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RESUMEN 

Se realizó un estudio para determinar el efecto de la microalga Tetraselmis suecica 

en la actividad enzimática y el crecimiento de larvas del pargo lunarejo (Lutjanus 

guttatus). Se obtuvo un desove de 230 mL, los huevos viables fueron incubados en 

tanques cónicos y las larvas eclosionadas fueron sembradas en tanques de 100 L. 

Las larvas fueron expuestas a cuatro tratamientos 1) Inanición, 2) Tetraselmis 

suecica, 3) Pseudodiaptomus euryhalinus y 4) Combinación: Tetraselmis suecica y 

Pseudodiaptomus euryhalinus. Se realizaron muestreos en los días 1, 2, 3, 4, 5 y 6 

después de la eclosión (DDE), determinándose en cada uno de ellos la 

concentración de proteína, así como también la actividad de las enzimas digestivas 

(lipasa, tripsina y quimotripsina) y de la enzima metabólica fosfatasa alcalina. Estas 

determinaciones se llevaron a cabo usando técnicas de fluorescencia. Se observó 

actividad de enzimas digestivas y metabólicas a partir del día 3 al 5 DDE en todos 

los tratamientos pero no se observaron diferencias significativas entre días y 

tratamientos. Las actividades enzimáticas presentaron el mismo patrón de cambio 

temporal que se observa en otras especies, sin embargo, los valores fueron más 

altos. Las larvas sobrevivieron hasta el día 5 DDE excepto en el tratamiento de 

combinación (Tetraselmis suecica y Pseudodiaptomus euryhalinus). En este 

tratamiento se observaron diferencias significativas en la actividad de lipasa (P= 

0.03) y fosfatasa alcalina (P=0.001) entre los días, siendo significativamente más 

alta la actividad específica de lipasa 1371.31 ± 658.29 (U mg-1 de proteína) y 

fosfatasa alcalina 206.03 ± 12.70 (U mg-1 de proteína) en el día 6. Se cuantifico la 

actividad enzimática de Tetraselmis suecica y Pseudodiaptomus euryhalinus, 

obteniendo en Tetraselmis suecica una mayor actividad específica en fosfatasa 

alcalina, y en Pseudodiaptomus euryhalinus en tripsina. Al evaluar el crecimiento 

de las larvas no se encontraron diferencias significativas entre días (P=0.96) y 

tratamientos (P=0.99). Se concluye que la presencia de  Tetraselmis suecica no 

aumento  la actividad enzimática en los primeros días de desarrollo de las larvas, 

sin embargo,  se observó un efecto de la microalga en la ingesta de la presa ya que 

la incidencia alimenticia fue más elevada en el tratamiento de combinación que en 

el tratamiento de Pseudodiaptomus euryhalinus. 
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ABSTRACT 

A study was conducted to determine the effect of the microalgae Tetraselmis 

suecica in the enzyme activity and growth of spotted rose snapper larvae (Lutjanus 

guttatus). A spawning of 230 mL was obtained, viable eggs were incubated in 

conical tanks and the hatched larvae were placed in 100 L tanks. Larvae were 

subjected to four treatments 1) Starvation, 2) Tetraselmis suecica, 3) 

Pseudodiaptomus euryhalinus and 4) Combination: Tetraselmis suecica and 

Pseudodiaptomus euryhalinus.  Samples were taken on days 1, 2, 3, 4, 5 and 6 

after hatching (DDE). Protein concentration was determined using fluorescence 

techniques, as well as the activity of digestive enzymes (lipase, trypsin and 

chymotrypsin) and the metabolic alkaline phosphatase enzyme. Activities of 

digestive and metabolic enzymes were observed from day 3 to 5 DDE in all 

treatments but there were no significant differences between days and treatments. 

Enzyme activities showed the same pattern of temporal change observed in other 

species, however, values were higher. The larvae survived until 5 DDE except in 

combination treatment (Tetraselmis suecica y Pseudodiaptomus euryhalinus). In 

this treatment significant differences were observed in the activity of lipase (P= 0.03) 

and alkaline phosphatase (P=0.001) between days, still significantly higher specific 

activity of lipase 1371.31 ± 658.29 (U mg-1 de proteína) and alkaline phosphatase 

206.03 ± 12.70 (U mg-1 de proteína) in day 6. The enzymatic activity of Tetraselmis 

suecica and Pseudodiaptomus euryhalinus was quantified, obtaining a higher 

specific activity alkaline phosphatase, and Pseudodiaptomus euryhalinus in 

Tetraselmis suecica in trypsin. There were no significant differences in the growth 

of larvae between days (P=0.96) and treatments (P=0.99). It is concluded that the 

presence of Tetraselmis suecica did not increase enzyme activity in the first days of 

development of the larvae, however, an effect of the microalgae in the intake of the 

preys was observed.  Feeding incidence was higher in the Combination treatment 

than in the treatment Pseudodiaptomus euryhalinus. 
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GLOSARIO 

Absorción: Es la atracción y retención de alguna sustancia (Tucker, 1998). 

Alimentación: Se define como el proceso de captura e ingesta del material de 

origen biológico necesario para el funcionamiento de los organismos vivos. Estos 

compuestos contienen cantidades variables de agua, proteínas, lípidos, vitaminas, 

minerales y otros compuestos, incluyendo los que imparten aroma, sabor y color 

(Bdui, 1988). 

Alimento endógeno: Alimento proveniente de la parte interna del mismo cuerpo 

(ej. vitelo) (Tucker, 1998). 

Alimento exógeno: Alimento de origen externo (ej. Alimento vivo) (Tucker, 

1998). 

Eclosión.- Proceso en el cual se rompe el corion o envoltura del huevo y emerge 

la larva vitelina (Balon, 1984). 

Enzima: Proteína que cataliza una reacción química específica (Alberts et al., 

1996). 

Glóbulo de aceite: Lisosomas modificados que adquieren forma esférica y que se 

forman al fusionarse las vesículas de vitelo, muchas especies presenta uno o más 

glóbulos en, o cerca de la masa vitelina. Sirve inicialmente como una estructura de 

flotación o equilibrio y que al consumirse es utilizado como fuente de energía 

(Kamler, 2008). 

Glucógeno: Polisacárido compuesto exclusivamente por unidades de glucosa, 

utilizado para almacenar energía en las células animales (Alberts et al., 1996). 

Carbohidrato complejo (polisacárido) que mediante hidrólisis se libera glucosa 

(Curtis & Barnes, 2001). 

Huevo: En peces su desarrollo comprende dos fases del desarrollo embrionario; 

segmentación y embrión. Inicia desde que es fecundado el ovocito y termina en el 

momento de la eclosión (Balon, 1984). 

Incidencia alimenticia: Proporción de larvas que presentan alimento en el tubo 

digestivo (Yin & Blaxter, 1987). 

Nauplio: La forma larval más simple de los crustáceos, se presenta en algunos 

miembros de todas las clases incluidos copépodos y artemias (Tucker, 1998). 
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Ontogenia: Comprende la serie de cambios morfofisiológicos que ocurren durante 

el ciclo de vida de los animales, incluyendo a los peces (Balon, 1984). 

Proteína: Principal constituyente macromolecular de las células. Polímero de 

aminoácidos unidos entre sí mediante enlaces peptídicos, siguiendo una secuencia 

determinada (Alberts et al., 1996). 

Sustrato: Compuesto específico sobre el cual actúa una enzima (Curtis & Barnes, 

2001). 

Vitelo: Sustancia nutritiva del embrión al iniciarse el desarrollo, que se encuentra 

acumulado en la célula sexual femenina; sus componentes principales son: 

proteínas, fosfolípidos y en menor grado grasas neutras y carbohidratos 

(fosfoglucolipoproteína) (Balinsky, 1983). 
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I.INTRODUCCIÓN 

En los últimos años la acuicultura de peces marinos se ha consolidado como 

una alternativa con amplio potencial de desarrollo y con grandes expectativas 

económicas, sin embargo dista mucho de convertirse en una solución de los 

problemas alimenticios de los países en vías de desarrollo (Rana, 1997). En años 

recientes se ha logrado el desarrollo y optimización de la tecnología del cultivo en 

jaulas, así como al mejoramiento de las técnicas de producción de juveniles. 

Gracias a estos avances, se ha incrementado el número de especies sobre las 

cuales se desea desarrollar tecnología de cultivo que permita llevar estas nuevas 

especies a una escala industrial. Sin embargo, cuando se trata de desarrollar 

tecnologías para el cultivo de nuevas especies, la obtención de juveniles de forma 

constante y en las cantidades adecuadas para que este negocio sea rentable y 

atractivo para los inversionistas sigue siendo un reto (Bass et al., 1992; Álvarez-

Lajonchere et al., 1994).  

Entre las especies de peces marinos más importantes en la acuicultura se 

encuentran especies de la familia Lutjanidae denominados lutjánidos o pargos, los 

cuales han sido desovados espontánea o artificialmente en cautiverio, aunque la 

principal dificultad estriba en que las larvas mueren durante los primeros días 

después de eclosionar, o durante la metamorfosis (Emata et al., 1994, Avilés-

Quevedo et al., 1996, Leu et al., 2003, Ibarra et al., 2004, Ogle & Lotz, 2006). Los 

pargos se consideran especies con potencial para la acuicultura comercial (Tucker 

& Jory, 1991; Bennetti & Wilson, 1996; Leu et al., 2003; Dumas et al., 2004; Ogle & 

Lotz, 2006). Lutjanus guttatus es una de las especies que  presenta características 

interesantes para la acuicultura (Cano, 2003; Ibarra et al., 2004). Se ha reportado 

que esta especie acepta alimento en forma de pienso, se puede mantener en jaulas 

sin presentar un comportamiento agresivo (Olivares & Boza, 1999), y es posible 

controlar su reproducción (Valverde & Boza, 1999; Cano, 2003). Además, el pargo 

lunarejo Lutjanus guttatus (Steindachner, 1869) es una de las especies 

consideradas como un importante recurso pesquero con un alto valor comercial en 

los mercados tanto nacionales como internacionales (Davis et al., 2000). En el 

Centro de Investigación en Alimentación y Desarrollo, Unidad Mazatlán (CIAD) se 



13 

 

ha demostrado la factibilidad de su cultivo (Ibarra & Duncan 2007; Duncan et al., 

2008; García-Ortega, 2009; Ibarra-Castro & Álvarez-Lajonchère, 2009). 

Los Lutjanidos son larvas que presentan un desarrollo indirecto. En el 

momento de la eclosión, las larvas presentan un desarrollo incipiente. El sistema 

digestivo se observa como  un simple tubo recto y cortó sin diferenciación.  Además, 

las larvas tienen desventajas durante este periodo ya que fisiológicamente su 

sistema digestivo no está totalmente desarrollado.  La actividad enzimática es 

relativamente baja al inicio de la alimentación exógena y se incrementa 

gradualmente durante el periodo larvario, hasta que se desarrolla totalmente el 

sistema digestivo (ej., estómago funcional con glándulas gástricas) y se da la 

secreción de ácido clorhídrico y pepsina (Walford & Lam, 1993). La falta de 

desarrollo a nivel digestivo representa un limitante para que se desarrolle con éxito 

el cultivo larvario de estas especies. Es por eso que el inicio de la alimentación 

exógena es un paso crucial ya que se debe satisfacer los requerimientos 

nutrimentales, mediante una alimentación apropiada que es indispensable para 

alcanzar la transformación a la etapa juvenil. 

Todas las enzimas digestivas del tracto gastrointestinal son 

complementarias, ya que en combinación logran realizar la digestión total de los 

nutrientes y la liberación de los monómeros que los componen, para así permitir su 

absorción y transporte al interior de las células epiteliales (Zambonino-Infante & 

Cahu, 2001). Cada enzima se presenta en diferentes tiempos del desarrollo larval 

y su propia actividad ayuda a determinar la capacidad digestiva de las larvas 

(Zambonino-Infante & Cahu, 2001).  

El estudio de la actividad enzimática es importante ya que se ha comprobado 

que la presencia y actividad de algunas enzimas es un buen indicador del estado 

nutricional de la larva, y pueden ser relevantes para establecer el momento óptimo 

para iniciar el destete o adecuación alimentaria (Ueberschär, 1993). La información 

obtenida permite también realizar comparaciones del desarrollo larvario entre 

especies con un potencial acuícola, e incluso la posibilidad de utilización de dietas 

artificiales para reducir los costos de producción en los criaderos. 

           El propósito del presente estudio es evaluar si la presencia de microalga 

Tetraselmis suecica es capaz de aumentar la actividad enzimática del tracto 
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digestivo de las larvas de Pargo Lunarejo (Lutjanus guttatus) mediante la 

evaluación de enzimas digestivas participantes tanto en la digestión como en la 

absorción del alimento. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



15 

 

II.PLANTEAMIENTO DEL PROBLEMA 

 

Uno de los principales problemas del cultivo de peces marinos es la alta 

mortalidad de las larvas en los primeros días de desarrollo lo cual se explica en 

parte por un  desarrollo morfológico incipiente de los sistemas sensorial y  digestivo 

(Walford y Lam, 1993) así como fisiológico. También uno de los factores que afecta 

significativamente la supervivencia y crecimiento de las larvas en el inicio de la 

alimentación exógena es la ausencia o inadecuada disponibilidad de alimento, 

provocando que estos primeros días de cultivo sean considerados una etapa crítica 

en la producción (Moguel – Hernández, 2010).   

En este trabajo, se realizó  un experimento dirigido hacia la evaluación del 

efecto de una microalga la Tetraselmis suecica sobre la fisiología digestiva de las 

larvas en los primeros días de desarrollo. Para eso, se utilizaron cuatro regímenes 

alimentarios: Inanición, Microalga (Tetraselmis suecica), Nauplio 

(Pseudodiaptomus euryhalinus) y una Combinación la cual consiste en la mezcla 

de microalga y nauplio. Se evaluaron enzimas digestivas participantes tanto en la 

digestión como en la absorción del alimento.  
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III.ANTECEDENTES 

Las larvas de peces, más concretamente las de peces marinos, son las 

formas funcionales e independientes más pequeñas de los vertebrados. A pesar de 

esto poseen tasas de crecimiento muy elevadas y una progresiva diferenciación 

durante la etapa larvaria hasta completar el desarrollo de sus órganos y funciones 

en las fases juvenil y adulta (Blaxter, 1988). Para llevar a cabo con eficiencia todos 

estos cambios, la larva debe estar capacitada para ingerir (acción que implica la 

búsqueda y captura del alimento) y procesar (digestión, absorción y metabolismo) 

el alimento. Balon (1975) distingue cinco periodos a lo largo del desarrollo de un 

pez: embrionario, larval, juvenil, adulto y senescente. En todas las especies la 

duración de cada una de estas fases está influenciada tanto por factores 

ambientales (temperatura del agua, fotoperiodo) como nutricionales (cantidad y 

calidad del alimento). El periodo larval incluye cuatro estadios de desarrollo: larva 

vitelina, larva pre-flexión, larva flexión y larva post-flexión (Kendall et al., 1984). 

Cada estadio de desarrollo presenta características asociados a cambios en las 

diferentes prioridades durante el crecimiento. De esta forma, durante los estadios 

de larva vitelina y larva pre-flexión, la prioridad es incrementar las posibilidades de 

supervivencia a través de la capacidad alimenticia y de evasión de depredadores, 

lo cual se ve reflejado en una mayor diferenciación de estructuras asociadas a estas 

funciones (Zavala- Leal et al., 2011). La larva flexión se caracteriza por presentar 

un mayor grado de funcionalidad de los órganos y estructuras desarrolladas 

anteriormente. Finalmente, durante el estadio de larva post-flexión se presentan los 

cambios más agudos con respecto a la funcionalidad de los órganos ya 

desarrollados (Zavala- Leal et al., 2011).   

Las larvas de la mayoría de los peces marinos eclosionan con un sistema 

digestivo poco desarrollado que consiste en un simple tubo recto y corto sin mayor 

diferenciación. Cuando las reservas endógenas del pez se han agotado,  inicia la 

alimentación exógena y la larva tiene que adiestrarse rápidamente para alimentarse 

de presas vivas. El inicio de la alimentación exógena es un paso crucial para 

continuar un desarrollo adecuado y satisfacer los requerimientos nutrimentales, 

mediante una alimentación apropiada que es indispensable para alcanzar la 
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transformación a la etapa juvenil. Durante la etapa larval, el desarrollo del canal 

alimentario sufre cambios morfológicos, fisiológicos e histológicos sincronizados 

por procesos genéticos y ambientales (Govoni, 1980). El desarrollo del sistema 

digestivo involucra la apertura de la cavidad bucal, la formación de la conexión entre 

el esófago y el intestino, y la activación funcional del hígado y el páncreas, para 

permitir a la larva la ingestión, la digestión y la asimilación del primer alimento 

exógeno antes de que el saco vitelino sea completamente reabsorbido 

(Ostaszewska, 2002; Sánchez et al., 2005). El tamaño de la boca está relacionado 

con la cantidad y el tipo de presas consumidas por la larva, además otras 

características morfológicas asociadas al aparato mandibular, como presencia de 

faringe suctora y boca protráctil. Igualmente los ojos pigmentados, el sistema 

digestivo funcional (hígado y páncreas) y una buena capacidad natatoria favorecen 

la captura, la ingestión y la asimilación de las presas (Meza & Figueroa, 2002).  

En cultivo, la alimentación de las larvas se ha reducido a un pequeño número 

de presas como microalgas (2-20 μm), rotíferos (50-250 μm) (Civera et al., 2004) y 

copépodos (nauplios 50-80 μm, adultos de 200 a 300 μm). Según Muller-Feuga 

(2000) las microalgas son necesarias para la nutrición de larvas durante un breve 

periodo, ya sea para consumo directo en el caso de los moluscos y camarones 

peneidos o indirectamente como alimento para larvas de peces. Los géneros de 

microalga más utilizados en cultivos marinos son Chlorella sp, Tetraselmis sp, 

Isochrysis sp, Pavlova sp, Phaeodactylum sp, Cheatoceros sp, Nannochloropsis sp, 

Skeletonema sp y Thalassiosira sp. Está comprobado que la combinación de las 

diferentes especies de microalgas proporciona una nutrición más equilibrada que 

una dieta monoalgal (Spolaore et al., 2006). El contenido de proteínas y vitaminas, 

es un factor importante para determinar el valor nutricional de las microalgas. 

Además, el contenido en ácidos grasos poliinsaturados (por ejemplo el ácido 

eicosapentaenoico (EPA), el ácido araquidonico (AA), y ácido docosahexaenoico 

(DHA) es de gran importancia). 

En peces, al utilizar microalgas en los cultivos con la técnica de agua verde 

se han detectado varios efectos benéficos como el de estabilizar la calidad de agua 

en sistemas de cultivo estáticos, permitir que el valor nutritivo del alimento vivo en 

los tanques de cultivo se mantenga (Kraul, 1989), ayudar a incrementar el éxito de 
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alimentación al producir un contraste mayor con la presa, además de tener un 

efecto de control microbiano en el tanque al consumir los nutrientes. Makridis et al. 

(2006) y Rocha et al. (2008) comprobaron que el uso de agua verde en el cultivo 

de peces marinos mejora la supervivencia, crecimiento y la ingestión de alimento. 

Cahu et al. (1998) probaron  Isochrysis galbana en el cultivo de Dicentrarchus 

labrax, obteniendo al día 32, 18% más de supervivencia que en ausencia de 

microalga. Se observa un incremento en la actividad de la enzima tripsina y al día 

26, un aumento en las actividades de la fosfatasa alcalina y maltasa. Así también 

Reitan et al, (1993) trabajo con Scophthalmus maximus y Hippoglossus 

hippoglossus, donde suministro Isochrysis galbana y Tetraselmis sp. con rotífero, 

para estudiar la tasa de crecimiento y supervivencia en agua clara y en agua con 

microalgas, encontrando como resultado una tasa de crecimiento del 0.15 día-1 en 

agua clara y 0.25 día-1 en presencia de microalga, así como una supervivencia del 

4-18% en agua clara y del 28-55% en presencia de microalga., Rocha et al. (2008) 

usaron 3 tipos de microalgas (Tetraselmis chuii, Isochrysis galbana y 

Nannochloropsis oculata), seguido de rotíferos y Artemia en cultivos de Sparus 

aurata L. y Solea senegalensis kaup, y observan que la presencia de microalga 

favorece la captura de presas grandes. Reitan et al. (1994) observaron en 

Scophthalmus maximus e Hippoglossus hippoglossus alimentados con Isochrysis 

galbana y Tetraselmis sp. que la ingesta de esas dos microalgas se reflejaba en la 

asimilación del carbono 14, con una diferencia significativa entre especies de 

Atlantic halibut (Hippoglossus hippoglossus) 1-5% y  turbot (Scophthalmus 

maximus) 69 ± 30 %. Skjermo & Vadstein. (1993) comprobaron que la microalga 

ingerida favorece el establecimiento temprano de la flora intestinal en larvas de 

Hippoglossus hippoglossus. 

Tetraselmis suecica es una de las especies de microalgas más utilizadas en 

acuicultura y es considerada una excelente fuente de ácidos grasos poliinsaturados 

de cadena larga (Fábregas et al., 2001). Además, presenta una riqueza destacable 

en cuanto a su composición bioquímica, aunque ésta depende de las condiciones 

de operación, la composición del medio y el sistema de cultivo. En cultivos 

heterotróficos, T. suecica tiene una composición celular proximal de proteína del 

10.5%, carbohidratos 51.9% y de lípidos 14% (Azma et al., 2009). Cuando se 
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aplican diferentes tasas de renovación (del 10 al 50%) el contenido de proteína 

varía desde un 13% a un 22%, el de carbohidratos desde un 6% a 42% y el de 

lípidos se mantiene más constante, con un contenido que va desde un 8.9% hasta 

un 10.8% (Fábregas et al., 2001). Otros autores que han producido biomasa de 

esta microalga en cultivo semicontinuo, obtuvieron una composición de 45% de 

proteína, 13% de carbohidratos y 32% de lípidos (Chini-Zittelli et al., 2006). Se 

observa además que el contenido de los ácidos grasos alcanza un promedio del 

4.6% del peso celular (Seixas et al., 2008), donde el 2% corresponde a ácidos 

grasos poliinsaturados (PUFA´s, por sus siglas en inglés). Los ácidos grasos 

presentes en la célula se muestran en el siguiente orden de abundancia: 16:0 

(palmítico) > 18:1ω-9 (oleico)>18:3ω-3 (linolénico) > 16:4ω-3 > 18:2ω-6 (linoleico) 

> 20:5ω-3(ácido eicosapentanoico, EPA)>18:4ω-3 (estearidónico), siendo el 16:0 

el ácido graso saturado más abundante y el 18:3ω-3 el ácido graso poliinsaturado 

más abundante (Otero & Fábregas 1997; Mendoza et al., 2010). 

T. suecica, además de ser rica en proteínas, lípidos y carbohidratos, contiene 

α-tocoferol (Vitamina. E), carotenoides (como fucoxantina y β-caroteno) y como 

toda planta verde, clorofila. La cantidad de todos estos componentes también varía 

en función de las condiciones y el sistema de cultivo (Carballo-Cárdenas et al., 

2003). T. suecica contiene también esteroles de 28 átomos de carbono con 

cantidades de hasta 29 mg g-1 de peso seco, siendo los principales el campesterol 

(24- metilcolesterol) y el 24-metilen-colesterol, que representan más del 90% del 

total de los esteroles presentes en esta microalga (Fábregas et al., 1997; Lin et al., 

1982; Patterson et al., 1993). Se ha aprovechado la composición de ácidos grasos 

y esteroles que contiene T. suecica para usarlos como marcadores en la cadena 

alimenticia, ya que al ser utilizada como alimento vivo en acuicultura permite seguir 

el perfil de estos compuestos a través de la cadena trófica. 

Las microalgas del género Tetraselmis han sido utilizadas ampliamente en 

el cultivo de peces marinos por su facilidad de cultivo y alto valor nutricional. El-

Dakar et al. (2001), Makridis et al. (2006) así como Mohamed & El-Sayed (2012) 

han comprobado que en el cultivo de Dicentrarchus labrax y Sparus aurata  mejora 

el valor nutricional del alimento vivo e incrementa la supervivencia larvaria, aunque 
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el mecanismo de acción aun no es claro. Existe la posibilidad que sea simplemente 

un acción mecánica ya que Hjelmeland et al., (1988), comprobó que al suministrar 

esferas de poliestireno en lugar de alimento vivo, se observó actividad de tripsina 

en larvas de Clupea harengus. Esta actividad sin embargo fue significativamente 

menor a la actividad observada en los tratamientos con alimento vivo. 

Así como la aplicación de las microalgas en los cultivos es primordial, 

también la aplicación de presas como los copépodos, ya que a diferencia de las 

especies de rotíferos y Artemia, presentan calidades nutricionales superiores, esto 

debido a su alto contenido de ácidos grasos poliinsaturados de la serie n-3 (Kraul, 

1989; Carli et al., 1995; Tucker, 1998; FAO, 2006). Además de tener un valor 

nutricional alto, los copépodos pueden ser administrados, como nauplios o 

copepoditos desde la primera alimentación, su típico movimiento en zig zag, 

seguido por una fase de movimientos suaves, son un estímulo visual importante 

para muchos peces que prefieren a los copépodos más que a los rotíferos (Lavens 

& Sorgeloos, 1996). 

Una de las primeras aproximaciones para evaluar la capacidad digestiva de 

las larvas de peces marinos es por medio del estudio de la ontogenia y 

caracterización enzimática. Estos estudios permiten identificar el momento en que 

las larvas presentan cada tipo de actividad enzimática y por consiguiente, inferir la 

capacidad de digerir eficientemente los nutrientes presentes en el alimento.  

Algunas enzimas digestivas como la fosfatasa alcalina, están involucradas 

en los procesos de absorción de los monómeros liberados durante la digestión de 

los nutrientes en el intestino medio (Lazo et al., 2000). La tripsina, por otro lado, 

tiene una particular importancia ya que es la responsable de activar enzimas 

digestivas intestinales. Las lipasas son las encargadas de fraccionar las grasas 

(triglicéridos) a componentes más simples (ácidos grasos) para que después 

puedan absorberse en el intestino, la amilasa por su parte, generalmente presenta 

una actividad alta en los primeros estadios del desarrollo larvario dado que es 

utilizada en la catálisis del glucógeno en las larvas (Valverde- Chavarría, 2002). 

La actividad de las enzimas digestivas durante los primeros días de 

desarrollo ha sido reportada en especies como Solea senegalensis (Martínez et al., 



21 

 

1999); Oreochromis niloticus (Tengjaroenkul et al., 2002); Hippoglossus 

hippoglossus (Gawlicka et al., 2000); Paralichthys californicus (Gisbert et al., 2004; 

Zacarias-Soto et al., 2006); Salminus brasiliensis (Vega-Orellana et al., 2006); 

Melanogramus aeglefinus y Gadus morhua (Perez-Casanova et al., 2006); 

Sphoeroides annulatus (García-Gasca et al., 2006); Paralichthys olivaceus 

(Bolasina et al., 2006), Pagellus erythrinus L. (Suzer et al., 2006), Solea 

senegalensis (Ribeiro et al., 2002), Lutjanus guttatus (Moguel-Hernández et al., 

2013), Lutjanus guttatus (Abdo-de la Parra et al., 2010), Pleuronectes americanus 

(Murray et al., 2004). En Lutjanus guttatus, Galaviz et al. (2012) estudiaron la 

expresión de la actividad de tripsina y pepsina, se detectó actividad de tripsina y 

tripsinógeno en el momento de la eclosión, dicha actividad aumentó con el 

desarrollo larval y el cambio de alimentación, se observaron niveles máximos de 

expresión de tripsinógeno a los 25 DDE, cuando las larvas de Lutjanus guttatus 

fueron alimentadas con nauplios de Artemia y la actividad máxima de tripsina se 

detectó a los 35 DDE, después de ser alimentadas las larvas con una dieta artificial, 

detectando el pepsinógeno a los 18 DDE dos días antes de la actividad de pepsina.  

Muchos estudios se han realizado con el único fin de conocer como es el 

desarrollo del tracto digestivo de larvas, como se lleva a cabo el desarrollo de sus 

órganos, evaluar el desarrollo de la capacidad digestiva durante el desarrollo larval, 

lo anterior apoyado por estudios de histología, histoquímica y de  transcripción, 

tratando de ver cómo es su desarrollo antes y después de suministrar alimento vivo 

y usando microdietas formuladas.  
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IV.JUSTIFICACIÓN 

Uno de los grandes problemas para el desarrollo del cultivo del pargo 

lunarejo Lutjanus guttatus se encuentra en la etapa de larvicultura, ya que altas 

mortalidades se observan en los primeros días de cultivo. Las larvas de peces 

marinos son, generalmente, organismos delicados cuya supervivencia depende de 

una adecuada combinación de numerosos factores, entre otros la presencia de una 

presa con buena calidad nutricia y de tamaño adecuado. El uso de microalgas 

representa un importante soporte trófico para la acuicultura, tanto cualitativa como 

cuantitativamente en diversos aspectos y especies objeto de cultivo. Factores como 

la fase de cultivo, disponibilidad de nutrientes, la irradiancia y la temperatura suelen 

modificar la composición bioquímica de las microalgas y eso permite manejar sus 

cultivos con la finalidad de conseguir condiciones nutricionales óptimas.   

Bajo este marco, se realizó un experimento utilizando diferentes 

tratamientos, con el propósito de comprobar si el uso de la microalga Tetraselmis 

suecica en los cultivos larvarios de Lutjanus guttatus induce una mayor actividad 

enzimática digestiva y un mayor crecimiento de las larvas.  
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V.HIPÓTESIS 

La microalga Tetraselmis suecica, en la primera alimentación de larvas del 

pargo lunarejo (Lutjanus guttatus) será ingerida y causará un aumenta de la 

actividad de enzimas digestivas durante los primeros días de desarrollo. 
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VI.OBJETIVO GENERAL 

Evaluar el efecto de la microalga Tetraselmis suecica sobre el crecimiento y  

la actividad de las enzimas digestivas durante el desarrollo de las larvas del Pargo 

Lunarejo (Lutjanus guttatus). 

OBJETIVOS PARTICULARES 

 Cuantificar la actividad enzimática de Tetraselmis suecica y Pseudodiaptomus 

euryhalinus. 

 Evaluar y comparar el efecto de los regímenes alimentarios sobre el crecimiento de 

las larvas. 

 Cuantificar por métodos fluorométricos la actividad de fosfatasa alcalina, lipasa, 

tripsina y quimotripsina durante el desarrollo de las larvas de Lutjanus guttatus, 

sometidas a cuatro diferentes tratamientos. 
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VII.METODOLOGÍA 

VII.1. Cultivo Larvario 

La totalidad de los experimentos se desarrolló en el CICIMAR, seguido de 

los análisis enzimáticos los cuales se desarrollaron en el CIBNOR. Se contó con un 

desove espontáneo de 230 mL (575,000 huevos) del pargo lunarejo  Lutjanus 

guttatus el cual fue donado por el Dr. Leonardo Ibarra (CIAD Mazatlán), este fue 

enviado vía aérea a La Paz y al recibirlo se midió el oxígeno y temperatura para ver 

si el desove venia en condiciones óptimas para su cultivo. 

Los huevos viables fueron incubados en tanques cónicos de 100 L con flujo 

de agua constante. Las larvas eclosionadas se sembraron en 16 tanques de 100 L 

a una densidad de 100 larvas L-1, manteniéndose un flujo de aire constante. Se 

mantuvo una temperatura de 25 ± 0.5 °C en los tanques, con un fotoperiodo de luz 

(24:0 Luz: Oscuridad).  

VII.2. Inicio de la Alimentación Exógena 

La primera alimentación ocurrió el tercer día después de la eclosión. Se 

utilizaron cuatro tratamientos, cada uno tuvo cuatro réplicas, los tratamientos 

fueron: 1.- Inanición, 2.- Tetraselmis suecica, 3.- Nauplios de Pseudodiaptomus 

euryhalinus y 4.- Nauplios de Pseudodiaptomus euryhalinus y Tetraselmis suecica. 

A los tanques de inanición no se les suministro alimento durante la duración 

del experimento. En los tratamientos con la microalga Tetraselmis suecica se 

administró la microalga a cada tanque a una concentración de 15 X 103 cel mL-1 y 

con poca aireación. Los copépodos fueron previamente cultivados en las 

instalaciones de la UPIMA del CICIMAR y se recolecto la cantidad necesaria de 

nauplios para tener una densidad de 3 nauplios mL-1 en los tanques de cultivo.  

Se realizaron muestreos los días 1, 2, 3, 4, 5 y 6 después de la eclosión. Se 

tomaron, 30 larvas (por tanque) por día de muestreo para tomar fotografías digitales 

y posteriormente evaluar el crecimiento y la incidencia alimenticia. Las fotografías 

fueron tomadas con el programa Image Pro Plus versión 6.0 con un estereoscopio 

OLYMPUS SZ-CTV, con una lupa OLYMPUS SZ40.  Adicionalmete, 160 larvas (por 
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tanque) fueron muestreadas para realizar el análisis enzimático por fluorescencia. 

Estas larvas fueron concentradas en microtubos de 1.5 mL y se almacenaron en un 

ultracongelador a -70 °C para su posterior análisis.  

VII.3. Análisis Bioquímicos 

Los análisis bioquímicos se llevaron a cabo en el laboratorio de Fisiología 

Comparada del Centro de Investigaciones Biológicas del Noroeste (CIBNOR). 

Previo al análisis de las muestras, las técnicas bioquímicas fueron estandarizadas 

con base al tamaño y tipo de muestra, utilizando muestras de larvas de 

huachinango (Lutjanus peru), las cuales son similares en tamaño a las del pargo 

lunarejo. Los análisis bioquímicos de proteínas y enzimas se hicieron por 

cuadruplicado para cada replica de cada tratamiento. Empleando la técnica de 

fluorescencia de la cual hay pocas referencias, la cual es 50 veces más sensible 

que la técnica de espectrofotometría la cual tiene un límite de detección de 100 

ng/mL. Para la cuantificación de las enzimas el blanco de reacción se preparó 

siguiendo la misma metodología utilizada para las muestras, sustituyendo el 

extracto enzimático por agua Milli Q. 

VII.3.1. Obtención del extracto 

El extracto enzimático se obtuvo a partir de 20 larvas, las muestras se 

pusieron en un baño de hielo, se les agregaron 200 µL de agua MilliQ y se 

homogeneizaron con un pistilo de plástico. El homogenado se centrifugó y se 

almaceno en un ultracongelador a -70° C para su posterior análisis. Para medir  la 

actividad enzimática de las muestras de Tetraselmis suecica y nauplios de 

Pseudodiaptomus euryhalinus se colocó un volumen de 1.8 mL en 4 tubos 

Eppendorf de 2 mL y se centrifugaron a 12000 rpm por 10 min a 5 °C,  

posteriormente se decantó el sobrenadante y al botón o pellet se le agregó un 

volumen conocido de agua Milli Q de 20 µL para después concentrarlo en un solo 

tubo y mezclarlo con un homogenizador de tejidos FAST PREP-24 (15800) a una 

velocidad de 3000 ciclos segundo-1, dos ciclos de 20 segundos cada uno. Ya que 

se obtuvo el homogenado se volvió a centrifugar con las mismas condiciones que 
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se usaron para las muestras de larvas, se recuperó el sobrenadante y se conservó 

en un ultracongelador a -70° C hasta el momento del análisis enzimático. 

VII.3.2. Concentración de Proteínas  

La curva de calibración se llevó a cabo a partir de una solución estándar de 

albumina bovina (1mg mL-1), la concentración de proteínas se determinó con base 

en la técnica de análisis de Bradford, el cual consiste en colocar 10 µL del extracto 

problema por cuadruplicado y 200 µL del reactivo de Bradford (dil 1:5 en H2O MilliQ) 

en cada pocillo de la microplaca, después se agita, se incuba por 5 min y se lee a 

absorbancia a 595 nm en un lector de placas Multiskan Ascent Labsystems. El 

blanco de reacción se preparó siguiendo la misma metodología que las muestras, 

sustituyendo el extracto problema por agua Milli Q. 

VII.3.3. Determinación de Tripsina (EC 3.4.21.4.)  

El método de fluorescencia consistió en colocar por triplicado en cada pocillo 

de una microplaca color negro 10 µL del extracto enzimático, 5.2 µL del sustrato 

Boc-Gln-Ala-Arg-7 amido-4 Methylcoumarin hydrochloride (B4153, SIGMA) a una 

concentración de 0.8 mM en DMSO y 194.8 µL del buffer Tris-HCl 50 mM + CaCl2 

10 mM, a un pH 7.5. Las placas se incubaron 40 minutos a una temperatura de 30 

°C y las absorbancias se leyeron cada 2 minutos a una emisión de 460 nm y una 

excitación de 355 nm. El blanco de reacción se preparó siguiendo la misma 

metodología que las muestras, sustituyendo el extracto enzimático por agua Milli Q 

(Toledo-Cuevas et al., 2011). 

VII.3. 4. Determinación de Quimotripsina (EC 3.4.21.1) 

El método de fluorescencia consistió en colocar por triplicado en cada pocillo 

de una microplaca color negro 10 µL del extracto enzimático, 5.2 µL del sustrato N-

succinyl-Ala-Ala-Pro-Phe-7 amido-4-Methyl-coumarin (S9761, SIGMA) a una 

concentración de 0.8 mM en DMSO y 194.8 µL del buffer Tris-HCl 50 mM + CaCl2 

10 mM, a un pH 7.5. . Las placas se incubaron 40 minutos a una temperatura de 30 

°C y las absorbancias se leyeron cada 2 minutos a una emisión de 460 nm y una 

excitación de 355 nm. El blanco de reacción se preparó siguiendo la misma 
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metodología que las muestras, sustituyendo el extracto enzimático por agua Milli Q 

(Toledo-Cuevas et al., 2011). 

VII.3. 5. Determinación de Lipasa (EC 3.1.1.3) 

El método de fluorescencia consistió en colocar por triplicado en cada pocillo 

de una microplaca color negro 20 µL del extracto enzimático, 2.6 µL del sustrato 4 

Metillumbelliferyl Heptanoate (M2514, SIGMA) a una concentración de 40 mM en 

DMSO y 237.4 µL del buffer de fosfato 0.1 M a un pH 7.5. Las absorbancias se 

leyeron  a una emisión de 460 y a una excitación de 355 nm, obteniendo lecturas 

cada 30 segundos por 60 minutos y se incubo a una temperatura de 37 °C. El blanco 

de reacción se preparó siguiendo la misma metodología que las muestras, 

sustituyendo el extracto enzimático por agua Milli Q (Toledo-Cuevas et al., 2011). 

VII.3.6. Determinación de Fosfatasa Alcalina (EC 3.1.3.1) 

El método de fluorescencia consistió en colocar por triplicado en cada pocillo 

de una microplaca color negro 10 µL del extracto enzimático, 50 µL del sustrato 

DiFMUP 6,8 Didluoro-4 methyllumbelliferyl phosphate (Molecular Probes D- 6567) 

a una concentración de 10 mM en DMSO y 140 µL del buffer 100 mM Glicina, 1mM 

MgCl2, 1 mM ZnCl2, pH 10.4. Las absorbancias se leyeron a una emisión de 460 

nm y a una excitación de 355 nm, obteniendo lecturas cada 30 segundos por 90 

minutos y se incubo a temperatura ambiente, protegido de la luz. El blanco de 

reacción se preparó siguiendo la misma metodología que las muestras, 

sustituyendo el extracto enzimático por agua Milli Q (Toledo-Cuevas et al., 2011). 

VII.4. Análisis Estadísticos 

Para cada enzima se aplicó la prueba de normalidad (Kolmogorov-

Smirnov, a=0.05), posteriormente se realizó un análisis de varianza de dos vías 

(factores: tratamiento y día). Se incluyeron solamente los días 3, 4 y 5. Se llevó a 

cabo también un análisis de varianza de una vía para el tratamiento Combinación 

incluyendo el día 6. Todas las pruebas se realizaron mediante el software 

estadístico STATISTICA Six Sigma 7.  
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VIII.RESULTADOS 

 

VIII.1. Actividad enzimática digestiva 

 

Al momento de la eclosión, las larvas presentaron un sistema digestivo  

indiferenciado, el cual es un tubo recto (Fig. 1a). La boca y el ano estaban cerrados. 

Durante la absorción del saco vitelino (días 2 - 3 DDE), el sistema digestivo 

comienzo a diferenciarse en bucofaringe, esófago, intestino y glándulas digestivas 

(hígado y páncreas) (Fig. 1b). Entre el día 3 y 4 DDE, las larvas abrieron su boca y 

el intestino posterior era separado de su sección anterior por la válvula intestinal, lo 

cual indica que las larvas ya están listas para comenzar con su alimentación 

exógena (Fig. 1c). De hecho, en este estudio se pudo observar en larvas, presencia 

de presas como microalgas (tratamiento Tetraselmis) desde el día 3 DDE. En 

general, la incidencia alimenticia fue baja en el tratamiento de microalgas (Fig.1d) 

y nauplios de copépodos (Fig. 1e). Sin embargo, fue mayor en el tratamiento de 

combinación (Fig. 1f) (Tabla 1). 

Tabla 1. Incidencia alimenticia de larvas del pargo lunarejo Lutjanus guttatus que 

presentan alimento en su tracto digestivo en los días 3, 4, 5 y 6 después de la 

eclosión, bajo los siguientes tratamientos: Microalga (Tetraselmis suecica),  

Nauplios de copépodos (Pseudodiaptomus euryhalinus), Combinación 

(microalga/nauplio). Los valores representan el promedio (± desv est). 

                             Días después de la eclosión 

Tratamientos    3    4      5     6 

Microalga 0.25 

(0.5) 

1 

(1.41) 

1.75 

(1.70) 

 

Nauplios 2.25 

(2.62) 

5.75 

(1.70) 

2 

(1.41) 

 

Combinación 6.25 

(2.21) 

10.25 

(4.03) 

5 

(2.16) 

11.75 

(9.32) 
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Figura 1. Larvas de Lutjanus guttatus (aumento 4x), a) Larva post–eclosión, b) 

Larva vitelina 1 DDE, c) Larva al inicio de la alimentación exógena 3 DDE, Larvas 

con presencia de alimento en su tracto digestivo 4 DDE d) tratamiento de Microalga 

(Tetraselmis suecica), e) tratameinto de Nauplios (Pseudodiaptomus euryhalinus), 

f) tratamiento Combinación (microalga/nauplios). 
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LIPASA 

Después de que el saco vitelino fue totalmente absorbido la actividad 

específica de lipasa fue disminuyendo hasta el día 5 DDE en cada uno de los 

tratamientos. Sin embargo, no se presentaron diferencias significativas (p > 0.05) 

entre los días (p=0.08) ni entre los tratamientos (p= 0.93) (Fig. 2; tabla 2). En el 

tratamiento de Combinación, se presentaron diferencias significativas (p < 0.05) 

entre los días (p= 0.03).  

 

 

 

 

Figura 2. Actividad específica de la lipasa (U/mg de proteína) registrada en larvas 

de Lutjanus guttatus, los primeros días después de la eclosión en los cuatro 

tratamientos. 
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Tabla 2. Actividad enzimática especifica (U/mg de proteína) de lipasa durante los 

primeros días de desarrollo larvario de larvas de pargo lunarejo Lutjanus guttatus 

bajo 4 tratamientos: Inanición, Microalga (Tetraselmis suecica), Nauplios de 

copépodos (Pseudodiaptomus euryhalinus), Combinación (microalga/nauplio). Los 

valores representan el promedio (± desv est). Las letras desiguales en la línea del 

tratamiento 4 indican diferencias significativas. 

 

Días después de la eclosión 

Tratamientos      1      2       3      4      5     6 

 995.22* 852.94*     

Inanición   1510.51 

(187.98)A 

833.44 

(144.66)A 

690.91 

(272.93)A 

 

 

Microalga   1255.71  

(333.23)A 

1002.51 

(354.07)A 

491.91 

(48.27)A 

 

 

Nauplios   1401.75 

(929.05)A 

1023.38 

(218.48)A 

624.89 

(264.29)A 

 

 

Combinación   1262.58 

(260.49) Aa 

1132.99 

(142.38) Aa 

604.82 

(161.87) Ab 

 

1371.31 

(658.29)ab 

*(Antes de Alimentación): Las muestras fueron colectadas de una sola tolva por lo 

que no hay replicas y no se incluyeron en los estadísticos. Las letras mayúsculas 

similares indican que no hay diferencia significativa entre días y tratamientos (p > 

0.05), mientras que las letras minúsculas diferentes en el tratamiento Combinación, 

muestran una diferencia significativa entre los días (p < 0.05). 
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TRIPSINA y QUIMOTRIPSINA 

No se observaron diferencias significativas en la actividad específica de 

tripsina (p > 0.05) entre días (p=0.17) y tratamientos (p=0.78), al igual que para la 

actividad específica de quimotripsina tampoco se observaron diferencias 

significativas en los días (p=0.10) ni tratamientos (p=0.96) (Fig. 3 y 4; tablas 3 y 4). 

Sin embargo se pudo observar una tendencia a la disminución para la tripsina 

desde el día 3 hasta el día 5 excepto en el tratamiento de combinación.  La actividad 

específica de la quimotripsina presentó valores muy bajos en todos los tratamientos 

y no se detectó actividad los dos primeros días de desarrollo. Tampoco se detectó 

actividad para el tratamiento de inanición y de combinación en el día 5. No se 

presentaron diferencias significativas en la actividad específica de la tripsina (p= 

0.08) y quimotripsina (p=0.13) entre los días (3, 4, 5 y 6) para el tratamiento 

combinación (Tabla 3).  

 

 

Figura 3. Actividad específica de tripsina (U/mg de proteína) registrada en larvas 

de Lutjanus guttatus, los primeros días después de la eclosión en los cuatro 

tratamientos. 
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Tabla 3. Actividad enzimática especifica (U/mg de proteína) de tripsina durante los 

primeros días de desarrollo larvario de larvas de pargo lunarejo Lutjanus guttatus 

bajo 4 tratamientos: Inanición, Microalga (Tetraselmis suecica), Nauplios de 

copépodos (Pseudodiaptomus euryhalinus), Combinación (microalga/nauplio). Los 

valores representan el promedio (± desv est).  

 

Días después de la eclosión 

Tratamiento    1    2     3     4    5      6 

 58.08* 33.59*     

Inanición   433.79 

(145.15)A 

131.44 

(32.95)A 

68.98 

(25.26)A 

 

 

 

Tetraselmis   304.71 

(126.36)A 

163.27 

(49.14)A 

141.90 

(19.22)A 

 

 

Nauplios   366.04 

(371.25)A 

160.78 

(69.07)A 

213.99 

(78.69)A 

 

 

Combinación   222.75 

(148.06)Aa 

238.08 

(46.43)Aa 

330.54 

(177.43)Aa 

931.40 

(782.68)a 

 

*(Antes de Alimentación): Las muestras fueron colectadas de una sola tolva por lo 

que no hay replicas y no se incluyeron en los estadísticos. Las letras mayúsculas 

similares indican que no hay diferencia significativa entre días y tratamientos (p > 

0.05), mientras que las letras minúsculas similares en el tratamiento Combinación, 

indican que no hay una diferencia significativa entre los días (p > 0.05). 
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Tabla 4. Actividad enzimática especifica (U/mg de proteína) de quimotripsina 

durante los primeros días de desarrollo larvario de larvas de pargo lunarejo Lutjanus 

guttatus bajo 4 tratamientos: Inanición, Microalga (Tetraselmis suecica), Nauplios 

de copépodos (Pseudodiaptomus euryhalinus), Combinación (microalga/nauplio). 

Los valores representan el promedio (± desv est).  

 

Días después de la eclosión 

Tratamiento   1   2     3    4   5     6 

Inanición   51.50 

(10.41)A 

11.72 

(0.91)A 

 

  

Microalga   29.94 

(13.60)A 

18.85 

(4.54)A 

11.20 

(1.93) 

 

 

Nauplios   27.92 

(20.02)A 

22.81 

(4.89)A 

11.98* 

 

 

 

Combinación   35.44 

(13.12)Aa 

18.72 

(5.85)Aa 

 158.76 

(173.13)a 

 

* Las muestras fueron colectadas de una sola tolva por lo que no hay replicas y no 

se incluyeron en los estadísticos. Las letras mayúsculas similares indican que no 

hay diferencias significativas entre días y tratamientos (p > 0.05), mientras que las 

letras minúsculas similares en el tratamiento Combinación, indica que no hubo 

diferencia significativa entre los días (p > 0.05). 
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Figura 4. Actividad específica de quimotripsina (U/mg de proteína) registrada en 

larvas de Lutjanus guttatus, los primeros días después de la eclosión en los cuatro 

tratamientos., (*) actividad no detectada. 
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FOSFATASA ALCALINA 

No se presentaron diferencias significativas (p > 0.05)  entre días (p=0.66) y 

tratamientos (p=0.47) para la actividad de fosfatasa alcalina (Fig. 5; tabla 5). En el 

tratamiento de combinación, se presentaron diferencias significativas entre los días 

(p=0.001) siendo la actividad significativamente más alta en los días 4 y 5 mientras 

que en el día 6 se presentó la actividad significativamente más baja.  

 

 

 

Figura 5. Actividad específica de fosfatasa alcalina (U/mg de proteína) registrada 

en larvas de Lutjanus guttatus, los primeros días después de la eclosión en los 

cuatro tratamientos. 
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Tabla 5. Actividad enzimática especifica (U/mg de proteína) de fosfatasa alcalina 

durante los primeros días de desarrollo larvario de larvas de pargo lunarejo Lutjanus 

guttatus bajo 4 tratamientos: Inanición, Microalga (Tetraselmis suecica), Nauplios 

de copépodos (Pseudodiaptomus euryhalinus), Combinación (microalga/nauplio). 

Los valores representan el promedio (± desv est). Las letras desiguales en la línea 

del tratamiento 4 indican diferencias significativas. 

 

Días después de la eclosión 

Tratamientos    1     2     3     4     5     6 

 379.36* 132.61*     

Inanición   561.74 

(40.85)A 

261.55 

(54.62)A 

271.84* 

 

 

Microalga   280.33 

(9.67)A 

343.83 

(37.86)A 

483.65 

(98.01)A 

 

Nauplios   261.75 

(24.05)A 

392.09 

(29.48)A 

467.92 

(47.22)A 

 

Combinación   277.54 

(51.96)Aa 

417.97 

(61.83)Ab 

431.59 

(66.55)Ab 

206.03 

(12.70)c 

* Las muestras fueron colectadas de una sola tolva por lo que no hay replicas y no 

se incluyeron en los estadísticos, día 1 y 2 (Muestras tomadas antes de 

alimentación). Las letras mayúsculas similares indican que no hay diferencia 

significativa entre días y tratamientos (p > 0.05), mientras que las letras minúsculas 

diferentes en el tratamiento Combinación, muestran una diferencia significativa 

entre los días (p=0.001). 
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VIII.2. Actividad enzimática de Tetraselmis suecica y nauplios de 

Pseudodiaptomus euryhalinus. 

 

Tetraselmis suecica mostró una mayor actividad específica  de fosfatasa 

alcalina 59795 ± 6292 (U/mg de proteína) (media ± desvest) y lipasa 25155 ± 50 

(U/mg de proteína) en comparación con tripsina 1412 ± 916 (U/mg de proteína)  y 

quimotripsina 297 ± 29 (U/mg de proteína)  (Fig. 6a). 

 

El nauplio Pseudodiaptomus euryhalinus, presentó una mayor actividad 

específica de tripsina 66789 ± 3494 (U/ mg de proteína), seguida de fosfatasa 

alcalina 17083 ± 486 (U/ mg de proteína), lipasa 8461 ± 179 (U/ mg de proteína)  y 

quimotripsina 408 ± 27 (U/ mg de proteína) (Fig. 6b). 
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Figura 6. Actividad enzimática específica (U/mg de proteína) de a) Microalga 

(Tetraselmis suecica) y b) Nauplio (Pseudodiaptomus euryhalinus). 
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VIII.3. Efecto de los regímenes alimentarios sobre el crecimiento de las larvas. 

 

La longitud de las larvas de Lutjanus guttatus al momento de la eclosión fue 

de 1.8 ± 0.1 mm, mientras que en el día 3 DDE que es el día en que se agotaron 

las reservas del saco vitelino y se empezó con la alimentación exógena, los 

tratamientos presentaron la siguiente longitud promedio: Inanición 2.65 mm, 

Combinación 2.60 ± 0.01 mm, Tetraselmis suecica: 2.67 ± 0.06 y Pseudodiaptomus 

euryhalinus: 2.58 ± 0.01 mm. Las larvas sometidas a los tratamientos de Inanición, 

Tetraselmis suecica y Pseudodiaptomus euryhalinus solo sobrevivieron hasta el día 

5, presentando las siguientes longitudes, Inanición 2.17, Tetraselmis suecica 2.27 

± 0.05 mm y Pseudodiaptomus euryhalinus 2.30 ± 0.03 mm. Mientras que se 

presentaron larvas vivas en el tratamiento Combinación hasta el día 6 con una 

longitud promedio de 2.76 ± 0.08 mm. No se  presentaron diferencias significativas 

entre días ni tratamientos (p >0.05), (Fig.7). 

 

 

Figura 7. Longitud promedio de larvas de Lutjanus guttatus, tratamientos: Inanición, 

Combinación, Tetraselmis y Nauplios. 
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IX. DISCUSIÓN 

En nuestro trabajo, a pesar de que se corroboró el consumo de la microalga 

Tetraselmis suecica, no se observó ningún aumento de las actividades enzimáticas 

digestivas de las larvas de pargo lunarejo. Sin embargo, no se observó 

supervivencia de las larvas más allá del día 6.  Cahu et al. (1998) en un estudio con 

larvas de Dicentrarchus labrax observaron que del día 8-16 DDE la presencia de la 

microalga Isochrysis galbana favoreció un aumento en la actividad de tripsina y 

quimotripsina; y en el día 26 DDE, la actividad de fosfatasa alcalina y maltasa, 

fueron significativamente mayores en las larvas mantenidas en agua de mar en 

presencia de microalga, comparadas con las larvas creadas en agua clara. Estos 

autores sugirieron que la presencia de microalga facilita la aparición de funciones 

hidrolíticas de las membranas celulares y mejora la supervivencia, lo cual fue 

relacionado con el desarrollo temprano de las membranas de borde de cepillo, por 

lo que concluyeron que la presencia de microalga en el cultivo, es causante de la 

activación de enzimas digestivas, tanto en el páncreas como a nivel intestinal.   

La adición de microalga al agua de cultivo es una técnica conocida como 

“agua verde” ha sido también relacionada con una mejora de la supervivencia, y el 

crecimiento (Naas et al., 1992; Reitan et al., 1997; Cahu et al., 1998; Lazo et al., 

2000; Skiftesvik et al., 2003; Faulk & Holt, 2005).  Reitan et al. (1993) estudio en 

Scophthalmus maximus e Hippoglossus hippoglossus la tasa de crecimiento y 

supervivencia, en ausencia y presencia de las microalgas Isochrysis galbana, 

Tetraselmis sp. y con rotífero, obteniendo una tasa de crecimiento del 0.25/día en 

presencia de microalga y 0.15/día en ausencia de microalga, con una supervivencia 

de 28-55% con microalga y 4-18% sin microalga. Se atribuye al hecho de que la 

captura de la presa sea mucho más eficiente debido a un aumento en el contraste 

de la presa. Este aumento de incidencia alimenticia se observó en nuestro estudio 

siendo más alta en el tratamiento de combinación donde el copépodo fue ofrecido 

junto con la microalga. 

La microalga también juega un papel nutricional como lo demostraron Reitan 

et al. (1994), esta asimilación puede ser diferente entre las especies ya que se 

observó en Scophtalmus maximus y en Hippoglossus hippoglossus una asimilación 
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de 1-5% y 69 ± 30%, en el carbono 14, respectivamente. No se observó diferencia 

en el crecimiento entre los tratamientos y días. Se menciona en la literatura que las 

larvas de peces marinos en los primeros días de desarrollo crecen poco ya que la 

prioridad está en desarrollar los tejidos y órganos que van a permitir digerir y 

asimilar el alimento ingerido. Moguel et al. (2013) observan también un crecimiento 

muy lento en los primeros días de cultivo de Lutjanus guttatus. Galaviz et al. (2012) 

reporta en el pargo lunarejo que en los primeros días de desarrollo, el sistema 

digestivo comienza a diferenciarse en bucofaringe, un esófago corto y el intestino. 

Están presentes también las glándulas accesorias (hígado y páncreas). La boca y 

el ano se encuentran abiertos entre el día 3 y 4 DDE, los ojos pigmentados y el 

intestino posterior está separado del intestino anterior por una válvula.  

Durante este período, Galaviz et al., (2012) reporta que el hígado continuó 

su diferenciación y aparece como una masa compacta de tejido de hepatocitos 

poliédricos concéntricos núcleos. Además, varios grupos pequeños de las células 

pancreáticas basófilas (páncreas exocrino) que contiene gránulos de zimógeno 

acidófilos ya son visibles. En el presente estudio no se realizó un análisis histológico 

del sistema digestivo, solo se corroboró con base en observaciones en un 

estereoscopio ojos pigmentados, la abertura de la boca, la abertura del ano y 

diferenciación del sistema digestivo, por lo que se asume que las larvas contaban 

con el desarrollo del sistema digestivo adecuado para empezar con la alimentación 

exógena al día 3. 

El patrón general de la actividad enzimática en los primeros días presentó 

similitudes con otras especies de peces marinos como la dorada Sparus aurata 

(Sarasquete et al., 1995), el halibut de California Paralichthys californicus (Gisbert 

et al., 2004), pescado globo diana S. annulatus (García-Gasca et al., 2006), la 

lubina europea Dicentrarchux labrax (Giffard-Mena et al., 2006) el huachinango del 

Pacífico Lutjanus peru (Moguel - Hernández, 2010) y en la misma especie Lutjanus 

guttatus (Galaviz et al., 2012). Sin embargo, los valores de actividad de todas las 

enzimas estudiadas fueron muy superiores a lo reportado en la literatura para la 

misma especie y para otras especies. Es importante mencionar que el presente 

estudio se realizó con una técnica poco usada hasta el momento. Esta técnica usa 
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la fluorescencia y permite trabajar con un número pequeño de larvas. Además es 

una técnica 50 veces más sensible que la técnica de espectrofotometría, por lo que 

los resultados están por encima de los resultados reportados usando técnicas 

colorimétricas.   

La actividad enzimática de lipasa se incrementó desde el 1 DDE hasta el 3 

DDE. Este incremento en la actividad enzimática de lipasa se ha observado en 

Dentex dentex (Gisbert et al., 2009) y Paralabrax maculatofasciatus (Alvarez-

Gonzalez, 2003). Moguel-Hernández (2010) observó que la actividad enzimática de 

lipasa en las larvas de Lutjanus peru cuando la larva todavía presenta el glóbulo de 

aceite se debe a la acción de esta enzima sobre los triacilgliceroles presentes en el 

glóbulo de aceite. Alvarez-Gonzalez (2003)  menciono la posible presencia de dos 

tipos de lipasas, las primeras apuntalan la absorción del vitelo y el glóbulo de aceite. 

En los primeros tres días después de la eclosión, se tuvo un incremento de la 

actividad de lipasa en los cuatro tratamientos, al cual se le atribuye la absorción del 

vitelo y la gota de aceite, el descenso que se tiene de actividad específica de lipasa 

en los días 4 y 5 DDE en los tratamientos de inanición, Tetraselmis, nauplios y 

combinación, se debe a la desaparición de la gota de aceite. El segundo tipo de 

lipasa es secretada directamente por el páncreas una vez que se ha absorbido el 

vitelo. Estas lipasas hidrolizan las grasas provenientes del alimento exógeno 

(Alvarez-Gonzalez, 2003). El incremento observado en el día 6 en el tratamiento de 

combinación se atribuye a la hidrolisis de las grasas provenientes del alimento 

exógeno, tal y como se muestra en la tabla 1, donde se puede observar que en el 

día 6 las larvas ingirieron alimento. 

Las fosfatasas son hidrolasas con una variedad de funciones, incluyendo la 

hidrólisis de fosfatos inorgánicos utilizados para producir energía; el transporte de 

nutrientes a través de las membranas en las células; la facilitación de acciones 

enzimáticas que modifican las cadenas de aminoácidos laterales y mejoramiento 

de la absorción y del transporte de nutrientes desde el lumen hacia los enterocitos. 

Baglole et al., (1998) informaron de la presencia de actividad de la fosfatasa alcalina 

en las microvellosidades de los enterocitos en P. ferruginea y P. americanus a los 

3 DDE. Fosfatasas alcalinas y ácidas se han detectado en la dorada (Pagrus 

pagrus) desde el momento de la apertura de la boca (Cara et al., 2003), mientras 
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que en C. urophthalmus, esta actividad se registró después de 3 DDE. En nuestro 

estudio la actividad se detectó en la larva vitelina. 

Se detectó actividad de lipasa y fosfatasa alcalina en la microalga 

Tetraselmis suecica. Esta microalga se usa como marcador en la cadena 

alimenticia debido a la cantidad de ácidos grasos poliinsaturados de cadena larga 

que contiene (Fábregas et al., 2001). Por otro lado, la presencia de actividad de 

fosfatasa alcalina se debe a la síntesis de proteínas y transporte de nutrientes en 

la cual está involucrada esta enzima. En cuanto a la actividad enzimática detectada 

en el copépodo Pseudodiaptomus euryhalinus, se registró una elevada actividad de 

tripsina, fosfatasa alcalina y lipasa las tres asociadas con los procesos digestivos. 
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X. CONCLUSIONES 

 En el tratamiento de microalga Tetraselmis suecica no se registró un 

aumento en la actividad de las enzimas estudiadas en los primeros días de desarrollo 

de la larva de Lutjanus guttatus. Sin embargo, tuvo un efecto sobre la ingestión de 

presa ya que la incidencia alimenticia fue más elevada en el tratamiento de 

combinación (microalga/nauplios), que en el tratamiento con nauplios en ausencia de 

microalgas. Lo que permitió probablemente que las larvas en el tratamiento de 

combinación sobrevivirán hasta el día 6.   

 

 El uso de la técnica de fluorescencia ha permitido detectar actividad 

enzimática en una cantidad muy pequeña de muestra y se distingue por su sensibilidad 

elevada ya que generó resultados muy altos de actividad enzimática.  
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XI. RECOMENDACIONES 

Los resultados obtenidos en este trabajo permiten hacer las siguientes 

recomendaciones acerca de futuros trabajos sobre el efecto del alimento vivo y 

caracterización enzimática en larvas de peces. 

Debido a que la técnica de Fluorescencia es más sensible y ocupa menos 

muestra que la técnica de Espectrofotometría, debería llevarse a cabo un 

experimento para comparar la eficiencia de ambas técnicas.  

Como Cahu et al. (1998) encontraron un aumento de la actividad enzimática 

usando la microalga Isochrysis galbana en los cultivos, se recomienda desarrollar 

un experimento con esta microalga. Sin embargo como este aumento se observó a 

los 18 días es conveniente desarrollar el experimento con una especie con la cual 

la tecnología está desarrollada y así asegurar poder llegar a los 45 días de cultivo 

teniendo completas todas las muestras necesarias.  

El hecho de realizar el experimento con una especie que no presenta 

dificultad en el cultivo larvario permitirá también tener muestras necesarias para 

llevar, además de los análisis enzimáticos, un análisis histológico del sistema 

digestivo y a la mejor de expresión genética de estas enzimas. 
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