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RESUMEN 

 

El objetivo del presente trabajo fue evaluar el efecto de la combinación de las cepas 

probióticas P62 (Vibrio sp.) y P64 (Bacillus sp.)  en un sistema de cultivo (engorde) de 

camarón Litopenaeus vannamei, así como el poder estudiar su efecto sobre las 

comunidades bacterianas presentes en muestras de estómago de camarón, sedimento y 

agua. 

Se emplearon seis piscinas de 0.04 Ha, correspondientes a un tratamiento control (n=3) 

y un tratamiento con probiótico (n=3). Los  animales de estadio PL 49 fueron 

sembrados  a una  densidad de 29 animales.m2, el alimento fue suministrado diariamente 

a todas las piscinas; con adición de probiótico (pasando un día)  en el alimento para las 

piscinas tratamiento. La  frecuencia de alimentación  fue de dos veces al día para todas 

las piscinas. La suspensión de probióticos  de concentración 1E+09 UFC.ml-1 fue  

adicionada al alimento reportando como concentración final de 3.8E+06 UFC.g-1 de 

alimento. Se suministró por un período de 70 días dentro de los 123 días pertenecientes 

al ciclo de cultivo. Quincenalmente se tomaron muestras de agua, sedimento y camarón 

para análisis bacteriológicos y moleculares. Los resultados de supervivencia (%) y 

producción (Kg.Ha-1) fue mejor en el tratamiento control, mientras que el Peso 

promedio corporal (g) y Tasa de crecimiento diario (g.día-1) fue mejor en el tratamiento 

con probiótico, sin embargo estas diferencias no mostraron ser estadísticamente 

significativas (p>0.05). El estudio de la comunidad bacteriana estimado de las 

densidades promedios de UFC obtenidas en agua, sedimento y camarón del tratamiento 

probiótico, mostraron que existió un incremento en el número de UFC en AM en 

muestras de camarón y una disminución del número de UFC de presuntos vibrios en 
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TCBS en todas las muestras; sin embargo no mostraron ser estadísticamente 

significativos. La caracterización de los aislados obtenidos en muestras de estómago de 

camarón y sedimento  revelaron la presencia de microorganismos Gram-positivos y 

Gram-negativos dentro de los tratamientos, con predominio de Gram-negativos. Dentro 

de los grupos aislados en las muestras de sedimento y estómago de camarón 

encontramos la presencia de los géneros Vibrio y Aeromonas en ambos tratamientos con 

una reducción del porcentaje de ambos géneros  y un incremento del porcentanje de 

otros microorganismos Gram-negativos en el tratamiento con probiótico. No se reportó 

la presencia del género Pseudomonas en las muestras de estómago de camarón y 

sedimento  en los tratamientos. 

Los perfiles de 16S rRNA obtenidos por DGGE (Gel de electroforesis con gradiente 

denaturante) empleado para estimar  los índices mostraron que la diversidad bacteriana 

fue diferente entre tratamientos en las muestras de sedimento y estómago de camarón en 

lo que se refiere a riqueza (R), número y abundancia de especies (H) y homogeneidad 

(E). El tratamiento con probiótico mostró que las especies bacterianas sé distribuyeron 

en un mayor número de especies y  las abundancias fuerón más semejantes entre sí (más 

homogénea). Mientras que el tratamiento control mostró una tendencia de disminución  

de su diversidad que podría deberse a que algunas especies bacterianas presentarón 

dominancia, denotando abundancias menos semejantes entre sí (menos homogeneas). 

Los geles compuestos ilustraron el desplazamiento de especies dentro de la microflora 

de estómago de camarón que no fue reportada por los índices durante todo el periodo de 

muestreo 

Los dendrogramas que grafican la similaridad entre los perfiles de 16S rRNA y 

representan la comunidad bacteriana en las muestras de estómago de camarón, 
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sedimento y agua en ambos tratamientos permitieron determinar que la estructura de la 

comunidad entre los tratamientos cambió pero la diversidad no fue reducida durante la 

aplicación del probiótico, observándose las comunidades bacterianas más similares 

dentro de los tratamientos en las muestras de estómago de camarón. Mientras que en las 

muestras de sedimento el cambio de la estructura  de las comunidades bacterianas es 

menor comparada con la de estómago de camarón, siendo más similares las 

comunidades entre tratamientos, mientras que las comunidades en muestras de agua 

presentan estructuras  más similares entre tratamientos, posiblemente por poseer 

especies filogenéticamente más relacionadas.  

La presencia de las cepas probióticas P62-P64 no pudó ser evidenciada  dentro del 

cultivo, debido a que ambas especies generaron más de dos bandas en los perfiles 16S 

rRNA, requiriendose para demostrar su presencia de una secuenciación de las bandas 

obtenidas por el DGGE. 
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1. INTRODUCCIÓN 
 

Los microorganismos cumplen un rol importante en las piscinas de cultivo, 

particularmente con respecto a la productividad, ciclo de nutrientes, nutrición de 

animales cultivados, calidad de agua, control de enfermedades e impacto ambiental 

sobre los efluentes (Moriarty,1997). 

 

El control de patógenos es un problema en acuicultura, que causa grandes pérdidas de 

producción a nivel de criaderos y piscinas de engorde, especialmente en sistemas 

intensivos. Recientes reportes de la FAO citan a las enfermedades como uno de las 

mayores limitantes en la producción acuícola alrededor del mundo (Nash,1990). Debido 

a su importancia económica, el manejo de enfermedades en invertebrados acuáticos, es 

una parte inherente del sistema de producción intensiva de animales, y particularmente 

en camarones han sido bien descritos (Bachére, 2000; Rodríguez & Le Moullac, 2000).   

 

La modificación y control de comunidades bacterianas podría contribuir a mejorar la 

supervivencia larvaria y la salud de animales de cultivo en criaderos,  incrementando la 

productividad en engorde y disminuyendo el riesgo de contaminar poblaciones naturales 

con bacterias resistentes a antibióticos. En acuicultura se ha reportado que la 

composición bacteriana en tanques, criaderos o grandes piscinas puede ser cambiada 

por adición de especies seleccionadas que desplazan a las bacterias normalmente 

presentes (Verschuere et al., 2000).  

 

El uso de probióticos surge como  una herramienta de manejo que depende de conocer 

más acerca de la naturaleza de competición entre especies de bacterias presentes en 
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ambientes naturales. El éxito en el uso de microorganismos depende de definir los 

procesos y prácticas ecológicas de manejo a ser cambiadas, de los tipos de especies 

perjudiciales que son dominantes y especies alternativas deseables de bacterias que 

podrían ser adicionadas.  La exclusión competitiva es uno de los procesos ecológicos 

que permite la modificación de la composición de especies bacterianas en el agua, 

sedimento y  animales de cultivo (Moriarty, 1999). 

 

En particular, el uso de probióticos ha sido reportado ampliamente en vertebrados               

(Skjermo & Vadstein, 1999; Gatesoupe, 1999; Verschuere et al., 2000) e invertebrados 

(Riquelme et al., 1997; Araya et al., 1999; Riquelme et al., 2000).  

 

Los principales grupos de microorganismos utilizados como probióticos en la 

acuicultura de camarones, ostras y peces han sido obtenidos a partir de aislamiento y 

selección de cepas de ambientes acuáticos. Entre estos destacan los géneros Vibrio, 

Pseudomonas, Lactobacillus, Bacillus y levaduras (Moriarty,1990; Gómez-Gil et al., 

2000 ).  

 

El rol ecológico exacto de estos grupos en los sistemas de cultivo es desconocido en la 

actualidad (Gómez-Gil et al., 1998, 2000, 2002). Así también, la influencia del uso de 

probióticos sobre la microbiota gastrointestinal permanece pobremente descrito (Raskin 

et al., 1997; Wallner et al., 1997; Hugenholtz et al., 1998). 

 

Los métodos tradicionales, a pesar de ser sencillos, económicos y relativamente rápidos, 

permiten estimar la diversidad en sistemas de cultivo, pero no ofrecen una visión 
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representativa de la diversidad microbiana debido a que los medios de cultivo no 

pueden satisfacer los requerimientos de todos los microorganismos (Ranjard et al., 

2000; Kirk et al., 2004). 

 

Ahora es posible  estudiar la dinámica de población y factores que afectan el 

crecimiento tanto de patógenos, organismos deseables, especies dominantes en piscinas 

y mejorar las prácticas de manejo. Para eso son necesarias  técnicas capaces de 

determinar cuáles especies bacterianas están creciendo a un tiempo dado y cómo la 

composición de estas especies cambia en un plazo corto como resultado de variaciones 

en factores controladores como temperatura y concentración de nutrientes. 

 

Las nuevas técnicas en biología molecular hacen ahora posible determinar el 

crecimiento, la presencia y supervivencia de especies particulares de bacterias en su 

ambiente, aportando información complementaria a las técnicas clásicas. La 

electroforesis en geles de gradiente denaturante (DGGE) es una nueva herramienta 

molecular utilizada en estudios de ecología microbiana basada en el análisis de rRNA 

bacteriano sin el cultivo de los microorganismos.  Esta técnica molecular separa los 

fragmentos de DNA de doble cadena (de longitudes idénticas) de acuerdo a las 

propiedades de fusión de cada fragmento.  

 

La DGGE puede ser usada para el análisis de secuencias 16S rRNA amplificados por 

PCR, obtenidas de extracciones de DNA de comunidades o mezclas de diferentes 

aislados bacterianos. Los patrones resultantes son analizados y comparados permitiendo 

una determinación directa de la diversidad genética bacteriana.   
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En el futuro, esta técnica puede ser desarrollada como un potencial dispositivo de 

monitoreo cualitativo de la calidad de agua en sistemas de acuicultura (Rombaut  et al, 

2001). Con el fin de validar el resultado de DGGE, las mismas muestras se deberán 

rastrear utilizando medios de cultivo convencionales o en medios de aislamiento 

selectivo (Muyzer & Smalla, 1998). 

 

El objetivo del trabajo fue evaluar  la aplicación de la combinación de los aislados 

probióticos P62 (Vibrio sp.) y P64 (Bacillus sp.) en la dieta del camarón Litopenaeus 

vannamei durante un ciclo de cultivo (engorde); al mismo tiempo el análisis de las 

comunidades bacterianas por medio de la técnica de DGGE para detectar la presencia de 

los probióticos y estudiar su efecto sobre la diversidad de la microbiota bacteriana 

asociada al sistema de cultivo. 
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2. REVISIÓN BIBLIOGRÁFICA 

 

2.1 EL ROL DE LOS MICROORGANISMOS EN LOS SISTEMAS DE CULTIVO 

EN ACUICULTURA 

 

En los sistemas de cultivo acuáticos los microorganismos desempeñan múltiples e 

importantes funciones. Ejercen efectos directos sobre la productividad, nutrición de los 

animales cultivados, ciclo de nutrientes, calidad de agua, control de enfermedades, y 

sobre la calidad ambiental de los efluentes, que se encuentran influenciados por diversos 

factores tales como el sistema de cultivo, especies cultivadas, actividad económica. Este 

hecho sugiere que el manejo de la actividad de microorganismos sobre mantos 

alimenticios y ciclo de nutrientes son necesarios para optimizar la productividad 

(Moriarty, 1997).  

 

Dentro del hábitat de cultivo existen diferentes grupos funcionales de bacterias, todas 

interactuando juntas (Blackburn,1987; Fry,1987), las cuales se pueden desplazar 

fácilmente entre habitantes y hospederos. Es recomendable una mejor comprensión de 

las interacciones microbio-hospederos y de sus  defensas naturales para una producción 

exitosa de animales cultivados (Olafsen, 2001). 

 

2.1.1. Enfermedades bacterianas  

 
Entre las enfermedades bacterianas que han sido  asociadas al cultivo de Litopenaeidos 

en el Ecuador, podemos mencionar el Síndrome de la Gaviota, Necrosis 
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Hepatopancreática (NHP),  Micobacteriosis,  el Síndrome de Bolitas y Síndrome de 

Zoea  (Sotomayor, 2000).  

 

El cultivo con altas densidades  de animales en tanques de criaderos y piscinas es un 

medio propicio para la proliferación de microorganismos, provocando que los animales 

acuáticos cultivados se encuentran rodeados por un entorno que soporta patógenos 

oportunistas independientes del animal hospedero, pudiendo estos  incrementarse 

alrededor del animal. 

 

Normalmente, estos microorganismos se encuentran en el agua, sedimento y formando 

parte de la microflora intestinal de muchas especies acuáticas (Moriarty,1999). Es 

importante señalar que, los patógenos oportunistas asumen su rasgo patológico en 

determinadas condiciones ambientales o fisiológicas en que el hospedero se encuentra. 

De ahí que la microflora de invertebrados marinos y otras especies acuáticas podrían 

albergar bacterias que son patógenas a otros organismos. También cohabitantes 

invertebrados u organismos alimenticios en acuicultura podrían servir como vectores 

para la transferencia de patógenos en peces u otros animales. El contacto con estos 

agentes invariablemente resultará en una reducción de la capacidad inmunitaria de los 

animales,  provocando así la incidencia  de enfermedades (Johnson, 1989). 

 

El establecimiento de patologías infecciosas y no infecciosas asociadas con 

enfermedades que afectan los cultivos de camarón son atribuidos a una variedad de 

agentes biológicos y otros como bacterias, hongos, protozoarios, virus, factores 

nutricionales y ambientales (Lightner, 1992). 
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Las patologías de  origen infeccioso en el cultivo de Litopenaeidos son ocasionados por 

microorganismos clasificados como oportunistas y/o patógenos que pueden ser 

saprófitos naturales o heterótrofos en al agua y sedimento.  Estos participan en la 

descomposición de la materia orgánica provocando que  la densidad de la población 

bacteriana se incremente, como ocurre en las piscinas por la abundancia de materia 

orgánica disponible (Moriarty,1997). 

 

Dentro de los microorganismos oportunistas presentes en los sistemas de cultivo, los 

vibrios han sido considerados como los principales oportunistas bacterianos para  los 

camarones (Baticados et al., 1990). Moriarty (1999), indica que la producción de 

camarones en muchos países se ha visto disminuida por enfermedades, particularmente 

causada por los Vibrios luminiscentes, en especial Vibrio harveyi. 

 

Entre las especies de vibrios asociados con enfermedades en el cultivo de camarón, se 

mencionan entre otros: Vibrio alginolyticus (Lightner,1992), Vibrio parahaemolyticus 

(Mohney et al., 1994), Vibrio harveyi (Morales,1992) y Vibrio campbellii 

(Hammed,1995) 

 

2.1.2. Control de enfermedades  

 

Las  enfermedades son un problema en acuicultura, causando pérdidas de producción 

cercanas al 100%  en criaderos, piscinas de crecimiento y engorde, especialmente en 

sistema intensivos. Recientes reportes de la FAO, citan a las enfermedades  como uno 
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de los principales limitantes para la producción acuícola alrededor del mundo (Nash, 

1990; Moriarty, 1997). 

 

Por el momento, las enfermedades son consideradas el  factor limitante en el  cultivo de 

camarón (Link, 1995). Los tratamientos convencionales, como el uso de desinfectantes, 

drogas antimicrobianas, han demostrado tener  éxito limitado en la prevención o cura de 

enfermedades acuáticas (Subasinghe,1997).  

      

El énfasis en el manejo de enfermedades  debe estar encaminado a la prevención, la cual 

es una mejor opción costo-efectiva que la cura. Además, una prevención adecuada 

permite disminuir el uso de químicos (antimicrobianos, desinfectantes, y pesticidas), los 

cuales largamente tratan los síntomas del problema y no la causa (Pianas & Cunha, 

1999) 

 

En acuicultura, incluso cuando la presencia de patógenos no es evidente, se utilizan 

grandes cantidades de desinfectantes y antibióticos para inhibir bacterias, ejerciendo 

presión sobre  el ambiente microbiano, pudiendo incrementar la aparición natural de 

resistencia bacteriana con el riesgo de transferencia de patógenos resistentes en los 

humanos (Moriarty,1999). Este hecho genera preocupación en ambientalistas, biólogos 

y gobiernos sobre el uso indiscriminado de antibióticos y otros compuestos químicos. 

 

Así, el control de patógenos requiere de nuevas estrategias, que sean costo-efectivas y 

ambientalmente seguras. El uso de bacterias benéficas (probióticos) que desplacen los 

patógenos (por procesos de competición o por la liberación de sustancias inhibitorias) 
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está acaparando aceptación en la industria animal como una alternativa barata y  

efectiva para  reemplazar a los antibióticos (Moriarty, 1997). 

 

2.1.2.1. Manipulación de  la microflora bacteriana en Acuicultura 

 

En los ecosistemas acuáticos, existe una íntima relación entre los microorganismos y los 

organismos cultivados. La microflora de los sistemas de cultivo difiere dramáticamente 

de la que se encuentra en el mar, y es influenciada por las técnicas de cultivo, nutrientes, 

técnicas de desinfección y  uso de antibióticos. La  manipulación de la población 

bacteriana y, en particular, la capacidad de controlar el número de patógenos, permitiría 

mejorar el estado de salud así como la supervivencia larvaria en criaderos. Aumentando 

la productividad en los sistemas de crecimiento, disminuyendo el riesgo de contaminar 

poblaciones naturales con bacterias resistentes a antibióticos (Moriarty, 1997). 

 

Para  ello conocer la relación precisa entre las bacterias de la columna de agua y  

aquellas que están creciendo sobre o dentro de  los animales. Lo que  es esencial para 

tomar decisiones en procedimientos operacionales y de manejo. Es necesario mayor 

investigación sobre la naturaleza de las poblaciones bacterianas asociadas con animales 

acuáticos, tanto en ambientes silvestres como de cultivo. 

 

El uso de bacterias benéficas (probióticos) para desplazar microorganismos por 

procesos competitivos es una estrategia utilizada por la industria animal como una 

medida preventiva frente a la administración de antibióticos. Debido a que la mayoría 

de microbios son transitorios en animales acuáticos, la microbiota intestinal de animales 
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acuáticos podría cambiar rápidamente con la introducción de bacterias provenientes del 

agua y del alimento. Así mismo, la microflora bacteriana en los sistemas de cultivo 

puede también ser modificada por la  adición de microorganismos (Moriarty,1990). Esta 

particularidad se basa en el principio de exclusión competitiva que permite la 

modificación de la  composición de especies bacterianas en al agua, sedimento e 

intestinos de animales. La ¨modificación de la población microbiana¨, implica el 

consumo continuo de microorganismos benéficos, puede impedir el establecimiento de 

microorganismos patógenos, lo que permite que se incrementen las condiciones 

generales de salud (Guzman, 1992). 

  

Moriarty (1999) indica que la composición de especies microbianas en tanques de cría o 

grandes piscinas acuícolas puede ser cambiada por la adición de especies bacterianas 

seleccionadas para desplazar especies nocivas.  

 

2.1.3.   Probióticos 

 

El uso de probióticos data desde el siglo pasado, reportado en los trabajos de 

Metchnikoff en seres humanos, quien sostenía que la ingestión de microorganismos 

benéficos permitía el control de microorganismos patógenos (Aguirre, 1993).  

 

En la actualidad el  término ¨probiótico¨ ha sido definido de diversas maneras: Parker 

(1974), lo define como organismos y sustancias que contribuyen al balance microbiano 

intestinal. Fuller (1989) indica que son suplementos alimenticios microbianos vivos que 

afectan benéficamente al animal hospedero al mejorar el balance microbiano intestinal. 
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Según, Havenaar et al. (1992) menciona que además un probiótico está compuesto por 

uno ó una mezcla de microorganismos vivos que aplicados a los animales o al hombre, 

afectan benéficamente el huésped mejorando las propiedades de la microflora 

autóctona. 

 

En acuicultura Gatesoupe (1999) considera a los probióticos como células microbianas 

que son administrados en una manera que les permite ingresar al tracto gastrointestinal 

y mantenerse vivos, con el objetivo de mejorar la salud, al tener la capacidad de mejorar 

la calidad del agua y sedimento (Douillet,1998; Gomez et al.,1998). Mientras que, 

Moriarty (1999) indica que la adición de microorganismos vivos a tanques y piscinas 

modifica la composición de agua y sedimento. 

 

Para Guzmán & Valle (1999) el término probiótico describe a todos aquellos 

complementos alimenticios a base de microorganismos vivos. Dentro de estos se 

destacan los productos elaborados con levaduras, bacterias acidificantes, vibrios, 

microalgas o subproductos provenientes de éstos que pueden ser suministrados  en las 

dietas, directo en el medio y/o al interior del organismo. Sin embargo, los estudios y 

experiencias que se han obtenido hasta el momento  con probióticos, han demostrado 

que no existe una cepa que pueda cubrir todas las expectativas para solucionar todos los 

problemas de una especie. Las mezclas de microorganismos han demostrado ser más 

eficaces y tener mayor potencial comercial  cuando son empleados como probióticos en 

el cultivo de animales (Austin et al., 1995; Douillet & Langdon, 1994; Gatesoupe, 

1993). 
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2.1.3.1. Mecanismos de acción de los Probióticos 

 

Entre los diversos criterios que caracterizan los mecanismos de acción de los 

probióticos en los cultivos acuáticos se mencionan:  producción de compuestos 

inhibitorios, competición por compuestos químicos o energía disponible, competición 

por sitios de adhesión,  incremento de la respuesta inmune, mejora de la calidad del 

agua, interacción con fitoplancton; fuente de macro y micronutrientes; y contribución 

enzimática en la digestión. 

 

Varios reportes del uso de probióticos en acuicultura indican que la salud de los 

animales es mejorada por la remoción o disminución de la densidad de población de 

patógenos, mejorando la calidad del agua a través de una degradación más rápida de la 

materia orgánica (Moriarty, 1999). 

 

Irianto & Austin (2002) como también Fuller (1989) señalan que el uso de probióticos 

podría estimular el apetito, la respuesta inmune celular y/o humoral y mejorar la 

nutrición por producción de vitaminas, secreción de compuestos antimicrobianos, 

detoxificación de compuestos en la dieta o por degradación de compuestos indigeribles. 

 

Gullian (2001) estudió el efecto inmunoestimulante de bacterias probióticas asociadas al 

cultivo de L. vannamei, encontrando un índice inmunitario (Rengpipat et al., 2000) 

mayor en camarones inoculados con Bacillus cepa P64 y V. alginolyticus cepa IlI, 

respecto al  tratamiento control. 
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2.1.3.2. El uso de probióticos en Acuicultura 

 

EN CRUSTÁCEOS 

 
Entre las bacterias que han sido exitosamente utilizadas como probióticos hoy en día en 

crustáceos encontramos al género Vibrio (Griffith, 1995; Garriques & Arevalo, 1995), 

Bacillus spp. (Moriarty, 1998; Rengpipat et al., 1998) y Thalassobacter utilis (Maeda & 

Liao, 1992). La mayoría de investigadores han  aislado esta variedad de probióticos del 

agua de cultivo de camarón (Nogami & Maeda, 1992; Direkbusarakom et al., 1997; 

Tanasomwang et al., 1998), o del intestino de diferentes especies de penaeidos 

(Rengpipat et al., 2000).  

 

En el mismo sentido, Garriques & Arévalo (1995) probaron una cepa de V. alginolyticus 

aislado del agua de mar cerca de un  criadero de larvas de Litopenaeus vannamei en una 

prueba de desafio de patogenicidad con V. parahaemolyticus por inmersión. Reportaron  

que no fueron observadas mortalidades en el tratamiento probiótico, mientras que se 

observó el 100% de mortalidad en el tratamiento control después de 96h de 

experimentación. 

 

Moriarty (1998) notó un incremento de supervivencia de crustáceos en piscinas donde 

la variedad de Bacillus spp. fue introducida. Mientras que, Maeda & Liao (1992)  

reportaron que el uso de una bacteria del suelo, codificada como PM-4 promovió el 

crecimiento de larvas de Penaeus monodon, probablemente por actuar como fuente de 

alimento. 
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EN PECES 

 

Austin et al. (1995) utilizaron una cepa de V. alginolyticus como probiótico en pruebas 

de  desafio con Aeromonas salmonicida, Vibrio anguillarum y Vibrio ordalii sobre 

salmón del Atlántico. El experimento reveló que la aplicación del probiótico al salmón 

Atlántico permitió la reducción en la mortalidad después de la exposición. Mientras 

que, Queiroz & Boyd (1998) reportaron  que el inóculo  comercial de Bacillus spp. 

incrementó la supervivencia del bagre de canal . Ambos investigadores prestaron mayor 

atención a los criterios de calidad de agua, los cuales se vieron pobremente afectados 

por el tratamiento. 

 

Por otro lado, Robertson et al. (2000) aislaron cepas de Carnobacterium sp. del 

intestino de Salmo salar y  evaluaron su uso como probiótico en el cultivo de salmones. 

Estos autores determinaron que después de 14 días de administración se redujo la 

incidencia de bacterias patógenas como Aeromona salmonicida, V. ordalii y Yersinia 

ruckeri. 

 

Recientes pruebas  in vitro han demostrado el efecto antagónico en el cultivo de salmón 

de la bacteria probiótica Pseudomonas fluorescens, cepa AH2 contra V. anguillarum 

(Gram  et al., 1999) y A. salmonicida (Gram et al., 2001). 

 

Estudios realizados por DeSchrijver & Ollevier (2000) reportaron que la aplicación de 

Vibrio  proteolyticus mejoró la digestión de proteínas en peces turbot juveniles cuando 

fueron administrado por vía oral. Mientras que,  Irianto & Austin (2002) reportaron que 
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aislados de Aeromona hydrophila y Vibrio fluvialis fueron efectivos en controlar 

infecciones por A. salmonicida en truchas arcoiris.  

 

MOLUSCOS BIVALVOS 

 
El uso de Arthrobacter sp., cepa 77, ha sido reportado como método de control y 

prevención de infecciones provocadas por Vibrio esplendidus, V. alginolyticus y A. 

hidrophyla, en el cultivo de scallop Argopecten purpuratus (Riquelme et al., 2000). 

 

Riquelme et al.(1997) reportaron que en el cultivo de scallop A. purpuratus, la bacteria 

Alteromona haloplanktis y un Vibrio (cepa 11), produjeron inhibición del V. 

anguillarum, bacteria patógena asociada a infecciones de larvas de scallops. 

 

2.1.3.3. Género Bacillus 

 

Bacterias gram-positivas que se caracterizan por su forma bacilar, dispuestos en forma 

par o de cadenas, con bordes terminales redondeados o ligeramente curveados. Estos 

microorganismos son mótiles, poseen flagelos peritrichos y pueden ser aeróbicos o 

anaeróbicos facultativos. Poseen una amplia diversidad de habilidad fisiológica con 

respecto al calor, pH y salinidad (Bergey, 1994).  

 

El género Bacillus se lo encuentra en un amplio rango de hábitats; comúnmente se 

encuentra en sedimentos marinos de donde es naturalmente ingerido por  animales 

como los camarones que se alimentan dentro o sobre el sedimento. Existen reportes de 

aislamientos de variedades de Bacillus de peces (Hamied et al.,1978; Strom & Olafsen, 
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1990; Nedoluha & Westhoff, 1995; Sadhukhan et al., 1997;  Kennedy et al., 1998; 

Sugita et al., 1998), crustáceos (Austin & Allen, 1982; Sharmita et al.,1996;  Sugita et 

al.,1996; Gomez-Gil et al.1998), y bivalvos (Sugita et al., 1981). 

 

Pocas especies del género Bacillus son patógenas de vertebrados e invertebrados. 

Tampoco han sido asociados con patologías de organismos acuáticos (Gullian, 2004). 

Degradan la materia orgánica, facilitan el reciclaje de nutrientes, compiten con otras  

bacterias, entre ellas las patógenas, por alimento y sustratos y secretan enzimas contra 

bacterias gram-negativas  (Moriarty, 1997; Bergey,1994). 

 

La ventaja de utilizar la especie Bacillus como probiótico en acuicultura se debe 

principalmente a que no existen reportes de que aportan genes de resistencia antibiótica 

o virulencia a vibrios o bacterias gram-negativas relacionadas (Rabinowitz & Roberts, 

1986). Además sus esporas son  fáciles de introducir en alimento seco (Moriarty, 1998; 

Queiroz & Boyd, 1998; Kennedy et al., 1998; Rengipat et al., 1998; Sugita et al., 1998).  

 

Microorganismos de este género han sido utilizados en el mejoramiento de la calidad de 

agua por influir sobre la composición de la población bacteriana inicial transportada en 

el agua y por reducir el número de patógenos que pueden afectar las especies cultivadas 

(Wang et al., 1999; Irianto & Austin, 2002). Igualmente extractos celulares de Bacillus 

subtilis BT23 demostraron tener un gran efecto inhibitorio contra el crecimiento de V. 

harveyi aislado de Penaeus monodon, en pruebas de antagonismo (Vaseeharan  & 

Ramasamy, 2003). 
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2.1.3.4. Género Vibrio 

 

Son bacterias en forma de bacilos rectos o curvos, gram-negativos, mótiles con uno o 

varios flagelos polares, los cuales estan encerrados en una vaina continua con una 

membrana fuera de la pared celular. Son anaeróbicos facultativos, quimoorganotróficos 

teniendo metabolismo de tipo respiratorio y fermentativo. Su temperatura óptima varía 

considerablemente entre 20 oC y 30 oC. La mayoría de especies son sensibles al agente 

vibriestático 0/129. Los iones de sodio estimulan el crecimiento de todas las especies y 

son un requerimiento absoluto de casi todas las especies. Se encuentran en ambientes 

acuáticos con un amplio rango de salinidades. Son comunes aislados de ambientes 

marinos y estuarinos, sedimento, plancton (Bergey, 1994).  

 

Existe poco conocimiento acerca de cómo los Vibrios interactuan con los organismos 

acuáticos, sin embargo comúnmente ellos son los miembros mayormente aislados de la 

microflora ¨normal¨ de contenidos intestinales de animales marinos como crustáceos,  

peces, y otros  organismos acuáticos (Colwell, 1984). 

 

Los Vibrios forman parte de la microflora normal del camarón  L. vannamei 

(Vandenberghe et al., 1999). Moss et al. (2000) reportaron que los Vibrio y Aeromonas 

componen el 85% (cerca de 109 UFC.g-1 de tejido intestinal) de la flora bacteriana en el 

intestino del camarón. Gomez-Gil et al. (1998) encontraron una  alta abundancia de 

Vibrio (105 UFC.g-1 y 104 UFC.ml-1), en el hepatopáncreas y hemolinfa de L. vannamei 

saludables respectivamente. 
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Estudios realizados en flora intestinal de camarones cultivados en piscinas camaroneras 

en Filipinas reportaron que los tratamientos controles se encuentra  usualmente  

dominados por especies de Vibrio sucrosa negativa (verde en agar TCBS), siendo 

algunos luminiscentes ante la presencia de antibióticos. Mientras que la variedad de 

Vibrio sucrosa positiva (colonias amarillas) fueron frecuentemente utilizados como  

probióticos en el cultivo (Moriarty, 1998). 

 

Algunas especies son patógenas para los humanos y otras especies lo son para animales 

invertebrados y vertebrados marinos (Bergey, 1994). El uso de especies del género 

Vibrio es controversial debido a que dentro del género existen especies que han sido 

asociados a enfermedades del camarón. Sin embargo, en Ecuador el V. alginolyticus ha 

sido asociado con larvas y camarones juveniles saludables y enfermos (Vandenberghe et 

al.,1999). La cepa Variedad ILI (V. alginolyticus) ha sido usado rutinariamente en los 

criaderos del  CENAIM desde 1999, para prevenir enfermedades infecciosas 

relacionadas con el V. harveyi (Zherdmant et al., 1997;  Gullian, 2004).  

 

2.2. TÉCNICAS PARA EL ESTUDIO DE LA DIVERSIDAD MICROBIANA.  

 

Los estudios de diversidad bacteriana difieren entre ellos en el procedimiento de 

obtiener los aislados, modos de caracterización, métodos de agrupamiento empleados 

para identificar niveles taxonómicos, el nivel de similaridades o distancias usadas para 

definir una especie o biotipo, y la medida de diversidad usada (Watve & Gangal, 1996). 

Los métodos clásicos  de microbiología, especialmente el conteo de colonias 

bacterianas en agares ricos en nutrientes, fueron diseñados para aislar o contar bacterias 
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particularmente patógenas. Las estrategias cultivo-dependientes podrían subestimar la 

riqueza en las muestras, la cual es mejor estimada por métodos cultivo-independientes. 

En la actualidad  se han producido avances en ecología microbiana con el desarrollo de 

nuevos métodos de análisis para estudiar microorganismos acuáticos y sus actividades. 

Este hecho permite demostrar que las bacterias son en cualquier ambiente acuático de 

10 a 10000 veces más numerosas, en relación con lo que las técnicas microbiológicas 

tradicionales demuestran (Moriarty, 1997).  

 

Los métodos independientes de cultivo suministran un cuadro más exacto de la riqueza 

de comunidades bacterianas en comparación con los métodos dependientes de cultivo. 

Estos métodos evitan la presión de selección impuesta por los requerimientos del último 

para el crecimiento en un sustrato sólido (Amann et al., 1995; Brock, 1987; Staley & 

Konopka, 1985). 

 

Varios estudios proveen información sobre la diversidad bacteriana, abundancia de 

especies y variación estacional en la composición de las comunidades bacterianas. Sin 

embargo, a pesar  de que las técnicas moleculares dependientes del ADN evitan los 

errores implicados en el aislamiento de bacterias sobre medios de cultivo, los métodos 

independientes de cultivo no son capaces de detectar diferencias  en   actividad celular.  

 

Moriarty (1997) enuncia que los métodos moléculares han permitido a los ecólogos 

microbianos estudiar las funciones de grupos de bacterias en su ambiente natural. 

Kisand & Wikner (2003) utilizaron la combinación de tres métodos para analizar la 

diversidad de la comunidad natural microbiana  para maximizar un estimado de la 
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riqueza de bacterioplancton descomponedor de materia orgánica fluvial disuelta 

(RDOM). Estos autores evaluaron la habilidad de la  cuantificación de la hibridación 

DNA-DNA cultivo dependiente, librería de  genes clonados de 16S rRNA, y 

electroforesis de geles de gradiente denaturante (Denaturing Gradient Gel 

Electrophoresis o DGGE) para detectar la taxa bacterial en la misma muestra. Ellos 

establecieron que los diferentes métodos utilizados mostraron similar distribución de la 

taxa a nivel genético. Sin embargo la competición a nivel de las especies entre los 

métodos fue pobre, y solo una especie fue identificada por los tres métodos. 

 

2.2.1. Metodología clásica 

 

Kirk et al. (2004) indica que los métodos tradicionales  son ventajosos en su manejo por 

ser sencillos y económicos, ya que permiten estimar la diversidad bacteriana en sistemas 

de cultivo mediante  conteos directos o cultivo de bacterias viables en placas.  

 

Siembra y Aislamiento en placa 

 

Carrasco (2004) indica que para estudiar las bacterias es  necesario que sean cultivadas 

en un medio ya sea líquido ó sólido. Los medios de cultivo contienen distintos 

nutrientes que van desde azúcares simples hasta sustancias complejas como la sangre o 

el extracto de caldo de carne. Para aislar o purificar una especie bacteriana a partir de 

una muestra formada por muchos tipos de bacterias, se siembra en un medio de cultivo 

sólido donde las células que se multiplican no cambian de localización. Tras muchos 

ciclos reproductivos, cada bacteria individual genera por fisión binaria una colonia 

macroscópica compuesta por millones de células similares a la original. Si esta colonia 
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individual se siembra  en un nuevo medio crecerá como cultivo puro de un solo tipo de 

bacteria. 

 

Muchas especies bacterianas son parecidas morfológicamente, por lo que es imposible 

diferenciarlas con el uso del microscópio; en este caso, para identificar cada tipo de 

bacteria, se estudian sus características bioquímicas sembrándolas en medios de cultivo 

especiales. Así, algunos medios contienen productos que inhiben el crecimiento de la 

mayoría de las especies bacterianas,  pero no la del tipo en estudio. Entre los métodos 

primarios más comunes tenemos:  la tinción  de Gram, morfología, catalasa, oxidasa, 

OF (Oxido – Fermentación), crecimiento en aerobiosis y anaerobiosis y  motilidad. 

Entre  los métodos  secundarios y terciarios (a partir de la propiedad de secreción 

enzimática y de producción de metabolitos)  tenemos: producción de pigmentos, 

producción de indol a partir de triptófano, producción de coagulasa, de fenilalanina, de 

amilasa, etc (Castro, 1989). 

 

2.2.1.1. Limitaciones de Metodología Tradicional 

 

A pesar de que se sabe  que un gran porcentaje del balance total de la biósfera depende 

de los microorganismos, sólo se conocía alrededor de un  1% del total (Roszak et al., 

1987; Torsvik et al., 1990). Esto se debía a las deficiencias que propiciaban los estudios 

basados en métodos tradicionales que estudiaban los caracteres morfológicos, 

fisiológicos (necesidad de nutrientes) y estructurales (diferencia entre lípidos de 

membranas). Para todos ellos era pre-requisito esencial el cultivo, pero los medios 
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actuales no permitían aislar más que una mínima parte de los microorganismos 

existentes. 

 

A partir de la identificación basada en cultivos en medios sólidos o líquidos, se obtiene 

información valiosa; sin embargo, la formación de colonias por microorganismos es 

dependiente de las condiciones disponibles para el crecimiento, como nutrientes y 

temperatura de incubación. Adicionalmente es conocido que algunos de los 

microorganismos acuáticos no pueden ser cultivados bajo condiciones convencionales. 

Estos organismos entran en un estado fisiológico alterado en el que son viables pero no 

cultivables (VNC) (Roszack & Colwell, 2002). 

 

2.2.2. Técnicas moléculares 

 

Actualmente la microbiología ambiental se encuentra en una nueva era, donde gran 

cantidad de información es generada con el uso de nuevos métodos en biología 

molecular para la caracterización de  microorganismos. Hoy en día, las técnicas que 

emplean ADN nos ayudan a superar los problemas reportados con la metodología 

tradicional y clasificar a los organismos de un modo más adecuado, de acuerdo a su 

filogenia. Estos estudios podemos hacerlos conociendo la secuencia total de nucleótidos 

del genoma del microorganismo, o regiones parciales en estudios del rRNA 16S o 18S, 

debido a que son secuencias que se han mantenido bastante uniformes a lo largo de la 

evolución, ayudando a trazar la historia natural de los microorganismos, constituyendo 

la auténtica unidad en la que puede basarse la sistemática evolutiva bacteriana (Woese 

et al., 1990;  Pace, 1997). 
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2.2.2.1. rRNA  Ribosómico para el estudio de la evolución microbiana 

 

Los rRNA ribosómicos estan entre las macromoléculas mejor conservadas desde el 

punto de vista evolutivo en todos los sistemas vivos. Los genes del RNA ribosómico en 

todos los organismos actuales comparten un ancestro común, y no parecen haber sido 

objeto de transferencia genética lateral entre especies (Rodicio & Mendoza, 2004). 

 

Inicialmente se realizaron estudios de secuenciación del 16S rRNA. Posteriormente los 

estudios se extendieron al 23S rRNA. Continuando con la secuenciación completa del 

5S rRNA  que debido a su pequeño tamaño, es más rápida y económica que las 

anteriores (Rodicio & Mendoza, 2004). 

 

Los rRNA 16S y 18S son unos excelentes cronómetros  moleculares debido a que: (1) 

se encuentran universalmente en todos los organismos; (2) poseen grandes regiones 

muy conservadas, útiles para establecer relaciones filogenéticas lejanas; (3) presentan 

suficientes regiones variables para evaluar relaciones próximas; y (4) no son 

susceptibles de cambios de secuencia rápidos por selección, dada su función central en 

la expresión genética (Rodicio & Mendoza, 2004). Así, debido a lo necesario de sus 

funciones, se han conservado bien extensas regiones de los genes del rRNA y sus 

secuencias pueden utilizarse para medir distancias filogenéticas, incluso entre  

organismos que tienen poca relación entre sí. 
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2.2.2.2. Técnicas de análisis de DNA-comunitario parcial  

 

El análisis de DNA parcial de una comunidad usualmente se enfoca en secuencias del 

genoma que son marcados y amplificados por PCR, mientras que las técnica de DNA-

comunitario total tratan de  investigar toda la información  genética en el DNA extraído.  

 

 Clonación y caracterización de fragmentos de PCR  

 

Se utiliza para investigar la diversidad de comunidades bacterianas al producir una 

librería de clones de secuencias rrs (genes de 16S rDNA) obtenidas por PCR de 

extractos de DNA. El producto clonado se lo emplea para separar las secuencias 

pudiendo ser caracterizadas individualmente utilizando PCR/RFLP (Reacción en cadena 

de polimerasa / Polimorfismo de longitud de fragmentos de restricción).  

 

 Técnicas de huellas genéticas ¨fingerprintings¨ 

 

Estas se basan en amplificaciones por PCR pero no requiere librería de clones. Su 

principio es fragmentar en partes la diversidad de secuencias amplificadas claramente 

por migración en geles de electroforesis o geles de poliacrilamida, separándolos en base 

a sus tamaños; entre ellos tenemos ARDRA (Análisis de restricción del DNA ribosomal 

amplificado), T-RFLP (Terminal-RFLP),  RISA (Análisis  de los espacios intergénicos 

ribosomales), RAPD (Amplificación al azar de fragmentos polimórficos del DNA)  o 

secuencia (DGGE, TGGE) (Ranjard,et al.,2000). 
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Separación electroforética usando gradiente desnaturalizante  

 

Este método es usado para separar fragmentos de DNA de un mismo tamaño pero 

diferentes secuencias (Muyzer et al., 1993). Este involucra la separación del producto  

amplificado en geles de poliacrilamida conteniendo un gradiente lineal de agente 

desnaturalizante. Este agente desnaturalizante puede ser químico (urea o formamida), 

como es el caso del DGGE, o podría ser un factor físico como la temperatura, en cuyo 

caso la técnica se denomina TGGE (Muyzer et al., 1993;  Felske et al., 1998). La  

ventaja de esta técnica es que  permite la determinación directa de la diversidad genética 

de una población de bacterias presentes en una muestra ( Rombaut et al., 2001; 

Casamayor et al., 2000). 

 

2.2.2.3.  Aplicaciones de  PCR-DGGE en Ecología 

 

Herramienta de monitoreo para evaluar calidad del agua 

 

Con ayuda del DGGE se puede realizar controles de calidad en agua. Así, Kawai et al.,                   

(2002) analizaron la comunidad bacteriana en agua depurada, utilizada en procesos de 

manufactura farmacéutica. Los patrones de banda PCR-DGGE fueron 

significativamente más bajos que los encontrados en ambientes acuáticos, siendo los 

Bradyrhizobium sp., Xanthomonas sp. y Stenotrophomonas sp., los géneros más 

frecuentes. 

DeWettinck et al. (2001) con ayuda de PCR-DGGE compararon las huellas genéticas de 

muestras de agua mineral y de agua subterránea  determinando la presencia de bacterias 



  26  

viables pero no cultivables en estas aguas. El dendrograma de cluster obtenido indicó 

que cada tipo de agua fue caracterizado por un perfil específico, cada clase de agua 

formó un solo  cluster. 

 

 Los fragmentos 16S rRNA obtenidos por PCR-DGGE han sido usados para estudiar 

poblaciones microbianas en diferentes clases de lagos de agua dulce (Casamayor et al., 

2000; Lindstrom, 1998; Zwart et al., 1998) y en diferentes hábitat de aguas subterráneas 

(Kilb et al., 1998). Riemann & Winding (2001) estudiaron la dinámica de una 

comunidad bacteriana por 19 días  dentro de dos mesocosmos de agua dulce. Con ayuda 

del 16S rDNA amplificado por PCR, demostraron que casi todas las secuencias de 

bandas de bacterias presentes en el  gel de DGGE fueron relacionados a grupos 

comúnmente encontrados en agua dulce: α-Proteobacteria, CF (Cytophaga-

Flavobacterium).  

 

Herramienta en Ecología Microbiana Marina 

 

El gel de  gradiente desnaturalizante (DGGE) es un método usado en ecología 

microbiana para evaluar la estructura de comunidades bacterianas en muestras 

ambientales, en particular  agrupaciones bacterianas en ecosistemas marinos 

(Moeseneder et al., 1999; Murray et al., 1996; Riemann, et al., 1999; Schauer,et al., 

2003; Muyzer & Smalla, 1998). 

 

Ferrari & Hollibaugh (1999) realizaron un estudio para analizar la variación espacial en 

la diversidad del bacterioplancton de muestras de diferentes estaciones del Océano 
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Ártico. El resultado del análisis permitió la  agrupación en cinco grupos mayores con un  

80% de similaridad, por análisis de regresión de similaridades de la curva 

densitométrica derivada de los patrones de DGGE. 

 

Rosello-Mora et al.(1999) investigaron la respuesta de la comunidad microbiana de 

sedimentos marinos con ayuda de FISH y DGGE. Los autores concluyeron que el grupo 

CFB (Cytophaga-Flavobacterium-Bacteroides) juega un importante rol en la 

descomposición de materia orgánica, y sugieren que este grupo es el posible 

responsable de la hidrólisis de macromoléculas y fermentación. 

 

Rombaut et al. (2001) realizaron  estudios de huellas genéticas con ayuda de gel de 

electroforesis de gradiente desnaturalizante (DGGE) de la microbiota  en agua de 

cultivo de dos sistemas de cultivo de rotíferos (Brachionus plicatilis, lote versus 

recirculación). El perfil genético de la comunidad bacteriana presente en el agua de 

cultivo de lote cambió diariamente debido a cambios  a nivel de dominancia de bandas; 

mientras que en el sistema de recirculación fue menos susceptible a variaciones 

relativas a la microbiota. 

 

Castle & Kirchman (2004) compararon los resultados de dos técnicas de cultivo 

independientes como son el DGGE  y FISH en  estudios de composición de 

comunidades microbianas en  aguas estuarinas de Delaware y en Bahía de Chesapeake 

(EEUU). Estos análisis demostraron que el 64% de todos las comparaciones 

identificaron los mismos grupos  como dominantes, y ambos métodos revelaron 
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cambios sistemáticos en la estructura de comunidades bacterianas en gradientes 

estuarinos. 

 

Herramientas para el control en la producción de probióticos 

 

Los análisis de la mayoría de productos probióticos aún están basados en métodos 

cultivo-dependientes que involucran el uso de medios específicos de aislamiento e 

identificación de un limitado número de aislados. Este hecho  hace de esta una  

actividad muy laboriosa y consumidora de tiempo.  

 

Pintado et al. (2003) emplearon el DGGE para cuantificar y perfilar mezclas de cultivo 

definido de bacterias ácido lácticas durante la producción de probióticos a  partir de un 

complejo de polisacáridos. Temmerman et al.(2003) realizaron el estudio de 10 

productos probióticos, incluyendo cuatro productos diarios, una bebida de frutas, y 

cinco productos secos congelados que fueron sujetos a análisis microbiológicos usando 

metodología cultivo-independiente. Los resultados fueron comparados con resultados de 

análisis convencionales cultivo-dependientes. El patrón de bandas de DGGE obtenido 

permitió la identificación directa de los productos amplificados, encontrándose una 

mayor sensibilidad para la detección de variedades microbianas en productos 

probióticos, siendo el proceso rápido, confiables y reproducible en  relación con los 

resultados cultivo-dependientes. 
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2.2.2.4.  Análisis de los patrones de DGGE 

 

Los sistemas de análisis de imagen modernos han mostrado ser de valor para los análisis 

de bandas de DGGE y sus patrones de asociación.  Se puede extraer información como 

el número de bandas de ADN que representan especies o individuos presentes en una 

comunidad. La posición (ausencia o presencia de bandas particulares) e intensidad 

relativa de las bandas han facilitado el cálculo de coeficientes de similaridad para 

describir relaciones entre comunidades. Adicionalmente, el uso de índices de diversidad 

comunes como herramientas importantes para tratar de comprender la estructura de una 

comunidad, incorporan el número de bandas obtenidas en la electroforesis lo que 

suministra más información acerca de la composición de una comunidad  estudiada 

(fide Sigler et al., 2004). 

 

Los indicadores de Simpson y los indicadores de Shannon (más utilizados por ecólogos 

de plantas y animales), suministran el suficiente peso para la abundancia relativa de 

acuerdo a la riqueza de especies pero fallan al considerar las distancias taxonómicas 

entre especies, individuos, o cualquier otra categoría dentro de una comunidad (género, 

familia, etc). 
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3. MATERIALES Y MÉTODOS 

 

3.1. AREA DE ESTUDIO Y UNIDADES EXPERIMENTALES: El  trabajo de 

investigación se llevó a cabo en seis piscinas de cultivo semi-intensivo de 0.04 Ha 

ubicadas en el sector A de la Estación Experimental de CENAIM (Fig.1), localizada en 

la localidad de Palmar, Península de Santa Elena, Ecuador. 

 

 Fig.1.  Distribución geográfica del área de estudio. Tomado de: Quevedo, 2005.   

 

3.2. DISEÑO EXPERIMENTAL 

 

El diseño experimental fue completamente aleatorio. Correspondió a un tratamiento 

control correspondiente a las piscinas # 9, 13, 14 y un tratamiento con probiótico 

correspondiente a las piscinas # 10, 11, 12 (Fig.2). Durante un período de cuatro meses           

(un ciclo de cultivo, engorde) dentro del cual la adición de probiótico se realizó durante 

70 días.  
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Los  animales de estadio PL 49 fueron sembrados  a una  densidad de 29 animales/m-2. 

El probiótico se proporcionó en el alimento en forma alternada (pasando un día) en las 

las piscinas tratamiento. La adición del probiótico en el alimento se suspendió 15 días  

antes de la cosecha.  

 

El alimento se distribuyó  al voleo a cinco metros de las orillas de las piscinas dos veces 

al día (9H00 y 15H00 ). La tasa de alimentación se mantuvo en un rango de 3.5-2% 

sobre su biomasa durante todo el experimento, según el programa de alimentación 

establecido por el CENAIM . 

 

Fig. 2.  Foto tomada de las piscinas correspondientes  al tratamiento Control 
            y al tratamiento con Probiótico. Estación Experimental de CENAIM, Palmar. 
 

3.3. APLICACIÓN DE PROBIÓTICOS EN ALIMENTO 

 

Los recipientes que contenían  las suspensiones  bacterianas Vibrio P62 y  Bacillus P64 

a una concentración inicial de 1 x109 fueron  descongelados 30 minutos  previo a la 

adición en el alimento. Preparándose posteriormente 100 ml de solución que contenía 
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una relación de:10 ml de P62, 10 ml P64 y 80 ml de agua de mar filtrada por cada  

Kilogramo de alimento, reportándose 3.8 x 106 UFC.g-1 de alimento. Adicionalmente, 

se aplicó al alimento un recubrimiento de aceite de pescado (tratamiento y control), para 

ello se empleó 50 ml de aceite de pescado por cada Kilogramo de alimento. 

 

3.4. RECOLECCIÓN DE MUESTRAS 

 

3.4.1. Selección de sitios de muestreo  

Se establecieron cinco puntos representativos dentro de las piscinas control y 

probiótico,  recolectándose quincenalmente 5 muestras por piscina, las cuales fueron 

homogeneizadas, resultando en una muestra por piscina por día de muestreo. 

 

En cada punto para la recolección de muestras el procedimiento  fue el siguiente: 

 

MUESTRA DE AGUA: La muestra fue tomada a media columna de agua, utilizando 

frascos estériles de 500 ml y   transportadas en frío hasta su procesamiento en el 

laboratorio. 

 

MUESTRA DE SEDIMENTO:  Para la toma de muestras de sedimento se utilizó un 

tubo  de PVC (corer) estéril, el cual fue introducido a una profundidad de 5 cm del suelo 

de la piscina. Las muestras fueron colocadas en fundas plásticas y  homogeneizadas 

dando origen a una muestra por piscina para luego ser transportadas en frío hasta el 

laboratorio para su procesamiento. 

 



  33  

MUESTRA DE ANIMAL: Se tomó muestras a partir de animales de 1g de peso, cada  

muestra contenía de 15 animales por piscina. Los animales fueron recolectados en 

recipientes  plásticos, provistos de agua de la piscina y transportados en frío hasta su 

posterior tratamiento en el laboratorio. 

 

3.5. ANÁLISIS MICROBIOLÓGICO 

 

Las siembras de muestras de sedimento, camarón y agua se realizaron siguiendo la 

metodología tradicional por el método directo (barrido) según Manual de Díaz et al. 

(2000). 

 
Para las muestras de sedimento se pesó 10 g de muestra en un frasco estéril que 

contenía 90 ml de solución salina estéril (2%), empleando diluciones sucesivas en una 

relación 1:10 y  sembrando 100 uL de estas diluciones en Agar Marino (AM) (10-3,10-4 

y 10-5) y  Agar  Thiosulfato Citrato Sales Biliares (TCBS) ( 10-1, 10-2 y 10-3). 

 
Para las muestras de agua se realizó siembra directa y  diluciones sucesivas (10-1 y 10-2) 

en una relación 1:10 en tubos de ensayo, y sembrando 100 uL de estas diluciones en 

AM y TCBS. 

 

Para las muestras de camarón, se sembró una mezcla de 1 gramo de muestras de 

estómagos macerados de cada tratamiento por piscinas, en diluciones de 10-3,10-4 y 10-5 

para agar AM; 10-2,10-3 y 10-4 para agar TCBS.  
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Las placas fueron incubadas a 30 ºC  (Incubadora Controller, Model SI 450 Sibata 

Scientific Technology LTD) por 24 horas para las muestras de agua y camarón, 48 

horas para las muestras de sedimento.  

 

3.5.1. Conteo y caracterización morfológica de las colonias  

 

Con la ayuda del contador de colonias (IUCHI, Digital Colony Counter DC-3), se 

realizó el conteo total de UFC presentes en cada placa para muestras de agua, camarón y 

sedimento, respectivamente, siguiendo  el criterio de Bonde (1977). 

 

La identificación morfológica y el aislamiento de  cepas bacterianas se realizó en  base a 

características morfológicas presentadas en el Manual de Norrell  & Mesley (1997). Las 

colonias seleccionadas fueron aisladas siguiendo el método de siembra por estrías, en 

placas de agar TSA (Agar  Tripticasa  Soya) al 1% de NaCl  y en AM aquellas colonias 

que no crecierón en agar TSA. 

 

Las cajas fueron incubadas a 30 ºC por 24 horas. Para su preservación,  los aislados  

fueron resuspendidos en Caldo Tríptico de Soya (TSB) suplementado con 20% de 

glicerol antes de ser almacenadas a -80  ºC.  

 

3.5.2. Técnicas de identificación bacteriana 

 

Se aislaron un total de 350 cepas durante los cinco muestreos realizados en el período 

de 70 días de adición  de probiótico, de las cuales 166 fueron provenientes de camarón y  
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184 de sedimento. La identificación de bacterias Gram-positivas y Gram-negativas se 

realizó por el método de Ryuss, según el protocolo descrito en Castro (1989). Para 

aquellas colonias de difícil caracterización por este método se realizó la tinción de 

Gram, según el protocolo del manual práctico de Bacteriología Marina (Castro, 1989). 

Para la identificación de los aislados como Vibrios se utilizó desoxicolato de Sodio 

(0.5%), para la prueba del hilo mucoide o prueba de la hebra. Esta técnica los diferencia 

de otros bacilos gram-negativos particularmente de Aeromonas (Métodos de 

Laboratorio para el diagnóstico de Vibrio Cholerae, OPS-CDC,1994). 

 

Para la identificación de los aislados como Pseudomonas y Aeromonas se usó los 

medios de cultivo Agar para Pseudomonas P  y Agar Cetrimide (Manual de 

Microbiología de Merck C.A., 2000). 

 

3.6. ANÁLISIS MOLÉCULAR 

3.6.1. Extracción de ADN 

 

El ADN total bacteriano extraído de muestras de sedimento, agua y estómago de 

camarón fueron obtenidos siguiendo el método descrito por Smalla et al., (1993); 

utilizando CTAB (Cetyl trimethyl ammonium bromide) al 20% – Fenol – Cloroformo 

para la extracción y purificación e Isopropanol para la precipitación. Las condiciones de 

extracción se muestran en el Anexo # 1.  

 

Para la extracción del ácido nucleico del agua, fueron centrifugados 2000 ml de muestra 

a 1100 g. El residuo obtenido fue resuspendido con 2 ml de agua destilada doblemente 
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filtrada estéril y separados en microtubos de 1,5 ml a razón de 500 µl  de muestra en 

cada tubo y almacenado a - 20°C.  

 

Las  muestras fueron centrifugadas a 17000 g por 10 minutos. Se removió el 

sobrenadante, y se adicionó 500 µl de tampón CTAB (Cetyl trimethyl ammonium 

bromide), 4 µl de Proteinasa K (Invitrogen®)  (concentración final 20 mg. ml-1). Se 

agitó y se llevó a “baño maría” a 55°C por 2 horas. Posteriormente, se aplicó el mismo 

protocolo empleado para la extracción de sedimento y camarón, a partir de la adición de 

fenol – cloroformo cuyas condiciones se  muestran en el Anexo # 1.   

 

Para las muestras de sedimento se realizó en primer lugar una lisis mecánica. Para ello 

se colocó en microtubos estériles de 1.5 ml, 0.5-1 g de perlas de vidrio o perlas de 

cerámica Magna Lyser Green Beads (Roche®), agregando  posteriormente 0,5-1 g. de 

suelo, 500 µl de tampón CTAB (Cetyl trimethyl ammonium bromide) y 10µl de 

lizozima (concentración final 50 mg. ml-1). Se homogenizó por 2 minutos (para ayudar a 

la lisis celular) y se incubó en “baño maría” a 37 °C por 45 minutos. Se agregó 10 µl de 

Proteinasa K (Invitrogen®) (concentración final 20 mg. ml-1) y se homogeneizó agitando 

mecánicamente por 1 minuto, incubado a 55-60°C por 1 hora ó a 37 oC durante 12 horas 

usando “baño maría”. Una vez enfriadas las muestras a temperatura ambiente, se  

centrifugaron a 17000 g por 10 minutos, separando posteriormente 1 ml de 

sobrenadante en microtubos  de 1.5 ml estériles. Posteriormente, se siguió el mismo 

protocolo empleado para la extracción de agua y camarón, a partir de la adición de 

phenol – cloroformo, cuyas condiciones se  muestra en el Anexo # 1. 
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El ADN bacteriano extraído del sedimento fue  purificado siguiendo  el método descrito 

por Smit et al., (1997). Para obtener un ADN de mejor calidad y libre de impurezas, 

como ácidos húmicos que pueden inhibir la amplificación posterior, se utilizó un 

Sistema de Purificación basado en columnas (Wizard® PCR Preps DNA Purification 

System) de acuerdo a las recomendaciones del fabricante, ver  Anexo # 2. 

 

Para ADN bacteriano extraído del estómago de camarón, se colocaron 2 órganos en 

microtubos por piscina, se adicionó 500µl CTAB y 4 µl  de Proteinasa k y  se llevó a 

“baño maría” a 55-60°C por 1 hora, para posteriormente, macerarlos y dejarlos  a 37 oC 

durante 12 horas. Una vez enfríadas las muestras a temperatura ambiente, se  

centrifugaron a 17000 g por 10 minutos, separando posteriormente 1 ml de 

sobrenadante en microtubos de 1.5 ml estériles autoclavados y secos. Posteriormente, se 

siguió el mismo protocolo empleado para la extracción de agua y sedimento, a partir de 

la adición de fenol – cloroformo cuyas condiciones se  muestran en el Anexo # 1. 

 

La concentración de ácidos nucleicos fue determinada mediante espectrofotometría a 

una absorbancia de  260 nm,  utilizando para ello un equipo Bio Photometer 

Eppendorf®. Una vez determinada la concentración del ADN, este fué almacenado a       

- 20°C hasta su uso posterior  

 

3.6.2.  Amplificación (PCR-16S rRNA) del ADN bacteriano  

 

Las amplificaciones por PCR–16 S rRNA fueron realizadas por el método descrito por 

Schaefer & Muyzer, (2001).  Las muestras de ADN bacteriano extraídos a partir de las 
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muestras de agua, suelo y estómago del  camarón fueron  amplificadas por PCR- DGGE 

utilizando  2 ul de ADN (60 ng.uL-1), 0.375 µM de los iniciadores PRBA-338-F-GC 

(5´CGCCCGCCGCGCGCGGCGGGCGGGGCGGGGGCACGGGGGGACTCCTACG

GGAGGCAGCAG-3´) y 518R–1(5´-ATTACCGCGGCTGCTGG-3´) complementarios 

de la región conservada 16S rDNA, 2.1 mM de Mg Cl2, 0.2 mM de fosfato  de 

desoxinucleotidos,  2.5 ul de buffer-PCR 10X Taq polymerasa (Promega), 0.75 U de 

taq polimerasa (Promega) en volumen final de mezcla por muestra de 25 µl. La 

amplificación por PCR ( Tabla # 1) se realizó en un equipo PTC–200 MJ       

Research®, con 30 ciclos térmicos.  

Tabla 1.  Condiciones de amplificación para PCR de las muestras de agua, sedimento y    

camarón. 

Fase Temperatura (°C) Tiempo (m) 

Desnaturalización inicial 94 5 

Desnaturalización (3) 92 1 

Hibridación (3) 55 1 

Polimerización (3) 72 2 

Polimerización final (1) 72 10 

Conservación (2) 20 30 

               (1)Sólo último ciclo; (2) Al completar 30 ciclos; (3) Se repite 29 veces 

 

Los productos de la reacción de PCR fueron visualizados preliminarmente en geles de 

agarosa al 2% con adición de 5 µl de bromuro de etidio (10 mg.mL-1), registrándose por 

fotografía con una cámara (Kodak Digital DC 120 Zoom) y un transiluminador (TFX-

35M Gibco BRL UV), y  visualizados utilizando el programa “Kodak Digital Science 

IQ Image Analysis Software” (Versión 3.0, Mac; Fig. 3). La elaboración de  geles de 

agarosa se muestra en el Anexo # 3. 
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Fig. 3: Gel de Agarosa de muestras de ADN bacteriano amplificado por 16S rRNA-
PCR    de muestras de estómago de camarón, sedimento  y agua. M: Marcador; 
PS: Probiótico sedimento; CS: Control sedimento; PC: Probiótico camarón; CC: 
Control camarón; PA: Probiótico agua; CA: Control agua. 

 

3.6.3. Electroforesis en geles de Poliacrilamida con Gradiente Desnaturalizante 

 

Se utilizó un equipo para geles de gradiente desnaturalizante (C.B.S Scientific. Co 

DGGE – 2001-Rev. B). Se siguió el protocolo descrito por Muyzer et al. (1993) para la 

electroforesis en geles de poliacrilamida con gradiente desnaturalizante con algunas 

modificaciones.  

 

Se empleó la tinción de plata (AgNO3) siguiendo el protocolo descrito por Dinesh et al. 

(1995) con algunas modificaciones ( Ver Anexo # 4 y # 5). El gel teñido, se fotografió 

con una cámara digital OLYMPUS C- 5000 (5 Megapixeles: incremento óptico 3x de 

38 mm – 14 mm), sobre una caja de luz blanca (Fig. 4). 
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Fig. 4: Patrones de DGGE de genes de 16S rRNA de bacterias presentes  en muestras de 

estómago de camarón, sedimento y  agua. M: Marcador; PS: Probiótico 
sedimento; CS: Control sedimento; PC: Probiótico camarón; CC: Control 
camarón; PA: Probiótico agua; CA: Control agua. 

 
 
3.6.4. Análisis de Imagen 

 

Las imágenes de los geles fueron guardadas como archivos en formato TIFF y fueron 

procesadas usando el programa “Adobe Photo Shop” (versión 7.0, Mac.) y “Gene 

Profiler” (versión 4.05). Con ayuda de este programa se determinó la presencia o 

ausencia de bandas, así como la intensidad de las mismas. Para que una banda sea 

considerada en el análisis se determinó que como mínimo tuviera un 5% de intensidad 

total en la línea analizada. 

 

3.7. PARÁMETROS ABIÓTICOS 

 
 
Diariamente  se realizaron lecturas de temperatura (ºC) y oxígeno disuelto (mg.L-1 ) con 

ayuda de un equipo YSI – 85 provisto de sensor de temperatura. Para las lecturas de pH, 

se empleó un equipo de mano pH testr2 “double junction” (OAKTON® Instruments). 
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Para salinidad ( ‰ ) se utilizó el  refractómetro de mano marca ATAGO, Modelo 

5/Mill. 

 

3.8. ANÁLISIS ESTADÍSTICO 

 

Los resultados finales promedios de todos los muestreos de supervivencia, peso 

promedio, comunidad bacteriana y  aislados bacterianos fueron analizados  por análisis 

de varianza (ANOVA) de una sola vía a un nivel de confianza del 95%, con ayuda del 

programa estadístico  Data Desk 6.1. Para cumplir con las asunciones de normalidad 

(prueba de Kolmogorov-Smirnov) y homogeneidad de varianzas (prueba de Levene) se 

empleó el programa estadístico STATISTICA® 4.1 (1994-2000, StatSoft, Oklahoma, 

EE.UU.); algunas variables fueron transformadas (ver Anexo 6).  Cuando se declaró 

significancia, la prueba de Scheffé fue utilizada para la comparación múltiple de medias 

a un nivel de significancia α: 0,05.  

 

Con ayuda del software Gene Profiler (Version 4.05) se realizó  un análisis de la 

estructura microbiana partir de las bandas generadas por la electroforesis usando índices 

de diversidad (quincenales) que fueron  calculados a partir de las siguientes fórmulas: 

 

- Riqueza de especies (S): 

Se define como el número de diferentes organismos presentes en una muestra (número 

de bandas presentes en DGGE).  No considera la proporción y distribución de cada 

especie en la comunidad.  

Se calculó con la siguiente ecuación: 
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S= # de bandas detectadas 

 

- Indice de Shannon–Weaver: 

Esta medida se calcula en base a las bandas de los perfiles obtenidos del DGGE, toma 

en consideración el número y la intensidad relativa de las bandas en una línea individual 

(Koizumi, 2003) 

Se calculó con la siguiente ecuación: 

            H`= - ∑ Pi. Log Pi 

Donde: 

Pi es la intensidad relativa de las bandas en un perfil. 

 

- Igualdad u homogeneidad (Evenness) 

Se define como una medida que expresa qué tan similar es la abundancia de diferentes 

especies.  Se calcula a partir del índice de riqueza de especies (S) y el índice de 

Shannon-Weaver (H´). 

Se calculó con la siguiente ecuación: 

E= H / Log (S)  (para cualquier base) 

 

Se generó  una matriz binaria (presencia o ausencia de bandas) individuales en todas las 

líneas que fueron transformadas a una matriz de distancia utilizando la distancia 

genética (Link et al, 1995) en el software Treecon (Version 1.3b) para construir 

dendogramas usando el método de analisis multivariado Cluster UPGMA (Unweighted 

Pair Group Method With Arithmetic Averages, siglas en inglés). 
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La distancia genética fue calculada a partir de la siguiente formula: 

GDXY =
NX + NY

NX + NY + NXY

 

Donde: 

NX: Número de bandas en la línea X y no en la línea Y. 

NY: Número de bandas en la línea Y y no en la línea X. 

NXY: Número de bandas compartidas en líneas X y Y. 
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4. RESULTADOS 
 
 

4.1. SUPERVIVENCIA Y PESO PROMEDIO 
 
Los resultados mostraron que el tratamiento control reportó una mejor tasa de 

supervivencia y  producción comparados con el tratamiento probiótico. Sin embargo 

estas diferencias no mostrarón ser estadísticamente significativas (Tabla 2; P>0.05). A 

pesar que el tratamiento con probiótico presentó un mejor peso promedio por animal y 

tasa de crecimiento por día, no demostraron diferencias  significativas (Tabla 2; P>0.05) 

con respecto al tratamiento control. 

 

Tabla 2. Parámetros de producción de cultivo de camarón Litopenaeus vannamei en 

diferentes tratamientos. Valores son promedios ± desviación estándar (n=3 

piscinas) 

Parámetros de 

producción 

Tratamiento 

Control Probiótico 

Tasa de supervivencia (%) 15.93± 2.77a 14.40±2.71a 

Peso medio corporal (g) 11±0.64a 11.72±0.63a 

Crecimiento diario (g.día-1) 0.089±0.005a 0.095±0.005a 

Producción (Kg.ha-1) 555.83±114.84a 471.67±35.38a 
a Datos en la misma fila con diferente superíndice son significativamente diferentes (p<0,05). 

 

4.2. COMUNIDAD BACTERIANA 

 

ESTOMAGO DE CAMARÓN 

El número promedio total de UFC. g-1 recuperadas en AM  fue  mayor en el tratamiento 

con adición de probióticos comparado con las muestras del tratamiento control      

(Tabla 3). Sin embargo el incremento no mostró ser estadísticamente significativo 
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(P=0.06). El  tratamiento control reportó un valor mínimo de 1.78E+06 UFC. g-1  en el 

quinto muestreo y  el valor máximo de conteo de 2.04E+07 UFC. g-1 en el cuarto 

muestreo; en tanto que para el tratamiento con probiótico el valor máximo registrado 

fue de 1.34E+08 UFC. g-1 en  el tercer muestreo y un mínimo de 4.04E+06 UFC. g-1 en 

el quinto muestreo (Fig.5a). 

 

A pesar que el número promedio total de UFC.g-1  de vibrios presuntivos aislados  en 

agar TCBS en el  tratamiento control fue ligeramente superior al tratamiento con 

probiótico (Tabla 3), no evidenció ser estadísticamente significativo (P=0.877).  

a)           b)  

 

    Fig. 5. Número de UFC. g-1 (Valores promedio  ± desviación estándar)  en muestras de 
estómago de camarón durante el período de  adición de probiótico a) Agar 
Marino y b) Agar TCBS. 

 
 
Durante el tiempo de muestreo los valores máximos de vibrios presuntivos reportados 

para el tratamiento control fue de 1.57E+07 UFC. g-1  en el primer muestreo y un 

mínimo de 8.74E+05 UFC. g-1 en el quinto muestreo. En tanto que para el tratamiento 

con probióticos el valor máximo reportado fue de 1.75E+06 UFC. g-1 en el tercer 

muestreo y el valor mínimo fue de 8.77E+04 UFC. g-1  en el quinto muestreo (Fig.5b). 
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SEDIMENTO  

El número promedio total de UFC. g-1 recuperadas en AM en el tratamiento control fue 

ligeramente mayor que el tratamiento con probiótico (Tabla 3). Sin embargo no mostró 

ser estadísticamente significativo (P=0.12). Se reportó 8.83E+06 UFC. g-1 del cuarto 

muestreo  como valor máximo de UFC. g-1 en el tratamiento control,  mientras el valor 

mínimo de UFC. g-1 registrado fue de 6.07E+05 UFC. g-1 en el quinto muestreo. El 

valor  máximo de UFC. g-1 registrado para el tratamiento con probiótico fue de 

1.49E+06  UFC. g-1  en el tercer muestreo, mientras que el valor mínimo registrado fue 

de 4.92E+05 UFC. g-1 en el segundo muestreo (Fig.6a). 

a)         b)  

 

Fig.6. Número de UFC. g-1 (Valores promedio ± desviación estándar) en muestras de 
sedimento durante el período de  adición de probiótico.  a)  Agar Marino y b) 
Agar TCBS. 

 
 
A pesar de que el número promedio total de UFC. g-1 de vibrios presuntivos 

recuperados en TCBS  en el tratamiento control fue mayor que el tratamiento con 

probiótico (Tabla 3), este incremento no demostró diferencias significativas (P=0.17). 

El valor máximo de UFC. g-1  presentado durante el muestreo en el tratamiento control 

fue de 2.15E+04 en el cuarto muestreo, mientras que el valor mínimo registrado fue de 

2.33E+03 UFC. g-1  en el quinto muestreo. El valor  máximo registrado para el 
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tratamiento con probiótico fue de 5.00E+03 UFC. g-1  en el segundo muestreo , mientras 

que el valor mínimo registrado fue de 4.67E+02 UFC. g-1 en el tercer muestreo (Fig.6b). 

   

AGUA  

El número promedio total de UFC.ml-1 recuperadas en AM a pesar de ser mayor en el 

tratamiento con probiótico comparado con el control, no muestra diferencias 

estadísticamente significativas (Tabla 3; P=0.87). Se observa una tendencia al 

decrecimiento en en el número total de UFC. ml-1 en el tratamiento con probiótico, 

siendo 2.56E+04 UFC. ml-1 el valor máximo reportado en el primer muestreo, mientras 

que el valor mínimo registrado fue de 1.01E+03 UFC. ml-1  en el tercer muestreo.  

 

Un comportamiento contrario se observa en el tratamiento control que presenta una 

tendencia al incremento en el número total de UFC. ml-1, reportando  el valor  máximo 

de 5.6E+03 UFC. ml-1  en el cuarto muestreo, mientras que el valor mínimo registrado 

fue de 2.17E+03 UFC. ml-1 en el tercer muestreo (Fig.7a). 

a)               b)  

 

Fig.7. Número de UFC. ml-1 (Valores promedio ± desviación estándar) en muestras de 
agua durante el     período  de  adición de probiótico. a)  Agar Marino y b) Agar 
TCBS  
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A pesar  de que se reportó un mayor número promedio total de UFC. ml-1 de vibrios 

presuntivos en TCBS en el tratamiento con probiótico comparado con el tratamiento 

control (Tabla 3), no evidenció ser estadísticamente significativo (P=0.19). Para el  

tratamiento con probiótico se determinó un valor máximo de 6.27E+03 UFC. ml-1 de de 

vibrios presuntivos en el primer muestreo, mientras el valor mínimo  de 1.03E+02  

UFC. ml-1  en el quinto muestreo. En el tratamiento control, el valor máximo fue de  

1.65E+02 UFC. ml-1  en el primer muestreo y 2.00E+01 UFC. ml-1  como valor mínimo 

en el quinto muestreo (Fig.7b). 

 
Tabla 3. Número promedio total  de UFC (± desviación estándar) evaluadas  durante el 

período experimental en piscinas de cultivo de camarones L. vannamei a través 

de ANOVA de una vía.  

 

TRATAMIENTO 
MEDIO DE CULTIVO 

AM TCBS 

Camarón (UFC. g-1) 
 
Probiótico (P62-P64) 
 
 
Control 

 
 

4.61E+07a 

(7.94E+07) 
 

6.26 E+06a 
(1.01E+07) 

 
 

6.34 E+05a 
(1.25E+06) 

 
6.80E+06a 
(1.30E+07) 

Sedimento (UFC. g-1) 
 
Probiótico (P62-P64) 
 
 
Control 

 
 

1.15E+06a 

(1.10E+06) 
 

2.61E+06a 

(4.59E+06) 

 
 

2.82E+03a 
(2.88E+03) 

 
7.36E+03a 
(1.29E+04) 

Agua (UFC. ml-1) 
 
Probiótico (P62-P64) 
 
 
Control 

 
 

6.45E+03a 

(1.82E+04) 
 

3.40E+03a 

(2.96E+03) 

 
 

1.58  x 103a 

(4.91 x 103) 
 

1.04E+02a 

(1.14E+02) 
a Datos en una misma columna con diferente superíndice  son significativamente diferentes 

(p<0.05), n=3 piscinas.  
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4.3. CARACTERIZACIÓN DE AISLADOS BACTERIANOS GRAM-POSITIVOS Y 

GRAM-NEGATIVOS  

 

Las  muestras de camarón y sedimento presentaron un predominio de bacterias Gram-

negativas (Fig.8a y 8b). Adicionalmente se observó que las muestras de sedimento 

presentan mayor contenido de bacterias Gram-positivos comparados con las muestras 

de camarón. 

 

En muestras de estómago de camarón no existieron diferencias significativas (P=0.304) 

en el contenido de microorganismos Gram-negativos entre ambos tratamientos, 

reportando 96.98 ± 2.87% en el tratamiento control y  88.33 ± 2.88 % en el tratamiento 

probiótico. Existe un mayor porcentaje de microorganismos  gram-positivos en el 

tratamiento con probiótico (11.66 ± 2.88%) comparado con el tratamiento control (3.01 

± 2.87 %). Sin embargo la diferencia de contenido no mostró ser estadísticamente 

significativo (Fig.8a; P=0.101). 

 

Aunque en las muestras de sedimento se observó que existe un mayor porcentaje de 

microorganismos Gram-positivos (40.01 ±13.83 %)  en el tratamiento con probiótico 

comparado con el tratamiento control (28.74 ± 9.78%), no demostró ser 

estadísticamente significativo (P=0.41). En tanto que el tratamiento control presenta 

mayor contenido de  microorganismos Gram-negativos (71.25 ± 9.78%) que el 

tratamiento con probióticos (59.98 ±13.83%), sin embargo la diferencia  no mostró ser 

estadísticamente significativa (Fig.8b; P=0.41).  
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a) b)               

       
Fig 8. Porcentaje de aislados identificados como Gram-positivos y Gram-negativos en 

a) Muestras de camarón  y b) Muestras de sedimento. (Valores Promedios ± 
desviación estándar) 

 

4.4. CARACTERIZACIÓN DE AISLADOS BACTERIANOS EN BASE A 

CARACTERÍSTICAS METABÓLICAS  

 

Todas las cepas aisladas presentaron morfologías  similares; colonias no pigmentadas en 

TSA, colonias pigmentadas en AM , mientras que en TCBS formaban colonias 

fermentadoras (amarillas) y no fermentadoras (verde). La identificación bacteriana se 

realizó en base a algunas características morfológicas y metabólicas, alcanzando el nivel 

taxonómico de género.  

 

Dentro de los microorganismos  Gram-negativos aislados de muestras de estómago de 

camarón se determinó que el tratamiento control presentó un mayor contenido de los 

géneros Vibrio y Aeromonas  comparados con el tratamiento probióticos, cuya 

diferencia no reportó ser estadísticamente significativa (P=0.69 y P=0.42 

respectivamente; Fig. 9a y 9b). 
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El tratamiento con probiótico presentó una elevada presencia de otros microorganismos  

Gram-negativos comparado con el tratamiento control. En ambos tratamientos dentro de 

los aislados caracterizados no se determinó la presencia del género Pseudomonas 

durante el estudio. 

a)      b) 

 

 

 

 

 
 
Fig 9. Porcentaje de los géneros  Vibrio, Aeromonas y otros microorganismos Gram-

negativos en muestras de estómago camaron. a)Tratamiento Control y 
b)Tratamiento Probiótico. * Otros: Microorganismos Gram-negativos no pertenecientes a 
los géneros Pseudomonas, Aeromonas o Vibrio. 

 
 
 

Para los aislados obtenidos de las muestras de sedimento, el porcentaje de vibrios en el 

tratamiento control fue mayor comparado con el tratamiento con probiótico, sin 

embargo no se observaron diferencias estadísticamente significativas (P=0.67; no 

obstante no se determinaron diferencias significativas (P=0.82) en el  contenido de 

Aeromonas en ambos tratamientos, mientras que el contenido de  otros 

microorganismos Gram-negativos fue superior en el tratamiento con probióticos (Fig 

10a y 10b). Durante el estudio, no se determinó la presencia del género Pseudomonas 

en ambos tratamientos. 
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a) b)  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Fig.10. Porcentaje de los géneros  Vibrio, Aeromonas y otros microorganismos Gram-     

negativos en muestras de sedimento. a)Tratamiento Control y b)Tratamiento 
Probiótico * Otros: Microorganismos Gram-negativos no pertenecientes a los géneros 
Pseudomonas, Aeromonas o Vibrio. 

 

 

4.5.  ESTIMACIÓN DE LA DIVERSIDAD BACTERIANA POR MEDIO DEL DGGE 

 

Se calculó la riqueza  y la abundancia relativa de las especies bacterianas (promedio 

quincenal) a partir del número e intensidad de bandas de 16S rRNA bacteriano 

obtenidos con el DGGE. A partir de los perfiles generados se calcularon  varios índices 

para estimar la diversidad bacteriana, riqueza y homogeneidad de las comunidades 

bacterianas presentes en ambos tratamientos. 

 

 

4.5.1. Índices de diversidad en muestras de estómago de camarón 

 
Durante el tiempo de muestreo, el tratamiento control mostro una ligera tendencia a 

disminuir su riqueza de especies durante los cuatro muestreos seguidos de una 

recuperación hacía el quinto muestreo, reportándose para el tratamiento control un valor 

máximo de 11 en el primer muestreo y  un valor mínimo de 9 en el cuarto muestreo 

(Fig. 11a). El tratamiento con probiótico mostró ligeros cambios en su riqueza de 
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especies durante el período de muestreo, reportando  10.3 como valor máximo en el 

tercer muestreo  y 8.0 como valor mínimo en el primer muestreo (Fig.11b). 

    

Durante el período de muestreo, el índice de Shannon-Weaver en el tratamiento control 

reflejó una tendencia a la disminución del número y abundancia de especies presentes 

en las comunidades bacterianas, reportando un valor máximo de 1.97 en el segundo 

muestreo y un valor mínimo de 1.52 en el quinto muestreo (Fig.11c). El tratamiento con 

probiótico por el contrario muestra una tendencia a cambios  en el número y abundancia 

de especies dentro de las poblaciones bacterianas a lo largo del muestreo, reportando su 

valor máximo de 1.90 en el quinto muestreo y un valor mínimo de 1.66 en el cuarto 

muestreo (Fig.11d). 

 

El índice de Evenness demuestra que el tratamiento con probiótico mantuvo muy 

homogénea su comunidad bacteriana durante los tres primeros muestreos, con una 

disminución hacía  el cuarto muestreo que se determinó como valor mínimo de 0.67 

seguido de la recuperación de la homogeneidad en el quinto muestreo. El valor máximo 

de 0.84 fue establecido en el segundo muestreo (Fig.11f). En lo que concierne al 

control, existió una tendencia a la disminución de la homogeneidad de las especies que 

conforman las comunidades bacterianas durante el tiempo de muestreo siendo la 

proporción de individuos en cada especie menos homogénea al término del muestreo, 

reportando como valor máximo 0.85 en el primer muestreo y un valor mínimo de 0.63 

en el quinto muestreo (Fig.11e). 
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Indice de Riqueza (S) 
a) b)  

 
Shannon-Weaver (H´) 
c)               d)  

 
Evenness (E) 
e) f)  

 
Fig.11. Índices de diversidad de comunidades bacterianas, Riqueza (S), Shannon-

Weaver (H´) y Evenness (E) calculados a partir de patrones de bandas 
generadas por DGGE de muestras de camarón en un sistema de cultivo de 
Litopenaeus vannamei. Tratamiento Control: a, c y e; Tratamiento con 
Probiótico: b, d y  f. (Valores promedios ± desviación estándar; escala 
adimensional). 
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4.5.2. Índices de diversidad en muestras de sedimento 

 

El tratamiento control presentó una tendencia al descenso de su riqueza durante el 

período de muestreo, reportándose como valor máximo de índice de riqueza (S) 18.67 

en el primer muestreo y un valor mínimo de 12.33 en el tercer muestreo (Fig.12a). Por 

el contrario el tratamiento con probiótico  mostró ligeros cambios durante el muestreo 

reportando 17 como valor máximo en el cuarto muestreo, manteniéndose estable el 

número de especies presentes, siendo 15.33 el valor mínimo observado en el tercer 

muestreo (Fig.12b). Un muestreo previo a la adición de probiótico en el tratamiento con 

probiotico reveló un valor  en su riqueza de 17 que cambió hacia  16.67 durante el 

primer muestreo. 

 

Los índices de Shannon-Weaver quincenales no reportaron cambios en el número de 

especies y su abundancia dentro de las comunidades bacterianas en el tratamiento con  

probiótico durante el período de muestreo. Mientras que el tratamiento control mostró 

ligeras fluctuaciones durante el periódo de muestreo. El tratamiento control reportó un 

valor máximo de 3.05 en el cuarto muestreo, siendo 2.05 el valor mínimo en el segundo 

muestreo (Fig.12c). El tratamiento con probiótico mantuvo constante el número de sus 

especies bacterianas y su abundancia a lo largo del cultivo observado  a partir de un 

muestreo previo  a la adición de probiótico que  reportó un valor  de 2.42 que cambió 

hacia 2.45 obtenido en el primer muestreo (posterior a adición de probiótico) que 

demostró ser el valor máximo y  2.21 como valor mínimo de en el tercer muestreo 

(Fig.12d). 
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Riqueza (S) 
a)      b) 

 
Shannon-Weaver (H´) 
c)             d)  

 
Evenness (E) 
e )                         f )  

 
Fig.12. Índices de diversidad de comunidades bacterianas, Riqueza (S), Shannon-

Weaver (H´) y Evenness (E) calculados a partir de patrones de bandas 
generadas por DGGE de muestras de sedimento marino en un sistema de 
cultivo de Litopenaeus vannamei. Tratamiento Control: a, c y e; Tratamiento 
con Probiótico: b, d y f. (Valores promedios ± desviación estándar; escala 
adimensional). 
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muestreos  produciéndose un incremento hacia el cuarto muestreo y un descenso hacia 

el quinto muestreo. El tratamiento con probiótico no presentó variaciones durante los 

muestreos, manteniéndose las comunidades bacterianas homogéneas (Fig 12e y 12f).  

 
 

4.5.3. Índices de diversidad en muestras de agua 

 

La riqueza de especies quincenales en la microflora de agua mostró ligeras  variaciones 

durante el tiempo de muestreo en el tratamiento control. Mientras la riqueza del 

tratamiento con probiótico sé mostró similar durante el período de muestreo. El 

tratamiento control reportó un valor máximo de 16.3 en el segundo muestreo y un valor 

mínimo de 10.5 en el quinto muestreo (Fig.13a), mientras que en el tratamiento con 

probiótico se observó un valor máximo de 17 en el segundo muestreo y un valor 

mínimo de 13 en el cuarto muestreo (Fig.13b). Un muestreo previo a la adición de 

probiótico en el tratamiento con probiótico reveló un valor en su  riqueza de 10 que 

cambió  hacía 15.7 durante el primer muestreo.  

 

El número y abundancia de especies bacterianas reportadas por los índices de Shannon-

Weaver (H´) quincenales durante los muestreos fueron muy similares en ambos 

tratamientos, siendo el valor máximo registrado para el tratamiento control de 2.3 en el 

segundo muestreo, y el valor mínimo de 1.9 en el primer muestreo (Fig.13c). El 

tratamiento con probiótico  reportó 2.37 como  valor máximo en el segundo muestreo y 

2.06 como mínimo en el cuarto muestreo (Fig.13d). Un muestreo previo a la adición de 

probiótico reveló un cambio en la distribución del número y abundancia de  especies 
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que conforman las comunidades pasando desde 1.70 a 2.11 valor registrado en el primer 

muestreo. 

 

Los valores de los índices de Evennes (E) quincenales obtenidos durante los muestreos 

no presentaron cambios, mostrando comunidades muy similares en homogeneidad en 

ambos tratamientos, registrando un valor máximo de 0.81 en el segundo muestreo y un 

mínimo de 0.73 en el primer muestreo para el tratamiento control (Fig.13e). Para el 

tratamiento con probiótico el valor máximo registrado fue de 0.89 el quinto muestreo y 

el valor mínimo de 0.77 en el primer muestreo. Un muestreo previo a la adición de 

probiotico reveló que la homogeneidad de las comunidades en el tratamiento con 

probiótico no fue alterada al adicionar el probiótico, cuyo valor de 0.77 se mantuvo 

antes y después de la adición del mismo registrado en el primer muestreo (Fig 13f). 
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Evenness (E) 
e)                                        f)  

 
Fig.13. Índices de diversidad de comunidades bacterianas, Riqueza (S), Shannon-

Weaver (H´) y Evenness (E) calculados a partir de patrones de bandas 
generadas por DGGE de muestras de agua en un sistema de cultivo  de 
Litopenaeus vannamei. Tratamiento Control: a,c y e; Tratamiento con 
Probiótico: b, d y f. (Valores promedios ± desviación estándar; escala 
adimensional). 

 

 
4.6. GELES COMPUESTOS COMO HERRAMIENTA PARA ILUSTRAR 

SIMILARIDADES ENTRE TRATAMIENTOS 

 
El programa Gene Profiler permitió crear una representación diagramática de los 

perfiles de bandas de 16S rRNA bacteriano. Esto permitió ilustrar las similaridades 

entre los patrones de bandas de las muestras analizadas de camarón, sedimento y agua 

durante el período de muestreo correspondiente a la adición de probiótico dentro del 

ciclo de cultivo de camarón L. vannamei. 

 

El diagrama en muestras de camarón (Fig.14) permitió observar una diferencia en las 

especies presentes en las comunidades bacterianas en el tratamiento con probiótico en 

comparación con el tratamiento control. 
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Fig.14. Gel  Compuesto de muestras de estómago de camarón en Tratamiento Control: 9 

(1-5), 13 (1-5), 14 (1-5) y con Probiótico: 10 (1-5), 11 (1-5), 12 (1-5) a partir 
de perfiles de genes de 16S rRNA obtenidos por  DGGE durante tiempo de 
aplicación de probiótico sobre un ciclo de cultivo semi-intensivo de camarón   
L. vannamei. 

 
Esta variación no fue percibida por los índices de diversidad, ya que la riqueza y la 

homogeneidad se mantuvieron aproximadamente igual en ambos tratamientos durante 

los muestreos. 

 

Además se observó que en ambos tratamientos existen comunidades bacterianas 

similares que están presentes contínuamente dentro de los muestreos, que no se 

encuentran fijas durante el tiempo de muestreo, mostrando fluctuaciones de su presencia 

durante el ciclo de cultivo.  
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En las muestras de sedimento, la información obtenida refleja una comunidad muy 

diversa en ambos tratamientos durante los diferentes muestreos (Fig.15), observándose 

una mayor riqueza de especies durante el tiempo de muestreo en el tratamiento con 

probiótico comparadas con el tratamiento control. Ambos tratamientos comparten la 

presencia de ciertas especies similares que conforman la comunidad bacteriana 

filogenéticamente común en ambos medios, cuyas presencias fluctúan a lo largo del 

período de muestreo. Se aprecian comunidades que se mantienen  presentes a lo largo 

del muestreo. 

 

Fig.15. Gel  Compuesto de Muestras de sedimento en Tratamiento Control: 9 (1-5), 13 
(1-5), 14 (1-5) y con Probiótico: 10 (1-5), 11 (1-5), 12 (1-5) a partir de perfiles 
de genes de 16S rRNA obtenidos por DGGE durante tiempo de aplicación de 
probiótico sobre un ciclo de cultivo semi-intensivo de camarón L.  vannamei. 

 
 
En muestras de agua se observó la presencia de dos grupos de especies 

filogenéticamente no relacionadas que conforman las comunidades bacterianas 

detectadas a lo largo del período de muestreo, tanto para el tratamiento control como 

para el tratamiento con probiótico (Fig.16). No se observarón cambios en la 
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composición bacteriana entre los tratamientos, cuya diversidad manifiesta ligeras 

fluctuaciones durante el período de muestreo. 

 
Fig.16. Gel  Compuesto de Muestras de agua en Tratamiento Control: 9 (1-5),13          

(1-5),14 (1-5) y Tratamiento con Probiótico: 10 (1-5),11 (1-5),12 (1-5)  a partir  
de perfiles de genes de 16S rRNA obtenidos por DGGE durante tiempo de 
aplicación de probiótico sobre un ciclo de cultivo semi-intensivo de camarón    
L. vannamei. Nota: Muestra P11-2 no registrada. 

 
 
4.7. PERFILES DE BANDAS GENERADOS POR PCR-DGGE DE P62 Y P64. 
 
 
El análisis de los perfiles de bandas generados a partir de extracciones de ADN 

directamente de las bacterias P62 (Vibrio sp) y P64 (Bacillus sp) reportaron más de una 

banda en DGGE  debido a que poseen más de una copia de genes que codifican 16S 

rRNA en ambas bacterias (Fig.17), lo que dificultó su detección dentro de las 

comunidades bacterianas de camarón, sedimento y agua. 
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Fig.17. Perfiles generados  de secuencias de genes de 16S rRNA de aislados de        

P62: Vibrios sp. y P64: Bacillus sp., M: Marcador; R: Réplica por medio del 
DGGE. 

 

4.8. ANÁLISIS DE SIMILARIDAD DE LOS PATRONES DE DGGE.  

 

El análisis de Conglomerados a partir de los perfiles de bandas de ADN bacteriano 

obtenido por PCR-DGGE reportó cambios  durante el curso del experimento 

representados en los dendrogramas, los cuales revelarón similaridades entre las especies 

bacterianas que conforman la estructura de las comunidades presentes en los 

tratamientos control y  probiótico.  

 

CAMARÓN  

El dendrograma resultante del agrupamiento de las especies que conforman la 

microflora de estómago de camarón (Fig.18) reportó una tendencia a asociarse en 

grupos naturales que poseen especies filogenéticamente relacionadas en común dentro 

de las comunidades bacterianas presentes en el tratamiento control (P9, P13, P14) y el 

tratamiento con probiótico (P10, P11, P12). 
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Fig.18. Dendrograma generado a partir de fragmentos de 16S rRNA obtenidos por PCR 

de muestras de estómago de camarón durante tiempo de aplicación de probiótico 
sobre un ciclo de cultivo semi-intensivo de camarón L. vannamei. Tratamiento 
control: 9 (1-5), 13 (1-5), 14 (1-5); Tratamiento con Probiótico:10 (1-5),           
11 (1-5), 12 (1-5). 

 
 
El bajo porcentaje de asociación (10% de similaridad) entre tratamientos nos da una 

visión de un efecto más claro de la acción del probiótico sobre la microflora presente en 

el estómago de camarón, cuyos patrones  de abundancia de especies presentan 

estructuras muy similares dentro de cada tratamiento durante el período de muestreo. 

Esto no implica que los grupos no posean especies en común, pero sus patrones de 

abundancia son encontrados consistentemente diferentes entre los grupos de ambos 

tratamientos. 
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SEDIMENTO 

El porcentaje de asociación a partir de un 20% de similaridad (Fig.19) entre ambos 

tratamientos reportó  grupos ligeramente más  similares entre las comunidades que 

conforman ambos  tratamientos. Se pudo apreciar que entre ambos poseen un  mayor 

número de especies en común, disminuyendo la similaridad de comunidades dentro de 

cada tratamiento. 

 

 

             
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Fig.19.  Dendrograma generados a partir de fragmentos de 16S rRNA obtenidos por 

PCR de muestras de sedimento durante tiempo de aplicación de probiótico 
sobre un ciclo de cultivo semi-intensivo de camarón L. vannamei. Tratamiento 
control: 9 (1-5), 13 (1-5), 14 (1-5); Tratamiento con Probiótico:10 (1-5),          
11 (1-5), 12 (1-5). 

 
 
AGUA 

El porcentaje de asociación a partir de un 30% de similaridad (Fig.20) en ambos 

tratamientos reportan   grupos más  similares entre las comunidades que conforman los 

tratamientos, se pudo apreciar que entre ambos poseen un  mayor número de especies en 
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común superior a camarón y sedimento  disminuyendo la similaridad de comunidades 

dentro de cada tratamiento. 
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Fig.20. Dendrograma generados a partir de fragmentos de 16S rRNA obtenidos por 

PCR de muestras de agua durante tiempo de aplicación de probiótico sobre un 
ciclo de cultivo semi-intensivo de camarón L. vannamei. Tratamiento control: 9 
(1-5), 13 (1-5), 14 (1-5); Tratamiento con Probiótico: 10 (1-5), 11 (1-5), 12   
(1-5). 

 
 
4.9. PARÁMETROS ABIÓTICOS 
 
 
Durante el ciclo de cultivo  el valor promedio en los dos tratamientos de Oxígeno 

disuelto (mg.l-1) reportado fue de 4.84 ± 1.20, mientras que la temperatura (OC) 

registrada fue de 28.65 ± 1.16. El valor de pH (H+) registrado fue de 8.82 ± 0.15, 

mientras que la salinidad (o/oo) reportada fue de 42.50 ± 2.19.  Los promedios  por 

tratamiento se observan en la Tabla 4. 
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Tabla 4: Valores promedios de parámetros (± desviación estándar)  físicos y químicos 

registrados durante el período de cultivo en agua de las piscinas 

experimentales. 

 
TRATAMIENTO  OD  (mg.l-1) T (oC) PH  (H+) S (o/oo) 

Control 4.89± 0.65 28.53±0.55 8.83±0.16 42.64±2.20 

Probiótico 4.98±0.50 28.62±0.53 8.83±0.15 42.37±2.17 
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5. DISCUSIÓN 

 

El uso de bacterias benéficas (probióticos) que desplacen patógenos asociados con 

enfermedades está ganando aceptación como herramienta de manejo en el control de 

patógenos; como una práctica preventiva que, administrado en lugar de los antibióticos 

promueve además la salud animal (Gatesoupe, 1999; Gómez-Gil et al., 2000). 

 

El empleo del género Bacillus ha sido ampliamente reportado en acuicultura por su 

actividad microbicida contra vibrios luminiscentes; ya sea adicionado solo (Rengpipat 

et al., 1998; Moriarty 1999) o en combinación con otras bacterias (Queiroz & Boyd, 

1998). Mientras  que el uso de vibrios como probiótico es controversial debido a que 

algunas especies pertenecientes a este género están asociados con  enfermedades (V. 

harveyi, V. parahaemolyticus y otros  vibrios luminiscentes). Sin embargo, desde 1995 

en la industria camaronera en Ecuador se ha reportado que especies caracterizadas como  

V. alginolyticus son ampliamente utilizados para el control de la alta incidencia de 

enfermedades en larvicultura.  

 

Estudios realizados por  Douillet (2000) demostraron que el uso de mezclas probióticas 

son más efectivas que las cepas independientes en el control de patógenos, debido a la 

mejor posibilidad de establecer poblaciones probióticas a pesar que las variaciones 

medio ambientales son mayores. 

 

La efectividad de los probióticos depende largamente  del modo de aplicación. Existen 

varios métodos para suministrar las preparaciones microbianas: biofilm, inmersión 
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(Stone,1998), alimento (Rengipat el at, 1998) y aplicación directa en tanques (Garriques 

& Arevalo, 1995; Moriarty, 1998). La aplicación en el alimento tiene varias ventajas 

sobre las otras técnicas: es aplicable para acuicultura extensiva e intensiva, y no 

requiere  ninguna operación adicional del trabajo. La mayoría de los alimentos 

artificiales son fabricados bajo condiciones estériles, minimizando la potencial 

contaminación con un inóculo proveniente de esta fuente (Jones, 1998). 

 

La supervivencia durante nuestro experimento se vió mermada por un brote de mancha 

blanca a la mitad del ciclo de cultivo, el cual afectó a todo el cultivo. Estudios  

preliminares  (Balcazar 2002) del efecto de la mezcla de probióticos P62-P64 frente al 

virus de la Mancha Blanca (WSV), indicaron que existiría un efecto protector contra 

enfermedades, cuando el grado de infección es moderado. Esto podría ser atribuido al 

efecto inmunoestimulante de las cepas probióticas utilizadas. En estudios realizados por 

Gulliam (2001) se reportó que la cepa P64 mantiene el sistema inmunitario de los 

camarones más activo. Los estudios histopatológicos a los camarones de nuestro cultivo 

reportaron que el grado de infección fue severo durante la aparición del evento (datos 

no publicados), por lo que no podemos atribuir este efecto sobre nuestro experimento.  

 

Nuestro estudio no reportó diferencias significativas en la tasa de  supervivencia y 

producción final, que coinciden con los resultados obtenidos por  Shariff et al. (2001) y 

Devaraja et al. (2002) en cultivos de P. monodon al emplear productos microbianos 

comerciales que contenían Bacillus spp. como parte de su composición.   
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Además, estudios realizados in vivo por Balcázar (2002)  con la combinación de las 

cepas P62-P64 no reportaron diferencias estadísticamente significativas en 

supervivencia entre tratamiento control y  probiótico, pero si en incremento de peso y  

peso promedio del animal. Similares resultados fueron obtenidos por Gullian (2001) en 

juveniles de L. vannamei con cepas Bacillus P64, Vibrio P62 y V. alginolyticus (cepa 

Ili) como probióticos, reportando  diferencias significativas en crecimiento (P<0.05) 

respecto al control después de 20 días de ensayo. 

 

De acuerdo con Conway (1990); Roques & Dussert (1991), cuando se ha suministrado 

probióticos en animales de cultivo, el incremento de peso observado puede estar 

relacionado de manera directa si son utilizados como fuente de alimento o 

indirectamente por producción de enzimas y/o vitaminas, asimilación de nutrientes,  

mejorando de esta manera el rango de crecimiento, supervivencia y tasa de conversión 

alimenticia (Douillet & Langdon, 1994; Garriques & Arevalo, 1995). Este hecho 

sugiere que a pesar de no ser estadísticamente significativo, el tratamiento probiótico 

reportó  mejores peso promedio por animal  y tasa de crecimiento por día comparado 

con el control; sin embargo  el mecanismo de acción del probiótico en el experimento 

no  fue definido. Por otro lado no podemos descartar el posible efecto relacionado con 

la densidad de animales presente en el tratamiento probiótico, debido a que ésta fue 

menor comparada con el tratamiento control. Esto permitiría un mejor aprovechamiento 

del alimento suministrado por los animales del cultivo. 
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Caracterización de comunidades en estómago de camarón, sedimento y agua por 

metodología cultivo-dependiente  

 

El número promedio total de UFC de la flora bacteriana estimada en el camarón, agua y 

sedimento no mostró diferencias significativas entre los tratamientos probiótico y 

control. Sin embargo, el mayor valor promedio total de UFC. g-1 y UFC. ml-1 en 

muestras de estómago de camarón y agua de piscinas tratadas con probiótico comparado 

con el tratamiento control podría posiblemente estar asociado a la adición regular de 

probiótico (Shariff et al., 2001). Similares resultados fueron obtenidos  por Shariff et al. 

(2001) y  Dalmin et al. (2001) en cultivo de P. monodon  con productos comerciales 

microbianos que contenían Bacillus sp. entre sus componentes. Por otro lado Devaraja 

et al. (2002) reportó un incremento significativo (P<0.05) en el número promedio total 

de UFC en muestras de sedimento en cultivo de P. monodon a partir del uso de 

productos comerciales conteniendo el género Bacillus sp. entre sus componentes. 

 

Nuestro experimento mostró en las piscinas control  un valor relativamente alto de 

vibrios en las muestras de estómago de camarón y sedimento comparados con las 

piscinas con  probiótico, sugiriendo un efecto inhibidor que podría ser  provocado por la 

producción de sustancias microbicidas o un mecanismo de sustitución competitiva de 

los probióticos sobre estas  bacterias fide Gullian (2001). Este hecho concuerda con 

estudios realizados por Shariff et al. (2001); Devaraja et al. (2002) y  Dalmin et al. 

(2001) quienes evidenciaron un efecto de reducción de vibrios no significativo en 

piscinas tratadas con probióticos en cultivos de P. monodon. 
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De acuerdo con Brisou et al. (1975); Siavichay (1997); Vandenberghe et al. (1998); 

Conejero & Hedreyda (2003) las bacterias Gram-negativas son las que predominan en 

los ambientes marinos,  constituyendo la mayor parte de la flora intestinal de crustáceos 

y de su entorno. Mientras que Hisbi et al. (2000) indica que las bacterias Gram-

negativas forman parte de la flora normal de Litopenaeidos. Este hecho coincide con 

nuestros resultados, en los cuales, se determinó que existe un predominio de bacterias 

gram-negativas en muestras de estómago de camarón y sedimento en ambos 

tratamientos; pero con un incremento del contenido de bacterias Gram-positivas en 

muestras de estómago de camarón en el tratamiento con probiótico. 

 

Alvarez et al. (2000) reportó que las bacterias Gram-negativas son las que predominan 

en el sedimento de los sistemas extensivos, constituyendo cerca de un 80% de la 

población. Mientras que Moriarty & Hayward (1982) indicaron  que las bacterias Gram-

positivas constituyen aproximadamente un 20% de la microbiota total presente en 

sedimento. Por otro lado, un estudio realizado por Pozo (2005, Datos no publicados) 

sobre la caracterización de poblaciones microbianas en sistemas de cultivo semi-

intensivo de L. vannamei en piscinas camaroneras ubicadas en el sector de Palmar 

(Península de Santa Elena), reportó que la mayoría  de microorganismos aislados en 

muestras de sedimento fueron Gram-negativos con porcentajes de 66 % y  67.8%, 

mientras que para Gram-positivos fueron de 32.2 % y 34 %.  

 

Nuestro experimento, a pesar de no encontrarse diferencias significativas se obtuvieron 

resultados similares al reportar un predominio de bacterias gram-negativas  en ambos 

tratamientos en las piscinas de la estación experimental del CENAIM. Se observó 
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mayor predominio del  tratamiento control con 71.25 %  y menor predominio del 

tratamiento con probiótico con 59.98 %, mientras que para microorganismos Gram-

positivos el  tratamiento con probiótico reportó un  valor superior de 40.01 %  y el 

control reportó valores de 28.74 % inferiores al reportado anteriormente  por Pozo 

(2005, datos no publicados). 

 

Posiblemente los resultados obtenidos en el tratamiento probiótico en nuestro 

experimento sugieran que una vez adicionadas las cepas P62-P64, éstas influyen sobre 

la diversidad bacteriana, posiblemente provocando inhibición de algunos grupos 

bacterianos, o bien ejerciendo algún mecanismo de sustitución competitiva, dejando 

libre nichos biológicos ocupados anteriormente por bacterias autóctonas que podrían 

haber sido  ocupados por microorganismos Gram-positivos. Esto podría sugerir que la 

incorporación de altas concentraciones bacterianas es eficiente en la sustitución y 

modificación de la flora natural (Gullian, 2001). 

 

De acuerdo con  Sung et al. (1999) las especies de bacterias dominantes en piscinas 

camaroneras son microorganismos Gram-negativos del género Vibrio, tales como: V. 

parahaemolyticus, V. harveyi y V. alginolyticus, y los géneros Aeromonas y 

Pseudomonas. Estos géneros se encuentran en el agua, suelo del medio marino o 

estuarios y conformando parte de la flora intestinal de los camarones Litopenaeidos 

(Gomez-Gil et al.,1998; Moss et al,1996; Álvarez 1983 fide Simoes; 2002; Yasuda & 

Kitao1980; Vandenberghe et al., 1999). Los resultados en nuestro experimento 

reportaron dentro de los microorganismos Gram-negativos aislados, la presencia de los 

géneros Vibrio y Aeromonas pero no del género Pseudomonas formando parte de la 
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flora de estómago de camarón y sedimento en ambos tratamientos. La ausencia de este 

género podría ser atribuído a las condiciones de salinidad de los sistemas de cultivo, 

para las cuales este género no se encuentra adaptado.  

 

El contenido  bacteriano de Vibrio y Aeromonas del tratamiento con probiótico  en 

muestras de estómago de camarón en nuestro experimento es inferior al reportado por 

Leaño et al. (1998) en hepatopáncreas de P. monodon, en estómago de animales sanos 

de L. vannamei reportado por Gomez-Gil et al. (1998) y en la flora bacteriana en las 

branquias de L. vannamei reportado por Moss et al. (2000). 

 

Cabe mencionar  que nuestros resultados concuerdan con los obtenidos por Gullian 

(2001) y  Balcazar (2002) quienes evaluaron in vivo las variedades P62 (Vibrio sp.) y 

P64 (Bacillus sp.) como probióticos mostrando que ejercen un efecto antagonista 

reduciendo la entrada de V. harveyi, reemplazando la microflora autóctona en                

L. vannamei, lo que podría afirmar que su adición altera paulatinamente la composición 

bacteriana,  permitiendo el acceso a ciertos nichos por  otras especies bacterianas . 

 

Aunque los resultados de este trabajo no explica la naturaleza de la presencia de una 

abundancia relativa de otros grupos bacterianos en relación con los vibrios luego de la 

adición de probiótico, existe en la bibliografía información relevante que nos permite 

proponer ciertos criterios que pueden ayudar a esclarecer este fenómeno. Así, a pesar de 

no ser estadísticamente significativo, la disminución de los Vibrio spp. reportado en el 

tratamiento probiótico de muestras de sedimento y estómago de camarón pudo deberse 

al efecto inhibidor del Bacillus sp., y de Vibrio sp. posiblemente por producción de 
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sustancias microbicidas (Williams & Vickers,1986), bacteriocinas (Browdy,1998), 

sideróforos, lisozimas, proteasas, peróxido de hidrógeno o alteración de pH por la 

producción de ácidos orgánicos (Sugita et al.,1997). Además, tampoco se puede excluir 

una competencia por nutrientes en el medio que permita que ciertos microorganismos 

mejor adaptados ocupen nichos biológicos. Tampoco podemos descartar la posible 

incidencia de  la flora exógena del medio circundante proveniente de las sucesivas 

reposiciones de agua, lo que permitiría una mayor riqueza  y mejor abundancia relativa 

de diferentes grupos taxonómicos. 

 

Estimación de la diversidad bacteriana por medio de DGGE 

 

Douillet & Langdon (1993); Douillet & Langdon (1994); Riquelme et al. (2001) 

sugieren  que el mantenimiento de una comunidad bacteriana natural y equilibrada 

puede beneficiar los cultivos larvarios de camarones Penaeidos (Alabi et al., 1997). Sin 

embargo, no está claro qué nivel de diversidad es necesario para mantener la estabilidad 

de la comunidad. De acuerdo a Nogami & Maeda (1992); Garriques & Arévalo (1995) 

existe  modificación de la flora bacteriana mediante el uso de probióticos, pero aun  no 

se encuentran claramente definidos  los cambios que se producen a nivel de la 

comunidad microbiana.  

 

Se conoce relativamente muy poco acerca de los cambios producidos en la 

composición, estructura de las comunidades y poblaciones microbianas existentes en los 

sistemas de cultivo de camarones donde se emplea probióticos y cómo éste actúa sobre 

la diversidad microbiana. La literatura existente sobre diversidad, composición y 
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estructura de comunidades microbianas son estudios de tipo descriptivos que han sido 

dominantes junto con reportes de estudios de dinámica espacio-temporal de la 

biodiversidad microbiana en ecosistemas acuáticos (océanos, ríos, lagos) y terrestres 

(Morris et al., 2002). No se dispone de información  sobre la diversidad microbiana en 

los sistemas de cultivo de camarone en los cuales se ha aplicado probiótico. 

 

La respuesta de la comunidad microbiana ante la presencia de los probióticos en los 

sistemas de cultivo de camarones es considerada desconocida debido a que el 

conocimiento de los microorganismos presentes en los sistemas de cultivos quedaba 

limitado a aquellos que podían obtenerse a partir de cultivo de laboratorio.  En la 

actualidad esto podría cambiar con la aplicación de técnicas moléculares (entre las que 

se encuentra el método de DGGE) que permiten estudiar y comparar comunidades 

microbianas en diferentes ecosistemas acuáticos y terrestres (fide Nakatsu et al., 2000). 

Sin embargo  no había sido empleado como herramienta de estudio de diversidad 

microbiana en sistemas de cultivo de camarones. Es entonces su aplicación una 

herramienta innovadora y pionera en nuestro experimento para estimar la diversidad 

bacteriana y la estructura de las comunidades microbianas presentes en la microflora de 

estomago de camarón, sedimento y agua de cultivo. El uso de esta técnica permite 

aportar nueva información que podría ayudar a una mejor comprensión de la diversidad 

microbiana, composición y dinámica bacteriana presentes en piscinas de cultivo de 

camarón.  

 

En nuestro estudio, los perfiles derivados de la aplicación de DGGE obtenidos a partir 

de secuencias de 16S rRNA bacteriano para las diferentes muestras de estómago de 
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camarón, sedimento y agua fueron utilizados como un medio para estimar la diversidad 

bacteriana y su intensidad relativa representó la dominancia de especies particulares 

dentro del sistema semi-intensivo (Calvo-Bado et al., 2003). Siendo la obtención de los 

índices de diversidad de nuestro experimento es un punto de partida importante en el 

estudio de diversidad microbiana, estableciendo el escenario para futuros estudios, 

fundamentalmente con respecto a  la dinámica de la comunidad bacteriana. 

 

Al comparar los índices de diversidad por tipo de muestra en ambos tratamientos 

podemos observar que los índices obtenidos a partir de muestras de sedimento presentan 

en general los índices de diversidad más altos. Seguidos de las muestras de agua y por 

último las muestras de estómago de camarón, cuyos resultados difieren a lo reportado 

por Borbor, (2005, datos no publicados) en un estudio en cultivo semi-intensivo de      

L. vannamei con ayuda de técnicas moléculares basadas en análisis de 16S rRNA 

bacteriano, quien reportó índices superiores de riqueza, número y abundancia  en 

muestras de agua comparados con muestras de sedimento, con excepción de la 

homogeneidad, donde indica que las muestras de sedimentos se encuentran distribuidas 

mas uniformemente.  

 

Casamayor et al. (2000) citan que los ecosistemas  pueden ser ricos en especies, pero la 

homogeneidad es muchas veces baja. En nuestro experimento el tratamiento con 

probiótico  presentó una mejor distribución del número y abundancia de especies (H´) 

en las muestras de sedimento y camarón, mientras que su homogeneidad (E) no se vió 

disminuida. Las muestras de agua del tratamiento con probiótico presentaron una 

distribución del número y abundancia de especies (H´) y homogeneidad (E) similar con 
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el tratamiento control. Esto podría deberse a que los microorganismos presentes en el 

sedimento y en estómago de camarón habitan en un medio menos cambiante que el 

agua de cultivo.  

 

Dado que la riqueza de especies presentes en cada muestreo de ambos tratamientos en 

muestras de estómago de camarón y sedimento es similar, las variaciones en los 

resultados ocurren unicamente con base en el número, abundancia y proporciones de sus 

especies. La variación del índice de Shannon-Weaver en nuestro estudio es el reflejo de 

que a medida que se realizaba el cultivo una o pocas especies dominaron durante el 

ciclo del cultivo en el tratamiento probiótico; mostrando que las especies bacterianas se 

distribuyerón en un mayor número de especies y  las abundancias fuerón más 

semejantes entre sí (más homogénea). Mientras que el tratamiento control mostró una 

tendencia de disminución  de su diversidad hacía él termino del cultivo, lo que podría 

deberse a que algunas especies bacterianas presentarón dominancia, denotando 

abundancias menos semejantes entre sí. Cabe mencionar que estos valores están 

relacionados directamente con la riqueza de especies, es decir que cuando la riqueza de 

especies fue alta, los valores de Shannon-Weaver fueron altos y esto a su vez se vio 

reflejado en la homogeneidad de especies (Evenness). 

 

Estos resultados coinciden con las afirmaciones de Casamayor et al. (2000); Schauer, et 

al. (2003) quienes comentan que los cambios en la intensidad relativa de las bandas 

individuales de los perfiles generados por DGGE reflejan el incremento y disminución 

de la población bacteriana.  Sin embargo cabe indicar que la homogeneidad puede estar 

influenciada por las condiciones presentes durante el ciclo del cultivo, parámetros 
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físicos y químicos como temperatura, salinidad, pH, oxígeno disuelto, SST, MOA y 

MOS. 

 

Es importante mencionar que ninguna población es esencial en una comunidad con una 

diversidad alta; por eso, aunque se elimine una población, la estructura del conjunto no 

se altera pudiendo ocurrir modificaciones que pasen desapercibidas por los índices de 

diversidad. 

 

Atlas & Bartha (2002) afirman que algunas interrelaciones en las que intervienen 

poblaciones microbianas son asociaciones débiles en las que una población microbiana 

puede desplazar a otra; otras con asociaciones  fuertes en las que una población no 

puede desplazar a ninguna, lo que podría explicar lo observado en las imágenes de los 

geles compuestos de todos los muestreos en estómagos de camarón de ambos 

tratamientos. La sucesión poblacional podría ser la causa por la cual ciertas especies 

mejor adaptadas se acomodaron paulatinamente, reemplazando a aquellas especies 

pioneras en la colonización de los substratos libres que fueron inhibidas por el 

probiótico, ocasionando que no se observaran cambios en la diversidad bacteriana 

estimada por los índices. 

 

Posiblemente el efecto de inhibición puede estar relacionado con la actividad antagónica 

de la combinación  P62-P64 frente a ciertos Vibrios (Gullian, 2001; Balcazar, 2002). De 

igual manera, este efecto  podría atribuirse a la acción de bactericinas que son activas 

contra otros microorganismos a concentraciones bajas. Se ha reportado que son 

producidas por microorganismos Gram-negativos (James et al., 1992) y Gram-positivas 
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(Jack et al, 1995), lo que les conferiría ventaja competitiva  sobre otras cepas que 

compiten por el mismo nicho ecológico y que de no ser por esta arma química, 

eliminarían competitivamente al organismo productor de bacteriocinas. 

 

Sin embargo, no conocemos las especies que fueron desplazadas ni los mecanismos de 

acción por los que el  probiótico modificó el hábitat favoreciendo el ingreso bacteriano 

o permitiendo el desarrollo de nuevas poblaciones, ni tampoco cuáles fueron las 

especies que ocuparon esos nichos.  

 

La comparación de conglomerados obtenidos en el tiempo reveló diferencias en la 

composición filogenética de comunidades bacterianas  presentes en el tratamiento 

control y probiótico. Estas diferencias podrían haber sido invisibles frente a los índices 

estándar de diversidad (i.e. índice de Shannon-Weaver) debido a que estos son sensibles 

cuando existen cambios en el número de especies y abundancia presente dentro de las 

comunidades (Martin, 2002). 

 

A partir del diagrama de conglomerados de las muestras de estómago de camarón 

podemos determinar que la composición de la comunidad entre los tratamientos ha 

cambiado pero la diversidad no fue reducida durante la aplicación del probiótico y las 

comunidades bacterianas fueron más similares dentro de los tratamientos. 

 

En las muestras de sedimento el cambio de la estructura  de las comunidades 

bacterianas es menor comparada con la de estómago de camarón, resultando más 

similares las comunidades entre tratamientos. De igual manera las comunidades en 
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muestras de agua  presentaron composición más similar entre tratamientos, 

posiblemente por poseer especies filogenéticamente más relacionadas. No podemos 

concluir respecto a si otras variables relacionadas al cultivo como el pH, oxígeno 

disuelto, salinidad, temperatura influyeron directamente sobre el comportamiento 

bacteriano ya que no presentaron diferencias entre los tratamientos.  

 

La presencia dentro del sistema de cultivo de las cepas probióticas P62-P64, no pudo ser 

evidenciada debido a que ambas especies reportaron más de una banda en DGGE  al 

poseer más de una copia de genes que codifican 16S rRNA, resultando similares a lo 

obtenido por Janse et al. (2003) en el caso de Serratia entomophila, una bacteria muy 

común en suelos de Nueva Zelanda, que tiene dos variantes de genes 16S resultando en 

bandas migratorias similares en el DGGE, detectándose dos o más bandas (Callaghan et 

al., 2003). 

 

Esto no implica que  ambas especies no hayan podido adaptarse  a las nuevas 

condiciones a las que fueron sometidas, utilizar los recursos disponibles y establecerse 

en algunos hábitats o mucho menos que no  hayan cumplido con un rol dentro del 

sistema de cultivo. Se requiere realizar secuenciación de los aislados de ADN 

bacterianos obtenidos que aportaría información relevante para definir 

taxonómicamente la comunidad bacteriana dentro de los sistemas de cultivo. 

 

En nuestro experimento el usar la combinación de amplificación de segmentos de 16S 

rDNA por PCR y la electroforesis por DGGE nos permitió distinguir diferencias en la 

composición de las comunidades microbianas en las muestras de estómago de camarón, 
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sedimento y agua presentes en el tratamiento control y probiótico. El método de DGGE 

fue particularmente útil por constituirse en un método rápido, y eficaz de identificación 

bacteriana. Su aplicación fue un paso inicial en el estudio ecológico de comunidades 

microbianas en sistemas de cultivo de camarón. Sin embargo no podemos descartar la 

información complementaria obtenida a partir de los métodos cultivo dependiente. 

 

Cabe destacar que la combinación de los métodos cultivo dependiente y cultivo 

independiente permitieron estudiar la respuesta del medio bacteriano que conforma la 

microflora en el sistema de cultivo semi-intensivo de L. vannamei. Destacando el uso de 

probióticos como una  manera segura de modificar la presencia de ciertos 

microorganismos en el ecosistema. Sin embargo, se requiere de mayores estudios 

complementados con la secuenciación para conocer sobre cuáles microorganismos están 

ejerciendo su efecto así como  otras variables directa o indirectamente relacionadas con 

el cultivo que puedan afectar su acción y  finalmente estudios para conocer los 

mecanismos que emplean para adaptarse dentro del medio. 

 

De cualquier manera,  aún existen importantes preguntas que resolver en cuanto a la 

composición y estructura de las comunidades microbianas, los cambios que se producen 

en dichas comunidades en respuesta a la presencia de probióticos y otros factores 

relacionados con el cultivo, y finalmente el papel funcional de los diferentes tipos de 

microorganismos que integran la comunidad. 
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6. CONCLUSIONES 
 

1. El empleo de las metodologías cultivo-dependientes suministró información 

complementaria a la metodología  cultivo independiente.  

2. La técnica de cultivo en placa mostró una reducción en la presencia de Vibrio en 

las muestras de camarón y  sedimento, pero no se encontró diferencias en 

número  total bacteriano entre ambos tratamientos.  

3. A pesar de evidenciarse una reducción de  Vibrio en el animal en el tratamiento 

probiótico, los índices de diversidad no mostraron diferencias con respecto al 

tratamiento control. 

4. En muestras de estómago de camarón y sedimento los microorganismos Gram-

negativos fueron predominantes. 

5. Los géneros Vibrio y Aeromonas fueron dominantes en ambos tratamientos. No 

se evidenció la presencia del género Pseudomonas. 

6. La aplicación innovadora de DGGE para estimar la diversidad bacteriana 

permitió un avance en  el conocimiento de la estructura, composición y dinámica 

bacteriana presente en piscinas de cultivo de camarones. 

7. El método de DGGE fue particularmente útil por constituirse en un método 

rápido y eficaz de identificación bacteriana. Su aplicación fue un paso inicial en 

el estudio ecológico de comunidades microbianas en sistemas de cultivo de 

camarón. 

8. La combinación de amplificación de segmentos de 16S rDNA por PCR y DGGE 

mostró diferencias en la composición, dinámica  y estructura de las comunidades 

microbianas en las muestras de estómago de camarón, sedimento y agua 

presentes en el tratamiento control y probiótico. 
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9. Los índices de diversidad mostraron que las muestras de sedimento presentan 

una diversidad mayor  que las muestras de agua y las muestras de estómago de 

camarón. 

10. Los geles compuestos permitieron observar cambios en la estructura bacteriana 

presente en el estómago de camarón 

11. El diagrama de cluster de los diferentes muestreos permitió determinar que la 

estructura de las comunidades bacterianas entre los tratamientos cambió a pesar 

de que  la diversidad no fue reducida durante la aplicación del probiótico.  

12. No pudo ser determinada con certeza la presencia de  las cepas bacterianas P62 

y P64 debido a su característica de contener más de un operon para  genes 16S 

rRNA, lo que generó varias bandas en los geles. 
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7. RECOMENDACIONES 

 
1. Purificar y  secuenciar las bandas dominantes de 16S rRNA bacteriano 

obtenidos por DGGE para identificar las diferentes especies bacterianas 

dominantes  presentes en el cultivo.  

2. Evaluar los mecanismos de acción de los probióticos sobre los parámetros de 

calidad de agua  y determinar si podrían mejorar las condiciones de cultivo 

actuando como agentes biorremediadores. 

3. Evaluar formas alternativas para la introducción del probiótico en el alimento, 

que permitan mejorar la viabilidad y estabilidad de la preparación. 

4. Estudiar el efecto de la combinación P62-P64 sobre otras especies  acuícolas 

cultivadas en piscinas. 

5.  Incrementar la frecuencia de medición de los parámetros abióticos  y bióticos 

para conseguir establecer correlaciones con los niveles bacterianos observados 

en una vez aplicado el probiótico en los sistemas de cultivo a través del tiempo. 

6. Realizar un estudio sobre el efecto del probiótico durante dos ciclos de cultivo: 

uno en la estación de invierno y el otro en la estación de verano en piscinas de 

engorde, para observar la diferencia estacional de la diversidad microbiana y 

cómo ésta puede ser afectada por los factores ambientales propios de cada época 

para obtener una mejor idea del comportamiento microbiano. 

7. Evaluar otras cepas bacterianas que presentan potencial para ser empleados 

como probióticos en piscinas de engorde. 
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ANEXO # 1 

EXTRACCION DE  ADN BACTERIANO (Técnica  según Smalla et al., 1993). 

- Colocar 1 ml de sobrenadante separado de las muestras de sedimento en tubos de 

1,5 ml estériles, autoclavados y secos. 

- Adicionar 250µl de phenol – cloroformo en relación 1:1, mezclar por un minuto en 

vortex y centrifugar a 1700 g por ocho minutos, recuperar el sobrenadante en tubos 

nuevos. Adicionar 400 µl de cloroformo, y centrifugar  a 1700 g por cinco minutos, 

recuperar  el sobrenadante en tubos nuevos. Adicionar 600 µl de Isopropanol puro 

almacenar a - 20°C por 12 horas para precipitar el DNA.  

- Centrifugar a 1700 g por 10 minutos.  

- Eliminar el sobrenadante y  lavar los pellets con 100µl de etanol al 70% (Merck®).  

- Centrifugar y eliminar el sobrenadante. 

- Secar el pellet a 40-45°C por 15 minutos, y resuspender el DNA en 50µl de agua 

destilada estéril doblemente filtrada. 

 

ANEXO # 2 

PURIFICACIÓN DEL ADN BACTERIANO OBTENIDO DE MUESTRAS DE 

SEDIMENTO.  

El DNA de las muestras se purifica por el método descrito por Smit et al., 1997. Se 

realiza utilizando un Sistema de Purificación basado en filtros (Wizard PCR Preps DNA 

Purification System - Promega®),  siguiendo las instrucciones del proveedor 

brevemente : 

� Adicionar  500 µL de resina a los tubos estériles de 1,5 ml con 50 µL de muestra 

(DNA). 

� Agitar por dos minutos  



  107  

� Tomar la muestra con una jeringa de 1 ml y  pasar por el filtro.  

� Filtrar 2 ml de Isopropanol al 80 % (para eliminar residuos de resina). 

� Centrifugar el filtro a 1700 g por dos minutos.  

� Secar el filtro por cinco minutos a temperatura ambiente. 

� Colocar los filtros en tubos estériles de 1,5 ml y  adicionar 50 µL de agua destilada 

estéril doblemente filtrada a 68°C.  

� Incubar las muestras por dos minutos para que el agua se empape en el filtro. 

� Centrifugar a 1700 g por 30 segundos para desprender el DNA y recuperarlo en los 

tubos nuevos. 

 

ANEXO # 3 

ELECTROFORESIS EN GEL DE AGAROSA 

 

• Preparar un gel de agarosa al 2% (w/v), usando una solución buffer de electroforesis 

(Solución TAE 1X) y bromuro de etidio (concentración final 10 mg. ml-1).  

• Cuando el gel polimeriza, retirar el sello de la bandeja, el peine y  colocar la bandeja  

con el gel en la cubeta de electroforesis. 

• Añadir suficiente buffer (TAE 1X, pH 8) para cubrir el gel. 

• Adicionar al producto final amplificado 5 µl de tampón de depósito: azul de 

bromofenol 0.25% (w/v), glicerol 40% (v/v) y  

• Tomar 8 µl del producto amplificado, colocar cada muestra en un pozo con una 

pipeta, incluir un marcador de peso molecular como referencia. 

• Correr la electroforesis a 95-115 voltios, durante dos horas. Llevar el gel a un 

transiluminador UV y fotografiar.  

• Fotografiar el gel  con una cámara digital y  archivar. 
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ANEXO # 4 

GELES DE POLIACRILAMIDA CON GRADIENTE DESNATURALIZANTE. 

 

• Mezclar en un tubo 11,5 ml de desnaturalizante al 60%, 80 µl de persulfato de 

amonio (10%) y 5,0 µl de temed®. 

• Mezclar en otro tubo se 11,5 ml de desnaturalizante al 40%, 80 µl de persulfato de 

amonio (10%) y 5,0 µl de Temed®. 

• Verter ambas soluciones  en un equipo para gradientes y cargar entre dos vidrios 

con un espaciador de 0.75 mm, colocar el peine y dejar polimerizar durante 2 horas. 

• Colocar en los geles con gradiente desnaturalizante, el producto de PCR (8 µl) de 

DNA genómico de las muestras de sedimento, camarón y (5 µl) de DNA genómico 

de las muestras de agua.  

• Correr la electroforesis a 60oC de temperatura durante 10 minutos a 20 voltios 

seguido por cinco horas a 150 voltios. 

 

ANEXO # 5 

TINCIÓN DE PLATA (AgNO3). Según Protocolo de Dinesh et al. (1995). 

 

- Colocar suavemente en las cubetas con solución de tinción los geles de 

poliacrilamida. 

- De cada solución se utiliza 1,5 litros, siendo las soluciones de fijación y enjuague 

nuevas para cada tinción, pudiendo reutilizar hasta aproximadamente 5 veces las 

otras soluciones). 

 

 Soluciones y etapas para la tinción con Nitrato de Plata. 
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PASO REACTIVO TIEMPO 

1. Fijación 

10% etanol                                                        150 ml 

0,5% ácido acético                                             7,5 ml 

Enrasar con H2O desionizada hasta 1.5 litros. 

15 minutos 

2. Impregnación 
0,011 M AgNO3                                                   2,8 g 

Enrasar con H2O desionizada hasta 1.5 litros. 

20 minutos 

3. Enjuague H2O desionizada                                             1,5 litros 1 minuto 

4. Revelado 

0,75 M NaOH                                                      45 gr 

0,085 M Formaldehído                                    10,5 ml 

Enrasar con H2O desionizada hasta 1.5 litros. 

±10 minutos 

5. Parada 
0,07 M Na2 Co3                                                    11 gr 

Enrasar con H2O desionizada hasta 1.5 litros. 

3 – 5 minutos 

 

ANEXO 6 

Tabla resumen de las transformaciones realizadas sobre cada variable para cumplir con 

las asunciones de normalidad (prueba de Kolmogorov-Smirnov) y homogeneidad de 

varianzas (prueba de Levene), durante los análisis de varianza (ANOVA).  “Sin 

Transformación” indica que no hubo necesitad de transformación.  

 

Variable Transformación realizada 
  CAMARON SEDIMENTO AGUA 
Conteos totales AM Log10 x Log10 x Log10 x 
Conteos totales TCBS Log10 x Log10 x Log10 x 
Bioquímica     

Gram-positivos   x + 0,375 Arco seno ( X ) - 

Gram-negativos   x + 0,375 Arco seno ( X ) - 

Aeromonas Sin Transformación Sin Transformación - 
Vibrio spp Sin Transformación Sin Transformación - 
Índices de Diversidad     
Riqueza de Especies®  Sin Transformación Sin Transformación Sin Transformación 
Shannon-Weaver(H) Sin Transformación Log10 x Log10 x 
Evenness(E ) Sin Transformación Log10 x Arco seno ( X ) 
Producción    

Supervivencia Arcoseno ( X ) - - 
Peso Promedio  Sin Transformación - - 
Producción(Kg.Ha-1) Sin Transformación - - 
Tasa de crecimientos(g.día-1) Sin Transformación - - 
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