa,Glucosa,H2S, movilidad, Indol, Ornitina, Lisina 

descarboxilasa, Lactosa, Glucosa, H2S, movilidad, Indol, Ornitina, Lisina 
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descarboxilasa, Arginina descarboxilasa, Oxidasa. La identificación se realizó 

mediante el sistema semiautomatizado Vitek 2 Compact. 

 

6.7. Evaluación de virulencia de las cepas aisladas. 

La virulencia de las cepas aisladas se determinó mediante retos controlados con 

larvas de ostión, para ello se siguió la metodología descrita por Gómez León et al. 

(2008) con algunas modificaciones, se utilizaron larvas de ostión de 10 días de 

edad proporcionadas por la empresa Acuacultura Robles S.A. de C.V. y 

microplacas estériles de 24 pozos (BD Falcon). Bajo un microscopio 

estereoscopio Zeiss Stemi SV11 se contaron 20 larvas y se colocaron en cada 

pozo de la placa con 1 mL de agua de mar estéril, se alimentaron con microalga I. 

galbana a una densidad final de 70,000 células mL-1. Se infectaron con 5 µL de la 

suspensión de cada cepa, las densidades celulares fueron ajustadas previamente 

a DO 585 = 1(Ca, 1 x 108 UFC mL-1). Por último el volumen de cada pozo se ajustó 

a un volumen final de 2 mL. La incubación de las placas se realizó a 24°C por 24 

h. Los bioensayos se realizaron con 6 réplicas por cada cepa y en cada placa se 

mantuvieron controles sin infectar. 

 

 6.8 Estrategias de control. 

En el presente trabajo se evaluaron dos estrategias de control microbiano 

basadas en la aplicación de bacterias potencialmente probióticas. En la primera 

se aplicaron directamente durante el desarrollo larvario y la segunda en los 

reproductores. 

 

6.8.1. Cepas potencialmente probióticas. 

Las cepas usadas en el presente estudio fueron previamente aisladas de distintas 

fuentes, incluyendo intestinos de peces, crustáceos y moluscos, así como de 

sedimentos. Se incluyeron aquellos microorganismos que determinaron mejores 

resultados en la crianza larvaria de ostión C. gigas, (Tabla 1) las cuales fueron 

identificadas por secuenciación del gen 16S ARNr para el caso de las bacterias y 

18S para las levaduras (Patt-Sibaja, 2015).  
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Tabla 1. Origen e identificación de las cepas probióticas utilizadas en los 

experimentos realizados (Patt-Sibaja, 2015). 

CLAVE IDENTIFICACION MOLECULAR ORIGEN DE LA CEPA 

68.1 Terribacillus saccharophilus  Megapitaria squalida 

26 Kocuria sp.  Rhinobatus productus 

185.2 Staphylococus sp  Pinna rugosa 

183 Rhodotorula mucilaginosa  Pinna rugosa 

184 Cellulomonas sp  Pinna rugosa 

139.1 Bacillus licheniformis  larvas de Crassostrea gigas 

180 Bacillus endophiticus  Pinna rugosa 

179.2 Rhodotorula mucilaginosa Pinna rugosa 

A 67 Nitratireductor sp.  Sedimento 

A 265 Staphylococus sp Sedimento 

98 Candida parapsilosis Anadara tuberculosa 

80 Candida parapsilosis Anadara tuberculosa 
 

 

6.8.2 Efecto de la aplicación de microorganismos probióticos en la fase 

larvaria. 

Para evaluar el efecto de la aplicación de probióticos durante el desarrollo 

larvario, se siguió la metodología descrita por Gómez León (2008). Para lo cual se 

utilizaron larvas trocóforas provenientes de los desoves de A. maura, en placas de 

cultivo con 24 pozos (BD Falcon). Se colocaron 20 larvas por pozo para tener una 

densidad final de 10 larvas mL-1, se alimentaron con la microalga de la especie I. 

galbana a una densidad de 70,000 células mL-1. 

A partir de un cultivos de 24 h de cada una de las cepas con capacidad probiótica 

se prepararon suspensiones en tubos de 5 ml con agua de mar estéril a una 

DO585=1. Se añadieron 5 µL de las suspensiones en cada uno de los pozos. Así 

mismo se mantuvieron controles sin inocular en cada una de las placas y estas 

fueron incubadas a 24°C durante 48 horas. Cada cepa y control se evaluaron con 

6 réplicas. 
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6.8.3 Aplicación de probióticos en reproductores. 

Para evaluar si la aplicación de bacterias probióticas en los reproductores permitía 

una reducción en la carga de vibrios en los sistemas de producción, se realizó un 

experimento con un nuevo lote de reproductores. Los organismos fueron 

colocados en el sistema de mantenimiento descrito previamente a una densidad 

de 5 organismos por acuario. Se separaron en ocho grupos, a cuatro se les aplicó 

una mezcla con las nueve cepas de bacterias probióticas con las que se obtuvo 

mayor supervivencia en los experimentos de larvas y controles sin aplicación de 

probióticos. 

Las condiciones de mantenimiento fueron las descritas previamente. El único 

cambio fue en el alimento, en este experimento se utilizó un concentrado 

comercial de microalga (Instant algae®). El experimento se mantuvo por 30 días y 

la aplicación de bacterias probióticas se realizó cada tercer día después del 

recambio de agua. Para ello se prepararon suspensiones de cada cepa a una DO 

585=1 en 250 mL agua de mar estéril con cada una de las cepas a partir de 

cultivos de 24 h. Las suspensiones de cada cepa se mezclaron y se agregaron a 

los acuarios con los organismos de prueba. La carga bacteriana se evaluó a lo 

largo del mantenimiento y al final de los 30 días se indujo al desove por choque 

térmico en tanques de 5000 L, en un tanque se colocaron los organismos del 

control sin probióticos y en otro los que se sometieron a tratamiento con la mezcla 

de probióticos.  

6.9 Análisis estadísticos. 

Para el análisis de los datos, se realizaron pruebas de homocedasticidad y 

normalidad; y se realizaron análisis de varianza (ANOVA) con el programa 

Statistica. Para encontrar las diferencias entre los tratamientos se aplicó la prueba 

de comparaciones múltiples de Tukey. 
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7. RESULTADOS 

7.1 Mantenimiento de reproductores y desoves.  

Del lote de organismos obtenidos de Bahía Magdalena, se obtuvieron un total de 

15 desoves, mientras que del lote de ejemplares provenientes de Puerto Chale 4 

desoves, en conjunto fueron 19 desoves, de ellos 15 fueron espontáneos, los 

restantes fueron intentos realizados por rasgado de gónada y por choque térmico. 

La mortalidad de reproductores mantenidos en el laboratorio fue baja en el primer 

lote, sólo dos organismos murieron a lo largo de 332 días, lo cual representa 

menos del 1%, el segundo lote presentó la mayor mortalidad, 50% en un lapso de 

135 días después de la captura. 

El desarrollo embrionario desde la fertilización hasta larva trocófora se completó 

en un total de 8 h horas y la metamorfosis completa a larva D ocurrió a las 22 h. 

En algunos casos los gametos fecundados solo llegaron hasta larva trocófora, no 

en todos los casos se obtuvieron huevos fértiles 

Las larvas obtenidas presentaron movilidad previo al desarrollo de los cilios, 

siendo menor en esta etapa para posteriormente tener un nado muy activo, 

cuando empiezan a formar la concha se vuelven más lentas para finalmente 

quedar en el fondo desde donde se mueven en buscan del alimento. Una vez 

obtenidas las larvas D estas se observaron con el tracto digestivo lleno y se llegó 

a observar células de microalga sin digerir. 

 

Tabla 2. Tipo de desove (E= Espontáneo, R.G. = Rasgado de gónada y CT= 

Choque térmico) y estadio de las larvas obtenidas de A. maura durante el periodo 

de abril del 2014 a febrero 2015. 

# 
Desove 

Fecha de 
desove 

Días post 
captura 

Tipo de desove Estadio de las larvas 

1 04-abr-14 20 E Trocófora 

2 15-abr-14 31 E Veliger 

3 21-abr-14 37 E Trocófora 

4 28-abr-14 44 E Veliger 

5 29-abr-14 45 E Desechado 

6 27-jun-14 104 E Trocófora 

7 08-jul-14 115 R Veliger 

8 25-jul-14 132 RG No hubo fecundación 

9 28-jul-14 135 E Trocófora 
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10 01-ago-14 139 E Veliger 

11 01-ago-14 169 RG No hubo fecundación 

12 31-ago-14 169 E Trocófora 

13 27-sep-14 196 E Veliger 

14 28-sep-14 197 E Trocófora 

15 03-oct-14 202 E Veliger 

16 19-oct-14 218 E Veliger 

17 21-nov-14 233 CT Solo machos 

18 05-dic-14 265 E Solo machos 

19 10-feb-15 332 E Solo machos 
 

 

Los espermatozoides presentan una cabeza en forma circular con un flagelo largo 

y son móviles (Fig. 4A), los gametos femeninos se observan inicialmente con una 

forma de pera la cual cambia en pocos minutos a una forma redonda bien definida 

que indica que los ovocitos son viables (Fig. 4B). 

 

Figura 4. Gametos masculinos (A) y femeninos (B) de Atrina maura vistos al 

microscopio con objetivo 40 x. 

 

7.2 Carga microbiana en gametos.  

El agua de mar utilizada para los desoves después del proceso de desinfección, 

tenía una carga bacteriana total promedio de 144 UFC mL-1 y no se detectaron 

vibrios-presuntivos. Durante el desove tanto de hembras como de machos se 

observó un incremento del número de bacterias tanto en AM como en agar TCBS; 

particularmente fue notable la presencia de vibrios presuntivos en el agua con los 

gametos tanto masculinos como femeninos 120 UFC mL-1 (Fig. 5). 
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Las colonias de bacterias aisladas de los gametos en agar TCBS presentaron 

características morfológicas que indican la presencia de vibrios. En agar TCBS 

crecieron colonias amarillas con borde ondulado de aspecto brillante, colonias 

verdes con centro oscuro y borde con coloración más clara y otras con una 

característica de producir pigmentación difusible color negro. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 5. Placas de Agar TCBS mostrando las características morfológicas de las 

colonias de bacterias aisladas de gametos recién expulsados. 
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Figura 6. Cargas microbianas en el agua de mar utilizada para recibir los desoves 

y el agua con los gametos recién desovados. (  ) Bacterias totales en AM y (  ) 

Bacterias presuntivas de Vibrio en Agar TCBS 

 

7.4 Desarrollo larvario. 

Posterior a la fertilización se observó la liberación de cuerpos polares dentro de la 

primer hora post fertilización (hpf), lo cual indica que se ha realizado la 

fecundación, aparece el primer cuerpo polar (Fig. 6 a,b), transcurrida una hora se 

observó la primera división (Fig. 6c) y a las dos horas se pudo observar la cuarta 

división celular(Fig. 6d) y a las 3 horas se pudo observar la presencia de mórulas 

(Fig. 6e) los huevos en fase de blástula (Fig. 6g) y gástrula (Fig. 6h) se pudieron 

observar a las 6 hpf movimientos giratorios en los huevos antes de que las 

primeras larvas trocóforas aparecieran lo que ocurrió a las 8 horas, la etapa 

completa de metamorfosis hasta llegar a larva D se llevó a cabo a las 22 hpf, 

logrando obtener larvas veliger con el tracto digestivo lleno y buena movilidad 

(Fig. 6i) 
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Figura 7. Desarrollo embrionario del A. maura en condiciones de laboratorio 

mantenido a 20°C a y b) formación del primer cuerpo polar  hpf c) primera 

división d) se observan la primera y segunda división, e) mórulas f) blástula g) 

gástrula h) Larva trocófora con cilios y i) larva D. 

 

 

A partir del primer día de la metamorfosis a larvas D se registraron eventos de 

mortalidad, asociada a la presencia de bacterias adheridas a la concha de las 

larvas (Figura 7a), también se observaron larvas con materia orgánica adherida a 

la superficie (Figura 7b) y agrupadas con poca movilidad, otras se observaron con 

las valvas abiertas (Figura 7c) y con nado anormal. En este estado las larvas son 

frágiles y el manejo provoca que las conchas se rompan con facilidad (Figura 7d), 

otra característica que se observó es que las larvas vacías y muertas flotan en la 

superficie del agua impidiendo un manejo adecuado.  
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Figura 8. Problemas que presentan las larvas D durante su desarrollo a) 

presencia de bacterias, b) agrupamiento y adherencias en las conchas de las 

larvas, c) valvas abiertas y d) larvas con la concha rota. 

 

7.4.1. Abundancia de bacterias durante el desarrollo larvario. 

Se consideraron dos tipos de cultivo el tradicional en un sistema con recambio 

cada 48 h y en sistema continuo. 

 

7.4.1.1 Cultivo tradicional. 

En los cultivos larvarios se observó un aumento en el número de bacterias 

durante el periodo de no recambio; la carga de bacterias totales llegó a 1 x105 

UFC mL-1 en el agua de cultivo, pero se observó una elevada variabilidad con 

valores mínimos de 8 x103 y máximos de 1.6 x 105.Del mismo modo, se 

observaron vibrios presuntivos en un promedio de 1 x 102 UFC mL-1  

El sistema tradicional incluye recambios totales de agua; en este caso después 

del recambio se observó una disminución de la carga bacteriana en 4 órdenes de 

magnitud y la carga promedio de vibrios se redujo de 16,200 a 1,100 UFC mL-1 

(Fig. 8a). 
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7.4.1.2 Cultivo en flujo continuo. 

La carga bacteriana en el sistema de flujo continuo fue del orden de 2 x 104 UFC 

mL-1 y una carga de 1 x 103 UFC mL-1 de vibrios-presuntivos (Fig. 8b). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 9. Abundancia de bacterias durante el cultivo larvario de A. maura en dos 

sistemas de cultivo: a= estático con recambios totales y b=con flujo continuo. 

 

7.5 Caracterización de bacterias aisladas durante el cultivo larvario de A. 

maura. 

Las 23 cepas aisladas y caracterizadas como vibrios-presuntivas dieron resultado 

negativo a L-arabitol negativo, Producción de H2S, Glutamil arilamidasapNA, 

Gamma-glutamiltransferasa, Fermentación de glucosa, Beta xilosidasa, Beta-

alanina-arilamidasapNA, Ureasa, Citrato de sodio, Ornitina descarboxilasa, Lisina 

descarboxilasa, Lisina descarboxilasa, Beta-glucoronidasa; todas fueron  oxidasa 

positivas y se obtuvieron resultados variables para las otras pruebas realizadas 

(Tabla 3). Con estos datos, las bacterias fueron identificadas bioquímicamente 

como Vibrio alginolyticus, Sphingomonas paucimobilis, Vibrio vulnificus, 

Shewanella putrefasciens, Elizabethkingia meningoseptica y Aeromonas 

salmonicida (Tabla 4). Se realizó prueba de hemolisis obteniendo resultado 
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positivo en 6 de ellas. Correspondiendo a las cepas con clave C04, C07, C28-3, 

C28-4, C28-5 y C28-14. Las cuales fueron identificadas como Vibrio alginolyticus, 

Vibrio vulnificus, Shewanella putrefaciens y Sphingomonas paucimobilis y 

aisladas de larvas con mortalidad. Se observó que S. paucimobilis se encontró en 

los ovocitos y V.alginolyticus en el esperma, mientras que V. vulnificus y Sh. 

Putrefaciens fueron aisladas de las larvas (Tabla 4). 



23 
 

Tabla 3. Perfiles de respuesta bioquímica de las cepas aisladas del cultivo larvario y gametos de A. maura. 

 

# I.D. 01 03 04 05 06 07 08 10 11 13 14 15 16 17 18 19 20 C28-1 C28-2 C28-3 C28-4 C28-5 C28-14

CEPA Sp Va Va Va Sp Vv Sp Sp Sp Sp Va Sp Sp Shp Sp Em As Sp Sp Shp Shp Va Sp

PRUEBAS BIOQUIMICAS

Ala-phe-pro-ariliamidasa - - + + + + - + + + + - - + + - + - - + + + +

Adonitol - + - - - + - - - - - - - - - - - - - - - - -

D-celobiosa - + - - - - - - - - - - - - - - - - - - - + -

Beta-galactosidasa - - - - - - + - + - - + + + + + - + + - - - -

Beta-N-acetil-glucosaminidasa + + + + + + + + - + + + + + + + - + - + + + +

D-glucosa + + + + + + - - - - + - - - - - - - - - - + -

Beta-glucosidasa - - - - - - - - - - - + - + - + - - - - - - -

D-maltosa + + + + - - - - - - - - - - - - - - - - - + -

D-manitol - + + + - - - - - - - + - - - - - - - - - - -

D-manosa - + + + - + - - - - + + - - - - - - - - - + -

Sacarosa - + + + - - - - - - + + - - - - - - - - - + -

Glu-Gly-Arg-Arilamidasa + + + + - - - - - - + - - - - - + - - - - + +

PRUEBAS FENOTIPICAS

Lactosa + + + + + + + + + + + + + - + - + + + - - + +

Glucosa + + + + + + + + + + - + + - + - + + + - - - +

H2S - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - -

Movilidad + + + + + + + + + + + + + - + - + + + - - + +

Indol - + + + - + - - - - - - - - - - + - - - - - -

Ornitina - + + + - + - - - - - - - - - - + - - - - - -

Lisina descarboxilasa - + + + - + - - - - - - - - - - + - - - - - -

Arginina descarboxilasa + - - - + - + + + + + + + - + - - + + - - + +

Hemólisis - - + - - + - - - - - - - - - - - - - + + + +
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Tabla 4. Identificación bioquímica y fenotípica de las cepas aisladas 

Clave  
Fuente de 
aislamiento Hemolisis Identificación bioquímica 

C08 Ovocitos - Sphingomonas paucimobilis 

C10 Ovocitos - Sphingomonas paucimobilis 

C11 Esperma - Sphingomonas paucimobilis 

C13 Esperma - Sphingomonas paucimobilis 

C14 Esperma - Vibrio alginolyticus 

C01 Larvas - Sphingomonas paucimobilis s 

C03 Larvas - Vibrio alginolyticus 

C04 Larvas + Vibrio alginolyticus 

C05 Larvas - Vibrio alginolyticus 

C06 Larvas - Sphingomonas paucimobilis 

C07 Larvas + Vibrio vulnificus 

C28-1 Larvas - Sphingomonas paucimobilis 

C28-2 Larvas - Sphingomonas paucimobilis 

C28-3 Larvas + Shewanella putrefaciens 

C28-4 Larvas + Shewanella putrefaciens 

C28-5 Larvas + Vibrio alginolyticus 

C28-14 Larvas + Sphingomonas paucimobilis 

C15 Sistema continuo - Spingomonas paucimobilis 

C16 Sistema continuo - Spingomonas paucimobilis 

C17 Sistema continuo - Shewanella putrefaciens 

C18 Sistema continuo - Sphingomonas paucimobilis 

C19 Sistema continuo - Elizabethkingia meningoseptica 

C20 Sistema continuo - Aeromonas salmonicida 

 

7.5.1 Evaluación de la virulencia de las cepas aisladas. 

Con las seis cepas hemólisis positiva se obtuvo que la mayor mortalidad se 

presentó con la cepas C28-5 y C28-4 con las que se observó una mortalidad del 

15% respecto al control para la cepa C28-5, con una diferencia significativa de 

p<0.02 y para la cepa 28-4 una diferencia del 40 % respecto al control con una 

diferencia significativa de p<0.001. Con las cepas C07, C04, 28-3 y 28-14 no se 

encontraron diferencias significativas respecto al control (Fig. 10). 
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Figura 10. Virulencia de seis cepas de bacterias aisladas del cultivo larvario de A. 

maura, evaluada sobre un modelo estándar de desafío en larvas de ostión 

japonés C.gigas, encontrando efecto significativo p< 0.002 solamente con una de 

las cepas C28-4, la cepa C28-3 no presentó ningún efecto y en las demás aun 

cuando se observa una disminución de la supervivencia esta no es significativa.  
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7.6 Evaluación del uso de bacterias probióticas. 

Al aplicar bacterias potencialmente benéficas en la fase de larva trocófora se 

observó que nueve cepas tienen potencial como microorganismos probióticos 

durante el desarrollo larvario, ya que durante este estadio se logró una 

supervivencia mayor a la de los controles.  

Las cepas que mostraron un mayor efecto en la supervivencia son: La cepa 80 

una levadura de forma ovalada, identificada por métodos moleculares como 

Candida parapsilosis aislada de Anadara tuberculosa y la cepa C139.1 un bacilo 

delgado y largo aislado de Crassostrea gigas e identificada como Bacillus 

licheniformis. (Fig. 11). 

Se observaron diferencias significativas p<.001 para las cepas con mayor 

supervivencia a las 24 h utilizando larva trocófora (Fig.12).  

 

Figura 11. Efecto de 12 cepas probióticas en bioensayos con larvas trocóforas de 

A. maura, donde nueve de ellas presentaron efecto en la supervivencia, las 

diferencias estadísticas p <0.001 fueron en las cepas C80 y C139.1 en 

condiciones de cultivo. 
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Figura 12. Efecto de 7 cepas probióticas individuales y mezcla de las nueve 

cepas seleccionadas en bioensayos con larvas veliger de A. maura, donde seis de 

ellas presentaron efecto en la supervivencia, las diferencias estadísticas p <0.01 

en la gráfica c se muestran las cepas que no dieron ningún efecto, encontrando 

incluso mortalidad. 
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Figura 13. Evaluación del efecto de la aplicación de diferentes cepas probióticas 

la supervivencia de larvas trocóforas de A.maura. (Valor promedio±desv. est.) 

 

7.7 Presencia de bacterias durante el acondicionamiento de los 

reproductores 

La aplicación de bacterias probióticas afectó rápidamente las comunidades de 

bacterias asociadas al cultivo. Se observó que en los acuarios sin probiótico la 

abundancia de vibrios fue mayor desde un inicio, con variaciones diarias 

significativas (Fig. 14). Mientras que los acuarios que estuvieron sometidos a la 

aplicación de la mezcla de probióticos, el número de vibrios disminuyó 

significativamente (p<0.002) desde el día 2 hasta el día 16 y fue inferior a 103 

UFC·mL-1, manteniendo esta condición durante todo el bioensayo  
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Figura 14. Efecto de la aplicación de bacterias probióticas durante el 

acondicionamiento de reproductores de A. maura. Se muestra la tendencia de las 

poblaciones de vibrios en los acuarios de los acuarios de acondicionamiento con y 

sin probióticos así como el valor promedio final. 

 

7.7.1 Desarrollo larvario después de la aplicación de probióticos en 

reproductores. 

A partir del cultivo de los reproductores del experimento con aplicación de 

bacterias probióticas, se obtuvo un desove de 4 x 106 de larvas, logrando llegar a 

larva D sin problemas a las 24 h después del desove. Se revisaron al microscopio 

diariamente, a los 4 días de desarrollo se midieron con ayuda de un microscopio 
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con reglilla micrométrica, el cultivo se desechó por presencia de protozoarios en el 

agua. En el caso del control solo desovaron machos y ninguna hembra. 

En la figura 15, se muestran los datos de tamaño de las larvas obtenidas las 

cuales llegaron a un tamaño promedio de 97.2 µm largo y de 101.4 µm de ancho 

a los cuatro días de cultivo. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 15. Tallas de las larvas veliger después de 4 días de cultivo 

obtenidas con un desove de reproductores mantenidos con 

probiótico.  
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8. DISCUSIÓN 

 

En la especie A. maura se han evaluado aspectos de maduración gonádica y talla 

de primera madurez (Camacho-Mondragón, 2012), la temperatura óptima para la 

reproducción (Rodríguez-Jaramillo, 2004), el efecto del flujo de agua (Arrieche et 

al., 2010), sin embargo, un aspecto poco estudiado en el cultivo de esta especie 

es el papel que juegan las comunidades bacterianas durante el desarrollo larvario. 

Las etapas larvarias de callo de hacha (A. maura) representan uno de los 

desafíos más importantes para lograr su cultivo comercial, ya que no es posible la 

producción sostenida de semilla. Durante el proceso de cultivo, regularmente 

ocurren mortalidades masivas que sólo permiten llegar con menos del uno por 

ciento de supervivencia a la etapa de asentamiento o metamorfosis. (Robles 

2004; Hoyos 2008) y en muchas ocasiones la población total se colapsa sin una 

explicación aparente (CONAPESCA, 2013). 

La etapa reproductiva de A. maura en el medio natural presenta dos máximos de 

actividad gametogénica (abril y octubre) lo cual coincide con el aumento y 

disminución de la temperatura respectivamente (Ángel-Pérez et al., 2007), con un 

periodo de reposo en los meses cálidos de julio a septiembre (30.3 a 30.8 °C). 

Ángel-Dapa, et al. (2015) recomiendan recolectar los reproductores en la época 

fría cuando la temperatura es menor a 20°C y la concentración de clorofila a es 

mayor a 3 µg mL-1 con el fin de incrementar la producción. En el presente trabajo, 

en organismos acondicionados a 20°C se obtuvo el primer desove espontáneo a 

los 20 días de iniciado el experimento y a los 30 días el segundo desove. A 

diferencia de otros estudios los organismos fueron mantenidos en un sistema de 

alimentación continua a temperatura constante, lo que permitió reducir el estrés, 

logrando mantener un lote por un año con desoves espontáneos prácticamente 

cada mes. La calidad de los desoves se mantuvo casi constante durante el tiempo 

de cautiverio con excepción de los dos últimos meses en los cuales disminuyó 

considerablemente, debido a dificultades en el manejo. Algunos bivalvos desovan 

en masa mientras que otros desovan de manera sostenida incluso durante varias 

semanas, a estos últimos se les conoce como desovadores parciales, ya que van 
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liberando gametos durante un periodo de tiempo más largo con uno o dos valores 

máximos (Ángel Pérez et al, 2007). El tipo de desoves logrados en el presente 

trabajo sugiere un comportamiento de desovadores parciales. 

Rodríguez-Jaramillo (2004) encontró un 65 % de ovocitos normales de A. maura 

en organismos acondicionados a 20°C de cultivo con un alto índice de lípidos, En 

el presente estudio la mayoría de los ovocitos revisados al microscopio tenían 

forma redonda, considerada como un rasgo normal, sin presencia de células con 

prolongaciones citoplasmáticas. Si bien la forma puede ser un proxy para 

determinar la calidad del desove, es necesario establecer otros criterios menos 

subjetivos que permitan relacionar la calidad del desove con las condiciones de 

mantenimiento y su efecto en el éxito durante la crianza larvaria. 

Un aspecto a destacar de la estrategia de cultivo, fue que a pesar del tamaño 

relativamente pequeño del lote de reproductores utilizado para mantener una 

producción casi constante de gametos, se reduce la dependencia de organismos 

silvestres. Sobre la base del conocimiento adquirido en torno al manejo de la 

especie en condiciones de cautiverio, ahora será posible estudiar otros aspectos 

relacionados con la biología de la especie, en lo particular aquellos vinculados con 

la reproducción, tales como el papel de la dieta de los reproductores en la calidad 

de los desoves. 

Considerando que uno de los aspectos críticos para el éxito reproductivo de las 

especie, es la buena alimentación durante el acondicionamiento y desarrollo 

gonádico, se debe tener cultivos de apoyo (alimento vivo) con un manejo sanitario 

excelente, para evitar que sea una fuente de contaminación de vibrios (Lodeiros, 

1987). Sin embargo, para muchas especies como el callo de hacha, aún no se 

han determinado los requerimientos de proteínas, carbohidratos, vitaminas, etc., 

ni el efecto que estos tienen durante la reproducción. Es de esperarse que una 

dieta adecuada basada en los requerimientos de cada especie permita un mayor 

rendimiento reproductivo. En el caso del callo de hacha, se sabe que es filtrador y 

probablemente en su dieta también sean importantes otros organismos que al 

igual que las microalgas formen parte del plancton, como bacterias, protozoarios, 

y pequeños crustáceos.  

Existen trabajos que muestran que las microalgas, son vectores para la trasmisión 

de vibrios a los sistemas de cultivo (Elston, 1984., Jeathon, 1988., Lodeiros, 
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1987.y De la Fuente, 2015). En este estudio se cuantificaron las bacterias de los 

cultivos de microalgas utilizados, no encontrando presencia de bacterias del 

genero Vibrio. Se sugiere asegurar que el alimento proporcionado sea de buena 

calidad microbiológica para evitar que resulte un factor de riesgo para el cultivo. 

Generalmente las bacterias del género Vibrio han sido consideradas patógenas 

en los cultivos de bivalvos provocando mortalidades ya sea debido a su capacidad 

invasiva o a la habilidad de esas bacterias para producir toxinas proteolíticas y 

hemolíticas (Birkbeck & Gallacher, 1993) 

Por otro lado los organismos que son sometidos a estrés térmico pueden 

presentar un aumento en la cantidad de bacterias alterando el estado fisiológico 

de los organismos (Aagesen & Häse, 2014) por lo cual en este ensayo la 

propuesta fue esperar a tener desoves espontáneos. Anteriormente Nava & 

García de Severeyn, (2010) realizaron bioensayos para inducir desoves en 

diversas especies de bivalvos, utilizando, temperatura, salinidad, KCl, serotonina 

y luz ultravioleta, logrando desoves con todos los métodos estudiados sin 

embargo, los gametos no fueron viables en varios de los casos.  

En el caso de A. maura existen pocos trabajos en el campo microbiológico donde 

se mencione la susceptibilidad de las larvas a la presencia de bacterias 

patógenas, Luna et al. (2002) probaron una cepa de Vibrio alginolyticus en larvas 

de callo de hacha de siete días encontrando variabilidad en los resultados 

mencionando que es necesario tomar en cuenta otros factores como la calidad de 

los ovocitos y la forma en que se llevó a cabo el desove. 

La presencia de bacterias del género Vibrio durante el desarrollo larvario de 

Argopecten purpuratus documentado por Godoy et al. (2011), donde se observó 

un aumento en la cantidad de vibrios tanto en el agua del cultivo como en las 

propias larvas, lo cual aumenta de manera considerable la mortalidad de las 

mismas, para su control, este mismo grupo de investigación utilizaron antibióticos 

y observaron que la tetraciclina tiene efecto sobre el género Vibrio en los primeros 

días de aplicación, sin embargo, después del día 12 de cultivo existe un aumento 

de bacterias de los géneros Vibrio y Alteromonas.  

Estudios realizados en A. purpuratus sugieren que las bacterias podrían ser 

transmitidas desde los ovocitos ya que se encontraron bacterias adheridas a la 
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superficie de los gametos (Riquelme, 1994). Con esta misma especie se encontró 

que en los desoves realizados en ausencia de bacterias del género Vibrio se 

obtuvo una mejor supervivencia (Riquelme, 1995). En el desarrollo del presente 

trabajo se observó que la presencia de bacterias en las heces durante el desove 

podría ser la causa de la rápida proliferación de las mismas afectando las larvas 

en estadios tempranos causándoles mortalidad. 

En el presente estudio se aislaron dos especies de Vibrio durante los procesos de 

mortalidad larvaria tanto en larvas como en el agua de cultivo identificados 

bioquímicamente se tienen las posibles especies V. alginolyticus y V. vulnificus 

ambas reportadas como patógenos. V. alginolyticus en larvas de callo (Luna, 

2002) y V. vulnificus en ostras (Cruz et al., 2013) el cual se considera como el 

responsable del 95% de los problemas de salud humana ocasionados por el 

consumo de mariscos. 

Para el control de las mortalidades el presente estudio se enfocó en el uso de 

microorganismos con potencial probiótico ya que numerosos trabajos en otras 

especies sugieren el uso de ellos con resultados prometedores para lograr 

cultivos de moluscos en condiciones de laboratorio De la fuente et al. (2015) 

menciona que a la fecha no se ha podido implementar el uso de probióticos a 

nivel comercial presentando un gran reto para la investigación desarrollar 

tecnologías para el uso de los mismos  

En otros ensayos con probióticos, realizados en moluscos destaca el realizado 

por Karim et al. (2013) en la especie C. gigas, donde se evaluó a dos bacterias 

con potencial probiótico Bacillus pumillus y Phaeobacter sp. En el presente 

estudio, se observó que el uso de la cepa B. licheniformis en el cultivo de las 

larvas de callo de hacha, resultó en una supervivencia del 45%, resultados 

similares se encontraron con el uso de la cepa de la levadura Candida 

parapsilosis, durante el primer día de cultivo se obtuvo un 55% de supervivencia 

de organismos. No existen registros publicados de las tasas de supervivencia 

durante estas etapas, así que se desconoce si la mortalidad también puede estar 

asociada a la calidad del desove. 

Goldchain (2010) sugiere que el manejo de las larvas de esta especie requiere de 

un tratamiento especial debido a la fragilidad de la concha, propone que se evite 
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la desecación. Con la experiencia de este trabajo se sugiere que las larvas deben 

ser manejadas en un sistema de flujo continuo para evitar la manipulación de las 

larvas, evitando así que estas sean expuestas al aire ya que es aquí donde 

empiezan a verse las larvas flotando en la superficie del tanque, sin embargo, aún 

se debe trabajar en el diseño de un sistema para lograrlo. 

Las observaciones realizadas en este trabajo al comparar con las larvas del ostión 

C. gigas teniendo el mismo manejo que las larvas de A. maura estas resultaron 

más sensibles a la desecación y son mucho más frágiles con un manejo similar 

entre ambas larvas tendiendo las larvas de A. maura a romperse muy fácilmente. 

La diversidad de vibrios asociados con cultivos de moluscos ha sido estudiada 

recientemente por Romalde, (2014) con base en métodos fenotípicos y 

moleculares para una identificación exacta, se han encontrado especies de Vibrio 

que pueden ser comensales, oportunistas o patógenos. El conocimiento de los 

mecanismos de infección utilizada por los vibrios para desarrollar enfermedades 

en bivalvos puede ayudar a establecer medidas adecuadas para prevenir el 

control y transmisión de este patógeno en los diversos cultivos de bivalvos 
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9. CONCLUSIONES 

 

El manejo de los organismos durante la recolección y traslado es importante ya 

que de ello depende la supervivencia durante la aclimatación y posteriormente 

durante el mantenimiento. 

 

Durante el mantenimiento de los reproductores, el flujo continuo de agua, así 

como la limpieza y recambio frecuente son necesarios para evitar la mortalidad 

durante largos periodos de tiempo.  

 

En condiciones controladas de cultivo, los desoves de A. maura ocurren de 

manera espontánea obteniendo gametos de buena calidad. 

 

La proliferación de bacterias durante la metamorfosis puede influir negativamente 

en el éxito del cultivo, colonizando la superficie de las larvas y provocándoles 

mortalidad. 

 

El uso de bacterias probióticas en el cultivo de A. maura permite incrementar la 

supervivencia de las larvas, en específico con las cepas 80 (Candida parapsilosis) 

y 139.1 (Bacillus licheniformis) con las cuales se lograron supervivencias por 

arriba del 50 %.  

 

Es importante lograr la identificación de las bacterias aisladas en esta etapa para 

posteriormente saber si estas mismas bacterias son la causa de mortalidad en los 

estadios más avanzados y en semilla. 
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10. RECOMENDACIONES 

 

Es importante mencionar que el manejo que se dé a los organismos es 

fundamental para evitar la presencia de bacterias patógenas que pueden ser 

causa de mortalidad en el cultivo de A. maura donde al igual que en otras 

especies se presenta este problema. 

 

El agua de mar y los alimentos utilizados en el cultivo deben tener buena calidad 

microbiológica para evitar que bacterias indeseables causen enfermedades y 

mortalidad en los organismos. 

 

Los organismos deben ser limpiados frecuentemente para evitar que se adhieran 

parásitos y microalgas que pueden causar lesiones tanto en el exterior como el 

interior del organismo. 

 

Es necesario seguir la búsqueda de nuevos microorganismos con capacidad 

probiótica para tener una buena alternativa de uso en los sistemas larvarios de 

callo de hacha, los cuales aunados a un buen manejo del cultivo y a la 

implementación de métodos estandarizados representan una buena alternativa  

para el desarrollo de una biotecnología para el cultivo de esta especie. 
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Anexo 1. 

Etapas del desarrollo larvario del callo de hacha (Atrina maura) Tomada de 

(Ahumada-Sempoal, 2011) 

 

 

 

 


