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RESUMEN 
 
De los alimentos inertes que han sido propuestos para sustituir el suministro de presas vivas 
en los cultivos larvarios de peces marinos, los alimentos microencapsulados son los que 
mantienen mayor estabilidad y cohesión de sus ingredientes en el agua. Además, las 
microcápsulas pueden utilizar los ingredientes de su formulación para formar su membrana y 
facilitar su digestión. El presente trabajo pretende determinar los efectos de la alimentación 
con microcápsulas en el crecimiento y la supervivencia  de larvas de cabrilla arenera. Los 
eleuteroembriones de cabrilla arenera fueron distribuidos en un sistema de circulación 
cerrada. Los primeros 12 días de cultivo se mantuvo una baja circulación de agua, por lo que 
se adicionó la microalga Nannochloropsis oculata (300,000 cel/ml). Las larvas fueron 
alimentadas con el rotífero Brachionus plicatilis (1-10 ind/ml) de los  2 a los 15 días después 
de la eclosión (dde). Como tratamiento testigo, se alimentó con nauplios de Artemia (2-6 
ind/ml) a partir de los 15 dde. A esta edad, en otros dos tratamientos se realizó una 
sustitución de alimento vivo por 2 tipos de microcápsulas, suministradas en coalimentación 
con alimento vivo por cinco días. La formulación del primer tipo de microcápsulas (MCC) 
incluyó 49% de caseína y 31% de harina de calamar como fuentes proteícas, mientras que 
en la formulación del segundo tipo de microcápsulas (MCH) se sustituyó 50% del contenido 
de harina de calamar por hidrolizado de proteína de pescado. Cada cinco días se 
muestrearon diez individuos por tanque para la evaluación  del crecimiento. La supervivencia 
fue determinada al final del experimento. El desarrollo del tracto digestivo fue determinado 
por la actividad de enzimas intestinales encargadas de la digestión intracelular (leucina 
alanina peptidasa) y de la digestión extracelular (fosfatasa alcalina y aminopeptidasa N), asi 
como la cuantificación de mRNA codificante de amilasa mediante sondas Taqman®. Los 
tratamientos fueron probados por triplicado y los datos obtenidos fueron sometidos a una 
prueba de normalidad y una de homogeneidad de varianza para realizar un ANOVA o un 
análisis de comparación por rangos de Kruskall Wallis. Los tratamientos con diferencias 
significativas fueron detectados por pruebas a posteriori de Tukey o Siegel y Castellan. El 
crecimiento en talla de las larvas alimentadas con presas vivas y MCC fue significativamente 
mayor (p<0.05) durante los 15 dde a comparación de la talla de las larvas alimentadas con 
MCH. Durante los 20 dde la mayor talla se encontró en las lavas alimentadas con presas 
vivas. Para los 25 dde, no hubo diferencias significativas (p>0.05) entre las tallas del 
tratamiento testigo y las MCH, los cuales resultaron ser mayores que las larvas alimentadas 
con MCC. En el crecimiento en peso solo se encontraron diferencias significativas (p<0.05) 
en los 5 dde. La supervivencia obtenida de las larvas bajo el tratamiento testigo fue 
significativamente mayor (p<0.05)  que en el resto de los tratamientos y no fue encontrada 
una diferencia significativa entre los tratamientos con microcápsulas. La actividad enzimática 
intestinal de las larvas bajo el tratamiento testigo fue mayor que la actividad de las larvas 
alimentadas con microcápsulas. Solo en las larvas alimentadas con las MCC aumentó el 
nivel de expresión de amilasa de los 20 a los 25 dde. Los niveles de expresión fueron 
mayores en las larvas alimentadas con microcápsulas a los 25 dde.  Los resultados 
mostraron que es necesario determinar la maduración del tracto digestivo para iniciar la 
sustitución de presas vivas por microcápsulas. 
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ABSTRACT 
 
Among the inert feed used for the substitution of live prey supply for marine larviculture, the 
microencapsulated feeds have the highest stability in water. In addition, the microcapsules 
membrane can be made from the same ingredients used for the formulation. The present 
work pretend to determine the effects on growth and survival of spotted sandbass larvae fed 
microcapsules. The larvae were reared in a recirculating system. Microalgae Nannochloropsis 
oculata (300 000 cells/ml) was maintained during 12 days after hatching (dah). Larve were 
fed with rotifers Brachionus plicatillis (1-10 rotifers ml-1) from 2 to 15 dah. From 15 dah, larvae 
were fed with Artemia nauplii and juveniles (2-6 nauplii ml-1) as a control treatment. Larvae 
were cofed with both microcapsules and live prey during 5 days. Digestive tract development 
was determinated by the extracellular (alkaline phosphatase and aminopeptidase N) and 
intracellular (leucine-alanine peptidase) digestive enzymes activities, as well as the mRNA 
coding for amylase absolute quantification using Taqman® probes. Two types of 
microcapsules were supplied as experimental treatments from 15 dah. The first type included 
49% of casein and 31% of squid meal as protein sources, while in the second type (MCH), 
50% of the squid meal content was replaced by fish protein hydrolysate. Ten individuals per 
tank were sampled every 5 days for growth evaluation. Survival was determined at the end of 
the experiment. The treatments were tested in three replicates and analyzed by one-way 
ANOVA or with a Kruskall-Wallis’s ranks comparison analysis. Significant differences were 
determined by a Tukey Siegel and Castellan multiple comparison of mean ranks. Size growth 
of larvae fed with live preys and MCC were significantly higher (p<0.05) at 15 dah. Larvae fed 
with live preys shown the highest growth at 20 dah. Larvae fed with MCH and live prey were 
significant (p<0.05) larger than the larvae fed with MCC. Weight growth only show significant 
difference (p<0.05) at 5 dah on larvae fed with MCC. Survival from larvae fed live preys were 
significantly (p<0.05) higher than the others treatments. No significant differences (p<0.05) 
were found between microcapsules treatments. Extracellular digestive enzymes activities 
were higher at 25 dah, whereas the intracellular digestive enzymes displayed a greater 
activity at 22 dah. Enzymatic activities of larvae fed with live preys were higher than larvae fed 
with microcapsules. Only the live prey treatment displayed a higher activity of intracellular 
digestion enzymes at 25 dah than 22 dah. Only the larvae fed with MCC showed a raise in 
the quantities of mRNA coding for amylase from 20-25 dah. The quantification of mRNA 
coding for amylase from larvae fed with live preys were lower than larvae fed with 
microcapsules at 25 dah. Results showed the need of larval digestive tract maturation 
analysis for the successful substitution from live prey to microcapsules. 
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GLOSARIO 
 
Agente emulsionante.- Solución de dos o más compuestos en el que un compuesto es 
diluido en otro por afinidad de acuerdo a su polaridad. En la polimerización interfacial se 
utiliza para incluir los compuestos miscibles dentro de la cápsula (Yúfera et al., 1996). 
 
Agente Polimerizante.- Compuesto que permite la solidificación mediante una reacción 
química. En la microencapsulación es generalmente utilizado para la formación de la 
membrana (Yúfera et al., 1996). 
 
Alimento inerte (alimento formulado; alimento preparado).- Es aquel material que se 
utiliza para nutrir. Los alimentos inertes para su consumo en cultivos se componen de 
distintos ingredientes sólidos y líquidos que pueden estar unidos por compuestos gelantes o 
por cubiertas de distintos orígenes (Lee, 2003). 
 
Desaturación de ácidos grasos.- Proceso en el que una enzima desaturasa produce un 
enlace etilénico (dos carbones) dentro de la cadena de un ácido graso (Tocher, 2003). 
 
Dieta.- Régimen alimentario en el cual se encuentran sometidos los organismos heterótrofos. 
Una dieta consta de los distintos alimentos que un heterótrofo consumirá durante toda su 
vida (Pillay, 1980). 
 
Digestión intracelular.- Durante el proceso digestivo, es la digestión que se realiza en el 
citoplasma del enterocito. Este tipo de digestión generalmente está relacionada con un tracto 
digestivo poco desarrollado (Zambonino-Infante y Cahu, 2001). 
 
Digestión extracelular.- Durante el proceso digestivo, es la digestión que se realiza en las 
microvellosidades del enterocito. Este tipo de digestión está relacionada con la digestión 
juvenil y adulta (Zambonino-Infante y Cahu, 2001). 
 
Eleuteroembrión.- Última fase del periodo embrionario que comprende la ontogenia de los 
peces. Comienza con la eclosión del embrión y termina antes de la completa absorción del 
saco vitelino y el glóbulo de aceite (Balon, 2002).  
 
Elongación de ácidos grasos.- Proceso mediante el cual se adiciona un grupo acetil de dos 
carbonos a la cadena de un ácido graso (Sargent et al., 2002). 
 
Enterocito.- Célula alta que se encuentra en el intestino, encargada de la digestión y 
absorción de nutrientes. Se caracteriza por ser una célula cilíndrica alta, con un núcleo 
grande y la membrana en la parte superior posee una serie de pliegues en forma de 
microvellosidades  (Zambonino-Infante y Cahu, 2001). 
 
Fase dispersa.- En la microencapsulación por polimerización interfacial, la fase incluye a los 
ingredientes del alimento disueltos generalmente en Tris-HCl a pH básico (Yúfera et al., 
1996). 
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Fase de dispersión.- En la microencapsulación por polimerización interfacial, la fase incluye 
un solvente que pueda ayudar a la reacción de polimerización (Yúfera et al., 1996). 
Lixiviación.- Degradación de un alimento en sus diversos compuestos, principalmente por 
efecto ambiental. En los cultivos acuícolas, la lixiviación del alimento inerte es dada por la 
acción del agua (Lee, 2003). 
 
Microcápsulas.- Pequeñas partículas que incluyen una mezcla o solución para alimento 
protegida dentro de una membrana (Langdon, 2003). 
 
Microencapsulación.- Proceso en el cual se pueden incluir diversos compuestos dentro de 
una  membrana para formar cápsulas de pequeño tamaño. La microencapsulación puede 
darse por solidificación de los compuestos de la membrana por cambio de temperatura o 
alguna reacción química (Langdon, 2003). 
 
MUFA (Mono Unsaturated Fatty Acids).- Ácidos grasos monoinsaturados. Son los ácidos 
grasos que poseen solo un doble enlace entre los carbonos de su cadena. Los peces 
marinos tienen una capacidad moderada para la desaturación de algunos ácidos grasos 
(Sargent et al., 2003). 
 
Ontogenia.- Serie de cambios morfofisiológicos que suceden durante todo el ciclo de vida de 
un individuo (Balon, 1984). 
 
Polimerización interfacial.- Proceso de microencapsulación en el cual se utilizan las 
porciones proteícas y glúcidas de los ingredientes del alimento para la elaboración de la 
membrana. Se basa en la reacción de dos solutos en fase líquida, los cuales pueden incluir 
núcleos hidrofóbicos e hidrofílicos (Chang et al, 1964; Fernandez-Díaz y Yúfera, 1995). 
 
PUFA (PolyUnsaturated Fatty Acids).- Ácidos Grasos Poliinsaturados. Son los ácidos 
grasos que poseen generalmente tres o más dobles ligaduras y su cadena posee 18 o más 
carbonos. Este tipo de ácidos grasos incluyen a los ácidos grasos que no pueden ser 
producidos por peces marinos (Sargent et al., 2003). 
 
SAFA (Saturated Fatty Acids).- Ácidos grasos saturados. Son los ácidos grasos que no 
poseen algún doble enlace entre sus carbonos y el resto de sus enlaces se encuentran 
completos por protones. Los peces son capaces de producir estos ácidos grasos a partir de 
la acetil-CoA (Sargent et al., 2003). 
 
Sistema cerrado.- Sistema de cultivo en el cual el agua fluye en un circuito y es reutilizada 
mediante el uso de diversos filtros. Aunque el agua es recirculada constantemente, 
generalmente es necesario un recambio del exterior del sistema (Holt, 1993). 
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INTRODUCCIÓN 
 

Uno de los problemas más frecuentes en los cultivos de peces marinos es la 

alimentación durante el periodo larvario (Watanabe y Kiron, 1994; Tucker, 1998; 

Cahu y Zambonino-Infante, 2001; Langdon, 2003). Este problema ha sido 

minimizado con la utilización de zooplancton vivo como primer alimento. Sin 

embargo, las presas que tradicionalmente se utilizan para ello (como rotíferos y 

Artemia) presentan deficiencias en ácidos grasos altamente insaturados, 

principalmente de la serie n-3, por lo que deben ser enriquecidos con estos ácidos 

grasos mediante el uso de emulsiones comerciales. Una solución para este otro 

problema es la utilización de alimentos inertes que puedan ser adecuados a los 

requerimientos nutrimentales de las larvas que van a consumirlas (Watanabe y Kiron, 

1994; Önal y Langdon, 2000; Tocher, 2002).  
 
 Tradicionalmente, los alimentos microparticulados han sido usados como 

sustitutos de presas vivas durante el cultivo de larvas de peces marinos, con los 

cuales han obtenido resultados aceptables de crecimiento y supervivencia. Sin 

embargo, este tipo de alimentos presenta una alta lixiviación de nutrimentos en el 

agua, disminuyendo así la calidad del agua dentro el sistema de cultivo y el 

aprovechamiento del alimento. (Önal y Langdon, 2000; Yúfera et al., 2000; Lee, 

2003; Pedrozas-Islas et al., 2004; Wang et al., 2004). 
 

La industria alimentaria ha resuelto en buena medida el problema de la 

pérdida de nutrimentos en el agua con el uso de las técnicas de microencapsulación, 

con lo que se logró estabilizar compuestos lábiles dentro del alimento. Dichas 

técnicas consisten en rodear los alimentos con una membrana que les permita 

mantenerlos unidos hasta que sean consumidos y digeridos por la especie en cultivo. 

Con esto, se ha logrado mantener gran parte de las características del alimento 

desde la formulación y elaboración hasta su consumo. Además, se ha logrado 

mantener dentro del cultivo una calidad del agua superior a la que se obtiene al 

utilizar otro tipo de alimentos inertes, como los alimentos microparticulados (Önal y 

Langdon, 2000; Lee, 2003; Bustos et al. 2003; Langdon, 2003; Pedroza-Islas et al. 

2004). 
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 Diferentes tipos de materiales han sido utilizados para formar la membrana de 

las microcápsulas. Algunos de ellos son los almidones, las maltodextrinas, los 

alginatos, los carragenanos y otros polisacáridos, las gomas de mezquite, goma 

arábiga y de girasol, grenetina e incluso polímeros sintéticos como el nylon. Todos 

estos materiales han mostrado proveer gran estabilidad en el agua y resistencia de 

las microcápsulas a ser lixiviadas; sin embargo, algunas especies de larvas de peces 

marinas no poseen la capacidad para digerir o romper algunos de estos materiales 

(Langdon  y Buchal, 1998; Langdon, 2003; Bustos et al. 2004). Sin embargo, existe 

una técnica de microencapsulación que utiliza los componentes proteínicos de la 

formulación para la formación de la membrana lo que facilita la digestión de las 

microcápsulas elaborasa, la microencapsulación por polimerización interfacial. 

(Jones et al., 1987; Yúfera et al., 2000; Langdon, 2003). 

 

Básicamente, el método consiste en la producción inicial de una fina emulsión 

de una mezcla proteínica en una disolución acuosa (fase dispersa) en un líquido 

orgánico no miscible (fase de dispersión), para lo cuál se usa emulgente. Una vez 

estabilizada la emulsión, las partículas se encuentran individualizadas, momento en 

el que es preciso formar una cubierta que les confiera mayor estabilidad. Esto se 

consigue con la adición de una pequeña cantidad de polimerizante (por ejemplo el 

Cloruro de Trimesoilo C9H3Cl3O3) que actúa enlazando radicales activos tanto de la 

proteína como de la de los polisacáridos presentes en la mezcla. De esta forma, los 

grupos amino y carboxilo de la proteína, así como los grupos hidroxilo de los 

carbohidratos, reaccionan con los grupos cloruro del agente polimerizante, 

formándose un polímero de membrana alrededor de las gotas emulsionadas (Chang 

et al., 1966; Jones et al., 1987). 

 

A la par del desarrollo de técnicas adecuadas para la producción de un tipo de 

alimento inerte que sustituya el suministro de presas vivas, se desarrolló también el 

estudio del tracto digestivo de las distintas especies designadas para el cultivo. 

Diversos autores han observado una serie de patrones en la actividad de enzimas 

digestivas durante el desarrollo del tracto digestivo de peces. Esto permitió 

determinar las características del tracto digestivo que se presentan entre los distintos 
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periodos de desarrollo de los peces (Zambonino-Infante et al. 1997;  Cahu y 

Zambonino-Infante, 2001; Applebaum y Holt, 2003). 

 

Un patrón muy frecuente se observa en la expresión y actividad de enzimas 

como la amilasa. La amilasa es una de las carbohidrasas mas ampliamente 

distribuida en los peces marinos. Ella es producida en el páncreas y se encarga de la 

hidrólisis de los enlaces glucósidos  α-1,4 del glicógeno. Su expresión es 

generalmente más alta durante el periodo embrionario y larvario que en el adulto. En 

los peces con estómago, la expresión de la amilasa decae conforme avanza el 

desarrollo del mismo. Es por ello que la expresión y actividad de la amilasa puede 

ser utilizada como indicadora de la madurez del tracto digestivo en peces con 

estómago (Kanazawa, 1995; Péres et al., 1996; Hidalgo et al., 1999; Douglas et al., 

2000; Cahu y Zambonino-Infante, 2001; Applebaum y Holt, 2003; Lunstedt et al., 

2004). 

 

Las enzimas intestinales también forman otro patrón de actividad que puede 

mostrar el desarrollo del tracto digestivo. Es posible determinar el grado de madurez 

de los enterocitos del intestino de acuerdo a la actividad enzimática que estos 

presentan (Lunstedt et al., 2004).  

 
La actividad de enzimas citoplasmáticas como la leucina-alanina peptidasa es 

considerablemente más alta durante los periodos iniciales de vida. Dicha actividad 

disminuye conforme aumenta la actividad de enzimas que se encuentran en las 

microvellosidades de los enterocitos, las cuales son encargadas de la digestión 

externa. Por otro lado, la actividad de estas enzimas (como lo son la fosfatasa 

alcalina, glutamil transpeptidasa y aminopeptidasa) comienza desde las primeras 

fases de desarrollo a un nivel bajo y dicha actividad aumenta conforme se desarrolla 

el tracto digestivo (Zambonino-Infante et al. 1997; Zambonino-Infante y Cahu, 2001; 

Applebaum y Holt, 2003; Lunstedt et al., 2004). 
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Una alta actividad de enzimas digestivas en las microvellosidades de los 

enterocitos representa la forma adulta de la digestión, lo que permite digerir distintos 

insumos de una mayor complejidad que no podrían ser digeridos tan fácilmente 

durante el periodo larvario (Kolkovski et al., 1997b; Zambonino-Infante et al. 1997; 

Zambonino-Infante y Cahu, 2001; Lunstedt et al., 2004). 
  

Todo lo anterior muestra la necesidad en los cultivos larvarios de peces 

marinos de un alimento estable en el agua, que cubra los requerimientos de las 

larvas en cultivo y logre sustituir el suministro de alimento vivo. Con ello se podrá 

evitar la dependencia de altas producciones de microalgas para alcanzar las 

concentraciones de alimento vivo necesarias para suministrar a las larvas en cultivo. 

Al mismo tiempo, el estudio de la expresión y actividad de enzimas digestivas 

permitirá determinar el momento adecuado para iniciar la sustitución del alimento 

vivo por microcápsulas durantel el cultivo larvario de peces.  

 

Por tal motivo, el presente trabajo pretende evaluar el uso de alimentos 

microencapsulados con membrana proteíca como sustituto de presas vivas en la 

alimentación de larvas de cabrilla arenera durante su cultivo. Así también, evaluar el 

efecto en la actividad y expresión de enzimas digestivas con el uso de alimentos 

microencapsulados.  
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ANTECEDENTES 
 

 Los intentos por sustituir el suministro de presas vivas por alimentos inertes 

durante el cultivo de larvas de peces marinas en condiciones experimentales, han 

mostrado diversos resultados en crecimiento y supervivencia. Características 

particulares de los alimentos inertes como la textura, el sabor, el color o el tamaño de 

la partícula han sido algunos de los factores que modifican estos resultados, pues 

cuando dichas características no son las adecuadas para las larvas, se altera la 

aceptación y digestibilidad del alimento (Önal y Langdon, 2000; Yúfera et al., 2000; 

Langdon, 2003; Pedrozas-Islas et al., 2004; Wang et al., 2004). 

 
Particularmente para el cultivo de larvas de Sparus aurata, los trabajos sobre 

la alimentación exclusiva con micropartículas inertes han mostrado valores de 

supervivencia y crecimiento menores que cuando estas son suministradas en 

coalimentación con presas vivas (Koven et al. 2001). De la misma manera, trabajos 

como los de Kolkovski et al. (1997b) o Roselund et al. (1997) han mostrado la 

importancia de utilizar en conjunto alimentos microparticulados y presas vivas, pues 

los alimentos microparticulados presentan un alto nivel de lixiviación de aminoácidos. 

De este modo, las presas vivas pueden complementar los compuestos perdidos por 

la lixiviación de los alimentos microparticulados.  

 
El problema de la pérdida de nutrimentos en el agua ha sido resuelto con el 

uso de las técnicas de microencapsulación, logrando con esto mantener gran parte 

de las características del alimento desde la formulación y elaboración hasta su 

consumo. Sin embargo, el tipo de material utilizado para  la elaboración de la 

membrana puede dificultar la digestión de las microcápsulas  (Önal y Langdon, 2000; 

Bustos et al. 2003; Langdon, 2003; Pedroza-Islas et al. 2004). Algunos ejemplos de 

esto son las experiencias de cultivos larvarios de especies como Pagrus major 

(Kanazawa et al., 1982) o Solea solea (Applebaum, 1985), en donde el uso de nylon 

en la membrana de las microcápsulas fue el factor que determinó la obtención de 

porcentajes de supervivencia de menos del 50%.  
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El uso del nylon en la membrana le brindó a las microcápsulas una alta 

estabilidad en el agua; sin embargo, su uso dificultó la digestión de las 

microcapsulas. Es a partir de las modificaciones realizadas por Jones et al. (1987) a 

la técnica de polimerización interfacial propuesta por Chang et al. (1964), que se 

elimina el uso de nylon en la membrana de cápsulas para la alimentación durante el 

cultivo de organismos marinos, así como de detergentes como TWEEN y Span que 

resultaban tóxicos.  

 
Este nuevo tipo de microcápsulas poseía una membrana formada 

principalmente de proteína cuya fuente eran los ingredientes de la formulación. A 

partir de estas modificaciones se generaron las microcápsulas comerciales CAR 

(Crustacean Algal Replacement) y CD (Crustacean Diet; Frippak Feeds; INVE, 

Bélgica) que fueron utilizadas para la crianza larvaria de crustáceos por Jones et al. 

(1987). En dicho trabajo, se obtuvieron porcentajes de supervivencia similares 

cuando las microcápsulas sustituyeron a la Artemia en un 70%  (81% de 

supervivencia) y cuando esta fue sustituida completamente por microcápsulas (80% 

de supervivencia). Walford et al. (1991) utilizaron las microcápsulas CD (Frippak 

Feeds; INVE, Bélgica) en un cultivo larvario de peces y observaron una mayor 

digestión de las microcápsulas por parte de larvas de Lates calcarifer, solo cuando 

estas eran aportadas después de cinco días de suministro de rotíferos, lo que les 

permitió obtener una supervivencia de 2.4% a los 14 dde.  

 
Sin embargo, es con el uso de microcápsulas de membrana suave como las 

utilizadas por Yúfera et al. (2000) que pudo lograrse una supervivencia cercana al 

70% cuando las microcápsulas eran suministradas después de las presas vivas. 

Además, con este tipo de microcápsulas también se logró igualar el crecimiento de 

larvas de Sparus aurata alimentadas con presas vivas. 
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De manera particular, existen trabajos que han permitido desarrollar la 

tecnología de cultivo a escala piloto de la cabrilla arenera Paralabrax 

maculatofasciatus.  

 
Respecto al cultivo larvario, Alvarez-González et al. (2001) plantearon un 

esquema de alimentación que utiliza de manera tradicional presas vivas como los 

rotíferos y Artemia, así como a copépodos de la especie Pseudodiaptomus 

euryhalinus e incluso eleuteroembriones de P. maculatofasciatus. Con este esquema 

de alimentación, los autores obtuvieron una supervivencia de 11.1% con una 

densidad de crianza de 50 eleuteroembriones/L.  

 
Sin embargo, fue evidente la necesidad de disminuir el suministro de presas 

vivas, por lo que en trabajos como el de Anguas-Vélez et al. (2001) fueron realizados 

los primeros estudios sobre sustitución del alimento vivo por alimentos 

microparticulados. En dicho trabajo, se utilizaron alimentos microparticulados a los 25 

y 30 días después de la eclosión, con lo que se obtuvo una supervivencia de 

alrededor del 2%. No obstante, el mayor crecimiento obtenido (27.4 ± 1.4 mm) fue 

registrado en las larvas alimentadas con presas vivas.  

 
De manera similar, García-Gómez (2003) probó dos tiempos en el que debe 

de iniciar la sustitución del alimento vivo por alimentos microparticulados, a los 17 y 

22 días después de la eclosión. Al inicio de la sustitución, se mantuvo una 

coalimentación por tres días, con lo que se obtuvo una supervivencia del 4%, cuando 

los microparticulados eran suministrados a partir de los 22 días después de la 

eclosión. Además, utilizó al hidrolizado de proteína de pescado, la harina de sangre 

de res y la harina de calamar como sustitutos parciales de la harina de sardina, en 

alimentos microparticulados. 

 

Así también, Carrasco-Chávez (2004) encontró que con un nivel de 15% de 

lípidos en el alimento, se obtiene el mayor crecimiento en peso y longitud durante la 

preengorda de juveniles de cabrilla arenera. Además, observó que el aporte en 

ácidos grasos por parte de los rotíferos es principalmente en ácidos grasos 

  

7



saturados, mientras que el aporte por parte de los nauplios de Artemia es de los 

ácidos 18:1 n7 y 18:1 n9. 

 

Con respecto a la fisiología digestiva de la cabrilla arenera, Alvarez-González 

(2003) observó que durante los 12 a 15 días después de la eclosión, las larvas de 

cabrilla arenera poseen un juego enzimático completo en el tracto digestivo. Además, 

probó la digestibilidad in vitro de distintos ingredientes (como la harina de calamar y 

el hidrolizado de proteína de pescado) para su utilización en alimentos inertes 

durante el cultivo de larvas de cabrilla.  

 
Así también, Peña et al. (2003) describieron el desarrollo del tracto digestivo 

de Paralabrax maculatofasciatus mediante técnicas histoquímicas, indicando que es 

posible suministrar alimentos inertes a las larvas alrededor de los 16 días después de 

la eclosión, una vez que las glándulas gástricas son evidentes y el tracto digestivo ya 

se ha diferenciado. Además, los autores consideran que a los 22 días después de la 

eclosión, las larvas presentan todas las características digestivas de un juvenil y por 

tanto el final del periodo larvario. 

 
 Una vez descrito el desarrollo del tracto digestivo de la cabrilla arenera, fue 

necesario determinar el efecto de alimentos inertes en la expresión y actividad de 

enzimas digestivas. Un ejemplo de esto es el trabajo realizado por Gleaves-López 

(2005), quien observó el nivel más alto de expresión de la enzima lipasa en juveniles 

de cabrilla se detectó en una concentración de 15% de lípidos en el alimento, 

mientras que la mayor actividad de esta enzima se detectó en el nivel más bajo de 

lípidos en el alimento  (5%). Al mismo tiempo, observó como la actividad de enzimas 

la tripsina o la proteasa alcalina es también mayor a un nivel bajo de lípidos en el 

alimento. 
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Por su parte, Olalde-Rodríguez (2005) observó el efecto en la expresión del 

gen de la amilasa durante el cultivo larvario de cabrilla arenera al incluir espermina 

en microcápsulas de membrana suave. Los resultados obtenidos en dicho trabajo 

mostraron que una mayor inclusión de espermina en el alimento permite un 

incremento en expresión de la enzima amilasa, mientras que en concentraciones 

bajas, la expresión se mantiene constante. No obstante, la adición de espermina en 

el alimento no promueve el crecimiento de las larvas que lo consumen. Este par de 

trabajos forman parte de las primeras experiencias de cuantificación en tiempo real 

del nivel de expresión de enzimas digestivas mediante la técnica de PCR en tiempo 

real, la cual fue utilizada en el presente trabajo. 
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HIPÓTESIS 
 

Las microcápsulas elaboradas funcionarán como un sustituto adecuado  de las 

presas vivas durante la crianza larvaria de la cabrilla arenera. De la misma manera, 

la madurez del tracto digestivo de las larvas determinará el momento en el cual 

comience la sustitución de las presas vivas por microcápsulas. 

 

OBJETIVO 

 
 Evaluar la calidad de las microcápsulas utilizadas y determinar el efecto de la 

alimentación con dos tipos de microcápsulas en el crecimiento, la supervivencia y la 

madurez del tracto digestivo de larvas de cabrilla arenera. 

 

Objetivos particulares 

 

1. Elaborar alimentos microencapsulados para su uso en la crianza larvaria. 

 

2. Evaluar la calidad de las microcápsulas mediante una prueba de lixiviación y el 

contenido en ácidos grasos. 

 

3. Evaluar la supervivencia y el crecimiento de las larvas alimentadas con 

microcápsulas y con presas vivas. 

 

4. Determinar la madurez del tracto digestivo mediante la cuantificación de la 

actividad enzimática intestinal en la digestión intra y extracelular, así como la 

cuantificación de mRNA codificante para amilasa. 
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MATERIALES Y MÉTODOS 

Elaboración de las microcápsulas 
 
 La elaboración de las microcápsulas fue realizada en el Laboratorio de 

Biología Aplicada perteneciente a la Escuela Politécnica Superior de la Universidad 

de Almería en Almería, España. Esta fue realizada mediante la técnica de 

polimerización interfacial, de acuerdo al método de microencapsulación propuesto en 

la patente UK GB 2040863 B (Hayworth, 1983), modificado por Yúfera et al. (1999).  

 
Fueron formuladas dos tipos de microcápsulas en las que se varió el tipo y la 

cantidad de las fuentes de proteína. La formulación del primer tipo de microcápsula 

incluyó caseína en un 49% y la harina de calamar en 31% como fuentes principales 

de proteína. Por su parte, la formulación del segundo tipo de microcápsula incluyó 

hidrolizado de proteína de pescado como otra fuente de proteína, la cual sustituyó en 

50% a la harina de calamar. La formulación completa de los dos tipos de 

microcápsulas se presenta en la Tabla 1. La composición en proteína cruda y 

extracto etéreo de los dos tipos de microcápsulas fue determinada en el Laboratorio 

de Análisis Químicos Proximales del Centro de Investigaciones Biológicas del 

Noroeste (Tabla 1).  
Tabla 1. Formulación usada para la fabricación de las microcápsulas. MCC = 
Microcápsulas con harina de calamar; MCH = Microcápsulas con harina de calamar e 
hidrolizado de proteína de pescado. 

Ingrediente MCC (g) MCH (g) 
Caseína a 7.50  7.50  
Harina de calamar b 4.80  2.40 
Hidrolizado de Proteína de Pescado c 0.00 2.40 
Lípidos y vitaminas liposolubles d 1.71 1.71 
Dextrina a 0.75 0.75 
Lecitina a 0.30 0.30 
Premezcla de vitaminas e 0.13 0.13 
Premezcla de minerales f 0.09 0.09 
Vitamina Stay-C 35% g 0.02 0.02 

Análisis químico   
Proteína (%) 59.05 ± 0.16 61.50 ± 0.31 
Extracto Etéreo (%)   8.45 ± 0.07  7.12  ± 0.09 

 

a Sigma Co., Madrid, España; b Promotora Industrial Acuasistemas S.A. de C.V., México; c Norse fish powder, Norway; d Kurios, 
Libourne, Francia; e CIBNOR (mg/Kg de dieta): Vit. A (retinol), 0.6 (ICN); Vit. D3 (colecalciferol), 0.0042 (SIGMA); Vit. E 
(tocoferol), 35  (SIGMA); Vit.  K (menadiona), 7 (SIGMA); Vit.  B1 (tiamina), 0.7 (SIGMA); Vit. B2 (riboflavina), 2.8 (SIGMA); Vit. 
B6 (piridoxina), 2.1 (SIGMA); Ácido pentanoico, 14 (SIGMA); Niacina (ácido nicotínico), 7 (SIGMA); Biotina, 0.112 (ICN); Inositol, 
210 (SIGMA); Vit.  B12  (cianocobalamina), 0.014 (SIGMA); Ácido fólico, 0.7 (SIGMA); Vehículo harina de sorgo. f CIBNOR 
(g/kg de dieta; SIGMA): CaCl2*5H2O, 2.57; Na2HPO4, 5.72; MgSO4*7H2O, 1.49; FeSO4*7H2O, 0.18; ZnSO4*7H2O, 0.028; 
MnCl2*4H2O, 0.0096; CuSO4*5H2O, 0.0025; KI, 0.0003 mg; SeS2, 0.42 mg.      g ROVIMIX-ROCHE, Basel, Suecia. 
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Para la elaboración de las microcápsulas, se preparó al emulgente disolviendo 

lecitina en ciclohexano, mientras que el agente polimerizante fue preparado 

disolviendo cloruro de trimesoilo (cloruro de ácido 1,3,5-bencenotricarboxílico) en 

éter dietílico. Las fuentes proteícas (caseína, harina de clamar e hidrolizado de 

proteína de pescado)  fueron disueltas en TRIS-HCl 0.2 M a un pH 9.0 (fase 

dispersa).  

 
Se mantuvo en agitación 500 ml de ciclohexano a 900 rpm (fase de 

dispersión) en una plancha de agitación magnética y el emulgente fue posteriormente 

añadido y mezclado durante 8 minutos. Al término, se añadió la fase dispersa y se 

mantuvo en agitación por otros 8 minutos. Posteriormente, el agente polimerizante 

fue añadido y se mantuvo en agitación durante otros 8 minutos. Las microcápsulas 

formadas fueron decantadas y el exceso de ciclohexano fue eliminado. 

Posteriormente, se lavaron las microcápsulas por dos ocasiones con ciclohexano 

limpio y se dejaron en reposo durante 20 minutos después del último lavado. 

Finalmente se retiró todo el ciclohexano, lentamente fue añadiéndose 100 ml de una 

solución de grenetina al 15 % a las microcápsulas  y la mezcla fue mantenida en 

agitación durante 5 minutos. Las microcápsulas obtenidas tras varios lavados con 

agua destilada fueron congeladas a –20 ºC y finalmente fueron liofilizadas. De este 

proceso, se obtuvieron aproximadamente 15 g de cada tipo de microcápsula.  

  
 El tamaño máximo de las microcápsulas hidratadas fue determinado con 

ayuda de un microscopio marca Olympus modelo SZ-ST (Olympus optics, Tokyo, 

Japón), una cámara Hitachi modelo KP-D50 Color (Hitachi America, Ltd., Brisbane, 

California, EUA) y del paquete ImagePro plus ver. 4 (Media Cybernetics, Maryland, 

EUA).  

Obtención y distribución de embriones 
 
Los embriones utilizados fueron obtenidos a partir de un desove espontáneo 

de reproductores de cabrilla arenera mantenidos en el Sistema Cerrado de Inducción 

al Desove dentro del Laboratorio de Biología Experimental del CICIMAR-IPN, 

mediante el método propuesto por Rosales-Velázquez (1997). Se incubaron durante 

24 horas alrededor de 396,000 embriones en dos tolvas cilíndricas de fondo cónico 
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con capacidad de 100 l con agua de mar a una temperatura de 25 ± 0.8 °C, una 

salinidad de 35 ± 0.7 ‰ y una aireación moderada. Fueron tomadas muestras de 1 

ml de embriones (alrededor de 1,800 embriones) para la determinación del 

porcentaje de eclosión y el desove elegido fue aquel que presentó un porcentaje 

mayor a 90%. 

 
El sistema de cultivo (SC-18) empleado consta de 18 tanques de fibra de 

vidrio de fondo plano con capacidad de 140 l cada uno, una bomba marca 

PerformancePro serie Artesian modelo A1/8-35-C de 1/8 de HP, un espumador de 

albúminas marca Euroreef con una bomba sumergible marca Sedra modelo KSP 

5000, un filtro de luz ultravioleta de cuatro lámparas marca Tropical Marine Centre 

modelo PM6, una columna de lodos activados marca Sea Storm, un filtro mecánico 

de arena marca PAC-FAB modelo Triton II (Pentair Inc., Golden Valley, Minnesota, 

EUA) y un reservorio de agua construido con fibra de vidrio con 700 l de capacidad. 

Se eligieron aleatoriamente nueve tanques del SC-18 para realizar el cultivo larvario 

y en cada uno de ellos, fue utilizada una densidad de siembra de 37 

eleuteroembriones/ml.  

Cultivo larvario 
 

La Tabla 2 muestra el protocolo de alimentación empleado durante el 

experimento, el cual es una modificación del esquema propuesto por Alvarez-

González et al. (2001) y es explicado de la siguiente manera. Los primeros 12 días 

de cultivo se mantuvo un bajo porcentaje de recambio de agua, por lo que se 

adicionó la microalga Nannochloropsis oculata para mantener la calidad del agua. 

Las larvas fueron alimentadas inicialmente con el rotífero Brachionus plicatilis sin 

enriquecer a los 2 y 3  días después de la eclosión (dde). A partir de los 4 dde, los 

rotíferos fueron enriquecidos durante seis horas con la emulsión comercial RATIO 

HUFA® (Salt Creek, Inc., Salt Lake City, Utah, EUA) suministrándolos de esta forma 

hasta los 16 dde. Adicionalmente,  durante los 15 y 16 dde se suministraron nauplios 

de Artemia sp. sin enriquecer (NEPTUNE INDUSTRIES, Salt Lake City, UTA, EUA). 

A partir de los 17 dde los nauplios de Artemia fueron enriquecidos por seis horas con 

la misma emulsión utilizada para los rotíferos. A partir de los 22 dde fueron 
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suministrados juveniles de Artemia mantenidos con Jade Spirulina® (Salt Creek, Inc., 

Salt Lake City, UTA, EUA). 

 
La ración diaria de rotíferos o nauplios de Artemia fue dividida en tres 

porciones de 20, 40 y 40%. La primera porción (20%) fue suministrada sin enriquecer 

a las 10:00 horas, momento en el cual comenzó el enriquecimiento de la siguiente 

porción (40%) que fue suministrada a las 16:00 horas. El enriquecimiento de la última 

porción (40%) comenzó a las 12:00 horas y tal porción fue suministrada a las 18:00 

horas. El suministro de juveniles de Artemia fue realizado en las mismas horas, aun 

cuando estos no fueron enriquecidos.  
Tabla 2. Densidades de microalga y presas vivas suministradas, así como peso de 
microcápsulas utilizadas para la alimentación de larvas de cabrilla arenera. s=  presas sin 
enriquecer; e= presas enriquecidas con la emulsión RATIO HUFA©. 

 

Días después de la 
eclosión 

Microalga 
N. oculata (cel/ml)

Rotíferos/ml
(B. plicatilis)

Artemia sp. 
(nauplios/ml) 

Artemia sp. 
(Juveniles/ml)

1 1208400    
2 1208400 2 s   
3 1208400 2 s   
4 1208400 4 e   
5 1208400 4 e   
6 1208400 2 e   
7 1208400 2 e   
8 1208400 2 e   
9 1208400 1 e   

10 1208400 2 e   
11 1208400 3 e   
12 1208400 3 e   
13  3 e   
14  3 e   
15  2 e 2 s  
16  2 e 2 s  
17   2 e  
18   2 e  
19   3 e  
20   3 e  
21   4 e  
22   5 e 0.2 s 
23   6 e 0.3 s 
24   4 e 0.4 s 
25   2 e 0.5 s 
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Durante el transcurso del experimento, la concentración de oxígeno disuelto, la 

temperatura y la salinidad fueron registradas dentro del SC-18 con ayuda de un 

equipo marca YSI modelo 556 MPS (YSI Incorporated, Yellow Springs, Ohio, EUA). 

De la misma manera, se registraron las concentraciones de amonio y nitritos 

disueltos en agua por medio del método propuesto por Strickland y Parson (1972) 

con ayuda de un espectrofotómetro marca Spectronic modelo Genesys II (Termo 

Electron Co., Whatman, EUA). 

Diseño experimental  
 

Se realizó una sustitución del suministro de presas vivas por microcápsulas de 

membrana proteíca a los 15 dde. A partir de ese día fue mantenida una 

coalimentación con presas vivas durante 5 días manteniendo las proporciones 80:20, 

60:40, 40:60, 20:80 y 0:100 (presas vivas/microcápsulas). Las microcápsulas fueron 

hidratadas en agua de mar durante 15 minutos, antes de ser suministradas durante 

las mismas sesiones de alimentación que en el suministro de presas vivas y 

manteniendo las mismas porciones de ración diaria. La cantidad (g) de 

microcápsulas suministradas fue determinada de acuerdo a la cantidad  necesaria 

para igualar el contenido de extracto etéreo de las microcápsulas con el de las 

presas vivas utilizadas, manteniendo la relación en peso seco. 
 

La Tabla 3 muestra el porcentaje de proteína y extracto etéreo de las presas 

utilizadas como alimento durante la crianza larvaria de la cabrilla arenera.  

 
Tabla 3. Composición de proteína cruda y extracto etéreo del rotífero Brachionus plicatilis  
y de Artemia sp.  

 Proteína (%) Extracto etéreo (%) 

Rotífero 52.99 ± 0.11 13.69 ± 0.08 

Artemia* 50 19 
*Valores mínimos según fabricante. 

 
Adicionalmente, se mantuvo un tratamiento control en el cual se continuó el 

suministro de presas vivas. Cada tratamiento experimental y el tratamiento control 

fueron distribuidos aleatoriamente por triplicado en el SC-18. 

  
 

15



Evaluación del crecimiento y supervivencia 
 

Cada 5 días a partir del inicio del experimento fue tomada una muestra de diez 

individuos de cada uno de los tanques del SC-18. Posteriormente, fueron 

anestesiados con metil sulfonato de triacaína (MS-222) para ser analizados en un 

digitalizador de imágenes con ayuda de un microscopio marca Olympus modelo SZ-

ST (Olympus optics, Tokyo, Japón), una cámara Hitachi modelo KP-D50 Color 

(Hitachi America, Ltd., Brisbane, California, EUA) y del paquete ImagePro plus ver. 4 

(Media Cybernetics, Maryland, EUA). Se registró el crecimiento en talla de las larvas 

con ayuda del paquete SigmaScan Pro ver. 5 (Spss, Chicago, Illinois, EUA). El peso 

húmedo de las larvas fue determinado con ayuda de una balanza analítica modelo 

Adventurer (Ohaus, Pine Brook, Nueva Jersey, EUA). 

 
Fue registrado el número de peces muertos diariamente a partir del inicio de la 

sustitución de alimento vivo por las microcápsulas. La supervivencia total (ST) fue 

calculada como: 
donde:  

JC = Juveniles cosechados al final del experimento. 
ES = Eleuteroembriones sembrados al inicio del experimento. 

 100x
ES
JCST =  

 

Análisis químicos 
Calidad  de las microcápsulas 
Producción de amonio por lixiviación de microcápsulas 

 
 Para determinar la estabilidad de las microcápsulas en el agua de mar, se 

llevó a cabo la cuantificación del amonio producido por su lixiviación, utilizando 100 

mg de cada tipo de microcápsula. Dicha cantidad fue colocada por separado en 

pequeñas porciones envueltas en una de malla con una luz de 300 μm. Las 

porciones fueron colocadas en vasos de precipitado con agua de mar filtrada y 

mantenida a temperatura ambiente. Con el fin de determinar la cantidad de amonio 

producido por la lixiviación de las microcápsulas, fueron tomadas cuatro muestras de 

agua, una al inicio y 3 más cada 10 minutos. La cuantificación de amonio disuelto en 

agua fue realizada por medio de un espectrofotómetro mediante el método propuesto 

por  Strickland y Parson (1972). 
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Análisis de ácidos grasos 
 

Para la identificación y cuantificación de los ácidos grasos se realizaron tres 

procedimientos: la extracción de lípidos totales, la metilación de ácidos grasos y la 

identificación por cromatografía de gases.  

 
 La extracción de los lípidos totales fue realizada por medio del método de 

Bligh y Dyer (1959) modificado para el tipo y cantidad de muestra utilizada en el 

presente trabajo. De esta manera, el método utilizó una cantidad de alrededor de 100 

mg de muestra liofilizada que fue colocada en un tubo de centrífuga de 10 ml y al que 

se le agregaron 3 ml de una mezcla de cloroformo metanol (1:2 v/v). Posteriormente, 

la muestra dentro del tubo fue sometida a ultrasonido con ayuda de un sonicador 

marca Bransonic modelo 3510-DHT (Branson Ultrasonic Corp., Danbury, 

Connecticut, EUA) durante 15 minutos y fue colocada en reposo a 5º C durante una 

noche. La muestra en reposo fue cubierta con papel aluminio y sellada con cinta de 

teflón hasta su procesamiento. Al término del reposo, se realizó una segunda 

sonicación en baño de agua fría. 

 
 Posterior a la sonicación, el tubo con la muestra fue centrifugado a 3000 rpm y 

5º C con ayuda de una centrífuga marca Beckman modelo 349702 (Beckman Coulter 

Inc., Fullerton, California, EUA) durante 5 minutos. Posteriormente, fue recuperada la 

fase líquida con ayuda de una pipeta Pasteur y filtrada a través de un filtro de fibra de 

vidrio y aproximadamente 500 mg de cloruro de potasio dentro de una pipeta 

pasteur. Este proceso fue repetido por dos ocasiones. A la fase líquida obtenida de 

cada centrifugación le fueron agregados 3 ml de agua destilada para mantener una 

proporción cloroformo:metanol:agua de 2:2:1.8.  

  
 La mezcla fue homogeneizada en un agitador tipo vortex marca Baxter, 

modelo S8229-1 (VWR Internacional, West Chester, Pennsylvania, EUA) para 

posteriormente ser centrifugada a 3000 rpm y 5 ºC durante 5 minutos. Fue extraída la 

fase con cloroformo que contenía los lípidos. Esta fase fue concentrada con ayuda 

de nitrógeno gaseoso. El concentrado de lípidos fue transferido a un vial de 2 ml 

sellado con cinta de teflón y de peso conocido. Fue determinado el contenido de 
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lípidos totales de cada muestra por gravimetría con ayuda de una balanza analítica 

marca Mettler-Toledo modelo AG245 (Mettler-Toledo GMBH, Greifensee, Suiza) con 

una precisión de 0.0001 g. 

 

 La obtención de esteres metílicos de ácidos grasos (FAME) se llevó a cabo 

por medio del método propuesto por Sato y Murata (1988). Para ello, se agregaron al 

recipiente con extracto de lípidos de cada muestra 2.5 ml de una solución 2.5% (p/p) 

de ácido clorhídrico en metanol anhídrico. Posteriormente fue calentado en baño 

maría por 2.5 h a 85º C. Al término de las dos horas y media, se dejó reposar y 

enfriar a temperatura ambiente. Posteriormente les fueron agregados 2.5 ml de 

hexano, los cuales fueron mezclados con ayuda de un agitador tipo vortex y se dejó 

reposar por 5 minutos. La fase superior formada al término de ese lapso fue 

transportada a un vial limpio y de peso conocido. La fase inferior, fue lavada con 

hexano por dos ocasiones y finalmente le fueron agregados 5 ml de agua destilada al 

remanente de la fase inferior para terminar en un último lavado con hexano. El 

solvente utilizado fue evaporado con nitrógeno gaseoso. 

 

 La identificación de los FAME obtenidos por el método anterior se realizó con 

ayuda de un cromatógrafo de gas-líquido acoplado a un espectrómetro de masas 

GC-MS modelo 1800b  (Hewlett-Packard Co., Palo Alto, California, EUA). Fue 

utilizada una columna capilar de sílice fundido empacado con una película de 2-

polietilenglicol como fase estacionaria marca Supelco No. 2-4136 (Sigma-Aldrich Co., 

St. Louis, Missouri, EUA) con dimensiones de 30 m de longitud, 0.25 mm de diámetro 

y 0.25 μm de espesor interior. Las velocidades elegidas para el incremento de 

temperatura fueron los siguientes: 30 ºC/minuto para la primera rampa de 110 a165 

ºC durante 3 minutos y 2 ºC/minuto para la segunda rampa de 165 a 220 ºC durante 

2 minutos. Posteriormente, se mantuvo durante 16 minutos a una temperatura de 

220 ºC.  

 

 Fue utilizado Helio como gas acarreador a un flujo de 0.9 ml/minuto y a una 

temperatura de 110 ºC. La temperatura de inyección y la temperatura de detección 

fueron de 250 ºC. 
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La identificación y cuantificación de los ácidos grasos se realizó con la 

comparación de espectros de masas con los espectros contenidos en las bases de 

datos NBS75K y NIST98 con ayuda del paquete HP Chemstation  ver. B.02.04 

(Hewlett-Packard, Co., Palo Alto, California, EUA). Fue utilizado un estándar de 

ácidos grasos de fuente marina PUFA-1 marca SUPELCO No. 4-7033 (Sigma-Aldrich 

Co., St. Louis, Missouri, EUA).  

 
Maduración del tracto digestivo  
Actividad enzimática intestinal 
 

 Se realizó la cuantificación de la actividad de las enzimas intestinales para 

determinar la maduración del tracto digestivo de cabrillas a los 22 y 25 dde. Para 

este fin, las muestras de cuerpo completo de cabrillas de 22 y 25 días fueron 

colocadas en tubos de microcentrífuga a los que les fueron agregados 4 volúmenes 

de una solución TRIS-HCl 50 mM a pH 7.5. Las muestras fueron homogeneizadas 

con ayuda de un disrruptor de tejidos marca Polytron modelo PT 2100 (Brinkmann, 

Westbury, Nueva York, EUA) por lapsos de 15 segundos. Los tubos de 

microcentrifuga fueron colocados en hielo durante la homogenización para evitar la 

degradación enzimática. Posteriormente, los homogeneizados fueron centrifugados 

en una microcentrífuga marca Eppendorf (Brinkmann, Westbury, Nueva York, EUA) a 

14,000 rpm y una temperatura de 5ºC  durante 8 minutos. El sobrenadante obtenido 

después de la centrifugación fue utilizado para la medición de la actividad enzimática 

intestinal.  
 
Marcador de digestión extracelular 

 
 La actividad de la enzima fosfatasa alcalina (PAL) fue determinada por medio 

del método propuesto por Bessey y Lowry (1946). En tal método, se utilizaron 100 ml 

de solución amortiguadora de Na2CO3 30 mM a pH 9.8 con 10.15 mg de MgCl2•6H2O 

y 92.5 mg de fosfato p-nitrofenil como sustrato (concentración final 20 mM). Se 

realizó la lectura del cambio de absorbancia por minuto a 407 nm con ayuda de un 

espectrofotómetro marca Jenway utilizando 2.5 ml de sustrato con el volumen de 

homogeneizado necesario para mostrar actividad en la curva cinética.  
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Las unidades de actividad de la enzima se determinaron de la siguiente 

manera: 
Donde:  
Absorbmuestra = absorbancia de la muestra a 407nm 
 x = μl de extracto homogeneizado utilizado  
Coef.= coeficiente de extinción molar para la determinación 
de actividad de PAL  

 

x
1000

1000
2.5

Coef.
Absorb

 ml
U muestra ××=

 

 
La actividad de la enzima aminopeptidasa N (LAP) fue determinada por medio 

del método propuesto por Maraoux et al. (1973). Se utilizaron 2.45 ml de una 

solución amortiguadora de fosfatos 80 mM a pH 7 con 50 μl de L-leucina p-

nitroanilida 0.1 M en DMSO (dimetil sulfóxido) como sustrato. A la mezcla anterior se 

le agregó la cantidad de homogeneizado necesario para mostrar actividad en la 

curva cinética a una longitud de onda de 410 nm.  

 

 Las unidades de actividad enzimática de LAP se determinó de la misma 

manera que con la actividad de PAL. La Tabla 4 muestra el coeficiente de extinción 

molar utilizado para determinar la actividad de ambas enzimas de digestión 

extracelular, de acuerdo al volumen de homogeneizado.  

 
 Tabla 4. Coeficientes de extinción molar para el cálculo de las unidades de actividad de 
las enzimas Fosfatasa alcalina (PAL) y Aminopeptidasa N (LAP). 

 
Volumen 

de homogeneizado 
(μl) 

PAL LAP 

20 6.8313 15.3685

50 2.7869 6.2190

100 1.4208 3.1702

200 - 1.6463

Marcador de digestión intracelular 

 La actividad de la enzima leucina-alanina peptidasa (LEAP) fue cuantificada 

utilizando el método propuesto por Nicholson y Kim (1975). Tal método utiliza el 

reactivo LAOR que consta de 90 mg de L-aminooxidasa (0.4 mM; 0.90 mg/ml), 2 mg 

de peroxidasa de nabo (0.5 μM; 0.02 mg/ml), 10 mg de o-dianisidina (40 mM; 0.1 

mg/ml) , todo disuelto en 100 ml de TRIS-HCl 50 mM a pH 8.  
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 Para distinguir la actividad de esta enzima de la actividad de las enzimas de 

las microvellosidades (de digestión extracelular), se contrastó la lectura con un 

reactivo que incluye un inhibidor de enzimas citoplasmáticas (PHMB, ácido p-

hidroximercuribencénico) que es preparado agregando 275 mg de PHMB (0.5 mM) a 

una segunda mezcla de reacción del reactivo LAOR. En el ensayo se utilizó 0.5 ml de 

una solución 0.01 M de leucina-alanina como sustrato con 1 ml del reactivo LAOR y 

0.025 ml de extracto enzimático. Dicha mezcla fue incubada durante 20 minutos a 37 

ºC para posteriormente agregar 0.74 ml de ácido sulfúrico al 50%. Fue realizada una 

lectura en espectrofotómetro a 530 nm contra un blanco de reactivo (LAOR, TRIS-

HCl 50 mM pH 8.25 μl de agua destilada y ácido sulfúrico). 

 
El cálculo de la actividad necesita de una corrección a partir de la pendiente 

de una curva estándar de concentraciones conocidas. Dicha curva fue elaborada con 

diluciones seriadas de una solución estándar de sustrato 0.2 mM en TRIS-HCl 50mM 

a pH 8. Las concentraciones de los estándares fueron 100, 80, 60, 40 y 20 nmoles. 

La reacción se realizó de la misma manera que en el ensayo, utilizando 0.5 ml de 

cada estándar como sustrato y sustituyendo los 0.025 ml de extracto por agua 

destilada. 

 
Las unidades de actividad de la enzima se determinaron de la siguiente 

manera: 

2
Pendiente

Absorb 40
t
1

Pendiente
Absorb 

ml
U muestramuestra ×=××=   

Donde:  
Absorbmuestra = absorbancia de la muestra  a 530 nm  
Pendiente = pendiente obtenida de la curva de diluciones 
seriadas 
t= tiempo de incubación (20 minutos)  

 
 La U de actividad enzimática se considera como la cantidad de μmoles de 

sustrato hidrolizado por minuto. La cuantificación de la actividad de las enzimas de 

digestión interna y externa se determinó en mU totales, para lo cual fue necesaria la 

conversión de U/ml a U/mg. Esto es logrado al multiplicar las U/ml por la cantidad de 

proteína soluble de los homogeneizados obtenida a través del método propuesto por 

Bradford (1976). Las U totales de la actividad enzimática son obtenidas al multiplicar 

las U/mg por el volumen de extracto utilizado. Las mU totales son la milésima parte 

de una U total de actividad enzimática. 
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Nivel de expresión de amilasa 
El nivel de expresión de amilasa en larvas fue determinado a partir de la 

cuantificación de mRNA del segmento genómico que codifica dicha enzima. Con este 

fin, fue extraído el RNA total de cabrillas a los 20 y 25 dde alimentadas con los dos 

tipos de microcápsulas y con presas vivas.  

 

 Se eligió el método de cuantificación de mRNA codificante de amilasa, debido 

a que de esta manera solo se incluyen los segmentos genómicos que van a 

expresarse, logrando obtener una mejor aproximación de la cantidad de enzima que 

va a sintetizarse.  

 

 La extracción de RNA total se realizó siguiendo el protocolo del reactivo Trizol  

(Invitrogen Corporation, Carlsbad, California, EUA). Para realizar la extracción, fue 

agregado 1 ml del reactivo Trizol a aproximadamente 100 mg de muestra, la cual fue 

homogeneizada con ayuda de un disruptor de tejidos (marca Polytron modelo PT 

2100, Brinkmann, Westbury, Nueva York, EUA) durante 15 segundos. El 

homogeneizado fue incubado a temperatura ambiente por 5 minutos para permitir la 

disociación completa de los complejos de nucleoproteína. Posteriormente les fueron 

agregados 0.2 ml de cloroformo y los homogeneizados fueron agitados manualmente 

durante 15 segundos para posteriormente incubar a temperatura ambiente por 2 

minutos. Los homogeneizados fueron centrifugados a 12,000 y a 5º C durante 15 

minutos. Al término de la centrifugación, fue extraída la fase acuosa y fue transferida 

a un tubo de microcentrífuga estéril. Posteriormente fueron agregados 0.5 ml de 

alcohol isopropílico, incubando a temperatura ambiente durante 10 minutos, luego de 

los cuales se centrifugó a 12,000 g y 5º C durante 10 minutos. El sobrenadante 

obtenido fue retirado y el sedimento fue lavado con 1 ml de etanol, agitado 

ligeramente en un agitador tipo vortex y centrifugado a 7,500 g y 5º C durante 5 

minutos. Finalmente, el sedimento fue secado a temperatura ambiente y almacenado 

a -80º C. 

 
 El RNA total extraído fue transcrito a DNA complementario (cDNA) utilizando 

la enzima transcriptasa inversa ImProm-II™ (Promega Corporation, Madison, 

  
 

22



Wisconsin, EUA). Para ello, fueron colocados 5 μl de la solución de RNA total (1 

μg/μl) en un tubo de microcentrífuga, el cual fue mezclado con 1 μl del 

oligonucleótido (dT)15 a una concentración de 0.5 μg/μl, para posteriormente calentar 

la mezcla a 70° C durante 10 minutos. Al mismo tiempo, se elaboró la mezcla de la 

transcripción inversa que incluyó 5 μl de agua destilada estéril tratada con el inhibidor 

de ribonucleasas dietilpirocarbonato (DEPC), 4 μl de la solución amortiguadora para 

ImProm-II™, 2.4 μl de una solución 25 mM de MgCl2, 1μl de una mezcla 10 mM de 

desoxiribonucleótidos (dNTP), 0.5 μl del inhibidor de ribonucleasas RNasin® y 0.8 μl 

de la enzima transcriptasa inversa ImProm-II™.  

 

 La mezcla de la trascripción inversa fue agregada a la mezcla de RNA y 

ambas fueron incubadas a temperatura ambiente (alrededor de 25° C) durante 10 

minutos. Al finalizar la incubación, las mezclas fueron mantenidas a 45° C durante 60 

minutos. Finalmente, las mezclas fueron mantenidas a 90° C durante 5 minutos para 

posteriormente colocarse en hielo. La concentración de cDNA fue obtenida con 

ayuda de un biofotómetro marca Eppendorf (Brinkmann, Westbury, Nueva York, 

EUA). 

 
 La cuantificación del mRNA codificante de amilasa se llevó a cabo utilizando la 

sonda Custom TaqMan© para expresión genómica (Applied Biosystems, Foster City, 

California, EUA) obtenida de la secuencia parcial de α-amilasa de Paralabrax 

maculatofasciatus  obtenida del Genbank (No. Acc. AY846884). La secuencia del 

segmento 18s eucariótico No. cat. 4319413E (Applied Biosystems, Foster City, 

California, EUA) fue utilizada como control de expresión.  

 

La Tabla 5 muestra las concentraciones y reactivos utilizados en la realización 

del ensayo de cuantificación de mRNA. Los reactivos fueron agregados a tubos de 

microcentrífuga de 2 ml para ser ligeramente homogeneizados con ayuda de un 

agitador tipo vortex. Las mezclas de los reactivos para cada muestra fueron vertidas 

por triplicado a una placa de 96 pozos marca ABI PRISM™ (Applied Biosystems, 

Foster City, California, EUA) con ayuda de una pipeta automática marca  Eppendorf 

serie 2100 de 10-100 μl de volumen (Brinkmann, Westbury, Nueva York, EUA).  Se 
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incluyó un control de reactivo sin muestra de cDNA (NTC) por cada placa utilizada y 

para el gen de control y el gen problema. La placa fue cubierta con una película 

transparente no reflejante para placas PCR (Applied Biosystems, Foster City, 

California, EUA). 
Tabla 5. Concentraciones de los componentes equivalentes a una reacción de 
amplificación mediante el uso de la sonda TaqMan©.  

 

Componente de la reacción 
Volumen  

por 
muestra 

(µl) 
Mezcla maestra universal para  

PCR TaqMan© 6.25 

Sonda TaqMan©  (2.5 µM) 0.75 

Muestra de cDNA 1.00 
Agua grado biología molecular 

(tratada con DEPC) 4.5 

Total 12.5 
  
 La cuantificación fue realizada con ayuda de un sistema detector de 

secuencias marca ABI PRISM™ modelo 7000 (Applied Biosystems, Foster City, 

California, EUA) con las siguientes condiciones de amplificación: 10 minutos de 

activación a 95 ºC, 15 segundos de desnaturalización a 95 ºC y 1 minuto de 

alineación y extensión a 60 ºC repitiéndose por 55 ocasiones.  

 
 El nivel de expresión de amilasa se determinó de acuerdo a la cuantificación 

relativa de los productos de amplificación. Para ello, se realizó la diferencia entre los 

valores de Ct de las secuencias de amilasa y el gen 18s eucariótico para cada uno 

de los tratamientos. Estas diferencias se realizaron de la siguiente manera: 

 
ΔCt = Ctamilasa – Ct18s  

 
 

 Los valores de ΔCt de cada tratamiento fueron ajustados por los valores de Ct 
de un tejido calibrador. En el caso del presente trabajo, fueron elegidos embriones de 

cabrilla arenera como tejido calibrador. Dichos ajustes fueron realizados de la 

siguiente manera: 

Donde: 
Ct.- (Threshold Cycle). Se refiere al número de ciclos en el que la señal de 
amplificación muestra el inicio del crecimiento exponencial de los productos de 
amplificación. 

 
ΔΔCt = ΔCttratamientos – Ctcalibrador
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Por último, el cálculo del nivel de expresión se realizó de la siguiente manera: 

N.E.= 2-ΔΔCt 

 
Análisis estadístico 

 

Con los datos obtenidos se probó la normalidad por medio de la prueba de 

Kolmogorov-Smirnov, así como la homogeneidad de varianzas por medio de la 

prueba de Barlett, con ayuda del paquete estadístico STATISTICA ver. 6.1 (Statsoft, 

Inc., Tulsa, Oklahoma, USA). Cuando no fue posible cumplir los supuestos para 

realizar un  ANOVA, se utilizó el análisis no paramétrico de Kruskal-Wallis. En los 

casos que presentaron diferencias significativas, se utilizó el análisis de comparación 

múltiple paramétrico de Tukey o el análisis de comparación múltiple por rangos de 

Siegel y Castellan. Fue utilizado el valor de α = 0.05 como nivel de confianza. 
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RESULTADOS 
 
 La Tabla 6 muestra los valores promedio de los parámetros fisicoquímicos 

registrados durante el experimento. 

 
Tabla 6.- Valores (promedio ± desviación estándar) de los parámetros fisicoquímicos 
registrados durante el experimento. 

Parámetro  Valor 
Oxígeno   5.85 ± 0.75    mg O2/l 

Temperatura 23.46 ± 0.31    ºC 

Salinidad 35.79 ± 0.83     ‰ 

Amonio   0.31 ± 0.13   μg NH4
+/l 

Nitritos   0.62 ± 0.32   μg NO2
-/l 

 

Calidad de las microcápsulas 

Tamaño de las microcápsulas 

  
 La Tabla 7 muestra el tamaño de los dos tipos de microcápsulas antes y 

después de ser hidratadas en agua de mar. No se detectaron diferencias 

significativas (p>0.05) entre las tallas de los dos tipos de microcápsulas y entre los 

distintos tiempos de hidratación. Se consideró como talla máxima la obtenida a partir 

de los 15 minutos, al no encontrarse diferencias significativas con la talla obtenida a 

los 30 minutos de hidratación. 

Tabla 7. Talla (promedio ± desviación estándar) del ancho menor de los dos tipos de 
microcápsulas antes y después de ser hidratadas en agua de mar. MCC = Microcápsulas 
con harina de calamar; MCH= Microcápsulas con harina de calamar e hidrolizado de 
proteína de pescado. 

 
Tiempo de
hidratación
(minutos) 

MCC (µm) MCH (µm) 

0 407.011 ± 150.63 315.028 ±   96.47 

15 550.172 ± 133.43 436.954 ± 127.70 

30 584.265 ± 148.33 515.996 ± 149.49 
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Producción de amonio por lixiviación 

 
 En la Fig. 1 se observan las tendencias de la concentración de amonio durante 

la prueba de lixiviación de cada tipo de microcápsula. En ella se puede observar 

como no existe una diferencia significativa (p>0.05) entre la concentración de amonio 

producido por lixiviación de las microcápsulas durante los 10 minutos de inclusión en 

el agua de mar.  

 
 A los 20 minutos de inclusión, la lixiviación de las microcápsulas con harina de 

calamar e hidrolizado de proteína de pescado (MCH) produce una concentración de 

amonio significativamente  menor (p>0.05) que las microcápsulas con harina de 

calamar (MCC). La diferencia significativa (p<0.05) en la concentración de amonio 

producido entre los dos tipos de microcápsulas se mantiene hasta los 30 minutos de 

inclusión en el agua.  

 

Minutos
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µ

 
Fig.1. Concentraciones de NH4

+ producido a partir de cada tipo de microcápsula durante la 
prueba de lixiviación. MCC = Microcápsulas con harina de calamar; MCH= Microcápsulas 
con harina de calamar e hidrolizado de proteína de pescado. Literales distintas 
demuestran una diferencia significativa (p<0.05). 

 
Análisis de ácidos grasos 

El contenido de ácidos grasos (µg/mg de muestra en base seca) de cada una 

de las microcápsulas, así como el de las presas vivas utilizadas en la alimentación de 

larvas de cabrilla se presenta en la Tabla 8. En ella puede observarse como los 
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ácidos grasos saturados mantienen en general la misma concentración entre los 

diferentes alimentos  a excepción de los ácidos 14:0, 17:0 y 24:0, los cuales 

presentan una diferencia significativa (p<0.05). En el caso del ácido 14:0, la 

diferencia se encontró solo entre el contenido en Artemia sin enriquecer y las MCC. 

Para el ácido 17:0, la diferencia se da entre los rotíferos enriquecidos y sin 

enriquecer. Por último, para el ácido 24:0 se encontró una diferencia entre la 

concentración en los dos tipos de rotíferos y el resto de los alimentos, aunque no se 

encontró una diferencia entre la concentración de este ácido graso en los rotíferos 

sin enriquecer y Artemia enriquecida. Este último ácido graso no fue detectado en la 

emulsión enriquecedora (RATIO HUFA ®). 

 
 Con respecto a los ácidos grasos monoinsaturados (MUFA, por sus siglas en 

ingles; Mono Unsaturated Fatty Acids), no fue posible detectar los ácidos 18:1 n11, 

20:1 n11, 22:1 n11 y 22:1 n9 en Artemia sin enriquecer. De la misma manera, no se 

encontró el ácido 18:1 n11 en la emulsión enriquecedora. Por su parte, la 

concentración de los ácidos 16:1 n9 y 16:1 n7 en las microcápsulas fue 

significativamente distinta (p<0.05) a la encontrada en los rotíferos sin enriquecer, 

mientras que la concentración del ácido 16:1 n5 en Artemia sin enriquecer fue 

distinta a la concentración de los dos tipos de rotíferos. La concentración del ácido 

18:1 n11 fue distinta entre las presas vivas y los dos tipos de microcápsulas. La 

concentración de MUFA entre las microcápsulas no presentó diferencias 

significativas (p>0.05) a excepción de la concentración de 22:1 n9 pues la 

concentración en las MCH fue mayor en las MCC.   

 
 La concentración de ácidos grasos poliinsaturados (PUFA, por sus siglas en 

ingles; Poly Unsaturated Fatty Acids) entre los dos tipos de microcápsulas no 

presentó diferencias significativas; sin embargo, en ninguno de los dos tipos de 

microcápsulas pudieron ser detectados los ácidos grasos 16:2 n6 y 20:3 n3. De igual 

forma, no se detectaron los ácidos grasos 16:2 n6 y 20:2 n9 en la emulsión 

enriquecedora.  

 
 No se encontraron diferencias significativas (p>0.05) en la concentración de 

los ácidos 18:2 n6 y 22:6 n3 (DHA) entre los distintos alimentos. Los rotíferos sin 
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enriquecer presentaron diferencias con los rotíferos enriquecidos en la concentración 

de los ácidos grasos 16:2 n6, 20:2 n9, 20:3 n3, 20:4 n6 (ArA), mientras que también 

presentaron diferencias con Artemia sin enriquecer en la concentración de los ácidos  

18:3 n3 y 20:5 n3 (EPA). La concentración de PUFA entre los dos tipos de 

microcápsulas no presentó diferencias significativas a excepción del ácido 18:3 n3 en 

la cual la concentración de este ácido graso fue mayor en las MCC. 
 
 El aporte principal de los n6 PUFA lo brindó el ácido 18:2 n6 para todos los 

alimentos, mientras que el aporte principal de los n3 PUFA fue brindado por el ácido 

18:3 n3 en los distintos tipos de presas vivas y por el ácido EPA en los dos tipos  de 

microcápsulas. Las proporciones entre los totales de n3 y n6 PUFA muestran que los 

diferentes tipos de presas vivas brindaron un aporte similar de ambos tipos de ácidos 

grasos, a excepción de Artemia sin enriquecer que presentó un aporte mayor de n3 

PUFA. Por su parte, las microcápsulas presentaron un aporte mayor de n6 PUFA. 

  
Las proporciones entre los ácidos DHA y EPA muestran como aun cuando no 

existen diferencias significativas (p>0.05) en la concentración del ácido DHA, las  

presas vivas enriquecidas presentan un aporte similar entre EPA y DHA, mientras 

que los rotíferos sin enriquecer presentaron un aporte mayor de DHA. Los dos tipos 

de microcápsulas, así como Artemia sin enriquecer, presentaron un aporte mayor de 

EPA a comparación de DHA. Por su parte, las proporciones entre los ácidos EPA y 

ArA en los distintos tipos de presas vivas muestran un aporte mayor de ArA, a 

excepción de Artemia sin enriquecer que mostró un aporte mayor de EPA. Los dos 

tipos de microcápsulas mostraron un aporte mayor de EPA en comparación con ArA. 

Crecimiento en talla y peso 

 La Fig. 2 muestra la tendencia del crecimiento en talla de las larvas sometidas 

a los tratamientos experimentales, así como las larvas sometidas al tratamiento 

testigo. En ella se puede observar como a partir de los 15 días después de la 

eclosión (dde)  existe una diferencia significativa (p<0.05) entre las larvas 

alimentadas con las MCH y las larvas alimentadas con los otros dos tratamientos. 

Por otro lado, a los 20 dde existe una diferencia significativa (p<0.05) para todos los 
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tratamientos; con el tratamiento de las MCH se obtuvo una menor talla, mientras que 

con el tratamiento de presas vivas se obtuvo una mayor talla.  
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Fig. 2. Comportamiento del crecimiento en talla de las larvas alimentadas con presas vivas 
y con los dos tipos de microcápsulas. AV= Alimento vivo; MCC = Microcápsulas con harina 
de calamar; MCH= Microcápsulas con harina de calamar e hidrolizado de proteína de 
pescado. Literales distintas demuestran una diferencian significativa (p<0.05). 

 

Esta situación cambia a los 25 dde, pues no existe diferencia significativa 

(p>0.05) entre la talla de las cabrillas alimentadas con las MCH y las presas vivas. 

Por su parte, para este mismo día se observa como las larvas alimentadas con las 

MCC resultaron menores que las larvas sometidas al resto de los tratamientos, 

mostrando una diferencia significativa (p<0.05). 

 
La Fig. 3 muestra el crecimiento en peso de las larvas sometidas a los tres 

distintos tratamientos. En el caso del peso, solo fue encontrada una diferencia 

significativa (p>0.05) a los 5 dde. Sin embargo, durante ese día aun no había 

comenzado el suministro de microcápsulas. Además, se puede observar como a los 

25 dde las cabrillas sometidas al tratamiento con alimento vivo presentan un mayor 

peso promedio con respecto a aquellas sometidas a los otros tratamientos, aunque 

no exista una diferencia significativa. 
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Fig. 3. Comportamiento del crecimiento en peso de lavas alimentadas con presas vivas y 
con los dos tipos de microcápsulas. AV= Alimento vivo; MCC = Microcápsulas con harina 
de calamar; MCH= Microcápsulas con harina de calamar e hidrolizado de proteína de 
pescado. Literales distintas demuestran una diferencia significativa (p<0.05). 

 
Supervivencia 

 Respecto a la supervivencia obtenida al final del experimento, las cabrillas 

alimentadas con presas vivas presentaron un porcentaje de supervivencia 

significativamente  mayor (p<0.05) al obtenido por las cabrillas alimentadas con los 

dos tipos de microcápsulas. No se encontraron diferencias significativas entre los 

porcentajes de supervivencia de las cabrillas alimentadas con los dos tipos de 

microcápsulas. La Tabla 9 muestra los porcentajes de supervivencia a los 25 dde. 

Tabla 9. Porcentajes de supervivencia de las larvas sometidas a los distintos tratamientos 
a los 25 dde. AV= Alimento vivo; MCC = Microcápsulas con harina de calamar; MCH= 
Microcápsulas con harina de calamar e hidrolizado de proteína de pescado. Literales 
distintas demuestran una diferencia significativa (p<0.05) 

 

Tratamiento Supervivencia (%)
AV 6.42 ± 2.26 a

MCC 0.28 ± 0.14 b

MCH 0.68 ± 0.32 b
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 La Fig. 4 muestra el número de individuos muertos desde el inicio del 

suministro de las microcápsulas hasta el final del experimento. En ella se puede 

observar como los tratamientos con microcápsulas presentaron una alta mortalidad a 

partir de los 20 dde; sin embargo, no se encontraron diferencias significativas 

(p>0.05) entre el número de individuos muertos de los tratamientos con 

microcápsulas y el tratamiento con presas vivas.  
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 Fig. 4. Número de individuos muertos (promedio ± desviación estándar) sometidos a los 
distintos alimentos desde el inicio del suministro de las microcápsulas hasta el final del 
experimento. AV= Alimento vivo; MCC = Microcápsulas con harina de calamar; MCH= 
Microcápsulas con harina de calamar e hidrolizado de proteína de pescado. 

 

 Incluso cuando no se encontraron diferencias significativas, puede observarse 

que la mortalidad en los tratamientos con microcápsulas comienza a partir de los 20 

dde, que es el momento en el que finaliza la coalimentación entre microcápsulas y 

presas vivas. Además, a los 21 dde se observa una mortalidad generalizada entre los 

tres tratamientos. De esta manera, aunque puede observarse una alta cantidad de 

individuos muertos en los tratamientos con los dos tipos de microcápsulas, la 

cantidad de individuos muertos en el tratamiento de alimento vivo es lo 

suficientemente alta como para no detectar una diferencia significativa entre los 

distintos tratamientos. 
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Maduración del tracto digestivo 
Actividad enzimática intestinal 
Marcador de digestión extracelular 
 
 La actividad de la enzima fosfatasa alcalina (PAL) en cabrillas de  22 y 25 dde 

se presenta en la Tabla 10. En ella se puede observar que los extractos de cabrillas 

de 25 dde alimentadas con presas vivas (y con una talla de 5.57 ± 0.95 mm) 

presentaron una mayor actividad que las cabrillas de 22 dde (4.97 ± 0.42 mm), así 

como aquellas cabrillas alimentadas con otros tratamientos. Por otra parte, las 

cabrillas alimentadas con las MCH a los 25 dde (5.24 ± 0.42 mm) presentaron una 

actividad ligeramente mayor que las de 22 dde (3.82 ± 0.41 mm).  

 
Los extractos de individuos de 22 dde alimentados con MCC (4.45 ± 0.37 mm) 

mostraron una actividad muy inferior al resto de los extractos, mientras que los 

extractos de cabrillas a los 25 dde (4.16 ± 0.68 mm) no mostraron actividad para la 

PAL. 

 
Tabla 10. Actividad de la enzima fosfatasa alcalina (mU Totales) obtenida de los extractos 
de cabrillas alimentadas con los tres distintos tratamientos. AV= Alimento vivo; MCC = 
Microcápsulas con harina de calamar; MCH= Microcápsulas con harina de calamar e 
hidrolizado de proteína de pescado; PAL 22= Actividad de los extractos de cabrillas a los 
22 dde; PAL 25= Actividad de los extractos de cabrillas a los 25 dde; nd = no detectado. 

 

Tratamiento Fosfatasa alcalina  
(mU totales) 

  PAL 22  PAL 25 
AV 0.2915 0.619 

MCC 0.0001 Nd 
MCH 0.0043 0.0307 

  
 

La actividad de la enzima aminopeptidasa N (LAP) obtenida de los extractos de 

cabrillas a los 22 y 25 dde mostró un comportamiento similar a PAL, aunque los 

valores de actividad resultaron menores que con dicha enzima. La Tabla 11 muestra 

como nuevamente los extractos de cabrillas a los 25 dde, alimentadas con presas 

vivas (con 5.57 ± 0.95 mm de talla), presentaron una mayor actividad que los 

extractos de cabrillas a los 22 dde (4.97 ± 0.42 mm). De la misma manera, los 

extractos de cabrillas a los 25 dde alimentadas con las MCH (5.24 ± 0.42 mm) 

mostraron una mayor actividad que los extractos a los 22 dde (3.82 ± 0.41 mm).  
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Al igual que la actividad de la PAL, los extractos de cabrillas a los 22 dde 

alimentadas con las MCC mostraron una actividad muy inferior al resto de los 

extractos y los extractos de cabrillas a los 25 dde no mostraron actividad para la LAP. 

Tabla 11. Actividad de la enzima aminopeptidasa N (mU Totales) obtenida de los extractos 
de cabrillas alimentadas con los tres distintos tratamientos. AV= Alimento vivo; MCC = 
Microcápsulas con harina de calamar; MCH= Microcápsulas con harina de calamar e 
hidrolizado de proteína de pescado; LAP 22= Actividad de los extractos de cabrillas a los 
22 dde; LAP 25= Actividad de los extractos de cabrillas a los 25 dde. nd = no detectado 

 

Tratamiento Aminopeptidasa N  
(mU totales) 

   LAP 22  LAP 25  
AV 0.01583 0.09168 

MCC 0.00003 Nd 
MCH 0.00088 0.00353 

Marcador de digestión intracelular 

 Respecto a la actividad de la enzima leucina-alanina peptidasa (LEAP), todos 

los extractos de cabrillas a los 22 y 25 dde mostraron actividad de esta enzima. La 

Tabla 12 muestra como a diferencia de las actividades enzimáticas para PAL y LAP, 

las actividades enzimáticas de la enzima LEAP son mucho mayores a 1 U totales, 

motivo por el cual se utilizó esta unidad para determinar la actividad de LEAP. En 

este caso, los extractos de cabrillas a los 22 dde alimentadas con los dos tipos de 

microcápsulas presentaron una mayor actividad que los extractos de 25 dde. En 

contraste, los extractos de cabrillas a los 25 dde alimentadas con presas vivas 

presentaron un incremento en la actividad de esta enzima, pues se observa una 

mayor actividad que los extractos de cabrillas  a los 22 dde bajo este tratamiento e 

incluso que las alimentadas con los dos tipos de microcápsulas.  
Tabla 12. Actividad de la enzima leucina-alanina peptidasa (U Totales) obtenida de los 
extractos de cabrillas alimentadas con los tres distintos tratamientos. AV= Alimento vivo;  
MCC = Microcápsulas con harina de calamar; MCH= Microcápsulas con harina de calamar 
e hidrolizado de proteína de pescado; LEAP 22= Actividad de los extractos a los 22 dde; 
LEAP 25= Actividad de los extractos a los 25 dde. 

 

Tratamiento Peptidasa de Leucina-
Alanina (U totales) 

  LEAP 22  LEAP 25  
AV 125.24350 308.22645  

MCC 101.85486  23.29090 
MCH 132.31273  26.93930 
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Nivel de expresión de amilasa 
 

El nivel de expresión de la enzima amilasa en cabrillas alimentadas con los 

distintos tratamientos se presenta en la Tabla 13. En ella se observa que solo las 

cabrillas alimentadas con las MCC presentaron un incremento significativo (p<0.05) 

en el nivel de expresión de amilasa entre los 20 y 25 dde. En el caso de los otros dos 

tratamientos no se encontró un incremento o una disminución significativa entre los 

20 y 25 dde.  

 
Durante los 20 dde no se encontraron diferencias en el nivel de expresión de 

amilasa entre los tres tratamientos. En cambio, a los 25 dde se encontraron 

diferencias significativas (p<0.05) entre el nivel de expresión de cabrillas alimentadas 

con presas vivas y los dos tipos de microcápsulas, pues estas últimas presentaron un 

nivel de expresión mayor. No se encontraron diferencias significativas entre el nivel 

de expresión de amilasa en las larvas alimentadas con los dos tipos de 

microcápsulas a los 25 dde.  

 
Tabla 13. Nivel de expresión de la enzima amilasa (2-ΔΔCt) obtenido a partir de la 
cuantificación de mRNA  de extractos de larvas a los 20 y 25 días después de la eclosión 
(dde). AV= Alimento vivo; MCC = Microcápsulas con harina de calamar; MCH= 
Microcápsulas con harina de calamar e hidrolizado de proteína de pescado. Literales 
distintas demuestran una diferencia significativa (p<0.05). 

 

Nivel de expresión de amilasa  
(2-ΔΔCt) Tratamiento

20 dde 25 dde 

AV 0.01 ± 0.70 ac 0.62 ± 0.44 a 

MCH 0.58 ± 0.14 bc 1.84 ± 1.91 b 

MCC 0.06 ± 0.04 c 30.73 ± 1.03 b 
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DISCUSIÓN 
Calidad de las microcápsulas 
Producción de amonio por lixiviación de microcápsulas 
 
 Aunque existen distintos tipos de micropartículas para alimentar larvas de 

peces, moluscos y crustáceos, un problema que impide la apropiada utilización del 

alimento es la lixiviación de compuestos con bajo peso molecular que son solubles 

en agua. Una formulación que cubra los requerimientos nutricionales de la especie a 

cultivar puede ser poco aprovechada debido a una pobre estabilidad del alimento, lo 

que limita el efecto deseado para el cual fue elaborado (Yúfera et al. 2002; Langdon, 

2003; Tolomei et al., 2003; Önal y Langdon, 2004; Pedrozas-Islas et al., 2004; Önal y 

Langdon, 2005). Por otra parte, también es necesaria una lixiviación moderada del 

alimento (principalmente de compuestos nitrogenados como los aminoácidos u otros 

péptidos solubles), pues de esta manera los peces pueden detectarlos y consumirlos 

(Kolkovski et al., 1997a; Hargreaves, 1998; Kotrschal, 2000; Yúfera et al., 2002). 

 
 Las características del tipo de alimento utilizado es también un factor que 

influye en la estabilidad del alimento dentro del agua. Algunos ejemplos en los que se 

probó la lixiviación de distintos tipos de micropartículas son los realizados por 

Marchetti et al. (1999) quiénes observaron que alimentos microparticulados (que 

presentaron una baja estabilidad en el agua) pueden mejorar su estabilidad si son 

cubiertos con una capa de lípidos, reduciendo la pérdida de vitaminas. De la misma 

manera, Lopez-Alvarado et al. (1994) y Yúfera et al. (2002) observaron una retención 

de aminoácidos en alimentos microencapsulados de pared proteíca o lipídica de 

hasta 20% mayor que alimentos microparticulados. 

 
 
 En el caso del presente trabajo, la prueba de lixiviación mostró como las MCH 

presentaron una mayor estabilidad que las MCC a partir de los 20 minutos de 

inmersión en agua de mar. Yúfera et al. (1999), observaron que una inclusión 

moderada de hidrolizado de proteína de pescado permite la elaboración de 

microcápsulas con una alta estabilidad. Esto es debido a que el hidrolizado de 

proteína de pescado se compone de fracciones proteícas de pocas uniones 

peptídicas, lo que facilita la polimerización de la membrana proteíca. De esta 
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manera, una mejor polimerización de la membrana permite una mayor estabilidad de 

las microcápsulas en el agua (Carvalho et al., 1997; Zambonino-Infante et al., 1997; 

Cahu y Zambonino-Infante, 1999; Yúfera et al., 2002; Langdon, 2003). 

  
 Sin embargo, aun cuando la concentración de amonio disuelto en agua 

producido durante la lixiviación de las MCC fue significativamente mayor que la que 

se produjo durante la lixiviación de las MCH, esta no presentó niveles tóxicos. Tucker 

(1998) mencionó que el límite superior de tolerancia al amonio para la mayoría de los 

peces marinos es de 1 µg/l. Tal concentración se encuentra por arriba de la 

registrada en el SC-18 durante todo el experimento, pues incluso con la adición de 

las microcápsulas, el valor más alto registrado en el sistema cerrado fue de solo 0.43 

µg NH4/l (Tabla 6). 

Análisis de ácidos grasos  
 

 Como otra medida de la calidad de las microcápsulas, se comparó el 

contenido y la concentración de ácidos grasos entre los distintos alimentos utilizados 

para el cultivo larvario. 

 
 Los ácidos grasos saturados (SAFA) son generalmente menos aprovechados 

que otros ácidos grasos en los peces marinos. Esto se debe en parte a que los peces 

pueden sintetizar principalmente los ácidos 16:0 y 18:0 a partir de la acetil Co-A 

formada en las mitocondrias por medio de la descarboxilación oxidativa del piruvato o 

de la desaminación oxidativa de algunos aminoácidos. Por lo tanto, la presencia de 

SAFA en los tejidos animales es considerada mas una evidencia de lipogénesis que 

de incorporación a partir del alimento consumido (Dias et al. 1998; Tocher, 2002). 

 
 Particularmente para la cabrilla arenera, Carrasco-Chávez (2004) reportó un 

consumo preferencial de SAFA de cadenas cortas durante los primeros 4 dde de 

larvas de cabrilla arenera sometidas a inanición. Lo anterior se explica con la 

actividad de esterasas no específicas de cabrilla arenera, las cuales tiene preferencia 

por ácidos grasos de cadenas cortas (Alvarez-González, 2003). 
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Además, se ha observado que en los fosfoglicéridos (de los cuales la lecitina 

de soya es fuente importante) existe una alta cantidad de SAFA (Olsen et al., 1999;  

Robin y Vincent, 2003). Esto podría sugerir que los dos tipos de microcápsulas 

presentan un aporte de SAFA mayor que las presas vivas, pues además de utilizar 

fuentes animales en su formulación, se utilizó a la lecitina de soya en emulsión como 

fase de dispersión para la elaboración de las microcápsulas. Sin embargo, esto no 

puede ser comprobado en el presente trabajo, debido a que solo fue analizada la 

fracción neutra de los lípidos.  

 
Al igual que los SAFA, todos los organismos (incluidos los peces marinos) 

tienen la capacidad de producir ácidos grasos monoinsaturados (MUFA) a partir de la 

desaturación de los ácidos 16:0 y 18:0 (por medio de la Δ9 desaturasa) generando 

así los ácidos 16:1 n7 y 18:1 n9 respectivamente (Sargent et al., 1999; Sargent et al., 

2002; Tocher, 2002). Debido a que las microcápsulas incluyeron insumos de origen 

animal y el uso de presas vivas como alimento, es de esperarse entonces que estos 

ácidos grasos se presenten en todos los alimentos utilizados en el presente trabajo. 

En el caso de los ácidos 16:1 n7 y 18:1 n11, las fuentes animales utilizadas en los 

dos tipos de microcápsulas debieron sufrir una especie de “lavado” durante el 

proceso de elaboración, ya que las microcápsulas presentaron una menor 

concentración de este ácido graso en comparación con el resto de los alimentos.  

 
Por otra parte, se piensa que los MUFA presentes en los tejidos de peces 

marinos (como los ácidos 18:1 n7, 22:1 n9 o 22:1 n11) no son derivados de la 

elongación de sus homólogos saturados, como sucede en mamíferos, sino que 

provienen del zooplancton consumido (Sargent et al., 2002). En este caso, el ácido 

22:1 n11 es generado en el zooplancton a partir de la desaturación del ácido 20:0, 

seguido de una elongación del ácido 20:1 n 11 hasta 22:1 n11(Tocher, 2002). Es por 

ello, que la deficiencia del ácido 20:0 en Artemia sin enriquecer utilizada en el 

presente trabajo, fue determinante para la ausencia de los ácidos 20:1 n11 y 22:1 

n11. De la misma manera, la acumulación de este tipo de MUFA en los peces 

utilizados para elaborar el hidrolizado de proteína de pescado debió ser la causa de 

que las MCH presentaran una mayor concentración del ácido 22:1 n9 en 

comparación de las MCC. 
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La importancia del aporte de los MUFA como estos últimos se debe a que 

poseen un punto de fusión más bajo que sus homólogos saturados, lo que permite la 

modificación de la viscosidad de la membrana celular ante distintas temperaturas 

(Tocher, 2002; Hsieh et al., 2003; Robin y Vincent, 2003). 

 

Además de la actividad de la Δ9 desaturasa, los peces marinos tienen la 

capacidad de utilizar otras desaturasas tales como  la Δ6 desaturasa y en una menor 

escala la Δ5 desaturasa (Tocher y Ghoini, 1999). Estas, son desaturasas 

involucradas en la generación de ácidos grasos poliinsaturados (PUFA) tales como 

los ácidos 20:4 n6, 20:5 n3 y 22:6 n3 (Tocher, 2002; Robin et al., 2003).  

 

Sin embargo, los peces marinos poseen una limitada capacidad de conversión 

desde el ácido 18:3 n3 hasta el ácido 20:5 n3 (EPA) o el ácido 22:6 n3 (DHA), al 

igual que el ácido 20:4 n6 (ArA) a partir del ácido 18:2 n6 (Bell et al., 2003). Esta 

deficiencia radica principalmente en que la actividad de las Δ12 y Δ15 desaturasas 

(necesarias para generar los ácidos 18:2 n6 y 18:3 n3 a partir del ácido 18:1 n9) no 

ha sido detectada en vertebrados, por lo que los peces marinos solo pueden obtener 

estos ácidos grasos a partir del alimento que consumen (Tocher y Ghoini, 1999; 

Sargent et al., 2002). 

 

 Debido a lo anterior, es importante conocer la concentración de PUFA dentro 

del alimento utilizado en peces marinos. Por su parte, la Artemia presenta 

generalmente una alta concentración de los ácidos 18: 2 n6, 18:3 n3 y 20:3 n3 

cuando acaba de eclosionar o cuando no es enriquecido con aceites de origen 

animal. Además, la concentración de EPA en Artemia suele aumentar cuando se ha 

ingerido una considerable cantidad de DHA, debido a una conversión del DHA hacia 

EPA (Cotteau y Mourente, 1997; Navarro et al., 1997). Por otro lado, debido a su  

origen dulceacuícola, los rotíferos (particularmente Brachionus plicatilis) presentan 

una alta cantidad de los ácidos 18:2 n6 y 18:3 n3, al igual que el ácido EPA, los 

cuales se presentan en gran cantidad en las microalgas dulceacuícolas (Rodríguez et 

al., 1997; Bell et al., 2003). 
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 No obstante, ambas presas son conocidas por una deficiente concentración de 

ácidos grasos como ArA, EPA y DHA, al menos para los requerimientos de los peces 

marinos, por lo que es necesario su enriquecimiento en esos ácidos grasos (Navarro 

et al., 1997; Rodríguez et al., 1997; Bell et al., 2003; Ando et al., 2004a, 2004b). 

 

 Carrasco-Chávez (2004) observó que el consumo de PUFA de larvas de 

cabrilla arenera en inanición es mayor en el ácido DHA, seguido de los ácidos EPA y 

ArA, por lo que se piensa que los requerimientos de PUFA en larvas de cabrilla sigue 

el mismo orden. Aun con lo anterior, debe considerarse el aporte del ácido ArA, pues 

este ácido graso es el principal precursor de eicosanoides (encargados de una gran 

variedad de acciones como la función cardiovascular, renal y neural, respuesta 

inmune y reproducción entre otras), particularmente de prostaglandinas de la serie-2 

y leucotrienos de la serie-4. Así también, el ácido EPA compite en la producción de 

eicosanoides como prostaglandinas de la serie-3 y leucotrienos de la serie-5, los 

cuales son de menor actividad biológica que los eicosanoides producidos a partir del 

ácido ArA (Sargent et al., 1999; Tocher, 2003). Esta competencia permite  regular 

condiciones de alta actividad cardiovascular e inflamatoria adjudicada a la alta 

actividad biológica de eicosanoides derivados a partir del ácido ArA (Tocher, 2003).  

 

 Por lo tanto, es importante considerar las proporciones entre los ácidos 

EPA/ArA, así como la proporción entre los totales de n3/n6, que será aportado por el 

alimento (Rodríguez et al., 1997; Tocher, 2003). La proporción de EPA/ArA al igual 

que la proporción n3/n6 en la cabrilla arenera, presenta un aumento de los 15 a 20 

dde (0.01 y 0.12 g de peso respectivamente) y una disminución de los 20 a los 30 

dde (0.12 g y 1.5 g de peso respectivamente), aunque esta proporción se mantenga 

cercana a 2 (Carrasco-Chávez, 2004). Esto significa que entre los 0.01 a 0.12 g se 

requiere una mayor concentración del ácido EPA que ArA,  mientras que entre los 

0.12 a 1.5 g se requiere de una proporción menor de EPA/ArA (una mayor 

concentración del ácido ArA). De esta manera, microcápsulas como las utilizadas en 

este estudio son más adecuadas para el intervalo de peso 0.12 – 1.5 g, pues los dos 

tipos de microcápsulas presentaron una mayor proporción de EPA/ArA. Sin embargo, 

si se pretende utilizar el mismo tipo de microcápsulas en un cultivo larvario de cabrilla 
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arenera durante el intervalo de peso 0.01-0.12 g, deben de considerase ingredientes 

con un mayor aporte del ácido ArA- 

 
Además, según Carrasco-Chávez (2004) las larvas de cabrilla arenera de 15 

dde con 0.01 g de peso presentaron una proporción DHA/EPA de 0.3 que continua 

disminuyendo conforme se da el desarrollo de la cabrilla arenera. En el caso del 

presente trabajo, debe considerarse un mejor enriquecimiento del ácido DHA, pues 

ambos tipos de presas enriquecidas presentan una proporción DHA/EPA cercana a 

1, por lo que solo las microcápsulas presentan una proporción cercana a la que 

presentan las cabrillas a los 15 dde.  

Crecimiento en talla y peso 

 Aún cuando el presente trabajo es la primera experiencia de sustitución del 

suministro de alimento vivo por microcápsulas dentro del cultivo de cabrilla arenera, 

los resultados de crecimiento de las larvas alimentadas con los dos tipos de 

microcápsulas parecen indicar que es posible igualar el crecimiento obtenido cuando 

se utilizan presas vivas. 

 

Es importante mencionar que las características de los materiales utilizados 

para la elaboración de las microcápsulas son un factor determinante en el 

crecimiento y supervivencia de las larvas que las consumen (Langdon, 2003). Esto 

es mencionado debido a que a diferencia de las microcápsulas utilizadas por 

Kanazawa (1982), las microcápsulas utilizadas en el presente trabajo no utilizan 

nylon en la membrana, por lo que no presentan problemas en digerirlo. Además, las 

microcápsulas utilizadas en el presente trabajo fueron elaboradas con base a las 

microcápsulas tipo G (de membrana suave) elaboradas por Yúfera et  al. (1996), a 

cuyos prototipos les fue probada la digestibilidad in vitro por Fernández-Díaz y Yúfera 

(1995). En dicho trabajo, los autores observaron una mayor digestibilidad de las 

microcápsulas de membrana suave (aisladas en una solución de grenetina) que 

aquellas con membrana rígida (aisladas en una solución de alcohol), utilizando 

extractos de larvas de Sparus aurata a los 6 y 12 dde.  
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Antes de comenzar el suministro de las microcápsulas se observó una alta 

variabilidad de talla y peso en las larvas, debido a las diferencias significativas en 

talla a los 15 dde y en peso a los 5 dde. A pesar de ello, los ingredientes utilizados en 

la elaboración de las microcápsulas mostraron ser los adecuados para igualar el 

peso de las larvas alimentadas con presas vivas, así como su talla a los 25 dde por 

las MCH.  

 
Alarcón et al. (1999) observaron que fuentes de proteína utilizadas en este tipo 

de microcápsulas, como la ovoalbúmina, requieren una mayor actividad de proteasas 

que otros ingredientes incluidos en las microcápsulas. Esto puede llegar a limitar la 

actividad de proteasas sobre otros ingredientes y estos, pueden entonces presentar 

un menor porcentaje de digestibilidad. Por tanto, los autores sugieren el uso de 

fuentes de proteína como la caseína o las harinas de cefalópodos (utilizadas en el 

presente trabajo) para la elaboración de microcápsulas como alimento para el cultivo 

de larvas de Sparus aurata. Adicionalmente, es conocido el efecto favorable de 

ingredientes como el hidrolizado de proteína de pescado debido a la alta cantidad de 

aminoácidos libres y otras fracciones peptídicas de bajo peso molecular, en especial 

di y tripéptidos, que son rápida y eficientemente absorbidos por el intestino sin alguna 

digestión de secreciones pancreáticas (Zambonino-Infante et al., 1997; Cahu et al., 

1999; Cahu y Zambonino-Infante, 2001).  

 
Aun con lo anterior, trabajos como los de Carvalho et al. (1997) o Kolkovski y 

Tandler (2000) mencionaron que los efectos benéficos de los hidrolizados solo se 

dan hasta cierto nivel de inclusión. Esto es debido a que al suministrar un nivel 

elevado de hidrolizado (o como la única fuente de nitrógeno) se produce una baja 

absorción de proteínas y pérdida de peso, debido el alto flujo de aminoácidos libres a 

través de la pared del intestino que no puede ser manejado adecuadamente y tiende 

a ser expulsado del tracto digestivo. Por tal motivo, la concentración del hidrolizado 

de proteína de pescado en las microcápsulas fue de solo la mitad del contenido de 

harina de calamar. 

 
Particularmente para la cabrilla arenera Paralabrax maculatofasciatus, tanto la 

harina de calamar como el hidrolizado de proteína de pescado presentaron un 
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porcentaje de hidrólisis mayor al 50%, esto se determinó por medio de un análisis in 

vitro de extractos multienzimáticos de juveniles de cabrilla arenera (Alvarez-

González, 2003). Así también, una inclusión moderada de ambos ingredientes en 

alimentos microparticulados apoyaron a obtener un mayor crecimiento de juveniles 

de cabrilla que aquellos alimentados con micropartículas que incluyen harina de 

sangre de res (García-Gómez, 2003). 

 
 Todo lo anterior ayuda a explicar, cómo es posible obtener el mismo 

crecimiento en larvas alimentadas con microcápsulas o presas vivas. No obstante, 

los primeros intentos por realizar esta sustitución mostraron un mayor crecimiento 

por parte de las larvas alimentadas con presas vivas. Ejemplo de ello es el trabajo 

realizado por Kanazawa (1982) quien adjudicó el lento crecimiento a la baja 

digestibilidad de las microcápsulas por parte de las larvas. De la misma manera, 

Applebaum (1985) y Walford et al. (1991) mencionaron que el tracto poco 

desarrollado de las larvas alimentadas con microcápsulas impide la apropiada 

digestión de las mismas. Así también, Fernandez-Díaz y Yúfera (1997) observaron 

un mayor crecimiento en larvas alimentadas con presas vivas, mientras que las 

larvas en coalimentación por más tiempo obtuvieron el mayor crecimiento de entre 

todas las larvas alimentadas con microcápsulas. 

  
 Estudios recientes han logrado obtener el mismo crecimiento entre larvas 

alimentadas con microcápsulas y con presas vivas. Tal es el caso de trabajos como 

el de Chu y Ozkisilcik (1999), quienes obtuvieron el mismo crecimiento de larvas de 

Morone saxatilis alimentadas con microcápsulas y nauplios de Artemia a los 14 dde. 

Sin embargo, los autores observaron un mayor crecimiento de larvas alimentadas 

con naulplios de Artemia al final del experimento. Los autores mencionaron que el 

tipo de microcápsulas que ellos utilizaron favorece el consumo y por tanto el 

crecimiento, pues incluyen una cápsula de pared lipídica dentro de una cápsula de 

membrana proteíca. No obstante, sus resultados demuestran que ese tipo de 

microcápsulas no permiten obtener el mismo crecimiento en larvas alimentadas con 

presas vivas. 

 

  
 

45



 En cambio, Yúfera et al. (1999)  observaron el mismo crecimiento en larvas de 

Sparus aurata alimentadas con presas vivas y con microcápsulas del tipo G. Los 

autores utilizaron dos distintas formulaciones para la elaboración de las 

microcápsulas. La primera formulación incluía ovoalbúmina e hidrolizado de proteína 

de pescado como fuentes principales de proteína, mientras que para la segunda 

formulación utilizaron caseína y harina de pulpo, así como una reducción del 

contenido de hidrolizado de proteína de pescado. Anteriormente fue mencionado en 

el presente trabajo los beneficios y deficiencias de utilizar estos ingredientes en 

alimentos inertes para larvas de peces marinos. 

 
Estos dos tipos de microcápsulas fueron nuevamente probados por Yúfera et 

al. (2000) quiénes observaron el mismo crecimiento en larvas alimentadas con 

presas vivas y microcápsulas con caseína, harina de pulpo e hidrolizado de proteína 

de pescado. Este tipo de microcápsulas ha sido elaborado de la misma manera que 

las microcápsulas utilizadas en el presente trabajo. Así también, la formulación utiliza 

ingredientes similares. Por lo tanto, los resultados obtenidos en dichos trabajos, 

apoyan la idea de que es posible igualar el crecimiento entre larvas alimentadas con 

microcápsulas o con presas vivas. 

  
Khemis et al. (2003) utilizaron una microcápsula comercial (Hatchfry-

Encapsulon, Argent Chemical laboratories) para sustituir el suministro de presas 

vivas en larvas de Pseudopleuronectes americanus. La sustitución fue realizada en 

cuatro días de coalimentación con una disminución gradual del suministro de presas 

vivas, de manera similar al presente trabajo. Los autores observaron el mismo 

crecimiento en las larvas alimentadas con presas vivas y microcápsulas, proponiendo 

el uso de la talla como referencia para iniciar la sustitución de los alimentos 

suministrados. 

  
Este último punto toma importancia debido a que aun cuando las larvas 

alimentadas con las MCH lograron obtener un crecimiento similar al de larvas 

alimentadas con presas vivas los valores de talla y peso resultan menores a los 

obtenidos en otras experiencias de crianza larvaria de P. maculatofasciatus como los 
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realizados por otros autores (Anguas-Vélez et al. 2000; Alvarez-González et al. 2001 

y Peña et al. (2003). 

 
 Por tal motivo y de acuerdo con los resultados de crecimiento obtenidos en el 

presente trabajo, así como por lo propuesto por Khemis et al. (2003), se sugiere 

utilizar la talla a la cual las larvas de peces marinos completan la madurez del tracto 

digestivo como punto de inicio para la sustitución de presas vivas por microcápsulas 

o cualquier otro tipo de alimento inerte. De esta manera, se pretende disminuir los 

problemas de digestibilidad de los ingredientes utilizados en los alimentos inertes. 

Supervivencia 

 Los resultados de crecimiento obtenidos en el presente estudio, muestran a 

las microcápsulas de pared proteíca como candidatos para sustituir el suministro de 

Artemia en el cultivo de larvas de cabrilla arenera; sin embargo, los resultados en 

supervivencia de las larvas alimentadas con microcápsulas e incluso con presas 

vivas muestran como aún no es posible realizar con éxito esta sustitución.  

 
 Como ya se mencionó, el presente trabajo es uno de los primeros intentos por 

realizar la sustitución del suministro de presas vivas por microcápsulas como 

alimento en la crianza de la cabrilla arenera. Al Igual que este, los primeros intentos 

por suministrar microcápsulas mostraron un mayor porcentaje de supervivencia en 

las larvas alimentadas con presas vivas. Tal es el caso de trabajos como el de 

Applebaum (1985) donde el mayor porcentaje de supervivencia (87%) lo obtuvieron 

las larvas de Pagrus major y Plecoglosus plecoglosus alimentadas con presas vivas. 

De la misma manera, Walford et al. (1991) observaron una mortalidad total en larvas 

de Lates calcarifer alimentadas exclusivamente con microcápsulas a los 10 dde, 

mientras que observaron una supervivencia de 2.4% en larvas que fueron 

previamente alimentadas con rotíferos. Chu y Ozkizilcik (1999) observaron una 

menor supervivencia (44 y 54%) en larvas de Morone saxatilis alimentadas 

exclusivamente con microcápsulas, mientras que las larvas alimentadas con presas 

vivas presentaron la misma supervivencia (72%)  que aquellas mantenidas en 

coalimentación con microcápsulas.  
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 En ninguno de los ejemplos anteriores se logró obtener el mismo crecimiento 

entre larvas alimentadas con presas vivas y microcápsulas. En cambio, en este 

estudio se obtuvo el mismo crecimiento en talla en las presas vivas y las 

microcápsulas, aunque se presentó una supervivencia más baja en las 

microcápsulas. La razón de esto se debió a que, la cantidad de las MCH 

suministradas no fue ajustada de acuerdo a los cambios en la  densidad de las 

larvas. Por tal motivo, existió una mayor  cantidad de alimento disponible para cada 

larva conforme la densidad de larvas continuaba disminuyendo.  

 
 Debido a que se presentó una mortalidad generalizada a partir de los 20 dde 

(Fig. 4) los resultados obtenidos no han podido igualar los datos de supervivencia 

obtenidos en otros intentos por sustituir el suministro de presas vivas por alimentos 

inertes durante el cultivo larvario de cabrilla arenera, tales como los de Anguas-Velez 

et al. (2000) quienes obtuvieron una supervivencia máxima de 2.4% o el de García-

Gómez (2003) con una supervivencia máxima de 4.6%. Incluso el tratamiento con 

presas vivas probado en este estudio obtuvo un porcentaje de supervivencia menor 

que el obtenido por Alvarez-González et al. (2001), con cuyo esquema de 

alimentación se basó el tratamiento de presas vivas.  

 
Por otra parte, la alta mortalidad de las larvas alimentadas con las MCC 

impidió que estas larvas lograran obtener el mismo crecimiento que aquellas 

alimentadas con presas vivas. Esto se debe a que, aun cuando no existan 

diferencias significativas en la cantidad de individuos muertos durante el suministro 

de las microcápsulas, la Fig. 4 muestra como las larvas alimentadas con las MCC 

presentaron una elevada mortalidad que no les permitió recuperarse al final del 

experimento. Sin embargo, debe considerarse que las condiciones fisiológicas (como 

lo es el desarrollo del tracto digestivo) en las que se encontraban las larvas 

alimentadas en los distintos tratamientos determinaron los resultados de crecimiento 

y supervivencia obtenidos.  

  
 

48



Maduración del tracto digestivo  
 
 Debido a que los resultados de calidad de las microcápsulas mostraron una 

buena estabilidad y una composición similar de ácidos grasos, una posible causa de 

las bajas tasas de crecimiento y supervivencia obtenidas pudiera deberse al estado 

de desarrollo en el que se encontaba el tracto digestivo de las larvas. 

 

 La determinación de la actividad de las enzimas involucradas en la digestión 

del alimento consumido es de particular interés, pues ellas participan en diversos 

eventos que determinan la maduración del tracto digestivo (Applebaum y Holt, 2003). 

Así,  el momento en el cual la actividad de enzimas encargadas de la digestión 

extracelular remplaza la actividad de las enzimas encargadas de la digestión 

intracelular, determina la maduración de los enterocitos. Aun cuando este tipo de 

procesos está establecido genéticamente, el tipo de alimento ingerido puede 

adelantar o retrasar el momento en que ocurre algún evento durante el desarrollo del 

tracto digestivo (Lazo et al., 2000; Cahu y Zambonino-Infante, 2001; Lunstedt et al., 

2004). 

 
De esta manera, la inclusión de diversos ingredientes en los alimentos inertes 

puede modificar la expresión y actividad de este tipo  de enzimas. Algunos ejemplos 

de esto son la ovoalbúmina, que cuando se incluye en un alto porcentaje en el 

alimento puede inhibir la actividad proteasa (Alarcón et al. 2003) o la alta 

concentración de péptidos de cadenas cortas causada por la inclusión de hidrolizado 

de proteína de pescado que puede influir la actividad de hidrolasas de digestión 

extracelular (Zambonino-Infante et al., 1997). También la ingestión de presas vivas 

puede modificar la actividad de enzimas digestivas en las larvas que las consumen, 

pues se piensa que la actividad inicial de las enzimas digestivas se debe en parte a 

enzimas exógenas proporcionadas por las presas vivas consumidas (Kolkovski et al., 

1997b). Sin embargo, aun cuando diversos autores han observado un aporte de 

enzimas exógenas  por parte de las presas consumidas (Munilla-Morán et al., 1990; 

Watanabe y Kiron, 1994; Kolkovski et al., 1997a, 1997b; Ribeiro et al., 1999; Lazo et 
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al., 2000; Koven et al., 2001; Lunstedt et al., 2004), este aporte no pudo ser 

comprobado en larvas de P. maculatofasciatus (Alvarez-González, 2003).  

 

Por otra parte, Applebaum y Holt (2003) mencionaron que la alta actividad de 

enzimas digestivas no se debe a enzimas exógenas aportadas por las presas 

consumidas, sino al aporte de una gran variedad de sustratos para la acción de las 

enzimas. Por tal motivo, es posible que las enzimas de digestión externa de las 

larvas alimentadas con presas vivas hayan obtenido el suficiente sustrato y muestren 

mayor actividad que las larvas alimentadas con microcápsulas.  

 
 No obstante, los resultados de actividad de las enzimas intestinales pueden 

variar si los extractos provienen de homogeneizados de intestino o de 

homogeneizados de cuerpo completo, pues en el resto del cuerpo existen inhibidores 

como defensa ante una autodigestión (Hidalgo et al., 1999; Ribeiro et al. 1999: Koven 

et al., 2001; Zambonino-Infante y Cahu, 2001).  De la misma manera, la  enzima 

leucina-alanina peptidasa (LEAP) se encuentra presente en el citoplasma de otras 

células del cuerpo, además de los enterocitos (Zambonino-Infante y Cahu, 2001). Lo 

anterior puede explicar por que se observó mayor actividad de la enzima LEAP en 

comparación con las enzimas encargadas de la digestión  extracelular. Por lo tanto, 

se consideró que con el aumento o disminución individual de la actividad de las 

enzimas de digestión intra y extracelular era un mejor índice para determinar la 

madurez del tracto digestivo, en lugar de la comparación entre ellas. 

 
En este caso, el aumento de la actividad de las enzimas encargadas de la 

digestión extracelular mostró un grado de madurez avanzado a los 25 dde en las 

larvas alimentadas con presas vivas y con las MCH. Por su parte, la disminución en 

la actividad de la enzima LEAP en las larvas alimentadas con los dos tipos de 

microcápsulas es similar al patrón de la actividad enzimática intestinal observada en 

especies como S. aurata (Cahu y Zambonino-Infante, 1995) o Solea senegalensis 

(Ribeiro et al., 1999). Al igual que las enzimas de digestión extracelular, la actividad 

de la enzima LEAP muestra mayor grado de madurez a los 25 dde en las larvas 

alimentadas con los dos tipos de microcápsulas. Sin embargo, los resultados 

obtenidos de la actividad de las enzimas de digestión extracelular en las larvas 
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alimentadas con las MCC, así como la actividad de la enzima LEAP en las larvas 

alimentadas con presas vivas son reflejo de los resultados en crecimiento y 

supervivencia.  

 
En el primer caso, debido a la alta mortalidad y la baja tasa de crecimiento 

registradas, no fue posible detectar actividad de enzimas de digestión extracelular de 

cabrillas alimentadas con las MCC a los 25 dde. Mientras que para el segundo caso, 

es posible que el uso de homogeneizados de cuerpo completo haya aportado 

extractos de enzimas citoplasmáticas de distintas células (además de los enterocitos) 

que fueron afines al sustrato probado (Hidalgo et al., 1999). También cabe la 

posibilidad de que, la alta variabilidad de pesos en las larvas alimentadas con presas 

vivas haya incluido en la muestra de homogeneizados a larvas de menor peso y con 

una alta actividad de enzimas de digestión intracelular. A pesar de lo anterior, los 

patrones de  actividad de las enzimas de digestión intracelular en larvas alimentadas 

con los dos tipos de microcápsulas y de digestión extracelular en larvas alimentadas 

con las MCH y presas vivas son similares a resultados descritos por Alvarez-

González (2003) en larvas de cabrilla arenera alimentadas con presas vivas. 

 
 Además de la alternancia en la actividad de las enzimas encargadas de la 

digestión intra y extracelular, otro patrón dentro de la ontogenia enzimática de los 

peces marinos es la variación en la actividad de la enzima amilasa (Zambonino-

Infante y Cahu, 2001). Al igual que la enzima LEAP, la actividad de la amilasa es 

considerablemente mayor durante las primeras fases del desarrollo y presenta una 

caída cerca del final del periodo larvario, hecho que ha sido observado en varias 

especies de peces (Uys et al., 1987; Hidalgo et al., 1999; Ribeiro et al. 1999: Koven 

et al., 2001; Zambonino-Infante y Cahu, 2001). Este patrón de actividad de amilasa 

también ha sido observado en larvas de P. maculatofasciatus, donde la mayor 

actividad se registró en las larvas a los 18 dde, y continuó disminuyendo hasta los 30 

dde (Alvarez-González, 2003). 

 
 Sin embargo, la estimación de la actividad de amilasa puede presentar 

diversos problemas tales como la desnaturalización e inactivación de la enzima 

durante la homogenización de los tejidos (Ma et al., 2001) o incluso la actividad de 
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amilasas aportadas por presas vivas como la Artemia. (Douglas et al.,  2000). Por tal 

motivo, se ha sugerido estimar el nivel de expresión de mRNA codificante de amilasa 

como medio para determinar la posible actividad de la enzima expresada (Douglas et 

al, 2000; Ma et al., 2001). 

 
 En este trabajo, el nivel de expresión de amilasa fue distinto al patrón de 

actividad de amilasa observado por Alvarez-González (2003). Mientras que el nivel 

de expresión de amilasa a los 20 y 25 dde se mantuvo constante en larvas 

alimentadas con presas vivas y con las MCH, las larvas alimentadas con las MCC 

presentaron un aumento en el nivel de expresión de amilasa. Para el primer caso, es 

posible que las necesidades de obtención de energía a partir de carbohidratos se 

mantenga principalmente en la actividad de la amilasa sobre el glucógeno en el 

hígado, ya que esta actividad se mantiene a niveles bajos durante el desarrollo del 

pez después de haber presentado altos niveles de amilasa en el intestino y páncreas 

durante las primeras fases de desarrollo (Hidalgo et al., 1999; Buchet et al., 2000; 

Rosenlund et al., 2004). Debido a ello, los niveles de expresión de amilasa pudieron 

mantenerse constantes en las cabrillas alimentadas con presas vivas y con las MCH.  

 
En el caso de larvas alimentadas con las MCC, la baja aceptación a este tipo 

de microcápsula traducida en la alta mortalidad observada a los 21 dde (Fig. 4) pudo 

ser causada por la ausencia de fuentes de proteína como el hidrolizado de proteína 

de pescado. En ausencia de este ingrediente, las MCC deben de poseer fracciones 

peptídicas de mayor complejidad que las MCH, por lo que las larvas debieron utilizar 

más energía en la digestión de las MCC (Carvalho et al., 1997; Zambonino-Infante et 

al., 1997; Zambonino-Infante y Cahu, 2001). De esta manera, la obtención de 

energía en las larvas debió apoyarse en el efecto de “relevo” de la actividad de 

amilasa sobre el glucógeno, fenómeno que aparece cuando la disponibilidad de 

proteínas es escasa (Buchet et al., 2000; Rosenlund et al., 2004).  

 
 Aun cuando la caída en la expresión y actividad de la amilasa está 

programada genéticamente, es posible alterar este patrón por la disponibilidad de 

sustrato o bajo condiciones como las antes mencionadas (Douglas et al, 2000; Ma et 

al., 2001; Zambonino-Infante y Cahu, 2001). Ejemplo de esto es el trabajo de 
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Gleaves-López (2005) que observó una mayor actividad de amilasa en juveniles de 

cabrilla arenera con una inclusión baja de lípidos en el alimento. De la misma 

manera, Olalde-Rodríguez (2005) observó que el uso de espermina en el alimento de 

larvas de cabrilla ocasiona un aumento en la expresión de la amilasa en relación con 

larvas alimentadas con presas vivas. 

 

Por otra parte, los resultados acerca del nivel de maduración del tracto 

digestivo obtenido en el presente trabajo mostraron una capacidad de digestión 

madura en cabrillas de 5.57 ± 0.95 mm de talla y 2.6 ± 1.8 mg de peso (a los 25 dde 

en el presente trabajo, alimentadas con las MCH o presas vivas). De manera similar, 

Peña et al. (2003) sugirieron que la madurez digestiva de larvas de P. 

maculatofasciatus comienza a una talla de 7.3 ± 1.4 mm (a los 16 dde en dicho 

trabajo), una vez que se ha diferenciado el tracto digestivo y las larvas presentan un 

estómago glandular. Por su parte, Alvarez-González (2003) observó la sustitución 

entre la actividad de las enzimas de digestión intracelular y extracelular, así como el 

decaimiento de la actividad de amilasa en cabrillas de 1 mg de peso (a los 25 dde). 

Por tal motivo, se debe de utilizar una talla mayor a 7.3 mm o un peso mayor a 1 mg 

como indicio para comenzar la sustitución de presas vivas por alimentos inertes.  

 
Finalmente, mientras que las microcápsulas utilizadas en el presente trabajo 

mostraron una alta estabilidad en el agua y las larvas alimentadas con ellas 

obtuvieron un crecimiento similar a las larvas alimentadas con presas vivas, aún no 

es recomendable sustituir el suministro de presas vivas por microcápsulas durante el 

cultivo larvario de la cabrilla arenera. Esto es debido a que los resultados en 

supervivencia de las larvas alimentadas con microcápsulas fueron mucho menores 

que los obtenidos con presas vivas. Por otra parte,  antes de iniciar el suministro de 

microcápsulas o cualquier otro tipo de alimento inerte debe de determinarse el grado 

de madurez del tracto digestivo para asegurar un mejor aprovechamiento del 

intestino.  
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CONCLUSIONES 
 
 El uso de ingredientes como el hidrolizado de proteína de pescado facilitó la 

elaboración de microcápsulas de pared proteíca, que poseen una mayor estabilidad 

en el agua como lo mostró la prueba de lixiviación de las microcápsulas.  

 

 A pesar de haber utilizado un solvente neutro durante la elaboración de las 

microcápsulas, las concentraciones de los diferentes ácidos grasos contenidos en 

ellas fueron similares al presentado en las presas vivas. Sin embargo debe 

considerarse fuentes de lípidos adicionales a la lecitina de soya, como lo son los 

aceites de origen animal, para tratar de igualar la composición de ácidos grasos de 

peces que van a consumirlos. Debido a las proporciones de ácidos grasos 

encontradas en los dos tipos de microcápsulas, deben utilizarse ingredientes para su 

elaboración que suministren una mayor concentración del ácido ArA a comparación 

del ácido EPA. 

 

Los resultados en supervivencia de las larvas alimentadas con los dos tipos de 

microcápsulas demuestran que aun no es posible sustituir exitosamente el suministro 

de Artemia por microcápsulas durante el cultivo larvario de cabrilla arenera.  

 

 Las larvas alimentadas con las microcápsulas que incluían harina de calamar 

presentaron una actividad de enzimas de digestión extracelular deficiente, mientras 

que la expresión de amilasa indica la necesidad de cubrir los requerimientos 

energéticos mediante la utilización del glucógeno.   

 

Los resultados obtenidos de madurez del tracto digestivo muestran que es 

necesario conocer su grado de madurez  antes de comenzar la sustitución de las 

presas vivas por alimentos inertes. De esta manera, los resultados de madurez del 

tracto digestivo muestran que es necesario utilizar una medida de crecimiento (como 

la talla) en lugar de la edad para comenzar la sustitución de las presas vivas por 

algún alimento inerte.  
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RECOMENDACIONES Y SUGERENCIAS PARA TRABAJOS FUTUROS 
 
 Para cualquier tipo de experiencia de cultivo larvario de peces, se recomienda 

mantener el mejor control posible en la producción de embriones, así como en la 

producción de alimento vivo. De este modo, se evitarán las variaciones en las tallas o 

el peso de las larvas antes de iniciar un experimento. De la misma forma, para poder 

suministrar presas vivas de forma adecuada, debe de determinarse el estado de 

madurez del tracto digestivo para ajustar las sustituciones entre las distintas presas 

vivas utilizadas.  

 

Se recomienda utilizar la talla en lugar de la edad de las larvas como punto de 

inicio de la sustitución del suministro de presas vivas por alimento inerte, para 

asegurar un mayor grado de madurez del tracto digestivo de las larvas.  

 

Se sugiere utilizar a las microcápsulas como vehículo de compuestos lábiles 

(aminoácidos libres o antibióticos como ejemplo) dentro de otro tipo de alimento 

inerte, pues aun es limitado el éxito en la sustitución de alimento vivo por 

microcápsulas exclusivamente. 

 

Por otra parte, se sugiere para trabajos futuros realizar un estudio de 

digestibilidad in vitro a las microcápsulas utilizadas con los extractos enzimáticos de 

las larvas en las tallas o edades en que se piensa realizar la sustitución de presas 

vivas por alimentos microencapsulados.  

 

Asimismo, se sugiere determinar el efecto en la producción de hormonas y 

enzimas relacionadas con el proceso digestivo durante los diversos cambios en la 

alimentación durante un cultivo de peces marinos, para determinar el efecto del 

alimento en el proceso digestivo 
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