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Resumen de la tesis de José Pablo Fuentes Quesada, presentada como requisito parcial para la 
obtención del grado de Maestro en Ciencias en Acuicultura.  
 

Efecto del tipo de lípido en la actividad de las lipasas digestivas durante la etapa larvaria del 
lenguado de California  (Paralichthys californicus) 

 
Resumen aprobado por: 

________________________________ 
               Dr. Juan Pablo Lazo Corvera  

 
El lenguado de California (Paralichthys californicus) es una especie con alto potencial acuícola 
para el Noroeste de México, por su alto valor de mercado y la buena aceptación del consumidor. 
Sin embargo, su cultivo larvario presenta limitaciones debido a la falta de conocimiento específico 
sobre su capacidad digestiva y protocolos de destete adecuados durante su etapa larval. Los lípidos 
constituyen el segundo nutriente de importancia en la nutrición larval, no obstante son escasos los 
estudios evaluando la digestión de lípidos. Es por esto, que los objetivos del presente trabajo fueron 
caracterizar la actividad de la lipasa dependiente de las sales biliares (LDSB) y la fosfolipasa A2 
(FLA2) en el tracto digestivo del lenguado de California y evaluar el efecto del tipo de lípido en el 
crecimiento, supervivencia y la actividad enzimática, con el fin de obtener información adecuada 
para formular dietas y desarrollar estrategias de alimentación acorde a la capacidad digestiva de la 
larva. Dos tipos de lípidos fueron evaluados como enriquecedores del alimento vivo (rotíferos y 
Artemia) durante los primeros 42 días después de la eclosión (DDE); uno de origen marino 
(Algamac-3000) y otro de origen terrestre (aceite de linaza). Se tomaron muestras para las pruebas 
enzimáticas cada dos días hasta el día 18 después de la eclosión y cada 4 días hasta los 42 DDE. 
Se registró la longitud total (LT) y el peso seco (PS) de los animales. Al final del bioensayo (42 
DDE), se evaluó la calidad de la larva con aumento drástico de la temperatura de 18 a 32 °C. No 
se encontraron diferencias significativas (P>0.05) entre tratamientos en cuanto al crecimiento en 
LT. Sin embargo, se encontró un crecimiento significativamente mayor en PS y supervivencia en 
las larvas del tratamiento con lípidos de origen marino 24.24±1.80 mg y 21.23±0.39 % en 
comparación con las de origen terrestre 9.36±1.34 mg y 3.72±4.79 %, respectivamente. Se encontró 
actividad de la LDSB y FLA2 desde los 3 DDE antes del inicio de la alimentación exógena. La 
actividad de la LDSB en ambos tratamientos se mantuvo sin diferencias significativas hasta los 30 
DDE donde se registró un aumento significativo en el tratamiento marino, mientras que en el 
tratamiento terrestre se retrasó hasta los 34 DDE, sin embargo regreso a valores comparables con 
el tratamiento marino para los 42 DDE. En cuanto a la actividad de la FLA2 no se encontraron 
diferencias significativas entre los tratamientos durante el bioensayo. Lo anterior sugiere que existe 
un efecto negativo temporal del tipo de lípido en la actividad de la LDSB pero no en la FLA2. Así 
mismo, en la prueba de calidad de larvas, se observó que las larvas del tratamiento terrestre 
resultaron con un índice de estrés mayor  (29.92±14.66) en comparación con las del tratamiento 
marino (3.75±2.65). Esto sugiere que el aceite de linaza no proporcionó los ácidos grasos esenciales 
(LC-PUFAs n-3) necesarios para un desarrollo larvario y respuesta al estrés adecuados, por lo cual 
no es apropiado como enriquecedor del alimento vivo en el cultivo larvario del lenguado de 
California, ya que los valores son significativamente inferiores en crecimiento, supervivencia y 
capacidad de respuesta al estrés con respecto a los lípidos de origen marino. 
 
Palabras clave: Paralichthys californicus, Lípidos, Actividad enzimática, Cultivo larvario, 
Lipasa dependiente de sales biliares, Fosfolipasa A2.   
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Abstract of the thesis presented by José Pablo Fuentes Quesada as a partial requirement to obtain 
the Master in Science degree in Aquaculture 
 

The effect of lipid type on lipid digestive enzymes during the larval stage of the California 
halibut (Paralichthys californicus) 

Abstract approved by: 
 

____________________________________ 
                      Dr. Juan Pablo Lazo Corvera 

 
The California halibut (Paralichthys californicus) is a flounder species with a high potential for 
aquaculture in the Northwest of México, due to its market value and consumer preference for their 
color, texture and flavor. However, the development of culture techniques for this species has been 
limited due to the lack of knowledge, among other factors, of the digestive capacity and appropriate 
weaning protocols during their larval period. Lipids are the second most important nutrients in 
larval nutrition, but studies on lipid digestion are scarce. Thus, the objectives of this study were to 
characterize two important lipid digestion enzymes, the bile salt-dependent lipase (BSDL) and 
phospholipase A2 (PLA2) activities in the digestive tract of California halibut and evaluated the 
effect of lipid type on growth, survival and enzymatic activity during the larval period, in order to 
increase our knowledge to formulate diets and develop feeding strategies according to the digestive 
capacity of larvae. Two type of lipids were evaluated as enrichments of live feed (rotifers and 
Artemia) and used as food during the first 42 days after hatching (DAH); one from a marine source 
(Algamac-3000) and one from a terrestrial source (flaxseed oil). Larvae were collected for enzyme 
assays every two days until 18 DAH and every four days until 42 DAH. Total length (TL) and dry 
weight (DW) were measured every sampling date. Additionally, at the end of experiment the 
quality of the larvae was assessed by gradually increasing the water temperature from 18 °C to 32 
ºC. No significant differences in larval final TL were found between treatments. However, growth 
in terms of DW and survival were significantly higher in larvae fed live-feed enriched with marine 
lipids, 24.24±1.80 mg y 21.23±0.39 %, compared to those enriched with flaxseed oil 9.36±1.34 mg 
y 3.72±4.79 %. BSDL and PLA2 activity were detected before exogenous feeding commenced (3 
DAH). BSDL activity was similar in both treatments until 30 DAH, when a significantly higher 
peak in total activity in the marine treatment was observed, while the terrestrial treatment peak in 
activity was observed until 34 DHA. Nonetheless, activity returned to comparable values in both 
treatments by 42 DHA. No significant differences were found in PLA2 activity between treatments. 
This suggests that there is a temporary negative effect of lipid type in BSDL activity, but not in the 
PLA2. The larval quality tests revealed that larvae fed the terrestrial oils had a higher stress index 
(29.92 ±14.66) than those fed the marine oils (3.75 ±2.65). This suggests that flaxseed oil did not 
provide essential fatty acids (LC-PUFAs n-3) required for larval development and appropriate 
stress response and thus is not a suitable enrichment-lipid for live prey in California halibut larval 
culture, as the values of final DW, survival and stress response were significantly lower with 
respect to the marine lipid source. 
 
Keywords: Paralichthys californicus, Lipids, Enzymatic activity, Larval culture, Bile salt-
dependent lipase, Phospholipase A2. 
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Capítulo 1 

1. Introducción 

1.1. Generalidades  
 

El consumo global de productos acuícolas se ha incrementado en las últimas décadas, pasando de 

45 millones de toneladas métricas a inicios de los años 70, a 131 millones de toneladas para el 

2011, de las cuales casi el 50% provino de la acuicultura (Delgado et al., 2003; FAO, 2012). Este 

aumento en la producción acuícola ha venido a satisfacer el incremento de la demanda de productos 

acuícolas resultante del crecimiento poblacional (Godfray et al., 2010) y del déficit ocasionado por 

el colapso o la reducción de la producción pesquera mundial (Pauly et al., 2005). 

 

Duarte et al., (2009) mencionan que la acuicultura marina representa una opción viable para la 

producción de proteína animal en la demanda futura de alimentos. A pesar de esto, son los sistemas 

de agua dulce los que generan más del 41% de la producción acuícola mundial y cubren menos del 

1% de la superficie del planeta. El 84% de la producción de peces se desarrolla en sistemas de agua 

dulce, el 10.1% en agua salobre y únicamente el 5.9% en el mar (Gjedrem et al., 2012).  

 

La acuicultura en Latinoamérica representa el 3.1% del total a nivel mundial (FAO, 2012) siendo 

Chile, principalmente con el salmón, el mayor productor de la región (Johnson, 2004). 

Recientemente, se han realizado esfuerzos para el cultivo de otros peces marinos a escala comercial 

como la Cobia (Rachycentron canadum) en Brasil (Sampaio et al., 2010), el Pargo Manchado 

(Lutjanus guttatus) en Costa Rica (Fuentes, 2011) y el engorde de atún aleta azul (Thunnus thynnus) 

en Baja California, México (Del Mora y Vaca, 2009). 

 

En México, varios grupos de trabajo tanto públicos como privados  se encuentran investigando y 

desarrollando técnicas de producción de distintas especies de peces marinos como la Totoaba 

(Totoaba macdonaldi), el botete (Sphoeroides annulatus), el pargo flamenco (Lutjanus gutattus), 

la cabrilla arenera (Paralabrax maculatofasciatus) el lenguado de California (Paralichthys 

californicus), la corvina blanca (Atractoscion nobilis), la corvina dorada (Sciaenops ocellatus), el 
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huachinango (Lutjanus peru), el robalo (Centropomus sp) y el jurel (Seriola lalandi) (Avilés y 

Castelló, 2004; García-Ortega y Lazo, 2004; Zarza-Mesa et al., 2006). 

 
Estos intentos no han tenido el éxito esperado, en parte por el alto costo de inversión y de operación 

que tienen los sistemas marinos. A esto se le suma que el abastecimiento constante y en cantidades 

suficientes de alevines aún es limitado, principalmente por la falta de conocimiento de las 

condiciones ambientales óptimas para el cultivo, de los requerimientos nutricionales, de 

conocimiento sobre el desarrollo ontogénico y de la fisiología digestiva, en forma particular, de la 

etapa larval, que es el momento más crítico (Planas y Cunha, 1999; Lazo, 2000a; Zambonino-

Infante y Cahu, 2001; Rønnestad et al., 2013). 

 

Durante el cultivo larvario y especialmente en los peces marinos, es esencial el suministro de 

alimento vivo, principalmente rotíferos y Artemia en alguna fase de este período (van der Meeren 

et al., 2008; Conceição et al., 2010). Estos organismos son utilizados comúnmente porque su 

producción es posible en los laboratorios, además, su movimiento desencadena en las larvas un 

comportamiento de búsqueda y captura (Cahu y Zambonino-Infante, 2001). Sin embargo, estos 

alimentos tienen limitaciones, ya que son deficientes en nutrientes como los ácidos grasos 

esenciales (AGE) (Watanabe et al., 1983) y su producción implica una inversión en infraestructura 

y mano de obra especializada, lo que incrementa los costos de operación (Kanazawa, 2000). 

 

Existe un gran interés dentro del sector acuícola marino por el desarrollo de microdietas formuladas 

que sustituyan parcial o totalmente el uso de presas vivas en la alimentación larval y que sean 

adecuadas para la fisiología digestiva de la larva (Cahu y Zambonino-Infante, 2001; Bonaldo et 

al., 2011). Para lograrlo, resulta indispensable conocer de manera detallada el desarrollo del 

sistema digestivo y de sus glándulas accesorias, así como la actividad enzimática  y la capacidad 

digestiva de la larva. 

 

1.2. Cultivo de peces planos 

 

El desarrollo del cultivo de peces planos se ha convertido en una alternativa de producción para la 

acuicultura en los últimos años (Brown, 2002; Schwarz, 2003; Suquet et al., 2009), debido a la 

excelente calidad de la carne y sabor, alto precio y su creciente demanda (Lobos et al., 1992). El 

desarrollo de la tecnología para la producción de estos peces inició a mediados de la década de los 
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años 70 con el lenguado Japonés (Paralichthys olivaceus) (Kikuchi y Takeda, 2001), una especie 

de gran importancia comercial en países como China, Corea del Sur y Japón debido a que el sabor 

de su carne es muy apreciado. La producción  acuícola  de esta especie para el 2010 fue alrededor 

de 45,000 toneladas con un valor de más de 485 millones de dólares (USA) (Howell y Yamashita, 

2005; FAO, 2013). El lenguado del Atlántico (Hippoglossus hippoglossus) inició su cultivo en la 

década de los años 80, y aunque se considera que sus larva son frágiles y pequeñas (Berg, 1997), 

para el 2005 la producción acuícola fue de 1,445 toneladas, de las cuales Noruega produjo el 80% 

(Suquet et al., 2009). 

 

El rodaballo Europeo o turbot (Scophthalmus maximus) es otra especie de pez plano importante, 

para el año 2010 alcanzó una producción de 11,000 toneladas, con una capacidad de expansión de 

hasta 16,500 toneladas para el 2012. El precio en el mercado es fluctuante pero se mantiene  

alrededor de los 8 euros/kg, con un precio máximo de 13 euros/kg; España es el mayor productor 

con un 84% de la producción mundial (Bjørndal y Øiestad, 2010). 

 

El lenguado Senegalés (Solea senegalense) se ha convertido en otra opción para el maricultivo, ya 

que su ciclo de producción se ha cerrado de forma exitosa, lo que permite producir animales de 

tamaño comercial bajo condiciones intensivas. Sin embargo, su cultivo no se encuentra tan 

diseminado por la falta de alevines producidos comercialmente (Cañavate, 2005). Entre otras 

especies de peces planos con potencial acuícola, se puede mencionar el sol (Solea solea) debido a 

que su demanda es constante y su pesquería ha declinado (Imsland et al., 2003). 

 

En América, las especies como el lenguado de verano (Paralichthys dentatus) y el halibut o fletán 

del Pacífico (Hippoglossus stenolepis) tienen importancia tanto a nivel comercial como deportivo, 

por lo que se ha estudiado su biología para conocer y desarrollar su cultivo a nivel comercial. El 

lenguado de verano se encuentra de manera natural en la costa atlántica desde Maine hasta Florida, 

USA, mientras que el halibut del Pacífico, se captura en la zona Norte del Océano Pacífico y es 

muy apreciado en Canadá y Estados Unidos (Liu et al., 1994; Bengtson, 1999; Brown et al., 2013). 

 

En las últimas décadas, Chile ha introducido e impulsado el cultivo de varias especies de peces 

planos, entre la cuales se encuentra el rodaballo (S. maximus), el lenguado Japonés (P. olivaceus) 

y el halibut del Atlántico (H. hippoglossus) (Alvial y Manríquez, 1999). Además de estas especies, 
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también se ha desarrollado el cultivo del lenguado fino (Paralichthys adspersus) como una 

alternativa para desarrollar la acuicultura marina propia de la zona, tomando la información ya 

existente en relación con el cultivo de otros peces planos y la generada para esta especie (Silva y 

Oliva, 2010). Estas especies se cultivan tanto en sistemas de recirculación en tierra como en jaulas 

marinas. 

 

Entre los mayores productores de peces planos se encuentran los países asiáticos, China, Corea del 

Sur y Japón con más del 92% de las 148,808 toneladas producidas a nivel mundial, les siguen los 

países europeos, España, Noruega, Francia, Portugal, Dinamarca, Reino Unido, Islandia, Bélgica 

y Escocia, que aportan el 7.7%. Mientras que en América, Estados Unidos, Canadá y Chile 

producen menos del 0.3% del total de peces planos a nivel mundial (Caro, 2010; FAO, 2012). 

 

En los últimos años, como una medida para disminuir la presión sobre los recursos pesqueros de 

una especie de lenguado con importancia comercial local y suplir la demanda del mercado grupos 

de investigación en la Universidad de California, Estados Unidos y del CICESE en, Baja 

California, México, han realizado investigación básica y aplicada relacionada con el desarrollo de 

los protocolos de cultivo y engorde del lenguado de California (Paralichthys californicus), con 

especial énfasis en la  etapa larval (Herzka et al., 2003; Conklin et al., 2003; Lazo y Barón, 2005). 

Como se mencionó anteriormente, ésta etapa se considera una fase crítica de la producción debido 

al escaso desarrollo del tracto digestivo al momento de la eclosión y a la escasa información 

relacionada con los requerimientos nutricionales durante este período, en este sentido, es necesario 

caracterizar las enzimas digestivas del tracto gastrointestinal de las larvas, para entender su 

capacidad digestiva durante la ontogenia de su sistema digestivo. Estos conocimientos contribuirán 

a la obtención de alevines de calidad y en cantidades adecuadas para sustentar el desarrollo de su 

cultivo comercial en la región. 

 

1.3. Lenguado de California 

 

El Lenguado de California (Paralichthys californicus) (Figura 1) pertenece a la familia 

Paralichthydae, se distribuye desde Long Beach, Washington, Estados Unidos hasta Bahía 

Magdalena en Baja California Sur, México (Allen, 1988). Esta especie es un recurso pesquero de 

importancia en la costa de California, Estados Unidos y en el Pacífico norte mexicano (Haaker et 
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al., 1975), además, es un recurso importante en la pesca deportiva (Love y Brooks, 1990), la 

demanda de este lenguado está asociada con la excelente calidad y exquisito sabor (Fischer et al. 

1995). En México, el 95% de las capturas de peces planos ocurre en el noroeste (CONAPESCA, 

2010), con un promedio anual de  3,000 toneladas entre los años 2006 y 2011, donde la especie 

más importante es el lenguado de California (I.N.P., 2011). 

 

Figura 1.Lenguado de California (Paralichthys californicus; Ayres 1859) (Robertson, 2006. 
http://www.discoverlife.org/mp/20q?search=Paralichthys+californicus&b=FB4228&l=spanish)   

 

La talla de primera madurez sexual del lenguado de California varía de acuerdo al sexo. En los 

machos es de 23 cm de longitud total (LT) promedio, con una edad de entre dos y tres años, 

mientras que en las hembras es a los tres o cuatro años, con una LT promedio de 47 cm LT, y tienen 

la característica de ser desovadores parciales (Love y Brooks, 1990). Tienen patrones de 

movimiento desde la costa hasta el océano durante la etapa juvenil y en primavera los organismo 

adultos maduros sexualmente migran de aguas profundas hacia la costa (5-18 m) para llevar a cabo 

el desove que ocurre entre los meses de febrero y agosto (Allen, 1990). Bajo condiciones de 

cautiverio puede desovar de manera natural o inducida (Caddell et al., 1990). 

 

Los huevos son pelágicos, tienen forma esférica (700-800 micras de diámetro), el vitelo es 

homogéneo y tienen un pequeño glóbulo de aceite (Oda, 1991). Dependiendo principalmente de la 

temperatura del agua, entre los 27 y 42 días después de la eclosión, empieza a ocurrir la 

metamorfosis en las larvas, en esta etapa de su vida inician su característico comportamiento de 

asentamiento y la simetría de su cuerpo cambia de una forma bilateral a una forma asimétrica, 

aplanada y elíptica y su comportamiento cambia de pelágico a bentónico, posándose en el sustrato 

sobre uno de los lados de su cuerpo (Tanaka et al., 1996; Juárez-Casillas, 2009). 
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1.4. Ontogenia del sistema digestivo en larvas de peces marinos 

 

Es conocido que durante el primer mes de vida, muchas de las larvas de peces marinos 

experimentan una serie de cambios morfológicos y fisiológicos de los órganos digestivos, 

relacionados con el aumento de su funcionalidad y con su maduración (Dabrowski, 1984; 

Kolkovski, 2001), por lo que se considera que la capacidad digestiva de las larvas en el inicio de 

su alimentación exógena es limitada (Zambonino-Infante y Cahu, 2001; Yúfera y Darías, 2007). 

 

Estudios previos en diferentes peces marinos indican que al momento de la eclosión el sistema 

digestivo de las larvas está inmaduro, órganos como el estómago, y las glándulas accesorias hígado 

y páncreas tienen poca o nula funcionalidad, y por consiguiente la cantidad y el tipo de enzimas 

digestivas presentes en la larva son relativamente bajas (Gisbert et al., 2004; Lazo et al., 2007; 

Suzer et al., 2007; Yang et al., 2010). El estudio de la ontogenia del sistema digestivo permite 

conocer los aspectos básicos de la anatomía y funcionalidad digestiva en cada momento del 

desarrollo larval, con lo cual se puede conocer la capacidad digestiva de las distintas especies de 

interés comercial. 

 

La alimentación de las larvas previo a la apertura de la boca es exclusivamente endógena, los 

nutrientes provienen de las reservas del saco vitelino. La apertura de la boca y la total absorción 

del vitelo ocurren de manera sincronizada y es cuando inicia la alimentación exógena (Yúfera y 

Darías, 2007). Varios factores como la temperatura influye la tasa de absorción del vitelo (Polo et 

al., 1991). 

 

En el sol senegalés (S. senegalensis) (Ribeiro et al., 1999) y la urta (Pagrus auriga) (Sánchez-

Amaya et al., 2007) la diferenciación del tracto digestivo inicia al segundo día después de la 

eclosión (DDE) cuando se da la apertura de la boca y el ano, entonces se pueden distinguir cinco 

regiones: la cavidad buco-faríngea, esófago, estómago incipiente e intestino anterior y posterior, 

mientras que en la corvina blanca (Atractoscion nobilis) (Galaviz et al., 2011) y en el besugo 

(Pagrus pagrus) (Darias et al. 2007) la diferenciación inicia en el tercer DDE. 

 

En el lenguado de California (P. californicus), los estudios sobre la ontogenia del sistema digestivo 

han mostrado que al momento de la eclosión el tracto digestivo es un tubo recto y poco 



7 
 

 

diferenciado. Hasta el tercer DDE es cuando se da la apertura de la boca y del ano, lo que coincide 

con la diferenciación del tubo digestivo y la primera alimentación exógena. El páncreas endocrino 

y exocrino es visible desde la eclosión y un día antes de la alimentación exógena ya se detectan los 

gránulos de zimógenos (i.e., precursores de enzimas digestivas), los cuales aumentan una vez que 

se inicia la alimentación exógena. La diferenciación del estómago ocurre entre los días 27 y 30 

DDE, cuando aumentan las glándulas gástricas y se pueden observar tres regiones histológicas bien 

diferenciadas: cardíaca, fúndica y pilórica, este momento también coincide con el inicio de la 

migración ocular y la metamorfosis (Gisbert et al., 2004; Zacarías-Soto, 2007; Juárez-Casillas; 

2009). 

 

1.5. Alimentación y nutrición de larvas de peces marinos 

 

El aporte de los nutrientes adecuados durante las primeras etapas del desarrollo larval es primordial 

para garantizar un óptimo crecimiento de los animales y, debido a la reducida capacidad digestiva 

de las larvas para digerir y absorber las proteínas (i.e., aminoácidos), lípidos (i.e., ácidos grasos) y 

carbohidratos provenientes de las microdietas, este momento es crítico para su supervivencia 

(producción de enzimas y regulación hormonal) (Lazo, 2000a; Kolkovski, 2001; Zambonino-

Infante y Cahu, 2007; Rønnestad et al., 2007). 

 

El conocimiento de la composición química del alimento vivo (i.e., zooplancton) es de gran utilidad 

durante el cultivo larvario, ya que el uso de dietas que no satisfagan los requerimientos 

nutrimentales (i.e., aminoácidos, ácidos grasos, vitaminas y minerales) provoca un desarrollo 

reducido o anormal (i.e., deformidades del esqueleto) lo que trae consigo una baja tasa de 

supervivencia (Torrentara y Tacon, 1989; Civera-Cerecedo et al., 2004; Fernández et al., 2008).  

 

Las proteínas se consideran el nutriente principal de la dieta de las larvas y son las más estudiadas, 

ya que aportan los aminoácidos necesarios para sostener la rápida tasa de crecimiento y son 

sustratos importantes para la obtención de energía metabólica en los primeros días del desarrollo 

larval (Rønnestad et al., 2003, 2007). Con el fin de suministrar a las larvas un alimento de mejor 

calidad favoreciendo así el crecimiento y supervivencia de las larvas, Aragão et al., (2004) lograron 

enriquecer el pool de aminoácidos libres (AAL) de rotíferos y metanauplios de Artemia utilizando 

microalgas y microdietas formuladas.  
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Los lípidos constituyen el segundo nutriente de mayor importancia en la nutrición de peces, e forma 

particular durante la etapa larvaria. Son compuestos orgánicos de origen biológico, solubles en 

solventes orgánicos (i.e., benceno, éter, cloroformo, metanol), y casi o completamente insolubles 

en agua. Se pueden clasificar en lípidos saponificables (los que poseen ácidos grasos, AGs), los 

cuales ante un agente alcalino se hidrolizan y producen ésteres de ácidos grasos, entre este grupo 

están los triacilglicéridos, ceras y fosfoglicéridos. Los no saponificables (no poseen ácidos grasos) 

no experimentan la reacción de hidrólisis por el agente alcalino, en este grupo podemos encontrar 

las prostaglandinas, terpenoides, esteroides, colesterol (Higgs y Dong, 2000; Sargent et al., 2002).   

 

Otra clasificación común para los lípidos, se basa en su polaridad. Los lípidos neutrales son 

aquellos que carecen de polaridad y son casi totalmente hidrofóbicos (i.e., triglicéridos), mientras 

que los lípidos polares o anfipáticos son los que poseen una región hidrófila y otra hidrofóbica (i.e., 

fosfolípidos), lo que le confiere la propiedad de poder mezclarse con solventes polares como el 

agua y formar emulsiones. 

 

Los AGs presentes en los lípidos saponificables poseen un grupo carboxilo y una cadena 

hidrocarbonada larga que termina en un grupo metilo. Estos AGs pueden contener de 4 a 36 átomos 

de carbono y, los más abundantes son los que tienen 16 y 18. Los AGs se pueden clasificar en 

saturados cuando no poseen enlaces dobles entre los átomos de carbono, lo que los hace sólidos a 

una temperatura ambiente (i.e., 25°C) y los insaturados que poseen uno (monoinsaturados) o más 

(poliinsaturados) enlaces dobles a lo largo de la cadena hidrocarbonada, lo que provoca que sean 

menos rígidos por la disposición espacial menos compacta de las cadenas hidrocarbonadas (Higgs 

y Dong, 2000; Tocher, 2003). 

  

Al igual que otros vertebrados, los peces no pueden sintetizar ácidos grasos de 18 carbonos o más, 

con dos o más enlaces dobles, ya que carecen de las enzimas delta 12 y 15 desaturasas. Es por esto 

que los ácidos grasos poliinsaturados de cadena larga que tienen más de 18 carbonos, con uno o 

dos enlaces dobles (PUFAs, por sus siglas en inglés), o los altamente insaturados  con más de 20 

carbonos y con tres o más enlaces dobles (LC-PUFAs, por sus siglas en inglés), se requieren en la 

dieta para un crecimiento y desarrollo adecuados (Sargent et al., 1997; 1999a, Bell et al., 2003). 

Los PUFAs y LC-PUFAs son llamados ácidos grasos esenciales (AGE).  
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Los AGE son principalmente el ácido docosahexaenoico (DHA, C22:6n-3), ácido 

eicosapentaenoico (EPA, C20:5n-3) y el ácido araquidónico (ARA, C20:4n-6) y, son importantes 

para el mantenimiento de la estructura y función de las membranas celulares, son componentes del 

sistema nervioso y para el desarrollo de la visión, son precursores de activadores biológicos del 

metabolismo, (i.e., eicosanoides y hormonas), participan en la pigmentación en los peces planos y 

en la respuesta a estresores como la temperatura  (Kanazawa, 1997; Estévez  et al., 1999; Sargent 

et al., 1999a;  Tocher, 2003; Vizcaíno-Ochoa et al., 2010). Sargent et al., (1999b) mencionan que 

naturalmente los rotíferos y la Artemia son naturalmente deficientes en AGE, especialmente de la 

serie n-3, por lo cual deben ser enriquecidos por medio de emulsiones generalmente de aceite de 

pescado ricas en LC-PUFAs n-3, para luego ser suministrados a los organismos con el fin de 

satisfacer los requerimientos esenciales y aumentar su supervivencia y crecimiento (Watanabe, 

1988; Koven et al., 1990; Bell et al., 2003). 

 

Un tipo de lípidos muy importante durante el desarrollo de larvas de peces son los fosfolípidos 

(Kanazawa, 1993; Coutteau et al., 1997), ya que la base fosfoglicérida que los caracteriza no puede 

ser sintetizada por la mayoría de los peces y en particular las larvas. Los fosfolípidos marinos 

contienen un alto porcentaje de LC-PUFAs y son considerados adecuados para iniciar la 

alimentación de las larvas de peces marinos (Sargent et al., 2002), ya que tienen un alto contenido 

de fostatidilcolina (FC), fosfatidilinositol (FI), fosfatidiletanolamina (FE) y fosfatidilserina (FS), 

los cuales en conjunto con los AGE cumplen funciones vitales (i.e., biosíntesis de membranas 

celulares, segundos mensajeros en la transducción de señales celulares, mantenimiento y síntesis 

de neurotransmisores, mejoran la absorción y transporte de los lípidos neutrales, participan en el 

desarrollo del esqueleto, la maduración del sistema digestivo y, aumentan la palatabilidad de los 

alimentos) (Tocher et al., 2008; Cahu et al., 2009). El nivel de inclusión y el tipo de fosfolípidos 

en las dietas afecta el desarrollo larval, aumentando el crecimiento, supervivencia y evitan el 

desarrollo de deformidades óseas (Cahu et al., 2009).  

 

Tradicionalmente, el aceite de pescado es la principal fuente de PUFAs y LC-PUFAs para la 

alimentación de larvas de peces marinos (Izquierdo, 1996). Sin embargo, la alta demanda de este 

recurso limitado que se obtiene principalmente de la pesca, se ha vuelto un impedimento clave para 

el crecimiento y sustentabilidad de este sector en el futuro, debido al alto costo y una menor 

disponibilidad de esta materia prima en los últimos años (Jackson, 2007; Tacon y Metian et al., 
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2008; Turchini et al., 2009; Eryalҫin et al., 2013). Lo anterior, ha generado que se busquen fuentes 

alternativas de PUFAs y LC-PUFAs para la sustitución parcial o total del aceite de pescado de la 

alimentación de peces marinos (Turchini et al., 2009; Eryalҫin et al., 2013). En el caso de aceites 

de origen terrestre, el aceite de linaza es el que contiene la mayor proporción de PUFAs n-3 y n-6 

con 53.3 y 12.7 % del porcentaje total de AGs (NRC, 2011), por lo cual lo convierte en una 

alternativa para la sustitución del aceite de pescado.  

 

A la fecha, la formulación y fabricación de dietas para larvas de peces marinos solo ha logrado 

sustituir parcialmente el uso de alimento vivo en las etapas tempranas del desarrollo y son especie-

específicas (Cahu y Zambonino-Infante, 2001; Rønnestad et al., 2013). La falta de conocimiento 

sobre las fuentes de nutrientes más digestibles (origen de la proteína y del lípido), de los 

requerimientos específicos de cada especie y de la capacidad digestiva de las larvas, dificulta el 

desarrollo de dietas adecuadas que reemplacen totalmente el alimento vivo y que, incrementen la 

supervivencia y la calidad de las larvas (Lazo et al., 2000a; Civera-Cerecedo et al., 2004; 

Conceição et al., 2010; Hamre et al., 2013).  

 

Por lo anterior, es indispensable estudiar y entender cómo se desarrolla el sistema digestivo de cada 

especie y conocer su capacidad digestiva en la etapa larval, a través de la caracterización de las 

enzimas digestivas durante la ontogenia, además, es necesario conocer en qué momento y en qué 

cantidad presentan actividad, para así suministrar los nutrientes adecuados a través de la dieta para 

promover su digestión, absorción y asimilación. Esta información es fundamental para poder 

formular microdietas específicas adecuadas a la capacidad digestiva de las larvas con el fin de 

producir larvas de mejor calidad. 

 

1.6. Pruebas de calidad de larva 

 

Cuando se realiza un experimento donde se evalúan diversos tipos de nutrientes a través de la dieta,  

las variables de respuesta comúnmente utilizadas y analizadas son el peso y la longitud. Sin 

embargo, existen ocasiones en las que estas variables no tienen la resolución necesaria para evaluar 

los efectos de los cambios en la composición de la dieta, por lo que no es posible establecer 

diferencias significativas entre los tratamientos, no obstante, esta indiferencia no garantiza que 

fisiológicamente los organismos se encuentren en las condiciones óptimas para sobrellevar 
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situaciones de estrés. Es por esto, que se han desarrollado varias pruebas complementarias para 

medir la calidad de las larvas luego de un bioensayo, tales como la exposición a condiciones de 

hipersalinidad (Kjørsvik et al., 2003), exposición al aire (Kraul et al., 1993), aumento de la 

temperatura y condiciones de hipoxia (Kanazawa, 1997), o incluso pruebas combinadas de 

salinidad y nado contracorriente (Coutteau et al., 1995). Todas estas pruebas han resultado exitosas 

para diferenciar la calidad de las larvas.   

 

1.7. Digestión en larvas de peces marinos 

 

En los peces, el proceso de digestión de los alimentos se lleva a cabo por procesos mecánicos, 

químicos y por una batería de enzimas digestivas muy diversas, las cuales son producidas en 

distintos órganos como el estómago, páncreas, hígado y las paredes celulares del intestino. Estas 

enzimas se encargan de digerir los macronutrientes y liberar moléculas más simples para su mejor 

absorción y posterior utilización como sustratos en los procesos metabólicos (Zambonino-Infante 

y Cahu, 2001). 

 

En particular, la digestión de las proteínas se lleva a cabo por varios tipos distintos de enzimas 

digestivas características de cada región del tracto digestivo. Por ejemplo, en el estómago, donde 

inicia la digestión, la pepsina es secretada por las glándulas gástricas y actúa en un medio de pH 

ácido. Por su parte, la tripsina, quimiotripsina y elastasa, son producidas por el páncreas y vertidas 

al lumen intestinal donde actúan a un pH alcalino y continúan la digestión iniciada por la pepsina, 

liberando mayormente polipéptidos y aminoácidos libres. Por último se encuentran las enzimas 

adheridas al  borde de cepillo de los enterocitos del intestino y algunas enzimas citosólicas, las 

cuales degradan los polipéptidos en aminoácidos. (Rønnestad et al., 2003; Zambonino-Infante y 

Cahu, 2007). 

 

Las lipasas son las enzimas encargadas de llevar a cabo la digestión de los lípidos presentes en la 

dieta. La digestión de los lípidos y su posterior absorción permiten al organismo obtener AGs ricos 

en energía y AGE (Murray et al., 2003). La lipasa dependiente de sales biliares (LDSB) es la más 

importante en los peces teleósteos (Gjellesvik, 1992; Hoehne-Reitan et al., 2001). Adicionalmente 

se puede mencionar la lipasa neutra o no específica, algunas lipasas pancreáticas y las fosfolipasas 

(Izquierdo et al., 2000). La LDSB es secreta por el páncreas y se activa con las sales biliares que 
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provienen de la vesícula biliar. Las sales biliares cumplen además con la función de emulsificar las 

grasas (colesterol, vitaminas A, D y E) para aumentar su superficie para facilitar la acción digestiva 

de las enzimas (Higgs y Dong, 2000) y también forman micelas que favorecen la absorción de los 

productos de la digestión. En las larvas de peces marinos se ha identificado la presencia de esta 

enzima desde el inicio de la alimentación exógena (Peréz-Casanova et al., 2004; Faulk y Holt, 

2009). 

 

La fosfolipasa A2 (FLA2) es la encargada de catalizar la hidrólisis del enlace éster en la posición 

sn- 2 de los fosfolípidos (FL) haciéndolos disponible para su absorción y posterior utilización en 

el metabolismo y es dependiente del ion Ca2+ (Van den Bosch, 1982). A pesar de que esta enzima 

ha sido poco estudiada en los peces marinos (Fijukawa et al., 2012), se ha reportado en especies 

como el besugo (Pagrus major) (Iijima et al., 1997), el rodaballo (Scophthalmus maximus) 

(Hoehne-Reitan et al., 2003) la lubina (Zambonino-Infante y Cahu, 1999) y el bacalao del Atlántico 

(Gadus morhua) (Sæle et al., 2011). De las diecinueve enzimas reportadas con actividad de FLA2 

(tipo secretora y citosólica) la FLA2 IB es la única del tipo secretora que es producida en el páncreas 

y está encargada de la digestión de los fosfolípidos (Murakami y Kudo, 2002).  

 

Zacarías-Soto et al., (2006) caracterizaron las proteasas alcalinas (quimiotripsina, tripsina y leucin 

aminopeptidasa) y la LDSB en el lenguado de California (P. californicus), y detectaron la actividad 

de estas enzimas desde el inicio de la alimentación exógena. Sin embargo, la actividad de las 

proteasas ácidas se detectó hasta la formación del estómago al día 35 DDE (Zacarías-Soto, 2007). 

Resultados similares fueron reportados por Álvarez-González et al. (2006) en otro estudio con la 

misma especie, con excepción de la actividad de las proteasas ácidas que fueron estudiadas con un 

método equivocado, por  lo que reportan haberla detectado a los 18 DDE y, sugieren que el destete 

(el cambio de alimento vivo por alimento formulado) se puede iniciar desde los 18 DDE. Por su 

parte Zacarías-Soto et al., (2006) proponen que el destete se haga hasta el día 36 DDE, cuando la 

larva cuenta con una capacidad enzimática más completa, capaz de digerir mejor las microdietas. 

 

A la fecha, de todas las enzimas que digieren los lípidos, para el lenguado de California solo se ha 

reportado la actividad de la LDSB y no se ha investigado la actividad de la FLA2. Así mismo, se 

conoce poco sobre el efecto del tipo de lípido sobre la actividad de las enzimas digestivas en las 

larvas de peces marinos. Es por esto, que el estudio del efecto del tipo de lípidos (i.e., origen marino 
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vs. terrestre) utilizados como enriquecedores del alimento vivo sobre la actividad de las enzimas 

lipídicas sería de gran utilidad para elucidar su posible uso durante el cultivo larvario. 

 

Por lo anterior, el objetivo de este estudio es evaluar la capacidad de las larvas del lenguado de 

California para digerir los lípidos de la dieta y enriquecer el conocimiento de la fisiología digestiva 

de esta especie, con el fin de formular dietas acordes a la capacidad digestiva de sus larvas, y que 

permita reducir o eliminar el uso de alimento vivo durante el cultivo larvario. 
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Capítulo 2 

2. Hipótesis y objetivos 

2.1 Hipótesis 

El consumo de alimento vivo (rotíferos y Artemia) enriquecido con aceite de origen terrestre 

(linaza) no disminuirá la actividad de las lipasas digestivas del lenguado de California (P. 

californicus) durante su etapa larval. 

 

2.2. Objetivo general 
 
Caracterizar la actividad de las lipasas en el tracto digestivo del lenguado de California (P. 

californicus) durante la etapa larval y evaluar el efecto del tipo de lípido sobre estas. 

 

2.3. Objetivos específicos 

2.3.1. Caracterizar la actividad de la lipasa dependiente de sales biliares (LDSB) del tracto 

digestivo en el lenguado de California (P. californicus) durante la etapa larval. 

2.3.2. Caracterizar la actividad de la fosfolipasa A2 (FLA2) del tracto digestivo en el lenguado de 

California (P. californicus) durante la etapa larval. 

2.3.3. Evaluar el efecto del tipo de lípido enriquecedor para rotíferos y Artemia en la actividad de 

la LDSB y la FLA2 en el lenguado de California (P. californicus) durante la etapa larval. 
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Capítulo 3 

3. Materiales y métodos 

3.1. Obtención de las larvas 

 

Las larvas se obtuvieron de huevos desovados de manera natural por reproductores estabulados en 

el Laboratorio de cultivo de peces marinos del CICESE, Baja California, México. La recolección 

de los huevos se hizo por medio de un recolector de huevos que consta de un canal colector 

semicircular de PVC de 15 cm de diámetro, colocado en forma subsuperficial en posición radial, 

del centro hacia un extremo del tanque. Los huevos del lenguado son pelágicos, por lo que son 

colectados por el canal gracias al movimiento circular del agua en el interior del tanque y con la 

salida del agua fueron trasladados fuera del tanque hacia un colector. La revisión del colector se 

realizó de cuatro o cinco veces al día hasta obtener un desove exitoso.  

 

Una vez que los huevos fueron recolectados, se revisó una muestra al microscopio para observar 

su estado de desarrollo y viabilidad. Se desinfectaron con formalina al 1% por una hora. 

Posteriormente se enjuagaron con agua limpia y se concentraron en una probeta para separar los 

huevos que flotaban y por lo tanto eran viables, los que se sedimentaron y tenían una coloración 

blanquecina se consideraron no viables y se descartaron. Se tomó una alícuota de un ml para contar 

y calcular el número total de huevos por ml. 

 

3.2. Cultivo larval 

 

El bioensayo se realizó en un sistema de recirculación cerrado de agua de mar, el cual cuenta con 

una bomba centrífuga de ¾ de caballo de fuerza, un filtro biológico expandible de cuentas plásticas 

(Polygeyser Modelo DF/3, USA), dos filtros de cartucho de 1 y 5 µm, una lámpara UV (Modelo 

QL-25, Pentairaquatics, USA) y un sistema automático para el control de temperatura con una 

bomba de calor (Delta Star, Modelo DSHP-5, USA). El abastecimiento de agua fue constante e 

independiente para cada tanque (el agua de cada tanque se drenó a un reservorio común para 

inmediatamente pasar por el sistema de filtración, control de temperatura y regresar de nuevo a 

cada tanque). El sistema de cultivo consistió de 6 tanques de fibra de vidrio de color gris con una 

capacidad de 150 L (n = 3 tanques experimentales por cada tratamiento).  Los huevos fueron 
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colocados a una densidad de 13 huevos L-1, (alrededor de 2000 huevos por tanque). Para mantener 

los parámetros fisicoquímicos en los niveles óptimos (Conklin et al., 2002), las variables 

ambientales se midieron todos los días antes de cada alimentación. La temperatura se mantuvo a 

18.0 ± 0.2 °C, el oxígeno disuelto a 6.8 ± 0.4 mg L-1, la salinidad a 33.93 ± 0.25 UPS y una 

iluminación de 72 Lux. Cada tres días se midió el amonio total, nitritos, nitratos y la alcalinidad, 

utilizando un kit comercial (Api Aquarium Pharmaceutic Kit) y el pH con un potenciómetro portátil 

(Thermo Scientific, Orion Star A211)  

 

3.3. Protocolo de alimentación 

 

Antes de suministrar el alimento vivo a  las larvas en los tanques de cultivo y después de retirarlos 

de los recipientes de enriquecimiento el alimento vivo se lavó en un dispositivo de limpieza que 

consistió de un recipiente de PVC en el que se colocó una malla interna de 45 y 100 µm de apertura, 

para rotíferos y metanauplios de Artemia respectivamente (Figura 2b). El lavado se hizo durante 

15 minutos con agua de mar filtrada y finalmente por 5 minutos con agua dulce. Este proceso es 

de gran importancia porque permite eliminar la mezcla de la emulsión que puede favorecer el 

crecimiento de bacterias en los tanques de cultivo y con el agua dulce se buscaba reducir la carga 

bacteriana del alimento vivo. 

 

La primera alimentación exógena se realizó siguiendo el protocolo descrito por Zacarías-Soto 

(2007). Se inició a los ocho DDE con cinco rotíferos (Brachionus plicatilis) por ml, 

incrementándose hasta 7 rotíferos/ml a los 12 DDE, esta densidad se mantuvo hasta los 16 DDE. 

A los 17 DDE se inició el cambio gradual de rotíferos a metanauplios de Artemia salina. El 

suministro de rotíferos se disminuyó gradualmente en una proporción de 20% por día hasta alcanzar 

el 0% y simultáneamente se incrementó el suministro de Artemia hasta alcanzar el 100%. Después 

del día 21 DDE las larvas se alimentaron únicamente con Artemia a una proporción inicial de 3-4 

metanauplios/ml aumentándose hasta 7-8 metanauplios/ml al final del experimento a los 42 DDE. 

El suministro de alimento vivo se realizó dos veces al día (8:00 y 14:00 horas). 
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3.4. Diseño experimental 

 

Se aplicaron dos tratamientos: 1) Alimento vivo enriquecido con una emulsión de origen marino, 

Algamac 3000TM (Bio-Mari.ne Inc) rica en LC-PUFAs n-3, el cual es usado como parte del 

protocolo para el cultivo larval del laboratorio de peces marinos, por lo que puede ser considerado 

también como el tratamiento control; y 2) Alimento vivo enriquecido con una emulsión de origen 

terrestre, aceite de linaza, Flax oil omega-3 (Spectrum Organic Products) rico en PUFAs n-3. Para 

evaluar el efecto de cada tipo de lípido, la fase experimental inició a los 8 DDE, las larvas 

confinadas en tres de las unidades experimentales se alimentaron con rotíferos enriquecidos con el 

aceite vegetal terrestre y las larvas de los otros tres tanques se alimentaron con rotíferos 

enriquecidos con aceite de origen marino. Ambos tratamientos se suministraron hasta los 42 DDE.  

 

3.5. Cultivo del alimento vivo 

 

El cultivo de rotíferos se llevó a cabo en el Laboratorio de Cultivo de Peces Marinos del CICESE. 

El sistema de cultivo consistió en 3 tanques de 500 L de capacidad mantenidos a una temperatura 

de 26 °C, salinidad de 26 UPS y 800 Lux de iluminación constante. Los rotíferos fueron 

alimentados con microalga viva Nannocloropsis sp a una densidad de 20 millones de cel/ml y se 

cosecharon con una malla de 60 µm y se enjuagaron con agua de mar desinfectada con luz UV. 

  

Los quistes de Artemia (SALT Creek Inc., Salt Lake City, UT, USA) se hidrataron en agua dulce, 

colocándolos en un recipiente con aireación constante por una hora. Para desencapsular los quistes, 

se colocaron en una solución de hipoclorito de sodio, en una relación 0.1 L de agua de mar con 0.1 

L de hipoclorito de sodio al 75%, por cada 10 gramos de quistes, con agitación constante hasta que 

se observó una coloración naranja (alrededor de los dos minutos). De manera inmediata se 

colocaron en una malla de 75 µm y se lavaron con agua dulce por 5 min. La incubación de los 

quistes se hizo en un tanque cónico de 200 L por 24 horas, a una temperatura de 28 °C, con 

iluminación mayor a los 1000 lux y aireación constante para que se mantuvieran suspendidos en la 

columna de agua. Una vez que los nauplios eclosionaron, se cosecharon y lavaron en una malla de 

125 µm con agua de mar desinfectada con luz UV para eliminar los quistes no eclosionados.  
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3.6. Enriquecimiento del alimento vivo con lípidos de origen marino 

 

El enriquecimiento con Algamac 3000TM (Bio-Marine Inc.) se hizo con una concentración de 300 

mg L-1 y a una densidad de 300 nauplios de Artemia/ml y de 125 mgL-1 para una densidad de 200-

500 rotíferos/ml, en recipientes de 45L (Figura 2a) a una temperatura de 28 °C, salinidad de 33 

UPS y aireación constante. El enriquecimiento se realizó por 12 horas antes de ser suministrado a 

las larvas. 

 

  

Figura 2. Sistema de enriquecimiento (a) y dispositivo de limpieza del alimento vivo (b). 

 

3.7. Enriquecimiento del alimento vivo con lípidos de origen terrestre  

 

Para el enriquecimiento con el aceite terrestre se preparó una emulsión compuesta de: 5 ml de 

aceite de linaza (Spectrum Organic Products), 0.5 g de lecitina de soya (Gelcaps, Banner 

Pharmacaps, Inc.) como emulsificante y 100 ml de agua destilada. Se mezcló en una licuadora por 

un período de 2 a 3 minutos y se observó al microscopio una muestra de la emulsión para evaluar 

si el tamaño de las micelas era lo suficientemente pequeño (de 10 a 30 µm) para ser consumido por 

el alimento vivo. Adicionalmente, se hizo una prueba con rojo Sudán IV (Sigma Cat. S-8756) para 

teñir la emulsión y confirmar que era ingerida adecuadamente por los organismos (Figura 3). Para 

enriquecer el alimento vivo se agregó en una proporción de 0.8 ml emulsión/L a una densidad de 

500 rotíferos/ml y de 100 a 200 nauplios de Artemia/ml. 

 

(a) (b) 
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Figura 3. Rotífero (Brachionus plicatilis) enriquecido por 12 horas con una emulsión de aceite 
terrestre teñido con rojo Sudán IV. 
 
3.8. Crecimiento de las larvas en longitud y peso 

 

Para registrar el crecimiento en longitud, se tomaron 30 larvas al azar de cada tanque, se 

anestesiaron con metasulfonato de tricaína (MS222) al 0.05% y se les midió la longitud total (LT), 

desde la boca hasta el final de la notocorda, utilizando un estereoscopio con retícula ocular. Las 

muestras se tomaron cada dos días, de los 8 hasta los 18 DDE, luego cada 4 días de los 22 a los 42 

DDE.  Para el registro del peso seco de las larvas, a los 8 DDE se tomó una muestra inicial de 30 

larvas y a los 42 DDE se tomó la muestra final de 10 larvas por tanque. Las larvas se colocaron en 

una estufa a 60 °C por un mínimo de 24 horas hasta alcanzar peso seco constante que se calculó 

como la diferencia entre el peso inicial menos el peso final. 

 

3.9. Tasa de crecimiento específico 

 

Con el fin de caracterizar el desarrollo de las larvas de lenguado antes, durante y después de la 

metamorfosis, el crecimiento en LT se dividió en 3 etapas: 1) antes de la metamorfosis que va de 

los 8 a 18 DDE; 2) durante la metamorfosis de los 18 a 34 DDE y 3) posterior a la metamorfosis 

de los 34 a los 42 DDE. En cada una de las etapas se calculó la tasa de crecimiento específico 

(TCE) utilizando la fórmula de Hardy y Barrows (2002): 

(1) 

��� = 	��	��		– 	��	���
	�		– 	��	 	
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Donde, 

ln LTf = logaritmo natural de la longitud total final 

ln LTi = logaritmo natural de la longitud total inicial 

Tf = tiempo final de la etapa 

Ti = tiempo inicial de la etapa 

 

La tasa de crecimiento específico también se conoce como la tasa de crecimiento instantáneo diario, 

la cual puede ser convertida al incremento en porcentaje del crecimiento por día (%C/día) por 

medio de la siguiente fórmula de Hardy y Barrows (2002): 

(2) 

%�/�í� = 	 ����� − 1� ∗ 100 

 

 

 

3.10. Toma de muestras para la preparación del extracto enzimático 

 

Una vez registrada la longitud de las larvas, se procedió a preparar las muestras para los análisis 

enzimáticos. Para las larvas menores de 8 DDE se preparó un homogenizado de las larvas 

completas, ya su pequeño tamaño dificulta la extracción del tracto digestivo. Para las larvas de 

mayor edad (8 DDE) se procedió a realizar la disección del tracto digestivo cortando la cavidad 

abdominal. Para esto, las larvas se colocaron sobre un porta-objetos previamente enfriado con 

hielo, y con la ayuda de agujas de disección y con un estereoscopio se eliminaron la cabeza y la 

parte posterior del cuerpo (Figura 4). Este proceso se realizó con el fin de reducir la interferencia 

de enzimas e inhibidores presentes en los tejidos musculares de las larvas.  
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Figura 4. Forma de la disección realizada a las larvas mayores de 8 DDE, las líneas rojas muestran la 
dirección del corte (larva de 30 DDE). 
 
 

La tabla 1. especifica la cantidad de larvas (1,3,4 y 6 DDE) y tractos digestivos (desde los 8 hasta 

los 42 DDE) usados por cada día de muestro, los cuales se coloraron en un tubo de centrífuga 

eppendorf de 1.5 ml, se homogenizaron en 100 µL de agua destilada durante un minuto con un 

homogenizador (Kontes, USA), luego se agregó agua destilada fría hasta alcanzar 1 ml, se 

centrifugó a 4 ºC y 1800 Xg (4 000 rpm) por 30 minutos, se extrajo el sobrenadante, se colocó en 

otro tubo eppendorf limpio y se guardó a -80 ºC.  

 

Tabla 1. Número de larvas y/o tractos digestivos diseccionados por cada día de muestreo para las 
pruebas enzimáticas.  
 

DDE 1 3 4 6 8 10 12 14 16 18 22 26 30 34 38 42 

No. L 20 15 15 12 8 8 6 6 6 5 4 4 3 2 2 2 

   DDE = días después de la eclosión y No. L = número de larvas. 

 

3.11. Análisis de la actividad de la lipasa dependiente de sales biliares 

 

Para cuantificar la actividad de las lipasas dependiente de sales biliares  (L-DSB) se siguió el 

método descrito por Juárez-Casillas (2009) de acuerdo a Gjellesvik (1992) con algunas 

modificaciones, en particular, se sustituyó el sustrato del protocolo (4-nitrofenil-caproato a 

0.35mM) por el 2-nitrofenil miristato (Sigma Cat. N2377-1G) a 0.50mM, pero bajo las mismas 

condiciones de reacción; solución amortiguadora pH 7.4 de Tris a 0.5 M, taurocolato de sodio a 6 

mM y  cloruro de sodio (NaCl) a 100 mM. 
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El método también se adaptó para realizar las mediciones en un lector de placas Beckman Coulter 

AD 200. Se agregaron 25 µl del extracto enzimático a cada pozo y para iniciar la reacción se 

agregaron 200 µl del buffer ya mezclado con el sustrato. Como blanco de reacción es agregó agua 

destilada en lugar extracto enzimático y para el control positivo se usó lipasa pancreática porcina 

a 1.0 mg/ml (Sigma Cat. L3126). Se registró la absorbancia de la reacción a una longitud de onda 

de 400 nm, cada minuto por una hora a 30 ºC de temperatura. Todos los ensayos se realizaron por 

triplicado.  

 

La actividad enzimática se reporta como actividad total por larva (U Larva-1) y actividad específica 

(U µg-1 proteína). Donde 1 U de actividad enzimática se definió como el incremento de 0.1 

unidades de absorbancia por minuto (Lazo et al., 2000b). Los valores reportados son la media de 

tres mediciones de muestras independientes. 

 
La actividad total se determinó usando la siguiente fórmula, 

(3) 

 �	������� =  ∆	"#$/%&'			
()*+	,-. ∗ 	 /)0	.).10	2*	3	�40�

/)0	2*	3	5.&0&612)	�40� ∗	
/)0	2*	7*188&ó'	�40�

/)0	2*	3	5.&0&612)	�40�:	/	;<. �����> 

 

Donde, 

∆ Abs/min: es el punto donde se registró la mayor absorbancia de cada muestra 
  
Coef Ext: 0.1 unidades de absorbancia por minuto   
 
Vol total de H: es el volumen total de agua destilada que se usó para homogenizar las larvas (1 ml) 
 
Vol de H utilizado: es la cantidad de homogenizado que se utilizó para la reacción (25µl) 
 
Vol de reacción: es el volumen final de la reacción (225µl) 
 
No. Larvas: es el número total de larvas utilizadas para realizar el homogenizado 
 

La actividad específica se obtuvo al dividir la actividad total por larva entre la concentración de 

proteína soluble del homogenizado y se expresa en U µg-1 de proteína. La proteína soluble se 

cuantificó utilizando el kit Quick StarTM Bradford Protein Assay (Bio Rad, Cat.500-0201) con 

albumina de huevo como estándar. 
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3.12. Actividad de la fosfolipasa A2 

 

La actividad de la FLA2 se analizó con el kit comercial de Abcam  (Cat. AB133089) el cual utiliza 

un análogo del diheptanoyl fosfatidilcolina que funciona como sustrato para la mayoría de las FLA2 

(i.e., veneno de cobra y abeja, fluido pancreático) con excepción de la FLA2 citosólica. Una vez 

que la FLA2 hidroliza el enlace thio-éster en la posición  sn-2, los thioles libres son detectados 

usando DTNB (5,5’-dithio-bis-(2-ácido nitrobenzoico)). Se midió la absorbancia de la reacción a 

414 nm cada minuto por una hora a 30 ºC de temperatura en un lector de placas Beckman Coulter 

AD 200. 

 

La actividad enzimática como actividad total por larva (U Larva-1) se calculó con la siguiente 

fórmula, 

(4) 

?�@A 	= 	 B ∆@414/min	
10.66	por	mM	 ∗

0.225	ml
0.01	ml ∗ ���OP�ó�	��	��	QO�>R��	S	/	;<. �����> 

 
Donde, 

∆A414/min es el cambio en absorbancia por minuto 

10.66 por mM es el coeficiente de extinción para el DTNB (5,5’-dithio-bis-(2-ácido nitrobenzoico)) 
 
La dilución de la muestra es el total de homogenizado (1000µl) entre el volumen de homogenizado 
utilizado por reacción (25µl) 
 
No. Larvas es el número total de larvas utilizadas para realizar el homogenizado 
 

La actividad específica se obtuvo de igual manera que para la LDSB, al dividir la actividad total 

por larva entre la concentración de proteína soluble por larva del homogenizado y se expresó en U 

µg-1 de proteína. 
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3.13. Análisis químico proximal 

 

La calidad nutricional (i.e., proteína cruda, lípidos) de los rotíferos y metanauplios de Artemia se 

evaluó antes y después del enriquecimiento con los dos tipos de emulsiones. Para cuantificar el 

contenido de la proteína cruda se utilizó el método micro-Kjendahl (Ma y Zuazago, 1942). Los 

lípidos totales se cuantificaron por el método de Folch et al., (1957) modificando el solvente para 

la extracción, al sustituir el cloroformo:metanol (1:1) por diclorometano:metanol (2:1) según 

Cequier et al., (2008). 

 

3.14. Análisis de ácidos grasos 

 

Una vez que se extrajeron los lípidos, se procedió a saponificarlos con una solución metanólica al 

90% 0.3 N de KOH durante 30 minutos en baño maría a 60 ºC. Posteriormente  se agregó agua y 

hexano y se eliminó la fase superior (hexano) que contenían los lípidos insaponificables. 

Finalmente se adicionó agua, hexano y se acidificó con HCl 6 N para recuperar los lípidos 

saponificables. La metilación se llevó acabo utilizando el trifloruro de boro (BF3/CH3 OH al 14% 

en metanol (Sigma Cat. B1252) en baño maría por 15 minutos a 60 ºC, se extrajo la capa superior 

de hexano con los esteres de ácidos grasos, se secaron bajo una atmósfera de N2 y se almacenaron 

a -20 ºC hasta su posterior análisis (Morris, 1986).  

 

Para la identificación y cuantificación de los ácidos grasos por medio de cromatografía de gases se 

siguió la metodología descrita por Vizcaíno-Ochoa et al., 2010. Brevemente, los esteres metilados 

se disolvieron en hexano grado HPLC en una relación de 100 ug/ul y se analizaron en un 

cromatógrafo de gases GC (Agilent 7890A) con un columna capilar (123-3232, DB-FFAP, de 30 

m de longitud, 0.320 mm de diámetro y 0.25 µm de espesor de película, Agilent J&W, GC 

columns), con un detector de flamas ionizado y como gas trasportador se usó el nitrógeno a un 

flujo de 3 ml/min. Se utilizó un volumen de inyección de 1 µl, con una dilución de 100:1 (split 

ratio). La rampa de temperatura fue la siguiente; 1) temperatura inicial de 120 ºC con aumentos de 

9 ºC por minuto hasta llegar a los 190 ºC, 2) a partir de los 190 °C incrementó a 3 ºC por minuto 

hasta alcanzar los 230 ºC  y 3) por último se mantuvo a 230 °C por 4 minutos. 
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La identificación de los ácidos grasos se hizo comparando los tiempos de retención de tres 

estándares; 37 Component FAME Mix, Supelco (Sigma Cat. 47885-U), PUFA No.3 Menhaden 

oil, Supelco (Sigma Cat. 47085) y PUFA No.1 Marine Source, Supelco (Sigma Cat. 47033), con 

los tiempos de retención de los ésteres extraídos de cada una de las muestras. El porcentaje de cada 

uno de los ácidos grasos se calculó con base al total de ácidos grasos identificados. Para estos 

cálculos se utilizó el programa Chem Station versión B.04.01 (Agilent, USA). Adicionalmente se 

reportan las concentraciones de ácidos grasos en peso seco (gramos de ácido graso por cada 100 

gramos de alimento vivo en peso seco; g/100g) estimando la cantidad de lípidos saponificables 

inyectados al cromatógrafo. Los ácidos grasos identificados se agruparon y clasificaron en 

Saturados, Monoinsaturados, PUFAs n-6 y n-3 y LC-PUFAs n-6 y n-3, de acuerdo al número de 

carbonos y al grado de insaturación (Sargent et al., 2002).  

 

3.15 Pruebas de calidad de larva 

 

Con el objetivo de evaluar la calidad de las larvas al final del experimento, se utilizó la  prueba de 

estrés según Dhert et al., (1992) que consiste en someter a las larvas a un estrés agudo, en este 

trabajo se usó la temperatura, a 32 ºC. Para esto, se colocaron vasos de precipitado de 500 ml con 

agua de mar del sistema de cultivo dentro de una tina también con agua (i.e., baño maría), además 

se utilizaron dos calentadores de 1000 watts para mantener la temperatura del agua constante dentro 

de los recipientes (Figura 5). Cuando se alcanzó la temperatura seleccionada, se colocaron 5 larvas 

(42 DDE) de cada tanque (por duplicado) dentro de cada recipiente. El tiempo de la prueba de 

estrés fue de 120 minutos.  

 

Durante el transcurso de esta prueba se generó una tabla donde se registró cada cinco minutos el 

número de larvas muertas en cada uno de los recipientes (i.e., 25 observaciones). Para esto, se anotó 

un cero mientras no apareciera ninguna larva muerta, cuando se observó la primera larva muerta 

se anotó un 1, a los cinco minutos siguientes cuando se volvió a revisar el mismo recipiente se 

anotaba nuevamente un 1 si no había muerto otra larva, en caso que se observaba otra larva muerta 

se anotó un  2 y así sucesivamente. Al finalizar la prueba se hizo la sumatoria de los valores 

correspondientes a cada recipiente, con lo cual se obtuvo el índice de estrés que indica la letalidad 

de la temperatura y la tasa de muerte, al incorporar cuantas y qué tan rápido mueren las larvas a 

través del tiempo de la prueba. Se consideraron dos criterios para decidir si el lenguado estaba 
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muerto; 1) que no presentara movimiento del opérculo y que al colocar el lenguado con su lado 

ciego hacia arriba, este no regresara a su posición natural. Durante el ensayo se estableció un 

tratamiento control (por duplicado) en el cual se mantuvo la misma temperatura de cultivo (18 ºC), 

pero los lenguados fueron sometidos al mismo manejo que los demás organismos de la prueba. 

 

Otro parámetro para establecer la calidad de las larvas al final del cultivo larvario fue el de 

considerar el éxito del destete (el cambio del alimento vivo a alimento formulado). Para esto, a los 

43 DDE se inició el cambio de alimento vivo por uno formulado. Paulatinamente se aumentó (i.e., 

20% por día) la cantidad de alimento formulado hasta alcanzar un 100% y de la misma forma se 

disminuyó el alimento vivo. A los 47 DDE (5 días de transición) se consideró que los lenguados 

estaban destetados y, se contabilizó la supervivencia de cada tanque. 

 

 
Figura 5. Diseño del experimento para evaluar calidad de la larva del lenguado de California a 42 
DDE alimentado con dos tipos de lípidos. 
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3.16. Análisis estadístico 

 

Para evaluar las diferencias entre las medias de los valores de peso seco, supervivencia, proteína 

cruda, tasas de crecimiento de las larvas y para los porcentajes y peso seco de ácidos grasos del 

alimento vivo se utilizó una prueba de análisis de varianza de una vía (ANOVA) con un nivel de 

significancia de P ≤ 0.05. Las diferencias significativas se contrastaron con una prueba pos hoc de 

Tuckey. Para los valores de actividad enzimática y longitud total se aplicó una ANCOVA para 

comparar las pendientes, con una significancia de P ≤ 0.05. Adicionalmente para la actividad 

enzimática se utilizó una prueba de análisis de varianza de dos vías (tipo de lípido enriquecedor y 

edad de la larva) con un nivel de significancia de P ≤ 0.05. Para el índice de estrés se aplicó la 

prueba de t-student.  Los valores expresados en porcentaje fueron transformados con la función 

arcoseno para que cumplieran con los supuestos del ANOVA. Para realizar todos los análisis se 

empleó el programa STATISTICA 7®. 
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Capítulo 4 

4. Resultados 

4.1. Crecimiento larval 

El crecimiento en longitud total (mm) de las larvas se cuantificó a partir del día 8 y hasta los 42 

DDE. Durante este período, para ambos tratamientos el crecimiento fue positivo y se ajustó a un 

modelo lineal (Figura 6). Al comparar las pendientes de cada tratamiento por medio de una prueba 

de ANCOVA se encontraron diferencias significativas. En el caso del tratamiento marino se obtuvo 

un ecuación con una pendiente positiva, y = 0.16x + 2.92 con un R2 = 0.96, mientras que para el 

tratamiento terrestre la pendiente fue positiva pero significativamente menor, y = 0.11x + 3.51 con 

un R2 = 0.94.  

 

  
 
Figura 6. Crecimiento en longitud total (mm) de las larvas del P. californicus utilizando dos fuentes 
de lípidos (enriquecedores) en el alimento vivo. Se muestra el período de metamorfosis y asentamiento 
para el tratamiento marino y los períodos de alimentación con el alimento vivo. Área sombreada (       
) período de transición de rotíferos a Artemia. 
 

Al inicio del bioensayo la talla de las larvas era de 4.21 ± 0.50 mm de LT y al final del bioensayo 

con el tratamiento marino la LT fue de 10.13 ± 0.42 mm, mientras que en el tratamiento terrestre 

fue de 7.47 ± 0.75 mm, lo que equivale a un 44.93 % más de crecimiento con el tratamiento marino.  
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Al iniciar el bioensayo las larvas de ambos tratamientos tenían un peso seco de 0.17 ± 0.08 mg. Al 

final del experimento las larvas del tratamiento marino alcanzaron un peso seco promedio 2.59 

veces mayor que las del tratamiento terrestre (Tabla 2). Durante el transcurso del bioensayo se 

observó que los organismos del tanque 6, correspondiente a uno de las réplicas del tratamiento 

marino presentaron un desarrollo y un comportamiento anormal con respecto a los bioensayos 

típicamente realizados en el laboratorio (e.g., se observó de que el 95% de las larvas permanecían 

sin asentarse al final del bioensayo a los 42 DDE, cuando a esa misma edad la totalidad de las 

larvas ya deberían de estar asentadas). Así mismo, el crecimiento en LT y peso seco eran inferiores 

(7.03 ± 0.59 mm y 7.87 ± 0.72 mg) incluso a las tres repeticiones del tratamiento terrestre. Por lo 

que se asumió que la causa fue una variable externa (no identificada) pero ajena a las variables 

experimentales del diseño experimental del presente estudio, por lo que se decidió eliminar esta 

réplica y trabajar con solo dos réplicas para este tratamiento.   

 

Tabla 2. Valores iniciales y finales de peso (mg) por tanque y tratamiento. (Media ± la desviación 
estándar). 
 

Tratamiento Peso inicial (mg) Peso final (mg) 

Marino   

1 0.17 (± 0.08) 25.24 (± 1.27) 
3 0.17 (± 0.08) 23.23 (± 1.87) 

Promedio 0.17 (± 0.08) 24.24 (± 1.80) 

Terrestre   

2 0.17 (± 0.08) 7.86 (± 0.88) 
4 0.17 (± 0.08) 10.27 (± 0.85) 
5 0.17 (± 0.08) 9.96 (± 0.69) 

Promedio 0.17 (± 0.08) 9.36 (± 1.34) 

 

Durante la premetamorfosis (8 a 18 DDE) las larvas del tratamiento marino presentaron un 

crecimiento específico por día (CED) de 4.05 ± 0.35 %C/día que resultó significativamente mayor 

al crecimiento de las larvas del tratamiento terrestre (3.18 ± 0.17 %C/día). Durante la metamorfosis 

de los 18 a 34 DDE se observó una disminución significativa en el crecimiento con valores de CED 

de 1.30 ± 0.33 y 1.38 ± 0.20 %C/día para el tratamiento marino y terrestre respectivamente. No se 

encontraron diferencias significativas entre tratamientos. En la última etapa (i.e., posmetamorfosis; 

34 a 42 DDE) se encontró que las larvas del tratamiento marino aumentaron el CED a 3.46 ± 0.30 

%C/día, a diferencia de las larvas del tratamiento terrestre que disminuyó significativamente a 0.46 

± 1.04 %C/día (Tabla 3). 
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Tabla 3. Porcentaje de crecimiento en LT por día (%C/día) de las larvas de lenguado en cada una de las 
etapas de desarrollo. (Media ± la desviación estándar, n=3). Los subíndices con letra minúscula distinta 
denotan diferencia significativa entre los tratamientos por etapa. Los subíndices con letras mayúsculas 
denotan diferencia significativa entre las etapas dentro de cada tratamiento. 
 

Tratamiento Premetamorfosis 
8 – 18 DDE 

Metamorfosis 
18 – 34 DDE 

Posmetamorfosis 
34 – 42 DDE 

Anova,  
P 

Marino 4.05 (± 0.35)aA 1.30 (± 0.33)bB 3.46 (± 0.30)aA P=0.01 

Terrestre 3.18 (± 0.17)bA 1.38 (± 0.20)bB 0.46 (± 1.04)bB P=0.00 

Anova, P P=0.03 P=0.73 P=0.03  

DDE = días después de la eclosión 

 

En relación con las características externas del desarrollo de las larvas, entre los 10 y 12 DDE se 

pudo observar la presencia del asa intestinal (Figura 7e), el comienzo de la flexión de la sección 

posterior de la notocorda (Figura 7c) y la aparición del penacho (crecimiento de los primeros radios 

de la aleta dorsal) (Figura 7b), el cual se reduce alrededor de los 35 DDE. A los 18 DDE se observó 

el inicio de la migración ocular (metamorfosis) en algunas larvas (Figura 7f), pero fue a partir de 

los 25 DDE que se observó en más del 50% de los lenguados, principalmente en el tratamiento 

marino. La migración ocular coincidió con el inició del asentamiento a los 18 DDE, primeramente 

en los tanques del tratamiento marino y a partir de los 20 DDE se registró en el tratamiento terrestre. 

Entre los 30 y 32 DDE un 90 a 95% de las larvas del tratamiento marino se encontraban totalmente 

asentadas y se consideró completa la metamorfosis, mientras que para el tratamiento terrestre el 

50% de las larvas aún no se asentaban y no habían iniciado la migración ocular. No fue, sino hasta 

los 36 a 38 DDE cuando más de la mitad de las larvas de los tanques del tratamiento terrestre se 

asentaron y al final del bioensayo (42 DDE) todavía se observaron grupos de larvas sin asentarse.       
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Figura 7. Características externas durante el desarrollo larval del lenguado de California alimentado 
con el tratamiento marino o control.  (a) Larva de 3 DDE con división del intestino en la región 
anterior o prevalvular y la región posterior o postvalvular. (b) Aparición del penacho en larva de 12 
DDE. (c) Torsión de la notocorda larva de 12 DDE. (d) Desarrollo de coloración en las aletas dorsal y 
ventral, larva de 22 DDE. (e) Presencia del asa intestinal, larva de 10 DDE. (f) Migración ocular, larva 
de 22 DDE. 
 
 
 
 
 
 

(a) (b) 

(c) 

(e) 

(d) 
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4.2. Actividad enzimática de la lipasa dependiente de sales biliares 
 
En la figura 8 se presenta la actividad total de la LDSB de las larvas durante los primeros 42 DDE 

alimentadas con el tratamiento marino (a) y la actividad total de la LDSB a partir de los 8 DDE 

para ambos tratamientos cuando inicio el bioensayo con la alimentación de lípidos de origen 

terrestre (b). No se detectó actividad de la LDSB en las larvas de 1 DDE, pero a partir de los 3 

DDE se observó un aumento de la actividad con un primer pico de actividad a los 6 DDE (3.89 ± 

0.13 ULarva-1). La actividad de la LDSB disminuyó a los 8 DDE para el tratamiento marino a 0.03 

± 0.00 ULarva-1, por su parte para el tratamiento terrestre que inició a los 8 DDE el valor fue de 

0.04 ± 0.00 ULarva-1. La actividad de la LDSB se mantuvo relativamente baja y constante hasta 

los 30 DDE cuando se registró un aumento significativo en el tratamiento marino de 16.75 ± 1.69 

ULarva-1, con respecto a las larvas del tratamiento terrestre. Sin embargo, la actividad de la LDSB 

en el tratamiento terrestre no registró este aumento sino hasta los 34 DDE con valores de 30.94 ± 

11.20 ULarva-1. Los análisis de covarianza entre la actividad de la LDSB de los tratamientos no 

resultaron en diferencias significativas entre sus pendientes (P = 0.84), no obstante, al realizar la 

prueba de análisis de varianza de dos vías encontró diferencia significativa entre los tratamientos 

para los 30, 34 y 38 DDE.  
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Figura 8. Actividad total de la LDSB durante el crecimiento larval del P. californicus (a) y utilizando 
dos fuentes de lípidos (enriquecedores) en el alimento vivo (b). 
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En la figura 9 se presenta la actividad específica de la LDSB de las larvas durante los primeros 42 

DDE alimentadas con el tratamiento marino (a) y la actividad específica de la LDSB a partir de los 

8 DDE para ambos tratamientos cuando inicio el bioensayo con la alimentación de lípidos de origen 

terrestre (b). No se detectó actividad específica de la LDSB en las larvas al 1 DDE, pero a los 3 

DDE se da un aumento en la actividad (1.55 ± 0.01 U µg-1 de proteína) y se mantiene relativamente 

constante hasta los 6 DDE (1.26 ± 0.02 U µg-1 de proteína). Para los 8 DDE la actividad de la LDSB 

disminuyó para el tratamiento marino a un valor de 0.13 ± 0.02 U µg-1 de proteína, mientras que 

para el tratamiento terrestre que inició a los 8 DDE la actividad fue de 0.03 ± 0.02 de U µg-1 de 

proteína. A los 12 DDE se presentó un primer pico de actividad en la LDSB en ambos tratamiento 

con valores de 1.66 ± 0.89 y 1.93 ± 0.42 U µg-1 de proteína para el tratamiento marino y terrestre 

respectivamente. A partir de los 14 DDE la actividad de la LDSB se mantuvo relativamente baja y 

constante hasta los 30 DDE, cuando se registró un aumento significativo en el tratamiento marino 

de 0.62 ± 0.02 U µg-1 de proteína. Sin embargo, la actividad de la LDSB en el tratamiento terrestre 

no presentó este aumento sino hasta los 34 DDE con valores de 0.42 ± 0.01 U µg-1 de proteína. Los 

análisis de covarianza entre la actividad de la LDSB de los tratamientos no resultaron en diferencia 

significativa entre sus pendientes (P = 0.86). Sin embargo, la prueba de análisis de varianza de dos 

vías encontró diferencia significativa entre los tratamientos para los 10, 30, 34 y 38 DDE. 
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Figura 9. Actividad específica de la LDSB durante el crecimiento larval del P. californicus (a) y 
utilizando dos fuentes de lípidos (enriquecedores) en el alimento vivo (b).  
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4.3. Actividad enzimática de la fosfolipasa A2 
 

En la figura 10 se presenta la actividad total de la FLA2 de las larvas durante los primeros 42 DDE 

alimentadas con el tratamiento marino (a) y la actividad total de la FLA2 a partir de los 8 DDE para 

ambos tratamientos cuando inicio el bioensayo con la alimentación de lípidos de origen terrestre 

(b). Se detectó una actividad baja después de la eclosión pero antes de la primera alimentación 

exógena (1 DDE). Durante las primeras dos semanas, la actividad se mantuvo relativamente baja, 

entre 0.01 y 0.03 ± 0.01 µmol/min por larva para ambos grupos.  A partir de los 18 DDE se observó 

un incremento significativo en ambos tratamientos. Para el tratamiento marino la máxima actividad 

se alcanzó a los 30 DDE con 1.37 ± 0.61 µmol/min por larva, mientras que para el tratamiento 

terrestre fue a los 22 DDE pero con 0.99 ± 0.24 µmol/min por larva. A continuación, las actividades 

disminuyeron, y a los 38 DDE fueron de, 0.32 ± 0.06 y 0.18 ± 0.06 µmol/min por larva para el 

tratamiento marino y terrestre respectivamente. No se encontraron diferencias significativas entre 

las pendientes de los tratamientos (P = 0.59).  
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Figura 10. Actividad total de la FLA2 por larva durante el crecimiento larval del P. californicus (a) y 
utilizando dos fuentes de lípidos (enriquecedores) en el alimento vivo (b).  
 
 
En la figura 11 se presenta la actividad específica de la FLA2 de las larvas durante los primeros 42 

DDE alimentadas con el tratamiento marino (a) y la actividad específica de la FLA2 a partir de los 

8 DDE para ambos tratamientos cuando inicio el bioensayo con la alimentación de lípidos de origen 

terrestre (b). Se detectó actividad después de la eclosión con un valor de 0.03 ± 0.00 µmol/min por 

µg de proteína. La actividad de la FLA2 disminuyó significativamente, siendo casi nula, hacia el 

momento de la primera alimentación exógena (3 DDE). A los 8 DDE se presentó un pico de 

actividad de la FLA2 en el tratamiento marino con un valor de 0.13 ± 0.02 µmol/min por µg de 

0,00

0,50

1,00

1,50

2,00

2,50

0 2 4 6 8 10 12 14 16 18 20 22 24 26 28 30 32 34 36 38 40

Marino

0,00

0,50

1,00

1,50

2,00

2,50

6 8 10 12 14 16 18 20 22 24 26 28 30 32 34 36 38 40

Marino

Terrestre

µ
m

ol
/m

in
 p

or
la

rv
a

Días después de la eclosión 

(b) 

(a) 



38 
 

 

proteína, a diferencia del tratamiento terrestre que aumentó a 0.01 ± 0.00 µmol/min por µg de 

proteína. A los 12 DDE la actividad de la FLA2 del tratamiento marino disminuyó y el tratamiento 

terrestre aumentó hasta un valor común de 0.02 ± 0.00 µmol/min por µg de proteína. A partir de 

los 12 DDE se observó un incremento significativo hasta alcanzar un máximo de actividad a los 22 

DDE con un valor de 0.15 ± 0.03 µmol/min por µg de proteína para ambos tratamientos. No se 

encontraron diferencias significativas entre las pendientes de los tratamientos después del análisis 

de covarianza (P = 0.58). 

 
 

 

 
Figura 11. Actividad específica de la FLA2 durante el crecimiento larval del P. californicus (a) y 
utilizando dos fuentes de lípidos (enriquecedores) en el alimento vivo (b).  
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4.4. Enriquecimiento del alimento vivo 
 
4.4.1. Composición proximal 
 
En la tabla 4 se presentan los valores estimados de proteína cruda (%) y lípidos totales para el 

alimento vivo antes y después del enriquecimiento con las dos fuentes de lípidos. No se encontraron 

diferencias significativas en el porcentaje de proteína cruda en el alimento vivo antes y después de 

enriquecer. Sin embargo, se encontraron diferencias significativas en los lípidos totales en el 

alimento vivo antes y después de enriquecer con ambas fuentes de lípidos (i.e., marino y terrestre).  

 

Tabla 4. Valores de proteína cruda y lípidos totales (%) del alimento vivo 12 horas después del 
enriquecimiento con dos fuentes de lípidos (enriquecedores). (Media ± desviación estándar, n=3) 
 

 
 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Tratamiento  Proteína Cruda (%) Lípidos Totales (%) 

 
Rotíferos 

    

Sin enriquecer 55.33  (± 3.49) 8.07 b (± 0.12) 

Marino 57.75 (± 1.75) 15.46 a (± 2.00) 

Terrestre 54.25 (± 1.75) 16.19 a (± 0.70) 

Anova, P (P=0.28)  (P=0.01)  

 
Artemia 

    

Sin enriquecer 54.83 (± 1.01) 12.21 b (± 0.66) 

Marino 56.58 (± 2.02) 21.15 a (± 2.34) 

Terrestre 54.67 (± 4.15) 21.53 a (± 2.56) 

Anova, P (P=0.65)  (P=0.01)  
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4.4.2. Perfil de ácidos grasos: Rotíferos 

 
En la tabla 5 se presenta el porcentaje de los ácidos grasos identificados en los rotíferos antes y 

después de ser enriquecidos con cada uno de los enriquecedores. Los ácidos grasos se agruparon 

tomando como base el número de carbonos y el grado de saturación según Tocher, (2003). Se 

encontraron diferencias significativas en el perfil de ácidos grasos de los rotíferos antes y después 

de enriquecer. 

Tabla 5. Perfil de ácidos grasos en los rotíferos antes y después de enriquecer. Los valores están expresados 
en porcentaje de ácidos grasos identificados (Media ± desviación estándar, n=3). Subíndices con letras 
distintas denotan diferencia significativas entre tratamientos (P ≤ 0.05). 
 

Ácido Graso Sin Enriquecer  Marino  Terrestre  

Saturados          
C14:0 7.52 ±0.01 b 12.63 ±0.96 a 2.00 ±0.20 c 
C16:0 21.90 ±0.54 a 20.39 ±1.29 a 8.80 ±0.26 b 
C18:0 3.58 ±0.02 a 1.58 ±0.23 b 2.69 ±0.35 ab 
Total 33.00 ±0.30 a 34.59 ±0.54 a 13.49 ±0.08 b 

Monoinsaturados          
C16:1 15.38 ±0.07 a 4.42 ±0.21 b 4.03 ±0.19 b 
C18:1n9 4.76 ±0.09 b 1.32 ±0.13 c 10.94 ±0.14 a 
C18:1n7 5.83 ±0.01 a 1.60 ±0.12 c 2.01 ±0.11 b 
C20:1 2.99 ±0.01 a 0.78 ±0.09 c 1.20 ±0.08 b 
Total 28.96 ±0.05 a 8.13 ±0.05 c 18.17 ±0.05 b 

PUFAs n-6          
C18:2n6 11.29 ±0.01 b 3.05 ±0.23 c 14.76 ±0.27 a 
Total 11.29 ±0.01 b 3.05 ±0.23 c 14.76 ±0.27 a 

PUFAs n-3          
C18:3n3  0.64 ±0.07 b 0.78 ±0.21 b 45.59 ±0.14 a 
C18:4n3 0.14 ±0.00 b 0.48 ±0.03 a 0.08 ±0.02 b 
Total 0.79 ±0.05 c 1.26 ±0.13 b 45.67 ±0.08 a 

LC-PUFAs n-6          
C20:3n6 1.18 ±0.02 a 0.31 ±0.01 c 0.43 ±0.05 b 
C20:4n6 (ARA) 4.69 ±0.08 a 3.54 ±0.02 b 1.38 ±0.05 c 
Total 5.86 ±0.04 a 3.85 ±0.00 b 1.82 ±0.00 c 

LC-PUFAs n-3          

C20:3n3 1.96 ±0.01 a 0.85 ±0.06 b 0.51 ±0.01 c 
C20:5n3 (EPA) 17.87 ±0.27 a 6.86 ±0.05 b 5.43 ±0.24 b 
C22:6n3 (DHA) 0.28 ±0.08 b 41.39 ±3.11 a 0.15 ±0.00 b 
Total 20.10 ±0.14 b 49.10 ±1.76 a 6.09 ±0.16 c 

Proporciones          
DHA:EPA 0.02 ±0.00  6.04 ±0.41  0.03 ±0.00  
EPA:ARA 3.81 ±0.02  1.94 ±0.02  3.92 ±0.04  
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Los rotíferos sin enriquecer presentaron valores altos de ácidos grasos saturados (30.00 ± 0.30%), 

monoinsaturados (28.96 ± 0.05%) y de LC-PUFAs n-3 (20.10 ± 0.14%). De estos últimos, el 

C20:5n3 (EPA) representó el mayor porcentaje con un valor de 17.87 ± 0.27% de los LC-PUFAs 

n-3, mientras que el valor de C22:6n3 (DHA) fue casi nulo. De los LC-PUFAs n-6 el ácido graso 

más abundante fue el C20:4n6 (ARA), el cual representó el 4.66 ± 0.07%. Así mismo, los PUFAs 

n-3 representaron un porcentaje bajo con el 0.92 ± 0.17% del total de ácidos grasos identificados.  

 

Al enriquecer los rotíferos con el tratamiento marino los LC-PUFAs n-3 incrementaron 

significativamente alcanzando porcentajes de 49.10 ± 1.76%, donde el C22:6n3 (DHA) representó 

el LC-PUFAs n-3 más abundante (41.31 ± 3.11%). Los ácidos grasos saturados mantuvieron 

valores similares (34.59 ± 0.54%) y los monoinsaturados (8.13 ± 0.05%) y los LC-PUFAs n-6 (3.85 

± 0.00%) disminuyeron significativamente.  

 

Los rotíferos enriquecidos con el tratamiento terrestre tuvieron valores altos de PUFAs n-3 (45.67 

± 0.08%), donde el ácido linolénico (C18:3n3) es el  PUFAs n-3 más abundante en el tratamiento 

terrestre (45.59 ± 0.14%). Al igual que los ácidos grasos saturados y monoinsaturados, los ácidos 

grasos LC-PUFAs n-3 y los LC-PUFAs n-6 (1.82 ± 0.00%), en especial el C22:6n3 (DHA) (0.15% 

± 0.00%) de los LC-PUFAs n-3 y el C20:4n6 (ARA) (1.82 ± 0.00%) de los LC-PUFAs n-6 

disminuyeron significativamente. Sin embargo, el C20:5n3 (EPA) no mostró diferencia 

significativa con respecto al tratamiento marino. 
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En la tabla 6 se presentan los valores de los ácidos grasos identificados expresados en peso seco 

(gramos de a.g. por cada 100 gramos de rotíferos) antes y después de ser enriquecidos con cada 

uno de los enriquecedores. Se encontraron diferencias significativas en el perfil de ácidos grasos 

de los rotíferos antes y después de enriquecer. 

 
Tabla 6. Perfil de ácidos grasos en los rotíferos antes y después de enriquecer. Los valores están expresados 
en g/100g de rotíferos en peso seco (Media ± desviación estándar, n=3). Subíndices con letras distintas 
denotan diferencia significativas entre tratamientos (P ≤ 0.05). 
 

Ácido Graso Sin Enriquecer Marino Terrestre 

Saturados          

C14:0 0.38 ±0.01 b 1.33 ±0.30 a 0.23 ±0.05 c 
C16:0 1.09 ±0.05 b 2.14 ±0.45 a 1.02 ±0.08 b 
C18:0 0.18 ±0.01 b 0.17 ±0.05 b 0.31 ±0.01 a 
Total 1.65 ±0.03 b 3.63 ±0.20 a 1.56 ±0.04 c 

Monoinsaturados          

C16:1 0.77 ±0.02 a 0.47 ±0.09 b 0.47 ±0.07 b 
C18:1n9 0.24 ±0.00 b 0.14 ±0.03 c 1.26 ±0.12 a 
C18:1n7 0.29 ±0.01 a 0.17 ±0.04 c 0.23 ±0.04 b 
C20:1 0.15 ±0.00 a 0.09 ±0.01 b 0.14 ±0.01 a 
Total 1.45 ±0.01 b 0.86 ±0.03 c 2.10 ±0.05 a 

PUFAS n-6          

C18:2n6 0.56 ±0.01 b 0.32 ±0.07 c 1.71 ±0.15 a 
Total 0.56 ±0.01 c 0.32 ±0.07 b 1.71 ±0.15 a 

PUFAS n-3          

C18:3n3 0.03 ±0.00 c 0.08 ±0.01 b 5.28 ±0.14 a 
C18:4n3 0.01 ±0.00 b 0.72 ±0.10 a 0.01 ±0.02 b 
Total 0.04 ±0.00 c 0.80 ±0.06 b 5.29 ±0.08 a 

LC-PUFAS n-6          

C20:3n6 0.06 ±0.00 a 0.03 ±0.01 b 0.05 ±0.01 a 
C20:4n6 (ARA) 0.23 ±0.00 b 0.37 ±0.06 a 0.16 ±0.02 c 
Total 0.29 ±0.00 b 0.40 ±0.04 a 0.21 ±0.01 c 

LC-PUFAS n-3          

C20:3n3 0.10 ±0.00 a 0.09 ±0.02 a 0.06 ±0.01 b 
C20:5n3 (EPA) 0.89 ±0.01 a 0.72 ±0.10 b 0.63 ±0.09 b 
C22:6n3 (DHA) 0.01 ±0.00 c 4.30 ±0.32 a 0.02 ±0.00 b 
Total 1.00 ±0.00 b 5.10 ±0.16 a 0.71 ±0.05 c 

Proporciones          

DHA:EPA 0.02 ±0.00  6.04 ±0.41  0.03 ±0.00  
EPA:ARA 3.81 ±0.00  1.94 ±0.02  3.92 ±0.04  
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Los rotíferos sin enriquecer tuvieron valores de ácidos grasos saturados (1.65 ± 0.03 g/100g), 

monoinsaturados (1.45 ± 0.01 g/100g) y LC-PUFAS n-3 (1.00 ± 0.00 g/100g) en mayor cantidad, 

siendo el C20:5n3 (EPA) el que se encontró en mayor cantidad con un peso seco de 0.89 ± 0.01 

g/100g, mientras que el valor de C22:6n3 (DHA) fue casi nulo. De los LC-PUFAs n-6 el C20:4n6 

(ARA) fue el ácido graso más abundante con un valor de 0.23 ± 0.00 g/100g. Los PUFAs n-3 

tuvieron un valor bajo de 0.04 ± 0.00 g/100g, mientras que el contenido de los PUFAS n-6 fue 

mayor con un peso seco de 0.56 ± 0.01 g/100g.  

 

Al enriquecer los rotíferos con el tratamiento marino los LC-PUFAs n-3 se incrementaron 

significativamente alcanzando un valor de 5.10 ± 0.16 g/100g, donde el C22:6n3 (DHA) representó 

el LC-PUFAs n-3 más abundante (4.30 ± 0.32 g/100g). Así mismo, los ácidos grasos saturados y 

LC-PUFAs n-6 aumentaron significativamente hasta 3.63 ± 0.20 y 0.40 ± 0.04 g/100g 

respectivamente, en cambio los ácidos grasos monoinsaturados (0.86 ± 0.03 g/100g) y PUFAS n-

6 (0.32 ±  0.07 g/100g) disminuyeron significativamente.   

 

Los rotíferos enriquecidos  con el tratamiento terrestre aumentaron significativamente el valor de 

PUFAs n-3 a 5.29 ± 0.08 g/100g, donde el ácido linolénico (C18:3n3) representa casi la totalidad 

de los  PUFAs n-3 (5.28 ± 0.08 g/100g). A diferencia de los ácidos grasos saturados que 

mantuvieron un valor similar (1.56 ± 0.04 g/100g), los monoinsaturados y PUFAs n-6 aumentaron 

significativamente sus valores a 2.10 ± 0.05 y 1.71 ± 0.05 g/100g respectivamente, mientras que 

los LC-PUFAS n-6 (0.21 ± 0.01 g/100g) y LC-PUFAs n-3 (0.71 ± 0.5 g/100g), en especial el 

C22:6n3 (DHA) a un valor de 0.02 ± 0.00 g/100g de los LC-PUFAs n-3. 
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4.4.3. Perfil de ácidos grasos: Artemia 

 
En la tabla 7 se presenta el porcentaje de los ácidos grasos identificados en la Artemia antes y 

después de ser enriquecida con cada uno de los enriquecedores. De igual manera los ácidos grasos 

se agruparon de acuerdo con el número de carbonos y el grado de saturación según Tocher, (2003). 

Se encontraron diferencias significativas en el perfil de ácidos grasos de la Artemia antes y después 

de enriquecer.  

 
Tabla 7. Perfil de ácidos grasos en la Artemia antes y después de enriquecer. Los valores están expresados 
en porcentaje de ácidos grasos identificados (Media ± desviación estándar, n=3). Subíndices con letras 
distintas denotan diferencias significativas entre tratamientos (P ≤ 0.05). 

Ácido Graso Sin Enriquecer Marino  Terrestre  

Saturados          
C14:0 0.89 ±0.07 b 2.71 ±0.12 a 0.46 ±0.03 c 
C16:0 12.74 ±0.01 b 15.39 ±0.23 a 9.62 ±0.04 c 
C18:0 5.53 ±0.15  5.35 ±0.29  5.76 ±0.04  
Total 19.15 ±0.07 b 23.45 ±0.08 a 15.84 ±0.00 c 

Monoinsaturados          
C16:1 2.36 ±0.07 a 1.57 ±0.04 b 1.34 ±0.00 c 
C18:1n9 21.91 ±0.25 a 15.46 ±0.09 c 20.80 ±0.05 b 
C18:1n7 6.47 ±0.39 a 4.81 ±0.09 b 4.63 ±0.02 b 
C20:1 0.74 ±0.04 a 0.62 ±0.01 b 0.62 ±0.00 b 
Total 31.48 ±0.17 a 22.46 ±0.04 c 27.40 ±0.02 b 

PUFAS n-6          
C18:2n6 6.46 ±0.15 b 4.26 ±0.02 c 9.61 ±0.03 a 
Total 6.46 ±0.15 b 4.26 ±0.02 c 9.61 ±0.03 a 

PUFAS n-3          
C18:3n3 39.85 ±0.62 a 27.92 ±0.22 b 40.24 ±0.12 a 
C18:4n3 0.11 ±0.00 b 5.26 ±0.09 a 4.99 ±0.01 a 
Total 39.96 ±0.44 b 33.18 ±0.09 c 45.23 ±0.08 a 

LC-PUFAS n-6          
C20:3n6 0.24 ±0.01 a 0.22 ±0.00 b 0.26 ±0.00 a 
C20:4n6 (ARA) 0.51 ±0.06 b 1.68 ±0.01 a 0.33 ±0.01 c 
Total 0.75 ±0.04 b 1.90 ±0.00 a 0.59 ±0.00 c 

LC-PUFAS n-3          

C20:3n3 0.14 ±0.00 b 0.21 ±0.02 a 0.11 ±0.00 b 
C20:5n3 (EPA) 1.63 ±0.09 b 3.67 ±0.02 a 1.13 ±0.04 c 
C22:6n3 (DHA) 0.49 ±0.36 b 10.88 ±0.15 a 0.09 ±0.13 b 
Total 2.26 ±0.18 b 14.76 ±0.08 a 1.33 ±0.07 c 

Proporciones          
DHA:EPA 0.29 ±0.20  2.96 ±0.03  0.16 ±0.00  
EPA:ARA 3.23 ±0.24  2.18 ±0.02  3.43 ±0.02  
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Los metanauplios de Artemia sin enriquecer presentaron valores altos de ácidos grasos PUFAs n-

3 (39.85 ± 0.62%), siendo el ácido linolénico C18:3n3 el ácido graso más abundante dentro de este 

grupo y representa el mayor porcentaje en las artemias, con un valor de 39.85 ± 0.85%, le siguieron 

los monoinsaturados (31.48 ± 0.17%) y saturados (19.15 ± 0.07%). Los LC-PUFAs n-3 

representaron un valor bajo, con el 2.26  ± 0.18% y para los LC-PUFAs n-6 de 0.75 ± 0.04%.  

 

Al enriquecer las artemias con el tratamiento marino los LC-PUFAs n-3 aumentaron 

significativamente hasta un valor de 14.76 ±0.08%, siendo el C22:6n3 (DHA) el ácido graso de 

mayor proporción dentro de este grupo, seguido por el C20:5n3 (EPA). De igual manera, los LC-

PUFAs n-6, en especial el C20:4n6 incrementó significativamente su valor en los metanauplios de 

Artemia. En el caso de los PUFAs n-3, estos disminuyeron significativamente a un valor de 33.18 

± 0.09%, siendo el ácido linolénico C18:3n3 nuevamente el ácido graso más abundante en las 

artemias con un valor de 27.92 ± 0.22%. Los ácidos grasos monoinsaturados y PUFAs n-6 

disminuyeron significativamente a un valor de 22.46 ± 0.04% y 4.26 ± 0.02% respectivamente, 

mientras que los saturados aumentaron a 23.45 ± 0.08%.  

 

Las artemias enriquecidas con el tratamiento terrestre presentaron valores altos de PUFAs n-3 

(45.23 ± 0.08%), dentro de este grupo el ácido linolénico C18:3n3 fue el más abundante (40.24 ± 

0.12%). Los ácidos grasos saturados (15.84 ± 0.00%), monoinsaturados (27.40 ± 0.02%), los LC-

PUFAs n-6 (0.59 ± 0.00%) y LC-PUFAs n-3 (1.33 ± 0.07%) presentaron una disminución 

significativa con respecto a los no enriquecidos. Dentro del grupo los LC-PUFAS n-3 el que se 

presentó en mayor abundancia fue el C20:5n3 (EPA) con valores de 1.13 ± 0.04%. 
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En la tabla 8 se presenta los valores de los ácidos grasos identificados expresados en peso seco 

(gramos de a.g. por cada 100 gramos de Artemia) antes y después de ser enriquecidos con cada uno 

de los enriquecedores. Se encontraron diferencias significativas en el perfil de ácidos grasos de los 

rotíferos antes y después de enriquecer. 

 
Tabla 8. Perfil de ácidos grasos en las artemias antes y después de enriquecer. Los valores están expresados 
en g/100g de artemias en peso seco (Media ± desviación estándar, n=3). Subíndices con letras distintas 
denotan diferencia significativas entre tratamientos (P ≤ 0.05). 
 

Ácido Graso Sin Enriquecer Marino  Terrestre 

Saturados          

C14:0 0.08 ±0.01 b 0.41 ±0.04 a 0.06 ±0.01 c 
C16:0 1.12 ±0.07 c 2.33 ±0.13 a 1.27 ±0.07 b 
C18:0 0.49 ±0.05 b 0.78 ±0.03 a 0.76 ±0.05 a 
Total 1.68 ±0.03 c 3.52 ±0.06 a 2.10 ±0.03 b 

Monoinsaturados         

C16:1 0.21 ±0.02 a 0.24 ±0.02 a 0.18 ±0.01 b 
C18:1n9 1.92 ±0.15 c 2.33 ±0.07 b 2.76 ±0.16 a 
C18:1n7 0.57 ±0.00 c 0.72 ±0.02 a 0.61 ±0.03 b 
C20:1 0.07 ±0.01 b 0.09 ±0.00 a 0.08 ±0.01 ab 
Total 2.76 ±0.07 c 3.38 ±0.03 b 3.63 ±0.07 a 

PUFAS n-6          

C18:2n6 0.57 ±0.02 c 0.64 ±0.02 b 1.27 ±0.07 a 
Total 0.57 ±0.02 c 0.64 ±0.02 b 1.27 ±0.07 a 

PUFAS n-3          

C18:3n3 3.49 ±0.18 c 4.24 ±0.13 b 5.33 ±0.31 a 
C18:4n3 0.01 ±0.01 c 0.80 ±0.02 a 0.66 ±0.04 b 
Total 3.50 ±0.12 c 5.04 ±0.08 b 5.99 ±0.19 a 

LC-PUFAS n-6          

C20:3n6 0.02 ±0.00 b 0.03 ±0.00 a 0.03 ±0.00 a 
C20:4n6 (ARA) 0.04 ±0.01 b 0.25 ±0.01 a 0.04 ±0.00 b 
Total 0.07 ±0.00 c 0.29 ±0.00 a 0.08 ±0.00 b 
LC-PUFAS n-3          

C20:3n3 0.01 ±0.00 b 0.03 ±0.00 a 0.01 ±0.00 b 
C20:5n3 (EPA) 0.14 ±0.02 b 0.56 ±0.02 a 0.15 ±0.01 b 
C22:6n3 (DHA) 0.04 ±0.03 b 1.65 ±0.03 a 0.01 ±0.02 b 
Total 0.20 ±0.02 b 2.24 ±0.01 a 0.18 ±0.01 b 

Proporciones         

DHA:EPA 0.29 ±0.20  2.97 ±0.04  0.16 ±0.00  
EPA:ARA 3.23 ±0.24  2.19 ±0.00  3.43 ±0.02  
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Las artemias sin enriquecer presentaron valores altos de ácidos grasos PUFAs n-3 (3.50 ± 0.12 

g/100g), siendo el ácido linolénico C18:3n3 el más abundante de este grupo y en los metanauplios 

de Artemia con un valor de 3.49 ± 0.18 g/100g, le siguieron los monoinsaturados (2.76 ± 0.07 

g/100g), los saturados (1.68 ± 0.03 g/100g) y PUFAs n-6 (0.57 ± 0.02 g/100g). Los LC-PUFAs n-

6 presentaron un valor bajo de 0. 07 ± 0.00 g/100g y para los LC-PUFAs n-3 de 0.20 ± 0.02 g/100g. 

 

Al enriquecer las artemias con el tratamiento marino los LC-PUFAs n-3 y LC-PUFAS n-6 

aumentaron su contenido significativamente hasta un valor de 2.24 ± 0.01 y 0.29 ± 0.00 g/100g 

g/100g respectivamente, siendo el C22:6n3 (DHA) dentro de los LC-PUFAS n-3 el ácido graso 

más abundante, seguido por el C20:5n3 (EPA) con un valor de 0.56 ± 0.02 g/100g, mientras que el 

C20:4n6 (ARA) con un valor de 0.25 ± 0.01 g/100g dentro de los LC-PUFAs n-6. De igual manera, 

los ácidos grasos saturados (3.52 ± 0.06 g/100g), monoinsaturados (3.38 ± 0.03 g/100g), PUFAs 

n-6 (0.64 ± 0.02 g/100g) y los PUFAs n-3 (4.24 ± 0.13 g/100g) aumentaron significativamente, de 

los PUFAs n-3, el ácido linolénico se encontró en mayor cantidad en los metanauplios de Artemia 

con un valor de 5.04 ± 0.08 g/100g. 

 

Las artemias enriquecidas con el tratamiento terrestre presentaron un valor alto de PUFAS n-3 

(5.99 ± 0.19 g/100g), donde el ácido linolénico nuevamente fue el ácido graso más abundante 

dentro de los PUFAs n-3 y en los metanauplios de Artemia tuvo un valor de 5.33 ± 0.31 g/100g. 

Así mismo, los ácidos grasos saturados (2.10 ±  0.03 g/100g), monoinsaturados (3.63  ± 0.07 

g/100g) y los PUFAs n-6 (1.27 ± 0.07 g/100g) aumentaron significativamente con respecto a los 

no enriquecidos. Los LC-PUFAS n-3 y LC-PUFAS n-6 disminuyeron significativamente a valores 

de 0.18 ± 0.01 y ± 0.08 ± 0.00 g/100g. 
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4.5. Pruebas de calidad de larva 

4.5.1 Prueba de estrés térmico 

 

Se encontraron diferencias significativas en la resistencia de las larvas a la prueba de estrés, con el 

tratamiento marino presentaron un índice de estrés significativamente menor (1.88 ± 2.65) que las 

larvas del tratamiento terrestre (29.92 ± 14.66). Las primeras larvas murieron  a los 60 minutos en 

el tratamiento terrestre, mientras que en el tratamiento marino la primera muerte se registró a los 

95 minutos después del inicio de la prueba de estrés. Ninguno de los animales del grupo control 

murió durante la prueba, lo que mostró que la manipulación no les causo daño alguno. 

 

 
Figura 12. Prueba de estrés térmico a 32 ºC según Dhert et al., (1992). 
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4.5.2. Destete  

 
Se encontraron diferencias significativas en la supervivencia de las larvas después de realizar el 

destete entre el tratamiento marino y terrestre (P = 0.02). Las larvas alimentadas con la fuente de 

lípidos marina registró una supervivencia final promedio de 21.23%, mientras que la supervivencia 

del tratamiento terrestre fue de 3.72% (Tabla 9). 

 
Tabla 9. Valores de supervivencia (%) en las larvas de lenguado después del destete. (Media ± desviación 
estándar) 
 

Tratamiento Supervivencia %  

Marino  

1 20.95 
3 21.50 

Promedio 21.23 (0.39) 

 
Terrestre 

 

2 0.95 
4 9.25 
5 0.95 

Promedio 3.72 (4.79) 
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Capítulo 5 

5. Discusión 

5.1. Crecimiento y desarrollo larval 

 

El desarrollo morfológico de las larvas del lenguado de California observado en este trabajo, como 

la edad de apertura de la boca y del ano, la división del intestino en dos regiones (figura 7a), la 

torsión de la notocorda (figura 7c), la migración ocular (figura 7f) y el asentamiento, es similar al 

descrito por Gisbert et al., (2004), Zacarías-Soto (2007) y Juárez-Casillas (2009) para esta especie. 

Como parte del estudio de la fisiología digestiva de larvas de peces marinos, se evalúa el 

crecimiento en longitud o peso como un indicador del grado de desarrollo de los organismos. En 

el presente trabajo, las larvas de lenguado alimentadas con una dieta enriquecida con aceite de 

origen marino (control) tuvieron un crecimiento de 10.13 ± 0.42 mm en LT a los 42 DDE, un 

resultado similar al reportado por Gisbert et al., (2002) a la misma edad (10.1 ± 0.5 mm), mientras 

que con el alimento enriquecido con aceite de linaza alcanzaron los 7.47 ± 0.75 mm a los 42 DDE. 

Esta diferencia en el crecimiento se asoció principalmente con el aporte de AGE presentes en el 

alimento vivo después del enriquecimiento con las emulsiones de origen marino y terrestre.  

 

Como el alimento vivo (rotíferos y metanauplios de Artemia) típicamente utilizado para cultivar 

larvas de peces marinos es naturalmente deficiente de AGE, el objetivo del enriquecimiento es 

mejorar su perfil de ácidos grasos y suministrar a las larvas los AGE que requieren (Tocher, 2003). 

El alimento vivo enriquecido por doce horas con las emulsiones marina y terrestre tuvo diferencias 

significativas en los valores de los principales ácidos grasos esenciales DHA, EPA y ARA. Con el 

enriquecimiento, se logró aumentar a casi el doble el porcentaje de lípidos totales en los rotíferos 

(49%) y en la Artemia (43%), particularmente el DHA en el tratamiento marino y el ácido 

linolénico (C18:3n3) en el tratamiento terrestre se encontraron en mayor proporción.  

 

Watanabe et al., (1989) mencionan que el DHA es el AGE más importante en las larvas de peces 

marinos, ya que cuando se alimentan con dietas bajas en AGE o se someten a un período de 

inanición, se ha observado que el DHA es el AGE retenido en mayor proporción, debido a que su 

contenido en los tejidos de la larva y, en especial en las membranas celulares afecta la 

comunicación entre células, la expresión de receptores en membrana, el transporte de nutrientes y 
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la transducción de señales que modulan el crecimiento celular (Izquierdo, 1996). Los contenidos 

de DHA equivalentes al 5% y al 2.5% del peso seco de la dieta, promueven un mejor crecimiento 

y supervivencia de las larvas de la dorada (Liu et al., 2002) o 2.5% y del lenguado del Atlántico 

(Hamre y Harboe, 2008), respectivamente.  

 

En el presente trabajo el alimento vivo que se enriqueció con el tratamiento marino presentó un 

porcentaje de DHA de 41.39% en rotíferos y de 10.88% en las artemias del total de ácidos grasos 

identificados, mientras que el alimento vivo enriquecido con el tratamiento terrestre tuvo un 

porcentaje menor, con valores de 0.15 y 0.09% para rotíferos y artemias respectivamente. Copeman 

et al., (2002) en el lenguado cola amarilla (Limanda ferruginea) alimentaron las larvas con 

alimento vivo enriquecido con cuatro emulsiones, alto DHA  (43.3% del total de ácidos grasos), 

DHA + EPA (37.4 y 14.2%), DHA + ARA (36.0 y 8.9%) y la emulsión control que contenía 

únicamente aceite de oliva sin DHA, EPA y ARA, encontraron que las larvas del tratamiento alto 

en DHA alcanzaron una longitud y supervivencia significativamente mayores (9.7 ± 0.2 mm y 22.1 

± 0.4% respectivamente)  que las alimentadas con la emulsión control  (7.3 ± 0.2 mm y 5.1 ± 1.9%), 

lo cual concuerda con lo encontrado en esta investigación.  

 

En el lenguado de California, Vizcaíno-Ochoa et al., (2010) evaluaron el efecto de un incremento 

gradual de DHA (0.16, 0.85, 1.61 y 3.25% del total de ácidos grasos identificados) en el alimento 

vivo (Artemia) en el cultivo larvario y encontraron conforme se incrementó el nivel de DHA en la 

Artemia, las larvas presentaron un mayor crecimiento y supervivencia a los 75 DDE. Además, 

encontraron que las larvas pueden completar la metamorfosis con el nivel más bajo de DHA, sin 

embargo comentan que el requerimiento de DHA aumenta después de la metamorfosis cuando se 

incrementa de nuevo la tasa de crecimiento. Este patrón de crecimiento es característico de los 

peces planos durante la metamorfosis (Tanaka et a., 1996). Por ejemplo, Bolasina et al., (2006) 

reportan una reducción en la tasa de crecimiento en la LT del lenguado Japonés (Paralichthys 

olivaceus) durante la metamorfosis, entre los 22 y 27 DDE, seguido de un aumento en la tasa de 

crecimiento, un resultado similar al observado por Vizcaíno et al., (2010). En este trabajo se 

observó una tendencia similar, ya que la tasa de crecimiento con el tratamiento marino pasó de 1.30 

± 0.33 %C/día durante la metamorfosis a 3.46 ± 0.30 %C/día después de la metamorfosis, mientras 

que en el tratamiento terrestre pasó de 1.38 ± 0.20 %C/día durante la metamorfosis a 0.46 ± 1.04 

%C/día después de la metamorfosis. Tomando como base los resultados de Vizcaíno et al., (2010), 
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es probable que las bajas tasas de crecimiento en las larvas alimentadas con el tratamiento terrestre 

están asociadas al reducido aporte de DHA del alimento vivo y confirma la importancia de este 

AGE después de la metamorfosis para la formación de nuevos tejidos en esta especie.  

 

Otros AGE importantes son el EPA y el ARA los cuales tienen beneficios similares a los del DHA. 

Se ha observado que el incremento de estos AGE mejora la supervivencia, el crecimiento y la 

respuesta al estrés, aunque en menor proporción que el DHA  (Furuita et al., 1998; Koven et al., 

2001). El EPA y el ARA son los principales precursores de eicosanoides en peces y su biosíntesis 

es mediada por las enzimas ciclooxigenasa y lipoxigenasa, para producir moléculas que se agrupan 

en prostaglandinas, leucotrienos y tromboxanos, las cuales desempeñan funciones importantes 

como mediadores del sistema nervioso y, en la respuesta inmune (i.e., inflamación) (Sargent et al., 

1999a,b; Tocher et al., 2008). Así mismo, se ha demostrado que son necesarios para una adecuada 

pigmentación en los peces planos como el sol Senegales (S. senegalensis) (Villalta et al., 2005b), 

el turbot (S. maximus) (Estevéz et al., 1999) y el lenguado Japonés (P. olivaceus) (Estévez et al., 

2001) y durante la metamorfosis para la migración del ojo en el lenguado de cola amarilla (Limanda 

ferruginea) (Copeman et al., 2002), en el sol Senegales (Villalta et al., 2005a) y el Solea solea 

(Lund et al., 2008). Los requerimientos dietarios de EPA y ARA para las larvas de peces marinos 

se encuentran en un rango de 0.7 a 1.6% y de 0.5 a 1.2% del peso seco de la dieta (Izquierdo y  

Koven, 2011) respectivamente.  

 

En el presente estudio, el enriquecimiento de los rotíferos con el tratamiento marino disminuyó el 

valor de EPA a 0.72 ± 0.10 g/100g, mientras que el de ARA aumentó a 0.37 ± 0.06  g/100g, los 

cuales se encuentran en los límites inferiores recomendados para peces marinos. En los 

metanauplios de Artemia los valores fueron inferiores a los encontrados en los rotíferos con 0.56 ± 

0.02 g/100g  de EPA y 0.25 ± 0.01 g/100g de ARA. Para el tratamiento terrestre los valores en los 

rotíferos de EPA y ARA fueron de 0.16 ± 0.02 y 0.63 ± 0.09 g/100g, y en la Artemia de 0.15 ± 

0.01 g/100g de EPA y 0.04 ± 0.00 g/100g de ARA. Copeman et al., (2002) encontraron en el 

lenguado de cola amarilla que la migración del ojo se mejoró de un 47% a un 75% cuando las 

larvas fueron alimentadas con un contenido alto de DHA y EPA y un contenido bajo de ARA, 

comparado con la dieta alta únicamente en DHA. Así mismo, Estévez y Kanazawa (1995) 

mencionan que una deficiencia de LC-PUFAS n-3 y n-6 retrasa la metamorfosis en el turbot (S. 

maximus), debido a que una deficiencia de EPA y ARA afecta el control neuroendocrino en el 
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cerebro (Estévez et al., 1999). Un bajo aporte de EPA y ARA se puede relacionar con el retraso en 

el desarrollo larval observado en el presente trabajo, ya que el asentamiento de las larvas 

alimentadas con el tratamiento terrestre se observó hasta los 38 DDE, cuando solo el 50% de las 

larvas se encontraban asentadas, mientras que con el tratamiento marino el 95% de las larvas ya se 

habían asentado a los 32 DDE.  

 

A pesar de la importancia del contenido absoluto de cada AGE en la dieta, es necesario tomar en 

cuenta sus relaciones (DHA/EPA/ARA), ya que sus interacciones pueden afectar positiva o 

negativamente ciertos procesos fisiológicos (i.e., metamorfosis, división celular) durante el 

desarrollo de las larvas. Sargent et al., (1997) consideran adecuada una relación de 2 para la 

relación DHA/EPA y coincide, con la observada en los huevos de peces marinos, por lo que se 

sugiere mantener este valor en la dieta al momento de la primera alimentación exógena. Izquierdo 

et al., (2000) indican que el incremento de EPA en la dieta disminuye la incorporación del DHA 

en los fosfolípidos de las larvas, de la misma forma, un aumento de DHA reduce la incorporación 

de EPA en la segunda posición de la fosfatidiletanolamina (FE), por lo cual es importante mantener 

una relación de DHA/EPA adecuada para optimizar la utilización de ambos ácidos grasos en la 

dieta. Así mismo, un nivel elevado de EPA sobre el DHA provoca efectos adversos en la función 

neural de las larvas y esto a su vez en el crecimiento y la supervivencia como se ha observado en 

el arenque (Clupea harengus) (Bell et al., 1995).  

 

En el presente trabajo el enriquecimiento del alimento vivo con el tratamiento marino incrementó 

la relación DHA/EPA a valores mayores de 3, sin embargo para el tratamiento terrestre tanto para 

rotíferos y como metanauplios de Artemia esta relación se mantuvo cercana a 0. Rodríguez et al., 

(1997) encontraron que la tasa de crecimiento en las larvas de lubina era mayor cuando se 

alimentaban con rotíferos que tenían una relación de DHA/EPA de 1.5 comparado con las 

alimentadas con una relación menor a 0.6. Esto puede explicar porque se obtuvo un menor 

crecimiento y supervivencia en las larvas alimentadas con alimento vivo enriquecido con el aceite 

terrestre.  

 

En relación al EPA y ARA Sargent et al., (1999a,b) mencionan que un desbalance en la relación 

de EPA/ARA puede disminuir la producción de eicosanoides, por competencia del EPA y el ARA, 

ya que son sustratos metabólicos para las enzimas ciclooxigenasa y lipoxigenasa en la producción, 
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de prostanoides de la serie 2 y leucotrienos de la serie 4 a partir del ARA y de prostanoides de la 

serie 3 y leucotrienos de la serie 5 a partir del EPA, los cuales compiten por los mismos receptores 

en las membranas celulares, siendo los eicosanoides de ARA biológicamente más activos que los 

producidos a partir del EPA.  

 

En el presente estudio, el enriquecimiento de los rotíferos con el tratamiento terrestre alcanzó una 

relación de EPA/ARA de 3.9, el doble que con el tratamiento marino, que fue de 1.9 y en las 

artemias enriquecidas con el tratamiento terrestre fue de 3.4, mientras que en el tratamiento marino 

fue de 2. En cuanto a la relación de EPA/ARA Izquierdo y Koven (2011) mencionan que la relación 

adecuada de EPA/ARA encontrada en varios trabajos está entre 3.5 y 5, siempre y cuando se tenga 

un aporte de DHA adecuado para cada especie, lo cual mejora la supervivencia y el crecimiento en 

las larvas. Como se puede observar la relación de EPA/ARA en los rotíferos y meanauplios de 

Artemia fue menor en el tratamiento marino que con el tratamiento terrestre, a pesar de esto, las 

larvas del tratamiento marino alcanzaron un crecimiento significativamente mayor. Atalah et al., 

(2010) encontraron que cuando los requerimientos de DHA de las larvas de la lubina europea 

(Dicentrarchus labrax) son cubiertos por la dieta, se puede mejorar el crecimiento y la 

supervivencia si se incrementa el EPA y ARA, siempre y cuando se mantengan en una relación 3.3 

a 4. Lo anterior pone en evidencia que a pesar de que la relación de EPA/ARA de los rotíferos y 

en los metanauplios de Artemia en el tratamiento terrestre fue de 3.92 y 3.43 respectivamente, el 

contenido de DHA en la dieta no fue el adecuado para que las larvas tuvieran un crecimiento 

normal.   

 

El porcentaje de lípidos en los rotíferos se incrementó significativamente con el enriquecimiento, 

alcanzando valores de 15 a 16% con respecto al valor inicial de  8.07 % y en la Artemia aumentó 

a valores de 22% con respecto a los 12.21% iniciales, mientras que el contenido de proteína cruda 

no mostró diferencias significativas. Morais et al., (2004) realizaron dos bioensayos con larvas de 

lubina europea (Dicentrarchus labrax), en el primero alimentaron las larvas desde el momento de 

la apertura de la boca (5 DDE) hasta los 24 DDE con 6 microdietas con tres tipos de lípidos (aceite 

de bacalao, trioleína y aceite de coco) y dos niveles de inclusión (7.5 y 15%) y en el segundo 

bioensayo se suministró una dieta comercial desde los 5 hasta los 36 DDE y a partir de los 37 DDE 

se inició la alimentación de las larvas con las 6 microdietas experimentales hasta los 52 DDE. Estos 

autores encontraron que un aumento en el nivel de lípidos de la dieta resultó en un crecimiento 
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significativamente mayor de las larvas alimentadas con el aceite de pescado y trioleína, mientras 

que para el aceite de coco un nivel dietético mayor (15%) fue responsable de una disminución 

significativa en el crecimiento (peso seco). Lo anterior sugiere que la inclusión de ciertas 

cantidades de lípidos de origen terrestre en la dieta  de larvas de peces marinos (i.e., ≥ 15%), 

disminuye su crecimiento, como se observó en el presente trabajo. No obstante, estos autores 

mencionan que el menor crecimiento se debió a que la dieta con un 15% aceite de coco, contenía 

2.5% de ácido caprílico (C:8) que representó el 40% de los ácidos grasos de cadena media (AGCM, 

de 6 a 12 carbonos) en la dieta. Los AGCM se han asociado a menores crecimientos en la carpa 

común (Cyprinus carpio L.) y juveniles de corvina roja (Sciaenops ocellatus), aun con valores 

bajos (2%) en la dieta (Craig y Gatlin, 1995; Fontagné et al., 2000). Así mismo, una intensa β-

oxidación a partir de AGCM, produce cuerpos cetónicos y su interacción con otros ácidos grasos 

y nutrientes (i.e., triacilgliceroles, carbohidratos) reducen su utilización como fuente de energía y 

por lo tanto, reducen el crecimiento. Sin embargo, en el presente estudio no se encontraron AGCM 

en el alimento vivo enriquecido con acetite terrestre, por lo que la disminución del crecimiento de 

las larvas de este tratamiento, probablemente se debió a su bajo contendido de AGE.  

 

5.2 Actividad enzimática: lipasa dependiente de sales biliares 

 

La actividad total (ULarva-1) y específica (U µg-1 de proteína) de la LDSB en las larvas fue 

detectada desde el momento de la apertura de la boca (3 DDE) y antes del inicio de la alimentación 

exógena (i.e., rotíferos). Lo anterior sugiere que la larva del lenguado de California es capaz de 

digerir lípidos desde el inicio de la alimentación exógena. Resultados similares han sido reportados 

en otras especies de peces marinos como en el turbot (S. maximus) (Hoehne-Reitan et al., 2001), 

el lenguado de invierno (P. americanus) (Murray et al., 2003), el lenguado Japonés (Bolasina et 

al., 2006) el abadejo (Melanogrammus aeglefinus) y el bacalao del Atlántico (Gadus morhua) 

(Pérez-Casanova et al., 2006).  

 

Álvarez-González et al., (2006) mencionan que las larvas del lenguado de California en ayuno 

mueren a los 6 DDE, pero reportan una actividad similar de la LDSB en larvas alimentadas y en 

ayuno. En el presente estudio la actividad total (ULarva-1) de la LDSB aumenta paulatinamente 

hasta los 6 DDE y la actividad específica (U µg-1 de proteína) presenta un primer pico a los 3 DDE 

y se mantiene constante hasta los 6 DDE. Estos datos, sugieren que la expresión de esta enzima 
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durante los primeros días de desarrollo larval es un proceso ontogénico genéticamente programado 

y no estimulado por la ingestión del alimento exógeno (Zambonino-Infante y Cahu, 2001; Morais 

et al., 2007).  

 

En el lenguado de California, Juárez-Casillas (2009) describen un aumento de la actividad total de 

los 3 a 4 DDE seguido de una reducción a los 7 DDE, lo cual es similar a lo encontrado en este 

trabajo. Después de los 8 DDE la actividad total y específica de la LDSB disminuyó a los valores 

más bajos detectados en el presente estudio y se mantuvieron bajos hasta los 30 DDE, a excepción 

de un pico de actividad que se presentó en la actividad específica a los 12 DDE. Álvarez-González 

et al., (2006) reportan en la misma especie que la actividad total y específica de la LDSB aumentó 

de manera constante hasta los 15 DDE y después se mantuvo estable hasta el final del experimento 

a los 30 DDE. Esta diferencia se puede atribuir a que estos investigadores utilizaron larvas 

completas para preparar el homogenizado para los análisis enzimáticos, mientras que en el presente 

trabajo se disecó y utilizó únicamente la cavidad abdominal, con el fin de evitar cuantificar enzimas 

con capacidad lipolítica presentes en el resto de la larva (i.e., músculo) (Hoehne-Reitan et al., 

2001). Pérez-Casanova et al., (2006)  reportan una alta actividad específica de la LDSB durante 

los primeros 66 DDE en homogenizados de cuerpo completo del abadejo (M. aeglefinus) y en el 

caso del bacalao del Atlántico (G morhua) la LDSB presentó una menor actividad pero no tuvo 

diferencia significativa con respecto a la del abadejo.  

 

A partir de los 8 DDE la actividad total de la LDSB (en ambos tratamientos) se mantuvo estable y 

sin cambios hasta los 30 y 38 DDE cuando se presentaron picos en la actividad total de esta enzima 

en las larvas del tratamiento marino (figura 8). En el turbot (S. maximus) Hoehne-Reitan et al., 

(2001) observaron que en larvas de entre 3 y 7 DDE la actividad total de la LDSB se mantuvo 

estable, aumentando significativamente a partir de los 13 DDE y hasta el final del experimento a 

los 22 DDE. La actividad específica de la LDSB (U µg-1 de proteína) presentó un pico de actividad 

a los 12 DDE en ambos tratamientos, lo cual también fue reportado por Álvarez-González et al., 

(2006), este incremento en la actividad coincide con el incremento en la acumulación de lípidos en 

el hígado, reportado por Gisbert et al., (2004) para el mismo periodo.  

 

Después de los 12 DDE la actividad específica volvió a disminuir manteniéndose estable aún 

durante la transición de rotíferos a Artemia. Durante este periodo las larvas aumentan de tamaño, 



57 
 

 

incrementando su peso como parte del crecimiento, Hoehne-Reitan et al., (2001) mencionan que 

durante el crecimiento y desarrollo de larvas de peces marinos, la longitud y la superficie del tracto 

digestivo se incrementa considerablemente, permitiendo un mayor tiempo de retención del 

alimento y favoreciendo una mayor digestión y absorción, lo que reduce la necesidad de excretar 

grandes cantidades de enzimas digestivas al lumen, lo anterior podría explicar en parte, porque 

disminuye la relación entre la cantidad de enzima producida y la biomasa de la larva.  

 

A los 26 DDE se observa una disminución de las actividades total y específica de la LDSB (en 

ambos tratamientos) asociadas al proceso de metamorfosis y el asentamiento que ocurre en esta 

especie. Durante la metamorfosis los organismos disminuyen su tasa de crecimiento (ver tabla 3), 

a consecuencia de procesos fisiológicos relacionados con cambios morfológicos internos y 

externos drásticos, que resultan en un cambio en la disposición final de los órganos de la cavidad 

digestiva (Zacarías-Soto et al., 2006; Vizcaíno-Ochoa et al., 2010). Este proceso también se ha 

observado en el lenguado Japonés durante la metamorfosis (Tanaka et al., 1996; Bolasina et al., 

2006). En el tratamiento marino se dio un incremento en la actividad total y específica de la LDSB 

a los 30 DDE, edad a la que se observó que la mayoría de los lenguados se encontraban asentados 

y finalizando la metamorfosis. De manera similar, Zacarías-Soto et al., (2006) observó un 

comportamiento similar de algunas enzimas proteolíticas (i.e. tripsina, proteasas alcalinas, leucina 

aminopeptidasa) durante el desarrollo larval y la metamorfosis del lenguado de California.  

 

En el caso del tratamiento terrestre la actividad de la LDSB se mantuvo sin diferencias 

significativas durante los primeros 26 DDE. Gjellesvick (1991) menciona que la LDSB en las 

larvas de bacalao (Gadus morhua), hidroliza preferentemente ácidos grasos de cadena larga e 

insaturados (PUFAs). Esta afinidad de las lipasas por los triglicéridos se reduce conforme aumenta 

el número de carbonos de la cadena de los ácidos grasos y se incrementa el grado de saturaciones 

(reducción de enlaces dobles) (Olsen et al., 1998; Morais et al., 2006). El orden de preferencia de 

la actividad lipolítica se describe como PUFAs > monoinsaturados > saturados (Izquierdo y Koven, 

2011). Lo anterior puede explicar por qué la actividad total de la LDSB en el tratamiento terrestre 

fue similar a la del tratamiento marino, ya que el contenido de PUFAs totales (PUFAS n-3 + PUFAs 

n-6) en los rotíferos y la Artemia enriquecidos con el tratamiento terrestre fue de 7.00 y 7.26 g/100g 

respectivamente, mientras que en el tratamiento marino fue de 1.12 g/100g de rotíferos y de 5.68 

g/100g de Artemia. Además, el tratamiento terrestre tenía valores de ácidos grasos saturados más 
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bajos en rotíferos (1.56 ± 0.04 g/100g) y la Artemia (2.10 ± 0.03 g/100g)  que el tratamiento marino 

que presentaba valores de 3.63 ± 0.20 g/100g de rotíferos y de 3.52 ± 0.06 g/100g de Artemia. 

 

Adicionalmente, Izquierdo et al., (2000) reportan que la actividad de la LDSB en larvas de dorada 

(S. auratus) se incrementó más cuando fueron alimentadas con rotíferos que contenían triglicéridos 

ricos en EPA que cuando eran ricos en DHA o ácidos monoinsaturados. En este estudio, el valor 

de EPA en los rotíferos disminuyó su contenido significativamente después del enriquecimiento de 

0.89 ± 0.01 g/100g a valores de 0.72 ± 0.10 g/100g para el tratamiento marino y de 0.63 ± 0.09 

g/100g en el tratamiento terrestre, siendo similar el contenido de EPA en ambos tratamientos. Por 

lo cual, el retraso hasta los 34 DDE de la actividad total de la LDSB de las larvas del tratamiento 

terrestre se atribuye a un bajo aporte en los AGE, que a su vez retardo el crecimiento y por ende la 

metamorfosis en los lenguados. Es importante mencionar que en este trabajo no se caracterizó el 

grado de desarrollo del sistema digestivo, mediante la utilización de algún marcador comúnmente 

usado en los estudios de larvas de peces marinos (i.e., actividad de las aminopeptidasas del borde 

de cepillo de los enterocitos (EBC), fosfatasas alcalinas), las cuales reflejan la maduración de los 

enterocitos del intestino, al reducirse la digestión intracelular (típica al inicio de la etapa larval), e 

incrementarse la actividad de las EBC, que involucra una digestión intraluminal propia de la etapa 

adulta (Zambonino-Infante et al., 1997, 1999). Estas observaciones pueden ser una herramienta 

útil para relacionar y corroborar si el atraso en la actividad total y específica de la LDSB se debió 

a un bajo contenido de AGE en la dieta.       

 

5.3. Actividad enzimática: fosfolipasa A2 

 

En el presente estudio se reporta por primera vez la caracterización de la actividad enzimática de 

la FLA2 en el lenguado de California. Se detectó actividad de esta enzima antes del inicio de la 

alimentación exógena (1 DDE). En el bacalao del Atlántico (G.morhua), Sæle et al., (2011) 

reportan actividad de la FLA2 desde la primera alimentación exógena a los 3 DDE. Sin embargo, 

en el besugo (P. major) Uematsu et al., (1992) no encontraron actividad de la FLA2 hasta los 13 

DDE, diez días después del inicio de la alimentación exógena. Por su parte, Hoehen-Reitan et al., 

(2003) en el turbot (S. maximus) encontraron actividad de la FLA2 hasta los 6 DDE, cuatro días 

después de la primera alimentación.  
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Los lípidos de los huevos y el saco vitelino de los peces marinos son principalmente fosfolípidos 

(10%) y triglicéridos (5%) (Sargent et al., 1999a; Cahu et a., 2009), por lo que la actividad de la 

FLA2 se debe detectar antes del inicio de la alimentación exógena, ya que es necesaria para 

metabolizar las reservas del saco vitelino (Sæle et al., 2011). Ozkizilcik et al., (1996) reporta que 

la FLA2 es la enzima lipolítica más importante en los huevos y larvas de la lubina rayada 

(M.saxatilis) hasta la etapa juvenil. 

 

En el presente estudio, la actividad total de la FLA2 aumentó a partir de los 14 DDE hasta alcanzar 

su máxima actividad, que ocurrió a los 30 DDE en las larvas del tratamiento marino, periodo en el 

cual las larvas están terminando la metamorfosis y el asentamiento. Kanazawa (1993) menciona 

que debido a la alta tasa de crecimiento, las larvas requieren una gran cantidad de fosfolípidos para 

la formación de las membranas de las nuevas células durante el crecimiento, lo cual puede explicar 

porque su actividad va en aumento hasta que se alcanza la metamorfosis. 

 

Con base en estudios anteriores en los que se evaluó la contribución relativa de las fosfolipasas en 

las diferentes regiones del cuerpo de las larvas. En el presente estudio se decidió diseccionar el 

tracto digestivo lo más temprano posible (8 DDE) para reducir la posible interferencia de las FLA2 

provenientes de otros tejidos de la larva. En el besugo, Iijima et al., (2000) encontraron hasta 70 

veces mayor actividad de la FLA2 en las branquias que en el páncreas. Por su parte, en el bacalao 

del Atlántico (G.morhua), Sæle et al., (2011) no encontró actividad de la FLA2 en el músculo, pero 

si en hígado, cerebro, riñón y branquias, aunque menores cantidades en comparación con el tracto 

digestivo. En el turbot (S. maximus), la actividad de la FLA2 asociada al tracto digestivo representa 

el 61% de la actividad total del homogenizado de larvas completas a los 12 DEE Hoehne-Reitan et 

al., (2003).  

 

En este trabajo, la disminución de la actividad específica de la FLA2 de las larvas con ambos 

tratamientos, de los 22 a los 30 DDE, coincide con la etapa de metamorfosis (de los 18 a 34 DDE). 

Tanaka et al., (1996) encontraron que durante la metamorfosis del lenguado Japonés (Paralichthys 

olivaceus), la actividad de la amilasa y la tripsina disminuían significativamente y que al finalizar 

la metamorfosis, un alto porcentaje de los organismos asentados, tenían el estómago vacío, lo que 

indica que la alimentación se reduce durante esta etapa, al mismo tiempo que está ocurriendo una 

reorganización (cambio de posición) del intestino y muchos otros órganos (i.e., hígado, páncreas). 
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Esta tendencia es similar a la observada en este trabajo, para la actividad específica de la FLA2, 

que disminuyó durante la metamorfosis. A pesar de que en este estudio no se estudió ingestión del 

alimento por etapa de desarrollo, sería una herramienta adicional para elucidar la disminución en 

la actividad específica de la FLA2 en esta etapa. Por su parte, Sæle et al., (2011) encontraron que 

en el bacalao del Atlántico la actividad específica de la FLA2 del tracto digestivo representa el 

63.2% del total de las fosfolipasas en larvas de 34 DDE y su importancia disminuye conforme 

aumenta la edad de la larva a un 30.8 y 14.2% a los 48 y 62 DDE respectivamente, lo cual concuerda 

con la reducción en la actividad total y específica de la FLA2 después de la metamorfosis en el 

presente trabajo.  

 

Para la preparación de la emulsión enriquecedora de aceite de linaza, se agregó lecitina de soya, la 

cual es una buena fuente de fosfolípidos de origen terrestre (65 - 75% de su peso seco) (Cahu et 

al., 2009), de los cuales un 19-21% son FC (Scholfied, 1981). Varios trabajos ha evaluado el efecto 

del tipo de lípido sobre la actividad de las lipasas entre estas la FLA2. Zambonino-Infante y Cahu, 

(1999) evaluaron el efecto del nivel de lípidos de las dietas en las larvas de lobina europea (D. 

labrax) alimentadas por 23 días con 5 dietas formuladas con un porcentaje incremental de lípidos 

(10, 15, 20, 25, 30%) donde los fosfolípidos representaron un mínimo de 4.5% del total de lípidos. 

Estos investigadores reportan que después de los 14 DDE la actividad de la FLA2 se incrementó en 

relación directa con el contenido de lípidos en la dieta hasta un 20% (15% triglicéridos y 5% 

fosfolípidos), pero con las dietas de mayor contenido (con 25 y 30% de lípidos) la actividad se 

mantuvo igual, sin diferencias significativas. Así mismo, la síntesis del RNA mensajero de la FLA2 

fue similar en las dietas de 25 y 30% lo que puede indicar que la enzima alcanza su capacidad 

máxima de síntesis con 20% de lípidos en la dieta. Morais et al., (2007) concuerdan que existe un 

límite máximo de expresión de las enzimas lipolíticas en larvas de peces marinos, por lo tanto hay 

una capacidad máxima para la síntesis de estas enzimas durante la etapa larvaria. Buchet et al., 

(2000) observaron que cuando las larvas de la corvina roja (S.ocellatus) se alimentan con dos dietas 

con 15 y 30% de lípidos totales de la dieta, la actividad de la FLA2 se incrementa por el aumento 

de 3.6 a 6.8% de fosfolípidos del total de lípidos en la dieta. Sin embargo, Hoehne-Reitan et al., 

(2003) alimentaron a un grupo de larvas de turbot (S. maximus)  de los 2 DDE hasta los 24 DDE 

con alimento vivo y otro grupo con una microdieta que contenía mayor porcentaje de fosfolípidos 

de los 13 hasta los 24 DDE y reportan una menor actividad en la FLA2 en el grupo alimentado con 

la microdieta, concluyen que la síntesis y secreción de la enzima está más relacionada con factores 
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de la dieta, lo cual probablemente afecta la capacidad digestiva de los lípidos (i.e., menores tasas 

de ingestión, desbalance nutricional). Lo anterior puede sugerir que los fosfolípidos de la lecitina 

de soya presentes en el enriquecedor del tratamiento terrestre sirvieron como sustrato para la FLA2, 

estimulando la actividad total y específica, provocando que fueran similares a las encontradas para 

el tratamiento marino.  

 

Morais et al., (2007) mencionan que un exceso de lípidos neutrales o una relación inadecuada de 

lípidos neutrales:polares tiene un efecto negativo sobre el crecimiento de las larvas, debido a que 

altos niveles de lípidos neutrales (i.e., saturados, monoinsaturados) con una deficiencia de lípidos 

polares en particular de fosfolípidos (FL), provoca una acumulación de gotas de aceite en los 

enterocitos reduciendo el transporte de los lípidos absorbidos y re-esterificados e los enterocitos 

(Morais et al., 2005). Este efecto adverso en el transporte de los lípidos puede ser revertido con la 

adición de FL a la dieta, en especial la fosfatidilcolina (FC), (Fontagné et al., 1998) ya que favorece 

la síntesis de lipoproteínas que son vitales para el transporte de los lípidos de los enterocitos hacía 

el hígado (Izquierdo et al., 2000; Liu et al., 2002). Lo anterior sugiere que las larvas del tratamiento 

terrestre se vieron favorecidas con el aporte de fosfolípidos provenientes de la lecitina de soya, con 

lo cual tuvieran un adecuado transporte de lípidos, especialmente saturados y monoinsaturados, 

necesarios como energía para el metabolismo celular, provocando que la actividad total y específica 

de la FLA2 fuera similar a la encontrada en el tratamiento marino. Sin embargo, aunque se 

menciona que la lecitina de soya es una buena fuente de FL, no contiene LC-PUFAs (i.e., DHA, 

EPA) (Scholfied, 1981). Lo cual evidencia que a pesar de tener presente FL en la dieta, el aporte 

de AGE es de gran importancia para obtener un mayor crecimiento y supervivencia.   

 

5.4 Pruebas de calidad de larva 

 

Las pruebas de estrés o resistencia en larvas de peces son una herramienta para evaluar el estado 

general de salud o la condición de las larvas, que les permite responder a un agente estresante, esta 

respuesta se puede correlacionar con la calidad de los nutrientes suministrados en la dieta. La 

prueba de estrés térmico en este trabajo se hizo de forma aguda (i.e., shock térmico), al someter las 

larvas a un aumento inmediato de temperatura de 18 a 32 °C. Las larvas del tratamiento marino 

presentaron un índice de estrés significativamente menor que las del tratamiento terrestre.  
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Ganga et al., (2006) mencionan que bajo situaciones de estrés, los organismos aumentan  la 

producción de la hormona adenocorticotropina (ACTH, por sus siglas en inglés), la cual activa un 

tipo de fosfolipasas específicas para la liberación de EPA y ARA, que llevan a la formación de 

eicosanoides. Estás moléculas aumentan la expresión de receptores de glucocorticoides (i.e., 

cortisol), de proteínas de shock térmico, producción de prostanglandinas, modulan la función 

cardiovascular, neural, estimulan la osmoregulación y la respuesta inmune (i.e., leucotrienos) 

(Mustafa y Srivastava, 1989; Koven et al., 2001) ayudando al organismo a responder al agente 

estresor (Tocher, 2003). Como se mencionó anteriormente a pesar de que los valores de EPA y 

ARA se encontraban en el límite inferior recomendado en el alimento vivo enriquecido con el 

tratamiento marino (g/100g del peso seco), eran significativamente mayores a los del tratamiento 

terrestre. Koven et al., (2001) mencionan que probablemente el ARA se requiera en pequeñas 

cantidades, debido a la naturaleza de su papel fisiológico en la regulación de cierto procesos 

biológicos (i.e., producción de ciertas prostaglandinas) a diferencia de los altos niveles de DHA y 

EPA que son necesarios para la función y estructura de las membranas celulares, lo que demuestra 

la importancia de suministrar estos AGE aún en las cantidades mínimas recomendadas en las dietas 

para garantizar un mejor crecimiento y respuesta a situaciones de estrés. Además, Izquierdo y 

Koven, (2011), indican que el suministro de EPA y ARA en cantidades adecuadas y en 

combinación con otros LC-PUFAs (DHA) mejora el crecimiento, supervivencia y resistencia al 

estrés en larvas de peces marinos.  

 

Por su parte, Kanazawa, (1997) alimentó larvas de dorada (Pragus major) con dietas que contenían 

diferentes niveles de DHA (0,1, 2%) y lecitina de soya (LS) (0, 3, 5%) del total de la dieta y al final 

del bioensayo sometió las larvas a un estrés térmico con aumentos escalonados de temperatura, 

desde los 22.5 hasta los 33.5 ºC y encontró que  las dietas con 1 y 2% de DHA y 5% de fosfolípidos 

las larvas presentaban una mayor tolerancia a los incrementos de temperatura. De igual manera 

Kanazawa, (2000) evaluó el efecto de la alimentación de las larvas del lenguado (Limanda 

yokohamae) con una dieta con dos niveles de DHA (0, 2% del peso total de la dieta) y encontró 

que al someter a las larvas a incrementos de 1 ºC por hora desde los 16 ºC hasta los 32 ºC, aquellas 

larvas alimentadas con 2% de DHA resistieron mejor el incremento de temperatura.  

 

Izquierdo y Koven (2011), mencionan que el DHA afecta directa o indirectamente la producción 

de eicosanoides, ya que es un sustrato para la lipooxigenasa, una enzima encargada de la 



63 
 

 

producción de leucotrienos y además junto con el EPA son precursores de biomoléculas 

mediadoras llamadas “resolvin” y “(neuro)protectin” los cuales ayudan a regular la respuesta 

celular de los peces, al ser potentes antiinflamatorios e inmunoreguladores (Hong et al., 2005). En 

el presente trabajo el contenido de DHA en el alimento vivo del tratamiento marino fue 

significativamente mayor al contenido en el tratamiento terrestre, el cual fue casi nulo, lo que en 

parte ayuda a explicar por qué se observó una mejor resistencia al estrés en las larvas  del 

tratamiento marino. Es bien conocido que el DHA tiene una mayor funcionalidad biológica como 

LC-PUFAs n-3 que el EPA y por esto, este LC-PUFAs n-3 tiene una mayor esencialidad, en 

particular para los peces marinos. Por esto se recomienda una relación de 2:1 de DHA:EPA en la 

dietas para peces marinos (NRC, 2011). El alimento vivo enriquecido con aceites marinos presento 

una relación DHA:EPA mayor a 2 (i.e., 2.9) muy superior a los enriquecidos con aceite terrestre 

(relación de 0.16) por lo que las cantidades y relaciones de DHA y EPA fueron mejores. 

 

De igual manera, se utilizó el destete (cambio de alimento vivo a una microdieta formulada) como 

una prueba de estrés para evaluar la capacidad de las larvas para resistir y adaptarse a este cambio 

drástico de alimentación. Las larvas del tratamiento terrestre que consumieron un alimento con un 

bajo aporte de AGE durante un período de 35 días, no lograron adaptarse al cambio de dieta, 

obteniéndose una supervivencia de 3.72% y un menor crecimiento en LT a diferencia del 

tratamiento marino con una supervivencia igual a 21.13% y un mayor crecimiento en LT. Lo 

anterior puede sugerir que en las larvas alimentadas que tuvieron un menor aporte de AGE, el 

desarrollo del sistema nervioso y los órganos sensoriales como la visión estuvieran comprometidos, 

con consecuencias significativas en una serie de procesos fisiológicos, de comportamiento e 

incluso los que dependen del sistema neuroendocrino (Sargent et al., 1999b), disminuyendo la 

capacidad de la larva para reconocer y capturar el alimento vivo. Bell  et al., (1995) encontraron 

que un aumento del DHA en la dieta mejoró el comportamiento alimenticio del arenque (Clupea 

harengus) a bajas intensidades de luz. Esto último sugiere que las larvas alimentadas con el 

tratamiento terrestre posiblemente presentaran un menor grado de desarrollo de los órganos 

sensoriales necesarios para una adecuada captura del alimento.  

 

Por su parte, Benítez-Santana et al., (2007) mencionan que el DHA se acumula selectivamente en 

el tejido neural, participando en el desarrollo de la sinapsis nerviosas. Bell et al., (1995) 

encontraron que los ojos de las larvas de peces contienen altas cantidad de DHA, donde los 
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fosfoglicéridos (di-C22:6n3) pueden alcanzar más del 70% de los ácidos grasos en la retina. 

Además, Izquierdo y Koven (2011) sugieren que el DHA tiene un papel importante en el 

mantenimiento y función del membranas neurales. Así mismo, Furuita et al., (1998) alimentaron 

larvas del lenguado Japonés (P. olivaceus) de alrededor de 6 mm de longitud total con rotíferos y 

Artemia enriquecidos con valores de 1.72% de DHA, 4.42% de EPA, 5.37% de ARA y 10.43% de 

ácido oleico por 25 días, y encontraron que el volumen del cerebelo de las larvas alimentadas con 

la Artemia enriquecida con EPA y DHA era mayor que las larvas alimentadas con la dieta deficiente 

de AGE (ácido oleico), además de alcanzar un mayor porcentaje de supervivencia y crecimiento 

en longitud total. Por otro lado, Roo et al., (2009) mencionan que en el besugo (Pagrus pagrus) un 

aumento del DHA en los rotíferos de 2 a 4.5% en peso seco redujo la aparición de deformidades 

óseas (i.e., fusión de vertebras, deformidades craneales), ya que los LC-PUFAS n-3 y n-6 tienen 

un papel importante durante la condrogénesis y la osteogénesis en la etapa larval (Faustino, 2002). 

Lo anterior evidencia que los AGE están involucrados en procesos fisiológicos  que son 

fundamentales durante el desarrollo larval en los peces marinos, por lo que es de gran importancia 

suplir los AGE en las cantidades y en las relaciones óptimas, además de suministrarlos por medio 

de nutrientes adecuados para promover su digestión, absorción y asimilación. 
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Conclusiones 

 

• Se detectó la actividad de la lipasa dependiente de sales biliares (L-DSB) y la fosfolipasa 

A2 (FLA2) antes del inicio de la alimentación exógena, dos enzimas que son parte 

importante de la batería enzimática que posee la larva para digerir lípidos durante los 

primeros 42 DDE.  

 

• La deficiencia de AGE en el enriquecedor de origen terrestre probablemente retraso el 

desarrollo fisiológico de las larvas, incluyendo el tracto digestivo, lo que llevó a un retraso 

en la actividad de la LDSB. 

 
• Se observó una disminución de la actividad total y específica de la FLA2 al final de la 

metamorfosis y asentamiento de las larvas, lo que sugiere que la tasa de ingestión de 

alimento vivo se reduce durante esta etapa y por ende la síntesis y secreción de esta enzima. 

 

• En el presente estudio se evidenció la importancia del aporte de ácidos grasos esenciales 

como el DHA, EPA, ARA en el alimento, así como la relación entre estos, que es de gran 

importancia para el desarrollo larval del lenguado de California bajo condiciones de cultivo. 

 
• El uso del aceite de linaza no es adecuado como enriquecedor del alimento vivo (rotíferos 

y Artemia) en cultivo larvario de lenguado de California, ya que el crecimiento, 

supervivencia y capacidad de respuesta al estrés fueron significativamente inferiores con 

respecto al alimento vivo enriquecido con aceite de origen marino. 
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Recomendaciones 

 

• Hacer un experimento donde se relacione la actividad de las enzimas digestivas 

contrastando un homogenizado del tracto digestivo y otro de la larva completa para 

determinar si hay diferencias en la actividad o si existe la presencia de inhibidores. 

 

• Incluir una enzima digestiva como indicador del grado de desarrollo del sistema digestivo 

(i.e, aminopepidasa), para tener un control de que el desarrollo digestivo de la larva se está 

llevando acabo de acuerdo a lo esperado. 

 

• Evaluar la expresión génica de la FLA2 a través del desarrollo larval para relacionarlo con 

la actividad enzimática. 

 

• Evaluar tasa de ingestión para determinar si la larva en períodos críticos (i.e, metamorfosis) 

se está alimentando y relacionarlo con el comportamiento de las enzimas digestivas. 
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Anexos 

 

Protocolo para la determinación de la actividad de la lipasa dependiente de sales biliares (LDSB) 

en un lector de placas usando 2-nitrofenil miristato (modificado de Gjllesvik, 1992) 

1. Reactivos 

1.1. Sustrato para lipasa (una vez mezclado con el buffer usar el mismo día). 
 
1.1.1. Primero disolver 34.9 mg de miristato (Peso molecular 349.49gmol-1) en 1.0 ml de etanol 

para alcanzar una concentración de 100 mM y almacenar a -80°C. 

1.1.2. Preparar el buffer a un pH de 7.4 (0.5 M tris-HCl), 6 mM de taurocolato de sodio y 100 mM 

de cloruro de sodio (NaCl). Para 10 ml de buffer se disuelven 0.661 g de tis-HCl + 0.097 g 

de tris-Base en agua destilada, se añaden 0.032 g de taurocolato de sodio + 0.058 g de NaCl. 

 1.1.3. Mezclar el buffer con el miristato (100 mM) para alcanzar una concentración final de 0.50 

mM. Para 1 ml agregar 5.0 ul de miristato a 995 ul de buffer. 

 

2. Procedimiento 
 
2.1. Ensayo de LDSB 
 
2.1.1. Agregar 25 ul del homogenizado del tracto digestivo de las larvas en los pozos de la placa 

2.1.2. Iniciar la reacción al agregar 200 ul de la solución buffer + miristato, preferiblemente con 

una pipeta de carga.  

2.1.3. Registrar la absorbancia de la reacción a una longitud de onda de 400 nm de luz UV-visible, 

cada minuto por una hora a 30 ºC de temperatura.  

 

2.2. Blanco y control positivo 
 
2.2.1. Agregar agua destilada en lugar extracto enzimático como blanco. 

2.2.2. Para el control positivo utilizar lipasa pancreática porcina a 1.0 mg/ml. 
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3. Cálculo de actividad enzimática 

 

La actividad enzimática se reporta como actividad total por larva (U Larva-1) y actividad específica 

(U µg-1 proteína). Donde 1 U de actividad enzimática se definió como el incremento de 0.1 

unidades de absorbancia por minuto (Lazo et al., 2000b).  

 

La actividad total se determina usando la siguiente fórmula, 

 

�	������� = T∆	Abs/min			Coef	Ext ∗ 	 Vol	total	de	H	�μl�
Vol	de	H	utilizado	�μl� ∗ 	

Vol	de	reacción	�μl�
Vol	de	H	utilizado	�μl�f /	;<. �����> 

Donde, 

Abs/min: es el punto donde se registró la mayor absorbancia de cada muestra 
  
Coef Ext: 0.1 unidades de absorbancia por minuto   
 
Vol total de H: es el volumen total de agua destilada que se usó para homogenizar las larvas (1 ml) 
 
Vol de H utilizado: es la cantidad de homogenizado que se utilizó para la reacción (25µl) 
 
Vol de reacción: es el volumen final de la reacción (225µl) 
 
No. Larvas: es el número total de larvas utilizadas para realizar el homogenizado 
 

La actividad específica se obtiene al dividir la actividad total por larva entre la concentración de 

proteína soluble del homogenizado y está expresada en U µg-1 de proteína.  

 


