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Resumen de la tesis que presenta Naoki Abraham Kawamoto Camacho como requisito parcial para la 
obtención del grado de Maestro en Ciencias en Acuicultura. 
 
 

Presencia de Perkinsus marinus en el ambiente y en los moluscos Anadara tuberculosa, Mytella 
strigata y Crassostrea corteziensis de la costa de Nayarit 

 
 

Resumen aprobado por: 
 

_______________________________ 
Dr. Jorge Abelardo Cáceres Martínez 

Director de tesis  
 
El parásito Perkinsus marinus cuyo ciclo de vida le permite subsistir en el ambiente y cumplir su ciclo 
dentro del hospedero es el agente causal de la perkinsosis, letal para Crasssotrea virginica y enlistado 
por la Organización Mundial de Salud Animal (OMSA). El comercio de ostiones entre el Golfo de México 
y el Pacífico mexicano ha generado preocupaciones sanitarias al introducir estos moluscos en 
comunidades costeras del Pacífico. P. marinus formaría parte de la microbiota ambiental y estar en los 
moluscos bivalvos de estos ambientes. En el presente estudio se emplearon las técnicas PCR, qPCR, 
secuenciación de amplicones y de próxima generación, así como análisis de microbioma para 
determinar la presencia de P. marinus en el ambiente y en los moluscos Anadara tuberculosa, Mytella 
strigata y Crassostrea corteziensis que coexisten en el estero Pozo Chino, Nayarit. Además, se 
analizaron muestras embebidas en parafina de Tabasco, Veracruz (C. virginica), Nayarit y Sinaloa (C. 
corteziensis) para realizar comparaciones genotípicas. La prevalencia de infección mediante PCR fue 
de 86% en ostiones de la zona baja y media del estero, y de 66% en la zona alta, mientras que para M. 
strigata fue de 2.2% por qPCR. No se detectó a P. marinus en el ambiente ni en A. tuberculosa. La 
identidad del parásito fue de 86.1 al 100% mediante secuenciación dirigida. Los primers que amplifican 
productos de 130 pb fueron más eficaces. La no detección del parásito en el entorno se debe a su baja 
presencia, consecuencia de la baja salinidad, ausencia de infecciones graves y la falta de eventos 
inusuales de mortalidad, evitando la liberación masiva del parásito en el ambiente. Además, la baja 
detección en M. strigata y ausencia en A. tuberculosa puede relacionarse con su susceptibilidad. El 
análisis del microbioma eucariótico mostró a P. marinus como parte de la microbiota en C. corteziensis. 
En el ambiente los grupos más abundantes fueron copépodos, moluscos, poliquetos y diatomeas. Se 
requiere profundizar en su estudio en el ambiente y hospederos a lo largo del año para dimensionar 
mejor el riesgo sanitario que se enfrenta en una zona donde se ha establecido el parásito. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Palabras clave:  Perkinsus marinus, Anadara tuberculosa, Mytella strigata, Crassostrea, protista, 
Pozo Chino, susceptibilidad.  
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Abstract of the thesis presented by Naoki Abraham Kawamoto Camacho as a partial requirement to 
obtain the Master of Science degree in Aquaculture. 
 

Presence of Perkinsus marinus in the environment and in the mollusks Anadara tuberculosa, 
Mytella strigata and Crassostrea corteziensis from the coast of Nayarit 

 
 

Abstract approved by: 
_______________________________ 

Dr. Jorge Abelardo Cáceres Martínez 
Thesis Director 

 
The parasite Perkinsus marinus, whose life cycle allows it to survive in the environment and complete 
its cycle within the host, is the causative agent of perkinsosis, lethal to Crassostrea virginica, and listed 
by the World Organisation for Animal Health (WOAH). The trade of oysters between the Gulf of Mexico 
and the Mexican Pacific coast has raised sanitary concerns by introducing these mollusks into coastal 
communities on the Pacific. In areas where detection has occurred, P. marinus would be part of the 
environmental microbiota (plankton/sediments) and in coexisting bivalve mollusks. In this study, PCR, 
Real-Time PCR (qPCR), amplicon sequencing and next-generation sequencing techniques, as well as 
microbiome analysis, were employed to determine the presence of P. marinus in the environment 
(plankton and sediments) and in the mollusks Anadara tuberculosa, Mytella strigata, and Crassostrea 
corteziensis coexisting in the Pozo Chino estuary, Nayarit. Paraffin-embedded samples from Tabasco, 
Veracruz (C. virginica), Nayarit, and Sinaloa (C. corteziensis) were also analyzed for genotypic 
comparisons. The infection prevalence through PCR was 86% in oysters from the lower and middle 
zones of the estuary and 66% in the upper zone, while for M. strigata, it was 2.2% by RT-PCR. P. marinus 
was not detected in the environment or in A. tuberculosa. Directed sequencing revealed a parasite 
identity of 86.1 to 100%. Primers amplifying 130 bp products were more effective. The lack of detection 
of the parasite in the environment is due to its low presence, resulting from low salinity, the absence 
of records of severe infections, and the lack of unusual mortality events, preventing massive release 
of the parasite into the environment. Additionally, the isolated detection in M. strigata and absence 
in A. tuberculosa may be related to their susceptibility. Analysis of eukaryotic microbiomes identified 
P. marinus as part of the microbiota in C. corteziensis. In the environment, the most abundant groups 
were copepods, mollusks, polychaetes, and diatoms. Further studies in the environment and hosts 
throughout the year are required to better understand the health risks in an area where the parasite 
has become established. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Keywords: Perkinsus marinus, Anadara tuberculosa, Mytella strigata, Crassostrea, protist, Pozo 
Chino, susceptibility.  
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Capítulo 1.  Introducción 

Los bivalvos son recursos muy apreciados por los consumidores por su buen sabor y beneficios a la salud 

al ser una fuente saludable de proteína, ricos en vitaminas (A y D), minerales esenciales (yodo, selenio, 

calcio), bajos en grasa y con un gran contenido de ácidos grasos omega-3. Además, estos moluscos 

representan una fuente de alimento sustentable, debido a que ocupan los niveles inferiores de la cadena 

trófica por lo que su alimentación depende de la productividad primaria (Smaal et al., 2019). Por estas 

razones los bivalvos representan un recurso muy importante para el sector acuícola y pesquero. 

En 1994 la producción mundial acuícola de moluscos superó a la pesquera, desde entonces su incremento 

ha sido constante. En este sentido, la producción correspondiente a bivalvos provenientes de maricultura 

alcanzó 17.7 millones de toneladas en 2018, frente a la pesquera que fue de 3.5 millones de toneladas 

(FAO, 2020). En el mundo se cultivan alrededor de 79 especies de moluscos bivalvos y 93 especies son 

explotadas por pesca. El porcentaje de producción por grupo es: almejas (38%), ostreidos (33%), 

berberechos (17%) y mejillones (13%) (Smaal et al. 2019). 

México es el undécimo productor de moluscos bivalvos a nivel mundial y se posiciona en cuarto lugar a 

nivel regional (Latinoamérica) donde es superado por Chile, Brasil y Perú (Cáceres-Martínez & Vásquez-

Yeomans, 2013). Con relación a la producción nacional de bivalvos, esta es de alrededor de 83,654 

toneladas anuales, de las cuales 53,443 toneladas corresponden a ostreidos y 30,211 ton para almejas 

(CONAPESCA, 2018). Es importante destacar que la mayor producción acuícola de bivalvos se registra en 

las costas noroccidental y noroeste del país correspondiendo a especies de ostiones (Maeda-Martínez, 

2008). En cambio, las pesquerías de moluscos bivalvos se enfocan en 9 especies en el pacífico y Golfo de 

California y una especie en el Caribe y Golfo de México (Baqueiro y Castagna, 1988). 

A pesar de que México cuenta con un gran potencial acuícola y pesquero de moluscos bivalvos, existen 

diversos factores que interfieren en su desarrollo, siendo una de las principales amenazas la ocurrencia 

de enfermedades y mortalidades masivas por organismos patógenos (Maeda-Martínez, 2008). No 

obstante, aunque las mortalidades ocurren de forma natural, estos eventos se ven potenciados por el 

inadecuado manejo acuícola como la densidad de siembra, sistema de cultivo y movimiento de 

organismos que no cuentan con una certificación sanitaria (Cáceres-Martínez y Vásquez-Yeomans, 2013). 

Un claro ejemplo es la enfermedad de “Dermo” o perkinsiosis, causada por el protista Perkinsus marinus, 

en el ostión americano Crassostrea virginica y otras especies de moluscos bivalvos. Este patógeno está 
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enlistado por la Organización Mundial de Salud Animal (OMSA) debido a su impacto ecológico (Carnegie 

et al., 2021) y por estar asociado con pérdidas económicas devastadoras para los sectores acuícola y 

pesquero (Joseph et al., 2010; Cáceres-Martínez et al., 2016), convirtiéndolo en uno de los patógenos más 

importantes para la producción ostrícola. 

Aunque P. marinus es un parásito intracelular obligado, tiene la capacidad de permanecer en la columna 

de agua durante meses conservando su potencial infectivo y estando disponible para ser captado por los 

moluscos bivalvos cuando se alimentan, predisponiéndolos a la infección (Bedegain et al., 2017). El ostión 

americano es considerado la especie más susceptible y se ha visto afectado a lo largo de su distribución 

en la costa este de los EUA y Golfo de México (Burreson et al., 1994). Actualmente, el parásito se 

encuentra bien establecido en otras áreas, pues ha invadido las costas del Atlántico sudoccidental, Mar 

Caribe y Pacífico oriental, como resultado, se registran nuevas especies de moluscos bivalvos infectadas 

por P. marinus.  

De acuerdo con lo reportado por Cáceres-Martínez et al. (2008), la primera detección de P. marinus en el 

Pacífico mexicano se efectuó en el ostión de Cortés, C. corteziensis, procedente de los esteros Pozo Chino 

y Boca de Camichín en Nayarit. Ambos esteros de la región noroccidental de México convierten al estado 

de Nayarit como el principal productor de C. corteziensis (Madero-López, 2015). Su producción se obtiene 

de la pesquería local y de cultivos artesanales que dependen de la colecta y engorda de semilla del medio 

natural (Cáceres-Martínez y Vásquez-Yeomans, 2013). La importancia de C. corteziensis radica en su 

potencial en la acuicultura, bajos costos de producción, excelente sabor y valor nutricional. Otras especies 

importantes que coexisten con el ostión de Cortés son la almeja de raíz Anadara tuberculosa y el mejillón 

de manglar Mytella strigata. La primera forma parte de los bivalvos de mayor importancia económica en 

el país (Baqueiro y Castagna, 1988), siendo alternativa para la acuicultura debido a su alta fecundidad y 

tasa de crecimiento (Riosmena, 2015). Además, A. tuberculosa es la especie de molusco de mayor 

producción por extracción en zonas de manglares representando gran valor cultural y siendo cataloga 

como un alimento básico y recurso de subsistencia en varios países tropicales de América Latina (Diringer, 

2018). En cuanto a M. strigata, es considerada una especie problemática principalmente para el sector 

acuícola debido a su rápido crecimiento, elevada capacidad reproductiva y de dispersión llegando a 

saturar estructuras de cultivo, a pesar de ello este mitílido es de suma importancia ecológica y es 

aprovechado por locales como recurso alimenticio.  

Desde la perspectiva ya mencionada, las poblaciones silvestres y de cultivo que estarían en contacto con 

P. marinus en las áreas donde se ha detectado al parásito, estarían en riesgo de infección y de desarrollar 
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la enfermedad de la perkinsosis, lo cual es preocupante. En este sentido, es importante determinar la 

presencia de P. marinus tanto en los moluscos que coexisten en ambientes en donde se encuentra el 

parásito, como en muestras ambientales de agua y sedimento debido a la conocida habilidad del patógeno 

para sobrevivir fuera de su hospedero. El propósito de este trabajo es determinar mediante diversas 

técnicas moleculares la presencia de P. marinus en las especies A. tuberculosa, M. strigata y C. corteziensis 

así como en muestras ambientales conformadas por sedimento superficial y fracciones planctónicas. 

Complementariamente, se analizaron en muestras almacenadas en bloques de parafina, las posibles 

diferencias genotípicas entre P. marinus encontrado en el ostión americano y el ostión de Cortés de 

diferentes localidades del Golfo de México y el Pacífico Mexicano. Lo cual nos ayudaría a comprender 

mejor la interacción a nivel genotípico resultado de los movimientos de transfaunación del parásito.  

1.1 Antecedentes 

1.1.1 Descubrimiento y Taxonomía de Perkinsus marinus 

Las poblaciones naturales de ostreidos como C. virginica disminuyeron considerablemente con respecto 

a la abundancia registrada en la década de 1890, esto asociado a diversos eventos entre los cuales 

destacan la sobre explotación y presencia de enfermedades (Smolowitz, 2013). Como consecuencia, la 

industria ostrícola, en especial la del ostión americano en la costa este de Estados Unidos, permanece 

amenazada poniendo en riesgo su permanencia y limitando su desarrollo (Smolowitz, 2013). Desde finales 

de los años 40s del siglo pasado, diversos estudios en ostreidos de la costa sureste de Estados Unidos de 

América en el Golfo de México indicaban la presencia de un parásito en ese entonces desconocido.  

Fue hasta los estudios realizados por Mackin et al. (1950) que se inició la descripción de dicho parásito. 

Estos autores, observaron mediante histología convencional estructuras esféricas (trofozoítos) de un 

diámetro entre 3 µm y 10 µm en ostiones moribundos recolectados en zonas en dónde se registraban 

mortalidades inusuales en el Delta del Río Misisipi. Las características de estas células diferían, dado que 

algunas contenían en su citoplasma una gran vacuola ligeramente excéntrica con vaculoplastos en su 

interior y un núcleo al costado (trofozoítos en maduración y trofozoítos maduros). Otras se encontraban 

en estado binuclear o con un núcleo sin vacuola claramente definida (trofozoítos maduros en palintomía) 

y finalmente unas células presentaban gran cantidad de gránulos nucleados morfológicamente 

homogéneos en el citoplasma (tomonte). La infección se localizaba principalmente en el intestino, 
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músculo aductor, branquias, manto, corazón y en los casos más severos se diseminaba a todos los tejidos 

por fagocitos que contenían al parásito (Mackin et al., 1950). Gracias al descubrimiento por Sammy Ray 

(1952) de su cultivo en medio fluido de tioglioclato (MFT), fue posible su aislamiento e identificación.   

La primera identificación taxonómica sugirió que el parásito correspondía a un tipo de hongo del género 

Dermocystidium, el cual está conformado por especies fúngicas y al ser el único espécimen de ambientes 

marinos en dicho género se incluyó al nuevo parásito como D. marinum (Mackin et al., 1950). En 

consecuencia, la enfermedad fue llamada comúnmente como “Dermo”. Posteriormente, en el año 1966, 

Mackin y Ray renombraron a D. marinum como Labyrinthomyxa marina debido a la supuesta presencia 

de células deslizantes, estados ameboides, división vegetativa y plasmodios similares a especies de este 

género.  

No obstante, Perkins (1976) realizó una descripción más detallada sobre el ciclo de vida, estructura, 

taxonomía y patología de este protista dejándolo fuera del género Labyrinthomyxa y relacionándolo con 

protozoos tipo coccidios o como una especie cercana a estos. Por tal motivo, en 1978 se la incluyó en el 

filo Apicomplexa, el cual está integrado por un grupo de protistas caracterizado por tener un complejo 

apical conoide, anillo polar, de 20 a 39 microtúbulos subpeliculares, roptrias y micronemas. Además, el 

esporangio y tubo de descarga es similar a los gametoquistes de gregarinas. Sin embargo, aunque las 

zoosporas de esta especie se asemejan a los esporozoitos de los Apicomplexa, difieren al ser biflageladas 

con un flagelo anterior portador de mastigonemas, una vacuola anterior y conoide incompleto. Por estas 

razones, se establece la clase Perkinsea y nuevo género (Perkinsus, en honor al investigador Frank O. 

Perkins) para la especie, quedando como Perkinsus marinus (Levine, 1978).  

Por otra parte, Perkins (1996) indicó que P. marinus posee espolones flagelados y división mitótica como 

la de los dinoflagelados sospechando su relación a este grupo. Se cree que el subfilo Dinozoa y 

Apicomplexa, así como la superclase Perkinsozoa comparten un ancestro en común que pudo haber sido 

fotosintético debido a la presencia de vestigios bioquímicos y estructurales (Fast et al., 2001; Echott et al., 

2019). Sin embargo, las especies de Perkinsus no poseen plásmidos o vestigios de este de forma obvia 

como los dinoflagelados y algunos apicomplexa, pero cuenta con una gran vacuola que se desarrolla 

dentro de los trofozoítos y zooesporas (Perkins, 1976b; Fernández Robledo et al., 2011; Echott et al., 

2019). Por medio de análisis transcriptómicos se encontró que la especie P. marinus muestra una 

divergencia en la base del linaje de dinoflagelados (Bachvaroff et al., 2014; Janouškovec et al. 2016; Zhang 

et al., 2011; Schott et al., 2019). Actualmente P. marinus se encuentra dentro del filo Perkinsozoa, familia 

Perkinsidae y género Perkinsus (Tabla 1) (Yadavalli et al., 2020). 



5 

Tabla 1. Clasificación taxonómica de Perkinsus marinus (Yadavalli et al., 2020). 

Categorías taxonómicas 

Filo Perkinsozoa 

Clase Perkinsea 

Orden Perkinsida 

Familia Perkinsidae 

Género Perkinsus 

Especie Perkinsus marinus  

1.1.2 Ciclo de Infección de Perkinsus marinus  

El protista P. marinus es un endoparásito obligado que afecta principalmente a algunas especies de 

moluscos bivalvos pertenecientes al orden Ostreida y en algunos de los cuales ocasiona la enfermedad de 

Dermo o perkinsosis. Las especies o ejemplares susceptibles presentan una serie de signos patológicos 

como la disminución del crecimiento, emaciación, apertura de valvas, palidez de la glándula digestiva, 

desgarres en membrana basal, lesiones y abscesos en tejidos, reducción de la capacidad reproductiva 

(Mackin et al., 1950; Mackin et al., 1951; Ray y Chandler, 1955; Perkins, 1996; Cáceres-Martínez y 

Vásquez-Yeomans, 2013), así como reducción en el índice de condición (Pales-Espinoza et al., 2013). Este 

parásito al igual que las otras especies pertenecientes al género Perkinsus se caracteriza por poseer un 

ciclo de vida en común el cual consiste en cuatro diferentes estadios de vida identificados como 

trofozoítos y tomontes (dentro del hospedero) e himnoesporas y zooesporas (fuera del hospedero), todas 

ellas infecciosas (Perkins, 1966).  

La transmisión de la infección del parásito es directa (transmisión horizontal) de un molusco hospedero a 

otro no infectado sin necesidad de intermediarios y se da cuando el organismo está filtrando el agua ya 

sea durante su alimentación o respiración (Figura 1) (Ray y Chandler, 1955; Villalva et al., 2004). De esta 

forma, la principal vía de infección ocurre a través de las branquias y manto (órganos paleales) (Dungan 

et al., 1996). P. marinus secreta productos extracelulares abundantes en enzimas que degradan las 

proteínas presentes en la hemolinfa de los moluscos bivalvos susceptibles reduciendo su capacidad 

defensiva resultando en daño celular y tisular que permite que los tejidos del hospedero sean invadidos 

por el parásito (La Peyre et al., 1995; Pales-Espinoza et al., 2013; Ben-Horin et al., 2015). 

 El parásito es engullido por los hemocitos de los órganos paleales permitiendo su dispersión a los demás 

órganos (Pales-Espinoza et al., 2013). La ruptura de los hemocitos se da a causa del incremento en tamaño 

del parásito y sus divisiones, lo que conlleva a una fuerte infiltración hemocitaria en los epitelios, tejido 
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conjuntivo, fascículos musculares y espacios sanguíneos cambiando su estructura normal de los tejidos y 

destruyéndolos (Mackin, 1951; Villalva et al., 2004). 

Otra de las rutas de infección del parasito es la oral (vía secundaria) cuando el organismo ingiere alguna 

de las células de cualquier etapa del ciclo de vida del parásito (Allam et al., 2013). Es importante resaltar 

que los moluscos bivalvos poseen una alta eficiencia de captura de partículas siendo capaces de 

discriminar aquellas de mayor tamaño menos nutritivas (Gosling, 2015) y de esa forma descartar a la gran 

mayoría de las células de P. marinus a través de las pseudoheces (Allam et al., 2013).  

 

Figura 1. Ciclo de vida de Perkinsus marinus (tomado y modificado de Ben-Horin et al., 2015). 

1.1.3 Ciclo de vida de Perkinsus marinus  

Las características de P. marinus difieren cuando se encuentra como parasito dentro de un hospedero 

(Figura 2. A) a cuando permanece en la columna de agua (Figura 2. B). Para la primera situación, los 



7 

trofozoítos inmaduros como los principales agentes de infección son uninucleados de forma esférica u 

ovoidal de 1.9 a 3.4 µm de diámetro, poseen una pequeña vacuola primaria, mitocondrias con cresta 

tubular, gotas lipídicas, ribosomas libres y retículo endoplásmico liso. Un incremento general en tamaño 

de entre 20 a 80 µm, así como de su núcleo, la formación de una prominente vacuola y aparición del 

vaculoplasto lo convierten en un trofozoíto maduro.  

El tipo de reproducción de P. marinus es por fisión binaria o palintomía, el cual consiste en la subdivisión 

del trofozoito maduro (cariocinesis seguida por citocinesis) sin incrementar el tamaño citoplasmático y, 

por lo tanto, resultado en la formación de células cada vez de menor tamaño. Como consecuencia, se 

generan de 4 a 64 trofozoitos inmaduros contenidos en un tomonte los cuales son liberados con la ruptura 

de la estructura y siendo nuevamente fagocitados por los hemocitos para repetir el ciclo (Perkins, 1996).  

Es importante destacar que, los hospederos liberan continuamente diferentes estadios de P. marinus 

durante toda su vida (Villalba et al., 2004) a través de las heces, pseudoheces y finalmente con la 

descomposición de tejido de moluscos bivalvos infectados muertos (Bidegain et al., 2017). A pesar de que 

P. marinus es un parásito obligado puede sobrevivir días e incluso meses en la columna de agua debido a 

su capacidad de sintetizar ácidos grasos (Gignoux-Wolfsohn et al., 2020), conservando además su 

capacidad infecciosa (Auzoux-Bordenave et al., 1995).  

En estos casos, los trofozoitos inmaduros liberados al medio incrementan su tamaño en general, su 

vaculoplasto desaparece y la vacuola excéntrica se agranda considerablemente formando una fina capa 

citoplasmática. Cuando la pared celular se vuelve más gruesa el trofozoito pasa a ser una himnospora 

cuyo rango de tamaño va de 40 a 140 µm (Perkins, 1996). Por otra parte, como ya se ha mencionado, las 

himnosporas también pueden ser liberadas al ambiente a través de tejido de hospederos moribundos 

(Valiulis y Mackin, 1969), los trofozoitos en los tejidos inician su transformación en himnosporas cuando 

los tejidos comienzan a degradarse (Smolowitz, 2013).  

Esta estructura desarrolla un tubo de descarga (ocasionalmente dos) para posteriormente comenzar el 

proceso de zooesporulación (Perkins, 1996; Villalba et al., 2004). Tras las divisiones una hipnospora 

contendrá entre 1000 y 2000 zooesporas elipsoidales biflageladas que serán liberadas por el tubo de 

descarga para entrar en el ciclo como parasito si es consumido por un organismo que sea susceptible 

(Bushek et al., 1999) (Figura 1. B). Las himnosporas son altamente resistentes al cloro, bajas temperaturas 

y bajo pH, por lo que, ante condiciones ambientales desfavorables las himnoesporas entran en una etapa 
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inactiva que le permite resistir hasta que se presenten condiciones adecuadas e iniciar la zooesporulación 

(Casas et al., 2002). 

 

Figura 2. Estadios del ciclo de vida de Perkinsus marinus en su etapa parásita y en el ambiente (columna de agua). 
Donde: A) Estadios de vida en el hospedero, donde: 1) trofozoito inmaduro, 2 a 4) maduración de trofozoíto y 5 a 7) 
fisión múltiple. B) Fase de vida libre, donde: 1 y 2) maduración de trofozoíto, 3) formación y alargamiento de tubo 
de descarga, 4 a 6) producción de zooesporas por fisión múltiple (zooesporulación), 6 y 7) liberación de zooesporas 
biflageladas (Tomado de Perkins, 1996). 

1.1.4 Distribución geográfica de Perkinsus marinus  

En la actualidad se tiene registros de P. marinus únicamente en el continente americano (Figura 3). Este 

microorganismo patógeno se cree que es originario de la costa este y sureste de Estados Unidos de 

América en dónde fue descubierto (Cáceres-Martínez y Vásquez-Yeomans, 2013). Sin embargo, existe la 

posibilidad de que este parásito haya sido transportado desde Asia durante la segunda guerra mundial 

por buques de guerra. No obstante, las mortalidades en la costa este de EUA ya se presentaban desde 

antes de 1940. Además, a pesar de las introducciones de ostión japones (Magallana gigas) en las costas 

oeste de EUA (antes de 1900) y Europa (1960s-1970s) no se tiene registros del parásito ni mortalidades 

asociadas a este en aquellas zonas geográficas (Andrews, 1996). Por lo tanto, P. marinus se encuentra a 

lo largo de toda la costa del océano Atlántico estadounidense desde el estado de Maine hasta el sur en 

Florida (Wilson et al., 1990; Gosling, 2003) así como en la costa de los estados del sureste en el Golfo de 

México (Mackin et al., 1950). 
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El área de distribución de P. marinus ha incrementado abarcando países como México, Panamá y Brasil 

afectando a organismos silvestres y de cultivo por lo que se considera que esta especie se encuentra bien 

establecida (Navarro-Barrera, 2011). La presencia de P. marinus en México va desde el estado de 

Tamaulipas a Campeche en el Golfo de México y en el lado del océano Pacífico incluye la región centro 

oriental encontrándose desde el alto Golfo de California hasta las costas del estado de Nayarit. La 

presencia de P. marinus en las costas del Pacífico mexicano detectado primeramente en el ostión de 

cortés C. corteziensis podría estar relacionado con la translocación de C. virginica infectados de la costa 

este de Estados Unidos y de lagunas costeras mexicanas del Golfo de México a las costas del océano 

Pacífico (Cáceres-Martínez et al. 2008).  

Se tienen registrado tres eventos de introducción de ejemplares de ostión C. virginica en el pacífico 

mexicano. El primero y más antiguo ocurrió en los 70´s en la que se trasladaron organismos procedentes 

de la costa este de EUA (mediante el estado de Washington) al estero Punta Banda en Baja California 

Norte, posteriormente en los 80´s otro conjunto de ostreidos proveniente de la laguna Tamiahua en 

Veracruz fue incorporado en Nayarit y por último en el año 2005 ocurrió una importante introducción de 

ejemplares procedentes de Luisiana en EUA a la bahía de San Jorge en el estado mexicano de Sonora, esto 

a causa del impacto del huracán Katrina en la región sureste de EUA (Cáceres-Martínez y Vásquez-

Yeomans, 2013). Actualmente se sabe que el intercambio comercial de ostiones de lagunas costeras del 

Golfo de México y de Estados Unidos hacia zonas costeras del Pacífico Mexicano ha sido una práctica 

histórica común para abastecer el mercado, especialmente durante la Semana Santa cuando el consumo 

de estos recursos aumenta y el producto local escasea. 

Da Silva et al. (2013) realizaron la primera detección de P. marinus en el atlántico sudoccidental 

ocurriendo en el estado de Paraíba en Brasil. Desde entonces diversos investigadores como Queiroga et 

al., 2014; 2016 y Farias et al., 2017 han reportado la presencia de dicho parásito en esta misma región 

consolidándose como el estado brasileño con la mayor cantidad de detecciones. 

Aunado a esto, hay registros de este parásito en otras regiones del país, la mayoría de los casos 

concentrándose en la región noreste en estados como Rio Grande do Norte “Tibau do Sul” (Da Silva et al., 

2016), “estuario río Potengi y laguna Guaraíras” (da Rocha et al., 2013); Sergipe “estero Rio São Francisco” 

(Da Silva et al., 2014; Scardua et al., 2017) y Bahia “Porto de Campo, bahía de Camamu” (Ramos et al., 

2016). Además, se cuenta con un par de estudios que registran a P. marinus en São Francisco do Sul en el 

estado de Santa Catarina en la región sur del país (Luz-Cunha et al., 2018; Leibowitz et al., 2019). 
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En cuanto a la presencia de P. marinus en Panamá, Pagenkopp-Lohan et al., 2016 han revelado la 

existencia del protista en las costas caribeñas de la provincia Boca del Toro (región occidental) así como 

en la región interoceánica abarcando las zonas geográficas del Canal del Caribe y el Pacífico. Dentro del 

análisis, existen notificaciones de P. marinus en ostreidos de países de la región del caribe que incluyen a 

Cuba, Jamaica, Puerto Rico y Venezuela, así como en Hawái en el océano pacífico. No obstante, el uso de 

pruebas de detección no específicas empleadas en dichos reportes no son del todo confiables (ICES, 2011). 

 

Figura 3. Mapa representativo de la distribución geográfica de Perkinsus marinus. 
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1.1.5 Epizootiología del protista Perkinsus marinus  

La enfermedad de la dermo ha ocasionado varios eventos importantes de mortalidades masivas de C. 

virginica en el Golfo de México y la costa este de EUA (Powell et al., 2008). Las mortalidades generalmente 

se presentan después del primer o segundo año, después de que ocurrió la infección, durante o posterior 

a los meses con la temperatura del agua más cálida (OIE, 2019). Los ejemplares adultos son más 

susceptibles después del desove y la mortalidad incrementa con la edad y el tamaño de los ejemplares 

(Soon y Zheng, 2019). 

Actualmente se cuenta con información que apoya que la temperatura y la salinidad en la columna de 

agua, así como la afluencia de agua dulce (ríos, lluvia y escorrentía) y el reclutamiento de los moluscos 

hospederos afectan la estacionalidad de la perkinsosis (Bushek et al., 2012). En particular la temperatura 

y la salinidad incrementan la prevalencia e intensidad de infección conforme incrementan los valores en 

ambos parámetros (Soon y Zheng, 2019). Sin embargo, el parámetro que tiene mayor impacto y que suele 

cambiar con relación a la latitud y fenómenos climáticos vinculados es la temperatura. En este sentido, en 

aquellas regiones con presencia de P. marinus en latitudes medianas o altas, la temperatura es el 

parámetro con mayor impacto en el ciclo de infección y en la distribución geográfica del patógeno y está 

muy relacionado con el fenómeno climático de la Oscilación Noratlántica (Villalba et al., 2011).  

En segunda posición de impacto se encuentra la salinidad que también regula la distribución de P. marinus 

especialmente dentro de los sistemas estuarinos (Ford, 1996; Bushek et al., 2012). En contraste, la 

dinámica de infección de las zonas costeras localizadas a baja latitud y donde predominan las 

temperaturas cálidas durante todo el año, se encuentra regulada principalmente por la salinidad y 

depende ampliamente de la pluviosidad típicamente asociada con los patrones climáticos de El Niño 

Oscilación del Sur y su opuesto La Niña. Siendo el fenómeno de La Niña el que favorece la multiplicación 

de P. marinus debido a la disminución en las lluvias y por lo tanto ingresos de agua dulce en los sistemas 

acuáticos (Villalba et al., 2011). 

En el noreste de EUA, la perkinsosis es adquirida durante los meses cálidos incrementando la prevalencia 

e intensidad de infección a inicios de verano (junio) y alcanzando los máximos valores a finales de otoño 

(septiembre) (Ford, 2011). No obstante, en esta región donde los inviernos han sido históricamente más 

largos y fríos, la enfermedad era suavizada e incluso evitada por las bajas temperaturas (Smolowitz, 2013). 

Por lo que el descenso de la prevalencia e intensidad de infección ocurre en octubre hasta alcanzar los 

valores mínimos a fines de primavera, siendo normalmente entre abril y mayo (Burreson y Ragone, 1996). 
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Por el contrario, la intensificación e impacto del cambio climático ha generado un importante incremento 

de la temperatura promedio anual y reducción del periodo de duración de los inviernos, contribuyendo a 

la ocurrencia de brotes epizoóticos de P. marinus en aquellas zonas costeras del noreste del continente 

(Bushek et al., 2012). Aquellas zonas estuarinas que solían mantener valores de salinidad inferiores (12 a 

15 ‰) permanecían ausentes de P. marinus. Sin embargo, el acontecimiento de años secos ha elevado la 

salinidad, permitiendo la entrada y el establecimiento del parásito. Sin embargo, cuando la salinidad 

vuelve a su valor bajo habitual, P. marinus no es eliminado y su prevalencia e intensidad se incrementan 

cuando las condiciones ambientales lo favorecen (Villalba et al., 2011). 

Aunque la enfermedad fluctúa en el sureste de los Estados Unidos de América y el Golfo de México, no se 

ha observado un cambio drástico que esté relacionado con el cambio anual de temperatura. De esta 

forma, en el sureste de EUA la prevalencia y la gravedad de infección son menores entre enero y abril y 

más altas entre agosto y noviembre (Smolowitz, 2013). En cuanto a la situación en las lagunas costeras 

mexicanas en el Golfo de México, se tiene registros de mortalidades de C. virginica por P. marinus en el 

estado de Tabasco en 1992. En este año la prevalencia fue del 100% con intensidades de infección que 

van de ligera a moderadas (Burreson et al., 1994). Sin embargo, la prevalencia de infección en la región 

(Veracruz, Tabasco y Campeche) suele mantenerse por debajo del 50% con intensidades relativamente 

bajas prácticamente durante todo el año (Aguirre-Macedo et al., 2007).  

En la costa sureste de México los cambios de temperatura estacional no son evidentes (media anual de 

28±3°C) pero se ha registrado que las mayores prevalencias e intensidad se presentan durante la estación 

seca respecto a la lluviosa (Gullian-Klanian et al., 2008). Para el caso de las costas del Pacífico mexicano, 

los menores valores se presentan a finales de otoño coincidiendo con el final de la temporada de lluvias 

e inicio de disminución térmica, manteniéndose hasta principios de primavera cuando la temperatura 

comienza a incrementar. Los niveles de prevalencia e infección mayores ocurren desde finales de verano 

a inicio del otoño antes y posterior al inicio pluvioso (Cáceres-Martínez et al., 2016).  

Pruebas realizadas en laboratorio con la finalidad de entender los efectos de la temperatura y la salinidad 

en P. marinus mostraron que la proliferación del parásito fue mayor a temperaturas superiores a 18°C y 

salinidades por arriba de 15 ‰ (Ford, 2011). Según Smolowitz, 2013, la salinidad óptima para P. marinus 

es de 29 a 35 ‰, además, se registra que las mortalidades de los hospederos usualmente comienzan 

cuando la temperatura excede los 20°C y se acelera conforme incrementa a 25°C (Ford, 2011). Las 

himnoesporas de P. marinus se desarrollan mejor entre 25°C a 35°C y perecen a 37°C, además, se registró 

que pueden resistir temperaturas bajas de hasta 1°C (Ford y Tripp, 1996). 
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Con relación a lo anterior, Gignoux-Wolfsohn et al. (2020), determinaron que la temperatura se relaciona 

con la abundancia de P. marinus en la columna de agua, mientras que la salinidad se relaciona con la 

intensidad de infección del hospedero. Por lo tanto, la gran abundancia del parásito en aguas con alta 

salinidad son el resultado de la liberación de gran cantidad de células del parásito por parte de los 

hospederos con altos niveles de intensidad de infección y conforme incrementa la temperatura también 

lo hace la tasa de liberación de células del parásito. 

Se he encontrado un ciclo diurno en la liberación de P. marinus al medio por parte de los bivalvos 

infectados, la mayor cantidad de células liberadas sucede desde medio día hasta aproximadamente las 6 

PM cuando la temperatura y la luz solar alcanzan su máximo. Esto se explica con el ritmo circadiano diurno 

de C. virginica ya que dirige la alimentación y defecación con apertura de valvas durante las horas 

luminosas y especialmente cerca del final de la tarde (Gignoux-Wolfsohn et al., 2020). Este proceso 

también se relaciona con la temperatura pues a temperaturas más altas se registra una mayor cantidad 

de ostiones con valvas abiertas, así como el tiempo que permanecen en esa situación (Comeau et al., 

2012).  

Otro factor interesante es la zonación de los organismos, puesto que el nivel en el que se encuentran los 

hospederos tiene efecto en la prevalencia e infección, se ha detectado que los ostreidos en la zona 

intermareal tienen una mayor prevalencia y grado de infección respecto a aquellos que se encuentran en 

la zona submareal. Esto se debe a la diferencia en el tiempo de inmersión-emersión vinculado a las 

mareas, el estrés interno en aquellos hospederos más expuestos al aire genera cambios fisiológicos que 

incrementan la susceptibilidad al parásito (Malek y Byers, 2017). Asimismo, el incremento de la 

temperatura del aire (Malek y Byers, 2016), la variación en el oxígeno y CO2 también tienen impacto en la 

fisiología de los hospederos y su interacción con P. marinus (Malek y Byers, 2017).  

La tasa de crecimiento y reclutamiento de los moluscos hospederos juega un papel importante en la 

dinámica de infección de P. marinus. El rápido crecimiento del hospedero disminuye la densidad del 

parásito en el organismo y el reclutamiento incrementado suple a los ejemplares enfermos, moribundos 

y muertos por nuevas cohortes (Soniat et al., 2012). Una alta tasa de reclutamiento incrementa la 

densidad de la población y disminuye la prevalencia e intensidad de infección debido a que los nuevos 

reclutas no están infectados (Powel et al., 1996). 
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1.1.6 Especies hospederas y susceptibilidad a Perkinsus marinus  

La susceptibilidad se refiere a la predisposición de los organismos para desarrollar cierta enfermedad en 

contacto (infección) con la especie patógena. La especie de molusco bivalvo más susceptible a la 

perkinsosis es el ostión americano C. virginica, especie en la cual se han presentado históricamente varios 

eventos de mortalidades superiores al 90% ante condiciones ambientales favorables para el patógeno 

(Burreson y Ragone, 1996). Tanto los ejemplares silvestres como los de cultivo son susceptibles (ICES, 

2011). La intensidad de infección incrementa conforme aumenta la edad y el tamaño del hospedero. En 

particular en C. virginica la gran abundancia de P. marinus dentro de la ostra genera un desbalance 

energético para el hospedero debido a que la energía demandada por el parasito excede a la requerida 

para mantener su metabolismo basal (Villalba et al., 2011). 

Otras especies de bivalvos susceptibles a P. marinus, pero en menor grado comparado con C. virginica son 

los ostreidos C. corteziensis (Cáceres-Martínes et al., 2008), Saccostrea palmula (Cáceres-Martínez et al., 

2012), Crassostrea rhizophorae (Scardua et al., 2017), Crassostrea gasar (Da Silva et al., 2014; Da Silva et 

al., 2016; Farias et al., 2017), Magallana gigas  (Enríquez-Espinoza et al., 2010; Villanueva-Fonseca y 

Escobedo-Bonilla, 2013; Enríquez-Espinoza et al., 2015; Luz-Cunha et al., 2019; Leibowitz et al., 2019) y el 

callo de hacha Atrina maura (Góngora-Gómez et al., 2016). Es importante destacar que la prevalencia de 

infección en estas especies es variable y en algunas especies se han registrado valores muy elevados.  

Para el ostión C. corteziensis se han registrado prevalencias de hasta el 92% (Escobedo-Fregoso et al., 

2013), en S. palmula suele ser de ≤ 20% (Cáceres-Martínez et al., 2012), y se han obtenido valores de 47.8 

a 72.4% para C. rhizophorae (Scardua et al., 2017), de 59.6 a 87.3% para C. gasar (Farias et al., 2017), hasta 

100% en M. gigas (Enríquez-Espinoza et al., 2010; Villanueva-Fonseca y Escobedo-Bonilla, 2013; Enríquez-

Espinoza et al., 2015; Luz-Cunha et al., 2019; Leibowitz et al., 2019) y entre 40-90% para Atrina maura 

(Góngora-Gómez et al., 2016). No obstante, las evaluaciones de intensidad de infección en estas especies 

de moluscos medianamente susceptibles suelen ser de muy ligeras a moderadas con algún caso severo 

esporádico sin presentarse mortalidades vinculadas al parásito.  

Además, se ha confirmado la presencia de P. marinus en moluscos bivalvos que resultaron ser los menos 

susceptibles caracterizándose por no mostrar signos de desarrollo de la enfermedad a pesar de presentar 

prevalencias de infección muy variables: Mercenaria mercenaria (4.4%) (Pecher et al., 2008), Mya 

arenaria (detección en un ejemplar) (Reece et al., 2008) , Chionista fluctifraga (≤40) (Enríquez-Espinoza 

et al., 2015), Crassostrea columbienses (40%), Striostrea prismática (6.7%) (Pagenkopp Lohan et al., 2016), 
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Megapitaria squalida (≤43.33%) (Tirado-Figueroa et al., 2016a; 2016b; Góngora-Gómez et al., 2019), 

Modiolus capax (≤33.33%) (Góngora-Gómez et al., 2021) y M. strigata (≤20%) (García-Ulloa et al., 2023).  

Es de especial mención el caso de la susceptibilidad de M. gigas ya que esta especie es capaz de aumentar 

sus inhibidores de proteasas para combatir a P. marinus ya que evitan la degradación de hemaglutininas 

que actúan como opsoninas, estimulando la fagocitosis del parásito (Romestad et al. (2002). La mayor 

resistencia de M. gigas a P. marinus puede atribuirse a las elevadas actividades celulares y humorales que 

incluyen a los inhibidores de proteasas, que pueden degradar de manera más efectiva al parásito, o 

menores niveles de proteína en el plasma que limitan el desarrollo del parásito (La Peyre et al. 1995, 

Romestand et al. 2002, Goedken et al. 2005). Por estos motivos es difícil asociar directamente la presencia 

de este parásito con mortalidades masivas de M. gigas en zonas dónde se cultiva, como lo sugirieron 

Enríquez-Espinoza et al., (2010).  

1.1.7 Estudios de Perkinsus marinus  en México 

El parásito P. marinus fue localizado por primera vez en México en las costas del estado de Tamaulipas en 

el Golfo de México en enero de 1950 (Mackin, 1961). A pesar de esta primera documentación, no hubo 

seguimiento del parásito en aguas de México. No fue sino hasta 1992 cuando se reanudó su estudio 

debido a la ocurrencia de mortalidades de C. virginica en las lagunas costeras Carmen, Machona y 

Mecoacán (Tabasco). Las mortalidades fueron vinculadas primeramente al impacto negativo de la 

refinería de petróleo en la zona. Sin embargo, se detectó a P. marinus con prevalencias de por lo menos 

60% en zonas de baja salinidad y de hasta 90-100% en altas salinidades vinculándose al parásito como el 

causante de las mortalidades (Burreson et al., 1994). Posteriormente, con la finalidad de conocer más 

acerca de la distribución de P. marinus, así como de las problemáticas asociadas con parásitos y 

enfermedades Aguirre-Macedo et al. (2007) estudiaron la presencia de parásitos en C. virginica durante 

la temporada seca y lluviosa en 11 lagunas costeras englobando los estados de Tamaulipas, Veracruz, 

Tabasco y Campeche, en su análisis detectaron a P. marinus en nueve de las 11 lagunas costeras con 

prevalencias mayoritariamente bajas (<50%) en ambas temporadas, sin embargo, las mayores 

prevalencias fueron de 83.3% y 100% en la Laguna El Carmen (Tabasco) y Laguna de Términos (Campeche), 

respectivamente durante la estación seca. 

Posteriormente, Cáceres-Martínez et al. (2008) reportaron la presencia de P. marinus infectando a una 

nueva especie hospedera (C. corteziensis) en dos esteros de la costa de Nayarit en el Pacífico mexicano, 
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mostrando un desarrollo de la enfermedad muy parecido a los casos de C. virginica, aunque en estos casos 

la prevalencia varió entre 1-6%. Desde entonces ha incrementado la cantidad de estudios sobre P. marinus 

en el país (Tabla 2). Abarcando las regiones noreste (Tamaulipas), oriente (Veracruz), sureste (Tabasco y 

Campeche), noroeste (Sonora, Baja California Sur y Sinaloa) y occidente (Nayarit), registrándose al 

parásito en nuevas localidades (Navarro-Barrera, 2011; Pineda-García, 2011; Villanueva-Fonseca et al., 

2020) y especies hospederas (Cáceres-Martínez et al, 2012; Enríquez-Espinoza et al., 2010, 2015; 

Góngora-Gómez et al., 2016; Tirado-Figueroa et al., 2016; Góngora-Gómez et al, 2019, 2021, 2022; García-

Ulloa et al., 2023). Se han realizado así mismo estudios epizootiológicos (Huicab-Pech et al., 2012; 

Villanueva-Fonseca, 2012; Cáceres-Martínez et al., 2016), de laboratorio (Guzmán-Lerma, 2014; 

Escobedo-Fregoso et al., 2017; Bravo-Guerra et al., 2020), así como aspectos genéticos y filogenéticos 

(Parra-Laca, 2010; Escobedo-Fregoso et al., 2013, 2014; Ek-Huchim et al., 2017). 

Tabla 2. Estudios de Perkinsus marinus en México. 

Autor Estudio / Investigación Región de estudio Detección de Perkinsus marinus 

Burreson et 
al., 1994 

Perkinsus marinus (Apicomplexa) 
as a potential source of oyster 

Crassostrea virginica mortality in 
coastal lagoons of Tabasco, 

Mexico 

Lagunas Carmen, 
Machona y 

Mecoacán (Tabasco) 

Cultivo de tejido en medio líquido 
de tioglicolato (FTM), análisis 

histopatológico e 
inmunoensayos. 

Aguirre-
Macedo et al., 

2007 

Parasite Survey of the Eastern 
Oyster Crassostrea virginica in 

Coastal Lagoons of the Southern 
Gulf of Mexico 

Tamiahua, 
Tampamachoco, 

Mandinga, Alvarado 
(Veracruz); laguna 

Carmen-Machona, La 
Redonda y Mecoacán 

(Tabasco) y Laguna 
de Términos 
(Campeche) 

Cultivo de tejido en medio líquido 
de tioglicolato (FTM) y análisis 

histopatológico 

Cáceres-
Martínez et 

al., 2008 

Perkinsus marinus in pleasure 
oyster Crassostrea corteziensis 
from Nayarit, Pacific coast of 

México 

Boca de Camichín y 
Pozo Chino (Nayarit) 

Análisis histopatológico, 
incubación de tejido en medio de 

cultivo líquido de tioglicolato 
(FTM), PCR de la región del 

Espaciador no trascrito (NTS) de 
307 pb y secuenciación de 

fragmentos positivos. 

Gullian-
Klanian et al., 

2008 

Factors associated with the 
prevalence of Perkinsus marinus 
in Crassostrea virginica from the 

southern Gulf of Mexico 

Laguna de Términos 
(Campeche) 

Análisis histopatológico, cultivo 
de tejido en medio líquido de 

tioglicolato (FTM), amplificación 
PCR de la región NTS (Espaciador 

no transcrito) del ADNr y 
secuenciación de productos PCR. 

Cáceres-
Martínez et 

al., 2010 

Parasites of the Pleasure Oyster 
Crassostrea corteziensis Cultured 

in Nayarit, Mexico 

Boca de Camichín y 
Pozo Chino (Nayarit) 

Análisis histopatológico. 
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Enríquez-
Espinoza et 

al., 2010 

Perkinsus marinus in Crassostrea 
gigas in the Gulf of California 

Esteros Santa 
Barbara, La Cruz y 
Morúa (Sonora) 

Análisis histopatológico, 
incubación de tejido en medio de 

cultivo líquido de tioglicolato 
(FTM), PCR de secuencia del 
Espaciador transcrito interno 

(ITS) del ARNr. 

Parra-Laca, 
2010 

Urastoma sp. y Perkinsus marinus 
en los ostiones de importancia 
acuícola Crassostrea virginica y 

Crassostrea corteziensis, 
¿Coevolución o transfaunación? 

Laguna Mandinga 
(Veracruz), Boca de 
Camichín (Nayarit) y 

Bahía San Jorge 
(Sonora) 

Amplificación por PCR de la 
región del espaciador transcrito 

interno (ITS) y Espaciador no 
transcrito (NTS), secuenciación 

dirigida de ambas regiones. 

Navarro-
Barrera, 2011 

Distribución, prevalencia e 
intensidad de Perkinsus marinus, 

parásito del ostión de placer 
Crassostrea corteziensis, en el 

estado de Nayarit, México 

El Roblito, Palmar de 
Cuautla, Boca de 

Camichín, Pozo Chino 
y Pozo El Rey 

(Nayarit) 

Cultivo de tejido en medio líquido 
de tioglicolato (FTM), análisis 

histopatológico y amplificación 
PCR del espaciador transcrito 

interno (ITS) 

Pineda-García, 
2011 

Distribución y prevalencia de 
Perkinsus marinus y Herpesvirus 

OsHV-1 en Crassostrea 
corteziensis y Crassostrea gigas 

en el estado de Sinaloa. 

Lagunas costeras El 
Colorado, Ohuira-

Topolobampo-Santa 
María, Navachiste-

San Ignacio-El 
Macapule, Santa 

María-La Reforma, 
Altata-Ensenada del 
Pabellón y Teacapán 

(Sinaloa) 

Cultivo de tejido en medio líquido 
de tioglicolato (FTM), a análisis 
histopatológico y amplificación 

PCR de la región NTS (Espaciador 
no transcrito) del ADNr 

Cáceres-
Martínez et 

al., 2012 

Natural and cultured populations 
of the mangrove oyster 

Saccostrea palmula from Sinaloa, 
Mexico, infected by Perkinsus 

marinus 

Lagunas costeras 
Topolobampo, La 

Bocanita, La Reforma 
y Cospita (Sinaloa) 

Incubación de tejido en medio de 
cultivo líquido de tioglicolato 

(FTM), análisis histopatológico, 
PCR de la región del Espaciador 
no trascrito (NTS) de 307 pb en 

muestras positivas a FTM, 
secuenciación del fragmento NTS 
amplificado e hibridación in situ. 

Huicab-Pech 
et al., 2012 

Variación estacional de Perkinsus 
marinus en el ostión americano 
Crassostrea virginica del sistema 

lagunar Carmen-Machona-
Pajonal en Tabasco, México 

Sistema lagunar 
Carmen-Machona-
Pajonal (Tabasco) 

Análisis en fresco, cultivo de 
tejido en medio líquido de 
tioglicolato (FTM), análisis 

histopatológico, amplificación 
PCR de la región NTS (Espaciador 

no transcrito) del ADNr. 

Villanueva-
Fonseca, 2012 

Detección de los protozoarios 
patógenos Perkinsus sp. Y 

Haplosporidium sp. y su relación 
con los parámetros ambientales 
en un cultivo experimental del 

ostión japonés Crassostrea gigas 
(Thunberg, 1851) en el estero “La 

Pitahaya”, Guasave, Sinaloa 

Estero La Pitahaya 
(Sinaloa) 

Cultivo de tejidos en medio 
líquido de tioglicolato (FTM) y 

amplificación por PCR de la 
región del espaciador transcrito 

interno (ITS) 

Escobedo-
Fregoso et al., 

2013 

Polymorphism at the ITS and NTS 
Loci of Perkinsus marinus Isolated 

from Cultivated Oyster 
Crassostrea corteziensis in 

Nayarit, Mexico and Phylogentic 

Boca de Camichín y 
Pozo Chino (Nayarit) 

Amplificación por PCR de la 
región del espaciador transcrito 

interno (ITS) y Espaciador no 
transcrito (NTS), secuenciación de 

las regiones amplificadas ITS y 
NTS. 
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Relationship to P. marinus along 
the Atlantic Coast 

Villanueva-
Fonseca y 
Escobedo-

Bonilla, 2013 

Prevalencia del protozoario 
Perkinsus sp. en un cultivo de 

ostión japonés Crassostrea gigas 
en Sinaloa, México 

Estero La Pitahaya 
(Sinaloa) 

Cultivo de tejidos en medio 
líquido de tioglicolato (FTM) y 

amplificación por PCR de la 
región del espaciador transcrito 

interno (ITS) 

Escobedo-
Fregoso, 2014 

Genotipificación de Perkinsus 
marinus e inmunogenómica de 

Crassostrea corteziensis infectado 
con P. marinus aislado del 

noroeste de México 

Estero Boca de 
Camichín y Pozo 
Chino (Nayarit) 

Amplificación por PCR de la 
región del espaciador transcrito 

interno (ITS) y espaciador no 
transcrito (NTS), clonación y 

secuenciación de las regiones ITS 
y NTS, cultivo de tejido en medio 

líquido de tioglicolato (FTM), 
análisis histopatológico e 

hibridación in situ. 

Guzmán-
Lerma, 2014 

Cultivo in vitro de Perkinsus 
marinus y desarrollo de la 

infección en el ostión de placer 
Crassostrea corteziensis, bases 

para el establecimiento de 
medidas de bioseguridad 

Boca de Camichín y 
Estero Pozo Chino 

(Nayarit) 

Cultivo de tejidos en medio 
líquido de tioglicolato (FTM) y 

amplificación por PCR de la 
región del espaciador transcrito 

interno (ITS) 

Enríquez-
Espinoza et 

al., 2015 

Perkinsus marinus en Crassostrea 
gigas y Chione fluctifraga de 

Bahía de Kino, Sonora, México / 
Perkinsus marinus In Crassostrea 
gigas and Chione fluctifraga from 

Kino Bay, Sonora, México 

Estero La Cruz 
(Sonora) 

Cultivo de tejido en medio líquido 
de tioglicolato (FTM), 

amplificación por PCR de la 
región del espaciador transcrito 

interno (ITS) y secuenciación de la 
región del ITS. 

Madero-
López, 2015 

Epizootiología de la Perkinsosis 
del ostión de placer Crassostrea 

corteziensis en el estado de 
Nayarit (2007-2014) 

Boca de Camichín y 
Estero Pozo Chino 

(Nayarit) 
Análisis histopatológico. 

Cáceres-
Martínez et 

al., 2016 

Epizootiology of Perkinsus 
marinus, parasite of the pleasure 
oyster Crassostrea corteziensis, in 

the Pacific coast of Mexico 

Boca de Camichín y 
Pozo Chino (Nayarit) 

Análisis histopatológico. 

Góngora-
Gómez et al., 

2016 

Primer registro de Perkinsus sp. 
(Protozoa, Apicomplexa) en el 

callo de hacha Atrina maura en 
Sinaloa, México 

Estero La Piedra 
(Sinaloa) 

Cultivo de tejido en medio líquido 
de tioglicolato (FTM) y 

amplificación por PCR de la 
región del espaciador transcrito 

interno (ITS). 

Tirado-
Figueroa et 

al., 2016 

Informe final para la 
“Implementación de una zona de 
refugio pesquero en la Bahía de 
Altata-Ensenada del Pabellón, 

Navolato, Sinaloa” 

Bahía de Altata-
Ensenada del 

Pabellón (Sinaloa) 

Cultivo de tejidos en medio 
líquido de tioglicolato (FTM) 

Tirado-
Figueroa et 

al., 2016 

Informe final para la 
“Implementación de una zona de 
refugio pesquero en la Bahía del 
Jitzámuri-Agiabampo, Ahome, 

Sinaloa” 

Bahía del Jitzámuri-
Agiabampo (Sinaloa) 

Cultivo de tejidos en medio 
líquido de tioglicolato (FTM) 

Escobedo-
Fregoso et al., 

2017 

Host Response when Perkinsus 
marinus Infection Intensities 

Baja California Sur 
Cultivo de tejido en medio líquido 

de tioglicolato (FTM), 
amplificación por PCR de la 
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Increase in the Oyster 
Crassostrea corteziensis 

región del espaciador transcrito 
interno (ITS) y secuenciación de la 

región del ITS. 

Ek-Huchim et 
al., 2017 

Genetic signature analysis 
of Perkinsus marinus in Mexico 
suggests possible translocation 
from the Atlantic Ocean to the 

Pacific coast of Mexico 

Lagunas costeras de 
Términos 

(Campeche), 
complejo lagunar 
Carme-Pajonal-

Machona (Tabasco), 
Mandinga (Veracruz) 

y La Pesca 
(Tamaulipas) 

Uso de secuencias del Espaciador 
no transcrito (NTS) del ADNr para 

determinar translocación de P. 
marinus del Golfo de México al 

Pacífico mexicano. 

Góngora-
Gómez et al., 

2019 

Prevalencia de Perkinsus sp. 
(Apicomplexa) en la almeja 

chocolata Megapitaria 
squalida de la costa central de 

Sinaloa, México 

Bahía de Altata 
(Sinaloa) 

Cultivo de tejido en medio líquido 
de tioglicolato (FTM) 

Bravo-Guerra 
et al., 2020 

Lethal effects of silver 
nanoparticles on Perkinsus 

marinus, a protozoan oyster 
parasite 

Boca de Camichín 
(Nayarit) 

Cultivo de tejido en medio líquido 
de tioglicolato (FTM) y 

amplificación PCR de la región 
NTS (Espaciador no transcrito) del 

ADNr 

Villanueva-
Fonseca et al., 

2020 

Perkinsus marinus in the pleasure 
oyster Crassostrea 

corteziensis cultivated on the 
southeast coast of the Gulf of 

California, Mexico 

Esteros Bacorehuis y 
La Pitahaya (Sinaloa) 

Cultivo de tejido en medio líquido 
de tioglicolato (FTM) y 

amplificación por PCR de la 
región del espaciador transcrito 

interno (ITS). 

Góngora-
Gómez et al., 

2021 

Detección de Perkinsus marinus 
en una población silvestre del 

mejillón “choro” Modiolus capax 
del suroeste del Golfo de 

California 

Puerto minero de 
Santa Rosalía (Baja 

California Sur) 

Cultivo de tejido en medio líquido 
de tioglicolato (FTM) y 

amplificación por PCR de la 
región del espaciador transcrito 

interno (ITS). 

Góngora-
Gómez et al., 

2022 

Detection of Perkinsus sp. in 
Chionista fluctifraga cultivated in 
the southeast Gulf of California 

Bahía El Colorado 
(Sinaloa) 

Cultivo de tejido en medio líquido 
de tioglicolato (FTM). 

García-Ulloa 
et al., 2023 

A new bivalve host record for the 
exotic parasite Perkinsus marinus 

in the Gulf of California 

Bahía de Altata, 
Macapule y El 

Colorado (Sinaloa) 

Cultivo de tejido en medio líquido 
de tioglicolato (FTM) y 

amplificación por PCR de la 
región del espaciador transcrito 

interno (ITS). 

1.1.8 Microbiota: moluscos bivalvos y muestras ambientales  

El microbioma se define como la diversidad de microorganismos, que incluye virus, bacterias, hongos, 

protistas y microalgas, presentes en un entorno específico (Donachie et al., 2021), así como sus genes, 

metabolitos (Sebastián-Domingo y Sánchez-Sánchez, 2018) y elementos genéticos móviles (bacteriófagos, 

plásmidos y transposones (Elsas y Bailey, 2002)) (Carr et al., 2020). En este contexto, P. marinus, durante 

su fase de vida fuera del hospedero, formaría parte de la microbiota ambiental que reside en el hábitat y 
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cuando completa su ciclo reproductivo dentro del hospedero, pasaría a ser parte de la microbiota del 

propio hospedero.  

Las interacciones entre los diversos grupos taxonómicos tienen un impacto directo en la estructura y 

dinámica de las comunidades ecológicas (Dai et al., 2017). Muchas de las especies de microorganismos 

pueden considerarse beneficiosas o patógenas, como es el caso de P. marinus (Yadav et al., 2021). 

Además, la microbiota representa la parte más significativa de la biodiversidad y, a su vez, proporciona la 

mayoría de los servicios ecosistémicos (Lalzar et al., 2023). En los procesos bentónicos, estos 

microorganismos son fundamentales en la base de las cadenas alimentarias acuáticas, desempeñando un 

papel clave en la remineralización de la materia orgánica y la degradación de contaminantes (Lalzar et al., 

2023). 

En relación con los estudios del microbioma, gran parte de la biodiversidad de microorganismos en 

entornos naturales aún no ha sido completamente caracterizada, a pesar de que incluye grupos 

taxonómicos de gran importancia, como patógenos (como P. marinus), simbiontes, comensales, especies 

indicadoras de calidad ambiental y de cambios en el entorno (Belda et al., 2017). La caracterización y 

seguimiento de la microbiota nos permite evaluar la salud ambiental y, al mismo tiempo, revela cambios 

en el ecosistema marino (Lalzar et al., 2023). 

En este estudio en particular, su análisis nos permitiría determinar la posible presencia o ausencia de P. 

marinus tanto en el ambiente como en el hospedero y cómo podría interactuar con otros elementos del 

microbioma. La detección o no de P. marinus en el entorno podría llevar a la implementación de medidas 

sanitarias apropiadas para reducir o controlar el impacto del parásito en la producción comercial, por 

ejemplo, estableciendo épocas específicas para la siembra o cosecha del producto.  

Los métodos de secuenciación de alto rendimiento, ampliamente utilizados en los estudios del 

microbioma, se basan en la amplificación mediante PCR utilizando primers específicos que pueden 

dirigirse a regiones genéticas como el 16S ARNr, 18S ARNr, el espaciador transcrito interno (ITS), entre 

otros. También, se emplea la secuenciación shotgun de ADN y la metatranscriptómica (Gao et al., 2021). 

Estas avanzadas tecnologías de secuenciación permiten la identificación, clasificación y cuantificación de 

las comunidades procariotas, eucariotas, virales y de elementos genéticos móviles en el microbioma (Rey-

Campos et al., 2022). Además, posibilitan un análisis más profundo de la diversidad y función de los 

microorganismos presentes en el entorno estudiado, proporcionando una comprensión más detallada de 

las interacciones microbianas y su impacto en el ecosistema. 
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1.1.9 Los Hospederos 

Como se ha mencionado anteriormente, el ciclo de vida característico de P. marinus, le permite 

permanecer en el ambiente en dónde se ha establecido, esto significa que cualquier molusco bivalvo, por 

su naturaleza biofiltradora, potencialmente podrá entrar en contacto con diversos estadios del parásito 

(trofozoitos, hipnosporas, zoosporas) y, dependiendo de sus susceptibilidad, podrá o no desarrollar la 

enfermedad. En este sentido, sabemos que en el estero de Pozo Chino coexisten diferentes especies de 

moluscos bivalvos, entre ellos la almeja de raíz A. tuberculosa que habita los fondos lodosos en las raíces 

del manglar, el mejillón de manglar M. strigata que habita las raíces de los mangles e invade los sistemas 

de cultivo del ostión de placer C. corteziensis mismo que se cultiva ampliamente en la zona. Debido a esto, 

se eligieron a estas tres especies de importancia comercial y ecológica que representan ciertas diferencias 

respecto a su nicho espacial en la misma zona y que nos podrían mostrar si P. marinus puede o no 

encontrase en ellos y si esto tiene alguna consecuencia epizootiológica que nos permita comprender más 

acerca del parásito, de su dinámica de infección y desarrollo de la enfermedad. En este sentido, se 

revisarán a continuación las características biológicas y ecológicas de estas especies. 

1.1.10  La almeja de raíz Anadara tuberculosa  

La almeja A. tuberculosa es un molusco perteneciente a la gran clase de los bivalvos y forma parte de la 

familia Arcidae (Tabla 3). A esta especie se la conoce localmente como almeja pata de mula, piangua, 

concha negra o almeja de raíz. La talla promedio de A. tuberculosa es de 62 mm de altura y 49 mm de 

longitud (Ortíz et al., 2003) y se caracteriza por tener valvas simétricas, pesadas, gruesas de contorno 

ovalado oblicuo moderadamente alargado, borde dorsal ligeramente angulado en ambos extremos, área 

cardinal delgada y elongada, de 33 a 37 costillas radiales redondeadas. Normalmente tienen nódulos 

dispersos hacia el margen ánteroventral de la valva, periostraco grueso de textura rugosa y gastado o 

erosionado en los umbos lo que le da una coloración blanca en esta zona. Posee ligamentos con una serie 

de surcos en forma de “v” que cubren la totalidad del área cardinal, una charnela alargada y recta, 

internamente la concha es blanca con bordes de evidentes crenulaciones correspondientes a las costillas 

externas (Fisher et al., 1995; Riosmena, 2015) (Figura 4. A y B). 

La almeja de raíz habita los manglares localizados a lo largo del litoral del océano Pacífico oriental en 

América distribuyéndose desde Baja California Sur y Golfo de California en México hasta Bahía de Tumbes 

en el norte de Perú (Riosmena, 2015) (Figura 4. C). La especie habita en sustratos fangosos, arcillosos o 
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limo-arenosos (Espinosa et al., 2010), encontrarse asociada a las raíces aéreas de los mangles Rhizophora 

mangle, R. harrisonni y Pelliceria rhizophorae (Campos et al., 1990) donde puede estar enterrada hasta 

15 cm bajo la copa de raíces (MacKenzie, 2001). A. tuberculosa es una de las principales pesquerías 

artesanales de las zonas con manglares debido a que es una importante fuente de proteína para las 

comunidades humanas costeras, la cantidad de extracción fluctúa con relación a las necesidades de 

abastecimiento familiar y de comercio local (Espinosa et al., 2010). 

Tabla 3. Clasificación taxonómica de la almeja de raíz (MolluscaBase eds, 2022a). 

Categorías taxonómicas 

Filo           Mollusca 

Clase Bivalvia 

Subclase Autobranchia 

Infraclase Pteriomorphia 

Orden Arcida 

Superfamilia Arcoidea 

Familia Arcidae 

Género Anadara 

Especie Anadara tuberculosa (G. B. Sowerby I, 1833) 

  

 

Figura 4. Morfología de concha y distribución de la almeja de raíz Anadara tuberculosa, donde A) valva derecha 
(exterior), B) valva izquierda (interior) y C) distribución geográfica (Modificado de Fisher et al., 1995). 
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1.1.11  Mejillón de manglar Mytella strigata  

El mejillón M. strigata (= M. charruana) comúnmente conocido como mejillón de manglar o mejillón barba 

de hacha es un molusco bivalvo de ambientes salobres y marinos perteneciente a la familia Mytilidae 

(tabla 4) (MolluscaBase, 2022b). Es una especie de pequeño tamaño cuya talla máxima es de 6 cm, posee 

un par de conchas equivalva e inequilátera, delgadas y en forma de hacha, borde postero dorsal arqueado 

y el ventral recto o ligeramente cóncavo con una estrecha abertura bisal y umbos prosogiros (umbos 

dirigidos hacia adelante) casi terminales ubicados por encima del borde anterior corto y plegado. La 

superficie externa de las conchas es lisa sin costillas radiales, aunque con marcas concéntricas de 

crecimiento (Figura 5. A) (Fischer et al., 1995). Además, cubierta por un delgado y liso periostraco de 

tonalidades negro a morado oscuro y de verde olivácea a marrón en la porción anterior del bivalvo, la 

parte ventral típicamente desgastada presenta un color grisáceo y cuenta con una charnela que conserva 

diminutos dentículos. La superficie interna de la concha luce ampliamente nacarada (purpura iridiscente), 

cuyas cicatrices de los músculos aductores y retractores son de tonalidad más oscura y de estructura 

desigual, siendo la cicatriz del aductor posterior más grande (Figura 5. B) (Fischer et al., 1995).  

Tabla 4. Clasificación taxonómica del mejillón Mytella strigata (MolluscaBase eds, 2022b). 

Categorías taxonómicas  

Filo           Mollusca 
Clase Bivalvia 

Subclase Autobranchia 
Infraclase Pteriomorphia 

Orden Mytilida 
Superfamilia Mytiloidea 

Familia Mytilidae 
Género Mytella 
Especie Mytella strigata (Hanley, 1843) 

 

El mejillón de manglar M. strigata habita principalmente zonas estuarinas, lagunas costeras someras y 

manglares alcanzando enormes densidades (da Oliveira et al., 2005). Se distribuye originalmente en el 

océano Pacífico oriental desde Guaymas, Sonora en el Golfo de California a Ecuador e Islas Galápagos y 

en el Atlántico sudoccidental desde Venezuela hasta Cabo San Antonio en Argentina (Figura 5. C) (Szefer 

et al., 1998; de Oliveira et al., 2005). Este mitílido es considerado como una especie invasora fuera de su 

área de distribución nativa debido a los efectos negativos que ocasiona (Grosholz, 2002). M. strigata es 

una especie eurihalina, euriterma, de rápido crecimiento, gran capacidad reproductiva y aptitud de 

dispersión, estas características biológicas favorecen su establecimiento en casi cualquier ecosistema (Yip 
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et al., 2020). Como consecuencia su rango de distribución ha incrementado, encontrándose actualmente 

en países del sur y sureste asiático como India (Jayachandran et al. 2019), Filipinas (Rice et al. 2016; 

Mediodia et al. 2017; Vallejo et al. 2017), Singapur (Lim et al. 2018), Tailandia (Sanpanich y Wells, 2019), 

Taiwan (Huang et al., 2020), así como en el sureste de Estados Unidos de América (Boudreaux y Walters, 

2006; Fuentes et al., 2020).  

 

Figura 5. Morfología de concha y distribución del mejillón de manglar Mytella strigata, donde: A) valva derecha 
(exterior), B) valva izquierda (interior) y C) distribución geográfica del mejillón de manglar Mytella strigata 
(Modificado de Fisher et al., 1995). 

1.1.12  Ostión de Cortés Crassostrea corteziensis  

El ostión C. corteziensis se describe como una especie alopátrica del ostión americano C. virginica 

(Baqueiro, 1991). La especie C. corteziensis forma parte de la familia Ostreidae, pertenece al género 

Crassostrea (Tabla 5) (MolluscaBase eds, 2022c) y es habitualmente conocida como ostión de placer, de 

mangle o de Cortés. La especie C. corteziensis alcanzan un tamaño de 75 a 250 mm de longitud (común 

150 mm) y se caracteriza por tener un par de conchas morfológicamente variables, alargadas con bordes 

irregulares redondeados a subtriangulares, sementada al sustrato por la valva izquierda que normalmente 

es más grande y profunda que la valva derecha superior caracterizada por ser aplanada y con escamas 

imbricadas o superpuestas de conchiolina (Figura 6. A). La valva izquierda frecuentemente presenta 
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pliegues o costillas radiales, la charnela es pequeña sin dientes con área de ligamiento amplio. El color de 

la superficie externa de las conchas puede ser morado oscuro, azul negruzco, verde amarillento o blanco 

con bandas moradas. Por otra parte, la superficie interna de las conchas es blanca con bordes de tonalidad 

morado o verde oliva, una cicatriz correspondiente al músculo aductor ligeramente situado al borde 

ventral (Figura 6. B). Como otros ostreidos carece de pie muscular y biso (no aparente=atrofiados) 

(Baqueiro, 1991; Fisher et al., 1995).  

Tabla 5. Clasificación taxonómica del ostión de placer (MolluscaBase eds, 2022c).                                     

Categorías taxonómicas  

Filo           Mollusca 
Clase Bivalvia 

Subclase Autobranchia 
Infraclase Pteriomorphia 

Orden Ostreida 
Superfamilia Ostreoidea 

Familia Ostreidae 
Género Crassostrea 
Especie Crassostrea corteziensis (Hertlein, 1951) 

 

 

Figura 6. Morfología y distribución del ostión de placer Crassostrea corteziensis, donde: A) valva derecha (exterior), 
B) valva izquierda (interior) y C) distribución geográfica (Modificado de Fisher et al., 1995). 
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El ostión de Cortés se encuentra naturalmente en el océano Pacífico oriental desde el Golfo de California 

en México hasta el norte de Perú (Fisher et al., 1995) (Figura 6. C). La distribución geográfica de C. 

corteziensis se asocia a la de los manglares (Stuardo & Martínez, 1975), por lo que no es posible 

encontrarla en costas expuestas a mar abierto (Stuardo y Martínez, 1975). C. corteziensis es una especie 

que ha sido aprovechada históricamente, remanentes de pirámides de conchas indican su uso la como 

alimento, ornato y herramienta desde la época prehispánica (Cáceres-Martínez y Vásquez-Yeomans, 

2013). Además, desarrolla una importante función en los ecosistemas costeros y es considerado como un 

recurso pesquero regional de gran importancia pesquera (Cáceres-Martínez et al., 2010). Aunado a esto, 

la acuicultura de C. corteziensis ha continuado realizándose de forma artesanal hasta la actualidad, dicha 

metodología consiste en captación y engorda de semilla del medio natural (Padilla-Lardizábal y Aguilar-

Medina, 2012). 

1.1.13  El ostión americano Crassostrea virginica   

 El ostión C. virginica comúnmente denominado como ostión americano, del golfo, del Atlántico, de 

Virginia (Manzón-Suástegui, 2018) o del este ha sido una especie de gran importancia pesquera y 

explotada durante 100 años, solía ser un recurso abundante y barato para las poblaciones costeras. Hoy 

en día puesto que su cantidad ha decaído y su valor económico incrementado, la acuicultura de la especie 

se ha vuelto un negocio económicamente rentable (Smolowitz, 2013). El ostión C. virginica pertenece la 

familia Ostreidae (Tabla 6) y es una especie que se caracteriza por poseer valvas asimétricas siendo la 

izquierda más grande y cóncava que la derecha, su apariencia externa es escamosas de colores apagados 

e incrustadas de forma tosca (Figura 7. A) (Carriker y Gaffney, 1996), el extremo umbonal de cada valva 

es más puntiagudo que el lado posterior opuesto, los márgenes de las valvas son rectos o ligeramente 

ondulados, tiene un músculo aductor (monomiario) hacia el borde posterodistal y su cicatriz está 

comúnmente pigmentada (Figura 7. B) (Galtsoff, 1964). 

El ostión americano se distribuye en el océano Atlántico occidental desde el Golfo de San Lorenzo en el 

este de Canadá hacia el sur por todo el litoral abarcando EUA, Golfo de México, Mar Caribe incluyendo las 

Antillas hasta Brasil en el hemisferio sur (Figura 7), comprendiendo un rango total de aproximadamente 

8000 km. Además, ha introducido en la costa oeste de Norteamérica, Hawái, Australia, Inglaterra y Japón, 

sin embargo, su establecimiento en estas áreas no ha sido exitoso (Carriker y Gaffney, 1996). A lo largo 

de su amplia distribución geográfica, C. virginica habita esteros, manglares, desembocaduras de ríos, 

lagunas costeras y arrecifes (Manzón-Suástegui, 2018), ecosistemas ampliamente variables con relación 
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a sus condiciones ambientales (Whitman, 2000). En este sentido, C. virginica es una especie adaptada 

para vivir en aguas con variaciones considerables de salinidad (eurihalina) y temperatura (euriterma). Las 

temperaturas a lo largo de su amplia distribución geográfica están en un rango de 0°C a 32°C (Loosanoff, 

1955) con salinidades variantes de 6 ‰ a 32 ‰ (Whitman, 2000). La zonación de C. virginica va desde la 

zona intermareal y submareal (Carriker y Gaffney, 1996) encontrándose habitualmente adheridos a 

sustratos sólidos, rocosos y raíces de mangle donde pueden formar agrupaciones (Manzón-Suástegui, 

2018). 

Tabla 6. Clasificación taxonómica del ostión americano/ostión del este (MolluscaBase eds, 2023). 

Categorías taxonómicas 

Filo           Mollusca 
Clase Bivalvia 

Subclase Autobranchia 
Infraclase Pteriomorphia 

Orden Ostreida 
Superfamilia Ostreoidea 

Familia Ostreidae 
Género Crassostrea 
Especie Crassostrea virginica (Gmelin, 1791) 

 

 

Figura 7. Distribución geográfica y morfología del ostión americano Crassostrea virginica, donde: A) valva derecha 
(exterior), B) valva izquierda (interior) y C) distribución geográfica (Modificado de Galtsoff, 1964; Harasewych y 
Moretzsohn, 2010). 
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1.2 Justificación 

El protista Perkinsus marinus fue encontrado en lagunas costeras del estado de Nayarit en 2006 

infectando al ostión de Cortés Crassostrea corteziensis y posteriormente ha sido detectado en otras 

especies de moluscos bivalvos de la región. Actualmente el parásito está bien establecido en la zona, por 

lo que todas las especies de moluscos bivalvos que coexistan en su zona de distribución pueden contraer 

la infección, la cual dependerá de la susceptibilidad de los hospederos. Por lo tanto, es de gran importancia 

buscarlo en el ambiente y en diversos hospederos, con la intención de determinar si son patógenos o no 

para cada especie y tener más información sobre el riesgo sanitario que podría tener este parásito para 

la producción ostrícola de la región. La presencia de este parásito en el Pacífico Mexicano se ha asociado 

con transfaunaciones del ostión americano Crassostrea virginica, especie altamente susceptible a P. 

marinus y en quién se descubrió a este parásito. En este sentido, también es importante determinar si 

hay diferencias genotípicas entre el parásito encontrado en las lagunas costeras del Golfo de México y en 

el Pacífico mexicano como consecuencia de mutaciones relacionadas a procesos de adaptación. 

1.3 Hipótesis 

El parásito Perkinsus marinus se encuentra bien establecido en el estero de Pozo Chino en Nayarit, 

formando parte de su microbioma y dado su ciclo de vida, puede ser encontrado en el ambiente 

(zooplancton y sedimentos) y en moluscos bivalvos que coexisten en el estero (A. tuberculosa, M. strigata 

y C. corteziensis). La microbiota asociada mostrará características diferenciales en cuanto diversidad y 

proporción de especies. Por otro lado, habrá diferencias genotípicas entre el parásito encontrado en el 

Golfo de México y en Pacífico mexicano. 

1.4 Objetivos 

1.4.1 Objetivo general 

Determinar la prevalencia de infección de Perkinsus marinus en muestras ambientales y en tres especies 

de moluscos bivalvos que coexisten en la costa de Nayarit incluyendo su microbioma; así como, 
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determinar si hay diferencias genotípicas del parásito encontrado en el Golfo de México y el Pacífico 

mexicano. 

1.4.2 Objetivos específicos 

o Determinar la presencia de Perkinsus marinus en Anadara tuberculosa, Mytella strigata, 

Crassostrea corteziensis y en muestras ambientales (plancton y sedimento). 

o Confirmar la identidad de Perkinsus marinus mediante secuenciación de amplicones. 

o Evaluar la presencia de Perkinsus marinus en el microbioma asociado a Anadara tuberculosa, 

Mytella strigata, Crassostrea corteziensis, plancton y sedimento. 

o Determinar las diferencias genotípicas de Perkinsus marinus almacenado en bloques de parafina 

de Nayarit, Sinaloa, Veracruz y Tabasco. 
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Capítulo 2.  Metodología 

2.1 Área de estudio 

Este estudio se realizó en el estero Pozo Chino localizado dentro del municipio de Santiago Ixcuintla en el 

estado de Nayarit. Dicho estero se encuentra dentro de la Reserva de la Biosfera Marismas Nacionales y 

aledaño al norte con el sistema estuarino Boca de Camichín y al sur con la desembocadura del Río Grande 

de Santiago. El estero Pozo Chino tiene una superficie aproximada de 76 hectáreas (ha) y está conectado 

con el mar a través de una boca litoral en constantes cambios, pero con alrededor de 160 m de ancho 

(SEMARNAT, 2010).   

La región se caracteriza por tener un clima catalogado como cálido subhúmedo. En este sentido, la 

temperatura media anual es de 26°C a 28°C y precipitación anual de entre 800 a 1200 mm durante el 

verano (INEGI, 2018), temporada en la cual ingresan grandes cantidades de agua dulce y sedimentos al 

sistema estuarino por medio de escorrentías. La vegetación predominante en el estero Pozo Chino 

consiste de manglares cuyas extensiones incrementan hacia el interior del sistema y compuesto por las 

especies Rhizophora mangle (mangle rojo), Laguncularia racemosa (mangle blanco), Avicennia germinans 

(mangle negro) y Conocarpus erectus (mangle botoncillo).  

Con relación a las actividades que se desarrollan en dicho estero destaca el cultivo de ostión de Cortes C. 

corteziensis. Los sistemas de cultivo empleados en la región para la acuicultura de este bivalvo consisten 

en sartas elaboradas con conchas de ostión colocadas con una cuerda y separadas entre ellas por tubos 

plásticos. Las sartas ostrícolas son colgadas en balsas flotantes rectangulares construidas con troncos 

secos de mangle y tambores o boyas como flotadores. Por otra parte, las zonas colindantes al estero son 

empleadas por el sector agrícola, agropecuario y asentamientos humanos (Padilla-Lardizábal y Aguilar-

Medina, 2012). 

2.2 Muestreo 

Para este estudio se realizó la toma de muestras ambientales y de moluscos bivalvos en tres diferentes 

puntos del Estero Pozo Chino: 1, el estuario bajo (boca); 2, punto medio (parte central) y 3, punto alto 
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(más alejado de la boca) (Figura 8). Para ello se tuvo la autorización y apoyo por parte del Comité de 

Sanidad Acuícola de Nayarit (CESANAY) y de la cooperativa Ostioneros del Mar de Villa Juárez. El periodo 

de muestreo fue del 26 al 28 de septiembre del 2022, muestreando un punto por día y procesando las 

muestras en las instalaciones de la cooperativa Ostioneros del Mar de Villa Juárez en el estero Pozo Chino. 

  

Figura 8. Zonas de muestreo en el estero Pozo Chino, Santiago Ixcuintla, Nayarit. 
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2.3 Colecta de moluscos bivalvos 

Se colectó un total de 135 moluscos bivalvos conformado por 45 ejemplares de cada una de las siguientes 

especies: almeja de raíz (A. tuberculosa), mejillón de mangle (M. strigata) y ostión de Cortés (C. 

corteziensis). Se recolectaron 15 ejemplares por especie de molusco en cada punto de muestreo. El 

muestreo se llevó a cabo durante marea baja transportándonos a los correspondientes sitios de muestreo 

en una embarcación con motor fuera de borda.  

Los especímenes de A. tuberculosa fueron hallados a una profundidad en el agua de alrededor de un 

metro donde se encontraban parcialmente enterrados en el sedimento o en la zona intermareal entre las 

raíces de mangle rojo R. mangle o blanco L. racemosa. Por otra parte, los ejemplares de C. corteziensis se 

tomaron de los sistemas de cultivo “balsas flotantes” de los productores acuícolas de la cooperativa 

Ostioneros del Mar de Villa Juárez. En cuanto a los mejillones de manglar, estos se obtuvieron en diversas 

partes del sistema de cultivo donde se encontraban adheridos a las cuerdas de sujeción, flotadores, sartas 

de conchas, así como en los organismos de cultivo (Figura 9).  

 

Figura 9. Vista general de una de las tres zonas de muestreo, donde los colores reflejan el lugar de colecta de los 
moluscos bivalvos: Anadara tuberculosa (naranja), Mytella strigata (verde) y Crassostrea corteziensis (amarillo). 

2.4 Toma de muestras ambientales 

En cada zona de muestreo se tomaron filtrados de agua por triplicado correspondiente a las fracciones 

planctónicas mesoplancton, microplancton y nano/picoplancton dando un total de 27 muestras 
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(picoplancton y nanoplancton en misma muestra). El bombeo de agua se realizó desde la embarcación y 

para ello usamos una bomba sumergible marca Rule modelo tournament series 403 (Figura 10. A) 

alimentada con una batería LTH 12V modelo L-42-400, a la bomba le fue conectada dos mangueras PVC 

transparentes de una pulgada, una para la toma de agua a la cual se le enlazó 200 g de plomo para evitar 

que emergiera y otra para descarga.  

 

Figura 10. Toma de muestras ambientales, donde: A) bomba sumergible Rule tournament series 403, B) tamiz y 
muestreo planctónico, C) muestra de fracción planctónica y D) toma de muestra de sedimento superficial. 

 

Además, se fabricaron dos tamices usando tubos PVC de 8 pulgadas y mallas de 200 μm y 55 μm por los 

cuales se hizo pasar el agua (Figura 10. B). Para obtener la fracción planctónica correspondiente al 

mesoplancton donde se esperaría encontrar trofozoítos maduros, tomontes e himnoesporas, se filtraron 

1000 litros de agua a través del tamiz de 200 μm. Bajo el primer tamiz de 200 μm fue ensamblado un 
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tamiz de 55 μm y filtrados 40 litros para retener al microplancton en el que se esperaría encontrar 

trofozoítos maduros y tomontes que son liberados con las heces, pseudoheces y la muerte de bivalvos 

infectados, así como hipnoesporas correspondientes a la fase de vida libre de Perkinsus.  

Por último, se recolectó una muestra de dos litros del agua filtrada a 55 μm para obtener la fracción 

planctónica picoplancton y nanoplancton donde se esperaría encontrar a trofozoítos inmaduros y 

zooesporas. La materia retenida por los tamices de 55 μm y 200 μm fue removida con ayuda de una piseta 

con alcohol al 96%, colocada en tubos Falcon de 50 ml y conservada en alcohol al 96% hasta el aislamiento 

de ADN. En el caso de las muestras de agua de dos litros se agregó 10 % de alcohol 96% debido a que no 

se contaba con el equipo necesario para obtener los filtrados.  

Con relación a las muestras de sedimento, se tomaron tres muestras de alrededor de 200 gr de la parte 

superficial con ayuda de una pala plástica de cocina (Figura 10. D) en puntos diferentes de cada uno de 

los tres puntos geográficos de muestreo. Estas fueron colocadas en recipientes plásticos de 500 ml con 

alcohol al 96% y agitadas para homogeneizar con la finalidad de conservarlas hasta el momento de 

extracción de ADN.  

2.5 Disección y obtención de muestras para análisis molecular e histológico 

Primeramente, se registró medidas morfométricas de cada ejemplar de A. tuberculosa, M. strigata y C. 

corteziensis. Con ayuda de una lima metálica se realizó una pequeña apertura en la región anterior de la 

concha en almeja de raíz y ostiones por donde se introdujo parte de un cuchillo puntilla para cortar 

músculos aductores. Por otra parte, para el caso de los mejillones de manglar se introdujo 

cuidadosamente el bisturí de disección por la apertura bisal (zona ventral) cortando músculos aductores 

y retractores. Una vez abierto el organismo, se obtuvo cuidadosamente el cuerpo del organismo 

despegando músculos aductores y manto de la concha. 

Para el análisis molecular se colocó una muestra de manto, branquias, glándula digestiva y gónada por 

cada molusco en un microtubo Eppendorf estéril de 1.5 ml formando un pool de tejidos, se utilizó alcohol 

al 96% como solución fijadora y se almacenaron a temperatura ambiente para su procesamiento y análisis 

en laboratorio. Los utensilios empleados en la disección se limpiaron con alcohol al 96% y agua de garrafón 

antes y después de procesar cada animal. 
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Después de la obtención de muestras de órganos se procedió a fijar el cuerpo de cada bivalvo en formol 

al 10%, el cual se usó para el análisis histopatológico. En el caso de C. corteziensis se hizo un corte 

transversal en el cuerpo de cada ostreido. Por otra parte, el cuerpo de los mejillones de manglar y almeja 

de raíz fueron fijados y conservados en su totalidad, esto por fines prácticos. El cuerpo de los mejillones 

al igual que el corte transversal en ostiones se colocaron en histocasettes con su código de identificación. 

Sin embargo, para el caso de A. tuberculosa fue necesario envolver las muestras en gasa con su clave de 

identificación escrita a lápiz en papel albanene. 

2.6 Obtención de muestras positivas a Perkinsus marinus en Crassostrea 

virginica y Crassostrea corteziensis para análisis genotípico del parásito.  

Para este cometido se exploró la base de datos del LASA (Laboratorio de Sanidad Acuícola) que concentra 

la información de análisis histológicos realizados en C. virginica para el COSAP (Comité de Sanidad Acuícola 

y Pesquero Veracruzano) y el CESAT (Comité Estatal de Sanidad Acuícola de Tabasco) y en C. corteziensis 

para el CESASIN (Comité Estatal de Sanidad Acuícola de Sinaloa), el CESANAY (Comité Estatal de Sanidad 

Acuícola del Estado de Nayarit), estados en los cuales se conoce la presencia de P. marinus. Se realizó una 

selección de aquellos resultados positivos al parásito y con mayor intensidad de infección.  

Las laminillas histológicas se encontraron resguardadas en el laboratorio de Sanidad y Patología, en 

cambio su correspondiente muestra en bloque de parafina en el almacén general, ambos localizados en 

el Departamento de Acuicultura del Centro de Investigación y Educación Superior de Ensenada (CICESE). 

Para la selección de muestras a incluir en este proyecto nos basamos en su disponibilidad y coincidencia 

en sitio (Estado) y año, de esta forma, aislando las muestras de aquellos estados en las que se contara con 

al menos tres bloques de parafina por año.  

2.7 Procesamiento de las muestras de Pozo Chino. 

2.7.1 Preparación de muestras para extracción de ADN  

Para la extracción de ADN de las muestras de moluscos fue necesario preprocesar las muestras, debido 

que para este objetivo solo se requieren alrededor de 25 mg de tejido, una cantidad menor a la inicial. Sin 
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embargo, debido a que la glándula digestiva y gónada en cada pool de tejidos se disolvió en la solución 

fijadora (alcohol 96%), fue necesario centrifugar las muestras a 8000 rpm x 2 min para formar un pellet y 

tomar la cantidad necesaria a procesar, para ello se empleó una centrifuga con rotor marca Fisher 

Scientific modelo Marathon 16KM. Para asegurarnos de incorporar tejido de cada órgano del pool 

(branquia, manto, glándula digestiva y gónada) en la muestra para extracción de ADN, el pellet generado 

fue macerado en un mortero de porcelana y después se tomó la muestra de ~ 25 mg para proceder con 

la extracción de ADN. Los materiales utilizados se lavaron con agua a corriente y desinfectaron con alcohol 

al 96% antes y después del proceso de cada muestra. 

Con relación a las muestras ambientales, la muestra de nano/picoplancton contenida en botellas de dos 

litros de agua se reposaron, una vez sedimentada la materia se tomó una muestra de 30 ml del fondo con 

ayuda de una pipeta de vidrio de 100 ml vertiendo el contenido en un tubo Falcon de 50 ml. En el caso de 

las muestras de filtrados de agua a 55 μm y 200 μm las cuales ya estaban en tubos Falcon se ajustó la 

cantidad a 30 ml.  

La pipeta utilizada fue limpiada con alcohol 96% y agua destilada antes y después de procesar cada 

muestra. Todas las muestras en tubos Falcon fueron centrifugadas a 7500 rpm por 5 minutos en una 

centrifuga de sobremesa Eppendorf 5810 R versión 15 amp y el pellet generado fue transferido a un 

microtubo Eppendorf de 1.5 ml para la extracción de ADN. En cambio, para las muestras de sedimento 

superficial, se tomó una submuestra con una espátula de laboratorio de acero inoxidable para 

micromuestreo y se situó en un microtubo Eppendorf de 1.5 ml. Al tener todas las muestras en microtubos 

se procedió con la extracción de ADN.  

2.7.2 Extracción de ADN de las muestras de campo 

Para extraer el ADN de las muestras del pool de tejidos de los bivalvos y ambientales (filtrados de agua y 

sedimento superficial), se utilizó el kit comercial QIAGEN DNeasy blood & tissue siguiendo las 

especificaciones del fabricante (Anexo A). Sin embargo, se realizó una modificación en el último paso 

correspondiente a la cantidad de buffer de elución agregando 50 μl de Buffer AE en lugar de 200 μl para 

tener una mayor concentración final de ADN. La estimación de la concentración total de ADN y su calidad 

se llevó a cabo mediante el método de espectrofotometría usando un NanoDrop 2000 (Thermo Scientific). 
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2.7.3 Extracción de ADN de las muestras en bloques de parafina  

Primeramente, se realizaron tres cortes (churritos) de 10 μm de espesor con un microtomo Leica RM2245 

y navaja histológica de alto perfil marca Sakura, los cortes se colocaron en un microtubo Eppendorf de 1.5 

ml para su extracción de ADN utilizando el kit FFPE DNA Purification de Norgen Biotek corp siguiendo el 

protocolo establecido por el fabricante (Anexo B). Sin embargo, se realizaron varias modificaciones que 

consistieron en duplicar los lavados con xileno para eliminar totalmente la parafina de las muestras. 

Durante los 10 minutos de eliminación del etanol, los microtubos se dejaron cinco minutos destapado 

sobre una termoplaca de microtubos a 55°C y el tiempo restante bajo la campana (extractor) Esto debido 

a que las muestras permanecían empapadas en etanol después de haber pasado el tiempo a expuestas a 

condiciones ambientales. Además, para la digestión de tejido se aumentó la cantidad de proteinasa K de 

10-20 μl a 30 μl por muestra. Para la elución se agregó 50 μl de Elution Buffer B y finalmente para 

determinar la concentración de ADN total y su calidad se empleó un espectrofotómetro NanoDropTM 

2000 (Thermo Scientific). 

2.8 Amplificación por PCR para la detección de Perkinsus marinus 

La detección de P. marinus se llevó a cabo mediante la técnica de PCR punto final, que implica la 

amplificación de la región del espaciador no transcrito (NTS) del ADNr del parásito. En total, se procesaron 

171 muestras de campo obtenidas durante el muestreo en el estero Pozo Chino en Nayarit, así como 24 

extracciones de ADN de muestras de ostiones embebidas en parafina procedentes de los estados de 

Veracruz, Tabasco, Sinaloa y Nayarit (seis muestras por estado). 

Para amplificar la región del NTS de P. marinus en las muestras conservadas en alcohol al 96%, se utilizaron 

los primers NTS-Pm1 (5' CACTTGTATTGTGAAGCACCC) y NTS-Pm2 (5' TTGGTGACATCTCCAAATGAC), como 

se describen en Marsh et al., 1995. Estos primers generaron un producto amplificado de 

aproximadamente 307 pb. Los detalles sobre los componentes y las concentraciones utilizados en las 

reacciones PCR de 25 µL se encuentran en la tabla 7. 

Se empleó una muestra de ADN de un bivalvo (ostión) confirmado como infectado como control positivo, 

y en lugar de la muestra de ADN, se utilizó agua de calidad molecular como control negativo. En la tabla 

8 se muestran las condiciones de amplificación para P. marinus. 
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Tabla 7. Componentes y concentraciones de la reacción de PCR para P. marinus. 

Componente Cantidad (µL) Concentración final 

5x MyTaq reaction buffer (5 mM dNTps 15 mM MgCl2) 5 1.0 mM dNTps, 3 mM MgCl2 

Iniciador Perk F (10 µM) 0.5 0.20 µM 

Iniciador perk-R (10 µM) 0.5 0.20 µM 

My Taq DNA polimerasa (5U/µL) 0.3 1.5 U 

Agua grado biología molecular 16.7 -- 

ADN 2.00 Variable (50-200 ng/µl) 

 

Tabla 8. Condiciones de amplificación PCR para la detección de P. marinus. 

Condiciones Ciclos Paso Temperatura Tiempo 

1 1 1 94°C 2 min 

2  50 

1 94°C 10 seg 

2 55°C 10 seg 

3 72°C 10 seg 

3  1  
1 72°C 2 min 

2 4°C ∞ 

 

Además de lo mencionado anteriormente, todos los productos de la amplificación mediante PCR se 

sometieron a una segunda amplificación con el propósito de aumentar el número de copias de la 

secuencia de interés. Este paso facilitó la posterior visualización de las muestras después de la 

electroforesis y la selección de muestras para secuenciación dirigida. Para llevar a cabo esta 

reamplificación, se utilizaron 2 µL de cada producto PCR como muestra de ADN. En términos de 

componentes y condiciones de reacción, se mantuvieron idénticos a los utilizados en la primera 

amplificación (Tablas 7 y 8).  

Los productos de reamplificación PCR se detectaron mediante la técnica de electroforesis en gel de 

agarosa al 2% teñido con la solución GelRed Nucleic Acid Gel Stain y corrido a 110 v durante una hora. Se 

empleo un marcador (D3687-1VL) de 100 pb a 1000 pb (Sigma-Aldrich®). La visualización de los productos 

se realizó en un transiluminador UVP modelo M-20E 115V y posteriormente en un fotodocumentador 

(BIO-RAD Gel Doc XR+ Imaging System) y para la captura de imagen. 
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2.9 Detección del protista Perkinsus marinus mediante PCR en tiempo real 

(qPCR) 

Además de la PCR punto final utilizada para detectar P. marinus, se empleó también la técnica de PCR en 

tiempo real debido a su mayor sensibilidad. La PCR en tiempo real o qPCR, nos permite detectar productos 

de amplificación que podrían pasar desapercibidos en la PCR convencional y en la técnica de 

electroforesis. Para llevar a cabo la PCR en tiempo real, se utilizó el kit SensiFAST™ SYBR® No-ROX One-

Step de Bioline, como se detalla en la Tabla 9. El volumen final del mix de reacción fue de 20 µL, incluyendo 

10 µL de SYBR Green/SensiFAST (2x). Se procesaron un total de 16 muestras de las 171 disponibles 

abarcaban las tres especies de moluscos bivalvos, sedimento y filtrados de fracciones planctónicas. En 

este sentido, se trabajaron cuatro muestras de C. corteziensis, tres muestras de A. tuberculosa, M. strigata 

y sedimento, además de una muestra individual de los filtrados de 200 μm (mesoplancton), 55 μm 

(microplancton) y 0.22 μm (nano/picoplancton). Para esta técnica, se amplificó la región del espaciador 

no transcrito (NTS) utilizando los primers NTS-Pm1 (5' CACTTGTATTGTGAAGCACCC) y NTS-Pm2 (5' 

TTGGTGACATCTCCAAATGAC). La reacción se llevó a cabo en un termociclador Corbett Research RG-6000, 

siguiendo las condiciones de reacción detalladas en la Tabla 10. 

Tabla 9. Componentes de reacción para la técnica PCR-RT. 

Componente (reactivos) Cantidad (µL) Concentración final 

2x SensiFAST™ SYBR® No-ROX One-Step Mix 10 1x 

Iniciador Perk F (10 µM) 0.8 400 nM 

Iniciador Perk-R (10 µM) 0.8 400 nM 

H2O 6.4  

ADN 2  

Volumen final 20 L 

 

Tabla 10. Condiciones de reacción para la técnica PCR-RT. 

Ciclo Temperatura Tiempo 

1 95°C 10 min 

1 95°C 2 min 

40 
95°C 20 seg 

55°C 45 seg 
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2.10 Diseño de primers para la detección de Perkinsus marinus 

Con la finalidad de amplificar a P. marinus en las muestras de ostreidos embebidas en parafina se 

diseñaron primers de la región NTS del ADNr de P. marinus utilizando para ello el programa bioinformático 

Geneious Prime. Los primers se diseñaron en uno de los alineamientos realizados con las secuencias NTS 

enviadas por Omega bioservices, para ello se usó la secuencia consensus de la muestra con mejor calidad 

y por separado se indicó al programa generar primers que amplifiquen productos de alrededor de 130, 

150 y 170 pb (Figura 11). Ya diseñados los primers (Tabla 11) se verificó su especificidad y el tamaño de 

producto al que amplifica, de esta forma, los primers forward y reverse generados por el programa se 

ingresaron en la página web Primer-BLAST de NCBI. Finalmente, tras comprobar su especificidad con P. 

marinus y tamaño de producto a amplificar se enviaron las secuencias a la empresa Eton BioscienceINC 

para su síntesis. 

 

Figura 11. Región del espaciador no transcrito (NTS) abarcada con los primers de 130, 150 y 170 pb. 

 

Tabla 11. Primers diseñados en Geneious prime para amplificación de la región NTS del ADNr de Perkinsus marinus. 

Primer (cebador) Secuencia 

Primer 130pb F TGCTAGCCCACATCACAGC 
Primer 130pb R AGCTTTCGCGAGCATCTTTG 

Primer 150pb F TTTGGTCAAAGATGCTCGCG 
Primer 150pb R ATGGTCCACTGTAACACCCC 

Primer 170pb F CACCCAATGCTAGCCCACAT 
Primer 170pb R AGTCAATTTCGCCCATGTGC 

2.11 Secuenciación Sanger para la región NTS (Espaciador no transcrito) 

Para la secuenciación Sanger (secuenciación dirigida) seleccionamos cinco muestras (productos PCR) que 

resultaron positivo a P. marinus. De estas, una muestra pertenece a M. strigata obtenida en la zona baja 
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del estero (zona 1) y las otras 4 muestras a C. corteziensis que abarcan todas las zonas de muestreo. Los 

productos PCR, así como el par de primers (NTS-Pm1 5´CACTTGTATTGTGAAGCACCC y NTS-Pm2 

5´TTGGTGACATCTCCAAATGAC) de la región NTS (espaciador no transcrito) del ADNr de P. marinus se 

enviaron a la empresa Omega bioservices. Por otra parte, para el caso de los reamplificados de muestras 

embebidas en parafina se enviaron 20 productos PCR, de esta manera, 10 muestras fueron productos de 

los primers para 130 pb, siete con los primers de 150 pb y tres muestras con los primers para productos 

de 170 pb. 

2.12 Secuenciación de próxima generación 

Para el análisis de la microbiota se enviaron 15 muestras (extracciones de ADN) a la empresa Omega 

bioservices para la secuenciación Illumina (secuenciación masiva). Las extracciones de ADN enviadas 

incluyen tres muestras de cada una de las especies de bivalvo de esta investigación (Anadara tuberculosa, 

Mytella strigata y Crassostrea corteziensis), sedimento superficial y filtrado de agua a 55 μm 

(microplancton). Las muestras seleccionadas pertenecen al primer punto de muestreo, pues al estar 

ubicado en la parte baja del estero su contacto con la parte oceánica mantiene condiciones ambientales 

idóneas para P. marinus con respecto a los otros dos puntos de muestreo establecidos. La secuenciación 

Illumina fue realizada en base a la metodología de Ríos-Castro et al. (2022) amplificando la región V9 del 

gen 18S SSU (Small Subunit) del ARNr, para ello realizaron una PCR con los primers universales específicos 

de eucariotas que aparecen en la tabla 12 generando productos de entre 87 a 186 pb. La biblioteca se 

preparó mediante el kit Herculase II Fusion DNA Polymerase Nextera XT Index V2 (Illumina) y la 

secuenciación mediante la plataforma illumina® MiSeq utilizando 2 × 300 bp pareadas. 

Tabla 12. Primers para la amplificación de la región V9 del gen 18S SSU del ARNr. 

Nombre del primer Secuencia del primer (5´- 3´) 

1380 F GCCTCCCTCGCGCCATCAGXXXXXCCCTGCCHTTTGTACACAC 
1510 R GCCTTGCCAGCCCGCTCAGCCTTCYGCAGGTTCACCTAC 

2.13 Análisis bioinformático 

El análisis bioinformático de los archivos de secuenciación Sanger y Illumina se realizó a través del 

programa Geneious Prime. Para la secuenciación dirigida, la empresa Omega bioservices nos emitió dos 
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tipos de archivos (.seq y .ab1), trasladamos al programa bioinformático aquellos archivos tipo .ab1 en cual 

contiene la secuencia forward y reverse por separado para cada muestra. La limpieza de las secuencias se 

llevó a cabo eliminando aquellas regiones iniciales y finales que presentaban señales traslapada o 

ilegibles. Para realizar el alineamiento de las secuencias fue necesario dar reverso complementario a la 

secuencia reverse, una vez alineadas las secuencias se asignó el nucleótido (base) correspondiente 

manualmente para cada sitio dudoso en la secuencia de consenso (Consensus). Para la prueba de 

identidad se comparó la secuencia consenso en la plataforma Nucleotide BLAST (blastn) con la base de 

datos del NCBI (National Center for Biotechnology Information).  

Además, para realizar las comparaciones genotípicas de P. marinus de las muestras obtenidas durante la 

colecta en el estero Pozo Chino en Nayarit, así como de las secuencias generadas a partir de las muestras 

embebidas en bloques de parafina procedentes de los estados de Nayarit, Sinaloa, Veracruz y Tabasco 

primeramente se realizó el alineamiento múltiple (alineamiento Geneious) entre las secuencias 

procedentes del estero Pozo Chino y aquellas pertenecientes a un mismo estado. Posteriormente 

tomamos la secuencia consenso generada de cada alineamiento para realizar alineamientos comparativos 

entre los diferentes estados y de la secuencia obtenida representativa de nuestro muestreo. 

Con respecto a los archivos de secuenciación masiva y el correspondiente análisis del microbioma en las 

especies A. tuberculosa, M. strigata, C. corteziensis y las muestras ambientales, el análisis bioinformático 

fue realizado siguiendo los pasos del tutorial de análisis metagenómico de Geneious Prime 

(GeneiousAcademy, 2023). En primer lugar, se llevaron a cabo la eliminación de contigs con una longitud 

inferior a 150 pares de bases, la eliminación de adaptadores (BBduk), la fusión de lecturas (Geneious 

Merge), el ensamblaje de Novo (Ensamblador Geneious) y un análisis BLAST con el objetivo de obtener la 

identidad de cada secuencia. Posteriormente, basándonos en los resultados del análisis BLAST, se creó 

una base de datos de clasificadores de secuencias. Este proceso incluyó la eliminación de secuencias 

duplicadas, la descarga de secuencias completas, la extracción de las regiones pertinentes de los aciertos 

BLAST y la posterior creación de la base de datos. 

Una vez que se asignó la especie a la que pertenecía cada secuencia, se procedió a la clasificación de las 

secuencias para determinar el porcentaje de abundancia de cada especie presente en nuestras 

respectivas muestras obtenidas del estero Pozo Chino. Para llevar a cabo este proceso, se realizaron varias 

etapas, que incluyeron la eliminación de secuencias duplicadas, la descarga de secuencias completas, la 

extracción de las regiones relevantes de los amplicones, la creación de una base de datos, la 

reorganización de las entradas en la base de datos y finalmente, la clasificación de las secuencias.  
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2.14 Análisis estadístico 

Para determinar si existen diferencias significativas en la prevalencia de intensidad de infección por 

Perkinsus marinus entre los tres diferentes puntos de muestreo en el estero Pozo Chino, así como de la 

eficiencia de tres diferentes primes diseñados para la detección del patógeno, se empleó la prueba 

estadística no paramétrica Kruskal Wallis y la prueba post hoc Tukey en caso de presentarse diferencias 

significativas. Para ambas pruebas estadísticas se estableció un nivel de significancia de 0.05. 
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Capítulo 3.   Resultados 

3.1 Prevalencia de Perkinsus marinus en moluscos bivalvos del estero Pozo 

Chino mediante la amplificación PCR de la región NTS (Espaciador no 

transcrito) 

La prueba de amplificación por PCR convencional nos permitió examinar un total 135 moluscos bivalvos 

(45 ejemplares por especie: A. tuberculosa, M. strigata y C. corteziensis), 27 muestras de filtrados 

planctónicos (mesoplancton, microplancton, nano/picoplancton) y 9 muestras de sedimento superficial. 

Se consiguió un producto PCR esperado de alrededor de 307 pb correspondiente al parásito (Figura 12). 

Sin embargo, P. marinus fue detectado únicamente en especímenes de C. corteziensis (Figura 12). 

 

Figura 12. Detección de Perkinsus marinus mediante PCR amplificando la región NTS en el ostión de Cortés 
Crassostrea corteziensis en el estero Pozo Chino, Nayarit. Donde: M) marcador molecular (D3687-1VL) de 100pb a 
100pb (Sigma-Aldrich®); C1,2,3) C. corteziensis zona de muestreo 1, 2 y 3 + No. de organismo. 
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Como resultado obtuvimos que la prevalencia de infección por P. marinus para el caso de la especie 

ostreida fue de 86% en la zona baja y media del estero, en cambio, para la parte alta o área más lejana de 

la boca estuarina obtuvimos que el 66 % de organismos estuvieron infectados (Figura 13). A pesar de ello, 

no se detectaron diferencias estadísticamente significativas en la prevalencia de infección de C. 

corteziensis entre las tres diferentes zonas del estero Pozo Chino.  

A su vez, el diagnóstico PCR no detectó la presencia de P. Marinus en los moluscos bivalvos A. tuberculosa, 

M. strigata y tampoco en las muestras ambientales conformadas por sedimento superficial y las 

fracciones planctónicas (mesoplancton, microplancton, nano/picoplancton) (Figura 14). Esto a pesar de 

que los productos habían sido reamplificados para incrementar la cantidad de copias de ADN del parásito, 

lo que sugiere la ausencia de este en la muestra. 

 

Figura 13. Prevalencia de infección por Perkinsus marinus en el ostión de Cortés Crassostrea corteziensis en 
verano de 2022 en el estero Pozo Chino, Santiago Ixcuintla, Nayarit. 
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Figura 14. Resultado tras electroforesis de los productos PCR de la región NTS del ADNr de Perkinsus marinus para 
muestras de Anadara tuberculosa (A), Mytella strigata (M), fracciones planctónicas (ms: mesoplancton, mc: 
microplancton y np: nanoplancton) y sedimento superficial (sd) en el estero Pozo Chino, Santiago Ixcuintla, Nayarit. 

3.2 Detección de Perkinsus marinus mediante PCR en tiempo real 

La detección de Perkinsus marinus se realizó a través de la técnica de qPCR, utilizando primers diseñados 

para amplificar la región del Espaciador no Transcrito (NTS) del ADN ribosomal del parásito. Debido a 

limitaciones de tiempo y recursos, este análisis se aplicó únicamente a 16 de las 171 muestras disponibles. 

La evaluación se basó en la detección de la fluorescencia y cuando esta supero un umbral predeterminado 

conocido como CT (Cycle threshold) por siglas en inglés. Los resultados revelaron que todas las muestras 

de ostión de Cortés (C. corteziensis) y una muestra de mejillón de manglar (M. strigata), dieron positivo 
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en cuanto a la presencia de ADN de P. marinus, como se ilustra en la Figura 15. Por otro lado, los elevados 

valores de CT en las demás muestras de M. strigata, A. tuberculosa y las muestras ambientales sugieren 

que la cantidad de ADN del patógeno, en caso de estar presente en estas muestras, es baja. 

 

Figura 15. Curva de fluorescencia para la región NTS del ADNr de Perkinsus marinus y su correspondiente muestra, 
donde: Cc) Crassostrea corteziensis, At) Anadara tuberculosa, Ms) Mytella strigata, Sd) sedimento, 0.22) filtrado 
nano/picoplancton, 55) microplancton, 200) mesoplancton y P1,2,3) sitio de muestreo. 

3.3 Eficiencia de primers para la detección de Perkinsus marinus en muestras 

antiguas en bloques de parafina 

Se analizaron 24 muestras de ostiones conservados en bloques de parafina. No fue posible la amplificación 

por PCR empleando los primers estandarizados de la región NTS de P. marinus para generar productos de 

aproximadamente 307 pb. Dada esta situación, se crearon tres pares de primers (Tabla 11) que amplifican 

a productos esperados de 130 pb, 150 pb y 170 pb para la región mencionada del ADN ribosómico de P. 

marinus.  

Los tres conjuntos de primers se utilizaron en todas las muestras identificándose diferencias en la cantidad 

de positivos de cada par de primer con relación a su tamaño de producto a amplificar y la especie de 

ostión analizada. En la figura 19 se muestran los porcentajes de las muestras que fueron amplificadas con 

cada par de primers. Al utilizar los primers diseñados para generar productos de 170 pb, se logró amplificar 

una sola muestra (4.16%) procedente de Crassostrea virginica (Figura 16) de Veracruz. 
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Figura 16. Amplificación PCR punto final utilizando los primers de la región NTS del ADNr de Perkinsus marinus para 
productos de 170pb. 

 

Por otro lado, empleando los primers que generan productos de 150 pb nos permitió detectar a P. marinus 

en seis muestras (25%) (Figura 17), siendo cuatro de ellas para C. virginica (2 muestras para los estados 

de Veracruz y Tabasco) y dos a C. corteziensis de Sinaloa.  

  

Figura 17. Amplificación PCR punto final utilizando los primers de la región NTS del ADNr de Perkinsus marinus para 
productos de 150pb. 

 

Finalmente, con los cebadores diseñados para generar productos de 130 pb se logró la amplificación en 

el 37.5% de las muestras (Figura 18). De las cuales, cuatro corresponden a C. virginica (dos muestras tanto 
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para Tabasco como Veracruz), mientras que cinco muestras pertenecen a C. corteziensis, con cuatro 

positivos para Nayarit y una de Sinaloa. La única detección con los primers para productos de 170 pb 

también fue amplificada con los juegos de primers para 150 y 130 pb. No obstante, no todas las muestras 

que dieron positivo con los primers de 150pb coincidieron con los amplificados con los primers para 

130pb.  

  

Figura 18. Amplificación PCR punto final utilizando los primers de la región NTS del ADNr de Perkinsus marinus para 
productos de 130pb. 

 

 

Figura 19. Eficiencia de primers para la detección de Perkinsus marinus en muestras en bloques de parafina. 
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3.4 Secuenciación de la región NTS del ADNr de Perkinsus marinus 

Los archivos con las secuencias resultantes de la secuenciación tipo Sanger fueron limpiadas y alineadas 

en Geneious Prime, las secuencias recibidas fueron amplificadas con los primers empleados para generar 

productos de diferente tamaño de la región NTS del ADN ribosómico de P. marinus. El rango de tamaño 

de las secuencias amplificadas para cada conjunto de primer fue: 127 a 142 pb (PmNTS-130), 150-165 pb 

(PmNTS-150), 171 pb (PmNTS-170) y 162 a 315 pb (PmNTS-307). Las secuencias de 130 y 170 pb se 

encuentran sobrelapadas, en cambio las secuencias de 150 pb coinciden inicialmente con la parte final de 

las secuencias de 130 y 170 pb. 

Tabla 13. Cromatogramas de alineamiento de las secuencias de Perkinsus marinus con respecto a los primers que 
generan productos de 130, 150, 170 y 307 pb de la región NTS (Secuenciación Sanger). 

Muestra 
Cromatograma 

                                                           Primer: PmNTS130 

14.15 

 
Primer: PmNTS150 

14.15 

 
Primer: PmNTS170 

6.15 

 
Primer: PmNTS307  

• Ccp1.3 

 
Continuación en Anexo C 
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Los cromatogramas de cada alineamiento generados de las secuencias forward y reverse de cada muestra 

aparecen en la tabla 13 y su continuación en Anexo C. La barra de tonalidad verde (gráfico de identidad) 

en la parte superior de nuestras secuencias representa el 100% de identidad entre aquellas sometidas al 

alineamiento. La secuencia consenso (Consensus) ubicada encima del gráfico de identidad nos muestra 

que bases nitrogenadas coinciden o varían entra las secuencias alineadas. Esta se origina a partir de los 

nucleótidos más frecuentes en cada sitio. 

Se empleó la secuencia de consenso para llevar a cabo las pruebas de identidad en la plataforma 

Nucleotide BLAST. Como resultado, las secuencias exhibieron similitudes que oscilaron entre el 86.09% y 

el 100% con el protista P. marinus (Tabla 14). 

Tabla 14. Resultados de identidad del análisis BLAST de las secuencias de la región NTS del ADNr de Perkinsus 
marinus. 

Primer Muestra pb Especie % cobertura % ID No. Accesión Estado 

PmNTS-
130 

14.15 127 P. marinus 100 100 KX581121.1 Tab 
21.16 133 P. marinus 98 100 KX581121.1 Tab 
6.15 131 P. marinus 98 100 KX581121.1 Ver 
8.16 131 P. marinus 99 100 KX581121.1 Ver 
3.15c 129 P. marinus 100 99.22 KX581121.1 Nay 
1.16b 132 P. marinus 100 100 KX581121.1 Nay 
4.16b 132 P. marinus 98 95.38 KX581121.1 Nay 
3.16 130 P. marinus 100 96.97 KX581121.1 Nay 

17.15 132 P. marinus 98 100 KX581121.1 Sin 
2.16 142 Aeromicrobium sp 87 100 LT796768.1 Sin 

PmNTS-
150 

14.15 150 P. marinus 100 100 KX581121.1 Tab 
27.16 150 P. marinus 98 100 KX581121.1 Tab 
6.15 154 P. marinus 98 99.34 KX581121.1 Ver 

1.16a 152 P. marinus 99 99.34 KX581121.1 Ver 
17.15 154 P. marinus 99 92.81 KX581121.1 Sin 
 15.16 153 P. marinus 98 98.68 KX581121.1 Sin 

PmNTS-
170 

6.15 171 P. marinus 97 98.82 KX581120.1 Ver 

PmNTS-
307 

Ccp1.3 307 P. marinus 99 100 JQ266261.1 Nay 
Ccp1.8 315 P. marinus 98 100 JQ266261.1 Nay 
Ccp2.8 241 P. marinus 100 99.17 KX581119.1 Nay 
Ccp3.1 291 P. marinus 100 99.31 KX581119.1 Nay 
Msp1.2 309 P. marinus 100 99.68 JQ266261.1 Nay 

Msp1.9 162 
Producto proteico sin 

nombre (Mytilus 
coruscus) 

96 46 CAC5379800.1 Nay 

Msp3.10 164 
Proteína PLXNA (M. 

coruscus) 
91 42 CAC5414007.1 Nay 

 

https://www.ncbi.nlm.nih.gov/nucleotide/KX581121.1?report=genbank&log$=nucltop&blast_rank=1&RID=9MHFE46D013
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/nucleotide/KX581121.1?report=genbank&log$=nucltop&blast_rank=1&RID=9MHKA10A013
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/nucleotide/KX581121.1?report=genbank&log$=nucltop&blast_rank=1&RID=9MHNMCKB016
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/nucleotide/KX581121.1?report=genbank&log$=nucltop&blast_rank=1&RID=9MHS2DHX016
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/nucleotide/KX581121.1?report=genbank&log$=nucltop&blast_rank=1&RID=9MHTR730016
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/nucleotide/KX581121.1?report=genbank&log$=nucltop&blast_rank=1&RID=9MHVTETV013
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/nucleotide/KX581121.1?report=genbank&log$=nucltop&blast_rank=1&RID=9MHYJHDV016
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/nucleotide/KX581121.1?report=genbank&log$=nucltop&blast_rank=1&RID=9MJ2FFTF013
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/nucleotide/KX581121.1?report=genbank&log$=nucltop&blast_rank=1&RID=9MJTTHY0016
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/nucleotide/LT796768.1?report=genbank&log$=nucltop&blast_rank=1&RID=9MJ7WMS4013
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/nucleotide/KX581121.1?report=genbank&log$=nucltop&blast_rank=1&RID=9MJXB8W6016
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/nucleotide/KX581121.1?report=genbank&log$=nucltop&blast_rank=1&RID=9MK6MWWF013
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/nucleotide/KX581121.1?report=genbank&log$=nucltop&blast_rank=1&RID=9PUC10BM013
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/nucleotide/KX581121.1?report=genbank&log$=nucltop&blast_rank=1&RID=AB9P7Z7K016
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/nucleotide/KX581121.1?report=genbank&log$=nucltop&blast_rank=1&RID=ABADEASF01N
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/nucleotide/KX581121.1?report=genbank&log$=nucltop&blast_rank=1&RID=ABAUPYNG013
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/nucleotide/KX581120.1?report=genbank&log$=nucltop&blast_rank=1&RID=9P90HJ10013
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/nucleotide/JQ266261.1?report=genbank&log$=nucltop&blast_rank=1&RID=9PE3V46R01R
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/nucleotide/JQ266261.1?report=genbank&log$=nucltop&blast_rank=1&RID=9PDYMYW501R
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/nucleotide/KX581119.1?report=genbank&log$=nucltop&blast_rank=1&RID=9TZXRNC701N
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/nucleotide/KX581119.1?report=genbank&log$=nucltop&blast_rank=1&RID=9VFKJ29R01N
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/nucleotide/JQ266261.1?report=genbank&log$=nucltop&blast_rank=1&RID=9U1EJWSC013
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/protein/CAC5379800.1?report=genbank&log$=prottop&blast_rank=15&RID=ABB0VZZ7016
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/protein/CAC5414007.1?report=genbank&log$=prottop&blast_rank=1&RID=ABBAE9UU013
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 Sin embargo, hubo una excepción: una muestra obtenida de C. corteziensis en el año 2016 en Sinaloa, la 

cual fue amplificada con los primers que generan productos de 130 pb. En este caso, la identidad se asignó 

a Aeromicrobium sp, con un grado de similitud del 100% (tabla 14). Adicionalmente, se identificaron dos 

secuencias en las muestras obtenidas de mejillón M. strigata que correspondían a un gen de la especie 

Mytilus coruscus, con porcentajes de identidad del 42% y 46%, como se detalla en la Tabla 14.  

3.5 Comparaciones genotípicas de Perkinsus marinus en México 

Se realizaron los alineamientos comparativos entre las secuencias consenso representativas de los 

estados de Sinaloa, Nayarit, Veracruz y Tabascos, así como entre la secuencia perteneciente al estero Pozo 

Chino con cada uno de los cuatro estados mencionados (Tabla 15).  

Tabla 15. Alineamiento de secuencias consenso para comparación de secuencias de Perkinsus marinus del estero 
Pozo Chino y los estados de Nayarit, Sinaloa, Veracruz y Tabasco, así como entre los estados, donde: C) comparación 
y P.Ch) Pozo Chino. 

C Alineamiento 

Nay/Sin 

 

Nay/Ver 

 

Nay/Tab 

 

Sin/Ver 

 

Sin/Tab 

 

Ver/Tab 

 

P.Ch/Nay 

 

P.Ch/Sin 

 

P.Ch/Tab 

 

P.Ch/Ver 
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Las comparaciones entre los diferentes estados revelaron los siguientes porcentajes de similitud: 96.3 

(Nayarit/Sinaloa), 97 (Nayarit/Veracruz y Nayarit/Tabasco), 95.5 (Sinaloa/Veracruz), 95.8 

(Sinaloa/Tabasco) y 99.6 (Veracruz/Tabasco) (Tabla 16).  

Por otro lado, al comparar las secuencias de P. marinus del estero Pozo Chino respecto a las de los cuatro 

estados (Sinaloa, Nayarit, Veracruz y Tabasco), observamos que la similitud alcanzó el 94.9 % con Nayarit, 

93 % en el caso de Sinaloa, 96.2 % para Tabasco y un 95.3 % con Veracruz (Tabla 16). 

Tabla 16. Resultados de las comparaciones de secuencias consenso de Perkinsus marinus entre los diferentes 
estados. 

Comparaciones entre muestras conservadas 
en bloques de parafina 

Comparación entre muestras de Pozo Chino 
y las de bloques de parafina 

Comparación Similitud (%) Comparación Similitud (%) 

Nayarit / Sinaloa 96.3 Pozo Chino / Nayarit 94.9 

Nayarit / Veracruz 97.0 Pozo Chino / Sinaloa 93.0 

Nayarit / Tabasco 97.0 Pozo Chino / Tabasco 96.2 

Sinaloa / Veracruz 95.5 Pozo Chino / Veracruz 95.3 

Sinaloa / Tabasco 95.8   

Veracruz / Tabasco 99.6   

3.6 Microbiota en moluscos (Anadara tuberculosa, Mytella strigata y 

Crassostrea corteziensis) y en el ambiente 

Tras el análisis bioinformático de las secuencias resultantes de la secuenciación Illumina de la región V9 

del gen 18S SSU del ARNr de eucariotas y su correspondiente clasificación taxonómica, se obtuvieron los 

siguientes resultados. En el caso de las tres especies de moluscos bivalvos, prácticamente la totalidad de 

las secuencias generadas corresponden a la especie hospedera: A. tuberculosa (99.77%), M. strigata 

(99.58%), C. corteziensis (99.26%). El protista P. marinus solo se detectó en el ostión de Cortés (C. 

corteziensis), representando el 0.44% de las lecturas (Figura 20). Además, se identificaron otras especies, 

como Zachsia zenkewitschi (molusco), Cyclotella cryptica, Chaetoceros calcitrans (microalgas), Obelia 

bidentata (hydrozoa), Mycale sp (esponja), Alitta succinea (poliqueto) y eucariotas no cultivados, aunque 

con una frecuencia ≤0.07%.  

En el caso de A. tuberculosa, además de la predominante cantidad de ADN del hospedero, se detectaron 

eucariotas no cultivables, Prionospio dubia (poliqueto) y Parvocalanus crassirostris (copépodo), con una 

abundancia de ≤0.01%. Por último, para M. strigata se identificaron especies como Semibalanus 
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balanoides (percebes), Megacyclops viridis (copépodo), eucariotas no cultivables, Cyclotella cryptica, 

Nomia picochloropsia, Chlamydomonas sp (microalgas) y Moerisia inkermanica (hydrozoa), con 

abundancias de ≤0.03%. 

 

Figura 20. Microbiota del ostión de Cortés Crassostrea corteziensis, donde A) Proporción general de especies en 
Crassostrea corteziensis y B) Proporción de especies excluyendo las secuencias de Crassostrea corteziensis. 

 

Con relación a las muestras ambientales, en las muestras de la columna de agua (microplancton) (Figura 

21. A), el grupo de los copépodos fue el más abundante, representando el 61.72% de las secuencias 

(Pseudodiaptomus euryhalinus: 54.70%, Oithona hebes: 5.68% y Halicyclops sp: 1.34%). Le siguieron en 

abundancia los poliquetos, como Sabellaria alveolata (10.33%), el gastrópodo Inquisitor sp (5.36%) y 

diatomeas, como Chaetoceros sp (5.20%). Además, se detectaron otras especies con frecuencias 

inferiores al 2.66%, como el anfibio Hyla sarda y protozoos ciliados, como Williophrya sp. Se identificaron 

230 especies adicionales, cada una con frecuencias ≤0.69%. 

En cuanto al sedimento superficial (Figura 21. B), el 15.24% de las secuencias no pudieron clasificarse. Sin 

embargo, los poliquetos, como Prionospio dubia, fueron los más abundantes (17.81%) (Figura 20). Le 

siguieron en abundancia especies de moluscos (Inquisitor sp: 9.54%, M. strigata: 7.27% y C. corteziensis: 

1.11%), diatomeas (Cyclotella sp: 9.99% y Thalassiosira profunda: 1.32%), platelmintos como 
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"Macrostomun rubrocinctum" (2.76%), dinoflagelados marinos no cultivados y gastrotricos como 

"Chaetonotus aff. daphnes" (1.87%). Además, se identificaron otras especies con una frecuencia ≤0.99%. 

 

Figura 21. Microbiota ambiental en el estero Pozo Chino, donde A) Proporción de especies en la columna de agua y 
B) Proporción de especies en sedimento superficial 
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Capítulo 4.  Discusión  

4.1 Detección de Perkinsus marinus en Crassostrea corteziensis, Mytella 

strigata y Anadara tuberculosa del estero Pozo Chino en Nayarit 

El incremento del rango de distribución de P. marinus se atribuye a los movimientos e introducciones de 

C. virginica en otras regiones fuera de su área de distribución (Cáceres-Martínez et al., 2008). Como se ha 

mencionado antes, la primera detección de P. marinus en el océano pacífico ocurrió como resultado de 

monitoreos sanitarios en el ostión de Cortes C. corteziensis llevados a cabo durante los años 2006 y 2007 

en los esteros de Pozo Chino y Boca de Camichín, la estimación de la prevalencia de infección tras el 

descubrimiento del patógeno, detectado por histología, fue baja con valores de 1 a 6 % (Cáceres-Martínez 

et al., 2008). De forma similar y empleando la misma técnica de diagnóstico, Cáceres-Martínez y Vásquez-

Yeomans, (2013) determinaron que la prevalencia de infección por P. marinus en la Bahía de San Jorge en 

el estado de Sonora fue de 10%. Por otra parte, el trabajo de Navarro-Barrera en 2011 reveló que entre 

el 4.16 % y 69.16 % de los organismos se encontraban infectados por P. marinus a finales de otoño en 

cinco localidades ubicadas en la costa norte de Nayarit. Pineda-García (2011) y Villanueva-Fonseca (2012) 

determinaron la prevalencia de P. marinus en C. corteziensis en el estado de Sinaloa empleando la técnica 

de cultivo de tejido en medio de tioglicolato (MFT) y amplificación PCR, ambos autores encontraron que 

en general los valores de prevalencia son mayores con el uso de la técnica MFT en comparación con la 

técnica PCR.  

El cultivo de tejido en MFT permite clasificar las intensidades de infección de P. marinus utilizando un 

medio líquido nutritivo (péptidos, carbohidratos, sales, vitaminas, agentes reductores, agar e indicador 

Eh) que induce el agrandamiento no proliferativo de las células de Perkinsus (Dungan y Bushek, 2015). En 

este sentido, Pineda-García (2011) enfocó su análisis en siete sistemas estuarinos abarcando desde la 

región sur al norte del estado a mediados-finales de otoño estimando que la prevalencia de P. marinus 

mediante cultivo de tejido en MFT fue de 30 - 78.33% en comparación con 1.11 - 60.83% obtenido con la 

técnica PCR. Mientras tanto, Villanueva-Fonseca (2012) dio seguimiento a P. marinus en el estero La 

Pitahaya durante 14 meses detectado que la prevalencia mínima fue de 10% (febrero) y la máxima de 40% 

(abril) a través de la técnica MFT y de 0% (febrero) - 26.6% (abril) mediante PCR. Escobedo-Fregoso et al., 

(2013) obtuvieron que la prevalencia por medio de amplificaciones PCR de P. marinus para Boca de 

Camichín y Pozo Chino en Nayarit durante el verano fue de 92 % y 77.4 % respectivamente. 
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Posteriormente, en el año 2010 se determinó que la prevalencia de infección en las mismas dos 

localidades de Nayarit calculado con las técnicas PCR y MFT fue de 92% y 95.65% consecutivamente para 

Boca del Camichín, así como 74.2% (MFT) y 77.4% (PCR) en el estero Pozo Chino (Escobedo-Fregoso, 

2014).  

En 2016 Cáceres-Martínez y colaboradores, en las localidades mencionadas, realizaron un seguimiento 

sobre la prevalencia e intensidad de P. marinus de 2007 a 2014 usando la técnica histológica y encontraron 

que la prevalencia fue baja en invierno (<6%), cuando la temperatura y salinidad fueron alrededor de 24oC 

y 33 ppm respectivamente. La prevalencia incrementa en verano cuando la temperatura es alrededor de 

30oC y la salinidad 20 ppm, alcanzando valores de hasta 36.6%. Sin embargo, la intensidad permaneció 

<10%. En los ostiones de mayor tamaño se encontró la mayor prevalencia e intensidad y fue mayor en 

hembras que en machos, durante esos 7 años no se registraron mortandades inusuales del ostión.  

Con relación a lo anterior, en nuestro estudio muestreamos a principios de otoño, cuando la prevalencia 

esperada sería alta,  en tres diferentes puntos del estero Pozo Chino abarcando la zona baja o más cercana 

al mar, media y alta o más lejana al mar, a pesar de que no hubo diferencias estadísticamente significativas 

entre la prevalencia para C. corteziensis entre las tres secciones del estero, la tendencia mostró que la 

prevalencia fue de 86.67 % en las dos zonas más cercanas a la boca del estero y 66.67 % en la zona alta, 

con un promedio de 80%. La prevalencia de infección obtenida para C. corteziensis en el presente trabajo 

es mayor a los reportes anteriores en el estero Pozo Chino (Cáceres-Martínez et al., 2008; 2010; Navarro-

Barrera, 2011; Escobedo-Fregoso et al., 2013; Madero-López, 2015) y en la mayoría de los sistemas 

estuarinos de la región, con excepción de Boca de Camichín donde la cantidad de organismos infectados 

es superior (Escobedo-Fregoso et al., 2014). Esto puede estar asociado con el método de detección, ya 

que la prevalencia e intensidad de infección están condicionadas por el método de detección. En 

histología puede haber una subestimación por infecciones leves que es imposible detectar visualmente al 

microscopio. Por el contrario, la PCR puede sobre estimar la presencia del parásito por detectar solo ADN 

aunque el hospedero ya no esté vivo o infectando. El medio de tioglicolato no permite una adecuada 

medida de la intensidad a menos que se use el ensayo de digestión del cuerpo de todo el organismo y 

también puede haber una sobreestimación por presencia del parásito fuera del hospedero. En este 

sentido es importante destacar todos los métodos tienen limitantes y que el conocimiento de las mismas 

ayuda a una mejor interpretación de resultados.   

Siguiendo con nuestro análisis, la similitud de temperatura registrada en nuestros puntos de muestreo, la 

aparente desigualdad registrada en la prevalencia del parásito en cada área del estero se puede asociar a 
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los cambios de salinidad que disminuye conforme incremente la distancia respecto a la boca del estero. 

De esta forma, las salinidades que se registraron en la zona del estero bajo, medio y alto fue de 19, 15 y 

10 ‰ respectivamente. Esto coincide con los estudios realizados en la costa este de EUA con C. virginica 

en los que concluyen que la distribución geográfica de P. marinus está determinada por la temperatura 

mientras que la distribución local e intensidad de infección por la salinidad (Villalba et al., 2011; Bushek 

et al., 2012; Smolowitz, 2013).  Se ha descrito que una vez que P. marinus se ha establecido en ecosistemas 

de baja salinidad, este puede tolerar salinidades inferiores a 5 ‰ en el ambiente por más de tres meses 

en su etapa como himnoespora, activándose nuevamente cuando la salinidad regresa a sus condiciones 

favorables aumentando su prevalencia e intensidad (Villalba et al., 2004). Cuando las temperaturas son 

altas (~28°C) y la salinidad es muy baja (4‰) las zooesporas pueden sobrevivir hasta 28 días (Chu y 

Grenne, 1989). La salinidad tiene un efecto fisiológico en el desarrollo de las himnoesporas deteniendo la 

esporulación (palintomia) del parásito a salinidades menores de 6‰, en cambio, cuando estas se 

mantienen entre 6 – 34‰ P. marinus se mantiene activo en menor o mayor grado favorecido por 

salinidades mayores (Chu y Greene, 1989). Su amplio rango de tolerancia a la salinidad indica que es una 

especie eurihalina (Chu et al., 1993).  

Ragone y Burreson en 1993 estudiaron el efecto de la temperatura (20°C a 25°C) y salinidad (6, 9, 12 y 20 

‰), durante 8 semanas, en la prevalencia e intensidad de infección por P. marinus en ejemplares de C. 

virginica. Estos autores encontraron que la prevalencia se mantuvo entre 80 y 100%, las infecciones 

avanzadas persistieron y observaron mayores mortalidades en las ostras mantenidas a salinidades de 12 

y 20 ‰ (~31%) con respecto a los tratamientos de 6 y 9 ‰ (~14%). Sin embargo, las mortalidades en los 

dos tratamientos de menor salinidad incrementaron al final del periodo experimental indicando que su 

control sobre la infección no es permanente. De manera análoga, estudios de laboratorio realizados por 

Chu et al. (1993) en el cual inocularon a P. marinus en especímenes de C. virgnica para probar la 

patogenicidad del parásito en salinidades de 3, 10 y 20‰ a 22°C demostraron que la prevalencia 

disminuye (50, 79 y 82%) conforme lo hace la salinidad, destacando que las infecciones severas se 

desarrollaron a 10 y 20 ‰ y que solo se presentaron infecciones ligeras a 3‰ indicando que las bajas 

salinidades no eliminan al parásito, pero previenen su intensificación.  

El hecho de que las prevalencias puedan mantenerse en valores elevados a pesar de que la salinidad 

disminuya (Ford y Tripp, 1996), podría estar relacionado, desde luego, con la naturaleza eurihalina del 

parásito y con su capacidad de sobrevivir dentro del hospedero, el cuál actúa como un medio protector 

ante los cambios de salinidad en el exterior, la infección se mantendrá latente o permanecerá en 

desarrollo. La concentración osmótica de la hemolinfa en los moluscos bivalvos está determinada por 
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iones inorgánicos (Na+, K+, Ca++, Mg++, Cl-, SO4
2-) y es igual o ligeramente mayor que la concentración 

osmótica del agua de mar (Gosling, 2015). Por otro lado, la disponibilidad de colesterol en los tejidos de 

C. virginica provee el medio adecuado para la supervivencia del parásito ya que éste, a pesar de que posee 

la capacidad de utilizar lípidos exógenos y endógenos (Lund y Chu, 2002), no es capaz de sintetizar 

colesterol (Lund et al., 2007). C. virginica contiene más de 30 diferentes esteroles de entre los cuales el 

colesterol es la especie más abundante conformando del 30 al 55% de ellos (Tamura et al., 1964; Teshima 

et al., 1980; Lund et al.,2007). 

En el presente estudio además de la detección del parásito en la ya estudiada especie C. corteziensis, se 

detectó en el mejillón Mytella strigata, aunque solamente en la zona baja del estero Pozo Chino con una 

prevalencia muy baja, siendo esta de 6.67% y al considerar las tres zonas del estero 2.2 % de organismos 

infectados. De manera semejante, García-Ulloa et al., (2023) estudiaron a P. marinus en M. strigata en las 

bahías de Altata, Macapule y El Colorado en Sinaloa del verano del 2020 a la primavera del 2021, 

detectando al protista en las tres bahías con prevalencias de 0.83, 5.55 y 9.16 % respectivamente. Su 

detección en cada bahía fue variable respecto a la estación del año con registros de temperaturas de entre 

21.3 a 31.7°C y salinidades de 30 a 45 ‰. No obstante, al considerarse las tres bahías sinaloenses 

confirmaron que P. marinus puede ser localizado durante las cuatro estaciones del año. En el presente 

estudio, los parámetros de temperatura y salinidad a inicios de otoño en la zona baja del estero donde 

detectamos a P. marinus en M. strigata fue de 31.25°C y 19‰. El protista P. marinus no representa una 

amenaza para la salud de M. strigata, utilizando a esta especie como hospedero para su reproducción o 

formando parte de su alimentación (García-Ulloa et al., 2023). 

La ausencia P. marinus en la almeja de raíz Anadara tuberculosa, coincide con los resultados de Diringer 

et al., (2019) quienes no detectaron al parásito realizando análisis PCR de tejido de branquias, manto y 

glándula digestiva, así como de sangre y heces de ejemplares adultos y semilla esta especie, lo que 

sugeriría que A. tuberculosa no es susceptible a esta especie de Perkinsus en particular. Sin embargo, se 

tiene registros de infección de P. chesapeaki y P. beihaiensis en A. tuberculosa de Puerto Pizarro, Tumbes 

en Perú con prevalencias de infección de 21.7% (Zavala-Arellano, 2020). Adicionalmente, existen registros 

de otras especies de Perkinsus infectando a especies de la familia Arcidae. En este sentido, en 1987, 

Goggin y Lester estudiaron la presencia de Perkinsus sp. en bivalvos de la Gran Barrera de Coral (Australia) 

encontrando que tres especies de moluscos pertenecientes a la familia Arcidae de las cuales una es del 

género Anadara (A. antiquata) se encuentran infectadas por Perkinsus sp. Además, Karnisa et al., (2019) 

revelaron mediante la técnica histológica que la especie Anadara granosa se encontró infectada por 

Perkinsus sp. mostrando una prevalencia de infección del 37.03 %. Esto indicaría que ambas especies del 
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género Anadara estudiadas por Goggin y Lester (1987) y Karnisa et al. (2019) son más susceptibles a 

Perkinsus sp que A. tuberculosa a P. marinus pudiendo vincularse también a las condiciones ambientales 

de cada región. 

En general, la prevalencia e intensidad de infección podrían estar relacionadas con la variedad de P. 

marinus presente en determinada área geográfica, de esta forma, se menciona que aislados de P. marinus 

procedentes de la costa atlántica de EUA generaron infecciones más severas en poco tiempo a 

comparación de la cepa del Golfo de México (Bushek y Allen, 1996). Reece et al. (2001) estudió la 

distribución geográfica de las variedades de P. marinus a lo largo de la costa de EUA (Atlántico y Golfo de 

México) detectando 12 genotipos diferentes, de los cuales 7 se detectaron en la costa noreste, 6 en la 

región sureste y 4 en el Golfo de México estadounidense demostrando la presencia de estructura genética 

poblacional del parásito a pesar de que uno de los genotipos fue localizado en las tres regiones. Por otro 

lado, pruebas de laboratorio sobre la virulencia de P. marinus muestran que el parásito recién aislado de 

hospederos infectados es más virulento que aquellos ya establecidos en medio de cultivo (Ford et al., 

2002). Además, la virulencia del protista está vinculada con la fase de cultivo, de esta forma, el parásito 

es más virulento cuando se encuentra en fase exponencial (log) que cuando se obtiene estando en la fase 

de latencia (lag) o estacionaria (Ford y Tripp, 1996; Ford et al., 2002). 

La amplia gama de familias y especies de moluscos bivalvos en las que se puede encontrar al parásito está  

relacionada, por un lado, con el ciclo de vida de P. marinus, ya  que incluye etapas planctónicas 

(trofozoítos, hipnosporas y zoosporas), y por otro con el proceso de respiración y filtroalimentación de los 

moluscos bivalvos; esta combinación de factores resulta en que cualquier molusco que se encuentre en 

una zona donde se ha establecido P. marinus, estará expuesto al parásito y lo adquiriría por su propia 

actividad respiratoria y filtroalimentadora. El desarrollo de la infección dependerá, entonces, de la 

susceptibilidad de cada especie en particular.  

La importancia sanitaria de este fenómeno radica en que la transfaunación de cualquier bivalvo 

procedente de zonas donde está establecido el parásito implica un riesgo de dispersión de P. marinus que 

podría alcanzar un huésped que resultara ser altamente susceptible. En este sentido, sería de gran 

importancia llevar a cabo un monitoreo de P. marinus en todos los moluscos bivalvos de importancia 

comercial que coexisten en una zona donde se ha establecido el parásito, tal como en la Costa Este de 

EUA. Por otro lado, dada la presencia de P. marinus en la parte central y norte del Pacífico Mexicano y la 

distribución geográfica de los moluscos bivalvos en América, sugiere realizar estudios sobre la presencia 

de este parásito en la Costa Oeste de EUA, sur de México y el resto de Latinoamérica. Es importante 
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también, establecer las diferencias en virulencia de P. marinus aislado de las diferentes especies de 

moluscos en los que se ha encontrado para determinar si existen variedades que representen mayor 

riesgo sanitario que otras. También es de destacar el hecho de que la interacción P. marinus-hospedero a 

través del tiempo puede derivar en un desequilibrio. 

4.2 Detección de Perkinsus marinus en muestras ambientales 

La presencia de los diferentes estadios de desarrollo de P. marinus en el plancton ha sido poco estudiada, 

Park et al. (2010) informaron sobre la presencia de P. olseni en el sedimento mediante pruebas de 

inmunofluorescencia y la técnica Western blotting. En otro enfoque, Ragone-Calvo et al. (2003) 

emplearon el método de citometría de flujo, mientras que Audemard et al. (2006) realizaron pruebas de 

qPCR para detectar a P. marinus en la columna de agua. Más recientemente, Ríos-Castro et al. (2022) 

lograron no solo identificar a P. olseni en sedimento superficial, sino también en diferentes fracciones 

planctónicas (mesoplancton, microplancton, nano/picoplancton) mediante la técnica de secuenciación 

masiva de la región V9 del gen 18S del ARNr. En el presente estudio se llevó a cabo tanto la técnica de PCR 

convencional con los primers recomendados por Marsh et al. (1995) para amplificar la región NTS del 

ADNr, como la secuenciación masiva con la metodología de Ríos-Castro et al., (2022). Los resultados 

negativos en la PCR coinciden con los hallazgos de Ríos-Castro et al. (2022), quienes tampoco lograron 

detectar a Perkinsus mediante qPCR. Sin embargo, en nuestra investigación no pudimos localizar a P. 

marinus en sedimento superficial ni en las diversas fracciones del plancton utilizando la técnica de 

secuenciación Illumina.  

Recordemos que nuestro muestreo se realizó a finales de la temporada pluvial, por lo que las condiciones 

ambientales, en particular la salinidad, no eran las más propicias para P. marinus. Por otro lado, hay que 

subrayar que el ciclo de infección por P. marinus, en la costa Este de EUA, ha sido relacionado con el 

periodo del año (finales de verano) en el que se esperan las intensidades más altas de infección y la mayor 

mortandad de hospederos infectados y por tanto, la abundante liberación al ambiente de los diversos 

estadios planctónicos de P. marinus (Villalba et al. 2004; Ben-Horin et al., 2015; Bidegain et al. 2017). En 

el caso del presente estudio, a pesar de encontrar una alta prevalencia (80%), se sabe que las intensidades 

de infección en la zona son de bajas a moderadas careciendo de registros de mortalidades masivas en la 

zona asociadas al parásito, tampoco se observaron mortalidades durante el estudio, por lo que éste 

fenómeno también ayuda a explicar la no detección de P. marinus en el ambiente.  
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En este sentido sería recomendable realizar este tipo de estudios en otras épocas del año y con una 

muestra mayor pues se esperaría que al ocurrir solo infecciones de ligeras a samoderadas y no haber 

registros de mortalidades masivas de moluscos bivalvos asociadas al parásito en la región, la liberación 

del parásito al ambiente no fuera masiva. El aporte de estadios de vida del parásito al plancton provendría, 

entonces, de las heces fecales de los moluscos con infecciones ligeras y moderadas. Este aporte no sería 

masivo, pero si constante cuando las prevalencias son altas, sería recomendable comprobar esta hipótesis 

con estudios específicos. 

4.3 Eficiencia de primers y corroboración de la presencia de Perkinsus marinus 

en tejido almacenado en bloques de parafina 

Inicialmente se intentó amplificar el ADN de P. marinus mediante el par de primers que amplifica la región 

del espaciador no transcrito (NTS) del ADN ribosómico que genera productos de 307 pb, habitualmente 

utilizado para diagnósticos de este patógeno. No obstante, este par de primers no permitió la detección 

de P. marinus en estas muestras, a pesar de que los diagnósticos de los respectivos comités de sanidad 

mostraban la presencia del patógeno. Se ha comprobado que el tamaño de producto amplificable del ADN 

de las muestras FFPE disminuye con el tiempo de almacenamiento (Ludyga et al., 2012). El procesamiento 

de muestras para la preservación de tejidos a temperatura ambiente comúnmente utilizado para 

histología permite conservar la estructura de las células y otros componentes (Bodewes et al., 2015); sin 

embargo, ocasiona daños en el ADN eucariota y procariota consecuencia de los entrecruzamientos 

(crosslinks) entre ADN-ADN o ADN-Proteína, depurinación, fragmentación de ADN y alteración de 

secuencias (quimeras, SNPs). Estas alteraciones en las secuencias se acumulan con el tiempo y condiciones 

de fijación inadecuadas (Flores Bueso et al., 2021). Acorde con esto, Cruz-Flores et al. (2022) menciona 

que el tiempo de almacenamiento de este tipo de muestras es un factor limitante para la recuperación 

intacta de los ácidos nucleicos dado que la fragmentación del ADN es causada por la hidrólisis de enlaces 

fosfodiéster y fijadores con bajo pH presentes en soluciones fijadoras Davidson o formaldehído no 

tamponado.  

Posteriormente, se diseñaron tres pares de primers diferentes, todos dirigidos a la región NTS del ADNr 

del protista, generando productos de aproximadamente 130, 150 y 170 pb. Se observó que la eficiencia 

de la detección de P. marinus varió según el par de primers utilizado: 37.5% (130 pb), 25% (150 pb) y 

4.16% (170 pb). En este contexto, se evidenció que el par de primers que generaba fragmentos de ADN 



63 

de menor tamaño resultó ser el más eficaz para la detección de P. marinus en muestras conservadas en 

bloques de parafina. Sin embargo, es posible que, debido a la fragmentación del ADN en las muestras de 

los diagnósticos realizados durante los años 2015 y 2016, solo fue posible amplificar fragmentos de ADN 

menores a 150 pb. 

El tamaño promedio de los fragmentos de ADN depende del tipo de tejido fijado y las condiciones de 

conservación aplicadas. Por ejemplo, para el ADN de muestras obtenidas de biopsias, el tamaño típico del 

fragmento oscila entre 200 y 300 pb (Lehmann y Kreipe, 2001). En contraste, el uso de formalina no 

tamponada como solución fijadora en tejido de organismos después de su muerte limita la amplificación 

de fragmentos a menos de 90 pb (Bonin et al., 2003). El tiempo de fijación también es un aspecto crucial 

(Akalu y Reichardt, 1999), ya que se producen cambios bioquímicos significativos en los tejidos durante 

los 10 minutos posteriores a la anoxia (Srinivasa et al., 2002). 

Además, la concentración, temperatura y pH de la solución fijadora pueden provocar la pérdida de hasta 

el 30% de ácidos nucleicos durante el proceso de fijación (Srinivasa et al., 2002), lo que dificulta aún más 

la detección, especialmente en las muestras en las que P. marinus no está presente en cantidades 

significativas. Además, la composición del tejido varía según el tipo de muestra, lo que resulta en 

densidades celulares y cantidades de ácidos nucleicos desiguales en una superficie de tejido dada (Ludyga 

et al., 2012). 

Con relación a esto, Cruz-Flores et al. (2022) demostraron que los tejidos de camarones fijados y 

resguardados durante aproximadamente dos años presentaron un menor grado de fragmentación, 

permitiendo la amplificación de productos de PCR con un promedio de 1500 pb. Además de las 

dificultades relacionadas con la degradación del ADN en las muestras, el tipo de solución fijadora y la 

rapidez con la que se fijaron las muestras actualmente en resguardo son aspectos importantes por 

considerar. 

Respecto a la identidad de las secuencias, las pruebas confirmaron su similitud con P. marinus (92.81 - 

100%), con la excepción de una muestra que presentó identidad del 100% con una especie de bacteria 

del género Aeromicrobium y dos muestras que amplificaron productos proteicos de la especie de molusco 

bivalvo perteneciente. Según Walker et al. (2020), el género Aeromicrobium ha sido identificado 

previamente como contaminante bacteriano. Las fuentes de contaminación con ADN bacteriano están 

relacionadas con factores ambientales como la toma de la muestra durante la cirugía o disección, así como 

durante el procesamiento histológico y preparación de bibliotecas (De Goffau et al., 2018). Además, se ha 
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confirmado que la contaminación puede estar relacionada con los reactivos de grado biología molecular, 

los kits de aislamiento de ADN y con los diferentes instrumentos de laboratorio utilizados en el 

procesamiento y análisis de ADN (Glassing et al., 2016). Karstens et al. (2019) recalca que la contaminación 

de las muestras con ADN bacteriano de fuentes exógenas puede ocasionar que tras la amplificación PCR 

el 80% de las secuencias pertenezcan a la secuencia contaminante.   

Estas amplificaciones no específicas representan falsos positivos. Al respecto, Pelt-Verkuil et al. (2008) 

mencionan que existen varios factores implicados en estos resultados, entre ellos se encuentran los 

primers, puesto que uno o ambos pares de primers pueden no ser suficientemente selectivos (corta 

longitud de primer, presencia de regiones repetidas dentro del primer, una PCR no completamente 

optimizada) o la temperatura de alineamiento de los primers durante la PCR no es tan estricto. Aunado a 

esto, demasiados ciclos de amplificación permiten la hibridación no especifica de los primers a secuencias 

de ácidos nucleicos no objetivo. 

4.4 Comparaciones genotípicas de Perkinsus marinus en México 

El análisis de las secuencias de la región NTS del ADNr de P. marinus obtenida de los bloques de parafina 

de los comités de sanidad de Sinaloa, Nayarit, Veracruz y Tabasco nos permitió determinar el porcentaje 

de similitud a nivel de nucleótidos del parásito entre los diferentes estados del país. De esta forma 

encontramos que las secuencias de P. marinus de Golfo de México (Veracruz y Tabasco) mostraron mayor 

porcentaje de similitud con 99.6% indicando que esta zona en el Golfo de México el protista es muy similar 

genotípicamente. En segundo lugar, tenemos que la mayor similitud se presentó en las comparaciones 

entre las secuencias de Nayarit con las de Veracruz y Tabasco con un valor de 97.0 %. Esto coincide con la 

información de Ek-Huchim et al. (2017) quienes crearon un árbol filogenético demostrando que hubo un 

flujo de genes entre el Golfo de México y la costa del pacífico mexicano. En este estudio revelan que un 

haplogrupo formado por secuencias de la región NTS de P. marinus del Pacífico mexicano se encuentra 

muy relacionado con los haplotipos de los estados de Veracruz y Tabasco. Estos mismos autores 

mencionan que se encontró por lo menos una variante genotípica de P. marinus por cada estero. Además, 

Escobedo-Fregoso (2014) también estudió la variabilidad genotípica de P. marinus detectando diferencias 

en todas sus secuencias mínimamente en un nucleótido. Estos hallazgos coinciden con nuestros 

resultados debido a que igualmente en todas las comparaciones detectamos cierto grado de diferencia 

genotípica. En el presente estudio P. marinus de Sinaloa presentó una mayor diferencia genotípica con 
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respecto a P. marinus procedente de Veracruz y Tabasco con 95.5% y 95.8% de similitud respectivamente, 

e incluso en la comparación entre P. marinus de Sinaloa – Nayarit con 96.3% de similitud.  

Aunado a esto, las comparaciones entre los genotipos de P. marinus de las muestras en bloques de 

parafina y las procedentes del estero Pozo Chino obtenidas en el muestreo en otoño del 2022 reflejaron 

mayor diferencia genotípica (Sinaloa: 93.0%, Nayarit: 94.9%, Veracruz: 95.3 y Tabasco 96.2%) que las 

comparaciones entre las muestras del 2015 y 2016 (95.5-99.6%). Los valores de similitud indican que P. 

marinus de Sinaloa se encuentra más aislado y ha sufrido más mutaciones que podrían ser resultado de 

la adaptación a las condiciones de la región. Esto parece confirmar que el espaciador no transcrito (NTS) 

localizado entre los genes 5S y SSU ARNr constituye un dominio que puede acumular numerosos cambios 

nucleotídicos, esto debido a que esta región no está transcrita (Robledo et al., 1999). Las investigaciones 

mencionadas, así como nuestros resultados refuerzan que la región NTS permite identificar una amplia 

diversidad intraespecífica en P. marinus.  

4.5 Presencia de Perkinsus marinus en la microbiota ambiental y en los 

moluscos bivalvos Anadara tuberculosa, Mytella strigata y Crassostrea 

corteziensis, así como caracterización de la microbiota asociada 

El microbioma está compuesto por una diversidad de microorganismos, que incluyen virus, bacterias, 

arqueas, hongos, protistas y microalgas (Barko et al., 2017; Donachie et al., 2021). Estos microorganismos 

influyen de manera directa o indirecta en la mayoría de los procesos fisiológicos de los organismos 

eucariotas (Cruz-Flores et al., 2022). En este estudio se llevó a cabo la búsqueda de P. marinus como un 

componente de la microbiota ambiental, tanto en el entorno acuático como en los moluscos A. 

tuberculosa, M. strigata y C. corteziensis en el estero Pozo Chino mediante la técnica de secuenciación 

masiva de la región V9 del gen 18S ARNr. Con esta información se identificó a P. marinus como parte de 

la microbiota en la especie C. corteziensis. Sin embargo, no fue posible su detección en A. tuberculosa, M. 

strigata ni en las muestras ambientales (microplancton y sedimento superficial). Estos resultados difieren 

con lo encontrado por Ríos-Castro et al. (2022) quienes incorporaron en su estudio la técnica de 

secuenciación masiva (gen 18S) para detectar a P. olseni en el ambiente y en tres especies de moluscos 

bivalvos incluyendo así una especie de almeja (Ruditapes philippinarum), mejillón (Mytilus 

galloprovincialis) y berberecho (Cerastoderma edule). Estos autores detectaron al parásito en las tres 

especies de moluscos bivalvos, pero principalmente en R. philippinarum que es la especie más susceptible, 
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en comparación con M. galloprovincialis y C. edule quienes no se vieron afectadas por P. olseni y en las 

cuales se detectó en muy baja abundancia. Asimismo, detectaron al parásito en sedimento y en las 

diferentes fracciones planctónicas (mesoplancton, microplancton y nano/picoplancton). Los mayores 

niveles de abundancia del parásito ocurrieron en el otoño cuando se presentan habitualmente las 

mortalidades de los hospederos y fue localizado especialmente en el microplancton (himnosporas) y 

nano/picoplancton (zooesporas).  

En un estudio diferente, enfocado en el estudio del microbioma en M. gigas se detectó la presencia de 

organismos tipo-Perkinsus (Pseudoperkinsus tapetis) representando generalmente hasta el 16.9% de las 

secuencias (Xu et al., 2023). Este hallazgo es especialmente importante respecto a las técnicas de 

detección y seguimiento de P.  marinus para estudios epizootiológico e interpretación de resultados, en 

particular la técnica del MFT, ya que mediante esta técnica puede manifestarse la presencia de este tipo 

de especies (Novoa et al., 2002) y ser confundida con P. marinus.   

Por otro lado, como ya se ha mencionado, la posible ausencia de P. marinus en las muestras ambientales 

y en los bivalvos A. tuberculosa y M. strigata del estero Pozo Chino en Nayarit está vinculada a la baja 

intensidad de infección del parasito y baja mortalidad del hospedero medianamente susceptible de la 

región (C. corteziensis), dado que la liberación del parásito al ambiente por las heces, pseudoheces y 

decesos de los hospederos es muy baja. El proceso de zooesporulación de las himnosporas en el 

sedimento o en la columna de agua se presenta ante condiciones ambientales favorables para el parásito, 

liberándose una numerosa cantidad de zooesporas (Villalba et al., 2004). No obstante, debido a que las 

condiciones ambientales (salinidad) predominantes en el estero durante el periodo de muestreo (inicio 

de otoño) no eran ideales para P. marinus, el proceso de zooesporulación y liberación de zooesporas es 

interrumpido, como consecuencia, la cantidad de células del parásito que pudieran ser tomadas por los 

potenciales hospederos durante su filtro respiración-alimentación seria baja, teniendo muy poco impacto 

en las especies menos susceptibles en las cuales no ocurre la proliferación del parásito.  

La mayoría de los estudios enfocados en la microbiota corresponden a la caracterización de conjuntos 

procarióticos para lo cual el gen 16S ARNr es exitosamente utilizado, en cambio, existe menor cantidad 

de trabajos orientados a la microbiota eucariota la cual suele dirigirse al gen 18S (Clerissi et al., 2020), en 

particular las regiones V4 y V9 (Vaulot et al., 2021). En este estudio la mayoría de las secuencias generadas 

en las muestras de moluscos bivalvos provenientes de la secuenciación masiva resultaron pertenecer a la 

especie hospedera abarcando el 99.77% en el caso de A. tuberculosa, 99.58% para M. strigata y el 99.26% 

en C. corteziensis, el resto de las secuencias perteneció a especies de microalgas (Cyclotella cryptica, 
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Chaetoceros calcitrans, Nomia picochloropsia, Chlamydomonas sp), copépodos (Parvocalanus 

crassirostris, Megacyclops viridis), poliquetos (Prionospio dubia, Alitta succinea), balanos (Semibalanus 

balanoides), esponjas (Mycale sp), hidrozoos (Obelia bidentata y Moerisia inkermanica), eucariotas no 

cultivados y en el caso de C. corteziensis, como se mencionó “P. marinus”. De manera similar, se ha 

demostrado que la región V4 del gen 18S ARNr amplifica principalmente el ADN del hospedero en lugar 

de los protistas asociados a este, y en el caso de M. gigas el ~99.7% de las secuencias perteneció al 

ostreido (Clerissi et al., 2020). Por otro lado, Xu et al. (2023), estudiaron el microbioma eucariota en 

semillas de ostión M. gigas y detectaron que del 5.8% al 51.2% de las secuencias pertenecieron a especies 

de microalgas como diatomeas, clorófitas, criptofitas y haptofitas. Aunado a esto, destaca la abundancia 

de protistas ciliados, Labyrinthulomycetes, cercozoos y opisthoconta (Xu et al., 2023).  

Las especies marinas están en contacto con una gran diversidad de microorganismos, incluidos protistas, 

bacterias, arqueas, hongos, virus (Apprill, 2017), fito/zooplancton, huevos y larvas planctónicas y detritus 

(Weissberger y Glibert, 2021), muchos de los cuales se asocian con determinadas especies marinas, así 

como aquellos que residen sobre o dentro del animal forman parte de su microbioma (Apprill, 2017). Para 

protistas, el gen 18S ARNr parece ser el marcador general más adecuado (Pawlowski et al., 2012). No 

obstante, es importante diseñar primers específicos para protozoarios que reduzcan el número de 

secuencias asociadas a la especie hospedera. Sin embargo, hasta la actualidad ha sido imposible el diseño 

de primers específicos dirigidos exclusivamente a protistas, puesto que los protistas están 

taxonómicamente entremezclados con plantas, hongos y animales (Geisen et al., 2015). 

Respecto a la microbiota ambiental, se determinó que la mayoría de las secuencias de la columna de agua 

pertenecieron a especies de copépodos (61.72%), poliquetos (10.33%), moluscos (5.36) y microalgas 

especialmente diatomeas (5.20%). Por otra parte, en el caso de las muestras de sedimento superficial el 

17.92% de las secuencias eran moluscos incluidos gasterópodos y bivalvos, el 17.81% poliquetos y el 

11.31% a diatomeas. En cuanto a la detección de protistas, en la columna de agua se encontró con 

frecuencias de 2.66% secuencias pertenecientes a ciliados (Williphrya sp) y en sedimento superficial el 

1.02% a eucariotas no cultivados. La gran mayoría de los protistas actualmente no son cultivables por 

medios conocidos, por lo que la disponibilidad de datos genéticos corresponde a una fracción muy 

pequeña de especies descritas (Pawlowski et al., 2012). Además, el 2.66% de las secuencias tuvo afinidad 

con anuros lo que indica que ADN de especies terrestres, así como las de sistemas de agua dulce ingresan 

al estero mediante la desembocadura de ríos o especialmente durante la temporada lluviosa a través de 

escorrentías.  
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La secuenciación masiva de la región V9 del gen 18S ARNr diseñado por Amaral-Zettler et al. (2009) para 

estudiar la diversidad de protistas no fue tan específico como indican estos mismos autores quienes 

demostraron que el 48% de las secuencias de sus muestras de agua superficial procedentes de Mount 

Hope Bay (Somerset, Massachusetts) eran de protistas y una proporción aun mayor (63% a 98%) en 

Palmer Station (oeste de la península antártica). Stoeck et al. (2010) estudiaron la comunidad eucariótica 

en aguas marinas anóxicas del fiordo noruego Framvaren mediante la secuenciación de las regiones V4 y 

V9 del gen 18S ARNr, determinaron que los grupos más diversos fueron los dinoflagelados representando 

el 12.3 (V4) y 29.2% (V9) y clorófitas 5.2 (V4) y 3.8% (V9). Aunado a esto, comentan que el 71% (V4) y el 

40% (V9) de las secuencias mostro afinidad con secuencias ambientales sin nombre en el GenBak 

demostrando la gran diversidad de microorganismos eucariotas actualmente no descritas. He et al. (2022) 

encontró a través de secuenciación de la región V4 ARNr que los grupos más abundantes en sedimentos 

de lagos salados en Tíbet (China) estuvo compuesto en orden de abundancia por clorófitas, eucariotas no 

clasificados, rotíferos, cilióforos, artrópodos, ascomicetos, haptista, cercozoos, nematodos y 

basidiomicetos, destacando asimismo que la cantidad de eucariotas no clasificados (50.02%) en algunas 

de sus zonas de muestreo. 
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Capítulo 5.   Conclusiones 

Perkinsus marinus fue detectado en Crassostrea corteziensis con una prevalencia del 66.67 al 86.67% en 

los tres puntos estudiados, mostrando una tendencia de mayor prevalencia hacia la boca del estero de 

Pozo Chino que es donde se presenta una salinidad más alta. 

Se detectó a Perkinsus marinus en Mytella strigata en una prevalencia del 6.67% en un solo punto de 

muestreo, lo que sugiere una baja susceptibilidad de la especie al patógeno. 

No se detectó a Perkinsus marinus en Anadara tuberculosa en ninguno de los puntos muestreados, debido 

a que probablemente la especie no es susceptible al parásito y que por su zonación está expuesta a un 

mayor rango de temperatura y salinidad no idóneas para Perkinsus marinus. 

No se detectó a Perkinsus marinus en muestras ambientales (plancton y sedimento) en ninguno de los 

puntos muestreados debido a que el estudio se realizó a finales de la temporada de lluvias cuando las 

condiciones ambientales no favorecen al parásito. 

P. marinus fue detectado como parte del microbioma de Crassostrea corteziensis, no así en el caso de los 

microbiomas de Mytella strigata y Anadara tuberculosa. 

P. marinus no fue detectado en el microbioma del ambiente (plancton y sedimento) debido 

probablemente a que la baja salinidad detectada es desfavorable para el parásito, a la ausencia de 

intensidades de infección severas y mortalidades asociadas al parásito que favorezcan la liberación de 

Perkinsus marinus al ambiente. 

La no detección de P. marinus en todos los potenciales hospederos puede estar relacionado con 

diferencias en susceptibilidad de cada especie. 

El ADN de las muestras fijadas con formalina o solución Davidson´s y conservadas en bloques de parafina 

se encuentra altamente degradado, esto explicado por la dificultad para amplificar fragmentos de ≥307 

pb (0%) y ≥170 pb (4.16%). 
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El juego de primers que amplifica a productos de menor tamaño (130 pb) fue más exitoso para la 

amplificación de ADN del parásito en muestras embebidas en bloques de parafina de una colección del 

laboratorio, permitiendo la amplificación del 37.5% de las muestras. 

Los análisis genotípicos obtenidos mostraron que la región NTS permite identificar una amplia diversidad 

intraespecífica en P. marinus. Los genotipos de Nayarit del 2015 y 2016, así como los de Pozo Chino del 

2022 mostraron mayor similitud con los genotipos de Tabasco (2015 y 2016) con una similitud del 99.6% 

y 96.2% respectivamente. 

Los genotipos de P. marinus que mostraron mayor diferencia entre sí fueron los de Sinaloa contra 

Veracruz, así como las de Nayarit y Pozo Chino contra Sinaloa con similitudes de 95.5, 96.3 y 94.9% 

respectivamente, lo que sugiere mayor cantidad de mutaciones del parásito en Sinaloa probablemente 

como resultado de adaptación a condiciones ambientales de la zona. 

El uso de la región V9 del gen 18S ARNr para eucariotas en secuenciación masiva de muestras de moluscos 

bivalvos amplificó ADN del hospedero con frecuencias de 99.77, 99.58 y 99.26% para A. tuberculosa, M. 

strigata y C. corteziensis respectivamente. 

La región V9 del gen 18S ARNr amplificó eucariotas en general y no resultó ser tan específico para 

protistas. 

En muestras de la columna de agua (microplancton) el 61.72% de las secuencias perteneció a copépodos, 

10.33% a poliquetos, 5.36% a gasterópodos, 5.20% diatomeas, anuros y ciliados con 2.66% y 2.53% 

respectivamente. 

En muestras de sedimento superficial se detectó que los moluscos, poliquetos, diatomeas, platelmintos, 

dinoflagelados y eucariotas no cultivados se encontraron en las siguientes proporciones 17.92%, 17.81%, 

%, 11.31%, 2.76%, 1.87% y 1.02% respectivamente. 

5.1 Recomendaciones 

Incrementar el tamaño de la muestra para cada especie de moluscos bivalvos. 
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Incrementar el periodo de muestreo/análisis abarcando invierno, primavera, verano y otoño en los 

estudios de prevalencia e intensidad del parásito en las diferentes especies de moluscos bivalvos y 

regiones geográficas para un entendimiento espacial más completo de la dinámica de infección y 

susceptibilidad de las especies. 

Especialmente en zonas estuarinas realizar la toma de muestras ambientales tanto en bajamar como en 

pleamar debido al desplazamiento y mezcla de las masas de agua. 

Para la toma de muestras ambientales realizar arrastres con la finalidad de abarcar un área mayor y filtrar 

un volumen de agua mayor.  

Analizar la estructura de la comunidad eucariota en diferentes temporadas, así como en el ambiente para 

entendimiento de su distribución temporal. 

De ser posible emplear diferentes técnicas de diagnóstico como MFT, histología, PCR-RT y convencional e 

hibridación in situ para una interpretación más completa. 

Especialmente cuando se use la técnica de cultivo en MFT, realizar pruebas confirmatorias dado que esta 

metodología no permite identificar entre las diferentes especies de Perkinsus y además puede 

confundirse con la presencia de organismos como Pseudoperkinsus sp (organismos tipo-Perkinsus). 
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Anexos 

Anexo A. Extracción de ADN en muestras de tejido (QIAGEN DNeasy blood & 

tissue kit) 

I.Cortar tejido (≤25 mg) en pequeñas piezas y colocarlo en un microtubo de 1.5 ml. Agregar 180 μL de 

Buffer ATL. 20 μL de Proteinasa K. Mezclar por vortexeo e incubar a 56°C hasta lisar el tejido 

completamente (vortrexear ocasionalmente durante la incubación), vortexear por 15 segundos antes 

de avanzar al segundo paso. 

II. Agregar 200 μL de Buffer AL, vortexear e incubar a 56°C por 10 minutos. 

III. Agregar 200 μL de etanol (96-100%) y vortexear. 

IV.Pipetear el contenido del microtubo y colocarlo en un tubo colector (columna con filtro) de 2 ml. 

Centrifugar a 8000 rpm durante un minuto y descartar el contenido retenido en el tubo colector. 

V.Colocar un nuevo tubo colector (o reutilizar el mismo), agregar 500 μL de Buffer AW1, centrifugar por 

un minuto a 8000 rpm y descartar el contenido del tubo colector. 

VI.Colocar nuevamente la columna con filtro en el tubo colector de 2 ml, agregar 500 μL de Buffer AW2, 

centrifugar por tres minutos a 14000 rpm, descartar el contenido del tubo colector, así como el tubo 

colector. 

VII. Transferir la columna con filtro a un nuevo microtubo de 1.5 ml. 

VIII. Eluir el ADN agregando 50 μL e Buffer AE en el centro de la membrana (filtro) de la columna, incubar 

por un minuto a temperatura ambiente (15-25°C) y centrifugar por un minuto a 8000 rpm 

IX.Repetir el paso anterior (VIII) para incrementar el rendimiento de ADN 
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Anexo B. Extracción de ADN de muestras en bloques de parafina (NorgenBiotek 

corp FFPE DNA purification kit) 

I.Desparafinación 

a) Colocar la muestra en un microtubo de 1.5 ml (tres cortes “churritos” de 10 μm de espesor hechos 

en un microtomo). 

b) Agregar 1 μL de Xileno a la muestra y mezclar por vortexeo. 

c) Incubar a 50 °C por 5 minutos. 

d) Centrifugar la muestra a 14000 rpm por 2 minutos y remover el Xileno. 

e) Repetir nuevamente los puntos anteriores (1-4) en caso de no haber eliminado la parafina. 

f) Agregar 1 ml (1000 μL) de etanol (96-100%) y vortexear, centrifugar por 2 minutos a 14000 rpm y 

remover el etanol (se puede utilizar una micropipeta y una puntilla nueva por muestra para retirar 

“exprimir” el etanol lo más que se pueda). 

g) Repetir el paso anterior y dejar secar el pellet por 10 minutos (o hasta que se evapore el etanol) 

a temperatura ambiente, se puede colocar bajo la campana de extracción para agilizar este proceso. 

II. Lisis 

a) Agregar 600 μL de Buffer A y de 20 a 30 μL de Proteinasa K, vortexear. 

b) Incubar a 55°C durante 1 hora (vortexear c/15 minutos) y posteriormente 90°C por 1 hora 

(vortexear c/15 minutos). 

c) En caso de que la muestra no se haya digerido completamente centrifugue por 2 minutos a 14000 

rpm y transfiera el sobrenadante a un nuevo microtubo. 

d) Agregar 300 μL de Buffer RL y vortexear. 
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e) Agregar 250 μL de etanol absoluto y vortexear. 

III. Unión del ADN a la columna 

a) Pipetear la muestra y colocarla en una columna en un tubo colector. 

b) Agregar 600 μL de etanol, centrifugar por un minuto y descartar el sobrenadante 

IV.Lavado de columna 

a) Agregar 400 μL de Wash Solution A, centrifugar por un minuto y descartar sobrenadante. 

b) Lavar por tercera vez agregando 400 μL de Wash Solution A, centrifugar por un minuto, descartar 

sobrenadante y reensamblar la columna al tubo colector. 

c) Dejar secar la columna (filtro) durante 2 minutos. 

V.Elución de ADN 

a) Colocar la columna (filtro) en un nuevo microtubo de 1.5 ml. 

b) Agregar 20-50 μL de Elution Buffer B e incubar por un minuto a temperatura ambiente. 

c) Centrifugar por un minuto a 14000 rpm (si el volumen total no fue eluido centrifugar por un 

minuto adicional) y desechar la columna. 

d) Guardar el ADN a -20°C 
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Anexo C. Cromatogramas de alineamiento de las secuencias de Perkinsus 

marinus con respecto a los primers que amplifican productos de 130, 150, 170 y 

307 pb de la región NTS (Secuenciación Sanger) 

Continuación de la tabla 13 

Primer: PmNTS130 

Muestra Cromatograma 

21.16 

 

6.15 

 

8.16 

 

3.15c 

 

1.16b 

 

4.16b 
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3.16 

 

17.15 

 

2.16 

 
Primer: PmNTS150 

27.16 

 

6.15 

 

1.16a 

 

17.15 

 

15.16 

 
Primer: PmNTS307  



92 

• Ccp1.8 

 

• Ccp2.8 

 

• Ccp3.1 

 

• Msp1.2 

 

• Msp1.9 

 

• Msp3.10 

 
 

 

 

 

 

 

 


