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RESUMEN

Se evaluó el crecimiento de los morfotipos S, SS, L y XL del rotífero Brachionus plicatilis

en dos experimentos con tres repeticiones, alimentando respectivamente con la microalga

Nannochloropsis oculata y la dieta artificial Culture Selco® (CS). En las repeticiones del

experimento con N. oculata sobresalió el morfotipo L (p<0,05), igualado durante la

primera y segunda repetición respectivamente por los morfotipos S y XL; en la tercera

repetición sobresalió el morfotipo XL (p<0,05), igualado por el morfotipo L, el que a su

vez fue igualado por el morfotipo SS. En las repeticiones del experimento con CS

sobresalió el morfotipo SS (p<0,05), igualado por el morfotipo L en la primera repetición,

y por los morfotipos S y XL en las siguientes repeticiones.

En un segundo estudio, se evaluó la producción de B. plicatilis a partir del uso de

microalgas vivas y criopreservadas suministradas en monodietas y combinaciones, de

diferentes levaduras como substituto de las microalgas, y de combinaciones de levaduras y

microalgas. Las mayores tasas específicas de crecimiento (p<0,05) fueron presentadas por

los rotíferos alimentados con las microalgas vivas: Tetraselmis maculata, Isochrysis

galbana, N. oculata + I. galbana, N. oculata + T. maculata y T. maculata + I. galbana;

con las microalgas criopreservadas: T. maculata y N. oculata + T. maculata; con las

levaduras: CS, Levapán® fresca y Levapán® seca; y con las combinaciones de levaduras y

microalgas: Candida glabrata (levadura marina) + T. maculata, C. glabrata + N. oculata,

CS + N. oculata y. CS + T. maculata.

En un tercer estudio, cultivos de rotíferos alimentados con la levadura Levapán® fueron

diariamente inoculados a una concentración de 1 x 105 UFC/mL con bacterias nitrificantes
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y una cepa probiótica de Vibrio alginolyticus. Los cultivos tratados con estas bacterias no

presentaron diferencias significativas con el grupo control, en cuanto a las tasas

específicas de crecimiento de los rotíferos, los niveles amonio total y pH.

Rotíferos enriquecidos con DHA Selco® fueron preservados mediante liofilización,

congelación por inmersión en nitrógeno líquido y congelación a -4, -20 y -80 ºC sin

preservantes y con los preservantes dimetilsulfóxido (DMSO) al 10% y metanol al 10%.

Los rotíferos congelados no presentaron daño en las lóricas, mientras los liofilizados

presentaban lóricas severamente deterioradas.

Finalmente, en un experimento de 13 tratamientos, larvas de Litopenaeus vannamei fueron

alimentadas con rotíferos vivos al 50% (control) de sustitución de nauplios de Artemia

(SNA), 100% de SNA, y los rotíferos preservados, también al 50% de SNA desde Zoea 2

hasta PL4; la supervivencia en el estadío PL12 fue el parámetro de evaluación considerado.

Adicionalmente, se aplicaron pruebas de estrés osmótico, por formalina, osmótico

combinado con formalina y de resistencia al nado en contracorriente. La supervivencia del

grupo control (71,9%) fue significativamente superior (p<0,05) a los demás grupos, los

cuales no presentaron diferencias significativas entre sí. De igual modo, al nivel α = 0,05

no se observó correlación significativa entre la supervivencia de las PL12 alimentadas con

las diferentes aplicaciones de rotíferos y los resultados de las pruebas de estrés.
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1.  INTRODUCCIÓN

Durante el desarrollo inicial de la acuicultura de camarones en Ecuador, la industria

dependió totalmente de las postlarvas silvestres capturadas por pescadores artesanales. En

los años 1982 y 1983 el fenómeno del Niño provocó la abundancia de postlarvas

silvestres, la cual disminuyó dos años después. Esta situación trajo como consecuencia el

establecimiento de laboratorios para la producción de postlarvas de L. vannamei (Stern

1995). Producción que requiere del uso de alimento vivo (fitoplancton y zooplancton)

debido a su alto contenido de aminoácidos, ácidos grasos esenciales y enzimas digestivas

(Lavens y Sorgeloos 1996). El uso de estos organismos mejora la supervivencia y

crecimiento de las larvas, las cuales no podrían aprovechar los nutrientes presentes en las

dietas inertes (Dhert et al. 2001) debido a que durante los primeros estadíos larvales de los

crustáceos existe una pobre actividad a nivel de tracto digestivo, el cual será funcional a

partir de los estadíos postlarvales (Jones et al. 1997).

La Artemia ha sido el zooplancton más utilizado en la producción de postlarvas de

camarón. Sin embargo, a medida que la acuicultura se expande, su demanda (quistes,

biomasa viva, congelada, etc.) supera la oferta, que en un 90% depende de las extracciones

realizadas en el Gran Lago Salado de Utah (E.E.U.U.). Éstas varían con las condiciones

ambientales, que eventualmente son desfavorables (Vinatea 1999). Las variaciones de las

condiciones ambientales además de producir colapsos que incrementan los precios,

obligan a la a modificación de los protocolos empleados en larvicultura (Sorgeloos y

Lavens 1998),  lo cual puede afectar la calidad de las postlarvas producidas debido a un

deficiente suministro de alimento vivo (Cobo, Com. Per.).
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Por lo anterior, como una alternativa a la necesidad de alimento vivo para la larvicultura

de L. vannamei se presenta al rotífero B. plicatilis, el cual puede ser producido a altas

densidades en condiciones controladas (Dhert 1996). Además, debido a su pequeña talla,

lento desplazamiento, habilidad de permanecer suspendido en la columna del agua, y de

bioencapsular substancias nutritivas y profilácticas en menor tiempo que la Artemia, es

ideal como alimento vivo (Lubzens et al. 1989). Los beneficios de su empleo en la

larvicultura de camarones peneídos incluyen mayores supervivencias, disminución del

requerimientos de nauplios de Artemia (Ulloa 1992, Yamasaki e Hirata 1982), aumento

del índice de estadío larvario, del peso seco de las postlarvas y de la resistencia a las

pruebas de estrés osmótico (CENAIM 1993b y Naessens et al. 1993).

Pese a ser producido y empleado en la larvicultura comercial del CENAIM desde 1999

(Cobo, Com. Per.), el uso de B. plicatilis en Ecuador ha sido subestimado debido

principalmente a las grandes cantidades de rotíferos requeridas durante la larvicultura, alto

requerimiento de microalgas e infraestructura para su cultivo, y la ocurrencia de colapsos

que ocasionalmente se presentan en los cultivos. Por ello, con el ánimo de impulsar su uso

en la producción de postlarvas de L. vannamei, fueron realizados diferentes estudios

orientados a la evaluación de su producción, preservación y uso en larvicultura de L.

vannamei.
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2.  ANTECEDENTES

2.1.  ASPECTOS GENERALES DE Brachionus plicatilis

B. plicatilis es un rotífero de aguas salobres compuesto de aproximadamente 1000 células.

Estos filtran pequeñas partículas de la columna del agua (bacterias o microalgas) por

medio de la corona de cilios localizada en la región anterior del cuerpo (figura 1) que

además usan para la locomoción (Fulks y Main 1991).

Figura 1. Brachionus plicatilis indicando sus órganos (modificado de Dhert 1996).

El rango de talla está entre 100 y 340 µm, y su incremento se debe sólo al incremento del

plasma celular. La epidermis se compone de una densa capa de queratina y proteínas, la

lórica. La forma de la lórica y el perfil de las espinas y ornamentos permiten la

determinación de las diferentes especies y morfotipos. Suzuki (1964) y Fukusho (1989a)

afirman que el tipo de espinas (agudas u obtusas) permiten identificar subespecies.

Glándula pedal

Corona de cilios

Pene

Pié

Huevo

Cloaca

Estómago

Ovario

Mástax
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2.1.1.  Ciclo de vida. El ciclo de vida comprende la vía partenogenética y la vía sexual

(figura 2). En la primera, que ocurre en condiciones ambientales normales, las hembras

producen huevos diploides (2n), que dan lugar a hembras genéticamente iguales a sus

progenitoras. La vía sexual ocurre en condiciones desfavorables como respuesta

fisiológica a la calidad del agua, altas densidades de cultivo y cambios en la cantidad y/o

calidad del alimento (Lubzens et al. 1985). En este caso se producen hembras mícticas y

amícticas. Aunque ambas no son morfológicamente diferentes, las hembras mícticas

producen huevos haploides (n) que originarán machos haploides, predominando la

reproducción sexual y la producción de huevos resistentes, que estarán en latencia hasta

cuando las condiciones ambientales sean mejoradas (Dhert 1996, Fulks y Main 1991 y

Fukusho 1989a).

Figura 2. Ciclo de vida de Brachionus plicatilis (modificado de Dhert 1996).
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2.1.2.  Taxonomía. La clasificación considerada para este estudio es la de Suzuki (1964)

que agrupa a los rotíferos dentro del phylum Aschelminthes (Tabla 1) y a B. plicatilis

como un complejo de subespecies con diferencias morfológicas entre sí.

Tabla 1. Clasificación taxonómica de Brachionus plicatilis (Según Suzuki 1964).

Phylum: Aschelminthes
     Clase: Rotatoria
          Subclase: Eurotatoria
               Orden: Monogonota
                    Sección: Brachionida
                         Familia: Brachionidae
                              Género: Brachionus
                                   Especie: Brachionus plicatilis

2.2.  IMPORTANCIA DE Brachionus plicatilis

2.2.1. Descubrimiento e importancia en la larvicultura. Aunque B. plicatilis está

presente en aguas marinas y estuarinas, pudiendo formar parte de la dieta natural de las

larvas silvestres, originalmente fue reconocido por los japoneses como un organismo

dañino para los cultivos de anguilas, pues por su alta tasa reproductiva agotaban el

oxígeno de los estanques de cultivo (Fukusho 1989a). Este fenómeno fue llamado

“desnaturalización del agua” y para prevenirlo se realizaron diferentes estudios entre los

años 1950 y 1960. De estos estudios se concluyó que por el contrario, su uso en la

larvicultura de peces mejoraba la supervivencia de las larvas, siendo utilizados por primera

vez en 1965 para alimentar larvas del pez Pargus major (Fukusho 1989a).

B. plicatilis es ideal como alimento vivo debido a su pequeña talla, lento desplazamiento,

habilidad de estar suspendidos en la columna de agua, facilidad relativa de cultivar a altas

densidades y de bioencapsulación de substancias nutritivas o profilácticas (Lubzens et al.
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1989 y Lubzens 1987). Su uso está muy extendido en la larvicultura de peces y crustáceos

marinos, siendo esencial en los programas de larvicultura de peces marinos (Dhert, 1996).

2.2.2.  Valor nutricional. La composición bioquímica y valor nutricional es determinada

por la dieta. Watanabe et al. (1983) observaron que los rotíferos alimentados con

Nannochloropsis contenían en peso seco un 75% de proteínas, 22% de lípidos y 3% de

cenizas mientras los alimentados con levaduras un 71%, 17% y 12% respectivamente.

También observaron que a diferencia de los rotíferos alimentados con Nannochloropsis,

los alimentados con levaduras, eran pobres en ácidos grasos altamente insaturados (AGAI)

de las series 22: 5n - 3 y 26: 6n - 3 esenciales en la larvicultura de peces marinos

(Watanabe et al. 1983).

La capacidad de bioencapsulación que presentan los rotíferos es aprovechada con el fin de

mejorar su valor nutricional aumentando así la supervivencia y crecimiento de las larvas

alimentadas. De este modo, los niveles de AGAI de los rotíferos alimentados con

levaduras pueden ser mejorados mediante la bioencapsulación de microalgas como

Nannochloropsis e Isochrysis, de diversos productos comerciales con excelente

composición de AGAI y niveles de proteínas, o preparaciones caseras como harina de

calamar (Gatesoupe 1989) o aceite de hígado de bacalao. La bioencapsulación permite

además el enriquecimiento de rotíferos con vitaminas y aminoácidos (Dhert 1996).

2.3.  CONDICIONES GENERALES DEL CULTIVO

2.3.1.  Salinidad. El rango de tolerancia de B. plicatilis a la salinidad oscila entre 1 y 97

g/L siendo óptimo entre 4 y 35 g/L (Dhert 1996).
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2.3.2.  Temperatura. El rango óptimo de temperatura varía de acuerdo a factores

específicos e intraespecíficos como especie o cepa (Fielder et al. 2000 y Dhert 1996). Los

rotíferos del morfotipo L crecen mejor cuando la temperatura del agua está entre 18 y 25

ºC mientras que los del morfotipo S crecen mejor entre 28 y 35 ºC (Dhert 1996).

2.3.3.  Oxígeno disuelto. Está reportado que los rotíferos pueden sobrevivir en aguas con

niveles de oxígeno tan bajos como 2 ppm (Dhert 1996).

2.3.4.  pH. En el medio natural los rotíferos pueden vivir a niveles de pH inferiores a 6,6.

El rango óptimo de producción ha sido establecido entre 6,6 y 8,0 (Hoff y Snell 1999).

2.3.5.  Amonio (NH3). En el agua los niveles de amonio no ionizado (NH3) están en

equilibrio con el ionizado (NH4
+) en  una relación NH3/NH4

+ que es afectada por la

temperatura y el pH del agua. Altos niveles de NH3 son tóxicos para los rotíferos por lo

que en cultivos debe vigilarse que estos no superen 1 ppm de concentración (Hoff y Snell

1999 y Dhert 1996).

2.3.6.  Presencia de microbios. Los cultivos de rotíferos son adecuados para la

proliferación de microorganismos que pueden afectar el cultivo o representar un riesgo

sanitario a las larvas por alimentar. Algunos microorganismos (Pseudomonas) producen

vitamina B12, necesaria para la reproducción de los rotíferos; otros son oportunistas que

deterioran la calidad del agua y aparecen indicando exceso de materia orgánica (los

ciliados Euplotes y Uronema), también existen patógenos como las bacterias Vibrio spp y

los hongos Aspergillus que producen una disminución drástica de la población de rotíferos

(Dhert 1996).
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2.4.  PRODUCCIÓN DE Brachionus plicatilis

2.4.1. Dietas. Los requerimientos nutricionales pueden ser cubiertos empleando

microalgas frescas, secas o congeladas, levaduras de pan, levaduras marinas, dietas

artificiales, o combinaciones de microalgas y levaduras (Hoff y Snell 1999, Dhert 1996 y

Fukusho 1989b).

2.4.1.1.  Algas. Las dietas a base de algas abarcan una gran variedad de especies siendo N.

oculata, –introducida en la acuicultura por los japoneses con el nombre vulgar “Chlorella

marina”– una de las mejores (Hoff y Snell 1999 y Fukusho 1989b). Otras algas que

ofrecen al rotífero un alto valor nutritivo, debido a su contenido de vitaminas y ácidos

grasos esenciales son las pertenecientes a los géneros Chaetoceros, Dunaliella,

Pyramimomonas, Isochrysis y Tetraselmis (Hoff y Snell 1999).

Los avances alcanzados en la producción y procesamiento de las microalgas introducen la

posibilidad de nuevas dietas para los rotíferos. Barclay y Zeller (1986) probaron el uso de

Schizochytrium sp. secadas mediante deshidratación (Spray dried) encontrando resultados

semejantes a las mismas algas cuando se aplicaban frescas. Snell et al. en 1990 (fide Hoff

y Snell, 1999) probaron el crecimiento de B. plicatilis empleando Nannochloropsis salina

preservada mediante tres tipos de congelación y dos tipos de deshidratación, utilizando

algas frescas como control. Las algas congeladas dieron un crecimiento del 30% y las

deshidratadas del 70% comparado con las algas frescas. En un segundo experimento,

compararon el crecimiento de los rotíferos alimentados con N. oculata seca y fresca,

Tetraselmis suecica y levaduras de pan de las marcas Microfeast®, L-10 yeast®, 7B yeast®

y Culture Selco® observando que las algas secas indujeron un mayor crecimiento
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poblacional que las levaduras, concluyendo que las algas secas podían suplir las

necesidades nutricionales de los rotíferos de un 80 a 90%. Sin embargo, su uso está

limitado por los costos de producción.

Lubzens et al. (1995) compararon el uso de Nannochloropsis congeladas a -20 ºC con

algas frescas, secas y levaduras, encontrando una tasa reproductiva del 81% en algas

congeladas, 58% en Nannochloropsis seca, 76% en levaduras frescas y 38% en levaduras

secas tomando como 100% a Nannochloropsis fresca. También demostraron que el perfil

de ácidos grasos de los rotíferos alimentados con algas congeladas era semejante a los de

las algas frescas indicando que Nannochloropsis congelada podía emplearse en la

producción de rotíferos con buenos resultados en la larvicultura de peces marinos.

Santacruz (1999) empleando los crioprotectores dimetilsulfóxido (DMSO) al 10%,

metanol al 10%, glicerol al 10% y glicerol + glucosa al 5% (en proporción 1:1) en la

conservación de las algas Isochrysis galbana y Tetraselmis maculata probó su uso en la

producción de rotíferos. Los resultados no mostraron diferencias significativas (p<0.05),

concluyendo que el crecimiento de los rotíferos no era afectado por el uso de los

crioprotectores mencionados (Santacruz 1999).

2.4.1.2.  Levaduras. Los altos requerimientos de microalgas que limitaban la producción

de rotíferos para los programas de larvicultura en Japón, llevaron a introducir las levaduras

como alimento alternativo (Fukusho 1989b). Pese a ser ricas en proteínas, este tipo de

cultivo es inestable presentándose ocasionalmente colapsos súbitos, además de producirse

rotíferos de un valor nutricional no adecuado para las larvas de peces y crustáceos (Dhert

1996, Gatesoupe 1989 y Watanabe et al. 1983). Los colapsos son explicados en una pobre
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digestibilidad de las levaduras, deficiencia de vitamina B12 (Dhert 1996) y deterioro de la

calidad del agua por exceso de materia orgánica (Hoff y Sell 1999). Ante ello diversos

autores proponen: 1) combinar el uso de levaduras con Chlorella o Nannochloropsis; 2)

adicionar a los cultivos vitamina B12, o bacterias productoras de esta vitamina (Hoff y

Snell 1999, Dhert 1996 y Gatesoupe, et al. 1989); 3) el posterior enriquecimiento de los

rotíferos (Dhert 1996); 4) emplear levaduras formuladas como ω - yeast que los japoneses

producían al cultivar Saccharomyces cerevisiae en medio enriquecido con aceite de hígado

de calamar (Fukusho 1989b) o Culture Selco®, que es S. cerevisiae formulada con un

balance de ácidos grasos de las series 22: 5n - 3 y 22: 6n -3 (Lavens et al. 1994); y 5)

emplear levaduras marinas como Candida y Rhodotorula (Dhert 1996).

2.4.2. Densidad de siembra. La densidad a inocular depende tanto del tipo de alimento

como del sistema de cultivo. Dhert (1996) recomienda densidades entre 50 y 100

rotíferos/mL cuando se usa N. oculata a 6 x 106 cels/mL en sistemas de cultivo por lotes.

La densidad de siembra permite clasificar los cultivos como extensivos cuando ésta es de

50 a 100 rotíferos/mL y el volumen de los tanques de 100 a 150 m3, e intensivos cuando la

densidad varía de 500 a 1000 rotíferos/mL y el volumen de los tanques de 1 a 2 m3

(Fukusho 1989b).

2.4.3.  Sistemas de cultivo. Su clasificación depende del tipo de cosecha, manejo del agua

y alimentos. Hoff y Snell (1999) y Dhert (1996) se refieren a la clasificación según el tipo

de cosecha como sistema de recolección completa (batch), que tiene dos variantes:

densidad constante (BDC), donde el volumen del tanque incrementa a lo largo del cultivo

sin afectar la densidad, y recolección completa con volumen constante (BVC). Otros

sistemas son el semi-continuo, cuando a partir del tercer día se hacen cosechas parciales
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reponiéndose el volumen del tanque; y el continuo cuando se cosecha un volumen

específico y se renueva el medio manteniendo la población en fase logarítmica mediante

un control ya sea quimostático (nivel estable de nutrientes) o turbidostático (densidad

constante de rotíferos). Fulks y Main (1991) se refieren a los sistemas según el manejo del

agua y alimentos como el sistema Galveston, donde se usa agua sin filtrar, se alimenta con

levaduras marinas y la cosecha se hace en la superficie; y el de retroalimentación, donde el

agua de desecho es tratada por bacterias, y los nutrientes liberados son usados para

fertilizar microalgas, las cuales son cultivadas en tanques separados. Estas algas son

utilizadas para la alimentación de los rotíferos.

2.5.  IMPORTANCIA DE LAS BACTERIAS EN LA PRODUCCIÓN DE Brachionus plicatilis

Existen numerosos trabajos relacionados con el empleo o control bacteriano en los

cultivos de rotíferos. En 1988, Yu et al. encontraron 8 cepas productoras de vitamina B12,

de las cuales 6 correspondían al género Pseudomonas. Estas bacterias inoculadas en los

tanques de cultivo mejoraron la reproducción y crecimiento de los rotíferos evidenciando

la importancia de ciertas cepas en la producción de B. plicatilis. Posteriormente, Yu et al.

(1989) realizaron un balance de los niveles de vitamina B12 en tanques alimentados con

levaduras, encontrando que los niveles presentes en la cosecha eran superiores a los

introducidos a través del alimento como resultado de la proliferación de Pseudomonas y

otras especies productoras de esta vitamina. En un siguiente estudio Yu et al. (1990),

estudiaron la toxicidad de Vibrio alginolyticus concluyendo que el afloramiento de este

tipo de bacterias en tanques alimentados con levaduras podía estar incidiendo en las caídas

repentinas de los cultivos.
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Nicolas y Joubert (1986) estudiando las bacterias asociadas a los cultivos de rotíferos

encontraron predominio de Pseudomonas. Gatesoupe (1989) encontró que algunas

bacterias autóctonas de los cultivos de rotíferos afectaban la supervivencia de las larvas de

lenguado, mientras la adición de cepas específicas mejoraban la tasa de producción de

rotíferos y el crecimiento de las larvas. Gatesoupe et al. (1989) encontraron que la

aplicación de lactobacterias reducía las poblaciones de aerobios en los tanques de cultivo,

mejoraba el crecimiento de las poblaciones de rotíferos y disminuía la mortalidad de larvas

de Paralichthys olivaceus. En estudios posteriores Gatesoupe (1991) identificó en

Lactobacillus plantarum funciones probióticas al incrementar la tasa de crecimiento y

valor nutricional de los rotíferos así como mejorar la supervivencia de larvas de rodaballo.

Skejermo y Vadstein (1993) caracterizaron la flora bacteriana de cultivos masivos de B.

plicatilis alimentados con levadura y durante la fase de enriquecimiento, encontrando

concentraciones variables entre 0,6 y 2,5 x 107 bacterias por mL y 1,8 a 7,6 UFC/mL

respectivamente, de igual manera, la composición de la microflora del cultivo varió de

bacterias de los géneros Cytophaga y Flavobacterium, a Pseudomonas y Alcaligenes.

Douillet (2000) inoculó cepas de bacterias marinas puras y combinadas en tanques de

rotíferos, alimentados con una dieta artificial libre de bacterias. Los resultados indicaron

mayores crecimientos de B. plicatilis y Brachionus rotundiformis en los tratamientos

inoculados con Alteromonas y sus combinaciones.
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2.6.  PRESERVACIÓN DE Brachionus plicatilis

El reto de proporcionar constantemente rotíferos a los programas de larvicultura introdujo

la necesidad de probar diferentes modos de preservación y su uso posterior. Lubzens et al.

(1990) conservando rotíferos vivos a 1 ºC encontraron que éstos sobrevivían entre 7 y 10

días de almacenamiento. Lubzens et al. (1991) observaron que a una densidad de 1000

rotíferos/mL pueden ser almacenados a 4 ºC y 10 g/L para su posterior uso en larvicultura.

Toledo et al. (1991) observaron que embriones de rotíferos gradualmente congelados con

DMSO hasta -20 ºC y luego almacenados en nitrógeno líquido conservaban una

supervivencia promedio entre el 36 y 58% dependiendo de la cepa y la especie. Holt

(1992) probó el uso de rotíferos sin preservantes a -80 ºC en la larvicultrua del pez

Scianops oscellatus, observando menores supervivencias que en el control; estas

diferencias se explicaron en la lixiviación de nutrientes y enzimas digestivas de  los

rotíferos congelados, una vez aplicados en los tanques de larvicultura. Balompapueng et

al. (1997) probando la viabilidad de eclosión de los quistes preservados por liofilización y

enlatado a diferentes presiones, encontraron que es posible preservar los quistes libres de

bacterias que afecten su tasa de eclosión mediante liofilización y enlatado a 88

kilopascales. Assavaare et al. (2001) encontraron que B. plicatilis y B. rotundiformis

pueden ser confinados vivos a una densidad entre 2000 y 20000 rotíferos/mL a 4 ºC por un

tiempo no mayor a 14 días, pudiendo ser usados en larvicultura o para inoculación de

tanques de cultivo.
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2.7.  USO DE Brachionus plicatilis EN LA LARVICULTURA DE CAMARONES

Diversos autores han observado beneficios en el uso de rotíferos en la larvicultura de

camarones al obtener mayores supervivencias de Marsupenaeus japonicus (Yamasaki e

Hirata 1982), Penaeus semisulactus y Melicertus kerathurus (Ulloa 1992).

Yamasaki e Hirata (1982) comparando el uso de B. plicatilis vivos y congelados a -20 ºC

en la larvicultura de M. japonicus en los estadíos de Mysis 1 a PL2 encontraron que no

habían diferencias significativas en la supervivencia de las larvas cuando los rotíferos

eran alimentados con “Chlorella marina”.

Ulloa (1992) caracterizó y evaluó el uso de B. plicatilis vivos y congelados a -20 ºC en la

larvicultura de L. vannamei y Farfantepenaeus brevirostris sugiriendo que su uso es

adecuado durante los estadíos de Zoea y Mysis siempre y cuando se empleen vivos y

enriquecidos con formulaciones ricas en AGAI. Además, su uso en la larvicultura fue visto

como una alternativa para bajar los costos de producción de postlarvas (Ulloa 1992).

Naessens et al. (1993) emplearon rotíferos como suplemento en la larvicultura de L.

vannamei durante los estadíos Zoea 2 a Mysis 3, anotando que B. plicatilis acelera el

desarrollo larval. También observaron que la administración prolongada de rotíferos

incrementaba el peso seco de las postlarvas y la resistencia a la prueba de estrés osmótico

(Naessens et al. 1993).

En 1993, en el CENAIM se realizaron pruebas sobre producción y uso de B. plicatilis en

la larvicultura de L. vannamei observándose que las mayores producciones eran
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alcanzadas empleando el alga Chlorella sp. o dietas artificiales a base de levaduras

(CENAIM 1993a). En los experimentos de larvicultura se observó que las larvas

alimentadas con rotíferos presentaban mayor resistencia a las pruebas de estrés osmótico y

un mayor índice de estadío larvario que las que no fueron alimentadas con rotíferos

(CENAIM 1993b). En 1994 B. plicatilis fue probado en dos laboratorios comerciales de

producción de postlarvas de L. vannamei del Ecuador, alcanzando porcentajes de

supervivencia del 60 al 80% (CENAIM 1994). Desde 1999 se utiliza en la producción

comercial de larvas del CENAIM substituyendo en un 50% el suministro de Artemia.
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3.  MATERIALES Y MÉTODOS

3.1.  CONDICIONES EXPERIMENTALES

El diseño experimental aplicado en todos los experimentos fue el del modelo

completamente aleatorizado, empleando cuatro réplicas por tratamiento. Los experimentos

fueron realizados en tanques cilindro-cónicos de 50 L. La temperatura del agua varió

según las condiciones ambientales (22,0 ± 2,0 ºC de mayo a noviembre, y 27,0 ± 2,5 ºC de

diciembre a abril) y fue determinada con termómetro de ± 0,1 ºC de exactitud. La

salinidad se determinó utilizando un refractómetro Atago S-100 de ± 1 g/L de exactitud.

En el caso de los experimentos con rotíferos alimentados con microalgas y combinaciones

de microalgas y levaduras la salinidad fue de 34 ± 1 g/L, y de 20 ± 1 g/L cuando se

emplearon levaduras y probióticos; esta salinidad se obtuvo mezclando agua de mar y

agua del grifo.

En los cultivos de rotíferos alimentados con microalgas, la densidad de inoculación fue de

50 ± 5 rotíferos/mL, mientras en los cultivos con levaduras, mezclas de microalgas y

levaduras, y experimentos con probióticos la densidad de inoculación fue de 100 ± 10

rotíferos/mL. La densidad se determinó diariamente, mediante el cálculo del número

promedio de individuos presentes en cinco muestras de 100 ± 5 µL. El parámetro de

evaluación fue la tasa específica de crecimiento (TEC) obtenida al cuarto día de cultivo.

Las TEC fueron calculadas mediante la ecuación         donde: ln Nd  es el

logaritmo natural de la densidad determinada en el día de cultivo d, ln N 0  el logaritmo

natural de la densidad de inoculación, y d  el tiempo en días. Los cultivos tuvieron una

duración de cinco días, contados de 0 (día de inoculación) a 4 (día de cosecha).

 TEC = −ln ln
,

N N
d

d 0
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3.2. EVALUACIÓN DE LA PRODUCCIÓN DE LOS MORFOTIPOS SS, S, L Y XL

Fueron desarrollados dos experimentos con tres repeticiones de cada uno, de acuerdo a lo

indicado en la tabla 2. Los rotíferos fueron cultivados en sistema de recolección completa,

siendo la temperatura del agua de 22,0 ± 2,0 ºC.

Tabla 2.  Experimentos realizados para la evaluación de la producción de los morfotipos

SS, S, L y XL del rotífero Brachionus plicatilis

EXPERIMENTOS TRATAMIENTOS
Alimentación con Nannochloropsis
oculata.

Morfotipo SS
Morfotipo S
Morfotipo L

Morfotipo XL
Alimentación con Culture Selco (CS) Morfotipo SS

Morfotipo S
Morfotipo L

Morfotipo XL

3.2.1.  Evaluación de la producción en cultivos alimentados con N. oculata. Los

tanques fueron llenados con 20 L de N. oculata a una concentración de 6 x 106 cels/mL.

Posteriormente, fueron inoculados con rotíferos de los morfotipos SS, S, L y XL,

provenientes de cultivos en tanques de 500 L, adaptados previamente a la alimentación

con la microalga mencionada. Diariamente se determinó la densidad celular en los tanques

a fin de calcular el volumen de microalgas necesario para mantener la concentración

celular indicada anteriormente.

3.2.2. Evaluación de la producción en cultivos alimentados con CS. Previo a la

inoculación, los rotíferos fueron aclimatados durante cuatro horas a la salinidad de cultivo

(20 g/L), siendo alimentados con CS. Los tanques fueron llenados a 50 L, siendo

inoculados los rotíferos una vez transcurrido el tiempo de aclimatación. CS fue

suministrado diariamente cada cuatro horas a una ración diaria de 0,55 g/106 rotíferos.
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3.3.  EVALUACIÓN DE LA PRODUCCIÓN DE ROTÍFEROS A PARTIR DE

DIFERENTES DIETAS

El uso de microalgas vivas y criopreservadas, el uso de levaduras, y el uso de

combinaciones de levaduras y microalgas fue evaluado en experimentos diferentes, a

través de cultivos en sistema de recolección completa. La temperatura del agua durante la

realización de los experimentos fue de 27,0. ± 2,5 ºC.

3.3.1.  Evaluación del uso de microalgas vivas y criopreservadas. Las microalgas I.

galbana, N. oculata y T. maculata fueron empleadas de acuerdo a lo indicado en la tabla 3.

Tabla 3. Tratamientos y raciones establecidos en el experimento realizado para evaluar la

producción de rotíferos a partir de diferentes microalgas.

TRATAMIENTOS
RACIÓN

(x 105 cels/rotífero)

Microalgas vivas:
Nannochloropsis oculata 1,00 - 1,50
Tetraselmis maculata 0,06- 0,12
Isochrysis galbana 0,40 - 0,48
N. oculata + T. maculata Proporción 50:50
N. oculata + I. galbana Proporción 50:50
T. maculata + I. galbana Proporción 50:50
Microalgas criopreservadas:
Nannochloropsis oculata 1,00 - 1,50
Tetraselmis maculata 0,06- 0,12
Isochrysis galbana 0,40 - 0,48
N. oculata + T. maculata Proporción 50:50
N. oculata + I. galbana Proporción 50:50
T. maculata + I. galbana Proporción 50:50

Las algas fueron proporcionadas por el laboratorio de fitoplancton del CENAIM, siendo

cultivadas con medio Guillard F/2 en tanques de cultivo masivo. Para la criopreservación,

microalgas vivas fueron concentradas por centrifugación a 8600 rpm empleando un

separador marca Alfa Laval, modelo MAB103B-24. Los concentrados fueron

homogeneizados con un agitador magnético, en una fiola de vidrio, adicionando el



19

criopreservante glicerol al 10% v/v. Una vez homogeneizados, fueron almacenados en

bolsas plásticas autosellables, y refrigerados a -20 ºC, para ser utilizados luego de 15 días

de criopreservación.

3.3.2.  Evaluación del uso de levaduras. Se emplearon las levaduras de pan Levapán®

fresca y Levapán® seca, la dieta artificial CS y la levadura marina Candida glabrata, de

acuerdo a lo indicado en la tabla 4. C. glabrata se suministró a una ración diaria. Ésta fue

producida en medio líquido compuesto por melaza, fertilizantes agrícolas (urea y fosfatos)

y agua de mar. Las levaduras Levapán® fresca, Levapán® seca y CS fueron suministradas

cada cuatro horas.

Tabla 4. Tratamientos y raciones establecidos en el experimento realizado para evaluar la

producción de rotíferos a partir de diferentes levaduras.

TRATAMIENTOS RACIÓN

Levapán® fresca 1g/106rotíferos
Levapán® seca 0,35g/106rotíferos
CS 0,55g/106rotíferos
Candida glabrata 200 ml de suspensión de

1,45 x 109 cels/mL

3.3.3.  Evaluación del uso de combinaciones de levaduras y microalgas. El

experimento se realizó de acuerdo a lo indicado en la tabla 5. El día 0 de cultivo los

rotíferos fueron inoculados en tanques llenados hasta la mitad con microalgas procedentes

de cultivos masivos. El día 1 se duplicó el volumen de los tanques, y desde el día 2, de

acuerdo a lo propuesto por Dhert (1996) fueron suministradas las levaduras. Al igual que

en el experimento anterior, C. glabrata se suministró a una ración diaria, mientras

Levapán® fresca y CS fueron suministradas cada cuatro horas.
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Tabla 5.  Tratamientos y raciones establecidos en el experimento realizado para evaluar la

producción de rotíferos a partir de combinaciones de levaduras y microalgas.

TRATAMIENTOS
RACIÓN DE

LEVADURAS
DENSIDAD DE LAS

MICROALGAS

Levapán® fresca + N. oculata 0,75 g/106rotíferos 6 x 106 cels/mL de N. oculata
Levapán® fresca + T. maculata 6,35 x 105 cels/mL de T. maculata
Levapán® fresca + I. galbana 1,5 x 106 cels/mL de I. galbana
CS + N. oculata 0.55 g/106rotíferos 6 x 106 cels/mL de N. oculata
CS + T. maculata 6,35 x 105 cels/mL de T. maculata
CS + I. galbana 1,5 x 106 cels/mL de I. galbana
C. glabrata + N. oculata 100 ml de suspensión 6 x 106 cels/mL de N. oculata
C. glabrata + T. maculata de 1,45 x 109 cels/mL 6,35 x 105 cels/mL de T. maculata
C. glabrata + I. galbana 1,5 x 106 cels/mL de I. galbana

3.4.  EVALUACIÓN DEL USO DE BACTERIAS NITRIFICANTES Y Vibrio

alginolyticus EN LA PRODUCCIÓN DE Brachionus plicatilis

El uso de bacterias nitrificantes, Vibrio alginolyticus y combinación de bacterias en la

producción de B. plicatilis fue evaluado en cultivos de rotíferos alimentados con Levapán®

fresca, de acuerdo a lo indicado en la tabla 6. La alimentación se hizo suministrando

diariamente 1g/106rotíferos de levadura. Durante la realización de este experimento la

temperatura del agua fue de 22,0 ± 2,0 ºC.

Tabla 6. Tratamientos establecidos para la evaluación del uso de bacterias nitrificantes y

Vibrio alginolyticus en la producción de Brachionus plicatilis.

TRATAMIENTOS
ADICIÓN DE

BACTERIAS (UFC/mL)

Control No adición
Vibrio alginolyticus 1 x 105

Bacterias nitrificantes 1 x 105

Bacterias nitrificantes + V. alginolyticus Proporción 1:1

Con el fin de determinar posibles efectos sobre la calidad del agua en los cultivos fueron

medidos los niveles de amonio total como Nitrógeno (TAN, siglas en inglés) y pH los días

0, 2 y 4 de cultivo. Los niveles de TAN fueron determinados mediante la técnica del fenol
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descrita por Solórzano (1984). La determinación del pH fue realizada utilizando un

potenciómetro marca TOA HM-5S de 0,01 de exactitud.

Todas las bacterias fueron proporcionadas por el Departamento de Microbiología del

CENAIM. Las bacterias nitrificantes fueron cultivadas en agua de peptona y extracto de

levaduras, empleando como inóculo una muestra de Abil® (Avecom, Bélgica). Por otro

lado, la cepa probiótica de V. alginolyticus, que es usada en el CENAIM en la larvicultura

de L. vannamei fue cultivada en medio líquido de LB Broth Base® (Oxoid, Inglaterra).

3.5. EVALUACIÓN DE DIFERENTES MÉTODOS DE PRESERVACIÓN DE Brachionus

plicatilis Y SU USO EN LA LARVICULTURA DE Litopenaeus vannamei

3.5.1. Evaluación de métodos de preservación. Rotíferos enriquecidos con DHA Selco®

fueron preservados mediante los métodos de liofilización, congelación por inmersión en

nitrógeno líquido, congelación a -4, -20, -80 ºC sin preservantes, y con los preservantes

metanol al 10% y DMSO al 10%. El criterio de evaluación fue el estado presentado por las

lóricas después de 15 días de almacenamiento. Para ello fueron observadas al microscopio

muestras de cada tipo de preservación.

3.5.1.1.  Preservación por liofilización. Los rotíferos para liofilización fueron depositados

en una bolsa plástica, sellada, que se extendió en capa delgada, para ser congelados a -80

ºC durante 24 horas. Una vez congelados, fueron deshidratados en un liofilizador Eyela

DRC-1 durante 36 horas. Luego de ser liofilizados fueron almacenados en refrigerador

doméstico a una temperatura de  4 ºC.
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3.5.1.2.  Preservación por inmersión en nitrógeno líquido. Los rotíferos fueron confinados

en tubos Falcon de 15 mL, e introducidos en nitrógeno líquido durante dos minutos.

Posteriormente fueron almacenados en un congelador de -20 ºC.

3.5.1.3.  Preservación por congelación sin preservantes. En la congelación sin preservantes

los rotíferos fueron depositados en bolsas plásticas, selladas y extendidas en capa delgada.

Las bolsas fueron almacenadas a -4, -20 y -80 ºC.

3.5.1.4. Preservación por congelación utilizando preservantes. Los rotíferos fueron

previamente homogeneizados en un vaso de precipitado agregando 10 mL de DMSO o

metanol, agitando suavemente con una varilla de vidrio, a fin de no romper las lóricas de

los rotíferos. Una vez homogeneizados, fueron depositados en bolsas plásticas,

extendiéndose en capa delgada  y almacenándose a -4, -20 y -80 ºC.

3.5.2.  Evaluación del uso en larvicultura. Larvas de L. vannamei fueron cultivadas

según el régimen de alimentación y manejo del CENAIM (CENAIM 1999). El grupo

control fue alimentado con rotíferos vivos al 50% de sustitución de nauplios de Artemia

(SNA), y los grupos de experimentación fueron alimentados con rotíferos vivos

suministrados al 100% de SNA, y rotíferos preservados según los métodos indicados

anteriormente (tabla 7). El parámetro de evaluación fue el porcentaje de supervivencia en

el estadío PL12, determinado mediante la ecuación                            donde PL12TOT

es el número total de PL12 producidas y N 5inoc. el número total de nauplios N5 inoculados.
 
%Sup = ×PL

N
12TOT

5inoc.

100,
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Tabla 7. Tratamientos establecidos para la evaluación del uso del rotífero Brachionus

plicatilis en la larvicultura de Litopenaeus vannamei.

TRATAMIENTOS TIPO DE APLICACIÓN
TIPO DE

SNA
1 (control) Rotíferos vivos 50%

2 Rotíferos vivos 100%
3 Rotíferos congelados sin preservantes a -4 ºC 50%
4 Rotíferos congelados sin preservantes a -20 ºC 50%
5 Rotíferos congelados sin preservantes a -80 ºC 50%
6 Rotíferos congelados con metanol a -4 ºC 50%
7 Rotíferos congelados con metanol a -20 ºC 50%
8 Rotíferos congelados con metanol a -80 ºC 50%
9 Rotíferos congelados con DMSO a -4 ºC 50%
10 Rotíferos congelados con DMSO a -20 ºC 50%
11 Rotíferos congelados con DMSO a -80 ºC 50%
12 Rotíferos liofilizados 50%
13 Rotíferos congelados en Nitrógeno líquido 50%

SNA. - Substitución de nauplios de Artemia

Durante el experimento los tanques fueron cubiertos con plástico a fin de evitar que la

temperatura del agua bajase demasiado. En promedio ésta fue de 28,5 ± 2,5 ºC, mientras

que la salinidad fue de 34 ± 1 g/L.

Adicionalmente se aplicaron las pruebas de estrés osmótico, por formalina, osmótico

combinado con formalina, y de nado en contracorriente, estandarizadas en el CENAIM

para evaluar la calidad de las postlarvas. En cada prueba se emplearon tres réplicas por

tratamiento, las cuales contenían 10 individuos por réplica. En la prueba de estrés

osmótico, las PL12 fueron sometidas a un cambio brusco de salinidad de 35 a 0 g/L durante

30 minutos, después se cambió a 35 g/L. En la prueba de estrés por formalina las PL12

fueron sometidas a una concentración de 1400 ppm durante 60 minutos. En la prueba

combinada se empleó la misma concentración de formalina a una salinidad de 10 g/L. En

la prueba de nado en contracorriente las PL12 fueron sometidas a una corriente de 0.14

L/seg durante 2 minutos, utilizando el aparato ilustrado en la figura 3. Al final se
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determinaron los porcentajes de supervivencia de las postlarvas a las pruebas de estrés y

los porcentajes de resistencia a la prueba de nado en contracorriente.

Figura 3. Aparato utilizado para realizar la prueba de nado en contracorriente (modificado

de Santacruz y Cobo 2001).

3.6  ANÁLISIS ESTADÍSTICO

El manejo de los datos se realizó con los programas Excel (Microsoft Office 2001) y

Statistica 4.0 ( Statsoft, Inc.). Una vez tabulados los datos, se aplicó la prueba de Bartlet

con el fin de verificar homogeneidad en sus varianzas. En algunos casos la homogeneidad

fue observada después de aplicar transformación cuadrática o transformación arcoseno de

raíz cuadrada. Posteriormente, dependiendo si sus varianzas eran o no homogéneas, los

datos fueron analizados mediante análisis de varianza de una vía o la prueba no

paramétrica de Kruskal Wallis a un nivel de significación α = 0,05.

En el caso de los datos analizados mediante análisis de varianza de una vía, cuando se

determinaron diferencias significativas entre los tratamientos se aplicó la prueba de
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contraste de Tukey. En el caso de los datos analizados mediante la técnica de Kruskal

Wallis, se aplicó prueba no paramétrica de Dunn. Estas pruebas fueron utilizadas debido a

su poder para detectar diferencias significativas (p<0,05) entre medias de igual o diferente

número de réplicas, y tener un error experimental inferior a α (Zar 1999).

Los porcentajes de supervivencia y resistencia que presentaron las PL12 en el experimento

de larvicultura, en las pruebas de estrés y de nado en contracorriente fueron analizados

mediante la prueba de correlación simple de Spearman. Esta prueba se basa en el cálculo

de un valor rs, que se utiliza para probar la hipótesis nula H0: no existe correlación entre

las variables (Gibbons 1997).
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4.  RESULTADOS

4.1.  EVALUACIÓN DE LA PRODUCCIÓN DE LOS MORFOTIPOS SS, S, L Y XL

Las tablas 8 y 9 muestran las densidades y tasas específicas de crecimiento (TEC) que

presentaron los diferentes morfotipos de B. plicatilis al cuarto día de cultivo. Durante la

primera repetición con N. oculata los morfotipos S y L presentaron las mayores TEC

(p<0,05). En la segunda repetición, las TEC de los morfotipos L y XL no presentaron

diferencias significativas entre sí, y fueron significativamente superiores (p<0,05) a las TEC

de los morfotipos SS y S. En la tercera repetición los morfotipos L y XL presentaron la

mayor TEC (p<0,05), seguidos por SS, cuya TEC no presentó diferencias significativas con

el morfotipo L; y por el morfotipo S, el cual presentó la menor TEC (tabla 8).

Tabla 8. Densidad (rotíferos/mL) y tasa específica de crecimiento (TEC) presentada por

los morfotipos de Brachionus plicatilis al cuarto día de cultivo, durante las tres

repeticiones del experimento con Nannochloropsis oculata.

REPETICIONES
1 2 3MORFOTIPOS

DENSIDAD TEC DENSIDAD TEC DENSIDAD TEC
SS 181,7 ± 24,8 0,378b 40,8 ± 8,3 -0,019b,c 176,7 ± 31,5 0,214b

S 129,2 ± 22,4 0,411a 35,0 ± 9,6 -0,053c 85,8 ± 30,1 0,062c

L 160,8 ± 20,2 0,424a 60,8 ± 17,2 0,177a 177,5 ± 35,5 0,267a,b

XL 100,0 ± 21,5 0,291b 66,7 ± 11,3 0,114a 250,0 ± 20,4 0,328a

Se empleó Análisis de varianza de una vía y la prueba de Tukey en el análisis de los datos.
Los exponentes distintos indican diferencias significativas (p<0,05).

Durante la primera repetición del experimento con CS la TEC del morfotipo SS fue

significativamente superior (p<0,05) a las de los morfotipos S y XL, pero no a la TEC del

morfotipo L. La TEC de éste no presentó diferencias significativas con los morfotipos S y

XL. Durante la segunda repetición, los morfotipos S, SS y XL fueron semejantes entre sí
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y significativamente superiores (p<0,05) a la del morfotipo L. Durante la tercera

repetición la TEC presentada por el morfotipo XL fue semejante a las TEC de los

morfotipos SS y S, y significativamente superior a la del morfotipo L (p<0,05); las TEC

de SS y S no presentaron diferencias significativas con la TEC del morfotipo L (tabla 9).

Tabla 9. Densidad (rotíferos/mL) y tasa específica de crecimiento (TEC) presentada por

los morfotipos de Brachionus plicatilis al cuarto día de cultivo, durante las tres

repeticiones del experimento con Culture Selco®.

REPETICIONES
1 2 3MORFOTIPOS

DENSIDAD TEC DENSIDAD TEC DENSIDAD TEC
SS 377,8 ± 42,2 0,313a 340,8 ± 43,8 0,332a 260,8 ± 38,0 0,249ª,b

S 155,1 ± 80,3 -0,217b 318,0 ± 28,1 0,281a 225,8 ± 42,7 0,236a,b

L 151,6 ± 80,3 0,038ª,b 135,8  ± 68,6 0,127b 198,3 ± 87,2 0,211b

XL 41,1 ± 9,6 -0,216b 319,2 ± 74,7 0,309ª 415,0 ± 65,1 0,309a

Se empleó Análisis de varianza de una vía y la prueba de Tukey en el análisis de los datos.
Los exponentes distintos indican diferencias significativas (p<0,05).

Debido a que las TEC alcanzadas por los morfotipos al cuarto día de cultivo en los con N.

oculata y CS variaron entre experimentos, y a que se iniciaba la temporada de aguas cálidas

(27,0 ± 2,5 ºC) se eligió el morfotipo S para las siguientes evaluaciones. Este morfotipo es

producido en el CENAIM y utilizado en la larvicultura comercial de L. vannamei.

4.2.  EVALUACIÓN DE LA PRODUCCIÓN DE ROTÍFEROS A PARTIR DE

DIFERENTES DIETAS

4.2.1  Evaluación del uso de microalgas vivas y criopreservadas. La tabla 10 presenta

las densidades y las TEC alcanzadas por el morfotipo S de B. plicatilis al cuarto día de

cultivo. Previo al análisis estadístico de los resultados, fue necesario aplicar la

transformación cuadrática y’=y2. Las mayores TEC (p<0,05) fueron observadas en los
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rotíferos alimentados con I. galbana viva y las combinaciones de microalgas vivas T.

maculata + I. galbana, N. oculata + I. galbana y N. oculata + T. maculata, seguidos de

los rotíferos alimentados con T. maculata viva, T. maculata criopreservada y N. oculata +

T. maculata criopreservada. N. oculata viva, I. galbana criopreservada, y sus

combinaciones produjeron TEC negativas. En estos cultivos se produjo deterioro de la

calidad del agua y proliferación de protozoarios.

Tabla 10. Densidad (rotíferos/mL) y tasa específica de crecimiento (TEC) presentadas por

Brachionus plicatilis al cuarto día de cultivo, durante la evaluación del uso de

microalgas vivas y criopreservadas.

MICROALGAS DENSIDAD TEC

Microalgas vivas
Nannochloropsis oculata 31,3 ± 30,1  -0,006c,d

Tetraselmis maculata 138,5 ± 24,3 0,328b,c

Isochrysis galbana 119,5 ± 22,1  0,397a,b

N. oculata + T. maculata 116,5 ± 19,4 0,400a,b

N. oculata + I. galbana 103,0 ± 50,6 0,407a,b

T. maculata + I. galbana 108,5 ± 50,6 0,449a

Microalgas criopreservadas
Nannochloropsis oculata 65,3 ± 22,1 0,231c,d

Tetraselmis maculata 83,5 ± 50,4 0,292b,c,d

Isochrysis galbana 14,7 ± 2,5 -0,128d

N. oculata + T. maculata 75,5 ± 42,3 0.329b,c

N. oculata + I. galbana 13,5 ± 7,9 -0,109d

T. maculata + I. galbana 9,5 ± 6,5 -0,182d

Se empleó Análisis de varianza de una vía y prueba de Tukey para na≠ nb en el análisis de los datos.
Los exponentes distintos indican diferencias significativas (p<0,05).

4.2.2.  Evaluación del uso de levaduras. La tabla 11 presenta las TEC alcanzadas al

cuarto día de cultivo por el morfotipo S de B. plicatilis alimentado con las levaduras

Levapán® fresca, Levapán® seca, CS y C. glabrata. Las TEC de los rotíferos alimentados

con CS, Levapán® fresca y Levapán® no presentaron diferencias significativas entre sí, y

fueron significativamente superiores a las TEC (p<0,05) de los rotíferos alimentados con

C. glabrata. Los cultivos presentaron proliferación de protozoarios ciliados y sésiles sobre

los rotíferos, siendo mayor en los cultivos realiazados con C. glabrata.
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Tabla 11. Densidad (rotíferos/mL) y tasa específica de crecimiento (TEC) presentada por

Brachionus plicatilis al cuarto día de cultivo, durante la evaluación del uso de

levaduras.

LEVADURAS DENSIDAD TEC
Culture Selco® 120,6 ± 16.7 0.059a

Levapán® fresca 78,0± 14 -0.054a

Levapán® seca 72,0 ± 12 -0.053a

Candida glabrata 13,0 ± 4.2 -0.508b

Se empleó Análisis de varianza de una vía y la prueba de Tukey en el análisis de los datos.
Los exponentes distintos indican diferencias significativas (p<0,05).

4.2.3.  Evaluación del uso de combinaciones de levaduras y microalgas. La tabla 12

muestra las densidades y TEC alcanzadas por el morfotipo S de B. plicatilis alimentado con

diferentes combinaciones de levaduras y microalgas al cuarto día de cultivo. Los rotíferos

alimentados con C. glabrata + T. maculata, C. glabrata + N. oculata, CS + N. oculata y

CS + T. maculata presentaron TEC semejantes entre sí y significativamente superiores

(p<0,05) a las TEC de los rotíferos alimentados con Levapán® + T. maculata y Levapán® +

N. oculata. Las TEC de los rotíferos alimentados con las combinaciones que incluían a I.

galbana presentaron valores negativos.

Tabla 12. Densidad (rotíferos/mL) y Tasa específica de crecimiento (TEC) presentada

por Brachionus plicatilis al cuarto día de cultivo, durante la evaluación del uso

de  combinaciones de levaduras y microalgas.

COMBINACIONES DENSIDAD TEC
Levapán® + N. oculata 53,3 ± 28,8 0,012b,c

Levapán® + T. maculata 61,33 ± 44,4 0,043b,c

Levapán® + I. galbana 24,0 ± 9,1 -0,223c,d

CS + N. oculata 79,3 ± 15,9 0,125a,b

CS + T. maculata 128,7 ± 18,4 0,226a,b

CS + I. galbana 10,7 ± 4,1 -0,411d,e

C. glabrata + N. oculata 148,7 ± 13,9 0,290a,b

C. glabrata + T. maculata 191,3 ± 23,2 0,340a

C. glabrata + I. galbana 3,0 ±  1,0 -0.716e

Se empleó Análisis de varianza de una vía y la prueba de Tukey en el análisis de los datos.
Los exponentes distintos indican diferencias significativas (p<0,05).
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4.3.  EVALUACIÓN DEL USO DE BACTERIAS NITRIFICANTES Y Vibrio

alginolyticus EN LA PRODUCCIÓN DE Brachionus plicatilis

La tabla 13 presenta los niveles de amonio total y pH durante los días 0, 2 y 4 de cultivo,

así como las densidades y TEC alcanzadas por el morfotipo S de B. plicatilis al cuarto día

del cultivo. Durante los días 2 y 4 de cultivo, el tratamiento con bacterias nitrificantes

presentó niveles inferiores de amonio total; sin embargo estas diferencias no fueron

significativas con los otros tratamientos. El día cuarto de cultivo se observó una

disminución del pH; sin embargo esta disminución y los diferentes niveles observados no

presentaron diferencias significativas al nivel α = 0,05. En el caso de las TEC tampoco

fueron observadas diferencias significativas.

Tabla 13.  Niveles de amonio total como Nitrógeno (mg/L), pH, densidad (rotíferos/mL) y

tasa específica de crecimiento (TEC) de Brachionus plicatilis tratados con

Vibrio alginolyticus, bacterias nitrificantes (BN) y combinaciones de bacterias.

DIAS
0 2 4TRATA MIENTOS

TAN pH TAN pH TAN pH Densidad TEC
Control 0,48 ± 0,02a 8,23a 1,77 ± 0,11a 7,98a 1,93 ± 0,06a 7,70a 205,0 ± 23,5 0,193a

Vibrio alginolyticus 0,48 ± 0,06a 8,20a 1,80 ± 0,19a 7,93a 1,98 ± 0,02a 7,75a 214,0 ± 23,5 0,183a

Bacterias nitrificantes 0,49 ± 0,05a 8,25a 1,71 ± 0,11a 7,88a 1,75 ± 0,50a 7,88a 207,0 ± 23,5 0,191a

V alginolyticus + BN 0,46 ± 0,05a 8,20a 1,80 ± 0,19a 7,90a 1,90 ± 0,10a 7,85a 202,5 ± 14,7 0,182a

TAN.- Amonio total como Nitrógeno (siglas en Inglés).
Se empleó Análisis de varianza de una vía para el análisis de los datos.

4.4.  EVALUACIÓN DE DIFERENTES MÉTODOS DE PRESERVACIÓN DE Brachionus

plicatilis Y SU USO EN LA LARVICULTURA DE Litopenaeus vannamei

4.4.1. Evaluación de métodos de preservación. No se observó daño en las lóricas de los

rotíferos congelados por inmersión en nitrógeno líquido, o congelados a -4, -20, y -80 ºC

sin preservantes o con los preservantes metanol y DMSO después de 15 días de
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almacenamiento. Por el contrario, las lóricas de los rotíferos liofilizados se observaron

severamente deterioradas.

4.4.2.  Evaluación del uso en larvicultura. La figura 7 muestra los porcentajes de

supervivencia de las PL12 de L. vannamei alimentadas con rotíferos vivos al 50% (Control)

y 100% de SNA, congelados a -4, -20, y -80 ºC sin preservantes, con metanol al 10%, y con

DMSO al 10%, congelados por inmersión en nitrógeno líquido y liofilizados. Previo al

análisis de los resultados se aplicó transformación logarítmica y’ = arcoseno ( y ). Sólo

fueron observadas diferencias significativas (p<0,05) entre control y los demás grupos.

Figura 4.  Porcentajes de supervivencia de PL12 de Litopenaeus vannamei alimentadas con

Brachionus  plicatilis vivos y preservados durante 15 días. Los literales distintos

indican diferencias significativas (p<0,05) determinadas mediante la prueba de

Tukey.

La tabla 14 presenta los porcentajes de supervivencia de las PL12 sometidas a las pruebas

de estrés osmótico, por formalina, osmótico combinado con formalina, y los porcentajes

15.4

8.2

11.9

12.5

13.8

21.9

25.5

31.4

24.9

15.8

14.2

71.9

36.7

0 25 50 75 100

Vivos al 100%

Control (Vivos al 50%)

Sin Preservantes a -4 ºC

Sin Preservantes a -20 ºC

Sin Preservantes a -80 ºC

Metanol a -4 ºC

Metanol a -20 ºC

Metanol a -80 ºC

DMSO a -4 ºC

DMSO a -20 ºC

DMSO a -80 ºC

Liofilizados

Nitrógeno líquido

T
ra

ta
m

ie
nt

os

Supervivencia (%)

b

b

b

b

b

 b

b

b

b

b 

b

a

b



32

de resistencia a la prueba de nado en contracorriente. Sólo fueron observadas diferencias

significativas (p<0,05) en las pruebas de estrés osmótico y osmótico combinado con

formalina. En la prueba de estrés osmótico, el porcentaje de supervivencia de las PL12

alimentadas con rotíferos vivos al 100% de SNA y congelados sin preservantes a -20 ºC

fue significativamente (p<0,05) superior al control y demás tratamientos, mientras la

supervivencia de las PL12 alimentadas con rotíferos congelados sin preservantes a -4 ºC,

preservados con metanol a -4 y -20 ºC, y preservados con DMSO a -4 y a -80ºC fueron

significativamente (p<0,05) inferiores. En la prueba de estrés osmótico combinado con

formalina la supervivencia de las PL12 alimentadas con rotíferos vivos al 100% de SNA,

congelados sin preservantes a -4 y -20 ºC, preservados con DMSO a -80ºC y congelados

en nitrógeno líquido fueron significativamente (p<0,05) superiores al control y demás

tratamientos, los cuales no presentaron diferencias significativas entre sí.

Tabla 14.  Porcentajes de supervivencia y resistencia* de PL12 de Litopenaeus vannamei,

alimentadas con diferentes tratamientos de Brachionus plicatilis, sometidas a

cuatro pruebas de estrés.

PRUEBAS DE ESTRÉS
TRATAMIENTOS

Osmótico Formalina
Osmótico +
Formalina

Nado en
contracorriente*

Vivos al 100% 47%a 100%a 90%a 83%a

Control (Vivos al 50%) 27%b 100%a 67%b 77%a

Sin preservantes a -4 ºC 0%c 93%a 80%a 60%a

Sin preservantes a -20 ºC 37%a 97%a 80%a 67%a

Sin preservantes a -80 ºC 10%b 97%a 67%b 70%a

Metanol a -4 ºC 7%c 100%a 70%b 70%a

Metanol a -20 ºC 7%c 100%a 77%b 63%a

Metanol a -80 ºC 17%b 93%a 73%b 80%a

DMSO a -4 ºC 0%c 100%a 73%b 90%a

DMSO a -20 ºC 10%b 100%a 63%b 77%a

DMSO a -80 ºC 3%c 93%a 83%a 57%a

Liofilizados 20%b 97%a 70%b 77%a

Nitrógeno líquido 23%b 100%a 93%a 80%a

Se emplearon las pruebas no paramétricas de Kruskal Wallis y Dunn en el análisis de los datos.
Los exponentes distintos en la misma columna indican diferencias significativas (p<0,05) entre tratamientos.
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La tabla 15 presenta los resultados del análisis de correlación de Spearman aplicado a los

porcentajes de supervivencia y resistencia de las PL12 a las pruebas de estrés y el

porcentaje de supervivencia en larvicultura. Al nivel α = 0,05 el análisis no detectó

correlación estadísticamente significativa entre las diferentes pruebas de estrés y las

diferentes aplicaciones de rotíferos.

Tabla 15. Resultados del análisis de correlación simple de Spearman aplicado a los

porcentajes de supervivencia y resistencia de las PL12 de Litopenaeus vannamei

a las pruebas de estrés y el porcentaje de supervivencia en larvicultura.

VARIABLES
Coeficiente de
Spearman (rs)

Nivel p

Supervivencia en Larvicultura vs. Supervivencia al Estrés Osmótico 0.3917 0.1856
Supervivencia en Larvicultura vs. Supervivencia al Estrés por Formalina 0.4116 0.1623

Supervivencia en Larvicultura vs. Supervivencia al Estrés combinado 0.0304 0.9214

Supervivencia en Larvicultura vs. Resistencia al nado en contracorriente 0.1219 0.6916
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5.  DISCUSIÓN

5.1.  EVALUACIÓN DE LA PRODUCCIÓN DE LOS MORFOTIPOS SS, S, L Y XL

Pese a que la producción de B. plicatilis ha sido evaluada a partir de diferentes cepas,

dietas, aplicación de bacterias o sistemas de cultivo, no existen reportes suficientes de la

evaluación de morfotipos. Los morfotipos S y L son producidos dependiendo de la talla

máxima de presa requerida por las larvas cultivadas (Fukusho, 1989a). Hagiwara y Lee

(1991) en cultivos de 8 y 32 g/L observaron mayor capacidad eurihalina en rotíferos S de

cepa hawayana que en rotíferos L de una cepa japonesa. Mustahal et al. (1991) en cultivos

de cinco cepas de los morfotipos S y L a 25 ºC y salinidades entre 5 y 45 g/L observaron

que la producción de los morfotipos estaba afectada por factores genéticos de las cepas.

Dhert (1996) reporta mayor crecimiento del morfotipo L en cultivos a temperaturas de 18

a 25 ºC, y mayor crecimiento del morfotipo S en cultivos entre 28 y 35 ºC.

En este estudio, durante las repeticiones del experimento con N. oculata a 34 g/L y  22,0 ±

2,0 ºC sobresalió el morfotipo L (p<0,05), igualado por el morfotipo S en la primera

repetición y por el morftotipo XL durante las siguientes repeticiones. Estos resultados

coinciden con lo reportado por Dhert (1996) acerca del morfotipo L, el cual presenta

mayor crecimiento que el morfotipo S cuando se cultiva a temperaturas entre 18 y 25 ºC.

Hagiwara et al. (2001) y Rombaut (2001) se refieren a los morfotipos XL y SS como

cepas respectivas de L y S. Esto explicaría el crecimiento del morfotipo XL, el cual fue

igual al del morfotipo L en dos de las tres repeticiones del experimento. Sin embargo,

durante las repeticiones del experimento con CS, a igual temperatura y salinidad de 20

g/L, sobresalió el morfotipo SS (p<0,05), igualado por el morfotipo L en la primera
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repetición y por los morfotipos S y XL durante las repeticiones siguientes. Esto coincidió

con lo reportado por Rombaut (2001), quien observó en cultivos de rotíferos alimentados

con CS mayores TEC en los del morfotipo SS que en los otros, indicando mayor

capacidad de crecimiento del morfotipo SS en cultivos con dietas artificiales.

5.2.  EVALUACIÓN DE LA PRODUCCIÓN A PARTIR DE DIFERENTES DIETAS

5.2.1.  Evaluación del uso de microalgas vivas y criopreservadas. Inicialmente el

suministro de B. plicatilis para larvicultura se hacía a partir de la colectas en el medio

natural o estanques de cultivo de anguila. Ante el incremento de los programas de

larvicultura y consecuente  requerimiento de rotíferos, los japoneses investigaron técnicas

de cultivo para la producción de rotíferos (Hirata 1980). Dicha producción comprende el

uso de diferentes microalgas que pueden ser administradas vivas o preservadas, en

monodietas o combinaciones (Hoff y Snell 1999, Lubzens et al. 1995 y Santacruz 1999).

Snell et al. (1983) compararon el uso de las microalgas verdes Chlorella sp. y Dunaliella

sp. y la microalga verde-azul Schyzotrix sp., observando que los rotíferos alimentados con

combinaciones de Schyzotrix sp. y Chlorella sp. presentaban mayor crecimiento que los

alimentados con monodietas o combinaciones de Chlorella sp. y Dunaliella sp. También

reportaron que no todas las microalgas verde-azules son benéficas, y su valor nutricional

afecta la calidad nutricional de los rotíferos (Snell et al. 1983). La búsqueda de técnicas de

producción de rotíferos por parte de los japoneses dio lugar a la introducción de la

microalga verde N. oculata, considerada al igual que Tetraselmis, una de las mejores

debido a su contenido de ácidos grasos esenciales importantes para la larvicultura de peces

y crustáceos marinos, y por producir altas tasas de crecimiento en los cultivos de rotíferos

(Fukusho 1989a, 1989b). Al igual que Nannochloropsis y Tetraselmis, se destaca el uso de
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Isochrysis, la cual es utilizada además para el enriquecimiento de rotíferos con vitamina C

(Dhert 1996 y Hoff y Snell 1999).

En el presente trabajo, el uso de las microalgas vivas T. maculata,  N. oculata + T .

maculata,  I. galbana y sus diferentes combinaciones produjeron las más altas TEC. Sin

embargo N. oculata viva produjo una de las más bajas TEC. En este cultivo dio una caída

súbita el día 3 posiblemente atribuida al deterioro de la calidad del agua y presencia de

protozoarios. En general, los resultados indicaron que I. galbana debido a sus altos niveles

de vitamina C (Dhert 1996), y niveles de AGAI mayores a los de Tetraselmis (Hoff y

Snell 1999), puede emplearse no sólo para el enriquecimiento de rotíferos con la

mencionada vitamina como indica Dhert (1996), sino también para su cultivo,

suministrada viva en monodieta o combinación con N. oculta o T. maculata.

Los resultados observados por Lubzens et al. (1995) y Santacruz (1999) indican que la

producción de rotíferos no se afecta significativamente cuando se emplean microalgas

criopreservadas. En el presente caso, las TEC de los rotíferos alimentados con las

microalgas vivas y criopreservadas N. oculata, T. maculata, y sus combinaciones no

presentaron diferencias significativas. Sin embargo, los rotíferos alimentados con I.

galbana presentaron una de las más bajas TEC. Esto se explicaría en la acumulación de

materia orgánica en los tanques de cultivo y consecuente deterioro de la calidad del agua.

5.2.2.  Evaluación del uso de levaduras. Las levaduras fueron introducidas en la

producción de rotíferos como alternativa a los altos requerimientos de microalgas. Sin

embargo, los cultivos son poco estables y dan lugar a rotíferos con pobres niveles de

ácidos grasos esenciales importantes para la larvicultura de peces y crustáceos marinos
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(Tamaru et al. 1993 y Fukusho 1989a, 1989b). La inestabilidad de los cultivos realizados

con levaduras se debe a una pobre digestibilidad (Dhert 1996), deficiencia de nutrientes

(Hirayama 1987), deterioro de la calidad del agua y proliferación de protozoarios (Dhert

1996 y Hoff y Snell 1999) y bacterias patógenas (Yu et al. 1990). Ante ello, se ha

propuesto el empleo de levaduras formuladas (Dhert 1996 y Lavens et al. 1994), levaduras

marinas (Hirata 1980), la suplementación de los cultivos de levaduras con vitamina B12

(Hirayama y Funamoto 1983) o bacterias productoras de esta vitamina (Gatesoupe et al.

1989 y Dhert 1996). También es recomendable combinar microalgas y levaduras (Hoff y

Snell 1999, Dhert 1996, Tamaru et al. 1993 y Fukusho 1989b), o enriquecer los rotíferos

con ácidos grasos esenciales para su uso en larvicultura (Dhert 1996).

En este estudio se evaluó la producción de B. plicatilis empleando la dieta artificial CS, la

levadura marina C. glabrata y las levaduras de pan Levapán® fresca y Levapán® seca. Los

resultados indicaron diferencias significativas (p<0,05) sólo entre las TEC de los rotíferos

alimentados con CS, Levapán® fresca y Levapán® seca y las TEC de los rotíferos

alimentados con C. glabrata, lo cual contrastó con lo reportado por Dhert (1996) y Lavens

et al. (1994) quiénes obtuvieron densidades superiores a 500 rotíferos/mL, concluyendo

que CS es un alimento confiable para la substitución total de las microalgas.

Probablemente los resultados de este estudio fueron afectados por la acumulación de

materia orgánica y consecuente deterioro de la calidad del agua de los cultivos, lo cuales

presentaron abundancia de protozoarios. Ésta fue mayor en los cultivos realizados con la

levadura marina, coincidiendo con lo reportado por Furakawa e Hidata (1973) quienes

reportaron que estos cultivos son inestables debido a los altos niveles de amonio que se

presentaban como consecuencia del metabolismo de las levaduras y la proliferación de

protozoarios.
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5.2.3.  Evaluación de combinaciones de levaduras y microalgas. Ante las caídas súbitas

de los cultivos de rotíferos alimentados con levaduras, la baja digestibilidad y deficiencia

de vitamina B12 de las levaduras (Hirayama 1987) y el valor nutricional de los rotíferos no

adecuado para peces y crustáceos marinos (Tamaru et al. 1993), fueron propuestas las

combinaciones de microalgas y levaduras (Hoff y Snell 1999, Dhert 1996 y Fukusho

1989b, entre otros). Con estas combinaciones se obtienen mejores producciones de

rotíferos (Hirayama y Watanabe fide: Hoff y Snell 1999) y niveles adecuados de ácidos

grasos esenciales requeridos por las larvas de peces y crustáceos marinos (Dhert 1996 y

Tamaru et al. 1993).

En el presente trabajo se comparó la producción de B. plicatilis empleando las

combinaciones de las levaduras CS, C. glabrata y Levapán® fresca con las microalgas N.

oculata, T. maculata e I. galbana. Las TEC presentadas por los rotíferos en este estudio

fueron mayores a las del experimento con levaduras, confirmando las anotaciones de

Hirayama y Watanabe (fide: Hoff y Snell 1999) acerca de la mayor producción de

rotíferos utilizando combinaciones de levaduras y microalgas. Las producciones al

emplear C. glabrata + T. maculata, C. glabrata + N. oculata, y CS + T. maculata fueron

superiores a las combinaciones que incluían a la levadura Levapán® y a la microalga I.

galbana. Estos resultados se explican en el mayor valor nutricional y digestibilidad de las

levaduras formuladas y marinas (Hoff y Snell 1999, Dhert 1996 y Fulks y Main 1991), y a

la propiedad bacteriostática y reguladora de la calidad del agua de las microalgas

(Suantika 2001). Pese a lo anterior y como consecuencia del aumento de la materia

orgánica en los cultivos alimentados con levaduras, la calidad del agua afectó la

producción de rotíferos en los cultivos alimentados con I. galbana y las diferentes
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levaduras, hecho que contrastó con los resultados de la evaluación de microalgas donde I.

galbana produjo uno de los mejores resultados.

5.3.  EVALUACIÓN DEL USO DE BACTERIAS NITRIFICANTES Y Vibrio

alginolyticus EN LA PRODUCCIÓN DE Brachionus plicatilis

Hoff y Snell (1999) y Dhert (1996) reportan que los cultivos de rotíferos son medios

adecuados para la proliferación de bacterias que pueden causar decrecimiento en la

población de rotíferos o caídas súbitas de los cultivos (Suantika 2001 y Yu et al. 1990), o

constituir un riesgo sanitario para las larvas a alimentar (Skejermo y Vadstein 1993 y

Gatesoupe et al. 1989) y deben ser controlados ante los riesgos de acumulación y

transferencia a través de la cadena trófica a los sucesivos predadores (Dhert 1996).

También ha sido reportada la presencia de bacterias benéficas que incrementan el

crecimiento de los rotíferos al producir vitamina B12 (Yu et al. 1989 y Yu et al. 1988)  y

nutrientes no presentes en la dieta (Douillet 2000 y Rombaut 2001), limitar el crecimiento

de bacterias patógenas (Shiri et al. 1998 y Gatesoupe 1991), reducir los niveles de amonio

no ionizado y nitritos (Qi 2001 y Rombaut 2001) y mejorar la supervivencia y crecimiento

de las larvas alimentadas (Gatesoupe 1991 y Gatesoupe et al. 1989).

En este trabajo, se evaluó el uso de una cepa probiótica de V. alginolyticus producida en el

CENAIM y empleada en la larvicultura comercial de L. vannamei, y el uso de bacterias

nitrificantes cultivadas en agua de peptona y extracto de levadura a partir de un inóculo del

Abil® (Avecom, Bélgica) en cultivos de B. plicatilis alimentados con Levapán®.
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V. alginolyticus crece en tanques de rotíferos alimentados con levaduras alcanzando

concentraciones superiores a 105 UFC/mL, por lo cual se cree que la proliferación de

cepas tóxicas de V. alginolyticus ocasionaría caídas súbitas en los cultivos (Yu et al.

1990). En este estudio, el crecimiento de los rotíferos tratados con V. alginolyticus fue

igual al control y demás tratamientos. Sin embargo, debido a su capacidad probiótica, V.

alginolyticus controlaría la proliferación de bacterias nocivas para B. plicatilis y las larvas

de L. vannamei a alimentar, disminuyendo los riesgos potenciales de acumulación y

transferencia a través de la cadena trófica de bacterias nocivas para sucesivos predadores

como indica Dhert (1996). Este planteamiento se sustenta en lo observado por Shiri et al.

(1998), quienes no observaron diferencias en el crecimiento de rotíferos tratados con el

probiótico Lactococcus lactis y el control; sin embargo, los rotíferos tratados presentaron

mayor supervivencia a pruebas de desafío con el patógeno Vibrio anguillarum.

Rombaut (2001) y Qi (2001) observaron mayor crecimiento de B. plicatilis y reducción de

la concentración de amonio en tanques de cultivo y biofiltros de sistemas cerrados de

recirculación al aplicar Abil (Avecom, Bélgica). En el presente estudio, el crecimiento de

B. plicatilis, los niveles de amonio total y el pH del agua de los cultivos inoculados con

bacterias nitrificantes no fueron diferentes al control y demás tratamientos. Las bacterias

nitrificantes tienen una baja tasa de crecimiento requiriendo de un substrato sólido para el

establecimiento de la colonia bacteriana y la posterior remoción del amonio (Rombaut

2001). Por lo cual, los resultados obtenidos se explicarían en las condiciones del

experimento, ya que las bacterias fueron adicionadas directamente en los cultivos de

rotíferos careciendo de un substrato sólido para el establecimiento de la colonia.



41

5.4. EVALUACIÓN DE DIFERENTES MÉTODOS DE PRESERVACIÓN DE

Brachionus plicatilis Y SU USO EN LARVICULTURA DE Litopenaeus vannamei

5.4.1. Evaluación de métodos de preservación. La necesidad de proporcionar

constantemente rotíferos a los programas de larvicultura ha dado lugar a diversas

investigaciones relacionadas con la preservación de rotíferos (Hagiwara et al. 2001 y

Hagiwara e Hirayama 1993). Existen estudios de criopreservación de rotíferos (Assavaare

et al. 2001, Holt 1992, Ulloa 1992, Lubzens et al. 1991 y Lubzens et al. 1990),

congelación de huevos partenogenéticos (Okamoto et al. 1987), criopreservación de

embriones (Toledo et al. 1991) y preservación de quistes por liofilización y enlatado

(Balompapueng et al. 1997).

En este estudio se evaluaron los métodos de liofilización, congelación sin preservantes, y

con los preservantes dimetilsulfóxido (DMSO) al 10% y metanol al 10%, a las

temperaturas de -4, -20 y -80 ºC, y congelación por inmersión en nitrógeno líquido. Como

resultado se observó que las lóricas de los rotíferos congelados no fueron afectadas,

coincidiendo con los resultados de Holt (1992), Ulloa (1992) y Okamoto et al. (1987), los

cuales tampoco observaron deterioro en las lóricas de rotíferos congelados. Por otro lado,

la liofilización afectó las lóricas de los rotíferos, las cuales estaban rotas, coincidiendo con

lo observado por Futagawa durante 1994 en experimentos de larvicultura del lenguado

Paralichthys woolmani realizados en el CENAIM (Blacio, Com. Per.).

5.4.2.  Evaluación del uso en larvicultura.  Diversos autores han estudiado el uso de

rotíferos en la larvicultura de camarones peneídos reportando sus beneficios al obtener

mayores supervivencias y disminuir los requerimientos de nauplios de Artemia (Ulloa
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1992, Yamasaki e Hirata 1982), aumento del índice de estadío larvario, del peso seco de

las postlarvas y resistencia a las pruebas de estrés osmótico cuando se utilizan como

suplemento (CENAIM 1993b y Naessens et al. 1993).

En el presente trabajo, se evaluó el uso de rotíferos vivos y preservados (según los

métodos discutidos anteriormente) en la larvicultura de L. vannamei. Los rotíferos

preservados fueron suministrados al 50% de SNA, y los vivos al 50% (Control) y  al 100%

de SNA, durante los estadíos de Zoea 2 a PL4. Los resultados indican que el uso de

rotíferos vivos y enriquecidos con DHA Selco® suministrados al 50% de SNA es adecuada

para la producción de postlarvas de L. vannamei. Éstos se asemejan a los resultados

obtenidos en 1993 en el CENAIM (CENAIM 1993b) y por Naessens et al. (1993) quiénes

emplearon rotíferos como suplemento, y confirman lo reportado por Ulloa (1992), quién

recomienda emplearlos vivos y enriquecidos con ácidos grasos esenciales.

La supervivencia del grupo alimentado con rotíferos vivos suministrados al 100% de SNA

fue inferior (p<0,05) al control, lo cual indicaría que la substitución total de nauplios de

Artemia por rotíferos vivos no es adecuada para la producción de PL12 de L. vannamei. Al

respecto Ulloa (1992), anota que B. plicatilis es un excelente transportador de compuestos

específicos que no puede suplir completamente el uso de la Artemia en el larvicultivo de

crustáceos, sino que puede ser utilizado como suplemento y/o complemento alimenticio

durante los primeros estadíos larvales en los que las larvas adoptan hábitos alimenticios

carnívoros.

En los grupos alimentados con las diferentes preservaciones de rotíferos también se

observaron supervivencias inferiores (p<0,05) al control. Dhont y Lavens (1996)
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recomendaron preservar biomasa de Artemia en capas delgadas a temperaturas inferiores a

-25 ºC, con el fin de evitar deterioro del exoesqueleto y pérdida de nutrientes por

lixiviación. En el caso de los rotíferos, éstos fueron congelados en capas delgadas a -4, -20

y -80 ºC, y congelados por inmersión en nitrógeno líquido, siendo previamente confinados

en tubos Falcon. Ello indicaría una posible lixiviación de nutrientes en los rotíferos

congelados a -4 y -20 ºC, y explicaría las supervivencias presentadas por las larvas

alimentadas con este tipo de rotíferos. Por otro lado, Holt (1992) observó en rotíferos

congelados a -80 ºC lixiviación de nutrientes y enzimas digestivas, lo cual explicaría las

supervivencia presentadas por las larvas alimentadas con rotíferos congelados a -80 ºC y

por inmersión en nitrógeno líquido. En el caso de las larvas alimentadas con rotíferos

liofilizados, su supervivencia también se explicaría en una posible lixiviación de nutrientes

y enzimas digestivas en los rotíferos, puesto que sus lóricas estaban severamente

deterioradas; además estos rotíferos flotaban en la superficie del agua formando espuma,

lo cual los hacía poco disponibles para las larvas. También es probable que en los grupos

alimentados con rotíferos preservados con DMSO los resultados hayan sido afectados por

la toxicidad del preservante (Simione 1998), a la cual Santacruz (1999) atribuyó las

supervivencias observadas en larvas de L. vannamei alimentadas con microalgas

criopreservadas con esta substancia.

La producción camaronera exige el uso de postlarvas resistentes a las condiciones de

cultivo, cuya supervivencia, crecimiento homogéneo y resistencia a enfermedades de

cultivo garanticen una buena producción (Peeters 2000). Ante ello, han sido desarrolladas

diferentes pruebas de estrés basadas principalmente en la osmoregulación (Lignot et al.

2000, Tackaert et al. 1989 y Samocha et al. 1998). Aunque estas pruebas permiten separar

las postlarvas saludables de las postlarvas débiles (Samocha 1998 y Tackaert et al. 1989),
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los resultados pueden ser afectados por el estadío de muda, el estadío de desarrollo, talla y

estado nutricional de las postlarvas (Lignot et al. 2000). También se menciona que las

pruebas de estrés indican la calidad momentánea de la postlarva a ser sembrada (Tackaert

et al. 1989), y sus resultados no siempre están correlacionados con la supervivencia en la

larvicultura (Cobo Com. Pres.).

CENAIM (1993b) y Naessens et al. (1993) emplearon rotíferos como suplemento en la

larvicultura de L. vannamei, indicando que su uso aumenta la supervivencia de las

postlarvas a la prueba de estrés osmótico. Pese a que en este estudio se emplearon rotíferos

al 50 y 100% de SNA, los resultados de las pruebas de estrés variaron entre grupos. Lavens

y Sorgeloos (2000) indican que la dieta influye sobre la calidad de las postlarvas, por lo

cual se esperaría que las pruebas de estrés permitieran distinguir la mejor aplicación de

rotíferos. Sin embargo, se observó: 1) que los grupos alimentados con rotíferos vivos al

100% de SNA y congelados sin preservantes a -20 ºC, cuya supervivencia en larvicultura

fue inferior (p<0,05) al control, presentaron la mayor supervivencia a las pruebas de estrés

osmótico y osmótico + formalina; y 2) que la supervivencia de los grupos alimentados con

rotíferos congelados sin preservantes a -80 ºC, con metanol a -80 ºC, con DMSO a -80 ºC,

liofilizados y congelados en nitrógeno líquido, no presentó diferencias significativas con el

control. En el caso de la prueba de estrés de formalina combinado con osmótico, los

resultados indicaron la presencia de un grupo con supervivencias superiores (p<0,05) al

control, conformado por las PL12 alimentadas con rotíferos vivos al 100% de SNA, con

rotíferos congelados sin preservantes a -4 y -20 ºC, con rotíferos congelados con DMSO a

-80 ºC, y con rotíferos congelados en nitrógeno líquido; y otro cuyas supervivencias no

fueron significativamente diferentes al control. Es probable que los resultados de estas

pruebas, además de ser afectados por las diferentes aplicaciones de rotíferos, estén
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afectados por el estadío de muda, el estadío de desarrollo, la talla y el estado nutricional

que presentaban las postlarvas al momento de la prueba (Lignot et al. 2000).

Samocha et al. (1998) han reportado que las postlarvas se hacen tolerantes a la formalina

con la edad. Esta substancia, que fue empleada desde el estadío de Mysis 3 para facilitar la

muda a PL1 y demás estadíos, es usada en laboratorios de maduración para profilaxis de

los reproductores y desinfección de huevos de camarones, influyendo en una posible

tolerancia de las larvas de L. vannamei (Santacruz y Cobo 2001). Esto explicaría la alta

supervivencia que presentaron las postlarvas a la prueba de estrés a la formalina.

Peeters (2000) reportó que la prueba de nado en contracorriente permite detectar

diferencias entre dietas. Sin embargo, la aplicación de esta prueba no permitió observar

diferencias entre las distintas aplicaciones de rotíferos, debido a la alta resistencia

presentada por las postlarvas.

Mediante el análisis de correlación simple de Spearman se observó que no existía

correlación entre la supervivencia y resistencia de las PL12 a las pruebas de estrés y nado

en contracorriente y la supervivencia presentada en la larvicultura, de modo que ninguna

de las pruebas aplicadas permitió determinar la mejor aplicación de rotíferos para la

producción de postlarvas de L. vannamei. Esto contrastó con lo reportado por Dhert et al.

(1992) quienes indicaron que estas pruebas son importantes para la evaluación de las

dietas. La falta de correlación se explicaría debido a que no existe hasta el momento una

prueba universalmente aceptada para evaluar la calidad de las larvas (Samocha et al.

1998).
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5.  CONCLUSIONES

1. Los morfotipos L y XL de B. plicatilis presentaron mejor crecimiento cuando

fueron alimentados con N. oculata a 20,0 ± 2,0 ºC y 34 g/L de salinidad, mientras

que en los cultivos con CS a igual temperatura y 20 g/L el morfotipo SS presentó

el mejor crecimiento.

2. El uso de las microalgas vivas I. galbana, N. oculata + I. galbana, T. maculata + I.

galbana y N. oculata + T. maculata produjo mejores TEC que N. oculata viva y

criopreservada y las dietas de microalgas criopreservadas que incluían a I. galbana.

3. El uso de las microalgas criopreservadas T. maculta y T. maculata + N. oculata

produjo TEC semejantes a las de los rotíferos alimentados con las microalgas vivas

I. galbana, N. oculata + I. galbana, y N. oculata + T. maculata

4. Los rotíferos alimentados con  las combinaciones de la microalgas N. oculta y T.

maculata con las levaduras C. glablrata y CS presentaron las mayores TEC.

5. La inoculación de bacterias nitrificantes y V. alginolyticus en tanques de cultivo de

rotíferos alimentados con la levadura Levapán® no mejoró el crecimiento de los

rotíferos, ni la calidad del agua en lo que respecta a niveles de amonio total y pH

6.  Las lóricas de los rotíferos congelados sin preservante y con los preservantes

metanol y DMSO al 10% no fueron afectadas. Por el contrario, las lóricas de

rotíferos liofilizados fueron severamente deterioradas.
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7. Ni la substitución de total de nauplios de Artemia por rotíferos vivos enriquecidos

con DHA Selco®, ni la substitución parcial (al 50%) por rotíferos preservados

enriquecidos con DHA Selco® permitieron alcanzar supervivencias semejantes al

control (vivos al 50% de SNA) durante la larvicultura de L. vannamei.

8 .  Sólo las pruebas de estrés osmótico y osmótico combinado con formalina

permitieron diferenciar las aplicaciones de rotíferos empleadas en la larvicultura de

L. vannamei, indicando a la substitución total por rotíferos vivos enriquecidos con

DHA Selco® como una de las mejores. Sin embargo, los resultados de estas pruebas

no estuvieron correlacionados con la supervivencia en larvicultura.
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