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I. RESUMEN GENERAL 

 

El pez blanco del Lago de Pátzcuaro, Chirostoma estor, es una especie de agua dulce 

perteneciente a la familia Atherinopsidae (Dyer y Chernoff, 1996). Es una especie nativa de 

gran importancia al ser un icono cultural y económico para las comunidades indígenas del 

lugar y para el comercio de la región. Actualmente el pez blanco se encuentran en peligro de 

extinción, como consecuencia de factores tales como el gran deterioro de su hábitat y la 

explotación poco selectiva de la especie (Martínez-Palacios et al., 2002). Es por esto que la 

acuicultura es una alternativa para preservar y comercializar a la especie. El estudio de la 

bioquímica digestiva de las especies permite determinar la capacidad digestiva y el momento 

en el que los organismos alcanzan la madurez digestiva. El conocimiento generado contribuye 

al diseño de dietas adecuadas y a lograr el ―destete‖ (deshabituación alimenticia o cambio de 

la alimentación con presas vivas por alimento formulado) en el momento más adecuado y 

temprano, basado en la adquisición de la madurez digestiva. Los objetivos del presente estudio 

fueron, por un lado caracterizar la actividad digestiva intestinal, tanto de enzimas de 

membrana de cepillo de los enterocitos (Aminopeptidasa N y Fosfatasa alcalina, en 

membranas purificadas), como citosólicas (Leucin alanin peptidasa (LAP) y Fosfatasa ácida 

(FAc)), desde el estadio larvario hasta el juvenil (1-150 dpe), en organismos alimentados solo 

con alimento vivo, para evitar posibles daños al proceso de maduración digestiva tanto por 

dietas inadecuadas o subóptimas, como por haber sido suministradas antes de la madurez 

digestiva. Así mismo, nos interesó determinar si los peces blancos, a pesar de ser agástricos, 

seguían el modelo de maduración descrito para especies gástricas. Para esto se determinaron 

proporciones de las actividades de las enzimas membranales con respecto de las citosólicas 

como indicadores de maduración. Los resultados obtenidos muestran actividad de todas las 

enzimas analizadas desde los primeros días. Sin embargo, la actividad más alta fue encontrada 

con las enzimas citosólicas LAP y FAc, las cuales permanecen altas hasta los 150 dpe, en 

contraste de lo que sucede en muchas especies de peces, principalmente gástricas. La actividad 

de las enzimas digestivas membranales fue bastante menor. Solo los indicadores FAlc/FAc y 

FAlc/LAP coincidieron en la edad donde el incremento significativo fue encontrado, el día 

105. No obstante, el incremento fue significativo con respecto del día 75. Este resultado 

difiere de los indicadores descritos para las especies gástricas en las que el incremento es 

significativo con el día de muestreo inmediato anterior. Estos hallazgos sugieren que la 

maduración digestiva del pez blanco no encaja en el modelo de maduración descrito para 

peces con estómago, pero en caso de ocurrir ésta, sería mucho más tardía que en los peces 

gástricos. Otra posible interpretación de los resultados es que los indicadores no son 

suficientes para determinar el momento de la adquisición de la madurez digestiva en esta 

especie, que no solo es agástrica, sino con intestino corto y sin las estructuras compensatorias 

y de hábitos zooplanctófagos.  

Palabras clave. Pez blanco, Agástrico, maduración digestiva, indicadores. 
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II. GENERAL SUMMARY 

The pez blanco from Lake Patzcuaro, curtain Chirostoma, is a freshwater species 

belonging to the family Atherinopsidae (Dyer and Chernoff, 1996). It is a native species of 

great importance as a cultural and economic icon to the indigenous communities of place and 

trade in the region. Currently whitefish populations are endangered as a result of factors such 

as the severe deterioration of its habitat and unselective exploitation of the species (Martínez-

Palacios et al., 2002). That is why aquaculture is an alternative to preserve the species and 

market. The study of the digestive biochemistry species to determine the digestive capacity of 

the latter and the time when they reach the digestive ripening organisms. The knowledge 

generated contributes to the design of appropriate diets and achieve the "weaning" (Food 

cessation or change of feeding live prey to formula feed) at the right time and later, based on 

the acquisition of digestive maturity. The objectives of this study were to characterize the one 

hand the intestinal digestive activity of both enzymes brush membrane of enterocytes 

(aminopeptidase N and alkaline phosphatase, in purified membranes), cytosolic (leucine 

alanine peptidase and acid phosphatase) from the larval stage to juvenile (1-150 dpe) in 

organisms fed live food only to prevent possible damage to the digestive ripening process by 

inadequate or suboptimal diets, as having been supplied before the digestive maturity. 

Furthermore, we were interested if the white fish, despite being agástricos, maturation were 

modeled for gastric species described. To do this proportions of the activities of enzymes with 

respect membrane cytosolic maturation indicators were determined. The results showed 

activity of all enzymes studied since the early days. However, the highest activity was found 

with the LAP and PAc cytosolic enzymes, which remain high until the 150 dpe, in contrast to 

what happens in many fish species, mainly gastric. The membrane activity of digestive 

enzymes was significantly lower. Only PALC / PAC and PALC / LAP indicators agreed age 

where significant increase was found, day 105. However, the increase was significant 

compared Day 75. This result differs from the indicators described for gastric species the 

increase is significant that the day immediately preceding sampling. These findings suggest 

that the maturation of white fish digestive does not fit the pattern described for maturing fish 

stomach, but if it happened it would be much later than in the gastric fish. Another possible 

interpretation of the results is that the indicators are not sufficient to determine the time of 

acquisition of gastrointestinal maturity in this species, which is not only agástrica but with 

short bowel without compensatory zooplanctófagos structures and habits. 

Keywords. Pez blanco, Agastric, digestive ripening, indicators. 
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III. INTRODUCCIÓN GENERAL 

 

La acuicultura es una actividad económica de gran relevancia en el mundo (Balcázar et 

al., 2006), puesto que la producción de organismos acuícolas constituye una de las principales 

fuentes de alimento y trabajo en los países que se dedican a ella (Gatesoupe, 1999). En México 

el cultivo de peces es una práctica que se ha extendido en los últimos años, pero aún se 

encuentra en plena fase de desarrollo (Lluch-Cota, 1995, Gómez-Gil et al., 2000). El estudio 

del cultivo de los peces y crustáceos marinos reviste un gran interés económico, sobretodo en 

un país como el nuestro, en donde la mayor parte de los productos marinos que se consumen 

provienen de la pesca inmoderada en las áreas costeras. 

 

La producción de larvas de peces de alta calidad y sobre todo la supervivencia, 

representa uno de los principales problemas en la producción masiva de estos organismos, 

debido a que en la mayoría de los casos se desconocen las condiciones ambientales óptimas de 

cultivo, sus hábitos alimenticios, sus requerimientos nutricionales y los cambios ontogénicos 

digestivos que presentan durante las primeras etapas de su desarrollo (Planas y Cunha, 1999). 

Todo esto dificulta la formulación y el suministro de un alimento adecuado a la capacidad 

digestiva de los organismos en cultivo. Otro de los principales problemas es la alta mortalidad 

(Álvarez-González et al., 2001a), debida a factores como el desarrollo incompleto del tracto 

digestivo de la larva al eclosionar. Esto se traduce en una inadecuada asimilación de nutrientes 

de las dietas balanceadas, por lo que su cultivo depende exclusivamente del alimento vivo. Es 

por esto que las investigaciones se han orientando principalmente a entender el desarrollo 

larvario de las especies de interés y sus necesidades nutricionales, así como su capacidad 

digestiva, y en desarrollarlos mejores protocolos de ―destete‖ (deshabituación alimenticia o 

cambio del alimento vivo por alimento balanceado).  

Existe un gran interés en la formulación de microdietas que sustituyan a las presas 

vivas desde el inicio de la alimentación exógena. Idealmente estas dietas deben de ser de bajo 

costo, que estimulen su ingestión y digestión y que satisfagan las necesidades nutricionales de 

cada especie. Para ello es importante conocer el desarrollo de la capacidad digestiva larval 

durante su ontogenia, ya que de la madurez digestiva condiciona el aprovechamiento del 

alimento balanceado. Los factores nutricionales son particularmente determinantes durante el 

periodo larvario de los peces, no solo porque los requerimientos nutricionales de este estadio 

son específicos, sino porque el proceso de maduración digestiva es sensible a éstos. Dietas 

inadecuadas pueden detener el proceso de maduración, mientras que dietas con ciertas 

características nutricionales pueden estimularlo (Zambonino-Infante y Cahu, 2001). 

Por todo esto, resulta primordial conocer la morfogénesis del sistema digestivo, 

relacionándola con su capacidad funcional, para así intentar dilucidar el tipo de alimento que 

debe ser ofrecido a la larva (Diniz et al., 1997; Izquierdo et al., 2000). Para esto es necesario 

realizar estudios histológicos, histoquímicos y de actividad enzimática digestiva. Estos 
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estudios permitirán evaluar la evolución bioquímica de la maquinaria enzimática, sus niveles 

de actividad, su ubicación y el tipo de enzimas digestivas presentes en el organismo, con lo 

que no solo se lograra integrar el conocimiento de su fisiología digestiva  con sus 

requerimientos nutricionales, durante cada etapa del desarrollo, sino que determinará la 

capacidad digestiva de las especies, para generar las bases que permitan formular dietas 

adecuadas (Alliot et al., 1977; Buddington, 1985; Moyano et al., 1996). 

 

Además, el conocimiento de la evolución de la actividad digestiva es útil también para 

entender el modelo y el momento en el desarrollo en el que el sistema digestivo alcanza su 

madurez, lo que permite determinar la edad adecuada para realizar el destete. 

 

El presente trabajo  pretende contribuir al entendimiento del modelo de maduración del 

pez blanco de Pátzcuaro Chirostoma estor. Para ello se llevó a cabo el estudio de los patrones 

de actividad de las principales enzimas digestivas intestinales, citosólicas y membranales, 

durante el desarrollo ontogénico, larvario a juvenil, hasta los 5 meses de edad en esta especie. 

La información derivada de esta investigación contribuirá a  la formulación de una dieta 

adecuada para cada estadio de la especie, y permitirá dilucidar el momento idóneo para 

realizar el destete, con base en la maduración digestiva. 
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IV.  ANTECEDENTES  

IV.1 Desarrollo del sistema digestivo en larvas de peces 

Existen diferencias notables entre los procesos digestivos de peces que cuentan con un 

estómago desarrollado y funcional, que es el caso de juveniles y adultos, y los que carecen de 

él, como es característico de la etapa larvaria y de aquellos peces denominados agastros. De 

manera general, el sistema digestivo de las larvas es menos complejo que el de juveniles y 

adultos, desde el punto de vista morfológico, histológico y fisiológico (Lauff y Hofer, 1984). 

Con la finalidad de permitir un mejor entendimiento a la fisiología de las distintas larvas de 

peces, Dabroswski (1984) implementó un sistema de clasificación basado en el grado de 

desarrollo del sistema digestivo, en el momento en el cual el saco vitelino se ha absorbido 

completamente y se inicia la alimentación exógena. Este sistema permite separar dos grandes 

grupos (Balon, 1984): Peces de ontogenia directa y peces de ontogenia indirecta. 

 

IV.2 Desarrollo de los peces de ontogenia  directa 

 

Son aquellos peces que producen huevos demersales con grandes cantidades de vitelo, 

y que presentan un desarrollo embrionario relativamente largo. Al comienzo de su 

alimentación exógena poseen tractos digestivos relativamente completos y funcionales, 

incluyendo el estómago, por lo que estas especies pueden iniciar la alimentación directamente 

con alimento balanceado. Este tipo de desarrollo es típico de los salmónidos y de muchas 

especies de agua dulce, como los cíclidos (Kendall et al., 1984). 

 

IV.3 Desarrollo de los peces de ontogenia indirecta 

Es el que se presenta en peces que producen huevos pelágicos de pequeño tamaño, los cuales 

contienen una cantidad limitada de material vitelino. En este caso, el desarrollo embrionario es 

rápido y la alimentación exógena se inicia cuando aún hay una capacidad digestiva mínima. El 

estómago aparece después de iniciar la alimentación exógena, existiendo algunas especies en 

las que se presenta un desfase entre su aparición y su funcionalidad (Lauff y Hoffer, 1984). 

Dependen del alimento vivo como su primera alimentación exógena, porque no pueden digerir 

dietas balanceadas sino hasta alcanzar la madurez funcional del estómago (Pederser y Falk-

Petersen, 1992).La gran mayoría de las larvas de especies de peces marinos se ubican dentro 

de esta categoría, como las familias Serranidae, Lutjanidae, Sparidae, entre muchas otras. 

Este tipo de desarrollo se caracteriza por presentar varios periodos, que se describen a 

continuación: 
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IV.3.1  Período embrionario 

Inicia una vez que el ovocito ha sido fecundado y termina cuando la larva ha absorbido 

completamente el vitelo y el glóbulo de aceite. Este periodo se divide en tres fases: a) fase de 

segmentación, que inicia cuando se fecunda el óvulo y termina antes del cierre del blastoporo;  

b) fase de embrión, inicia con el cierre del blastoporo y termina con la eclosión del huevo y c) 

fase de eleuteroembrión (embrión libre), que inicia con la eclosión del huevo y termina cuando 

se da la completa absorción del vitelo y del glóbulo de aceite (Balon, 1984, Citado en Álvarez-

González, 2003). El vitelo es una reserva de origen materno que es rico en glucógeno y 

aminoácidos libres, constituyendo la principal fuente de nutrientes en esta etapa (Ronnnestad 

et al., 1994; Balon, 1984). El glóbulo de aceite contiene triglicéridos, es utilizado como fuente 

de energía y ácidos grasos esenciales (Parra et al., 1999). 

IV.3.2  Período larvario 

Esta etapa comienza a partir de la absorción del saco vitelino. En esta fase la larva está 

casi completamente formada, aunque todavía no presenta todas las características 

morfológicas de un juvenil. Al momento de la eclosión, el sistema digestivo de los embriones 

está compuesto por un tubo recto, histológicamente indiferenciado y cerrado en la boca y el 

ano (Engen, 1968; Vu, 1976). Cuando finaliza la absorción del vitelo (y el glóbulo de aceite), 

el tubo se segmenta, por válvulas musculares, en bucofaringe e intestino anterior, medio y 

posterior (Govoni, 1980). Aunque los tres segmentos del intestino se pueden distinguir 

histológicamente, todos poseen un epitelio sencillo. Sin embargo, el epitelio del intestino 

anterior posee enterocitos intercalados con células secretoras de moco. El epitelio del intestino 

medio se caracteriza por enterocitos con microvellosidades apicales y la presencia de vacuolas 

supranucleares, procedentes de procesos de pinocitosis de proteínas. Los enterocitos del 

intestino posterior se caracterizan por ser ricos en mitocondrias, ya que intervienen 

principalmente en procesos de recuperación de agua e iones (Govoni et al., 1986). 

Otros de los cambios importantes tras la absorción del vitelo son: el desarrollo y la 

funcionalidad de las estructuras de la cavidad bucofaríngea, la aparición de los dientes 

mandibulares, faríngeos, etc; la ornamentación de las espínulas branquiales en los peces 

planctófagos), y la formación y funcionalidad del hígado y páncreas (Govoni, 1980). No 

obstante, solo al final del periodo larvario se da el desarrollo del estómago y de los ciegos 

pilóricos (Stroband y Dabrowski, 1981;  Govoni et al., 1986), aunque esto puede tomar desde 

15 hasta 60 días tras la eclosión, dependiendo de la especie (Cousin et al., 1987).En aquellos 

organismos que permanecen sin estómago a lo largo de su vida, el intestino anterior y medio 

pueden expandirse y funcionar para almacenar alimento (Govoni 1980; Watanabe y Sawada, 

1985). Todos estos cambios morfológicos, anatómicos, fisiológicos e histológicos del tracto 

digestivo están regulados por factores genéticos, ambientales y hormonales (Ronnestad et al., 

2001). 
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IV.3.3  Periodo Juvenil 

En este período se presentan una serie de eventos que concluyen con todos los cambios 

morfofisiológicos que tendrá el organismo. Este se divide en;  a) fase prejuvenil, que se inicia 

a partir de la  formación completa de las aletas y hasta antes de que las escamas cubran 

completamente el cuerpo,  y b) fase juvenil, que  inicia una vez que el cuerpo está cubierto de 

escamas y hasta antes de la formación de gónadas (Hubbs, 1958).La mayoría de las larvas se 

transforman en juveniles entre los primeros 20 a 60 dpe, aunque algunas especies precoces 

pueden considerarse juveniles unos pocos días después de la eclosión. Se consideran juveniles 

cuando los elementos como huesos y radios de las aletas están completamente formados, se 

presenta el patrón de escamación, el sistema digestivo está completamente desarrollado y el 

organismo es capaz de alimentarse de forma óptima. 

IV.3.4  Período adulto 

Inicia al detectarse la aparición de las gónadas así como de los caracteres primarios y 

secundarios para la reproducción. Este período puede iniciar a los pocos meses de edad o hasta 

varios años después, y depende de la especie. En este periodo la tasa de crecimiento disminuye 

considerablemente debido a que gran parte de la energía que se utilizaba para el crecimiento se 

utiliza ahora para la formación de gónadas y de gametos  (Kendall et al., 1984). 

En aquellos organismos que permanecen sin estómago toda su vida, como los 

ciprínidos, es común un incremento en la longitud del intestino. Como no hay producción de 

pepsina, el proceso digestivo es llevado a cabo en el intestino y toda la actividad proteolítica 

está basada en enzimas que actúan a un pH alcalino (Lauff y Hofer, 1984). En estos peces se 

han reportado  altas actividades tipo tripsina y quimotripsina, además de una alta actividad 

citosólica intestinal, compensando la ausencia de estómago.  

 

IV.4           Enzimas digestivas 

 

Las enzimas digestivas llevan a cabo la degradación de los nutrientes del alimento para 

que sean asimilables para el organismo. Estas enzimas son producidas en diversos órganos 

como el estómago, páncreas, ciegos pilóricos y enterocitos, principales células del intestino. 

Sin embargo, las enzimas digestivas también pueden provenir del alimento vivo o de las 

bacterias que conforman la flora intestinal. El equipamiento de las enzimas digestivas no es 

igual en todas las especies de peces y el órgano de secreción de ciertas enzimas varía de una 

especie a otra. 

Las enzimas digestivas pueden agruparse dependiendo de su sitio de acción, Fig 1: A) 

Las enzimas luminales son aquellas que son secretadas a la luz del tracto digestivo. Éstas son 

las secretadas por el estómago (pepsina) y el páncreas, que secreta enzimas que actúan en el 

intestino, como la tripsina y la quimotripsina; B). Las enzimas digestivas membranales, que 

actúan intercaladas en las membranas de las microvellosidades de los enterocitos, tales como 
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la aminopeptidasa N y la fosfatasa alcalina. Estas enzimas son de origen intestinal y tienen su 

marco de actuación cerca de los sistemas de transporte, lo que asegura la absorción de los 

nutrientes por parte del enterocito (Watanabe y Sawada, 1985), y C) enzimas digestivas 

intracelulares, localizadas en los lisosomas del enterocito, que compensan la baja digestión 

extracelular exhibida durante la etapa larvaria (Watanabe, 1985y Sawada; Cahu et al., 1995; 

Zambonino-Infante y Cahu, 2001). 

 

 

 

 

 

 

 

Fig 1. Clasificación enzimática de acuerdo a los diferentes sitios de acción, luminal, 

membranal y citosólica. 

De acuerdo a su función fisiológica, entre las enzimas digestivas encontramos 

proteasas, lipasas, esterasas y carbohidrasas entre otras. 

IV.4.1 Proteasas 

Las proteasas son las enzimas digestivas más importantes, ya que permiten el 

aprovechamiento de la proteína dietaría para su uso como fuente de energía (la principal 

fuente para los peces) y para el crecimiento, como los principales constituyentes del músculo. 

Las proteasas son las responsables de llevar a cabo la primera parte de la hidrólisis de los 

enlaces peptídicos que forman la estructura primaria de las proteínas (Dixon y Webb, 1979; 

Essed et al., 2002). Las proteasas más importantes son: la pepsina, la principal enzima gástrica 

(proteasa ácida), y cuatro enzimas pancreáticas (proteasas alcalinas): tripsina, quimotripsina, 

colagenasas y elastasas. 

Las proteasas también se clasifican con base al sitio de rompimiento del enlace 

peptídico. Las exopeptidasas son aquellas que realizan el corte en los extremos de la cadena 

polipeptídica, por lo que sus productos son aminoácidos. Las endopeptidasas cortan el enlace 

dentro de la cadena, por lo que los productos de su actividad son polipéptidos (Alarcón, 1997). 

Dentro de este último grupo se encuentran la Pepsina, Tripsina y la Quimotripsina. 

Luminal
Membranal

Citosólica
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Dentro de las exopeptidasas tenemos a las Carboxipéptidasas, que cortan en el extremo 

carboxil de la cadena polipeptídica. También se encuentran las aminopeptidasas y las tri y di 

peptidasas, que remueven el primer aminoácido, es decir el amino terminal. Están 

involucradas  en diversas funciones como en la maduración del sistema digestivo, degradación 

terminal de proteínas, regulación hormonal y control del ciclo celular. Entre éstas, la leucina 

aminopeptidasa N (APN) se encuentra en la membrana de borde de cepillo de los enterocitos, 

en donde lleva a cabo su acción (Gal-Gaber y Uni, 2000). Esta enzima juega un papel central 

en la digestión de los péptidos obtenidos tras la digestión llevada a cabo por la pepsina y la 

tripsina. Un aumento en la actividad de la leucina aminopeptidasa es indicador de la 

maduración de los enterocitos y del proceso digestivo. Su actividad está también relacionada 

con el estado nutricional de los organismos, en etapas iníciales. 

 

La leucina-alanina peptidasa (Leu-Ala o LAP) es una enzima lisosomal (Nicholson et 

al. 1974) que juega un papel importante en la digestión de proteínas ingresadas por 

pinocitosis, por lo que su actividad es utilizada como indicadora de este fenómeno. Su 

actividad es mucho más alta durante las 3 primeras semanas de la vida larvaria y decrece 

progresivamente hacia el estadio juvenil (Guillaume et al., 1999; Kvåle et al., 2006). Sin 

embargo, la disminución de la actividad de LAP es menos pronunciada en los organismos 

alimentados con dietas inadecuadas o dietas que contienen altos niveles de proteína 

hidrolizada (Zambonino-Infante y Cahu, 2001). La actividad de LAP también se ha reportado 

relacionada con un papel de defensa e inmunidad en el intestino (Kvåle et al., 2007). LAP 

actúa sobre proteínas endocitadas o sobre di y tripéptidos, que son interiorizados a los 

enterocitos por transportadores presentes en la membrana. 

  

IV.4.2  Lipasas  

 Los lípidos son el segundo grupo de nutrientes esenciales más importantes para la 

alimentación de peces, ya que son una fuente importante de energía y de ácidos grasos 

esenciales. Las lipasas son las enzimas que llevan a cabo la hidrólisis extracelular de lípidos 

(Higgs et al., 2000).En el caso de los triglicéridos (TGA), los lípidos más abundantes en los 

alimentos, las lipasas actúan liberando ácidos grasos, los cuales son absorbidos por las células 

de la pared del intestino anterior, para posteriormente ser resintetizados a triglicéridos 

intracelularmente, antes de su subsiguiente transporte al hígado. Los lípidos requieren de ser 

emulsificados por las sales biliares para facilitar su digestión, puesto que esto aumenta la 

superficie disponible (interfase agua-lípido) para la acción de las enzimas. Las lipasas 

descritas en peces son: la lipasa neutra o no-específica, activada por sales biliares y lipasa 

pancreática, activada por co-lipasa y sales biliares  (Izquierdo et al. 2000). 

La lipasa pancreática actúa específicamente sobre los enlaces éster exteriores (α 1y 3)  

de los triglicéridos, dando como resultado dos moléculas de ácido graso y una molécula de 2-

monoglicérido. Esta lipasa se activa en presencia de colipasa y al parecer es la más importante 
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en la etapa larvaria de los peces, aunque es la más importante para la mayoría de los 

vertebrados (Izquierdo et al., 2000). 

La lipasa activada por sales biliares, también conocida como BAL (Bile Activated 

Lipase), es una lipasa inespecífica que lleva acabo la hidrólisis de ésteres solubles e insolubles, 

requiriendo de sales biliares para estos últimos, aunque su actividad no depende de la colipasa. 

BAL participa en la hidrólisis de TGA, sin ser inhibida por la presencia de ácidos grasos 

poliinsaturados (PUFA; Polyunsaturated Fatty Acids), como sí sucede para la Lipasa 

pancreática (Izquierdo et al., 2000). BAL también hidroliza a otros lípidos, tales como ésteres 

de colesterol y vitaminas. Las investigaciones sugieren que esta lipasa es la más importante 

para peces, por su capacidad para digerir los distintos lípidos presentes en los ambientes 

acuáticos (Izquierdo et al., 2000). Pero también porque muchos de estos lípidos contienen 

ácidos grasos de cadena larga (14-22 átomos de carbono) y con un alto grado de instauración, 

PUFAS y HUFAs (Highly Unsaturated Fatty Acids), los que no son buenos sustratos para la 

Lipasa Pancreática. En contraste, los lípidos que consumen los mamíferos terrestres raramente 

contienen ácidos grasos con más de dos dobles enlaces (Zambonino-Infante et al., 2001). 

IV.4.3  Esterasas  

Éstas son enzimas sin especificidad que hidrolizan enlaces éster, tanto de lípidos como 

de otras moléculas.  

Las lipasas se diferencian de las esterasas porque muestran especificidad por sustratos 

insolubles en agua (típicamente triglicéridos de cadenas largas), mientras que las esterasas 

tienen preferencia por sustratos solubles en agua, hidrolizando esteres simples, como acetato 

de etilo y triglicéridos con ácidos grasos de cadenas menores a 6 carbonos (Bornscheuer, 

2002). Otra diferencia entre lipasas y esterasas radica en su intervalo óptimo de actividad a 

distintos pH. Las lipasas muestran su máxima actividad a pHs alrededor de 8, mientras que las 

esterasas tienen su patrón de máxima actividad a pH 6 (Fojan et al., 2000).  

IV.4.4  Fosfatasas ácidas y alcalinas 

Las fosfatasas ácidas y alcalinas están involucradas en catalizar la hidrólisis de 

fosfomonoésteres, liberando fosfato inorgánico y un alcohol, cuya naturaleza depende del 

sustrato utilizado (Guija et al. 2007). Se encuentran en los tejidos intestinales y en el 

estómago, participando en funciones digestivas y absortivas, aunque también se les ha 

relacionado con procesos de mineralización y formación ósea (Harris, 1989) 

La fosfatasa alcalina (FAlc) intestinal se encuentra ligada a la membrana apical o borde 

de cepillo (BBM) de los enterocitos. Su papel fisiológico es parcialmente conocido, aunque su 

localización sugiere su participación en el movimiento de moléculas a través de la membrana 

y en la absorción de ciertos nutrientes, como el calcio, lípidos (Guglielmi, 2009) y amino 

ácidos. Esta enzima es utilizada como indicadora de la diferenciación de los enterocitos 
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(Norman et al., 1970) y del comienzo de la función absortiva del epitelio intestinal (Cousin et 

al., 1987; Zambonino Infante y Cahu., 1994; Baglole et al., 1998). 

 

Las fosfatasas ácidas (FAc) son las enzimas más comúnmente presentes en los 

lisosomas. Su papel biológico sigue siendo en gran parte desconocido, aunque su participación 

en el metabolismo de compuestos de fosfato y su naturaleza ubicua sugiere una gran 

importancia en la catálisis de diversas reacciones en las células vivas. En el intestino se les ha 

asociado a cuerpos de inclusión y absorción pinocítica (Watanabe y Sawada, 1985), además de 

tener un importante papel en el proceso digestivo. 

IV.4.5  Carbohidrasas  

  

Son enzimas que llevan a cabo la hidrólisis de los carbohidratos (Divakaran et al., 

1999), produciendo oligosacáridos y monosacáridos. 

 

La carbohidrasa principal es la amilasa, que hidroliza los enlaces α 1-4 del glucógeno. 

En peces se han detectado otras glucosidasas, como la celulasa, aunque parece provenir de las 

bacterias que colonizan el tracto digestivo. Además, en peces consumidores de algas, se ha 

podido constatar la presencia de laminarasa, una enzima que degrada a la laminarina un 

polisacárido estructural de las algas. En el tracto digestivo de algunos peces, sobre todo en 

peces que se alimentan con artrópodos, se ha detectado actividad de quitinasa (Furné et al., 

2005). 

 

IV.5 Desarrollo de la capacidad digestiva en peces 

 

Como ya se ha mencionado, el sistema digestivo de los peces presenta una gran 

cantidad de cambios fisiológicos, anatómicos y morfológicos durante su primer mes de vida, 

difiriendo los tiempos en los que dichos cambios se presentan en las distintas especies (Cahu, 

1996). El conocerlos es de suma importancia para comprender que factores son los 

determinantes para el desarrollo, crecimiento y supervivencia de las larvas, en este período 

crítico.  

El proceso de desarrollo de la capacidad digestiva en peces se lleva a cabo en tres 

etapas (Govoni et al., 1986).   

a) La Primera etapa, corresponde a la nutrición endógena (absorción del saco 

vitelino), cuando la actividad enzimática digestiva es aún incipiente por poseer un 

tracto simple e indiferenciado, y un hígado y páncreas que se forman hacia el final 

del período, en algunas especies.  

 

b) La Segunda etapa, inicia con la alimentación exógena. En este momento casi 

todas las enzimas digestivas son detectadas, aunque en bajos niveles debidos a que 
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el tracto digestivo aún no está totalmente diferenciado ni funcional (Baragi y Lovel 

1986, Zambonino y Cahu, 1994).Con excepción de algunas especies de ontogenia 

directa, la mayoría de las larvas aún no desarrollan el estómago. La consiguiente 

baja capacidad digestiva es compensada por la pinocitosis de macromoléculas 

(proteínas) en el intestino, como mecanismo principal para la adquisición de 

nutrientes. Los proteínas adquiridas por esta vía son subsecuentemente hidrolizadas 

intracelularmente por la enzima leucin alanin peptidasa (LAP),  enzima citosólica 

cuya actividad es mucho más alta durante las primeras semanas de vida de la larva 

y que decrece progresivamente hacia el estado juvenil (Guillaume et al., 1999). 

Durante este periodo se presentan una serie de cambios en las actividades 

digestivas, tanto en el tipo de enzimas producidas como en el nivel de actividad de 

las mismas, debido a los numerosos procesos que el tracto digestivo experimenta 

durante la maduración; el aumento en la longitud del intestino, la diferenciación de 

las regiones del intestino y la formación de vellosidades y microvellosidades en la 

mucosa intestinal. La secuencia del desarrollo del sistema digestivo está 

genéticamente programada en los peces (Zambonino y Cahu et al., 2007). 

 

c) La tercera etapa, es considerada como el final del periodo larvario, con la 

transformación a juvenil para la mayoría de las especies (Govoni  et al., 1986). El 

tracto digestivo se encuentra ya totalmente diferenciado y funcional, con 

enterocitos que ya han establecido su membrana de borde de cepillo y que por tanto 

presentan grandes cantidades y actividades de las enzimas digestivas que se 

encuentran ubicadas y funcionales en ésta, facilitando la digestión (Zambonino-

Infante y Cahu 2001). Los niveles de actividad enzimática digestiva son similares a 

los de organismos adultos (Buddington, 1985). La aparición de las glándulas 

gástricas y de los ciegos pilóricos constituyen los últimos principales cambios 

morfológicos y funcionales del canal alimentario. 

IV.6 Proceso e Indicadores de maduración digestiva en peces 

La maduración digestiva la podemos definir como el conjunto de cambios, tanto en la 

anatomía, y morfología, como en el funcionamiento del sistema digestivo necesarios para 

alcanzar los niveles óptimos de digestión adulta, decisiva para poder aprovechar los nutrientes 

de las dietas balaceadas (Díaz et al., 1997). Dichos cambios pueden ser influenciados por 

factores genéticos, ambientales y nutricionales (Cousin et al., 1987; Cahu y Zambonino 

Infante, 2001). 
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Los indicadores enzimáticos de maduración digestiva se describen a continuación: 

1. El inicio de la secreción pancreática es un evento clave en el proceso de maduración 

digestiva. La secreción inicia cuando el páncreas está totalmente desarrollado y 

funcional para el envío de sus enzimas digestivas al intestino, donde llevarán a cabo su 

acción (Moyano et al., 1996; Zambonino Infante y Cahu, 2001). 

 

2. La disminución en la actividad de la amilasa. La actividad de esta enzima es alta 

durante el estadio larval temprano de diversas especies pero su actividad disminuye a 

lo largo de la ontogenia, principalmente al alcanzar la madurez morfofuncional 

digestiva (Zambonino-Infante et al. 2001).  

 

3. La disminución en la relación lipasa/proteasa a lo largo de la ontogenia. Esta ha sido 

considerada como un indicador de madurez que refleja los cambios en el metabolismo 

durante el desarrollo de los peces. Las larvas inicialmente utilizan lípidos como fuente 

principal de energía (con lipasas que hidrolizan los lípidos existentes en el saco 

vitelino), para progresivamente adaptarse a una dieta con un mayor contenido de 

proteína (Cara et al. 2002). 

 

4. El incremento en las actividades de las enzimas digestivas membranales 

(Aminopeptidasa N, Fosfatasa Alcalina y Maltasa), coincidente con la disminución en 

la actividad de las enzimas citosólicas digestivas (como la leucin alanin peptidasa). 

Dichos patrones opuestos de actividad caracterizan la maduración normal de los 

enterocitos en los animales superiores (Henning, 1987) y en los peces (Cahu y 

Zambonino Infante, 1994; 2001). Estos cambios señalan la mayor importancia relativa 

de la digestión membranal, producto de la maduración de los enterocitos (digestión 

adulta), respecto de la digestión intracelular mediada por pinocitosis, característica de 

la digestión larvaria (Zambonino Infante et al., 2001).Dichos patrones son indicativos 

de la maduración digestiva de peces marinos (Ribeiro et al., 1999;  Zambonino Infante 

y Cahu, 2001; Ma et al., 2005; Hakim et al., 2007) (Figura 2). 

 

Las enzimas citosólicas, como la leucin-alanin peptidasa (LAP), exhiben una muy alta 

actividad desde estadios tempranos pero durante el desarrollo sufren una abrupta 

disminución de su actividad, que coincide con un incremento importante (alrededor de 

la tercera semana de vida de varias especies) de las enzimas de las de membrana de 

borde de cepillo (BBM) de los enterocitos, en particular la fosfatasa alcalina (Cousin et 

al., 1987; Zambonino Infante y Cahu, 1994; Baglole et al., 1998) y la aminopeptidasa 

N (Ribeiro et al., 1999). 

 

5. El inicio del funcionamiento del estómago, con la consecuente secreción y actividad de 

la pepsina. Este es uno de los últimos y más importantes eventos en el proceso de 



14 
 

maduración digestiva (Alliot et al., 1977; Lauff y Haufer, 1984; Buddington, 1985; 

Dabrowski y Culver, 1991; Cahu y Zambonino-Infante, 1995). El funcionamiento del 

estómago se produce, en la mayoría de los peces marinos, en el primer mes de post-

eclosión (mpe), cuando se completa la formación de las glándulas gástricas que 

secretan ácido clorhídrico y pepsinógeno (Zambonino-Infante y Cahu, 1994; Moyano 

et al., 1996).  Una vez que se inicia la actividad de la pepsina se produce la 

disminución de las actividades proteolíticas alcalinas (Zambonino-Infante y Cahu, 

1994; Moyano et al., 1996), ya que la digestión ácida (la desnaturalización de las 

proteínas por el ácido clorhídrico y la acción de pepsina) facilita la posterior hidrólisis 

completa de las proteínas por las enzimas pancreáticas e intestinales (Moyano et al., 

1996). 

 

En los peces agástricos, se ha observado que la ausencia de digestión ácida se 

compensa por una elevada actividad proteolítica de enzimas pancreáticas e intestinales, 

como también ocurre en las primeras etapas de vida de los peces de ontogenia 

indirecta, antes del desarrollo del estómago (Walford y Lam, 1993; Moyano et al., 

1996). La compensación también se produce por elevados niveles de enzimas 

intestinales citosólicas (Lauff y Hofer, 1984), que se mantiene incluso hasta estadios 

juveniles y adultos. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Fig 2. Maduración digestiva de los enterocitos, ilustrados por los cambios en la actividad digestiva citosólica 

(Leucin alanin peptidasa) y la de la membrana de borde de cepillo (Fosfatasa alcalina), durante el desarrollo de 

larvas de lubina (Zambonino-Infante y Cahu, 2001). 

 

 

IV.7 Estudios de maduración digestiva en peces 

A pesar de los recientes avances en la producción de dietas formuladas para larvas de 

peces, la alimentación de la mayoría de las especies de interés para la acuicultura aún se basa 

en alimento vivo durante las etapas tempranas de la vida (Kolkovski 2006; Rosenlund y 

Halldorsson 2007). Esto tanto por la muy buena composición nutricional del alimento vivo 

http://onlinelibrary.wiley.com/doi/10.1111/j.1365-2109.2009.02242.x/full#b34
http://onlinelibrary.wiley.com/doi/10.1111/j.1365-2109.2009.02242.x/full#b34
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como porque estimula el comportamiento predatorio de los organismos. El alimento vivo 

contiene la mayoría de los elementos nutritivos que garantizan la supervivencia y el óptimo 

desarrollo de las larvas; un muy buen contenido de: ácidos grasos esenciales (Coutteau et al., 

1997), de proteína de excelente calidad (Sipauba-Tavares et al., 2003), de vitaminas y 

minerales (Kubitza et al., 1998) y de enzimas digestivas, que pueden contribuir a la digestión 

larvaria (Kolkovski 2001; Portella et al., 2002). No obstante, el contenido nutricional del 

alimento vivo no es constante y su producción es muy costosa, además de requerir 

infraestructura y personal especializados.  

Por esto es que lograr el ―destete‖ (cambio de alimento vivo a formulado) lo más 

temprano posible es relevante para el éxito y sustentabilidad de cualquier cultivo comercial. 

No obstante, el destete debe ser realizado solo cuando los organismos hayan alcanzado la 

madurez digestiva. La búsqueda de indicadores de maduración digestiva permite determinar el 

momento preciso en el que el destete puede realizarse, dado que es el momento en que la 

capacidad digestiva de las especies es óptima para aprovechar dietas balanceadas. Estos 

estudios son esenciales para evitar daños en el proceso de maduración digestiva, cuyo impacto 

en la supervivencia y el crecimiento es directo (Zambonino Infante y Cahu, 2001; Peña-

Martínez, 2005). 

 

Los estudios de búsqueda de indicadores de maduración digestiva han permitido 

determinar que ésta se presenta entre la tercera y cuarta semana de vida de diversas especies 

de peces, siguiendo el proceso y modelo de maduración digestiva ya descrito (Zambonino 

Infante y Cahu, 2001). Algunos ejemplos se encuentran en la perca Perca fluviatilis (Cuvier-

Péres et al., 2001), la cabrilla arenera Paralabrax maculatofasciatus (Álvarez-González et al., 

2008), lubina Dicentrarchus labrax (Zambonino-Infante y Cahu 1994), la dorada Spaurus 

aurata (Moyano et al., 1996), lenguado Solea senegalensis (Ribeiro et al., 2002), la 

Tenguayaca Petenia splendida (Uscaganda-Martínez et al., 2011), larvas de rodaballo 

Scophthalmus maximus(Tong et al., 2013). 

La purificación de las membranas del borde de cepillo de los enterocitos (BBM) 

permite el incremento en la especificidad de detección de las actividades digestivas 

membranales, así como de su actividad, y por tanto incrementa la precisión para determinar el 

momento de la adquisición de la madurez digestiva (Cahu y Zambonino-Infante,  1994). La 

purificación se realiza en el segmento intestinal del cuerpo de los organismos, separándolo del 

segmento pancreático (Crane et al., 1979).  

Estudios de búsqueda de indicadores, purificando membranas, se han realizado en el 

sargo dorado, Diplodus puntazzo, (Suzer et al., (2007), en el esturión Acipenser persicus 

(Babaei et al., 2011), en el rodaballo Scophthalmus maximus (Tong et al., 2013), en el bagre 

Ompok bimaculatus (Pradhan et al., 2013), entre otros. 
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IV.8 Generalidades del pez blanco de Pátzcuaro 

El pez blanco del Lago de Pátzcuaro, Chirostoma estor, es una especie de agua dulce 

perteneciente a la familia Atherinopsidae (Dyer y Chernoff, 1996), en la cual se encuentran 

representados entre 150 y 160 especies, en su mayoría de ambientes marinos y estuarinos. 

Todos los miembros del género Chirostoma son endémicos del altiplano mexicano, especies 

totalmente de agua dulce, pero con grandes similitudes con algunos atherinópsidos marinos ya 

que poseen ancestros comunes (Barbour, 1973). Chirostoma estor posee una gran importancia 

económica, social, cultural y ecológica, por ser una especie nativa y únicamente localizada en 

dos ambientes lacustres del estado de Michoacán; los Lagos de Pátzcuaro y Zirahúen. Los 

peces blancos están íntimamente ligados a la cultura indígena, la cual ha dependido de su 

pesca por generaciones, siendo una importante fuente de ingresos para quienes dependen en 

forma casi exclusiva de su pesquería. C. estores una especie muy preciada en el mercado local, 

llegando a alcanzar precios de hasta 60 dólares por kilo, en temporada alta. No obstante, las 

poblaciones del pez blanco se encuentran en peligro de extinción, como consecuencia de 

diversos factores, tales como el gran deterioro de su entorno (principalmente del Lago de 

Pátzcuaro), su muy limitado hábitat, el incumplimiento de los programas de veda, la gran 

demanda que tiene en el mercado local y regional (gracias a su excelente aspecto y sabor) y la 

explotación poco selectiva de la especie, por la captura de peces de todas las tallas, afectando 

todos los estadios del ciclo biológico.  

IV.8.1 Cultivo del Pez Blanco de Pátzcuaro 

El cultivo de estos organismos, a través de la acuicultura, es una alternativa viable para 

evitar la pérdida total de su genoma y para dar alternativas de subsistencia a las comunidades 

indígenas que dependen de su explotación. El cultivo de cualquier especie necesariamente 

requiere de su estudio, en diversas áreas. Aunque desde la década de los años 50 se realizaron 

algunas iniciativas para el cultivo del pez blanco y algunos estudios sobre su biología y 

desarrollo embrionario (Solórzano, 1963; Oseguera, 1990; Morelos-López et al., 1994), no es 

sino hasta principios de este siglo que diversas investigaciones han permitido el cultivo de la 

especie (www.aquaculture.stir.ac.uk/GISAP/native-species), con la consecuente instalación y 

operatividad de la primera planta piloto de cultivo de esta especie.  

Sin embargo, entre los problemas más grandes a resolver se encuentran el que no se 

cuenta aún con una dieta óptima para todos los estadios de vida de la especie, así como el 

prolongado periodo para lograr el destete, aproximadamente hasta los 5 meses post-eclosión. 

El conocimiento de la bioquímica digestiva de estos organismos puede contribuir al desarrollo 

de dietas ad hoc, mientras que el estudio del desarrollo de la capacidad digestiva durante la 

ontogenia permitiría determinar la madurez del tracto digestivo (Walford y Lam, 1993; 

Moyano et al., 1996), con lo que se podría disminuir el periodo de alimentación con presas 

vivas. 

http://www.aquaculture.stir.ac.uk/GISAP/native-species
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IV.8.2  Bioquímica  y anatomía digestiva de Chirostoma estor 

Por varios años los peces blancos fueron considerados como organismos de hábitos 

ictiófagos, con base en estudios del contenido intestinal. No obstante, estudios sobre la 

anatomía de su cavidad orobranquial (dientes mandibulares, faríngeos y ornamentación de 

branquiespinas) permitió definir a la especie como un pez zooplanctófago y ocasionalmente 

ictiófago (Ross et al., 2006).  

 

Es un pez agástrico, con un intestino muy corto (0.9 la longitud del tubo digestivo con 

respecto de la longitud estándar corporal) y alcalino (pH entre 6.5 y 8) (Ross et al., 2006), 

típico de un pez zooplanctófago y filtrador continuo (Martínez-Palacios et al., 2006). No 

presenta válvula pilórica ni ciegos pilóricos ni ninguna estructura compensatoria, tales como 

dientes faríngeos, intestino grueso, estómago de molleja, etc (Ross et al., 2006). Estas 

características anatomo-digestivas están relacionadas y parecen ser suficientes para el tipo de 

alimentación de la especie, pero seguramente le imponen serias limitaciones para su 

alimentación con dietas balanceadas. 

Respecto de la caracterización de la bioquímica digestiva de la especie, los primeros 

estudios reportan una alta actividad proteolítica alcalina (tipo tripsina) desde estadios 

tempranos (Ríos-Duran, 2000). Posteriores estudios, durante la ontogenia larvaria de la 

especie, reportan alta y temprana actividad proteolítica de tipo Tripsina y Quimotripsina, 

confirmando que estas especies poseen un equipo enzimático capaz de digerir proteínas a 

temprana edad (Ríos-Durán, 2000; Martínez-Palacios et al., 2008; Toledo-Cuevas et al., 

2011).También se ha detectado alta actividad lipolítica en adultos de pez blanco, en la parte 

anterior y media del tracto digestivo, con un pH óptimo de actividad de 9. Un estudio más 

detallado de la caracterización de las principales enzimas digestivas durante el desarrollo 

larvario del pez blanco evidenció que los organismos presentan una alta actividad proteolítica 

y lipolítica desde la apertura de la boca; siendo las enzimas digestivas de mayor relevancia la 

tripsina y la lipasa pancreática (Hernández-González, 2011). Estos hallazgos reflejan la 

capacidad de las larvas para digerir lípidos y proteínas existentes en el saco vitelino, los cuales 

son cruciales para la supervivencia y el crecimiento (Tocher et al., 2003). La actividad de las 

enzimas digestivas varía en función de la condición nutricional, que identifican a la ingesta de 

alimento como el principal mecanismo regulador de la actividad enzimática. En este estudio se 

observó que la restricción de alimento influye sustancialmente en el crecimiento y 

supervivencia de la especie, sobre todo en los primeros días de posteclosión (dpe), aunque la 

inanición parece también retrasar el proceso de maduración digestiva (Hernández-González, 

2011). 

Por otro lado, estudios recientes reportan altos niveles de leucin aminopeptidasa N y 

leucin alanin peptidasa, enzimas digestivas membranales y citosólicas, durante el desarrollo 

larvario de Chirostoma estor (Toledo-Cuevas et al., 2011). Los resultados sugieren que esas 

altas actividades compensan la ausencia de estómago y permiten una digestión eficiente de 
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proteínas. Además, los niveles de la leucin alanin peptidasa son incluso mayores en el estadio 

juvenil (90 dpe). Esta actividad es característica del periodo durante el cual los peces de 

ontogenia indirecta aún no desarrollan estómago (Kendall et al., 1984; Moyano et al., 1996), 

aunque también parece ser común en las especies agástricas (Horn et al., 2006), manifestando 

que las enzimas citosólicas son importantes cuando el sistema digestivo no se ha desarrollado 

plenamente (Zambonino et al., 1994) y que en la especies sin estómago juega un papel 

compensatorio importante. En los peces de ontogenia indirecta, el desarrollo y funcionalidad 

del estómago es un parte muy importante del proceso de maduración digestiva, así como la  

disminución en la actividad de las enzimas citosólicas y el aumento de las enzimas de la 

membrana del borde de cepillo de los enterocitos, lo que da lugar a una digestión más 

eficiente, un evento clave  para la adquisición de un modo adulto de digestión. 

El hallazgo de una alta actividad de LAP a los 90 dpe sugiere que el pez blanco 

presenta una madurez digestiva tardía o que no sigue el modelo de maduración descrito para 

peces con estómago. No obstante, este resultado requiere de ser confirmado tanto porque el 

estudio no se realizó en membranas purificadas de enterocitos, como porque los organismos 

habían sido alimentados con una dieta no óptima para la especie, desde los 30 dpe, factores 

que pudieron haber influido negativamente en los resultados obtenidos. 
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V. HIPÓTESIS 

 

El pez blanco de Pátzcuaro Chirostoma estor, por ser un organismo agástrico, presenta  

un modelo de maduración digestiva diferente al descrito para peces con estómago. 
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VI. OBJETIVOS 

 

VI.1  General 

Caracterizar  el modelo de maduración digestiva del pez blanco de Pátzcuaro, en 

organismos mantenidos exclusivamente con alimento vivo. 

 

VI.2  Particulares 

- Evaluar el comportamiento y nivel de actividad de las principales enzimas 

digestivas citosólicas intestinales, Leucin alanin peptidasa (LAP) y Fosfatasa ácida 

(PAc), durante el desarrollo larvario y juvenil (5 meses) de peces blancos de 

Pátzcuaro. 

 

- Analizar el patrón y nivel de actividad de las principales enzimas digestivas 

membranales intestinales, Fosfatasa alcalina (PAlc) y Aminopeptidasa N (APN), en 

membranas purificadas de enterocitos, durante el desarrollo larvario y juvenil de 

peces blancos. 

 

- Proponer el modelo de maduración digestiva de Chirostoma estor, con base en las 

proporciones de las actividades enzimáticas digestivas citosólicas y membranales. 
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DETERMINACIÓN DEL MODELO DE MADURACIÓN DIGESTIVA DEL PEZ 
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VIVO 
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VII.1  RESUMEN 

Se analizó la actividad de las enzimas digestivas, descritas como indicadoras de la 

maduración digestiva, en larvas y juveniles (1-150 dpe) del pez blanco de Pátzcuaro, 

Chirostoma estor, especie nativa a la zona lacustres del estado de  Michoacán México. 

Chirostoma estor, es un miembro de la familia Atherinópsidae, un grupo de peces con 

características anatomo-digestivas muy particulares, como el carecer de estómago y poseer un 

intestino corto. Las determinaciones enzimáticas se realizaron por técnicas 

espectrofotométricas, en extractos crudos y en purificados de membranas. Los resultados 

obtenidos nos indican que estos organismos presentan una alta actividad enzimática citosólica 

intestinal (Leucin-Alanin Peptidasa LAP y Fosfatasa ácida Fa), desde el momento de la 

eclosión hasta los 150 dpe. En comparación, la actividad de las enzimas intestinales 

membranales (aminopeptidasa N APN y fosfatasa alcalina FAlc) fue baja a lo largo del 

periodo de cultivo. Por tanto, se sugiere que la alta actividad citosólica intestinal está 

programada genéticamente, y hace suponer una respuesta compensatoria a la ausencia de 

estómago e intestino corto además de los hábitos zooplanctófagos que presenta la especie. Por 

otra parte al realizar proporciones de actividad membranal/citosólica, se observo una 

maduración digestiva tardía  a los 105 dpe, siendo el mejor indicador de maduración digestiva 

APN/Fa. Presentando un modelo diferente a lo descrito para peces con estómago. 

 

Palabras clave. Pez blanco, Agástrico, maduración digestiva, indicadores. 
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VII.2  ABSTRACT 

 

The activity of digestive enzymes, described as indicators of digestive maturation, larvae and 

juveniles (1-150 dpe) freshwater Chirostoma estor, native species to the lake area in the state 

of Michoacan Mexico was analyzed, C. estor, is a member of the Atherinopsidae family, a 

group of fish with very specific anatomical characteristics digestive, as the lack of stomach 

and have a short intestine. Measurements were performed by spectrophotometric techniques, 

in crude extracts and in purified membrane. The results indicate that these organisms have 

high intestinal cytosolic enzyme activity (leucine - alanine peptidase LAP and acid 

phosphatase Fa) from the time of hatching to 150 dpe. In comparison, the activity of the 

membrane intestinal enzymes (aminopeptidase N APN and alkaline phosphatase Falc) was 

low throughout the culture period. Therefore, it is suggested that the high intestinal cytosolic 

activity is genetically programmed, and suggests a compensatory response to the absence of 

stomach and short bowel habits and zooplanktophagic response. In addition to performing 

proportions membrane/cytosolic activity, digestive ripening to late dpe 135 was observed, 

being the best indicator of digestive ripening APN/Fa. Presenting a different way as described 

for fish stomach model. 

Key words. Pez blanco, Agastric, maturation digestive, indicator. 

 

VII.3  INTRODUCCIÓN 

El pez blanco de Pátzcuaro, Chirostoma estor, es una especie nativa del Altiplano 

Mexicano, localizada únicamente en dos cuerpos lacustres del estado de Michoacán. Pertenece 

a la familia Atherinópsidae y aunque los peces blancos sonorganismos totalmente de agua 

dulce, poseen grandes similitudes con algunos atherinópsidos marinos, por tener ancestros 

comunes (Barbour, 1973, Dyer y Chernoff, 1996). El pez blanco de Pátzcuaro posee una gran 

importancia económica, social, cultural y ecológica, pero sus poblaciones se encuentran en 

grave peligro de extinción por diversas causas, como la sobrepesca, la contaminación y 

principalmente por el gran deterioro de su medio ambiente. El cultivo de estos organismos, a 

través de la acuicultura, es una alternativa viable para evitar la pérdida total de su genoma y 

para dar alternativas de subsistencia a las comunidades indígenas que dependen de su 

explotación. Diversos estudios se han realizado para lograr este objetivo 

(www.aquaculture.stir.ac.uk/GISAP/native-species), logrando la instalación y operación de 

una planta piloto. 

A pesar de los avances en el conocimiento de la especie, la obtención de una dieta 

adecuada y óptima ha sido difícil, seguramente por las restricciones que su sistema digestivo 

impone. Adicionalmente, el período para lograr el destete es bastante largo (aproximadamente 

5 meses), aunque en realidad el destete total no permite el óptimo desarrollo de la especie en 

cualquier etapa de su desarrollo. 

http://www.aquaculture.stir.ac.uk/GISAP/native-species
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El conocimiento de la bioquímica y la fisiología digestiva de una especie contribuye al 

diseño de dietas balanceadas ad hoc, porque permite determinar la capacidad digestiva de los 

organismos en sus diferentes estadios. Por otro lado, permite conocer el momento en el que la 

madurez digestiva es alcanzada, para en esa edad suministrar dietas formuladas sin afectar el 

crecimiento y la supervivencia de los organismos (Peña-Martínez, 2005).  

Los peces blancos son de hábitos zooplanctófagos, no poseen estómago y presentan un 

intestino corto (Ross et al., 2006). Además carece de órganos o estructuras compensatorias, 

tales como dientes faríngeos trituradores, ciegos pilóricos, intestinos largos o gruesos, etc. 

Varios estudios reportan alta y temprana actividad proteolítica y lipolítica en larvas de pez 

blanco, sugiriendo que estas especies poseen un equipo enzimático digestivo a temprana edad 

(Ríos-Durán, 2000; Toledo-Cuevas et al., 2011; Hernández-González, 2011).  

 

No obstante, existe un solo antecedente sobre estudios de maduración digestiva en pez 

blanco donde se reportan altos niveles de actividad de la enzima citosólica Leucin alanin 

peptidasa (LAP), sugiriendo una maduración digestiva tardía, al menos posterior a los 3 meses 

de post-eclosión (mpe), o distinta a la de peces con estómago (Toledo-Cuevas et al., 2011). 

Así mismo se sugiere que la alta actividad de LAP estaría compensando la ausencia de 

estómago y contribuiría a la digestión de proteínas. No obstante, en este estudio los 

organismos fueron destetados al primer mpe y con una dieta que no permitía buenos 

crecimientos ni supervivencia, así que es posible que ésta haya alterado el posible modelo o 

tiempo de maduración digestiva. 

 

Este trabajo pretende esclarecer el modelo de maduración del pez blanco de Pátzcuaro. 

El estudio se realiza en organismos alimentados únicamente con alimento vivo, para evitar 

impactar negativamente el proceso de maduración digestiva, tanto por dietas balanceadas aún 

no óptimas para la especie como por el suministro de éstas antes de la adquisición de la 

maduración. Se realiza desde la etapa larvaria, el 1er día de eclosión, hasta la juvenil, a los 150 

dpe, cuando se ha visto que el destete resulta en un mejor desempeño en los organismos, por 

lo que es posible que en esta fecha hayan ocurrido mejorías en su capacidad digestiva. Se 

realiza en las condiciones ambientales no controladas de la planta de producción, para conocer 

si en dichas condiciones se produce una maduración digestiva en los organismos. El estudio 

comprende el análisis de la actividad de las enzimas digestivas intestinales membranales 

(Aminopeptidasa N y Fosfatasa alcalina) y citosólicas (Leucin alanin peptidasa y Fosfatasa 

ácida), que han sido descritas como indicadoras de la maduración digestiva. 
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VII. 4  MATERIALES Y MÉTODOS 

VII. 4.1   Obtención de huevos y mantenimiento de las larvas 

 

Los huevos de pez blanco fueron obtenidos de la Planta Piloto de Producción, del 

Instituto de Investigaciones Agropecuarias y Forestales, de la Universidad Michoacana de San 

Nicolás de Hidalgo (IIAF-UMSNH). Los huevos fueron incubados de 6 a 7 días a 25°C y tras 

la eclosión, los organismos fueron cultivados durante150 días en la planta de Producción, bajo 

las condiciones de cultivo empleadas en ésta. Esto es, el cultivo se realizó en sistemas con 

recirculación de agua, de tamaños adecuados para el crecimiento. Inicialmente y hasta los 45 

dpe en canaletas de 90 L de capacidad, y posteriormente (101 dpe) en tanques de 1000 L de 

capacidad. El cultivo se llevó a cabo de abril a septiembre del 2011, con un fotoperiodo 

natural y una temperatura promedio de 23.31 ± 0.3476 °C, cercana a la temperatura óptima 

para el cultivo del pez blanco (Martínez-Palacios et al., 2004). La temperatura del agua se 

midió diariamente, con sensores que registraban la temperatura cada hora, durante las 24 

horas. 

Los parámetros fisicoquímicos del agua de los sistemas de cultivo se mantuvieron 

dentro de los límites adecuados para la especie (Martínez-Palacios et al., 2004). 

Los  organismos fueron alimentados, desde la eclosión, solo con alimento vivo: rotífero 

Brachionus plicatilis del día 1 al 25 dpe,  nauplios y metanauplios de Artemia franciscana del 

día 15 al 60 y 60 al 150 dpe, respectivamente, siguiendo el esquema de alimentación 

establecido para el pez blanco (Martínez-Palacios et al., 2004). 

VII. 4.2  Muestreos de los organismos 

 

Los organismos fueron muestreados inicialmente cada 3
er
 día (1, 3,5 dpe), 

posteriormente cada 5 días (5-25dpe) y finalmente cada 15 días (60-150 dpe). Para cada día de 

muestreo se colectaron cuatro pooles de organismos, con un peso húmedo mínimo de 65 mg 

(1-30 dpe), pero a partir del 60 dpe se colectaron 6 organismos individuales, para cada día de 

muestreo. Todos los muestreos se realizaron antes de la primera alimentación (10 am), por lo 

que los organismos tenían aproximadamente 19 horas de inanición. Los organismos se 

muestrearon completos del 1er al 45 dpe, pero a partir del día 60 se disecaron para obtener el 

hepatopáncreas y el intestino.  

Los individuos fueron medidos. Estos y los órganos fueron también pesados en una 

balanza analítica (Mettler Toledo AB204-S) y microbalanza (Mettler Toledo 1122451222), 

respectivamente. Posteriormente fueron inmediatamente congelados en nitrógeno líquido, para 

ser luego transferidos a una ultracongeladora a –80 °C, a donde fueron mantenidos hasta su 

posterior análisis. 
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VII. 4.3  Obtención de extractos y Análisis enzimáticos 

 

Las muestras biológicas (pooles, individuos u órganos) fueron divididas de la siguiente 

manera: dos réplicas de cada día de muestreo para determinar la actividad de las enzimas 

digestivas citosólicas, y las otras dos para la determinación de las actividades digestivas 

membranales.  

Para la preparación del extracto enzimático, utilizado para la determinación de las 

actividades citosólicas, las muestras se homogenizaron en agua destilada fría, con un disruptor 

de tejidos (Fisher Scientific Model 150E), con pulsos de 10 segundos, a una amplitud de 10, 

hasta su total homogenización. Estos fueron mantenidos todo el tiempo en hielo, para evitar la 

desnaturalización de las enzimas. Los extractos fueron centrifugados a 15,700 g, por 30 

minutos, a 4°C, en una microcentrífuga (Eppendorf 5415 R). El sobrenadante fue almacenado 

en alícuotas de 0.1 ml, a – 20°C, hasta su utilización.  

Para el análisis de las enzimas digestivas de membrana se realizó la purificación de las 

mismas, por la metodología descrita por Crane et al. (1979), modificada por Cahu y 

Zambonino-Infante (1994). Los intestinos de los organismos fueron homogenizados en 30 

volúmenes de buffer 50 mM manitol, 2 Mm Tris, pH 7, a 4°C; tomando una alícuota de 1 ml 

para evaluar la actividad inicial de fosfatasa alcalina. Posteriormente se agregó CaCl20.1 M, 

hasta una concentración final de 10 mM, para después centrifugar a 9,000  g, durante 10 min, 

a 4°C. Tras eliminar el sedimento, el sobrenadante fue centrifugado a 34,000 g, durante 20 

min, a 4°C. Finalmente, el sedimento se homogenizó durante 10-15 segundos, por sonicación, 

en 1 mL de 0.1 M KCl, 1 mM Dithiotreitol5 mM Tris-HEPES, pH 7.5, a 4°C. 

En las membranas de borde de cepillo (BBM) se ensayaron las enzimas Fosfatasa 

alcalina (FAlc), descrita por Bergmeyer et al., (1974) y la Aminopeptidasa N Maroux (1973). 

Para el ensayo de FAlc se utilizó buffer 1M dietanolamina, 1mM MgCl2, pH 9.8, y 4 

nitrofenilfosfato (Sigma N4645) como sustrato. La actividad se midió por cinética, a 37°C, 

registrando la Absorbancia a una longitud de onda de 410 nm, en un espectrofotómetro UV-

Vis (Cary 50 Varian‖). Para la Aminopeptidasa N (APN) se utilizó como sustrato 0.5 M de 

Leucin p-nitroanilida (Sigma L9125), en buffer fosfato de sodio50 mM,pH 7.2. La cinética se 

midió a 37°C, a una longitud de 410 nm. 

De las enzimas digestivas citosólicas se ensayaron la leucin-alanin-peptidasa (LAP ó 

Leu-Ala) (Nicholson y Kim, 1975) y la fosfatasa ácida (Bergmeyer et al. (1974). Para la LAP 

se utilizó 0.01M de Leu-Ala (Sigma L-9250), en reactivo LAOR: L-aminooxidasa (Sigma 

A5147), peroxidasa de rábano (Sigma P6782) y O-dianisidina (Sigma D9143), disueltos en 

Tris-HCl 50 mM, pH 8. La reacción fue incubada durante 20 minutos, a 37°C, tras lo cual fue 

detenida con H2SO4 al 50%, registrando la absorbancia en el espectrofotómetro (Cary 50‖ 

Varian),  a 530 nm. Para la determinación de la fosfatasa ácida (FAc) se utilizó4-

nitrofenilfosfato (Sigma N4645) como sustrato, en buffer 41.6 mM Citrato de sodio, pH 4.8. 



26 
 

Después de 30 minutos de incubación, a 37°C, la reacción se detuvo con la adición de NaOH 

0.05 N; registrando la absorbancia a 405 nm. 

La concentración de proteína soluble de los extractos se realizó por la técnica de  

Bradford (Bradford, 1976), adaptada a microplaca. La absorbancia se midió a 595 nm en un 

lector de microplacas. 

Todas las determinaciones se realizaron por triplicado. Para todas las enzimas 

analizadas, una Unidad de actividad se define como 1 μmol de sustrato hidrolizado por 

minuto, a 37°C. 

VII. 4.4  Cálculo de las actividades enzimáticas 

 

El cálculo de las actividades enzimáticas digestivas se realizó de acuerdo a las siguientes 

ecuaciones: 

 

Ecuación 1. Cálculo de la actividad en unidades por ml. 

 

            
                                 

                                      
 

 

Ecuación 2. Cálculo de la actividad total en unidades por individuo. 

 

                   
           

         
 

 

Ecuación 3. Cálculo de la actividad en unidades por mg de proteína soluble en el 

extracto. 

 

                             
           

                      
 

 

Ecuación 4. Cálculo de las proporciones. 

 

             
                                         

                                          
 

 

ΔAbs, el incremento de absorbancia, con respecto a un blanco, a la longitud de onda 

específica de cada actividad enzimática. 

CEM, el coeficiente de extinción molar del producto 

t tiempo (min), de la reacción  

Volumen extracto adicionado en la reacción. 
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VII. 4.5  Análisis estadístico 

 

Se utilizó el paquete estadístico Sigma Plot Versión Total 11.0. Se aplicó un análisis de 

varianza (ANOVA on Ranks) a una vía, a las actividades digestivas obtenidas a lo largo del 

desarrollo ontogénico. Cabe señalar que los datos no tuvieron una distribución normal, ni 

homogeneidad de varianza, por lo cual se realizó una prueba no paramétrica llamada Dunn´s, 

con un nivel de significancia α= 0.05. 
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VII. 5  RESULTADOS 

VII. 5.1 Crecimiento de los organismos 

 

El crecimiento de la especie, durante todo el periodo de cultivo, describe un 

comportamiento lineal cuando se expresa en longitud total (Fig. 3A) pero un comportamiento 

exponencial cuando se expresa en términos de peso húmedo (Fig. 3B). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Fig.  3. Crecimiento durante el desarrollo larvario y juvenil del pez blanco de Pátzcuaro, Chirostoma estor (promedio ±, error 

estándar (ES), n= 10). (A) En términos de longitud total y (B) en Peso húmedo. Las letras representan las diferencias 

estadísticas a lo largo del desarrollo. 

 

La longitud total comienza a incrementarse gradualmente durante los primeros días, 

pero solo es estadísticamente diferente a partir del día 45, mientras que el incremento del peso 

húmedo es significativamente distinto a partir del 25 dpe. Este mayor crecimiento puede estar 

relacionado al cambio de alimento, de Rotíferos a Nauplios de Artemia. 
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VII. 5.2  Actividades digestivas  Citosólicas 

En la Figura 4 se muestran la actividad total y específica de la Leucin Alanin Peptidasa 

(LAP) y de la Fosfatasa ácida (FAc). Resulta evidente que la actividad de LAP es mucho 

más alta que la de la FAc, aproximadamente 20 a 45 veces más. No obstante, la actividad de 

ambas enzimas se detecta desde el primer dpe, con incrementos paulatinos a lo largo del 

desarrollo, tanto cuando la actividad se expresa en Actividad Total como en Actividad 

específica. La actividad específica de ambas enzimas muestra un incremento significativo en 

el 105 dpe, que se mantiene constante hasta el día 150 para FAc pero no para la LAP, que 

tiene una caída en ese día de desarrollo (Fig. 4B y D).  

 
Fig.  4. Actividades digestivas citosólicas durante el desarrollo larvario y juvenil del pez blanco de Pátzcuaro Chirostoma 

estor (promedio ±, (ES), n= 2), en términos de Actividad total (A, C), y Actividad específica (B, D); dpe, días post eclosión. 

Las letras representan las diferencias estadísticas a lo largo del desarrollo. 

 

No se encontró relación alguna entre el incremento de la actividad de ninguna de estas 

enzimas con el cambio de alimento. 
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VII. 5.3  Actividad enzimática membranal 

 

En la Figura 5 se muestran las Actividades Totales y Específicas de la Aminopeptidasa 

N (APN) y de la Fosfatasa alcalina (FAlc). Es relevante mencionar que dichas actividades se 

midieron en extractos purificados de membranas, obteniéndose un muy alto grado de 

purificación, con un promedio de 294.61 veces. 

Como puede observarse, la actividad de APN es aproximadamente 10 veces mayor a la 

FAlc, pero ambas bastante menores a la de las enzimas citosólicas. 

 

Las actividades Totales de APN y FAlc presentan un incremento que correlaciona con 

el crecimiento de los organismos. En cuanto a la actividad Específica, ésta también aumenta 

paulatinamente para ambas enzimas, aunque para APN se presenta una ligera fluctuación antes 

del día 60. En ambas actividades se presenta un incremento significativo en el día 60, a partir 

del cual se mantiene constante.  

 
Fig.  5. Actividades digestivas membranales durante el desarrollo larvario y juvenil del pez blanco de Pátzcuaro Chirostoma 

estor (promedio ±, (ES), n= 2, en términos de Actividad total (A, C), y Actividad específica (B, D); dpe, días post eclosión. 

Las letras representan las diferencias estadísticas a lo largo del desarrollo (1-150 dpe). 

 

La actividad específica de APN y FAlc tuvieron un incremento significativo en el 

cambio de alimento, de rotífero a Artemia. 
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VII. 5.4  Indicadores de Maduración Digestiva 

 

Con la intención de determinar si el pez blanco seguía el modelo de maduración 

digestiva descrito para peces con estómago, se calculó la relación entre las actividades de las 

enzimas digestivas citosólicas y las membranales analizadas a lo largo del desarrollo (Figura 

6).  

En la relación APN/LAP (Fig 6A) se pueden observar valores estadísticamente altos en 

los primeros días de muestreo, 1 y 3 dpe. Sin embargo el incremento mayor se presenta hasta 

el día 150, con respecto al 60 dpe. En el caso de la relación APN/FAc (Fig 6B), se puede 

observar que el incremento significativo se presenta en el día 120, con respecto al 60 dpe.  

 

Las proporciones FAlc/LAP (Fig 6C) y FAlc/FAc (Fig 6D) coinciden en un incremento 

significativo en el día 105, con respecto del 75 dpe. No obstante, en la proporción de 

FAlc/LAP se presenta un pequeño incremento estadístico en el día 20, con respecto del 15 

dpe.  
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Fig.  6.  Proporciones de la actividad enzimática digestiva, membranal/citosólica, durante el desarrollo larvario y juvenil del 

pez blanco Chirostoma estor, A, B,C, D  (media ±, error estándar (ES), n= 2), dpe, días post eclosión. Las letras representan 

las diferencias estadísticas a lo largo del desarrollo. 
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VIII. DISCUSIÓN 

 

El estudio de la bioquímica digestiva durante la ontogenia de las especies acuáticas en 

cultivo permite determinar su capacidad digestiva particular. Esta información da la pauta para 

la selección de ingredientes y para la formulación de dietas adecuadas, para cada estadio de 

desarrollo puesto que no sólo basta saber si las larvas consumen o no el alimento, sino es 

crucial conocer si su sistema digestivo está preparado para una adecuada digestión de los 

alimentos y una adecuada absorción de los nutrientes (Valverde-Chavarría, 2002; Moyano et 

al., 2006). El desconocimiento de esto podría llevar a elaborar dietas nutricionalmente 

balanceadas, pero inadecuadas desde el punto de vista de la digestión (Hamlin et al., 2000), 

además de interrumpir el proceso normal de maduración. El sistema digestivo de la mayoría 

de las larvas de peces, al menos de los marinos, presentan una gran cantidad de cambios 

fisiológicos, anatómicos y morfológicos durante su primer mes de vida (Cahu y Zambonino, 

1996). Estos cambios involucran la maduración y el funcionamiento del páncreas y el inicio de 

su actividad secretora. Posterior a este evento se presenta el desarrollo de las membranas de 

borde de cepillo de los enterocitos y finalmente el desarrollo y funcionamiento del estómago, 

con lo que inicia la digestión ácida de proteínas (Lazo et al., 2000; Zambonino-Infante y Cahu, 

2001, Zambonino-Infante et al., 2007). Dichos cambios se ven reflejados en el 

comportamiento y actividad de las enzimas digestivas sintetizadas por dichos órganos, por lo 

que a partir de éstas se han identificado diversos indicadores de maduración digestiva. Así 

pues, los estudios de bioquímica digestiva también permiten determinar el momento en el que 

los organismos han adquirido la madurez digestiva. 

 

Aunque los cambios en el sistema digestivo están regulados principalmente por 

cuestiones genéticas, también pueden ser modulados por factores hormonales, ambientales y 

nutricionales (Le Hüerou-Luron, 2000; Zambonino-Infante y Cahu, 2001). La composición de 

la dieta influye de manera crucial en la maduración del sistema digestivo, ya sea acelerando el 

proceso, retrasándolo o anulándolo (Zambonino-Infante y Cahu 2001). 

 

La adquisición de la madurez digestiva capacita a los organismos a digerir y 

aprovechar los alimentos balanceados. Por tanto, es un evento esencial que influye 

substancialmente en la supervivencia, el crecimiento y los costos de producción larvaria, bajo 

condiciones de cultivo (Suzer et al. 2007). De aquí la importancia del conocimiento de la 

fisiología y bioquímica digestiva de cada especie, para reducir el uso de alimentos vivos en la 

crianza de larvas, realizando el destete en el momento en el que los organismos adquieren la 

madurez digestiva, el más apropiado para lograr buenos desempeños. 
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Crecimiento.  

 

El crecimiento de Chirostoma estor presentó una tasa específica de 13.89 g/100 g, 

durante el periodo larvario, similar al reportado anteriormente (Toledo-Cuevas et al., 2011). 

Esto sugiere que aunque las variables ambientales no son controladas en la Planta de Cultivo, 

de donde provienen los ejemplares aquí utilizados, las condiciones se mantienen bastante 

similares en el tiempo. Por tanto, los resultados de este trabajo podrían reflejar el proceso de 

desarrollo del sistema digestivo que se da en estos peces blancos en cultivo.  

 

El crecimiento en peso húmedo se incrementa a partir del 25 dpe, describiendo un 

comportamiento exponencial, mientras que en términos de longitud total el incremento 

ocurreel día 45, con un comportamiento lineal. Este comportamiento también fue observado 

en otras especies de peces como la corvina Pseudosciaena  crocea (Ma et al., 2005), el bagre 

amarillo Pelteobagrus  fulvidraco (Yang et al., 2010), el pargo Lutjanus guttatus (Galaviz et 

al., 2012), el bagre Mystus nemurus (Srichanun et al., 2012), Diplodus puntazo (Suzer et al., 

2007) y la mojarra tenguayaca  Petenia splendida (Uscanga-Martínez et al., 2011). En estos se 

presentan un menor crecimiento en una primera fase (en C. estor desde el 1er dpe hasta el día 

25), seguido de un crecimiento exponencial (a partir del día 45 dpe para el pez blanco). 

 

Este cambio en el comportamiento del crecimiento puede explicarse por diferentes 

causas. La primera, la diferente composición alimento vivo; rotífero y Artemia (Moyano et al., 

1996; Morais et al., 2004). Por otro lado el crecimiento también está relacionado a los 

distintos cambios morfo-fisiológicos que experimentan los peces durante su desarrollo. 

Adicionalmente se ha propuesto que las enzimas exógenas presentes en el alimento vivo 

podrían ayudar directamente en la digestión larvaria o activar los zimógenos presente en el 

intestino de las larvas, aumentando así la digestión y las tasas de crecimiento (Dabrowski 

1979; Lauf y Hoffer 1984). Aunque varios autores han reportado que la aportación de estas 

enzimas no es significativa en el contexto de la actividad de enzimas endógenas o no estimula 

la producción de enzimas digestivas o su secreción al lumen del intestino (Kurokawa et al., 

1998; Baragi y Lovell 1986; Cahu y Zambonino-Infante 1997; Lazo et al., 2000), es posible 

que la aportación de enzimas del alimento vivo sea relevante (Moyano, comm. Personal) para 

el pez blanco por sus hábitos alimenticios zooplanctófagos. 

 

Actividad enzimática digestiva citosólica. 

 

Es la primera vez que se realiza un estudio tan detallado de caracterización de la capacidad 

digestiva para C. estor, ya que los muestreos fueron muy cercanos y se realizó desde el 

desarrollo larvario hasta el juvenil, a los 150 dpe.  

A menudo la actividad enzimática digestiva es expresada en actividad específica (U/mg de 

proteína soluble) y actividad total (Unidades por larva). La actividad específica refleja 
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cambios en la función metabólica en la cual está implicada tal enzima, cambios debidos a la 

velocidad de desarrollo de los tejidos secretores, además de reflejar la influencia de la 

disponibilidad y cambio del alimento (Moyano et al., 1996; Morais et al., 2004). No obstante, 

dado que la actividad se relaciona con el contenido de proteína soluble del organismo y la 

fracción tisular se vuelve paulatinamente más importante durante el crecimiento (Cara et al., 

2003), la actividad tiende a disminuir a lo largo del desarrollo de los organismos. No obstante, 

el perfil encontrado en actividad total es de incremento relacionado con la edad, indicando que 

las larvas de los peces incrementan su capacidad digestiva durante el desarrollo, a medida que 

aumenta el tamaño y función de los tejidos secretores, tales como el incremento en las 

vellosidades y microvellosidades intestinales y la maduración de los enterocitos (Munilla-

Moran et al., 1990). 

Diversos estudios han demostrado que la actividad digestiva citosólica es relevante en los 

primeros estadios de vida, cuando el sistema digestivo aún no está completamente 

desarrollado, pero que su actividad disminuye al alcanzar la madurez. Entre este grupo de 

enzimas se encuentran la leucin alanin peptidasa (LAP) y la Fosfatasa ácida (FAc). Ambas han 

sido descritas en el proceso de digestión de nutrientes adquiridos por pinocitosis (Henning 

1987; Zambonino Infante y Cahu 2001). Otra más es la catepsina D, reportada en 

Ctenopharyngodo idellus (Liu et al., 2008) 

 

 En Chirostoma estor, la actividad total de las enzimas digestivas citosólicas analizadas, 

LAP y FAc, se detectó desde el primer dpe y su actividad fue incrementándose con el 

crecimiento. Los niveles de actividad de las enzimas digestivas pueden ser considerados como 

indicadores fisiológicos del crecimiento, durante el período larvario y juvenil (Liu et al., 

2010). 

 

La actividad total y específica de las enzimas digestivas citosólicas aumentó 

considerablemente alrededor del día 105, permaneciendo constante hasta el final del periodo 

evaluado. No obstante, análisis recientes muestran que la actividad de LAP continua 

incrementándose hasta los 1.5 años de vida, en organismos alimentados con dieta balanceada, 

mientras que la FAc permanece con niveles constantes (Hernández-González, 2014, 

comunicación personal). 

 

Los niveles de LAP no solo se mantienen constantes en el estadio juvenil de C. estor, 

sino que son considerablemente mayores que los reportados para otras especies como; Dentex 

dentex (Gisbert et al., 2009) y Mycteroperca rosácea (Martínez-Lagos et al., 2013). Estos 

hallazgos sugieren que C. estor mantiene sus actividades digestivas citosólicas para compensar 

las restricciones digestivas que su sistema presenta: un intestino corto, ausencia de estómago y 

de estructuras compensatorias, i.e. trituración con dientes faríngeos, intestino grueso, entre 

otros. Resultados similares se reportan para otras dos especies de atherinópsidos, los 
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pejerreyes Odontesthes bonariensis y O. hatcheri, los cuales presentan una alta semejanza con 

el pez blanco; también son agástricos y con intestino corto (Toledo-Cuevas et al., 2014).  

 

LAP está presente principalmente en los enterocitos, pero se cree que una menor 

proporción se encuentra anclada en el BBM (Nicholson y Kim, 1975). Por lo tanto, LAP 

podría también participar en la digestión intracelular y membranal en etapa adulta, además de 

su papel fundamental en etapa larvaria (Kvåle et al., 2007).  

 

En otras especies de peces se ha reportado que la actividad de LAP permanece 

constante durante un mayor periodo de la vida del organismo tales como Scophthalmus 

maximus L (hasta 60 dpe) (Tong et al., 2013), Hippoglossus hippoglossus y Gadus morhua 

(Kvåle et al., 2007), se  ha sugerido que esto pueda ser debido al efecto de otros tejidos 

presentes en el intestino, que enmascara los cambios ontogenéticos de los niveles de actividad 

de LAP, aunque también puede ser debido a las estrategias digestivas específicas de las 

especies (Kvåle et al., 2007). 

 

Aparentemente esta enzima está programada genéticamente para llevar a cabo la 

digestión intracelular de las proteínas absorbidas por pinocitosis, en los primeros estadios del 

desarrollo. No obstante, después del comienzo de la alimentación exógena, la actividad de 

LAP es modulada por la dieta (Zambonino-Infante y Cahu, 1994). 

 

Como se ha mencionado, la FAc de Chirostoma estor fue detectada desde los primeros 

días de post-eclosión, al igual que en otras especies como en Pleuronectes ferruginea y 

Pleuronectes americanus (Baglole et al., 1998), Pagrus pagrus (Cara et al., 2002) y Diplodus 

sargo (Guerreiro et al., 2010). En estas especies el patrón de actividad específica fue de un 

incremento durante las primeras semanas del desarrollo larvario, con una disminución 

posterior, que se sugiere es el resultado del comienzo de la maduración de los enterocitos 

(Guerreiro et al., 2010). No obstante, en C. estor la actividad tuvo un incremento significativo 

en el día 105 y permaneció constante hasta el final del periodo evaluado. 

 

Actividad enzimática digestiva membranal 

La actividad total de las enzimas membranales, aminopeptidasa N (APN) y fosfatasa 

alcalina (FAlc) se detectó desde los primeros días de desarrollo y, al igual que para las 

enzimas digestivas citosólicas, la actividad fue incrementándose con el crecimiento. No 

obstante, es relevante mencionar que la actividad de ambas enzimas fue mucho menor que la 

detectada en un estudio anterior, en donde se usaron extractos totales (Toledo et al., 2011). 

También fue menor que la detectada en extractos totales de dos especies de pejerrey, 

Odontesthes bonariensis y O. hatcheri (Toledo et al., 2014, en preparación), atherinópsidos 

con una anatomía externa y digestiva muy semejante a la de los peces blancos. En ninguno de 

dichos estudios se purificaron las membranas de borde de cepillo, lo que sí se realizó en el 
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presente trabajo. Así que los resultados sugieren que el proceso de purificación afectó 

negativamente la actividad de las enzimas digestivas de C. estor, por lo que los niveles de 

actividad detectados muy seguramente no son los reales. No obstante, la purificación de las 

BBM seguramente incrementó la especificidad de detección de las actividades digestivas 

membranales, lo que sin duda debió incrementar la precisión para determinar el momento de 

la adquisición de la madurez digestiva en C. estor.  

La fosfatasa alcalina (FAlc) ha sido reportada como un marcador general en el 

transporte de nutrientes a través de la membrana de los enterocitos (citado en Zambonino y 

Cahu, 1994) y el incremento de su actividad está relacionada con la maduración de los 

enterocitos (Zambonino-Infante y Cahu, 2001; Kvåle et al., 2007), por lo que es considerado 

como un indicador de maduración digestiva. Incrementos significativos, desde los primeros 

días de post-eclosión, han sido reportados en varias especies, como en la cabrilla arenera 

Paralabrax maculatofasciatus (Alvarez-González et al., 2008) y en el bagre mantequilla 

Ompok bimaculatus (Kumar et al., 2012). Resultados  similares se han encontrado en larvas de 

peces marinos y de agua dulce, aunque alrededor de la tercera y cuarta semana de vida (Babaei 

et al., 2011; López- Ramírez et al., 2010; Uscanga-Martínez et al., 2011). En contraste con 

estos resultados, en Chirostoma estor la actividad total de FAlc tuvo un incremento 

significativo hasta los 45 dpe, mientras que el incremento en la actividad específica se 

presentó en el día 90.  

APN es otra de las enzimas localizada en el borde de cepillo intestinal. Hidroliza 

péptidos a amino ácidos en el proceso final de la digestión de las proteínas, tras el proceso 

digestivo iniciado por proteasas luminales (Kurokawa y Suzuki, 1998). El incremento en la 

actividad total de APN en C. estor se presentó en el 105 dpe, mientras que para la actividad 

específica se observó en el día 60, aunque hay una tendencia de mayor incremento para el 105 

dpe. No obstante, el aumento en la actividad de APN se observa mucho más temprano en el 

desarrollo larvario de varias especies de agua dulce y marinas, alrededor del día 3 de post-

eclosión, como por ejemplo;en Solea senegalensis (Ribeiro et al., 1999), Pseudosciaena 

crocea (Ma et al., 2005), cabrilla arenera Paralabrax maculatofasciatus (Álvarez-González et 

al., 2008), en el cíclido Cichlasoma urophthalmus (López-Ramírez et al., 2010) y el robalo 

Centropomus undecimalis (Jiménez-Martínez et al., 2011). 

Las aminopeptidasas se distribuyen en diversos tejidos, incluyendo la sangre, el hígado 

y el riñón, por tanto es difícil determinar la etapa en la que el intestino comienza a sintetizar 

aminopeptidasa, cuando los ensayos de actividad se realizan en extractos de organismos 

completos (Kurokawa y Suzuki, 1998). En el pez blanco, el incremento en el día 60 de la 

actividad específica de APN, podría ser debida a que a partir de esa fecha el análisis se realizó 

en extractos intestinales y por tanto la enzima podría estar más concentrada. Sin embargo, en 

las etapas tempranas del desarrollo larvario, de prácticamente todas las especies estudiadas, los 

análisis se han realizado en extractos totales y los incrementos de actividad son tempranos, por 
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lo que es improbable que la detección en extractos intestinales sean la razón del incremento 

tardío de la actividad de APN, en C. estor.  

El desarrollo y función del intestino implica diferentes eventos morfológicos y de 

maduración que están muy bien conservados entre los vertebrados (Henning, 1987). La 

aparición de una membrana funcional en las microvellosidades de los enterocitos constituye 

un paso crucial durante el desarrollo de las larvas de los peces, porque el incremento en la 

actividad de las enzimas digestivas de esta membrana, con su alta eficiencia catalítica y 

función absortiva, permiten la adquisición de un modo adulto de digestión (Zambonino-

Infante et al., 2009). De acuerdo a diversos autores, estos cambios se producen entre la tercera 

y cuarta semana después de la eclosión, en especies de peces teleósteos marinos de aguas 

templadas. No obstante, el incremento de estas actividades digestivas en C. estor se presentó 

después de los 2 meses de vida, sugiriendo un retraso en el proceso de maduración. Sin 

embargo, el constante incremento en estas actividades sugiere una mejoría considerable en la 

capacidad digestiva intestinal, a lo largo del desarrollo de estos organismos. Este mismo 

comportamiento se observó en Diplodus puntazzo (Suzer et al., 2007), que exhibió un 

aumento constante hasta los 50 dpe. 

Maduración digestiva.  

Como ya se ha mencionado anteriormente, el proceso típico de maduración del 

intestino se caracteriza por un aumento progresivo en las actividades específicas de las 

enzimas digestivas de la membrana borde de cepillo (fosfatasa alcalina, aminopeptidasa, que 

coincide con una disminución en las actividades de las enzimas digestivas citosólicas (leucina 

alanina peptidasa) (Cahu y Zambonino-Infante, 2001). Por esta razón, diversos autores utilizan 

el punto de cruce de estas actividades como un indicador de maduración digestiva. Este patrón 

se ha observado en diferentes especies, como es el caso de larvas de cíclidos Cichlasoma 

urophthalmus (López-Ramírez et al., 2010); en el robalo Centropomus undecimalis (Jiménez-

Martínez et al., 2011) y en varias larvas de peces marinos (Zambonino-Infante et al., 2007; 

Pittman et al., 2013). En todos estos organismos, la maduración ocurre entre la tercera y cuarta 

semana de post-eclosión, aunque en especies de aguas frías, como el bacalao Gadus morhua y 

el lenguado Hippoglossus hippoglossus, la maduración se produce más tardíamente, 

aproximadamente 40 a 50 días después de la primera alimentación (Kvåle et al., 2007). No 

obstante, en el caso del pez blanco no es posible observar el punto de cruce, porque las 

actividades citosólicas no decaen. 

Otra forma de utilizar estas actividades como indicadores de maduración es en forma 

de relaciones; las actividades totales membranales sobre las totales citosólicas (Zambonino-

Infante y Cahu 1994), siendo el incremento en la relación el indicio de madurez digestiva. Las 

proporciones han sido usadas para definir el proceso de maduración de los enterocitos en 

varias especies de peces, tales como la carpa común Cyprinus carpio (Escaffre et al., 1997), el 

tambor rojo Sciaenops ocellatus (Buchet et al., 2000) y la corvina Pseudosciae  crocea (Ma et 
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al., 2005), y al igual que con el otro indicador, la maduración ha sido encontrada entre la 

tercera y la cuarta semana de post-eclosión. Aunque, hay especies en las que se presenta una 

maduración precoz del tracto intestinal, como en el Chelon labrosus, con un aumento en el 8 

dpe en las proporciones FAlc/LAP y APN/LAP (Zouiten et al., 2008). 

 

En el presente estudio se utilizaron las dos actividades membranales más comúnmente 

utilizadas, APN y FAlc; y dos actividades digestivas citosólicas, LAP y FAc. Sin embargo, 

dos cosas en los resultados llaman la atención: no fue constante la edad en la que se observó el 

incremento en las distintas relaciones y, el incremento no fue significativo con respecto a la 

edad inmediata anterior. Esto fue mucho más evidente en las relaciones con la actividad de 

APN, encontrándose los incrementos en el día 150 con respecto del 60 dpe (APN/LAP), y en 

el día 120 con respecto del 60 dpe (APN/FAc). Dado que la actividad de APN es modulada 

por la dieta (Zambonino Infante y Cahu 1994), es posible que esta actividad no sea tan 

fidedigna como indicador de maduración.  

 

En contraste, en las relaciones con la FAlc si hubo una coincidencia en el día de 

desarrollo y la significancia no estuvo tan alejada en el desarrollo. Para estas relaciones el 

incremento se encontró en el día 105, con respecto del 75 dpe, es decir con respecto del mes 

anterior. Además, en ese día 105 de desarrollo la actividad específica de todas las enzimas se 

incrementó significativamente, por lo que es posible que los 3.5 meses de edad sea la fecha en 

la cual la maduración de los enterocitos ocurre en el pez blanco. Si este fuera el caso, este 

organismo, a pesar de ser agástrico, seguiría el modelo de maduración digestiva descrito para 

los peces gástricos, aunque la maduración estaría ocurriendo mucho más tardíamente que en 

estos. Es decir, la maduración intestinal estaría siguiendo el modelo digestivo descrito para 

peces, independientemente de la existencia o ausencia de un estómago. No obstante, las dos 

situaciones arriba mencionadas (no coincidencia en la edad del indicador de maduración y que 

éste no es significativo respecto de la fecha de desarrollo inmediata anterior) hacen pensar que 

para el caso de peces agástricos estos indicadores no son suficientes para poder determinar 

cuando ocurre la maduración digestiva o, que ésta no ocurre como en el modelo descrito para 

peces gástricos. No obstante, en el caso de los pejerreyes O. bonariensis y O. hatcheri, otros 

atherinópsidos carentes de estómago, la coincidencia en la edad de maduración con diferentes 

indicadores y el incremento significativo con la fecha inmediata anterior parecen cumplirse 

mejor.  

 

Con el indicador de maduración FAlc/FAc se reportó maduración digestiva, alrededor 

del segundo mes de post-eclosión (Toledo-Cuevas et al., 2011), aunque las actividades no 

fueron medidas con las técnicas usadas para el establecimiento del modelo. Utilizando dichas 

técnicas, para O. bonariensis se reporta una coincidencia en los indicadores APN/LAP y 

FAlc/LAP para el día 28. Para O. hatcheri se detectaron varios incrementos significativos a lo 

largo del desarrollo, pero el único punto en el que coinciden los indicadores (APN/LAP y 

FAlc/LAP) es el 77 dpe (Toledo et al., 2014, en preparación). Así que es posible que las 
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diferencias entre los hábitos alimenticios de estos dos géneros de atherinópsidos agástricos 

(Piedras y Pouey 2005; Ruiz 2005; Ross et al., 2006) se traduzcan en diferencias en su proceso 

de maduración digestiva, de tal suerte que los indicadores de maduración son más claros en los 

pejerreyes que en el pez blanco de Pátzcuaro. El proceso de maduración digestiva es 

influenciado por diversos factores, tales como la especie, la velocidad de desarrollo del 

organismo y de su función digestiva, su estado nutricional, así como la calidad y cantidad de 

alimento suministrado (Cara et al., 2002). No obstante, es relevante mencionar que las 

actividades digestivas membranales en los pejerreyes no fueron determinadas en membranas 

purificadas, por lo que cabe la posibilidad de que el efecto negativo de la purificación en estas 

actividades digestivas, en el pez blanco, estén afectado el hallazgo de indicadores más claros. 

 

En las proporciones con LAP, se detectaron valores altos en los días 1 y 3 de post-

eclosión, pero se descarta una maduración precoz para la especie por su corto desarrollo 

embrionario, los evidentes cambios morfológicos que se presentan en la etapa larvaria y por su 

dependencia al alimento vivo, así como su imposibilidad a ser destetada justo después de la  

eclosión. Estos picos de actividad enzimática podrían atribuirse al término de la absorción del 

saco vitelino, además del régimen de la alimentación de las especies (Alemán et al., 2004). 

 

El proceso de maduración es sensible a la calidad nutricional de la dieta; en 

consecuencia, la disparidad entre la composición de la dieta y las características digestivas de 

las larvas puede retrasar o prevenir la secuencia programada genéticamente del desarrollo 

intestinal (Zambonino-Infante y Cahu, 2001). Además, existe una relación de adaptación entre 

la producción y actividad de enzimas digestivas con el tipo de dieta suministrada, así como 

con los cambios en ésta (Wguolev y K’uzmina, 1993). No obstante, es muy improbable que la 

―maduración digestiva tardía‖, de ser cierta en el pez blanco, haya sido debida al efecto de una 

dieta no apropiada para la especie, ya que los organismos fueron mantenidos solo con 

alimento vivo. 

 

Como se ha mencionado, en el pez blanco Chirostoma estor, la actividad digestiva 

membranal  incrementa a lo largo del desarrollo. Sin embargo, la actividad digestiva citosólica 

no decae, sino que permanece alta. Estos hallazgos sugieren que la especie mantiene toda la 

capacidad digestiva que posee, compensando así las limitaciones de su sistema digestivo, tal 

como sugieren Zambonino-Infante et al. (2009), el diferente patrón en las actividades de las 

enzimas intestinales podrían resultar de diferencias en la maduración intestinal y de diferentes 

respuestas fisiológicas entre las especies. 

Gisbert et al., (2009) sugieren que la maduración de los enterocitos está relacionada a 

una menor dependencia de las larvas en la actividad pinocítica, lo cual no parece ser el caso de 

Chirostoma estor. El proceso de absorción de proteínas por pinocitosis podría ser un proceso 

especializado de las larvas, como respuesta a la falta de enzimas proteolíticas ácidas 

producidas por el estómago (Hamlin et al., 2000). 
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La absorción de proteínas por pinocitosis y su digestión intracelular posiblemente son 

conferidas como una ventaja adaptativa en la etapa larvaria, como mecanismo de digestión y 

absorción larvaria (Govoni et al. 1986; Moyano et al., 1996). La pinocitosis de nutrientes se 

caracteriza por presentar vesículas citoplasmáticas y vacuolas en el epitelio intestinal (Bisbal y 

Bengtson 1995), que disminuyen cuando se forma el estómago y aumenta la digestión 

extracelular (Luizi et al., 1999). Aunque aún no se cuenta con estudios histológicos del 

desarrollo del sistema digestivo de C. estor, en dos especies de pejerrey (Odontesthes 

bonariensis y O. hatcheri) se han observado vacuolas pinocíticas desde la primera semana de 

post-eclosión y hasta la semana 11 (Toledo et al., 2014, en preparación). La evaluación de la 

capacidad digestiva suele relacionar el desarrollo de los órganos del sistema digestivo a la 

cuantificación de las enzimas digestivas durante la ontogenia, como se ha realizado en 

diferentes especies, como el; rodaballo (Scophthalmus maximus), dorada (Sparus aurata), 

platija (Pleuronectes americanus), fletán del Atlántico (Hippoglossus hippoglossus), lubina 

europea (Dicentrarchus labrax), lenguado senegalés (Soleasenegalensis), sargos (Diplodus 

sargus), la anguila japonesa (Anguilla japonica), lenguado (Paralichthys californicus) y el 

jurel  (Seriola lalandi) (Cousin et al., 1987; Moyano et al., 1996; Baglole et al., 1998; 

Martínez et al., 1999; Gawlicka et al., 2000; Zambonino-Infante y Cahu 2001; Ribeiro et al., 

2002; Caraet al., 2002; Álvarez-González et al., 2005; Chen et al., 2006).  
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IX. CONCLUSIONES 

 Todas las actividades enzimáticas digestivas evaluadas fueron detectadas desde el 

momento de la eclosión, sugiriendo que el pez blanco posee un equipo enzimático desde los 

primeros estadios. 

 

La actividad digestiva con mayores niveles fue la de la Leucin alanin peptidasa (LAP), que 

fue incrementándose conforme el desarrollo de Chirostoma estor y que permaneció constante 

hasta los 135 dpe. La FAc mostró el mismo patrón que LAP, aunque con menores valores de 

actividad. Estos hallazgos sugirieren que el pez blanco conserva características neoténicas  

para estas actividades citosólicas. 

 Las actividades digestivas membranales también mostraron un incremento gradual con 

el crecimiento, aunque sus valores fueron mucho menores que los de las citosólicas. Al 

parecer su actividad fue afectada negativamente por el proceso de purificación de membranas.  

 Así que al parecer C. estor mantiene toda la capacidad digestiva que posee, citosólica y 

membranal, seguramente para compensar las restricciones digestivas que su sistema presenta: 

un intestino corto, ausencia de estómago y de estructuras anatómicas compensatorias. 

 La maduración digestiva parece ocurrir en el 105 dpe. Pero, el modelo de maduración 

descrito para peces con estómago no parece cumplirse en esta especie agástrica, dado que solo 

los indicadores con FAlc coincidieron en una misma fecha de desarrollo y porque el 

incremento de la proporción es significativo hasta el día 75. Así que parece que estos 

indicadores no son suficientes para determinar el momento de adquisición de la madurez 

digestiva en especies con las características anatomo-digestivas como ésta. Aunque es posible 

que la actividad citosólica siempre alta y la baja actividad membranal hayan afectado el 

hallazgo de indicadores más claros. 

En el caso de que  la maduración digestiva en C. estor esté ocurriendo en el día 105 del 

desarrollo, ésta es mucho más tardía que en peces gástricos de aguas templadas e incluso de 

aguas frías.  
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X. PERSPECTIVAS Y/O RECOMENDACIONES 

 

Los resultados obtenidos en el presente estudio son muy interesantes, ya que nunca antes 

se había realizado un estudio tan detallado de la capacidad digestiva del pez blanco de 

Pátzcuaro,  

 

Dadas las dificultades para el desarrollo de este experimento, con la utilización de bastante 

material biológico, solo se puedo contar con 2 replicas biológicas. Se recomienda utilizar por 

lo menos 3 replicas biológicas para tener mayor confiabilidad de los datos. 

 

Las técnicas que se utilizaron para las actividades membranales quizás no fueron las más 

adecuadas para esta especie, ya que aunque se realizo la purificación de BBM, los resultados 

fueron menores a los esperados y en consecuencia no se observa un patrón claro de 

maduración digestiva en las proporciones. Se recomienda estandarizar y utilizar los protocolos  

de Cahu y Zambonino-Infante, 2001, para la determinación de la actividad membranal. 

 

Los indicadores que se utilizaron no reflejan claramente cuando sucede la maduración 

digestiva, por lo cual, se recomienda realizar estudios histológicos y el uso de otros 

indicadores de maduración, para confirmar el momento y modelo de maduración digestiva de 

esta especie, y de esta forma contribuir a lograr mejores y más tempranos destetes. 

 

Así mismo, con base en los resultados obtenidos, se recomienda realizar gradualmente el 

destete a los 3.5 meses de post eclosión. 

 

Finalmente; los resultados de este trabajo darán la pauta para la elaboración de mejores 

dietas, acordes a las necesidades de cada estadio de la especie con base en su capacidad 

digestiva, logrando así mejoras en la supervivencia y crecimiento 
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